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RESUMO 

Levantamentos florísticos realizados nos “Campos Gerais” (Paraná, Brasil) 
indicam que Fabaceae é uma das famílias com maior riqueza e abundância da 
região. Esses estudos também apontam a elevada diversidade e endemismo 
de Mimosa spp. Nosso estudo relata a diversidade de rizóbios isolados de 
nódulos radiculares de plantas nativas de Mimosa gymnas Barneby. Vinte e 
nove estirpes foram obtidas de M. gymnast nodulíferas em três áreas do 
Parque Estadual do Guartelá, uma das mais importantes unidades de 
conservação dos Campos Gerais; os solos dessas áreas foram caracterizados 
como arenosos, ácidos, pobre em nutrientes e matéria orgânica e com 
elevados teores de alumínio. A árvore filogenética construída com sequencias 
parciais do gene 16S rDNA agrupou as estirpes em um grande clado sendo 
que algumas estipes foram mais relacionados com a espécie Paraburkholderia 
nodosa enquanto outras foram mais relacionadas com P. bannensi. A análise 
de perfil genômico baseada em BOX-PCR revelou um elevado grau de 
variabilidade intraespecífica entre os isolados. Resultados baseados na 
filogenia de sequencias concatenadas dos genes recA-gyrB dividiram os 
isolados em dois grandes grupos. O clado II não agrupou nenhuma estirpe tipo 
e os isolados apresentaram uma identidade nucleotídica de no máximo 97% 
com P. nodosa. A filogenia do gene nodC agrupou todos os isolados em um 
grupo único com elevado suporte estatístico, não agrupando com a sequencia 
correspondente de nenhuma estirpe tipo do gênero Paraburkholderia. Nossos 
resultados reforçam a constatação de que rizóbios do gênero Paraburkholderia 
são os preferenciais simbiontes de Mimosa na América do Sul e a associação 
de estirpes nodulíferas do gênero com condições edáficas particulares. Ainda, 
os resultados das análises filogenéticas sugerem que os isolados agrupados no 
clado II na árvore filogenética dos genes recA-gyrB podem representar uma 
nova espécie de Paraburkholderia, reinterando a importância de estudos de 
diversidade com plantas leguminosas nativas e endêmicas.  
 
Palavras-chave: filogenética; betaproteobacteria; Burkholderia; 
Paraburkholderia; plantas endêmicas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

ABSTRACT 

 

Floristic surveys performed in the “Campos Gerais” (Paraná, Brazil) indicate 
that Fabaceae is one of the most species-rich and abundant families. These 
studies also pointed out the high diversity and endemism of Mimosa spp.  
Our study report the diversity of rhizobia isolated from root nodules of native 
Mimosa gymnas Barneby. Twenty-nine strains were obtained from from 
nodulating M. gymnas in three areas of Guartelá State Park, one of the most 
important conservation unities of the “Campos Gerais”; soils of these areas 
were characterized as sandy, acid, poor in nutrients and organic matter and 
with high aluminum contents. The phylogenetic tree constructed with partial 16S 
rDNA sequences grouped the strains in a larger cluster and some strains were 
more related with Paraburkholderia nodosa, although some strains were more 
related to P. bannensi. The analysis of the genomic profile by BOX-PCR 
revelead a high degree of intraspecific variability among the isolates. Results 
based on phylogeny of concatened genes recA-gyrB divided the strains in two 
large clusters. The cluster II didn’t grouped with any type strain and the isolates 
showed a nucleotide identity of 16S rDNA of at most 97% with P. nodosa. The 
nodC phylogeny grouped all the strains into a well-supported clade, not 
grouping with any know strain of Paraburkholderia genus. Our results support 
that Paraburkholderia are the main symbionts of Mimosa in South America and 
the association of nodulating strains of this genera with particular edaphic 
conditions. Also, the results of the phylogenetic analysis suggest that the 
isolates grouped in cluster II in the recA-gyrB phylogenetic tree may represent a 
new species of Paraburkolderia, highlighting the importance of diversity studies 
with native and endemic leguminous plants.  

 

Key words: Phylogeny; Betaproteobacteria; Burkholderia; Paraburkholderia; 

Endemic Plants. 
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1. Introdução 

 

O desenvolvimento de espécies vegetais depende de vários fatores, tanto 

bióticos como abióticos. O nitrogênio (N) é o principal componente da 

atmosfera em sua forma molecular (N2) e é um constituinte essencial de várias 

biomoléculas. Apesar de tal abundância, as plantas requerem uma fonte de N 

biologicamente assimilável, em geral nas formas de nitrato e amônia (TATE, 

1995), que são limitadas no solo e podem restringir o crescimento vegetal 

(CHAPIN, 1980; ALFAIA, 2006).  

Algumas espécies vegetais estabelecem uma interação com procariotos 

capazes de realizar a conversão enzimática do N2 em amônia, em um processo 

denominado fixação biológica de nitrogênio (FBN) (DIXON & KAHN, 2004).  

Esses procariotos são bactérias e arqueias coletivamente denominados 

diazotróficos e são os únicos organismos capazes de realizar a FBN. Dentre os 

diazotróficos, os rizóbios possuem a singular capacidade de estabelecer 

simbiose usualmente com plantas da família Fabaceae(=Leguminosae) 

levando à formação de estruturas radiculares denominadas nódulos, 

especializadas no processo de FBN (OLDROYD, 2013). Esse processo 

depende de uma elevada compatibilidade entre genótipos do hospedeiro e do 

microssimbionte (BARRET & PARKER, 2006; MASSON-BOIVIN et al., 2009).  

A interação rizóbio-leguminosa possui o maior potencial de incorporação 

de N via FBN aos ecossistemas terrestres (LINDSTRÖM et al., 2010), 

exercendo um papel ecológico essencial na manutenção desses ambientes.  

Levantamentos florísticos realizados na região dos Campos Gerais do 

Paraná destacam a riqueza e abundância de leguminosas nodulíferas nativas, 

muitas endêmicas, com ocorrência documentada especialmente em unidades 

de conservação da região. Paradoxalmente, a ocorrência de nodulação e 

diversidade de rizóbios associados a tais plantas permanece desconhecida. 

Esse estudo visa aprimorar o conhecimento sobre a interação rizóbio-

leguminosa pela análise da diversidade de rizóbios isolados de nódulos 

radiculares de Mimosa gymnas nativas. 
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2. Revisão bibliográfica 

 

2.1. Os Campos Gerais e o Parque Estadual do Guartelá 

Em 1948, MAACK definiu os “Campos Gerais do Paraná” como uma zona 

fitogeográfica natural, composta por campos limpos, matas de galeria, capões 

de mata com araucária e refúgios de cerrado. Situada na porção centro-leste 

do estado do Paraná-Brasil, na borda do Segundo Planalto, essa região 

fitogeográfica representa uma zona limítrofe, devido às características 

climáticas e topográficas, as quais determinam suas formações vegetais 

distintas (CARMO, 2006). Alguns dos sítios naturais são objeto de unidades de 

conservação já implementadas, como os Parques Estaduais de Vila Velha em 

Ponta Grossa e do Guartelá em Tibagi, contando também com reservas, hortos 

florestais e RPPNs (Reserva Particular do Patrimônio Natural). Em tais 

localidades, é possível encontrar remanescentes de rica flora endêmica, 

inclusive de plantas da família Fabaceae (UEPG, 2003; CARMO, 2006; 

ANDRADE et al., 2009). 

O Parque Estadual do Guartelá (PEG) (24°39’10”S e 50°15’25”W), 

localizado na Borda da Escarpa Devoniana, possui uma área de 789,97 

hectares e tem como limite Norte e Leste o rio Iapó, ao Sudeste o riacho do 

Pedregulho e ao Noroeste, propriedades particulares (CARMO, 2006). A 

fisionomia dentro do Parque é representada primordialmente por formações 

campestres associadas a florestas (floresta ombrófila mista) e uma área restrita 

de cerrado (savana arborizada), sendo assim caracterizada como mosaico. As 

formações campestres e afloramentos rochosos são abundantes e 

correspondem à 60,55% da área do Parque e os relictos de cerrado 

correspondem apenas a 1,42% do Parque (CARMO, 2006).  

Segundo a classificação climática de Köppen-Geiger, a área apresenta 

clima do tipo Cfa (subtropical úmido quente), com influência indireta do clima 

Cfb (temperado sempre úmido). De acordo com o sistema brasileiro de 

classificação dos solos, o Parque apresenta solos poucos profundos, 

predominando os Cambissolos e os Litossolos (Neossolos Litólicos) (CARMO, 

2006). Além disso, o Parque é uma das importantes Unidades de Conservação 

da região dos Campos Gerais, estando inserido na Área de Preservação 

Ambiental (APA) da Escarpa Devoniana. 
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CARMO (2006) realizou um levantamento florístico no Parque Estadual 

do Guartelá (PEG) descrevendo a ocorrência de 634 táxons distribuídos em 

321 gêneros e 104 famílias. Desta listagem, 612 táxons são de angiospermas, 

duas de gimnospermas e 20 de pteridófitas. A família com maior riqueza 

florística foi Asteraceae (79 espécies), seguida de Myrtaceae (42) e Fabaceae 

(42). 

 

2.2. A família Fabaceae 

A família Fabaceae constitui uma das maiores famílias de angiospermas, 

depois de Orchidaceae e Asteraceae. Com 800 gêneros e cerca de 20.000 

espécies, distribuem-se em três subfamílias: Faboideae, Mimosoideae e 

Caesalpinioideae (LEWIS et al., 2005). A família apresenta uma distribuição 

ampla ao redor do globo e está presente tanto nas florestas tropicais quanto 

nos desertos, nas planícies e nas regiões alpinas. Abrange uma ampla gama 

de formas de vida, desde ervas alpinas árticas e arbustos perenes temperados 

ou tropicais até xerófitas anuais e árvores gigantes equatoriais (BARROSO et 

al., 1991; LEWIS et al., 2005). Os membros da família Fabaceae são 

caracterizados por possuir fruto distinto, denominado legume, que dá à família 

seu nome original (Leguminosae) e aos seus membros o nome usual de 

leguminosas. 

Sua presença é particularmente representativa em regiões neotropicais, 

sendo o Brasil considerado um dos centros de radiação da família Fabaceae, 

apresentando uma notável diversidade de espécies nativas de leguminosas e 

um elevado grau de endemismo (LEWIS et al., 2005). Segundo levantamento 

realizado por LEWIS (2016) no “Catálogo de Plantas e Fungos do Brasil” 

encontram-se listadas 2694 espécies distribuídas em 210 gêneros de 

leguminosas de importância econômica, ecológica e filogenética. Destas, 1458 

espécies (54% do total) são endêmicas do Brasil.  

Dentro da subfamília Mimosoideae, encontra-se o gênero Mimosa L. 

(Leguminosae: Mimosoideae) que foi estabelecido por Linneaus em 1753, 

contendo inicialmente 53 espécies (LINNEAUS, 1753). Após estudos 

taxonômicos mais abrangentes, novas informações sobre o gênero foram 

levadas em consideração. Barneby em 1991 realizou uma ampla revisão do 

gênero incluindo 479 espécies no “Novo Mundo” (BARNEBY, 1991). Mimosa L 
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é o segundo maior gênero de Mimosoideae, possui mais de 540 espécies, 

distribuídas essencialmente em regiões neotropicais. Tem como principais 

centros de diversidade Brasil, Paraguai, Uruguai, Argentina e México. Em 

relação ao Brasil, 300 delas são nativas ou endêmicas do Brasil e um quarto 

estão associadas ao bioma Cerrado (SIMON et al., 2011). 

Uma das espécies mais representativas da região dos Campos Gerais, 

em especial do Parque Estadual do Guartelá, é Mimosa gymnas Barneby.  

