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RESUMO 

 

Cyperaceae e Juncaceae dispersam grãos de pólen agregados dos tipos pseudomônade e tétrade, 

respectivamente, cujos aspectos ontogenéticos não são ainda totalmente compreendidos. 

Ambas as famílias, incluindo Thurniaceae, pertencem ao clado ciperídeo em Poales por 

compartilharem sinapomorfias embriológicas. Essa tese teve como objetivo descrever o 

desenvolvimento da parede polínica da tétrade permanente de sete espécies de Juncus 

(Juncaceae) e identificar o seu mecanismo de coesão; e também descrever o desenvolvimento 

da antera e da pseudomônade de seis espécies da subfamília Cyperoideae (Cyperaceae), com 

foco na microsporogênese, visando ampliar o conhecimento embriológico na família. Nas 

espécies de Juncus analisadas, a persistência da lamela média e da parede celular do 

microsporócito durante a microsporogênese, assim como a formação antecipada da parede 

polínica antes da citocinese, contribuíram para que os quatro micrósporos permanecessem 

juntos ao final deste processo. A coesão é do tipo “simple cohesion” devido o teto da exina ser 

contínuo por toda a tétrade. A coesão é ainda fortalecida pela presença de uma camada basal 

contínua tanto ao longo da superfície da tétrade como também entre os quatro grãos de pólen, 

formando uma única parede interna. Além disso, a intina envolve cada grão de pólen 

individualmente. Nas espécies de Cyperaceae estudadas, a formação da parede da antera é do 

tipo monocotiledôneo, constituída por epiderme com células levemente papilosas, endotécio 

com espessamento em espiral, camada mediana efêmera e tapete secretor. Idioblastos fenólicos 

foram observados na parede da antera de todas as espécies estudadas, mas com variação em sua 

distribuição. A microsporogênese é simultânea do tipo-Cyperaceae, com citocinese assimétrica, 

que resulta em uma tétrade de micrósporos desiguais, com um micrósporo de maior tamanho e 

volume, o micrósporo funcional, e três micrósporos de menor tamanho e volume, os 

micrósporos não-funcionais. Os quatro micrósporos permanecem juntos devido à formação da 

camada de exina da parede polínica ao redor da tétrade. Além disso, os quatro micrósporos são 

separados por um espaço periplasmático contendo muitas vesículas e uma fina matriz de 

primexina. Antes da formação do vacúolo central, o núcleo do micrósporo funcional se divide 

mitoticamente, resultando nas células vegetativa e generativa. Mais tarde, o núcleo da célula 

generativa se divide, formando duas células espermáticas. Durante a microgametogênese, os 

núcleos dos micrósporos não-funcionais não se dividem e essas três células acabam se 

degenerando. O grão de pólen resultante desse processo é a pseudomônade, caráter 

sinapomórfico da família dentro de Poales. Estes resultados mostram algumas semelhanças 

entre Juncaceae e Cyperaceae quanto ao desenvolvimento de seus grãos de pólen e de suas 

paredes polínicas, corroborando com a hipótese que a pseudomônade tenha surgido de uma 

tétrade permanente, sustentando, assim, o relacionamento filogenético dessas duas famílias. 

 

Palavras-chave: Microsporogênese. Parede polínica. Pseudomônade. Tétrade permanente. 



ABSTRACT 

 

Cyperaceae and Juncaceae disperse aggregated pollen grains of the pseudomonad and tetrad 

types, respectively, whose ontogenetic aspects are not yet fully understood. Both families, 

including Thurniaceae, belong to the cyperid clade in Poales for sharing embryological 

synapomorphies. This thesis aimed to describe the pollen wall development of the permanent 

tetrad of seven species of Juncus (Juncaceae) and to identify its cohesion mechanism; and also 

to describe the anther and pseudomonad development of six species of the subfamily 

Cyperoideae (Cyperaceae), with a focus on microsporogenesis, aiming to expand the 

embryological knowledge in the family. In the species of Juncus analyzed, the persistence of 

the middle lamella and the microsporocyte cell wall during microsporogenesis, as well as the 

early formation of the pollen wall before cytokinesis, contributed to the four microspores 

remaining together at the end of this process. Cohesion is of the “simple cohesion” type due to 

the exine being continuous throughout the tetrad. Cohesion is further strengthened by the 

presence of a continuous foot layer both along the surface of the tetrad and also between the 

four pollen grains, forming a single continuous internal wall. In addition, the intine involves 

each pollen grain individually. In the species of Cyperaceae studied, the anther wall formation 

is monocotyledonous type, constituted by epidermis with slightly papillate cells, endothecium 

with helicoidal thickening, ephemeral middle layer, and secretory tapetum. Phenolic idioblasts 

were observed in the anther wall of all studied species, but with variation in their distribution. 

Microsporogenesis is simultaneous of the Cyperaceae type, with asymmetric cytokinesis, which 

results in a tetrad of uneven microspores, with a microspore of larger size and volume, the 

functional microspore, and three microspores of smaller size and volume, the non-functional 

microspores. The four microspores remain together due to the formation of the exine layer of 

the pollen wall around the tetrad. In addition, the four microspores are separated by a 

periplasmic space containing many vesicles and a thin primexine matrix. Before the central 

vacuole formation, the functional microspore nucleus divides mitotically, resulting in the 

vegetative and generative cells. Later, the generative cell nucleus divides, forming two 

spermatic cells. During microgametogenesis, the non-functional microspores nuclei do not 

divide and these three cells degenerate. The pollen grain resulting from this process is the 

pseudomonad, a synapomorphic character to the family within Poales. These results show some 

similarities between Juncaceae and Cyperaceae, regarding their pollen grain and pollen wall 

development, corroborating the hypothesis that the pseudomonad has arisen from a permanent 

tetrad, thus supporting the phylogenetic relationship of these two families. 

 

Keywords: Microsporogenesis. Permanent tetrad. Pollen wall. Pseudomonad. 
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1 INTRODUÇÃO GERAL 

 

O desenvolvimento do grão de pólen em angiospermas é definido por eventos 

precisamente regulados, interligados com o desenvolvimento simultâneo do próprio estame 

(SCOTT; SPIELMAN; DICKINSON, 2004). Mudanças mínimas na cronologia desses eventos, 

principalmente causadas por mutações, podem levar a defeitos tanto no desenvolvimento do 

pólen, quanto da antera e do estame (CHAUDHURY, 1993; TAYLOR et al., 1998; SCOTT; 

SPIELMAN; DICKINSON, 2004), que podem culminar na esterilidade masculina (TAYLOR 

et al., 1998). 

Nas angiospermas, os grãos de pólen passam por um longo processo que se inicia na 

diferenciação de uma ou mais células meristemáticas subepidérmicas na antera, nos locais dos 

futuros microsporângios, formando o tecido arquesporial (MAHESHWARI, 1950). A 

diferenciação de células do tecido arquesporial culminam na formação da parede da antera e do 

tecido esporogênico (MAHESHWARI, 1950; STANLEY; LINSKENS, 1974; JOHRI; 

AMBEGAOKAR; SRIVASTAVA, 1992; SCOTT; SPIELMAN; DICKINSON, 2004). 

 

1.1 Antera 

 

O estame é formado pela antera e pelo filete em grande parte das angiospermas 

(STANLEY; LINSKENS, 1974; GOLDBERG; BEALS; SANDERS, 1993; SCOTT; 

SPIELMAN; DICKINSON, 2004), com exceção de alguns táxons de angiospermas basais [p. 

ex., Annonaceae (BHANDARI, 1984), Austrobaileyales (BHANDARI, 1984; ENDRESS; 

DOYLE, 2009; LOSADA; BACHELIER; FRIEDMAN, 2017), Degeneriaceae (CANRIGHT, 

1952; BHANDARI, 1984; ENDRESS; DOYLE, 2009), Himantandraceae, Magnoliaceae 

(CANRIGHT, 1952; BHANDARI, 1984) e Nymphaeaceae (VAN HEEL, 1977; TAYLOR et 

al., 2013)] e a provável irmã das eudicotiledôneas, Ceratophyllales (ENDRESS, 1994). Nestas 

famílias, os estames são laminares, não havendo distinção entre o filete e a antera e nem dos 

próprios sacos polínicos (BHANDARI, 1984), que estão em posição laminar (CANRIGHT, 

1952). O estame laminar é considerado um caráter plesiomórfico em angiospermas 

(CANRIGHT, 1952; BHANDARI, 1984) e, durante a evolução das plantas com flores, esse 

estame sofreu redução de seu tecido estéril, além de retração de suas margens (BHANDARI, 

1984) e mudança na posição de seus sacos polínicos, de laminar para marginal na antera 

(CANRIGHT, 1952). 
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A antera é o local de produção do grão de pólen (GOLDBERG; BEALS; SANDERS, 

1993; SCOTT; SPIELMAN; DICKINSON, 2004; PACINI, 2010), onde ocorre a transição da 

geração esporofítica para gametofítica (CANALES et al., 2002). É formada pelo conectivo e 

pelas tecas com microsporângios (BHANDARI, 1984). 

O conectivo é um tecido estéril, formado por células parenquimáticas e vasculares, que 

conecta o filete ao restante da antera, e que contém o feixe vascular (MAUSETH, 1988). É 

considerado uma extensão do filete (FAHN, 1978), que pode se expandir, promovendo a 

separação das tecas no interior da antera (BHANDARI, 1984). Nas angiospermas basais [p. ex., 

Magnoliaceae (XU; CHEN; SPECHT, 2013) e Schisandraceae (VIJAYARAGHAVAN; 

DHAR, 1975)], o conectivo é conspícuo, com duas ou mais vezes o tamanho do tecido fértil, 

enquanto que nas demais famílias de angiospermas, há redução de seu tamanho (BHANDARI, 

1984). Também, algumas de suas células podem adquirir espessamentos de parede semelhantes 

àqueles do endotécio (VIJAYARAGHAVAN; DHAR, 1975; VENTURELLI; BOUMAN, 

1988; SANDERS et al., 1999; PRAKASH; LEE; GOH, 2000; AMELA GARCÍA; GALATI; 

ANTON, 2002; KUMAR; RAMASWAMY, 2003; XU; CHEN; SPECHT, 2013; OLIVEIRA 

et al., 2020), ou apresentar aerênquima (OLIVEIRA et al., 2020); ou acumular taninos, óleos 

(VIJAYARAGHAVAN; DHAR, 1975), cristais (VIJAYARAGHAVAN; DHAR, 1975; CHEN 

et al., 2013) e amido (OLIVEIRA et al., 2015; SHARMA; SINGH; BHALLA, 2015). 

A grande maioria das angiospermas apresenta quatro microsporângios em suas anteras, 

sendo dois por teca (p. ex., HORNER, 1977; MAKDE, 1982; SIMPSON, 1988; SANDERS et 

al., 1999; HERMANN; PALSER, 2000; AMELA GARCÍA; GALATI; ANTON, 2002; 

CANALES et al., 2002; LIU et al., 2007; SAJO; LONGHI-WAGNER; RUDALL, 2007; LI et 

al., 2010; SOLÍS; GALATI; FERRUCCI, 2010; EKICI, 2014; GOTELLI et al., 2016). Os 

microsporângios, também chamados de sacos polínicos, são regiões onde ocorre o 

desenvolvimento do grão de pólen (STANLEY; LINSKENS, 1974; BHOJWANI; 

BHATNAGAR, 1978). Além disso, em algumas famílias de monocotiledôneas (p. ex., 

Philydraceae – BHANDARI, 1984) e eudicotiledôneas (p. ex., Onagraceae – GORMLEY, 1915 

e Viburnaceae – BHANDARI, 1984), as anteras podem ser bisporangiadas; em algumas 

famílias de angiospermas basais [Annonaceae (JOHRI; AMBEGAOKAR; SRIVASTAVA, 

1992)] e de outras eudicotiledôneas [Bixaceae (BHANDARI, 1984) e Melastomataceae 

(LIMA; ROMERO; SIMÃO, 2019)] são observadas anteras polisporangiadas, com mais de 

quatro microsporângios. Além disso, pode haver variação no número de microsporângios 

dentro de uma mesma família, como acontece em algumas famílias de monocotiledôneas 

[Eriocaulaceae (COAN; SCATENA, 2004; COAN; STÜTZEL; SCATENA, 2010), 
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Restionaceae (DAHLGREN; CLIFFORD; YEO, 1985; LINDER; VLOK, 1991; LINDER; 

BRIGGS; JOHNSON, 1998; BRIGGS; JOHNSON, 2000) e Smilacaceae (CONRAN, 1998; 

AO, 2013)] e de eudicotiledôneas [Ericaceae (STEVENS et al., 2004) e Malvaceae 

(NABEESA; NEELAKANDAN, 1985; TANG; GAO; XIE, 2009; MACINTYRE; LACROIX, 

1996; LATTAR; GALATI; FERRUCCI, 2014)], nas quais são observadas espécies que 

apresentam anteras com dois ou quatro microsporângios. 

Os microsporângios se originam de células do tecido arquesporial que se diferenciam 

de células do meristema floral (SCOTT; SPIELMAN; DICKINSON, 2004). As células do 

tecido arquesporial se dividem e se diferenciam nas camadas parietal e esporogênica, que 

originam as camadas da parede da antera e os grãos de pólen, respectivamente 

(MAHESHWARI, 1950). 

Na maioria das angiospermas, a parede da antera compreende quatro camadas: 

epiderme, endotécio, camada mediana e tapete (MAHESHWARI, 1950; BHOJWANI; 

BHATNAGAR, 1978; SCOTT; SPIELMAN; DICKINSON, 2004). O processo de formação 

destas camadas, inicia com a divisão das células do tecido arquesporial na camada parietal 

primária, que passa por divisão periclinal formando duas camadas parietais secundárias 

(JOHRI; AMBEGAOKAR; SRIVASTAVA, 1992). Essas camadas secundárias podem ou não 

se dividir e, por isso, a formação da parede da antera é classificada em quatro tipos: básico, 

dicotiledôneo, monocotiledôneo e reduzido (DAVIS, 1966 apud JOHRI; AMBEGAOKAR; 

SRIVASTAVA, 1992). No tipo básico, as camadas parietais secundárias externa (voltada para 

a epiderme) e interna (voltada para o tecido esporogênico) se dividem, com a externa originando 

o endotécio e a camada mediana, enquanto a interna origina outra camada mediana e o tapete. 

No tipo dicotiledôneo, apenas a camada parietal secundária externa se divide e diferencia em 

endotécio e camada mediana, enquanto a camada interna se diferencia no tapete. No tipo 

monocotiledôneo ocorre o contrário, apenas a camada parietal secundária interna se divide e 

diferencia em camada mediana e tapete, enquanto a camada externa se diferencia em endotécio. 

No tipo reduzido, ambas as camadas parietais não se dividem e se diferenciam diretamente no 

endotécio e tapete. 

Assim, o endotécio, a camada mediana (quando presente) e o tapete se originam da 

camada parietal (MAHESHWARI, 1950) e se dispõem de forma concêntrica revestindo cada 

microsporângio (MAHESHWARI, 1950; BHOJWANI; BHATNAGAR, 1978; CANALES et 

al., 2002). Além disso, em alguns casos, o tapete pode apresentar parte de sua origem 

proveniente de células do conectivo (BHANDARI, 1984; CHAPMAN, 1987; HERMANN; 
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PALSER, 2000) e do tecido esporogênico (CHAPMAN, 1987) ou ser totalmente formado a 

partir deste último tecido (AARTS et al., 1997). 

A grande maioria das angiospermas apresenta quatro camadas uniestratificadas na 

parede de suas anteras, no entanto, anteras com mais de quatro camadas parietais também são 

observadas. Na monocotiledônea Haemodoraceae (SIMPSON, 1988), cujas anteras apresentam 

a formação de parede do tipo monocotiledôneo, tanto a camada mediana como o tapete são 

biestratificados, resultantes de novas divisões. Nas eudicotiledôneas, duas ou mais camadas 

medianas também podem ser observadas, por exemplo, nas anteras tanto de Euphorbiaceae 

(LIU et al., 2007) e de Passifloraceae (AMELA GARCÍA; GALATI; ANTON, 2002), que 

apresentam formação de parede do tipo dicotiledôneo, quanto de Sapindaceae (SOLÍS; 

GALATI; FERRUCCI, 2010), que apresenta o tipo básico de formação. 

A epiderme é a camada externa da parede da antera (MAHESHWARI, 1950; 

BHANDARI, 1984), cujas células se tornam alongadas e achatadas (MAHESHWARI, 1950) 

ou até papilosas (MAKDE, 1982; SAJO; LONGHI-WAGNER; RUDALL, 2007; COAN; 

ALVES; SCATENA, 2010) à medida que a antera se desenvolve. Estas células têm função 

protetora (JOHRI; AMBEGAOKAR; SRIVASTAVA, 1992), podendo acumular grãos de 

amido (HERMANN; PALSER, 2000; TÜTÜNCÜ KONYAR; DANE; TÜTÜNCÜ, 2013; 

OLIVEIRA et al., 2015) ou compostos fenólicos (MAKDE, 1982; HERMANN; PALSER, 

2000). As suas paredes celulares podem adquirir espessamentos fibrosos, como ocorre em 

algumas famílias de eudicotiledôneas (Dilleniaceae – JOHRI; AMBEGAOKAR; 

SRIVASTAVA, 1992) e monocotiledôneas (Mayacaceae – VENTURELLI; BOUMAN, 1986; 

Musaceae – XUE; WANG; LI, 2005; e Zingiberaceae – JOHRI; AMBEGAOKAR; 

SRIVASTAVA, 1992), participando da deiscência da antera (KEIJZER, 1987). 

Internamente à epiderme se encontra o endotécio, que pode compreender uma a mais 

camadas (BHANDARI, 1984), cujas células se alongam radialmente e podem ou não adquirir 

espessamento em suas paredes ao longo do seu desenvolvimento (MAHESHWARI, 1950; 

BHOJWANI; BHATNAGAR, 1978). O espessamento nas paredes promove a função mecânica 

do endotécio no momento da deiscência da antera (BHOJWANI; BHATNAGAR, 1978; 

KEIJZER, 1987), a fim de que os grãos de pólen sejam liberados (BHOJWANI; 

BHATNAGAR, 1978). Quando não há espessamentos de parede no endotécio, a deiscência 

pode ser poricida, como observada em espécies de Ericaceae (HERMANN; PALSER, 2000), 

ocasionada pela degeneração de algumas células presentes no ápice da antera 

(MAHESHWARI, 1950); a deiscência pode ser longitudinal, efetuada pela epiderme com 

espessamentos de parede, como reportado em Musella (Franch.) C.Y.Wu (Musaceae) (XUE; 
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WANG; LI, 2005); ou a deiscência pode não ocorrer, como relatado em alguns táxons com 

flores cleistógamas e em Hydrocharitaceae (MAHESHWARI, 1950; BHOJWANI; 

BHATNAGAR, 1978). O endotécio também pode estar ausente na antera, como em alguns 

membros de Ericaceae (HERMANN; PALSER, 2000), ou degenerar antes da antese, como 

acontece em Pharus (Poaceae) (SAJO; LONGHI-WAGNER; RUDALL, 2007). 

Internamente ao endotécio se encontra a camada mediana, seguida pelo tapete 

(SORENSEN et al., 2002). Estas camadas da parede da antera são efêmeras, desaparecendo na 

antera madura da maioria das famílias de angiospermas (MAHESHWARI, 1950; BHOJWANI; 

BHATNAGAR, 1978). 

