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Resumo 

Rizobactérias promotoras de crescimento vegetal (PGPR) podem estimular o 

crescimento da planta hospedeira através da produção de determinadas substâncias, 

supressão de organismos deletérios, disponibilidade e captura de nutrientes minerais, 

entre outras atividades. Essas bactérias têm sido objeto de estudos devido aos efeitos 

produzidos em importantes culturas comerciais. A canola é uma opção de planta para 

cobertura de solo, para rotação de culturas e para produção de óleo, tanto comestível 

quanto biodiesel. No entanto, estudos sobre a diversidade de micro-organismos 

associados com culturas de canola e seu potencial para promover o crescimento das 

plantas são escassos. Dois estudos foram conduzidos nesse trabalho com os seguintes 

objetivos: i) isolar e identificar bactérias cultiváveis associadas ao solo rizosférico e 

raízes de canola (Brassica napus) para verificar se possíveis mudanças nas comunidades 

microbianas estão associadas com os diferentes estágios de rotação de culturas e com as 

diferentes fases do crescimento da planta; ii) avaliar as habilidades de promoção de 

crescimento vegetal dos isolados bacterianos; iii) utilizar isolados selecionados em 

experimentos in vivo em casa de vegetação; iv) desenvolver um microarranjo para 

identificação de bactérias diazotróficas cultiváveis e conhecidas de diferentes 

ambientes. Os resultados obtidos pelo isolamento tradicional indicaram a presença de 

diferentes populações de PGPRs no solo rizosférico e no interior das raízes de canola 

nos diferentes estágios de rotação de cultura. Além disso, a estrutura da comunidade 

microbiana foi influenciada pela variação sazonal, como indicado pelos diferentes 

gêneros identificados nos diferentes estágios de desenvolvimento da planta, havendo, 

também, uma correlação positiva entre a diversidade bacteriana e a quantidade de 

precipitação mensal. Agrobacterium, Burkholderia, Enterobacter e Pseudomonas foram 

os gêneros bacterianos predominantes entre todos os identificados. Muitas das bactérias 

isoladas foram capazes de produzir compostos indólicos e sideróforos, solubilizar 

fosfato e algumas também foram capazes de fixar nitrogênio. Alguns dos isolados 

promoveram o crescimento da planta em casa de vegetação. Com relação ao 

microarranjo para identificação de bactérias diazotróficas cultiváveis e conhecidas de 

diferentes ambientes, apesar de terem sido realizados apenas testes preliminares, 

acredita-se que o microarranjo apresente um bom potencial para atingir o seu objetivo. 

Esse facilitará a busca por bactérias com propriedades de promoção de crescimento 

vegetal para a produção de um inoculante para as culturas de canola do sul do Brasil. 
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Abstract 

Plant growth promoting rhizobacteria (PGPR) can stimulate host plant growth 

through the production of plant-growth substances, suppression of deleterious 

organisms, availability and uptake of mineral nutrients and other activities. These 

bacteria have been the object of studies due to the effects produced in commercially 

important crops. Canola is an option for ground cover plant for crop rotation and the 

production of oil both as food and biodiesel. However, studies on the diversity of such 

microorganisms associated with canola crops and their potential to promote plant 

growth are scarce. Two studies were conducted in this work with the following 

objectives: i) isolate and identify culturable bacteria associated with rhizospheric soil 

and roots of canola (Brassica napus) to verify if possible changes in microbial 

communities were associated with different stages of crop rotation and the different 

stages of canola growth; ii) evaluate the PGP abilities of bacterial isolates  iii) test some 

of the isolates for in vivo experiments in a greenhouse, iv) develop a microarray for 

identification of culturable diazotrophs in different environments. The results obtained 

by traditional isolation indicated the presence of a diverse population of PGPR in the 

rhizospheric soil and inside the roots of canola at different stages of crop rotation. 

Moreover, the microbial community structure was influenced by seasonal variation, as 

indicated by the different genera identified at different stages of canola development. 

There was also a relationship between bacterial diversity and monthly rainfall. 

Agrobacterium, Burkholderia, Enterobacter, and Pseudomonas were the prominent 

bacterial genera among all identified. Several of the isolated bacteria could produce 

indolic compounds and siderophores, to solubilize phosphate and some could also fix 

nitrogen. Some of the isolates were able to promote plant growth. Regarding the 

microarray, although only preliminary tests were performed, it was possible to show that 

the microarray has a good potential to achieve its goal. It will make easy the search for 

bacteria with properties of plant growth promotion for the production of an inoculant for 

canola cultivated in southern Brazil. 
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1 Introdução 

1.1 Rizobactérias promotoras de crescimento vegetal (Plant Growth Promotion 

Rhizobacteria ou PGPR) 

A rizosfera pode ser definida como o solo influenciado especificamente pelas 

raízes das plantas e/ou em associação com raízes, pêlos e material produzido pela 

planta. Este espaço inclui o solo ligado às raízes vegetais e, frequentemente, se estende 

uns poucos milímetros da superfície da raiz. Os exsudatos de plantas na rizosfera, tais 

como aminoácidos e açúcares, provêm uma rica fonte de energia e nutrientes para as 

bactérias, resultando em uma maior população bacteriana nesta área do que fora da 

mesma (Gray e Smith, 2005). De fato, a concentração de bactérias (por grama de solo) 

que é encontrada em volta das raízes (i.e., na rizosfera) é geralmente muito maior do 

que a densidade bacteriana, ou concentração, que é encontrada em outras porções do 

solo (Glick, 1995). No entanto, embora haja um grande número de bactérias na 

rizosfera, somente 7-15% da superfície total da raiz é ocupada por células microbianas 

(Gray e Smith, 2005). 

A interação entre bactérias e as raízes das plantas pode ser benéfica, nociva, ou 

neutra para a planta e, às vezes, o efeito de uma bactéria em particular pode variar como 

consequência das condições do solo (Lynch, 1990). Assim, por exemplo, é pouco 

provável que um organismo em particular, que facilite o crescimento vegetal por fixar 

nitrogênio, irá beneficiar a planta caso nitrogênio fixado exógeno seja adicionado ao 

solo (Glick, 1995). 

As bactérias que beneficiam as plantas são de dois tipos gerais. Existem as que 

estabelecem uma relação simbiótica com a planta hospedeira e aquelas que vivem 

livremente no solo, mas que frequentemente são encontradas perto ou até mesmo dentro 

das raízes das plantas. Os simbiontes, especialmente rizóbios, têm sido extensivamente 

estudados e desenvolvidos como alternativa para aumentar a produção das lavouras. As 

bactérias benéficas de vida livre no solo são geralmente chamadas de rizobactérias 

promotoras de crescimento vegetal, ou, como definido por um grupo de pesquisadores 

da China, bactérias que aumentam a produção (Yield Increasing Bacteria ou YIB) (Piao 

et al., 1992). Porém, para Gray e Smith (2005), PGPRs também incluem os rizóbios, 

devido à bem caracterizada simbiose legume-rizóbio. Independentemente dos 

mecanismos de promoção do crescimento vegetal, as PGPRs têm que colonizar a 

rizosfera em volta das raízes, o rizoplano (superfície da raiz) ou a raiz (dentro dos 

tecidos radiculares). Entre as rizobactérias há um gradiente de proximidade da raiz e 
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intimidade: (i) bactérias vivendo no solo perto das raízes, utilizando metabólitos 

excretados pela raiz como fontes de C e N, (ii) bactérias colonizando o rizoplano 

(superfície radicular), (iii) bactérias residindo no tecido radicular, habitando os espaços 

entre células corticais, (iv) bactérias vivendo dentro das células em estruturas 

radiculares especializadas, ou nódulos. Nessa última categoria encontram-se dois 

grupos: os rizóbios associados com legumes e espécies de Frankia associadas às plantas 

lenhosas. Cianobactérias simbiontes fixadoras de nitrogênio das cicadáceas são, 

também, consideradas PGPRs (Gray e Smith, 2005). Ainda, uma variedade de bactérias 

diferentes pode ser considerada PGPR, incluindo espécies de Azotobacter, Azospirillum, 

Pseudomonas, Acetobacter, Burkholderia e bacilos (Brown, 1974; Elmerich, 1984; 

Kloepper et al., 1988; 1989; Bashan e Levanony, 1990; Okon e Labandera-González, 

1994; Tang, 1994). 

Gray e Smith (2005) também adotaram duas divisões de PGPRs: PGPRs 

intracelulares – iPGPR, que englobam as bactérias que residem dentro das células 

vegetais, produzem nódulos e estão localizadas dentro dessas estruturas especializadas; 

e PGPRs extracelulares – ePGPR, bactérias que vivem fora das células vegetais e não 

produzem nódulos, mas acentuam o crescimento da planta, através da produção de 

compostos sinalizadores que estimulam diretamente o crescimento vegetal, aumentam a 

resistência das plantas ou melhoram a mobilização dos nutrientes do solo. A categoria 

ePGPR pode ser subdividida em três tipos, baseados no grau de associação com as 

raízes das plantas: bactérias que vivem perto, mas não em contato com as raízes; 

bactérias que colonizam a superfície radicular e bactérias que vivem nos espaços entre 

as células do córtex radicular. 

A promoção do crescimento vegetal pode ocorrer direta ou indiretamente (Glick, 

1995). Há várias maneiras pelas quais bactérias promotoras de crescimento vegetal 

podem afetar diretamente o crescimento da planta: através da fixação de nitrogênio 

atmosférico, da solubilização de minerais, tais como fósforo, produção de sideróforos 

(moléculas que solubilizam e sequestram ferro), ou pela produção de reguladores de 

crescimento vegetal (hormônios), que acentuam o crescimento vegetal em vários 

estágios de desenvolvimento. A promoção indireta de crescimento ocorre quando a 

PGPR diminui ou impede os efeitos deletérios de um ou mais organismos 

fitopatogênicos (Glick, 1995). A bactéria pode afetar o crescimento vegetal por um ou 

mais desses mecanismos, e também utilizar diferentes habilidades para promover o 

crescimento da planta em vários estágios durante o seu ciclo de vida (Glick et al., 1999). 
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1.2 Benefícios diretos das PGPRs para as plantas 

1.2.1 Fixação biológica do nitrogênio 

O nitrogênio é um dos principais constituintes das biomoléculas e, em sua forma 

molecular (N2), compõe quase 80% da atmosfera. Apesar de abundante, o nitrogênio do 

ar é quimicamente inerte e poucos são os organismos capazes de utilizá-lo. 

Determinadas bactérias utilizam como fonte de nitrogênio para o seu metabolismo o 

enorme reservatório gasoso da atmosfera e estas possuem a capacidade de catalisar a 

redução do nitrogênio molecular à amônia e incorporar esse nitrogênio em suas 

moléculas orgânicas (aminoácidos e proteínas), processo denominado de Fixação 

Biológica do Nitrogênio (FBN, Newton, 2000).  

A capacidade de fixar nitrogênio é determinada pelo complexo enzimático da 

nitrogenase e as bactérias que o possuem são chamadas de diazotróficas. Até o homem 

conseguir realizar a fixação do nitrogênio industrialmente, as bactérias diazotróficas 

eram responsáveis pela fixação de cerca de 90% do nitrogênio do planeta, enriquecendo 

os oceanos e os solos com formas de nitrogênio assimiláveis pelas algas e plantas e, 

desta forma, sustentando toda a biosfera. Com o aumento explosivo da população 

humana no último século o homem passou a interferir significativamente nesta equação, 

colocando fertilizantes nitrogenados nas lavouras para suprir a crescente demanda de 

alimentos (Newton, 2000). 

O nitrogênio, por ser essencial, é frequentemente limitante na produção agrícola. 

Muitos são os processos que podem levar à perda desse importante elemento em 

agroecossistemas: desnitrificação, volatilização da amônia, queimadas (processos que 

retornam o nitrogênio à forma gasosa) e lixiviação de nitratos para as camadas 

profundas do solo. Para repor o nitrogênio perdido são usados fertilizantes nitrogenados 

ou a FBN (Neves e Rumjanek, 1998). No entanto, o uso extensivo de fertilizantes 

nitrogenados na agricultura representa um problema econômico, social, ambiental e de 

saúde pública. Grande parte dos fertilizantes nitrogenados adicionados ao solo é 

volatilizada, consumida por bactérias quimiolitotróficas (que voltam a reduzir o nitrato, 

liberando óxido nitroso e óxido nítrico na atmosfera) ou lixiviada, sendo levada pela 

água até o lençol freático. Contaminando o lençol freático, o excesso de nitrogênio pode 

chegar a rios e lagoas e causar a eutroficação destes ambientes (Lewis et al., 1984). 

A produção de soja no Brasil é um exemplo da eficiência da FBN, pois, desde 

que foram realizados programas para o incremento da fixação de N2, que resultaram no 

desenvolvimento de inoculantes com linhagens de Bradyrhizobium, requerendo poucas 
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aplicações de fertilizantes nitrogenados (Alves et al., 2004). Entretanto, nem todas as 

PGPRs são diazotróficas. Muitas fixam nitrogênio somente em quantidades limitadas, 

que, na maioria das vezes, não é suficiente para o seu próprio consumo, muito menos 

para os requerimentos de nitrogênio da planta hospedeira (Hong et al., 1991). Algumas 

PGPRs diazotróficas fornecem às suas plantas hospedeiras uma parte da quantidade do 

nitrogênio fixado que elas precisam; entretanto, o nitrogênio fixado é somente um 

componente menor do benefício geral para a planta (Chanway e Holl, 1991). 

Os micro-organismos fixadores de nitrogênio são muito diversos, com 

representantes cultiváveis em todos os grupos filogenéticos de procariotes (Gram 

positivos, Gram negativos, Archaea e Cianobactérias). Os genes de fixação de 

nitrogênio não são distribuídos entre todos os representantes relacionados 

filogeneticamente, isto é, os genes de fixação de nitrogênio são encontrados em diversos 

grupos filogenéticos, mas gêneros fixadores e não fixadores podem estar em grupos 

fortemente relacionados (Affourtit et al., 2001). 

Apesar da variedade de organismos capazes de fixar nitrogênio, o complexo da 

nitrogenase é muito similar na maioria destes. A nitrogenase é formada por duas 

proteínas sensíveis ao oxigênio. O componente I ou dinitrogenase é uma proteína ferro-

molibdênio, formada por duas subunidades. O componente II ou dinitrogenase redutase 

é uma proteína ferro-enxofre, que transfere os elétrons para a dinitrogenase. Estas 

proteínas, juntamente com ATP, Mg+2 e uma fonte de elétrons são essenciais para a 

atividade de fixação de nitrogênio (Moat e Foster, 1995). 

Um ambiente anaeróbio ou microaeróbico é exigido para a atividade da 

nitrogenase, devido à sensibilidade desta ao oxigênio. Assim, uma hidrogenase acoplada 

a uma rota bioquímica que consome oxigênio, ajuda a manter a anaerobiose do sistema. 

A fixação de nitrogênio é energeticamente muito dispendiosa e é inibida pela presença 

de nitrogênio fixado, principalmente amônia (Zehr et al., 2000). 

A bactéria de vida livre Klebsiella pneumoniae foi o primeiro micro-organismo 

diazotrófico a ter os genes envolvidos na FBN identificados e caracterizados, inclusive 

o processo de FBN primeiramente estudado (Arnold et al., 1988). Nela, os genes de 

fixação do nitrogênio (nif, do inglês, nitrogen fixation), encontram-se agrupados em 

uma região cromossômica abrangendo 24.206 pares de base (Arnold et al., 1988), onde 

estão dispostos 20 genes, organizados em 8 operons: nifJ, nifHDKTY, nifENX, 

nifUSVWZ, nifM, nifF, nifLA e nifBQ. 



17 
 

Como mencionado anteriormente, o complexo da enzima nitrogenase é 

composto de duas proteínas conservadas: a proteína ferro-molibdênio, um tetrâmero 

composto de quatro subunidades codificadas pelos genes nifD e nifK e a ferro-proteína, 

um dímero com duas subunidades idênticas, codificadas pelo gene nifH. O gene da 

ferro-proteína, nifH, é um dos genes funcionais mais antigos da história da evolução e 

as relações entre as bactérias baseadas nas divergências de sequências deste gene tem 

estado de acordo com a filogenia inferida pelas sequências do gene do rRNA 16S. Esta 

característica do gene nifH tem possibilitado o estudo da diversidade dos genes de 

fixação de nitrogênio em bactérias de interesse, bem como a caracterização de tais genes 

em comunidades microbianas do solo (Rosado et al., 1998). 

Sequências do gene nifH têm sido amplificadas e sequenciadas de um grande 

número de ambientes, incluindo raízes de arroz, solos, oceanos e invertebrados (Zani et 

al., 2000). A amplificação do nifH pode fornecer informações sobre quais tipos de 

organismos podem estar envolvidos na fixação de N2, confirmar a presença dos genes 

em um determinado organismo que se espera ser fixador ou identificar a presença de 

organismos que são suspeitos de serem pequenos contribuintes na fixação de N2 (Zehr 

et al., 1996). 

1.2.2 Produção de sideróforos 

Algumas ePGPRs podem produzir e secretar moléculas de baixo peso molecular 

que se ligam ao ferro com uma alta afinidade, denominadas de sideróforos (Gray e 

Smith, 2005). Embora o ferro seja um dos minerais mais abundantes na Terra, ele está 

relativamente indisponível no solo para a assimilação direta pelos micro-organismos. A 

razão é que em solos aeróbios, o Fe é encontrado predominantemente na forma Fe3+, 

principalmente como constituinte de polímeros oxihidroxi com uma solubilidade 

extremamente baixa, 10-18 M em pH neutro. As concentrações mínimas requeridas para 

o crescimento normal das plantas são de 10-9 a 10-4 M e, para muitos micro-organismos, 

de aproximadamente 10-5 a 10-7 M. Para superar esse problema, os micro-organismos do 

solo secretam os sideróforos. Esses compostos se ligam ao ferro, são transportados de 

volta à célula microbiana e, então, o ferro fica disponível para o desenvolvimento da 

bactéria (Dobbelaere et al., 2003). Essa ligação ferro-sideróforo também impede a 

proliferação de patógenos, devido ao sequestro do ferro do meio ambiente. Exemplos de 

ePGPRs com esta atividade incluem Pseudomonas putida e P. aeruginosa. P. putida 

inibe o crescimento de Fusarium oxysporum, um patógeno de tomate (Vandendergh e 
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Gonzalez, 1984), enquanto P. aeruginosa inibe o crescimento de Pythium, também um 

patógeno do tomate (Buysens et al., 1995).  

Ao contrário dos fitopatógenos microbianos, as plantas não são prejudicadas 

com a depleção de ferro pelas ePGPRs. Algumas plantas podem capturar o complexo 

ferro-sideróforo bacteriano, transportando-o para dentro de suas células, onde o ferro é 

liberado do sideróforo e fica disponível para a planta (Crowley et al., 1988). A produção 

de sideróforos também tem sido estudada em Azospirillum lipoferum (Saxena et al., 

1986; Shah et al., 1992), Azospirillum brasilense (Bachhawat e Ghosh, 1987) e 

Azotobacter vinelandii (Knosp et al., 1984; Demange et al., 1988).  

1.2.3 Solubilização de fosfato 

O fósforo existe na natureza em uma variedade de formas orgânicas (derivadas 

de micro-organismos e plantas) e inorgânicas (originada de fertilizantes fosfatados), que 

são muito pouco solúveis (Paul e Clarck, 1989). Na verdade, o fósforo é um dos 

nutrientes menos solúveis no ambiente, com menos do que 5% do fosfato total do solo 

estando disponível para as plantas (Dobbelaere et al., 2003). Sendo o fósforo um 

elemento nutricional essencial para o crescimento das plantas, a adição de fertilizantes 

fosfatados é uma prática comum na agricultura moderna. Entretanto, uma grande porção 

do fosfato inorgânico solúvel aplicado ao solo como fertilizante é rapidamente 

imobilizada pelo ferro e pelo alumínio, em solos ácidos, e por cálcio, em solos 

calcáreos, logo depois da aplicação, tornando-se, assim, indisponível para as plantas 

(Holford, 1997). Micro-organismos presentes no solo são capazes de solubilizar fosfato 

mineral insolúvel pela produção de vários ácidos orgânicos que acidificam o solo, 

liberando íons ortofosfato solúveis, que podem ser captados pelas plantas (Jones, 1998). 

Adicionalmente, tais micro-organismos são capazes de mineralizar compostos orgânicos 

fosfatados pela liberação de enzimas fosfatases (Garcia et al., 1992). A presença de 

quantidades significativas de atividade de fosfatases tem sido reportada e a maior fonte 

dessa atividade no solo é considerada como sendo de origem microbiana. Esta atividade 

é substancialmente aumentada na rizosfera (Rodríguez e Fraga, 1999). 

Frequentemente, a solubilização de fosfato tem sido citada como um possível 

mecanismo de promoção de crescimento vegetal por ePGPRs. Um grande número de 

bactérias solubilizadoras de fosfato tem sido isolado da rizosfera de várias lavouras. Foi 

estimado que esses micro-organismos possam constituir de 20 a 40% da população de 

micro-organismos cultiváveis do solo e que uma proporção significativa deles possa ser 

isolada do solo da rizosfera (Chabot et al., 1993). Embora haja uma boa evidência para 



19 
 

a solubilização de fosfato por estes micro-organismos em culturas puras, é difícil 

demonstrar a solubilização de fosfato nos sistemas planta-micro-organismo. A produção 

por estas linhagens bacterianas de outros metabólitos benéficos para as plantas tais 

como fito-hormônios, antibióticos ou sideróforos, entre outros, tem criado confusão 

sobre o papel específico da solubilização de fosfato no crescimento vegetal e na 

estimulação da produção vegetal (Kloepper et al., 1989). 

Experimentos feitos com diazotróficos solubilizadores de fosfato são poucos e 

os resultados obtidos são muito diversos, variando de acordo com a planta ou a espécie 

bacteriana. Bacillus megaterium e Paenibacillus polymyxa são capazes de acentuar o 

crescimento e a produção, mas não a captação de fósforo em canola, indicando que a 

solubilização de fosfato não é o principal mecanismo responsável pela resposta positiva 

de crescimento (de Freitas et al., 1997). Entretanto, estudos com Bacillus firmus (Datta 

et al., 1982) e P. polymyxa (Gaur e Ostwal, 1972) comprovaram o aumento na captação 

do fósforo e na produção em lavouras de arroz e trigo, respectivamente, depois da 

inoculação destas bactérias. 

Vários estudos têm examinado a habilidade de diferentes espécies bacterianas 

em solubilizar compostos fosfatados inorgânicos insolúveis, tais como fosfato tricálcio, 

fosfato dicálcio, hidroxiapatita e fosfato rochoso. Entre os gêneros bacterianos com esta 

capacidade estão Pseudomonas, Bacillus, Rhizobium, Burkholderia, Achromobacter, 

Agrobacterium, Micrococcus, Aereobacter, Flavobacterium e Erwinia, sendo que 

Rhizobium, Pseudomonas e Bacillus são os mais poderosos solubilizadores, enquanto o 

fosfato tricálcio e a hidroxiapatita são os substratos mais degradáveis. Como 

mencionado anteriormente, existe uma enorme quantidade de bactérias solubilizadoras 

de fosfato no solo e na rizosfera. Estas incluem linhagens aeróbias e anaeróbias, sendo 

que a maior concentração de bactérias solubilizadoras de fosfato é encontrada na 

rizosfera, em comparação com solo não rizosférico (Rodríguez e Fraga, 1999). 