Caracteriza-se por ser um subarbusto terrícola nativo e endêmico do Brasil, 

com ocorrência basicamente restrita ao Estado do Paraná, normalmente 

associada a afloramentos areníticos (REFLORA, 2016; TAMASHIRO & 

ESCOBAR, 2016). Plantas da família Fabaceae possuem um importante papel 

na incorporação de nitrogênio (N) nos ecossistemas por sua interação em um 

processo denominado fixação biológica de nitrogênio (FBN). 

 

2.3. Fixação biológica de nitrogênio 

O N é um nutriente essencial para qualquer ecossistema. Sabe-se que o 

N é um dos elementos mais requisitados pelas plantas, fazendo com que o 

desenvolvimento das mesmas seja produtivo ou limitado, de acordo com sua 

disponibilidade no solo (CHAPIN, 1980; ALFAIA, 2006). 

Apesar de 80% da atmosfera ser composta por nitrogênio na forma 

molecular (N2), este é inerte para grande parte dos organismos, devido à 

elevada estabilidade da tripla ligação existente entre os dois átomos de N. Para 

tais organismos, o N deve ser disponibilizado em formas passíveis de 

assimilação, como nitrato, amônia e N orgânico (TATE, 1995; CREWS, 1999).  

Nos solos pouco férteis das regiões tropicais o N é o elemento que mais 

limita o desenvolvimento das plantas. Suas fontes constituem: (I) o solo, 

essencialmente na forma orgânica (98%), mas também nas formas inorgânicas 

amônia (NH3, convertida em NH4
+), nitratos (NO3

-) e nitritos (NO2
-) 

(MORGANTE, 2003; ALFAIA, 2006), resultantes da decomposição da matéria 

orgânica; (II) os fertilizantes nitrogenados; (III) a fixação não-biológica, 

decorrente de descargas elétricas (promovem a oxidação do N2 em NO3), 

combustão e vulcanismo (liberação de NH3) e (IV) o processo de fixação 

biológica de nitrogênio atmosférico (FBN) (MALAVOLTA, 2006). 
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A FBN constitui a principal via de incorporação do N à biosfera e, junto à 

fotossíntese, são considerados os mais importantes processos biológicos da 

biosfera. Consiste na redução enzimática do N2 a amônia, posteriormente 

incorporada em compostos nitrogenados, processo realizado exclusivamente 

por um grupo de bactérias e arqueias denominadas diazotróficas (DIXON & 

KAHN, 2004). 

A enzima chave para o processo de FBN chama-se nitrogenase, a qual 

possui subunidades proteicas capazes de transportar elétrons para que a 

redução do N2 ocorra. Essas subunidades correspondem à Proteína-ferro 

(Proteína-Fe) e à Proteína-Molibdênio-ferro (Proteína-MoFe). Esse é o subtipo 

mais estudado, também denominado nitrogenase molibdênio-dependente (Mo-

dependente) ou Nif e tem seus componentes estruturais codificados pelos 

genes nifH, nifD e nifK. Alguns organismos possuem nitrogenases alternativas, 

onde o molibdênio é substituído pelo Ferro (nitrogenase Anf) ou pelo Vanádio 

(nitrogenase Vnf) (KENNEDY & DEAN, 1992; ZEHR, et al., 2003; RAYMOND 

et al., 2004; SEEFELDT, et al., 2009, DOS SANTOS, et al., 2012). 

Independente do subtipo de nitrogenase, a redução do N2 ocorre 

mediante várias transferências de elétrons e requer o consumo de uma elevada 

quantidade de ATP. No caso da nitrogenase Nif, a subunidade proteína-Fe 

recebe elétrons de uma terceira molécula, a ferredoxina. Após recebê-lo, a 

proteína-Fe doa elétrons para a proteína-MoFe, que os acumula até concentrar 

oito elétrons. Somente com os oito elétrons é que a redução completa do N2 a 

NH3 ocorre, resultando na reação: N2 + 16 ATP + 8e- + 8H+ ---> 2 NH3 + H2 + 

16 ADP + 16 Pi (RAYMOND et al., 2004; MALAVOLTA, 2006).  

A enzima nitrogenase possui uma alta sensibilidade ao oxigênio e pode 

ser irreversivelmente inativada pelo mesmo (EADY, 1980). Portanto, para que a 

FBN ocorra, devem existem mecanismos eficientes para manter a tensão de 

oxigênio a um baixo nível. Um dos mais eficientes mecanismos de manutenção 

de condições de microaerofilia consiste na interação com hospedeiros vegetais.  

Os diazotróficos estabelecem associações com espécies vegetais com 

diferentes graus de intimidade e interdependência e são, portanto, classificados 

em diazotróficos de vida livre; associativos ou endofíticos intercelulares; e os 

simbiontes/endossimbiontes (MUS et al., 2016). Os diazotróficos simbióticos 
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são coletivamente denominados rizóbios em referência ao primeiro gênero 

descrito, Rhizobium. (WILLEMS, 2006). 

 

2.4. Interação simbiótica entre rizóbios e plantas da família Fabaceae 

Dentre as formas de associação planta-diazotróficos, a associação 

simbiótica entre rizóbios e determinadas espécies da família Fabaceae 

(=Leguminosae) é a que fornece o maior aporte de N para a planta hospedeira, 

contribuindo de forma significativa para a incorporação de N em diferentes 

ecossistemas terrestres (LINDSTRÖM et al., 2010). O sucesso de tal 

associação deve-se à formação de estruturas radiculares especializadas, 

denominadas nódulos, no interior dos quais é mantido um constante 

suprimento de carbono e regulação da baixa pressão de oxigênio, permitindo 

que os rizóbios realizem a FBN e disponibilizem a amônia produzida 

diretamente aos tecidos vegetais (SCHULTZE & KONDOROSI, 1998; 

OLDROYD & DOWNIE, 2004). (Figura 1). 

A interação inicia-se com a liberação de exsudatos radiculares pela planta 

hospedeira, contendo uma específica variedade de moléculas, dentre as quais 

os compostos flavonoides. Os flavonoides são metabólitos secundários que 

atuam como sinais moleculares, e são detectados por determinados rizóbios 

presentes no solo; dentre suas atividades estão: a atuação como substâncias 

quimiotáticas, estimulação da multiplicação dos rizóbios e indução dos genes 

bacterianos (genes nod) responsáveis pela síntese dos fatores de nodulação 

(fatores Nod), oligossacarídeos lipoquitínicos secretados pelos rizóbios 

(OLDROYD et al., 2011) (Figura 1).  

 

Figura 1: Formação de nódulos radiculares em plantas da família Fabaceae. 

 Modificado de OLDROYD, 2013 

Os fatores Nod, mediante reconhecimento pela planta, induzem a 

modificações significativas nas células vegetais, como o curvamento dos pelos 
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radiculares, invaginação da parede celular e formação de um cordão de 

infecção no interior do pelo radicular. O cordão de infecção prolonga-se até 

atingir o primórdio do nódulo, que é desenvolvido devido à reativação da 

divisão de células diferenciadas do córtex da raiz (OLDROYD et al., 2011). Os 

rizóbios são liberados na extremidade interna do cordão de infecção por 

endocitose em uma célula cortical, circundados por uma membrana, no interior 

da qual serão diferenciados em bacteroides, formas capazes de fixar N2 

(SCHULTZE & KONDOROSI, 1998; JONES et al., 2007; MASSON-BOIVIN et 

al., 2009).  

A manutenção da microaerofilia nos nódulos deve-se à síntese pelas 

células corticais de leghemoglobina, uma proteína que possui alta afinidade 

com o oxigênio cuja síntese é também regulada pelos Fatores Nod (OTT et al., 

2005; REIS et al., 2005; DOWNIE, 2005). 

Três genes são os principais responsáveis por codificar o fator Nod. Os 

genes nodABC são chamados de genes nod comuns por estarem presentes na 

grande maioria dos rizóbios (ZHANG, 2000; GIRAUD et al., 2007). Esses 

genes são necessários para a formação do nódulo, sendo que a mutação em 

algum deles inibe a capacidade de produção de fatores Nod e, portanto, a 

nodulação (ZHANG, 2000). Por um grande período de tempo, acreditou-se que 

tal sinalização molecular era um paradigma universal em todas as interações 

planta-rizóbio, porém sabe-se que existem exceções. Em 2007 foi demonstrado 

que algumas estirpes de Bradyrhizobium sp. fotossintéticas (BTai1 e ORS278) 

não possuem o gene nodA e nodB, porém são capazes de nodular por um 

mecanismo diferenciado (GIRAUD et al., 2007).  

O centro (do inglês backbone) do fator Nod é sintetizado por uma N-

acetilglucosaminiltransferase, produto do gene nodC (VAN RHIJN & 

VANDERLEYDEN, 1995). Dessa forma, o gene nodC é crucial na 

determinação do tamanho da cadeia oligossacarídica do Fator Nod e, 

consequentemente, possui grande influência na especificidade hospedeira 

(KAMST et al., 1997). Inclusive, a filogenia do gene nodC é usualmente 

adotada na determinação de simbiovares (ROGEL et al., 2011; PEIX et al., 

2015; GNAT et al., 2015), pois o gene nodC é geralmente conservado entre 

estirpes que nodulam a mesma planta, o que demonstra uma seleção em 
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relação à planta hospedeira (LAGUERRE et al., 2001, PEIX et al., 2015, GNAT 

et al., 2015).  

O fator Nod é também sintetizado por uma deacetilase (que remove o 

grupo N-acetil em uma terminação não redutora), produto do gene nodB, e uma 

aciltransferase (que liga a cadeia acil no oligossacarídeo deacetilado), 

codificada pelo gene nodA (BROUGHTON et al., 2003). A ocorrência e 

diversidade dos demais genes de nodulação (genes nod, nol e noe) é 

altamente variável entre espécies de rizóbios e determinam alterações 

químicas específicas na estrutura molecular central do Fator Nod (PERRET et 

al., 2000). 

Portanto, a interação simbiótica requer um alto grau de compatibilidade 

entre rizóbio e planta hospedeira, pois a sinalização molecular entre os 

simbiontes é altamente específica e coordenada (MASSON-BOIVIN et al., 

2009; BARRET & PARKER, 2006).  

 

2.5 Taxonomia Polifásica de Rizóbios 

A taxonomia bacteriana tem como função classificar, identificar e nomear 

os microrganismos de acordo com as regras internacionais estabelecidas pelo 

“International Code of Nomenclature of Bacteria” (SNEATH, 1992; VANDAMME 

et al., 1996). Essas regras já sofreram muitas modificações desde que foram 

implementadas e são continuamente revistas. Na primeira metade do século 

passado a taxonomia bacteriana baseava-se em características fenotípicas, 

como morfologia da colônia e aspectos fisiológicos, o que muitas vezes 

acarretou em uma definição errônea de novas espécies (THOMPSON et al., 

2013).  

Atualmente, a taxonomia polifásica é a mais aceita. Nessa abordagem 

são empregadas dados de relações evolutivas através da utilização de 

sequências genéticas para a determinação da posição filogenética do isolado, 

juntamente com a análise das propriedades fenotípicas e genotípicas 

(KONSTANTINIDIS, 2013; THOMPSON et al., 2013), tem como objetivo levar a 

taxonomia bactéria a um consenso (VANDAMME et al., 1996). Ou seja, torna-

se necessária a integração de dados de diversas técnicas para que se possa 

chegar a uma conclusão mais precisa em relação à verdadeira posição 

taxonômica do microrganismo estudado. Duas técnicas são consideradas 
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padrão em bacteriologia: a hibridação DNA-DNA (HDD) e sequenciamento do 

gene 16S DNAr (STACKEBRANDT & EBERS, 2006). 

Para determinar um espécie bacteriana (unidade básica da taxonomia) é 

determinado que a estirpe em análise apresente 70% ou mais de homologia 

com a estirpe-tipo na HDD e 5ºC ou menos na ΔTm (diferença na temperatura 

de melting = temperatura de desnaturação da dupla fita entre os híbridos e os 

homólogos, em condições padronizadas) (WAYNE et al., 1987), além de 97% 

de similaridade nucleotídica no gene 16S DNAr (VANDAMME et al., 1996). A 

técnica de HDD, apesar de bastante realizada para a descrição de novas 

espécies, é bastante laboriosa, cara e pouco acessível e vem sendo substituída 

pelo sequenciamento do genoma completo (com baixa ou média cobertura) e 

comparação da identidade média dos nucleotídeos (average nucleotide 

identity- ANI) com estirpes-tipo (DELAMUTA et al., 2013). 