A camada mediana está presente na grande maioria das paredes das anteras de 

angiospermas (MAHESHWARI, 1950; BHANDARI, 1984), com exceção de algumas espécies 

de Ericaceae (HERMANN; PALSER, 2000) e em Pharus (Poaceae) (SAJO; LONGHI-

WAGNER; RUDALL, 2007), por exemplo. Quando presente, pode ser constituída de uma a 

mais camadas (BHANDARI, 1984) e pode acumular reservas nutritivas (BHOJWANI; 

BHATNAGAR, 1978; JOHRI; AMBEGAOKAR; SRIVASTAVA, 1992; OLIVEIRA et al., 

2015). Pouco é conhecido sobre sua função na antera (SCOTT; SPIELMAN; DICKINSON, 

2004), pois, devido ao seu caráter efêmero, esta camada acaba sendo obliterada com o 

desenvolvimento do endotécio, do tapete (MAHESHWARI, 1950) e dos microsporócitos 

(SCOTT; SPIELMAN; DICKINSON, 2004). Quando presente em mais de uma camada, 

aquela(s) próxima(s) ao endotécio pode(m) persistir e adquirir espessamento de parede 

(BHANDARI, 1984; SIMPSON, 1988; PRAKASH; LEE; GOH, 2000; SIMÃO; SCATENA; 

BOUMAN, 2007), contribuindo com a deiscência da antera, como reportado para as 

monocotiledôneas Haemodoraceae (SIMPSON, 1988), Heliconiaceae (PRAKASH; LEE; 

GOH, 2000; SIMÃO; SCATENA; BOUMAN, 2007) e Zingiberaceae (BHANDARI, 1984), 

por exemplo. 

O tapete é a camada mais interna da parede da antera e está em contato com o tecido 

esporogênico (JOHRI; AMBEGAOKAR; SRIVASTAVA, 1992). Todo material necessário 

para o desenvolvimento do grão de pólen passa primeiramente pelo tapete, onde é reelaborado 

e secretado no lóculo (MAHESHWARI, 1950; PACINI, 2010). O lóculo geralmente é 

preenchido por fluido locular, que também é produzido pelo tapete (PACINI; FRANCHI; 

HESSE, 1985; PACINI, 2010). O material reelaborado é encontrado nesse fluido e captado pelo 

microsporócito, pelo micrósporo e pelo grão de pólen ao longo de sua parede ou por sua abertura 

(PACINI, 2010). Também, o próprio grão de pólen pode captar o nutriente diretamente do 

tapete, a partir de contato direto com ele (PACINI, 2010). 
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Em angiospermas são encontrados os tapetes dos tipos secretor (ou glandular) e 

ameboide (ou periplasmodial) (MAHESHWARI, 1950; BHANDARI, 1984; PACINI; 

FRANCHI; HESSE, 1985; CHAPMAN, 1987; JOHRI; AMBEGAOKAR; SRIVASTAVA, 

1992; PACINI, 2010), sendo o primeiro tipo considerado plesiomórfico e o segundo, derivado 

dele (FURNESS; RUDALL, 2001). O primeiro tipo é o mais frequente (PACINI; FRANCHI; 

HESSE, 1985; PACINI, 2010) e seu caráter plesiomórfico se deve ao fato de ser encontrado em 

grande parte das famílias das angiospermas basais (FURNESS; RUDALL, 2001), além de estar 

presente tanto em monocotiledôneas (FURNESS; RUDALL, 1998, 2006), como em 

eudicotiledôneas (PACINI; FRANCHI; HESSE, 1985; JOHRI; AMBEGAOKAR; 

SRIVASTAVA, 1992). No tapete secretor, as suas células terminam perdendo parcialmente as 

suas paredes celulares, no entanto, ainda permanecem revestindo a cavidade locular 

(MAHESHWARI, 1950; BHANDARI, 1984; PACINI, 2010). No tapete ameboide, as células 

perdem completamente as suas paredes e o citoplasma invade a cavidade locular, formando um 

periplasmódio que envolve cada micrósporo ou grão de pólen em formação (MAHESHWARI, 

1950; BHANDARI, 1984; JOHRI; AMBEGAOKAR; SRIVASTAVA, 1992; PACINI, 2010); 

este tipo de tapete está presente em magnoliídeas (FURNESS; RUDALL, 2001), 

monocotiledôneas (JOHRI; AMBEGAOKAR; SRIVASTAVA, 1992; FURNESS; RUDALL, 

1998) e em algumas famílias de eudicotiledôneas (FURNESS; RUDALL, 2001; FURNESS, 

2008; PACINI, 2010), especialmente nas asterídeas (FURNESS, 2008). 

Além dos dois tipos mencionados acima, há também o tapete invasivo não sincicial, 

cujas células, ao perderem completamente as suas paredes, invadem a cavidade locular, mas 

não se fundem e terminam envolvendo cada micrósporo e grão de pólen (FURNESS; RUDALL, 

1998); é observado em algumas famílias de angiospermas basais (FURNESS; RUDALL, 2001) 

e de monocotiledôneas (FURNESS; RUDALL, 2001, 2006), especialmente na ordem 

Zingiberales (FURNESS; RUDALL, 2001), e em poucas eudicotiledôneas (FURNESS; 

RUDALL, 2001; FURNESS, 2008), especialmente nas asterídeas (FURNESS, 2008). 

O tapete tem como principais funções: nutrição dos micrósporos; produção e secreção 

de orbículos, de substratos para construção da parede polínica (esporopolenina), de materiais 

de cobertura da exina (“tryphine” e “pollenkitt”) (STANLEY; LINSKENS, 1974; 

BHANDARI, 1984; PACINI; FRANCHI; HESSE, 1985; CHAPMAN, 1987; SCOTT; 

SPIELMAN; DICKINSON, 2004), que auxiliam na dispersão dos grãos de pólen (KNOX, 

1984); de calase para dissolução da parede de calose ao redor da tétrade de micrósporos 

(HORNER, 1977; PACINI; FRANCHI; HESSE, 1985; CHAUDHURY, 1993; MCCONN; 

BROWSE, 1996; SCOTT; SPIELMAN; DICKINSON, 2004); produção de fluido locular; além 
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da produção de “viscin threads” (PACINI; FRANCHI; HESSE, 1985) e de substâncias de 

autoincompatibilidade esporofítica (PACINI; FRANCHI; HESSE, 1985; CHAPMAN, 1987; 

JOHRI; AMBEGAOKAR; SRIVASTAVA, 1992). 

 

1.2 Microsporogênese e microgametogênese 

 

As células do tecido arquesporial se dividem mitoticamente e diferenciam nas camadas 

parietal e esporogênica (MAHESHWARI, 1950). As células dessa última camada se dividem e 

desenvolvem em microsporócitos que, em seguida, por meiose, formam os quatro micrósporos; 

estes últimos também se dividem, por mitose, e se desenvolvem nos grãos de pólen 

(MAHESHWARI, 1950; STANLEY; LINSKENS, 1974; SCOTT; SPIELMAN; DICKINSON, 

2004). Vale ressaltar que nem todos os micrósporos originados da meiose se desenvolvem em 

grãos de pólen (SORENSEN et al., 2002), como se observa em algumas plantas mutantes, por 

exemplo, de Arabidopsis thaliana (L.) Heynh. (Brassicaceae) (SANDERS et al., 1999; 

SORENSEN et al., 2002), Capsicum annuum L. (Solanaceae) (CHEN et al., 2011), Glycine 

max (L.) Merr. (Fabaceae) (ALBERTSEN; PALMER, 1979) e Helianthus annuus L. 

(Asteraceae) (HORNER, 1977); e em espécies de Cyperaceae (ELFVING, 1879; TANAKA, 

1940, 1941; PADHYE; MOHARIR, 1958; PADHYE; CHAUBE; IYER, 1970; PADHYE, 

1971a, b; CARNIEL, 1972; NAGARAJ; NIJALINGAPPA, 1972, 1973; DUNBAR, 1973; 

NIJALINGAPPA; DEVAKI, 1978; MAKDE, 1982; NIJALINGAPPA, 1986; DOPCHIZ; 

POGGIO, 1999; BROWN; LEMMON, 2000; SIMPSON et al., 2003; COAN; ALVES; 

SCATENA, 2010; SAN MARTIN et al., 2013; ROCHA et al., 2016; ROCHA; VANZELA; 

MARIATH, 2018), Ericaceae (SMITH-WHITE, 1959; FURNESS; RUDALL, 2011) e 

Liliaceae (MAHESHWARI, 1934; EKICI, 2014), por exemplo. 

Dois processos ocorrem durante o desenvolvimento do grão de pólen: a 

microsporogênese e a microgametogênese (MAHESHWARI, 1950; BHOJWANI; 

BHATNAGAR, 1978; JOHRI; AMBEGAOKAR; SRIVASTAVA, 1992; HALBRITTER et 

al., 2018). 

Na microsporogênese, os micrósporos (n) são formados a partir de divisões meióticas 

dos microsporócitos (2n) seguidas pela citocinese (BLACKMORE; KNOX, 1990; FURNESS; 

RUDALL; SAMPSON, 2002; RUDALL; BATEMAN, 2007). Nesta fase de desenvolvimento 

do grão de pólen, a meiose é crucial, pois marca a transição da geração esporofítica (2n) para a 

geração gametofítica (n) (BHANDARI, 1984; BLACKMORE; CRANE, 1988; BHATT; 

CANALES; DICKINSON, 2001; SCOTT; SPIELMAN; DICKINSON, 2004). 
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A microsporogênese em angiospermas pode ser classificada em dois tipos: sucessiva 

e simultânea (FURNESS; RUDALL, 1999a; FURNESS; RUDALL; SAMPSON, 2002). Na 

microsporogênese sucessiva, uma parede de calose é formada ao final de cada divisão meiótica, 

enquanto na microsporogênese simultânea, esta parede só se forma ao final da segunda divisão 

(FURNESS; RUDALL, 1999a; FURNESS; RUDALL; SAMPSON, 2002; SCOTT; 

SPIELMAN; DICKINSON, 2004). O tipo sucessivo é frequentemente observado nas 

angiospermas basais (p. ex. Annonaceae – LORA; HERRERO; HORMAZA, 2014; LI; XU, 

2018; Aristolochiaceae – GONZÁLEZ; RUDALL; FURNESS, 2001; Cabombaceae – 

TAYLOR; OSBORN, 2006; TAYLOR et al., 2008; e Magnoliaceae – GALATI et al., 2012) e 

nas monocotiledôneas (p. ex., Arecaceae – JAZINIZADEH; MAJD; POURPAK, 2017; 

Asparagaceae – HAQUE; GHOSH, 2016; Bromeliaceae – SAJO et al., 2005; Eriocaulaceae – 

COAN; SCATENA, 2004; Haemodoraceae – SIMPSON, 1988; Heliconiaceae – PRAKASH; 

LEE; GOH, 2000; SIMÃO; SCATENA; BOUMAN, 2007; Liliaceae – EKICI, 2014; 

Mayacaceae – VENTURELLI; BOUMAN, 1986; Musaceae – XUE; WANG; LI, 2005; e 

Poaceae – SAJO; LONGHI-WAGNER; RUDALL, 2007), além de poucas espécies de algumas 

famílias das eudicotiledôneas (p. ex., Euphorbiaceae - ALBERT; GOUYON; RESSAYRE, 

2009; Podostemataceae – JÄGER-ZÜRN, NOVELO, PHILBRICK, 2006; 

LALRUATSANGA, 2014; Proteaceae – BLACKMORE; BARNES, 1995; e Rafflesiaceae – 

ERNST; SCHMID, 1913). O tipo simultâneo é descrito em algumas famílias de angiospermas 

basais (p. ex., Annonaceae – TSOU; FU, 2007; Aristolochiaceae – GONZÁLEZ; RUDALL; 

FURNESS, 2001; Magnoliaceae – XU; CHEN; SPECHT, 2013; Nymphaeaceae – TAYLOR et 

al., 2013; ZINI et al., 2017; e Schisandraceae – VIJAYARAGHAVAN; DHAR, 1975) e de 

monocotiledôneas (p. ex., Araceae – FURNESS; RUDALL, 1999a; Cyperaceae – MAKDE, 

1982; Juncaceae – ZAMAN, 1950; Orchidaceae – GURUDEVA, 2015; e Rapateaceae – 

VENTURELLI; BOUMAN, 1988), porém é frequentemente observado nas eudicotiledôneas 

(p. ex., Asteraceae – HORNER, 1977; LI et al., 2010; Balsaminaceae – VINCKIER et al., 2012; 

Caprifoliaceae – GHIMIRE et al., 2018; Celastraceae – GODOY et al., 2012; Ericaceae – 

HERMANN; PALSER, 2000; Euphorbiaceae – LIU et al., 2007; Fabaceae – ALBERTSEN; 

PALMER, 1979; Malvaceae – LATTAR; GALATI; FERRUCCI, 2012; Menispermaceae – 

ZHANG et al., 2020; Passifloraceae – AMELA GARCÍA; GALATI; ANTON, 2002; 

Rhamnaceae – GOTELLI et al., 2016; Rubiaceae – YUE; KUANG; LIAO, 2017; e 

Trochodendraceae – HSU; JANE; CHEN, 2013). 

Geralmente, ao final de ambos os tipos de microsporogênese, a parede de calose se 

dissolve, liberando os quatro micrósporos individualmente (HESLOP-HARRISON, 1964), que 
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se desenvolvem e diferenciam nos grãos de pólen do tipo mônade (WALKER; DOYLE, 1975; 

BLACKMORE; CRANE, 1988; HARDER; JOHNSON, 2008). Esses micrósporos também 

podem permanecer unidos (MAHESHWARI, 1950) e serem liberados em: díade, tétrade ou 

políades, mássulas e polínias (ERDTMAN, 1952; WALKER; DOYLE, 1975; KNOX; 

MCCONCHIE, 1986; COPENHAVER, 2005; HARDER; JOHNSON, 2008) - os chamados 

grãos de pólen compostos ou agregados (WALKER; DOYLE, 1975; HARDER; JOHNSON, 

2008). Os grãos de pólen que compõem esses tipos de unidades de dispersão são, geralmente, 

férteis, mas, há casos que alguns deles ou todos podem ser estéreis, como observado em 

Cyperaceae (TANAKA, 1939; MAKDE, 1982; BROWN; LEMMON, 2000; ROCHA et al., 

2016), em espécies de Leucopogon R.Br (Ericaceae) (SMITH-WHITE, 1959; MCGLONE, 

1978; FURNESS; RUDALL, 2011), e em Leschenaultia formosa R.Br [= Lechenaultia formosa 

R.Br] (Goodeniaceae) (KNOX; FRIEDERICH, 1974). 

Concluída a microsporogênese, tem início a microgametogênese, que compreende a 

formação do microgametófito a partir da divisão mitótica do micrósporo (MAHESHWARI, 

1950; BHOJWANI; BHATNAGAR, 1978; HALBRITTER et al., 2018). Nesta divisão, duas 

células são formadas: as células vegetativa e generativa (MAHESHWARI, 1950). Durante esse 

processo, o citoplasma da célula vegetativa acumula substâncias de reserva (carboidratos e/ou 

lipídios e/ou proteínas) (KNOX, 1984); e a célula generativa se divide novamente formando as 

células espermáticas (MAHESHWARI, 1950; STANLEY; LINSKENS, 1974). Essa última 

divisão pode ocorrer ainda no interior da antera ou dentro do tubo polínico (MAHESHWARI, 

1950; STANLEY; LINSKENS, 1974). 

A maioria das angiospermas dispersa grãos de pólen como mônades (BLACKMORE; 

CRANE, 1988), enquanto que díades são descritas em Podostemaceae (RAZI, 1949; 

LALRUATSANGA, 2014) e Scheuchzeriaceae (VOLKOVA et al., 2016); tétrades são 

relatadas para Juncaceae (ELFVING, 1879; BRENNER, 1922; ZAMAN, 1950; BALSLEV, 

1998), Thurniaceae (HAMANN, 1961; MUNRO; LINDER, 1997; KUBITZKI, 1998; SILVA; 

ALVES; COAN, 2020) e algumas espécies de Annonaceae (GUINET; LE THOMAS, 1973; 

LORA et al., 2009; TSOU; FU, 2002), Ericaceae (KNOX; MCCONCHIE, 1986; HERMANN; 

PALSER, 2000), Nymphaeaceae (ROLAND, 1965), Onagraceae (SKVARLA; RAVEN; 

PRAGLOWSKI, 1976), Typhaceae (TAKAHASHI; SOHMA, 1984) e Velloziaceae 

(AYENSU; SKVARLA, 1974); mássulas, para algumas espécies de Orchidaceae (LIU, 2015); 

políades, para espécies de Celastraceae (GODOY et al., 2012) e Fabaceae (BARTH, 1965; 

GUINET; BARTH, 1967; GUINET; LE THOMAS, 1973; GUINET; LUGARDON, 1976; 

KNOX; MCCONCHIE, 1986); e polínias, para algumas espécies de Apocynaceae 
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(LINSKENS; SUREN, 1969; DAN DICKO-ZAFIMAHOVA, 1980) e Orchidaceae (YEUNG, 

1987). 

 

1.3 Parede do grão de pólen 

 

A parede do grão de pólen geralmente é formada por duas camadas, a exina e a intina 

(STANLEY; LINSKENS, 1974; BHOJWANI; BHATNAGAR, 1978). A exina é a camada 

externa, formada por um biopolímero resistente a ataques biológico e químico, chamado de 

esporopolenina (STANLEY; LINSKENS, 1974; SCOTT; SPIELMAN; DICKINSON, 2004). 

A intina é a camada interna e consiste principalmente de celulose (STANLEY; LINSKENS, 

1974). 

A esporopolenina é produzida e secretada tanto pelo próprio micrósporo como pelo 

tapete (STANLEY; LINSKENS, 1974; BHANDARI, 1984; SCOTT; SPIELMAN; 

DICKINSON, 2004) e é depositada extracelularmente (BHANDARI, 1984) antes ou depois da 

dissolução da tétrade (STANLEY; LINSKENS, 1974; SCOTT; SPIELMAN; DICKINSON, 

2004). A composição química da esporopolenina na exina muda conforme novas deposições 

são realizadas (HESLOP-HARRISON, 1968; STANLEY; LINSKENS, 1974). 

A exina pode ser descrita com base na sua morfologia (ERDTMAN, 1952, 1965) ou 

na sua composição química (FAEGRI, 1956; FAEGRI; IVERSEN, 1964). Quanto à 

morfologia, a exina é dividida em sexina (camada externa esculturada) e nexina (camada interna 

não esculturada) (ERDTMAN, 1952); estas duas camadas ainda são subdivididas em teto e 

bácula, e nexina 1 e 2, respectivamente (ERDTMAN, 1966). Com relação a composição 

química, a exina é dividida em ectexina (camada fortemente corada) e endexina (camada 

fracamente corada ou que não reage; e sinônimo de nexina 2) (FAEGRI, 1956; FAEGRI; 

IVERSEN, 1964). A ectexina também pode ser subdividida em teto, columela e camada basal 

(sinônimo de nexina 1) (FAEGRI, 1956; FAEGRI; IVERSEN, 1964). Além disso, a ectexina e 

a endexina absorvem os eléctrons de maneiras diferentes, se distinguindo nas fotomicrografias 

eletrônicas (FAEGRI; IVERSEN, 1964). 