1.2.4 Produção de reguladores de crescimento vegetal 

Os reguladores de crescimento vegetal são hormônios vegetais (fito-hormônios), 

os quais são reguladores naturais do crescimento das plantas, influenciando os 

processos fisiológicos. Os reguladores de crescimento vegetal podem ser classificados 

como auxinas (diferenciação celular, crescimento radicular, crescimento de frutos e 

controle da abscisão), citocininas (regulação do crescimento, diferenciação celular e 

senescência vegetal), giberilinas (divisão e alongamento celular, interrupção da 

dormência e aumento do desenvolvimento dos frutos), ácido abscísico (regulação da 
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transpiração, quebra de dormência e desenvolvimento inicial das sementes) e etileno 

(amadurecimento dos frutos, promoção da abscisão de folhas, frutos e flores e 

influência na expressão do sexo feminino) (Raven et al., 1996; Arshad e Frankenberger-

Jr, 1998). A produção destes reguladores já foi relatada em bactérias dos gêneros 

Gluconoacetobacter, Azospirillum, Herbaspirillum, Methylobacterium, Erwinia, 

Pantoea e Pseudomonas (Fuentes-Ramirez et al., 1993; Patten e Glick, 1996; Lucangeli 

e Bottini, 1997; Bastián et al., 1998; Cassán et al., 2001; Verma et al., 2001; Koenig et 

al., 2002;), sendo, portanto, essa habilidade amplamente encontrada em bactérias 

associadas às plantas. 

A produção de fito-hormônios é um mecanismo de interação bactéria-planta, 

sendo influenciada por vários fatores, como o genótipo da planta e do próprio micro-

organismo. Este fato foi relatado por Jain e Patriquin (1985), que mostraram que 

linhagens endofíticas puras de Azospirillum, ou filtrados das culturas, induzem a 

ramificação da raiz de trigo. Esses autores observaram que este fenômeno era 

influenciado pelo genoma bacteriano, em nível de linhagem, e pelo genoma da planta, 

em nível de cultivar. Nesse mesmo trabalho foi isolada e caracterizada uma auxina, 

ácido indol-acético (AIA), produzida pela bactéria, a qual apresentou relação com o 

efeito de ramificação da raiz (ver adiante). 

As auxinas (do grego auxein= aumentar) são hormônios vegetais originárias do 

aminoácido triptofano, sendo a auxina natural chamada de ácido indol-acético (AIA) 

(Raven et al., 1996). A habilidade para sintetizar fito-hormônios é amplamente 

distribuída entre bactérias associadas a plantas – 80% dos isolados bacterianos de 

rizosferas são capazes de produzir AIA (Zakharova et al., 1999). Os primeiros estudos 

datam do final da década de 70. Tien e colaboradores (1979) demonstraram que uma 

linhagem de Azospirillum brasilense, quando exposta ao triptofano, produzia AIA e 

ácido láctico e a produção de AIA aumentava com a idade da cultura. Bacillus spp., 

isolado da rizosfera de Phaseolus vulgaris produz quantidades significativas de AIA 

(Srinivasan et al., 1996). Os isolados de rizosfera dos gêneros Enterobacter, 

Xanthomonas, Pseudomonas, Alcaligenes, Azotobacter, Acetobacter e Agrobacterium 

produzem uma maior quantidade de AIA do que os isolados de solo não associados à 

raiz (Asghar et al., 2002). Em bactérias fito-patogênicas, tais como Agrobacterium 

tumefaciens e patovares de Pseudomonas syringae, o AIA é produzido do triptofano via 

o intermediário indol-acetoamida e tem sido relacionado a tumores em plantas. As 
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bactérias benéficas sintetizam AIA predominantemente por um caminho alternativo 

dependente de triptofano, através do ácido indol-pirúvico. 

A promoção do crescimento radicular é um dos marcadores pelo qual o efeito 

benéfico das bactérias promotoras de crescimento é medido. O estabelecimento rápido 

de raízes por alongamento das raízes primárias ou por proliferação de raízes laterais e 

adventícias é vantajoso para plantas jovens. Com muitas raízes, essas plantas aumentam 

a sua habilidade de se ancorar ao solo e obter água e nutrientes do ambiente, 

acentuando, assim, as suas chances de sobrevivência. Muitas bactérias promotoras do 

crescimento sintetizam AIA, e seu efeito na planta mimetiza o do AIA exógeno (Patten e 

Glick, 2002). O ácido indol-acético aparentemente não funciona como um hormônio em 

células bacterianas e sua produção pelas bactérias pode ter surgido devido à sua 

importância na relação bactéria-planta. Este regulador, quando secretado por bactérias, 

poderia promover o crescimento da raiz diretamente pela estimulação do alongamento 

da célula vegetal ou divisão celular, pela influência da ACC desaminase (1-

aminociclopropano-1-carboxilato, um precursor do etileno) (Patten e Glick, 2002). 

Segundo esses autores, o papel do AIA bacteriano na promoção do crescimento vegetal 

ainda não está totalmente esclarecido.  

1.3 Diversidade das comunidades microbianas associadas às raízes  

Estudos que busquem investigar a ecologia de micro-organismos associados com 

as raízes das plantas são de fundamental importância para a compreensão do impacto 

que novas tecnologias agrícolas terão sobre a ecologia do solo, as transformações de 

nutrientes e a sucessão vegetal. Entre essas tecnologias destaca-se a utilização de 

inoculantes, sendo necessário o conhecimento prévio das populações nativas a fim de 

avaliar o impacto produzido pelo uso (Di Cello et al., 1997). Por exemplo, Gilbert e 

colaboradores (1996) verificaram que a inoculação de Bacillus cereus UW85nl alterou a 

composição e/ou a diversidade de comunidades da rizosfera em três de quatro 

experimentos com soja. 

Vários são os aspectos que influenciam na composição da comunidade 

microbiana na rizosfera. Dentre eles destacam-se o tipo da planta, o estágio de 

crescimento da mesma, variação na exsudação de compostos orgânicos pelas raízes, 

variações sazonais e diferentes práticas de cultivo. 

As plantas exercem claramente um efeito significativo sobre a estrutura da 

comunidade bacteriana que habita a rizosfera, como demonstrado em diversos trabalhos 

(Weiland e Sundsbak, 2000; Marschner et al 2001; Smalla et al 2001; Kuske et al 2002; 
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Dunfield e Germida 2003; Garbeva et al 2004). Germida e colaboradores (1998) 

avaliaram a diversidade de bactérias endofíticas e do rizoplano associadas a plantas de 

canola cultivadas em três diferentes locais. Além disso, compararam as comunidades do 

rizoplano de canola e trigo em um desses locais, a fim de verificar se o tipo de planta 

influenciaria significativamente na composição da comunidade no mesmo solo. No 

trabalho, os autores verificaram que o tipo de planta influenciou a diversidade das 

bactérias associadas às raízes, sendo que a canola desempenhou um grande papel no 

controle da diversidade dessas bactérias.  

Dados mais recentes sugerem que as variações observadas na atividade sazonal e 

abundância relativa de comunidades microbianas da rizosfera são planta-dependentes, 

afirmando que a determinação das comunidades de fungos e bactérias residentes na 

rizosfera é influenciada não apenas pela planta, mas também quanto ao seu estágio de 

desenvolvimento. A mudança de uma planta jovem, em florescimento ou em 

senescência pode influenciar a estrutura da comunidade microbiana, sendo observada 

uma maior variabilidade de micro-organismos quando associados a plantas jovens 

(Houlden et al., 2008). Entretanto, o efeito do estágio de desenvolvimento da planta em 

comunidades microbianas da rizosfera, não tem sido tão amplamente investigado (Di 

Cello et al., 1997; Dunfield e Germida, 2003; Mougel et al, 2006; Houlden et al., 2008) 

Outro aspecto que influencia na composição da comunidade microbiana na 

rizosfera é rizodeposição de nutrientes pelas raízes das plantas, suportando um maior 

crescimento microbiano em regiões próximas das raízes em comparação com as demais 

regiões do solo. Isso resulta em um enriquecimento de micro-organismos próximo às 

raízes, formando agregados biológicos complexos, um fenômeno muitas vezes referido 

como o "efeito rizosfera" (Rovira et al., 1965; Dunfield e Germida, 2003; Mougel et al, 

2006). A diferença de exudação depende tanto da espécie vegetal (Sørensen, 1997; 

Jaeger et al., 1999) como do estágio em que a planta se encontra (Di Cello et al., 1997), 

podendo haver a seleção de genótipos de micro-organismos que se adaptam a essas 

mudanças. 

A prática de cultivo, como, por exemplo, a rotação de cultura também afeta 

composição da comunidade microbiana associada às raízes (Di Cello et al., 1997; 

Lupwayi et al., 1998; Smalla et al., 2001; Dunfield and Germida, 2003; Houlden et al., 

2008). Esse aspecto também está diretamente ligado ao tipo de planta presente e, 

consequentemente, aos exsudados liberados pelas raízes das mesmas. 
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Variações sazonais também foram encontradas quando foi analisada a 

diversidade microbiana no solo. Estudos em que as comunidades microbianas foram 

examinadas ao longo de uma temporada de campo muitas vezes indicaram essa varição 

sazonal (Di Cello et al, 1997; Grayston et al, 2001; Smalla et al, 2001; Dunfield e 

Germida, 2003; Houlden et al., 2008). Smalla e colaboradores (2001) apresentaram 

evidências demonstrando que a abundância e a composição das populações de bactérias 

da rizosfera associadas com morango, batata e canola mudaram ao longo da temporada. 

Grayston e colaboradores (2001) demonstraram que o crescimento microbiano do solo e 

sua atividade metabólica frequentemente aumentaram na primavera e no verão em 

conjunto com temperaturas mais elevadas do solo, maior mobilização da matéria 

orgânica acumulada e um crescimento da raiz mais acelerado. Além da temperatura, 

outro fator que influencia a diversidade bacteriana é a precipitação (Wardle, 1998). 

Wylie et al., (1994) demostraram que a distribuição de chuvas e umidade do solo foram 

os principais fatores que regularam a diversidade de micro-organismo no solo. Nogueira 

e colaboradores (2006) relataram que o solo que apresentou uma maior atividade 

microbiana também apresentou um maior teor de água. 

1.4 Microarranjos de DNA 

Os micro-organismos representam o grupo mais diverso em termos de filogenia 

e funcionalidade, compreendendo a maior parte da diversidade dos três domínios da 

vida: Archaea, Bacteria e Eukarya (Whitman et al., 1998; Curtis et al., 2002). Eles 

mediam quase todos os processos biológicos do planeta, tais como ciclos 

biogeoquímicos do carbono, nitrogênio, enxofre, fósforo e metais (ferro, cobre e zinco) 

e biodegradação ou estabilização de ambientes contaminados. Além disso, estes 

organismos estão amplamente distribuídos em vários ambientes, mesmo os mais 

extremos. Numerosos mecanismos enzimáticos lhes permitiram adaptar-se a quase 

todos os nichos ecológicos e tirar vantagem de qualquer condição ambiental (Øvreås, 

2000; Guerrero e Berlanga, 2006).  

A ecologia microbiana é um amplo estudo da relação entre micro-organismos e 

seus ambientes bióticos e abióticos, compreendido, predominantemente, pela análise da 

composição, abundância e atividade das comunidades microbianas. Apesar de nosso 

conhecimento crescente do papel dos micro-organismos no funcionamento dos 

ecossistemas, a nossa visão atual do mundo microbiano ainda está incompleta e várias 

questões permanecem sem solução. Isto é parcialmente explicado (i) pela enorme 

diversidade de genes e metabolismos das espécies existentes, mas, também, de nichos 
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ecológicos e (ii) por limites tecnológicos, tais como a nossa incapacidade de cultivo 

para a maioria dos micro-organismos (Amann et al., 1995; Pace, 1997). A 

caracterização, identificação e análises quantitativas de comunidades microbianas 

diversas em ambientes naturais é um grande desafio. Existe uma consciência de que a 

baixa abundância de determinados micro-organismos, chamados “biosfera rara”, é 

ofuscada pelas populações dominantes. Entretanto, tais bioferas raras são altamente 

diversas e largamente inexploradas (Sogin et al, 2006) e podem representar a chave para 

a resiliência do ecossistema. 

A tecnologia do microarranjo é uma das ferramentas atualmente mais utilizadas 

para o estudo da ecologia microbiana. Juntamente com o sequenciamento de última 

geração (NGS, do inglês Next Generation Sequencing), essas metodologias 

possibilitaram a percepção de que a diversidade e densidade populacional de 

comunidades microbianas que habitam a biosfera são muito maiores que as estimativas 

anteriores, baseadas em bactérias cultiváveis e sequências da subunidade pequena do 

rDNA (16S rDNA).  

O princípio básico da tecnologia do microarranjo de DNA é simplesmente a 

identificação de uma mistura de ácidos nucleicos desconhecidos (alvos) pela 

hibridização com numerosos ácidos nucleicos conhecidos (sondas), que são 

imobilizados ordenadamente em uma superfície sólida, geralmente lâminas de vidro, 

plástico ou náilon (Loy et al, 2006). As sondas podem ser sintetizadas a partir de DNA 

(utilizando-se PCR) ou a partir de RNA (utilizando RT-PCR para obter cDNA). Ainda é 

possível fazer a síntese in situ de oligos, como é o caso das tecnologias Affymetrix e 

Agilent. As sondas são sintetizadas e, então, depositadas na superfície da matriz. Um 

procedimento comum para essa deposição utiliza um conjunto de pinos ou agulhas finas 

controlado por um braço robótico que é mergulhado em poços contendo as sondas de 

DNA e que, em seguida, deposita cada conjunto de sondas em locais designados na 

superfície da matriz. Tais robôs podem produzir, de forma simultânea, centenas de 

microarranjos contendo conjuntos idênticos de sondas. 

O microarranjo é utilizado para responder uma pergunta relacionada aos DNA 

impressos na sua superfície. A resposta é obtida através da incubação do microarranjo 

com uma solução contendo DNAs, cDNAs ou RNAs que são gerados/obtidos da 

amostra biológica particular em estudo. Entretanto, antes da incubação, os DNAs ou 

RNAs utilizados para a hibridação no microarranjo são marcados com um corante 

fluorescente (ou em certos casos, um elemento radioativo). Dessa forma, as 
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hibridizações entre os DNAs ou RNAs com sequências complementares às sequências 

depositadas na superfície do microarranjo podem ser facilmente detectadas e 

quantificadas pelo princípio da complementaridade (Draghici, 2003). 

A tecnologia do microarranjo foi originalmente desenvolvida por Schena e 

colaboradores (1995) para verificar padrões de expressão gênica. Essa foi desenvolvida 

visando combinar uma maior eficiência da tecnologia de Hibridização in situ com 

Fluorescência (FISH, do inglês Fluorescence in situ Hybridization) com a técnica de 

Southern blot, em um pacote menor e mais compacto (Schena et al., 1995; Shalon et al., 

1996). Posteriormente, diversos trabalhos utilizaram a técnica em estudos visando a 

detecção de genes e a quantificação da expressão gênica (Loy et al., 2002; Lemarchand  

et al., 2004). Subsequentemente, a tecnologia foi adaptada para verificar o perfil de 

comunidades ambientais, buscando diferentes aspectos da ecologia microbiana, 

incluindo o ciclo do metano, a diversidade microbiana total e uma série de funções 

biogeoquímicas (Wilson et al., 2002; Zhou, 2003; Bae e Park, 2006). Nos últimos anos, 

a tecnologia do microarranjo surgiu como uma ferramenta muito poderosa para a 

detecção e identificação de bactérias em diversos níveis taxonômicos. Essa permite a 

identificação de linhagens puras e a análise simultânea de muitos organismos alvos em 

comunidades microbianas complexas, bem como o monitoramento de mudanças 

temporais e espaciais na estrutura de comunidades microbianas (Bodrossy e Sessitsch, 

2004; Gentry et al., 2006; Loy e Bodrossy, 2006; Wagner et al., 2007). 

A primeira grande divisão que pode ser feita em relação aos tipos de 

microarranjos é quanto ao tipo de sonda imobilizada na lâmina: microarranjos de DNA - 

constituídos de fragmentos de DNA tipicamente gerados utilizando PCR (Shena et al., 

1995; DeRisi et al., 1997; Marshall e Hodgson, 1998); e microarranjos de 

oligonucleotídeos - constituídos de sequências de oligonucleotídeos curtas (10 a 40 

nucleotídeos) ou longas (maior que 120 nucleotídeos), que são projetadas para serem 

complementares às regiões codificadoras de interesse. Microarranjos baseados em 

sondas oriundas de DNA possuem certas vantagens sobre microarranjos de 

oligonucleotídeos, especialmente para monitorar os padrões de expressão gênica. Uma 

dessas vantagens é a maior sensibilidade dos microarranjos baseados em sondas 

oriundas de DNA quando comparados a microarranjos de oligonucleotídeos, podendo 

esses últimos ser de 10 a 100 vezes menos sensíveis que os primeiros (Wu et al., 2001; 

Denef et al., 2003; Rhee et al., 2004; Wu et al., 2004). Além disso, arranjos de DNA não 

necessitam do prévio conhecimento das sequências, diferentemente dos arranjos de 



26 
 

oligonucleotídeos. Isso porque os fragmentos de DNA com sequências desconhecidas 

podem ser amplificados de clones utilizando-se primers vetor-específicos. Entretanto, 

microarranjos de oligonucleotídeos também possuem vantagens quando comparados 

com microarranjos de DNA. Entre tais vantagens pode-se citar a maior facilidade com 

relação ao desenho das sondas, a vantagem de minimizar os efeitos confusos da 

hibridização-cruzada (Wodicka et al., 1997) e a capacidade de evitar regiões 

conservadas de genes ou regiões contendo estruturas secundárias estáveis. Além disso, 

estes arranjos são adequados para a detecção de mutações genéticas e polimorfismos, 

sendo que sondas de oligonucleotídeos curtos (~20 nucleotídeos) podem identificar um 

único mau pareamento de bases em uma hibridização sonda-alvo (Wilson et al., 2002; 

Urakawa et al., 2003). 

 Outra classificação dos microarranjos, descrita por Zhou e Thompson (2002), é 

baseada no tipo de sonda e sua potencial aplicação: i) Arranjos Gênicos Funcionais 

(FGA, do inglês Functional Gene Arrays) são usados para avaliar as atividades 

microbianas e são baseados no uso de sondas para genes codificadores de proteínas 

envolvidas em funções específicas; ii) Arranjos de Comunidades Genômicas (CGA, do 

inglês Community Genome Arrays) contêm sondas de grandes fragmentos de DNA e são 

utilizados para a detecção de genes-alvo e organismos; iii) Arranjos de 

Oligonucleotídeos para Filogenia (POA, do inglês Phylogenetic Oligonucleotide 

Arrays) são utilizados para avaliar a diversidade microbiana e são baseados em sondas 

de genes rDNA. Tais microarranjos são discutidos com mais detalhes a seguir. 

1.4.1 Arranjos Gênicos Funcionais (FGA) 

 FGAs são um tipo especial de microarranjo contendo sondas para genes-chave 

envolvidos em processos microbianos funcionais de interesse, tais como ciclos 

biogeoquímicos de carbono (C), nitrogênio (N), enxofre (S), fósroro (P) e metais, 

resistência a antibióticos, biodegradação de ambientes contaminados e resposta a 

estresses (He et al., 2011). É uma ferramenta específica, sensível e quantitativa para 

análise rápida de comunidades microbianas para diferentes habitats, tais como água, 

solo, ambientes extremos, bioreatores e microbiomas humanos. Estes são utilizados, 

principalmente, para a análise funcional da atividade de comunidades microbianas em 

ambientes naturais (Wu et al., 2001). 

 O primeiro FGA foi construído com 89 sondas para quatro genes funcionais 

envolvidos no ciclo do nitrogênio (nirS, nirK, amoA e pmoA). Essas sondas foram 

amplificadas por PCR a partir de culturas puras e clones de bibliotecas (Wu et al., 
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2001). Em seguida, vários FGAs foram desenvolvidos com amplicons de PCR ou 

oligonucleotídeos para alvos específicos de genes envolvidos em outros processos 

funcionais (Taroncher-Oldenburg et al., 2003, Steward et al., 2004, Bontemps et al., 

2005; Zhang et al., 2007). Dessa forma, esses são FGAs mais específicos, que visam a 

detecção e identificação de comunidades microbianas de determinados ecossistemas ou 

processos funcionais de interesse. Nos últimos anos foram desenvolvidos FGAs mais 

abrangentes, chamados Geochips, com o objetivo de um levantamento de comunidades 

microbianas diversas. Várias versões dos Geochips foram desenvolvidas e usadas para 

comunidades microbianas para análises da diversidade funcional, composição, estrutura 

e atividade/capacidade metabólica para uma variedade de habitats, incluindo solos 

(Yergeau et al., 2007; Zhou et al., 2008; He et al., 2010a, He et al 2010b). Esses 

Geochips, constituídos de oligonucleotídeos de 50 nucleotídeos, foram desenvolvidos 

em várias gerações. A primeira geração de Geochip (GeoChip 1.0) foi construída com 

763 sondas de genes envolvidos no ciclo do nitrogênio, oxidação do metano e redução 

de sulfito (Tiquia et al., 2004) e 2.402 sondas de genes envolvidos na biodegradação de 

contaminantes orgânicos e resistência a metal (Rhee et al., 2004). Devido ao fato do 

GeoChip 1.0 ter apenas um conjunto limitado de sondas, um FGA mais abrangente, 

GeoChip 2.0, foi desenvolvido com 24.243 sondas de 150 categorias de genes (He et al., 

2007). Três anos depois, o GeoChip 3.0 foi desenvolvido com categorias de genes 

adicionais e várias características distintas (He et al., 20101). Baseado no GeoChip 3.0, 

a mais recente geração, o GeoChip 4.0 no formato NimbleGen foi desenvolvido, 

contendo não só aquelas categorias funcionais presentes no GeoChip 3.0, mas, também, 

incluindo novas categorias. Além disso, o GeoChip 4.0 contém 36.062 sondas de genes 

derivados do microbioma humano (He et al., 2011). 

 A tecnologia do FGA revolucionou o estudo da ecologia microbiana. Ela tem 

sido considerada como sendo uma poderosa ferramenta para fornecer uma análise 

sensível, específica e potencialmente quantitativa de comunidades microbianas de 

diferentes ecossistemas. Embora as tecnologias de sequenciamento de última geração 

estejam disponíveis, FGAs são especificamente úteis para fornecer conhecimento sobre 

a nossa compreensão da diversidade funcional, composição e estrutura de comunidades 

microbianas e suas ligações com fatores ambientais e funcionamento do ecossistema. 

Isso é, em grande parte, devido às suas características únicas, incluindo os conjuntos de 

sondas definidas com funções conhecidas de comunidades para comparações, operações 

rápidas e facilidade na análise de dados. 
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1.4.2 Arranjos de Comunidades Genômicas (CGA) 

O CGA é conceitualmente análogo à técnica de Sondagem Genômica por 

Amostragem Reversa (RSGP, do inglês Reverse Sample Genome Probing, Voordouw, 

1998), que utiliza genomas bacterianos inteiros (adequadamente fragmentados) como 

sonda e DNA ambiental marcado como alvo. A diferença entre as duas técnicas é com 

relação ao substrato e estratégias do sinal de detecção, visto que a RGSP utiliza 

membranas de náilon ou nitrocelulose e tem seu alvo marcado radiativamente, enquanto 

que o CGA utiliza uma superfície não-porosa (vidro) como substrato e tem seus alvos 

marcados por fluorescência.  

A capacidade de acurácia e miniaturização robotizada precisa em substratos não-

porosos são dois dos avanços-chave das tecnologias genômicas baseadas em 

microarranjo. O formato minúsculo dos microarranjos, juntamente com a detecção pela 

fluorescência, representa uma revolução fundamental nas análises biológicas. Como a 

RSGP, a principal desvantagem do CGA é que apenas componentes cultiváveis de uma 

comunidade microbiana podem ser monitorados, pois a construção do microarranjo 

requer a disponibilidade de isolados puros e individualizados (Voordouw, 1998). Com 

os recentes avanços da genômica ambiental, DNAs de alto peso molecular de 

organismos não cultiváveis podem ser acessados através de Cromossomos Bacterianos 

Artificiais (BACs, do inglês Bacterial Artificial Chromosomes). Dessa forma, os BACs 

podem ser utilizados para fabricar CGAs, permitindo a investigação de componentes 

não-cultiváveis de uma comunidade microbiana complexa. 