Por outro lado, pesquisas filogenéticas e taxonômicas de procariotos 

normalmente iniciam-se com a obtenção das sequências nucleotídicas do gene 

16S DNAr, que codifica um RNA ribossomal componente da subunidade menor 

(WOESE & FOX, 1977). O gene 16S DNAr é considerado um excelente 

marcador filogenético pois é onipresente em procariotos, geralmente em cópia 

única por genoma; apresentam um papel metabólico-chave; seu tamanho 

(1500 pares de bases) é ideal para aplicação em diversas técnicas 

moleculares; e sua sequência é considerada conservada, permitindo a 

utilização de iniciadores universais, porém com sítios variáveis o suficiente para 

revelar relações filogenéticas. (WEISBURG et al., 1991; OLSEN & WOESE, 

1993; MOREIRA, 2010).  

 

2.5.1. Filogenia do gene 16S DNAr 

As análises filogenéticas baseadas em genes ribossomais foram 

inicialmente propostas por Carl Woese e impactaram os estudos de Filogenia e 

Evolução pela proposta de classificação dos seres vivos em três domínios 

(Archeae, Bacteria e Eukarya); esse sistema foi aceito pela comunidade 

científica internacional e é atualmente vigente (WOESE et al., 1990). Mais 

recentemente, uma nova proposta de classificação foi feita por HUG et 

al.(2016), baseada em 16 sequências alinhadas e concatenadas de genes 

ribossomais de vários organismos, propondo a existência de novos domínios e 
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demonstrando a importância da utilização de tais sequências para fins 

taxonômicos.  

No entanto, análises comparativas vêm demonstrando o restrito poder de 

resolução do 16S DNAr acima do nível de espécie e sua limitação em análises 

filogenéticas de organismos relacionados; a conservação do 16S DNAr pode 

inclusive resultar em elevadas porcentagens de identidade nucleotídica entre 

espécies diferentes que sejam evolutivamente relacionadas (RIBEIRO et al., 

2009). Por esses motivos, STACKEBRANDT & EBERS (2006) sugerem que o 

valor de similaridade para a determinação de espécie não seja de apenas 97% 

como proposto por VANDAMME et al.(1996) e sim de 98,7% a 99% de 

similaridade para o gene em questão. Devido às discordâncias apresentadas 

acima, a inferência de uma espécie bacteriana exige a adoção de metodologias 

adicionais (ROSSELLÓ-MORA & AMANN, 2001; LANGILLE et al., 2013;).  

 

2.5.2. Análise por Sequências Multilocus ( MLSA) 

Dentro da abordagem polifásica, passou a ser utilizada outra metodologia 

baseada na análise de múltiplos genes para chegar a níveis mais específicos 

de informação taxonômica, possibilitando diferenciar gêneros, espécies e até 

mesmo linhagens dentro de uma mesma espécie (THOMPSON et al.2005; 

HANAGE et al., 2006). A Multilocus Sequence Analysis (MLSA) ou Análise por 

Sequência Multilocus propõe uma análise conjunta de múltiplos genes 

housekeeping que possuem uma taxa de evolução maior do que o gene 16S 

DNAr e as variações que se acumulam nesses genes são consideradas 

seletivamente neutras (HANAGE et al., 2006).  

A referida técnica baseia-se na concatenação das sequências de genes 

housekeeping escolhidos para um conjunto de estirpes e o alinhamento e 

construção de uma árvore filogenética (GEVERS et al., 2005; 

STACKEBRANDT et al., 2002; HANAGE et al., 2006). A utilização de múltiplas 

sequências confere um efeito tampão contra distorções que seriam 

ocasionadas por recombinação envolvendo um único locus, como em casos de 

transferência lateral de genes (GEVERS et al., 2005). Usualmente, a técnica 

envolve a concatenação de cinco a sete genes; no entanto, variações da 

técnica com a utilização de menos sequências e a concatenação de genes 

housekeeping específicos de MLSA com sequências de 16S DNAr são 
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atualmente utilizadas e apresentam poder de resolução equivalente 

(DALL’AGNOL et al., 2016; ESTRADA-DE LOS SANTOS et al., 2013; LV et al., 

2016).  

DELAMUTA et al.(2012) utilizaram a metodologia de MLSA para 

diferenciar estirpes de Bradyrhizobium isoladas de 2 subfamilias de 

leguminosas provenientes de localidades diferentes (Brasil, Austrália, Zimbaue 

e Malásia). Baseando-se no gene ribossomal 16S DNAr e nos genes 

housekeeping recA, atpD, glnII, gyrB e rpoB, encontrou-se uma elevada 

diversidade genética entre as estirpes do estudo. Além disso, a utilização da 

técnica de MLSA foi crucial na indicação de novas espécies. 

As análises baseadas em sequenciamento de determinados loci não 

conferem informações quanto às relações genômicas entre os indivíduos. 

Dentro de uma mesma espécie bacteriana podem ser encontrados diferentes 

padrões de organização genômica e tal variabilidade intraespecífica pode não 

ser detectada por análises dos genes 16S DNAr ou MLSA, que são baseadas 

em sequenciamento. 

 

2.5.3. BOX-PCR Fingerprinting 

Algumas ferramentas taxonômicas baseiam-se em técnicas que permitem 

a caracterização do perfil genômico através da amplificação de sequências 

repetitivas (rep-elements) do genoma, onde o produto de PCR origina uma 

“impressão digital” do genoma bacteriano e por isso são chamadas de DNA 

fingerprinting. Para tanto, uma das técnicas mais utilizadas em Microbiologia 

denomina-se BOX-PCR que visa a obtenção de amplicons representativos de 

regiões que intercalam pequenos elementos repetitivos palindrômicos 

conservados e dispersos pelos genomas de procariotos e eucariotos (TACÃO 

et al., 2005).  

Os elementos repetitivos BOX são os mais utilizados para obtenção de 

DNA fingerprintings de microrganismos ambientais (DALL’AGNOL et al., 2016; 

BATISTA et al., 2007; ABDOLLAHZADEH & ZOLFAGHARI, 2014) e são 

compostos por várias combinações de 3 subunidades, boxA, boxB e boxC 

(KOEUTH et al., 1995). Utiliza-se a subunidade boxA por ser a mais 

conservada, além do seu tamanho (57 pb) e frequência por genoma 

(aproximadamente 25 cópias no genoma) serem ideais para uma análise 
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representativa (VERSALOVIC et al., 1994). Diferente da PCR tradicional, a 

técnica é realizada com a utilização de apenas um iniciador, pois as 

sequências desse elemento encontram-se com orientação invertida no genoma 

(LUPSKI & WEINSTOCK, 1992; VERSALOVIC et al., 1994). Para a 

constatação dos resultados, os fragmentos resultantes do BOX-PCR são 

submetidos à eletroforese no qual cada indivíduo gera um padrão específico de 

amplicons. 

 

2.6. Aspectos taxonômicos dos rizóbios 

Os rizóbios foram classificados em um único gênero (Rhizobium), até 

1984 quando foi proposta a reclassificação das espécies do gênero em 

Bradyrhizobium, Rhizobium, Phyllobacterium e Agrobacterium (JORDAN, 

1984). A partir de então, com o desenvolvimento e refinamento de técnicas de 

taxonomia molecular, em especial o sequenciamento do 16S DNAr e 

hibridização DNA-DNA (HDD), a introdução da taxonomia polifásica e o estudo 

de várias espécies diferenciadas de plantas leguminosas, houve um aumento 

significativo no número de novos gêneros e espécies descritos de rizóbios 

(WILLEMS, 2006). 

Atualmente, os rizóbios, encontram-se classificados taxonomicamente 

como pertencentes a: Domínio: Bacteria; Filo: Proteobacteria; Classe: 

Alfaproteobacteria; Ordem: Rhizobiales; distribuídos nas Famílias 

Rhizobiaceae, Phyllobacteriaceae, Bradyrhizobiaceae, Methylobacteriaceae e 

Hiphomicrobiaceae; e compreendendo onze gêneros: Azorhizobium, 

Bradyrhizobium, Devosia, Phyllobacterium, Ochrobactrum, Microvirga, 

Blastobacter, Mesorhizobium, Methylobacterium, Rhizobium e Sinorhizobium 

(MOULIN, et al., 2001; NCBI, 2015;). Por serem os rizóbios inicialmente 

descritos, aqueles pertencentes à classe Alfaproteobacteria são usualmente 

denominados “rizóbios clássicos” ou alfa-rizóbios  

Mais recentemente, estudos passaram a relatar a ocorrência de rizóbios 

pertencentes à classe Betaproteobacteria e, por isso, são designados como 

beta-rizóbios (MOULIN et al., 2015). Os beta-rizóbios foram inicialmente 

classificados como pertencentes aos gêneros Burkholderia e Ralstonia 

(MOULIN et al., 2001; CHEN et al., 2001) e possuem uma grande afinidade 

com leguminosas do gênero Mimosa (MOULIN et al., 2015). 
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Os dois gêneros conhecidos de beta-rizóbios tiveram seus estados 

taxonômicos recentemente revistos. Os rizóbios classificados como Ralstonia 

foram reclassificados, passando a pertencer ao gênero Cupriavidus 

(VANDAMME & COENYE, 2004).  

O gênero Burkholderia é bastante cosmopolita, as espécies podem ser 

encontradas em ambientes bastante diversos como a água, o solo, plantas, 

fungos, animais e inclusive em humanos (COENYE, et al.2003). O gênero 

conta com cerca de 90 espécies (LPSN, 2017) dentre elas patógenos e 

espécies ambientais.  

ESTRADA-DE LOS SANTOS et al.(2013), em estudo sobre filogenética 

de bactérias do gênero Burkholderia, observou que o gênero poderia ser 

dividido em dois grupos e que tal classificação acompanhava características 

ecológicas e fenotípicas das espécies analisadas. SAWANA et al.(2014) e 

DOBRITSA & SAMADPOR (2016) propuseram a transferência de todas as 

espécies ambientais (inclusive os beta-rizóbios) para os novos gêneros 

Paraburkholderia e Caballeronia, enquanto as espécies reconhecidas como 

patógenos de plantas e animais permaneceriam como pertencentes ao gênero 

Burkholderia. A taxonomia polifásica foi a base para tal reclassificação. 

Espécies do gênero Paraburkholderia podem realizar simbiose com 

leguminosas e promover a formação de nódulos radiculares. Algumas das 

espécies conhecidas até o momento são: P. tuberum, P. phymatum 

(VANDAMME et al., 2002), P. phenoliruptrix (COENYE et al., 2004), P. 

mimosarum (CHEN et al., 2006), P. nodosa (CHEN et al., 2007), P. sabiae 

(CHEN et al., 2008) e P. dilworthii (de MEYER et al., 2014)  

 

2.7. Justificativa 

Apesar da Família Fabaceae possuir mais de 700 gêneros e 

aproximadamente 20.000 espécies, apenas uma pequena fração da 

associação entre rizóbios e essas leguminosas tem sido caracterizada e 

estudada e usualmente são adotadas leguminosas de importância agronômica 

em tais estudos (DOYLE, 2011; ZIEGLER, 2015). Nos Campos Gerais, 

encontram-se diversos representantes dessas leguminosas, em especial da 

subfamília Mimosoidae (CARMO, 2006; KLEPA et al., 2016) e o primeiro 
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levantamento sobre ocorrência de espécimes nodulíferas nativas na região foi 

realizado apenas recentemente (KLEPA et al., 2016). 

