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VERGÍLIO, P.C.B. RELAÇÕES ENTRE ESTRUTURA, QUÍMICA E DENSIDADE DA 1 

CASCA COM SUA FUNÇÃO EM CAULES E RAÍZES DE ESPÉCIES DO CERRADO 2 

PAULISTA. 2019. 118P. TESE (DOUTORADO) – INSTITUTO DE BIOCIÊNCIAS, 3 

UNESP – UNIVERSIDADE ESTADUAL PAULISTA, CÂMPUS DE BOTUCATU. 4 

Resumo  5 

RESUMO – A casca é um sistema biológico complexo que desempenha diversas funções na 6 

planta, incluindo condução de fotoassimilados, suporte mecânico, armazenamento de 7 

substâncias e proteção contra herbívoros, patógenos e intempéries como o fogo. A casca é 8 

composta, principalmente, pelo floema secundário e pela periderme, e reveste tanto caules 9 

quanto raízes. O caule está exposto à atmosfera e tem funções de elevação e suporte da planta, 10 

enquanto a raiz está exposta ao solo e tem funções de fixar a planta ao solo, armazenar 11 

substâncias e absorver e conduzir água e nutrientes. Contudo, pouco se sabe se as diferentes 12 

funções de caules e raízes indicam diferentes funções na casca de cada órgão. Neste trabalho, 13 

comparamos a casca de caules e raízes de 15 espécies representativas do cerrado paulista e 14 

testamos se a casca do caule apresentaria funções de suporte e proteção, enquanto a casca da 15 

raiz apresentaria função de armazenamento de substâncias. Também testamos se 16 

encontraríamos maior eficiência na condução de fotoassimilados na casca da raiz. Para tanto, 17 

selecionamos 15 espécies de árvores e arbustos do cerrado sensu stricto e amostramos a casca 18 

do caule e da raiz. Analisamos a estrutura (espessura e anatomia), a densidade e a química 19 

(água, açúcares solúveis, amido, nitrogênio, fósforo e carbono) e relacionamos com as 20 

funções da casca em cada órgão. Na casca do caule, encontramos maior espessura da 21 

periderme, devido ao felema mais largo com células maiores e mais espessas, e menor 22 

densidade da periderme, indicando que a casca do caule tem função de proteção contra 23 

herbívoros, patógenos e fogo. Na casca da raiz, encontramos maior espessura relativa do 24 

floema secundário e maior quantidade de açúcares solúveis, indicando que a casca da raiz 25 

possui função de armazenamento de carboidratos não-estruturais, uma estratégia importante 26 

para sobrevivência da planta no cerrado. Contudo, não encontramos evidências que apoiem 27 

nossas expectativas de função de suporte na casca do caule ou maior eficiência na condução 28 

de fotoassimilados na casca da raiz. Portanto, a casca das plantas do cerrado paulista não 29 

apresenta todas as funções desempenhadas pelo caule ou pela raiz, mas participa das funções 30 

mais importantes relacionadas à sobrevivência da planta no cerrado, como proteção contra o 31 

fogo na casca do caule e armazenamento de carboidratos não-estruturais na casca da raiz. 32 

 33 

Palavras-chave: Cerrado, casca, casca externa, casca interna, floema secundário, periderme, 34 

espessura da casca, densidade da casca, química da casca 35 
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VERGÍLIO, P.C.B. RELATIONS AMONG STRUCTURE, CHEMISTRY AND 1 

DENSITY OF BARK WITH ITS FUNCTION IN TRUNKS AND ROOTS OF SPECIES 2 

IN THE CERRADO OF SÃO PAULO. 2019. 118P. TESE (DOUTORADO) – 3 

INSTITUTO DE BIOCIÊNCIAS, UNESP – UNIVERSIDADE ESTADUAL PAULISTA, 4 

CÂMPUS DE BOTUCATU. 5 

Abstract 6 

ABSTRACT – Bark is a complex biological system that performs multiple functions in plant, 7 

including photoassimilates conduction, mechanical support, storage and protection against 8 

herbivores, pathogens and fire. Bark comprises mainly the secondary phloem and the 9 

periderm, and covers both trunks and roots. The trunk is exposed to the atmosphere and has 10 

the main functions of plant elevation and plant support, whereas the root is exposed to the 11 

ground and has the main functions of fix the plant to the ground, store substances, provide 12 

water and nutrients to the plant. However, remain unclear whether the different functions of 13 

trunk s and roots indicate different functions in the bark of each organ. In this work, we 14 

compared the bark of trunk and roots of species in the cerrado of São Paulo, tested whether 15 

the trunk bark presents both support and protection functions, whereas the root bark presents 16 

storage function. We also tested whether we would find higher efficiency of photoassimilates 17 

conduction in the root bark. For this purpose, we selected 15 representative species of trees 18 

and shrubs in the cerrado sensu stricto and sample both trunk and root barks. We analyzed the 19 

structure (thickness and anatomy), density and chemistry (water, soluble sugars, starch, 20 

nitrogen, phosphorus and carbon) and associated to the bark functions in each organ. In the 21 

trunk bark, we found thicker periderm, due to thicker phellem with larger cell and thicker wall 22 

cells, and lower periderm density, suggesting a protection function against herbivores, 23 

pathogens and fire in trunk bark. In the root bark, we found a higher relative thickness of 24 

secondary phloem and a higher amount of soluble sugars, suggesting a nonstructural 25 

carbohydrate storage function in root bark, an important strategy for plant survival in the 26 

cerrado. However, we found no evidence to sustain our hypotheses of support function in 27 

trunk bark or higher efficiency of photoassimilates conduction in root bark. Therefore, the 28 

bark of plants in cerrado of São Paulo does not have all the functions performed by the trunk 29 

or the root, but it participates in the most important functions related to the plant survival in 30 

the cerrado, such as protection against fire in trunk bark and nonstructural carbohydrate 31 

storage in root bark. 32 

 33 

Key-words: Cerrado, bark, outer bark, inner bark, secondary phloem, periderm, bark 34 

thickness, bark density, bark chemistry 35 
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Introdução Geral 1 

O organismo vegetal é formado por órgãos aéreos e subterrâneos, que estão expostos a 2 

diferentes ambientes. Órgãos aéreos estão expostos à atmosfera, que desempenha papel 3 

importante como fonte primária de energia (sol) e de CO2 para a realização da fotossíntese 4 

(Chelle 2005). Dessa forma, os órgãos aéreos têm como funções principais a elevação e 5 

suporte da planta para a fonte de energia e a realização da fotossíntese (Evert & Eichhorn 6 

2013). Já os órgãos subterrâneos estão expostos ao solo, que oferece água e nutrientes para a 7 

planta (Evert & Eichhorn 2013; Chelle 2005) e é um bom isolante térmico em áreas onde há a 8 

ocorrência de queimadas (Oliveira & Marquis 2002). Portanto, órgãos subterrâneos têm como 9 

principais funções fixar a planta ao solo, armazenar substâncias e absorver e conduzir água e 10 

nutrientes (Evert & Eichhorn 2013), além de serem importantes órgãos de regeneração e 11 

reprodução vegetativa (Oliveira & Marquis 2002). 12 

  A função de cada órgão só é corretamente interpretada quando há o conhecimento 13 

completo da sua estrutura (Evert 2006). Os órgãos vegetativos aéreos são caules e folhas, 14 

enquanto o principal órgão subterrâneo é a raiz (Evert & Eichhorn 2013). Em crescimento 15 

secundário, a estrutura tanto dos caules quanto das raízes é composta por lenho, câmbio 16 

vascular (tecido meristemático) e casca (Evert 2006).  17 

A casca é uma parte complexa da planta nos âmbitos estrutural, fisiológico e funcional, 18 

transportando e armazenando substâncias orgânicas e água, além de proteger a planta contra 19 

herbívoros e patógenos (Srivastava 1964; Roth 1981; Evert 2006; Lev-Yadun 2011; Rosell et 20 

al. 2014). O termo casca é empregado para designar todos os tecidos externos ao câmbio 21 

vascular (Srivastava 1964; Trockenbrodt 1990; Evert 2006; Lev-Yadun 2011; Angyalossy et 22 

al. 2016). No desenvolvimento primário do corpo da planta, a casca é constituída de floema 23 

primário, córtex e epiderme (Srivastava 1964; Evert 2006; Lev-Yadun 2011). Já no 24 

desenvolvimento secundário ela é constituída por floema secundário e periderme, podendo 25 

também estar presentes os tecidos primários e os tecidos mortos externos à periderme 26 

(Srivastava 1964; Evert 2006; Lev-Yadun 2011). 27 

A periderme é um complexo de tecidos de origem secundária que ocupa a parte mais 28 

externa da casca, cuja principal função é a proteção da planta (Trockenbrodt 1990; Evert 29 

2006; Alonso & Machado 2008). Ela é constituída de felogênio (zona meristemática), 30 

feloderme (tecido interno ao felogênio) e felema ou súber (tecido externo ao felogênio) 31 

(Trockenbrodt 1990; Evert 2006; Lev-Yadun 2011; Angyalossy et al. 2016). A feloderme é 32 

formada por células com paredes geralmente finas, enquanto o felema possui células com 33 

paredes mais espessas constituídas de lignina e/ou suberina (Roth 1981; Evert 2006; 34 

Angyalossy et al. 2016). A planta pode apresentar uma única periderme ou várias peridermes 35 
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sequenciais, cujo conjunto recebe o nome de ritidoma (Evert 2006; Angyalossy et al. 2016). 36 

O ritidoma pode ainda conter outros tecidos como o córtex e o floema isolados pela(s) 37 

periderme(s) (Evert 2006; Angyalossy et al. 2016). 38 

O floema ocupa a parte mais interna da casca e é o tecido condutor de fotoassimilados 39 

das plantas vasculares, transportando açúcares, aminoácidos, macronutrientes, 40 

micronutrientes, lipídios, hormônios, estímulos florais, proteínas, RNAs e água (Srivastava 41 

1964; Evert 2006). Nas angiospermas, o floema secundário é um tecido complexo em sua 42 

estrutura, formado por uma grande diversidade de células com diferentes funções (Srivastava 43 

1964; Trockenbrodt 1990; Evert 2006; Angyalossy et al. 2016). Os elementos de tubo crivado 44 

associados às suas células companheiras têm função de condução de fotoassimilados e outras 45 

substâncias supracitadas (Srivastava 1964; Evert 2006; Angyalossy et al. 2016). Já as células 46 

esclerenquimáticas (fibras e esclereides) possuem paredes celulares espessas e lignificadas e 47 

apresentam função de suporte (Srivastava 1964; Evert 2006; Angyalossy et al. 2016), que 48 

parecem se relacionar positivamente com a densidade da casca (Rosell et al. 2014). O floema 49 

secundário também possui células parenquimáticas com função de armazenamento de uma 50 

grande variedade de substâncias (Srivastava 1964; Evert 2006; Angyalossy et al. 2016).  51 

A casca pode armazenar uma grande variedade de substâncias químicas. Cristais de 52 

diversas formas são armazenados na casca (Srivastava 1964; Angyalossy et al. 2016), assim 53 

como grandes quantidades de água (Srivastava 1964; Rosell et al. 2014). O fósforo e o 54 

nitrogênio, os dois nutrientes essenciais mais importantes para as plantas (Gurevitch 2009), 55 

podem ser armazenados na casca na forma inorgânica (Bloom et al. 1985; Dell et al. 1987) e 56 

de proteínas (Bloom et al. 1985; Martin et al. 2014), respectivamente. A forma estrutural do 57 

carbono é constituinte das células e pode ser utilizada para medir o gasto energético da planta 58 

para construção dos tecidos (Hölttä et al. 2009). Já o carbono não-estrutural pode ser 59 

armazenado na forma de metabólitos primários como o amido (Gurevitch 2009; Evert 2006). 60 

Grandes quantidades de amido são armazenadas nas raízes das plantas do Cerrado (Palhares et 61 

al. 2007; Gignoux et al. 2016). 62 

O Cerrado é um domínio brasileiro composto por um mosaico de vegetações florestais, 63 

savânicas e campestres (Oliveira & Marquis 2002; Batalha 2011). De modo geral, os solos do 64 

Cerrado são profundos, predominantemente arenosos, ácidos devido ao alto teor de alumínio e 65 

com baixos teores de nutrientes e de matéria orgânica (Coutinho 2002; Oliveira & Marquis 66 

2002). O clima é marcado por forte sazonalidade, sendo que durante os 4-5 meses de estação 67 

seca as plantas herbáceas morrem, secam e são o principal combustível do fogo natural 68 

(Coutinho 2002; Oliveira & Marquis 2002). O fogo natural no domínio do Cerrado é rápido e 69 

superficial (Coutinho 2002; Oliveira & Marquis 2002). A temperatura do ar na chama chega a 70 
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atingir 800°C ou mais, com as maiores temperaturas ocorrendo à 60 cm acima do solo. Já a 71 

temperatura do solo varia pouco, com aumento de 3°C à 5 cm abaixo do solo (Oliveira & 72 

Marquis 2002). Por ser um fator natural, a vegetação lenhosa apresenta adaptações de 73 

proteção contra o fogo, tais como: a proteção de gemas, a translocação de nutrientes para 74 

tecidos subterrâneos no início da estação seca e a periderme espessa (Miranda & Sato 2005). 75 

Salientamos que existe um uso inadequado do termo casca como sinônimo de periderme 76 

(Evert 2006), sendo que a propriedade de resistência ao fogo é dada especificamente pela 77 

periderme (Graves et al. 2014; Rosell 2016; Vergílio & Marcati 2017). A maior resistência 78 

contra o fogo está diretamente relacionada ao aumento da espessura da periderme e a 79 

diminuição da sua densidade (Bauer et al. 2010). 80 

Estudos em espécies do Cerrado têm mostrado diferenças estruturais e químicas na 81 

casca de caules e raízes. Em Styrax camporum (Styracaceae), espécie representativa do 82 

Cerrado, foi descrito uma periderme mais espessa no caule e um floema secundário com os 83 

elementos de tubo crivado com maior diâmetro e menor comprimento, além de raios mais 84 

altos, na raiz (Machado et al. 2005). Segundo os autores, essas diferenças estão relacionadas 85 

com a função da casca em cada órgão, sendo a periderme relacionada à proteção do caule 86 

contra o fogo e o floema secundário relacionado com a eficiência na condução de 87 

fotoassimilados e com o armazenamento de substâncias químicas da raiz. Para Brosimum 88 

gaudichaudii (Moraceae), espécie medicinal do Cerrado, foi descrito um maior 89 

armazenamento de substâncias químicas como o amido na casca da raiz (Palhares et al. 2007). 90 

Contudo, pouco se sabe se essas variações estruturais e químicas indicam diferentes funções 91 

na casca de caules e raízes.  92 

Considerando que mudanças estruturais indicam mudanças funcionais nos órgãos da 93 

planta e que foram relatadas variações estruturais e químicas na casca de caules e raízes de 94 

espécies do Cerrado, nossa expectativa é que a casca do caule e da raiz apresente diferentes 95 

funções: suporte e proteção no caule; e armazenamento de substâncias na raiz. Ademais, 96 

também esperamos encontrar elementos de tubo crivado com maior diâmetro e menor 97 

comprimento na raiz, caracterizando uma maior eficiência na condução de fotoassimilados 98 

neste órgão.  99 
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Revisão de Literatura 1 

1. Casca 2 

A casca tem grande importância social e econômica, já que possui propriedades que a 3 

transforma em matéria-prima para diversos fins (Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 4 

2013). Por exemplo, a cortiça maciça utilizada comercialmente na fabricação de rolhas é 5 

extraída da casca externa do sobreiro (Quercus suber), árvore nativa do Mediterrâneo (Evert 6 

2006; Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 2013). Já o compensado de cortiça, 7 

produzido com a casca externa moída e prensada, tem como matéria prima a casca de espécies 8 

brasileiras como a congonha (Symplocos lanceolata), a favela-branca (Enterolobium 9 

ellipticum), a galinha-choca (Connarus suberosus), o mulungú (Erythrina mulungu), o pau-10 

lepra (Pisonia tomentosa), o pau-marfim-do-cerrado (Agonandra brasiliensis) e a pereira-do-11 

campo (Aspidosperma dasycarpon) (Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 2013). A 12 

casca também pode ser utilizada na indústria alimentícia, como é o caso da canela, uma 13 

especiaria retirada da casca interna da caneleira-verdadeira (Cinnamomum zeylanicum), 14 

árvore nativa da Índia e do Sri Lanka, e da canela-chinesa (Cinnamomum cassia), árvore 15 

nativa da China (Moore 2008; Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 2013). Vários 16 

outros produtos químicos produzidos pela casca são explorados economicamente, como o 17 

látex extraído das cascas da seringueira (Hevea brasiliensis) e do sapotizeiro (Manilkara 18 

zapota) que são utilizados como matéria prima para a produção da borracha natural e do 19 

chiclete natural, respectivamente (Ayensu 1972; Evert 2006; Moore 2008; Appezzato-da-20 

Glória & Carmello-Guerreiro 2013). Ademais, a casca tem intensa aplicação medicinal e é 21 

manejada por comunidades tradicionais para a produção de remédios caseiros, dietas 22 

alimentares, banhos e benzimentos, utilizados no tratamento de diversos males (Dias & 23 

Laureano 2009). Muito desse conhecimento tradicional é estudado por pesquisadores para o 24 

desenvolvimento de medicamentos (Dias & Laureano 2009). Por exemplo, a quinina, um 25 

composto usado no tratamento da malária, é isolada a partir da casca da quinquina (Cinchona 26 

officinalis), árvore nativa da América do Sul (Moore 2008). Diversos outros extrativos da 27 

casca como taninos, ceras, terpenos, óleos essenciais, entre outros, são tradicionalmente 28 

utilizados na indústria farmacêutica (Srivastava 1964). Ademais, a casca tem potencial 29 

energético e é utilizada para geração de calor e combustível no meio rural (Srivastava 1964; 30 

Vale et al. 2002). Mas, o que é casca, afinal? 31 

Casca é um termo não-técnico usado livremente e, às vezes, de maneira inconsistente, 32 

mas que pode ser muito útil quando bem definido (Esau 1974; Evert 2006). O termo casca já 33 

teve várias definições e já foi utilizado como sinônimo tanto de floema secundário (veja 34 

revisão de Trockenbrodt 1990) quanto de ritidoma (veja a revisão de Junikka 1994). No 35 
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entanto, a definição mais aceita atualmente é que a casca reúne todos os tecidos externos ao 36 

câmbio vascular (Srivastava 1964; Esau 1974; Trockenbrodt 1990; Junikka 1994; Richter et 37 

al. 1996; Evert 2006; Lev-Yadun 2011; Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 2013; 38 

Evert & Eichhorn 2013; Graves et al. 2014; Rosell et al. 2014; Pausas 2015; Angyalossy et 39 

al. 2016). Como o câmbio vascular é um meristema lateral que está presente apenas durante o 40 

crescimento secundário da planta (Evert 2006), alguns autores utilizam o termo casca apenas 41 

quando a planta está em crescimento secundário (Metcalfe & Chalk 1979; Trockenbrodt 42 

1990; Richter et al. 1996). Contudo, é amplamente aceito que o termo casca pode ser utilizado 43 

tanto nas plantas em crescimento primário quanto nas plantas em crescimento secundário 44 

(Srivastava 1964; Esau 1974; Evert 2006; Lev-Yadun 2011; Evert & Eichhorn 2013), pois é 45 

conveniente tratar o floema (primário ou secundário) e todos os tecidos localizados ao seu 46 

exterior como uma unidade (Evert 2006). Dessa forma, a casca é formada por floema 47 

primário, córtex e epiderme nas plantas em crescimento primário e por floema secundário, 48 

tecidos primários, periderme e tecidos mortos externos à periderme nas plantas em 49 

crescimento secundário (Srivastava 1964; Esau 1974; Evert 2006; Evert & Eichhorn 2013).  50 

Os diversos tecidos que compõe a casca conferem a ela múltiplas funções. Entre suas 51 

funções estão transporte de carboidratos, lipídios, proteínas, hormônios, estímulos florais, 52 

aminoácidos, ácidos orgânicos, ácidos nucléicos, macronutrientes, micronutrientes e água 53 

(Srivastava 1964; Evert 2006; Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 2013), 54 

armazenamento de compostos orgânicos, compostos inorgânicos, nutrientes e água 55 

(Srivastava 1964; Evert 2006; Mercadante-Simões et al. 2014; Rosell et al. 2014), suporte 56 

mecânico (Niklas 1999; Clair et al. 2018), fotossíntese (Pfanz & Aschan 2001), cicatrização 57 

após danos (Franceschi et al. 2005; Evert 2006; Romero & Bolker 2008) e proteção contra 58 

patogênicos, herbívoros e intempéries como o fogo (Gartner 1995; Franceschi et al. 2005; 59 

Evert 2006; Graves et al. 2014; Rosell et al. 2014). Contudo, para uma interpretação realística 60 

da função é necessário o conhecimento completo da estrutura (Evert 2006). Portanto, 61 

exploraremos mais a fundo a estrutura dos tecidos e células casca no próximo tópico desta 62 

revisão. 63 

 64 

2. Anatomia da casca 65 

A casca de plantas com crescimento secundário é composta principalmente pelo 66 

floema secundário e pela periderme, embora tecidos mortos externos à última periderme 67 

formada e tecidos primários remanescentes também possam estar presentes (Srivastava 1964; 68 

Esau 1974; Evert 2006). Os tecidos primários remanescentes na casca durante o crescimento 69 

secundário são o córtex e as fibras pericíclicas (Metcalfe & Chalk 1979; Angyalossy et al. 70 
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2016). Embora o córtex possa realizar fotossíntese e armazenar e secretar substâncias em 71 

plantas com crescimento secundário (Kolalite et al. 2003; Angyalossy et al. 2016; Blagitz et 72 

al. 2019), pouco se sabe sobre a influência dos tecidos primários quando presentes na casca 73 

durante o crescimento secundário e poucos são os trabalhos que abordam esses tecidos na 74 

casca em crescimento secundário. Nesta revisão, abordaremos apenas os principais tecidos da 75 

casca, floema secundário e periderme, exclusivamente durante o crescimento secundário de 76 

angiospermas.  77 

O termo floema é hoje amplamente aceito, sendo que o floema é considerado um único 78 

tecido composto por diversos tipos celulares, ou seja, um tecido complexo (Esau 1939; Zahur 79 

1959; Srivastava 1964; Evert 2006; Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 2013; 80 

Angyalossy et al. 2016). No entanto, muito antes de começarem os estudos estruturais em 81 

plantas, o floema era chamado de Bast. Com o tempo, a Bast foi dividida em duas regiões: 82 

Hardbast, composto por células com paredes celulares espessas, e Weichbast ou Softbast, 83 

composto por células com paredes celulares finas (Esau 1939; Esau 1969). Depois da 84 

descoberta dos elementos de tubo crivado por Hartig em 1837, o termo Softbast ficou 85 

obsoleto, pois reunia tanto elementos de tubos crivados quanto células de parênquima (Esau 86 

1939). Em 1858, Nägeli propôs a junção da Hardbast e da Softbast sob o termo floema e o 87 

reconheceu como um tecido complexo (Esau 1939; Esau 1969). Desde então, o conceito e a 88 

estrutura do floema foram gradualmente construídos (Zahur 1959), de modo que a estrutura 89 

dos tipos celulares do floema é relativamente bem conhecida (Srivastava 1964).  90 

O floema secundário é derivado do câmbio vascular e composto, geralmente, por 91 

elementos de tubo crivado, células companheiras, células parenquimáticas e células 92 

esclerenquimáticas (Esau 1939; Zahur 1959; Srivastava 1964; Evert 2006; Appezzato-da-93 

Glória & Carmello-Guerreiro 2013; Angyalossy et al. 2016). Os elementos de tubo crivado 94 

são células com áreas penetradas por poros pequenos (áreas crivadas) ou grandes (placas 95 

crivadas) na parede celular e têm função de realizar o transporte longitudinal de 96 

fotoassimilados e outras substâncias pelo corpo da planta (Srivastava 1964; Evert 2006; 97 

Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 2013; Angyalossy et al. 2016). Quando se 98 

empilham, os elementos de tubo crivado formam séries verticais chamadas de tubos crivados 99 

(Esau 1974; Evert 2006; Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 2013; Angyalossy et al. 100 

2016). As células companheiras são células parenquimáticas altamente especializadas e 101 

associadas ontogeneticamente ao elemento de tudo crivado, auxiliando-o na sua manutenção 102 

estrutural e fisiológica, bem como na sua função de transporte (Esau 1974; Esau 1969; Evert 103 

2006; Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 2013; Angyalossy et al. 2016). Já as 104 

células parenquimáticas axiais e radiais têm função de armazenamento de substâncias como 105 
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amido, taninos e cristais (Esau 1974; Srivastava 1964; Esau 1969; Roth 1981; Evert 2006; 106 

Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 2013), podem participar do carregamento e do 107 

descarregamento de carboidratos nos elementos de tubo crivado (Taiz & Zeiger 2010) e dão 108 

origem ao felogênio (Evert 2006). Além disso, o parênquima radial tem função adicional de 109 

transporte radial de substâncias entre xilema e floema secundários (Evert 2006). As células do 110 

esclerênquima podem ser fibras, esclereides ou fibroesclereides que, geralmente, são mortas e 111 

lignificadas na maturidade e possuem função de suporte mecânico (Evert 2006; Angyalossy et 112 

al. 2016). Enquanto as fibras têm origem do câmbio vascular e são células longas e finas, as 113 

esclereides e fibroesclereides têm origem das células parenquimáticas e se distinguem por 114 

serem, respectivamente, curtas e longas, embora existam alguns relatos da diferenciação 115 

precoce de esclereides direto das derivadas do câmbio vascular (Esau 1969; Evert 2006; 116 

Angyalossy et al. 2016). Mesmo assim, usualmente, considera-se que as fibras se diferenciam 117 

logo no floema secundário condutor, mas as esclereides e fibroesclereides maturam no floema 118 

secundário não-condutor (Evert 2006; Angyalossy et al. 2016). 119 

O floema secundário se divide em condutor ou não-condutor, de acordo com o 120 

funcionamento dos elementos de tubo crivado. O floema secundário condutor é a região do 121 

floema secundário que em que os tubos crivados estão vivos e efetivamente transportando 122 

fotoassimilados (Evert 2006; Angyalossy et al. 2016). Já o floema secundário não-condutor é 123 

a região do floema secundário onde os tubos crivados cessam sua condução e morrem, junto 124 

com as células companheiras (Evert 2006; Angyalossy et al. 2016), podendo ambos 125 

colapsarem ou permanecerem abertos e cheios de gases (Esau 1974; Esau 1969; Evert 2006; 126 

Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 2013). Concomitante à perda de função dos tubos 127 

crivados, outras modificações começam a acontecer no floema secundário não-condutor, 128 

como a dilatação das células do parênquima para acompanhar o crescimento radial da madeira 129 

e a esclerificação das células do parênquima (Esau 1969; Evert 2006; Angyalossy et al. 2016). 130 

Ademais, partes mais velhas do floema secundário não-condutor, ou seja, as partes mais 131 

externas do floema secundário, são periodicamente eliminadas pela periderme (Srivastava 132 

1964; Esau 1974; Evert 2006).  133 

A periderme é o sistema de revestimento secundário da planta, cuja principal função é 134 

a proteção da planta contra herbívoros, patógenos e intempéries (Evert 2006; Appezzato-da-135 

Glória & Carmello-Guerreiro 2013). Ela é composta pelo tecido meristemático chamado 136 

felogênio e seus tecidos derivados, o felema, derivado para o exterior, e a feloderme, derivada 137 

para o interior (Roth 1981; Evert 2006; Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 2013; 138 

Angyalossy et al. 2016). O felema, também conhecido como súber, é um tecido compacto e 139 

suas células se caracterizam por estarem mortas na maturidade, serem geralmente preenchidas 140 
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de ar ou taninos e possuírem paredes suberizadas (Srivastava 1964; Esau 1974; Roth 1981; 141 

Evert 2006; Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 2013; Angyalossy et al. 2016), sendo 142 

o principal tecido que confere proteção à planta (Alonso & Machado 2008; Simon et al. 2009; 143 