O primeiro CGA foi desenvolvido por Wu e colaboradores (2004) e tinha como 

sonda o DNA genômico inteiro de 67 espécies bacterianas diferentes, incluindo α-, β- e 

γ-Proteobacteria e bactérias Gram-positivas, onde a maioria dos organismos era 

formada por membros dos gêneros Azoarcus, Pseudomonas e Shewanella. As estirpes 

foram selecionadas de diferentes ambientes. Como alvos foram utilizados amostras de 

sedimentos marinhos, rio e solo, locais esses que os autores pretendiam caracterizar a 

composição microbiana complexa. Os resultados sugeriram que a hibridização por CGA 

tem potencial de uma ferramenta específica, sensível e quantitativa para a detecção e 

identificação de micro-organismos em amostras ambientais. Em outro trabalho, o 

mesmo grupo de pesquisa testou esse CGA quanto à capacidade de ser utilizado como 

um método alternativo para determinar o parentesco entre muitos micro-organismos 

(Wu et al., 2008). Como alvo foi utilizado estirpes de diferentes grupos de bactérias, 

incluindo três estirpes de Shewanella, duas de Azoarcus, nove de Pseudomonas, e uma 
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de Halomonas, de Bacillus, de Marinobacter e de α-proteobactéria. Os resultados 

obtidos foram comparados com os resultados de métodos tradicionais de hibridização 

DNA-DNA e indicaram que a hibridização baseada no CGA é comparável com esses 

métodos em termos de identificação de espécies. O CGA pode, então, servir como uma 

poderosa ferramenta para discriminar espécies relacionadas de micro-organismos. 

Bae e colaboradores (2005) monitoraram alimentos vegetais fermentados ao 

longo do processo de fermentação utilizando um CGA, nesse caso denominado de 

GPMs (do inglês genome-probing microarrays). Para isso utilizaram o genoma de 149 

bactérias, sendo 137 LACs (do inglês lactic acid bactéria). Como alvo foi utilizado 

DNA total extraído de Kimchi, uma tradicional comida coreana constituída de conservas 

de vegetais fermentados com vários tipos de temperos. Com isso os autores puderam 

observar a diversidade das comunidades LAC (mais de 100 espécies) envolvidas na 

fermentação do Kimchi e sua maturação durante o armazenamento. 

1.4.3 Arranjos de Oligonucleotídeos para Filogenia (POA) 

POAs, muitas vezes referidos como Phylochips, são microarranjos onde as 

sondas são compostas por sequências derivadas de genes de ácido ribonucleico 

ribossomal (rRNA), e são utilizados, principalmente, para análises filogenéticas da 

composição e estrutura de comunidades microbianas. Esses não apenas permitem a 

identificação de linhagens puras, mas, também, a análise simultânea de muitos 

organismos alvos em comunidades microbianas complexas, bem como o monitoramento 

de mudanças temporais e espaciais na estrutura de comunidades microbianas (Bodrossy 

e Sessitsch, 2004; Gentry et al., 2006; Loy e Bodrossy, 2006; Wagner et al., 2007). A 

molécula-alvo mais utilizada para detecção de espécies e análises filogenéticas dos 

micro-organismos é o gene da subunidade menor do ribossomo, o 16S rRNA (Guschin 

et al., 1997; Loy et al., 2005; Sanguin et al., 2005). Phylochips têm sido aplicados com 

sucesso em diversas áreas, incluindo a indústria de alimentos (Lehner et al., 2005; Eom 

et al., 2007), bioterrorismo (Doran et al., 2007) e estudos ambientais (Loy et al., 2002; 

Peplies et al., 2004; Palmer et al., 2006; Sessitsch et al., 2006; DeSantis et al., 2007). 

Dois tipos principais de Phylochips, que se diferem no número total de sondas, 

são normalmente utilizados para diagnósticos microbianos. Phylochips de alta 

densidade consistem de milhares de sondas de oligonucleotídeos que fazem uso 

excessivo do alto paralelismo do formato do microarranjo e com sofisticados métodos 

computacionais para o projeto de milhares de sondas e para análise do complexo padrão 

de hibridização (DeSantis et al., 2007). Em contraste, Phylochips de baixa-densidade 
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consistem de até algumas centenas de sondas de oligonucleotídeos e, geralmente, têm 

como alvo micro-organismos conhecidos por executar um metabolismo específico (Loy 

et al., 2002), pertencentes a um táxon específico (Lehner et al., 2005) ou que vivem em 

um habitat/ecossistema de interesse (Neufeld et al., 2006). Devido ao fácil acesso para a 

produção de microarranjos e, geralmente, os baixos custos, Phylochips de baixa 

densidade têm encontrado aplicações consideráveis em estudos de microbiologia e 

diagnósticos (Loy e Bodrossy, 2006). 

1.4.4 Cuidados na confecção e na aplicação do microarranjo 

1.4.4.1 Projeção das sondas 

Uma das fases mais critica na confecção de microarranjos de oligonucleotídeos 

dedicados à ecologia microbiana é a etapa da projeção das sondas. Isso porque as 

sondas deverão combinar sensibilidade (as sondas devem detectar alvos com baixa 

abundância em misturas complexas), especificidade (as sondas não devem sofrer 

hibridização-cruzada com sequências não-alvo) e uniformidade (sondas devem exibir 

comportamentos de hibridização similares) (Loy e Bodrossy, 2006; Wagner et al., 

2007). A natureza altamente conservada de muitos genes e a grande quantidade de 

sequências de dados desconhecidas em amostras ambientais tornam difícil a tarefa de 

projetar e validar sondas de microarranjo específicas a uma determinada sequência alvo 

(Gentry et al., 2006). Além da porcentagem de similaridade, longos trechos de uma 

sonda que são complementares a uma sequência não-alvo podem levar a hibridizações 

inespecíficas substanciais e devem ser considerados durante o projeto da sonda (Kane et 

al., 2000; Hughes et al., 2001). Essa dificuldade pode ser aliviada, em grande parte, 

através do uso de sondas múltiplas para cada taxa-alvo (Loy e Bodrossy 2006). 

Apesar de numerosos programas que auxiliam no desenho de sondas estarem 

disponíveis gratuitamente para acadêmicos (Lemoine et al 2009), apenas poucos podem 

ser utilizados na aplicação de estudos de ecologia microbiana (Dugat-Bony et al., 2011), 

fazendo com que esta etapa deva ser realizada manualmente. 

Ainda é recomendado testar cada sonda para todos os destinos incluídos em um 

experimento de microarranjo. Entretanto, testes experimentais de sondas se tornam 

ambiciosos quando se trabalha com amostras ambientais contendo comunidades 

microbianas altamente diversificadas. Custos consideráveis e demanda de tempo devem 

ser considerados para a síntese individual de vários milhares de sondas candidatas, sua 

deposição nas lâminas de vidro e sua validação contra uma grande quantidade de metas, 

a fim de realizar um screening exaustivo (Duc et al 2009). 
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 Outro aspecto que deve ser levado em conta no momento da projeção das sondas 

é quanto ao tamanho das mesmas, pois isso influenciará diretamente na sensibilidade e 

na especificidade do microarranjo. Sondas curtas (20-25 nucleotídeos) permitem 

melhorar a especificidade significativa para a identificação de micro-organismos 

presente em amostras ambientais. Entretanto, apresentam a desvantagem da 

sensibilidade muito menor que arranjos com oligonucleotídeos longos, sob as mesmas 

condições experimentais (Relogio et al., 2002) e, portanto, requerem a amplificação do 

gene alvo. Chou e colaboradores (2004) verificaram que sondas de 60 nucleotídeos 

podem detectar alvos com oito vezes mais sensibilidade que sondas com 25 

nucleotídeos. Guschin e colaboradores (1997) utilizando um microarranjo baseado em 

sequências da subunidade pequena do rRNA de bactérias nitrificantes demonstraram 

que com o aumento do comprimento da sonda perde-se a discriminação dos mau-

pareamentos, enquanto que com a diminuição do tamanho da sonda, a intensidade do 

sinal de hibridização (sensibilidade) é sacrificada. Ou seja, sondas de oligonucleotídeos 

curtas são mais específicas, permitindo a discriminação dos polimorfismos de 

nucleotídeo único em condições ótimas, mas ao custo de sensibilidade reduzida 

(Relogio et al., 2002). 

 Para verificar a especificidade da sonda, programas de computador geralmente 

usam resultados produzidos por algoritmos, como BLAST, para procurar hibridações 

cruzadas contra bancos de dados construídos de acordo com a aplicação do 

microarranjo. Nesta etapa, a previsão de potenciais hibridações cruzadas é geralmente 

baseada nas recomendações de Kane e colaboradores (2000), onde a sonda não deverá 

ter uma porcentagem de identidade maior que 75-80% com uma sequência não-alvo, ou 

trechos contíguos de identidade maiores que 15 nucleotídeos com uma sequência não-

alvo. Além disso, regiões de baixa complexidade, tais como aquelas contendo 

homopolímeros longos também podem contribuir para afetar a especificidade da sonda 

e, portanto, devem ser evitadas no momento de projeção da sonda (Wang e Seed, 2003; 

Leparc et al., 2009). 

1.4.4.2 Outros pontos a serem abordados 

Mesmo experimentos de microarranjo meticulosamente projetados e executados 

podem ser difíceis para correlacionar quantitativamente as diferenças de sinais de 

hibridação com as mudanças em populações específicas, devido à grande quantidade de 

sequências desconhecidas de ácidos nucleicos em amostras ambientais. É tipicamente 

assumido que a intensidade do sinal de hibridização é diretamente proporcional à 
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abundância do organismo alvo, mas hibridação inespecífica devido à presença de micro-

organismos não caracterizados em amostras ambientais pode ocorrer e confundir a 

interpretação. A análise de genes-chave com outros métodos, como PCR em tempo real, 

pode ajudar a validar a precisão quantitativa de observações importantes e fortalecer as 

conclusões tiradas a partir de dados de microarranjo (Rhee et al., 2004). 

Uma das maiores necessidades para a análise de microarranjos de comunidades 

microbianas é o desenvolvimento de métodos normalizados de análise e interpretação 

dos dados. Está se tornando cada vez mais difícil analisar os resultados de microarranjo 

como matrizes mais abrangentes, que são necessárias para entender comunidades 

complexas. Métodos estatísticos desenvolvidos para a genômica funcional podem não 

ser apropriados para analisar os conjuntos de dados complexos, muitas vezes 

produzidos a partir de análise de microarranjos de amostras ambientais. Novos métodos 

estatísticos devem ser criados e/ou métodos existentes adaptados para enfrentar os 

desafios específicos colocados por estes tipos de matrizes. O desenvolvimento de 

padrões universais também auxiliará na análise de dados e permitirá a comparação dos 

dados de matrizes entre experimentos e laboratórios (Gentry et al., 2006). Alguns 

trabalhos desenvolvem abordagens onde quantidades conhecidas de oligonucleotídeos 

marcados ou fragmentos de DNA são colocados na solução de hibridização como um 

controle (Cho e Tiedje, 2002; Dudley et al., 2002; Bodrossy et al., 2003). Os resultados 

desses microarranjos são, então, normalizados com base na intensidade do sinal 

resultante da hibridação do DNA controle com as sondas-controle correspondentes no 

arranjo (Gentry et al., 2006). 

 A tecnologia do microarranjo oferece a oportunidade de identificar milhares de 

genes microbianos ou populações simultaneamente, mas a baixa biomassa microbiana, 

muitas vezes, impede a aplicação desta tecnologia para muitas comunidades 

microbianas naturais. Para genes de cópia única, DNA genômico de aproximadamente 

107 células é necessário para obter uma hibridização razoavelmente forte utilizando-se 

microarranjos com sondas de 50 nucleotídeos (Rhee et al., 2004). Contudo, populações 

individuais em algumas amostras ambientais particulares, mesmo de solos superficiais, 

onde a biomassa é tipicamente alta, geralmente consistem em menos de 107 células por 

grama de solo. Isso leva a grandes dificuldades na análise de comunidades microbianas 

naturais. A amplificação do DNA da comunidade anteriormente à hibridização se faz, 

então, necessária. Entretanto, é desafiador amplificar esses genes de maneira 

quantitativa e representativa (Zhou e Thompson, 2002; Vora et al., 2004). Segundo os 
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autores, métodos de amplificação baseados em PCRs tradicionais sofrem de problemas 

inerentes associados ao viés e artefatos e sua natureza de amplificação gene por gene faz 

com que a análise do método de microarranjo seja impraticável. Para contornar esse 

impedimento, Wu e colaboradores (2006) utilizando a estratégia de amplificação por 

deslocamento múltiplo (MDA, do inglês multiple displacement amplification, Dean et 

al., 2002) realizaram a amplificação da comunidade genômica total (WCGA, do inglês 

whole-community genome amplification) anteriormente à aplicação da técnica do 

microarranjo. Com isso foi possível aos autores analisar a estrutura de comunidades 

microbianas de águas profundas com baixa biomassa e demonstrar a aplicação do 

microarranjo nessas condições. 

1.4.5 Microarranjos e o sequenciamento de última geração 

 O sequenciamento de última geração (NGS, do inglês Next-Generation 

Sequencing), incluindo o pirossequenciamento introduzido pela plataforma do 454 Live 

Sciences, Inc., bem como outras plataforma, como a Solexa (Illumina, Inc.) e SOLID 

(ABI, Inc.) realizam o sequenciamento de um grande número de fragmentos de DNA, a 

partir de amostras complexas ou transcritomas de maneira rápida e com alto custo 

benefício. O pirossequenciamento é particularmente adequado para estudos de ecologia 

microbiana por fornecer fragmentos relativamente longos em comparação com outras 

tecnologias de NGS, e, portanto, tem sido amplamente adotado por pesquisadores dessa 

área (Angly et al., 2006; Edwards et al., 2006; Warnecke et al., 2007; Brown et al., 

2009). No entanto, outras plataformas também estão sendo aplicadas atualmente para 

esse campo (Lazarevic et al., 2009). Apesar do NGS e o microarranjo serem 

consideradas tecnologias concorrentes, cada ferramenta apresenta características 

distintas e complementares adequadas para diferentes aplicações em ecologia 

microbiana. 

 O NGS é adequado para catalogar a diversidade genética (incluindo a descoberta 

de novos genes) sem uma informação de sequência a priori, através do sequenciamento 

de genes de 16S rRNA e genes funcionais amplificados (dada a limitação dos primers 

utilizados na PCR) ou sequenciar genomas completos de comunidades microbianas. 

Como tal, as tecnologias NGS podem ser consideradas sistemas abertos. Por outro lado, 

microarranjos podem avaliar apenas sequências que são capazes de hibridizar com as 

sondas no arranjo, e, portanto, representam sistemas fechados (Roh et al., 2010).  

 Para a maioria dos estudos de pirossequenciamento, os pesquisadores necessitam 

apenas preparar os produtos de PCR dos genes alvo ou extrair DNA de amostras 
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biológicas. Já para as novas aplicações das análises do microarranjo, entretanto, é 

necessário preparar as lâminas, bem como processar e marcar as amostras-alvo para a 

hibridização. Cada um desses passos pode ser demorado e caro. Todavia, uma vez 

pronta, a plataforma é adequada para a análise de centenas de amostras, particularmente 

para a análise de genes funcionais com a diversidade relativamente baixa (por exemplo, 

o gene pmoA) (Roh et al., 2010).  

 Usando um arranjo que compreende algumas centenas de sondas diferentes que 

tenham como alvo um gene funcional (p. ex. microarranjo para análise do gene pmoA de 

bactérias metanotróficas) um pesquisador hábil pode analisar até 40 amostras 

ambientais por dia a um baixo custo por amostra ($45 USD). Isso resulta em uma 

análise fácil dos dados que representam a maior parte da diversidade genética. Em 

contraste, a mesma análise utilizando-se NGS pode custar mais ($15,000 USD) e 

envolver um maior tempo de espera para receber as sequências de dados. Além disso, a 

análise a jusante dos dados resultantes do pirossequenciamento requer sistemas de 

computador sofisticados, ferramentas de bioinformática e uma significante demanda de 

tempo (Roh et al., 2010). 

As duas técnicas, tanto o microarranjo como o pirossequenciamento, podem ser 

combinadas, o que resulta na melhoria da cobertura dos alvos do microarranjo e permite 

a confirmação da especificidade dos resultados baseados no microarranjo. 

1.4.6 Microarranjos utilizando o gene nifH 

 A diversidade de micro-organismos fixadores de nitrogênio (bactérias 

diazotróficas) tem sido amplamente estudada em ambientes aquáticos e terrestres 

utilizando abordagens moleculares com base no gene marcador nifH (Zehr et al., 1995; 

Widmer et al., 1999; Zani et al., 2000; Steppe e Paerl, 2002; Church et al., 2005; 

Langlois et al., 2005; Deslippe e Egger, 2006; Izquierdo e Nusslein, 2006; Bostrom et 

al., 2007). Este gene codifica a dinitrogenase redutase, também chamada ferro-proteína, 

do complexo da nitrogenase (Raymond et al., 2004). Nos últimos anos, alguns estudos 

(Steward et al., 2004; Moisander et al., 2006; Zhang et al., 2007; Duc et al., 2009) 

focaram no desenvolvimento de microarranjos com oligonucleotídeos sintetizados a 

partir de regiões do gene nifH. Esses arranjos facilitaram a caracterização das 

comunidades diazotróficas com alto rendimento quando comparados com outros 

métodos fingerprinting [Polimorfismo no Tamanho do Fragmento de Restrição Terminal 

(T-RFLP, do inglês Terminal Restriction Fragment Length Polymorphism) e 

Eletroforese em Gel de Gradiente Desnaturante (DGGE, do inglês Denaturing Gradient 
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Gel Electrophoresis)] e com uma resolução filogenética similar às abordagens de 

clonagem-sequenciamento (Duc et al., 2009). 

Steward e colaboradores (2004) confeccionaram macroarranjos de baixo custo 

para facilitar o exame da diversidade dos genes da nitrogenase no ambiente, em 

particular os genes nifH em ambientes aquáticos. Macroarranjo é um termo utilizado 

para os antecessores dos microarranjos, geralmente utilizando-se membranas de náilon 

com um número reduzido de pontos (sondas). Nesse trabalho, as sequências dos genes 

de nifH foram obtidas a partir de bibliotecas de clones geradas pela amplificação de 

amostras de DNA genômico extraídas de amostras de água do Rio Choptank e da Baía 

de Chesapeake, na península Deimarva, na costa leste dos Estados Unidos. Foram 

incluídos, também, genes nifH de micro-organismos de referência. Os resultados 

indicaram que o procedimento de macroarranjos era altamente reprodutível e, pelo 

menos, um método semiquantitativo para avaliar a diversidade genética de uma mistura 

de produtos de PCR. No mesmo ano, Jenkins e colaboradores (2004) utilizaram o 

mesmo macroarranjo desenvolvido pelo trabalho anteriormente citado (Steward et al., 

2004) para comparar a distribuição de filotipos do gene nifH em amostras de um 

transecto de amostras de águas superficiais da Baía de Chesapeake. Os resultados 

mostraram que macroarranjos de DNA têm grande potencial para o mapeamento da 

variabilidade espacial e temporal da diversidade de genes funcionais no ambiente. 

Molsander e colaboradores (2006) descreveram o projeto de um microarranjo 

gene-funcional visando o gene nifH e o uso desse arranjo para verificar o perfil da 

diversidade e expressão desse gene em tapetes microbianos marinhos coletados em 

Guerrero Negro, Baixa Califórnia do Sul, no México, com e sem carga de nutrientes. As 

sondas utilizadas para confecção desse microarranjo foram sequências de nifH de 60 

nucleotídeos, sendo elas: (i) sequências obtidas em dois trabalhos de Omoregie e 

colaboradores (2004 a, b), ambas oriundas de tapetes de cianobactérias marinhas 

coletadas em Guerrero Negro, visto que esta seria a aplicacação inicial para este 

microarranjo; (ii) sequências de ambientes de estuário, costa e oceano aberto, a fim de 

ampliar a aplicabilidade do microarranjo para outros ambientes marinhos (iii) algumas 

sequências de micro-organismos cultivados de diferentes ambientes, para representar 

grupos filogenéticos distintos. Pode se perceber que a grande parcela das sequências de 

nifH utilizadas para confecção desse microarranjo tem origem em ambientes marinhos, 

tornando esse específico para bactérias diazotróficas de tapetes microbianos de tais 

ambientes. Após sete meses de experimentos, que consistiram na manipulação de 
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nutrientes em tapetes microbianos de Guerrero Negro, os autores constataram que não 

houve expressão dos genes relacionados à fixação de nitrogênio (gene nifH) quando 

houve suplementação com nitrogênio, entretanto a comunidade de bactérias 

diazotróficas foi detectada. Outra observação interessante foi que a diversidade de 

comunidades de bactérias diazotróficas foi maior quando a população expressava o gene 

nifH,  ocorrendo diferenças específicas em resposta aos nutrientes. Com esse trabalho, 

os autores demonstraram que o microarranjo de nifH foi uma ferramenta poderosa para 

analisar comunidades diazotróficas em ambientes marinhos. 

No ano seguinte, esse mesmo grupo de pesquisa publicou outro trabalho 

avaliando a variabilidade espaço-temporal de bactérias diazotróficas na Baía de 

Chesapeake (Molsander et al., 2007). Embora o projeto das sondas do microarranjo 

tenha sido idêntico ao microarranjo de nifH anterior (Moisander et al., 2006), o número 

de sondas nifH aumentou de 96 para 706. Os autores afirmaram que o aumento do 

número de sondas no arranjo foi necessário devido ao surgimento de novas sequências 

do gene nifH oriundas de sequenciamento ambiental, demonstrando a colaboração das 

tecnologias de NGS no aprimoramento dos microarranjos. A maioria das sondas 

utilizadas nesse novo microarranjo foram oriundas de sequências de 60 pb do gene nifH 

depositadas no GenBank. Nessas incluem-se algumas sequências de Bactéria e Archaea 

cultivadas, enquanto que a maioria das sondas representa sequências derivadas de 

genomas de organismos não cultivados encontrados em vários ambientes, incluindo mar 

aberto, saídas de mar, estuários (incluindo um número significativo de sequências 

provenientes da baía de Chesapeake), tapetes marinhos microbianos, pântanos, lagos e 

solos. Cento e trinta e duas sondas foram selecionadas de uma biblioteca de clones 

gerada em um trabalho anterior (Jenkins et al., 2004), oriundas do rio Choptank e da 

baía de Chesapeake. Da mesma forma que o microarranjo anterior, percebe-se que a 

maioria das sequências de nifH utilizadas para confecção desse novo microarranjo teve 

origem em ambientes aquáticos, especialmente marinhos. Dessa maneira, esse 

microarranjo também resultou específico para bactérias diazotróficas de ambientes 

marinhos. Com esse microarranjo os autores demonstraram que em comunidades de 

águas profundas a diversidade entre os meses de abril e outubro foi bastante semelhante 

em cada um dos locais de amostragem, diferentemente de quando essa análise foi 

realizada para águas da superfície. Os autores também demonstraram que as 

comunidades de bactérias diazotróficas do norte da baía diferiram das comunidades do 

centro-sul da baía, havendo uma mudança gradual do norte para o sul. 
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Zhang e colaboradores (2007) utilizaram um microarranjo de nucleotídeos curtos 

baseado no gene nifH para monitorar a presença (baseado no DNA) e a atividade 

(baseado no mRNA) de comunidades diazotróficas em amostras de raízes de arroz 

selvagem da Namíbia. O arranjo compreendia 194 sondas de oligonucleotídeos, na 

época representando mais de 90% das sequências de nifH nos bancos de dados. Esse 

microarranjo foi baseado, principalmente, em sequências de nifH de procariontes ainda 

não identificados, pelo predomínio esmagador dos fragmentos ambientais de nifH de 

micro-organismos não cultivados em bancos de dados públicos, segundo os autores. 