O conhecimento da diversidade genética de rizóbios associados a 

espécies de plantas leguminosas nativas pode contribuir para a recuperação da 

flora nativa em ambientes onde o solo não se encontra em condições 

favoráveis e, portanto, auxiliar na manutenção biológica destas regiões. A 

simbiose com rizóbios permitiu às plantas leguminosas a colonização de solos 

nutricionalmente pobres e muitas são inclusive espécies pioneiras, essenciais 

na manutenção de ecossistemas terrestes (SPRENT, 2009; SMÝKAL, 2015). 

REIS JR et al.(2010) realizaram uma extensa análise de diversidade de 

rizóbios simbiontes de plantas do gênero Mimosa provenientes de campos 

ruprestes de dois importantes biomas nacionais: a Caatinga e o Cerrado 

sulmatogrossense. Contando com muitas espécies endêmicas, os autores 

demonstraram a importância da FBN na incorporação de N em áreas 

consideradas frágeis. 

Além disso, esses estudos são essenciais na caracterização das 

complexas interações ecológicas e evolutivas envolvendo macro e 

microssimbiontes, bem como de padrões biogeográficos de composição de 

populações simbióticas. Considerando o elevado grau de endemismo de 

leguminosas no Brasil, em especial do gênero Mimosa, pode-se sugerir que o 

país também representa um dos principais centros de diversidade de beta-

rizóbios, que são seus preferenciais simbiontes (MOULIN et al., 2015). 

Ainda, a maioria dos estudos que se referem a beta-rizóbios adotaram a 

metodologia de isolamento de bactérias do solo em condições controladas 

(casa de vegetação) e utilizando leguminosas conhecidas e muitas vezes de 

importância agronômica como “isca”. Como já relatado por MOULIN et 

al.(2015), existem várias evidencias e teorias quanto à evolução da nodulação; 

porém, segundo o autor, estudos de diversidade de rizóbios isolados de 

nódulos de leguminosas endêmicas e nativas são escassos e cruciais na 

investigação e resolução das relações evolutivas entre os simbiontes.  
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3. Objetivo 

 

Caracterizar a diversidade de rizóbios isolados de nódulos radiculares de 

plantas da espécie Mimosa gymnas Barneby, nativas do Parque Estadual do 

Guartelá (Tibagi – PR). 

 

3.1. Objetivos específicos 

• Coletar e caracterizar exemplares nodulíferos de Mimosa gymnas 

Barneby do Parque Estadual do Guartelá (Tibagi – PR); 

• Avaliar os parâmetros físico-químicos dos solos das áreas de 

amostragem das plantas nodulíferas; 

• Isolar rizóbios a partir de nódulos das leguminosas nativas coletadas; 

• Realizar a caracterização fisiológica e fenotípicas dos isolados; 

• Avaliar a diversidade e filogenia dos rizóbios isolados. 
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4. . Material e métodos 

 

4.1. Características do local de coleta e amostragem de 

Mimosa gymnas nodulíferas e solos 

Os espécimes de M. gymnas nodulíferas (Figura 2C) foram coletados 

no Parque Estadual do Guartelá (PEG), uma importante unidade de 

conservação da região, localizada no município de Tibagi (Paraná), no 

Segundo Planalto do Estado do Paraná, coordenadas 24°39’10”S e 

50°15’25”W (Figura 2A). Limita-se a leste pela Escapa Devoniana, em 

altitudes de 800 a 1200m acima do nível do mar, e a oeste com o Terceiro 

Planalto do Estado do Paraná, através da Serra da Esperança ou Serra 

Geral.  

As coletas foram realizadas nos meses de julho de 2015 a maio de 

2016, mediante registro e autorização via Sistema de Autorização e 

Informação de Biodiversidade – SISBIO (ICMBio/MMA) (no. 49603). O 

material botânico foi removido manualmente ou com auxílio de pás para 

jardinagem e acondicionado em sacos plásticos. Os espécimes encontram-

se tombados (nº de tombo 21700 – 21715) no acervo do Herbário da 

Universidade Estadual de Ponta Grossa. Todo o material botânico foi 

identificado por comparação com exsicatas de herbários e por consulta à 

bibliografia especializada.  

Dos locais de ocorrência de M. gymnas nodulíferas (Figura 2B) foram 

coletadas amostras de solo para análises físicos-químicas. A amostra de 

cada área (1,2 e 3) foi composta de 10 subamostras, coletadas em 

ziguezague com trado a uma profundidade de 0-10 cm. 

 

Figura 2.  Localização da zona de amostragem no Estado do Paraná-Brasil (A), Locais de 

amostragem no Parque Estadual do Guartelá - Tibagi (B). M. gymnas nativa do Parque 

Estadual do Guartelá (C). Fonte: o autor 
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4.2. Isolamento de rizóbios a partir de nódulos de M. gymnas 

nativas 

As raízes das plantas coletadas foram lavadas e os nódulos foram 

desinfestados, para a eliminação de microrganismos da superfície. Para 

tanto, cada nódulo permaneceu 30 segundos em uma solução de álcool 

70%, 3 minutos em solução de hipoclorito de sódio 3% seguido de 10 

lavagens consecutivas em água destilada estéril. Os nódulos 

desinfestados foram macerados com bastão de vidro estéril em 10µl de 

água destilada estéril. 

Inoculou-se a solução gerada em placas de Petri contendo meio 

sólido seletivo Yeast Mannitol Agar (YMA) acrescido de vermelho congo 

(0,25%). (VINCENT, 1970). Os cultivos foram incubados a 28 °C, por 2 a 7 

dias, seguindo o “Manual de Curadores de Germoplasma da Embrapa 

Soja” (HUNGRIA & SILVA, 2011). 

Os isolados foram armazenados em meio ágar inclinado e 

criopreservados em glicerol 50% a -4ºC. Além disso, os mesmos foram 

depositados na “Coleção de Microrganismos Multifuncionais da Embrapa 

Soja: Bactérias Diazotróficas e Promotoras do Crescimento de Plantas” 

(http://www.bmrc.lncc.br/). 

 

4.3. Caracterização morfológica de rizóbios em meio YMA 

Os isolados bacterianos obtidos foram selecionados e descritos de 

acordo com aspectos morfofisiológicos das colônias em meio YMA com 

vermelho congo, foram analisados: o tempo de crescimento, diâmetro da 

colônia, forma, elevação, borda, superfície e produção de muco. As 

bactérias foram ainda cultivadas em meio YMA acrescido com o indicador 

de pH Azul de Bromotimol, visando verificar a cromogênese da colônia em 

meio YM e reação ácida/alcalina no meio. Todas as avaliações seguiram o 

“Manual de Curadores de Germoplasma da Embrapa Soja” (HUNGRIA & 

SILVA, 2011). 

 

4.4. Extração do DNA total 

Células crescidas em meio de cultivo líquido YM até a fase 

exponencial foram utilizadas para extração do DNA total, utilizando o kit 
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AxyPrep Bacterial Genomic DNA Miniprep (Axygen Biosciences), conforme 

instruções do fabricante. A integridade e concentração do DNA total foi 

verificada mediante eletroforese em gel de agarose 1%. 

 

4.5. Amplificação do DNA para a reação de BOX-PCR  

Para análise da variabilidade genotípica dos isolados, foi utilizado o 

iniciador BOX-A1R (5’-CTACGGCAAGGCGACGCTGACG-3’) 

(VERSALOVIC et al., 1994; KOEUTH; VERSALOVIC; LUPSKI, 1995), 

seguindo as modificações propostas por KASCHUK et al.(2006) e BATISTA 

et al.(2007). A reação foi conduzida em um volume final de 25 µL, contendo 

13,8 µL de água Milli-Q estéril; 5,0 µL de dNTPs, (1,5 mmol/L de cada 

nucleotídeo); 2,5 µL de tampão 10X (500 mM KCl; 200 mM Tris–HCl, pH 

8,4); 1,5 µL de MgCl (50 mmol/L); 1,0 µL de iniciador (50 pmol/µL); 1,0 µL 

de DNA (50 ng/µL) e 0,2 µL de Taq DNA polimerase (5 U/µL).  

A amplificação das sequências consistiu em 1 ciclo inicial de 

desnaturação a 95°C por 7 min; 30 a 35 ciclos de desnaturação (1 min a 

94°C), anelamento (1 min a 53°C) e extensão (8 min a 65°C); 1 ciclo de 

extensão final a 65°C por 16 min.   

Os amplicons foram separados por eletroforese em gel de agarose 

1,5%, utilizando-se o 1kb Plus Ladder (Invitrogen) como marcador de peso 

molecular. 

Os géis foram digitalizados e os perfis obtidos foram analisados para 

construção de um dendrograma, utilizando o programa Bionumerics 

(Applied Mathematics, Kortrijk, Bélgica, v.7.6), utilizando-se o algoritmo 

UPGMA (Unweighted Pair-Group Method with Arithmetic mean) (SNEATH 

& SOKAL; 1973) para a análise do agrupamento e o coeficiente de Jaccard 

(JACCARD, 1912), com 2% de tolerância.  

 

4.6. Amplificação do gene ribossomal 16S DNAr 

O DNA total de cada estirpe foi utilizado como molde para 

amplificação do gene 16S DNAr, utilizando os iniciadores universais fD1 

(5’–AGAGTTTGATCCTGGCTCAG–3’) e rD1 (5’-

AAGGAGGTGATCCAGCC–3’) (WEISBURG et al., 1991). A reação foi 

conduzida em um volume final de 50 µL, contendo 35,3 µL de água 
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ultrapura estéril; 3,0 µL de dNTPs, (1,5 mmol/L de cada nucleotídeo); 5,0 

µL de tampão 10X (500 mM KCl; 200 mM Tris–HCl, pH 8,4); 1,5 µL de 

MgCl (50 mmol/L); 1,5 µL de cada iniciador (10pmol/ µL), 2,0 µL de DNA 

(50 ng/µL) e 0,2 µL de Taq DNA polimerase (5 U/µL).   

A reação consistiu em um ciclo inicial de desnaturação a 95°C por 2 

minutos; 30 ciclos de desnaturação a 94°C por 15 segundos, 93°C por 45 

segundos, anelamento a 55°C por 45 segundos e extensão a 72°C por 2 

minutos; um ciclo final de extensão por 5 minutos. Os produtos de PCR, de 

aproximadamente 1500pb, foram purificados utilizando o Illustra GFX PCR 

DNA and Gel Band Purification Kit (GE Healthcare). 

 

4.7. Amplificação do gene nodC 

O gene nodC das estirpes foi amplificado utilizando-se os iniciadores 

nodCBurkF (5’-TRATYGAYATGGAATACTGGC-3’) e nodCBurkR (5’- 

CAGCGGAYATMGTCATTGA-3’) (BOURNAUD et al., 2013). A reação foi 

conduzida em um volume final de 50 µL, contendo 34,3 µL de água 

ultrapura estéril; 3,0 µL de dNTPs, (1,5 mmol/L de cada nucleotídeo); 5,0 

µL de tampão 10X (500 mM KCl; 200 mM Tris–HCl, pH 8,4); 1,5 µL de 

MgCl (50 mmol/L); 2,0 µL de cada iniciador (10pmol µL); 2,0 µL de DNA (50 

ng/µL) e 0,2 µL de Taq DNA polimerase (5 U/µL).  

A amplificação das sequências consistiu em 1 ciclo inicial de 

desnaturação a 95°C por 3 min; 35 ciclos de desnaturação (30 seg a 95°C), 

anelamento (30 seg a 55°C) e extensão (45 seg a 72°C); 1 ciclo de 

extensão final a 72°C por 7 min (BOURNAUD et al., 2013).  

Os produtos de PCR foram purificados, utilizando o kit Illustra GFX 

PCR DNA and Gel Band purification kit (GE Healthcare), segundo 

recomendações do fabricante. 