Vergílio & Marcati 2017). Já a feloderme é um tecido formado tanto por células vivas, com 144 

funções de realizar fotossíntese, armazenar substâncias e retomar sua atividade meristemática 145 

dando origem a outro felogênio, quanto por células mortas e esclerificadas, que auxiliam no 146 

suporte mecânico da casca (Roth 1981; Evert 2006; Appezzato-da-Glória & Carmello-147 

Guerreiro 2013; Angyalossy et al. 2016). Ademais, em espécies nas quais o felema é pouco 148 

desenvolvido, a feloderme também pode participar da função de proteção (Roth 1981; Evert 149 

2006). A periderme ainda pode conter lenticelas, estruturas responsáveis pela aeração da 150 

planta, e acúleos, ambas estruturas derivadas de uma produção anormal de células pelo 151 

felogênio (Esau 1974; Roth 1981; Evert 2006; Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 152 

2013; Angyalossy et al. 2016). 153 

Periderme e ritidoma não são sinônimos, mas o ritidoma é uma consequência do 154 

desenvolvimento das peridermes. A primeira periderme formada, de origem epidérmica, 155 

subepidérmica, cortical, pericíclica ou do floema, é contínua por toda a circunferência da 156 

planta e pode ser a única periderme formada por toda a vida da planta (Srivastava 1964; Esau 157 

1969; Esau 1974; Roth 1981; Evert 2006; Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 2013). 158 

No entanto, a maioria das árvores formam diversas peridermes sequenciais, que aparecem 159 

internamente à primeira periderme e, geralmente, de maneira descontínua pela circunferência 160 

da planta (Srivastava 1964; Esau 1969; Esau 1974; Roth 1981; Evert 2006; Appezzato-da-161 

Glória & Carmello-Guerreiro 2013). Durante a formação das peridermes sucessivas pode 162 

ocorrer o isolamento de tecidos primários e secundários da planta entre estas peridermes, 163 

sendo que estes tecidos isolados morrem e se somam à função protetora do felema (Evert 164 

2006). O conjunto de todas as peridermes sucessivas e dos tecidos mortos entremeados nestas 165 

peridermes recebe o nome de ritidoma (Esau 1969; Esau 1974; Angyalossy et al. 2016). 166 

Consequentemente, cascas com uma única periderme não formam ritidoma (Roth 1981; Evert 167 

2006; Angyalossy et al. 2016). Historicamente, o ritidoma já foi chamado de Borke, sendo 168 

que o termo ritidoma foi introduzido por von Mohl em 1845 (Esau 1969).  169 

A casca, portanto, é composta de diferentes tipos de células, sendo que algumas dessas 170 

células são derivadas do câmbio vascular e outras do felogênio (Srivastava 1964; Evert 2006; 171 

Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 2013; Angyalossy et al. 2016). Devido à essa 172 

diversidade de células, bem como de funções atreladas à essas células, a casca é uma 173 

importante fonte de dados para vários tipos de estudos. A casca fornece dados para estudos 174 

taxonômicos (Roth 1981; Costa et al. 1997; Soffiatti & Angyalossy 1999; Junikka & Koek-175 
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Noorman 2007; Kotina et al. 2012; Vergílio & Marcati 2017; Blagitz et al. 2019) e para 176 

estudos filogenéticos e evolutivos (Junikka & Koek-Noorman 2007; Kotina et al. 2012; Pace 177 

et al. 2015). Ademais, estudos comparativos da anatomia da casca oferecem dados 178 

importantes para traçar tendências ecológicas e entender a adaptação das espécies em 179 

diferentes ambientes (Schweingruber 2006; Blagitz 2017; Vergílio & Marcati 2017; Blagitz et 180 

al. 2019). Contudo, estudos de anatomia da casca com uma abordagem funcional ainda são 181 

raros e precisam ser melhor explorados, assim como estudos que comparam a anatomia da 182 

casca em caules e raízes, como será explorado mais à frente. 183 

 184 

3. Estudos comparativos da anatomia da casca de caules e raízes 185 

A casca está presente tanto em caules quanto em raízes (Srivastava 1964; Roth 1981; 186 

Evert 2006; Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 2013; Angyalossy et al. 2016), mas 187 

são poucos os trabalhos que comparam as semelhanças e diferenças da anatomia da casca 188 

entre esses órgãos. Até hoje, em todo o mundo, menos de 50 espécies tiveram a anatomia da 189 

casca de caules e raízes comparada, provavelmente devido à dificuldade em obter amostras de 190 

raiz, principalmente em populações naturais (Vergílio et al. 2017; Jacobsen et al. 2018). 191 

Estudos em ambientes tropicais são tão raros quanto estudos em ambientes temperados e, 192 

como os resultados em ambos os ambientes são semelhantes, os abordaremos em conjunto. 193 

No floema secundário foram estudadas variáveis qualitativas e quantitativas dos tubos 194 

crivados junto às células companheiras, das células do parênquima axial e radial e das células 195 

do esclerênquima. Quanto aos tubos crivados, ou seja, as células condutoras do floema 196 

secundário (Srivastava 1964; Evert 2006; Appezzato-da-Glória & Carmello-Guerreiro 2013; 197 

Angyalossy et al. 2016), a quantidade de elementos de tubos crivados pode ser maior no caule 198 

(24 espécies em MacDaniels 1918), maior na raiz (Viburnum lentago em MacDaniels 1918) 199 

ou semelhante entre os órgãos (Cytharexylum myrianthum em Vergílio et al. 2017). Já o 200 

diâmetro dos tubos crivados pode ser maior no caule (Goniothalamus spp. em Blunden et al. 201 

1974; Erythroxylum campestre e E. tortuosum em Alonso 2007; Cytharexylum myrianthum 202 

em Vergílio et al. 2017), maior na raiz (Styrax camporum em Machado et al. 2005; 203 

Erythroxylum nanum em Alonso 2007; Populus trichocarpa em Jacobsen et al. 2018) ou 204 

semelhante entre os órgãos (Quercus robur em Trockenbrodt 1995; Brosimum gaudichaudii 205 

em Palhares et al. 2007; Jacaranda ulei em Miranda et al. 2018). O comprimento dos tubos 206 

crivados também pode diferir, sendo maior no caule (Styrax camporum em Machado et al. 207 

2005; Erythroxylum tortuosum em Alonso 2007), maior na raiz (Erythroxylum campestre e E. 208 

nanum em Alonso 2007; Jacaranda ulei em Miranda et al. 2018) ou semelhantes entre os 209 

órgãos (Quercus robur em Trockenbrodt 1995; Brosimum gaudichaudii em Palhares et al. 210 
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2007; Cytharexylum myrianthum em Vergílio et al. 2017). As características qualitativas dos 211 

tubos crivados são semelhantes quando comparados caules e raízes para a maioria das 212 

espécies (25 espécies em MacDaniels 1918; Goniothalamus spp. em Blunden et al. 1974; 213 

Quercus robur em Trockenbrodt; Erythroxylum spp. em Alonso 2007; Brosimum 214 

gaudichaudii em Palhares et al. 2007; Cytharexylum myrianthum em Vergílio et al. 2017; 215 

Jacaranda ulei em Miranda et al. 2018), exceto em Styrax camporum que apresenta placas 216 

crivadas compostas no caule e placas crivadas simples na raiz (Machado et al. 2005). 217 

Portanto, a maioria das espécies apresentam características qualitativas semelhantes entre os 218 

órgãos, mas as características quantitativas dos tubos crivados parecem depender mais da 219 

espécie que do órgão e a grande variedade de resultados evidencia que cada espécie possui a 220 

sua própria estratégia para condução de fotoassimilados.  221 

Em relação às células de parênquima, que são responsáveis pelo armazenamento de 222 

substâncias (Srivastava 1964; Esau 1969; Roth 1981; Evert 2006; Appezzato-da-Glória & 223 

Carmello-Guerreiro 2013), o parênquima axial pode estar em maior quantidade no caule 224 

(Viburnum lentago em MacDaniels 1918; Cytharexylum myrianthum em Vergílio et al. 2017) 225 

ou na raiz (24 espécies em MacDaniels 1918). Já o parênquima radial (ou raio), que possui 226 

funções tanto de armazenamento quanto de condução radial de nutrientes (Evert 2006), pode 227 

ter altura maior no caule (Erythroxylum campestre e E. tortuosum em Alonso 2007; 228 

Jacaranda ulei em Miranda et al. 2018), maior na raiz (Styrax camporum em Machado et al. 229 

2005; Erythroxylum nanum em Alonso 2007) ou semelhante entre os órgãos (Cytharexylum 230 

myrianthum em Vergílio et al. 2017). O raio também pode ter frequência maior no caule 231 

(Erythroxylum campestre e E. nanum em Alonso 2007) ou semelhante entre os órgãos 232 

(Erythroxylum tortuosum em Alonso 2007; Jacaranda ulei em Miranda et al. 2018). As 233 

características qualitativas das células de parênquima são semelhantes entre caules e raízes 234 

para a maioria das espécies (25 espécies em MacDaniels 1918; Goniothalamus macrophyllus 235 

e G. malayanus em Blunden et al. 1974; Quercus robur em Trockenbrodt 1995; Styrax 236 

camporum em Machado et al. 2005; Erythroxylum spp. em Alonso 2007; Brosimum 237 

gaudichaudii em Palhares et al. 2007; Cytharexylum myrianthum em Vergílio et al. 2017), 238 

com exceção de Goniothalamus andersonii, cuja esclerificação está presente no caule e 239 

ausente na raiz (Blunden et al., 1974), e de Jacaranda ulei, cuja dilatação de raios está 240 

ausente no caule e presente na raiz (Miranda et al. 2018). Da mesma forma que os tubos 241 

crivados, a maioria das espécies apresentam características qualitativas semelhantes entre os 242 

órgãos, contudo, as características quantitativas das células de parênquima parecem variar 243 

mais quanto à espécie do que quanto ao órgão, evidenciando que cada espécie tem sua própria 244 

estratégia quanto ao armazenamento e transporte radial de substâncias. 245 
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Considerando as células do esclerênquima, ou seja, as células que conferem suporte 246 

mecânico (Evert 2006; Angyalossy et al. 2016), sua quantidade é maior no caule para a 247 

maioria das espécies estudadas (24 espécies em MacDaniels 1918; Quercus robur em 248 

Trockenbrodt 1995; Cytharexylum myrianthum em Vergílio et al. 2017), exceto Viburnum 249 

lentago que apresenta maior quantidade de esclerênquima na raiz (MacDaniels 1918). 250 

Contudo, as com paredes celulares são mais grossas na raiz (Erythroxylum spp. em Alonso 251 

2007) ou semelhante entre os órgãos (Cytharexylum myrianthum em Vergílio et al. 2017). As 252 

características qualitativas das células de esclerênquima são semelhantes entre caules e raízes 253 

na maioria das espécies (25 espécies em MacDaniels 1918; Goniothalamus spp. em Blunden 254 

et al. 1974; Quercus robur em Trockenbrodt 1995; Erythroxylum spp. em Alonso 2007; 255 

Brosimum gaudichaudii em Palhares et al. 2007; Cytharexylum myrianthum em Vergílio et al. 256 

2017), exceto Styrax camporum (Machado et al. 2005) e Jacaranda ulei (Miranda et al. 2018) 257 

que apresentam esclerênquima em grupos no caule e em faixas na raiz. Sendo assim, as 258 

células de esclerênquima, da mesma forma que os tubos crivados e as células de parênquima, 259 

apresentam características qualitativas semelhantes entre os órgãos, entretanto, as 260 

características quantitativas diferem mais quanto à espécie do que quanto ao órgão, sendo que 261 

cada espécie tem a sua própria estratégia de suporte na casca de cada órgão.  262 

Na periderme, os poucos trabalhos encontrados estudaram características qualitativas e 263 

quantitativas tanto do felema e da feloderme quanto da periderme como um todo, além da 264 

presença ou ausência das lenticelas. O felema apresenta maior número de camadas de células 265 

no caule da maioria das espécies estudadas (Goniothalamus spp. em Blunden et al. 1974; 266 

Quercus robur em Trockenbrodt 1995; Styrax camporum em Machado et al. 2005), mas para 267 

Brosimum gaudichaudii não houve diferença no número de camadas de células do felema do 268 

caule e da raiz (Palhares et al. 2007). Também são relatadas diferenças qualitativas nas 269 

células do felema, como em Styrax camporum (Machado et al. 2005), Erythroxylum 270 

campestre e E. nanum (Alonso 2007), nos quais o felema do caule apresenta todas as células 271 

com paredes espessadas em U, enquanto o felema da raiz apresenta células de paredes finas. 272 

Já em Goniothalamus spp., as células do felema apresentam diferentes espessamentos tanto 273 

no mesmo órgão, quanto entre os órgãos (Blunden et al. 1974), descritos a seguir. Em G. 274 

malayanus, o felema do caule apresenta células de paredes espessadas em U misturadas com 275 

células de paredes finas, sendo que o felema da raiz apresenta todas as células com paredes 276 

finas (Blunden et al. 1974). No entanto, em G. macrophyllus o felema do caule apresenta 277 

todas as células com paredes espessadas em U, mas o felema da raiz apresenta células com 278 

paredes espessadas em U misturadas com células de espessamento uniforme (Blunden et al. 279 

1974). As demais espécies relatadas na literatura não apresentam diferenças morfológicas no 280 
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felema (Goniothalamus andersonii em Blunden et al. 1974; Brosimum gaudichaudii em 281 

Palhares et al. 2007). Portanto, de um modo geral, a maioria das espécies apresenta maior 282 

número de camadas de células no felema do caule, sendo que essas células também têm 283 

espessamento em U, características que são interpretadas pelos autores dos trabalhos como 284 

maior proteção para o caule (Machado et al. 2005; Alonso 2007) e podem ser utilizadas para 285 

diferenciar os órgãos (Blunden et al. 1974; Trockenbrodt 1995). 286 

Em relação à feloderme, embora tenham sido observadas mais camadas de células no 287 

caule em Erythroxylum spp. (Alonso 2007), não foram observadas ou relatadas diferenças na 288 

feloderme entre os órgãos para a maioria das espécies presentes  na literatura (Goniothalamus 289 

spp. em Blunden et al. 1974; Quercus robur em Trockenbrodt 1995; Styrax camporum em 290 

Machado et al. 2005; Brosimum gaudichaudii em Palhares et al. 2007). Dessa forma, de um 291 

modo geral, a feloderme não apresenta estratégias relacionadas ao órgão.  292 

Considerando a periderme como um todo, os poucos estudos publicados mostraram 293 

maior espessura na periderme do caule em Erythroxylum spp. (Alonso 2007) e maior número 294 

de peridermes no ritidoma do caule em Styrax camporum (Machado et al. 2005) e 295 

Erythroxylum tortuosum (Alonso 2007), quando comparados à periderme e ritidoma da raiz. 296 

Como estas espécies ocorrem no Cerrado, os autores interpretaram suas características como 297 

proteção do caule contra às altas temperaturas do fogo (Machado et al. 2005; Alonso 2007). 298 

Lenticelas foram observadas tanto no caule quanto na raiz em Erythroxylum nanum e 299 

E. campestre (Alonso 2007). Contudo, em Erythroxylum tortuosum (Alonso 2007) e Styrax 300 

camporum (Machado et al. 2005) as lenticelas foram observadas apenas no caule. Segundo 301 

Machado et al. (2005), a ausência da lenticela na raiz pode ser compensada por outra 302 

estrutura, como os grandes espaços intercelulares encontrados no parênquima da raiz de 303 

Styrax camporum. Não foram relatadas lenticelas nas demais espécies encontradas na 304 

literatura (Goniothalamus spp. em Blunden et al. 1974; Quercus robur em Trockenbrodt 305 

1995; Brosimum gaudichaudii em Palhares et al. 2007). 306 

 307 

4. Espessura, densidade e química da casca de caules e raízes 308 

A espessura é o principal traço funcional da casca (Pinard & Huffman 1997; Bauer et 309 

al. 2010; Lawes et al. 2011; Brando et al. 2012). Traços funcionais são quaisquer 310 

características morfológicas, bioquímicas, fisiológicas, estruturais, fenológicas ou 311 

comportamentais de um organismo que impactem seu crescimento, reprodução e 312 

sobrevivência (Violle et al. 2007; Díaz et al. 2013; Laureto et al. 2015), sendo utilizados para 313 

compreender as adaptações da planta ao ambiente. Em ambientes propensos ao fogo, como o 314 

nosso ambiente de estudo, é amplamente aceito que espessura da casca total é a característica 315 
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que melhor contribui para resistência da planta ao fogo (Pinard & Huffman 1997; Lawes et al. 316 

2011; Brando et al. 2012), sendo que cascas espessas fornecem isolamento térmico ao câmbio 317 

vascular (Spalt & Reifsnyder 1962; Bauer et al. 2010; Lawes et al. 2011; Brando et al. 2012) 318 

e garantem a sobrevivência da planta às queimadas. Contudo, trabalhos mais recentes que 319 

separaram a casca, sob perspectiva funcional, em casca interna (todos os tecidos internos ao 320 

último felogênio formado) e casca externa (todos os tecidos externos ao último felogênio 321 

formado) observaram que a proteção contra o fogo não é dada pela casca total, mas pela casca 322 

externa (Graves et al. 2014; Rosell 2016). Ao investigar as funções da casca interna e da 323 

casca externa, Rosell (2016) conclui que a casca interna reflete funções como transporte de 324 

fotoassimilados e armazenamento de substâncias, enquanto a casca externa reflete a função de 325 

proteção da planta.  326 

Trabalhos que compararam espessura da casca em caules e raízes são raros e o único 327 

encontrado foi o de Graves et al. (2014), no qual os autores estudaram a casca de caules e 328 

raízes tanto de Quercus hemisphaerica quanto de Q. nigra em ambiente com baixa incidência 329 

de fogo. Os autores observaram que a espessura da casca interna foi semelhante entre os 330 

órgãos, mas a espessura da casca externa foi maior no caule do que na raiz. Frente a esses 331 

resultados, Graves et al. (2014) sugerem que a planta aloca mais recursos para a construção de 332 

uma casca externa mais espessa no caule, região da planta exposta ao fogo, do que na raiz, 333 

região protegida do fogo. 334 

A densidade é o segundo traço funcional mais estudado da casca, depois da espessura. 335 

A densidade da casca é, geralmente, estudada em relação à resistência da planta ao fogo, 336 

sendo que a diminuição na densidade da casca indica o aumento na resistência ao fogo 337 

(Hengst & Dawson 1994; Bauer et al. 2010). Contudo, a densidade já foi relacionada com 338 

outras funções da casca, além da resistência ao fogo. Estudos mostraram que a densidade se 339 

relaciona positivamente com as características mecânicas da casca, como o módulo de flexão 340 

(Rosell et al. 2014), mas negativamente com a espessura da casca (Hengst & Dawson 1994; 341 

Rosell et al. 2014) e com a quantidade de água da casca (Poorter et al. 2014; Rosell et al. 342 

2014). Considerando estas três relações, Rosell et al. (2014) concluiram que mecânica, 343 

proteção e armazenamento de água são todas funções interligadas com densidade de casca. 344 

Não encontramos trabalhos que compararam a densidade da casca de caules e raízes. 345 

A casca interna armazena grandes quantidades de substâncias químicas, uma das 346 

razões do uso medicinal da casca (Angyalossy et al. 2016). Armazenamento é definido como 347 

um acúmulo de recursos na planta que podem ser mobilizados no futuro para apoiar a 348 

biossíntese, para o crescimento, ou para outras funções da planta (Chapin et al. 1990). 349 

Diversas substâncias como cálcio, fósforo, nitrogênio, potássio, magnésio, ferro, alumínio, 350 
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sódio, manganês, fosfatos, sulfatos, cloretos, carboidratos, lipídeos, proteínas, ácidos graxos, 351 

óleos, resinas, mucilagens, látex, pectinas, taninos, alcaloides, flavonoides, terpenoides, entre 352 

outros, são armazenados na casca (Srivastava 1964; Palhares et al. 2007; Mercadante-Simões 353 

et al. 2014; Angyalossy et al. 2016; Vergílio & Marcati 2017; Blagitz et al. 2019). Uma das 354 

principais substâncias armazenadas são os cristais (Angyalossy et al. 2016) que, além de 355 

serem uma reserva do mineral cálcio (Srivastava 1964), têm funções importantes na defesa 356 

contra herbívoros, na rigidez e suporte dos tecidos, na desintoxicação de metais pesados e no 357 

balanço de íons celulares (Franceschi et al. 2005; Angyalossy et al. 2016). Ademais, grandes 358 

quantidades de água e de carboidratos, como o amido, são armazenadas na casca e estão 359 

sujeitas a flutuações sazonais (Srivastava 1964; Chapin et al. 1990; Angyalossy et al. 2016). 360 

Ao compararem a quantidade de carboidratos nas estações seca e chuvosa, Würth et al. (2005) 361 

encontraram que a quantidade de carboidratos é sempre menor na estação chuvosa, discutindo 362 

que a diminuição das reservas de carboidratos seria decorrente da sua utilização para o 363 

crescimento da planta que ocorre nesta estação. Além das flutuações sazonais, o 364 

armazenamento de substâncias pode variar entre os órgãos, dependendo do ambiente. 365 

Ambientes não-propensos ao fogo armazenam substâncias no caule, enquanto ambientes 366 

propensos ao fogo armazenam substâncias na raiz, região protegida do fogo (Chapin et al. 367 

1990; Gignoux et al. 2016). O armazenamento de carboidratos na raiz é uma adaptação das 368 

plantas em ambientes propensos ao fogo, como o Cerrado, e será abordado no próximo tópico. 369 

 370 

5. Cerrado 371 

O Cerrado é considerado o ambiente savânico com a maior biodiversidade de plantas 372 

do mundo (Forzza et al. 2012). Sua flora é estimada em mais de 12 mil espécies de plantas 373 

terrestres, das quais mais de 4 mil são endêmicas (Myers et al. 2000; Forzza et al. 2012). As 374 

plantas do Cerrado incluem os hábitos de árvores, arbustos, lianas e herbáceas e estão 375 

distribuídas em aproximadamente 90 famílias, sendo Leguminosae, Malpighiaceae, 376 

Myrtaceae, Melastomataceae, Rubiaceae e Vochysiaceae as mais representativas (Oliveira & 377 

Marquis 2002). Contudo, essa grande riqueza biológica está ameaçada pela ocupação humana 378 

(Oliveira & Marquis 2002; MMA 2015). Estima-se que seu território de 2.039.386 km2, isto 379 

é, quase 25% do território nacional, já perdeu 49% de sua vegetação original (MMA 2015). 380 

Somente 9% da área total do Cerrado é protegida por unidades de conservação, sendo 3% na 381 

forma de unidades de conservação de proteção integral, como parques nacionais (MMA 382 

2015). Devido a essa elevada biodiversidade e endemismo, mas excepcional perda de habitat, 383 

o Cerrado é considerado um dos 25 hotspots globais de biodiversidade, ou seja, um dos 384 

ambientes mais ricos e ameaçados do planeta (Myers et al. 2000; Oliveira & Marquis 2002; 385 
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Forzza et al. 2012).  386 

Embora seja considerada uma savana, o Cerrado é um domínio fitogeográfico que 387 

inclui um mosaico de vegetações savânicas, campestres e florestais, dentre elas o cerrado 388 

sensu stricto (Oliveira & Marquis 2002; Batalha 2011). O cerrado sensu stricto é uma das 389 

formações savânicas do Cerrado, caracterizado por um estrato herbáceo quase contínuo que é 390 

interrompido por arbustos e árvores em diferentes densidades (Batalha 2011). As árvores são 391 

baixas (3-8 metros), inclinadas, tortuosas, com ramificações irregulares e retorcidas, além de 392 

folhas rígidas e coriáceas (Oliveira & Marquis 2002; Ribeiro & Walter 2008). Os solos são 393 

ácidos, com alto teor de alumínio, carência de fósforo, nitrogênio, potássio, cálcio e magnésio 394 

e de baixo a médio teor de matéria orgânica (Oliveira & Marquis 2002; Ribeiro & Walter 395 

2008). O clima é subtropical marcado por forte sazonalidade, com 4-5 meses de estação seca 396 

(Oliveira & Marquis 2002). Durante a estação seca, as plantas herbáceas morrem e secam, 397 

sendo o principal combustível para o fogo natural (Coutinho 2002; Oliveira & Marquis 2002). 398 

O fogo natural do cerrado é rápido e superficial, com temperaturas que podem chegar até 399 

800°C acima do solo, mas que não incrementam mais de 3°C na temperatura abaixo do solo 400 

(Coutinho 2002; Oliveira & Marquis 2002). O fogo do cerrado tem notável ação 401 

transformadora na fisionomia e na estrutura da vegetação (Coutinho 2002). 402 

As plantas lenhosas sobrevivem ao fogo do cerrado por meio de diversas adaptações, 403 

como casca espessa e reserva de carboidratos (Miranda & Sato 2005; Gignoux et al. 2016). A 404 

casca [externa] espessa é um isolante térmico que impede que as altas temperaturas do fogo 405 

atinjam e danifiquem o câmbio vascular (Coutinho 2002; Oliveira & Marquis 2002). Estudos 406 

experimentais mostraram que cascas com mais de 17-18 mm indicam que a planta é resistente 407 

ao fogo e cascas com menos de 5 mm indicam que a planta é sensível ao fogo (Pinard & 408 

Huffman 1997; Brando et al. 2012). Quando a casca do caule não é espessa o suficiente para 409 

proteger o câmbio vascular das altas temperatura do fogo, os órgãos aéreos da planta morrem. 410 

No entanto, como o solo é eficiente isolante térmico que protege as raízes das plantas das altas 411 

temperaturas do fogo, as plantas que perderam seus órgãos aéreos utilizam os carboidratos 412 

armazenados em suas raízes para rebrotar vigorosamente (Chapin et al. 1990; Coutinho 2002; 413 

Oliveira & Marquis 2002). Portanto, as plantas do cerrado parecem ter adaptações diferentes 414 

em seus órgãos, a saber, casca espessa no caule e reserva de carboidratos na raiz, embora 415 

pouco se saiba se essa maior reserva de carboidratos também ocorre na casca da raiz. 416 
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Objetivo e Expectativas 1 

Visando compreender a função da casca em caules e raízes em espécies do cerrado 2 

paulista, nosso objetivo foi comparar a casca do caule com a casca da raiz. Nesta tese, 3 

testamos as seguintes expectativas: 4 

(1) o floema secundário do caule tem função de suporte, com (a) estruturalmente mais células 5 

esclerenquimáticas (fibras e esclereides) e (b) maior densidade, comparada ao floema 6 

secundário da raiz;  7 

(2) o floema secundário da raiz tem função de armazenamento de substâncias, com (a) 8 

estruturalmente mais células parenquimáticas e (b) quimicamente maior quantidade de 9 

água e/ou nitrogênio e/ou fósforo e/ou carboidratos (amido e açúcares solúveis) e (c) 10 

menor densidade, comparada ao floema secundário do caule; 11 

(3) o floema secundário da raiz apresenta maior eficiência na condução de fotoassimilados, 12 

com (a) estruturalmente maior espessura de floema secundário condutor e (b) elementos 13 

de tubo crivado com maior diâmetro e menor comprimento, comparado ao floema 14 

secundário do caule;  15 

 (4) a periderme do caule tem função de proteção, com (a) estruturalmente maior espessura e 16 

(b) menor densidade, comparada à periderme da raiz; 17 

 (5) devido às características supracitadas, a casca do caule apresenta maior alocação de 18 

recursos, ou seja, maior quantidade de carbono estrutural, que casca da raiz. 19 
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 16 