A forma final da exina é determinada quando os micrósporos ainda estão unidos pela 

parede de calose em uma tétrade e o seu estabelecimento ocorre, inicialmente, em uma matriz 

celulósica (STANLEY; LINSKENS, 1974), chamada de primexina (HESLOP-HARRISON, 

1963, 1964). Neste período, há também a definição da localização da(s) abertura(s), quando 

presente(s) (KNOX, 1984). 
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A primeira parede a se formar ao redor do micrósporo recém-formado é a parede de 

calose (SCOTT; SPIELMAN; DICKINSON, 2004), que o acompanha desde o estágio de 

microsporócito (HESLOP-HARRISON, 1964; SCOTT; SPIELMAN; DICKINSON, 2004). 

Mais tarde, internamente a ela, a primexina é formada ao redor de cada micrósporo (HESLOP-

HARRISON, 1963, 1964). 

A primexina é uma matriz celulósica que serve como um molde para a deposição da 

esporopolenina (BHANDARI, 1984; CHAPMAN, 1987), por possuir receptores que auxiliam 

em sua polimerização (KNOX, 1984), e onde os elementos estruturais da exina, como o teto, a 

columela e a camada basal, se diferenciam (HESLOP-HARRISON, 1964; TAYLOR et al., 

2008). Esta matriz não é depositada nos locais das futuras aberturas (HESLOP-HARRISON, 

1964; SCOTT; SPIELMAN; DICKINSON, 2004). A disposição, principalmente, do teto e da 

columela e também das aberturas produz os padrões esculturais da parede do grão de pólen 

(SCOTT; SPIELMAN; DICKINSON, 2004). Esses padrões esculturais estão sob controle 

esporofítico (BHANDARI, 1984), pois a parede polínica é esculturada mesmo em grãos de 

pólen anucleados (KNOX; FRIEDERICH, 1974). 

Abaixo da camada basal, a endexina, camada mais interna da exina, pode estar presente 

ou não (HESLOP-HARRISON, 1971; HESSE, 2000). Quando presente, a endexina começa a 

se formar no estágio de micrósporo livre, a partir da sobreposição de lamelas originárias da 

membrana plasmática, onde se deposita a esporopolenina (HESLOP-HARRISON, 1968, 1971). 

A endexina apresenta composição química variável (FAEGRI; IVERSEN, 1964; HESLOP-

HARRISON, 1968, 1971; KNOX, 1984) e diferenças quanto à dissolução por acetólise 

(KNOX, 1984). 

Embora a maioria da parede polínica madura seja formada por exina e intina; a exina 

pode ser reduzida ou até ausente em algumas famílias (KNOX, 1984; BLACKMORE; CRANE, 

1988); por exemplo, a redução é observada nos grãos de pólen de monocotiledôneas, como, 

Cannaceae, Heliconiaceae (KRESS; STONE, 1982), Musaceae (HESSE; WAHA, 1983) e 

Triuridaceae (FURNESS; RUDALL; EASTMAN, 2002), enquanto a sua ausência, em 

Cymodoceaceae (DUCKER; PETTITT; KNOX, 1978; PETTITT et al., 1983). Por outro lado, 

a intina é observada em todos os grãos de pólen (KNOX, 1984). 

A intina, a camada interna da parede polínica, é formada após o término da deposição 

de esporopolenina na exina (STANLEY; LINSKENS, 1974) e é composta de pectina, 

microfibrilas de celulose (BHOJWANI; BHATNAGAR, 1978) e calose (FAEGRI; IVERSEN, 

1964), além de proteínas (HESLOP-HARRISON, 1971; BHOJWANI; BHATNAGAR, 1978), 

como, por exemplo, as enzimas de incompatibilidade gametofítica (BHOJWANI; 
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BHATNAGAR, 1978). A intina é primeiramente depositada nos arredores da abertura e em 

seguida no restante do grão de pólen (HESLOP-HARRISON, 1964, 1971), apresentando uma 

ou mais camadas (KNOX, 1984). Nas aberturas, ela encontra-se em maior espessura (KNOX, 

1984). Nos grãos de pólen inaperturados do tipo omniaperturado, a intina possui espessura 

uniforme por toda a parede polínica e apresenta túbulos citoplasmáticos em toda a sua extensão 

(THANIKAIMONI, 1986); no tipo funcionalmente monoaperturado, a intina apresenta uma 

espessura maior em uma determinada região (FURNESS; RUDALL, 1999b), e em ambos os 

tipos, a exina é reduzida (THANIKAIMONI, 1986; FURNESS; RUDALL, 1999b). 

No geral, a parede polínica tem como função transferir nutrientes do lóculo da antera 

para o protoplasto do grão de pólen (ROWLEY, 1964). Também, pode haver retenção de 

substâncias dentro ou sobre a exina, que auxiliam na dispersão do pólen, na atração de 

polinizadores e na sua germinação (STANLEY; LINSKENS, 1974; KNOX, 1984). Tais 

substâncias são o “pollenkitt” (CHAPMAN, 1987; JOHRI; AMBEGAOKAR; SRIVASTAVA, 

1992; TAYLOR et al., 2008), a “tryphine” (FRANCHI; PACINI, 1980; CHAPMAN, 1987; 

PLATT; HUANG; THOMSON, 1998) e substâncias de reconhecimento ligadas ao sistema de 

autoincompatibilidade esporofítica (FRANCHI; PACINI, 1980; CHAPMAN, 1987; JOHRI; 

AMBEGAOKAR; SRIVASTAVA, 1992). Além disso, a parede polínica, junto com essas 

substâncias, auxilia na proteção do microgametófito em seu interior e no controle do movimento 

da água (KNOX, 1984). Quando dispersado, a parede protege o microgametófito dos danos 

mecânicos (KNOX, 1984) e ambientais (desidratação) (KNOX, 1984; AARTS et al., 1997). 

 

1.4 Grãos de pólen agregados 

 

Os grãos de pólen agregam-se, geralmente, através da fusão de suas paredes polínicas 

(SKVARLA; LARSON, 1963; BARTH, 1965; ROLAND, 1965; GUINET; BARTH, 1967; 

LINSKENS; SUREN, 1969; GUINET; LE THOMAS, 1973; AYENSU; SKVARLA, 1974; 

KNOX; FRIEDERICH, 1974; GUINET; LUGARDON, 1976; SKVARLA; RAVEN; 

PRAGLOWSKI, 1976; SAMPSON, 1977; VIJAYARAGHAVAN; SHUKLA, 1977; 

KENRICK; KNOX, 1979; TAKAHASHI, 1979; TAKAHASHI; SOHMA, 1984; KNOX; 

MCCONCHIE, 1986; LORA et al., 2009; LORA; HERRERO; HORMAZA, 2014; LIU, 2015; 

VOLKOVA et al., 2016; YUE; KUANG; LIAO, 2017). A presença de uma parede fina de 

calose (KNOX; FRIEDERICH, 1974; SAMPSON, 1977; TAKAHASHI; SOHMA, 1984; 

KNOX; MCCONCHIE, 1986), ou a ausência desta parede ao redor da tétrade e entre os 

micrósporos (VIJAYARAGHAVAN; SHUKLA, 1977); a dissolução tardia da parede de 
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calose-celulose (TSOU; FU, 2002; LORA; HERRERO; HORMAZA, 2014), ou da parede 

celular do microsporócito (YEUNG, 1987; CACCAVARI; GALATI, 1998; RHEE; 

SOMERVILLE, 1998; RHEE et al., 2003; LORA et al., 2009; TAYLOR et al., 2013) são 

eventos que favorecem a fusão da parede polínica dos grãos de pólen adjacentes e a formação 

dos grãos de pólen agregados. 

A coesão das paredes polínicas pode ocorrer de maneiras diversas e envolvendo seus 

diferentes estratos: pela fusão da exina de grãos de pólen adjacentes (LINSKENS; SUREN, 

1969; LORA et al., 2009), especialmente pela continuidade do teto (SKVARLA; LARSON, 

1963; ROLAND, 1965; GUINET; BARTH, 1967; GUINET; LE THOMAS, 1973; AYENSU; 

SKVARLA, 1974; TAKAHASHI; SOHMA, 1984; KNOX; MCCONCHIE, 1986) e por 

estruturas semelhantes às columelas (KNOX; FRIEDERICH, 1974; SAMPSON, 1977), ou, 

ainda, pela fusão da ectexina das aberturas adjacentes (SKVARLA; RAVEN; PRAGLOWSKI, 

1976; LORA; HERRERO; HORMAZA, 2014). A coesão pode, também, resultar de pontes de 

parede, que podem ser formadas apenas pela exina (TAKAHASHI, 1979) ou ectexina 

(BARTH, 1965; TAKAHASHI, 1979), pela ectexina e endexina (SKVARLA; RAVEN; 

PRAGLOWSKI, 1976), pela endexina (BARTH, 1965), pela nexina (KENRICK; KNOX, 

1979; KNOX; MCCONCHIE, 1986), nexina e intina (KNOX; MCCONCHIE, 1986) ou apenas 

intina (GUINET; LUGARDON, 1976; SAMPSON, 1977). 

Em políades de espécies de Acacia Mill. (Fabaceae), embora se constate a presença de 

pontes de endexina (BARTH, 1965), nexina (KENRICK; KNOX, 1979; KNOX; 

MCCONCHIE, 1986) e intina (GUINET; LUGARDON, 1976), alguns estudos consideram que 

estas estruturas sejam insuficientes para manter a unidade polínica e acreditam que uma outra 

substância de composição desconhecida, denominada de “Kittsubstanz”, esteja envolvida 

(BARTH, 1965; KNOX; MCCONCHIE, 1986). 

Algumas terminologias são relacionadas aos grãos de pólen agregados, como 

“calymmate” e “acalymmate” (VAN CAMPO; GUINET, 1961), “simple cohesion” e 

“crosswall cohesion” (KNOX; MCCONCHIE, 1986) e “callose-cellulose binding system” 

(TSOU; FU, 2002). 

No grão de pólen composto do tipo “calymmate”, a ectexina forma um envelope 

contínuo ao redor da tétrade, políade ou polínia (VAN CAMPO; GUINET, 1961), com um teto 

comum na região de junção destes grãos de pólen (KNOX, 1984). Essa terminologia foi 

empregada na descrição das tétrades de Victoria cruziana A.D. Orb. (Nymphaeaceae) 

(ROLAND, 1965), Typha latifolia L. (Typhaceae) (TAKAHASHI; SOHMA, 1984), Philydrum 

languinosum Banks & Sol. ex Gaertn. (Philydraceae), em espécies de Rhododendron L. 
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(Ericaceae) (KNOX; MCCONCHIE, 1986), Vellozia Vand. (Velloziaceae) (AYENSU; 

SKVARLA, 1974) e Juncaceae (BLACKMORE; CRANE, 1988), além das polínias de 

Asclepias curassavica L. (Apocynaceae) (LINSKENS; SUREN, 1969), das políades de Parkia 

platycephala Benth. (Fabaceae) (GUINET; LE THOMAS, 1973) e das pseudomônades de 

Cyperaceae (BLACKMORE; CRANE, 1988). 

No tipo “acalymmate”, a ectexina não forma um envelope contínuo ao redor da 

unidade polínica, podendo-se distinguir cada micrósporo da tétrade, ou cada tétrade ou grupos 

de grãos de pólen (VAN CAMPO; GUINET, 1961); a coesão dos grãos de pólen ocorre por 

meio de pontes de parede ou por uma camada adesiva especial (KNOX, 1984). Essa 

terminologia foi empregada nas políades de Fabaceae – como em espécies de Acacia Mill. 

(BARTH, 1965; GUINET; LE THOMAS, 1973; GUINET; LUGARDON, 1976; KNOX; 

MCCONCHIE, 1986), Affonsea A. St.-Hill, Inga Mill. (BARTH, 1965), Calliandra Benth. 

(GUINET; BARTH, 1967), Albizia Durazz., Lysiloma Benth. e Pithecellobium Mart. 

(GUINET; LUGARDON, 1976); e nas tétrades de espécies de Asteranthe Engl. & Diels. 

(Annonaceae) e Hexalobus A. DC. (Annonaceae) (GUINET; LE THOMAS, 1973), de 

Hedycarya arborea J.R.Forst. & G.Forst (Monimiaceae) (SAMPSON, 1977) e de 

Leschenaultia formosa R.Br [= Lechenaultia formosa R.Br] (Goodeniaceae) (KNOX; 

MCCONCHIE, 1986). 

Knox e McConchie (1986) ao revisarem estudos ultraestruturais de grãos de pólen 

compostos e estudarem outras espécies com o esse mesmo tipo polínico, concluíram que a 

coesão ocorria por um destes dois mecanismos: “simple cohesion” ou “crosswall cohesion”. No 

tipo “simple cohesion”, a coesão acontece pela fusão de tetos (ou báculas) e foi descrita nas 

tétrades de Leschenaultia formosa R.Br [= Lechenaultia formosa R.Br] (Goodeniaceae), 

Philydrum languinosum (Philydraceae), Rhododendron anagalliflorum Wernham, 

Rhododendron laetum J.J.Sm., e Rhododendron lochae F.Muell. (Ericaceae) (KNOX; 

MCCONCHIE, 1986) e Gardenia jasminoides J.Ellis (Rubiaceae) (YUE; KUANG; LIAO, 

2017), enquanto no tipo “crosswall cohesion”, a coesão ocorre pela presença de pontes de 

parede entre eles – formada por sexina, nexina ou intina – e foi observada nas políades de 

Acacia retinodes Schltdl. (Fabaceae) e nas tétrades de Zygogynum bicolor Tiegh. (Winteraceae) 

(KNOX; MCCONCHIE, 1986) e Annona cherimola Mill. (Annonaceae) (LORA et al., 2009). 

Tsou e Fu (2002), ao estudarem as tétrades de grãos de pólen de Annona glabra L. e 

Annona montana Macfad. (Annonaceae), observaram que a digestão parcial do envelope de 

calose-celulose criava um sistema de ligação entre os grãos de pólen da tétrade que os mantinha 
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unidos e sugeriram que este tipo de coesão deveria se chamar “callose-cellulose binding 

system”. 

Mônades também podem ser agrupadas em aglomerados maiores através da ocorrência 

de “pollenkitt”, “tryphine” (HESSE, 1981; PACINI, 1990; HARDER; JOHNSON, 2008), 

“viscin threads” (HESSE, 1981; PACINI, 1990; HERMANN; PALSER, 2000; HARDER; 

JOHNSON, 2008), ou filamentos isentos de esporopolenina, como aqueles encontrados em 

Strelitzia Aiton (Strelitziaceae) (BHOJWANI; BHATNAGAR, 1978; HESSE; WAHA, 1983; 

KRONESTEDT-ROBARDS, 1996; HARDER; JOHNSON, 2008). A ocorrência dessas 

estruturas ou substâncias está relacionada à dispersão desses grãos de pólen pelos polinizadores 

(HESSE, 1981; PACINI, 1990; HARDER; JOHNSON, 2008). 

 

1.5 Cyperaceae e Juncaceae 

 

Cyperaceae e Juncaceae estão incluídas na ordem Poales, juntamente com 

Bromeliaceae, Ecdeiocoleaceae, Eriocaulaceae, Flagellariaceae, Joinvilleaceae, Mayacaceae, 

Poaceae, Rapateaceae, Restionaceae (incluindo Anarthriaceae e Centrolepidaceae), 

Thurniaceae, Typhaceae e Xyridaceae (APG IV, 2016). Cyperaceae, Juncaceae e Thurniaceae 

estão agrupadas no clado ciperídeo nas análises filogenéticas de Poales, que é fortemente 

sustentado por dados moleculares e morfológicos (LINDER; RUDALL, 2005; GIVNISH et al., 

2010; BOUCHENAK-KHELLADI; MUASYA; LINDER, 2014). 

Juncaceae compartilha com Cyperaceae as seguintes características embriológicas: a 

microsporogênese simultânea, os grãos de pólen em tétrade permanente, o desenvolvimento do 

saco embrionário do tipo Polygonum, o desenvolvimento do embrião do tipo Onagrad (variação 

Juncus) e as sementes testal-tégmicas (DAHLGREN; CLIFFORD; YEO, 1985; BALSLEV, 

1996, 1998; GOETGHEBEUR, 1998; STEVENS, 2017). Além disso, os processos envolvidos 

na microsporogênese simultânea e na microgametogênese diferem entre estas duas famílias 

(DAHLGREN; CLIFFORD; YEO, 1985; GOETGHEBEUR, 1998). 

Em Juncaceae, cada microsporócito origina uma tétrade de micrósporos que se 

mantêm unidos na unidade de dispersão (WULFF, 1939; ZAMAN, 1950; LAMBERT, 1969, 

1970; FURNESS; RUDALL, 1999a), enquanto que em Cyperaceae cada microsporócito 

origina uma tétrade de micrósporos onde apenas um núcleo se mantém funcional e resulta na 

unidade de dispersão, uma tétrade reduzida denominada de pseudomônade (TANAKA, 1940; 

BHOJWANI; BHATNAGAR, 1978). 
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O primeiro relato sobre a ontogenia dos grãos de pólen de Cyperaceae e Juncaceae, 

além de outras famílias de angiospermas, foi feito por Elfving (1879), que observou que os 

quatro produtos meióticos em Juncaceae não se separavam e desenvolviam em uma tétrade 

permanente, enquanto que dos quatros produtos meióticos em Cyperaceae, três deles 

terminavam se degenerando e apenas um se desenvolvia em grão de pólen. Estudos posteriores 

confirmaram as descobertas de Elfving (1879) para Juncaceae (BRENNER, 1922; WULFF, 

1939; ZAMAN, 1950; LAMBERT, 1969, 1970; FURNESS; RUDALL, 1999a) e mostraram 

que os quatro grãos de pólen permanecem unidos devido ao desenvolvimento precoce da parede 

polínica (MEYER; YAROSHEVSKAYA; 1976), cuja exina se estende por toda a superfície da 

tétrade (LAMBERT, 1970; MEYER; YAROSHEVSKAYA, 1976; FURNESS; RUDALL, 

1999a). Em Cyperaceae, os estudos posteriores (STOUT, 1912; PIECH, 1928; TANAKA, 

1940, 1941; PADHYE; MOHARIR, 1958; CARNIEL, 1962; PADHYE; CHAUBE; IYER, 

1970; PADHYE, 1971a, b; NAGARAJ; NIJALINGAPPA, 1972; DUNBAR, 1973; 

NIJALINGAPPA, 1976, 1986; NIJALINGAPPA; DEVAKI, 1978; MAKDE, 1982; MAKDE; 

BHUSKUTE, 1987; NIJALINGAPPA; PALAKSHAIAH, 1998; DOPCHIZ; POGGIO, 1999; 

FURNESS; RUDALL, 1999a; BROWN; LEMMON, 2000; RANGANATH; NAGASHREE, 

2000; SIMPSON et al., 2003; COAN; ALVES; SCATENA, 2010; SAN MARTIN et al., 2013; 

ROCHA et al., 2016; ROCHA; VANZELA; MARIATH, 2018) também confirmaram as 

descobertas de Elfving (1879) e acrescentaram novos conhecimentos. Descobriu-se que os 

quatro produtos meióticos eram desiguais, devido a citocinese ser tardia (ROCHA; VANZELA; 

MARIATH, 2018) e desigual (CARNIEL, 1962; BROWN; LEMMON, 2000) ou assimétrica 

(RANGANATH; NAGASHREE, 2000; SAN MARTIN et al., 2013; ROCHA et al., 2016), 

resultando em uma tétrade de micrósporos, com um micrósporo maior, denominado funcional, 

e outros três menores, denominados não-funcionais (DUNBAR, 1973; BROWN; LEMMON, 

2000; SAN MARTIN et al., 2013; ROCHA et al., 2016). Esses últimos sofrem morte celular 

programada e acabam se degenerando e o micrósporo funcional se desenvolve no grão de pólen 

propriamente dito (SAN MARTIN et al., 2013; ROCHA et al., 2016). Por essa peculiaridade 

na citocinese meiótica, a microsporogênese simultânea foi nomeada tipo-Cyperaceae 

(SIMPSON, 1995), enquanto o grão de pólen resultante desse processo, de pseudomônade 

(SELLING, 1947). 