 

4.8. Amplificação do gene recA  

O gene recA, que codifica a proteína de recombinação RecA, foi 

amplificado utilizando-se os iniciadores recA-BurkF (5’- 

AGGACGATTCATGGAAGAWAGC-3’) e recA-BurkR (5’-

GACGCACYGAYGMRTAGAACTT-3’) (SPILKER et al., 2009).  
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A reação de PCR foi conduzida em um volume final de 50 µL, 

contendo 35,3 µL de água ultrapura estéril; 3,0 µL de dNTPs, (1,5 mmol/L 

de cada nucleotídeo); 5,0 µL de tampão 10X (500 mM KCl; 200 mM Tris–

HCl, pH 8,4); 1,5 µL de MgCl (50 mmol/L); 1,5 µL de cada iniciador (10pmol 

µL); 2,0 µL de DNA (50 ng/µL) e 0,2 µL de Taq DNA polimerase (5 U/µL).  

A amplificação das sequências consistiu em um ciclo inicial de 

desnaturação a 95°C por 2 min; 35 ciclos de desnaturação (30 seg a 94°C), 

anelamento (30 seg a 58°C) e extensão (45 seg a 72°C); um ciclo de 

extensão final a 72°C por 5 min (SPILKER et al., 2009).  

Os produtos de PCR foram purificados, utilizando o kit Illustra GFX 

PCR DNA and Gel Band purification kit (GE Healthcare), segundo 

recomendações do fabricante. 

 

4.9. Amplificação do gene gyrB 

O gene gyrB, que codifica a subunidade beta da DNA girase, foi 

amplificado utilizando-se os iniciadores gyrB-BurkF (5’-

ACCGGTCTGCAYCACCTCGT-3’) e gyrB-BurkR (5’-

YTCGTTGWARCTGTCGTTCCACTGC-3’) (SPILKER et al., 2009).  

A reação foi conduzida em um volume final de 50 µL, contendo 35,3 

µL de água Ultrapura estéril; 3,0 µL de dNTPs, (1,5 mmol/L de cada 

nucleotídeo); 5,0 µL de tampão 10X (500 mM KCl; 200 mM Tris–HCl, pH 

8,4); 1,5 µL de MgCl (50 mmol/L); 1,5 µL de cada iniciador (10pmol µL); 2,0 

µL de DNA (50 ng/µL) e 0,2 µL de Taq DNA polimerase (5 U/µL).  

A amplificação das sequências consistiu em 1 ciclo inicial de 

desnaturação a 95°C por 2 min; 35 ciclos de desnaturação (30 seg a 94°C), 

anelamento (30 seg a 58°C) e extensão (45 seg a 72°C); 1 ciclo de 

extensão final a 72°C por 5 min (SPILKER et al., 2009).  

Os produtos de PCR foram purificados, utilizando o kit Illustra GFX 

PCR DNA and Gel Band purification kit (GE Healthcare), segundo 

recomendações do fabricante. 

 

4.10. Sequenciamento parcial dos genes 16S DNAr, nodC, gyrB 

e recA 
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Para o sequenciamento, os produtos de PCR dos genes 16S DNAr, 

nodC, gyrB e recA obtidos após purificação foram submetidos a uma nova 

amplificação, a qual consistiu na adição de 3 μL de DNA (15μgmL-1), 1,3 

μL de BigDye (compatível com o sequenciador ABI3500XL, Applied 

Biosystems), 1 μL de iniciador (3,2 pmol), 2,5 μL de tampão 10x (500 mM 

KCl; 200mM Tris–HCl, pH 8,4) e 12,2 μL de H2O ultrapura estéril, 

totalizando um volume de 20μL por reação. 

Os iniciadores utilizados para sequenciamento dos genes nodC, gyrB 

e recA foram os mesmos utilizados para amplificação e apresentados 

anteriormente nos itens 4.7, 4.8 e 4.9, respectivamente. Para 

sequenciamento do gene 16S DNAr, foram utilizados os iniciadores 362f e 

786f (MENNA et al., 2006). 

As mesmas condições de PCR foram utilizadas para todos os genes: 

As amostras foram submetidas a um ciclo inicial de 96º C por 1 min, 

seguido de 35 ciclos de 96º C por 15 s, 50º C por 15 s e 60º C por 4 min 

em termociclador (MJ Research Inc. PTC200). Depois de amplificadas, as 

amostras foram precipitadas de acordo com o método descrito por MENNA 

et al.(2006), modificando-se o tempo de centrifugação para 20 minutos.  

Em todos os poços da placa foram adicionados 2 μL de acetato de amônio 

estéril 7,5 M e 65 μL de etanol absoluto (temperatura ambiente) Após a 

adição dos reagentes, a placa foi selada, homogeneizada e centrifugada a 

4000 rpm por 45 min.  

Descartou-se o sobrenadante e a placa foi invertida e colocada em 

papel absorvente. Posteriormente, preparou-se etanol 70% e 150 μL foi 

adicionado em a cada poço da placa e a mesma foi novamente selada, 

homogeneizada e centrifugada a 4000 rpm por 20 min. Em seguida, o 

sobrenadante foi descartado e a placa foi invertida e colocada em papel 

absorvente. Uma nova centrifugação foi realizada a um rotação mais baixa 

(300 rpm) por cerca de 25 s, para remoção de resíduos do sobrenadante. 

Colocou-se a placa em estufa a 37º C por cerca de 30 min para secagem. 

Após a secagem total, ressuspendeu-se os precipitados em 10 μL de 

formamida, aquecidos em termociclador à 95º C durante 5 min e resfriados 

por mais 2 min em gelo e por fim submetidos ao sequenciamento em ABI 

3500XL (Applied Biosystems). 
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4.11. Analise dos dados de sequenciamento 

As sequências de bases nitrogenadas obtidas no sequenciamento 

foram inicialmente analisadas com o programa Bionumerics (Applied 

Mathematics, Kortrijk, Belgium, v.7.0).  

O programa MEGA (Molecular Evolutionary Genetics Analysis, v. 6.1) 

foi utilizado para alinhamento e construção de árvores filogenéticas.  

Para o gene 16S DNAr utilizou-se o algoritmo de Máxima 

Verossimilhança e modelo Tamura 3-parametros (TAMURA, 1992) com 

distribuição G+I (TAMURA et al., 2013). 

Para o genes nodC, recA e gyrB utilizou-se modelo de distância 

Tamura Nei (TAMURA; NEI, 1993. Foram analisadas as sequências 

individuais e concatenadas dos genes recA e gyrB. 

O suporte estatístico para as árvores foi avaliado por bootstrap 

(FELSENSTEIN, 1985) com 1000 repetições (HEDGES, 1992). 

Os dados de identidade nucleotídica foram gerados mediante 

alinhamento no programa Bioedit (v.7.2.5). 

As sequências foram depositadas no banco de dados Genebank do 

NCBI (http://www.ncbi.nlm.nih.gov). 
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5. Capítulo 1: Paraburkholderia sp. isoladas de Mimosa 

gymnas nativas de área de transição entre Mata Atlântica e Cerrado 

no Sul do Brasil. 

RESUMO 

Levantamentos florísticos realizados na região dos Campos Gerais do 
Paraná (Sul do Brasil) apontam que Fabaceae está entre as famílias de 
maior diversidade florística, evidenciando a sua grande expressividade na 
flora regional. O gênero Mimosa possui mais de 500 espécies e é o 
segundo maior gênero da subfamília Mimosoideae. Neste sentido, foi 
realizado um estudo com a espécie Mimosa gymnas, um subarbusto 
endêmico do Brasil abundante na região dos Campos Gerais do Paraná, 
apresentando a primeira descrição de ocorrência de nódulos radiculares na 
espécie, bem como o isolamento e análise da diversidade de seus 
microssimbiontes pela filogenia dos genes 16S DNAr, genes housekeeping 
recA e gyrB, gene de nodulação nodC e por rep-PCR. Vinte e nove 
isolados foram obtidos de plantas nativas nodulíferas em três áreas do 
Parque Estadual do Guartelá (Tibagi, PR), cujos solos foram caracterizados 
como ácidos, pobres em elementos nutritivos e matéria orgânica, arenosos 
e com elevados índices de alumínio. A árvore filogenética construída com o 
gene 16S DNAr agrupou as estirpes em um grande clado, com alguns 
isolados mais relacionados a espécie Paraburkholderia nodosa enquanto 
outros apresentaram maior congruência com P. bannensis. A análise do 
perfil de BOX-PCR mostrou elevada diversidade intraespecífica, não 
congruente com o 16S DNAr. A concatenação e filogenia dos genes recA e 
gyrB resultou na formação de dois grandes grupos. Os isolados do 
segundo grupo além de não agruparem com nenhuma estirpe tipo, 
apresentam identidade nucleotídica do gene 16S DNAr de no máximo 97%, 
com P. nodosaT, o que pode indicar uma possível nova espécie. A filogenia 
do gene nodC agrupou todos os isolados em um clado bem suportado e 
distinto das demais espécies do gênero. Este estudo corrobora com a 
constatação de que estirpes de Paraburkholderia são os principais 
simbiontes de Mimosa na América do Sul e revela que a diversidade desse 
gênero é pouco conhecida. Considerando os resultados do presente estudo 
e comparações com resultados de outros autores, podemos concluir que a 
especificidade entre Mimosa e beta-rizóbios do gênero Paraburkholderia é 
resultante do caráter monofilético do gene de nodução nodC, diferente do 
que ocorre em alfa-rizóbios onde as espécies apresentam caráter 
polifilético.  
 
Palavras-chave: filogenética; betaproteobacteria; Burkholderia; 

Paraburkholderia; bactérias simbióticas; leguminosas endêmicas. 
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5.1 Introdução 

Os Campos Gerais do Paraná, região fitogeográfica localizada na 

região Sul do Brasil, compreende uma área de aproximadamente 

11.761,41 Km
2 

de extensão (UEPG, 2003; CARMO, 2006). Apesar de ser 

considerada uma área pertencente ao Bioma Mata Atlântica, apresenta 

zonas de transição com o Bioma Cerrado e ambos são considerados 

hotspots da biodiversidade mundial (MYERS, 2000; RITTER et al., 2010). 

O Cerrado (“savana brasileira”) compreende cerca de 20% do território 

nacional, caracteriza-se pela presença de solos ácidos, com baixa 

fertilidade e elevados índices de alumínio, e vegetação diversificada em 

fitofisionomias, desde espécies arbustivas e arbóreas de pequeno porte, 

com galhos retorcidos, cascas espessas e raízes profundas (VARGAS; 

HUNGRIA, 1997; GALLI-TERASAWA et al., 2003; BATISTA et al., 2007; 

KASCHUK et al., 2011; MIATTO et al., 2016). A Mata Atlântica é o bioma 

mais antropizado do Brasil, remanescendo fragmentos de constituição 

heterogênea que representam cerca de 12% de sua área original, 

caracterizadas por elevada diversidade e endemismo de espécies 

(RIBEIRO et al., 2009). 

Nesse sentido, os Campos Gerais possuem características de um 

ecotóno, ou seja, possui zonas de transição entre dois biomas onde os 

atributos das regiões adjacentes são combinados resultando em um perfil 

singular e, consequentemente, com uma biodiversidade potencialmente 

ainda mais rica do que em cada Bioma separadamente (RITTER et al., 

2010; CARMO et al., 2012; WILLIAMS, 1996; BATISTA & BASTOS, 2014).  

Apesar de suas singulares características, informações sobre a 

biodiversidade dos Campos Gerais ainda são escassas. Levantamentos 

florísticos realizados na região usualmente destacam a abundância e 

riqueza de plantas da família Fabaceae (CARMO, 2006; RITTER et al., 

2010, MORO & CARMO, 2007; CERVI & VON LINSINGEN, 2007); de fato, 

o Brasil é um dos principais centros de radiação de leguminosas do mundo, 

contando inclusive com várias espécies endêmicas (LEWIS et al., 2005). A 

espécie Mimosa gymnas Barneby é um subarbusto terrícola nativo e 
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endêmico do Brasil e com ocorrência basicamente restrita ao Estado do 

Paraná e abundante na região dos Campos Gerais associada a 

afloramentos areníticos (REFLORA, 2016; TAMASHIRO & ESCOBAR, 

2016). 