Resumo 17 

Introdução e Objetivos: O floema secundário desempenha várias funções essenciais na planta, 18 

como transportar fotoassimilados através dos tubos crivados, armazenar substâncias nas 19 

células parenquimáticas e auxiliar no suporte mecânico da planta pelas células 20 

esclerenquimáticas. Caules e raízes podem priorizar alguma das diversas funções do floema 21 

secundário, evidenciando estratégias adaptativas em cada órgão. Contudo, as estratégias 22 

adaptativas do floema secundário de caules e raízes na comunidade de plantas de espécies 23 

tropicais são desconhecidas e foram investigadas neste trabalho inédito.  24 

Métodos: Nós selecionamos 15 espécies de uma comunidade de plantas da savana neotropical 25 

brasileira (cerrado sensu stricto), coletamos amostras do floema secundário do caule e da raiz 26 

e comparamos sua estrutura e química. Para as análises estruturais qualitativas e quantitativas 27 

de anatomia e espessura, nós confeccionamos lâminas histológicas e para as análises químicas 28 

nós quantificamos água, açúcares solúveis e amido.  29 

Principais resultados: Embora as características estruturais qualitativas do floema tenham 30 

sido semelhantes em ambos os órgãos, as características quantitativas estruturais e químicas 31 

diferiram. O caule apresentou maior espessura absoluta do floema secundário (floema 32 

condutor + floema não-condutor), maior número de raios, maior proporção de esclerênquima 33 

(floema condutor), maior quantidade de tubos crivados (floema condutor), maior quantidade 34 

de parênquima (floema não-condutor) e maior quantidade de esclerênquima (floema 35 
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condutor). Já a raiz apresentou maior espessura relativa do floema secundário (floema 36 

condutor + floema não-condutor) e maiores concentrações de carboidratos não-estruturais 37 

(açúcares solúveis + amido).  38 

Conclusões: A maior proporção de esclerênquima no floema secundário condutor do caule 39 

fornece segurança mecânica para os tubos crivados. Já o floema secundário da raiz tem maior 40 

investimento proporcional em tecido e em armazenamento de carboidratos não-estruturais, 41 

características importantes na sobrevivência das plantas em ambientes savânicos. 42 

 43 

Palavras-chave: Floema secundário, caule, raiz, Cerrado, savana neotropical brasileira, tubos 44 

crivados, parênquima, esclerênquima, água, carboidratos não-estruturais, açúcares solúveis, 45 

amido. 46 

 47 

Introdução 48 

O floema é um tecido vascular que desempenha várias funções essenciais na planta, 49 

sendo a principal delas o transporte de carboidratos desde os órgãos fotossintetizantes até os 50 

órgãos não-fotossintetizantes (Esau, 1969; Evert, 2006; Taiz e Zeiger, 2010). Além de 51 

carboidratos, o floema secundário das angiospermas também transporta, proteínas, lipídios, 52 

hormônios, RNAs e água por toda a planta, através de células condutoras denominadas tubos 53 

crivados e suas células companheiras associadas (Evert, 2006; Taiz e Zeiger, 2010). Outras 54 

funções também podem ser realizadas pelo floema secundário, como armazenar água e amido 55 

em células parenquimáticas (Esau, 1969; Roth, 1981; Evert, 2006; Palhares et al., 2007) e 56 

auxiliar no suporte mecânico da planta devido às células esclerenquimáticas de paredes 57 

celulares espessas e lignificadas (Esau, 1969; Roth, 1981; Evert, 2006; Nakagawa et al., 58 

2012). Tubos crivados e suas células companheiras, células parenquimáticas (axial e radial) e 59 

células esclerenquimáticas (fibras e esclereides) compõem a estrutura floema secundário e 60 

formam um contínuo por toda a planta, incluindo caules e raízes (Esau, 1969; Roth, 1981; 61 

Evert, 2006).  62 

O floema secundário de caules e raízes tem sido comparado em poucos estudos, os 63 

quais evidenciam que a estrutura e química deste tecido varia em cada órgão de acordo com a 64 

espécie estudada. Por exemplo, o diâmetro dos tubos crivados pode ser maior no caule 65 

(Goniothalamus spp. em Blunden et al., 1974; Erythroxylum campestre e E. tortuosum em 66 

Alonso, 2007; Cytharexylum myrianthum em Vergílio et al., 2017), maior na raiz (Styrax 67 

camporum em Machado et al., 2005; E. nanum em Alonso, 2007; Populus trichocarpa em 68 

Jacobsen et al., 2018) ou semelhante entre os órgãos (Quercus robur em Trockenbrodt, 1995; 69 

Brosimum gaudichaudii em Palhares et al., 2007; Jacaranda ulei em Miranda et al., 2018). 70 
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Quanto às células de armazenamento, o parênquima axial pode estar em maior quantidade no 71 

caule (Viburnum lentago em MacDaniels, 1918; C. myrianthum em Vergílio et al., 2017), mas 72 

B. gaudichaudii apresenta armazenamento de amido apenas na raiz (Palhares et al., 2007). O 73 

parênquima radial, que possui funções tanto de armazenamento quanto de condução radial de 74 

nutrientes (Evert, 2006), pode ter altura maior no caule (E. campestre e E. tortuosum em 75 

Alonso, 2007; Jacaranda ulei em Miranda et al., 2018), maior na raiz (S. camporum em 76 

Machado et al., 2005; E. nanum em Alonso, 2007) ou semelhante entre os órgãos (C. 77 

myrianthum em Vergílio et al., 2017). Em relação às células de suporte, a maioria das 78 

espécies estudadas apresenta maior quantidade esclerênquima no caule (Q. robur em 79 

Trockenbrodt, 1995; C. myrianthum em Vergílio et al., 2017), exceto V. lentago que apresenta 80 

maior quantidade de esclerênquima na raiz que no caule (MacDaniels, 1918). Dessa forma, 81 

cada espécie apresenta diferentes estratégias em relação à condução de fotoassimilados, 82 

armazenamento de substâncias e suporte do floema secundário quando comparados o caule e 83 

a raiz, ou seja, existem diferentes estratégias adaptativas nesse tecido em cada órgão de 84 

acordo com a espécie. Contudo, as estratégias do floema secundário de caules e raízes para 85 

uma comunidade de plantas são pouco conhecidas.  86 

 Estudos comparativos em comunidade de plantas podem identificar as estratégias 87 

adaptativas para aquele ambiente. Quando espécies com diferentes ancestrais são submetidas 88 

às mesmas pressões seletivas de um ambiente, as características semelhantes que essas 89 

espécies apresentam podem ser interpretadas como adaptações àquele ambiente (Olson e 90 

Arroyo-Santos, 2015). No entanto, raros são os estudos que comparam a estrutura e a química 91 

do floema secundário em caules e raízes em uma comunidade de plantas, sendo o de 92 

MacDaniels (1918) o único que nós encontramos. O autor analisou uma comunidade de 93 

espécies em clima temperado e encontrou que todas as características qualitativas (como, por 94 

exemplo, tipos de placas crivadas ou formato das células que compõem o raio) e também a 95 

característica quantitativa de tamanho das células foram semelhantes. Contudo, o autor 96 

observou diferenças evidentes, mesmo sem mensurações, nas características quantitativas de 97 

quantidade de células e de substâncias armazenadas, que lhe permitiram traçar algumas 98 

tendências para os órgãos. Segundo o autor, no caule houve uma tendência de maior 99 

quantidade de tubos crivados e de células esclerenquimáticas, enquanto na raiz houve uma 100 

tendência de maior quantidade de células parenquimáticas, sendo que algumas espécies 101 

apresentaram grandes quantidades de amido nestas células da raiz. O autor ainda supõe que os 102 

achados e as tendências encontradas em seu trabalho podem ser aplicados para as espécies de 103 

clima tropical, conjectura que testamos neste trabalho.  104 

Neste trabalho inédito, nós selecionamos 15 espécies de árvores e arbustos de uma 105 
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comunidade de plantas representativas da savana neotropical brasileira e comparamos a 106 

estrutura (espessura e anatomia) e química (água, açúcares solúveis e amido) do floema 107 

secundário de caules e raízes. Nosso objetivo foi testar as assertivas a seguir. (1) As 108 

características estruturais qualitativas do floema secundário são semelhantes no caule e na 109 

raiz. (2) Os tubos crivados possuem tamanhos semelhantes no caule e na raiz, mas estão em 110 

maior quantidade no caule. (3) O parênquima possui tamanhos semelhantes no caule e na raiz, 111 

está em maior quantidade e armazena mais substâncias na raiz. (4) O esclerênquima está em 112 

maior quantidade no caule que na raiz. Considerando que os tubos crivados, células 113 

parenquimáticas e células esclerenquimáticas compõem o floema secundário, nós também 114 

comparamos a espessura do floema secundário do caule e da raiz. Este é, provavelmente, o 115 

primeiro trabalho que compara o floema secundário de caules e raízes de uma comunidade de 116 

plantas em clima tropical. 117 

 118 

Material e Métodos 119 

Área de estudo 120 

O ambiente de estudo foi a savana neotropical brasileira, que abriga a maior flora 121 

savânica do mundo (Forzza et al., 2012). A comunidade de plantas estudada pertence ao 122 

cerrado sensu stricto, caracterizado por estrato herbáceo interrompido por árvores e arbustos 123 

em diferentes densidades (Oliveira e Marquis, 2002).  124 

A área de estudo é uma reserva particular da Estância Santa Catarina, Distrito de 125 

Rubião Junior, Botucatu, São Paulo, Brasil (22°54'51"S, 48°30'13"W). O clima da área é Cfa 126 

(Alvares et al., 2013), ou seja, subtropical úmido de verão quente, com temperatura média 127 

anual de 21 °C. A precipitação média anual é de 1507 mm e se concentra na estação chuvosa, 128 

sendo que na estação seca (maio-agosto) a média de precipitação é de 50 mm. Embora o 129 

histórico de fogo da área não esteja documentado, vimos evidências de fogo na área, como 130 

cascas queimadas. O solo da área é arenoso, de caráter ácido (pH 4,0) devido à alta 131 

quantidade de alumínio (Al = 23 mmolc/dm3) e com pouca matéria orgânica (MO = 16 132 

g/dm3). Os dados climáticos, que são do período de 10 anos anteriores às coletas (2005–133 

2015), foram obtidos na Estação Meteorológica à 15 km da área de estudo e as análises de 134 

solo foram realizadas no Departamento de Ciência do Solo, ambos pertencentes à Faculdade 135 

de Ciências Agronômicas da UNESP, Botucatu, São Paulo, Brasil. 136 

 137 

Seleção das espécies e coletas 138 

Nós selecionamos 15 espécies dentre as mais representativas e abundantes da 139 

comunidade de plantas da área de estudo, abrangendo grande diversidade filogenética e 140 
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diferentes hábitos das plantas lenhosas (Tabela 1). Vouchers foram depositados no Herbário 141 

“Irina Delanova de Gemtchujinicov” (BOTU) do Instituto de Biociências da UNESP de 142 

Botucatu. Amostras de madeira e casca do caule e da raiz foram depositadas na Xiloteca 143 

“Profa. Dra. Maria Aparecida Mourão Brasil” (BOTUw) da Faculdade de Ciências 144 

Agronômicas da UNESP de Botucatu.  145 

De cada espécie, nós selecionamos três indivíduos e coletamos uma amostra do floema 146 

secundário do caule (principal ou ramo) entre 50 e 60 cm acima do solo e uma amostra do 147 

floema secundário da raiz (principal ou secundária) entre 15 e 30 cm escavadas abaixo do 148 

solo. O tamanho da amostra variou de acordo com o diâmetro do caule ou raiz, sendo que nós 149 

coletamos o disco inteiro nos diâmetros menores que 5 cm (Tabela 1) e porções de 150 

aproximadamente 7 x 10 cm2 e profundidade  variável de modo a conter todo o floema 151 

secundário nos diâmetros maiores que 5 cm (Tabela 1). As coletas foram feitas pelo método 152 

não-destrutivo, com auxílio de serrote, martelo e formão. As coletas ocorreram na estação 153 

seca (junho-julho/2015), época em que o câmbio vascular está dormente (Marcati et al., 2016) 154 

e no início da estação chuvosa (outubro/2014). 155 

 156 

Análises estruturais  157 

As amostras de floema secundário foram subdividas em vários corpos de prova de 158 

aproximadamente 1 cm3, fixadas em Karnovsky (1965, modificado) por aproximadamente 2 159 

dias e armazenadas em etanol 70% (Johansen, 1940). Nós utilizamos quatro destes corpos de 160 

prova para a técnica de Polietilenoglicol (PEG) e três para a técnica de Historesina®. Estas 161 

técnicas são complementares e permitem a análise completa do floema secundário. 162 

Para a técnica de Polietilenoglicol, nós incluímos os corpos de prova em PEG 1500 163 

(Barbosa et al., 2010). Cortamos os corpos de prova incluídos nos planos transversal, 164 

longitudinal tangencial e longitudinal radial com 13-16 µm de espessura, utilizando um 165 

micrótomo de deslize Reichert 335755. Coramos os cortes com dupla coloração de azul de 166 

astra aquoso 1% (cora celulose em ausência de lignina) e fucsina etanólica 1% ou 167 

acridinorange aquoso 2% (cora lignina) (1:5, Bukatsch, 1972) e montados em lâminas 168 

permanentes com resina sintética.  169 

Para a técnica de Historesina®, nós reduzimos os corpos de prova em porções de 0,3 170 

cm3, os quais desidratamos em série etanólica crescente e incluímos em Historesina® (Bennet 171 

et al., 1976). Obtivemos cortes nos planos transversal, longitudinal tangencial e longitudinal 172 

radial com 5-7 µm de espessura, utilizando um micrótomo rotativo Leica RM2245. Coramos 173 

estes cortes com azul de toluidina 0,05% em tampão fosfato pH 4,7 (O’Brien et al., 1964) e 174 

montamos em lâminas permanentes com resina sintética.  175 
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Utilizamos todas as lâminas confeccionadas nas duas técnicas para as análises 176 

qualitativas (descrições) e quantitativas do floema secundário. Para as análises, tanto 177 

qualitativas quanto quantitativas, separamos o floema secundário em condutor e não-178 

condutor, seguindo as orientações do IAWA Bark List (Angyalossy et al., 2016).  179 

Para as análises qualitativas também seguimos as orientações do IAWA Bark List 180 

(Angyalossy et al., 2016) e utilizamos um microscópio Zeiss PrimoStar. Para as análises 181 

quantitativas, tiramos fotos dos cortes anatômicos ao microscópio Zeiss Axioskop com 182 

câmera digital Zeiss AxioCam MRc e software Zeiss Zen e realizamos as quantificações 183 

utilizando o software ImageJ 1.52a. Quantificamos a área dos tubos crivados (em µm2, 50 184 

medições por amostra), o comprimento dos elementos de tubo crivado (em µm, 50 medições 185 

por amostra), a altura de raio (em µm, 50 medições por amostra) e o número de raios por 186 

milímetro linear (15 medições por amostra), exclusivamente no floema condutor (Angyalossy 187 

et al., 2016). A área dos tubos crivados foi transformada em diâmetro dos tubos crivados, 188 

seguindo as orientações de IAWA Bark List (Angyalossy et al., 2016). Medimos, em seção 189 

transversal, a espessura absoluta do floema secundário, do floema condutor e do floema não-190 

condutor (em µm, 2 medições por amostra). Como a espessura absoluta é dependente do 191 

diâmetro do órgão amostrado (caule/raiz), nós estimamos a espessura relativa ao dividir a 192 

espessura absoluta pelo diâmetro do disco de madeira, como sugerido por Midgley e Lawes 193 

(2016). 194 

Para calcular a quantidade de células (tubos crivados e células companheiras, 195 

parênquima e esclerênquima) do floema secundário, nós primeiro realizamos a proporção de 196 

células. Quantificamos a proporção das células utilizando uma imagem no plano transversal, 197 

por amostra, que continha 1 milímetro de largura (perpendicular ao raio) e todo o floema 198 

secundário de comprimento (paralelo ao raio). Fizemos as proporções de células com auxílio 199 

da mesa digitalizadora WACOM Cintiq 22HDT e softwares Photoshop e ImageJ 1.52a, 200 

seguindo as recomendações de Zieminska et al. (2013). Os tubos crivados e células 201 

companheiras foram quantificados juntos, mas como as células companheiras são 202 

inconspícuas quando comparadas aos tubos crivados, nós as consideramos desprezíveis para 203 

as análises de proporção de tubos crivados. Calculamos a quantidade de células multiplicando 204 

a espessura absoluta do floema secundário pela proporção de cada tipo celular. 205 

 206 

Análises químicas 207 

As amostras do floema secundário foram separadas macroscopicamente da periderme, 208 

portanto, os tecidos primários, se presentes, foram quantificados junto com o floema 209 

secundário. Contudo, como os tecidos primários são inconspícuos quando comparados ao 210 
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floema secundário, nós os consideramos desprezíveis para as análises químicas. Separamos as 211 

amostras de floema secundário em duas partes, sendo uma para a quantificação de água e 212 

outra para a quantificação de carboidratos não-estruturais.  213 

Para a quantificação de água, medimos a massa úmida em balança analítica, secamos o 214 

floema secundário em estufa à 105ºC durante quatro dias e medimos a massa seca em balança 215 

analítica. Calculamos a quantidade de água dividindo a massa de água perdida (massa úmida 216 

– massa seca) pela massa úmida (Walker, 2006). 217 

Para a quantificação dos carboidratos não-estruturais (açúcares solúveis e amido), 218 

secamos o floema secundário em estufa entre 60 e 65ºC, moemos em um moinho minimill 219 

Thomas Scientific e peneiramos utilizando a malha #60. Devido à impossibilidade de separar 220 

os tecidos primários do floema secundário, os tecidos primários, quando presentes, foram 221 

medidos juntos com o floema secundário e considerados desprezíveis para as quantificações 222 

de carboidratos não-estruturais por serem de tamanho inconspícuo. Extraímos os açúcares 223 

solúveis em etanol 80% (Chow e Landhäusser, 2004, modificado para floema secundário) e o 224 

amido em ácido clorídrico 1,1% (Chapotin et al., 2006, modificado para floema secundário). 225 

Quantificamos os açúcares solúveis (2 medições por amostra) e o amido (2 medições por 226 

amostra) utilizando a reação de antrona em ácido sulfúrico 80% (Yemm e Willis, 1954), cujas 227 

absorbâncias foram lidas em espectrofotômetro a 630 nm. Os resultados são apresentados em 228 

mg/g (mg de glicose / g de floema secundário seco).  229 

 230 

Estatística 231 

Para realizar os testes estatísticos, nós estimamos a média das variáveis para cada 232 

amostra (n=45 no caule e n=45 na raiz). Utilizamos o teste de Shapiro-Wilk e histogramas 233 

para conferir a normalidade dos dados. Como todos os dados, exceto o número de raios por 234 

milímetro linear, não atendiam à normalidade, comparamos o floema secundário do caule 235 

com o floema secundário da raiz utilizando o teste de Mann-Whitney-Wilcoxon pareado. Para 236 

realizar todos os testes estatísticos utilizamos o software R version 3.4.3 (R Core Team 2017). 237 

 238 

Resultados 239 

Características qualitativas do floema secundário em caule e raiz 240 

Todas as características qualitativas dos tubos crivados, células companheiras, 241 

parênquima radial, parênquima axial e esclerênquima são semelhantes quando comparados o 242 

caule e a raiz. Como esta é a primeira descrição do floema secundário para a maioria das 243 

espécies, exceto Acosmium dasycarpum (Costa et al., 1997) e Erythroxylum suberosum 244 

(Beiguelman, 1962), resumimos as características qualitativas de cada espécie na Tabela 2. 245 
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Entretanto, as principais características do floema secundário (floema condutor + floema não-246 

condutor) na comunidade de plantas são dissertadas a seguir. 247 

No floema condutor, os tubos crivados estão em grandes grupos de mais de 3 células 248 

(Fig. 1A-C) em 67% das espécies e solitários ou em pequenos grupos de até 3 células (Fig. 249 

1D) em 33% das espécies. Quanto às placas crivadas, 60% das espécies apresentam elementos 250 

de tubo crivado de placas simples misturados com elementos de tubo crivado de placas 251 

compostas, 27% das espécies apresentam elementos de tubo crivado de placas crivadas 252 

exclusivamente simples (Fig. 1A) e 20% das espécies apresentam elementos de tubo crivado 253 

de placas crivadas exclusivamente compostas (Fig. 2A). As placas crivadas estão transversais 254 

ou pouco inclinadas (Fig. 1A, 2B-C) em 80% das espécies e muito inclinadas (Fig. 2A) em 255 

20% das espécies. As paredes dos elementos de tubo crivado são nacaradas em 33% das 256 

espécies (Fig. 1B). Elementos de tubo crivado estratificados (Fig. 2B) e presença de Proteína-257 

P não-dispersa (slime-plug, Fig. 2B) estão presentes somente em Acosmium dasycarpum. 258 

Ademais, os elementos tubo crivado apresentam dois tamanhos distintos em 20% das espécies 259 

estudadas, com elementos de tubo crivado de maior diâmetro caracterizando o floema inicial e 260 

elementos de tubo crivado de menor diâmetro caracterizando o floema tardio, em visão 261 

transversal, que permitem a observação de camadas de crescimento no floema destas espécies 262 

(Fig. 1B, 1D).  263 

Em relação às células companheiras no floema condutor em plano transversal, 27% 264 

das espécies apresentam apenas uma célula companheira por elemento de tubo crivado, 60% 265 

das espécies até duas células companheiras e em 13% das espécies até três células 266 

companheiras (Fig. 1A-D). Ao longo do elemento de tubo crivado, ou seja, em plano 267 

longitudinal tangencial, 33% das espécies possuem apenas células companheiras fusiformes, 268 

47% das espécies apresentam células fusiformes ou subdivididas em séries de até quatro 269 

células (Fig. 2C) e 20% das espécies possuem células companheiras sempre subdivididas em 270 

séries de duas até sete células.  271 

Os raios no floema condutor apresentam composição heterogênea de células em 74% 272 

das espécies, sendo que 27% apresentam somente corpo procumbente e margem quadrada ou 273 

ereta (Fig. 3A), outros 27% apresentam somente células procumbentes, quadradas e eretas 274 

misturadas (Fig. 3B) e 20% apresentam ambas as composições. Annona crassiflora apresenta 275 

raios homogêneos com células exclusivamente procumbentes (Fig. 3C). Raios homogêneos e 276 

heterogêneos concomitantemente estão presentes em 20% das espécies. Quando vistas em 277 

plano longitudinal tangencial, 80% das espécies apresentam raios de uma até sete células de 278 

largura (Fig. 2B-C) e 20% apresentam raios com até mais de 10 células (Fig. 2A). Das 279 

espécies estudadas, 40% apresentam células envolventes (Fig. 2A), 73% apresentam raios 280 
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fusionados (Fig. 2C), 60% apresentam células crivadas de raio (Fig. 3D) e apenas Acosmium 281 

dasycarpum possui raios estratificados (Fig. 2B). 282 

O parênquima axial do floema condutor compõe a maior parte do floema (Fig. 1D) em 283 

53% das espécies, ocorre como difuso ou difuso em agregados (Fig. 1C) em 27% das espécies 284 

e está distribuído em linhas (Fig. 1B) ou faixas tangenciais (Fig. 1A) em 20% das espécies. As 285 

células parenquimáticas, em plano longitudinal tangencial, estão subdivididas em séries de 286 

duas até dez células (Fig. 2B) em 80% das espécies e de fusiformes a subdivididas em séries 287 

de até oito células (Fig. 2A) em 20% das espécies. Observamos estratificação do parênquima 288 

axial apenas em Acosmium dasycarpum (Fig. 2B). 289 

Observamos células esclerenquimáticas no floema condutor (Fig. 1A-D) de quase 290 

todas as espécies, sendo Roupala montana a única exceção. O esclerênquima é composto por 291 

fibras ou fibras gelatinosas misturadas à fibroesclereides ou esclereides em 40% das espécies, 292 

apenas fibras ou fibras gelatinosas em 27% das espécies, apenas fibroesclereides ou 293 

esclereides em outros 27% das espécies. Essas células, no floema condutor, se distribuem em 294 

grupos (Fig. 1A) em 53% das espécies, em grupos com tendências à faixas tangenciais (Fig. 295 

3E, 4A) em 20% das espécies, em faixas tangenciais (Fig. 1B) em 13% das espécies, em 296 

difuso ou difuso em agregados em Caryocar brasiliense (Fig. 1C) e estão ausentes em 297 

Roupala montana (Fig. 4B).  298 

No floema não-condutor, os tubos crivados cessaram a condução e podem ou não estar 299 

colapsados. Tanto os tubos crivados quanto as células companheiras colapsam (Fig. 4B-C) em 300 

60% das espécies e não-colapsam (Fig. 4A, 4D) em 40% das espécies. Quase que 301 

concomitante à parada na condução dos tubos crivados, ocorre dilatação das células 302 

parenquimáticas no floema secundário acompanhando o crescimento do xilema secundário. 303 

Os raios dilatam (Fig. 4A-C) em 93% das espécies, exceto em Caryocar brasiliense (Fig. 4D). 304 

O percurso do raio ondula (Fig. 4D) em 80% das espécies ou permanece reto (Fig. 4B-C) em 305 

20% das espécies. Meristema de dilatação (Fig. 4A, 4C) ocorre em 20% das espécies. As 306 

células do parênquima axial expandem e se dividem (Fig. 4B-D) em 40% das espécies. Essa 307 

dilatação vista no floema pode ser acompanhada pela esclerificação das células 308 

parenquimáticas. A esclerificação das células do raio (Fig. 1D, 2A, 3A-B, 4B-C) ocorre em 309 

87% das espécies e a esclerificação de células do parênquima axial (Fig. 4B-D) em 67% das 310 

espécies. Annona crassiflora, Eriotheca gracilipes e Myrcia bella, que tinham como células 311 

esclerenquimáticas fibras ou fibras gelatinosas no floema condutor, passam a ter também 312 

esclereides no floema não-condutor. Roupala montana, que não apresentava células 313 

esclerenquimáticas no floema condutor, passa a ter esclereides e fibroesclereides no floema 314 

não-condutor (Fig. 4B). Erythroxylum buxus não apresenta nenhuma esclerificação adicional 315 
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das células parenquimáticas no floema não-condutor (Fig. 4A). 316 

Todas as espécies apresentaram cristais (Fig. 1A, 1C, 2B-C, 3A-B, 3E) nas células 317 

parenquimáticas ou esclerenquimáticas do floema condutor e do floema não-condutor, tanto 318 

no caule quanto na raiz. Casearia sylvestris apresentou canais axiais (Fig. 3B, 3E) no floema 319 

condutor e no floema não-condutor em caules e raízes.  320 

 321 

Tamanho, proporção e quantidade dos tubos crivados em caule e raiz 322 

Elementos de tubo crivado foram quantificados apenas no floema condutor. As 323 

características celulares de diâmetro e comprimento são semelhantes quando comparados o 324 

caule e a raiz (Tabela 3). A proporção também é semelhante no caule e na raiz (Tabela 3). 325 

Contudo, o caule apresenta maior quantidade de tubos crivados que a raiz (Tabela 3).  326 

 327 

Tamanho, proporção, quantidade e armazenamento de substâncias no parênquima em caule e 328 

raiz  329 

O número de raios por milímetro linear tem maior amplitude no caule do que na raiz, 330 

mas a altura do raio é semelhante entre caule e raiz (Tabela 3). A proporção de parênquima 331 

(axial + radial) é semelhante entre caule e raiz, tanto no floema condutor quanto no floema 332 

não-condutor (Tabela 3). A quantidade de parênquima no floema condutor é semelhante entre 333 

os órgãos, mas no floema não-condutor é maior no caule que na raiz (Tabela 3).  334 

As concentrações de carboidratos não-estruturais (açúcares solúveis + amido) e de 335 

açúcares solúveis são maiores na raiz que no caule (Tabela 3). Contudo, as quantidades de 336 

água e amido são semelhantes no caule e na raiz (Tabela 3).  337 

 338 

Proporção e quantidade do esclerênquima em caule e raiz 339 

No floema condutor, tanto a proporção de esclerênquima quanto a quantidade de 340 

esclerênquima são maiores no caule que na raiz (Tabela 3). Já no floema não-condutor a 341 

proporção e quantidade de esclerênquima são semelhantes entre os órgãos (Tabela 3). 342 

 343 

Espessuras do floema secundário em caule e raiz 344 

As espessuras absolutas dos floema e floema condutor são maiores no caule que na 345 

raiz, enquanto a espessura absoluta do floema não-condutor é semelhante entre os órgãos 346 