Juncaceae apresenta distribuição cosmopolita, consistindo de oito gêneros [Distichia 

Nees & Meyen, Juncus L., Luzula DC., Marsippospermum Desv., Oreojuncus Záv.Drábk. & 

Kirschner, Oxychloë Phil., Patosia Buchenau e Rostkovia Desv. (TRIAS-BLASI et al., 2015)] 

e 440 espécies (KIRSCHNER et al., 2002a). Dentre estes gêneros, Juncus e Luzula apresentam 
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distribuição quase cosmopolita e são ricos em espécies, com 315 e 115 espécies, 

respectivamente (KIRSCHNER et al., 2002a, b). No Brasil, esta família apresenta dois gêneros: 

Juncus e Luzula; e 23 espécies (VALADARES, 2020). 

Atualmente, as filogenias de Juncaceae são construídas com base apenas em dados 

moleculares (DRÁBKOVÁ et al., 2003, 2004; DRÁBKOVÁ; KIRSCHNER; VLČEK, 2006; 

DRÁBKOVÁ; VLČEK, 2009). Estas filogenias suportam o monofiletismo de Juncaceae e 

Luzula, ao passo que Juncus apresenta-se parafilético e os demais gêneros apresentam suporte 

muito baixo (DRÁBKOVÁ et al., 2003, 2004; DRÁBKOVÁ; KIRSCHNER; VLČEK, 2006; 

DRÁBKOVÁ; VLČEK, 2009). Além disso, nenhum dado anatômico vegetativo (CUTLER, 

1969) ou reprodutivo (ELFVING, 1879; LAURENT, 1903; BRENNER, 1922; WULFF, 1939; 

ZAMAN, 1950; LAMBERT, 1969, 1970; FURNESS; RUDALL, 1999a) foi utilizado em 

combinação com os dados moleculares na construção da filogenia da família. 

Com relação aos aspectos do desenvolvimento polínico em Juncaceae, esses são bem 

conhecidos em Juncus e Luzula (ELFVING, 1879; BRENNER, 1922; WULFF, 1939; 

ZAMAN, 1950; LAMBERT, 1969, 1970; FURNESS; RUDALL, 1999a), muito pouco 

conhecido para Oxychloë (BRENNER, 1922) e desconhecidos para os demais gêneros da 

família. 

Cyperaceae possui distribuição cosmopolita, compreendendo 90 gêneros e 5539 

espécies (GOVAERTS et al., 2021), e é dividida em duas subfamílias: Cyperoideae Kostel. e 

Mapanioideae C.B.Clarke, as quais aparecem como grupos-irmãos nas análises filogenéticas 

baseadas em dados moleculares (SIMPSON et al., 2003, 2007; MUASYA et al., 2009; 

HINCHLIFF; ROALSON, 2013; JUNG; CHOI, 2013; SPALINK et al., 2016). No Brasil, esta 

família apresenta 30 gêneros e 646 espécies (SCHNEIDER et al., 2020). 

A subfamília Mapanioideae é irmã dos demais gêneros de Cyperoideae e é formada 

pelas tribos Hypolytreae e Chrysitricheae (SIMPSON et al., 2003; MUASYA et al., 2009; 

HINCHLIFF; ROALSON, 2013; JUNG; CHOI, 2013; SEMMOURI et al., 2019), enquanto 

Cyperoideae compreende Trilepideae Goetgh., Cladieae Nees, Bisboeckelereae Pax ex 

L.T.Eiten, Sclerieae Kunth ex Fenzl, Cryptangieae Benth, Schoeneae Dumort., Carpheae 

Semmouri & Larridon, Rhynchosporeae Wight & Arn., Dulichieae Rchb. ex J.Schultze-Motel, 

Scirpeae Kunth ex Dumort., Sumatroscirpeae Lév.-Bourret & J.R. Starr, Cariceae Kunth ex 

Dumort., Eleocharideae Goetgh., Abildgaardieae Lye, Fuireneae Reichenb. ex Fenzl e 

Cypereae Dumort., totalizando 16 tribos (sensu SEMMOURI et al., 2019). O relacionamento 

de algumas dessas tribos ainda é problemático, como, por exemplo, a tribo Schoeneae, cujos 

gêneros não são monofiléticos (ZHANG et al., 2004; VERBOOM, 2006). 
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O entendimento atual da microsporogênese simultânea tipo-Cyperaceae e do 

desenvolvimento da pseudomônade baseia-se, predominantemente, em estudos de gêneros 

derivados de Cyperoideae (ELFVING, 1879; STOUT, 1912; PIECH, 1928; TANAKA, 1940, 

1941; PADHYE; MOHARIR, 1958; CARNIEL, 1962; PADHYE; CHAUBE; IYER, 1970; 

PADHYE, 1971a, b; DUNBAR, 1973; NIJALINGAPPA, 1976, 1986; NIJALINGAPPA; 

DEVAKI, 1978; MAKDE, 1982; MAKDE; BHUSKUTE, 1987; NIJALINGAPPA; 

PALAKSHAIAH, 1998; DOPCHIZ; POGGIO, 1999; FURNESS; RUDALL, 1999a; BROWN; 

LEMMON, 2000; SIMPSON et al., 2003; COAN; ALVES; SCATENA, 2010; SAN MARTIN 

et al., 2013; ROCHA et al., 2016; ROCHA; VANZELA; MARIATH, 2018), com poucos 

registros em representantes de tribos basais como, por exemplo, Bisboeckelereae, Schoeneae e 

Sclerieae (TANAKA, 1941; NIJALINGAPPA; DEVAKI, 1978; MAKDE, 1982; 

NIJALINGAPPA, 1986). Não há estudos com representantes de Trilepideae. Em 

Mapanioideae, aspectos do desenvolvimento polínico são bem conhecidos em Chrysitricheae 

(SIMPSON et al., 2003) e em Hypolytreae, restritos à Hypolytrum Pers. (NAGARAJ; 

NIJALINGAPPA, 1972; COAN; ALVES; SCATENA, 2010) e Mapania Aubl. (PASSARINI 

LOPES; ALVES; COAN, in prep.). 

Embora os estudos de ontogenia polínica, mencionados anteriormente, tenham 

contribuído muito para o conhecimento embriológico de Juncaceae e Cyperaceae, ainda há 

lacunas na grande maioria de seus gêneros, o que justificou a realização desta tese, que foi 

organizada em dois capítulos. No capítulo 1, intitulado “Development of the permanent tetrad 

wall in Juncus L. (Juncaceae, Poales)”, procurou-se entender o mecanismo que leva à coesão 

dos quatro grãos de pólen em uma tétrade permanente em espécies de Juncus. No capítulo 2, 

intitulado “Aspectos do desenvolvimento da antera e da pseudomônade de espécies de 

Cyperoideae (Cyperaceae, Poales)”, procurou-se investigar o desenvolvimento da 

pseudomônade em espécies dos gêneros Cladium (Cladieae), Becquerelia (Bisboeckelereae), 

Scleria (Sclerieae), Fuirena (Fuireneae) e Schoenoplectus (Fuireneae), a fim de constatar ou 

não peculiaridades na microsporogênese simultânea tipo-Cyperaceae, com atenção especial à 

ultraestrutura durante a microsporogênese, a fim de ampliar o conhecimento embriológico atual 

em Cyperaceae. 
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Abstract 

Juncaceae, a cosmopolitan family, belong to the cyperid clade of Poales together with 

Cyperaceae and Thurniaceae. Pollen grain of Juncaceae, as in Thurniaceae, is dispersed in a 

permanent tetrad and knowledge about the ontogeny of its wall is still incipient, based on data 

from only one species. This study aims to analyze the formation of the pollen wall of seven 

Juncus species in order to characterize the timing and the ontogenetic events that lead to the 

cohesion of the four pollen grains in a permanent tetrad. Anthers at different developmental 

stages were submitted to techniques of light microscopy and transmission electron microscopy; 

dehiscent anthers with mature pollens were also analyzed in scanning electron microscopy. In 

all the species here studied, callose deposits around each microsporocyte, with dissolution prior 

to meiosis. Microspore wall starts at the end of the second meiotic division with formation of 

primexine. Exine comprises tectum, columellae, and foot layer. During cytokinesis, cell plates 

form the internal wall of the pollen tetrad. Mature permanent tetrad is enveloped externally by 

both the exine and intine and internally by the intine and the foot layer, which forms the 

continuous internal wall. Callose was detected in the early stages of microsporocytes, although 

reported to be absent in Juncaceae. Our data confirm the variation in Juncaceae cytokinesis and 

the occurrence of simple cohesion due to the presence of a continuous tectum along the pollen 

tetrad. 

 

Keywords: Cyperids, callose, primexine, exine, intine 
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Introduction 

 

The pollen grain wall in angiosperms usually consists of exine and intine formed after 

microsporocyte meiosis (Heslop-Harrison 1968, 1971; Stanley and Linskens 1974; Bhojwani 

and Bhatnagar 1978). The beginning is marked by the deposition of a callose wall around each 

newly formed microspore (Heslop-Harrison 1963, 1964, 1968, 1971; Stanley and Linskens 

1974; Bhojwani and Bhatnagar 1978; Knox 1984), with subsequent deposition of primexine 

between the callose wall and the plasma membrane of each microspore (Heslop-Harrison 1963, 

1971; Bhojwani and Bhatnagar 1978; Knox 1984). Primexine is the precursor of exine (Heslop-

Harrison 1971) and the matrix in which the polymerization of sporopollenin will occur (Knox 

1984). After the enzymatic dissolution of the callose wall, the microspores become free and 

continue to develop into individual pollen grains, the monads (Izhar and Frankel 1971; Stanley 

and Linskens 1974; Bhojwani and Bhatnagar 1978); at this stage of development, the intine 

begins its formation (Heslop-Harrison 1963, 1964, 1971; Stanley and Linskens 1974; Bhojwani 

and Bhatnagar 1978). 

In some families of angiosperms, such as Goodeniaceae (Knox and Friederich 1974), 

Monimiaceae (Sampson 1977), Apocynaceae (Vijayaraghavan and Shukla 1977), and 

Ericaceae (Takahashi and Sohma 1980), there is the reduction or absence of a callose wall 

separating each of the microspores from the tetrad, leading to the fusion of their walls and the 

production of aggregated or compound pollen grains, instead of monads. These aggregated 

pollen grains may constitute dyads, triads, tetrads, polyads, or masses (Knox and McConchie 

1986), depending on the quantity of microspores of the tetrad or of tetrads remaining together. 

It is believed that aggregated pollen grains have emerged as an adaptation to low numbers of 

visits performed by some pollinators in entomophilic species; however, there are also records 

of the occurrence of pollen grains of this type in species pollinated by water and wind (Harder 

and Johnson 2008). 

In addition to the reduction or absence of the callose wall, aggregated pollen grains 

may arise from delayed digestion of the microsporocyte wall, which, after cytokinesis, 

continues to envelop the four microspores and leads to the fusion of their pollen walls (Rhee 

and Somerville 1998; Rhee et al. 2003; Lora et al. 2009). Aggregated pollen grains may also be 

formed by the presence of viscous substances (pollenkitt, tryphine, and viscin threads) that 

group monads or aggregated pollen grains into a single dispersion unit (Hesse 1981; Pacini 

1990; Harder and Johnson 2008). 
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Among the types of aggregated pollen grains, the tetrad stands out for occurring in 39 

to 52 families (Walker and Doyle 1975; Copenhaver 2005; Harder and Johnson 2008) and in 

581 species of angiosperms (Copenhaver 2005). In monocots, pollen grains of this kind are 

reported for Amaryllidaceae, Araceae, Bromeliaceae, Cyperaceae, Hydrocharitaceae, 

Juncaceae, Orchidaceae, Philydraceae, Thurniaceae, Typhaceae, and Velloziaceae 

(Copenhaver 2005). It should be noted that Cyperaceae, Juncaceae, and Thurniaceae form the 

cyperid clade in Poales (Linder and Rudall 2005; Givnish et al. 2010) and have the permanent 

tetrad as one of their embryological synapomorphies (Dahlgren et al. 1985; Simpson 1995). 

In Juncaceae and Thurniaceae, the permanent tetrad results from simultaneous 

microsporogenesis, whose cytokinesis occurs only after the end of the second meiotic division, 

with the formation of four microspores that develop and remain united (Maheshwari 1950; 

Furness and Rudall 1999). In Cyperaceae, a variation in simultaneous microsporogenesis 

occurs, called Cyperaceae-type simultaneous microsporogenesis (Simpson 1995), in which the 

pollen grain formed is a reduced tetrad (Wulff 1939; Linder and Rudall 2005), called a 

pseudomonad (Selling 1947). In this type of microsporogenesis, three of the four microspores 

formed at the end of meiosis degenerate, leaving only one functional microspore, which gives 

rise to the pseudomonad (e.g., Nagaraj and Nijalingappa 1972; Coan et al. 2010). 

Juncaceae comprises about 440 species (Kirschner et al. 2002a) distributed in eight 

genera: Distichia Nees & Meyen, Juncus L., Luzula DC., Marsippospermum Desv., Oreojuncus 

Záv.Drábk. & Kirschner, Oxychloë Phil., Patosia Buchenau, and Rostkovia Desv. (Trias-Blasi 

et al. 2015). Juncus has the greatest species richness, including 315 species grouped into two 

subgenera: Agathryon Raf. and Juncus L. (Kirschner et al. 2002b, c). Historically, studies of 

developmental aspects of the permanent tetrad wall in Juncaceae have been restricted to Juncus 

(Wulff 1939; Meyer and Yaroshevskaya 1976) and Luzula (Lambert 1969, 1970; Furness and 

Rudall 1999). The tetrads of Juncaceae have been described as calymmate (Blackmore and 

Crane 1988), and cohesion occurs due to the continuous exine along the surface of the tetrad 

(Lambert 1970; Meyer and Yaroshevskaya 1976; Furness and Rudall 1999). According to 

Furness and Rudall (1999), there is no deposition of callose wall during the formation of the 

pollen wall in Juncus (as described by Meyer and Yaroshevskaya 1976) or during the 

microsporogenesis of Luzula, and the internal walls of the tetrad are formed only by intine with 

traces of exine. 

In this paper, we report the formation of the pollen grain wall of seven species of 

Juncus in order to characterize the timing and ontogenetic events that lead to the cohesion of 

the four pollen grains in a permanent tetrad. 
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Materials and Methods 

 

The species studied, as well as the collection sites and data, are listed in Table 1. 

Testimonial material was deposited at the Herbarium Rioclarense (HRCB) (acronym according 

to Thiers 2020). The selection of taxa was mainly based on the occurrence in natural areas in 

the State of São Paulo, Brazil, optimizing the collection and fixation of the different 

developmental stages; additional material from the spirit collection was also analyzed, 

especially for Juncus microcephalus Kunth. 

 

Light microscopy (LM) 

 

Inflorescences at different stages of development were fixed in FAA 50 (37% 

formaldehyde, 100% glacial acetic acid, 50% ethyl alcohol, 1:1:18 v/v) (Johansen 1940) and 

later stored in 70% ethanol, with a few drops of glycerin.  

Flowers or isolated stamens were dehydrated in an n-butyl alcohol series and included 

in Leica historesin (Feder and O'Brien 1968). The material was sectioned at a thickness of 7µm, 

with disposable steel knives, on a rotary microtome (Leica, Reichert-Jung 2040). Most of the 

anatomical sections obtained were stained with periodic acid-Schiff reagent (PAS reaction) and 

toluidine blue (Feder and O'Brien 1968) and mounted in Entellan. Selected anatomical sections 

were photographed in a photomicroscope (Leica DMLB) with a coupled digital camera (Leica 

DFC 295) using the LAS image scanning program (Leica Application Suite V3.3.0). Some of 

the sections were histochemically tested using aniline blue to detect the presence of callose 

during the development of the pollen grain wall (Chamberlain 1932, modified)—observations 

were made in the same equipment described above which is coupled with the EBQ 100 

fluorescence system. 

 

Scanning Electron Microscopy (SEM) 

 

Stamens with dehiscent anthers were separated from the flowers, fixed in FAA 50, 

dehydrated in an ethyl alcohol series, and submitted to critical point drying with carbon dioxide 

(Balzers CPD 030 Critical Point Dryer). Then, the anthers were dissected and fixed onto stubs 

using double-sided adhesive tape and metallized with gold (10 nm) (Balzers SDC 050 Sputter 

Coater). The samples were analyzed under a Hitachi TM3000 scanning electron microscope 
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operated at 20 kV, and images were acquired with the aid of TM3000 software version 02-02-

03. 

 

Transmission Electron Microscopy (TEM) 

 

Anthers separated from flowers were fixed in refrigerated Karnovsky solution (2.5% 

glutaraldehyde, 2% paraformaldehyde, 0.05M cacodylate buffer) at pH 7.2 (Karnovsky 1965). 

The samples were then rinsed in refrigerated 0.1M cacodylate buffer and then post-fixed with 

1% osmium tetroxide in the same buffer for 1 hour. After post-fixing, the anthers were rinsed 

in distilled water, contrasted in 0.5% uranyl acetate, then dehydrated in a graded acetone series, 

and embedded in Spurr resin (Spurr 1969). 

Ultrathin sections were made on a Leica UCT ultramicrotome with glass knives, later 

stained with uranyl acetate (Watson 1958) for 20 minutes and lead citrate (Reynolds 1963) for 

10 minutes, and examined under a transmission electron microscope (JEOL JEM 1011) at 60 

kV. 

 

Results 

 

As the development of the pollen tetrad was similar for all species of Juncus here 

studied, a common description is here presented. 

The wall of the immature anther consists of four layers: epidermis, endothecium, 

middle layer, and tapetum (Fig. 1a, b). These layers are single-layered and formed of cells with 

dense cytoplasm, prominent nuclei, and many vacuoles (Fig. 1a, b). The microsporocytes are 

polygonal in shape, fill the entire microsporangium cavity, and all are in direct contact with the 

tapetum cells (Fig. 1b). The microsporocytes also present dense cytoplasm and a conspicuous 

and central nucleus with a prominent nucleolus (Fig. 1a, b). 

As the microsporocyte differentiates, callose deposits internally to the primary cell 

wall (Fig. 1c–e). This callose deposition occurs unevenly around the microsporocyte (Fig. 1e) 

and is secreted through vesicles, which fuse to the plasma membrane (Fig. 1f). 

Before the onset of meiosis, the cells of the epidermis, endothecium, and tapetum 

vacuolize, and the callose wall around each microsporocyte dissolves (Fig. 2a). The middle 

lamella and the primary wall of the microsporocytes are persistent at this stage (Fig. 2a). 

Microsporogenesis is simultaneous (Fig. 2b–d), and the four nuclei of microspores exhibit a 

tetrahedral arrangement (Fig. 2d). At the end of the second meiotic division, electron-dense 
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material from microvesicles produced in the tetrad cytoplasm is deposited onto the plasma 

membrane, initiating the formation of primexine (Fig. 2e). 

At a later stage, it can be observed that the microspore tetrads release sporopollenin 

which is deposited on the primexine matrix (Fig. 3a) to constitute the exine (Fig. 3b); the 

sporopollenin released by the tapetal cells inside the anther locule polymerize to form the 

Ubisch bodies gradually resulting in the peritapetal membrane of the microsporangium (Fig. 