Um grupo de microrganismos presentes no solo é capaz de 

estabelecer uma interação simbiótica com plantas da família Fabaceae e 

fixar o nitrogênio atmosférico (DIXON & KAHN, 2004). Essas bactérias são 

chamadas coletivamente de rizóbios e a simbiose com hospedeiros 

compatíveis leva à formação de nódulos radiculares, órgãos especializados 

na fixação biológica do nitrogênio (FBN), dentro dos quais os rizóbios se 

diferenciam em bacteroides e reduzem o nitrogênio molecular a amônia 

(OLDROYD, 2013).  

A maioria dos rizóbios descritos até então pertencem à classe 

Alfaproteobacteria, distribuídos nos gêneros: Azorhizobium, Allorhizobium, 

Bradyrhizobium, Mesorhizobium, Rhizobium, Sinorhizobium (Ensifer), 

Devosia, Methylobacterium, Ochrobactrum, Phyllobacterium e Microvirga 

(BOURNAUD et al., 2013). Rizóbios pertencentes à classe 

Betaproteobacteria foram inicialmente descritos por CHEN et al., 2001; 

desde então, um crescente número de beta-rizóbios pertencentes aos 

gêneros Burkholderia e Cupriavidus vêm sendo descritos, especialmente 

associados com mimosóideas e faboídeas (REIS et al., 2010; BONTEMPS 

et al., 2010; GYANESHWAR et al., 2011). 

Estudos filogenéticos baseados em 16S DNAr (BONTEMPS et al., 

2010; GYANESHWAR et al., 2011) e sequenciamento de vários genes 

(multilocus) (ESTRADA-DE LOS SANTOS et al., 2013) apontaram a 

clusterização das espécies do gênero Burkholderia em dois grupos, que 

foram concordantes com características ecológicas e fenotípicas das 

espécies analisadas. SAWANA et al.(2014) e DOBRITSA & SAMADPOR 

(2016) propuseram a transferência de todas as espécies ambientais para 

os novos gêneros Paraburkholderia e Caballeronia, enquanto as espécies 

reconhecidas como patógenos de plantas e animais permaneceriam como 

pertencentes ao gênero Burkholderia. Análises filogenéticas e genômicas 

posteriores deram suporte à reclassificação proposta (GAO et al., 2016; 

BOURNAUD et al., 2016; LV et al., 2016).  



32 
 

Apesar da elevada abundância, riqueza e endemismo do gênero 

Mimosa no Brasil, ainda são escassos os estudos com plantas nativas, 

sendo estes essenciais para a compreensão das questões evolutivas e 

ecológicas envolvidas na interação Mimosa-rizóbios. Os Campos do Sul do 

País são negligenciados em relação a conservação e proteção de sua 

biodiversidade apesar de apresentar ecótonos que são regiões 

ecologicamente frágeis (OVERBECK et al., 2007). A associação de plantas 

com bactérias capazes de realizar a fixação biológica do nitrogênio pode 

contribuir na recuperação da flora nativa e dessa forma, auxiliar na 

manutenção biológica destas regiões. Nesse contexto, o presente estudo 

apresenta a diversidade de microssimbiontes isolados de nódulos 

radiculares de plantas nativas da espécie Mimosa gymnas amostradas no 

Parque Estadual do Guartelá, uma importante unidade de conservação dos 

Campos Gerais do Paraná.  

 

5.2 Material e Métodos 

 

5.2.1 Locais de amostragem de Mimosa gymnas nodulíferas e 

de solos. 

Os espécimes de M. gymnas nodulíferas foram coletados no Parque 

Estadual do Guartelá (PEG), uma importante unidade de conservação da 

região, localizada no município de Tibagi (Paraná), no Segundo Planalto do 

Estado do Paraná, coordenadas 24°39’10”S e 50°15’25”W (Figura 2). 

Limita-se a leste pela Escapa Devoniana, em altitudes de 800 a 1200m 

acima do nível do mar, e a oeste com o Terceiro Planalto do Estado do 

Paraná, através da Serra da Esperança ou Serra Geral.  

As coletas foram realizadas de julho de 2015 a maio de 2016. O 

material botânico foi removido manualmente ou com auxílio de pás para 

jardinagem e acondicionado em sacos plásticos. Os espécimes encontram-

se no acervo do Herbário da Universidade Estadual de Ponta Grossa. Todo 

o material botânico foi identificado por comparação com exsicatas de 

herbários e por consulta à bibliografia especializada. 
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Dos locais de ocorrência de M. gymnas nodulíferas (Figura 2B) foram 

coletadas amostras de solo (profundidade 0-10 cm) para análises físicos-

químicas. 

 

 

Figura 2.  Localização da zona de amostragem no Estado do Paraná-Brasil (A), Locais de 

coleta no Parque Estadual do Guartelá - Tibagi (B). M. gymnas nativa do Parque Estadual 

do Guartelá (C) 

Fonte: o autor 

 

5.2.2 Isolamento e caracterização morfofisiológica dos 

isolados 

As raízes das plantas coletadas foram lavadas e os nódulos foram 

desinfestados. Cada nódulo permaneceu 30 segundos na solução de 

álcool 70%, 3 minutos em solução de hipoclorito de sódio 3% e logo 

passaram por 10 lavagens consecutivas em água destilada estéril. Os 

nódulos foram inoculados em meio sólido seletivo Yeast-Mannitol-Agar 

(YMA) modificado (VINCENT, 1970). Os cultivos foram incubados a 28 °C, 

por 2 a 7 dias e caracterizados quanto a aspectos morfofisiológicos como 

morfologia da colônia (forma, elevação, borda, superfície, consistência, 

detalhes óticos e coloração), produção de muco e cromogênese da colônia 

em meio YMA com vermelho congo e em meio YMA modificado contendo 

indicador de pH Azul de bromotimol seguindo o “Manual de Curadores de 

Germoplasma da Embrapa Soja” (HUNGRIA & SILVA, 2011). Todas as 

estirpes estão depositadas na “Coleção de microrganismos multifuncionais 

da Embrapa Soja: bactérias diazotróficas e promotoras do crescimento de 

plantas”. 
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5.2.3 BOX-PCR “DNA fingerprinting” 

Para a obtenção dos perfis de rep-PCR utilizou-se o iniciador BOX-

A1R (5’-CTACGGCAAGGCGACGCTGACG-3’) (VERSALOVIC et al., 1994; 

KOEUTH; VERSALOVIC; LUPSKI, 1995), seguindo as modificações 

propostas por KASCHUK (2006) e BATISTA (2007). Os amplicons foram 

separados por eletroforese em gel de agarose 1,5%, utilizando-se o 1kb 

Plus Ladder (Invitrogen) como marcador de peso molecular.  

5.2.4 Sequenciamento dos genes 16S DNAr, recA, gyrB e nodC 

Para a classificação taxonômica e análise filogenética foram 

escolhidos para amplificação por PCR e sequenciamento parcial: o gene 

16S DNAr com os iniciadores 362f (5’-

CTCCTACGGGAGGCAGCAGTGGGG-3’) e 786f (5’-

CGAAAGCGTGGGGAGCAAACAGG-3’) (MENNA et al., 2006) e dois 

genes housekeeping. Para os genes recA e gyrB utilizou-se os iniciadores 

recA-BurkF (5’-AGGACGATTCATGGAAGAWAGC-3’) e recA-BurkR (5’-

GACGCACYGAYGMRTAGAACTT-3’) (SPILKER et al., 2009) e os 

iniciadores gyrB-BurkF (5’-ACCGGTCTGCAYCACCTCGT-3’) e gyrB-BurkR 

(5’-YTCGTTGWARCTGTCGTTCCACTGC-3’) (SPILKER et al., 2009).  

Para a filogenia dos genes de nodulação, um fragmento do gene 

nodC foi amplificado e sequenciado utilizando-se os iniciadores nodCBurkF 

(5’-TRATYGAYATGGAATACTGGC-3’) e nodCBurkR (5’- 

CAGCGGAYATMGTCATTGA-3’) (BOURNAUD et al., 2013). 

Todos os produtos de PCR foram purificados utilizando-se o kit 

Illustra GFX PCR DNA and Gel Band purification kit (GE Healthcare), 

segundo recomendações do fabricante e submetidos à sequenciamento em 

ABI 3500XL (Applied Biosystems). 

As sequências foram depositadas no Genbank (NCBI) e receberam 

os seguintes números de acesso: KY498126-KY498150 para sequências 

do gene 16S DNAr, KY498207-KY498222 para sequências do gene recA, 

KY498191-KY498206 para o gene gyrB e KY498166-KY498190 para o 

gene de nodulação nodC.  
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5.2.5 Análise dos dados moleculares 

 

Um dendograma foi construído com os perfis BOX-PCR utilizando o 

programa Bionumerics (Applied Mathematics, Kortrijk, Bélgica, v.7.0), 

aplicando o algoritmo UPGMA (Unweighted Pair-Group Method with 

Arithmetic mean; (SNEATH & SOKAL; 1973) e coeficiente de Jaccard 

(JACCARD, 1912), com 2% de tolerância. 

As sequências de bases nitrogenadas obtidas no sequenciamento 

foram corrigidas com o programa Bionumerics (Applied Mathematics, 

Kortrijk, Belgium, v. 7.6), alinhadas e analisadas no programa MEGA 

(Molecular Evolutionary Genetics Analysis) versão 6.1.  

Os genes recA e gyrB foram analisados tanto individualmente quanto 

concatenados.  

Para o gene 16S DNAr utilizou-se o algoritmo de Máxima 

Verossimilhança e modelo Tamura 3-parametros (TAMURA, 1992) com 

distribuição G+I (TAMURA et al., 2013).  

Utilizou-se o modelo de distância Tamura Nei (TAMURA; NEI, 1993) 

para o gene nodC e para as sequências individuais e concatenadas dos 

genes recA e gyrB. O suporte estatístico para as árvores foi avaliado por 

bootstrap (FELSENSTEIN, 1985) com 1000 repetições (HEDGES, 1992). 

Os dados de identidade nucleotídica foram gerados mediante 

alinhamento no programa Bioedit (v.7.2.5). 

 

5.3 Resultados 
 

5.3.1 Características físico-químicas dos solos das áreas de 

amostragem de M. gymnas nodulíferas 

Foram coletadas 15 plantas nodulíferas da espécie M. gymnas em 

três áreas do Parque Estadual do Guartelá correspondentes às seguintes 

coordenadas geográficas: área 1 (Latitude 24°33'52.24"S 

Longitude 50°15'3.12"O), área 2 (Latitude  24°33'52.75"S e Longitude  

50°15'10.27"O) e área 3 (Latitude  24°33'51.73"S e Longitude  

50°15'10.79"O) (Figura 2B). 
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Os resultados das análises físico-químicas das áreas de amostragem 

de plantas nodulíferas revelam que o solo da região é arenoso (areia 

superior a 80%, silte entre 4 e 9,5% e argila entre 5,8 e 8%), altamente 

ácido (pH 3,6-3,8), com elevados níveis de alumínio (1,7 – 2,4 cmolc/dm3), 

baixo teor de nutrientes (Ca: 0,2 – 0,3 cmolc/dm3, Mg: 0,1 – 0,2 cmolc/dm3
,
 

K: 0,06 – 0,08 cmolc/dm3
, P: 0,5 – 1,8 mg/dm3) e baixa fertilidade (Corg: 23 – 

30 g/dm3) (Material suplementar S1).  

 

5.3.2 Isolamento e caracterização morfofisiológica de rizóbios  

isolados de nódulos radiculares de M. gymnas 

Um total de 29 rizóbios isolados de nódulos de plantas nativas de M. 

gymnas. Informações detalhadas sobre as características morfofisiológicas 

dos isolados encontram-se no Material Suplementar S2. 

Todos consistiram de bactérias Gram-negativas e produtoras de 

reação ácida em meio YM, com exceção da estirpe CNPso 2995 que 

manteve o meio neutro. A forte acidificação do meio de cultivo foi inclusive 

observada em meio YM acrescido de vermelho congo, visto que muitas das 

bactérias modificaram a coloração do meio para roxo, uma ocorrência 

pouco relatada para rizóbios. 