(Tabela 3). As espessuras relativas de floema, floema condutor e floema não-condutor são 347 

maiores na raiz que no caule (Tabela 3). 348 

349 
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Discussão 350 

Características qualitativas do floema secundário em caule e raiz 351 

As características qualitativas do floema secundário das 15 espécies foram 352 

semelhantes quando comparados o caule com a raiz, conforme nossa expectativa inicial. 353 

Características qualitativas semelhantes quando comparados o floema do caule e da raiz 354 

também foram descritas para a maioria das espécies publicadas (Goniothalarnus 355 

macrophyllus, G. malayanus em Blunden et al., 1974; Brosimum gaudichaudii em Palhares et 356 

al., 2007; Cytharexylum myrianthum em Vergílio et al., 2017; Erythroxylum spp. em Alonso, 357 

2007; MacDaniels, 1918). Como cada espécie possui sua própria característica qualitativa no 358 

floema, a semelhança dessa característica quando comparados caule e raiz reforça o uso 359 

diagnóstico do floema (veja também Roth, 1981; Costa et al., 1997; Soffiatti e Angyalossy, 360 

1999; Junikka e Koek-Noorman, 2007; Kotina et al., 2012; Vergílio e Marcati, 2017). 361 

Entretanto, embora todas as espécies aqui estudadas e a maioria das espécies descritas na 362 

literatura apresentem características qualitativas semelhantes, algumas espécies descritas na 363 

literatura apresentam diferenças qualitativas no floema de caule e raiz. Os tubos crivados de 364 

Styrax camporum apresentam placas crivadas compostas no caule e placas crivadas simples 365 

na raiz (Machado et al., 2005). Os raios em Goniothalamus andersonii esclerificam apenas no 366 

caule (Blunden et al., 1974) e em Jacaranda ulei são dilatados apenas na raiz (Miranda et al., 367 

2018). O esclerênquima de Styrax camporum (Machado et al., 2005) e Jacaranda ulei 368 

(Miranda et al., 2018) está em grupos no caule e em faixas tangenciais na raiz. Essas 369 

mudanças podem ter acontecido devido a estratégias de sobrevivência do floema em cada 370 

órgão (Machado et al., 2005; Miranda et al., 2018), indicando que algumas espécies possuem 371 

modificações adaptativas desde a morfologia de suas células, embora o mais comum sejam 372 

modificações no tamanho de suas células. Ademais, essas diferenças qualitativas encontradas 373 

não invalidam o uso diagnóstico do floema, mas alertam para que seu uso seja feito com 374 

cautela (Trockenbrodt, 1995) e reforçam a necessidade de mais estudos comparativos do 375 

floema em caules e raízes.  376 

 377 

Tamanho, proporção e quantidade dos tubos crivados em caule e raiz 378 

Nós supusemos que o tamanho dos tubos crivados seria semelhante no caule e na raiz 379 

e, de fato, encontramos tanto o diâmetro quanto o comprimento dos elementos de tubo 380 

crivado semelhantes entre os órgãos. Segundo a equação de Hagen-Poiseuille, o volume de 381 

substâncias transportadas nos tubos crivados depende tanto do diâmetro quanto do 382 

comprimento do tubo crivado (Taiz e Zeiger, 2010; Mullendore et al., 2010). Portanto, a 383 

semelhança no diâmetro e comprimento dos elementos tubos crivados que nós encontramos 384 
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sugere que o volume de substâncias transportadas no tubo crivado é semelhante no caule e na 385 

raiz. Contudo, como a quantidade de tubos crivados é maior no caule, o volume total de 386 

substâncias transportadas é maior no caule que na raiz, uma provável consequência do 387 

aumento da espessura do floema no caule. Estudos de condutividade do floema são 388 

necessários para confirmar essas assertivas.  389 

A quantidade de tubos crivados foi maior no caule que na raiz, confirmando nossa 390 

expectativa inicial. Contudo, a quantidade de tubos é dependente da espessura do floema. A 391 

proporção de tubos crivados, no entanto, é uma medida independente da espessura do floema 392 

e foi semelhante no caule e na raiz. Dessa forma, o câmbio vascular, meristema que produz o 393 

floema secundário (Esau, 1969; Evert, 2006), produz a mesma proporção de tubos crivados no 394 

caule e na raiz. Como a espessura absoluta do floema é maior no caule, houve um aumento 395 

proporcional de tubos crivados que culminou no aumento da quantidade de tubos crivados. 396 

Portanto, corroboramos a expectativa inicial de que haveria maior quantidade de tubos 397 

crivados no caule, mas decorrente da maior espessura absoluta do floema do caule e não de 398 

uma estratégia adaptativa de construção de tubos crivados no caule. 399 

 400 

Tamanho, proporção, quantidade e armazenamento de substâncias no parênquima em caule e 401 

raiz  402 

Nós esperávamos encontrar os mesmos tamanhos de raios nos dois órgãos, mas 403 

enquanto a altura de raios foi semelhante entre os órgãos, o número de raios por milímetro 404 

linear foi maior no caule que na raiz. Além do armazenamento de substâncias, os raios têm 405 

função de condução radial de substâncias entre o floema e o xilema (Tromp, 1983; Evert, 406 

2006; Lev-Yadun e Aloni, 1995). Como o diâmetro do caule é maior, com consequente 407 

aumento proporcional na quantidade de células deste órgão, o aumento no número de raios 408 

oferece condução radial mais eficiente. Essa condução radial mais eficiente (Tromp, 1983; 409 

Hartmann e Trumbore, 2016) poderia transportar água e carboidratos para a recarga de vasos 410 

embolizados no xilema secundário (Nardini et al., 2011), bem como suprir o câmbio vascular 411 

de carboidratos (Lev-Yadun e Aloni, 1995). Por sua vez, o maior suprimento de carboidratos 412 

para o câmbio vascular do caule é importante para a maior produção proporcional de células 413 

neste órgão, influenciando em seu maior diâmetro. Dessa forma, o maior número de raios por 414 

milímetro linear no caule pode ter relação com o maior diâmetro deste órgão, com provável 415 

influência na condutividade radial do floema, que ainda carece de estudos.  416 

A quantidade de parênquima foi maior no floema não-condutor do caule, mas 417 

semelhante no floema condutor de caule e raiz. Contudo, a proporção de células foi 418 

semelhante para caules e raízes, tanto no floema condutor quanto no floema não-condutor. 419 
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Dessa forma, o câmbio vascular produz a mesma proporção de células no caule e na raiz, mas 420 

como o caule tem diâmetro maior, a espessura absoluta do floema foi maior no caule e há 421 

maior quantidade de parênquima no floema não-condutor do caule. Embora a maior 422 

quantidade de parênquima indique maior potencial de armazenamento no caule, observamos 423 

maior armazenamento de carboidratos não-estruturais na raiz. Provavelmente, as células 424 

parenquimáticas do caule armazenam outras substâncias não exploradas em nosso trabalho, 425 

por exemplo, substâncias de defesa como compostos fenólicos ou nutrientes (Tromp, 1983; 426 

Chapin et al., 1990). Portanto, ao contrário da nossa expectativa inicial, o parênquima está em 427 

maior quantidade no floema não-condutor do caule devido ao aumento da espessura absoluta 428 

do floema do caule e não a uma estratégia adaptativa de construção de parênquima no caule. 429 

Encontramos maior concentração de carboidratos não-estruturais na raiz, sendo que os 430 

açúcares solúveis estão em maior concentração na raiz e o amido em concentração semelhante 431 

em raiz e caule. De modo geral, os açúcares solúveis são sintetizados na fonte (por exemplo, 432 

folhas) e transportados pelo floema até o dreno (por exemplo, raízes) onde podem ser 433 

armazenados na forma de amido (Esau, 1969; Taiz e Zeiger, 2010; Knoblauch et al., 2016). O 434 

amido armazenado é posteriormente utilizado para crescimento (Esau, 1969; Chapin et al., 435 

1990) ou para outras funções como o rebrote da planta após o fogo natural de ambientes 436 

savânicos (Hoffmann, 2000, Pausas e Keeley, 2014). Em ambientes sazonais, como é o caso 437 

da savana neotropical brasileira (Oliveira e Marquis, 2002), o armazenamento de amido 438 

diminui durante a estação de crescimento (Chapin et al., 1990; Würth et al., 2005). Como as 439 

quantificações de carboidratos não-estruturais foram realizadas com as amostras coletadas no 440 

início da estação chuvosa, quando o câmbio vascular está em início de atividade (Marcati et 441 

al., 2016), o amido provavelmente estava sendo convertido em açúcares solúveis para ser 442 

transportado para outras partes da planta (Richardson et al., 2013), auxiliando na demanda 443 

energética provocada pelo início do crescimento e da atividade cambial. Portanto, 444 

confirmamos nossa expectativa inicial de maior concentração de carboidratos não-estruturais 445 

no parênquima do floema na raiz. 446 

Por outro lado, ao contrário da nossa expectativa inicial de maior armazenamento de 447 

substâncias na raiz, a quantidade de água foi semelhante entre os órgãos. As raízes das plantas 448 

lenhosas da savana neotropical brasileira são profundas e atingem o lençol freático, o que 449 

garante o acesso da planta à água mesmo durante a estação seca (Rawitscher, 1948; Canadell 450 

et al., 1996; Oliveira et al., 2005). Como várias espécies estudadas têm raízes profundas que 451 

atingem o lençol freático (Rawitscher, 1948), isso justificaria a semelhança no teor de água 452 

entre o floema do caule e da raiz. Portanto, o floema das espécies estudadas parece não 453 

armazenar água, pois têm acesso a ela durante todo ano. 454 
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Proporção e quantidade do esclerênquima em caule e raiz 455 

A quantidade e proporção de esclerênquima foram maiores no floema condutor do 456 

caule, mas semelhante no floema não-condutor do caule e da raiz. Como o floema condutor 457 

do caule tem maior quantidade de tubos, o aumento na quantidade de esclerênquima pode 458 

estar relacionado ao aumento da quantidade de tubos crivados. O esclerênquima confere 459 

suporte e rigidez ao tecido (Roth, 1981; Evert, 2006) e no floema parece oferecer segurança 460 

mecânica aos tubos crivados, evitando seu colapso (Esau, 1969; Pace et al., 2015). Como os 461 

tubos crivados possuem paredes geralmente finas (Evert, 2006) e a pressão de turgor nos 462 

tubos crivados é maior no caule (Knoblauch et al., 2016), o risco de colapso dos tubos 463 

crivados é maior no caule que na raiz. Dessa forma, o aumento de esclerênquima tanto em 464 

proporção quanto em quantidade parece ser uma estratégia de maior segurança mecânica no 465 

transporte de fotoassimilados no floema condutor do caule, onde os tubos são mais 466 

vulneráveis. No entanto, no floema não-condutor, onde os tubos crivados não estão mais 467 

funcionais, a quantidade e proporção do esclerênquima foi semelhante no caule e na raiz. 468 

Nossos dados qualitativos mostraram que a maioria das espécies apresentam aumento na 469 

esclerificação do floema devido à esclerificação do parênquima radial ou axial, tanto no caule 470 

quanto na raiz. Esse aumento na esclerificação parece igualar a proporção e quantidade de 471 

células de esclerênquima nos dois órgãos. Portanto, nossa expectativa inicial de que o 472 

esclerênquima estaria em maior quantidade no caule foi confirmada apenas no floema 473 

condutor e parece ser uma estratégia adaptativa que confere maior segurança mecânica na 474 

condução de fotoassimilados no caule. 475 

 476 

Espessuras do floema secundário em caule e raiz 477 

A espessura absoluta do floema e floema condutor foram maiores no caule, mas a 478 

espessura absoluta do floema não-condutor foi semelhante entre caule e raiz. Contudo, ao 479 

retirarmos a dependência do diâmetro do órgão amostrado (Midgley e Lawes, 2016), 480 

observamos que as espessuras relativas do floema, floema condutor e floema não-condutor 481 

são menores no caule. Dessa forma, as maiores espessuras absolutas do floema e floema 482 

condutor no caule ocorreram por causa do maior diâmetro do caule e não de uma estratégia de 483 

construção de mais tecido neste órgão.  484 

Na raiz, encontramos as maiores espessuras relativas de floema, floema condutor e 485 

floema não-condutor, ou seja, o câmbio vascular da raiz produz relativamente mais floema 486 

que o caule. Contudo, como as proporções de tubos crivados e parênquima são semelhantes 487 

entre os órgãos e a de esclerênquima (no floema condutor) é menor na raiz, a maior produção 488 

de floema na raiz não prioriza nenhum tipo celular. Mesmo assim, a raiz é um importante 489 
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órgão armazenamento de carboidratos não-estruturais (Tromp, 1983; Hartmann e Trumbore, 490 

2016), sendo que nós encontramos maiores concentrações de carboidratos não-estruturais 491 

neste órgão. Em ambientes savânicos, como o ambiente de estudo, as reservas de carboidratos 492 

na raiz permitem o rebrote da planta após a passagem do fogo (Hoffmann 2000, Pausas e 493 

Keeley 2014). Portanto, a maior espessura proporcional da raiz pode estar relacionada ao 494 

maior armazenamento e de carboidratos não-estruturais, indicando uma estratégia de 495 

sobrevivência da planta. 496 

 497 

Conclusão 498 

O floema secundário de caules e raízes apresenta diferentes estratégias adaptativas. No 499 

caule, a maior espessura absoluta do floema influenciou a maior quantidade de tubos crivados 500 

e de parênquima, mas a maior quantidade e proporção de esclerênquima indica uma estratégia 501 

de maior segurança mecânica para os tubos crivados no floema condutor do caule. Já na raiz, 502 

a maior espessura relativa do floema e maiores concentrações de carboidratos não-estruturais 503 

indicam estratégia de armazenamento na raiz, que influencia na sobrevivência da planta. 504 

Portanto, floema secundário da comunidade de plantas da savana neotropical brasileira 505 

apresenta estratégias adaptativas de segurança mecânica da condução no caule e 506 

armazenamento de carboidratos não-estruturais na raiz. 507 
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Tabela 1. Características (altura e diâmetro) e hábito das espécies amostradas na savana 

neotropical brasileira. 

Espécie Família Altura (m)† 
Diâmetro do 
caule (cm) † 

Diâmetro da 
raiz (cm) † 

Hábito 

Acosmium dasycarpum 

(Benth.) Yakovlev 
Leguminosae 

4,5 ± 1,8  

(3 – 6,5) 

13,3 ± 3,1  

(11,1 - 16,9) 

2,8 ± 1,1  

(1,6 - 3,8) 
 Árvore 

Aegiphila verticillata Vell. Lamiaceae 
4,3 ± 1,2  

(3 – 5) 

14,7 ± 6,8  

(9,2 - 22,3) 

3,6 ± 2,2  

(1,3 - 5,7) 
 Árvore 

Annona crassiflora Mart. Annonaceae 
3,8 ± 1,0  

(3 – 5) 

15,7 ± 4,0  

(11,8 - 19,7) 

8,8 ± 1,3  

(7,3 - 9,5) 
 Árvore 

Caryocar brasiliense 

Cambess. 
Caryocaraceae 

1,8 ± 0,3 

(1,5 – 2) 

5,7 ± 4,0  

(2,5 - 10,2) 

12,4 ± 3,5  

(8,9 - 15,9) 
Arbusto 

Casearia sylvestris Sw. Salicaceae 
2,3 ± 0,2 

(2,1 – 2,5) 
4,7 ± 3,4 

 (2,5 - 8,6) 
1,5 ± 0,4  
(1,3 - 1,9) 

Arbusto 

Couepia grandiflora (Mart. 

& Zucc.) Benth. ex Hook. f. 
Chrysobalanaceae 

3,1 ± 0,8 

(2,5 – 4) 

12,5 ± 1,8  

(10,8 - 14,3) 

11,9 ± 0,7  

(11,5 - 12,7) 
 Árvore 

Diospyros hispida A. DC. Ebenaceae 
2,7 ± 0,3 

(2,5 – 3) 

9,2 ± 0,8  

(8,6 - 10,2) 

7,5 ± 0,8  

(6,7 - 8,3) 
 Árvore 

Eriotheca gracilipes 

(K.Schum.) A.Robyns 
Malvaceae 

4,6 ± 1,4  

(3 – 5,8) 

19,3 ± 4,1  

(14,6 - 22,3) 

13,6 ± 1,6  

(12,1 - 15,3) 
 Árvore 

Erythroxylum buxus Peyr. 
Erythroxylaceae 

2,2 ± 0,7 

(1,8 – 3) 

2,7 ± 0,5  

(2,2 - 3,2) 

2,2 ± 0,3  

(1,9 - 2,5) 
Arbusto 

Erythroxylum suberosum 
A. St.-Hil. 

2,7 ± 0,8 
(2 – 3,5) 

9,7 ± 2,7  
(8,0 - 12,7) 

2,7 ± 1,6  
(1,6 - 4,5) 

 Árvore 

Myrcia bella Cambess. 

Myrtaceae 

4,5 ± 0,9  

(4 – 5,5) 

11,9 ± 0,9  

(10,8 - 12,4) 

5,7 ± 4,4  

(1,9 - 10,5) 
 Árvore 

Myrcia guianensis (Aubl.) 

DC. 

2,1 ± 0,1  

(2 – 2,2) 

2,9 ± 0,3  

(2,5 - 3,2) 

1,8 ± 0,5  

(1,3 - 2,2) 
Arbusto 

Piptocarpha rotundifolia 

(Less.) Baker 
Asteraceae 

3,0 ± 0,5 

(2,5 – 3,5) 

14,6 ± 6,1  

(7,6 - 18,8) 

7,5 ± 5,6  

(2,2 - 13,4) 
 Árvore 

Qualea grandiflora Mart. Vochysiaceae 
5,8 ± 1,3 

(4,5 – 7) 

26,7 ± 8,1  

(17,8 - 33,7) 

13,5 ± 16,0  

(2,5 - 31,8) 
 Árvore 

Roupala montana Aubl. Proteaceae 
3,0 ± 0,9 
(2,5 – 4) 

6,3 ± 2,6  
(3,5 - 8,6) 

6,6 ± 4,5  
(1,9 - 10,8) 

Árvore 

† Média ± Desvio padrão (menor valor – maior valor) 
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Tabela 2. Características anatômicas presentes (+) e ausentes (-) do floema secundário condutor (FC) e não-condutor (FNC) de caules e raízes em espécies da savana neotropical brasileira.  

Espécies 

Tubos crivados (no FC)  Células companheiras (no FC)  

Camadas 

de cresci-

mento 

Agrupamento  Placas crivadas  Inclinação da placa crivada  

Parede 

nacarada 

 
Número de células por tubo 

crivado 
 

Solitários ou 

em grupos 

pequenos  

Grupos 

grandes 
 Simples 

Composta 
 

Transversal ou 

pouco inclinada 

Muito 

inclinada 
  

No plano 

transversal 

No plano 

longitudinal 
 

Escalariforme Reticulada 

Acosmium 

dasycarpum 
- 

+  

(até 13) 
 + - -  + -  +  1-3 2-4  - 

Aegiphila 

verticillata 
- 

+  

(até 7) 
 + 

+ 

(até 5 áreas) 
+  + -  -  1-2 1  - 

Annona 

crassiflora 
- 

+ (mais 

de 10) 
 + - -  + -  +  1-2 1-2  + 

Caryocar 

brasiliense 
- 

+  

(até 14) 
 + - -  + -  +  1-2 1  - 

Casearia 

sylvestris 
+ -  + 

+ 

(até 5 áreas) 
-  + -  -  1 1-3  - 

Couepia 

grandiflora 
+ -  - 

+ (mais de 10 

áreas) 
+  - +  -  1-2 3-7  + 

Diospyros 

hispida 
- 

+  

(até 14) 
 + - -  + -  +  1-2 1  - 

Eriotheca 

gracilipes 
- 

+  

(até 15) 
 + 

+ 

(até 8 áreas) 
+  + -  +  1-3 1-2  - 

Erythroxylum 

buxus 
- 

+  

(até 7) 
 + 

+ 

(até 6 áreas) 
+  + -  -  1 1-2  - 

Erythroxylum 

suberosum 
- 

+  

(até 13) 
 + 

+ 

(até 6 áreas) 
+  + -  -  1-2 1  - 

Myrcia 

 bella 
+ -  - 

+ 

(até 15 áreas) 
+  - +  -  1 1-3  - 

Myrcia 

guianensis 
+ -  + 

+ 

(até 6 áreas) 
+  + -  -  1-2 1-2  - 

Piptocarpha 

rotundifolia 
+ -  + 

+ 

(até 15 áreas) 
+  + -  -  1-2 1-4  + 

Qualea 

grandiflora 
- 

+  

(até 12) 
 + 

+ 

(até 6 áreas) 
+  + -  -  1-2 1  - 

Roupala 

montana 
- 

+ (mais 

de 10) 
 - 

+ (mais de 10 

áreas) 
+  - +  -  1 2-4  - 
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Tabela 2. Continuação... 

Espécies 

Raios (no FC)  Parênquima Axial (no FC)  

Cristais 

Composição  
Largura

(número 

de 

células) 

Células 

envol-

ventes 

Raios 

fusio-

nados 

Células 

crivadas 

de raio 

 Distribuição 

Número de 

células nas 

séries axiais 

 

Todas as 
células 

procum-

bentes 

Corpo com células 
procumbentes e 

margem com células 

quadradas 

Células 
procumbentes, 

quadradas e 

eretas misturadas 

  

Difuso ou 

difuso-em-

agregados 

Linhas 

tangen

-ciais 

Faixas 

tangen

-ciais 

Compondo 
a maior 

parte do 

tecido 

 

Acosmium 

dasycarpum 
- 

+ (1-2 margem de 

células) 
-  1-3 - + +  - - + - 2-4  Prismático 

Aegiphila 

verticillata 
+ 

+ (1-2 margem de 
células) 

+  1-4 + + +  - - - + 2-4  Prismático 

Annona 

crassiflora 
+ - -  5-13 + - -  - + - - 2-4  Alongado 

Caryocar 

brasiliense 
- 

+ (ao menos 2 
margens de células) 

-  1-3 - + +  + - - - 2-8  Prismático 

Casearia 

sylvestris 
- - +  1-3 + + +  - - - + 2-8  

Prismático 

e drusa 

Couepia 

grandiflora 
+ - +  1-3 + + -  - - + - 2-6  Prismático 

Diospyros 

hispida 
- 

+ (1-2 margem de 

células) 
+  1-2 - - -  + - - - 2-8  Prismático 

Eriotheca 

gracilipes 
- - +  1-7 - + +  + - - - 2-8  Drusa 

Erythroxylum 

buxus 
- 

+ (1-3 margem de 

células) 
+  1-3 - + +  - - - + 2-10  Prismático 

Erythroxylum 

suberosum 
- 

+ (1-3 margem de 

células) 
+  1-3 - + +  - - - + 2-8  Prismático 

Myrcia  

bella 
- 

+ (ao menos 1 

margem de células) 
-  1-5 - + -  - - - + 2-8  Prismático 

Myrcia 

guianensis 
- 

+ (ao menos 1 

margem de células) 
-  1-4 - + -  - - - + 2-8  Prismático 

Piptocarpha 

rotundifolia 
- - +  1-20 + + +  - - - + 1-4  Drusa 

Qualea 

grandiflora 
+ 

+ (1-2 margem de 

células) 
-  1-4 - - +  - - - + 1-8  Prismático 

Roupala 

montana 
- - +  

1 – mais 

de 20 
+ - -  + - - - 1-3  Prismático 
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Tabela 2. Continuação... 

Espécies 

Esclerênquima (no FC)  Dilatação do floema secundário 

Composição  Distribuição  Raios (no FNC)  Parênquima axial (no FNC)  Colapso 

dos tubos 

crivados 

(no FNC) 
Fibras 

Fibras 

gelati-

nosas 

Fibro-

esclereides 

Escle-

reides 

 
Ausente 

Difuso ou 

difuso-em-

agregados 

Grupos 

Faixas 

tangen-

ciais 

 Dilata-

ção 

Escleri-

ficação 
Percurso 

 
Expansão e 

divisão das 

células 

Escleri-

ficação 

 

    

Acosmium 

dasycarpum 
- - + +  - - + -  + † + Ondulado  - -  + 

Aegiphila 

verticillata 
+ - + +  - - + -  + + Ondulado  + +  + 

Annona 

crassiflora 
+ - - -  - - - +  + † + Reto  + +  + 

Caryocar 

brasiliense 
- - + +  - + - -  - - Ondulado  + +  - 

Casearia 

sylvestris 
- + + +  - - + +  + + Ondulado  - -  + 

Couepia 

grandiflora 
+ - + +  - - + -  + + Ondulado  + +  + 

Diospyros 

hispida 
- - - +  - - + -  + + Ondulado  - +  + 

Eriotheca 

gracilipes 
+ + - -  - - - +  + + Ondulado  - +  - 

Erythroxylum 

buxus 
+ - - -  - - + +  + † - Ondulado  - -  - 

Erythroxylum 

suberosum 
+ - + +  - - + -  + + Ondulado  - -  + 

Myrcia  

bella 
+ - - -  - - + +  + + Ondulado  - -  - 

Myrcia 

guianensis 
+ - - +  - - + -  + + Ondulado  + +  - 

Piptocarpha 

rotundifolia 
- - + +  - - + -  + + Reto  - +  - 

Qualea 

grandiflora 
+ - - +  - - + -  + + Ondulado  - +  + 

Roupala 

montana 
- - - -  + - - -  + + Reto  + +  + 

†com meristema de dilatação  
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Tabela 3. Dados quantitativos do floema secundário de espécies da savana neotropical brasileira. 

Valores apresentados em mediana (mínimo - máximo). F=floema (floema condutor + floema não-

condutor). FC=floema condutor. FNC=floema não-condutor.  