Entretanto, os autores afirmaram que o microarranjo se mostrou altamente reprodutível, 

sendo um método semiquantitativo para mapear a variabilidade de bactérias 

diazotróficas, permitindo uma rápida comparação da abundância relativa e a atividade 

de organismos procariontes no ambiente. 

Por fim, Duc e colaboradores (2009a) descreveram o desenvolvimento de um 

microarranjo com oligonucleotídeos de nifH (cada sonda com 20 nucleotídeos) para o 

monitoramento da diversidade de nifH em amostras de solo obtidas da geleira Damma, 

na Suíça. Nesse trabalho, os autores relataram a seleção e validação de 946 sondas de 

um conjunto elaborado in silico a partir de 2.727 candidatas que foram projetadas com 

auxílio do software ARB (Ludwig et al., 2004), usando a síntese in situ da plataforma 

Geniom® One. O projeto das sondas foi baseado em um banco de dados contendo 318 

sequências de nifH recuperados de amostras de solo da geleira Damma (Duc et al, 

2009b), alinhadas com 3.324 sequências recuperadas do banco de dados Pfam 

Fer4_NifH (2005) (Bateman et al., 2004) e 4.298 sequências fornecidas pelo 

pesquisador B .D . Jenkins (do Departamento de Biologia Celular e Molecular da 

Universidade de Rhode Island, em Kingston, Jamaica). Um pequeno número de sondas 

foi testado usando-se uma segunda plataforma de microarranjo para demonstrar a 

consistência do microarranjo nifH. Finalmente, a aplicabilidade do conjunto de sondas 

para estudar a diversidade de nifH em amostras ambientais foi avaliada pela 

comparação de microarranjo e dados de clonagem e sequenciamento. Esse microarranjo 

foi específico para bactérias diazotróficas de ambientes alpinos, visto que todas as 

sequências utilizadas como sondas provêm desses ambientes. Com esse trabalho os 

autores demonstram que o conjunto final de sondas foi consistente e adequado para 

analisar amostras ambientais. Esse representa o primeiro microarranjo nifH 

experimentalmente validado e, portanto, constitui uma ferramenta promissora para 
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fornecer dados sólidos sobre a diversidade e atividade de bactérias diazotróficas de vida 

livre em ambiente alpino. 

1.5 Canola 

No Rio Grande do Sul, as culturas de inverno desempenham um papel 

fundamental na sustentabilidade dos agroecossistemas. Por um lado, servem como 

plantas de cobertura, mantendo o solo vegetado ou coberto por palhada, antecedendo as 

culturas comerciais de verão. Neste sentido, são indispensáveis para o funcionamento 

do sistema de plantio direto. A cobertura permanente do solo por plantas ou por resíduos 

vegetais, assegurada pelas culturas de inverno, resulta em reflexos relevantes do ponto 

de vista ambiental, uma vez que propiciam a redução das perdas de solo e nutrientes por 

erosão (Guadagnin et al., 2005). Além disso, o aporte constante de resíduos vegetais 

aumenta a matéria orgânica do solo e promove o sequestro do carbono da atmosfera 

(West e Post, 2002). 

Além dos cereais de inverno, como trigo, cevada, triticale, centeio e aveia, 

culturas como a canola (Brassica napus e B. rapa) destacam-se entre as espécies de 

inverno. Ela é uma opção de planta para cobertura de solo, para rotação de culturas e 

para produção de óleo, tanto óleo comestível quanto biodiesel. De acordo com Mourad 

(2006), o potencial para a produção de biodiesel a partir de canola, em termos de 

volume de óleo por área, é maior do que o de culturas como a soja e a mamona. 

Não obstante à importância das culturas de inverno, seu cultivo frequentemente 

é reduzido em decorrência de sua baixa rentabilidade (Assmann et al., 2003). Um dos 

principais fatores limitantes à produção de não-leguminosas é a adubação nitrogenada, 

uma vez que o N é o nutriente requerido em maior quantidade pelas plantas. No entanto, 

ele é suprido, frequentemente, em quantidades insatisfatórias, limitando o rendimento 

das culturas (Amado et al., 2000). O suprimento inadequado de nitrogênio tem sido 

apontado como uma das causas que mais contribui para baixas produtividades das 

culturas (Bortolini et al., 2000). Seu custo é elevado e a eficiência do fertilizante 

nitrogenado pode ser baixa em decorrência de processos como volatilização, 

desnitrificação, escorrimento superficial, lixiviação e imobilização microbiana (Lara 

Cabezas et al., 2000). 

Em termos mundiais, as pesquisas objetivando o aumento da produção de 

canola, com a redução dos custos de adubação mineral são escassas. Entretanto, existem 

alguns trabalhos relatando o isolamento de diversas bactérias promotoras de 

crescimento vegetal da rizosfera de canola (Kloepper et al., 1988, Siciliano e Germida, 
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1999, Bertrand et al, 2001, Dunfield e Germida, 2003). No trabalho de Kloepper e 

colaboradores (1988) 887 linhagens bacterianas, isoladas da rizosfera de canola, foram 

testadas para características de PGPR. Destas, 35 linhagens foram positivas para 

atividades de promoção de crescimento e seis destas linhagens apresentaram 

rendimentos entre 7 a 19% maiores do que os controles não-inoculados, em 

experimentos a campo, por dois anos consecutivos. Nesse trabalho, os autores 

destacaram os dois maiores desafios para o emprego de PGPRs como inoculantes 

agriculturalmente viáveis: o desenvolvimento de uma metodologia de aplicação do 

inoculante nas sementes e a necessidade do controle na amplitude de variação da 

resposta da planta a uma determinada linhagem de PGPR. Para eles, a principal fonte 

dessa variação não parece estar relacionada ao hospedeiro e sim, mais provavelmente, à 

presença de micro-organismos deletérios, disponibilidade de água e nutrientes e à 

presença de elementos tóxicos. Esses fatores sugerem a necessidade de um 

acompanhamento frequente das áreas de cultivo, com o monitoramento adequado dos 

fatores abióticos e bióticos de cada local. 

 Por outro lado, Siciliano e Germida (1999) destacaram que a composição e 

diversidade da comunidade bacteriana associada às raízes de plantas são influenciadas 

por uma variedade de fatores específicos da planta, tais como densidade de raízes e 

liberação de exudatos. Tais fatores, por sua vez, são influenciados pelos programas de 

cultivo. Nesse trabalho, os autores compararam a diversidade de comunidades 

bacterianas presentes em raízes e na rizosfera de três variedades de canola, em dois 

campos diferentes, sendo uma delas modificada geneticamente para resistência ao 

herbicida glifosato. Essa variedade de canola exibiu uma menor diversidade bacteriana 

nas suas raízes que as outras duas cultivares não modificadas, enquanto que as 

populações bacterianas das rizosferas das três cultivares foram semelhantes. Bactérias 

pertencentes ao gênero Pseudomonas responderam por cerca de 12% da comunidade 

bacteriana identificada nas raízes e rizosferas das cultivares testadas, evidenciando a 

agressiva capacidade de colonização da superfície das raízes, importância na interação 

planta-doenças e nas habilidades de promoção de crescimento vegetal deste gênero 

bacteriano. 

 Bertrand e colaboradores (2001) isolaram e caracterizaram bactérias Gram-

negativas da rizosfera e de raízes de canola utilizando meio de cultura sem nitrogênio. 

Os efeitos de promoção de crescimento vegetal dessas bactérias também foram testados. 

Com o posicionamento filogenético baseado em sequências de 16S rRNA verificaram 
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que pelo menos quatro gêneros estavam representados Pseudomonas, Variovorax, 

Agrobacterium e Phyllobacterium, sendo o último o que apresentou maior importância 

quanto ao efeito de rizobactéria promotora de crescimento vegetal. 

 Dunfield e Germida (2003) também destacaram a importância de um 

monitoramento constante da comunidade bacteriana em ecossistemas agrícolas, 

especialmente daqueles em que são cultivadas plantas modificadas geneticamente. 

Esses autores demonstraram que existe uma variação significativa da comunidade 

bacteriana durante os períodos de desenvolvimento de plantas de canola modificadas 

geneticamente. No entanto, as mudanças na estrutura das comunidades bacterianas não 

foram permanentes, uma vez que nos períodos de pós-colheita e pré-semeadura não 

foram encontradas diferenças significativas entre as populações. Estudos anteriores (Di 

Cello et al., 1997, Grayston et al., 2001, Smalla et al., 2001), nos quais comunidades 

bacterianas foram examinadas durante todo o período de plantio, também indicaram a 

existência de uma variabilidade sazonal. Tais resultados reforçam, novamente, a 

necessidade de um acompanhamento constante da comunidade bacteriana em cada área 

de plantio. 

 Entretanto, até o momento, não existem trabalhos relatando o isolamento de 

bactérias promotoras de crescimento vegetal associadas às culturas de canola do Rio 

Grande do Sul, estado que mais produz canola no Brasil. Por essa razão, é importante 

conhecermos tais PGPRs, visando a produção de um inoculante específico para essa 

cultura nessa região do Brasil. 
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2 Objetivos 

Este trabalho teve dois objetivos principais. 

1) Isolar e identificar bactérias cultiváveis associadas à rizosfera e às raízes de 

canola (Brassica napus) para verificar se possíveis mudanças nas comunidades 

microbianas foram associadas com os diferentes estágios de rotação de culturas e com 

as diferentes fases do crescimento da canola. Além disso, também foram avaliadas as 

habilidades de promoção do crescimento vegetal dos isolados bacterianos e alguns 

destes foram selecionados para teste de promoção de crescimento vegetal. 

2) Desenvolver um microarranjo de DNA para a identificação de comunidades 

bacterianas conhecidas e cultiváveis associadas a culturas de canola a fim de direcionar 

o isolamento de espécies com características de promoção de crescimento vegetal, 

visando-se, em estudos posteriores, a formulação de um inoculante para essa cultura.  
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3 Estruturação da tese 

Os resultados obtidos nesta tese estão apresentados em duas partes: 

 

A Parte I é composta pelo artigo publicado no periódico Applied Soil Ecology, 

intitulado “Diversity of plant growth-promoting rhizobacteria communities associated 

with the stages of canola growth”. Contém introdução, metodologia, resultados e 

discussão. 

 

A Parte II apresenta os dados não publicados sobre o desenvolvimento de um 

microarranjo específico para a identificação da comunidade de bactérias diazotróficas 

cultiváveis em um determinado ambiente. Contém metodologia, resultados e discussão. 

 

Na sequência, seguem as considerações finais do trabalho juntamente com as 

perspectivas para a sua continuidade, a lista da bibliografia utilizada e os anexos. 
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3.1 Parte I - Diversity of plant growth-promoting rhizobacteria communities 

associated with the stages of canola growth (Artigo publicado na revista Applied Soil 

Ecology). 
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3.2 Parte II - Avaliação da comunidade bacteriana associada ao solo rizosférico e 

raízes de canola através de análises de microarranjos 
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3.2.1 Metodologia empregada 

3.2.1.1 Escolha das sequências de oligonucleotídeos para o microarranjo 

A fim de se obter grande parte das sequências de genes nifH disponíveis de 

bactérias cultiváveis e identificadas foi realizada uma busca em diversos bancos de 

dados por sequências desse gene, tanto sequências inteiras como parciais. Quando 

sequências, totais ou parciais, dos genes nifD, nifK e 16S rRNA desses organismos 

estavam também disponíveis, visto que para muitas dessas bactérias já existem dados de 

sequenciamento genômico completo, essas foram igualmente incluídas. Ainda foram 

utilizadas sequências do gene 16S rRNA de bactérias que, mesmo não possuindo a 

sequência do gene nifH disponível, eram sabidamente diazotróficas. Com base nos 

alinhamentos, realizados com o programa CLUSTAL X (Thompson et al., 1997), foram 

identificadas, visualmente, regiões pouco conservadas entre as sequências, as quais 

foram consideradas específicas para determinado gênero bacteriano. Dessas regiões 

pouco conservadas foram escolhidas sequências de 25 nucleotídeos de extensão. A 

especificidade de cada um dos oligonucleotídeos com a sequência original e com outras 

que poderiam apresentar hibridização cruzada foi checada através do programa 

BLASTN do GenBank (disponível em http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/).  

3.2.1.2 Extração de DNA de culturas puras, amplificação do gene 16S rRNA e 

extração de DNA de bactérias endofíticas de raízes de canola 

O DNA genômico de culturas puras das bactérias Agrobacterium sp., Klebsiella 

pneumoniae, Gluconacetobacter diazotrophicus, Stenotrophomonas maltophila, 

Rhizobium sp., e Sphingobacterium sp. foi extraído segundo os protocolos estabelecidos 

por Sambrook e Russel (2001), com modificações. Cada isolado foi inoculado em 

frascos contendo 20 mL de meio líquido apropriado e incubado a 30°C por 18-24 horas 

sob agitação de 100 rpm em um aparelho de agitação orbital. Cerca de 2 ml da cultura 

foram centrifugados a 15.500 g por 1 minuto, para a obtenção do precipitado de células. 

Esse foi suspendido em 700 µL de tampão TES (Tris 10mM, EDTA 1mM, NaCl 

150mM, pH 8,0) e centrifugado por 2 minutos. O sobrenadante foi descartado e o 

precipitado foi suspendido em 500 µL de solução tampão TE (Tris 10mM, EDTA 1mM, 

pH=8,0). Seguiu-se a adição de 25 µL de lisozima (20 mg ml-1) e 15 µL de RNAse (10 

mg ml-1) e incubação a 37º por 1 hora e em seguida a 60º por 15 minutos. As amostras 

foram esfriadas à temperatura ambiente e a estas foram adicionados 108 µl de uma 

solução 20% de dodecil sulfato de sódio e 19 µL de proteinase K (20 mg ml-1), e 

incubadas a 56ºC por 15 minutos. Após o tempo de incubação, foi adicionado 1 volume 
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de fenol, misturado e centrifugado por 10 minutos. O sobrenadante foi transferido para 

outro tubo e o procedimento repetido com fenol, duas vezes com 

fenol/clorofórmio/álcool isoamílico e uma vez com clorofórmio/álcool isoamílico. O 

sobrenadante foi retirado para um tubo novo e adicionado 0,7 volume de isopropanol e 

centrifugado por 20 minutos. O sobrenadante foi desprezado e o precipitado foi lavado 

com 100 µL de etanol 70%, seco em temperatura ambiente e suspendido em 50 µL de 

TE. Para se verificar a eficiência e quantificação da extração, amostras de DNA foram 

analisadas em gel de agarose 0,8% em tampão TEB 1 X. 

De posse dos DNAs genômicos das culturas puras, a amplificação de sequências 

quase totais do gene 16S rRNA foi realizada utilizado-se os oligonucleotídeos 

iniciadores: 5’-AGAGTTTGATCCTGGCTCAG-3’ e 5’-

AGAAAGGAGGTGATCCAGCC-3’ (Rivas et al., 2005). As posições correspondentes 

para esses oligonucleotídeos na sequencia da subunidade menor do ribossomo do 

genoma de Escherichia coli são: 8-27 e 1498-1522, respectivamente. As reações de 

amplificação foram realizadas em um volume de 25 µL, contendo 50 ng de DNA molde, 

1 U de Taq DNA polymerase (Life Technologies), tampão de reação 1 X Taq DNA 

polimerase, 1,5 mM MgCl2, 200 mM dNTPs (Life Technologies) e 10 pmoles de cada 

iniciador. As reações foram realizadas da seguinte maneira: um ciclo de desnaturação 

inicial a 94ºC por 5 min, seguido de 30 ciclos de desnaturação a 94°C por 1 min, 

anelamento a 63°C por 1 min, e extensão a 72°C por 1,5 min, e um ciclo final de 

extensão a 72ºC por 8 min. As reações foram realizadas em um termociclador do tipo 

PCR Express Temperature Cycling System (Thermo Hybaid) e os fragmentos 

amplificados (com tamanho esperado de 1.500 pb) foram visualizados após eletroforese 

a 80 V por 1 h em gel de agarose 1,0 % corado com brometo de etídeo, juntamente com 

o marcador molecular 1 Kb plus DNA ladder (Gibco BRL).  

A extração de DNA total das bactérias endofíticas presentes em duas amostras de 

raízes de canola de uma mesma plantação, em diferentes fases de desenvolvimento da 

planta, foram realizadas segundo Soares e colaboradores (2006). Essas amostras 

vegetais são partes das mesmas amostras que foram utilizadas na primeira etapa desse 

trabalho, que tratou do isolamento de bactérias diazotróficas cultiváveis de raízes e solo 

rizosférico de canola (Parte I, Farina et al., 2012). A primeira amostra foi coletada em 

setembro de 2009, quando a planta estava no estágio de roseta. Já, a segunda amostra 

foi coletada em outubro de 2009, quando a planta estava no estágio de floração. As 

coletas foram realizadas em uma região produtora de canola localizada no município de 



56 
 

Vacaria, Rio Grande do Sul, Brasil (28°30′43″S, 50°56′02″W). Para se verificar a 

eficiência e a quantificação da extração, amostras de DNA foram analisadas em gel de 

agarose 0,8% em tampão TEB 1 X. 

3.2.1.3 Confecção do microarranjo 

Os oligonucleotídeos foram projetados com base nas sequências de 25 pb 

selecionadas anteriormente, a fim de permitir a detecção de componentes da 

comunidade microbiana diazotrófica presente nas amostras de raízes de canola pelo 

menos até o nível de gênero. Os microarranjos de DNA foram construídos utilizando-se 

lâminas epoxidadas e um sistema robótico de DNA, desenvolvido primeiramente pela 

Universidade de Stanford, Califórnia (Shalon et al., 1996) e localizado no laboratório do 

Dr. Volker Wendisch, nessa época sediado na Universidade de Munster, Alemanha. O 

formato desse sistema permite a deposição de até 6.400 sondas. Entretanto, foram 

depositadas: 207 sequências relacionadas ao nifH, 85 ao16S rDNA, 62 ao nifD e 54 ao 

nifK, além de 22 sequências relacionadas a bactérias em geral (controles positivos) e 07 

sequências completamente não relacionadas a bactérias (controles negativos), 

totalizando 437 sequências. As condições de hibridização foram otimizadas utilizando-

se os DNAs genômicos extraídos das culturas puras de Agrobacterium sp., Klebsiella 

pneumoniae, Gluconacetobacter diazotrophicus, Stenotrophomonas maltophila, 

Rhizobium sp., Sphingobacterium sp., os fragmentos do gene do 16S rRNA, 

amplificados por PCR a partir do DNA genômico dessas bactérias, bem como dos 

DNAs isolados de amostras de raízes de canola nos estágios de roseta e floração.  

Brevemente, a confecção do microarranjo seguiu as seguintes etapas: lâminas de 

microscópio padrão de vidro foram revestidas com uma solução de poli-lisina e 

armazenados durante várias semanas para permitir que a superfície se tornasse 

suficientemente hidrofóbica (Eisen e Brown, 1999). O oligonucleotídeos, eluídos em 3X 

SSC, foram depositados sobre a superfície de vidro usando o sistema de impressão 

robótica acima descrito. O diâmetro de cada ponto (correspondendo a um 

oligonucleotídeo) foi de 150 µm e o espaço entre o centro de dois pontos foi de 205 µm. 

Cada oligonucleotídeo foi depositado de forma randômica em triplicata, totalizando 

1.581 sequências depositadas. Essa distribuição permitiu a preparação de 16 grades, 

cada uma contendo 117 pontos, sendo que dos 1.872 espaços disponíveis (16 X 117), 

291 ficaram vazios (1.872 – 1.581).  

 Para distribuir os oligonucleotídeos de forma mais uniforme, os pontos foram 

rehidratados, utilizando-se um banho de 1 X SSC a 40oC até que os pontos ficassem 
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reluzentes, seguido por secagem a seco a 120oC, utilizando-se um bloco de 

aquecimento. Para aumentar a quantidade de oligonucleotídeos hibridizáveis, 

estavelmente ligados a cada ponto, os ácidos nucléicos sofreram ligações cruzadas por 

irradiação UV (Eisen e Brown, 1999; Polen et al., 2003). 

3.2.1.4 Marcação do DNA genômico 

Os DNAs foram marcados utilizando-se os corantes fluorescentes Cianina-3 

(Cy3) ou Cianina-5 (Cy5). Para cada hibridização foram utilizadas de 100 ng a 1 µg de 

DNA em 20 µl de volume. Foi adicionado 20 µl de primers randômicos (BioPrime® 

DNA Labeling System) (conforme a Tabela 3.2.1) e a reação foi mantida por 5 min a 

100oC e, em seguida, a solução foi resfriada em gelo por 2 a 5 min. Logo após esse 

resfriamento, foram adicionados: 5 µl de uma mistura de nucleotídeos (Tabela 3.2.1), 3 

µl de Cy3-dUTP ou Cy5-dUTP e 1 µl de Klenow (40 U µl-1) (BioPrime® DNA 

Labeling System). Essa mistura foi incubada a 37oC por 2 h. A reação foi, então, 

interrompida com 5 µl de EDTA (0,5 M, pH 8,0), limpa com a utilização do Nucleotide 

Removal-Kit (Qiagen) e o DNA marcado foi eluído em 50 µl de água estéril. As 

quantificações das concentrações de DNA e da fluorescência incorporada foram 

realizadas no aparelho NanoDrop (Thermo Fisher Scientific Inc.). 

A confecção das lâminas e as hibridizações foram realizadas no laboratório do 

Dr. Volker Wendisch pelo Dr. Jung-Won Youn. O laboratório situa-se na Universidade 

de Bielefeld, Alemanha. 
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Tabela 3.2.1 Composição das soluções de primers randômicos e da mistura de 

nucleotídeos utilizadas nas reações de marcação dos DNAs a serem hibridizados no 

microarranjo. 