O tempo de crescimento variou de rápido (até 3 dias) a intermediário 

(6 a 9 dias), sendo que apenas 4 estirpes (CNPSo 3003, 3015, 3017 e 

3021) apresentaram crescimento lento (6 a 9 dias). Todas as estirpes 

apresentaram forma da colônia circular, com exceção de CNPSo 2997 e 

CNPSo 3035 que possuíam forma puntiforme (até 1 mm).  

A produção de muco foi considerada baixa dentre as estirpes e em 

alguns casos moderada. A consistência da massa de crescimento foi, em 

geral, viscosa e gomosa. A CNPSo 3017 apresentou consistência seca e a 

CNPSo 3016 a consistência butírica.  
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5.3.3 BOX-PCR fingerprinting  

 

Figura 3. Dendrograma de similaridade baseado nos perfis de BOX-PCR de rizóbios 

isolados de nódulos de M. gymnas, utilizando o algoritmo UPGMA, coeficiente de Jaccard 

de 2% de tolerância, utilizando o software Bionumerics 7.6. 

 

O valor de 70% de similaridade nos perfis de BOX-PCR, bem como 

em demais análises baseadas em rep-PCR, é sugerido para o 

delineamento de grupos por outros autores (DALL’AGNOL et al., 2016; 

MENNA et al., 2009; KASCHUK et al., 2006). Nesse contexto, observou-se 

a formação de 8 grupos compartilhando mais de 70% de similaridade, 

considerando um valor de tolerância de 2% na construção do 

dendrograma. 

As estirpes do Grupo I CNPSo3021, CNPSo 3023 e CNPSo 3244 

apresentaram perfis idênticos, assim como as estirpes do Grupo III CNPSo 

3005 e CNPSo 3016 e também as estirpes do Grupo VII. Por outro lado, as 

Grupo I 

Grupo II 

Grupo III 

Grupo IV 

Grupo V 

Grupo VI 

Grupo VII 

Grupo VIII 
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estirpes CNPSo 3019 e CNPSo 3006, CNPSo 3010, CNPSo 2998 e P. 

nodosa Br3437T apresentaram perfis únicos. 

 

5.3.4 Análise filogenética do gene 16S DNAr 

A Figura 4 apresenta a árvore gerada pela análise filogenética 

baseada em sequências parciais (~1150 pb) do gene 16S DNAr dos 

rizóbios isolados de M. gymnas. Estirpes tipos de diferentes espécies de 

Paraburkholderi foram incluídas na análise e utilizou-se Cupriavidus como 

outgroup. Todas as estirpes foram classificadas como pertencentes ao 

gênero Paraburkholderia, e exibiram elevada identidade nucleotídica com a 

estirpe tipo de P. nodosa, Br3437T (Material suplementar S3). 

As estirpes foram agrupadas em um grande cluster, sendo que as 

mais divergentes foram CNPSo 3006 (que foi agrupada com P. bannensis 

E25T), e CNPSo 3010 e CNPSo 3011 (agrupadas com P. nodosa Br3437T) 

(Figura 4).  

A similaridade nucleotídica entre os isolados de M. gymnas e P. 

nodosa BR3437T variou de 96,9% (CNPSo 2995, CNPSo 3005, CNPSo 

3008, CNPSo 3017, CNPSo 3023, CNPSo 3187 e CNPSo3248) a 99,8% 

(CNPSo 3011) (Material suplementar S3).  
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Figura 4. Árvore filogenética baseada em sequências parciais do gene 16S DNAr de rizóbios isolados de nódulos radiculares de M. gymnas (Máxima Verossemelhança, 
modelo Tamura 3-parametros com distribuição G+I, 1000 repetições Bootstrap) utilizando o software Mega 6.06.  Valores  de Boostrap superiores a 70% são apresentados. 
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5.3.5 Filogenia dos genes housekeeping recA e gyrB 

Com base nas características morfofisiológicas, filogenia do 16S 

DNAr e perfis de BOX-PCR, 16 isolados que apresentaram perfis 

diferenciados foram selecionados para uma maior definição taxonômica, 

baseada na filogenia de genes housekeeping. 

O Material Suplementar S4 e S5 apresentam, respectivamente, as 

arvores filogenéticas construídas com as sequências individuais dos genes 

recA e gyrB. Além disso, foi construída uma árvore filogenética com as 

sequências concatenadas de ambos os genes (Figura 5).  

As estirpes foram agrupadas em 2 grupos, ambos suportados por 

valores de bootstrap elevado. O grupo I (70% de valor de bootstrap) incluiu 

10 estirpes e a estirpe tipo de P. nodosa. O grupo II (100% de valor de 

bootstrap) incluiu 6 estirpes, no entanto esse grupo não  apresentou 

similaridade com nenhuma espécie de Paraburkholderia conhecida 

(Material suplementar S3). Nota-se que isolados pertencentes aos grupos I 

e II encontram-se no mesmo grupo na árvore filogenética do gene 16S 

DNAr (79% de valor de bootstrap). A estirpe CNPSo 3010 manteve sua 

elevada similaridade com P. nodosa Br3437T (bootstrap=95%). 

Os grupos também foram distintos dos grupos observados nas 

análises por BOX-PCR (Figura 3). Quanto à identidade nucleotídica, os 

isolados apresentaram de 97% a 99,1% de similaridade com a estirpe de P. 

nodosa Br3437T (Material suplementar S6).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



41 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5: Árvore filogenética dos isolados de nódulos de M. gymnas baseada nas 

sequências parciais dos genes recA e gyrB concatenados (Máxima Verossimilhança, 

modelo Tamura-Nei) utilizando o software Mega 6.06. O suporte de bootstrap foi baseado 

em 1000 repetições e valores são apresentados quando superiores a 70%. 

 

5.3.6 Análise filogenética do gene de nodulação nodC 

As sequências parciais do gene nodC (~400 pb) apresentaram uma 

elevada similaridade entre as estirpes de M. gymnas (Figura 6) 

diferentemente dos resultados apresentados nas análises por BOX-PCR e 
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filogenia dos genes, recA e gyrB, apenas em congruência com a filogenia 

do 16S DNAr. Como a sequência parcial do nodC da estirpe tipo de P. 

nodosa não estava disponível nos bancos de dados, utilizou-se a 

sequência da estirpe Br3470, isolada originalmente de M. bimocronata no 

Brasil (CHEN et al., 2005) e também utilizada na descrição da espécie de 

P. nodosa (CHEN et al., 2007). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 6: Árvore filogenética baseada em sequências parciais do gene de nodulação 

nodC de isolados de nódulos de M. gymnas (Máxima Verossimilhança, modelo Tamura-

Nei com 1000 repetições) utilizando o software Mega 6.06. 
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Paraburkholderia sp. CNPSo3248 (KY498190) 

Paraburkholderia sp. CNPSo2999 (KY498170) 

Paraburkholderia sp. CNPSo2994 (KY498166) 

Paraburkholderia nodosa *BR3470 (HE983823.1) 

Paraburkholderia mimosarumT PAS44 (EU386155.1)) 

Paraburkholderia diazotrophicaT JPY461 (FN543616.1) 

Paraburkholderia tuberumT STM678 (AJ306730.1) 
Paraburkholderia dilworthiiT WSM3556 (HG425185.1)) 

Paraburkholderia sprentiaeT WSM5005 (HG425185.1) 

Burkholderia rhynchosiaeT WSM3937 (HG4251184.1) 

Azorhizobium caulinodansT ORS 571 (L18897.1) 

91 

99 

100 

61 
73 

94 
54 

96 
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A identidade nucleotídica encontrada para o gene nodC entre as estirpes 

obtidos de M. gymnas e P. nodosa Br3470 variou de 96,9% a 97,2% 

(Material suplementar S3). 

 

5.4 Discussão 

Uma das características mais singulares dos Campos Gerais é que a 

região possui zonas de transição entre dois biomas brasileiros 

considerados hotspots de biodiversidade: a Mata Atlântica e o Cerrado 

(MYERS, 2000; RITTER et al., 2010), sendo caracterizado como um 

ecótono. 

Ecótonos são áreas únicas, pois unem características físicas e 

biológicas de regiões adjacentes, conferindo uma composição da 

biodiversidade ainda mais rica do que em cada bioma separadamente 

(WILLIAMS, 1996; RITTER et al., 2010; CARMO et al., 2012; BATISTA & 

BASTOS, 2014). Em nosso estudo observamos que alguns atributos físico-

químicos dos solos do Parque Estadual do Guartelá (Material suplementar 

S1) foram similares aos dos solos tipicamente encontrados no Cerrado, 

que se caracterizam por serem arenosos, pobres em nutrientes, possuem 

elevada acidez e elevados níveis de Al (GALLI-TERASAWA et al., 2003; 

BATISTA et al., 2007; MIATTO et al, 2016).  

Os solos das áreas de amostragem de M. gymnas nodulíferas possuem 

pH máximo de 3,8 (Material suplementar 1). O pH do solo é um dos fatores 

que exerce maior influência sobre a diversidade microbiana, provavelmente 

devido ao intervalo estreito para o valor de crescimento ótimo bacteriano, 

(LAUBER et al., 2008; ROUSK et al., 2010; ZHALNINA et al., 2015), assim 

como influencia na composição florística de uma região (CAMARGO-

RICALDE et al., 2002; VIANI et al., 2014). Segundo BORDELEAU & 

PREVOST (1994) grande parte das plantas da família Fabaceae requerem 

um solo alcalino ou ligeiramente ácido para seu crescimento, sendo que 

problemas na nodulação são esperados com pH abaixo de 5.5. Fato esse 

que não condiz com nossos resultados e levantamentos realizados na 

região, visto que os Campos Gerais possuem uma grande riqueza e 

abundância de leguminosas (CARMO, 2006; MORO & CARMO, 2007; 

CERVI & VON LINSINGEN, 2007; RITTER et al., 2010) sendo muitas delas 
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recentemente relatadas como nodulíferas (KLEPA et al., 2016). Pode-se 

sugerir que micro e macrossimbiontes estejam adaptados às condições 

locais. 

Outro fator determinante é a concentração de Al no solo, e constatamos 

níveis elevados nos solos em estudo (Material suplementar 1). Em 

condições de baixo pH (pH <5) o Al passa à forma trivalente Al3+ que, em 

concentrações elevadas, é toxico e identificado como o principal fator 

limitante na viabilidade da planta em 67% de todos os solos de pH baixo 

(FERGUSON et al., 2013). Altos níveis de Al3+ no solo também inibem o 

desenvolvimento e funcionalidade de nódulos radiculares (KOCHIAN, 2004; 

FERGUSON et al., 2013) alterando assim o processo FBN.  

Apesar das condições encontradas nos solos do Parque Estadual do 

Guartelá serem relatadas como influencias negativas ao estabelecimento 

da simbiose rizóbio-leguminosa, relatamos a ocorrência de nodulação de 

plantas nativas dos Campos Gerais, pertencentes a diversas espécies, em 

especial do gênero Mimosa (KLEPA et al., 2016).   

Mimosa L. possui mais de 500 espécies e é o segundo maior gênero da 

subfamília Mimosoideae (SIMON et al., 2011). Tem como principais centros 

de diversidade na América do Sul o Brasil, Paraguai, Uruguai, Argentina e 

o Centro-sul do México. O Brasil é considerado seu maior centro de 

diversificação, mais especificamente em áreas relacionadas aos Biomas 

Cerrado e a Caatinga, com várias espécies nativas e elevado grau de 

endemismo (BARNEBY, 1991; SIMON & PROENÇA, 2000; CHEN et al., 

2007; DOS REIS JR. et al., 2010). Muitas dessas espécies são 

encontradas na região dos Campos Gerais (CARMO, 2006; MORO & 

CARMO, 2007; CERVI & VON LINSINGEN, 2007; RITTER et al., 2010).  