 Caule Raiz 
U-

value 

P-

value 

Tubos crivados     

Diâmetro (µm)  16,3 (9,5 - 34,1) 15,5 (7,7 - 37,4) 572 0,546 

Comprimento (µm) 280,6 (149,1 - 601,7) 277,8 (128,5 - 622,4) 644 0,156 

Proporção no FC (%) 2,9 (0,9 - 10,0) 2,9 (0,8 - 12,5) 444 0,930 

Quantidade no FC (µm) 129,7 (29,6 - 371,6) 98,6 (17,7 - 497,8) 767 0,004* 

Parênquima     

Nº de raios/mm linear 8,0 (1,5 - 18,1) 8,1 (1,5 - 15,5) 595,5 0,033* 

Altura do raio (µm) 480,2 (183,9 - 1907,3) 527,3 (252,0 - 2479,7) 424 0,297 

Proporção no FC (%) 8,2 (1,9 - 30,2) 9,5 (3,5 - 26,6) 351 0,142 

Proporção no FNC (%) 59,7 (23,8 - 83,5) 62,1 (0,0 - 90,4) 646 0,150 

Quantidade no FC (µm) 451,1 (62,4 - 1121,4) 283,5 (49,5 - 1389,6) 665 0,097 

Quantidade no FNC (µm) 3136,5 (153,6 - 23339,1) 1994,0 (0,0 - 9981,6) 739 0,012* 

Substâncias armazenadas     

Carboidratos não-

estruturais (açúcares 

solúveis + amido, mg/g) 

137,9 (74,0 - 377,5) 183,2 (80,7 - 422,2) 266 0,004* 

Açúcares solúveis (mg/g) 56,8 (22,3 - 131,5) 62,8 (27,5 - 166,3) 317 0,023* 

Amido (mg/g) 85,8 (26,5 - 342,2) 88,7 (32,2 - 368,0) 363 0,082 

Água (%) 56,0 (0,0 - 94,1) 60,0 (0,0 - 80,0) 440,5 0,388 

Esclerênquima     

Proporção no FC (%) 2,8 (0,0 - 23,1) 2,0 (0,0 - 18,4) 642 0,018* 

Proporção no FNC (%) 24,7 (3,7 - 51,8) 19,6 (2,2 - 70,1) 436,5 0,364 

Quantidade no FC (µm) 149,1 (0,0 - 697,7) 81,1 (0,0 - 612,4) 728 0,001* 

Quantidade no FNC (µm) 1220,4 (46,4 - 5653,2) 587,0 (26,0 - 6029,4) 626 0,225 

Espessura absoluta (µm)     

F 5049,4 (646,6 - 27938,9) 3492,4 (327,5 - 13654,5) 704 0,035* 

FC  739,9 (111,8 - 2071,2) 528,8 (96,6 - 2314,8) 749 0,008* 

FNC  4295,3 (345,3 - 26989,9) 2816,1 (227,8 - 11878,7) 684 0,061 

Espessura relativa (%)     

F 6,7 (2,3 - 21,6) 9,5 (0,7 - 35,0) 272 0,005* 

FC  1,0 (0,2 - 5,1) 1,1 (0,2 - 5,5) 332 0,036* 

FNC  6,0 (1,4 - 20,9) 7,9 (0,6 - 29,5) 273 0,005* 

*Estatisticamente significativo pelo teste de Mann-Whitney-Wilcoxon. 
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Fig. 1. Cortes transversais do floema secundário de espécies da savana neotropical brasileira. (A) 

Tubos crivados (st) em grandes grupos com placas crivadas simples e transversais (cabeças de seta), 

parênquima axial (ap) em faixas tangenciais, esclerênquima (scl) em grupos e cristais (seta aberta) em 
caule de Acosmium dasycarpum. (B) Tubos crivados (st) em grandes grupos e com parede nacarada 

(*), parênquima axial (ap) em linhas e esclerênquima (scl) em faixas tangenciais em caule de Annona 

crassiflora. Note que existem dois tamanhos de tubos crivados, pequenos (setas fechadas) do floema 

tardio e grandes (st) do floema inicial, demarcando camadas de crescimento. (C) Tubos crivados (st) 
em grandes grupos, parênquima axial (ap), esclerênquima (scl) difuso ou difuso em agregados e cristal 

(seta aberta) em raiz de Caryocar brasiliense. (D) Tubos crivados (st) em pequenos grupos, 

parênquima axial (ap) compondo a maior parte do floema e esclerificação das células do raio (r) em 
caule de Piptocarpha rotundifolia. Note que existem dois tamanhos de tubos crivados, pequenos (setas 

fechadas) do floema tardio e grandes (st) do floema inicial, demarcando camadas de crescimento. Seta 

aberta=cristais. Barras: A-F=50µm. 
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Fig. 2. Cortes longitudinais tangenciais do floema secundário de espécies da savana neotropical 

brasileira. (A) Placas crivadas compostas escalariformes (cabeças da seta) e muito inclinadas (setas 
fechadas), raios (r) com células envolventes (e) e esclerificação (*), parênquima axial (ap) fusiforme 

ou subdividido em série de duas células em caule de Roupala montana. (B) Placas crivadas pouco 

inclinadas (setas fechadas), proteína-P não-dispersa (P), parênquima axial (ap) subdividido em série de 
duas ou três células e estratificação dos tubos crivados (st), raios (r) e parênquima axial (ap) em caule 

de Acosmium dasycarpum. (C) Placa crivada pouco inclinada (seta fechada), célula companheira 

(cabeças de seta) fusiforme ou subdivididas em série de três células e raios fusionados (rf) em caule de 
Casearia sylvestris. Seta aberta= cristais. Barras: A-C=50µm. 
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Fig. 3. Floema secundário de espécies da savana neotropical brasileira. (A) Raio (r) de corpo 

procumbente e margem quadrada ou ereta e esclerificação do raio (*) em corte longitudinal radial do 
caule de Aegiphila verticillata. (B) Raio (r) de células procumbentes, quadradas e eretas misturadas e 

esclerificação do raio (*) em corte longitudinal radial do caule de Casearia sylvestris. (C) Raio (r) de 

células procumbentes em corte longitudinal radial do caule de Annona crassiflora. (D). Célula crivada 

de raio (c) em corte longitudinal tangencial do caule de Caryocar brasiliense. (E) Grupos de fibras 
(scl) com tendência a faixas tangenciais em corte transversal da raiz de Casearia sylvestris. r=raio, 

ca=canais axiais, seta aberta=cristais, st=tubo crivado, r=raio. Barras: A-E=50µm. 
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Fig. 4. Cortes transversais do floema secundário de espécies da savana neotropical brasileira. (A) 

Grupos de fibras (scl) com tendência a faixas tangenciais, tubos crivados não-colapsados (st), raio (r) 

dilatado pelo meristema de dilatação (cabeça da seta) e ausência de esclerificação nas células do raio 
(r) em caule de Erythroxylum buxus. (B) Esclerênquima ausente no floema condutor (CF), tubos 

crivados colapsados (st), raio (r) dilatado e esclerificado (*) e células do parênquima axial expandidas 

(ap) e esclerificadas (aps) em caule de Roupala montana. (C) Tubos crivados colapsados (st), raio (r) 
dilatado pelo meristema de dilatação (cabeça de seta) e esclerificado (células coradas em rosa), células 

do parênquima axial expandidas (ap) e esclerificadas (aps) em caule de Annona crassiflora. (D) Tubos 

crivados não-colapsados (st), raios (r) que não dilatam e células do parênquima axial expandidas (ap) e 

esclerificadas (aps) em raiz de Caryocar brasiliense. Barras: A-D=200µm. 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Capítulo 2 



Capítulo 2 

 

62 

 

Is the periderm plastic? A study of trunk and root periderm in the  1 

Brazilian savannah species 2 

 3 

Paula Cristina Benetton Vergílio1*, Julieta Alejandra Rosell2, Carmen Regina Marcati3 4 

 5 

1Universidade Estadual Paulista (UNESP), Instituto de Biociências, Câmpus de Botucatu, 6 

Programa de Pós-Graduação em Ciências Biológicas (Botânica), Rua Prof. Dr. Antônio Celso 7 

Wagner Zanin, 250, 18618-970, Distrito de Rubião Junior, Botucatu, São Paulo, Brasil. 8 

2Universidad Nacional Autónoma de México, Instituto de Ecología, Laboratorio Nacional de 9 

Ciencias de la Sostenibilidad, CP 04510, Ciudad de México, México. 10 

3Universidade Estadual Paulista (UNESP), Faculdade de Ciências Agronômicas, Câmpus de 11 

Botucatu, Laboratório de Anatomia da Madeira, Avenida Universitária, 3780, 18610-034, 12 

Botucatu, São Paulo, Brasil. 13 

*Autor de correspondência. Email: paulavergilio@yahoo.com.br 14 

 15 

Abstract: The periderm comprises phellem, phellogen, and phelloderm, the outermost plant 16 

tissues that provide the first physical barrier in plant protection. Although its structure is well 17 

known, few studies have investigated the periderm phenotypic plasticity. We compared 18 

periderm thickness and anatomy between the trunk, a region exposed to solar radiation, 19 

windstorms, storms, fire, among others, and the root, a region protected from these factors, of 20 

15 common species in the Brazilian savannah. The phellem is plastic and has more protective 21 

traits against the weather, herbivores and pathogens in the trunk, as thicker tissue with wider 22 

cells of thicker walls. The higher phellem protection in the trunk is observed since the young 23 

periderm, that already presents thicker cell walls. The phelloderm is not plastic but, because 24 

the increasing in sclerenchyma proportion according to the increasing in number of trunk 25 

periderms, it seems to provide rigidity and support to the very developed trunk periderm. The 26 

very developed trunk periderm decreases the occurrence of lenticels, which we suggest being 27 

compensated by fissures in trunk periderm. Our data provide empirical evidences about the 28 

periderm and environment interactions, that can help to understand the periderm variations in 29 

a climate change perspective. 30 

 31 

Keywords: phenotypic plasticity, rhytidome, periderm, phellem, phellogen, phelloderm, 32 

lenticels, ontogeny of the first periderm, Cerrado 33 

 34 
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1. Introduction 35 

Despite the bark being one of the most conspicuous parts of plants, little is known 36 

about the causes of bark diversity and how bark tissues change across environments (Rosell, 37 

Gleason, Méndez-Alonzo, Chang & Westoby, 2014). Bark comprises all the tissues outside of 38 

the vascular cambium, i.e., mainly, secondary phloem, and either single or multiple 39 

periderms, in which the multiple periderms are also called rhytidome (Figure 1; Evert, 2006; 40 

Angyalossy et al., 2016). One of bark’s main functions is protecting the plant from 41 

desiccation, fire, pathogens, and herbivores, a function carried out mainly by the periderm 42 

(Roth, 1981; Evert, 2006; Graves, Rifai & Putz, 2014; Angyalossy et al., 2016; Rosell, 2016). 43 

Periderm studies are very scarce in comparison with studies focused in secondary phloem. As 44 

a result, it is unclear how periderm structure and function could change under different 45 

environmental conditions. For example, even though it is formally agreed that a thicker 46 

periderm is found in fire-prone environmentals, providing thermal insulation for inner tissues 47 

in the stem (Graves et al., 2014; Rosell, 2016; Vergílio & Marcati, 2017), a recent study 48 

found that Zanthoxylum rhoifolium had thinner periderm in a fire-prone environments than in 49 

a non-fire-prone ones, probably as a result of photosynthetic activity of the periderm in the 50 

fire-prone site (Blagitz, Machado & Marcati, 2019). These studies suggest the ways in which 51 

tradeoffs between functions play out defining the structure of the periderm are poorly known, 52 

hindering our understanding about causes of bark morphological and functional diversity. 53 

Here, we carry out a detailed study on the anatomical structure of the periderm (following 54 

Angyalossy et al., 2016). 55 

The most famous periderm study was carried out by Robert Hooke in 1665, when he 56 

introduced the word cell into a biological context by observing a piece of cork under his 57 

microscope (Hooke, 1665). Cork or phellem is the outermost tissue of both periderm and 58 

plant, comprised by dead and suberized cells that are derived from the phellogen (Roth, 1981; 59 

Evert, 2006; Angyalossy et al., 2016). The phellogen is a lateral meristem of secondary origin 60 

that produces phellem to the outside of and phelloderm to the inside, in woody plants (Roth, 61 

1981; Evert, 2006; Angyalossy et al., 2016). Phelloderm, unlike the phellem, is often 62 

composed by living cells, but dead and sclerified cells or both living and dead cells may also 63 

be present (Roth, 1981; Evert, 2006; Angyalossy et al., 2016). Together, phellem, phellogen, 64 

and phelloderm constitute the periderm (Figure 1). The periderm may also contain lenticels, 65 

structures that play a role in plant gas exchange (Roth, 1981; Evert, 2006; Angyalossy et al., 66 

2016). In addition, some plants form a rhytidome, i.e., they develop several successive 67 

periderms that isolate older bark tissues, which die and accumulate, being add to the 68 

protective function of the innermost periderm (Figure 1; Evert, 2006). Thus, the periderm 69 
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tissues and the tissues isolated by them, although carrying out several additional functions 70 

such as photosynthesis, storage of substances such as starch or crystals, and mechanical 71 

support (Roth, 1981; Evert, 2006; Angyalossy et al., 2016), are structures heavily involved in 72 

plant protection. This protection is mainly given by phellem, although the phelloderm may 73 

also provide protection in those plants in which phellem is reduced (Roth, 1981; Evert, 2006). 74 

Although periderm structure has been well investigated due of its crucial protective 75 

function, its plasticity has been little studied. Phenotypic plasticity is the ability of a single 76 

genotype to express different phenotypes when exposed to different environments (Sultan, 77 

2003; Nicotra et al., 2010). Periderm is the outermost plant tissue and its plasticity could help 78 

understand how the plant protect itself in a climate change perspective. However, because it is 79 

a secondary system, the periderm presents limitations for plasticity studies. Even though the 80 

first periderm usually appears in the first year of plant growth, the periderm may take more 81 

than 5 years until its cells show mature traits (e.g. Quercus suber in Graça & Pereira, 2004) 82 

and several years until producing the sequential periderms that make up the rhytidome (Evert, 83 

2006). This would be translated into very long comparative studies of periderm in a 84 

greenhouse. An alternative would be to approach the study of phenotypic plasticity in the 85 

periderm using adult plants with the same genotype but subjected to very different 86 

environments, such as trunks and roots. Environmental induce changes in organs structure 87 

that could be seen in anatomical traits (Sultan, 2003). 88 

Trunks and roots of woody plants are covered by periderm (Evert, 2006; Angyalossy 89 

et al., 2016) and are exposed to different environments. The trunk is exposed to 90 

environmental factors, such as solar radiation, windstorms, storms, and even fire, whereas the 91 

root is protected from these factors. In this way, we expect that periderms exposed to weather 92 

factors (i.e., trunk periderm, TP) will have structural traits reflecting higher protection from 93 

these factors than root periderm (RP). Altogether, we found nine species in which TP and RP 94 

are compared, in tropical savannas (Styrax camporum in Machado, Marcati, Morretes & 95 

Angyalossy, 2005; Erythroxylum nanum, E. campestre and E. tortuosum in Alonso, 2007; 96 

Brosimum gaudichaudii in Palhares, Paula, Pereira & Silveira, 2007), in tropical rainforests 97 

(Goniothalamus malayanus, G. andersonii, G. macrophyllus in Blunden, Kyi & Jewers, 98 

1974), and in temperate environmentals (Quercus robur in Trockenbrodt, 1995). Even though 99 

these studies highlight that periderm structure is extremely diverse when TP and RP are 100 

compared, they permitted some predictions. Phellem are the most studied tissue, and presents 101 

more protective structural traits in TP, such as, a higher number of cell layers (Blunden et al., 102 

1974; Trockenbrodt, 1995; Machado et al., 2005) and thicker-walled cells (Blunden et al., 103 

1974; Machado et al., 2005; Alonso, 2007), trends we would expect to find here. Regarding 104 
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the phelloderm, due to its number of cell layers is higher in TP (Alonso, 2007) or in RP 105 

(Trockenbrodt, 1995) or does not present any variation between TP and RP (Machado et al., 106 

2005), still unclear if there is any trend. About the periderm, a higher thickness (Alonso, 107 

2007) with a higher number of periderms are found in TP than in RP (Machado et al., 2005; 108 

Alonso, 2007), however, any information was found about the rhytidome structure. Lenticels 109 

were observed in TP and RP (Alonso, 2007) or only in TP (Machado et al., 2005; Alonso, 110 

2007), therefore, we would expect its occurrence mainly in TP. Furthermore, the few species 111 

found in the literature were studied independently and in different environmental (savannas, 112 

rainforests and temperate environmentals), leaving the question whether the trends made up 113 

here would be find in a plant community, an important data to understand the periderm 114 

structural changes in a climate change perspective. 115 

Here, we study 15 species of woody angiosperms from the Brazilian savanna, 116 

including trees and shrubs with high phylogenetic diversity, and compared thickness and 117 

anatomy of TP and RP. Our objective was to examine periderm plasticity answering the 118 

following questions: (1) Does the phellem in TP develop more protective structural traits than 119 

in RP? (2) Is the phelloderm plastic when TP and RP are compared? (3) Does the structure of 120 

periderm and rhytidome vary when TP and RP are compared? (4) Do the lenticels occur 121 

mainly in TP than in RP? In addition, we also follow the ontogeny of the first TP to answer 122 

whether the plastic changes occur since the young TP. 123 

 124 

2. Materials and methods 125 

2.1. Study area 126 

The study environment was the Brazilian savanna, or Cerrado, which has a great plant 127 

biodiversity (Forzza et al., 2012). We studied species of cerrado sensu stricto, which is 128 

characterized by a well-defined herbaceous stratum interrupted by trees and shrubs at 129 

different densities (Oliveira & Marquis, 2002). The study was conducted in a private reserve 130 

of cerrado sensu stricto in Estância Santa Catarina, Rubião Junior, Botucatu, São Paulo, 131 

Brazil (22°54'51"S, 48°30'13"W).  132 

The climate of the area is Cfa (Alvares et al., 2013), i.e., humid subtropical climate. 133 

The average annual temperature is 21°C, and the mean annual precipitation is 1507 mm. 134 

Rainfall is concentrated in the wet season (September-April), while in the dry season (May-135 

August) the mean precipitation is only 50 mm. The fire history of the area has not been 136 

documented, but we have seen evidences of fire in the area, as burned soil and burned bark. 137 

The soil of the area is sandy, acid (pH 4.0), with low organic matter (MO=16g/dm3) and 138 

highly saturated with aluminum (Al=23mmolc/dm3). Climatic data of the 10-year period prior 139 
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to collection (2005-2015) were obtained from the FCA Meteorological Station, located 15 km 140 

from the study area, and soil characteristics have been studied by the FCA Department of Soil 141 

Science, both at UNESP, Botucatu, São Paulo, Brazil. 142 

 143 

2.2. Species selection 144 

We selected 15 species (Table 1) among the most representative and abundant species 145 

in the study area. This selection contains a high phylogenetic diversity, as well as trees and 146 

shrubs habits. As the 15 species evolved independently under the same selective pressures, 147 

morphological similarity suggests adaptation (Olson & Arroyo-Santos, 2015). 148 

Vegetative and reproductive material were deposited in the herbarium “Irina Delanova 149 

de Gemtchujinicov” (BOTU) of the IB, UNESP, Botucatu. Samples of wood and bark of the 150 

trunk and root were deposited in the xylotheque “Profa. Dra. Maria Aparecida Mourão Brasil” 151 

(BOTUw) of the FCA, UNESP, Botucatu. 152 

 153 

2.3. Comparing of TP and RP 154 

2.3.1. Sampling 155 

For the comparison of TP and RP, we collected samples in the dry season (June-156 

July/2015). From each species we selected three individuals, from which we collected a trunk 157 

sample (main stem or stem) at 50-60 cm above ground level and a root sample (main root or 158 

lateral root) 15-30 cm excavated belowground. The size of the sample varied according to the 159 

plant habit, for shrubs (Table 1) we sampled an entire disk, and for trees (Table 1) we took 160 

samples 50-100cm2 using a saw, hammer, and chisel. 161 

 162 

2.3.2. Processing 163 

The sampled periderms were divided into two parts. One part was dried and polished 164 

for macroscopic analysis, and the other was processed for anatomical analyses. For 165 

anatomical processing, we subdivided the periderm in cubes of approximately 1cm3, fixed 166 

them in Karnovsky (1965, modified) for approximately 2 days, and stored them in 70% 167 

ethanol (Johansen, 1940). From these cubes, we randomly selected three for inclusion in 168 

polyethylene glycol, one for inclusion in Historesin (Leica), and one for histochemical tests. 169 

These techniques are complementary allowing a quantitative and qualitative analysis of the 170 

periderm. 171 

For inclusion in polyethylene glycol (PEG 1500), we followed Barbosa, Pace, 172 

Witovisk & Angyalossy (2010). After inclusion in PEG 1500, we made transverse and 173 

longitudinal radial sections of 13-16 μm, using a sliding microtome Reichert 335755. We 174 
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double stained sections with 1% aqueous astra blue (stains cellulose in the absence of lignin) 175 

and 1% ethanolic fuchsin or 2% aqueous acridinorange (stains lignin) (1:5, Bukatsch, 1972) 176 

and mounted slides in a synthetic resin.  177 

For inclusion in Historesin, we cut smaller cubes of 0.3 cm3, dehydrated them in 178 

increasing ethanolic series and embedded them in Historesin following Bennett, Wyrick, Lee 179 

& Mcneil (1976). We obtained cross-sections of 5-7 μm thickness using a rotatory microtome 180 

Leica RM2245. We stained sections with 0.05% toluidine blue in phosphate buffer 4.7 181 

(OʼBrien TP, Feder N & Mccully, 1964) and mounted slides in a synthetic resin. 182 

For histochemical tests, we used the cubes stored in alcohol. We made transverse 183 

sections using a sliding microtome and tested them with Sudan IV and Sudan Black for 184 

suberin (Gerlach, 1984). 185 

 186 

2.3.3. Analysis 187 

We performed anatomical analysis using a Zeiss PrimoStar microscope and obtained 188 

photos on a Zeiss Axioskop 40 microscope with Zeiss AxioCam MRc digital camera and 189 

Ziess Zen software. Besause it is an anatomical study, we follow the concepts of IAWA Bark 190 

List (Angyalossy et al., 2016) for anatomical descriptions (qualitative analyses). For 191 

quantitative analyses, we used the photos to measure the number of cell layers of phelloderm 192 

and phellem of the last periderm formed, the phelloderm thickness (μm, 2 measurements each 193 

sample), the proportion of parenchyma and sclerenchyma cells of phelloderm (%, 1 194 

measurements each sample) and the cell wall thickness and the cell area of the phellem (μm 195 

and μm2, respectively, 10 measurements each sample) using ImageJ 1.52a software. 196 

Because during anatomical processing the most external phellem layers can be lost, we 197 

calculated phellem or rhytidome thickness upon sample collection using a caliper (1 198 

measurement each sample). We refer to this thickness as phellem thickness, even when more 199 

than one periderm (rhytidome) was present. As the periderm thickness is dependent on the 200 

organ diameter, we estimated relative thickness dividing the thickness by the diameter of the 201 

wood disc, as suggested by Midgley & Lawes (2016). To quantify the number of periderms in 202 

a rhytidome we used the dry and polished periderms using the Olympus SZX7 203 

stereomicroscope with Olympus SC100 digital camera and Olympus cellSens Standard 204 

software. 205 

 We estimated mean traits per sample to perform statistical analyses (n=45 in TP and 206 

n=45 in RP). We used the Shapiro-Wilk test and histograms to check data normality. As 207 

practically all data did not have a normal distribution, we used non-parametric tests. To 208 

compare TP and RP variables we used a Paired Mann-Whitney test and applied the 209 
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Bonferroni correction. We calculated Spearman correlations between in TP and RP variables. 210 

All analyzes were performed using R version 3.4.3 (R Core Team, 2017). 211 

 212 

2.4. Periderm ontogeny 213 

2.4.1. Sampling 214 

To follow the ontogeny of the first periderm, we collected terminal twigs during the 215 

wet season (February/2017), when the plant was forming new tissues (Marcati et al., 2016). 216 

Because the deep-roots of Cerrado species (Canadell et al., 1996) and the impossibility of 217 

opening trenches in the reserve area, we only examined the ontogeny of the first periderm in 218 

aerial twigs. 219 

 220 

2.4.2. Processing 221 

Immediately after collection, we fixed the twigs with FAA 70% (formaldehyde 37%, 222 

acetic acid, ethanol 70% - 1:1:18). We cut transversal sections of twigs from the apex to the 223 

region where the first periderm started, using a sliding microtome. We double stained slides 224 

with 1% aqueous astra blue and 1% aqueous safranin (1:9, Bukatsch, 1972), and mounted 225 

semi-permanent slides with glycerin and water (1:1) 226 

 227 

2.4.3. Analysis 228 

We followed the IAWA Bark List (Angyalossy et al., 2016) to describe the origin of 229 

the first phellogen. We described the first periderm with emphasis in the cell wall thickening 230 

of phellem and phelloderm. We compared the first periderm (young periderm) with TP 231 

(mature periderm), to investigate whether the traits of the mature periderm are present since 232 

the young periderm.  233 

 234 

3. Results 235 

3.1. Phellem plasticity and protective traits 236 

The phellem cells in TP are larger (U= 934, P<0.001; Figure 2a) and have thicker cell 237 

walls (U=887, P<0.001; Figure 2b) than the phellem cells in RP. The phellem is also thicker 238 

in TP than in the RP, both thickness (U=1014, P<0.001, Figure 2c) and relative thickness 239 

(U=995, P<0.001, Figure 2d). However, the number of cell layers in TP and RP was similar 240 

(U=761, P=0.079, Figure 2e). We observed a positive correlation between phellem thickness 241 

and phellem cell area in both TP and RP (Figure 3). In TP, we also observed a positive 242 

correlation between phellem thickness and the number of phellem cell layers (Figure 3).  243 

When we compared qualitative traits of TP and RP phellem, we observed that species 244 
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can be divided into two groups. In the first group (53% of species) TP phellem is different 245 

from RP phellem. TP phellem has some or all the cells with U-shaped wall thickenings 246 

(Figure 4a), whereas RP phellem has predominantly evenly thin-walled cells (Figure 4b, 247 

Table 2). The U-thickened walls in TP phellem cells are evident in individuals with a single 248 

periderm (Figure 4a), but those with a rhytidome have U-thickened wall cells mixed with 249 

thin-walled cells in trunk phellem (Figure 4c). In the second group (47% of the species), 250 

phellem cells have evenly thin-walled cells in both TP (Figure 4d) and RP (Figures 4e, Table 251 

2). Regardless of the group, in 20% of the species, all belonging to Myrtales, phellem 252 

presented some evenly thick-walled cells (Figure 4f), phelloid cells (Figure 4g) and 253 

stratification (Figure 4g), both in TP and RP (Table 2). Growth increments in phellem (Figure 254 

4h) are present in 53% of the species in both TP and RP (Table 2).  255 

 256 

3.2. Phelloderm plasticity 257 

 The TP phelloderm showed a greater number of cell layers (U=769, P<0.001; Figure 258 

5a) and higher thickness (U=860, P=0.001; Figure 5b) than RP phelloderm. However, relative 259 

phelloderm thickness was similar in TP and RP (U=451, P=1.000, Figure 5c). The proportion 260 

of parenchyma (U=95, P=0.063, Figure 5d) and sclerenchyma (U=370, P=0.063, Figure 5e) 261 

was similar in the phelloderm of TP and RP. Phelloderm thickness in TP and RP was positive 262 

correlation with both the number of phelloderm cell layers and the sclerenchyma proportion, 263 

and negative correlation with the parenchyma proportion (Figure 3). 264 

The qualitative phelloderm traits were similar between TP and RP. However, 265 

phelloderm cell composition varied among species. In 67% of the species we observed mixed 266 

parenchyma and sclerenchyma cells (Figure 6a), in 27% of the species the phelloderm was 267 

composed of only by parenchyma cells (Figure 6b), and in 7% only by sclerenchyma cells 268 

(Figure 6c; Table 2). In addition, we observed crystals in the phelloderm cells of 27% of the 269 

species, in both TP and RP (Figures 5a-b, Table 2). 270 

 271 

3.3. Structure of periderm and rhytidome in trunk and root 272 

The quantitative periderm traits varied between the organs, with thicker TP in both 273 

thickness (U=1014, P<0.001, Figure 7a) and relative thickness (U=992, P<0.001, Figure 7b). 274 

In addition, the number of periderms was higher in TP than in RP (U=494, P<0.001, Figure 275 

7c). 276 

Considering periderm structure, we observed a positive correlation between periderm 277 

thickness and the thickness of phellem and phelloderm, in both TP and RP (Figure 3). 278 

However, in TP, periderm thickness had a stronger correlation with phellem thickness (Figure 279 
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3), and a positive correlation with the number of phellem cell layers (Figure 3). In the RP, the 280 

periderm thickness is equally correlated to the thickness of phellem and phelloderm (Figure 281 

3), and it has a positive correlation with the number of phelloderm cell layers (Figure 3). 282 

Considering rhytidome structure, we observed a positive correlation between the 283 

number of periderms and the periderm thickness in both TP and RP (Figure 3). In addition, in 284 

TP, the higher the number of periderms, the higher the sclerenchyma proportion and the lower 285 

the parenchyma proportion in the last phelloderm (Figure 3). 286 

The structure and traits of the rhytidome varied between the organs. In most species 287 

(67%) TP forms a rhytidome and RP is composed by a single periderm or a poorly developed 288 

rhytidome of up to 3 periderms. In 27% of the species we observed a single periderm or 289 

poorly developed rhytidome of up to 3 periderms, in both TP and RP. Only Eriotheca 290 

gracilipes forms a well-developed rhytidome with more than 3 periderms in both TP and RP 291 

(Table 2). 292 

 293 

3.4. Occurrence of lenticels in trunk and root 294 

 We observed lenticels in 47% of the species, only in samples with one or two 295 

periderms. Thus, the lenticels occurred mainly in RP than in TP, since the occurrence of one 296 

or two periderms was more common in RP than in TP. Most species had lenticels with filling 297 

tissue nonstratified (Figure 8a, Table 2). Acosmium dasycarpum presented lenticels with 298 

filling tissue stratified, in which there is alternating layers of loose filling tissues and compact 299 

tissue (Figure 8b), in both TP and RP, which are so developed that they can be seen 300 

macroscopically (Figure 8c). Caryocar brasiliense was the only species whose lenticels 301 

varied with both the number of periderms and the organ, presenting lenticels with filling 302 

tissue nonstratified in TP and lenticels with filling tissue stratified in RP. 303 

