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APRESENTAÇÃO 

 

Esta tese é composta de dois artigos científicos. Inicia com arevisão “Flavonoides: Visão global e 

o papel do tricin nas plantas” que discorre sobre a presença dos flavonoides nas plantas, com 

especial destaque para tricin, o qual tem sido apontado como iniciador da via de fenilpropanoides. 

Encerra com o segundo artigo “Naringenina interfere nas vias de fenilpropanoides e de tricin e 

afeta lignina e a digestibilidade de raízes de milho” que avalia os efeitos de naringeninano 

crescimento e processo de lignificação e digestibilidade das raízes de milho, submetido a este 

flavonoide e a inibidores das vias de fenilpropanoides e tricin. Em consonância com as regras do 

Programa de Pós-Graduação em Ciências Biológicas, os artigos serão submetidos às seguintes 

revistas. 

 

Mendes, G.G.M.Flavonoides: Visão global e o papel do tricin nas plantas. A forma de submissão 

(mini-revisão, revisão completa ou capítulo de livro) será motivo de posterior análise.  

 

Mendes, G.G.M. e Ferrarese-Filho, O. Naringenina interfere nas vias de fenilpropanoides e de 

tricin e afeta lignina e a digestibilidade de raízes de milho. PlantPhysiologyandBiochemistry (JCR 

= 2,718). 
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RESUMO GERAL 

 

INTRODUÇÃO –Depois da celulose, o composto orgânico mais abundante nas plantas é a 

lignina, um polímero formado, principalmente, pela polimerização de três monolignóis (álcoóis p-

cumarílico, coniferílico e sinapílico), os quais variam no grau de metoxilação, além de uma 

diversidade menor de outros componentes secundários. Após a polimerização, estes monolignóis 

são convertidos em unidades monoméricas denominadas p-hidroxifenil (H), guaiacil (G) e siringil 

(S), respectivamente. Além destas unidades, o flavonoide tricin tem sido apontado como um novo 

monômero iniciador do processo de lignificação. Numa reação catalisada pela chalcona sintase 

(CHS), tricin é formado pela condensação de p-cumaroil-CoA, proveniente da via de 

fenilpropanoides, com malonil-CoA proveniente da via do malonato. O produto desta reação, 

naringeninachalcona é convertido em naringenina, pela ação da chalconaisomerase. Naringenina 

é oxidada pela enzima flavona sintase (FNSII) formando apigenina e, subsequentemente, luteolina, 

tricetina, selgine, finalmente, tricin. Além de intermediário da via de biossíntese de tricin, 

naringeninatem sido descrito como um inibidor da 4-hidroxicinamoil-CoA ligase(4-CL), enzima-

chave da via de fenilpropanoides, a qual leva à produção de lignina nas plantas.A biomassa 

lignocelulósicaé considerada um recurso renovável com potencial para a produção de 

biocombustíveis, porém a presença da lignina, fortemente ligada aos polissacarídeos celulose e 

hemicelulose, limita a digestibilidade enzimática durante os processos de hidrólise. A presença 

detricincomo componente da estrutura de lignina poderá ampliar ainda mais a diversidade no uso 

da lignina como matéria-prima para diversos produtos e, possivelmente, a melhora da sacarificação 

enzimática.  

 

OBJETIVOS – Diante do descrito acima, o objetivo geral deste trabalho foi investigar os efeitos 

de naringenina nos processos de biossíntese de lignina e de tricin, e na digestibilidade das raízes 

de milho. Para isso, o trabalho foi dividido em duas partes. Na primeira etapa, as plântulas foram 

cultivadas em hidroponia por 24 horas e os ensaios realizados para avaliar os efeitos de narigenina 

no crescimento, nos teores de lignina e sua composição monomérica, e na formação de tricin nas 

raízes. Na segunda etapa, as plântulas foram crescidas por 24 horas com naringenina associada 

com inibidores das vias de fenilpropanoides e tricin. O crescimento das raízes, lignina e sua 

composição monomérica, ácidos ferúlico e p-cumárico esterificados à parede celular e a 

digestibilidade foram monitoradas.  

 

MÉTODOS– Sementes de milho (Zeamays L. cv IPR-114) foram higienizadas com hipoclorito 

de sódio a 2% por 5 min, enxaguadascom água deionizada e germinadas a 25°C em duas folhas 

de papel germitestumedecido.Vinte e cinco plântulas de tamanhos uniformes foram sustentadas 

por uma placa de acrílico ajustável, e as raízes mergulhadas em um recipiente de vidro de 10 x 16 

cm contendo 200 mL de solução nutritiva Dong(pH 6,0) sem ou com naringenina (0,1 a 0,3 

mM).Inibidores da via de fenilpropanoidesforam aplicados isoladamente ou em associações com 

naringenina 0,2 mM. Os inibidores utilizados foram ácido piperonílico (PIP 0,1 mM; inibidor 
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dacinamato 4-hidroxilase – C4H), ácido 3,4 metilenodioxicinâmico (MDCA 2,0 mM; inibidor da 

4-CL), ácido protocatecuico (PROTO 0,5 mM; inibidor dap-hidroxicinamoil-

CoA:chiquimato/quinatop-hidroxicinamoil transferase– HCT) e ácido 2,4 piridinodicarboxílico 

(PDCA 0,05 mM; inibidor da FNSII). Os recipientes foram mantidos em câmara de germinação 

(25ºC, fotoperíodo 12/12 horas claro/escuro, com densidade de fluxo de fótons de 280 μmol m-1 s-

1) durante 24 horas.As raízes foram medidas antes da incubação e no final dos experimentos, e a 

variação do comprimento foi obtida pela diferença entre eles. A biomassa fresca foi determinada 

imediatamente após a incubação e a biomassa seca após secagem em estufa a 60oC.O conteúdo de 

lignina, as atividades da 4-CL e a digestibilidade foram avaliados por espectrofotometria, enquanto 

a taxa de depleção de naringenina, a composição monomérica de lignina e os teores dos ácidos 

ferúlico e p-cumárico foram determinados cromatograficamente (HPLC). Os testes de Dunnett e 

Scott-Knottforam aplicados para avaliar as diferenças entre os parâmetros e valores de p ≤ 0,05 

foram considerados estatisticamente significativos. 

 

RESULTADOS E DISCUSSÃO– Os resultados revelaram que1) naringeninaé rapidamente 

depletado da solução nutritiva, um indicativo de que é absorvido pelas raízes de milho durante 24 

horas. 2) Naringenina reduziuo comprimento e as biomassas frescas e secas das raízes, em 

comparação com os respectivos controles. Estes resultados estão em concordância com achados 

descritos em Arabidopsis, arroz, espinafre, alface, rabanete, tomate, cenoura e soja. 3) Naringenina 

aumentouo teor de lignina nas raízes, em comparação com o controle. O fato de que naringenina 

estimula a produção de lignina devido à redução do crescimento das raízes foi também constatado 

em soja. Neste aspecto, aredução do crescimento das raízes tem sido associada com a lignificação 

prematura das paredes celulares, o que ocorre quando a expansão celular diminui, quer quando a 

célula está sob estresse ou quando ocorre diferenciação como no caso do xilema. Como uma 

consequência do aumento da lignina, a composição monomérica também foi afetada pela 

naringenina, ou seja, redução dos teores do monômero G, sem alterar os monômeros H e S e soma 

H+G+S. Diante disso, um aumento na razão S/Gfoi notado, o que sugere um maior número de 

subestruturas β-O-4, mais simples, o que pode tornar os tecidos radiculares macios e passíveis de 

degradação. 4) Naringenina não alterou a atividade da 4-CL quando aplicada isoladamente ou em 

conjunto com PIP, porém aumentou a atividade da 4-CL quando aplicada em conjunto com seu 

inibidor MDCA. Este aumento de atividade enzimática está em concordância com a produção de 

lignina causada pela naringenina, que assim potencializa o efeito do MDCA. 5) Naringenina 

aumentou a produção de tricin nas raízes; um indicativo de que o flavonoide deve estar atuando 

na formação de tricin, já que ele é um metabólito da via de biossíntese do flavonoide.6) 

Isoladamente, PIP, MDCA, PROTOe PDCA inibiram a produção de tricin nas raízes. Quando 

aplicado juntamente com estes inibidores enzimáticos,naringeninarestabeleceu a formação de 

tricin.7) PIP, MDCA e PROTO reduziram o crescimento das raízes, enquanto PDCA não causou 

nenhum efeito. 8) Isoladamente, todos os inibidores enzimáticos reduziram a produção de lignina. 

Naringenina restabeleceu a produção de lignina quando associado com PIP, MDCA ou PDCA, 

mas não com PROTO.9) Com respeito à composição monomérica de lignina, os resultados mais 
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expressivos revelam que MDCA e MDCA+NAR (naringenina) reduziram drasticamente os 

monômeros e, como consequência, as somas H+G+S e as proporções H:G:S, embora não tenham 

afetado as razões S/G; um indicativo de que, ao menos nas raízes de milho, a deslignificação não 

seria comprometida por este inibidor enzimático. Por seu lado, PDCA não afetou os teores de G e 

S, a soma H+G+S, a proporção H:G:S e a razão S/G. Entretanto, a associação PDCA+NAR 

aumentou os teores dos três monômeros e a soma H+G+S alterando a proporção H:G:S, o que 

mais uma vez reforça o papel de naringenina como crucial precursor da via de biossíntese de tricin. 

10) Os teores de ácido ferúlicoaumentaram (NAR, PROTO, PROTO+NAR; PDCA e 

PDCA+NAR), não foram alterados (PIP e PIP+NAR) e foram drasticamente reduzidos (MDCA; 

MDCA +NAR). Os teores de ácido p-cumárico aumentaram (PROTO; PROTO+NAR; PDCA), 

não foram alterados (PDCA+NAR) e foram reduzidos (NAR; PIP; PIP+NAR;MDCA; MDCA 

+NAR). Finalmente, 11) o pré-tratamento alcalino das raízes revelou que, após 6 horas, a 

digestibilidade aumentou 12% (MDCA), 37% (PDCA) e 12% (PDCA+NAR) e foi reduzida em 

26% (PROTO+NAR). Resultados similares foram obtidos após 24 horas de digestão enzimática, 

ou seja, aumentos de 10% (MDCA), 36% (PDCA) e 11% (PDCA+NAR) e redução de 10% 

(PROTO+NAR). Ofato marcante observado foi com respeito aos inibidores MDCA e PDCA; 

ambos aumentaram a digestibilidade, especialmente PDCA. Aumento da digestibilidade da 

biomassa de milho, pelo MDCA, tem sido constatado em nosso laboratório (dados não 

publicados), mas o mecanismo de ação é desconhecido. Não há, também, uma clara explicação 

para o efeito do PDCA sobre a digestibilidade. É possível que a enzima FNSII desempenhe papel 

crucial na deposição de lignina ligada a tricin na parede celular de monocotiledôneas, pois a 

deficiência de tricin é parcialmente compensada pela incorporação de naringenina na estrutura da 

lignina, seguido por aumento na digestibilidade.  

 

CONCLUSÕES– Em resumo, o conjunto de resultados obtidos neste trabalho abre novas pistas 

quanto ao papel de naringenina nas duas vias metabólicas. Atuando como um inibidor da via de 

fenilpropanoides, naringenina afeta o crescimento das raízes de milho seguido por aumento de 

lignina e alteração na composição monomérica; uma característica relacionada à prematura 

lignificação das paredes celulares, e típica da ação, em geral, de aleloquímicos. Atuando como 

substrato da enzima FNSII, naringenina ativa a formação de tricin; um iniciador do processo de 

lignificação em monocotiledôneas. Neste aspecto, o papel do PDCA (inibidor da FNSII na via de 

tricin) no processo de produção de bioetanol a partir de milho e outras monocotiledôneas pode ser 

uma pista interessante a ser investigada. 
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GENERAL ABSTRACT 

 

INTRODUCTION – After the cellulose, the most abundant organic compound in plants is the 

lignin that is formed by the polymerization of three monolignols (p-coumaryl, coniferyl and 

sinapyl alcohols), which vary in their degree of methoxylation, and other minor components. After 

polymerization, these monolignols are converted to p-hydroxyphenyl (H), guaiacyl (G) and 

syringyl (S) units, respectively. In addition to these units, the flavonoid tricin has been appointed 

as a new monomer that initiates the lignification process in monocots. By action of the chalcone 

synthase (CHS), tricin is formed by the condensation of p-coumaroil-CoA from the 

phenylpropanoid pathway, and malonyl-CoA from the malonate pathway. The reaction product, 

naringenin chalcone is converted in naringenin by the chalcone isomerase. After, naringenin is 

oxidized by the flavone synthase (FNSII) forming apigenin and, subsequently, luteolin, tricetin, 

selgin and tricin. In addition to their role as a metabolite of the tricin biosynthesis, naringenin has 

been described as an inhibitor of 4-hydroxycinnamoyl-CoA ligase (4-CL), a key enzyme of the 

phenylpropanoid pathway; an important route for the production of lignin in plants. Due to this, 

lignocellulosic biomass is considered a renewable resource with potential for the production of 

biofuels, but the presence of lignin, strongly linked to polysaccharides cellulose and hemicellulose, 

limits the enzymatic digestibility during the hydrolysis processes. Thus, the presence of tricin as a 

structural component of lignin needs be studied to increase the diversity in the use of this polymer 

as a raw material for various products, and possibly to improve the enzymatic saccharification. 

 

AIMS – In view of the above described, the general objective of this work was to investigate the 

effects of naringenin on the biosynthesis of lignin and tricin, and the digestibility of maize roots. 

For this, the work was carried out in two steps. In the first, the seedlings were cultivated in 

hydroponics for 24 hours and the assays were made to evaluate the effects of naringenin on root 

growth, contents of lignin and its monomeric composition, and tricin production. In the second 

step, the seedlings were grown under the action of naringenin jointly with inhibitors of the 

phenylpropanoid and tricin pathways. The root growth, lignin contents and monomer composition, 

contents of ferulic and p-coumaric acids esterified to the cell wall, and digestibility of roots were 

monitored. 

 

METHODS – Maize (Zea mays L. cv. IPR-114) seeds were sanitized with 2% sodium 

hypochlorite for 5 min, rinsed extensively with deionized water, and dark-germinated at 25°C on 

two sheets of moistened filter paper. Twenty-five three-day-old seedlings of uniform size were 

then supported by an adjustable acrylic and dipped into a 10  16 cm glass container filled with 

200 mL of nutrient solution (pH 6.0) with or without naringenin (0.1 to 0.3 mM). Inhibitors of the 

phenylpropanoid and tricin pathways were appliedalone or jointly with naringenin 0.2 mM.The 

used inhibitors were piperonylic acid (PIP 0.1 mM; inhibitor of cinnamate 4-hydroxylase – 

C4H),3,4-(methylenedioxy)cinnamic acid (MDCA, 2.0 mM; inhibitor of 4-CL), protocatechuic 

acid (PROTO 0.5 mM; inhibitor of p-hydroxycinnamoyl-CoA:shiquimate/quinate p-
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hydroxycinnamoyl-CoA transferase – HCT) and 2,4-pyridinedicarboxilic acid  (PDCA 0.05 mM; 

inhibitor of FNSII).The containers were kept in a growth chamber for 24 h at 25°C, with a 

light/dark photoperiod of 12/12 h and a photon flux density of 280 μmol m−2 s−1.Roots were 

measured before incubation and at the end of experiments, and the variation in length was obtained 

by the difference among them. Fresh root weight was determined immediately after incubation, 

and the dry weight was estimated after oven-drying at 60oC until it reached a constant weight. The 

lignin content, activities of 4-CL and digestibility were determined spectrophotometrically, 

whereas the naringenin depletion rate, lignin monomeric composition and the contents of ferulic 

and p-coumaric acidswere assayed by high performance liquid chromatography (HPLC). The 

Dunnett and Scott-Knott tests were applied to evaluate the differences between parameters and 

pvalues ≤ 0.05 were considered statistically significant. 