3c). 

Cytokinesis begins with the alignment and fusion of vesicles between the future highly 

vacuolized tetrad microspores, forming the cell plates—these plates are formed from the center 

of the tetrad towards the periphery, that is, centrifugally (Fig. 3a). The cell plates fuse and create 

a single continuous internal wall. 

The nucleus of each microspore passes through mitosis, originating the generative and 

vegetative cells (Fig. 4a). In this stage of development, the primexine, below the protecta, 

gradually molds into procolumellae (Fig. 4b, c), leading to the differentiation of the tectum, 

columella, and foot layer (Fig. 4c) which constitute the exine (Fig. 4b, c). The tectum is 

continuous along the tetrad (Fig. 4c), except in the aperture regions, where it is discontinuous 

and reduced and the columellar region is granular (Fig. 4d). The foot layer is thin and envelops 

each pollen grain formed (Fig. 4c, f); this layer is thick only in the opening regions (Fig. 4d). 

In the internal wall, traces of exine can be observed (Fig. 4f), probably from the fusion of the 

internal wall with the external wall (Fig. 4e). Concomitant with the completion of the exine, 

stabilization of the intine occurs internally, consisting of polysaccharides (Fig. 4b–f). 

In the mature anther, the middle layer and the tapetum degenerate (Fig. 4g), leaving 

the anther wall consisting only of the epidermis and endothecium, whose wall thickens 

helicoidally (Fig. 4h). In this phase of development, the exine completely envelops the surface 

of the pollen tetrad, including in the region of cohesion to adjacent pollen grains (Fig. 5a). The 

internal wall (consisting of a thin foo layer) is continuous among the pollen grains, while the 

intine surrounds each pollen grain of the tetrad (Fig. 5a). On each pollen grain, it is possible to 

observe the nucleus of the vegetative cell and the two spermatic cells (Figs. 4h and 5b). 

Micromorphologically, the permanent tetrad presents three distinct regions (Fig. 5c): 

1) the region of cohesion between adjacent pollen grains; 2) the peripheral region of each pollen 

grain (with homogeneous exine differentiated in tectum and columella as seen in Fig. 4c), and 

3) the central region of each pollen grain, with a granular appearance, which corresponds to the 

opening region (where the exine has a discontinuous tectum as seen in Fig. 4d, and where pollen 

tube germination occurs (Fig. 5d)). 
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Discussion 

 

The wall of the pollen tetrad in the Juncus species studied begins to develop at the 

coenocytic microsporocyte stage. This wall consists of exine and intine, the former stratified in 

tectum, columellae, and foot layer. The formation of the pollen wall still in the microsporocyte 

stage has also been reported in Juncus bufonius L. (Juncaceae) and species of Cyperaceae 

(Meyer and Yaroshevskaya 1976). However, the formation of the wall of the pseudomonad in 

Eleocharis R.Br. (Cyperaceae) has been described as initiated in the tetrad stage of the 

microspores (Dunbar 1973). 

In other species of angiosperms that disperse aggregated pollen grains, in general, the 

pollen wall develops on the newly formed microspores, and each microspore has its own wall 

before fusion (Sampson 1977; Takahashi 1979; Takahashi and Sohma 1980, 1984; Knox and 

McConchie 1986; Tsou and Fu 2002; Lora et al. 2009; Yue et al. 2017). In the present study, 

as previously mentioned, the pollen wall begins to develop over the coenocytic microsporocyte 

after the second meiotic division—the middle lamella and the primary wall of the 

microsporocytes are persistent in this stage. Persistent primary wall has been previously 

reported on pollinia of Epidendrum ibaguense Kunth (Orchidaceae) by Yeung (1987) and on 

permanent tetrads of Mimosa balansae Micheli (Fabaceae) by Caccavari and Galati (1998) and 

of Annona cherimolla Mill. (Annonaceae) by Lora et al. (2009). 

Each newly formed microspore in the species of Juncus here studied has its own 

external wall, which extends into the cohesion region, but they share the same internal wall. 

The anticipation of the development of the pollen wall and late persistence of the middle lamella 

and the primary wall of the microsporocyte may be critical events for the presence of pollen 

tetrads in Juncus. 

In the Juncus species studied here, simultaneous cytokinesis occurs by the formation 

of centrifugal cell plates, whereas in Luzula forsteri (Sm.) DC. cytokinesis occurs by centripetal 

furrows (Furness and Rudall 1999). This observation indicates that this process is 

heterogeneous in these two genera although a few species have been analyzed so far and may 

point to the need for verification in more representatives including the other genera of 

Juncaceae. 

As for the external wall surrounding the pollen tetrad in the species studied here, we 

speculate that primexine acts as a mold for the formation of the ornamentation of exine. This 

result confirms the suggestion of Godwin et al. (1967) that primexine acts as a negative mold 
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of exine, as observed in Ipomoea purpurea (L.) Roth. (Convolvulaceae). In Eleocharis 

(Cyperaceae), the primexine layer is formed only in association with the callose envelope and 

is thus observed on the external wall and not on the internal wall, where no callose is deposited 

(Dunbar 1973). According to Dunbar (1973), the preformed pattern of the sculpted part of the 

future wall is probably deposited on the primexine by the combined influence of the callose 

layer and the plasma membrane. 

Callose is dissolved by the enzyme callase (Heslop-Harrison 1968, 1971; Izhar and 

Frankel 1971), whose activity is mediated by a pH between 5.9 and 6.2 (Izhar and Frankel 

1971). The time of callase activity is crucial for the pollen grain to develop normally, because 

when its activity time is altered, the pollen grain’s viability can be affected (Izhar and Frankel 

1971). Premature dissolution of the callose wall around the microsporocyte has been shown to 

produce defective exine as well as sterility, due to the rupture of the microspores after being 

released from the tetrad (Worrall et al. 1992). Worrall et al. (1992) suggest that the callose wall 

plays an important role in the correct establishment of the exine layer in the microspore wall, 

giving structural integrity for the microspore to follow its development. The callose wall is 

dissolved before meiosis and thus is absent around the microsporocyte at the time of formation 

of the pollen wall in the Juncus species studied here; however, contrary to the studies described 

above, the pollen wall han as ornate exine layer, and all four pollen grains are viable. 

In Juncus bufonius, callose is absent during the formation of the pollen wall (Meyer 

and Yaroshevskaya 1976) and thus does not hinder the development of the permanent tetrad. 

The callose is deposited around the microsporocyte in Eleocharis (Cyperaceae) and only 

dissolves after the beginning of the wall formation of the pseudomonads, at the end of the tetrad 

stage of the microspores (Dunbar 1973). In this genus of Cyperaceae, callose is not deposited 

on the cell plates, that is, it is not deposited among the tetrad microspores, and also no primexine 

is deposited among them (Dunbar 1973). Callose is also observed in the intine of species of 

Cyperaceae, for example, in Eleocharis (Dunbar 1973; Rocha et al. 2018) and Rhynchospora 

Vahl (Rocha et al. 2018), and it has been suggested that its function is to isolate the vegetative 

and generative cells and the degenerated microspores, so that they can develop independently 

from one another (Rocha et al. 2018). 

The cohesion of the pollen grains in the Juncus species studied here occurs by the 

presence of a wall of exine around the tetrad, which extends beyond the cohesion zone, and by 

presenting a continuous internal wall among the four pollen grains. As the tectum and the 

columellae are continuous along the surface of the tetrad, we consider that the cohesion is of a 

simple type, as described by Knox and McConchie (1986). 
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Lambert (1970) schematized the openings in the pollen tetrad in Luzula, and Meyer 

and Yaroshevskaya (1976) reported them as distal in the pollen grains in Juncus. In the present 

study, these openings, ultrastructurally, have an exine (composed of reduced tectum and 

columellae and thick foot layer) and an intine. 

In conclusion, the pollen tetrad in the Juncus species studied is the result of the 

combination of the presence of an exine wall around the tetrad and a continuous internal wall 

among the pollen grains, due to the absence of a temporary septum among the newly formed 

microspores. Further ontogenetic studies of the pollen wall are necessary for more 

representatives of Juncaceae and also for Cyperaceae, a family phylogenetic close to Juncaceae, 

in order to know if callose has any influence on the formation of the pollen wall and on the loss 

of viability of three of the four microspores formed after microsporogenesis. 
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Fig. 1 Young anthers with developing microsporocytes in Juncus imbricatus (a, c–f) and J. 

acutus (b), in TEM (a, c–f) and LM (b). a, b Details of microsporangia showing the developing 

anther wall and the microsporocytes. c Microsporocytes surrounded by the callose wall showing 

accumulation of callose vesicles (arrow) in the region close to the tapetum. d Detail of callose 

walls of two adjacent microsporocytes. e Detail of a microsporocyte surrounded by callose. f 

Vesicles (arrows) releasing callose on the microsporocyte plasma membrane. C, callose; E, 

epidermis; En, endothecium; Mi, microsporocyte; ML, middle layer; Nu, nucleolus; T, tapetum; 

V, vacuole. Scale bars: a, c, e = 2µm; b= 25µm; d= 200nm; f= 1µm 



61 

 

 

 

 

 

  



62 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. 2 Pollen wall development during microsporogenesis in Juncus imbricatus (a, e) and J. 

pallescens (b–d), in TEM (a, e) and LM (b–d). a Detail of anther wall before microsporocyte 

meiosis. b First meiotic division, showing the primary cell wall (arrows) still surrounding the 

dividing microsporocyte. c, d Details of microsporangia showing the end of the second meiotic 

division of microsporocytes. e Primexine inception over coenocytic microsporocyte after 

meiosis II. E, epidermis; En, endothecium; Mi, microsporocyte; ML, middle layer; Pr, 

primexine; T, tapetum. Scale bars: a=5µm; b−d= 25µm; e= 500nm 
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Fig. 3 Ultrastructure of the microspore tetrad and anther wall during cytokinesis in Juncus 

pallescens. a Formation of cell plates (arrows) and deposition of sporopollenin on the primexine 

matrix. b Exine formation on the microspore tetrad wall. c Detail of anther wall, showing the 

Ubisch bodies. En, endothecium; FL, foot layer; ML, middle layer; Pt, protectum; S, 

sporopollenin; T, tapetum; UB, Ubisch Bodies; V, vacuole. Scale bars: a, b= 2µm; c= 500nm 
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Fig. 4 Pollen wall development during microgametogenesis in Juncus acutus (a), J. pallescens 

(b−e), J. imbricatus (f), J. microcephalus (g, h), in LM (a, g, h) and TEM (b–f). a Detail of one 

of the four pollen grains of a tetrad, showing the nuclei of both the generative and vegetative 

cells. b, c Details of pollen tetrads walls, showing both the exine (formed by tectum, columela, 

and foot layer) and intine. d Detail of pollen tetrad wall in the opening region showing the thick 

foot layer. e, f Details of the regions in which the internal wall joins the external wall, which 

surrounds the pollen tetrad. g Developing anther showing desintegration of tapetum. h 

Dehiscent anther, showing the anther wall formed only by the epidermis and endothecium. Co, 

columella; E, epidermis; En, endothecium; FL, foot layer; GN, generative nucleus; In, intine; 

Pc, procolumella; Pr, primexine; Pt, protectum; SN, spermatic nucleus; Te, tectum; V, vacuole; 

VN, vegetative nucleus. Scale bars: a, g= 25µm; b, c, e= 500nm; d= 1µm; f= 2µm; h= 10µm 



67 

 

 

 

 



68 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. 5 Mature pollen tetrads of Juncus pallescens (a), J. tenuis var. dichotomus (b), J. 

microcephalus (c) and J. micranthus (d), in TEM (a, b), SEM (c) and LM (d). a Detail of a 

pollen tetrad showing three of the four pollen grains and the pollen wall completely formed. b 

Detail of a pollen grain of the tetrad, showing the vegetative nucleus and two spermatic cells. c 

Micromorphology of the mature pollen tetrad, showing the following regions: 1 – region of 

cohesion between adjacent pollen grains, 2 – peripheral, and 3 – central with the opening. d 

Germinated pollen tetrad showing pollen tubes. En, endohecium; Ex, exine; In, intine; PT, 

pollen tube; SN, spermatic nucleus; VN, vegetative nucleus. Scale bars: a= 2500nm; b= 2µm; 

c, d=5µm 
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Table 1. List of the Juncus species studied, with the respective taxonomic positions sensu Kirschner et al. (2002b, c) and collection and/or herbaria 

data 

Taxa Collector and number (Herbarium) Locality 

Juncus subgenus Juncus L. 

Section Juncus L. 

Juncus acutus L. F.P Lopes 10 (HRCB 73000) Santo André, São Paulo, Brazil 

Section Ozophyllum Dumort. 

Juncus microcephalus Kunth A.I. Coan et al. 74 (HRCB 49691) 

A.I. Coan et al. 92 (HRCB 49683) 

AI. Coan et al. 94 (HRCB 49682) 

A.I. Coan et al. 109 (HRCB 52826) 

Santana do Riacho, Minas Gerais, Brazil 

São Roque de Minas, Minas Gerais, 

Brazil 

São Roque de Minas, Minas Gerais, 

Brazil 

Diamantina, Minas Gerais, Brazil 

Juncus pallescens Lam. F.P. Lopes 9 (HRCB 72999) Santo André; São Paulo, Brazil 

Juncus micranthus Schrad. ex E.Mey A.I. Coan & C.C Formiga 44 (HRCB 49701) 

A.I. Coan & A. Oriani 50 (HRCB 52839) 

A.I. Coan et al. 81 (HRCB 49689) 

A.I. Coan et al. 106 (HRCB 52823) 

Itirapina, São Paulo, Brazil 

Itirapina, São Paulo, Brazil 

Itirapina, São Paulo, Brazil 

Diamantina, Minas Gerais, Brazil 

Juncus subgenus Agathryon Raf. 

Section Steirochloa Griseb. 

Juncus capillaceus Lam. F.P. Lopes 7 (HRCB 72997) Santo André, São Paulo, Brazil 

Juncus imbricatus Laharpe F.P. Lopes 6 (HRCB 73996) Santo André, São Paulo, Brazil 

Juncus tenuis var. dichotomus (Elliott) Alph. Wood A.I. Coan et al. 80 (HRCB 49688) 

F.P. Lopes 8 (HRCB 72998) 

Jundiaí, São Paulo, Brazil 

Santo André, São Paulo, Brazil 
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RESUMO 

 

Cyperaceae se caracteriza pela microsporogênese simultânea do tipo-Cyperaceae, em que 

apenas um dos quatro produtos meióticos é funcional e se divide resultando no grão de pólen, 

conhecido como pseudomônade. O presente estudo tem como objetivo descrever a formação 

da parede da antera e do grão de pólen de seis espécies, sendo quatro representantes basais de 

Cyperoideae, caracterizando a microsporogênese e possíveis peculiaridades da pseudomônade. 

As espécies aqui estudadas compartilham com as outras espécies de Cyperoideae já analisadas: 

o desenvolvimento da parede da antera do tipo monocotiledôneo, compreendendo epiderme 

com células papilosas, endotécio com espessamento em espiral, camada mediana efêmera e 

tapete secretor; a microsporogênese simultânea do tipo-Cyperaceae com formação de 

pseudomônade tricelular; a primeira divisão mitótica precoce do núcleo do micrósporo 

funcional e a célula generativa posicionada adjacente aos núcleos dos micrósporos não-

funcionais. Acúmulo de compostos fenólicos foi observado nas células da epiderme, cuja 

distribuição variou entre as espécies estudadas. A calose se depositou na parede celular dos 

microsporócitos, dissolvendo-se durante a microsporogênese. A citocinese foi assimétrica 

resultando em uma tétrade de micrósporos com arranjo tetraédrico, consistindo de um 

micrósporo funcional e três micrósporos não-funcionais. A primexina se depositou tanto ao 

redor da tétrade de micrósporos quanto entre eles. Os elementos da exina da parede polínica – 

teto, columela e camada basal – se depositaram simultaneamente na primexina ao redor da 

tétrade. A parede da pseudomônade madura consiste de teto, columela, camada basal e intina. 

Na região da abertura basal, a camada basal é mais espessa e a intina apresenta projeções de 

parede. Os nossos resultados evidenciam peculiaridades durante a formação da pseudomônade, 

como a presença da primexina entre os quatro micrósporos da tétrade, que pode indicar a 

formação de parede interna entre eles; e a camada de intina com projeções de parede na região 

da abertura basal, cuja função é ampliar a troca de solutos entre a pseudomônade e o fluido 

locular, aumentando, assim, a captação de nutrientes do meio e contribuindo para melhorar o 

desenvolvimento do microgametófito. 

 

Palavras-chaves: Citocinese assimétrica. Micrósporo. Microsporogênese simultânea tipo-

Cyperaceae. Pseudomônade. 
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ABSTRACT 

 

Cyperaceae is characterized by the simultaneous microsporogenesis of the Cyperaceae type, in 

which only one of the four meiotic products is functional and divides resulting in the pollen 

grain, called pseudomonad. The present study aims to describe the anther wall and pollen grain 

formation of six species, four of which are basal representatives of Cyperoideae, characterizing 

the microsporogenesis and possible peculiarities of the pseudomonad. The species studied here 

share with the other Cyperoideae species already analyzed: the anther wall development of the 

monocotyledonous type, comprising epidermis with papillate cells, endothecium with 

helicoidal thickening, ephemeral middle layer and secretory tapetum; simultaneous 

microsporogenesis of the Cyperaceae type with formation of tricellular pseudomonads; the first 

early mitotic division of the functional microspore nucleus and the generative cell positioned 

adjacent to the non-functional microspore nuclei. Accumulation of phenolic compounds was 

observed in the epidermal cells, whose distribution varied between the species studied. Callose 

deposited in the microsporocyte cell wall, dissolving during microsporogenesis. Cytokinesis 

was asymmetric resulting in a microspore tetrad with a tetrahedral arrangement, consisting of 

a functional microspore and three non-functional microspores. Primexine was deposited both 

around the microspore tetrad and between them. The exine elements of the pollen wall – tectum, 

columella and foot layer – deposited simultaneously in the primexine around the tetrad. Mature 

pseudomonad wall consists of the tectum, columella, foot layer and intine. In the basal aperture 

region, the foot layer is thicker and the intine presents wall projections. Our results show 

peculiarities during the pseudomonad formation, such as the presence of the primexine between 

the four microspores of the tetrad, which may indicate the internal wall formation between 

them; and the intine layer with wall projections in the basal aperture region, whose function is 

to increase the solute exchange between the pseudomonad and the locular fluid, thus increasing 

the uptake of nutrients from the medium and contributing to improve the microgametophyte 

development. 

 

Keywords: Asymmetric cytokinesis. Cyperaceae-type Simultaneous Microsporogenesis. 

Microspore. Pseudomonad. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

A microsporogênese é uma etapa de transição da geração esporofítica para a geração 

gametofítica, com a formação dos micrósporos por meio da meiose do microsporócito 

(BLACKMORE; KNOX, 1990). Embora a microsporogênese sucessiva seja a condição 

predominante nas monocotiledôneas, a microsporogênese simultânea surgiu 

independentemente em várias famílias desse grupo, como, por exemplo, em Blandfordiaceae 

R.Dahlgren & Clifford, Cyperaceae Juss., Dioscoreaceae R.Br., Juncaceae Juss., 

Petrosaviaceae Hutch., Rapateaceae Dumort., Tofieldiaceae Takht. e Thurniaceae Engl. 