 304 

3.5. Comparing young and mature periderms 305 

We observed that in 60% of the species, the qualitative traits of phellem and 306 

phelloderm cells in the young periderm were equal to the traits in the mature periderm. The 307 

remaining 40% of the species showed differences in phelloderm and phellem cells, in which 308 

27% had sclerification of phelloderm only in the mature periderm, Piptocarpha rotundifolia 309 

had thickening of phellem cells only in young periderm and Erythroxylum suberosum had 310 

both sclerification of phelloderm cells only in the mature periderm and thickening of phellem 311 

cells only in young periderm (Table 2). 312 

The origin of the first phellogen and the traits of the first periderm in TP varied 313 

according to the species. In 80% of the species, the origin of the first phellogen was 314 
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superficial, in the subepidermal layer (Figure 9a). In 20% of the species was deep-seated 315 

origin (Figure 9b, Table 2). Regardless of origin, the first periderm cells had thickened walls 316 

in the phellem in 67% of the species and in the phelloderm in 40% of the species (Table 2). 317 

 318 

4. Discussion 319 

4.1. Phellem plasticity and protective traits 320 

Our main prediction was that TP protective traits would be more fully developed in TP 321 

and, indeed, we observed that TP phellem had higher thickeness and relative thickeness, and 322 

thicker-wall cells when compared to RP. Phellem thickness is generally related to the thermal 323 

insulation of the plant, protecting it from climatic factors as well as fire (Alonso & Machado, 324 

2008; Vergílio & Marcati, 2017). Thick-walled phellem cells, which are produced by lignin 325 

deposition in the innermost cell wall layer (Evert, 2006), could also provide additional 326 

mechanical protection in tissue resistance to penetration, degradation, and ingestion by small 327 

organisms, such as herbivores and pathogens (Franceschi, Krokene, Christiansen & Krekling, 328 

2005). Thus, thicker phellem with thicker-walled cells in TP seems to reflect that this tissue 329 

has more traits of protection against weather, herbivores and pathogens compared to RP. In 330 

addition, the fact that phellem varies between trunk and root reinforces its plasticity. 331 

Phellem thickness was positively associated with phellem cell area in both TP and RP, 332 

and to the number of phellem cell layers in TP, indicating that, whereas the structure of 333 

phellem is driven by cell area independently to the organ, it is driven by the number of 334 

phellem cell layers in TP. Although the number of phellem cell layers of each periderm was 335 

similar between TP and RP, since the TP rhytidome had a higher number of periderms, the 336 

total number of phellem cell layers was greater in TP rhytidome. The higher total number of 337 

phellem cell layers in TP increases the amount of suberin, a fatty substance in the cell wall of 338 

phellem (Roth, 1981; Evert, 2006; Angyalossy et al., 2016; Blagitz et al., 2019). The higher 339 

the content of suberin in TP, the higher the level of protection against desiccation and 340 

microorganism invasion (Evert, 2006). Therefore, the increasing on total number of phellem 341 

cell layers in TP also indicate higher protection in TP. 342 

 343 

4.2. Phelloderm plasticity 344 

The phelloderm had higher number of cell layers and was thicker in TP. As those two 345 

traits are positively related in both organs, the increase in the number of phelloderm cell 346 

layers resulted in a higher thickness in TP, when compared to RP. However, when we 347 

removed the effect of stem size (Midgley & Lawes, 2016), we did not observe differences in 348 

phelloderm thickness of TP with RP. Therefore, the higher number of cell layers and higher 349 
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thickness of phelloderm in TP occurred because of stem size and not because of more 350 

resource allocation for the formation of phelloderm in TP. These data indicate that, unlike 351 

phellem, the structure of phelloderm was not influenced by the organ, that is, phelloderm is a 352 

non-plastic tissue. 353 

Phelloderm is composed by parenchyma and sclerenchyma cells (Roth, 1981; Evert, 354 

2006; Angyalossy et al., 2016) which have different correlation between them, even though 355 

they had similar proportions in TP and RP. The sclerenchyma is composed by lignified cells 356 

that provide support and stiffness to the tissue (Roth, 1981; Evert, 2006), whereas the 357 

parenchyma is composed of living cells with the main function of storage substances (Roth, 358 

1981; Evert, 2006; Angyalossy et al., 2016). The higher the phelloderm thickness, the higher 359 

sclerenchyma proportion and the lower parenchyma proportion. As the phelloderm thickness 360 

increases, the sclerification of its cells can give it rigidity and support to the tissue (see also 361 

Vergílio & Marcati, 2017). Phelloderm function could change according to the increasing in 362 

its thickness, with the increase of the support function and the decrease of the storage 363 

function, i.e., there is a functional trade-off in phelloderm dependent on its thickness. 364 

 365 

4.3. Structure of periderm and rhytidome in trunk and root 366 

We questioned whether the periderm structure would vary according to the organ. In 367 

fact, we observed that the periderm thickness in TP has a strong positive correlation with the 368 

phellem thickness, whereas in RP presents a positive correlation with phellem and phelloderm 369 

thickness, with a greater participation of phelloderm. The phelloderm, however, has the same 370 

relative thickness in TP and RP, that is, its participation in the structure of TP and RP is 371 

similar. Thus, the main driver in periderm structure is the phellem thickness, so that the 372 

thicker phellem in TP increases its participation in TP structure, while the thin phellem in RP 373 

decreases its participation in RP structure. The decrease of the phellem participation in RP 374 

results in a greater participation of phelloderm in RP structure. These data highlight that the 375 

phellem plasticity has major contribution in the protection function of the periderm (Roth, 376 

1981; Evert, 2006) when compared to the phelloderm.  377 

Like the periderm, we also asked whether the structure of the rhytidome would vary 378 

between the organs. As expected, our data show that TP rhytidome is more developed and 379 

with higher number of periderms, compared to RP rhytidome. We also observed a positive 380 

correlation between the periderm (or rhytidome) thickness and the number of periderms in TP 381 

and RP, indicating that the number of periderms is the main driver of rhytidome structure, 382 

independent of the organ. Thus, the higher TP rhytidome thickness happened because of the 383 

higher number of periderms in TP, suggesting that the plant allocate more resources for the 384 
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formation of a higher number of periderms in TP rhytidome than RP rhytidome (see also 385 

Vergílio & Marcati, 2017), besides indicating rhytidome plasticity. Considering that this study 386 

was carried out in the Brazilian savanna, our data support the idea that plants in fire-prone 387 

environments develop thicker rhytidomes as a mechanism of fire protection (Graves et al., 388 

2014, Rosell, 2016). Therefore, the rhytidome structure is plastic and is probably related to 389 

fire protection. 390 

We observed that the number of TP periderms was positively related to the 391 

sclerenchyma proportion and negatively related to the parenchyma proportion, both in TP 392 

phelloderm. As phelloderm keep both parenchyma and sclerenchyma proportions in TP and 393 

RP, the thicker phelloderm in TP increases proportionally the amount of parenchyma and 394 

sclerenchyma in TP phelloderm. The increase in the amount of sclerenchyma provides greater 395 

rigidity and support to the tissue (Roth, 1981; Evert, 2006; Vergílio & Marcati, 2017). 396 

Therefore, the phelloderm sclerenchyma may provide an additional support function to the 397 

rhytidome, anchoring the thicker phellem in TP. More data is needed to confirm this 398 

assertion.  399 

 400 

4.4. Occurrence of lenticels in trunk and root 401 

 We asked whether the lenticels occur mainly in TP than in RP and, unlike our 402 

expectations, we observed the lenticels occurrence mainly in RP, but also concomitant in TP 403 

and RP. Lenticel is formed by an excessive development of the phellogen which produces a 404 

filling tissue with many intercellular spaces in the phellem place, allowing the air intake in the 405 

plant (Roth, 1981; Evert, 2006; Angyalossy et al., 2016). Species with a single thicker 406 

periderm can produce a very developed lenticel (Srivastava, 1964), in which a lenticular 407 

channel that crosses the whole phellem, as we observed in Acosmium dasycarpum and were 408 

also described for Piptadenia polystachya (Roth, 1981), Quercus suber (Graça & Pereira, 409 

2004) and Betula maximowicziana (Shibui & Sano, 2018). However, the tissues between the 410 

successive periderms that form the rhytidome could block the lenticel canal, which justifies 411 

the absence of lenticels when there is rhytidome formation (see also Srivastava, 1964). In this 412 

case the gas exchange function can be assumed by another plant structure (Roth, 1981; 413 

Machado et al., 2005), such as ruptures of the rhytidome. In the same way that the water 414 

inflow is facilitated by the ruptures in the rhytidome (Addoms, 1946), ruptures in the 415 

rhytidome could facilitate the entry of air into the plant (see also Srivastava, 1964). The outer 416 

surface of the TP rhytidome of all the species studied has ruptures in the form of furrows, 417 

plates or sheets (Sonsin, Gasson, Machado, Caum & Marcati, 2014). Therefore, ruptures of 418 

the rhytidome may be a strategy to maintain the plant gas exchange in the absence of lenticel 419 
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because the of the thicker rhytidome in TP.  420 

 421 

4.5. Comparing of young and mature periderms 422 

 We carried out the periderm ontogeny to answer whether the plastic changes observed 423 

in TP occur since the young TP. As our data in the mature periderm showed that the 424 

phelloderm is not plastic, this question should be answered with phellem. Most species have 425 

already the traits of mature phellem cells since the younger phellem. This highlight the early 426 

development of protective structures in TP, such as thick-walled cells, an important protection 427 

trait against the fire (Alonso & Machado, 2008). In addition, in all species in which the young 428 

phellem was different from the mature phellem, it was noted that the thickening of the cell 429 

wall appeared only in the young phellem. As already discussed, thickening of the phellem cell 430 

wall provides additional protection in TP (Franceschi et al., 2005). Therefore, the plastic 431 

changes of mature TP phellem are present since the young TP phellem, and the differences 432 

observed are always due to an increasing in TP protection. 433 

Although not plastic, the changes between young and mature phelloderms confirms 434 

the trends observed in the mature phelloderms. In all species whose young and mature 435 

phelloderm were different, the difference was because we did not observe sclerified cells in 436 

the young phelloderm. Thus, unlike phellem, the phelloderm of the species studied does not 437 

prioritize the sclerification of its cells. These data support the correlations observed in which 438 

the sclerification increases with the increasing in the phelloderm thickness, providing rigidity 439 

and support (Roth, 1981; Evert, 2006; Vergílio & Marcati, 2017) for phelloderm itself, 440 

periderm and rhytidome. Therefore, the phelloderm has the same trends since its young 441 

periderm. 442 

 443 

5. Concluding remarks 444 

The periderm is the first physical barrier of the plant with the environment and is 445 

composed by the phellem, which is plastic and has more protective structural traits in trunk, 446 

and the phelloderm, which is not plastic, but seems to give support to the periderm. This 447 

suggests that the environment influence directly in phellogen, which derivate toward the 448 

outside the plastic phellem and toward the inside the non-plastic phelloderm. The origin of 449 

new phellogens, which derivates new periderms that make up the rhytidome, can be induced 450 

by environmental factors such as solar radiation, temperature, humidity and oxygen exposure 451 

(Srivastava, 1964; Lev-Yadun, 2011). Therefore, the interaction of periderm with the 452 

environment begins with the first phellogen, comprise both the young and mature periderms, 453 

and keep going over rhytidome formation. Our evidences can help to understand how the 454 
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plant interacts with the environment and responds to the climate change. 455 
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Table 1. Data collection of the species sampled in Brazilian savanna. 

Species Family 
Height 

(m)† 

Trunk diameter 

(cm)† 

Root diameter 

(cm)† 
Habit 

Acosmium dasycarpum 

(Benth.) Yakovlev 
Leguminosae 

4.5  

(3-6.5) 

13.3  

(11.1-16.9) 

2.8  

(1.6-3.8) 
Tree 

Aegiphila verticillata 

Vell. 
Lamiaceae 

4.3  

(3-5) 

14.7  

(9.2-22.3) 

3.6  

(1.3-5.7) 
 Tree 

Annona crassiflora 

Mart. 
Annonaceae 

3.8  

(3-5) 

15.7  

(11.8-19.7) 

8.8  

(7.3-9.5) 
Tree 

Caryocar brasiliense 

Cambess. 
Caryocaraceae 

1.8  

(1.5-2) 

5.7  

(2.5-10.2) 

12.4  

(8.9-15.9) 
Shrub 

Casearia sylvestris Sw. Salicaceae 
2.3  

(2.1-2.5) 

4.7  

 (2.5-8.6) 

1.5  

(1.3-1.9) 
Shrub 

Couepia grandiflora 

(Mart. & Zucc.) Benth. 

ex Hook. f. 

Chrysobalanaceae 
3.1  

(2.5-4) 

12.5  

(10.8-14.3) 

11.9  

(11.5-12.7) 
Tree 

Diospyros hispida A. 

DC. 
Ebenaceae 

2.7  

(2.5-3) 

9.2  

(8.6-10.2) 

7.5  

(6.7-8.3) 
 Tree 

Eriotheca gracilipes 

(K.Schum.) A.Robyns 
Malvaceae 

4.6 

(3-5.8) 

19.3  

(14.6-22.3) 

13.6  

(12.1-15.3) 
 Tree 

Erythroxylum buxus 

Peyr. 
Erythroxylaceae 

2.2 (1.8-3) 
2.7  

(2.2-3.2) 

2.2  

(1.9-2.5) 
Shrub 

Erythroxylum 

suberosum A. St.-Hil. 

2.7 

(2-3.5) 

9.7  

(8.0-12.7) 

2.7  

(1.6-4.5) 
 Tree 

Myrcia bella Cambess. 

Myrtaceae 

4.5 

(4-5.5) 

11.9  

(10.8-12.4) 

5.7  

(1.9-10.5) 
 Tree 

Myrcia guianensis 

(Aubl.) DC. 

2.1  

(2-2.2) 

2.9  

(2.5-3.2) 

1.8  

(1.3-2.2) 
Shrub 

Piptocarpha 

rotundifolia (Less.) 

Baker 

Asteraceae 
3.0  

(2.5-3.5) 

14.6  

(7.6-18.8) 

7.5  

(2.2-13.4) 
 Tree 

Qualea grandiflora 

Mart. 
Vochysiaceae 

5.8  

(4.5-7) 

26.7  

(17.8-33.7) 

13.5  

(2.5-31.8) 
 Tree 

Roupala montana Aubl. Proteaceae 
3.0  

(2.5-4) 

6.3  

(3.5-8.6) 

6.6  

(1.9-10.8) 
Tree 

† Mean (range) 
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Table 2. Anatomical traits of trunk (TP) and root (RP) periderms of species in the Brazilian savanna. Pm=phellem, Pd=phelloderm. 

Species 

Phellem cell type 

Growth 

increments 

in the 

phellem 

Stratification 

of the 

phellem 

Phelloderm cell type 

Crystals in 

phelloderm 

cells 

Rhytidome 

Cells 

evenly 

thin-

walled 

Cells evenly 

thick-

walled and 

sclerified 

Cells with 

U-shaped 

wall 

thickenings 

Phelloid 

cells 

Cells 

parenchy-

matous 

Cell walls 

evenly 

thickened 

and 

sclerified 

Cell with 

U-shaped 

walls 

thickenings 

Absent  

(1 peri-

derm) 

Present and reticulate 

2-3  

peri-

derms 

More than 

3 peri-

derms 

Acosmium 

dasycarpum 
TP, RP - - - TP, RP - TP, RP TP, RP - TP, RP TP, RP - - 

Aegiphila 

verticillata 
TP, RP - - - TP, RP - TP, RP TP, RP - - - RP TP 

Annona 

crassiflora 
TP, RP - - - TP, RP - TP, RP TP, RP - - TP TP, RP - 

Caryocar 

brasiliense 
TP†, RP - TP - - - TP, RP - - - TP, RP TP, RP - 

Casearia 

sylvestris 
TP†, RP - TP - TP, RP - TP, RP - - TP, RP TP, RP TP, RP TP 

Couepia 
grandiflora 

TP, RP - - - TP, RP - - TP, RP TP, RP - - RP TP 

Diospyros 

hispida 
TP, RP - - - TP, RP - TP, RP TP, RP - TP, RP TP, RP - TP 

Eriotheca 

gracilipes 
TP, RP - TP - TP, RP - TP, RP TP, RP - TP, RP - TP TP, RP 

Erythroxylum 

buxus 
RP - TP - - - TP, RP - - - TP, RP - - 

Erythroxylum 

suberosum 
TP, RP - - - TP, RP - TP, RP TP, RP - - RP TP, RP TP 

Myrcia bella TP, RP TP, RP TP TP, RP - TP, RP TP, RP - TP, RP - RP RP TP 

Myrcia 

guianensis 
RP TP, RP TP TP, RP - TP, RP TP, RP - TP, RP - RP TP, RP TP 

Piptocarpha 

rotundifolia 
TP, RP - - - - - TP, RP - - - RP TP, RP TP 

Qualea 

grandiflora 
TP, RP TP, RP TP TP, RP - TP, RP TP, RP TP, RP - - RP RP TP 

Roupala 

montana 
TP†, RP - TP - - - TP, RP TP, RP - - RP TP, RP TP 

† only when form a rhytidome 
 



Capítulo 2 

 

81 

 

 

Table 2. continued... 

Species 

Lenticels  Periderm ontogeny (only in TP) 

Filling tissue 

nonstratified 

Filling tissue 

stratified 

 
Origin of the first phellogen 

 
Traits of the first periderm  

Differences 

between 

young TP 

and  

mature PE 

Superficial 
(subepidermal 

layer) 

Deep-seated 

Phellem  Phelloderm  

  

Cells 

evenly thin-

walled 

Cell walls 

evenly 

thickened 

 

Cells 

parenchy

-matous 

Cell walls 

evenly 

thickened 

 

Acosmium 

dasycarpum 
- TP, RP  TP -  TP -  TP -  Pd 

Aegiphila 

verticillata 
- -  TP -  TP -  TP -  Pd 

Annona 

crassiflora 
- -  TP -  TP -  TP TP  - 

Caryocar 

brasiliense 
TP RP  TP -  - TP  TP -  - 

Casearia 
sylvestris 

TP, RP -  TP -  - TP  TP -  - 

Couepia 

grandiflora 
RP -  TP -  TP -  - TP  - 

Diospyros 

hispida 
- -  TP -  TP -  TP TP  - 

Eriotheca 

gracilipes 
- -  TP -  TP TP  TP -  Pd 

Erythroxylum 

buxus 
TP, RP -  TP -  - TP  TP -  - 

Erythroxylum 

suberosum 
RP -  TP -  TP TP  TP -  Pm, Pd 

Myrcia bella - -  - TP  TP TP  TP -  Pd 

Myrcia 

guianensis 
- -  - TP  - TP  TP TP  - 

Piptocarpha 

rotundifolia 
- -  TP -  - TP  TP -  Pm 

Qualea 
grandiflora 

- -  - TP  TP TP  TP TP  - 

Roupala 

montana 
RP -  TP -  - TP  TP TP  - 
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Figure 1. Transverse sections of Casearia sylvestris showing the full disk and the portion of 

the disc in anatomical view. In anatomical view, following the IAWA Bark list (Angyalossy 

et al. 2016), bark is made up by the secondary phloem, the innermost periderm comprised by 

phelloderm (pd), phellogen (pg), and phellem (pm), and the other periderms with older bark 

tissues isolated by them (dt). Scale bar = 250µm.
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Figure 2. Phellem quantitative traits of trunk (TP) and root (RP). (a) Phellem cell area. (b) 

Phellem cell wall thickness. Thickness (c) and relative thickness (d) of phellem. (e) Number 

of phellem cell layers. Mean (×).
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Figure 3. Correlogram of the quantitative traits of phellem, phelloderm and periderm of trunk 

(TP) and root (RP). The pie graph shows the Rho-values of Spearman correlation with a 5% 

level of significance.
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Figure 4. Anatomy of trunk (TP) and root (RP) periderms of species in the Brazilian savanna. 

(a-e) Periderm showing phellem (pm), phellogen (open arrow) and phelloderm (pd). (a-c) 

Casearia sylvestris with phellem composed by cells with U-shaped wall thickenings in TP (a) 

and by cells evenly thin-walled in RP (b). When forming a rhytidome (c) it shows in the detail 

(c, square) the phellem with U-thickened wall cells (arrowhead) mixed with thin-walled cells 

in TP. (d-e) Erythroxylum suberosum with phellem composed by evenly thin-walled cells in 

both TP (d) and RP (e). (f-h) Phellem. Myrcia bella showing phellem with some evenly thick-

walled cells (f, arrowhead), and phellem tested with Sudan Black (g) showing stratified 

phellem alternating bands of suberized cells (in black) and phelloid cells, trunk. (h) Annona 

crassiflora showing growth increments in phellem (arrowhead), trunk. dt = death tissue 

external to the last periderm. Transverse (a-c, e-g) and radial (d, h) sections. Scale bar (a-h 

and c detail) = 50µm.
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Figure 5. Phelloderm quantitative traits of trunk (TP) and root (RP). (a) Number of 

phelloderm cell layers. Thickness (b) and relative thickness (c) of phelloderm. Proportion of 

parenchyma (d) and sclerenchyma (e) cells in the phelloderm. Mean (×).
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Figure 6. Transverse sections showing phellem (pm), phellogen (open arrow) and phelloderm 

(pd) of species in the Brazilian savanna. (a) Diospyros hispida with phelloderm composed by 

sclerenchyma cells (arrowhead) mixed with parenchyma that may contain crystals (closed 

arrows), trunk. (b) Casearia sylvestris with phelloderm composed only by parenchyma cells 

that may contain crystals (closed arrows), trunk. (c) Couepia grandiflora with phelloderm 

composed only by sclerenchyma cells, trunk. Scale bar (a-c) = 50µm. 

 

 

 

Figure 7. Quantitative traits of trunk (TP) and root (RP) periderms. Thickness (a) and relative 

thickness (b) of periderm. (c) Number of periderms. Mean (×).
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Figure 8. Transverse sections of lenticels of species in the Brazilian savanna. (a) 

Erythroxylum buxus showing lenticels with filling tissue nonstratified, trunk. (b-c) Acosmium 

dasycarpum showing lenticel with filling tissue stratified, composed of alternating layers of 

loose filling tissues (*) and compact tissue (arrowhead) seen microscopically (b) and 

macroscopically (c), trunk. Scale bar (a) = 50µm, (b) = 200µm, (c) = 0.5mm.



Capítulo 2 

 

 

89 

 

 

 

Figure 9. Transverse sections of periderm ontogeny of species in the Brazilian savanna.  

(a) Aegiphila verticillata with superficial origin in the subepidermal layer. (b) Myrcia bella 

with deep-seated origin. e=epidermis, pm=phellem, arrow=phellogen, pd=phelloderm, 

cx=cortex and ph=phloem. Scale bar (a-b) = 50µm. 
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 16 

Resumo 17 

1. A casca, que reúne todos os tecidos externos ao câmbio vascular, apresenta múltiplas 18 

funções que impactam na sobrevivência da planta, incluindo proteção contra patógenos, 19 

herbívoros e fogo, suporte mecânico, armazenamento de substâncias e condução de 20 

fotoassimilados. Contudo, não está claro se essas funções variam quando comparada a casca 21 

de caules e raízes. As funções da casca podem ser indicadas pelas suas características 22 

macroscópicas e microscópicas. 23 

2. Coletamos a casca de caules e raízes de 15 espécies de árvores e arbustos da savana 24 

brasileira e investigamos suas características macroscópicas (espessura, densidade e 25 

quantidade de substâncias) e microscópicas (espessura, proporção e tamanhos de tecidos e 26 

células). Correlacionamos as características macroscópicas e microscópicas da casca entre si e 27 

entre  caules e raízes, de modo a encontrar as melhores características que indicam as funções 28 

da casca, bem como as principais funções da casca em cada órgão. 29 

3. Quando correlacionamos as características macroscópicas e microscópicas da casca entre 30 

si, encontramos que tanto a espessura relativa da casca externa quanto a densidade da casca 31 

externa indicam proteção contra fogo, herbívoros e patógenos. Já a densidade da casca interna 32 

indica tanto suporte mecânico quanto sobrevivência em termos de armazenamento de amido. 33 

Contudo, o uso tanto da espessura relativa da casca interna quanto da espessura relativa do 34 
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floema secundário condutor como indicadores de armazenamento de substâncias e condução 35 

potencial de fotoassimilados, respectivamente, precisam de maiores esclarecimentos. 36 

4. Ao relacionarmos as características macroscópicas e microscópicas da casca entre caules e 37 

raízes, observamos que a casca externa do caule possui maior espessura relativa e menor 38 

densidade indicando maior proteção contra o fogo, enquanto a casca interna da raiz possui 39 

maior quantidade de carboidratos não-estruturais que é uma característica importante para 40 

sobrevivência da planta na savana brasileira. 41 

5. As correlações entre as características macroscópicas e microscópicas ajudam a entender a 42 

complexidade de funções da casca, de modo a selecionar os melhores indicadores para cada 43 

função. A casca tem papel importante nas funções relacionadas à sobrevivência da planta no 44 

ambiente, como a resistência da planta contra o fogo da savana brasileira.  45 

 46 

Palavras-chave: Traços funcionas da casca, espessura da casca, densidade da casca, células 47 

parenquimáticas, células esclerenquimáticas, tubos crivados, células do felema, Cerrado 48 

 49 

1. Introdução 50 

A casca é um sistema biológico complexo que reúne todos os tecidos externos ao 51 

câmbio vascular e reveste toda a planta, desde os ramos até a raiz, além de desempenhar 52 

diversas funções (Srivastava, 1964; Evert, 2006). Em crescimento secundário, sob perspectiva 53 

anatômica, a casca é composta por uma região interna que abrange o floema secundário (não-54 

condutor e condutor) e, quando presentes, os tecidos primários (floema primário e córtex), e 55 

por uma região externa que abrange os tecidos feloderme, felogênio e felema, que juntos 56 

formam a periderme ou ritidoma quando se desenvolvem sucessivas peridermes (Srivastava, 57 

1964; Evert, 2006; Angyalossy et al., 2016). Contudo, sob perspectiva funcional, que 58 

abordamos neste trabalho, a casca interna inclui também a feloderme e o felogênio recém 59 

formados (Rosell, Castorena, Laws & Westoby, 2015; Rosell, 2016), cujas correspondências 60 

estão resumidas na Fig. 1. A quantidade de carbono necessária para a construção dos tecidos 61 

da casca pode ser considerável (Hölttä, Mencuccini & Nikinmaa, 2009), o que indica a 62 

importância das funções da casca na planta. As funções da casca incluem proteção contra 63 

patógenos, herbívoros e fogo (Franceschi, Krokene, Christiansen & Krekling, 2005; Evert, 64 

2006; Graves, Rifai & Putz, 2014; Rosell, Gleason, Méndez-Alonzo, Chang & Westoby, 65 

2014; Richardson et al., 2015), suporte mecânico (Niklas, 1999), armazenamento de 66 

compostos orgânicos, nutrientes e água (Srivastava, 1964; Evert, 2006; Mercadante-Simões, 67 

et al., 2014; Rosell, et al., 2014), transporte de açúcares, lipídios, proteínas, hormônios, 68 

macronutrientes, micronutrientes e água (Srivastava, 1964; Evert, 2006), fotossíntese (Pfanz 69 
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& Aschan, 2001) e cicatrização após danos (Franceschi et al., 2005; Evert, 2006). 70 

 71 

Fig. 1. Cortes transversais mostrando disco completo de um caule (a), porção do disco em 72 

visão macroscópica (b) e porção do disco em vista microscópica (c). Em visão macroscópica 73 