 

RESULTS AND DISCUSSION – The results revealed that 1) naringenin is rapidly depleted of 

the nutrient solution; an indicative that it is absorbed by maize roots for24 hours. 2) Naringenin 

reduced the length and fresh and dry weights of roots, compared to the respective controls. These 

results agree with findings reported in Arabidopsis, rice, spinach, lettuce, radish, tomato, carrot, 

and soybean. 3) Naringenin increased the lignin content in roots, in comparison to the control. The 

fact that naringenin stimulates the lignin production due to the reduction of root growth was also 

observed in soybean. In this regard, the reduction of root growth has been associated with the 

premature lignification of cell walls, which occurs when cell expansion decreases, either when the 

cell is under stress or when differentiation occurs in the xylem. Because of the reduction of lignin, 

the monomeric composition was also affected by naringenin, i.e., reduction of the G monomer 

contents without altering the H and S monomers and the sum H + G + S. Therefore, an increase in 

the S/G ratio was noted suggesting a larger number of simpler β-O-4 substructures, which makes 

the roots more flexible and degradable. 4) Naringenin did not alter the activity of 4-CL when 

applied alone or jointly with PIP but increased it when applied jointly with the inhibitor MDCA. 

This increase in enzymatic activity agrees with the production of lignin caused by naringenin, 

which potentiates the effect of MDCA. 5) Naringenin increased the production of tricin in the 

roots; an indicative that the flavonoid acts in the formation tricin biosynthesisbecause it is a 

metabolite of the flavonoid biosynthetic pathway. 6) Alone, PIP, MDCA, PROTO and PDCA 

inhibited the production of tricin in roots. When applied jointly with these enzymatic inhibitors, 

naringenin restored the tricin formation. 7) PIP, MDCA and PROTO reduced the root growth, 

while PDCA had no effect. 8) Alone, all enzyme inhibitors reduced the lignin production. 

Naringenin restored the lignin production when associated with PIP, MDCA or PDCA, but not 

jointly with PROTO. 9) With respect to the lignin monomeric composition, the striking data show 

that MDCA and MDCA+NAR (naringenin) drastically reduced all monomers and, as a 

consequence, the H+G+S and H:G:S ratio, although have not affected the S/G ratio; an indicative 

that, at least for maize roots, delignification would not be compromised by this enzyme inhibitor. 

On the other hand, PDCA did not affect the contents of G and S, the H+G+S, H: G:S, and S/G 

ratio. However, the mixture PDCA+NAR increased the contents of the monomers and 
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H+G+S,changing the H: G:S ratio, and reinforcing the role of naringenin as a crucial precursor of 

the tricin biosynthesis.10) The levels of ferulic acid increased (NAR, PROTO, PROTO+NAR, 

PDCA and PDCA+NAR), were not altered (PIP and PIP+NAR) and were drastically reduced 

(MDCA; MDCA+ NAR). The levels of p-coumaric acid increased (PROTO; PROTO+NAR; 

PDCA), were not altered (PDCA+NAR) and were reduced (NAR; PIP; PIP+NAR; MDCA; 

MDCA+NAR). Finally, 11) alkaline root pretreatment revealed that, after 6 hours, the digestibility 

increased 12% (MDCA), 37% (PDCA) and 12% (PDCA+NAR), and was reduced by 26% 

(PROTO+NAR). Similar results were obtained after 24 hours of enzymatic digestion, i.e.,increases 

of 10% (MDCA), 36% (PDCA) and 11% (PDCA+NAR), and a reduction of 10% (PROTO+NAR). 

As noted, both MDCA and PDCA inhibitorsincreased the root digestibility, especially PDCA. 

Increased digestibility of the maize biomass by MDCA has been observed in our laboratory 

(unpublished data), but the mechanism of action is unknown. It is possible that FNSII enzyme 

plays a crucial role in the deposition of tricin-bound lignin in the monocots cell wall since tricin 

deficiency is partially compensated by the incorporation of naringenin into the structure lignin, 

followed by increased digestibility. 

 

CONCLUSIONS – Overall, the set of results obtained in this work opens new clues about the 

role of naringenin in the two metabolic pathways. Acting as an inhibitor of the phenylpropanoid 

pathway, naringenin affects the maize root growth followed by increased lignin and altered 

monomeric composition; a characteristic related to the premature lignification of the cell walls, 

and typical of the action, in general, of allelochemicals. Acting as substrate of the enzyme FNSII, 

naringenin activates the formation of tricin; an initiator of the lignification process in monocots. 

In this regard, the role of PDCA (as an inhibitor of FNSII in the tricin pathway) in the process of 

bioethanol production from maize and other monocots can be an interesting road to be covered. 
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Flavonoides: Visão global e o papel do tricin nas plantas  

 

 

 

G.G.M. Mendes 

Laboratório de Bioquímica de Plantas, Universidade Estadual de Maringá, Paraná, Brasil 

 

 

Resumo 

 

Derivados do metabolismo secundário, os flavonoides são amplamente distribuídos no reino 

vegetal, onde desempenham importantes funções biológicas. Os flavonoides possuem diversas 

atividades farmacológicas como anticâncer, antidiabético, antiaterosclerótico, antioxidante, anti-

inflamatório, entre outras. A maioria dos flavonóides possui uma estrutura típica com três anéis de 

carbono cíclicos, designados por A, B e C. As substituições no anel C distinguem diferentes 

flavonoides e subgrupos. Dentre os inúmeros flavonoides, tricin tem sido apontado como um novo 

monômero da complexa estrutura da lignina na parede celular de monocotiledôneas. Nesta revisão, 

objetivou-se descrever a biossíntese dos flavonoides, seus principais grupos de flavonoides e 

algumas das suas funções biológicas. Destaque tem sido dado ao tricin, no tocante a sua 

biossíntese, funções biológicas e, em especial, seu suposto papel como iniciador do processo de 

formação do complexo polímero de lignina.  

 

Palavras-chave: flavonoide, fenilpropanoides, lignificação, tricin 

 

 

Flavonoides: Estrutura, classificação e distribuição 

 

Os flavonoides são os mais comuns e amplamente distribuídos compostos fenólicosque ocorrem 

em todas as partes das plantas, especialmente nas células vegetais responsáveis pelos processos 

fotossintéticos. Eles estão presentes como derivados de 2 fenil-benzo-γ-pirona, sendo que os 

átomos de carbono dos flavonoides são formados por dois anéis de benzeno (A e B) os quais estão 

conectados por um oxigênio ligado ao anel de pireno (C) (Brodowska, 2017). A estrutura química 

comum presente em todos os flavonoides é o esqueleto de carbono que constitui o sistema flavan 

(C6-C3-C6) (Fig. 1) (Symonowicz e Kolanek, 2012). Os anéis A e B podem se condensar e formar 

um composto denominado chalcona. Este pode sofrer uma ciclização por uma isomerase formando 

uma flavonona – o componente inicial para a formação de outros grupos de flavonoides 

(Brodowska, 2017). Os flavonoides possuem baixo peso molecular e sua variedade pode ser 

resultado das combinações de grupos metil e hidroxil como substituintes na sua estrutura química 

básica (Volp et al., 2008, Mbaveng e Hamm, 2014). 

Flavonoides estão presentes na forma livre (agliconas) ou ligada (glicosídeos e derivados 

metilados) (Havsteen, 2002; Simões et al., 2004; Veitch e Grayer, 2008; Kumar e Pandey, 2013). 

Devido as diferenças estruturais, os flavonoides podem ser classificados em seis subgrupos 
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(Kozłowska e Szostak-Węgierek, 2014): 1) flavanols, 2) antocianidinas, 3) flavanonas, 4) 

flavanóis, 5) isoflavonas e 6) flavonas. As várias classes de flavonoides diferem em seu nível de 

oxidação e substituição do anel C, enquanto que o componente individual dentro de uma classe 

difere em uma via de substituição dos anéis A e B (Kumar e Pandey, 2013).Em geral, flavonoides 

são encontrados em vegetais, frutas, raízes, caules, flores, chás, sementes e vinhos (Nijveldt, 

2001).Todas as células vegetais são capazes de produzir flavonoides, e sua biossíntese baseia-se 

nas vias do ácido chiquímico e do ácido malônico(Taiz e Zeiger, 2013). 

A figura 2 mostra alguns exemplos de flavonoides de acordo com sua classificação. Apesar 

disso, Kozłowska e Szostak-Węgierek (2014) e Brodowska (2017) relataram a existência de outros 

flavonoides como os biflavonoides (por exemplo, ginknetin), prenilflavonoides, flavonolignans 

(por exemplo, silibin), éster glicosídeo de flavonoides, chalconas e proantocianinas.  

 

1. Flavanols 

 

Flavonols ou flavan-3-ols compreendem um grupo complexo de polifenóis. São caracterizados por 

apresentarem um esqueleto de carbono com um grupo hidroxil na posição 3 do anel C (Pascual-

Teresa, 2010). Estão presentes geralmente em frutas, derivados e em chás. Estudos mostraram que 

pessoas que ingeriram alimentos ricos em flavonols tiveram um aumento na concentração de óxido 

nítrico na corrente sanguínea, trazendo benefícios para a saúde (Pascual-Teresa, 2010; Brodowska, 

2017). 

O principal representante dos flavonols é a catequina, os blocos estruturais de taninos. 

Catequinas geralmente ocorrem como agliconas ou são esterificadas com ácido gálico (Erlund, 

2004). Existem vários tipos de catequinas que podem ser distinguidas como catequina 3-galato, 

galotocatequina 3-galato, epicatequina, epigalocatequina, epicatequina 3-galato e epigalocatequin 

3-galato (Brodowska, 2017).  

As principais atividades biológicas dos flavonols em especial das catequinas, estão 

relacionadas com processos que ocorrem no corpo humano. Para citar alguns: atividade anti-

carcinogênica, efeito anti-aterosclerótico, efeitos na perda de peso corporal e promotor da 

termogênese (Johnson et al., 2012). 

 

2. Antocianidinas 

 

Antocianidinas correspondem a um grupo de fitoquímicos, que constituem os pigmentos naturais 

responsáveis pelas colorações azul, vermelho, púrpura e alaranjada das pétalas de flores, frutas e 

vegetais, e certas variedades especiais de grãos (Tsao, 2010). Mais de 500 tipos de antocianidinas 

já foram descritas. Estes compostos tem atraído grande interesse no campo tecnológico devido a 

seu impacto nas características sensoriais dos produtos alimentícios e na saúde humana devido a 

suas atividades biológicas (Pascual-Teresa et al., 2000, Pascual-Teresa et al., 2010). 

Antocianidinas são encontradas nos vacúolos na forma ligada a açúcares, os quais fornecem 

maior estabilidade e solubilidade para o composto  (Oancea e Oprean, 2010, Pascual-Teresa et al., 

2010) e também na forma aglicona; seus compostos derivados dependem do número e posição de 

grupos hidroxil e metoxil presentes em diferentes posições na estrutura básica (Fig. 3). As 
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principais antocianidinas encontradas em frutas e vegetais são cianidina, pelargonidina, 

delfinidina, malvidina, petunidina e peonidina (Brodowska, 2017). As antocianidinas possuem 

papel primordial em doenças cardiovasculares, decomposição do colesterol, eficácia antioxidante 

e citotoxicidade (Banchi et al., 2004). 

 

3. Flavanonas 

 

As flavanonas estão amplamente disseminadas em 42 famílias de plantas, incluindo as Asteraceae, 

Fabaceae e Rutaceae. Dependendo do tipo de planta, as flavanonas podem ser encontradas em 

todas as suas partes, desde as vegetativas até os órgãos reprodutivos (Brodowska, 2017). De acordo 

com Khan et al.(2014) estima-se que aproximadamente 350 flavanonas estejam na forma aglicona 

e 100 na forma de glicosídeos.  

Entre as flavanonas que apresentam maior interesse devido a sua alta prevalência em 

alimentos destacam-se naringenina e hesperetina (Khan et al., 2014). Naringenina (5,7,4’-

trihidroxiflavanona) é encontrada em altas concentrações em frutas cítricas como limão e laranja, 

e em baixas concentrações em tomates e seus produtos (Erlund, 2004). Naringenina pode ser 

encontrada tanto na forma de agliconas como de glicosídeos (Khan, 2014). Assim como a 

naringenina, hesperetina (4’-metoxi-5,7,3’-trihidroxiflavanona) e seus glicosídeos também estão 

presentes em frutas cítricas. A aglicona é a forma menos dominante na natureza, prevalecendo as 

formas glicosídicas (Manganaris, 2012, Khan, 2014). 

As flavanonas apresentam alta atividade antioxidante, a qual depende do número e 

localização espacial dos grupos OH fenólicos. A flavanonanaringenina atua na inibição de 

citocinas pró-inflamatórias no intestino humano; protegem o DNA humano de danos causados 

pela radiação UV contra o desenvolvimento de tumores e apresentam potencial anti-

ateroesclerótico (Bodetet al., 2008; Brodowska, 2014).É de grande relevância destacar que 

naringenina possui um importante papel na síntese do flavonoide tricin, o qual foi recentemente 

descoberto como parte dos monômeros da lignina em monocotiledôneas(Lam et al., 2015). Este 

tema será especialmente descrito adiante.  

 

4. Flavonóis 

 

Flavonóis (3-hidroxiflavonas) são um dos mais analisados grupos devido as suas propriedades 

antioxidantes e biológicas. Estes polifenólicos estão presentes em muitos vegetais e frutas 

(Brodowska, 2017). Os principais flavonóis encontrados são quercetina, kaempferol e mircetina. 

Quercetina é o principal representante dos flavonols, apresentando inúmeras funções como 

antioxidante, anti-inflamatório, anti-histamínico, e protetor contra doenças cardiovasculares 

(Erlund, 2004). O kaempferol é encontrado em frutas, vegetais e especialmente brócolis. Outras 

funções para a saúde humana são diminuição do risco de doenças crônicas, apoptose de células 

cancerígenas, e efeito protetivo contra processos inflamatórios (Li e Ding, 2012; Brodowska, 

2017). Mircetina é considerado um flavonol natural, presente em vegetais, chá de frutas e vinho 

tinto. Suas principais funções estão relacionadas à capacidade antioxidante e anti-inflamatória (Li 

e Ding, 2012). 
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5. Isoflavonas 

 

As isoflavonas compreendem um grupo de flavonoides consistindo de fenóis heterocíclicos 

(Villares et al., 2011; Yu et al., 2016). São amplamente produzidas pelas famílias de plantas 

conhecidas como Faboideae e Fabaceae,  em especial soja (Villares et al., 2011), cujo conteúdo 

varia de 26 a 381 mg/100g de biomassa (Yu et al., 2016). Daidzeina e genisteína são as mais 

comuns isoflavonas, e existem em estruturas químicas como agliconas, 7-O-glicosídeos, 6’-O-

acetilglucosídeos e 6’-O-malonilglicosídeos (Yeung e Yu, 2003). As plantas sintetizam as 

isoflavonas como substâncias protetoras quando bactérias ou outros agentes infecciosos atacam os 

seus órgãos. Elas também participam em muitos mecanismos de regulação nas células vegetais 

(Vacek et al., 2008). As formas agliconas são relativamente escassas nos tecidos de plantas e estão 

presentes em baixas concentrações. Seus conjugados glicosídicos prevalecem nos tecidos vegetais. 