(FURNESS; RUDALL, 1999). Dentre essas famílias, Cyperaceae, Juncaceae e Thurniaceae, 

em Poales, destacam-se por compartilhar grãos de pólen característicos, formando uma tétrade 

nas duas últimas famílias (DAHLGREN; CLIFFORD; YEO, 1985; SIMPSON, 1995; LINDER; 

RUDALL, 2005; STEVENS, 2017) e uma pseudomônade em Cyperaceae (MAKDE, 1982; 

DAHLGREN; CLIFFORD; YEO, 1985; MAKDE; BHUSKUTE, 1987; NIJALINGAPPA; 

PALAKSHAIAH, 1998; DOPCHIZ; POGGIO, 1999; FURNESS; RUDALL, 1999; BROWN; 

LEMMON, 2000; SIMPSON et al., 2003; COAN; ALVES; SCATENA, 2010; SAN MARTIN 

et al., 2013; ROCHA et al., 2016; ROCHA; VANZELA; MARIATH, 2018). 

A pseudomônade (SELLING, 1947) resulta de microsporogênese simultânea peculiar 

e denominada de tipo-Cyperaceae (SIMPSON, 1995): dos quatro núcleos de micrósporos 

formados após o término da segunda divisão meiótica, três degeneram e apenas um é funcional 

e origina o grão de pólen (TANAKA, 1940; STRANDHEDE, 1965; NAGARAJ; 

NIJALINGAPA, 1972, 1973; NIJALINGAPPA, 1976, 1986; MAKDE, 1982; COAN; ALVES; 

SCATENA, 2010; SAN MARTIN et al., 2013; ROCHA et al., 2016; ROCHA; VANZELA; 

MARIATH, 2018). Este grão de pólen possui formato cuneiforme (CARNIEL, 1962; KIRPES; 

CLARK; LERSTEN, 1996; GOETGHEBEUR, 1998; BROWN; LEMMON, 2000; SIMPSON 

et al., 2003; COAN; ALVES; SCATENA, 2010; FURNESS; RUDALL, 2011; SAN MARTIN 

et al., 2013) e arranjo periférico no microsporângio na grande maioria dos gêneros de 

Cyperaceae (KIRPES; CLARK; LERSTEN, 1996; SIMPSON et al., 2003; NAGELS et al., 

2009; COAN; ALVES; SCATENA, 2010). Em alguns gêneros de Cyperoideae e em 

Hypolytreae (Mapanioideae), a pseudomônade tem formato esférico (VAN WICHELEN et al., 

1999; SIMPSON et al., 2003; NAGELS et al., 2009; COAN; ALVES; SCATENA, 2010; 

PASSARINI LOPES; ALVES; COAN, in prep.) e arranjo central no microsporângio (KIRPES; 
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CLARK, LERSTEN, 1996; SIMPSON et al., 2003; COAN; ALVES; SCATENA, 2010; 

PASSARINI LOPES; ALVES; COAN, in prep.). 

Os estudos de desenvolvimento polínico em Cyperaceae têm revelado que a citocinese 

simultânea é tardia (ROCHA; VANZELA; MARIATH, 2018) e assimétrica (RANGANATH; 

NAGASHREE, 2000; SAN MARTIN et al., 2013; ROCHA et al., 2016), ocorrendo apenas 

após os quatro núcleos se arranjarem em uma tétrade tetraédrica (CARNIEL, 1962; BROWN; 

LEMMON, 2000), com os três núcleos situados na região basal (adjacente ao tapete) ou na 

região apical, afunilada (voltada para o centro do lóculo da antera) do microsporócito, enquanto 

o quarto núcleo se posiciona no centro (CARNIEL, 1962; PADHYE, 1971a; BROWN; 

LEMMON, 2000; RANGANATH; NAGASHREE, 2000; COAN; ALVES; SCATENA, 2010; 

ROCHA et al., 2016; ROCHA; VANZELA; MARIATH, 2018). Assim, quatro micrósporos 

desiguais são formados: um micrósporo funcional maior – que recebe a maior parte do 

citoplasma e das organelas – e três micrósporos não-funcionais menores (DUNBAR, 1973; 

BROWN; LEMMON, 2000; SAN MARTIN et al., 2013; ROCHA et al., 2016). Esses 

micrósporos não-funcionais são delimitados por paredes (ELFVING, 1879; TANAKA, 1940, 

1941; PADHYE; MOHARIR, 1958; PADHYE; CHAUBE; IYER, 1970; PADHYE, 1971a, b; 

CARNIEL, 1972; NAGARAJ; NIJALINGAPPA, 1972, 1973; DUNBAR, 1973; DOPCHIZ; 

POGGIO, 1999; BROWN; LEMMON, 2000; SIMPSON et al., 2003; SAN MARTIN et al., 

2013; ROCHA et al., 2016; ROCHA; VANZELA; MARIATH, 2018) ou por membranas 

(STOUT, 1912; CARNIEL, 1962; STRANDHEDE, 1965; PADHYE, 1971a, b; MAKDE, 

1982; MAKDE; BHUSKUTE, 1987). 

O micrósporo funcional se divide mitoticamente e se diferencia no microgametófito, 

enquanto os três micrósporos não-funcionais degeneram e são envolvidos pela intina da parede 

da pseudomônade (DUNBAR, 1973; FURNESS; RUDALL, 1999; SIMPSON et al., 2003; 

ROCHA; VANZELA; MARIATH, 2018; PASSARINI LOPES; ALVES; COAN, in prep.). A 

exina tem início sobre a tétrade de micrósporos recém-formada e a envolve completamente, 

mas não se forma entre os micrósporos, enquanto a intina é depositada sob a exina durante a 

microgametogênese (DUNBAR, 1973). 

Cyperaceae apresenta distribuição cosmopolita com 5539 espécies em 90 gêneros 

(GOVAERTS et al., 2021) e, de acordo com dados moleculares, divide-se em duas subfamílias: 

Cyperoideae Kostel. e Mapanioideae C.B.Clarke, sendo esta última considerada grupo-irmão 

das demais Cyperaceae (SIMPSON et al., 2003; MUASYA et al., 2009; HINCHLIFF; 

ROALSON, 2013; JUNG; CHOI, 2013; SEMMOURI et al., 2019). Mapanioideae subdivide-

se em duas tribos, Hypolytreae Nees e Chrysitricheae Nees, e Cyperoideae subdivide-se em 16 
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tribos, Trilepideae Goetgh., Cladieae Nees, Bisboeckelereae Pax ex L.T.Eiten, Sclerieae Kunth 

ex Fenzl, Cryptangieae Benth., Schoeneae Dumort., Carpheae Semmouri & Larridon, 

Rhynchosporeae Wight & Arn., Dulichieae Rchb. ex J.Schultze-Motel, Scirpeae Kunth ex 

Dumort., Sumatroscirpeae Lév.-Bourret & J.R. Starr, Cariceae Kunth ex Dumort., 

Eleocharideae Goetgh., Abildgaardieae Lye, Fuireneae Reichenb. ex Fenzl e Cypereae Dumort 

(SEMMOURI et al., 2019). 

Dentre as tribos de Cyperoideae, Trilepideae é considerada grupo-irmão do restante da 

subfamília (MUASYA et al., 2009; HINCHLIFF; ROALSON, 2013; SPALINK et al., 2016; 

SEMMOURI et al., 2019). Um estudo recente baseado em dados morfológicos e moleculares 

combinados posicionou as tribos Cladieae, Bisboeckelereae e Sclerieae em uma politomia com 

o restante de Cyperoideae, depois de Trilepideae (SEMMOURI et al., 2019). Cladieae foi 

recentemente reconhecida como tribo e compreende apenas um gênero, Cladium P.Browne 

(SEMMOURI et al., 2019). As tribos Sclerieae e Bisboeckelereae são fortemente suportadas 

como grupos-irmãos (SEMMOURI et al., 2019), formando o clado Sclerieae + Bisboeckelereae 

(HINCHLIFF; ROALSON, 2013; SPALINK et al., 2016; SEMMOURI et al., 2019) e ambas 

são consideradas monofiléticas (HINCHLIFF; ROALSON, 2013). Sclerieae também 

compreende apenas um gênero, Scleria P.J. Bergius, enquanto que Bisboeckelereae é formada 

por quatro gêneros: Becquerelia Brongn., Bisboeckelera Kuntze, Calyptrocarya Nees e 

Diplacrum R. Br. (GOETGHEBEUR, 1998). 

Cryptangieae apresenta um relacionamento indefinido com as demais tribos de 

Cyperoideae e seus membros não são monofiléticos (SEMMOURI et al., 2019), sendo muitas 

vezes agrupados dentro de Schoeneae (MUASYA et al., 2009; HINCHLIFF; ROALSON, 

2013). Schoeneae é uma tribo não resolvida, que apresenta problemas nas interrelações entre 

seus membros (HINCHLIFF; ROALSON, 2013), sendo que alguns deles foram removidos e 

inseridos em novas tribos, como, por exemplo, Cladium na tribo Cladieae Nees, Carpha Banks 

& Sol ex R.Br. e Trianoptiles Fenzl ex Endl. na tribo Carpheae Semmouri & Larridon 

(SEMMOURI et al., 2019), e Rhynchospora Vahl e Pleurostachys Brongn. na tribo 

Rhynchosporeae (MUASYA et al., 2009). 

O clado constituído por Dulichieae, Scirpeae, Sumatroscirpeae e Cariceae é irmão do 

clado composto por Eleocharideae, Abildgaardieae, Fuireneae e Cypereae, e ambos os clados 

são moderadamente a fortemente suportados (SEMMOURI et al., 2019). No último clado, o 

relacionamento dos gêneros de Fuireneae é moderado a fortemente suportado, sendo 

Bolboschoenus (Asch.) Palla a primeira linhagem a divergir, seguida por Fuirena Rottb. – que 
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é considerada monofilética – e, por último, pelo clado Schoenoplectiella Lye + Schoenoplectus 

(Rchb.) Palla (SEMMOURI et al., 2019). 

Embora o entendimento atual da microsporogênese simultânea tipo-Cyperaceae e do 

desenvolvimento da pseudomônade tenha sido construído principalmente por meio de estudos 

realizados em representantes de Cyperoideae (ELFVING, 1879; STOUT, 1912; PIECH, 1928; 

TANAKA, 1940, 1941; PADHYE; MOHARIR, 1958; CARNIEL, 1962; PADHYE; CHAUBE; 

IYER, 1970; PADHYE, 1971a, b; DUNBAR, 1973; NIJALINGAPPA, 1976, 1986; 

NIJALINGAPPA; DEVAKI, 1978; MAKDE, 1982; MAKDE; BHUSKUTE, 1987; 

NIJALINGAPPA; PALAKSHAIAH, 1998; DOPCHIZ; POGGIO, 1999; FURNESS; 

RUDALL, 1999; BROWN; LEMMON, 2000; SIMPSON et al., 2003; COAN; ALVES; 

SCATENA, 2010; SAN MARTIN et al., 2013; ROCHA et al., 2016; ROCHA; VANZELA; 

MARIATH, 2018), aspectos do desenvolvimento polínico em tribos basais, como Cladieae, 

Bisboeckelereae, e Sclerieae, por exemplo, são pouco conhecidos (TANAKA, 1941; 

NIJALINGAPPA; DEVAKI, 1978; MAKDE, 1982; NIJALINGAPPA, 1986). Assim, o 

presente estudo tem como objetivo descrever a ontogenia polínica de alguns representantes 

basais de Cyperoideae, caracterizando a microsporogênese simultânea tipo-Cyperaceae e 

possíveis peculiaridades da pseudomônade que contribuam com o conhecimento embriológico 

de Cyperaceae. 

 

2 MATERIAL E MÉTODOS 

 

2.1 Material Botânico 

 

O material analisado compreendeu inflorescências em diferentes estágios de 

desenvolvimento de quatro representantes de três tribos basais de Cyperoideae: Becquerelia cf. 

muricata (Bisboeckelereae), Cladium mariscus (Cladieae), Scleria distans e Scleria cf. latifolia 

(Sclerieae) e de dois representantes de uma tribo derivada, Fuireneae: Fuirena sp. e 

Schoenoplectus californicus, para fins de comparação (Tabela 1). Parte do material coletado foi 

herborizada e depositada no Herbarium Rioclarense (HRCB) e está aguardando confirmação 

da identificação pelo especialista. Outra parte foi fixada para análises sob microscopias de luz 

e eletrônicas de varredura e de transmissão. 

 

2.2 Metodologia 
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No campo, o material coletado (inflorescências inteiras em diferentes fases do 

desenvolvimento) foi imediatamente pré-fixado em FAA 50 (formaldeído 37%, ácido acético 

glacial, álcool etílico 50%, 1:1:18 v/v) (JOHANSEN, 1940) ou em Karnovsky refrigerado 

(glutaraldeído 2,5%, paraformaldeído 2%, tampão cacodilato 0,05M) em pH 7,2 

(KARNOVSKY, 1965, modificado). Devido à fixação em campo, não foi possível a remoção 

do ar sob o vácuo, a fim de otimizar a infiltração do fixador Karnovsky — o que ocasionou 

pouca preservação do citoplasma, porém adequada fixação da parede polínica. 

 

2.2.1 Microscopia de Luz (ML) 

 

No laboratório, as inflorescências das espécies mencionadas acima e previamente 

fixadas em FAA 50 foram armazenadas em etanol 70% com algumas gotas de glicerina e 

colocadas sob o vácuo. 

As amostras de flores e estames removidas das inflorescências foram desidratadas em 

série n-butílica (1x 40%, 55%, 70%, 85% e 2x 100%) e incluídas em historresina Leica 

(FEDER; O’BRIEN, 1968). O material foi seccionado com espessura de 5–7µm, com navalhas 

de aço descartáveis, em micrótomo rotativo (Leica, Reichert-Jung 2040). A maior parte das 

secções anatômicas obtidas foi corada com ácido periódico – Reativo de Schiff (reação PAS) e 

azul de toluidina (FEDER; O’BRIEN, 1968) e montada em Entellan. As seções anatômicas 

selecionadas foram fotografadas em fotomicroscópio (Leica DMLB e DM4000B), com câmera 

digital acoplada, no Laboratório de Morfologia Vegetal do Departamento de Botânica do 

Instituto de Biociências de Rio Claro – UNESP. O restante das seções foi testado 

histoquimicamente usando azul de anilina para detectar a presença de calose durante o 

desenvolvimento do grão de pólen (CHAMBERLAIN, 1932, modificado) — as observações 

foram feitas no mesmo equipamento descrito acima (Leica DMLB) que está acoplado com o 

sistema de fluorescência EBQ 100 (a captura de imagens não foi realizada pois a câmera 

DFC295 não é apropriada para o registro de fluorescência). 

 

2.2.2 Microscopia Eletrônica de Varredura (MEV) 

 

No laboratório, estames maduros foram removidos das inflorescências coletadas e 

fixadas previamente em FAA 50 e, depois, armazenadas em etanol 70%. As amostras de 

estames foram desidratadas em série etílica (80%, 90%, 100%) e submetidas ao ponto crítico 

com gás carbônico líquido (Leica EM CPD 300). Em seguida, as anteras foram fixadas em 
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stubs, com auxílio de fita adesiva dupla face, dissecadas e metalizadas com ouro (10 nm) 

(Balzers SCD 050 Sputter Coater). As amostras foram analisadas ao microscópio eletrônico de 

varredura Jeol IT300, com aceleração de voltagem de 15 e 20kV e as imagens foram adquiridas 

com auxílio do software IT300 versão 1.120 no Laboratório de Microscopia Eletrônica Prof. 

Dr. Elliot Watanabe Kitajima – USP (Piracicaba, SP). 

 

2.2.3 Microscopia Eletrônica de Transmissão (MET) 

 

No laboratório, as inflorescências pré-fixadas com Karnovsky refrigerado tiveram suas 

anteras removidas e fixadas em uma nova solução do mesmo fixador e colocadas sob o vácuo. 

Posteriormente, as amostras foram lavadas em tampão cacodilato 0,1M refrigerado e, em 

seguida, foram pós-fixadas com tetróxido de ósmio 1% no mesmo tampão por uma hora em 

temperatura ambiente. Após esse tempo, as amostras foram lavadas novamente com o mesmo 

tampão, contrastadas em acetato de uranila 1% dissolvido em álcool 10% com pernoite na 

geladeira e, depois, desidratadas em série graduada de acetona (1x 30%, 50%, 70%, 90%, 3x 

100%) e embebidas em resina Spurr (SPURR, 1969). 

As secções semifinas, de cerca de 1µm, foram obtidas em ultramicrótomo Leica UCT, 

utilizando-se navalhas de vidro. As secções foram coradas com azul de toluidina e examinadas 

sob microscópio de luz (Zeiss Axioshop 2), a fim de determinar a fase de desenvolvimento do 

grão de pólen e a integridade do material. Os blocos com as fases desejadas foram cortados em 

ultramicrótomo Leica UCT, com navalhas de vidro, para obtenção das secções ultrafinas. Estas 

secções foram contrastadas em acetato de uranila (WATSON, 1958) por 20 minutos e em citrato 

de chumbo (REYNOLDS, 1963) por 10 minutos, examinadas e fotografadas ao microscópio 

eletrônico de transmissão (JEOL JEM 1011), em 60 kV. Todos esses procedimentos foram 

realizados no Laboratório de Microscopia Eletrônica Prof. Dr. Elliot Watanabe Kitajima – USP 

(Piracicaba, SP). 

 

4 RESULTADOS 

 

Ao analisar comparativamente o desenvolvimento da antera e da pseudomônade das 

seis espécies estudadas de Cyperoideae, foram observadas similaridades e, portanto, uma 

descrição comum é aqui apresentada, destacando-se apenas as peculiaridades, quando 

existentes. 
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4.1 Desenvolvimento da parede da antera 

 

Em todas as espécies estudadas, o primórdio da antera consiste de meristema 

fundamental envolvido pela protoderme (Fig. 1A). Abaixo da protoderme, quatro grupos de 

células subdermais, encontradas nos locais dos futuros microsporângios, diferenciam-se em 

células do tecido arquesporial (Fig. 1B). Cada célula arquesporial divide-se periclinalmente, 

formando as camadas parietal e esporogênica primárias (Fig. 1C, D). As células da camada 

parietal primária dividem-se periclinalmente (Fig. 1E – cabeça-de-seta), formando duas 

camadas parietais secundárias (Fig. 1F). A camada parietal secundária externa se diferencia 

diretamente em endotécio (Fig. 1G−I), enquanto a camada parietal secundária interna se divide 

periclinalmente (Fig. 1G, H – cabeça-de-seta), formando a camada mediana e o tapete (Fig. 1I). 

A protoderme se diferencia em epiderme (Fig. 1G−I). 

O desenvolvimento da parede da antera é do tipo monocotiledôneo, com quatro 

estratos: a epiderme, o endotécio, a camada mediana e o tapete (Fig. 1I). Esses quatro estratos 

parietais são formados cada qual por uma única camada de células de paredes delgadas e 

citoplasma denso, com um único núcleo proeminente (Fig. 1I). 

À medida que a antera se desenvolve, as células epidérmicas tornam-se altamente 

vacuoladas (Fig. 2A–D) e a parede periclinal externa torna-se convexa, levemente papilosa 

(Fig. 2E). Ocorre acúmulo diferencial de compostos fenólicos nas células epidérmicas e em 

tecidos adjacentes nas espécies estudadas: em Cladium mariscus (Figs. 2E, 3A), ocorre na 

maioria das células epidérmicas, incluindo o conectivo e o estômio; em Becquerelia cf. 

muricata (Fig. 3B), é restrito a algumas células próximas ao conectivo; em Scleria distans (Fig. 