 Volume Concentração final 

Primers randômicos   

 2,5 µL Tris (1 M, pH 6,8) 125 mM 

 5 µL primer (3µg µl-1) 750 ng µl-1 

 0,25 µL MgCl2 (1 M) 12,5 mM 

 1 µL β-Mercaptoetanol (0,5 M) 25 mM 

Mistura de nucleotídeos   

 1,2 µL dATP (100 mM) 1,2 mM 

 1,2 µL dATP (100 mM) 1,2 mM 

 1,2 µL dATP (100 mM) 1,2 mM 

 0,6 µL dATP (100 mM) 0,6 mM 

 0,2 µL EDTA (0,5 M) 1 mM 

 1 µL Tris (1 M, pH 8,0) 10 mM 

 

3.2.1.5 Hibridizações e Lavagens 

Os DNAs marcados (de 100 ng a 1 µg) com Cy3 ou Cy5 foram misturados com 

3 µl de 20 X SSC, 0,5µl de 1 mmol 1-1 HEPES (pH 7) e 0,5 µL de 10% SDS. As 

misturas foram aquecidas a 99oC por 2 min, resfriadas em gelo por 2 a 5 min e 

incubadas à temperatura ambiente por 5 min. Reações contendo DNAs marcados com 

corantes diferentes foram, então, aplicadas nos microarranjos, conforme o experimento 

que estava em desenvolvimento. Os microarranjos foram protegidos com uma cobertura 

do tipo lifterslip (Erie Scientific Company, Portsmouth, VA, USA) para permitir a 

realização das hibridizações entre os DNAs marcados e os oligonucleotídeos fixados na 

lâmina. Os microarranjos foram incubados por 12 a 16 h em temperaturas que variaram 

de 40 a 50°C em uma câmara úmida, na presença de 1 X SSC. Após a hibridização, os 

microarranjos foram lavados em uma solução contendo 2 X SSC e 0,1% SDS durante, 

após em 1 X SSC e após em 0,5 X SSC. Cada etapa de lavagem teve a duração de 60 

min. Depois de lavados, os microarranjos foram secos por centrifugação (15 min a 50 

g). 
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3.2.1.6 Escaneamento e análise 

 Após a secagem do microarranjo as fluorescências para 532 nm (Cy3) e 635 nm 

(Cy5) foram determinadas utilizando-se o scanner a laser GenePix 4000 (Axon, Union 

City, CA, USA). Dados de fluorescência bruta adquiridos foram armazenados como 

arquivos de imagem em formato TIFF e foram analisados quantitativamente pelo uso do 

software GenePix Pro 6.0 (Axon, Union City, USA). Os sinais da fluorescência foram 

definidos a partir do sinal médio para o comprimento de onda (F532 ou F635) menos o 

sinal de florescência mediana do nível basal (background) (B532 ou B635), que foram 

definidos pela intensidade do sinal do entorno (Heiskanen et al., 2000). Dessa forma, o 

valor médio da fluorescência de cada ponto foi calculado. A intensidade de sinais 

negativos resultantes de B532 > F532 ou B635 > F635 foram definidos como 0, de 

acordo com as intensidades de sinais não detectáveis. 
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3.2.2 Resultados e discussão 

3.2.2.1 Sequências utilizadas como sondas 

Após as buscas por sequências de genes nifH, nifD, nifK e do 16S rRNA de 

bactérias cultiváveis e identificadas em diversos bancos de dados e os alinhamentos 

utilizando-se o programa CLUSTAL X, foram obtidas 207 sequências relacionadas ao 

nifH, 85 ao16S rDNA, 62 ao nifD e 54 ao nifK. Vinte e duas sequências relacionadas a 

bactérias em geral foram escolhidas para servirem como controles positivos e sete 

sequências completamente não relacionadas a bactérias foram designadas como 

controles negativos. Tais sequências controles foram obtidas na literatura, onde elas 

também foram usadas com o propósito de servirem como controles dos microarranjos 

descritos naqueles artigos (Ashelford et al., 2002; DeSantis et al., 2005; Loy et al., 2005 

Moisander et al., 2006; Loy et al., 2007). No total, 437 sequências de 25 nucleotídeos de 

extensão foram depositadas, em triplicata, no microarranjo. As Tabelas A.1 a A.5 (em 

anexo) apresentam todas as sequências dos oligonucleotídeos inseridos no microarranjo, 

juntamente com diversas informações sobre elas, como o número de acesso no 

GenBank das sequências das quais os oligonucleotídeos foram originados, o gênero ou 

espécie da qual cada sequência original provêm e o e-value obtido em cada comparação, 

a posição do oligonucleotídeo em cada sequência, a porcentagem de bases G + C, a 

temperatura média básica e, no caso das sequências controles, as referências 

bibliográficas. Pela grande variação da porcentagem de G + C e da temperatura média 

básica entre os oligonucleotídeos, esses dados não puderam ser considerados no 

momento das hibridizações. 

Embora tenha sido dada total atenção para a escolha de regiões que pudessem 

ser as mais específicas possíveis para cada gênero bacteriano analisado, algumas das 

sequências de oligonucleotídeos não se mostraram específicas apenas para a sequência 

da qual eles foram projetados e apresentaram e-values igualmente significativos com 

sequências de outros gêneros bacterianos. Quando tais resultados foram observados, os 

oligonucleotídeos em questão receberam a denominação de “não específico” na coluna 

correspondente ao e-value. Esse dado é de fundamental importância no momento de 

analisarmos os resultados de hibridizações, pois caso um desses oligonucleotídeos emita 

uma determinada fluorescência em uma hibridização, teremos que levar em 

consideração que esse resultado poderá não ser significativo. 
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3.2.2.2 O microarranjo 

Microarranjos classificados como Arranjos Gênicos Funcionais (FGA, do inglês 

Functional Gene Arrays) são usados para avaliar as atividades microbianas e são 

baseados no uso de sondas para genes codificadores de proteínas envolvidas em funções 

específicas. Geralmente, trabalhos com FGA utilizam cDNAs proveniente de mRNAs 

como alvo, a fim de conhecer a comunidade de bactérias que está expressando 

determinado gene ou genes. O microarranjo desenvolvido neste trabalho pode ser 

considerado um FGA, entretanto, com algumas particularidades. Apesar de possuir 

sondas para genes-chave envolvidos em processos microbianos funcionais de interesse, 

no caso genes envolvidos no processo de fixação biológica de nitrogênio, o 

microarranjo apresenta, também, sequências do gene 16S rRNA e na sua hibridização é 

utilizado o DNA total da amostra ambiental estudada e não cDNAs provenientes de 

mRNAs que estão sendo expressos. Além disso, o microarranjo do presente trabalho foi 

desenvolvido no intuito de identificar a maior parte da comunidade de bactérias 

diazotróficas cultiváveis em um determinado ambiente. Por isso, o seu conjunto de 

sondas apresenta apenas sequências de bactérias cultiváveis e conhecidas, e não a 

totalidade de sequências disponíveis do gene nifH. A razão de serem utilizadas apenas 

sequências de bactérias cultiváveis e conhecidas é devido ao fato de que esse 

microarranjo tem como principal objetivo a identificação de bactérias que apresentam 

potencial de crescimento vegetal, para posterior isolamento das mesmas a fim de serem 

utilizadas na produção de um inoculante para uma determinada cultura vegetal. 

Um microarranjo deve conter sondas que combinem sensibilidade, 

especificidade e uniformidade (Loy e Bodrossy, 2006; Wagner et al., 2007). Além disso, 

a natureza altamente conservada de muitos genes e a grande quantidade de sequências 

de dados desconhecidas em amostras ambientais tornam difícil a tarefa de projetar e 

validar sondas de microarranjo específicas a uma determinada sequência alvo (Gentry et 

al., 2006). O gene nifH é um dos mais antigos genes funcionais na história da evolução 

gênica, sendo bastante conservado. Apesar disso, ele apresenta, também, regiões 

variáveis, que possibilitam o seu uso para discriminação de espécies. Isso pode ser 

verificado em trabalhos que analisam o formato de árvores filogenéticas baseadas em 

sequências de nucletídeos de nifH e que demonstram ser consistentes com análises 

filogenéticas clássicas, baseadas nas sequências do gene 16S rRNA (Young, 1992, 1993; 

Zehr et al., 2003). 
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Além da porcentagem de similaridade, longos trechos de uma sonda que são 

complementares a uma sequência não-alvo podem levar a hibridizações inespecíficas 

substanciais e devem ser considerados durante o projeto da sonda (Kane et al., 2000; 

Hughes et al., 2001). Essa dificuldade pode ser aliviada, em grande parte, através do uso 

de sondas múltiplas para cada taxa-alvo (Loy e Bodrossy, 2006). No microarranjo 

desenvolvido neste trabalho utilizamos, além das sequências de genes nifH disponíveis 

de bactérias cultiváveis e identificadas, sequências dos genes nifD, nifK e 16S rRNA dos 

mesmos organismos (quando essas estavam disponíveis) para minimizar a ocorrência de 

hibridizações inespecíficas e, também, para aumentar o nível de confiabilidade de cada 

sinal de hibridização. Em alguns casos, quando possível, mais de um oligonucleotídeo 

para o gene nifH de uma mesma sequência, correspondendo a diferentes regiões dessa, 

foram projetados. 

3.2.2.3 As hidridizações 

Até o presente momento, as hibridizações realizadas tiveram o intuito de 

verificar se o microarranjo desenvolvido apresenta condições de alcançar o seu objetivo 

principal. Para isso, a primeira hibridização realizada utilizou como alvo fragmentos de 

todo o gene 16S rRNA, amplificados a partir dos DNAs genômicos de culturas puras 

das bactérias Agrobacterium sp., Klebsiella pneumoniae, Gluconacetobacter 

diazotrophicus, Stenotrophomonas maltophila, Rhizobium sp. e Sphingobacterium sp. 

Os fragmentos das três primeiras foram marcados com Cianina-3 (Cy3), enquanto que 

os fragmentos das três posteriores foram marcados com Cianina-5 (Cy5). A temperatura 

de hibridização utilizada foi de 50oC. O resultado está apresentado na Figura 3.2.1. Essa 

primeira hibridização foi considerada satisfatória pelo fato de que os pontos que 

apresentaram fluorescência tiveram um sinal relativamente alto, sendo muito mais 

intensos que o sinal de background. As sondas utilizadas como controles positivos 

também apresentaram um bom sinal de fluorescência. Além disso, houve emissão de 

fluorescência vermelha nos três pontos correspondentes aos oligonucleotídeos 

provenientes de sequência de Rhizobium sp. Como os fragmentos do 16S rRNA 

amplificados a partir de Rhizobium sp. foram marcados com Cy5, isso indicou que o 

microarranjo estava detectando de forma satisfatória a presença do DNA específico. 

Entretanto, algumas hibridizações não específicas também ocorreram, como no caso das 

fluorescências emitidas por oligonucleotídeos provenientes de sequências de 

Gluconobacter frateuri e Sphingobacterium multivorum. Apesar disso, não foram 
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observadas fluorescências nos controles negativos e nem em muitos outros pontos ao 

mesmo tempo, indicando que os resultados foram promisores. 

 

Figura 3.2.1 Hibridização utilizando-se como alvo fragmentos do gene 16S rRNA completos, 

amplificados a partir dos DNAs genômicos de culturas puras das bactérias Agrobacterium sp., Klebsiella 

pneumoniae, Gluconacetobacter diazotrophicus, Stenotrophomonas maltophila, Rhizobium sp. e 

Sphingobacterium sp. Os fragmentos das três primeiras foram marcados com Cianina-3 (Cy3), enquanto 

que os fragmentos das três posteriores foram marcados com Cianina-5 (Cy5). A temperatura de 

hibridização utilizada foi de 50oC. Circulado em vermelho - sondas utilizadas como controles positivos, 

circulado em amarelo - oligonucleotídeos provenientes de sequência de Rhizobium sp., circulado em 

verde - oligonucleotídeos provenientes de sequência de Gluconobacter frateuri, circulado em rosa - 

oligonucleotídeos provenientes de sequência de Sphingobacterium multivorum.  

 

Nas duas hibridizações posteriores foram utilizados os DNAs genômicos de 

culturas puras das mesmas bactérias da hibridização anterior. Os DNAs também foram 

marcados da mesma maneira, utilizando-se Cy3 para os DNAs totais de Agrobacterium 

sp., Klebsiella pneumoniae e Gluconacetobacter diazotrophicus, e Cy5 para os DNAs 

totais de Stenotrophomonas maltophila, Rhizobium sp. e Sphingobacterium sp. Na 
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primeira dessas hibridizações a temperatura de hibridização utilizada foi de 40°C. A 

imagem da hibridização é apresentada na Figura 3.2.2. Nessa verificou-se a emissão de 

fluorescência em 107 pontos, representando um total de 39 diferentes genes, 

correspondendo a 18 gêneros bacterianos. Na segunda hibridização, a temperatura 

utilizada foi de 50°C. A imagem dessa hibridização é apresentada na Figura 3.2.3. Nessa 

verificou-se a emissão de fluorescência em 90 pontos, representando um total de 30 

diferentes genes, correspondendo a 17 gêneros bacterianos. A comparação entre os 

gêneros identificados nas duas hibridizações está descrita na Tabela 3.2.2.  

Com essas duas hibridizações podemos perceber, do mesmo modo que a 

hibridização com os fragmentos de 16S rRNA, que ocorreram hibridizações 

inespecíficas. Entretanto, deve-se ressaltar que esses são apenas resultados brutos e 

preliminares, visto que as intensidades de hibridização não passaram por um tratamento 

estatístico, o que é uma das perspectivas do trabalho. Pode ser verificado, ainda, que 

aumentando a temperatura de hibridização ocorreu um decréscimo no número de 

pontos, no número de genes e no número de gêneros bacterianos identificados, embora 

os gêneros Methylobacterium e Rhodobacter tenham sido identificados apenas no 

experimento com temperatura de hibridização de 50°C. 
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Figura 3.2.2 Hibridização utilizando-se como alvo DNAs genômicos de culturas puras das bactérias 

Agrobacterium sp., Klebsiella pneumoniae, Gluconacetobacter diazotrophicus, Stenotrophomonas 

maltophila, Rhizobium sp. e Sphingobacterium sp. Os fragmentos das três primeiras foram marcados com 

Cianina-3 (Cy3), enquanto que os fragmentos das três posteriores foram marcados com Cianina-5 (Cy5). 

A temperatura de hibridização utilizada foi de 40oC.  
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Figura 3.2.3 Hibridização utilizando-se como alvo DNAs genômicos de culturas puras das bactérias 

Agrobacterium sp., Klebsiella pneumoniae, Gluconacetobacter diazotrophicus, Stenotrophomonas 

maltophila, Rhizobium sp. e Sphingobacterium sp. Os fragmentos das três primeiras foram marcados com 

Cianina-3 (Cy3), enquanto que os fragmentos das três posteriores foram marcados com Cianina-5 (Cy5). 

A temperatura de hibridização utilizada foi de 50oC.  
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Tabela 3.2.2 Comparação dos gêneros bacterianos obtidos nas hibridizações utilizando-

se os DNAs genômicos de culturas puras de Agrobacterium sp., Klebsiella pneumoniae, 

Gluconacetobacter diazotrophicus, Stenotrophomonas maltophila, Rhizobium sp. e 

Sphingobacterium sp. variando-se a temperatura. Bactérias identificadas pertencentes ao 

mesmo gênero dos DNAs marcados estão apresentados na respectiva cor emitida pela 

fluorescência (Cy3 – verde; Cy5 – vermelho). 

Temperatura de hibridização 40°C Temperatura de hibridização 50°C 

Acetobacter sp. Acetobacter sp. 

Agrobacterium sp. Agrobacterium sp. 

ALPHAPROTEOBACTERIA ALPHAPROTEOBACTERIA 

ARCHEA ARCHEA 

Asaia sp. Asaia sp. 

BACTERIA BACTERIA 

BETAPROTEOBACTERIA BETAPROTEOBACTERIA 

Bradyrhizobium sp Bradyrhizobium sp 

Burkholderia sp. Burkholderia sp. 

Derxia sp. Derxia sp. 

Enterobacter sp. Enterobacter sp. 

EUCARYA EUCARYA 

GAMMAPROTEOBACTERIA GAMMAPROTEOBACTERIA 

Gluconobacter sp. Gluconobacter sp. 

Halorhodospirilla sp. NI 

Klebsiella sp. NI 

Mesorhizobium sp Mesorhizobium sp 

Methylocystis sp NI 

NI Methylobacterium sp 

Pseudomonas sp. Pseudomonas sp. 

Rhizobium sp. Rhizobium sp. 

NI Rhodobacter sp. 

Rhodopseudomonas sp. Rhodopseudomonas sp. 

Rhodospirillum sp. Rhodospirillum sp. 

Sphingobacterium sp. Sphingobacterium sp. 

Xanthobacter sp. Xanthobacter sp. 

NI = não identificado 

 

Posteriormente, foram realizadas hibridizações utilizando-se DNA total das 

bactérias endofíticas presentes em duas amostras de raízes de canola de uma mesma 

plantação, em diferentes fases de desenvolvimento da planta, sendo uma com a planta 
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no estágio de roseta e a outra quando a planta estava no estágio de floração 

(hibridizações não apresentadas). A comparação entre os gêneros identificados nas duas 

hibridizações está descrita na Tabela 3.2.3. Observa-se um maior número de gêneros 

identificados na hibridização em que o DNA utilizado como alvo foi o das raízes em 

estágio de floração (18 diferentes gêneros), quando comparado com a hibridização que 

utilizou o DNA das raízes em estágio de roseta (12 diferentes gêneros). Apenas os 

gêneros Gluconobacter sp. e Mesorhizobium sp. foram identificados exclusivamente na 

hibridização que utilizou o DNA das raízes em estágio de roseta como alvo. Já os 

gêneros Acetobacter sp., Beijerinckia sp., Frankia sp., Mastigocladus sp., Methylocella 

sp., Rhodobacter sp. e Sinorhizobium sp. foram identificados na hibridização que 

utilizou o DNA das raízes em estágio de floração. 

Os DNAs totais das bactérias endofíticas utilizados nos experimentos de 

microarranjo foram extraídos das mesmas duas amostras de raízes de canola utilizadas 

no trabalho de Farina e colaboradores (2012), descrito na Parte I. Confrontando os 

resultados dos dois trabalhos, verificou-se que os gêneros bacterianos comuns em 

ambos foram Agrobacterium sp., Burkholderia sp., Enterobacter sp. e Pseudomonas sp., 

para o DNA da raíz no estágio de roseta. Já os gêneros bacterianos detectados pelo 

microarranjo e que também foram isolados da raíz de canola no estágio de floração 

foram Agrobacterium sp., Burkholderia sp., Enterobacter sp., Klebsiella sp. e 

Pseudomonas sp. Isso indica que o microarranjo parece ser capaz de identificar 

bactérias presentes nas amostras pelo menos ao nível de gênero. Houve ainda dois 

gêneros, Serratia sp. e Novosphingobium sp., que foram identificados no trabalho pelo 

isolamento clássico, mas que não possuiam oligonucleotídeos correspondentes no 

microarranjo. Oligonucleotídeos do gene 16S rRNA pertencente a esses gêneros serão, 

então, incluídos nos próximos microarranjos. 
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Tabela 3.2.3 Resultados obtidos pelo método de microarranjo com os DNAs totais das 

bactérias extraídas das raízes de canola nos estágios de roseta e floração. Em negrito, 

gêneros e espécies que foram isolados no trabalho de Farina e colaboradores (2012). 

Raiz de canola (estágio de roseta) Raiz de canola (estágio de floração) 

NI Acetobacter sp. 

Agrobacterium sp. Agrobacterium sp. 

ALPHAPROTEOBACTERIA ALPHAPROTEOBACTERIA 

ARCHEA NI 

BACTERIA BACTERIA 

NI Beijerinckia sp. 

BETAPROTEOBACTERIA BETAPROTEOBACTERIA 

Bradyrhizobium sp Bradyrhizobium sp 

Burkholderia sp. Burkholderia sp. 

Derxia sp. Derxia sp. 

Enterobacter sp. Enterobacter sp. 

Escherichia sp. Escherichia sp. 

EUCARYA NI 

NI Frankia sp. 

Gluconobacter sp. NI 

Klebsiella sp. Klebsiella sp. 

NI Mastigocladus sp. 

Mesorhizobium sp. NI 

Methylobacterium sp Methylobacterium sp 

NI Methylocella sp. 

Pseudomonas sp. Pseudomonas sp. 

NI Rhodobacter sp. 

Rhodopseudomonas sp. Rhodopseudomonas sp. 

NI Sinorhizobium sp. 

Xanthobacter sp. Xanthobacter sp. 

NI = não identificado 

 

Para o microarranjo desenvolvido neste trabalho atingir o objetivo a ele imposto, 

esse deve ser capaz de detectar e identificar sequências específicas em uma complexa 

mistura de ácidos nucléicos. Apesar dos resultados serem bastante preliminares, 

verificou-se que os oligonucleotídeos de 25 pb foram suficientemente sensíveis para 

emitir um sinal de hibridização. Não foram obtidos sinais de hibridização altamente 

inespecíficos, visto que não houve emissão de sinal em todos os pontos, bem como os 

sinais obtidos foram similares e presentes nas três repetições de cada oligonucleotídeo. 
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3.2.2.4 Comparação entre os métodos 

 Fazendo-se uma comparação entre o isolamento convencional de bactérias, a 

utilização de sequenciamento em grande escala e o uso de microarranjos, conclui-se que 

cada uma dessas abordagens apresenta vantagens e desvantagens quanto ao objetivo de 

obter informações sobre a comunidade microbiana de determinado ambiente. 

Com relação ao aporte financeiro para cada experimento, o isolamento 

convencional é o mais acessível, visto que qualquer laboratório de microbiologia 

relativamente equipado é capaz de realizá-lo a um custo baixo. O microarranjo pode ser 

considerado uma tecnologia mais dispendiosa, por exigir robôs para a confecção das 

lâminas, leitores de fluorescência (scanners), forno para as hibridizações, 

computadores, entre outros equipamentos. O sequenciamento em grande escala, 

entretanto, é o mais oneroso dos três, por exigir sequenciadores de alta performance e, 

após gerados os dados das sequências, é necessária uma infraestrutura de 

bioinformática, o que requer computadores e programas específicos, além de mão de 

obra especializada.  

 Com relação à cobertura, o microarranjo parece ser a tecnologia mais completa, 

visto que o alvo é o DNA total das amostras. O sequenciamento em grande escala 

apresenta o problema da tendência da PCR em amplificar melhor determinados 

fragmentos em detrimento de outros, o que faz com que a cobertura seja referente aos 

fragmentos que foram amplificados com sucesso. Já o isolamento convencional de 

bactérias é altamente tendencioso, pois as bactérias que serão isoladas ficarão restritas 

aos meios de cultivo que foram utilizados.  

 Quanto à rapidez nos resultados, o microarranjo também demonstra ser o mais 

vantajoso, sendo possível realizar o experimento, desde a marcação e hibridização até a 

interpretação e análise dos resultados das fluorescências em torno de dois dias. O 

sequenciamento em grande escala é mais demorado, consumindo em torno de sete dias 

para obtenção dos resultados finais, caso se tenha uma boa equipe de bioinformatas. No 

entanto, o isolamento convencional das bactérias é, sem dúvidas, o mais demorado, 

visto que são necessários longos períodos para o isolamento e identificação das 

bactérias, geralmente ao redor de trinta dias. 

 Com relação à identificação das bactérias, no isolamento convencional as 

bactérias que são isoladas podem ser identificadas em nível de espécie. Já os métodos 

de microarranjo e sequenciamento em grande escala apresentam as limitações impostas 

pela pouca quantidade de informação que é fornecida pelas sequências dos 



71 
 

oligonucleotídeos (no caso do microarrajo, 25 pares de bases) ou pelo tamanho dos 

fragmentos amplificados que são sequenciados (geralmente entre 100 a 200 pb). 

Normalmente, essas duas abordagem permitem a identificação dos membros de uma 

comunidade bacteriana até, no máximo, o nível de gênero. 

 Apesar do isolamento convencional de bactérias aparentar ser o menos vantajoso 

quanto ao objetivo de obter informações sobre a comunidade microbiana de 

determinado ambiente, ele é o único que fornece a bactéria viva. Essa vantagem é 

extrema, caso tal bactéria venha a ser utilizada para alguma finalidade, como, por 

exemplo, a produção de um inoculante. O microarranjo desenvolvido nesse trabalho tem 

a pretensão de identificar a comunidade de bactérias diazotróficas cultiváveis de um 

determinado ambiente, para que, posteriormente, um experimento de isolamento 

convencional seja realizado, buscando bactérias específicas com características de 

interesse, sabendo que essas bactérias estão presentes nesse ambiente. 
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4 Considerações finais 

Os micro-organismos que beneficiam os vegetais, chamados de rizobactérias 

promotoras do crescimento vegetal (Plant Growth Promoting Rhizobacteria ou PGPRs), 

podem estabelecer uma relação simbiótica com a planta hospedeira ou viverem 

livremente no solo, mas, frequentemente, são encontrados perto ou até mesmo dentro 

das raízes. As bactérias que colonizam a rizosfera em torno das raízes são denominadas 

de bactérias epifíticas e aquelas que vivem dentro da própria raiz são chamadas de 

bactérias endofíticas. As PGPRs podem estimular o crescimento das plantas tanto direta 

como indiretamente. A estimulação indireta ocorre quando as PGPRs previnem efeitos 

deletérios de micro-organismos fitopatogênicos, enquanto que a estimulação direta 

ocorre quando a PGPR sintetiza alguma substância que favorece o crescimento da 

planta ou a captura determinados nutrientes. Essa última pode ser através da 

solubilização de minerais, tais como fósforo, da produção de sideróforos ou pela 

produção de reguladores de crescimento (fito-hormônios), que acentuam o crescimento 

vegetal em vários estágios do desenvolvimento. Bactérias que tenham uma ou mais 

dessas características são potenciais candidatas a serem utilizadas na formulação de 

inoculantes, a fim de aumentar a produtividade de lavouras. 