A presença de isoflavonas nas plantas é influenciada pelo cultivo e condições climáticas (Vacek 

et al., 2008). 

Devido as suas estruturas químicas no qual o anel B está ligado na posição C3 do anel C ao 

invés da posição C2, as isoflavonas apresentam similaridade estrutural com o estrogênio, 

particularmente com o estradiol (Brodowska, 2017). Estes compostos tem atraído atenção devido 

as suas diversas funções biológicas como propriedades antioxidantes, propriedades anti-

inflamatórias, antialérgica, redução do risco de doenças cardiovasculares, redução do crescimento 

de células cancerígenas, prevenção da osteoporose e sintomas da menopausa. Os efeitos das 

isoflavonas são fortemente influenciados pela estrutura química. Por exemplo, a substituição de 

um hidroxil dos anéis B e C, mas não do anel A, é essencial para a atividade antioxidante (Villares 

et al., 2011). 

 

6. Flavonas 

 

As flavonas diferem dos outros flavonoides por possuirem dupla ligação entre o C2 e C3. Estes 

compostos apresentam três grupos funcionais, incluindo o grupo hidroxil, carbonil e dupla ligação 

conjugada. As flavonas podem reagir em vários caminhos incluindo reações de redução, 

degradação na presença de base, oxidação, substituição, adição e condensação (Singh et al., 2014, 

Brodowska, 2017). As principais flavonas encontradas são apigenina e luteolina. Luteolina 

geralmente ocorre em vegetais e frutas como brócolis e maçãs enquanto a apigenina é encontrada 

em cebolas, chás e na camomila.  

As flavonas estão na forma de glicosídeos, apresentando diversas funções. Elas são os 

pigmentos primários na coloração branca e creme nas flores, além disso, agem como copigmentos 

com as antocianidinas em flores azuis. Também atuam na proteção das plantas contra a radiação 

UVB, absorvendo luz na faixa de comprimento de onda de 280 a 315 nm. Agem como pesticidas 

naturais, providenciando proteção contra insetos e doenças fúngicas e atuam como moléculas 

sinalizadoras promovendo a colonização de raízes por bactérias fixadoras de nitrogênio e 

micorrizas (Hostetler et al., 2017). 

Devido a diversidade de estruturas químicas, as flavonas também apresentam inúmeras 

atividades biológicas em humanos, como antioxidante, anticancerígena, antiinflamatória, 
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neuroprotetiva, antidiabetes, antiúlcera, antifúngica, antimicrobiana e anti-HIV (Singh et al., 

2014). 

 

Biossíntese dos flavonoides em plantas  

 

Os flavonoides são sintetizados a partir da via dos fenilpropanoides pela atividade de um complexo 

multienzimáticocitosólico que está associado com a face citoplasmática do retículo 

endoplasmático. No entanto, existem outras enzimas envolvidas nessa via biossintética que estão 

associadas com as membranas de diferentes organelas como plastídeos, vacúolos e núcleo 

(Petrussaet al., 2013). 

Na via dos fenilpropanoides o aminoácido fenilalanina é transformado em ácido cinâmico 

pela enzima fenilalanina amônia liase(PAL). O ácido cinâmico é convertido em ácido p-

cumáricona reação catalisada pela cinamato 4-hidroxilase (C4H) (Karamet al., 2013). Esta via é 

seguida pela adição da CoA, proveniente da via do malonato, ao p-cumárico, sendo catalisada pelo 

p-cumarato-CoAliase originando p-cumaroil-CoA. Este finalmente entra na via de biossíntese de 

flavonoides. A primeira enzima específica para a via dos flavonoides é a chalcona sintase que 

reage com três moléculas de malonil-CoA formando chalcona, do qual todos os flavonoides serão 

derivados. Por seguinte ocorre a ciclizaçãodo anel A dando origem à naringenina pela ação da 

chalconaisomerase (CHI). Com a formação da naringenina ocorrem subsequentes reduções, 

hidroxilações e metilações conduzindo à formação das diferentes classes de flavonoides (Fig. 

2)(Marques, 2008; Kaamet al., 2013). Assim, na biossíntese dos flavonoides o anel A é formado 

pela via do malonato, enquanto o anel B é resultado da via do chiquimato. Os três átomos de 

carbono provenientes do fosfoenolpiruvatoligam o anel A ao anel B (Samuelsson, 1999). 

Um gradiente de prótons entre o citosol, vacúolo e a parede celular por H+ATP-ases é 

responsável pela força que direciona o transporte de alguns flavonoides dentro do vacúolo 

(Petrussaet al., 2013). Os flavonoides também podem ser transportados para longas distâncias nas 

plantas. Estudos com mutantes da via dos flavonoides, em Arabidopsisthaliana, indicaram que os 

produtos desta via acumularam dentro das células e não estavam presentes nas regiões entre as 

células. Isto indica que o movimento a longa distância destes compostos é simplástica.   

Embora a via central de biossíntese de flavonoides seja conservada em plantas, em alguns 

grupos de enzimas, como isomerases e redutases, modificam o esqueleto básico dos flavonoides 

gerando diferentes subclasses (Martenset al., 2010). A interligação de ambas as vias capacita as 

plantas a sintetizarem produtos naturais específicos e evitarem a interferência metabólica 

(Ferreyraet al., 2012).Funções biológicas dos flavonoides  

 

Diversas são as funções dos flavonoides. Eles podem atuar como catalisadores de luz para o 

processo de fotossíntese ou como reguladores de canais envolvidos na fosforilação (Piettaet al., 

1999). Também estão envolvidos na transferência de energia e fotossensibilização. Além disso, 

podem atuar com os hormônios vegetais de crescimento no controle da respiração, fotossíntese, 

morfogênese e determinação do sexo (Middletonet al., 1993; Harborneet al., 1999). Outras 

funções devem ser destacadas: proteção contra radiação ultravioleta (UV) e fitopatógenos, 

sinalização durante a nodulação, fertilidade, transporte de auxina, proteção das células foliares 
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contra danos causados pela fotooxidação e aumento na recuperação de nutrientes durante períodos 

de senescência. Outro fator primordial desenvolvido pelos flavonoides é sua participação em 

respostas ao estresse, por exemplo a eliminação de radicais livres como espécies reativas de 

oxigênio (ROS) e quelação de metais que geram ROS. Experimentos realizados com raízes de 

milho expostas ao alumínio comprovaram que estas plantas são resistentes à sua toxicicidade, 

indicando a função quelante dos flavonoides(Ferreyraet al., 2012). 

Os flavonoides são caracterizados por suas cores devido aos pigmentos das antocianidinas 

responsáveis pelos diversos tons de vermelho, laranja e azul. Em flores e alimentos eles são 

caracterizados pelos pigmentos amarelos devido as chalconas, flavonas e flavonóis (Timberlake e 

Henry, 1986; Brouillard e Cheminat, 1988). Como quase todos os flavonoides são encontrados na 

natureza como pigmentos, suas cores estão associadas a diversas funções biológicas desenvolvidas 

por estes (Middleton, 1994). Os flavonoides desempenham papéis na comunicação com o meio 

ambiente, sendo reconhecidos por polinizadores (Bradshaw e Schemske, 2003). As plantas liberam 

substâncias químicas para deter e atrair insetos, além disso, existem evidências de que os 

flavonoides estão entre os compostos que regulam o processo de ovoposição e alimentação de 

insetos.  Mierziaket al. (2014) mostraram que a naringenina junto com outros compostos ativos 

estimulam a ovoposição de uma espécie de borboleta em folhas jovens de plantas cítricas.  

Alguns flavonoides, especialmente proantocianidinas, proporcionam defesa contra a 

herbivoria nas interações plantas/animais. A presença desses compostos pode alterar a 

palatabilidade das plantas e reduzir seu valor nutritivo. Consequentemente, ocorre redução da 

digestibilidade dessas plantas pelos predadores tendo alta relevância para os mecanismos de defesa 

(Mierziak et al., 2014). 

Os flavonoides podemser sintetizados e liberados em resposta a fatores abioticos ou bióticos 

na rizosfera; por exemplo a presença de fósforo pode induzir a síntese de flavonoides. Além disso, 

estes compostos podem ser produzidos em decorrência da indução por patógenos e simbiontes. A 

figura 4 resume as principais funções dos flavonoides na rizosfera (Hassan e Mathesius, 2012). 

Um exemplo de interação simbiótica é indicada  pela emissão de flavonas e flavonóis a partir 

de raízes de leguminosas, atraindo rizóbios por quimiotaxia e induzindo neles os genes necessários 

para a nodulação (Harborne, 2000). Baixas concentrações de nitrogênio no solo induzem o 

acúmulo de flavonoides nas plantas, o qual atrai organismos simbióticos como bactérias resultando 

no transporte de formas reduzidas de nitrogênio para as células das plantas. Mierziak et al. (2014) 

relataram que a naringenina pode estimular a colonização de uma espécie de bactéria conhecida 

como Azorhizobiumcaulinodansem raízes de trigo. Os mesmos autores mostraram que os 

flavonoides podem influenciar ambos positivamente ou negativamente o nível de expressão de 

genes da nodulação, os quais controlam a formação de nódulos em raízes de plantas por bactérias 

fixadoras de nitrogênio. Os flavonoides também podem atuar como repelentes contra nematódeos 

parasitas que vivem no solo e se alimentam de plantas. Estes compostos como daidzeína e 

kaempferol atuam restringindo o processo de incubação desses organismos nas plantas (Mierziaket 

al., 2014). 

As interações aleloquímicas entre as plantas podem ter efeitos positivos ou negativos, 

dependendo das concentrações de flavonoides liberadas pelas plantas. Estes compostos, quando 

excretados pelas raízes no solo ou pelas folhas e pólen, podem inibir a germinação e crescimento 
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de outras plantas que cercam a planta emissora. Não há muitos trabalhos relatando o mecanismo 

preciso de como os flavonoides participam no processo aleloquímico. Até o momento, os 

principais mecanismos estão relacionados a inibição do crescimento celular, distúrbios na 

produção e ação do hormônio vegetal auxina, e a produção de ROS, o qual ativa uma cascata de 

cálcio causando a morte do sistema radicular. Estes efeitos tem despertado grande interesse para a 

agricultura, visto que estas interações podem ser usadas no combate de plantas daninhas que 

prejudicam as culturas agrícolas (Mierziak et al., 2014). 

 

Relação entre flavonoides e lignina em plantas  

 

Lignina é um polímero fenilpropanóico complexo presente na parede celular vegetal, o qual  é 

depositada predominantemente nas paredes celulares secundárias de células espessas (Vanholme 

et al., 2010). Depois da celulose, a lignina é a substância orgânica mais abundante encontrada nas 

plantas, sendo uma macromolécula reticulada constituída por monômeros que fornece a rigidez 

para as paredes celulares especializadas. Sua estrutura rígida permite que as plantas transportem 

água e minerais da raiz até as folhas, mesmo nas mais altas árvores(Taiz e Zeiger, 2013;Buchanan, 

2015).  

Lignina é amplamente distribuída em angiospermas e gimnospermas. Em gimnospermas, 

lignina é composta dos monômeros guaiacil (G) e siringil (S); já as angiospermas mostram os três 

tipos de monolignóis, G, S e p-hidroxifenil (H) (Malavasi et al., 2016). Estas três unidades são 

derivadas, respectivamente, dos três monolignóis, os álcoóis, coniferílico e sinapílico ep-

cumarílico(Ralph, 2010). 

Lignina representa cerca de 25% da biomassa total em plantas terrestres. Suas principais 

funções estão relacionadas a formação da casca em sementes, o qual modula sua dispersão em 

muitas espécies de plantas e estão envolvidas na fixação de CO2atmosférico para formar o 

espessamento das plantas terrestres maduras via ciclo do carbono. A incorporação da lignina 

dentro da parede celular resulta em uma estrutura rígida, proporcionando durabilidade aos tecidos 

das plantas. Os principais tipos de tecidos onde a lignina é encontrada são os traqueídeos e 

elementos de vaso do xilema. Quanto maior a lignificação da parede celular, maior sua 

recalcitrância e, deste modo, estudos na área da engenharia genética tem buscado desenvolver uma 

parede celular mais maleável para a penetração de enzimas digestoras com a finalidade de produzir 

bioetanol (Vanholme et al., 2010, Malavasi et al., 2016). 

A síntese da lignina representa uma das maiores demandas de energia em vias biossintéticas 

de plantas, requerendo grandes quantidades de esqueletos de carbono (Malavasi et al., 2016). Esse 

processo ocorre fora da célula vegetal, e há indicações de que os monolignóis destinados para a 

síntese são exportados como glicosídeos. Estes são hidrolisados fora da célula por ação de 

glicosidases. Embora a síntese dos monolignóis ocorra dentro da célula vegetal, a deposição de 

lignina está restrita a parede celular. O transporte de monolignóis assim como a síntese de lignina 

ainda não estão totalmente elucidados. Barros et al. (2015) sugeriram três tipos de mecanismos de 

transporte: difusão passiva, exocitose associada a vesículas e transporte ativo dependente de ATP 

usando transportadores ABC ou antiportadores de prótons.  
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A quantidade e proporção das unidades de H, G e de S, assim como a  razão dessas unidades 

variam nas diferentes espécies de plantas, tipos de parede celular, e até mesmo o ambiente em que 

as plantas crescem (Boerjan et al., 2003). 

A biossíntese da lignina é alvo de muitas pesquisas, muitas destas com foco na redução da 

recalcitrância da parede celular. Lan et al. (2015) indicaram em seus trabalhos que as plantas são 

extremamente flexíveis em usar uma variedade de monômeros durante o processo de lignificação 

para formar o polímero de lignina. Fato mais recente indica que o flavonoide tricin pode ser 

incorporado como um monômero de lignina em monocotiledôneas. Este flavonoide é o primeiro 

monômero de fora da via de biossíntese de monolignóis e direcionado para a lignificação. A 

incorporação deste composto dentro da lignina foi evidenciada por reações de acoplamento 

biomimético do tricin com os monolignóis, e os resultados indicaram que ele pode agir como um 

sítio inicial para a lignificação (Linet al., 2016). 

Tricin (5,7,4'-trihidroxi-3',5'-dimetoxiflavona) é uma flavona originada da combinação do 

chiquimato, da via dos fenilpropanoides, e do acetato/malonato, derivado da via biossintética do 

“poliacetido” (Lan et al., 2016). Este composto é constituído estruturalmentede dois anéis fenil e 

um heterocíclico, os quais correspondem a um sistema benzoil (anel-A) um sistema cinamoil (anel-

B), e um sistema heterocíclico (anel-C) (Fig. 5) (Li et al., 2016). Além da sua função como um 

componente da lignina na parede celular vegetal, tricin apresenta um potencial na saúde humana 

devido as suas propriedades antioxidantes, anticâncer e cardioprotetora (Lan et al., 2016) 

 

Biossíntese do tricin 

 

Como outros flavonoides, tricin é originado no metabolismo secundário das plantas. Sua 

biossíntese compreende dois estágios. No estágio 1, a flavanona é formada por compostos das vias 

de policetida e fenilpropanoides, seguida pela mediação com as enzimas chalcona sintase e 

chalconaisomerase. No estágio 2, tricin é gerado na última etapa da via de síntese da flavona, 

seguido por metilação (Li et al., 2016). 