3C) e Scleria cf. latifolia (Fig. 3D), o acúmulo ocorre em algumas células localizadas entre o 

conectivo e o estômio; em Fuirena sp. (Figs. 2D, 3E), o acúmulo ocorre apenas nas células 

localizadas próximas ao conectivo e ao estômio; e em Schoenoplectus californicus (Fig. 3F), 

nas células próximas ao conectivo do lado dorsal da antera. 

As células do endotécio se vacuolizam (Figs. 2A, B, 4A, B) e, depois, adquirem 

espessamentos de parede em espiral (Figs. 2C−E, 3A−F). As células da camada mediana e do 

tapete mostram sinais de degradação durante a microsporogênese (Fig. 2A, B). No estágio de 

tétrade de micrósporos, as células da camada mediana estão obliteradas (Fig. 4C), enquanto as 

células do tapete secretor perdem suas paredes celulares (Fig. 2A), mas ainda permanecem na 

periferia do lóculo da antera (Fig. 2B). Orbículos, que apresentam a mesma eletrondensidade 

que a exina, são observados aderidos à membrana plasmática do tapete em degeneração voltada 

para o lóculo (Fig. 2B) e, mais tarde, formam a membrana peritapetal (Fig 2C). Durante a 
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microgametogênese, as células da camada mediana e do tapete estão completamente obliteradas 

(Fig. 2C−E). 

A antera madura é biteca e tetrasporangiada, com parede formada por epiderme e 

endotécio, e a deiscência é longitudinal (Fig. 3A−F). 

 

4.2 Microsporângio, microsporogênese e microgametogênese 

 

Concomitantemente ao desenvolvimento da parede da antera, as células da camada 

esporogênica primária dividem-se mitoticamente e produzem colunas de microsporócitos que 

preenchem completamente a cavidade do microsporângio (Fig. 1C−I). Os microsporócitos têm 

formato cuneiforme, com a parte apical, afunilada, voltada para o centro do microsporângio 

(Figs. 1G, I, 4A). 

Previamente à microsporogênese, o microsporócito é envolvido por uma parede 

delgada de calose (Fig. 4A, B). Cada microsporócito passa por divisões meióticas que resultam 

em quatro núcleos de micrósporos, com arranjo tetraédrico (Fig. 4C). Os quatro núcleos sofrem 

citocinese simultânea, resultando em uma tétrade tetraédrica de micrósporos desiguais (Fig. 

2B). Desses quatros micrósporos, apenas um é funcional e maior (Figs. 2A, B, 4D, E), enquanto 

os outros três, não-funcionais, são menores (Figs. 2A, B, 4D, E). O micrósporo funcional 

apresenta um grande conteúdo citoplasmático (Fig. 4D, E), enquanto nos micrósporos não-

funcionais, a maior parte do protoplasto é ocupada pelo núcleo com nucléolo proeminente (Fig. 

4D, E). Neste estágio de desenvolvimento, a parede de calose não é mais observada. A 

microsporogênese é, então, simultânea e do tipo-Cyperaceae. 

Os quatro micrósporos são delimitados por suas membranas plasmáticas e separados 

por um espaço periplasmático, que contém muitas vesículas (Figs. 4E, 5A) e protusões da 

primexina (Fig. 5A – cabeça-de-seta dupla). Pouco depois, estas protusões acabam se 

estendendo por todo o espaço periplasmático, formando uma fina camada de primexina entre 

os micrósporos (Fig. 5B, C). O núcleo do micrósporo funcional (Figs. 2A, 4D) se divide por 

mitose, resultando nos núcleos vegetativo e generativo (Fig. 2C, D). Após a divisão, o núcleo 

generativo se encontra na periferia da pseudomônade, em contato próximo com a primexina e 

a exina em desenvolvimento e nesse local ocorre a citocinese (Fig. 6A – setas), formando as 

células vegetativa e generativa (Fig. 2C, D). A célula generativa é engolfada inteiramente pelo 

citoplasma da célula vegetativa (Fig. 2C, D). Na célula generativa, a parede celular é fina e 

sinuosa e a maior parte do seu protoplasto é ocupada pelo seu núcleo (Fig. 6B). A célula 

generativa posiciona-se adjacente aos três núcleos não-funcionais (Fig. 6C). 
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O citoplasma da célula vegetativa apresenta um grande vacúolo central, que desloca o 

seu núcleo e a célula generativa para a porção basal da pseudomônade (Fig. 2C, D); também 

apresenta acúmulo de amido (Fig. 6D–F). A célula generativa se divide em duas células 

espermáticas (Fig. 6D, F). Os núcleos não-funcionais degeneram na porção apical da 

pseudomônade (Fig. 6E, F). Assim, a pseudomônade madura é tricelular (Fig. 6D). 

 

4.3 Aspectos ultraestruturais e micromorfológicos da parede da pseudomônade 

 

No estágio de tétrade de micrósporos, a parede de calose já está dissolvida e a matriz 

de primexina pode ser vista ao redor da tétrade (Figs. 4E, 5B, C, 7A) e entre os micrósporos 

(Figs. 5B, C, 7A). Na matriz ao redor da tétrade, zonas mais eletrodensas correspondentes ao 

teto, columela e a camada basal são observadas (Figs. 4E, 5B, C, 7A). Durante a 

microgametogênese, o teto, a columela e a camada basal aumentam em espessura em relação à 

fase anterior de desenvolvimento (Fig. 7B); o teto e a camada basal são descontínuos ao longo 

da pseudomônade por apresentarem perfurações (Fig. 7B). À medida que a pseudomônade 

amadurece, esses elementos da exina se tornam menos eletrodensos devido às novas deposições 

de esporopolenina (Figs. 2C, 6B, 7B, C). A intina começa a se formar na fase de 

microgametófito bicelular, primeiramente sendo depositada na região da abertura basal (Fig. 

7C, D) e depois no restante da pseudomônade (Fig. 7E). Não foi possível observar se a intina 

se forma entre os micrósporos não-funcionais pela falta de seções passando nesta região. 

Também, não foi possível observar alguma abertura na fase de tétrade de micrósporos.  

Na fase de microgametófito bicelular, a abertura basal está quase formada (Fig. 7C) e 

compreende teto, columela, camada basal descontínua e intina com pequenas invaginações (Fig. 

7D). Posteriormente, estas invaginações ficam mais pronunciadas (Fig. 7E, F). Quanto às 

aberturas laterais, não foi possível observar o seu desenvolvimento por falta de seções passando 

por essas regiões. 

Todos os representantes de Cyperoideae aqui estudados apresentam pseudomônades 

maduras cuneiformes (Fig. 8A–I). Em Cladium mariscus, a extremidade da pseudomônade, às 

vezes, se apresenta alongada e afilada (Fig. 8B). O número de abertura basal é sempre um, 

enquanto que o número de aberturas laterais varia (Fig. 8A-I). 

A ornamentação da sexina da parede da pseudomônade, sob microscopia eletrônica de 

varredura, é fossulada com microgrânulos e perfurações (Fig. 9A). A ornamentação da sexina 

na região da abertura basal é fossulada em C. mariscus e S. distans (Fig. 9B) e fossulada com 

microgrânulos e perfurações em B. cf. muricata (Fig. 9C), Fuirena sp. e S. californicus. Nas 
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regiões das aberturas laterais, a ornamentação da sexina é apenas fossulada (Fig. 9D) ou 

fossulada com microgrânulos e perfurações (Fig. 9E). 

 

5 DISCUSSÃO 

 

A maioria dos resultados aqui apresentados para Cladium mariscus, Becquerelia cf. 

muricata, Scleria distans, Scleria cf. latifolia, Fuirena sp. e Schoenoplectus californicus 

confirma aqueles já descritos para a subfamília e família como um todo, por exemplo: o 

desenvolvimento da parede da antera do tipo monocotiledôneo, cuja parede compreende 

epiderme, endotécio com espessamento espiral, camada mediana efêmera e tapete secretor 

(PADHYE; CHAUBE; IYER, 1970; PADHYE, 1971a; NAGARAJ; NIJALINGAPPA, 1973; 

NIJALINGAPPA, 1976, 1986; NIJALINGAPPA; DEVAKI, 1978; MAKDE, 1982; MAKDE; 

BHUSKUTE, 1987; NIJALINGAPPA; PALAKSHAIAH, 1998; COAN; ALVES; SCATENA, 

2010); epiderme com células papilosas (MAKDE, 1982; MAKDE; BHUSKUTE, 1987; 

COAN; ALVES; SCATENA, 2010); microsporogênese simultânea do tipo-Cyperaceae com 

formação de pseudomônade (ELFVING, 1879; STOUT, 1912; PIECH, 1928; TANAKA, 1940; 

PADHYE; MOHARIR, 1958; CARNIEL, 1962, 1972; STRANDHEDE, 1965; PADHYE; 

CHAUBE; IYER, 1970; PADHYE, 1971a, b; NAGARAJ; NIJALINGAPPA, 1972, 1973; 

DUNBAR, 1973; NIJALINGAPPA; DEVAKI, 1978; MAKDE, 1982; NIJALINGAPPA, 

1976, 1986; MAKDE; BHUSKUTE, 1987; NIJALINGAPPA; PALAKSHAIAH, 1998; 

DOPCHIZ; POGGIO, 1999; FURNESS; RUDALL, 1999; BROWN; LEMMON, 2000; 

RANGANATH; NAGASHREE, 2000; SIMPSON et al., 2003; COAN; ALVES; SCATENA, 

2010; SAN MARTIN et al., 2013; ROCHA et al., 2016; ROCHA; VANZELA; MARIATH, 

2018); divisão mitótica precoce no núcleo do micrósporo funcional (ROCHA; VANZELA; 

MARIATH, 2018); célula generativa posicionada adjacente aos núcleos não-funcionais 

(HÅKANSSON, 1928; TANAKA, 1940; 1941; CARNIEL, 1962, 1972; STRANDHEDE, 

1965; PADHYE; CHAUBE; IYER, 1970; PADHYE, 1971a, b; NIJALINGAPPA, 1976, 1986; 

NIJALINGAPPA; DEVAKI, 1978; MAKDE, 1982; NIJALINGAPPA; PALAKSHAIAH, 

1998; BROWN; LEMMON, 2000; COAN; ALVES; SCATENA, 2010; SAN MARTIN et al., 

2013; ROCHA; VANZELA; MARIATH, 2018); e grão de pólen dispersado no estágio 

tricelular (ELFVING, 1879; STOUT, 1912; PIECH, 1928; PADHYE; MOHARIR, 1958; 

CARNIEL, 1962, 1972; STRANDHEDE, 1965; PADHYE; CHAUBE; IYER, 1970; 

PADHYE, 1971a, b; NAGARAJ; NIJALINGAPPA, 1972, 1973; DUNBAR, 1973; 

NIJALINGAPPA, 1976, 1986; NIJALINGAPPA; DEVAKI, 1978; MAKDE, 1982; MAKDE; 
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BHUSKUTE, 1987; NIJALINGAPPA; PALAKSHAIAH, 1998; BROWN; LEMMON, 2000; 

SIMPSON et al., 2003; COAN; ALVES; SCATENA, 2010; SAN MARTIN et al., 2013; 

ROCHA; VANZELA; MARIATH, 2018) e contendo grãos de amido como material de reserva 

(STRANDHEDE, 1965; PADHYE, 1971b; MAKDE, 1982; MAKDE; BHUSKUTE, 1987; 

COAN; ALVES; SCATENA, 2010; ROCHA; VANZELA; MARIATH, 2018). Porém, 

algumas das características diferenciais observadas nas espécies aqui estudadas são discutidas 

abaixo. 

 

5.1 Idioblastos fenólicos 

 

Todas as espécies aqui estudadas apresentam compostos fenólicos nas células da 

epiderme da antera, cuja distribuição variou em cada espécie. Idioblastos fenólicos também são 

reportados nas paredes das anteras de outras espécies de Cyperoideae já estudadas, tanto nas 

células epidérmicas (PADHYE; CHAUBE; IYER, 1970; PADHYE, 1971a, b; NAGARAJ; 

NIJALINGAPPA, 1973; NIJALINGAPPA, 1976; NIJALINGAPPA; DEVAKI, 1978; 

MAKDE, 1982; MAKDE; BHUSKUTE, 1987; COAN; ALVES; SCATENA, 2010), quanto 

nas células do conectivo (COAN; ALVES; SCATENA, 2010); enquanto que em gêneros de 

Mapanioideae, como Hypolytrum Pers. (COAN; ALVES; SCATENA, 2010) e Mapania Aubl., 

(PASSARINI LOPES; ALVES; COAN, in prep.), nenhum idioblasto é observado na parede da 

antera. Portanto, esse caráter está presente nas espécies de Cyperoideae já estudadas, tanto nas 

tribos basais como nas derivadas, impossibilitando inferir alguma consideração evolutiva para 

ele na subfamília. Mais investigações são necessárias para os demais gêneros de Mapanioideae, 

a fim de se conhecer se os idioblastos fenólicos estão mesmo ausentes em suas anteras; e em 

Trilepideae (Cyperoideae), para saber se esse caráter está presente, com intuito de compreender 

sua distribuição dentro de Cyperaceae. 

 

5.2 Parede de calose 

 

No presente estudo, a parede de calose se forma ao redor dos microsporócitos em 

estágio anterior à microsporogênese, não sendo mais observada na fase de tétrade de 

micrósporos. Em outras espécies de Cyperaceae, como Carex, Cyperus, Schoenoplectus 

(CARNIEL, 1962) e Eleocharis (CARNIEL, 1962, 1972; DUNBAR, 1973), a parede de calose 

foi observada envolvendo apenas a tétrade de micrósporos, não sendo observada entre os quatro 

micrósporos (CARNIEL, 1972; DUNBAR, 1973). Em Juncus L. (Juncaceae), a parede de 



85 

 

 

calose está presente apenas no estágio de microsporócito, dissolvendo-se antes da meiose 

ocorrer (PASSARINI LOPES; ORIANI; COAN, 2021). Portanto, mais estudos são necessários 

para compreender a importância da parede de calose no desenvolvimento da tétrade permanente 

e da pseudomônade no clado ciperídeo. 

 

5.3 Citocinese 

 

Nas espécies aqui estudadas de Cyperoideae, uma tétrade de micrósporos desiguais foi 

formada, compreendendo um micrósporo funcional maior e três micrósporos não-funcionais 

menores, indicando ter havido citocinese assimétrica entre os quatro núcleos resultantes da 

segunda divisão meiótica. 

Estudos detalhados da ontogenia da pseudomônade constataram que o 

desencadeamento de uma série de eventos, como a presença de uma citocinese interrompida 

(BROWN; LEMMON, 2000) ou tardia (ROCHA; VANZELA; MARIATH, 2018), associada à 

migração dos quatro núcleos para a porção apical ou basal do microsporócito, onde essa 

citocinese se completa, são as causas principais para a existência da tétrade de micrósporos 

desiguais em Cyperaceae (CARNIEL, 1962; BROWN; LEMMON, 2000; ROCHA; 

VANZELA; MARIATH, 2018). 

A grande maioria dos estudos ontogenéticos da pseudomônade também relata que a 

citocinese pode ser completa ou incompleta. No primeiro caso, uma tétrade de micrósporos é 

formada e os micrósporos são delimitados pela parede celular (ELFVING, 1879; TANAKA, 

1940, 1941; PADHYE; MOHARIR, 1958; PADHYE; CHAUBE; IYER, 1970; PADHYE, 

1971a; CARNIEL, 1972; NAGARAJ; NIJALINGAPPA, 1972, 1973; DUNBAR, 1973; 

NIJALINGAPPA, 1976, 1986; NIJALINGAPPA; DEVAKI, 1978; BROWN; LEMMON, 

2000; SIMPSON et al., 2003; SAN MARTIN et al., 2013; ROCHA et al., 2016; ROCHA; 

VANZELA; MARIATH, 2018) ou pela membrana plasmática (STOUT, 1912; CARNIEL, 

1962; STRANDHEDE, 1965; PADHYE, 1971a, b; MAKDE, 1982; MAKDE; BHUSKUTE, 

1987). No segundo caso, a partição entre os núcleos não-funcionais pode ser incompleta 

(TANAKA, 1941) ou até ausente (ELFVING, 1879; STRANDHEDE, 1965; DOPCHIZ; 

POGGIO, 1999). Além disso, a citocinese pode ser ausente, permanecendo os quatro núcleos 

no mesmo citoplasma, como observado para as espécies da tribo Chrysitricheae, em 

Mapanioideae (SIMPSON et al., 2003). 

Nas outras famílias do clado ciperídeo, Juncaceae (WULFF, 1939; ZAMAN, 1950; 

LAMBERT, 1969, 1970; FURNESS; RUDALL, 1999a) e Thurniaceae (MUNRO; LINDER, 
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1997), a citocinese é completa formando quatro micrósporos. Portanto, a presença de citocinese 

incompleta ou sua ausência entre os micrósporos não-funcionais em Cyperoideae deve ser 

investigada. Também mais investigações são necessárias para Mapanioideae, a fim de se 

conhecer se a ausência de citocinese está restrita somente a Chrysitricheae, com intuito de 

compreender o comportamento desse caráter dentro de Cyperaceae. 

 

5.4 Posição e degeneração dos núcleos não-funcionais 

 

No presente estudo, os três núcleos não-funcionais se posicionam na região apical, 

afunilada, da pseudomônade cuneiforme e permanecem ali até o momento de sua degeneração. 

Esta mesma disposição é frequentemente observada em outros gêneros de Cyperaceae com 

pseudomônades cuneiformes (ELFVING, 1879; STOUT, 1912; TANAKA, 1939, 1940; 

PADHYE; MOHARIR, 1958; CARNIEL, 1962; STRANDHEDE, 1965; PADHYE; 

CHAUBE; IYER, 1970; PADHYE, 1971a, b; DUNBAR, 1973; NAGARAJ; NIJALINGAPPA, 

1973; NIJALINGAPPA, 1976, 1986; NIJALINGAPPA; DEVAKI, 1978; MAKDE, 1982; 

MAKDE; BHUSKUTE, 1987; BROWN; LEMMON, 2000); a única exceção é o gênero 

Rhynchospora (TANAKA, 1941; NIJALINGAPPA; PALAKSHAIAH, 1998; COAN; 

ALVES; SCATENA, 2010; SAN MARTIN et al., 2013; ROCHA et al., 2016; ROCHA; 

VANZELA; MARIATH, 2018), que, mesmo apresentando a pseudomônade cuneiforme, os 

três núcleos não-funcionais se posicionam na porção basal, próximo à abertura distal. Assim, 

mais investigações são necessárias paras os gêneros de Trilepideae, Cryptangieae e 

Rhynchosporeae, – especialmente Pleurostachys –, a fim de se conhecer o posicionamento dos 

núcleos não-funcionais na pseudomônade, se basal ou apical, com intuito de ampliar o 

conhecimento desse caráter dentro de Cyperoideae. 

A degeneração dos micrósporos não-funcionais ocorre por morte celular programada 

(SAN MARTIN et al., 2013; ROCHA et al., 2016), exatamente por morte celular vacuolar 

(ROCHA et al., 2016). As moléculas geradas dessa degradação acabam sendo assimiladas pelo 

microgametófito em desenvolvimento (ROCHA et al., 2016), confirmando a sugestão de 

Elfving (1879), que acreditava que esses núcleos não-funcionais terminavam sendo 

reabsorvidos pelo citoplasma após o desaparecimento da parede entre eles. 