(b), observamos a casca interna (IB, verde) e a casca externa (OB, marrom). Em vista 74 

microscópica e sob perspectiva funcional (c), observamos a casca interna composta por 75 

floema secundário condutor (cph) e não-condutor (ncph), tecidos primários (pt), feloderme 76 

(pd) e felogênio (pg) e a casca externa composta por felema (pm) e tecidos mortos externos ao 77 

último felema formado (dt). (a) Disco do caule de Casearia sylvestris. (b, c) Cortes do caule 78 

de Aegiphila verticillata. vc = cambio vascular. w = madeira. Barras=0,5mm. 79 

80 
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Embora as funções da casca sejam bem conhecidas, pouco se sabe sobre suas 81 

variações quando comparados caules e raízes. O caule está exposto à atmosfera e tem funções 82 

de elevação e suporte da planta para a fonte de energia, enquanto a raiz está exposta ao solo e 83 

tem funções de fixar a planta ao solo, armazenar substâncias e absorver e conduzir água, 84 

macronutrientes e micronutrientes (Chelle ,2005; Evert & Eichhorn, 2013). Contudo, não está 85 

claro se as diferentes funções de caules e raízes refletem e impactam nas diferentes funções da 86 

casca em cada órgão. Trabalhos com análise da estrutura da casca mostram evidências de que 87 

a casca do caule confere maior proteção contra patógenos, herbívoros e fogo (Blunden, Kyi & 88 

Jewers, 1974; Machado, Marcati, Morretes & Angyalossy, 2005; Trockenbrodt, 1995; Graves 89 

et al., 2014) e maior suporte mecânico (MacDaniels, 1918; Trockenbrodt, 1995; Vergílio, 90 

Silva, Blagitz, Longo & Marcati, 2017), enquanto a casca da raiz detém maior 91 

armazenamento de substâncias (MacDaniels, 1918; Palhares, Paula, Pereira & Silveira, 2007). 92 

Portanto, há uma provável diferença de funções da casca do caule e da raiz que vai de 93 

encontro com as respectivas funções de cada órgão, conjectura investigada neste trabalho. 94 

As funções da casca podem ser inferidas utilizando traços funcionais observados 95 

macroscopicamente e microscopicamente. Traços funcionais são quaisquer características do 96 

organismo que impacte seu crescimento, reprodução e sobrevivência (Violle et al., 2007; 97 

Laureto, Cianciaruso & Samia, 2015). Os principais traços funcionais estudados da casca são 98 

as características macroscópicas de espessura, densidade e quantidade de água (Bauer, Speck, 99 

Blömer, Bertling & Speck, 2010; Lawes, Richards, Dathe & Midgley, 2011; Rosell et al., 100 

2014) que podem se relacionar entre si indicando similaridades ou divergências de funções 101 

(Rosell et al., 2015). Por exemplo, a correlação negativa entre a quantidade da água e a 102 

densidade indica o trade-off entre armazenamento e suporte mecânico na casca (Rosell et al., 103 

2014). A função destas características macroscópicas é usualmente induzida da função das 104 

características microscópicas. Por exemplo, como a densidade está positivamente relacionada 105 

à lignificação e espessamento das células esclerenquimáticas (Chave et al., 2009) e a principal 106 

função destas células é o suporte (Evert, 2006), a densidade indica, portanto, suporte 107 

mecânico (Rosell et al., 2014). Embora permitam indubitáveis compreensões sobre a ecologia 108 

da casca (veja Graves et al., 2014; Pausas, 2015; Rosell et al., 2014; Rosell et al., 2015; 109 

Richardson et al., 2015; Rosell, 2016), as correlações entre característica macroscópicas e 110 

microscópicas ainda permanecem escassas para a casca, enquanto que para a madeira tais 111 

correlações tem sido melhor estabelecidas (veja a revisão de Chave et al., 2009). No entanto, 112 

estudos prévios que compararam a casca em diferentes ambientes e órgãos mostraram que 113 

características microscópicas como células de paredes suberizadas, células 114 

esclerenquimáticas, células parenquimáticas e tubos crivados são bons traços funcionais 115 
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(Blagitz, 2017; Vergílio & Marcati, 2017; Vergílio et al., 2017). Neste trabalho, associamos 116 

características macroscópicas e microscópicas e avaliamos seu uso como indicadores das 117 

funções da casca. A integração entre características macroscópicas e microscópicas com a 118 

função da casca é vital para compreender a complexidade da casca como um sistema 119 

biológico (Srivastava, 1964). 120 

Neste estudo, investigamos características macroscópicas (espessura, densidade e 121 

quantidade de substâncias) e microscópicas (espessura, proporção e tamanhos de tecidos e 122 

células) da casca de caules e raízes de 15 espécies de árvores e arbustos da savana brasileira. 123 

Ao correlacionar características macroscópicas e microscópicas entre si, esperamos encontrar 124 

correlações positivas quando funções semelhantes e correlações negativas quando funções 125 

distintas. Testamos as características macroscópicas separadamente na casca externa e na 126 

casca interna de modo a corresponder a localização das células com funções correspondentes. 127 

Ao comparar as características macroscópicas e microscópicas do caule e da raiz, esperamos 128 

que a casca apresente características que indiquem as principais funções de cada órgão. As 129 

conjecturas testadas estão resumidas na Tabela 1. Ademais, devido às diferentes funções 130 

esperadas em cada órgão, investigamos também se há diferenças na alocação de carbono na 131 

casca do caule ou na casca da raiz. Este é, provavelmente, o primeiro trabalho que compara 132 

características macroscópicas e microscópicas da casca entre si e entre órgãos em uma 133 

comunidade de plantas da savana brasileira. 134 

 135 

Tabela 1. Funções investigadas na casca do caule e da raiz com as respectivas características 136 

macroscópicas e microscópicas que as indicariam, bem como se as correlações entre as 137 

características macroscópicas e microscópicas seriam positivas [+] ou negativas [-]. 138 

Órgão 
Região 

da casca 
Função 

Características 

macroscópicas 

Características 

microscópicas 

Caule Casca 

externa 

Proteção Densidade da casca externa [-] 

Espessura da casca externa [+]  

Número de peridermes [+] 
 

(Bauer et al., 2010; Graves et 

al., 2014; Richardson et al., 

2015; Rosell, 2016) 

Número de camadas de 

células do felema [+] 

Espessura da parede das 
células do felema [+]  

 

(Machado et al., 2005; 
Evert, 2006; Vergílio & 

Marcati, 2017; Blagitz et 

al., 2019) 

 Casca 
interna 

Suporte mecânico Densidade [+] 
 

(Rosell et al., 2014) 

Proporção de células 
esclerenquimáticas [+] 

 

(Machado et al., 2005; 
Evert, 2006; Nakagawa et 

al., 2012; Vergílio & 

Marcati, 2017; Vergílio et 
al., 2017) 
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Raiz Casca 

interna 

Armazenamento 

de substâncias 

Espessura da casca interna [+] 

Quantidade de água, açúcares 
solúveis, amido, nitrogênio e 

fósforo [+]  

 

(Graves et al., 2014; Pausas, 
2015; Rosell et al., 2014; 

Rosell, 2016) 

Proporção de células 

parenquimáticas [+] 
 

(Machado et al., 2005; 

Evert, 2006; Mercadante-

Simões et al., 2014; 
Vergílio et al., 2017; Clair 

et al., 2018) 

 

  Condução de 

fotoassimilados 

Espessura do floema condutor 

[+] 

 

(Vergílio & Marcati, 2017) 

Proporção de elementos de 

tubo crivado [+] 

Diâmetro dos elementos de 

tubo crivado [+] 
 

(Evert, 2006; Vergílio & 

Marcati, 2017) 

 139 

2. Material e Métodos 140 

2.1. Terminologia adotada 141 

Embora seja amplamente aceito que a casca reúne todos os tecidos externos ao câmbio 142 

vascular (Srivastava, 1964; Evert, 2006; Graves et al., 2014; Pausas, 2015; Rosell et al., 2015; 143 

Angyalossy et al., 2016; Rosell, 2016), a terminologia da casca varia de acordo com a 144 

perspectiva anatômica ou funcional. Sob perspectiva anatômica, da região externa para a 145 

interna, a casca em crescimento secundário é composta por tecidos mortos externos ao felema 146 

(se presentes), felema, felogênio, feloderme, tecidos primários (floema primário e córtex, 147 

quando retidos no corpo secundário) e floema secundário (Fig. 1; Srivastava, 1964; Evert, 148 

2006; Angyalossy et al., 2016). O floema secundário mais interno possui tubos crivados 149 

funcionais e células companheiras turgidas sendo chamado de floema secundário condutor, 150 

mas quando os tubos crivados cessam sua função ele é chamado de floema secundário não-151 

condutor (Fig. 1; Angyalossy et al., 2016), sendo que a porção não-condutora geralmente 152 

ocupa a maior parte do floema secundário (Fig. 1; Evert, 2006). Felema, felogênio e 153 

feloderme compõe a periderme e, quando há mais de uma periderme na planta, o conjunto de 154 

todas as peridermes (incluindo a mais interna) e tecidos mortos isolados por elas recebe o 155 

nome de ritidoma (Evert, 2006; Angyalossy et al., 2016). O ritidoma pode ser denominado de 156 

casca externa, enquanto o floema secundário e os tecidos primários podem ser denominados 157 

de casca interna (Evert, 2006; Angyalossy et al., 2016). Contudo, sob perspectiva funcional, a 158 

casca interna também inclui, além do floema secundário e dos tecidos primários (quando 159 

existentes), a feloderme e o felogênio recém-formados, enquanto a casca externa reúne o 160 

último felema formado e, quando a planta forma mais de uma periderme, os demais tecidos 161 

externos a ele (Fig. 1; Graves et al., 2014; Pausas, 2015; Rosell et al., 2015; Rosell, 2016). 162 

Como o objetivo deste trabalho é traçar correlações funcionais entre as características 163 
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macroscópicas e microscópicas, adotamos os termos sob perspectiva funcional. As devidas 164 

correspondências entre os termos utilizados neste trabalho estão resumidos na Fig. 1. 165 

 166 

2.2.  Área de estudo 167 

O ambiente de estudo foi a savana brasileira, ou Cerrado, que é a savana mais rica do 168 

mundo e abriga mais 12 mil espécies de plantas, sendo mais de 4 mil espécies endêmicas 169 

(Forzza et al., 2012). Estudamos uma comunidade de plantas do cerrado sensu stricto, que é 170 

caracterizado por estrato herbáceo interrompido por árvores e arbustos em diferentes 171 

densidades (Oliveira & Marquis, 2002).  172 

A área de estudo é uma reserva particular de cerrado sensu stricto da Estância Santa 173 

Catarina, Rubião Junior, Botucatu, São Paulo, Brasil (22°54'51"S, 48°30'13"W). O clima da 174 

área é Cfa (Alvares, Stape, Sentelhas, Gonçalves & Sparovek, 2013), ou seja, subtropical 175 

úmido de verão quente. A temperatura média anual é de 21°C e a precipitação média anual, 176 

que se concentra na estação chuvosa (setembro-abril), é de 1507 mm. O histórico de fogo não 177 

está documentado, mas observamos evidências de fogo na área, como cascas queimadas. O 178 

solo é arenoso com pouca matéria orgânica (MO = 16 g/dm3), baixas concentrações de fósforo 179 

(Presina = 3 mg/dm3) e ácido (pH 4,0) devido às altas concentrações de alumínio (Al = 23 180 

mmolc/dm3). Os dados climáticos do período de 10 anos anteriores às coletas (2005–2015) 181 

foram obtidos na Estação Meteorológica à 15 km da área de estudo e as análises de solo foram 182 

realizadas no Departamento de Ciência do Solo, ambos pertencentes à UNESP de Botucatu, 183 

São Paulo, Brasil. 184 

 185 

2.3. Seleção das espécies e amostragem 186 

Selecionamos 15 espécies (Tabela 2) dentre as mais representativas e abundantes da 187 

área de estudo, de maneira a maximizar a filogenia e representar hábitos arbóreos e arbustivos 188 

das plantas lenhosas. Considerando que as 15 espécies evoluíram de maneira independente 189 

sob as mesmas pressões seletivas, as similaridades nas características da casca sugerem 190 

adaptações ao ambiente de estudo (Olson & Arroyo-Santos, 2015). Selecionamos 3 indivíduos 191 

de cada espécie e coletamos a casca do caule (principal ou ramo) à 50-60 cm acima do solo e 192 

a casca da raiz (principal ou secundária) à 15-30 cm escavadas abaixo do solo. O tamanho da 193 

amostra variou de acordo com o diâmetro do órgão (Tabela 2), sendo que em diâmetros 194 

menores que 5 cm nós coletamos o disco inteiro e em diâmetros maiores que 5 cm nós 195 

coletamos porções de aproximadamente 7 x 10 cm2 e profundidade variável de modo a conter 196 

toda a casca. Nós amostramos a casca pelo método não-destrutivo, utilizando serrote, martelo 197 

e formão. As coletas ocorreram durante a estação seca (junho-julho/2015) e início da estação 198 
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chuvosa (outubro/2014). Vouchers foram depositados no Herbário “Irina Delanova de 199 

Gemtchujinicov” (BOTU) e amostras de casca e madeira foram depositadas na Xiloteca 200 

“Profa. Dra. Maria Aparecida Mourão Brasil” (BOTUw), ambos pertencentes à UNESP de 201 

Botucatu, São Paulo, Brasil. 202 

 203 

Tabela 2. Características (altura e diâmetro) e hábito das espécies amostradas na savana 204 

neotropical brasileira. 205 

Espécie Família Altura (m)† 
Diâmetro do 

caule (cm) † 

Diâmetro da 

raiz (cm) † 
Hábito 

Acosmium dasycarpum 

(Benth.) Yakovlev 
Leguminosae 

4,5 ± 1,8  

(3 – 6,5) 

13,3 ± 3,1  

(11,1 - 16,9) 

2,8 ± 1,1  

(1,6 - 3,8) 
Árvore 

Aegiphila verticillata 

Vell. 
Lamiaceae 

4,3 ± 1,2  

(3 – 5) 

14,7 ± 6,8  

(9,2 - 22,3) 

3,6 ± 2,2  

(1,3 - 5,7) 
Árvore 

Annona crassiflora 

Mart. 
Annonaceae 

3,8 ± 1,0  

(3 – 5) 

15,7 ± 4,0  

(11,8 - 19,7) 

8,8 ± 1,3  

(7,3 - 9,5) 
Árvore 

Caryocar brasiliense 

Cambess. 
Caryocaraceae 

1,8 ± 0,3 

(1,5 – 2) 

5,7 ± 4,0  

(2,5 - 10,2) 

12,4 ± 3,5  

(8,9 - 15,9) 
Arbusto 

Casearia sylvestris Sw. Salicaceae 
2,3 ± 0,2 

(2,1 – 2,5) 

4,7 ± 3,4 

 (2,5 - 8,6) 

1,5 ± 0,4  

(1,3 - 1,9) 
Arbusto 

Couepia grandiflora 

(Mart. & Zucc.) Benth. 

ex Hook. f. 

Chrysobalanaceae 
3,1 ± 0,8 

(2,5 – 4) 

12,5 ± 1,8  

(10,8 - 14,3) 

11,9 ± 0,7  

(11,5 - 12,7) 
Árvore 

Diospyros hispida A. 

DC. 
Ebenaceae 

2,7 ± 0,3 

(2,5 – 3) 

9,2 ± 0,8  

(8,6 - 10,2) 

7,5 ± 0,8  

(6,7 - 8,3) 
Árvore 

Eriotheca gracilipes 

(K.Schum.) A.Robyns 
Malvaceae 

4,6 ± 1,4  

(3 – 5,8) 

19,3 ± 4,1  

(14,6 - 22,3) 

13,6 ± 1,6  

(12,1 - 15,3) 
Árvore 

Erythroxylum buxus 

Peyr. 
Erythroxylaceae 

2,2 ± 0,7 

(1,8 – 3) 

2,7 ± 0,5  

(2,2 - 3,2) 

2,2 ± 0,3  

(1,9 - 2,5) 
Arbusto 

Erythroxylum 

suberosum A. St.-Hil. 

2,7 ± 0,8 

(2 – 3,5) 

9,7 ± 2,7  

(8,0 - 12,7) 

2,7 ± 1,6  

(1,6 - 4,5) 
Árvore 

Myrcia bella Cambess. 

Myrtaceae 

4,5 ± 0,9  

(4 – 5,5) 

11,9 ± 0,9  

(10,8 - 12,4) 

5,7 ± 4,4  

(1,9 - 10,5) 
Árvore 

Myrcia guianensis 

(Aubl.) DC. 

2,1 ± 0,1  

(2 – 2,2) 

2,9 ± 0,3  

(2,5 - 3,2) 

1,8 ± 0,5  

(1,3 - 2,2) 
Arbusto 

Piptocarpha 

rotundifolia (Less.) 

Baker 

Asteraceae 
3,0 ± 0,5 

(2,5 – 3,5) 

14,6 ± 6,1  

(7,6 - 18,8) 

7,5 ± 5,6  

(2,2 - 13,4) 
Árvore 

Qualea grandiflora 

Mart. 
Vochysiaceae 

5,8 ± 1,3 

(4,5 – 7) 

26,7 ± 8,1  

(17,8 - 33,7) 

13,5 ± 16,0  

(2,5 - 31,8) 
Árvore 

Roupala montana Aubl. Proteaceae 
3,0 ± 0,9 

(2,5 – 4) 

6,3 ± 2,6  

(3,5 - 8,6) 

6,6 ± 4,5  

(1,9 - 10,8) 
Árvore 

† Média ± Desvio padrão (menor valor – maior valor) 206 

 207 

2.4. Análises macroscópicas  208 

Da porção da casca destinada às análises macroscópicas, nós subdividimos-na em três 209 

pedaços. O primeiro pedaço de casca foi utilizado para análises estruturais, o segundo para 210 
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densidade e quantificação de água, enquanto o terceiro para quantificação de amido, açúcares 211 

solúveis, nitrogênio, fósforo e carbono.  212 

Para as análises estruturais, utilizamos as cascas recém coletadas e medimos, em seção 213 

transversal, as espessuras absolutas da casca total, da casca externa e da casca interna, com o 214 

auxílio de um paquímetro. Calculamos a espessura relativa dividindo a espessura absoluta 215 

pelo diâmetro do disco de madeira, como sugerido por Midgley & Lawes (2016). Após as 216 

medições, secamos a casca ao ar livre e polimos em série de lixas. Utilizamos a casca seca e 217 

polida para quantificar o número de peridermes por ritidoma, com o auxílio do 218 

estereomicroscópio Olympus SZX7 acoplado com câmera digital Olympus SC100 e software 219 

Olympus cellSens Standard. 220 

Para densidade e quantificação de água, utilizamos porções com a casca total e 221 

porções somente da casca interna. Os dados da casca externa foram obtidos subtraindo a casca 222 

interna da casca total. Medimos a massa e o volume das cascas úmidas em balança analítica, 223 

secamos as cascas em estufa à 105ºC durante quatro dias e medimos a massa das cascas secas 224 

em balança analítica. Calculamos a quantidade de água da casca interna pela divisão da massa 225 

de água perdida (massa úmida – massa seca) pela massa úmida e a densidade básica da casca 226 

externa e interna pela divisão da massa seca pelo volume úmido (Walker, 2006).  227 

Para a quantificação de amido, açúcares solúveis, nitrogênio e fósforo e carbono, 228 

utilizamos apenas a casca interna. Secamos a casca interna em estufa entre 60 e 65ºC, 229 

moemos em um moinho minimill Thomas Scientific e peneiramos na malha #60. Extraímos o 230 

amido em ácido clorídrico 1,1% (Chapotin, Razanameharizaka & Holbrook, 2006, 231 

modificado) e os açúcares solúveis em etanol 80% (Chow & Landhäusser, 2004, modificado) 232 

e os quantificamos com a reação de antrona em ácido sulfúrico 80% (Yemm & Willis, 1954), 233 

cujas absorbâncias foram lidas a 630 nm. O nitrogênio foi extraído por digestão em ácido 234 

sulfúrico e destilação em arraste de vapor e quantificado por titulação. O fósforo foi extraído 235 

por digestão úmida com ácidos nítrico e perclórico (2:1) e quantificado através do complexo 236 

amarelo molibdovanadofosfórico. O carbono foi quantificado por combustão seca a 900ºC em 237 

analisador automático Shimadzu TOC-5050A. As análises de nitrogênio, fósforo e carbono 238 

foram realizadas pelo Laboratório de Fertilidad de Suelos y Química Ambiental, Colegio de 239 

Postgraduados, Montecillo, México. 240 

 241 

2.5. Análises microscópicas  242 

Da porção da casca destinada às análises microscópicas, nós subdividimos-na em 243 

vários corpos de prova de aproximadamente 1 cm3, fixamos em Karnovsky (1965, 244 

modificado) por aproximadamente 2 dias e armazenamos em álcool 70% (Johansen, 1940). 245 
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Utilizamos estes corpos de prova nas técnicas de Polietilenoglicol e Historesina®, duas 246 

técnicas anatômicas complementares que permitem a análise microscópica completa da casca. 247 

Na técnica de Polietilenoglicol (PEG) utilizamos quatro corpos de prova e os incluímos em 248 

PEG 1500 (Barbosa, Pace, Witovisk & Angyalossy, 2010). Cortamos os corpos de prova 249 

incluídos nos planos transversal, longitudinal tangencial e longitudinal radial com 13-16 µm 250 

de espessura, utilizando um micrótomo de deslize Reichert 335755. Coramos os cortes 251 

obtidos com dupla coloração de azul de astra aquoso 1% (cora celulose em ausência de 252 

lignina) e fucsina etanólica 1% ou acridinorange aquoso 2% (cora lignina) (1:5, Bukatsch, 253 

1972) e montamos em lâminas permanentes com resina sintética. Já na técnica de 254 

Historesina® utilizamos outros quatro corpos de prova e os reduzimos em porções de 0,3 cm3, 255 

os desidratamos em série etanólica crescente e os incluímos em Historesina® (Bennett, 256 

Wyrick, Lee & Mcneil, 1976). Obtivemos cortes nos planos transversal, longitudinal 257 

tangencial e longitudinal radial com 5-7 µm de espessura, utilizando um micrótomo rotativo 258 

Leica RM2245. Coramos os cortes obtidos com azul de toluidina 0,05% em tampão fosfato 259 

pH 4,7 (OʼBrien, Feder & Mccully, 1964) e montamos em lâminas permanentes com resina 260 

sintética.  261 

Analisamos todas as lâminas confeccionadas nas duas técnicas nas análises 262 

microscópicas, seguindo as orientações do IAWA Bark List (Angyalossy et al., 2016). 263 

Tiramos fotos dos cortes anatômicos utilizando microscópio Zeiss Axioskop com câmera 264 

digital Zeiss AxioCam MRc e software Zeiss Zen e realizamos as quantificações utilizando o 265 

software ImageJ 1.52a. Medimos o número de camadas de células do felema da última 266 

periderme formada (ou seja, a mais interna) e a espessura da parede das células do felema. 267 

Quantificamos a área dos tubos crivados exclusivamente no floema condutor, e calculamos o 268 

diâmetro dos tubos crivados (Angyalossy et al., 2016). Também quantificamos, em seção 269 

transversal, a espessura absoluta do floema secundário condutor, do floema secundário não-270 

condutor, dos tecidos primários (quando presentes) e da feloderme. Estimamos a espessura 271 

relativa ao dividir a espessura absoluta pelo diâmetro do disco de madeira, como sugerido por 272 

Midgley & Lawes (2016). Ademais, quantificamos a proporção das células (tubos crivados, 273 

parênquima e esclerênquima) de cada tecido utilizando uma imagem de 1 milímetro de 274 

largura (perpendicular ao raio) e toda a casca interna de comprimento (paralelo ao raio) no 275 

plano transversal. Realizamos as proporções de células com auxílio da mesa digitalizadora 276 

WACOM Cintiq 22HDT e seguimos as orientações de Zieminska, Butler, Gleason, Wright e 277 

Westoby (2013). A proporção de tubos crivados foi realizada apenas no floema secundário 278 

condutor, portanto, o somatório dessa variável na casca interna é igual ao valor no floema 279 

secundário condutor. Embora as células companheiras tenham sido quantificadas juntos com 280 
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os tubos crivados na medição de proporção de células, nós as consideramos desprezíveis 281 

devido ao seu tamanho diminuto quando comparadas aos tubos crivados.  282 

 283 

2.6. Análises estatísticas 284 

Após conferir a normalidade dos dados utilizando testes de Shapiro-Wilk e 285 

histogramas, optamos por analisar os dados utilizando testes não-paramétricos. Para 286 

correlacionar as características macroscópicas e microscópicas da casca, utilizamos a 287 

correlação de Spearman com todas as amostras juntas (caule + raiz, n=90), que foram 288 

apresentados na forma de correlograma com 5% de nível de significância. Já para comparar a 289 

casca da raiz (n=45) com a casca do caule (n=45), utilizamos teste de Mann-Whitney pareado. 290 

As análises estatísticas foram realizadas utilizando o software R version 3.4.3 (R Core Team, 291 

2017). 292 

 293 

3. Resultados 294 

A casca do caule possui as espessuras relativas de casca externa e casca interna 295 

semelhantes (Fig. 2), enquanto a casca da raiz possui menor espessura relativa da casca 296 

externa e maior espessura relativa da casca interna (Fig. 2). A casca interna é composta 297 

principalmente pelo floema não-condutor, tanto no caule quanto na raiz (Fig. 2). Os valores 298 

das espessuras relativas da casca são apresentados na Tabela 3. 299 

 300 

Fig. 2. Espessuras relativas da casca externa e dos tecidos da casca interna em caule e raiz de 301 

espécies da savana brasileira.  302 
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3.1. Correlações entre as características macroscópicas e microscópicas da casca 303 

Na casca externa, onde analisamos as características de proteção, encontramos que a 304 

densidade da casca externa está negativamente correlacionada com a espessura relativa da 305 

casca externa, o número de peridermes e o número de camadas de células do felema (Fig. 3). 306 

Por outro lado, a espessura relativa da casca externa está positivamente correlacionada com 307 

número de peridermes, número de camadas de células do felema, além de também estar 308 

correlacionada positivamente com a espessura da parede das células do felema, que não se 309 

correlaciona significativamente com a densidade casca (Fig. 3).  310 

Na casca interna analisamos as características de suporte mecânico e armazenamento 311 

de substâncias. Em relação às características de suporte mecânico, a densidade da casca 312 

interna se correlaciona positivamente com a proporção de esclerênquima da casca interna 313 

(Fig. 3). Já quanto às características de armazenamento, a espessura relativa da casca interna 314 

se correlaciona positivamente com a proporção de parênquima da casca interna e com as 315 

quantidades de água, nitrogênio e fósforo (Fig. 3), mas não se correlaciona significativamente 316 

com a quantidade de carboidratos não-estruturais como açúcares solúveis e amido (Fig. 3). 317 

Observamos que as características de suporte mecânico e armazenamento de 318 

substâncias também se correlacionam significativamente entre si. As características de suporte 319 

como densidade da casca interna e proporção de esclerênquima da casca interna se 320 

correlacionam negativamente com as características de armazenamento como espessura 321 

relativa da casca interna, proporção de parênquima da casca interna e quantidades de água, 322 

nitrogênio e fósforo (Fig. 3). Ademais, a proporção de esclerênquima na casca interna tem 323 

uma forte correlação negativa com a proporção de parênquima (Fig. 3). Contudo, a densidade 324 

da casca interna se correlaciona positivamente com a de quantidade de amido (Fig. 3).  325 