A biossíntese da flavona em monocotiledôneas era obscura até anos recentes. No entanto, 

foi descoberto que chalcona sintase é uma enzima universal responsável pela catálise e produção 

dos flavonoides. Além disso, as chalconas sintetizadas são isomerizadas para flavanonas que são 

as precursoras comuns para todas as demais classes de flavonoides (Lamet al., 2015).  

Ralph (2010) descreveu em seu trabalho o processo biossintético de tricin indicando que 

após a formação do p-cumaroil-CoA pela ação da 4-cumarato ligase (4CL), na via de 

fenilpropanoides, ocorre uma ramificação da rota biossintética dos monolignóis através da 

condensação com o malonil-CoA proveniente da via do malonato. Desta via, formam-se a 

naringeninachalcona, pela ação da chalcona sintase (CHS), e a naringenina, pela ação da 

chalconaisomerase (CHI). Naringenina é oxidada em apigenina pela enzima flavona sintase (FNS) 

e, subsequentemente, é hidroxilada no anel B formando tricetina, pela ação da flavona 3’5’ 

hidroxilase (F3’5’H). Por fim, ocorre a formação e metilação do tricin por uma O-metiltransferase 

(OMT) (Fig. 6) (Zhou e Ibrahim, 2010). 

Ao contrário de outros flavonoides, onde se constatam diversas informações sobre a 

regulação dos processos biossintéticos (Winkel-Shirley, 2001; Schijlenet al., 2004; Winkel, 2006) 
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existe uma carência de informações sobre a regulação da biossíntese de tricin e, também, do seu 

papel na engenharia metabólica de cultura de plantas. Há evidências de que a regulação negativa 

da enzima chalcona sintase (CHS) pode redirecionar o fluxo de carbono da biossíntese de 

flavonoides para a síntese de monolignóis, resultando em plantas com altos níveis de lignina 

(Lamet al., 2017). 

 

Tricin e lignificação  

 

Por meio de espectroscopia de ressonância magnética nuclear (RMN) em técnicas de duas 

dimensões (2D HSQC), foram analisados detalhes estruturais da lignina, determinando os 

componentes básicos deste polímero (por exemplo, H, G e S) também sendo usado para detectar 

outros componentes como carboidratos, os quais ocasionalmente são encontrados em amostras de 

isoladas de lignina (Balakshinet al., 2011; Wen et al., 2013). Estas modernas técnicas utilizadas 

também têm sido consideradas importantes para a detecção de estruturas não convencionais 

encontradas na lignina como álcool dihidroxiconiferílicoe catequil lignina (C-lignina) de sementes 

de algumas espécies de plantas (Boerjanet al., 2003). Além disso, o uso destas técnicas permitiu 

constatar a presença de tricin, revelando seu acoplamento com monolignóis, sugerindo seu 

provável envolvimento no processo de lignificação, ao menos em algumas monocotiledôneas 

(Lan, 2015). 

Existe uma teoria, desenvolvida inicialmente por Freudenberg (1956), que afirma que os 

monômeros de lignina são oxidados e depois ligados de forma combinatória, determinando que a 

lignificação é um processo químico onde qualquer fenol presente na  parede celular é capaz de 

entrar no processo combinatório de acoplamento de radicais livres; processo esse que ocorre 

primeiro entre monolignóis para produzir dehidrodímeros que iniciam a cadeia que se estende pela 

polimerização final com os monolignóis (Morreelet al., 2004;Ralph, 2004; Ralph et al., 2006; 

Gabaldónet al., 2006; Barsberget al., 2006; Méchinet al., 2007). As reações entre os radicais entre 

duas cadeias crescentes de oligômero ou polímero servem para conectá-las, sendo assim a cadeia 

polimérica aumenta (Ralph et al., 2008; Crestiniet al., 2011).Durante o processo de lignificação 

os monolignóis são oxidados por peroxidases ou lacases onde as especificidades amplas do 

substrato e a grande família de genes destas duas classes de oxidases torna-se difícil a identificação 

das isoformas que envolvem especificamente o processo e desenvolvimento da lignificação 

(Vanholmeet al., 2008).  

Em um recente trabalho (Liet al., 2017) observou-se que a incorporação de tricin na lignina 

foi mais comum em monocotiledôneas como milho, trigo e bambu do que em dicotiledôneas ou 

gimnospermas. Por meio de RMN vários estudos foram efetuados visando detectar tricin na 

estrutura polimérica de lignina (del Rio et al., 2012; Zenget al., 2013; Rencoretet al., 2015; 

Luterbacheret al., 2015; Li et al.,2016). As observações de que uma flavona é integralmente 

incorporada na lignina se constitui numa nova etapa de estudos sobre o processo de lignificação 

em plantas. Tal fato propõe que um monômero é exportado para a parede da célula onde sofre 

reações de acoplamento radicais com os monolignóis, ou pelo menos com o monolignol álcool 

coniferílico, e se tornando parte do polímero de lignina (del Rio et al., 2012). Neste contexto, 

Ralph (2015) propõe que ao reagir inicialmente com os monolignois, tricinatua como um 
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"iniciador" da cadeia polimérica de lignina. Portanto, a partir dessas descobertas ficou claro que 

tricin pode atuar como nucleadorno crescimento da cadeia de lignina, em monocotiledôneas, em 

um papel que foi anteriormente proposto para arabinoxilanos (Ralph et al., 1995). Fortalecendo 

esta premissa, a estrutura de tricin e a sua incapacidade de desidrodimerização implica que ela só 

pode iniciar uma cadeia de lignina e não pode ser incorporada em uma já existente (Lan et al., 

2015). Entretanto, a quantidade real de tricin encontrada nos polímeros de lignina ainda é pouco 

conhecida e um método preciso e confiável para quantificar os seus níveis será necessário para 

elucidar a fundo as funções desse composto na lignificação.  

 

Distribuição de tricin no reino vegetal 

 

A ocorrência natural de tricin em plantas foi anteriormente ignorada devido à dificuldade de 

caracterizá-la com relação a outros compostos também metilados (Wollenweberet al. 2008). Tricin 

é encontrado naturalmente em plantas de grãos de cereais como aveia, milho, arroz, trigo e cevada, 

sendo detectado principalmente em folhas e caules, e raramente em raízes (Harbourne, 1967; 

Zhang et al., 2008a; Wollenweber e Dorr, 2008). Recentemente tricin também foi observado em 

uma porção na lignina isolada de algumas monocotiledôneas perenes como palha de arroz, palha 

de trigo, plantas de milho, bambu e cana-de-açúcar (Youet al., 2013; Mao et al., 2013; Wu et al., 

2013; Heikkinenet al., 2014; Lan et al., 2015; Fornaléet al., 2015; Yooet al., 2015; Wen et al., 

2013; José et al., 2015; Rencoretet al., 2015). Tricin e tricetin, seu análogo não metilado, foram 

detectados em várias espécies de plantas como milheto japonês (Echinochloautilis) (Watanabe, 

1999), alfafa (Medicago sativa) (Stochmalet al., 2001), sementes, caule e folhas de bambu 

(Phyllostachysnigra)(Colombo et al., 2006); Sassaborealis(Poaceae) (Jiao et al., 2007), 

Lygodiumjaponicum (Zhang et al., 2008) entre outros.Também foi verificada a ocorrência de 

outras formas detricin em M. flacata (Polyakova, 1992); 4-O-glicosídeo (Hasegawa et al., 2008) 

e 4-O-apiosídeo (Syrchinaet al., 1992); 7-glicuronídeo (Harborne e Salão, 1964; Markham e Porter 

1973); 7-diglucuronideo (Timothy et al., 2008); e sulfato de 7-glucuronideo (Williams et al., 

1983).  

De um modo geral, tricin é tipicamente acumulado nas folhas e caules de herbáceas e 

encontrado como 1) tricin livre, 2) tricin-glicosídeo, 3) tricinlignano e 4) tricin-lignano-glicosídeo 

(Li et al.,2016). 

 

1. Tricin livre 

 

Tricin livre foi isolado pela primeira vez em folhas de trigo (Triticumdicoccum) infectado pela 

ferrugem, onde se concluiu que seu acúmulo foi devido ao estresse(Anderson e Perkin, 1931). 

Tricin também foi encontrado em gramas e palmas (Harborne e Hall, 1964; Goodwin, 1965; 

Harborne 1975; Harborne e Williams, 1976). Recentemente, os teores de tricin livre foram 

quantificados em trigo, milho, aveia e palha de arroz nas quantidades de 376, 91, 601 e64 mgkg-1, 

respectivamente (Lan et al., 2016). 

 

2. Tricin-glicosídeos 
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Tricin-glicosídeos ocorrem em plantas como duas formas: tricin-O-glicosídeo (Fig. 7) e tricin-C-

glicosídeo em que a unidade de carboidrato se encontra ligada ao grupo hidroxila e o carbono 

ligado no benzeno (Ferrereset al., 2007). Embora tricin-glicosídeo seja principalmente tricin 

acoplado a glicose outras unidades de carboidratos como xilose, arabinose e ramnose estão ligados 

(Popoviciet al., 1977; Theodor et al., 1981; Parveenet al., 2010). Outras formas de tricin-

glicosídeoscomo tricin-7-O-glicosídeo, C-glicosiltricin, 7-O-metilado tricin-glicosídeo e 4'-O-

metilado tricin-glicosídeo foram relatadas (Williams et al., 1974; Wang et al., 2004; Marin et al., 

2004; Sun et al., 2013). Alfafa e subespécies de plantas de arroz apresentaram teores relativamente 

elevados de tricin-glicosídeos (Stochmal e W. Oleszek, 2007; Awaadet al., 2008; Donget al., 

2014).  

 

3. Tricin-lignanos 

 

Tricin-lignanos (Fig. 8) pertencem aos flavonolignanos em que a estrutura principal da flavona A 

é acilada com outra unidade de fenilpropanoide, geralmente no anel B (Begumet al., 2010). Os 

flavolignanos geralmente estão presentes junto com tricin e tricin-glicosídeos em plantas de arroz, 

aveia, palmeira, alfafa e cana-de-açúcar. O conteúdo de tricin-lignanas obtidos através do 

rendimento por isolamento geralmente é inferior a 30 mgkg-1, sendo relativamente menor do que 

tricin e tricin-glicosídeos (Li et al., 2016).  

 

 

 

 

 

4. Tricin-lignano-glicosideos 

 

Tricin-lignano-glicosideos(Fig. 9) foi relatado em algumas plantas como planta de arroz, cana-de-

açúcar e alfafa. Nessa forma a unidade fenilpropanoide geralmente se liga a O-4'-OH de tricin, 

enquanto a unidade de carboidrato se liga a 7-OH, separadamente.  

 

Funções biológicas de tricin em plantas 

 

Tricin apresenta funções biológicas como, por exemplo, inibidor da germinação (Cooper et al., 

1977) e potencial atividade herbicida (Chunget al., 2005). Além disso, a acumulação de tricin em 

cereais está relacionado ao papel desempenhado no mecanismo de defesa da planta no que se diz 

a respeito às interações planta-inseto (Boerjanet al., 2012). Ao se acumular na superfície das folhas 

e flores das plantas, como aglicona lipofílica livre, isso permite sua passagem através das 

membranas celulares, atuando mais eficazmente contra herbívoros e patógenos (Wollenweber e 

Dorr, 2008). 

As flavonas, incluindo a tricin apresentaram uma maior atividade fungicida contra 34 

espécies de fungos diferentes e conhecidos por causar efeitos prejudiciais para as sementes 
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armazenadas (Weidenborner e Iha, 1997).Tricin inibe o crescimento de agentes patogênicos 

fúngicos e de ervas daninhas no arroz, sem afetar o crescimento do mesmo. A grande quantidade 

de tricinencontrada no solo ocorre provavelmente devido à sua liberação através da exsudação de 

raízes de arroz ou lixiviação; consequentemente sua acumulação no solo pode sugerir uma possível 

função aleloquímica, um biopesticida vegetal natural e de proteção do arroz contra patógenos e 

ervas daninhas (Kong et al., 2004). A biomassa lignocelulósicaé considerada um recurso renovável 

com potencial para a produção de biocombustíveis, porém a presença da lignina, fortemente ligada 

aos polissacarídeos celulose e hemicelulose, limita a digestibilidade enzimática durante os 

processos de hidrólise (Ragauskaset al., 2006; Himmelet al., 2007).A presença detricincomo 

componente da estrutura de lignina poderá ampliar ainda mais a diversidade no uso da lignina 

como matéria-prima para diversos produtos e, possivelmente, a melhora da sacarificação 

enzimática (Himmelet al., 2007; Vermerriset al., 2007). 
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Figura 1.Estrutura básica dos flavonoides (Brodowska, 2017) 

 

 

 

 

 

 

Figura 2.Estrutura dos principais flavonoides (Kumar e Pandey, 2013). 
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Figura 3. Estrutura dos derivados da antocianidina (Pascual-Teresa, 2010). 

 

 

 
Figura 4. Funções dos flavonoides na rizosfera. Indução da nodulação por quimiotaxia, 

estimulantes para o processo de micorrização, repelentes para nematódeos parasitas, potentes 

estimulantes para desenvolvimento radicular e aleloquímicos nas interações planta-planta (Hassan 

e Mathesius, 2012). 

 

 

 

Figura 5.Estrutura química do tricin (Li et al., 2016). 
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Figura 6.Visão esquemática da via de biossíntese para tricin e lignina. PAL: fenilalanina amônia 

liase.  C4H: cinamato4-hidroxilase. 4CL: p-cumaroil-CoAligase. STS: stilbeno sintase. CHS: 

chalcona sintase. CHI: chalconaisomerase. F3H: flavanona-3-hidroxilase. F3’H: flavonoide 3’ 

hidroxilase. F3’5’H: flavonoide 3’ 5’hidroxilase. CCR: cinamoil coa redutase. CAD: 

cinamilalcool desidrogenase. COMT: ácido cafeicoO-metiltransferase. CCoAOMT: cafeoil-

CoAO-metiltransferase. F5H:ferulato 5-hidroxilase. FOMT: flavona O-metiltransferase (Li et al., 

2016). 
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Figura 7. Estrutura química de tricin-O-glicosídeo (Li et al., 2016). 

 

 

 

Figura 8. Estrutura química de tricin-lignano (Li et al., 2016). 

 

 

 

 

Figura 9. Estrutura química de tricin-lignano-glicosídeo (Li et al., 2016). 
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Resumo 

 

Lignina é um complexo fenilpropanóico presente na parede celular das plantas, originado da via 

de fenilpropanoides, econstituido dos monômeros de p-hidrofenil (H), guaiacil (G) e siringil (S). 

Além destas unidades de lignina, o flavonoide tricin tem sido apontado como um novo monômero 

iniciador do processo de lignificação. Naringenina, também um flavonoide, tem sido relatado 

como um inibidor da via de fenilpropanoides e um intermediário da via de biossíntese do tricin. 

Neste trabalho, os efeitos de naringenina foram avaliados em raízes de milhoe, de um modo geral, 

os resultados revelaram que este flavonoide: 1) reduz o crescimento das raízes;aumenta o teor de 

lignina, altera a sua composição monomérica e induz a formação de tricin, e 2) aplicados 

isoladamente ou em associações com naringenina, os inibidores da via de fenilpropanoides (PIP, 

MDCA e PROTO) eo inibidor da via de tricin (PDCA) afetam o crescimento das raízes, a formação 

de lignina e a composição monomérica, enquanto MDCA e PDCA aumentam a digestibilidade 

após um pré-tratamento alcalino da biomassa.No conjunto os resultados fornecem pistas 

interessantes quanto ao papel de naringenina nas duas vias metabólicas, como inibidor da via de 

fenilpropanoides e ativador da biossíntese de tricin. Uma possível aplicação do PDCA no processo 

de produção de etanol a partir de milho e outras monocotiledôneas pode ser uma destaspistas.  