Estudos sobre a composição das comunidades microbianas têm avançado nos 

últimos anos, especialmente pelo desenvolvimento de tecnologias como o microarranjo 

e o sequenciamento em massa, que dispensam o cultivo dos micro-organismos, visto 

que a vasta maioria destes não é cultivável. Estudos que buscam investigar a 

composição de micro-organismos associados com as raízes das plantas são de 

fundamental importância para a compreensão do impacto que novas tecnologias 

agrícolas terão sobre a ecologia do solo, como, por exemplo, a utilização de inoculantes. 

Dentre os aspectos que influenciam a composição da comunidade microbiana na 

rizosfera destacam-se o tipo da planta, o estágio de crescimento da mesma, a variação 

de exsudação de compostos orgânicos pelas raízes, as variações sazonais e diferentes 

práticas de cultivo. 

Apesar da existência de alguns estudos que isolaram PGPRs de culturas de 

canola e/ou avaliaram alguns dos aspectos que influenciam na diversidade das 

comunidades microbianas associadas às raízes de canola (Kloepper et al., 1988; 

Siciliano e Germida, 1999; Bertrand et al., 2001; Dunfield e Germida, 2003), nada se 

conhece sobre esses aspectos em culturas de canola cultivadas no Rio Grande do Sul ou 

mesmo no Brasil. Entretanto, o cultivo de canola na região sul do Brasil tem recebido 
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estímulos, sendo este o primeiro estado do país a receber o zoneamento para o grão. Isso 

se deve ao fato de que o cultivo de canola já tem o incentivo do mercado, atrelado à 

indústria de biodiesel. De acordo com Mourad (2006), o potencial para a produção de 

biodiesel a partir de canola, em termos de volume de óleo por área, é maior do que o de 

culturas como a soja e a mamona. Além disso, a canola também é uma boa opção para 

produção de óleo comestível, para cobertura do solo e para rotação de culturas. 

Considerando-se o potencial econômico da canola e a falta de estudos sobre 

bactérias promotoras do crescimento vegetal para essa cultura, um dos objetivos 

principais desse trabalho foi isolar e identificar bactérias cultiváveis associadas à 

rizosfera e às raízes de canola para verificar se possíveis mudanças nas comunidades 

microbianas estavam associadas com os diferentes estágios de rotação de culturas e com 

as diferentes fases do crescimento da canola. Foram também avaliadas as habilidades de 

promoção de crescimento vegetal de isolados bacterianos, sendo que alguns destes 

também foram testados com a planta. Paralelo a isso, foi desenvolvido um microarranjo 

para identificação de bactérias diazotróficas cultiváveis e conhecidas de diferentes 

ambientes, a fim de direcionar o isolamento de possíveis PGPRs que despertem 

interesse para a produção de inoculantes. 

Para alcançar os primeiros objetivos propostos no trabalho foram coletados solo 

e raízes de canola, quando presentes, de cinco períodos diferentes, procurando abranger 

todo o desenvolvimento da canola, juntamente com a rotação de cultura realizada com a 

soja. Bactérias diazotróficas foram, então, isoladas e caracterizadas ao nível de gênero. 

Foram avaliadas as habilidades de promoção de crescimento vegetal – solubilização de 

fosfato, produção de sideróforos e produção de compostos indólicos – de cada um dos 

isolados. Sete desses isolados, com diferentes características de PGPRs foram 

escolhidos e testados em experimento em casa de vegetação. Os resultados obtidos 

indicaram a presença de diferentes populações de PGPRs na rizosfera da canola e dentro 

das raízes para diferentes estágios da rotação de cultura. Além disso, a estrutura da 

comunidade microbiana foi influenciada pela variação sazonal, como indicado pelos 

diferentes gêneros identificados para os diferentes estágios de desenvolvimento da 

canola, havendo, também, a relação entre diversidade bacteriana e precipitação mensal. 

Agrobacterium, Burkholderia, Enterobacter e Pseudomonas foram os gêneros 

bacterianos predominantes entre todos os identificados. Muitas das bactérias isoladas 

foram capazes de produzirem compostos indólicos e sideróforos, solubilizarem fosfato e 

algumas também fixarem nitrogênio. Além disso, alguns dos isolados testados para os 
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efeitos de promoção do crescimento foram realmente capazes de promover o 

crescimento da planta. 

Como perspectiva, os isolados que apresentaram a promoção do crescimento da 

planta serão caracterizados ao nível de espécie e testados em experimentos em campo, 

para posterior desenvolvimento de um inoculante para as culturas de canola do sul do 

Brasil. 

Para auxiliar na busca de linhagens bacterianas que possam ser utilizadas na 

composição de produtos inoculantes, foi desenvolvido um microarranjo para 

identificação de bactérias diazotróficas cultiváveis e conhecidas de diferentes 

ambientes. Apesar de terem sido realizados apenas testes preliminares, verificou-se que 

o microarranjo apresenta bom potencial para atingir o seu objetivo. Entretanto, como 

mencionado anteriormente, todos os pontos que emitiram fluorescência foram 

considerados. O próximo passo será aplicar um conjunto de análises estatísticas, 

fornecidas pelo programa R (Savage et al., 2009), que irá estabelecer um limiar de 

confiabilidade do sinal de fluorescência. Além disso, microarranjos que apresentam 

sondas curtas, como o caso desse, muitas vezes apresentam baixa sensibilidade, sendo 

necessária a amplificação do gene alvo. Para as próximas hibridizações será realizada a 

amplificação da comunidade genômica total (WCGA, do inglês Whole-Community 

Genome Amplification) utilizando a estratégia de amplificação por deslocamento 

múltiplo (MDA, do inglês Multiple Displacement Amplification, Dean et al., 2002), 

para, posteriormente, esse DNA amplificado ser utilizado como alvo nas hibridizações. 

Esse microarranjo foi primeiramente utilizado em amostras de culturas de canola, mas, 

uma vez comprovada a sua eficácia, poderá ser utilizado com diferentes culturas 

vegetais e em diferentes situações ambientais. Situações interessantes em que o 

microarranjo também poderá ser aplicado são, por exemplo, na comparação de 

comunidades bacterianas em ambientes antes e após a prática de queimadas, ou em 

áreas onde foram cultivadas plantas modificadas geneticamente, comparadas com áreas 

de campos nativo. 

Após um período de quatro anos dedicado ao estudo das PGPRs presentes em 

todo o ciclo da rotação de cultura da canola, resultados preliminares importantes foram 

obtidos nesse trabalho. Pouco se sabe ainda sobre a diversidade de bactérias 

diazotróficas cultiváveis e conhecidas das culturas de canola. Entretanto, com o 

desenvolvimento do microarranjo a informação gerada será muito maior que por 

experimentos de isolamento clássico. Com isso, o isolamento de uma determinada 
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bactéria de interesse que se sabe estar presente naquela determinada amostra poderá ser 

direcionado, graças ao conhecimento prévio gerado pelo microarranjo. 
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6 Anexos (Tabelas dos oligonucleotídeos) 

Tabela A.1. Oligonucleotídeos utilizados como controles positivos ou negativos no microarranjo. 

Número de 

acesso no 

GenBank 

Gênero/Espécie Nt posição 

+24 nt 

Nome dos 

Oligos 

Sequência dos Oligos (25-

mer) 

Resultado do 

Blast 

%GC Tm 

Basica  

ºC 

M23944 Mycoplasma neurolyticum 1445-1470 16SC1 CCTCGGAGGCAACTATCTAAGGTAG 2,00E-04 52 59 

AB054808 Oenococcus oeni 33-58 16SC2 AGCCGCTGAATTGTCCTTCGGGTGA 2,00E-04 56 61 

M58795 Saprospira grandis 1445-1470 16SC3 AGGAGCTATCTAGGGTAAACCTGGT 2,00E-04 48 58 

M59177 Fervidobacterium nodosum 802-827 16SC4 GGGGCCGGAAGGCTCCGTGCTGAAG 2,00E-04 72 68 

X03428 Caulobacter vibrioides 253-278 16SC5 TAGCTCCTAACCTGCTAAGGGGGCT 2,00E-04 56 61 

NC_000913 Escherichia coli str. K-12 1456-1481 16SC6 AGGGCGCTTACCACTTTGTGATTCA 2,00E-04 48 

 

58 

UNIV1389A BACTERIA Loy et al 

2005 

16SC7 ACGGGCGGTGTGTACAAGGCCCGGG nifH não 

específico 

72 68 

UNIV1389B EUCARYA Loy et al 

2005 

16SC8 ACGGGCGGTGTGTACAAAGGGCAGG 18S 64 64 

UNIV1389C ARCHEA Loy et al 

2005 

16SC9 ACGGGCGGTGTGTGCAAGGAGCAGG 

2,00E-04 

68 66 

EUB338 MOST BACTERIA Loy et al 

2005 

16SC10 GCTGCCTCCCGTAGGAGTCTGGACC 

2,00E-04 

68 66 

BETA1 BETAPROTEOBACTERIA Ashelford 

et al 2002 

16SC11 CCCATTGTCCAAAATTCCCCACTGC 

2,00E-04 

52 59 

BETA2 BETAPROTEOBACTERIA Ashelford 

et al 2002 

16SC12 TGATATCTACGCATTTCACTGCTAC 

2,00E-04 

40 54 

RHC143 MOST BACTERIA Loy et al 

2005 

16SC13 TCGCTACGTTATCCCCCACTTCTGG 

2,00E-04 

56 61 

UNIV1390 DOMAIN BACTERIA Loy et al 

2007 

16SC14 GACGGGCGGTGTGTACAAGGCCCGG 

2,00E-04 

72 68 

ALF968 ALPHAPROTEOBACTERIA, 

EXCEPT OF RICKETTSIALES 

Loy et al 

2007 

16SC15 GGTAAGGTTCTGCGCGTTGCTTCGA 2,00E-04 56 61 

DELTA495A MOST DELTAPROTEOBACTERIA 

AND MOST GEMMATIMONADETES 

Loy et al 

2007 

16SC16 AGTTAGCCGGTGCTTCCTTTGATGG nifH não 

específico 

52 59 
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ENT GAMMAPROTEOBACTERIA ProbeBase 

(Loy et al 

2007) 

16SC17 CCCCCWCTTTGGTCTTGCGACGTTA nifH não 

específico 

58 61 

ALF1B ALPHAPROTEOBACTERIA, SOME 

DELTAPROTEOBACTERIA, 

SPIROCHAETES 

ProbeBase 

(Loy et al 

2007) 

16SC18 CGTTCGYTCTGAGCCAGGATCAAAC nifH não 

específico 

54 

 

59 

ALF73A SOME ALPHAPROTEOBACTERIA ProbeBase 

(Loy et al 

2007) 

16SC19 TTCCGTCTAACCGCGGGTACACTGC

A 

6,00E-05 57.

7 

63 

AZA1006 Most members of the 

Azoarcus cluster 

PROBEBASE 

(LOY ET 

AL., 2007) 

16SC20 TCCCTGATCTCTCAAGGATTCCAGC

C 

6,00E-05 53.

8 

 

61 

KO 12 Many Pseudomonas species ProbeBase 

(Loy et al 

2007) 

16SC21 AGCGCCCGTTTCCGGACGTTATCCC

C 

6,00E-05 65.

4 

66 

EUB927 most Bacteria ProbeBase 

(Loy et al 

2007) 

16SC22 ATGCTCCACCGCTTGTGCGGGCCCC

C 

6,00E-05 73 

 

69 

BC007659 Homo sapiens NAD(P)H 

dehydrogenase 

696-721 HspNAD TGGGCACACTCCAGCAGACGCCCGA 

2,00E-04 

68 66 

BC008972 Homo sapiens centromere 

protein N 

456-481 HspCEN TACTCCCAGACTCCGTACGCCTTCA 

2,00E-04 

56 

 

61 

BC002599 Homo sapiens corticotropin 

releasing hormone 

694-719 HspCRH GGAAATGGCCAGGGCCGAGCAGTTA 

2,00E-04 

60 63 

BC065005 Homo sapiens mitochondrial 

ribosomal protein L14 

286-311 HspRPL14 GCACTGCATGCCTGGCCCCCGAATG 

2,00E-04 

68 

 

66 

BC004236 Homo sapiens ubiquitin-

conjugating enzyme E2S 

849-874 HspUbE2 GGGCTCTCTTCCTCCTTCCACCGTG 

2,00E-04 

64 64 

BC015569 Homo sapiens ADP-

ribosylation-like factor 6 

interacting protein 4 

650-675 HspADPin

t 

CCATCCGCCCCCAGCTCTGTTTGTG 

2,00E-04 

64 

 

64 

XM_310115 Anopheles gambiae 421-446 Angamb GTAGCCGGGAAATTAAGAAGCACCA 2,00E-04 48 58 

TOTAL    29 PRIMERS   54-69 
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Tabela A.2. Oligonucleotídeos baseados em sequências de genes 16S rRNA de bactérias diazotróficas 
Número de 

acesso no 

GenBank 

Gênero/Espécie Nt posição 
+24 nt 

Nome dos 
Oligos 

Sequência dos Oligos (25-
mer) 

Resultado do 
Blast 

%GC Tm 

Basica  
ºC 

FJ458451 Bacillus licheniformis 15-40 16S1 AGATGGGAGCTTGCTCCCTGATGTT 2,00E-04 52 59 

DQ338443 Paenibacillus forsynthia 457-482 16S2 GTCTTGTAGAGTAACTGCTACAAGA 2,00E-04 40 54 

63-88 16S3 GTTTGAATGGAAGCTTGCTTCCATT 2,00E-04 40 54 

179-204 16S4 TTTCTTTCCTCTCCTGAAGAGAGAA 2,00E-04 40 54 

AJ011322 Paenibacillus borealis 

459-484 16S5 GTCCGGTAGAGTAACTGCTACCGGA 2,00E-04 56 61 

65-90 16S6 TATTTTGAAAGCTTGCTTTCAAAAT 2,00E-04 24 48 EF199999 Paenibacillus odorifer 

179-204 16S7 TTTCTTTTTTCTCCTGAGAGAAGAA 2,00E-04 32 51 

62-87 16S8 GCAGCACGGGTGCTTGCACCTGGTG 2,00E-04 68 66 

440-465 16S9 AAATCCTTGGTTCTAATACAGCCGG 2,00E-04 44 56 

FJ436049 Burkholderia sp.: 

188-213 16S10 CGGGGGACCTTCGGGCCTCGCGCTA 2,00E-04 76 69 

23-48 16S11 CAGCACGGGGGCAACCCTGGTGGCG 2,00E-04 76 69 CP000271 Burkholderia xenovorans 

403-428 16S12 CTCTGCCCTAATACGGTGGGGGGAT 2,00E-04 60 63 

EU239151 Herbaspirillum 

seropedicae 

358-383 16S13 GAAACGGTTTTGGCTAATATCCAAG 

2,00E-04 

40 54 

CP001013 Leptothrix cholodnii 63-88 16S14 AGAGGAGCAATCCTCGAGAGTGGCG 2,00E-04 60 63 

63-88 16S15 TAACGGGTTAAGCCGACGAGTGGCG 2,00E-04 60 63 CP000529 Polaromonas 

naphthalenivorans 436-461 16S16 GCCAGCCCTAATACGGCAGGCCCAT 2,00E-04 64 64 

NC008702 Azoarcus sp. 69-94 16S17 CAGCGGGGGCTTCGGCCCGCCGGCG 2,00E-04 88 74 

FJ418698 Rhizobium sp. 40-65 16S18 GCCCCGCAAGGGGAGCGGCAGACGG 2,00E-04 80 71 

68-93 16S19 AAGTCTTCGGACTTAGCGGCGGACG 2,00E-04 60 63 CP000144 Rhodobacter sphaeroides 

1230-1255 16S20 GGGGTCTGCAACTCGACCCCATGAA 16S não 
específico 

60 63 

CP000494 Bradyrhizobium sp 66-91 16S21 GCGGGCGTAGCAATACGTCAGCGGC 2,00E-04 68 66 

CP001197 Desulfovibrio vulgaris 170-195 16S22 TCCGATTTCACATTTCGGGGGAAAG 2,00E-04 48 58 

NC011206 Acidithiobacillus 

ferrooxidans: 

95-120 16S23 TGAGCCCTGAGGGGGAAAGCGGGGG 

2,00E-04 

72 68 

NC008789 Halorhodospirilla 

halophila:  

173-198 16S24 TACGCCCTACGGGGGAAAGTGGGCC 

2,00E-04 

68 66 

CU234118 Bradyrhizobium sp 1158-1183 16S25 CCCCACTGCTGCCTCCCGTAGGAGT 16S não 
específico 

68 66 



 

 
FJ459994 Sphingobacterium 

multivorum: 

1152-1177 16S26 TACGTCCGGGGCTACACACGTGCTA 

2,00E-04 

60 63 

FJ436371 Bradyrhizobium elkanii 762-787 16S27 TGCCAGCCGTTAGTGGGTTTACTCA 2,00E-04 52 59 

NC003272 Nostoc sp. 782-807 16S28 TTGTATCGACCCGAGCCGTGCCGGA 2,00E-04 64 64 

AE017282 Methylococcus capsulatus: 444-469 16S29 GGGTGGGGTGTTAATACCATCTCAC 2,00E-04 52 59 

NC011761 Acidithiobacillus 

ferrooxidans: 

423-448 16S30 AAGGTGGGTTCTAATACAATCTGCT 

2,00E-04 

40 54 

CP000304 Pseudomonas stutzeri 449-474 16S31 ACTTAACCCAACATCTCACGACACG 16S não 
específico 

48 58 

FJ032011 Azotobacter vinelandii 411-436 16S32 CGCTCGGTGAATACCCAGGCGTCTT 2,00E-04 60 63 

AB185396 Azospirillum oryzae 184-209 16S33 TGAGAGGGGCCCGCGTCGGATTAGG 2,00E-04 68 66 

NC009921 Frankia sp. 191-216 16S34 TTTATCGGCTTGGGATGGGCCCGCG 2,00E-04 64 64 

EU669179 Agrobacterium sp. 61-86 16S35 GACGGGTGAGTAACGCGTGGGAATC 2,00E-04 60 63 

CP000943 Methylobacterium sp 61-86 16S36 CAGACGGGTGAGTAACGCGTGGGAA 16S não 
específico 

60 63 

CP000230 Rhodospirillum rubrum 62-87 16S37 GCACGGGTGAGTAACACGTGGGAAC 16S não 
específico 

60 63 

NC009617 Clostridium beijerinckii 138-163 16S38 GCCTTTCGAAAGGAAGATTAATACC 2,00E-04 40 54 

185-210 16S39 TGATTCTTGAGCCAAAGGATTTATT 2,00E-04 32 51 AE001437 Clostridium 

acetobutylicum 1217-1242 16S40 AAAAAGATGCAATATCGCAAGGTGG 2,00E-04 40 54 

D11342 Azorhizobium caulinodans 959-984 16S41 AGCAATGGACCTGCACACAGGTGCT 2,00E-04 56 61 

939-964 16S42 TTTGGTTACCAGAGATGGTTTCCTT 2,00E-04 40 54 CP001016 Beijerinckia indica 

1377-1402 16S43 TTTTGCTAACCGCAAGGGGGCAGGC 2,00E-04 60 63 

FJ005053 Ochobactrum sp. 914-939 16S44 GGTCGCGGACACAGAGATGTGTCTT 2,00E-04 56 61 

24-49 16S45 CCCCGCAAGGGGAGCGGCAGACGGG 2,00E-04 80 61 FJ418697 Mesorhizobium sp. 

933-958 16S46 TGGACCGGTGACAGGTGCTGCATGG 2,00E-04 64 64 

153-178 16S47 GGCGCAAGTCGCCTGTGGAGGAGCC 2,00E-04 72 68 NR_024738 Asaia siamensis 

1054-1079 16S48 CGTTTGGGTGGGCACTCTAGAGGAA 2,00E-04 56 61 

AB470921 Gluconobacter frateuri 933-958 16S49 CTGTCGTCAGCTCGTGTCGTGAGAT 16S não 
específico 

56 61 

AB470918 Acetobacter pausterianus: 584-609 16S50 GGGTTGTGGAATTCCCAGTGTAGAG 2,00E-04 52 59 

Y12369 Chromatium minutissimum 1418-1443 16S51 GCGTTTACCACGGTGTGGTCAATGA 2,00E-04 52 59 

CP000806 Cyanothece sp. 954-979 16S52 TTCCTGAAAGGGAAAGGTGCCTTCG 2,00E-04 52 59 
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AB089482 Derxia gummosa 67-92 

438-463 

16S53 

16S54 

GGGGCAACCCTGGTGGCGAGTGGCG 

CGGCGCTGGTTAATACCTAGCGCTA 

2,00E-04 
16S não 
específico 

52 
56 

69 
61 

EU693564 Enterobacter sp. 187-212 

601-626 

957-982 

16S55 

16S56 

16S57 

TCACCTAGGCGACGATCCCTAGCTG 

GGTGTAGCGGTGAAATGCGTAGAGA 

TCTGAGACAGGTGCTGCATGGCTGT 

2,00E-04 
2,00E-04 
2,00E-04 

60 
52 
56 

63 
59 
61 

FJ482128 Klebsiella pneumoniae 36-61 

541-566 

16S58 

16S59 

TGATGGAGGGGGATAACTACTGGAA 

GAAACTGGCAGGCTTGAGTCTTGTA 

2,00E-04 
2,00E-04 

48 
48 

58 
58 

FJ418690 Sinorhizobium fredii 898-923 

928-953 

16S60 

16S61 

TCGCGGATACGAGAGATCGTATCCT 

TCGGCTGGATCGGAGACAGGTGCTG 

2,00E-04 
2,00E-04 

52 
64 

59 
64 

CP001280 Methylocella silvestris 925-950 16S62 CTTGACATGTCCGGTTTGGTTTCCA 2,00E-04 48 58 

CP000250 Rhodopseudomonas 

palustris 

109-134 

219-244 

16S63 

16S64 

AGAACCAACTCCCATGGTGTGACGG 

GCAGACTCCAATCCGAACTGAGACG 

16S não 
específico 
16S não 
específico 

56 
56 

61 
61 

AP007255 Magnetospirillum 

magneticum 

401-426 

955-980 

16S65 

16S66 

CACCCACGACGATGATGACGGTAGT 

GGTGACTTGTCTTCGGACGCGTCCA 

2,00E-04 
2,00E-04 

56 
60 

61 
63 

NC_011729 Cyanothece sp 946-971 16S67 CCCCTTGGAAACAGGGGGGTGCCTT 2,00E-04 64 64 

CP000781 Xanthobacter 

autotrophicus 

66-91 

769-794 

16S68 

16S69 

GCAATGGGAGCGGCAGACGGGTGAG 

AGGCAGCTTGCTGCTTAGTGGCGCA 

2,00E-04 
2,00E-04 

68 
60 

66 
63 

CP000463 Rhodopseudomonas 

palustris 

65-90 16S70 GTAGCAATACGTCAGTGGCAGACGG 2,00E-04 56 61 

FJ544403 Sphingobacterium composti 45-70 

185-210 

16S71 

16S72 

GCTTGCTCTAATGTGGTGAGAGTGG 

TAGGATATGGATGGGCTCGCGTGAC 

16S não 
específico 
2,00E-04 

52 
56 

59 
61 

FJ459994 Sphingobacterium 

multivorum 

407-432 16S73 TAAATACGTGTATTTAGCTGAATGT 2,00E-04 28 49 

AY167837 Sphingobacterium sp. 192-217 16S74 GGGGATCTGAGAGGATGACCCCCCA 16S não 
específico 

64 64 

FJ194520 Sphingobacterium mizutaii 145-170 16S75 GACACTGCTTTCCGGCATCGGGAGG 2,00E-04 64 64 