Ainda considerando as características de suporte mecânico e armazenamento de 326 

substâncias, mas agora analisando os tecidos que compõem a casca interna, observamos 327 

diferentes correlações. A espessura relativa do floema secundário não-condutor apresenta as 328 

mesmas relações da espessura relativa da casca interna, positiva para características de 329 

armazenamento e negativa para características de suporte (Fig. 3). No entanto, a espessura 330 

relativa do floema secundário condutor, dos tecidos primários e da feloderme apresentam 331 

correlação positiva tanto para a característica de armazenamento de proporção de parênquima 332 

quanto a característica de suporte de proporção de esclerênquima (Fig. 3). As espessuras 333 

relativas de tecidos primários e feloderme não apresentaram nenhuma correlação com a 334 

quantidade de substâncias armazenadas (Fig. 3).  335 

Na casca interna também analisamos as características de condução de 336 

fotoassimilados. A espessura relativa do floema secundário condutor, que também é uma 337 
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característica de armazenamento, está correlacionada positivamente com a proporção de tubos 338 

crivados (Fig. 3). Já a espessura relativa do floema secundário condutor e o diâmetro dos 339 

tubos crivados não se correlacionam significativamente entre si (Fig. 3). Da mesma forma, 340 

não observamos correlação significativa entre a proporção de tubos crivados e o diâmetro dos 341 

tubos crivados (Fig. 3). 342 

 343 

Fig. 3. Correlograma das características macroscópicas e microscópicas da casca relacionados 344 

às funções de proteção, suporte mecânico, armazenamento de substâncias e condução de 345 

fotoassimilados. Os gráficos de pizza mostram os valores Rho da correlação de Spearman e 346 

apenas os valores significativos (P<0.05) foram apresentados. OB = casca externa, pe = 347 

periderme, pm = felema, IB = casca interna, cph = floema secundário condutor, ncph = 348 

floema secundário não-condutor, pt = tecidos primários, pd = feloderme. 349 
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3.2. Comparação entre a casca do caule e da raiz 350 

Na casca externa, analisamos apenas características relacionadas à proteção. A casca 351 

externa do caule é menos densa e relativamente mais espessa que a da raiz (Tabela 3). 352 

Ademais, o número de peridermes, o número camadas de células do felema e a espessura da 353 

parede das células do felema são maiores na casca do caule que na da raiz (Tabela 3). 354 

Na casca interna, analisamos as características de suporte mecânico, armazenamento 355 

de substâncias e condução de fotoassimilados. Quanto às características de suporte mecânico, 356 

observamos que densidade da casca interna é semelhante entre os órgãos (Tabela 3). Da 357 

mesma forma, a proporção de esclerênquima da casca interna é semelhante entre os órgãos 358 

(Tabela 3). Já quanto aos tecidos da casca interna, a proporção de esclerênquima do floema 359 

secundário não-condutor, que é o tecido de maior evidência na casca interna (Fig. 2), e a 360 

proporção de esclerênquima dos tecidos primários são semelhantes entre os órgãos. Contudo, 361 

a proporção de esclerênquima do floema secundário condutor e da feloderme, que são tecidos 362 

pouco evidentes na casca interna (Fig. 2), são maiores no caule que na raiz (Tabela 3). 363 

Em relação às características de armazenamento de substâncias, a espessura relativa da 364 

casca interna, do floema secundário condutor e do floema secundário não-condutor são 365 

maiores na raiz do que no caule (Tabela 3), mas os tecidos primários e a feloderme não 366 

diferem entre os órgãos (Tabela 3). A proporção de parênquima da casca interna e de todos os 367 

seus tecidos é semelhante entre os órgãos (Tabela 3). A quantidade de água, amido e 368 

nitrogênio, bem como a alocação de carbono, que é medida pela quantidade de carbono, 369 

também são semelhantes entre os órgãos (Tabela 3). Já a quantidade de açúcares solúveis foi 370 

maior na raiz, enquanto a quantidade de fósforo foi maior no caule (Tabela 3).  371 

Já quanto às características de condução de fotoassimilados, a espessura relativa do 372 

floema secundário condutor, que também é uma característica de armazenamento, é maior na 373 

raiz que no caule (Tabela 3). Contudo, os tubos crivados têm diâmetro e proporção 374 

semelhantes entre caule e raiz (Tabela 3). 375 

376 
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Tabela 3. Características macroscópicas e microscópicas da casca relacionados às funções de 377 

proteção, suporte mecânico, armazenamento de substâncias e condução de fotoassimilados em 378 

caules e raízes de espécies da savana brasileira. Valores apresentados em mediana (mínimo ± 379 

máximo).  380 

 Caule Raiz 
U-

value 

P- 

value 

Proteção 

Densidade da casca externa (g/cm3) 0,3 (0,1 - 1,4) 0,5 (0,0 - 1,0) 168 <0,001* 

Espessura relativa da casca externa (%) 7,6 (1,7 - 29,9) 2,4 (0,3 - 14,9) 995 <0,001* 

Número de peridermes 4,0 (1,0 - 15,0) 2,0 (1,0 - 6,0) 494 <0,001* 

Número de camadas de células do 
felema 

24,0 (2,0 - 50,0) 16,0 (1,5,0 - 50,0) 761 0,006* 

Espessura da parede das células do 

felema (µm) 
2,8 (1,2 - 5,2) 2,3 (1,3 - 3,7) 887 <0,001* 

Suporte mecânico 

Densidade da casca interna (g/cm3) 0,5 (0,1 - 0,8) 0,4 (0,2 - 0,9) 578 0,502 

Proporção de esclerênquima (%)     

Casca interna 25,4 (5,8 - 61) 26,5 (4,7 - 73,3) 450 0,453 

Floema secundário condutor 2,8 (0,0 - 21,7) 1,9 (0,0 - 17,8) 633 0,024* 

Floema secundário não-condutor 23,4 (3,4 - 49,8) 17,7 (2 - 66,2) 424 0,297 

Tecidos primários 0,0 (0,0 - 5,3) 0,0 (0,0 - 9,5) 26 0,184 

Feloderme 0,3 (0,0 - 8,2) 0,2 (0,0 - 4,8) 396 <0,001* 

Armazenamento de substâncias 

Espessura relativa (%)     

Casca interna 7,7 (2,7 - 22,4) 11,3 (0,5 - 37,9) 313 0,020* 

Floema secundário condutor 1,1 (0,3 - 4,8) 1,4 (0,1 - 6,4) 313 0,020* 

Floema secundário não-condutor 6,0 (2,1 - 21,6) 8,2 (0,4 - 33,8) 306 0,016* 

Tecidos primários 0,0 (0,0 - 3,0) 0,0 (0,0 - 2,5) 53 0,276 

Feloderme 0,2 (0,0 - 0,6) 0,2 (0,0 - 1,2) 451 0,460 

Proporção de parênquima (%)     

Casca interna 71 (32,2 - 89,2) 70,4 (18,7 - 93,5) 634 0,192 

Floema secundário condutor 7,2 (1,9 - 26,3) 9 (3,5 - 22,7) 374 0,107 

Floema secundário não-condutor 54,3 (22,3 - 83,4) 57,5 (0,0 - 85,1) 620 0,252 

Tecidos primários 0,0 (0,0 - 24) 0,0 (0,0 - 10,6) 81 0,850 

Feloderme 1,3 (0,2 - 7,8) 1,4 (0,1 - 5,3) 518 1,00 

Água (%) 56 (0,0 - 94,1) 60 (0,0 - 80) 440,5 0,388 

Açúcar solúvel (mg/g) 56,8 (22,3 - 131,5) 62,8 (27,5 - 166,3) 317 0,023* 

Amido (mg/g) 85,8 (26,5 - 342,2) 88,7 (32,2 - 368,0) 363 0,082 

Nitrogênio (%) 0,8 (0,2 - 2,8) 0,8 (0,2 - 2,5) 305 0,068 

Fósforo (%) 0,04 (0,01 - 0,12) 0,03 (0,01 - 0,10) 687 0,003* 

Carbono (%) 49,9 (45,6 - 54) 49,7 (43,3 - 53,9) 486,5 0,731 

Condução de fotoassimilados 

Proporção de tubos crivados (%) 2,9 (0,9 - 9,4) 2,7 (0,8 - 12,1) 495 0,806 

Diâmetro dos tubos crivados (µm) 16,3 (9,5 - 34,1) 15,5 (7,7 - 37,4) 572 0,546 

*Estatisticamente significativo pelo teste de Mann-Whitney. 381 
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4. Discussão 382 

4.1. Correlações entre as características macroscópicas e microscópicas da casca 383 

Como esperado para as características de proteção, o número de peridermes e de 384 

camadas de células do felema se correlacionaram negativamente com a densidade da casca 385 

externa e positivamente com a espessura relativa da casca externa. Portanto, nossos resultados 386 

confirmam que a diminuição da densidade e o aumento da espessura relativa da casca externa 387 

são bons indicadores de proteção da casca. No entanto, enquanto a densidade da casca externa 388 

se relacionou apenas com número de peridermes e de camadas de células do felema, a 389 

espessura relativa da casca externa se relacionou com essas duas características e com a 390 

espessura da parede das células do felema. A parede das células do felema é principalmente 391 

composta de suberina e lignina (Evert, 2006; Blagitz, Machado & Marcati, 2019) que 392 

oferecem proteção adicional na resistência à invasão de microrganismos (Franceschi et al., 393 

2005; Evert, 2006). Ao se correlacionar com a espessura da parede das células do felema, a 394 

espessura relativa da casca externa indica também proteção contra herbívoros e patógenos. 395 

Assim sendo, o aumento da espessura relativa da casca externa parece ser melhor indicador de 396 

proteção que a diminuição da densidade da casca externa.  397 

Em relação às características de suporte mecânico, observamos que densidade da 398 

casca interna se relacionou positivamente com a proporção de esclerênquima, o que sugere 399 

seu o uso como indicador de suporte mecânico. Observamos também correlação positiva entre 400 

densidade da casca interna e o armazenamento de amido. Embora nunca tenha sido observada 401 

para a casca, a correlação positiva entre densidade e amido foi observada para a madeira por 402 

Jiménez (2017), que sugeriu que madeiras mais densas teriam maior armazenamento de 403 

amido para cobrir maiores demandas energéticas. Se considerarmos que o amido é a principal 404 

reserva de carbono da planta, sendo utilizado pela planta para manter seu crescimento em 405 

períodos de estresse (Chapin, Schulze & Mooney, 1990; Würth, Peláez-Riedl, Wright & 406 

Körner, 2005), a correlação positiva entre densidade e amido também pode indicar sua maior 407 

sobrevivência. De fato, para a madeira, a densidade está correlacionada positivamente não 408 

apenas com suporte mecânico, mas também com taxa de sobrevivência (Chave et al., 2009; 409 

Poorter et al., 2010). Utilizando essas associações para a casca, a correlação que encontramos 410 

entre densidade da casca interna e armazenamento de amido revela que a densidade da casca 411 

interna pode ser um indicador de sobrevivência, embora mais estudos são necessários para 412 

confirmar essa assertiva. Dessa forma, densidade da casca interna é um bom indicador de 413 

suporte mecânico e sugerimos que ela também pode ser utilizada para indicar sobrevivência 414 

da planta em termos de armazenamento de amido. 415 

Conforme esperado para as características de armazenamento, a espessura relativa da 416 
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casca interna se relacionou positivamente com a proporção de parênquima e com a quantidade 417 

de água, nitrogênio e fósforo, o que demonstra seu uso como indicador para armazenamento 418 

de substâncias. Curiosamente, a espessura relativa da casca não se relacionou 419 

significativamente com os carboidratos não-estruturais como açúcares solúveis e amido. 420 

Como já discutido, reservas de carboidratos são utilizadas pela planta para manter seu 421 

desenvolvimento mesmo em situações de estresse (Chapin et al., 1990; Würth et al., 2005) e a 422 

correlação positiva com carboidratos não-estruturais poderia indicar sobrevivência da planta. 423 

Já que a espessura relativa da casca interna não se relacionou com açúcares solúveis e amido, 424 

ela não parece indicar sobrevivência da planta. Portanto, a espessura relativa da casca interna 425 

indica apenas armazenamento de água e nutrientes. 426 

Quando comparadas entre si, as características de suporte como densidade da casca 427 

interna e proporção de esclerênquima da casca interna se correlacionaram negativamente com 428 

as características de armazenamento como espessura relativa da casca interna, proporção de 429 

parênquima da casca interna e quantidades de água, nitrogênio e fósforo. A correlação 430 

negativa entre as características de suporte e armazenamento evidencia que a casca interna 431 

apresenta um trade-off entre suporte e armazenamento. Além disso, observamos uma forte 432 

correlação negativa entre as proporções de parênquima e esclerênquima na casca interna, que 433 

pode ser explicada pela diferenciação de células parenquimáticas em células 434 

esclerenquimáticas no floema secundário não-condutor (Evert, 2006; Angyalossy et al., 2016) 435 

e reforça o trade-off entre suporte e armazenamento. De maneira semelhante, o trade-off entre 436 

suporte e armazenamento foi encontrado por Rosell et al. (2014) ao estudar a casca (total) em 437 

diferentes ambientes. Dessa forma, independente do ambiente ou do órgão, a casca interna 438 

parece sempre apresentar um trade-off entre as características de suporte e armazenamento.  439 

Ao analisarmos as características de suporte e armazenamento dos tecidos que 440 

compõem a casca interna separadamente, observamos que a espessura relativa do floema 441 

secundário não-condutor se correlaciona negativamente com a proporção de esclerênquima e 442 

positivamente com a proporção de parênquima e a quantidade de água, nitrogênio e fósforo, 443 

indicando trade-off entre suporte e armazenamento neste tecido. Entretanto, as espessuras 444 

relativas de tecidos primários e feloderme não apresentaram correlação com a quantidade de 445 

água, nitrogênio e fósforo, indicando que esses tecidos podem armazenar outras substâncias 446 

como lipídios ou ter outras funções como realizar fotossíntese (Blagitz et al., 2019). Ademais, 447 

as espessuras relativas do floema secundário condutor, dos tecidos primários e da feloderme 448 

apresentam correlação positiva tanto com a proporção de esclerênquima quanto com a 449 

proporção de parênquima, indicando outra estratégia além do trade-off entre suporte e 450 

armazenamento. Esses dados evidenciam a estrutura complexa e multifuncional da casca 451 
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interna e ressaltam a necessidade de estudos integrados macroscópicos e microscópicos. 452 

  Considerando as características de condução de fotoassimilados, o diâmetro do tubo 453 

crivado não apresentou correlação significativa nem com a espessura relativa do floema 454 

secundário condutor nem com a proporção de tubos crivados. Vergílio et al. (2017) também 455 

que observaram o diâmetro dos tubos crivados não influencia a proporção dos tubos crivados 456 

em caules e raízes de Cytharexylum myrianthum, discutindo que a variação no diâmetro dos 457 

tubos crivados poderia ser compensada por uma variação no número de tubos crivados de 458 

modo a produzir sempre a mesma proporção de tubos crivados. Portanto, o diâmetro dos 459 

tubos crivados não influencia nem na quantidade proporcional de células condutoras nem na 460 

espessura relativa do tecido condutor. No entanto, a espessura relativa do floema secundário 461 

condutor se relacionou positivamente a proporção de tubos crivados, o que sugere seu uso 462 

como indicador de condução de fotoassimilados. Salientamos que, como não medimos a 463 

condutividade do floema secundário, mas sim as células do floema secundário, a espessura 464 

relativa do floema secundário condutor indicaria a condução potencial de fotoassimilados. 465 

 466 

4.2. Comparação entre a casca do caule e da raiz 467 

Conforme esperado, a casca externa do caule apresentou menor densidade e maior 468 

espessura relativa do que a casca externa da raiz, características que indicam maior proteção 469 

da casca do caule, como visto no tópico anterior. De fato, as demais características de 470 

proteção como número de peridermes, número de camada de células do felema e espessura da 471 

parede das células do felema foram maiores no caule do que na raiz, evidenciando que 472 

densidade e espessura relativa da casca externa são bons indicadores de proteção contra 473 

herbívoros, patógenos e fogo. A proteção contra herbívoros e patógenos é dada pela parede 474 

das células do felema, pois elas são impregnadas de lignina e suberina, substâncias que 475 

aumentam a resistência à penetração, degradação e ingestão de microrganismos (Franceschi et 476 

al., 2005; Evert, 2006). Já a proteção contra o fogo é dada pela quantidade das células do 477 

felema, que são geralmente preenchidas de ar (Evert, 2006; Angyalossy et al., 2016). O 478 

aumento na quantidade das células do felema aumenta a quantidade de ar na casca externa e, 479 

como o ar é um bom isolante térmico (Suleiman, Larfeldt, Leckner & Gustavsson, 1999), o 480 

aumento de ar leva a um aumento na resistência contra o fogo (Bauer et al., 2010). Ademais, o 481 

aumento na quantidade das células do felema também aumenta a espessura relativa da casca 482 

externa (Vergílio & Marcati, 2017) e o aumento na quantidade de ar diminui a densidade da 483 

casca externa (Bauer et al., 2010), o que faz da espessura e densidade da casca externa bons 484 

indicadores de proteção contra o fogo (Bauer et al., 2010; Lawes et al., 2011). Considerando 485 

que este estudo ocorreu em uma área savânica, o aumento da espessura relativa e da 486 
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densidade da casca externa do caule, pode estar mais relacionado à proteção da planta contra 487 

as queimadas (Graves et al., 2014; Gignoux, Konaté, Lahoreau, Le Roux & Simioni, 2016; 488 

Rosell, 2016), isolando os tecidos internos à casca externa das altas temperaturas do fogo. 489 

   A densidade da casca interna foi semelhante entre caule e raiz, indicando que o 490 

suporte mecânico é semelhante entre os órgãos. De fato, características de suporte como a 491 

proporção de esclerênquima da casca interna e do floema secundário não-condutor, que é o 492 

tecido mais evidente da casca interna, foram semelhantes entre os órgãos, indicando 493 

similaridade no suporte mecânico em caules e raízes. Dessa forma, nossos dados confirmam o 494 

uso da densidade da casca interna como indicador de suporte mecânico da casca, assim como 495 

diversos trabalhos já apontavam para a densidade da madeira (Chave et al., 2009; Poorter et 496 

al., 2010). Contudo, nossos dados negam a expectativa inicial de maior suporte mecânico no 497 

caule, que já foi demonstrada por diversos trabalhos que mostram a maior quantidade de 498 

esclerênquima na casca interna do caule (MacDaniels, 1918; Trockenbrodt, 1995; Vergílio et 499 

al., 2017). No entanto, considerando que o esclerênquima da casca interna auxilia na postura 500 

da planta em situações de estresse mecânico (Nakagawa, Yoshinaga & Takabe, 2012; Clair et 501 

al., 2018), a semelhança na proporção de esclerênquima na casca interna entre os órgãos 502 

indica que, para as plantas aqui estudadas, os desafios enfrentados pelo caule para elevar a 503 

planta para a fonte de energia são semelhantes aos desafios enfrentados pela raiz para perfurar 504 

o solo.  505 

Além de suporte mecânico, a semelhança na densidade da casca interna entre caules e 506 

raízes também sugere que a sobrevivência em termos de armazenamento de amido é similar 507 

entre os órgãos e, realmente, observamos que a quantidade de amido foi similar entre os 508 

órgãos. A semelhança no armazenamento de amido entre os órgãos não é esperada para 509 

plantas do cerrado, pois o amido é a principal reserva de carbono da planta (Chapin et al., 510 

1990; Würth et al., 2005) e é utilizada para o rebrote da planta após as queimadas (Gignoux et 511 

al., 2016). Porém, como as coletas ocorreram no início da estação de crescimento, o amido 512 

estava sendo convertido em açúcares solúveis para ser transportado para outras regiões da 513 

planta (Richardson et al., 2013), o que é comprovado pela maior quantidade de açúcares 514 

solúveis na raiz do que no caule. Ademais, a semelhança entre a quantidade de amido entre 515 

órgãos indica que as plantas de cerrado armazenam amido tanto no caule quanto na raiz 516 

durante a estação de crescimento. Consequentemente, a densidade da casca interna parece ser 517 

um bom indicador de sobrevivência, como já sugerido para a densidade da madeira (Chave et 518 

al., 2009; Poorter et al., 2010), mas, especificamente, para o armazenamento de amido na 519 

casca e não para o armazenamento de todos os carboidratos na planta. 520 

As espessuras relativas da casca interna e do floema secundário não-condutor foram 521 
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maiores na raiz, indicando maior armazenamento de substâncias neste órgão, conforme nossa 522 

expectativa inicial. Porém, a proporção de parênquima da casca interna e todos os seus tecidos 523 

foi semelhante entre os órgãos, assim como a quantidade de água, amido e nitrogênio. 524 

Também observamos que a quantidade de carbono foi semelhante entre caule e raiz, 525 

indicando que não há diferenças na alocação de carbono entre os órgãos. Já a quantidade de 526 

fósforo, um elemento limitante para o crescimento da planta (Vance, Uhde-Stone & Allan, 527 

2003), foi maior no caule. O armazenamento de substâncias no caule é incomum em espécies 528 

da savana brasileira (Gignoux et al., 2016), já que pode ser facilmente perdido durante as 529 

queimadas deste ambiente. Como as coletas ocorreram durante o início da estação de 530 

crescimento, a maior concentração de fósforo no caule parece estar relacionada à sua 531 

mobilização para outras partes da planta e não ao seu armazenamento. Quanto aos 532 

carboidratos não-estruturais, encontramos que a quantidade de açúcares solúveis foi maior na 533 

raiz. O armazenamento de carboidratos não-estruturais na raiz é de vital importância para o 534 

rebrote da planta após o fogo, garantindo a sobrevivência da planta em ambientes savânicos 535 

(Gignoux et al., 2016). No entanto, não observamos correlação entre a espessura relativa da 536 

casca interna e os açúcares solúveis, sendo que seu uso como indicador de características de 537 

armazenamento não está claro. Embora seja o traço funcional mais investigado da casca 538 

(Bauer et al., 2010; Paine et al., 2010; Graves et al., 2014; Rosell et al., 2014; Pausas, 2015; 539 

Richardson et al., 2015; Rosell et al., 2015; Rosell, 2016), a espessura parece indicar as 540 

múltiplas funções da casca e não uma única função dominante (Paine et al., 2010), como o 541 

armazenamento. Mesmo assim, neste estudo, parece que a maior espessura relativa da casca 542 

interna da raiz indica maior sobrevivência da planta em termos de armazenamento de açúcares 543 

solúveis. Desta forma, a casca interna da raiz é mais espessa e possui maior armazenamento 544 

de carboidratos não-estruturais, o que é imprescindível para a sobrevivência da planta em 545 

ambientes savânicos. 546 

   A espessura relativa do floema secundário condutor foi maior na raiz, o que poderia 547 

indicar maior condução potencial de fotoassimilados. Contudo, tanto a proporção de tubos 548 

crivados quanto o diâmetro de tubos crivados foram semelhantes entre caule e raiz, ou seja, 549 

não há maior condução potencial de fotoassimilados na raiz. Ao estudar o floema secundário 550 

condutor de caules e raízes em Cytharexylum myrianthum, Vergílio et al. (2017) também 551 

concluem que o potencial de condução de fotoassimilados é semelhante entre os órgãos. Deste 552 

modo, ao contrário da nossa expectativa inicial, casca da raiz não possui maior condução 553 

potencial de fotoassimilados. Como aumento da espessura relativa do floema secundário 554 

condutor na raiz não parece estar vinculada à condução potencial de fotoassimilados e a 555 

espessura da casca pode ser resultado de múltiplas funções (Paine et al., 2010), buscamos 556 
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explicações da sua variação nas características de suporte e armazenamento. A espessura 557 

relativa do floema secundário condutor teve correlação positiva tanto com a proporção de 558 

esclerênquima quanto com a proporção de parênquima. No entanto, a proporção de 559 

esclerênquima foi maior no caule ao invés da raiz, enquanto a proporção de parênquima foi 560 

semelhante entre os órgãos, ou seja, as funções de suporte e armazenamento tampouco 561 

parecem explicar o aumento da espessura relativa do floema secundário condutor da raiz. 562 

Portanto, as causas do aumento da espessura relativa do floema secundário condutor da raiz, 563 

bem como seu uso indicando condução potencial de fotoassimilados ainda não estão claras e 564 

estudos de condutividade do floema secundário são necessários para elucidar essas questões.  565 

 566 

5. Conclusão 567 

A integração das características macroscópicas e microscópicas ajuda a entender a 568 

complexidade de funções da casca. Ao correlacionarmos as características macroscópicas e 569 

microscópicas da casca entre si, encontramos que a espessura relativa da casca externa e a 570 

densidade da casca externa são bons indicadores de proteção, enquanto a densidade da casca 571 

interna é um bom indicador de suporte mecânico e de sobrevivência em termos de 572 

armazenamento de amido. Contudo, o uso da espessura relativa da casca interna como 573 

indicador de armazenamento de substâncias e da espessura relativa do floema secundário 574 

condutor como indicador de condução potencial de fotoassimilados precisam de maiores 575 

esclarecimentos. Quando comparamos as características macroscópicas e microscópicas da 576 

casca entre caules e raízes, observamos maior espessura relativa e menor densidade da casca 577 

externa no caule e maior quantidade de carboidratos não-estruturais da casca interna na raiz, 578 

ambas características vinculadas à resistência contra o fogo. Não encontramos maior suporte 579 

mecânico na casca interna do caule nem maior condução potencial de fotoassimilados na 580 

casca interna da raiz. Devido à essas semelhanças, não observamos diferenças na alocação de 581 

carbono na casca entre caule e raiz. Dessa forma, a casca não participa de todas as funções 582 

desempenhadas pelo caule ou pela raiz, mas participa das funções mais importantes 583 

relacionadas à sobrevivência da planta no ambiente. 584 
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Considerações Finais 1 

Quando comparamos a estrutura, química e densidade da casca do caule com a casca 2 

da raiz de 15 espécies do cerrado paulista, observamos que a casca do caule e da raiz 3 

apresenta diferentes funções. Na casca do caule, a densidade da casca externa é menor e a 4 

periderme é mais desenvolvida e composta por felema largo com células maiores e mais 5 

espessas, indicando que, neste órgão exposto a diversos intempéries e animais, a casca tem 6 

função de proteção da planta contra o fogo, herbívoros e patógenos. Embora a feloderme não 7 

participe da função de proteção, ela parece conferir rigidez e suporte à periderme muito 8 

desenvolvida do caule, devido ao aumento na sua proporção de esclerênquima conforme o 9 

aumento do número de peridermes do caule. Já na casca da raiz, o floema secundário é 10 

relativamente mais largo e com maior quantidade de açúcares solúveis, indicando que, neste 11 

órgão protegido de intempéries, a casca possui função de armazenamento de carboidratos não-12 

estruturais, uma estratégia adaptativa importante na sobrevivência da planta em ambientes 13 

savânicos, como o cerrado. Estes dados ajudam a compreender como a casca interage com o 14 

ambiente e pode variar com relação às mudanças climáticas. 15 

Nossa expectativa de função de suporte na casca do caule foi rejeitada devido a 16 

semelhança na densidade da casca interna e na semelhança da proporção de esclerênquima do 17 

floema secundário não-condutor, que compõe a maior parte da casca. Contudo, nós 18 

observamos maior proporção de esclerênquima na fina espessura do floema secundário 19 

condutor do caule, indicando segurança mecânica nesta parte da casca responsável pela 20 

condução de fotoassimilados. Nossa expectativa de maior eficiência na condução potencial de 21 

fotoassimilados na casca da raiz também foi rejeitada devido à semelhança no diâmetro, 22 

comprimento e proporção de tubos crivados entre os órgãos. Além da semelhança na 23 

proporção de esclerênquima do floema secundário não-condutor e de tubos crivados, também 24 

observamos semelhança na proporção de parênquima entre os órgãos, semelhanças estas que 25 

resultaram em uma quantidade de carbono estrutural similar na casca do caule e da raiz, ou 26 

seja, não há diferença na alocação de recursos entre os órgãos, contrariando nossa expectativa. 27 

Ao compararmos características macroscópicas de espessura, densidade e química da 28 

casca interna e externa com as características microscópicas dos tecidos que compõem a 29 

casca, nós encontramos bons indicadores das funções da casca. Para a casca externa, a 30 

espessura relativa e a densidade são bons indicadores de proteção. Já para a casca interna, a 31 

densidade é um bom indicador de suporte mecânico e de sobrevivência em termos de 32 

armazenamento de amido. No entanto, o uso da espessura relativa da casca interna como 33 

indicador de armazenamento de substâncias não está claro e precisa de maiores 34 

esclarecimentos. 35 