 

Palavras-chave: digestibilidade, lignificação, monolignóis, Zeamays 

 

 

1. Introdução 

 

Lignina é um complexo heteropolímero fenilpropanóico depositado predominantemente nas 

paredes celulares secundárias de células vegetais (Vanholme et al., 2010), sendo o composto 

orgânico mais abundante encontrado nas plantas, após a celulose (Taiz e Zeiger, 2013; 

Buchanan,2015). Consiste primariamente dos monômeros p-hidroxifenil (H), guaiacil (G) e 

siringil (S) que são formados pelo acoplamento oxidativo dos álcoóis p-cumarílico, coniferílico e 

sinapílico, respectivamente, os quais são produtos da via defenilpropanoides. Após a deposição 

completa na parede celular secundária, lignina fornece um revestimento para as microfibrilas de 

celulose-hemicelulose garantindo, assim, rigidez, resistência, e impermeabilidade para os tecidos 

lignificados (Moreira-Vilaret al., 2014).  

A via dos fenilpropanoides (Fig. 1), cujo produto final é a lignina, se inicia com a 

desaminação do aminoácido L-fenilalanina, derivado da via do ácido chiquímico. Esta reação é 

catalisada pela fenilalanina amônia liase (PAL) que converte L-fenilalaninaem ácido t-cinâmico. 
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O segundo passo da via utiliza o ácido t-cinâmico, o qual é hidroxilado no carbono 4 do anel 

aromático pela cinamato 4-hidroxilase (C4H), gerando ácido p-cumárico. Em monocotiledôneas, 

PAL também exibe atividade de tirosina amônia liase (TAL) que converte tirosina diretamente em 

ácido p-cumárico. Na reação subsequente, ocorre ativação do ácido p-cumáricoa tioester pela ação 

da hidroxicinamoil-CoAligase (4-CL) formando p-cumaroil-CoA, o qual segue dois caminhos. 

Primeiro, ele pode ser reduzido em seu correspondente aldeído (pela ação da cinamoil-CoA 

redutase; CCR), formando p-cumaraldeído, que por sua vez é reduzido em álcool p-cumarílico 

(pela ação da cinamil álcool desidrogenase; CAD), sendo polimerizado pela peroxidase (POD) ou 

lacase (LAC) gerando o monômero p-hidroxifenil(H). No outro caminho, o p-cumaroil-CoA 

étransesterificado pela chiquimato/quinato 4-hidroxicinamoil-CoA 4-hidroxicinamoil transferase 

(HCT). A reação de hidroxilação de p-cumaroil-CoAchiquimato/quinato, catalisada pela 4-

hidroxicinamato 3-hidroxilase (C3H), produz cafeoil-chiquimato, que é transesterificado 

novamente pela HCTgerando cafeoil-CoA. A reação de metoxilação catalisada pela cafeoil-

CoAO-metiltransferase (CCOMT) gera feruloil-CoA a partir de cafeoil-CoA. Em etapas 

subsequentes, CCR, ferulato 5-hidroxilase (F5H), cafeato 3-O-metiltransferase (COMT) e CAD 

convertem cafeoil-CoA e feruloil-CoA nos álcoóisp-cumarílico, coniferílico e sinapílico. 

Finalmente, esses monolignoissão oxidativamente polimerizados para formar os monômeros 

guaiacil (G) e siringil (S) da lignina (Boerjanet al., 2003; Salvador et al., 2013; Barros et al., 2015).  

É sabido que há uma estreita relação entre lignificação e recalcitrância, ou seja, quanto maior 

a lignificação da parede celular maior sua recalcitrância, e estudos na área de engenharia genética 

tem buscadodesenvolver uma parede celular mais maleável para a penetração de enzimas 

digestoras com a finalidade de produzir bioetanol (Vanholme et al., 2010, Malavasi et al., 

2016).Perturbações da via dos fenilpropanoides podem causar grandes alterações estruturais no 

polímero devido à incorporação de intermediários da via e outros compostos fenólicos (Wagner et 

al., 2011). Recentemente diversos estudos têm sido realizados visando a manipulação das vias de 

biossíntese da lignina. Há enorme interesse neste assunto devido à possibilidade de se obter plantas 

mais adequadas aos processos de deslignificação, usadas na indústria de celulose e papel, bem 

como na indústria de conversão da biomassa lignificada em etanol (Carvalho et al., 2009). 

Tricin (5,7,4'-trihidroxi-3',5'-dimetoxiflavona) é originado da combinação de metabólitos da 

via dos fenilpropanoides e do acetato/malonato (Lan et al., 2016). É estruturalmenteconstituídode 

dois anéis fenil e um anel heterocíclico dos quais correspondem a um sistema benzoil (anel-A) um 

sistema cinamoil (anel-B), e um sistema heterocíclico (anel-C) (Fig. 1) (Li et al., 2016). Ao 

contrário de outros flavonoides com importantes atuações na regulação de processos biossintéticos 

(Winkel-Shirley, 2001; Schijlen et al., 2004;Winkel, 2006). Há uma carência de informações sobre 

a regulação da biossíntese detricin, e também do seu papel nas plantas. Por exemplo, há recente 



 

38 

 

 

evidência de que a regulação negativa da enzima chalcona sintase (CHS) pode redirecionar o fluxo 

de carbono da biossíntese de flavonoides para a síntese de monolignóis, resultando em plantas com 

altos níveis de lignina (Lamet al., 2017). 

Dentreos diversos flavonoides existentes destaca-se naringenina(5,7,4’ -trihidroxiflavanona) 

(Fig. 1), classificada como flavanona, e utilizada neste trabalho. Naringenina é encontrada em altas 

concentrações em frutas cítricas como limão (Citrus limonum) e laranja (Citrus maxima), e em 

baixas concentrações no tomate (Lycopersicumesculentum) (Erlund, 2004). Naringenina pode ser 

encontrada tanto na forma aglicona como glicosilada (Khan, 2014). Plantas do tipo selvagem de 

Arabidopsis tratadas comnaringeninaapresentam redução no crescimento dasraízes e 

gravitropismo (Brown et al., 2001). Observou-se também que naringenina pode suprimir o 

crescimento de espécies vegetais anuaiscomo tomate, Spinaciaoleracea, Lactuca sativa, 

Raphanussativus, Daucuscarota(Chen et al., 2004) e soja (Colpaset al.,2003). Em outro trabalho, 

relatou-se que em tecidos de plantas de petúnia (Petunias purpuras) haviam três tipos de 

isoenzimas 4-CL enaringenina inibiu suas atividades (Ranjevaet al., 1976).Naringenina também 

foi considerada como um potente inibidor in vitro da enzima 4-CL de pinheiros (Voo et al., 

1995).Finalmente, destaque deve ser dado para o fato de que naringenina possui um importante 

papel na síntese de tricin, e que tem sido apontado como um nucleador da síntese de lignina (Lam 

et al., 2015). 

A prevalente hipótese relacionada ao processo de lignificação, inicialmente proposta por 

Freudenberg (1956), estabelece que os monolignóis (ou álcoóishidroxicinamílicos) são oxidados, 

por ação de peroxidases ou lacases, formando monômeros que, a seguir, são ligados entre si de 

forma combinatória. Este processo é conhecido como acoplamento químico combinatório 

(Vanholmeet al., 2008). Neste caso, ocorrem ligações entre monômeros formando dímeros que 

iniciam a cadeia. Além disso, a possibilidade de outros compostos efetuarem acoplamentos 

químicos tem sido descrita. É o caso de tricin.  

A primeira evidência de que tricin poderia ser incorporadona lignina foi constatada na parede 

celular isolada da palha de trigo (del Rio et al., 2012).Em amostras de bagaço de malte foi 

observado que tricin sofre acoplamento com outros monômeros (Rencoretet al., 2015). Em bagaço 

de cana-de-açúcar foi constatada a presença de duas unidades de tricin ligadaspor meio de ligações 

β-O-4, à lignina. Isso tem contribuído para um teor de 10% da composição total de lignina 

(delRíoet al., 2012; Zenget al., 2013).Tal fato também foi notado em palha de trigo (Yelleet al, 

2013; Zenget al, 2013).Em decorrência destes achados, tricintem sido considerado como um 

monômero de lignina emmonocotiledôneas (del Rio et al., 2012). De fato, em recente trabalho 

divulgado por Li et al. (2017), foi constatado que a incorporação de tricin na estrutura da lignina 
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se mostrou mais comum em monocotiledôneas como milho, trigo e bambu, do que em 

dicotiledôneas ou gimnospermas. 

Um dos aspectos mais discutidos atualmente é que a presença de lignina na parede celular 

gera recalcitrância, ou seja, lignina torna a parede menos digerível. Isso se dá pela forte ligação 

entre lignina e os polissacarídeos. Tal condição dificulta o aproveitamento destes açúcares 

oriundos da biomassa lignocelulósica para fins comerciais; por exemplo, na produção de 

biocombustíveis (Ragauskaset al., 2006; Himmelet al., 2007). 

Diante do grande interesse na utilização da biomassa lignocelulósica para fins industriais e 

a recente descoberta de tricin como monômero de monocotiledôneas, mais esforços devem ser 

envidados para compreender o papel deste flavonoide na lignificação e sua influência sobre as 

propriedades estruturais e composicionais da lignina. Neste trabalho, o papel do flavonoide 

naringenina, como intermediário da via de biossíntese de tricin, foi avaliado em raízes de milho. 

Mais especificamenteforam avaliados os efeitos no crescimento de raízes de milho e as respostas 

observadas no que tange aos teores de lignina e sua composição monomérica, atividade da 4-CL, 

produção de tricin, teores de ácidos hidroxicinâmicos (ferúlico e p-cumárico) e digestibilidade. 

Para isso as plântulas foram submetidas à ação de naringenina e de inibidores enzimáticos da via 

de fenilpropanoides e de tricin. 

 

2. Material e Métodos 

 

Material e condução experimental. As sementes de milho (Zea mays cv. IPR-264), obtidas junto 

ao IAPAR (Instituto Agronômico do Paraná) foram previamente desinfetadas em solução de 

NaClO a 2%, e posteriormente germinadas em câmara escura, a 25°C. Após três dias, vinte e cinco 

plântulas foram selecionadas e transferidas para o sistema experimental com solução nutritiva 

Dong pH 6,0 (Ferrareseet al., 2000) contendo, ou não, naringenina (0,1 a 0,4 mM) e os inibidores 

enzimáticos ácido piperonílico (PIP; 0,1 mM), ácido 3,4 metilenodioxicinâmico (MDCA; 2,0mM), 

ácido protocatecuico (PROTO; 0,5 mM) e ácido 2,4 piridinodicarboxílico (PDCA; 0,05 mM).A 

escolha destas concentrações se baseou em experimentos anteriores realizados no Laboratório de 

Bioquímica de Plantas (BIOPLAN)e dados da literatura. Experimentos com misturas de 

naringenina 0,2 mM e cada um dos inibidores enzimáticos, nas mesmas concentrações descritas, 

também foram realizados. Os recipientes foram acondicionados em câmara de crescimento (280 

μmoles m-2 s-1, fotoperíodo de 12 horas, 25°C) por 24 horas.  

 

Determinação do comprimento e das biomassas frescas e secas.Noinício e término dos 

experimentos de cultivo, e com o auxílio de uma régua milimetrada, os comprimentos de todas as 
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plântulas foram medidos, para cada repetição. As diferenças encontradas entre os comprimentos 

iniciais e finais foram determinadas, e os resultados expressos em centímetros (Herriget al., 2002). 

As raízes primárias foram separadas por excisão e imediatamente determinando-se assim as 

biomassas frescas, utilizando-se balança analítica. Após 72 horas de acondicionamento em estufa, 

a 60°C, foram  obtidos valores dabiomassa seca utilizando-sebalança analítica. Os valores médios 

encontrados das repetições foram obtidos e os resultados expressos em grama. 

 

Depleção da naringeninana solução nutritiva. Para acompanhar o consumo da naringenina 0,1 

mM pelas raízes nos sistemas hidropônicos, alíquotas de 1,0 mL foram coletadas dos sistemas de 

incubação após 0, 6, 12, 18 e 24h. O volume das soluções foi corrigido para 200 mLcom água 

deionizada a cada momento em que se antecedia as coletas das alíquotas.As amostras foram 

filtradas através de membranas de 0,45 μm e analisadas (20 μL) em HPLC Shimadzu® (Tóquio, 

Japão). A detecção da naringenina se deu por meio de gradiente com dois solventes: metanol 60% 

“A” e ácido acético 0,1% “B”. As medidas de depleção da naringeninaforam determinadas a 280 

nm sob fluxo de 0,8 mL min-1 utilizando-se coluna de 25cm (C 18). 

 

Quantificação de lignina. Após incubação em hidroponia as biomassas secas (0,3 g) de raízes 

foram obtidas e subsequentemente homogeneizadas em 50 mM de tampão fosfato pH 7,0 (7,0 mL) 

sendo transferidas para um tubo de centrífuga (Ferrareseet al., 2002). O precipitado foi 

centrifugado (1400g, 5 minutos), lavado e centrifugado sucessivamente como segue: mais duas 

vezes com 50 mM tampão fosfato pH 7,0 (7,0 mL); três vezes com 1% (v/v) Triton® X-100 em 

tampão pH 7,0 (7,0 mL); duas vezes com 1 M NaCl em tampão pH 7,0 (7,0 mL); duas vezes com 

água destilada (7,0 mL) e duas vezes com acetona (5,0 mL). O material foi seco em estufa (80°C, 

24 horas) onde a massa resultante foi definida como a fração da parede celular livre de proteínas. 

Esse material foi utilizado para determinar o teor total de lignina pelo método do brometo de acetila 

(Morrison, 1972). Uma quantidade de 20 mg do material foi acondicionada em tubo de centrífuga 

e 0,5 mL de brometo de acetila 25% foram acrescentados. As amostras foram aquecidas por 30 

minutos a 70ºC, sendo transferidas para banho de gelo e a reação foi interrompida ao adicionar 0,9 

mL de NaOH 2 M. A seguir, foram adicionados 0,1 mL de hidroxilamina-HCl 7,5 M e 2,0 mL de 

ácido acético gelado. Após centrifugação (1000g, 5 minutos), o sobrenadante foi diluído e usado 

para as leituras em 280 nm. Uma curva padrão a partir do padrão de lignina (Aldrich 37,096-7) foi 

gerada para determinação da concentração de lignina. Os resultados foram expressos mg lignina 

g-1 de parede celular. 
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Determinação da composição monomérica de lignina. A composição monomérica da lignina foi 

obtida pela oxidação com nitrobenzeno (Zanardo et al., 2009). Uma porção da parede celular livre 

de proteínas (50 mg) foi acondicionada e fechada em uma ampola Pyrex® contendo 1,0 mL de 

NaOH 2,0 M mais 0,1 mL de nitrobenzeno e transferida para aquecimento a 170°C por 2,5 horas, 

com agitação ocasional da amostra. Após esta etapa de oxidação, a amostra foi resfriada em banho 

de gelo e lavadas duas vezes com clorofórmio sendo acidificada para pH 3-4 com HCl 5,0 M, e 

extraída duas vezes com clorofórmio. Os extratos orgânicos foram roto-evaporados e 

ressuspendidos em metanol. Todas as amostras foram filtradas em filtro de seringa descartável 

0,45 μm e analisada por HPLC. A fase móvel foi metanol/ácido acético 4% em água (20/80, v/v) 

com fluxo de 1,2 mL min-1 para corrida isocrática de 20 minutos. As quantificações de p-

hidroxibenzaldeido, vanilina e siringaldeido foram realizadas a 290 nm utilizando os padrões 

correspondentes. Os resultados foram expressos como μg monômero mg-1 de parede celular. 