AB089482 Derxia gummosa 1002-1027 16S76 TGGGGGTGCCCGAAAGGGAGCCGGG 2,00E-04 76 69 

FJ821603 Ralstonia sp. 25-50 

401-426 

16S77 

16S78 

TCTAGCTTGCTAGATTGGTGGCGAG 

TGGCTCTGGTTAATACCTGGGGTCG 

2,00E-04 
2,00E-04 

52 
56 

59 
61 

FJ529718 Phaeospirillum sp. 733-758 

1040-1065 

16S79 

16S80 

TAGACGTCGGGAGGCTTGCCTCTCG 

TCACTTCTAGGTGGGCACTCTGAAG 

2,00E-04 
2,00E-04 

64 
52 

64 
59 

FJ461751 Oscillatoria sp 781-806 16S81 TGTTGTCTGTATCGACCCGGACAGT 2,00E-04 
2,00E-04 

52 
40 

59 
54 



 

1082-1107 16S82 TCATTAAGTTGGGCACTCTAAACAG 

AY995198 Methylomonas rubra 803-828 16S83 CGCTTAAGTGCTTAGTGGTGGAGCT 2,00E-04 52 59 

EU275145 Methylocystis sp 750-775 

956-981 

16S84 

16S85 

CGATGGATGCTAGCCGTTGGGGAGC 

TTCTTCCCGCAAGGGGCCGGTGCAC 

2,00E-04 
2,00E-04 

64 
68 

64 
66 

 

TOTAL 

  

 

 

 

 

85 PRIMERS 

 

 

 

 

 

48-74 
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Tabela A.3. Oligonucleotídeos baseados em sequências de genes nifD de bactérias diazotróficas. 
GENBANK 

ACCESSION 

NUMBER 

Gênero/Espécie NT posição 

+24 NT 

Nome dos 

oligos 

Sequência dos Oligos 

(25-mer) 

Resultado 

do Blast 

% 

GC 

Tm 

Basic

a  

ºC 

NC_009617-1 Clostridium beijerinckii 1-26 nifD1 ATGAGTAAAGTTGATAGTGTTTTGG 2,00E-04 32 51 

NC_009617-2 Clostridium beijerinckii 585-610 nifD2 TATGGATTACACACCAAAAACTCAT 2,00E-04 32 51 

AE001437 Clostridium acetobutilycum 1-26 nifD3 ATGAAGAATATACCTGAAAAGATTT 2,00E-04 24 48 

1-26 nifD4 ATGGCTTTGAAGCACAAGAGCATCC 2,00E-04 48 58 CP001197 Desulfovibrio vulgaris 

117-142 nifD5 GAAGGACGGCGACGTGGTGCCCGAG 2,00E-04 72 68 

115-140 nifD6 ATCACCCAGTCGAAGAAGTGCATCA 2,00E-04 48 58 NC_008702 Azoarcus sp 

989-1014 nifD7 ACAAGCCGATGATGCAAGCCGTCAT 2,00E-04 52 59 

8-33 nifD8 GTATGTCCCGCGAAGAGGTGGAATC 2,00E-04 56 61 CP000304 Pseudomonas stutzeri 

111-136 nifD9 GGCGCTTGAGCAATCGAAGAAATGC 2,00E-04 52 59 

8-33 nifD10 ACGCAACAGGCGAACGTAACCTTGC 2,00E-04 56 61 NC_011283 Klebsiella pneumoniae 

111-136 nifD11 GCAGATGGAGAGCGTCGGCAAGTGC 2,00E-04 64 64 

13-38 nifD12 ACGCAGGAAGAGGCCCAGGCGGTGA 2,00E-04 68 66 CP000544 Halorhodospira halophila 

635-660 nifD13 ACGGCCGCCAGGCCGGGCCCTACGA 2,00E-04 80 71 

4-29 nifD14 ACGACGACTCCGGCTCCGCAGCGGG 2,00E-04 76 69 NC_009921 Frankia sp 

1087-1112 nifD15 ACCATCGGCGCCTACGAGGACCTCG 2,00E-04 68 66 

6-31 nifD16 TCTGGATGAAGACAAGACCAACGAT 2,00E-04 44 56 

124-149 nifD17 CAAGCCGAAGCCGAGGCGCAGGACG 2,00E-04 72 68 

NC_011365 Gluconacetobacter diazotrophicus 

682-707 nifD18 AAGCACGCGGCGTTCGAGACGACGC 2,00E-04 68 66 

25-50 nifD19 GGCGCTTTGCATGCGAAGCTTATCG 2,00E-04 56 61 

118-143 nifD20 AGCAAGGACGAGGCCGGCGGGGAGG 2,00E-04 76 69 

NC_002678 Mesorhizobium loti 

1473-1498 nifD21 GGACGCGCCGCCGACGGCGGTCGCC 2,00E-04 88 74 

118-143 nifD22 GACCGCGAGGCGGTCGGGGAGGAGG 2,00E-04 80 71 U00090 Rhizobium sp. NGR234 

664-689 nifD23 GGCAAGACGGACGTCGAGTTCGAAA 2,00E-04 56 61 

33-58 nifD24 GCACGAGAAGCTTATCGAAGAAGTG 2,00E-04 48 58 AE006469 Sinorhizobium meliloti 

118-143 nifD25 AACAAGCAGGAGACCGCCGAGGAAG 2,00E-04 60 63 

21-46 nifD26 CGACGGCGCACTCCACGAGAAGATC 2,00E-04 64 64 CP000943 Methylobacterium sp 

114-139 nifD27 CACCCCGGCCGGCGCCGAGGAGACC 2,00E-04 84 72 

159-184 nifD28 TACCGACCAGCCGGTGACCGAGTGC 2,00E-04 68 66 CP000613 Rhodospirillum centenum 

1483-1508 nifD28 GACGTCATGCCGGCCGCTGCCGAGT 2,00E-04 72 68 



 

AP007255 Magnetospirillum magneticum 117-142 nifD30 GACCGAAGAGAACGGCACCCCGACC 2,00E-04 68 66 

24-49 nifD31 TGCGGAATTGAGCCAGAAGGCGATC 2,00E-04 56 61 CP000230 Rhodospirillum rubrum 

116-141 nifD32 TTGCCGAGGGCGAGGGCAGCTCTTG 2,00E-04 68 56 

14-39 nifD33 TCGCTGACTCTGCCGAGACCAACAT 2,00E-04 56 61 CP000577 Rhodobacter sphaeroides 

118-143 nifD34 CCCGTCGCCGAGGCCGAACCCGGCC 2,00E-04 84 72 

5-30 nifD35 GCCTGTCCGTGAACGAAGGCGTCGA 2,00E-04 64 64 AZSFEFEMO A.brasilense 

116-141 nifD36 CCGAGGCGAAGGACTGCGGCGTCAA 2,00E-04 68 66 

60-85 nifD37 TGAGGTTTATCCCGACAAGACGGCC 2,00E-04 56 61 AE017282 Methylococcus capsulatus 

523-548 nifD38 TACAGCGGCAAGACCATCGTTCCCG 2,00E-04 60 63 

513-538 nifD39 GTCCAAGCAATACGAGGGCCATACC 2,00E-04 56 61 Z54207 H.seropedicae 

639-664 nifD40 CCCGGACAAGAACCAGTTTGTGGCG 2,00E-04 60 63 

21-46 nifD41 GCGCAAGGCCGCGAACAAGGCCCTG 2,00E-04 72 68 

102-127 nifD42 TTTGGGTACCTTCGAGGAGGGCAAG 2,00E-04 56 61 

NC_009254 Burkholderia vietnamiensis 

639-664 nifD43 TCCCGACAAGCGCCCCGCGTTCGAA 2,00E-04 68 66 

CP000529 Polaromonas naphthalenivorans 527-552 nifD44 TTGGCAAGACCATCGTTCCCGTGCG 2,00E-04 60 63 

CP001013 Leptothrix cholodnii 1434-1459 nifD45 TGCCAAGGCCCCGTGGAAGAGCTG

A 2,00E-04 

64 64 

19-44 nifD46 GAATCCCCCGCGGACATCAAGGAAC 2,00E-04 60 63 NC_011004 Rhodopseudomonas palustris 

650-675 nifD47 GCGAGAAGAATGCCGGCTTCCAGTC 2,00E-04 60 63 

CP000463 Rhodopseudomonas palustris 526-551 nifD48 TCGAAGGATCTCGGCGGCAAGCCGA 2,00E-04 64 64 

7-32 nifD49 GTGTCACAGCCTCAGACCGTTGAGG 2,00E-04 60 63 

117-142 nifD50 GAACGTGCACGAGGCCGGCAAGTCG 2,00E-04 68 66 

NC_009937 Azorhizobium caulinodans 

1194-1219 nifD51 GGCCCAGCACTACGTCAAGGATGGC 2,00E-04 64 64 

CP000781 Xanthobacter autotrophicus 9-34 nifD52 GGCCCAACCGCAAAGCGTTGCTGAA 2,00E-04 60 63 

9-34 nifD53 TATCGAGAAACAAAGCGTTGCCGAG 2,00E-04 48 58 CP000494 Bradyrhizobium sp 

651-676 nifD54 GGCCGACGCCGCGCCGCGGTTCGAG       
0,048 

84 72 

10-35 nifD55 TCGGCACCCGAAACAATCGAAGAAA 2,00E-04 48 58 NC_010581 Beijerinckia indica 

1434-1459 nifD56 TTGGGGTTTGACCAAGGCTCCGTTC 2,00E-04 56 61 

NC_004463 Bradyrhizobium japonicum 6-31 nifD57 TCTCGCCACGACCAACAGCGTCGCA 2,00E-04 64 64 

NC_011206 Acidithiobacillus ferrooxidans 5-30 nifD58 GCATTACCGCTGAAGAAACCCGGGA        
0,048 

56 61 

8-33 nifD59 CGGTAGATGACAGAAAGCAGTTAAT 2,00E-04 40 54 NC_011729 Cyanothece sp. 

939-964 nifD60 TACGATTAAAGAAAATGCAGAACGA 2,00E-04 32 51 

NC_003272 Nostoc sp. 7-32 nifD61 CCTCCTGAAAACAAGAATCTTGTAG 2,00E-04 40 54 
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CP001280 Methylocella silvestris 9-34 nifD62 TAATACTCTTCTCCCCCAGCAACGC     2,00E-
04 

52 59 

TOTAL    62 PRIMERS   48-74 



 

Tabela A.4. Oligonucleotídeos baseados em sequências de genes nifH de bactérias diazotróficas. 
Número de 

acesso no 

GenBank 

 

Gênero/Espécie Nt 

posição 

+24 nt 

Nome dos 

Oligos 

Sequência dos Oligos 

(25-mer) 

Resultado 

do Blast 

% 

GC 

Tm 

Basica  

ºC 

AY728387 Cyanobacterium sp. 829-854 nifH1 ATCAGAAAGCTATCCAAGCTGACCA 2,00E-04 44 56 

852-877 nifH2 GACATGGCTACCCAAGCCCTCACAA 2,00E-04 56 61 NC011729 Nostoc sp. 

383-408 nifH3 TTGTTTGCGGTGGTTTCGCTATGCC 2,00E-04 52 59 

AY620241 Cianothece sp. 110-135 nifH4 TTTGAAAACATCAAGTGCGTAGAAT 2,00E-04 32 51 

NC003272 Nostoc sp. 833-858 nifH5 CGACGACACCAAGCACTCTGAAATC 2,00E-04 52 59 

NC008702 Azoarcus sp. 852-877 nifH6 CGGCCAGACCGCTGCCGAGCTTGCC 2,00E-04 76 69 

AJ563286 Dechloromonas sp. 21-46 nifH7 TATGATTGTTGGCTGCGATCCGAAA 2,00E-04 44 56 

X03916 Azobacter chroococum 7-32 nifH8 TTGCGTCAGTGTGCAATTTACGGCA 2,00E-04 48 58 

X13519 Azobacter vinelandii 160-185 nifH9 GCCCAGGGCACCGTCATGGAAATGG 2,00E-04 64 64 

EU693341 Acinetobacter sp. 1-26 nifH10 AGGGGGGGCTGGTGGCGGGCTGGCG 2,00E-04 84 72 

EF620519 Stenotrophomonas sp. 85-110 nifH11 GCACGCTCGAAAATCTTATTAGCTA 2,00E-04 40 54 

186-211 nifH12 GGCGGAAGTGGGCTCGGTCGAGGAT 2,00E-04 68 66 

357-382 nifH13 TTTGGATTTCGTCTTCTATGACGTC 2,00E-04 40 54 

NC011283 Klebsiella pneumonia 

848-873 nifH14 TTGGTAAAACCGCCGCTGAAGAAAA 2,00E-04 44 56 

AB189641 Halorhodospirilla halophita 4-29 nifH15 AGACAGGCAGCAATCTACGGCAAGG 0,048 56 61 

CP000304 Pseudomonas stutzeri 4-29 nifH16 GCAATGCGTCAATGCGCTATTTACG 2,00E-04 48 58 

X96609 Alcaligenes faecalis 867-892 nifH17 GGAACCAGCTTTTTGTTCCCTTTAG 2,00E-04 44 56 

AB189453 Pseudomonas azotifigens 346-371 nifH18 TACGAGGATAACCTGGACTTCGTCT 2,00E-04 48 58 

EU622788 Allochromatium minutissimum 1-26 nifH19 TACGGGAAGGGGGGGATTGGGAAGT 2,00E-04 60 63 

149-174 nifH20 ATTTTGAGCTTGGCGGCGAATGCCG 2,00E-04 56 61 

475-500 nifH21 GGGCATTCTGAAATATGCCAACTCT 2,00E-04 44 56 

EU177582 Bradyrhizobium elkanii 

 

597-622 nifH22 TGATCTATTTCGTGCCGCGTGACAA 2,00E-04 48 58 

NC004463 Bradyrhizobium japonicum 309-334 nifH23 TGTCATCACCTCGATCAATTTTCTT 2,00E-04 36 53 

25-50 nifH24 TTTTACGGCAAGGGGGGCATCGGCA 2,00E-04 60 63 AP009384 Azorhizobium caulinodans 

300-325 nifH25 GGGGCGCGGCGTCATCACCTCCATC 2,00E-04 72 68 

RHMNIFH2-1 Rhizobium NIFH2 333-358 nifH26 GGAGGAGAACGGCGCCTATGAGGAC 2,00E-04 64 64 

RHMNIFH1-1 Rhizobium NIFH1 746-771 nifH27 ACAACAATGGCGGCAAGGGCATCAT 2,00E-04 52 59 

AB217474 Sphingomonas azotifigens 97-122 nifH28 TTCGACCCGCCTGATGCTGCACGCC 2,00E-04 68 66 

NC009428 Rhodobacter sphaeroides 1-26 nifH29 ATGTCGAGACCGGCGGGCACCGCCG 2,00E-04 76 69 
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CP000781 Xanthobacter autotrophicus 1-26 nifH30 ATGTCGGCTAAAGGTTCGAAGGAGA 2,00E-04 48 58 

1-26 nifH31 CCAAGAAGCATGACGGCAAGTGGAC 2,00E-04 56 61 EU514545 Mesorhizobium sp. 

810-835 nifH32 CTAATCTCCAGAGGATCGCCGGGAA 2,00E-04 56 61 

AF031817 Rhodobacter sphaeroides 1-26 nifH33 ATGGGAAAACTCCGGCAGATCGCTT 0,003 56 61 

194-219 nifH34 AGGAAGGTTCTGTGGAAGACCTCGA 2,00E-04 52 59 BA000012 Mesorhizobium loti 

860-885 nifH35 AGGCCAAGGAAGCGAAATTGGCCGT 2,00E-04 56 61 

271-296 nifH36 GGTGGTCCGGAGCCCGGCGTCGGCT 2,00E-04 80 71 

506-531 nifH37 TTTTGAAATACGCCCACACCGGTGG 2,00E-04 52 59 

CP000230 Rhodospirillum rubrum 

608-633 nifH38 GTTTGGGCTGCCGCCTCATCCACTT 2,00E-04 60 63 

X07866 Rhodobacter capsulatus 848-873 nifH39 AAAAGCAGATCGCCGAGATGGAAGC 2,00E-04 52 59 

RSPNIFHD Rhodospirillum rubrum 860-885 nifH40 AAGCCAAGGAATCCGCCGCCGCCAA 2,00E-04 64 64 

756-781 nifH41 GGGCCAAGGGACCATTCCGACCCCG 2,00E-04 72 68 RHMNIFHCZ 

 

Rhizobium phaseoli 

849-874 nifH42 GGCCGAACTACAGGCCAAGGAGTCA 2,00E-04 60 63 

AE006469 Sinorhizobium meliloti 869-894 nifH43 AAGCCAAGGTAATAGCCCCCCACTG 2,00E-04 56 61 

522-547 nifH44 TCGGGCGGCGTGCGGCTCGGCGGGC 2,00E-04 88 74 U00090 Rhizobium sp. 

691-716 nifH45 TATGCCCCGGAGTCGCAACAGGCGG 0,003 68 66 

AZSFEFEMO Azospirilum brasiliense 1-26 nifH46 ATGTCTTTGCGCCAGATTGCGTTCT 2,00E-04 48 58 

1-26 nifH47 ATGAGAAAGGTGGCCATCTACGGTA 0,75 48 58 CP001197 Desulfovibrio vulgaris 

342-367 nifH48 GGAAGACCAGAAGCTGGACTACGTG 2,00E-04 56 61 

CP000943 Methylobacterium sp. 1-26 nifH49 ATGGCTGGTCTGCGCCAAATCGCGT 2,00E-04 60 63 

1-26 nifH50 ATGACCCGCAAGATTGCGATCTACG 0,19 52 59 CP000463 Rhodopseudomonas palustris 

84-109 nifH51 TTTCCACGACAAGAACGTGTTTATT 2,00E-04 36 53 

CP000820 Frenkia sp. 177-202 nifH52 CGCGGCGGAGAAGGGCTCGGTCGAG 2,00E-04 76 69 

DQ139407 Oscillochloris trichoides 264-289 nifH53 TTGTGGTGGCCGTGGCGTTATTACT 2,00E-04 52 59 

433-458 nifH54 AAAGCAAAAGAAATATATATAGTTG 2,00E-04 20 46 

633-658 nifH55 TTTTGTACCAAGAAATAATGTTGTT 2,00E-04 20 46 

NC009617 Clostridium beijerinckii 

806-831 nifH56 TTTTAATAGAATATGGATTAATGGA 2,00E-04 20 46 

228-253 nifH57 TTTTGGTAACATTAAATGCGTTGAG 2,00E-04 32 51 AE001437 Clostridiumacetobutylicum 

789-814 nifH58 TATACTTATGGAATATGGATTATTG 2,00E-04 24 48 

142-167 nifH59 CAACAAACTGTTTTATCTTTAGCTG 3 29.2 49 EU861990 Baccilus sp. 

368-393 nifH60 TTGTTTGTGGTGGATTTGCGATGCC 2,00E-04 48 58 

259-284 nifH61 GGGGGACGTCGTGTGCGGGGGCTTC 2,00E-04 76 69 EF620504 Paenibacillus perioae 

238-263 nifH62 TTTTGTTTCCTACGATGTACTGGGG 2,00E-04 44 56 



 

DQ665842 Methylosoma difficile 198-223 nifH63 TTTCGTTTTTTATGATGTTCTTGGG 2,00E-04 32 51 

EF620509 Agrobacterium tumefaciens 138-163 nifH64 TTCTGAACGTGGAATGCGGCGGGCC 2,00E-04 64 64 

EF620510 Stenotrophomonas maltophila 111-136 nifH65 TGTTGTACAGAAGGGCTTCGGTGAC 0,048 52 59 

EU204960 Baccilus arseniciseletatis  152-177 nifH66 TTTTATCTTTAGCTGCTGAAAAAGG 2,00E-04 32 51 

NC_005090 Wolinella succinogenes 259-284 nifH67 AATCCTGAGCAGCCAAGCCCTAGTG 2,00E-04 56 61 

253-278 nifH68 GGAATTGATAAACTCGGAATTGAAA 0,048 32 51 NC_009135 

 

Methanococcus maripaludis 

297-322 nifH69 ACTTGAAAAAGAAGATATAATTTAC 2,00E-04 20 46 

Z54207 Herbaspirillum seropedicae 854-879 nifH70 GCAAGTCGGCTGAAGTAGCGGCCTG 2,00E-04 61.5 64 

AAVW010000 Nodularia spumigena 277-302 nifH71 ATCAACAACAAAAACCTAGCTATTC 0,048 32 51 

NZ_AAXA020 Dorea formicigenerans 338-363 nifH72 AAGTCTACAAACCGGACGTAGTCCT 3 48 58 

FJ467343 Acidithiobacillus sp. 84-109 nifH73 TCTCATCGTTGGCTGCGATCCGAAG 2,00E-04 56 61 

146-171 nifH74 TTATTCTTAATTCCAAAGCACAAGA 2,00E-04 NC_006526 Zymomonas mobilis  

835-860 nifH75 GAAGAGCAAGAGCTGGCTGAACTCG 2,00E-04 

28 

56 

49 

61 

FJ467343 Acidithiobacillus sp.  51-76 nifH76 TTTGGCGGCTCTATCGGAAATGGGC 2,00E-04 56 61 

NC_006526 Zymomonas mobilis ZM4 827-852 nifH77 TGAAAACCGAAGAGCAAGAGCTGGC 2,00E-04 52 59 

AB161454 Plemorphomonas oryzae 166-191 nifH78 AAAAGGGCTCGGTCGAGGATCTCGA 2,00E-04 56 61 

128-153 nifH79 GCCTGATCCTGAACACCAAGCTGCA 2,00E-04 56 61 AB079629 Rhodovulum strictum 

314-339 nifH80 TCCTGGAAGAGAACGGCGCCTATGA 2,00E-04 56 61 

NC_011830 Desulfitibacterium hafniense 833-858 nifH81 CCTTGGAAAGGGGAGTGGTCGTCGG 2,00E-04 64 64 

NC_009712 Candidatus methanoregula boonei 852-877 nifH82 GTGAAGTGTGAACTCGAATGCATTG 2,00E-04 44 56 

NC_011832 Candidatus methanoregula palustris  868-893 nifH83 TATCCACCAGCAGGGAGTGAGGGAC 2,00E-04 60 63 

NZ_ABWK010 Mitsuokella multacida 740-765 nifH84 TCGTGCAGGAGAAGGCTGAGGGTTG nifH não 
específico 

60 63 

NC_008942 Methanocorpusculum labreanum 723-748 nifH85 AACCATTCTGGAAAACACCGATCTT 2,00E-04 40 54 

686-711 nifH86 CATCGGAACAGGCGGCCGTCTACCG 2,00E-04 68 66 NC_008346 Syntrophomonas wolfei 

741-766 nifH87 TGATGCGGGGGTAAGTAATGCATAA 2,00E-04 44 56 

NZ_AAVO020 Ruminococcus obeum 741-766 nifH88 TCTGGCAGAGATGCTTTTGAAAGCA nifH não 
específico 

44 56 

NC_009922 Alkaliphilus oremlandii ohilas 722-747 nifH89 TAGCAAAAAAAATAATGGAGGGATA 2,00E-04 28 49 

NC_007796 Mrthanospirilum hungatei 682-707 nifH90 TTTGCACCTGATTCATCACTCTCTG 2,00E-04 44 56 

NC_005296 Rhodopseudomonas palustris 351-376 nifH91 GCTGGACCTCGACATCGTGATCTAC 2,00E-04 56 61 

NC_009051 Methanoculleus marisnigri 491-516 nifH92 TTGCGCGGCTCTCGCGCCGGGTGCG 2,00E-04 80 71 

NC_009523 Roseiflexus sp. 345-370 nifH93 CGATCTGGATTATGTCTTCTACGAC 2,00E-04 44 56 

DQ139406 Oscillochloris trichoides 120-145 nifH94 TCTGCTTGGTGGTACCCGCCAGCTC 2,00E-04 64 64 
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AF325793 Spirochaeta stenostrepta 100-125 nifH95 TATTCTAGGGGGCAAACCCCAGGAA 2,00E-04 52 59 

AF325797 Treponema denticola 1-26 nifH96 GTCTACAACCCAGCAGAACACCGCT 2,00E-04 56 61 

NZ_ABEA010 Opitutaceae bacterium 789-814 nifH97 GTGGTCAAATACGGCCTGGCTGAAT 3 52 59 