 

5.5 Primeira mitose polínica precoce 
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Nossos resultados indicam que o núcleo do micrósporo funcional se divide antes de 

ocorrer a formação do vacúolo central, semelhante ao observado em Rhynchospora (ROCHA; 

VANZELA; MARIATH, 2018), sendo esta primeira mitose polínica precoce em relação ao 

observado em outras angiospermas, cuja divisão ocorre quando o micrósporo se torna 

vacuolado (MAHESHWARI, 1950; BHOJWANI; BHATNAGAR, 1978; KNOX, 1984; 

JOHRI; AMBEGAOKAR; SRIVASTAVA, 1992). Assim, a primeira mitose polínica precoce 

pode ser considerada um caráter comum em Cyperoideae, pois é observado tanto nas tribos 

basais como na derivada estudadas. Se tal caráter se estender também para Mapanioideae, 

poderia ser considerado uma sinapomorfia para Cyperaceae; além disso, novos estudos são 

necessários para os gêneros de Mapanioideae, a fim de confirmar ou refutar esta hipótese. 

Além do micrósporo funcional, os micrósporos não-funcionais também podem ou não 

realizar a primeira mitose polínica. Quando presente, esta divisão pode ser interrompida em 

qualquer fase do ciclo mitótico (HÅKANSSON, 1954; CARNIEL, 1962; STRANDHEDE, 

1965; NIJALINGAPPA, 1976; DOPCHIZ; POGGIO, 1999; BROWN; LEMMON, 2000) ou 

pode ser completada (STOUT, 1912; TANAKA, 1940, 1941; CARNIEL, 1962; PADHYE, 

1971b; NIJALINGAPPA, 1976), formando núcleos que não se diferenciam em células 

vegetativa e generativa (CARNIEL, 1962) e logo depois, degeneram (TANAKA, 1940; 

CARNIEL, 1962). No presente estudo, nenhum dos três micrósporos não-funcionais realizou a 

primeira divisão mitótica. 

 

5.6 Parede da pseudomônade 

 

Nossos resultados ultraestruturais mostram que os micrósporos foram delimitados pela 

membrana plasmática e separados uns dos outros por um espaço periplasmático, contendo a 

primexina e muitas vesículas. Vale ressaltar que, a presença da primexina entre os micrósporos 

é um dado inédito em Cyperaceae. 

Material fibrilar semelhante à primexina do presente estudo foi observado entre as 

tétrades de micrósporos no momento da primeira mitose polínica em Carex blanda Dewey 

(BROWN; LEMMON, 2000). A constituição da parede entre os micrósporos não foi descrita, 

mas a figura 24 do estudo de Brown e Lemmon (2000) mostra nitidamente esta parede 

constituída de material fibrilar entremeado por fragmentos da exina. Anteriormente, Dunbar 

(1973), ao estudar a ontogenia polínica em Eleocharis, observou uma fina parede constituída 

por glóbulos de esporopolenina entre a tétrade de micrósporos. Em Mapania Aubl. 
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(Hypolytreae, Mapanioideae), uma parede interna de exina incompleta também foi observada 

entre os quatro micrósporos (PASSARINI LOPES; ALVES; COAN, in prep.). 

Em Juncus (Juncaceae), uma única parede interna é formada entre os quatro 

micrósporos e é constituída pela camada basal (PASSARINI LOPES; ORIANI; COAN, 2021). 

Além disso, nenhum sinal de primexina foi observado entre os micrósporos durante a formação 

desta parede (PASSARINI LOPES; ORIANI; COAN, 2021). Portanto, a parede interna de 

exina pode ser caráter comum nas famílias do clado ciperídeo, mas em Cyperaceae, esta parede 

acabou desaparecendo, como em Chrysitricheae que não apresenta citocinese; ou se tornando 

incompleta/fragmentada, como em Hypolytreae (Mapanioideae) e Cyperoideae, 

respectivamente. 

Como mencionado acima, a primexina é observada ao redor da tétrade de micrósporos 

e entre eles, e a esporopolenina se deposita e polimeriza apenas na primexina que circunda a 

tétrade, formando a exina. Esta exina compreende teto, columela e camada basal, que começam 

a ser formados quase ao mesmo tempo no estágio de tétrade de micrósporos. A exina também 

começa a se formar na tétrade de micrósporos em Eleocharis, restringindo-se apenas ao redor 

da tétrade (DUNBAR, 1973), depois da dissolução da parede de calose. 

Nas espécies aqui estudadas, a intina foi a última camada da parede a se formar. Este 

mesmo resultado foi observado em Eleocharis (DUNBAR, 1973). Segundo Dunbar (1973), o 

tempo de formação da intina coincidia com o tempo de degeneração dos micrósporos não-

funcionais, pois esses sempre eram embebidos por esta camada ao final de sua degeneração. 

A intina delgada e com projeções de parede foi observada nas espécies de Cyperoideae 

estudadas e assemelham-se ao reportado para Carex acutiformis Ehrh. (HALBRITTER; 

WEBER; HESSE, 2010). Estas projeções de parede observadas na intina da abertura basal, por 

conta de sua morfologia, são similares aos “ingrowth” relatados nas células de transferência por 

Gunning e Pate (1969). Deste modo, a célula vegetativa na pseudomônade das espécies 

estudadas pode ser comparada a uma célula de transferência. 

As projeções de parede ou ingrowth apresentam-se associadas às mitocôndrias e 

retículo endoplasmático (GUNNING; PATE 1969; GUNNING; PATE; GREEN, 1970; PATE; 

GUNNING, 1972; BHOJWANI; BHATNAGAR, 1978; FRANCHI; PACINI, 1980). O seu 

papel desempenhado está relacionado ao transporte a curta distância (GUNNING; PATE 1969; 

GUNNING; PATE; GREEN, 1970; BHOJWANI; BHATNAGAR, 1978) de solutos e/ou 

materiais por ampliar a área superficial da membrana plasmática nesta região, funcionando, 

assim, como um aparato nutricional (GUNNING; PATE; GREEN, 1970). 
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As projeções de parede na intina da abertura foram primeiramente relatadas nos grãos 

de pólen de Parietaria officinalis L. (Urticaceae), onde Franchi e Pacini (1980) consideraram a 

célula vegetativa semelhante à célula de transferência. Esses autores também sugeriram quatro 

funções para estas projeções de parede: (1) ajudar na absorção mais rápida de substâncias 

presentes no fluido locular e derivados do tapete em degeneração para o grão de pólen; (2) 

ajudar na desidratação mais rápida antes da liberação do grão de pólen da antera; (3) auxiliar 

na reidratação mais rápida do grão de pólen no estigma; e (4) acelerar a liberação de substâncias 

de autoincompatibilidade gametofítica (FRANCHI; PACINI, 1980). 

Das quatro funções hipotetizadas acima, Franchi e Pacini (1980) sugeriram que no 

caso de Parietaria officinalis, as projeções de parede auxiliavam o transporte ativo de 

substâncias de autoincompatibilidade gametofítica para o estigma. 

Tais projeções também foram observadas nos ápices dos tubos polínicos de Lilium 

longifolium Griff [= Notholirion thonsonianum (Royle) Stapf] (Liliaceae) (ROSEN; GAWLIK, 

1966). Rosen e Gawlik (1966) sugeriram que estas projeções de parede podem facilitar a 

secreção de enzimas e captação de substâncias digeridas por estas mais rapidamente durante o 

crescimento do tubo polínico no canal estilar, possibilitando um crescimento mais rápido e sua 

chegada mais rápida no saco embrionário para fecundação; pois o ápice do tubo polínico pode 

ser pré-formado na abertura (KNOX, 1984). 

Para as projeções de parede encontradas na abertura basal das pseudomônades das 

espécies estudadas, a hipótese que mais se encaixa é a primeira, pois a projeções serviriam para 

ampliar a superfície de captação de nutrientes presente no lóculo durante os estágios finais de 

desenvolvimento da pseudomônade. 

 

6 CONCLUSÃO 

 

Os resultados aqui apresentados mostram que o desenvolvimento da parede da antera 

e da pseudomônade são uniformes entre as espécies das tribos basais (Cladieae, 

Bisboeckelereae e Sclerieae) e da derivada (Fuireneae) estudadas e ampliaram o entendimento 

da formação da antera e do grão de pólen em Cyperoideae e em Cyperaceae. Estes dados são: 

a distribuição variada de compostos fenólicos nas células da epiderme da antera nas espécies 

estudadas; a presença de calose ao redor dos microsporócitos, de citocinese assimétrica, da 

primeira divisão mitótica precoce e dos micrósporos não-funcionais na região apical da 

pseudomônade. A partir da análise ultraestrutural foi possível observar a presença de primexina 

ao redor da tétrade de micrósporos e entre eles e de intina com projeções de parede na abertura 
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basal em Bisboeckelereae, Sclerieae e Fuireneae; tais dados são inéditos e podem ser 

comumente observados em toda subfamília. 
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Figura 1: Fases iniciais do desenvolvimento da parede da antera em Schoenoplectus 

californicus (A, C, E, F, I), Fuirena sp. (B, D) e Scleria cf. latifolia (G, H); em microscopia 

de luz (ML) (A–I). A. Corte transversal (CT) do primórdio da antera. B. CT da antera jovem 

mostrando o tecido arquesporial. C, D. CT de anteras jovens mostrando as camadas parietal e 

esporogênica primárias. E. CT da antera jovem mostrando célula da camada parietal se 

dividindo. F. CT da antera jovem mostrando as camadas parietais secundárias externa e interna. 

G, H. CT e corte longitudinal de anteras jovens mostrando a divisão das células da camada 

parietal secundária interna. I. CT da antera jovem mostrando a parede da antera recém formada. 

CA, célula arquesporial; CE, célula esporogênica; CM, camada mediana; E, epiderme; En, 

endotécio; Mi, microsporócito; MF, meristema fundamental; PP, camada parietal primária; Pr, 

protoderme; SE, camada parietal secundária externa; SI, camada parietal secundária interna; T, 

tapete; *, idioblasto fenólico; cabeça-de-seta, divisão celular. Barras de escala: A–H= 10µm; 

I= 25µm. 
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Figura 2: Fases sucessivas do desenvolvimento da parede da antera em Scleria cf. latifolia (A, 

B), Scleria distans (C), Fuirena sp. (D) e Cladium mariscus (E); cortes transversais em 

microscopia eletrônica de transmissão (MET) (A–C) e ML (D, E). A, B. Camada mediana e 

tapete em degeneração. C. Visão geral da membrana peritapetal no estágio de microgametófito 

bicelular vacuolado. D. Células do endotécio com espessamento em espiral no estágio de 

microgametófito bicelular vacuolado. E. Epiderme levemente papilosa na antera madura. CM, 

camada mediana; CV, célula vegetativa; E, epiderme; En, endotécio; MF, micrósporo 

funcional; Mi, microsporócito; MN, micrósporo não-funcional, NF, núcleo do micrósporo 

funcional; NG, núcleo generativo; NV, núcleo vegetativo; T, tapete; V, vacúolo; *, idioblasto 

fenólico. Barras de escala: A, B, C= 10µm; D= 25µm; E= 20µm. 



101 

 

 

 

 

 

 

 

 



102 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3: Fase final do desenvolvimento da parede da antera; cortes transversais em ML (A–

F). A. Cladium mariscus. B. Becquerelia cf. muricata. C. Scleria distans. D. Scleria cf. 

latifolia. E. Fuirena sp. F. Schoenoplectus californicus. E, epiderme; En, endotécio; *, 

idioblasto fenólico. Barras de escala: A–F= 25µm.  
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Figura 4: Microsporogênese em Scleria cf. latifolia (A, C–E) e Schoenoplectus californicus 

(B); cortes transversais em ML (A, C) e MET (B, D, E). A, B. Microsporócitos envoltos por 

calose. C. Microsporócito cenocítico mostrando três dos quatro núcleos recém-formados. D, E. 

Micrósporo funcional maior e micrósporos não-funcionais menores. C, calose; CM, camada 

mediana; E, epiderme; En, endotécio; FM, micrósporo funcional; Mi, microsporócito; MN, 

micrósporo não-funcional; NF, núcleo funcional; NN, núcleo não-funcional; T, tapete. Barras 

de escala: A, B, D, E= 5µm; C= 25µm. 
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Figura 5: Ultraestrutura da parede da tétrade de micrósporos em Scleria cf. latifolia (A–C). A. 

Aspecto geral da parede e do espaço periplasmático entre os micrósporos. B, C. Detalhes da 

exina da parede e da primexina ao redor e entre os micrósporos (setas pretas). CB, camada 

basal; Co, columela; FM, micrósporo funcional; MN, micrósporo não-funcional; NF, núcleo 

funcional; NN, núcleo não-funcional; Pe, primexina, Te, teto; cabeça-de-seta dupla, protusão 

da primexina. Barras de escala: A= 2,5µm; B= 5µm; C= 1,25µm. 
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Figura 6: Microgametogênese em Scleria cf. latifolia (A, C), Scleria distans (B, E, F) e 

Schoenoplectus californicus (D); em MET (A, B) e ML (C–F). A. Formação da célula 

generativa (setas). B. Detalhe da célula generativa envolta por sua parede celular (seta). C. 

Núcleo generativo adjacente aos três núcleos não-funcionais. D. Pseudomônade madura 

tricelular. E, F. Núcleos não-funcionais em degeneração. CG, célula generativa; CV, célula 

vegetativa; NE, núcleo espermático; NG, núcleo generativo; NN, núcleo não-funcional; NV, 

núcleo vegetativo. Barras de escala: A=2 µm, B= 5µm; C, D= 12,5µm; E= 7,25µm; F= 25µm. 
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Figura 7: Ultraestrutura da parede e da abertura da pseudomônade de Scleria cf. latifolia (A, 

B, D) e Scleria distans (C, E, F). A. Detalhe da parede da pseudomônade mostrando as camadas 

da exina e a primexina permeando o espaço periplasmático (seta preta). B. Detalhe da parede 

da pseudomônade bicelular. C, E. Aspectos gerais da parede da pseudomônade e de sua 

abertura basal durante a microgametogênese. D, F. Detalhes da parede na região da abertura 

basal durante a microgametogênese. A, abertura; CB, camada basal; Co, columela; E, epiderme; 

En, endotécio; Ex, exina; In, intina; Pe, primexina, Te, teto. A, F= 1µm; B, D= 2,5µm; E, C= 

5µm. 
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Figura 8: Micromorfologia da pseudomônade madura e formato das aberturas. A, B. Cladium 

mariscus. C, D. Becquerelia cf. muricata. E, F. Scleria distans. G. Fuirena sp. H, I. 

Schoenoplectus californicus. setas, aberturas. Barras de escala: A–H= 5µm; I= 10µm. 
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Figura 9: Ornamentações das sexinas da parede (A) e das aberturas basal (B, C) e laterais (D, 

E) das pseudomônades das espécies estudadas de Cyperoideae. A, E. Fuirena sp. B. Scleria 

distans. C. Becquerelia cf. muricata. D. Cladium mariscus. Barras de escala: A–E= 2,5µm. 
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Tabela 1 – Lista de espécies de Cyperoideae estudadas, com os respectivos posicionamentos taxonômicos sensu Semmouri et al. (2019), dados de 

coleta e herbário e análises realizadas. 

Espécie Dados do coletor e herbário Localidade Análises realizadas 

Cladieae Nees 

Cladium mariscus (L.) Pohl F.P. Lopes 27 (HRCB 75025) SP, Iguape, Estação Ecológica da Juréia-Itatins ML/MEV 

Sclerieae Wight & Arn. 

Scleria distans Poir. F.P. Lopes 4 (HRCB 75012) SP, Santo André ML/MEV/MET 

Scleria cf. latifolia Sw. F.P. Lopes 13 (HRCB 75015) SP, Cananéia, Parque Estadual Ilha do Cardoso ML/MET 

Bisboeckelereae Pax ex L.T.Eiten  

Becquerelia cf. muricata (Boeckeler) Nees F.P. Lopes 29 (HRCB 75027) SP, Iguape, Estação Ecológica da Juréia-Itatins ML/MEV/MET 

Fuireneae Reichenb. ex Fenzl 

Fuirena sp. F.P. Lopes 24 (HRCB 75022) SP, Iguape, Estação Ecológica da Juréia-Itatins ML/MEV 

Schoenoplectus californicus (C.A.Mey.) 

Soják 

F.P. Lopes et al. 31 (HRCB 75029) SP, Cunha ML/MEV/MET 
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CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 

Em resumo, os resultados do presente estudo mostram que as espécies de Juncaceae e 

Cyperaceae estudadas compartilham algumas características como: parede da antera com 

endotécio com espessamento em espiral, camada mediana efêmera e tapete secretor; parede de 

calose ao redor do microsporócito; microsporogênese simultânea; tétrade de micrósporos unida 

pela deposição da camada de exina; e grão de pólen tricelular. Destaca-se a presença de parede 

de calose ao redor do microsporócito como um dado inédito para Juncaceae. 

As características distintas encontradas nas espécies de Juncus estudadas, como 

persistência da lamela média e da parede primária do microsporócito durante a 

microsporogênese e a deposição antecipada da primexina e da exina da parede polínica sobre a 

superfície do microsporócito cenocítico tetranucleado, colaboraram com o desenvolvimento de 

uma tétrade permanente. A coesão é descrita como do tipo “simple cohesion”, com teto 

contínuo por toda a superfície deste grão de pólen agregado. Além disso, a presença de uma 

parede interna formada pela camada basal, que é contínua com a camada basal da parede 

externa, é apontada como importante na manutenção e fortalecimento da coesão. 

Vale ressaltar também a uniformidade no desenvolvimento da parede polínica em 

Juncus acutus, J. capillaceus, J. imbricatus, J. micranthus, J. microcephalus, J. pallescens e J. 

tenuis var. dichotomus. 

Em Cyperaceae, o desenvolvimento da antera e da pseudomônade em Cladium 

mariscus (Cladieae), Becquerelia cf. muricata (Bisboeckelereae), Scleria distans e Scleria cf. 

latifolia (Sclerieae) se mostraram uniformes quando comparados aos demais gêneros já 

estudados na subfamília e à Fuirena sp. e Schoenoplectus californicus (Fuireneae) também aqui 

analisados. Os resultados aqui apresentados permitiram corroborar a formação do grão de pólen 

do tipo pseudomônade em todos as espécies estudadas, que é uma sinapomorfia de Cyperaceae 

em Poales. 

Embora tenha sido evidenciada uniformidade no desenvolvimento da pseudomônade, 

vale destacar características inéditas que complementam e ampliam o conhecimento 

embriológico tanto para Cyperoideae quanto para Cyperaceae. Tais características são: a 

presença de idioblastos fenólicos na parede da antera; de primexina entre os micrósporos da 

tétrade, relacionada ao estabelecimento de uma parede interna de exina; e abertura basal com 

intina contendo projeções de parede, que contribuem com o transporte mais rápido de solutos 

para dentro e para fora da célula. 
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A partir dos resultados aqui apresentados, há a necessidade de mais estudos 

ontogenéticos da parede polínica para outras espécies de Juncus, a fim de conhecer se esta 

uniformidade no desenvolvimento continua dentro do gênero; e também para os demais gêneros 

de Juncaceae: Luzula, Marsippospermum, Oreojuncus, Oxychloë, Patosia e Rostkovia, com 

intuito de se conhecer o mecanismo de coesão de suas tétrades permanentes e entender como 

este grão de pólen agregado evoluiu dentro da família. Também há necessidade de estudos 

ontogenéticos polínicos para Hypolytreae (Mapanioideae) e para outras tribos basais de 

Cyperoideae: Trilepideae, Schoeneae, Cryptangieae e Rhynchosporeae, a fim de ampliar o 

conhecimento embriológico dos clados basais de Cyperaceae. 