 

Determinação da atividade da 4-hidroxicinamoil-CoA ligase (4-CL). Após incubação, raízes 

frescas (1,0 g) foram maceradas por 3 minutos em meio de extração contendo tampão Tris/HCl 

0,2 M (pH 7,5); 5,0 mM de ditiotreitol, 10,0 mM de MgCl2 e 20% de glicerol. A suspensão foi 

centrifugada (10000g, 20 minutos, 4°C), sendo o sobrenadante considerado como extrato 

enzimático. O volume final do meio de reação (1,0 mL) continha 0,4 mL de extrato enzimático, 

4,0 mM ATP, 0,4 mM de ácido p-cumárico e 0,2 mMde CoA em tampão de incubação (tampão 

Tris/HCl 0,2 M pH 7,5; 5,0 mM de DTT e 10,0 mM de MgCl2). A reação foi iniciada com a adição 

de CoA, conduzida a 35°C por 10 minutos e lida em espectrofotômetro (Shimadzu® UV-2450, 

Tóquio, Japão). O aumento da absorbância em 333 nm, decorrente da formação de p-cumaroil-

CoA, foi monitorado contra branco desprovido de CoA e ATP. A atividade da 4-CL foi expressa 

em μmol de p-cumaroil-CoA formado h-1 g-1 de matéria fresca.  

 

Extração, caracterização e quantificação detricin. Raízes secas (5g para os tratamentos e 10g 

para o controle) foram maceradas com metanol 80% (1:3 v/v) por 5 minutos em gral e pistilo e 

posteriormente filtradas com auxílio de filtro de porcelana, quitasato e bomba a vácuo até obtenção 

de fase metanólica. Esta fase orgânica foi coletada e evaporada utilizando-se roto-evaporador e 

subsequentemente solubilizadas em 5mL de água. Com o auxílio de um funil de separação, 

adicionou-se na amostra 5 mL de acetato de etila observando- se o pH. Após homogeneização 

esperou-se a completa separação das fases aquosas e fração acetato para a coleta da fase acetato. 

O procedimento foi repetido por mais duas vezes adicionando-se apenas o acetato de etila, seguido 

de roto-evaporação. As amostras foram solubilizadas em 3 mL de metanol, diluídas (fd = 10x) e 

filtradas através de membranas de 0,45 μm e analisadas (20 μL) em HPLC Shimadzu® (Tóquio, 
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Japão). A detecção da tricin se deu por meio de gradiente com dois solventes: metanol 60% “A” e 

ácido acético 0,1% “B”. Os valores obtidos das áreas foram determinados a 350 nm sob fluxo de 

0,8 mL min-1 utilizando-se coluna de 25cm. 

Análises em espectrômetro de massas foram também realizadas para reforçar os resultados 

obtidos pela cromatografia líquida e confirmar a presença de tricin nas amostras. Para isso, 

alíquotas das amostras injetadas no cromatógrafo foram coletadas após separação. Isso foi 

conseguido acoplando-se um tubo de ensaio de 1,5 mL à saída do detector de fotodiodos. A fase 

móvel contendo tricinfoi coletada por um período de um minuto após o início da detecção do 

composto. As amostras coletadas foram filtradas e diluídas em acetonitrilaantes das análises por 

cromatografia líquida acoplada à espectrometria de massas (LC-MS). Para isso foi utilizado um 

cromatógrafo Waters 1525µ (HPLC bomba binária) acoplado ao espectrômetro Quattro micro API 

Waters (Beverly, EUA). Foi utilizada uma coluna Waters Symmetry® C18 (4,6 x 75 mm x 3,6 

µm). A corrida cromatográfica de forma gradiente como segue: inicialmente com solvente A (água 

+ 0,1% ácido fórmico; 40:60) seguido de solvente B (acetonitrila + 0,1% ácido fórmico; 20:80) 

por 20 minutos. O fluxo foi de 0,4 mL/min -1. O espectrômetro foi operado em modo positivo. A 

voltagem do capilar foi de 2,5 KV, a voltagem do cone de 25,0 V, a temperatura da fonte de 120oC, 

a temperatura de dessolvatação de 350oC, o fluxo do gás no cone de 50 L h-1 e fluxo do gás de 

dessolvatação de 600 L h-1. O intervalo de massa utilizado no modo varredura foi de 100 a 400 

m/z. 

 

Determinação dos ácidos ferúlico e p-cumáricolivres e esterificados à parede celular.Raízes 

secas (0,05 g) foram maceradas com 3mL de metanol 50% e incubadas (80oC)por 90 minutos. 

Para parar a reação, utilizou-se gelo. As amostras foram centrifugadas a 4 °C, por 15 minutos a 

3200 rpm por quatro vezes consecutivas, onde o sobrenadante era guardado, e então adicionava-

se 1mL de metanol 50%. O volume final de 6 mL, foi armazenado em freezer para posterior análise 

dos ácidos ferulico e p-cumárico solúveis em HPLC. O pellet foi seco por 24h em estufa a 60ºC. 

Para libertar seletivamente os ácidos hidroxicinâmicos esterificados à parede celular foi efetuada 

saponificação do material seco com adição de NaOH 0,5 M, seguida por incubação a 96°C durante 

2 h (de Ascensao e Dubery, 2003). Em seguida, as amostras foram acidificadas para pH 2 e 

centrifugadas. O sobrenadante foi transferido para um funil de separação, foi adicionado éter 

etílico e, após agitação, a fração etérea foi separada. Este procedimento foi realizado duas vezes e 

as frações etéreas foram combinadas, evaporadas rotativamente, ressuspendidas em fase móvel e 

analisadas em HPLC (Shimadzu®, Tókio, Japão). A separação dos ácidos hidroxicinâmicos se deu 

por meio de gradiente com dois solventes: ácido acético 4% “A” e metanol “B”. O gradiente de 

corrida foi definido pelo aumento gradual da quantidade de “B” em relação a “A”. No tempo de 
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0-15 min tem-se a proporção de 0:100 (B:A); de 15-45 min chega-se a seguinte proporção 60:40 

(B:A); de 45-60 retorna-se à condição inicial de 0:100 (B:A), com fluxo de 0,8 mL/min -1.  O ácido 

ferúlico foi determinado a 322 nm e o ácido p-cumárico a 309 nm, comparando-se com seus 

respectivos padrões. Os resultados foram expressos em µg g-1 de massa seca. 

 

Determinação da digestibilidade enzimática. Inicialmente foi realizada a remoção dos açúcares 

solúveis, por meio de sucessivas lavagens com álcool 80%. Para isto, abiomassa seca da raiz foi 

moída e transferida para tubos falcon e então adicionado 9 mL de etanol 80%. Posteriormente, os 

tubos foram acondicionados em um shaker a 55°C, sob agitação de 200 rpm por 4 horas. Após este 

período, o sobrenadante foi descartado e o pellet ressuspendido em etanol 80%, sendo novamente 

incubado a 55°C por mais 4 horas, sob agitação. Este procedimento foi realizado por cerca de seis 

vezes, até que todo o açúcar solúvel tivesse sido extraído. A eficiência da extração foi avaliada a 

partir de uma alíquota do sobrenadante para detectar a presença de açúcares pelo método do fenol-

sulfúrico (Duboiset al., 1956). Após 15 minutos de reação foi realizada a leitura 

espectrofotométrica em 490 nm.Após a retirada total de açúcares solúveis, os extratos de parede 

celular foram centrifugados (3200g, 5 min.) e o precipitado insolúvel secado em estufaa 60°C.  

As amostras foram submetidas a um pré-tratamento alcalino, adaptado de Lima et al. (2014). 

Depois de seco, 0,2 g de amostra foi pesada em tubos de vidro e adicionados 8 mL de NaOH 

0,25M e acondicionados em banho seco a 130°C por 40 minutos. A seguir, as amostras foram 

colocadas em banho de gelo e, em seguida, centrifugadas. O sobrenadante foi descartado e para 

total remoção da base foram realizadasquatro lavagens com álcool 80%. Em cada lavagem, o pH 

do sobrenadante foi medido até que estivesse entre 6-7. Por fim, as amostras foram centrifugadas 

(3200g, 5 min.) e o sobrenadante descartado. O precipitado foi seco em estufa a 60°C, para 

posterior determinação da digestibilidade enzimática.Primeiramente foi determinada a atividade 

enzimática a fim de calcular a quantidade de enzima a ser aplicada. Para isso, foi adicionado em 

um tubo de ensaio 50 µL de xilano1% e 50 µL do extrato enzimático de Aspergillusniveus, diluída 

100 vezes, sendo incubado a 50°C por 30 minutos. Após este período, a reação foi interrompida 

com 100 µL de ácido 3,5-dinitrosalicílico (DNS) 1%, e imediatamente fervida a 100°C por 5 

minutos, acondicionado em banho de gelo, e adicionado 800 µL de água. A leitura foi realizada 

em espectrofotômetro a 540 nm. Posteriormente, foi realizada a digestibilidade da biomassa por 

meio de adaptações das técnicas de Delabonaet al. (2013) e Gonçalves et al. (2012). Para isso, foi 

pesado 0,015g de biomassa seca em tubos eppendorf, e efetuada a ressuspensão em tampão acetato 

50 mMpH 5,0. A seguir, foi adicionado 20 U/mL do extrato enzimático e a mistura incubada a 

50°C por 24 horas. Após este período, a suspensão foi homogeneizada. Então, 100 µL do 

sobrenadante foram retirados e analisados os açúcares redutores liberados pelo método do DNS 
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(Miller, 1959). A leitura foi realizada no espectrofotômetro a 540 nm. O teor de açúcares redutores 

liberados foi expresso por mgg-1 de resíduo insolúvel em etanol. 

 

Análise estatística. Para testar a significância das diferenças observadas foi utilizado o programa 

estatísticaPrism® (GraphPad 6.0, USA). Os dados foram expressos como as médias dos 

experimentos ± erro padrão das médias. As diferenças entre os parâmetros foram avaliadas pelos 

testes de comparação múltipla de Dunnett e Scott-Knott. Os valores de p≤0,05 foram considerados 

estatisticamente significativos. 

 

3. Resultados e Discussão 

 

Os relevantesfatosnotadosneste trabalho são que naringenina causa efeitos deletérios sobre o 

crescimento das raízes de milho afetando a via de fenilpropanoides ao mesmo tempo em que atua 

como indutor da via de tricin com efeitos sobre a produção de lignina e a digestibilidade da parede 

celular. Estas observações são suportadas pelos dados obtidos e informações da literatura como 

segue.  

 

Naringenina e a biossíntese de lignina  

 

Depleção denaringenina na solução nutritiva. O consumo da naringeninapelas raízes das 

plântulas, a partir da solução nutritiva, foi acompanhado em diferentes tempos. (Fig. 2). 

Experimentos na ausência de plântulas foram considerados controles, já que não haveria absorção 

de naringenina pelas raízes. Neste caso, pode-se notar que até 12 h não houve diferença 

significativa nos teores de naringeninapresente na solução nutritiva, quando comparado com o 

tempo zero. Já, nostemposde 18 e 24 h notam-se decréscimosde 14% e 19%, respectivamente, nos 

teores de naringeninapresente na solução. Embora não houvessem plântulas capazes de absorver 

naringenina,os resultados não descartam a possibilidade de que esse composto possa ser oxidado 

e/ou degradado.  

Ainda sob a análise da mesma figura, pode-se observar que experimentos com plântulas em 

solução nutritiva revelaram diferenças significativas em relação àqueles sem plântulas, e em 

comparação com o tempo zero. Após 6 h de incubação observa-se um decréscimo de 45% no teor 

de naringeninapresente na solução nutritiva, em comparação com o tempo inicial. Após 12h, um 

decréscimo de 83% da naringeninana solução nutritiva foi observado e, consequentemente, após 

18 h o flavonoide foi totalmente consumido da solução nutritiva. Estes dados sugerem que 
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naringenina foi gradativamente absorvida pelas plântulas de milho, o que contribuiu para a escolha 

de 24 h como o tempo de tratamento das plântulas nos experimentos subsequentes. 

 

Efeitos denaringenina no crescimento das raízes. Os tratamentos com naringeninareduziram os 

comprimentos das raízes de milho de 28% a 97% com as concentrações variando de 0,1 a 0,4 mM 

(Fig. 3A). Naringenina também reduziu as biomassas frescas das raízes em 22% a 30% (Fig. 3B), 

nas concentrações de 0,2 a 0,4 mM, e as biomassas secas em 23% e 41%, a 0,3 e 0,4 mM, 

respectivamente (Fig. 3C). Estes dados estão em concordância com aqueles descritos em milho e 

arroz (Deng et al., 1998), Arabidopsis (Brown et al., 2001), espinafre, alface, rabanete, tomate, 

cenoura (Chen et al., 2004) e raízes de soja (Bidoet al., 2010) sendo que, neste caso, os efeitos 

deletérios foram maiores que em milho. 

 

Efeitos denaringeninasobre osteores de lignina e composição monomérica. Devido ao fato de 

que 0,4 mM de naringenina afetou drasticamente o comprimento das raízes (Fig. 3A), os 

experimentos subsequentes foram realizados com 0,1 a 0,3 mM do flavonoide. Como pode ser 

notado(Fig. 4), naringeninaafetou significativamente os conteúdos de lignina nas raízes de 

milhocom aumentos de 23% (a 0,2 mM) e 32% (a 0,3 mM), em comparação com o controle. Um 

dos principais aspectos revelado no presente estudo é que naringenina reduziu o crescimento 

radicular (comprimento emassa) de plântulas de milho (Fig. 3) seguido de aumentos significativos 

nos teores de lignina nas raízes (Fig. 4). O fato de que naringenina estimula a produção de lignina, 

reduzindo o crescimento das raízes foi também constatado em soja (Bidoet al., 2010), nas mesmas 

condições experimentais descritas no presente trabalho. Todavia, o possível mecanismo envolvido 

na ação deste flavonoide na biossíntese de lignina ainda não está devidamente esclarecido. Neste 

aspecto, a redução do crescimento das raízes tem sido considerada um dos primeiros efeitos de 

aleloquímicos e, em alguns casos, está associado com lignificação prematura das paredes celulares 

(Sánchez et al., 1996; dos Santos et al., 2004). Em geral, as paredes celulares tornam-se 

lignificadas quando a expansão celular aumenta, quer quando a célula está sob estresse ou 

quandoocorre diferenciação como no caso do xilema (Christensenet al., 1998). Ao menos em 

princípio, este parece ser o caso.  

Para aprofundar os estudos sobre a ação de naringenina na formação de lignina, a 

composição dos seus monômeros foi determinadacromatograficamente (Fig. 5). Naringenina não 

afetou os teores dos monômeros H (Fig. 5A) e S (Fig. 5C), em comparação com o controle. 

Entretanto, naringenina (0,1 a 0,3 mM) reduziu os teores do monômero G (13% a 23%, 

respectivamente; Fig. 5B).  
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Uma forma de testar a confiabilidade dos resultados de teores de lignina obtidos 

espectrofotometricamente (Fig. 4) é comparar com a soma dos valores obtidos para os monômeros 

H, G e S, ou seja, H+G+S. A soma de monômeros é muitas vezes referida como lignina, e os 

resultados (Fig. 5D) indicam a inexistência de efeito significativo de naringeninasobre ela, em 

comparação com o experimento controle. Todavia, as discrepâncias reveladas entre as 

determinações de lignina total (Fig. 4) e a soma dos seus monômeros (Fig. 5D) é fato que deve ser 

considerado nas interpretações dos resultados, haja vista que além de H, G e S,outros monômeros 

não usuais como catequil (C) e 5-hidroxiguaiacil (5H) e, mais recentemente o flavonoide tricin, 

podem estar presentes na estrutura polimérica (Umezawa, 2018).  