NC_010424 Candidatus desulforudis 816-841 nifH98 GTTACTCGACCTGGGGGAGGCGAGC 2,00E-04 68 66 

NC_000916 Methanothermobacter 20-45 nifH99 TTGTCGGAAGGCAGAAGCATACTTC 2,00E-04 48 58 

NC_003552 Methanosarcina acetivorans 63-88 nifH100 TACTGCGGCCCTCTCGACTATGGGG 2,00E-04 64 64 

61-86 nifH101 TTAACAGCGGCTTTAGGTGAGTCAG 2,00E-04 48 58 NC_009633 Alkaliphilus metalliredigens  

790-815 nifH102 TTGATGATGGAGCATGGTGTATTAG 2,00E-04 40 54 

AF325794 Spirochaeta stenostrepta 188-213 nifH103 GGCGGAACAAGATGCGTTGAGTCAG 2,00E-04 56 61 

NC_009437 Caldicellulosiruptor 188-213 nifH104 TTGGTGAGAGTAATGTCAAGCTTGA 2,00E-04 40 54 

342-367 nifH105 AAGTGAAGGTCTTGATTATGCCTTC 2,00E-04 40 54 DS989843 Microcoleus chthonoplastes 

798-823 nifH106 ACTTGTTAAATTCGGTTTGTACGGC nifH não 

específico 

40 54 

AF216881 Acetobacterium woodii 215-240 nifH107 GTGTGGAATCAGGCGGACCCGAACC 2,00E-04 64 64 

EF560698 Chlorobaculum macestae 317-342 nifH108 ACGATGACGAATGGAACCTCGACTA 2,00E-04 48 58 

NC_011060 Pelodictyon phaoclathratiforme  522-547 nifH109 TGGAGTTCGCCTTGGTGGCCTTATC 2,00E-04 56 61 

NC_010803 Chlorobium limicola 334-359 nifH110 TACGATGAGGAATGGGATCTCGATT 2,00E-04 44 56 

NC_009337 Prosthecochloris vibrioformis  192-217 nifH111 TGAAGAAGTTGAACTGGAAGATATC 0,048 36 53 

NC_008639 Chlorobium phaeobacteroides 336-361 nifH112 TGATAAAGAATGGGGCCTCGACTAT 2,00E-04 44 56 

NC_007512 Pelo diction luteolum 336-361 nifH113 CGACGAAGAATGGGACCTCGACTAT 2,00E-04 52 59 

96-121 nifH114 GATGGTTGTTGGTTGTGATCCAAAG 2,00E-04 44 56 NC_011026 Chloroherpeton thalassium  

334-359 nifH115 TATGATGATGAATGGAATTTGGACT 2,00E-04 32 51 

NC_011768 Desulfatibacillum alkenivorans 197-222 nifH116 GATGTGGAACTGGACGACGTGCGCA 2,00E-04 60 63 

AF325801 Treponema sp.  297-322 nifH117 GGGATCAGTACAAACTGGATTACAC 2,00E-04 44 56 

NC_002936 Dehalococcoides ethenogenes 767-792 nifH118 AACCTATCAGCGTAGATGAACTGGA 2,00E-04 44 56 

NZ_ABEA010 Opitutaceae bacterium TAV2 780-805 nifH119 GGACGAACTCGAAAAGATGGTGGTC 0,048 52 59 

DS990592 Verucomicrobiae bacterium 873-898 nifH120 GCCCTTGGAGATCGAAGAGCTCGAA nifH não 

específico 

56 61 

NC_009712 Canditatus methanoregula boonei 806-831 nifH121 AGAGCTGGTCTGACAAACTGCTCGA 2,00E-04 52 59 

142-167 nifH122 TCGGTGGAGGACCTCGAGCTCGAGG 2,00E-04 68 66 X76398 Frankia sp. 

455-480 nifH123 ACGCCCACAGCGGTGGTGTCCGCCT 2,00E-04 72 68 

177-202 nifH124 GGTGCGGGAACTGGGCACTGTTGAG 2,00E-04 64 64 NC_009483 Geobacter uraniireducens 

840-865 nifH125 TGTCGGCGTAGTTGAAGCTGCAACA 2,00E-04 52 59 



 

U73140 Fischerella sp.  42-67 nifH126 GCTGCACTTAGCAGCAGAAAGAGGT 2,00E-04 52 59 

DQ385910 Mastigocladus laminosus 738-763 nifH127 TATTCTTGACGACGATACCAAGCAC 2,00E-04 44 56 

U73138 Chlorogloepsis sp. 60-85 nifH128 GCGCGGCGCAGTAGAAGACTTAGAA 2,00E-04 56 61 

194-219 nifH129 TTTTGGAAGAAAATGGTGCTTACCA 2,00E-04 36 53 AY553320 Cylindrospermopsis raciborskii 

220-245 nifH130 GATTTAGACTTCGTTTCCTACGACG 2,00E-04 44 56 

AY221813 Anabaena cylindrica 42-67 nifH131 TCTTTCCTTGGCTGCTGAAAGAGGT 2,00E-04 48 58 

  222-247 nifH132 CTTAGATTTCGTATCTTACGACGTA 2,00E-04 36 53 

AY768424 Nodularia harveyana 378-403 nifH133 GGGCGAATTCGCGGCCGCTAAATTC nifH não 

específico 

60 63 

1-26 nifH134 AACGAATTCGCCCTTCTGTGATCCA 2,00E-04 48 58 AY768421 Tolypothrix sp.  

172-197 nifH135 CGGCCCAGAACCCGGCGTAGGTTGT 0,048 68 66 

DQ225763 Richelia sp.  109-134 nifH136 TTCCGTGGCGTACGTTGCGTTGAAT 2,00E-04 52 59 

AY768414 Scytonema sp.  244-269 nifH137 TTACGACGTATTGGGTGACGTTGTG 2,00E-04 48 58 

U73134 Dermocarpa sp. 112-137 nifH138 AAAGATGTCCGTTGCGTAGAATCTG 2,00E-04 44 56 

AY422706 Chroocovvidiopsis thermalis  645-670 nifH139 GCAACCAAGCCAACGAGTATCGTGC 2,00E-04 56 61 

L15552 Leptolyngbya boryana 1-26 nifH140 TCCACCCGCTTGATGTTGCACAGTA 2,00E-04 52 59 

AY768413 Lyngbya majuscula 54-79 nifH141 GTTACAGTTCTGCACTTAGCAGCAG 2,00E-04 48 58 

1-26 nifH142 ATGCGTCAAATTGCATTTTACGGAA 2,00E-04 36 53 AB293988 Gloeothece sp.  

840-865 nifH143 TCTTCAAGCTGACAAAGCTGCAGGC 2,00E-04 36 53 

NC_008312 Trichodesmium erythraeum  43-68 nifH144 TCCACTACTTCTCAGAATACTCTAG 2,00E-04 40 54 

AF395130 Katagnymene spiralis 232-257 nifH145 TATACAGATCTAGATTTCGTAAGCT 2,00E-04 32 51 

DS989904 Synechococcus sp.  31-56 nifH146 GGTATCGGTAAATCCACCACTTCCC nifH não 

específico 

52 59 

EU204959 Bacillus alkalidiazotrophicus 61-86 nifH147 AAAAATTATGGTCAAGAAATTATGA 2,00E-04 20 46 

EU542601 Natronobacillus azotifigens 68-93 nifH148 TGGGGCAAAAAATAATGATTGTTGG 2,00E-04 36 53 

NC_007775 Synechococcus sp.  770-795 nifH149 TCTCTATGGATGAGCTGGAGCAGTT 2,00E-04 48 58 

AJ563957 Methylosinus trichosporium 357-382 nifH150 GGATGTTGTGTGTGGCGGCTTTGCC 2,00E-04 60 63 

DQ913882 Celerinatantimonas diazotrophica 328-353 nifH151 TTTGTTTTTTATGACGTACTTGGTG 2,00E-04 32 51 

AF134809 Vibrio cincinnatiensis 601-626 nifH152 GCAGCGAAGATCGGCACTCAAATGA 2,00E-04 52 59 

AF216883 Azomonas agilis 71-96 nifH153 TCGTCGGCTGCGACCCTAAAGCTGA 2,00E-04 60 63 

NZ_AAEW020 Desulfuromonas acetoxidans 5-30 nifH154 CAGAGAAAAAAATGCGTCAGATTGC nifH não 

específico 

40 54 

NC_007498 Pelobacter carbinolicus 16-41 nifH155 AGACAGCTCGCAATCTACGGCAAGG 2,00E-04 56 61 

AB196525 Heliobacterium chlorum 87-112 nifH156 TAAAAAAATCATGATCGTCGGTTGT 2,00E-04 32 51 
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2-27 nifH157 CTGAAATGGGTAAAAAAGTGATGAT 2,00E-04 32 51 AB191045 Heliorestis baculata 

741-766 nifH158 TTTAGATGACGAAGCAACGGCGGCT 2,00E-04 52 59 

AF545637 Pantoea agglomerans 50-75 nifH159 TGGGCAAAAAAGTGATGATCGTTGG 2,00E-04 44 56 

AY544164 Delftia tsuruhatensis 798-823 nifH160 CGGCATCATGGAAGAAGAAGACACC 2,00E-04 52 59 

NC_004547 Erwinia carotovora 603-628 nifH161 AGAAAAAATCGGCACCCAAATGATC 2,00E-04 40 54 

EU622784 Thiocapsa roseopersicina 1-26 nifH162 TACGGGAAGGGGGGGATTGGGAAGT 2,00E-04 60 63 

EU622788 Allochromatium minutissium 137-162 nifH163 TTCAGAATACCATCATGGAGATGGC 2,00E-04 44 56 

5-30 nifH164 CAATGCGTCAATGCGCTATTTACGG 2,00E-04 48 58 AB189453 Pseudomanas azotifigens 

623-648 nifH165 TGATCCATTTCGTCCCGCGCGACAA 2,00E-04 56 61 

EF199956 Ectothiorhodospira haloalkaliphila 324-349 nifH166 CGAGGACGACTTGGACTTCGTGTTC 2,00E-04 56 61 

AB201045 Zoogloea oryzae 206-231 nifH167 TTTGGCGGCGTCAAGTGCGTTGAGT 2,00E-04 56 61 

EF199958 Thioalkalipsira microaerophila 290-315 nifH168 AAGACCTGGACTTCGTATTCTATGA 2,00E-04 40 54 

DQ821943 Thermochromatium tepidum  216-241 nifH169 TGAGGAAGATCTCGATTTCGTTTTC 2,00E-04 40 54 

AF059648 Marichromatium purpuratum 220-245 nifH170 GAGGATCTCGACTTCGTCTTCTATG 2,00E-04 48 58 

EF199952 Halorhodospira abdelmalekii 117-142 nifH171 GTTGATTCTCCATGCGAAGGCGCAG 2,00E-04 56 61 

EU542578 Ideonella dechloratans 473-498 nifH172 GGCCCAGTCGCTGGCCGGCAAGCTG 2,00E-04 76 69 

15-40 nifH173 TTCGAAGGAGAGACAGATGTCTTCG 2,00E-04 48 58 NC_009720 Xanthobacter autotrophicus  

194-219 nifH174 CCCAGGACACCATCCTGTCGCTTGC 2,00E-04 64 64 

NC_010529 Cupriavidus taiwanensis  846-871 nifH175 AAAAGTTGGGAAGACTGCGTCAGAA 2,00E-04 44 56 

EF374087 Cupriavidus sp.  423-448 nifH176 TTTCTAAAGGAATTTTGAAGTACGC 2,00E-04 32 51 

EF158799 Burkholderia ferrariae 826-851 nifH177 GGCAAGACGGCTGCCGAACTGTCCG 2,00E-04 68 66 

EF158808 Burkholderia silvatlantica 603-628 nifH178 TTTCGTGCCGCGCGACAACATCGTG 2,00E-04 60 63 

DQ482049 Telmatospirillum siberiense 19-44 nifH179 TTGGCGGCGTTGTCCGATCTTGGTC 2,00E-04 60 63 

DQ482046 Telmatospirillum siberiense 91-116 nifH180 TTGATCCTGCATGCCAAGGCCCAGG 2,00E-04 60 63 

507-532 nifH181 TTTGAAGTATGCCAATTCGGGTGGT 2,00E-04 44 56 NC_008781 Polaromonas naphthalenivorans  

859-884 nifH182 GCCGCCGCCGCAGCCGCAGCCTTGG 2,00E-04 84 72 

AB188120 Pelomonas saccharophilla 1-26 nifH183 GGGTAAAGGTGGCATCGGCAAGTCC 2,00E-04 60 63 

AB188122 Azohydromonas lata 1-26 nifH184 TGGTATTGGTAAGTGGACCACCTCG 2,00E-04 52 59 

AB188119 Rubrivivax gelatinosus 1-26 nifH185 AAGTGCACCACCTCGCAGAACACCC 2,00E-04 60 63 

AM110705 Methylocella palustris 215-240 nifH186 TATGAGGGCGTCGATTACGTCTCCT 2,00E-04 52 59 

FJ223129 Azorhizobium doebereineae 443-468 nifH187 GGCCAACAACATCTCCAAGGGCATT 2,00E-04 52 59 

NC_010581 Beijerinckia indica  820-845 nifH188 AAGCAGGTTGACGAGTCGCAGGTCG 2,00E-04 60 63 

AJ563940 Beijerinckia derxii  402-427 nifH189 TCAGGAAATTTACATCGTTATGTCC 2,00E-04 36 53 



 

 

AJ563937 Beijerinckia mobilis 169-194 nifH190 TCCGTTGAAGACCTCGAAATCGAAG 2,00E-04 48 58 

AF378721 Methylosinus sp.  318-343 nifH191 TCAGGAAATCTACATCGTCACGTCC 2,00E-04 48 58 

AJ968685 Microbacterium sp. 129-154 nifH192 TAAGTGCGTGGAATCGGGTGGCCCA 2,00E-04 60 63 

AJ968687 Microbacterium sp. 68-93 nifH193 AACCGAAGGTTCGGTCGAAGACCTC 8,00E-04 56 61 

566-591 nifH194 TCGTCCAGCACGCCGAACTGAGAAA 2,00E-04 56 61 EU748935 Aminobacter sp.  

628-653 nifH195 GCAGGGGAGTACCGCGCGTTGGCCG 2,00E-04 76 69 

AB233495 Amorphomonas oryzae 62-87 nifH196 GATCTGGGTCAGAAGATCCTCATCG 2,00E-04 52 59 

AF487824 Devosia neptuniae 338-363 nifH197 TTCCAAACAGGCCGGAGAATATCGC 2,00E-04 52 59 

DQ411936 Ensifer maxicanus 164-189 nifH198 TCTATGCCGCCAACAACATCGCCAA 2,00E-04 52 59 

AE017282 Methylococcus capsulatus 810-835 nifH199 GATGGAGCATGGCGTGATGGCCCAG 2,00E-04 64 64 

AP007255 Magnetospirillum magneticum 864-889 nifH200 AAAGACCCTCTGCAGCGCCGGTTGA 2,00E-04 60 63 

4-29 nifH201 AGCAAGCTTCGCCAAATCGCCTTTT 2,00E-04 48 58 AM889285 Gluconacetobacter diazotrophicus 

871-896 nifH202 GCCAAGGCCGCGGCAGCGCTGGCCT 2,00E-04 80 71 

NC_008554 Syntrophobacter fumaroxidans 774-799 nifH203 GCACACGGATCATCTTGAGAAGTTG 2,00E-04 48 58 

AF484678 Methylobacter bovis 111-136 nifH204 TACTCGTTTGATCCTGCACTCAAAA 0,012 40 54 

AY367396 Raoutella terrigena 222-247 nifH205 GGAAGGTGCCTACGAGGACGATCTC 2,00E-04 60 63 

DQ002937 Methylocaldum szegediense 74-99 nifH206 TCTGAGCCTTGCTGCTGCGGCCGGC 2,00E-04 72 68 

AJ968689 Phyllobacterium sp. 226-251 nifH207 TGTCGACTACGTTTCATACGACGTG 2,00E-04 48 58 

TOTAL    207 PRIMERS   46-74 
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Tabela A.5. Oligonucleotídeos baseados em sequências de genes nifK de bactérias diazotróficas. 
Número de 

acesso no 

GenBank 

Gênero/Espécie Nt posição 

+24 nt 

Nome 

dos 

Oligos 

Sequência dos Oligos (25-mer) Resultad

o do 

Blast 

% 

GC 

Tm 

Basica  

ºC 

NC_009617 Clostridium beijerinckii 9-34 nifK1 ATTTAACTCCTAAAGAAATTAAGGA 2,00E-04 24 48 

10-35 nifK2 GAAACACCTAAGGAGATATATGAAA 2,00E-04 32 51 AE001437 Clostridium acetobutylicum 

231-256 nifK3 TTTTGGAGGAAGAGCTAACTTCAAT 2,00E-04 36 53 

12-37 nifK4 AGACGATATCAAGCCGTGTTACCCG 2,00E-04 52 59 NC_008702 Azoarcus sp 

1362-1387 nifK5 GGTGTTCAAGGGCAAGGAATTCGAG 2,00E-04 52 59 

515-540 nifK6 TCGAAGAAGGAGGGCTTCATCCCCG 2,00E-04 60 63 CP000304 Pseudomonas stutzeri 

634-659 nifK7 CACATGGACGACAAGGTGGTCGGTA 2,00E-04 56 61 

CP000544 Halorhodospira halophila 649-674 nifK8 CAGCCGGGCAGCAACGGCAAGCTCA 2,00E-04 68 66 

893-918 nifK9 GCAAAAAGGTGGTTCAGGAGATGTG 2,00E-04 48 58 NC_011283 Klebsiella pneumoniae 

1359-1384 nifK10 GGCAAAGGGCAAAGCCTTCGAAGTG 2,00E-04 56 61 

60-85 nifK11 TAAGGAAATGTTCGAAAACAAGAAA 2,00E-04 28 49 CP001280 Methylocella silvestris 

1517-1542 nifK12 ATGTCGTGGCGAAGTCCGACTACAG 2,00E-04 56 61 

937-962 nifK13 TGGAAGCACGAGACGGTTGCTTTCA 2,00E-04 52 59 NC_010581 Beijerinckia indica 

1518-1543 nifK14 GATCGTGCCGGCCCACTCGGACTTC 2,00E-04 68 66 

NC_011004 Rhodopseudomonas palustris 637-662 nifK15 TCCGGCACCGTGGAAAAGCTCGAGC 2,00E-04 64 64 

CP000250 Rhodopseudomonas palustris 18-43 nifK16 AAAGATCCGGGATCATTTCGATCTC 2,00E-04 44 56 

129-154 nifK17 TCGGGAATGGGCCAAGACGCCCGAG 2,00E-04 68 66 NC_009937 Azorhizobium caulinodans 

740-765 nifK18 TTTTCGAGCTGATGGGCGTCGAATA 2,00E-04 48 58 

CP000781 Xanthobacter autotrophicus 6-31 nifK19 ACAGAATGCAGATAACGTGCTCGAT 2,00E-04 44 56 

746-771 nifK20 AGGAGATGGGGATCGAGTACACCAT 2,00E-04 52 59 CP000494 

 

Bradyrhizobium sp. 

 952-977 nifK21 TCGTTCCATCACCCGGTCGGCGTGT 0,003 64 64 

915-940 nifK22 TTTGCCTTTCATTGCAGAGCACGGT 2,00E-04 48 58 NC_011206 

 

Acidithiobacillus 

ferrooxidans 1491-1516 nifK23 TTTTGATGAGATCGATAGCAACAGT 2,00E-04 36 53 

4-29 nifK24 CCGCAGAGTGCCGAACACGTGCTCG 2,00E-04 68 66 NC_004463 

 

Bradyrhizobium japonicum 

 1251-1276 nifK25 TGGACAGGGCTGCCAAGTCTATCCG 2,00E-04 60 63 

5-30 nifK26 GTCAGAATGCAGAAAAAGTCCTAGA 2,00E-04 40 54 AE017282 

 

Methylococcus capsulatus 

 1461-1486 nifK27 GAATGTTCTGGTCTGGATTCTCGAT 2,00E-04 44 56 

 



 

64-89 nifK28 GAGATTTTCCGCACGAAGAAGGAGC 2,00E-04 52 59 NC_009254 

 

Burkholderia vietnamiensis 

 1515-1540 nifK29 GATGGTGCCGTCGAAGACCGACTAC 2,00E-04 60 63 

CP001013 Leptothrix cholodnii 1032-1057 nifK30 CGCTGTGCTGGAGAAGGAGCGCGGC 2,00E-04 72 68 

647-672 nifK31 TGCCGGCGCTGGAGAGAAAGCCCAA 2,00E-04 64 64 Z54207 H.seropedicae 

948-973 nifK32 GGTCACGCTCAACCACCCGATGGGC 2,00E-04 68 66 

850-875 nifK33 GATTACACGATTTCGCTTCAGGAAT 2,00E-04 40 54 NC_011365 Gluconacetobacter 

diazotrophicus 986-1011 nifK34 AGATTTCGGGCAAGCCGGTTCCGCA 2,00E-04 60 63 

78-103 nifK35 GAAGAAGCTCAATTTCGAATGTCCG 2,00E-04 44 56 NC_002678 

 

Mesorhizobium loti 

 645-670 nifK36 GCAAGCCGCTGGGACCATCAACATC 2,00E-04 60 63 

645-670 nifK37 TGTAAACCCTGGCTCGATCAACATC 2,00E-04 48 58 AE006469 

 

Sinorhizobium meliloti 

 741-766 nifK38 TTCCTATACGTTCATCCAAGATGCC 2,00E-04 44 56 

645-670 nifK39 CCAAGCGGCCGGCACGATCAACATC 2,00E-04 64 64 U00090 

 

Rhizobium sp. 

1248-1273 nifK40 AAAGGTCTGGCCGGGAAAGGATCTC 2,00E-04 56 61 

CP001349 Methylobacterium nodulans 1494-1519 nifK41 TCGCCCTGGCCAAGACCGACTCCTC 2,00E-04 68 66 

CP000613 Rhodospirillum centenum 897-922 nifK42 GGAGTATGTGGAGGGCAAGGGCCAG 2,00E-04 64 64 

1-26 nifK43 ATGAGGACGGCCAGCAGAAGGATCA 2,00E-04 56 61 NC_009049 

 

Rhodobacter sphaeroides 

 103-128 nifK44 GAGAAGAAGCGCGCCACCTACGAGA 2,00E-04 60 63 

CP000230 Rhodospirillum rubrum 1488-1513 nifK45 TCGCGAGAGCGGCGAAAACGGCATC 2,00E-04 64 64 

1239-1264 nifK46 TGGAGAAGGTGCTCTCGGCGAGCAA 2,00E-04 60 63 NC_009921 Frankia sp. 

1521-1546 nifK47 GACCAGCCCGGACCATAGCTACGAC 2,00E-04 64 64 

CP001197 Desulfovibrio vulgaris 1342-1367 nifK48 GATGCGCCTGAGGAGAAGTTCGAAC 2,00E-04 56 61 

NC_003272 Nostoc sp. 1488-1513 nifK49 CAGCACCAACATCACTGGTAAGACC 2,00E-04 52 59 

1305-1330 nifK50 TTTCTTGATTGGGAATTCTTATGGT 2,00E-04 32 51 NC_011729 Cyanothece sp. 

1485-1510 nifK51 TAATACCAATATTCCGTCTAAGACT 2,00E-04 32 51 

AY728387 Cyanobacterium 1196-1221 nifK52 TTGCAGCTCAAGATCTTCTAGCATC               

2,00E-04 

44 56 

AP007255 Magnetospirillum magneticum 1349-1374 nifK53 AGGTCCGCGCCCCCGCCCCCTGGGA               

2,00E-04 

44 56 

AZSFEFEMO A.brasilense 1512-1537 nifK54 CGCCAACACGAACATCGTCGGCGAG               

2,00E-04 

84 72 

TOTAL    54 PRIMERS   48-72 

        

 