Além dos teores individuais e a soma dos monômeros, dois outros parâmetros podem ser 

obtidos dos mesmos experimentos; as proporções H:G:S e a razão S/G. No primeiro caso (Fig. 

5E) nota-se que, em comparação com o controle, naringenina (0,1 a 0,3 mM) aumentou os 

percentuais de H e S e reduziu G. Comportamento semelhante pode ser observado quando se 

analisa a razão S/G (Fig. 5F), as quais aumentaram de 44% a 60%, após tratamentos das raízes 

com 01 a 0,3 mM de naringenina, em comparação com o controle.De certo modo os 

resultadosobtidos sugerem que embora naringenina não altere H+G+S, as suas proporções sofrem 

modificações. Um destaque se refere à razão S/G, a qual é um indicador dos tipos de ligações 

químicas presentes na estrutura da lignina.Esta razão reflete o grau de metoxilação dos anéis 

fenólicos dos monolignois determinando os diferentes tipos de ligações químicas da estrutura 

polimérica.Por exemplo, uma baixa razão S/G indica maiores teores de monômeros G e um maior 

número de ligações carbono-carbono (β-5 e 5-5) em adição às prevalentes ligações β-O-4, 

resultando em um maior número de subestruturas condensadas. Isso torna os tecidos mais 

resistentes à digestão químico-enzimática. Ao contrário, ou seja, uma alta razão S/G indica 

menores teores de monômeros G e das suas ligações químicas correspondentes; a presença de 

elevado teor de S resulta em um maior número de subestruturas β-O-4, mais simples. Isso torna os 

tecidos macios e passíveis de degradação (Umezawa, 2018). 

Efeitos de naringenina e inibidores da via de fenilpropanoidesna atividade da 4-CL. A partir dos 

resultados obtidos até aqui, uma questão levantada foi se naringenina afetaria enzimas da via de 

fenilpropanoides. Como descrito anteriormente, a via de fenilpropanoides é composta de várias 

enzimas que, em conjunto, participam de reações formando monolignóis que são polimerizados 

em lignina (Boerjanet al., 2003). Uma delas é a 4-cumarato:CoA ligase (4-CL; Fig.1), que ocupa 

posição central na via metabólica convertendo hidroxicinamatos (p-cumarato, cafeato e ferulato) 

em seus ésteres-CoA correspondentes. Alguns estudos sugerem que a 4-CL pode ser alvo da ação 

de possíveis herbicidas e compostos que possam regular o fluxo metabólico da via e retardando o 

crescimento de plantas. Por exemplo, em arroz, 0,1 mM de naringenina reduz o crescimento e o 
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conteúdo de lignina devido à inibição da 4-CL (Deng et al., 2004). Em milho e arroz, Deng et al. 

(2004) notaram que naringenina não somente inibiu o crescimento como aumentou os teores dos 

ácidos cinâmico, p-cumárico, cafeico e ferúlico.  

Com base nas informações descritas acima, experimentos foram realizados com o intuito de 

avaliar os efeitos de naringenina e de inibidores enzimáticos da via de fenilpropanoides sobre a 4-

CL (Fig. S1). Dois inibidores foram selecionados: o ácido piperolínico (PIP) e o ácido 3,4 

metilenodioxicinâmico (MDCA). PIP é considerado um inibidor irreversível da enzima C4H 

enquanto MDCA tem sido relatado como um inibidor competitivo da 4-CL (Schochet al., 2002; 

Chakrabortyet al., 2009) (Fig. 1).Os resultados mostrados revelam que, em comparação com o 

controle, naringenina, PIP e a associação PIP + naringeninanão afetaram a atividade da 4-CL. Já, 

MDCA revelou-se um ativador (8,8 vezes) desta enzima, ao menos nas condições experimentais 

aplicadas neste trabalho. O mesmo pode ser observado com a mistura MDCA+NAR, ou seja, um 

aumento de 18 vezes sobre a atividade enzimática. O resultado obtido com a associação entre 

MDCA+naringenina (MDCA+NAR), estimulando ainda mais a atividade da 4-CL está em 

concordância com o aumento da produção de lignina causado pela naringenina, que assim 

potencializa o efeito do MDCA. Além disso, este é um indicativo de que o flavonoide deve estar 

atuando na formação de tricin,já que ele é um metabólito desta via contígua à via de 

fenilpropanoides(Fig. 1).  

Os resultados da mesma figura revelam um complicador, ou seja, os efeitos do PIP e MDCA, 

quando aplicados isoladamente. Não há uma clara explicação para os resultados obtidos, haja vista 

que ambos são inibidores da via de fenilpropanoides. PIP atua sobre a C4H e, portanto, em reação 

anterior àquela catalisada pela 4-CL. Deste modo, uma eventual inibição por PIP deveria evitar a 

formação de substratos para 4-CL. Ao inibir a 4-CL, MDCA deveria gerar acúmulo de seus 

substratos. A complexidade observada nestes resultados, em princípio inesperados, parece 

embasada por recente estudo com Arabidopsisthaliana(Steenackerset al., 2016). Aplicando 

MDCA, estes autores avaliaram os efeitos deste composto sobre a lignificação da planta em estudo. 

Diante do acúmulo de inúmeros compostos após tratamento com MDCA, em especial, conjugados 

de MDCA, de ácido cinâmico e de PIP, os autores sugerem que o MDCA pode ser metabolizado 

pela planta, sendo inclusive convertido em PIP. Outro aspecto, ainda que especulativo, pode ser a 

ocorrência de uma possível redução nos teores dos intermediários da via, ocasionado pela presença 

do MDCA na célula. Um suposto mecanismo regulatório que estimule a expressão gênica de 

enzimas da via, incluindo 4-CL, pode ter ocorrido. Entretanto, estes argumentos precisam ser 

confirmados por meio de estudos adicionais que possibilitem melhor compreensão dos efeitos 

destes inibidores. 
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Naringenina e a biossíntese de tricin 

 

Como descrito anteriormente (Fig. 1), a formação de tricin tem sua origem na via de 

fenilpropanoides – a partir da reação da 4-CL formando p-cumaroil-CoA – que em sequência, pela 

ação de chalcona sintase, gera naringeninachalcona, a qual é isomerizada pela chalconaisomerase 

formando naringenina(Lan et al., 2016). Como se nota,naringenina tem papel crucial na via de 

formação de tricin. Este flavonoide é encontrado naturalmente e considerado raro e esporádico. É 

encontrado principalmente em plantas de grãos de cereais como aveia, milho, arroz, trigo e cevada, 

sendo detectado principalmente em folhas e caules e, também, em raízes (Harbourne, 1967; Zhang 

et al., 2008, Wollenweber e Dorr, 2008). 

 

Quantificação de tricin nas raízes de milho. Para caracterizar tricin nas raízes de milho 

experimentos foram realizados recorrendo-se à técnica de cromatografia líquida de alta eficiência 

acoplada à espectrometria de massa (MS/MS) (Dados Suplementares; Fig.S2).Após fragmentação 

do padrão e amostra, picos de mesma razão e carga foram observados.Os espectrogramas de 

massas revelam similaridades (ion molecular 331) entre um padrão de tricin (Fig. S2A) e de uma 

amostra de raiz de milho (Fig. S2B), o que confirma a presença de tricin nos tecidos.  

 

Efeitos de naringenina e inibidores da via de fenilpropanoides sobre a produção de tricin.  

Nas raízes de milho não submetidas à ação de naringenina (controle), o teor de tricin foi de 4,09 

mg/g-1de tecido (Fig. 6A); um valor considerável quando comparado com outras espécies de 

plantas. Por exemplo, o mais alto conteúdo detectado foi 7,15 mg/g-1da palha de aveia (Avena 

sativa)(Lan et al.,2016). Neste mesmo estudo, os autores avaliaram os teores de tricin em 11 

amostras de eudicotiledonêas, o qual foi detectado apenas em alfafa (Medicago sativa) com0,07 

mg/g-1 de folha. 

Quando as raízes de milho foram submetidas à ação de 0,1 a 0,3 mM de naringenina, os 

teores de tricin aumentaram de 2,8a 5,1 vezes, respectivamente, em comparação com o controle 

(Fig. 6A). Estes dados reforçam, claramente, o papel de naringenina como precursor da via de 

biossíntese de tricin(Lan et al., 2016).  

Os teores de tricinnas raízes de milho submetidas aos inibidores enzimáticos – isoladamente 

ou em associações com naringenina – estão mostrados na Fig. 6B. Os resultados revelam que PIP 

(inibidor da C4H; Fig. 1), MDCA (inibidor da 4-CL; Fig.1) e PDCA (inibidor da FNSII; Fig. 

1;Britsch, 1990)reduziram completamente a formação de tricin, enquanto PROTO (inibidor da 

HCT;Fig.1; Eudes et al., 2016)reduziu a sua produção em 78%, em comparação com o controle. 

Os resultados indicam ainda que as associações PIP+NAR, PROTO+NAR e PDCA+NAR 
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revertem o efeito inibitório restaurando os teores de tricin nos mesmos níveis de naringenina 

(NAR). Embora a associação MDCA+NAR induza a produção de tricin em valores superiores ao 

controle não ocorreu reversão completa em comparação com o tratamento somente com 

naringenina. Isso é indicativo de que MDCA se revela um forte inibidor da 4-CL reduzindo a 

formação de p-cumaroil-CoA, o metabólito de origem na via de tricin (Fig. 1). 

 

Naringenina e inibidores enzimáticos 

 

Efeitos de inibidores das vias de fenilpropanoidese de tricinno crescimento das raízes. Com 

mostrado anteriormente, naringeninareduziu o comprimento e as biomassas frescas e secas das 

raízes de milho (Fig. 3). Com base nisso, experimentos comparativos foram efetuados com os 

diferentes inibidores metabólicos (Fig. 1).Ao menos para as condições estabelecidas neste trabalho 

no que concerne ao tempo de exposição e a concentração de cada composto aplicado, os resultados 

revelaram que naringenina (NAR), PIP, MDCA e PROTO inibiram oscomprimentos das raízes 

em 65%, 35%, 94% e 23% respectivamente, em comparação com o controle (Fig. 7A). Somente 

NAR e MDCA afetaram as biomassas; 21% (NAR) e 16% (MDCA) das biomassas frescas e 19% 

(NAR) e 18% (MDCA) das biomassas secas, em comparação com os respectivos controles (Figs. 

7B, C). Fato a ser destacado é que o composto PDCA não afetou o comprimento e as biomassas 

das raízes. 

Efeitos de inibidores enzimáticos sobre os teores de lignina e composição monomérica. 

Inibidores enzimáticos e suas associações com naringenina foram aplicados para avaliar os teores 

de lignina total nas raízes de milho (Fig. 8). Como mostrado anteriormente (Fig. 4) e confirmado 

nestes experimentos, naringenina (NAR) aumentou significativamente o teor de lignina (20%), em 

comparação com o controle. Os inibidores enzimáticos PIP, MDCA, PROTO e PDCA reduziram 

os teores de lignina em 9%, 23%, 25% e 19%, respectivamente. As aplicações de naringenina em 

associações com os inibidores revelaram que PIP+NAR, MDCA+ NAR e PDCA+NAR reverteram 

os efeitos inibitórios, em comparação com o controle. Uma exceção foi notada com respeito à 

associação PROTO+NAR, a qual manteve o efeito inibitório.De um modo geral, os resultados 

obtidos revelam que naringenina, de fato, influencia a formação de lignina total das raízes de 

milho; fato similarmente observado quando o mesmo flavonoide foi aplicado em soja(Bidoet al., 

2010).  

Com o intuito de avaliar se os inibidores também afetam a composição monomérica de 

lignina, subsequentes experimentos foram efetuados aplicando-os, isoladamente ou em 

associações com naringenina (Fig. 9). Como pode ser notado, e em comparação com o controle, 

naringenina (NAR) não alterou o teor do monômero H (Fig. 9A), reduziu o monômero G (Fig. 
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9B) e aumentou S (Fig. 9C). Isoladamente, os inibidores da via de fenilpropanoides (PIP, MDCA 

e PROTO) reduziram os teores de H (Fig. 9A),G (Fig. 9B) e S (Fig. 9C).Aplicados juntamente 

com naringenina, PIP+NAR e PROTO+NAR restabeleceram os teores do monômero H nos 

mesmos níveis do controle enquanto isso não ocorreu com MDCA+NAR (Fig. 9A). Os teores de 

G e S não foram restabelecidos pelas associações PIP+NAR, MDCA+NAR e PROTO+NAR (Fig. 

9B), mas PROTO+NAR aumentou S no mesmo nível do controle (Fig. 9C). A soma H+G+S (Fig. 

9D) foi reduzida pela ação de PIP, MDCA e PROTO e suas respectivas associações com 

naringenina. As proporções H:G:S (Fig. 9E) também foram afetadas pelos inibidores e associações 

com naringenina como pode ser notado pelos percentuais de cada monômero. As razões S/G (Fig. 

9F) aumentaram somente com a aplicação de naringenina, PROTO e PROTO+NAR. Os dados 

mais significantes foram aqueles decorrentes da ação de MDCA e MDCA+NAR. Ambos 

reduziram drasticamente os monômeros e, como consequência, as somas H+G+S e as proporções 

H:G:S, embora não tenham afetado as razões S/G; um indicativo de que, ao menos nas raízes de 

milho, a deslignificação não seria comprometida por este inibidor enzimático(Ohra-aho et al., 

2013). Entretanto, mais recentemente foi relatado que MDCA inibe a lignificação de plântulas de 

Arabidopsisthaliana num suposto mecanismo de distúrbios da homeostase de auxina 

(Steenackerset al., 2016). 

Ainda com respeito à ação de inibidores enzimáticos, a figura 9 revela que PDCA, um 

inibidor da enzima FNSII da via de biossíntese de tricin (Fig. 1), não afetou os teores de G e S, a 

soma H+G+S, a proporção H:G:S e a razão S/G, embora tenha reduzido (em 10%) o monômero 

H quando comparado com o controle (Fig. 9A). Por seu lado, a associação PDCA+NAR aumentou 

os teores dos três monômeros e a soma H+G+S alterando a proporção H:G:S, o que mais uma vez 

reforça o papel de naringenina como crucial precursor da via de biossíntese de tricin(Lan et al., 

2016).  

 

Naringenina, inibidores enzimáticos e a digestibilidade da parede celular  

 

Efeitos de inibidores enzimáticos sobre os teores dos ácidosferúlico e p-cumárico.A parede 

celular das plantas contém ácidos hidroxicinâmicos esterificados aos polissacarídeos, os quais 

formam âncoras com a lignina promovendo a deposição deste polímero e mantendo a complexa e 

rígida estrutura da parede (Oliveira et al., 2015). Quantificados cromatograficamente, os teores 

dos ácidos ferúlico e p-cumárico revelaram significantes efeitos de naringenina e inibidores 

enzimáticos em raízes de milho (Fig. 10). Comparativamente ao controle (Fig. 10A), os teores de 

ácido ferúlico aumentaram (34%, NAR; 77%,PROTO; 88%, PROTO+NAR; 27%, PDCA e 

PDCA+NAR); não foram alterados (PIP e PIP+NAR), e foram drasticamente reduzidos (85%, 
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MDCA; 71%, MDCA +NAR). Os teores de ácido p-cumárico (Fig. 10B) aumentaram (15%, 

PROTO; 39%, PROTO+NAR; 31%, PDCA); não foram alterados (PDCA+NAR), e foram 

reduzidos (15%, NAR; 17%, PIP; 21%, PIP+NAR; 62%, MDCA; 37%, MDCA +NAR). 

Uma das principais características distintivas das paredes celulares de gramíneas e de outras 

monocotiledôneas é a prevalência dos ácidos ferúlico e p-cumárico (Harris e Trethewey, 2010). O 

ácido ferúlicoestá envolvido nas reações de reticulação da parede celular; na acilação de unidades 

de arabinofuranosil ligadas ao esqueleto de xilana em arabinoxilano (AX) ou 

glucuronoarabinoxilano (GAX), e formando ligações cruzadas com GAXou lignina. Estas ligações 

cruzadas impedem o acesso de enzimas para a digestão de polissacarídeos o que dificulta a 

liberação e posterior sacarificação de açúcares fermentáveis.Embora possua características 

similares ao ácido ferúlico, o ácido p-cumáriconão se acopla facilmente in vivoe, assim, não 

participa efetivamente das ligações cruzadas ainda que, ao gerar o monômero H, participe da 

polimerização da lignina (Ralph, 2010). Os resultados mostrados aqui (Fig. 10A) destacam que 

naringenina, PROTO, PDCA e suas associações com naringenina, aumentaram os teores de ácido 

ferúlico. Isso sugere que as paredes celulares das raízes de milho possuem um maior número de 

ligações cruzadas entre ácido ferúlico e xilanos e/ou lignina, condição que pode resultar em 

recalcitrância dificultando a ação de enzimas hidrolíticas. Ao contrário, tanto MDCA como 

MDCA+NAR (Fig. 10A) reduziram drasticamente os teores de ácido ferúlico indicando menor 

recalcitrância da parede celular. Estes resultados estão em concordância com a premissa de que há 

uma correlação entre a redução do conteúdo de ácido ferulico esterificado e o aumento da 

digestibilidade da parede celular (Oliveira et al., 2015). No que tange ao ácido p-cumárico, os 

resultados revelam que somente PROTO, PROTO+NAR e PDCA aumentaram os seus teores (Fig. 

10A). De modo contrário, naringenina, PIP, PIP+NAR e, uma vez mais, MDCA e MDCA+NAR 

reduziram os teores de ácido p-cumárico contribuindo, de certa maneira, com uma possível 

redução da recalcitrância da parede celular.  

 

Efeitos denaringenina e inibidores enzimáticos na digestibilidade da parede celular. A 

digestibilidade enzimática das raízes – expressa como os teores de açúcares redutores liberados – 

quando as plântulas de milho foram submetidas à ação de naringenina, inibidores enzimáticos e 

suas associações com naringenina revelaram significâncias em comparação com o experimento 

controle (Fig. 11). Nas condições em que as raízes não foram submetidas a qualquer pré-

tratamento, e após 6 h de digestão enzimática (Fig. 11A), os dados mostraram que os inibidores, 

exceto PIP, reduziram a digestibilidade, ou seja, 21% (NAR), 10% (PIP+NAR), 20% (MDCA), 

30% (MDCA+NAR), 10% (PROTO), 17% (PROTO+NAR), 13% (PDCA) e 39% (PDCA+NAR). 

É relevante notar que, em comparação com os inibidores aplicados isoladamente, a associações 
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com naringenina causaram maiores reduções na digestibilidade, indicando que o flavonoide tem 

maior efeito neste parâmetro. Após 24 horas de digestão enzimática das amostras(Fig. 11B), a 

digestibilidade foi reduzida em 18% (PIP+NAR), 13% (MDCA), 12% (MDCA+NAR) e 15% 

(PDCA+NAR).  

Subsequentes pré-tratamentos alcalinos das amostras (Lima et al., 2014) foram efetuados e 

os resultados revelaram que, após 6 horas de digestão (Fig. 11C) e em comparação com o controle, 

a digestibilidade aumentou 12% (MDCA), 37% (PDCA) e 12% (PDCA+NAR) e foi reduzida em 

26% (PROTO+NAR). Resultados similares foram obtidos após 24 horas de digestão enzimática 

(Fig. 11D), ou seja, aumentos de 10% (MDCA), 36% (PDCA) e 11% (PDCA+NAR) e redução de 

10% (PROTO+NAR). É interessante destacar que, sem ou com pré-tratamento, a associação 

PDCA+NAR manteve um aumento da digestibilidade, em comparação com o controle, o que 

reforça o papel indutor do PDCA. Além disso, o fato marcante observado foi com respeito aos 

inibidores MDCA (inibe a enzima 4-CL da via de fenilpropanoides; Fig. 1) e PDCA (inibe a 

enzima FNSII da via de tricin; Fig. 1). Ambos aumentaram a digestibilidade, com especial 

destaque para PDCA. No caso do MDCA, resultados obtidos em nosso laboratório indicam que 

este composto de fato aumenta a digestibilidade da biomassa de milho em condições laboratoriais 

e de campo (resultados não publicados), embora não tenha sido descrito um definitivo mecanismo 

de ação. De modo similar, não há uma clara explicação para o aumento da digestibilidade causado 

pelo PDCA, neste trabalho. Entretanto, tem sido relatado que, sob reações in vitro catalisadas por 

peroxidase, dímeros de tricin são formados com os três monolignóis canônicos da via de 

fenilpropanoides (Lan et al., 2015). Ainda valendo-se de experimentos in vitro, os mesmos autores 

constataram que tricin é incorporado na estrutura polimérica da lignina. Com base nisto, eles 

sugerem que tricin não somente se acopla com monolignois como também atua como sítio 

iniciador da cadeia polimérica de lignina, em monocotiledôneas. Mais recentemente (Lam et al., 

2017), demonstraram que em arroz, um mutante fnsII completamente desprovido de tricin mostrou 

substancial conteúdo reduzido de lignina com menores teores dos monômeros guaiacil (G) e 

siringil (S). Estes resultados indicam que a enzima FNSII é essencial para a deposição de lignina 

ligada a tricin na parede celular de monocotiledôneas. Outro aspecto que confirma o importante 

papel da FNSII é que a deficiência de tricin é parcialmente compensada pela incorporação de 

naringenina na estrutura da lignina seguido por aumentada digestibilidade da parede celular.  

 

4. Conclusões 

 

Diante das várias informações extraídas dos experimentos realizados um sumário é mostrado 

(Dados Suplementares; Tabela S1). De um modo geral, e levando em conta as condições 



 

53 

 

 

estabelecidas neste trabalho no que concerne ao tecido analisado (raiz de milho), concentrações 

dos compostos aplicados e o tempo de exposição das plântulas (24 horas), constata-se que: 1) 

naringeninareduz o crescimento das raízes; 2) aumenta o conteúdo de lignina, altera a sua 

composição monomérica e 3)induz a formação de tricin nas raízes.Aplicando-se inibidores 

enzimáticos da via de fenilpropanoides (PIP, MDCA, PROTO) e inibidor da via de tricin (PDCA) 

constata-se que: 4) todos os inibidores da via de fenilpropanoides afetam o crescimento das raízes; 

exceto PDCA; 5) todos os inibidores reduzem a produção de lignina afetando a composição 

monomérica; enquanto MDCA afeta negativamente, o PDCA não causa efeitos significativos 

sobre a composição monomérica; 6) MDCA e PDCA causam efeitos contrários sobre os teores 

dos ácidos ferúlico e p-cumárico esterificados à parede celular e, 7) o pré-tratamento alcalino da 

biomassa é necessário para distinguir os efeitos positivos do MDCA e do PDCA, dos demais 

inibidores, sobre a digestibilidade enzimática. No conjunto os resultados fornecem pistas 

interessantes quanto ao papel de naringenina nas duas vias metabólicas; como inibidor da via de 

fenilpropanoidese ativador da biossíntese de tricin, o qual é considerado um nucleador da 

lignificação em monocotiledôneas. Uma destas pistas está relacionada a um suposto papel do 

PDCAinibidor da FNSII na via de produção de tricin– no processo de produção de etanol a partir 

de milho e outras monocotiledôneas.  
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Fig. 1. Via de fenilpropanoides e de tricin. PAL, fenilalanina amônia-liase; C4H, cinamato 4-

hidroxilase; 4CL, p-cumarato:CoAligase; HCT, p-hidroxicinamoil-CoA:chiquimato/quinatop-

hidroxicinamoil transferase; C3H, p-cumaroilchiquimato/quinato 3-hidroxilase; CSE, 

cafeoilchiquimatoesterase; CCOMT,cafeoil-CoA 3-O-metiltransferase; CCR, cinamoil–CoA 

redutase; CAD, cinamoil álcool desidrogenase; F5H, ferulato 5-hidroxilase; COMT, cafeato3-O-

metiltransferase; CALDH, coniferaldeídodesidrogenase; POD, peroxidase; LAC, lacase;CHS, 

chalcona sintase; CHI, chalconaisomerase; FNSII, flavona sintase; F3H, naringenina 3-

dioxigenase; OMT, O-metiltransferase. H, p-hidroxifenil; G, guaiacil; S, siringil. 

 

Fig.2. Depleção da naringenina 0,1 mMna solução nutritiva.Valores médios (n = 4) ± erro padrão 

da média seguidos por * são significativamente diferentes do controle de acordo com o teste de 

Dunnett (p≤0,05). 

 

Fig.3. Efeitos da naringenina no comprimento (A), biomassa fresca (B) e biomassa seca (C) das 

raízes de milho. Valores médios (n = 4) ± erro padrão da média seguidos por * são 

significativamente diferentes do controle de acordo com o teste de Dunnett (p≤0,05). 

 

Fig.4. Efeitos da naringenina nos teores de lignina de raízes de milho após 24 h. Valores médios 

(n = 5) ± erro padrão da média seguidos por * são significativamente diferentes do controle de 

acordo com o teste de Dunnett (p≤0,05). 

 

Fig. 5.Efeitos de naringenina sobre a composição monomérica de lignina de milho.A) monômero 

H; B) monômero G; C) monômero S; D) soma H+G+S; E) proporção H:G:S; F) razão S/G. 

Valores médios ± erro padrão da média (n = 5), seguidos por * são significativamente diferentes 

de acordo com o teste de Scott-Knott(p≤0,05). 

 

Fig. 6.Efeitos de naringenina e de inibidores da via de fenilpropanoides nos teores de tricin de 

raízes de milho após 24 h. A) Naringenina 0,1 a 0,3 mM.B) Naringenina (NAR; 0,2 mM); PIP 0,1 

mM; MDCA 2.0 mM; PROTO 0,5 mM; PDCA 0,05 mM e suas associações com NAR 0,2 

mM.Valores médios ± erro padrão da média (n = 3), seguidos por * são significativamente 

diferentes de acordo com o teste de Scott-Knott(p≤0,05).nd = não detectado.  

 

 

Fig. 7.Efeitos de naringenina (NAR 0,2 mM) e de inibidores da via de fenilpropanoides (PIP 0,1 

mM; MDCA 2,0 mM; PROTO 0,5 mM; PDCA 0,05 mM)no comprimento (A), biomassa fresca 
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(B) e biomassa seca (C) das raízes de milho. Valores médios (n = 4) ± erro padrão da média 

seguidos por * são significativamente diferentes do controle de acordo com o teste de Dunnett 

(p≤0,05). 

 

Fig. 8.Efeitos de naringenina (NAR 0,2 mM) e de inibidores da via de fenilpropanoides (PIP 0,1 

mM; MDCA 2,0 mM; PROTO 0,5 mM; PDCA 0,05 mM)isolados e associados com NAR 0,2 

mMsobre os teores de lignina de raízes de milho. Valores médios ± erro padrão da média (n = 5), 

seguidos por * são significativamente diferentes de acordo com o teste de Scott-Knott(p≤0,05). 

 

Fig. 9.Efeitos de naringenina (NAR 0,2 mM) e de inibidores da via de fenilpropanoides (PIP 0,1 

mM; MDCA 2,0 mM; PROTO 0,5 mM; PDCA 0,05 mM) isolados e associados com NAR 0,2 

mMsobre a composição monomérica de lignina de milho. A) monômero H; B) monômero G; C) 

monômero S; D) soma H+G+S; E) proporção H:G:S; F) razão S/G. Valores médios ± erro padrão 

da média (n = 5), seguidos por * são significativamente diferentes de acordo com o teste de Scott-

Knott(p≤0,05). 

 

Fig. 10.Efeitos de naringenina (NAR 0,2 mM) e de inibidores da via de fenilpropanoides (PIP 0,1 

mM; MDCA 2,0 mM; PROTO 0,5 mM; PDCA 0,05 mM) isolados e associados com NAR 0,2 

mMnos teores dos ácidos ferúlico (A) e p-cumárico (B) esterificados à parede celular de raízes de 

milho após 24 h. Valores médios ± erro padrão da média (ácido ferúlico, n = 8; ácido p-cumárico, 

n = 5), seguidos por diferentes letras são significativamente diferentes de acordo com o teste de 

Scott-Knott(p≤0,05). 

 

Fig. 11.Efeitos de naringenina (NAR 0,2 mM) e de inibidores da via de fenilpropanoides (PIP 0,1 

mM; MDCA 2,0 mM; PROTO 0,5 mM; PDCA 0,05 mM)isolados e associados com NAR 0,2 

mMna digestibilidade de raízes após 6 h (A) e 24 hde raízes de milho (B) e apóspré-tratamento 

alcalino após 6h (C) e 24h (D). Valores médios (n = 4) ± erro padrão da média seguidos por 

diferentes letras são significativamente diferentes de acordo com o teste de Scott-Knott(p≤0,05). 
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Figura 3 
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Figura 4 
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Figura 5 
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Figura 10 
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Figura 11 
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Fig. S1. Efeitos denaringenina (NAR 0,2 mM) e de inibidores da via de fenilpropanoides (PIP 0,1 

mM e MDCA 2,0 mM) sobre a atividade da 4-cumarato:CoA ligase (4-CL)de raízes de milho, 

após 24 h. Valores médios ± erro padrão da média (n = 4), seguidos por * são significativamente 

diferentes de acordo com o teste de Scott-Knott(p ≤ 0,05). 
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Fig.S2.Espectrogramas de massas de um padrão de tricin (A) e de uma amostra de raízes de milho 

(B). As figuras representam os espectros de fragmentações do íon molecular 331 referentes ao 

padrão (A) e ao tricin presente na amostra (B) de raízes. As setas vermelhas indicam o íon 

molecular.
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Tabela S1. Sumário dos resultados obtidos neste trabalho. 

 

Experimento CR BF BS Lignina H G S H+G+S H:G:S S/G 4-CL Tricin FER p-CA 
SEM 

6 h 

SEM 

24 h 

PRE 

6 h 

PRE 

24 h 

NAR         18 60 22          

PIP         18 64 18          

PIP + NAR         19 62 19          

MDCA         41 46 13          

MDCA + NAR         44 45 11          

PROTO         18 59 23          

PROTO + 

NAR 
        22 56 22          

PDCA         16 65 19          

PDCA + NAR         20 62 18          

CR: comprimento da raiz    4-CL: 4-cumarato-CoA ligase    SEM: sem pré-tratamento  

BF: biomassa fresca     FER: ácido ferúlico esterificado    PRE: pré-tratamento alcalino 

BS: biomassa seca     p-CA: ácido p-cumárico esterificado  
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