Em nosso estudo utilizamos a espécie M. gymnas, por ser bastante 

representativa na região dos Campos Gerais (REFLORA, 2016).  A espécie 

associa-se normalmente a afloramentos areníticos e, com menos 

frequência, em áreas de transição de campo com floresta ombrófila mista. 

Sua morfologia promove rápida identificação por tratar-se de um 

subarbusto reptante com ramos marcadamente achatados. Acredita-se que 

essa característica dos ramos lhe confere uma vantagem adaptativa quanto 

à fixação ao substrato, pois M. gymnas normalmente ocorre em ambientes 
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íngremes (TAMASHIRO & ESCOBAR, 2016). A ocorrência de nódulos 

radiculares em M. gymnas foi relatada pela primeira vez no presente 

estudo assim como a diversidade de seus microssimbiontes.  

Em nosso trabalho verificamos a preferência entre o gênero Mimosa e 

simbiontes pertencentes à classe Betaproteobacteria na América do Sul. A 

filogenia do gene ribossomal 16S DNAr revelou que todos os isolados de 

M. gymnas são pertencentes ao gênero Paraburkholderia (Figura 4). A 

nodulação de leguminosas por betaproteobacterias foi relatada por outros 

autores (DOS REIS JR. et al., 2010; BONTEMPS et al., 2010; 

GYANESHWAR et al., 2011; WALKER et al., 2015; DALL’AGNOL et al., 

2016), porém poucas vezes foi realizado o isolamento a partir de nódulos 

nativos, o qual é essencial, pois relata fielmente a associação entre 

hospedeiro, microssimbionte e ambiente. 

Os gêneros Paraburkholderia e Caballeronia foram recentemente 

criados visando a reclassificação de espécies de importância ambiental 

originalmente pertencentes ao gênero Burkholderia (SAWANA et al., 2014; 

DOBRITSA & SAMADPOR, 2016). Esses os três gêneros têm em comum a 

excepcional versatilidade metabólica e funcional (COENYE & VANDAMME, 

2003; COMPANT et al., 2008; KOST et al., 2013; DA COSTA et al., 2014) e 

encontram-se normalmente associadas a condições adversas como solos 

nutricionalmente pobres, ambientes contaminados, altos níveis de Al e pH 

ácido (KUNITO et al., 2012; PÉREZ‐PANTOJA et al., 2012; KOST et al., 

2013; DA COSTA et al., 2014), assim como foi observado no presente 

trabalho. No entanto, informações sobre sua ecologia, biogeografia e 

diversidade ainda são escassos.  

O gênero Mimosa é um modelo em estudos de taxonomia de rizóbios 

por ser nodulada não apenas por alfaproteobacterias mas também por 

betaproteobacterias (BARRET & PARKER, 2006; LIU et al., 2012; SHEU et 

al., 2013; BONTEMPS et al., 2016). Beta-rizóbios são os principais 

simbiontes de mimosoídeas na América do Sul (CHEN et al., 2007; DOS 

REIS JR. et al., 2010; BOURNAUD et al., 2013). BARRETT & PARKER 

(2006) analisaram a diversidade de rizóbios de duas espécies de Mimosa 

sp. de diferentes regiões da Costa Rica. Os autores constataram a co-

ocorrência de três diferentes gêneros de alfa e betaproteobactérias em 
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uma mesma planta hospedeira, cujas populações de microssimbiontes 

variaram conforme a localização geográfica e fatores ambientais locais. Já 

no México, espécies do gênero Mimosa são noduladas por 

alfaproteobacterias (BONTEMPS et al., 2016).  

Assim como em nossos resultados, STOPNISEK et al.(2013) 

relataram que espécies de Burkholderia/Paraburkholderia possuem notável 

vantagem competitiva em solos com pH ácido. Ainda, DALL’AGNOL et al. 

(2016), utilizando feijoeiro (Phaesolus vulgaris) como planta-isca para 

isolamento de rizóbios de solos do “Cerradão”, relataram que aqueles 

pertencentes ao gênero Rhizobium (usual microssimbiontes do feijoeiro) 

representaram apenas uma pequena proporção dos simbiontes isolados, 

enquanto a maioria foi classificado como Paraburkholderia sp. 

Alguns isolados de M. gymnas apresentaram valores de similaridade 

nucleotídica do 16S DNAr abaixo de 97% com relação a P. nodosa Br3437T 

(Material suplementar 3), o que levou à utilização de análises adicionais 

para uma melhor definição taxonômica.  

A utilização de sequências concatenadas dos genes housekeeping 

recA (~ 650 pb) e gyrB (~700 pb) permitiu uma melhor definição da 

taxonomia das estirpes em estudo (Figura 5). Esses genes foram 

escolhidos por serem comumente adotados em MLSA (Multilocus 

sequence analysis) e definição de novas espécies de rizóbios (LV et al., 

2016) além de serem especificamente eficientes para filogenia e taxonomia 

do gênero Paraburkholderia (BOURNAUD et al., 2013; DALL’AGNOL et al., 

2016). 

 Os isolados foram separados em dois grupos principais, sendo o 

primeiro agrupando alguns dos isolados com P. nodosaT e o segundo 

grupo formado unicamente por isolados de M. gymnas, com valor de 

bootstrap de 100%. Os isolados do segundo grupo exibiram identidade 

nucleotídica do 16S DNAr menor ou igual a 97% em relação à estirpe tipo 

P. nodosa; tais dados filogenéticos preliminares somados ao caráter 

endêmico da planta hospedeira indicam que os isolados CNPSO3248, 

CNPSo 3023, CNPSo 3008, CNPSo 3016, CNPSo 3003 e CNPSo 2995 

requerem estudos específicos pois podem representar uma nova espécie 

do gênero (VANDAMME et al., 1996).  
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A filogenia dos genes 16S DNAr combinada com a análise de genes 

housekeeping conferem uma elevada resolução taxonômica, servindo 

como base para reclassificação e proposta de novas espécies de 

Paraburkholderia (GYANESHWAR et al., 2011; ESTRADA-DE LOS 

SANTOS et al., 2013; , GAO et al., 2016; BOURNAUD et al., 2016; LV et 

al., 2016; DOBRITSA & SAMADPOUR, 2016). Os genes recA e gyrB foram 

especialmente selecionados para tal finalidade por permitir uma eficiente 

classificação de rizóbios (DELAMUTA et al., 2012; GAO et al., 2016), em 

especial do gênero Paraburkholderia (DALL’AGNOL et al., 2016; LV et al., 

2016). 

Genes de nodulação são usualmente utilizados em estudos 

filogenéticos de rizóbios por serem exclusivos desse grupo e 

intrinsicamente relacionados com a interação planta-leguminosa. A 

filogenia do gene nodC é inclusive utilizada na definição de simbiovares de 

rizóbios, por sua importância central na síntese dos fatores Nod e, 

consequentemente, especificidade hospedeira (ROGEL et al., 2011). 

Quanto à filogenia do gene de nodulação nodC de estirpes de M. gymnas, 

observou-se a formação de um único grupo (Figura 6) que não incluiu 

nenhuma estirpe tipo; as sequências exibiram similaridade nucleotídica 

com o gene nodC de P. nodosa Br3470 de 96,9 e 97,2% (Material 

Suplementar S3). A espécie P. nodosa foi exclusivamente isolada no Brasil 

e é capaz de nodular Piptadenia, Parapiptadenia, Anadenanthera 

(BOURNAUD et al., 2013) e até Phaseolus vulgaris (DALL’AGNOL et al., 

2016).  

A variabilidade do gene nodC em beta-rizóbios é significativamente 

menor quando comparada com alfa-rizóbios (BONTEMPS et al., 2010). 

Supõe-se que as espécies de Paraburkholderia que nodulam leguminosas 

evoluíram de espécies diazotróficas indígenas do solo ou endofíticas que 

receberam os genes simbióticos via transferência horizontal (MOULIN et 

al., 2015; BONTEMPS et al., 2010).  

No entanto, verifica-se uma elevada congruência entre os complexos 

de espécies de Paraburkholderia e clados formados em análises 

filogenéticas de genes de nodulação, o que indica que a ocorrência de 

transferência lateral de genes simbióticos entre beta-rizóbios foi bastante 
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limitada (GYANESHWAR et al., 2011; BONTEMPS et al., 2010; 

BONTEMPS et al., 2010; DALL’AGNOL et al., 2016); o mesmo foi 

observado em nossos resultados onde todas as estirpes apresentam um 

caráter monofilético em relação à filogenia do  gene nodC.  

 

5.5 Considerações finais 

Durante muitos anos, os rizóbios foram estudados baseados em sua 

interação com espécies da família Fabaceae de importância agronômica. 

Assim, os rizóbios eram essencialmente definidos como polifiléticos e 

distribuídos entre quatro famílias de alfaproteobacterias, capazes de 

estabelecer interação simbiótica com uma ampla gama de gêneros de 

leguminosas. 

Recentemente, com a intensificação da utilização de leguminosas 

nativas como modelos de estudo em diferentes localidades somada à 

revolução da filogenética molecular, novos táxons bacterianos foram 

descritos com base em sua capacidade de nodular leguminosas, em 

especial pertencentes à classe Betaproteobacteria. Diferente dos rizóbios 

“clássicos”, os beta-rizóbios possuem uma história evolutiva divergente e 

pouco elucidada e são particularmente associados a espécies pertencentes 

à subfamília Mimosoideae. Enquanto alfa-rizóbios são reconhecidos por 

serem taxonomicamente heterogêneos e polifiléticos, a capacidade de 

nodulação é restrita a poucos grupos de betaproteobactérias e de aparente 

origem monofilética (BONTEMPS et al., 2010; BOURNAUD et al., 2013). 

O Brasil, seguido do México, é o principal centro de radiação do 

gênero Mimosa, muitas das quais são endêmicas particularmente em áreas 

de altitude (SIMON et al., 2011). Considerando o elevado grau de 

endemismo dessas leguminosas no Brasil, o país também representa um 

dos principais centros de diversidade de beta-rizóbios (MOULIN et al., 

2015). As análises filogenéticas das estirpes de Paraburkholderia isoladas 

de M. gymnas nativas e endêmicas do Brasil confirmam que o gênero é o 

principal simbionte do gênero Mimosa no Brasil; o mesmo não ocorre no 

México, onde plantas do gênero Mimosa são preferencialmente noduladas 

por alfaproteobacterias e os solos são neutros/alcalinos (BONTEMPS et al., 

2016). 
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Ainda, as análises filogenéticas dos genes 16S DNAr, recA e gyrB 

indicam a existência de um grupo de estirpes que foram suficientemente 

distintos das espécies bacterianas estabelecidas e, portanto, representam 

uma potencial nova espécie de beta-rizóbio. 

Portanto, estudos de diversidade de rizóbios isolados de nódulos de 

leguminosas endêmicas e nativas são essenciais na investigação e 

resolução das relações evolutivas entre os simbiontes e permitem o 

isolamento e caracterização de novos grupos taxonômicos de rizóbios. 
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6 Conclusão: 

O Brasil é um país considerado megadiverso, inclusive em sua 

microbiota. Estudos com plantas associadas à rizóbios em áreas nativas 

são essenciais para a compreensão da evolução de macro e 

microssimbionte, e também pelo fato de que a associação entre bactérias 

fixadoras de nitrogênio e plantas da família Fabaceae podem auxiliar na 

recuperação de áreas degradas. Tais estudos são excassos, 

principalmente na região Sul do Brasil, portanto, o presente trabalho 

realizou o primeiro levantamento de bactérias diazotróficas na região dos 

Campos Gerais (Paraná, Brasil) e relatou por primeira vez a presença de 

nódulos radiculares em M. gymnas. Nosso trabalho corrobora com estudos 

que demonstram que os simbiontes preferenciais de Mimosa na América 

do Sul pertencem à classe Betaproteobacteria, pois todas as estirpes 

isoladas são pertencentes ao gênero Paraburkholderia. Além disso, confere 

suporte para a constatação da forte influência de componentes físico-

químicos do solo na diversidade de microssimbiontes.  

Visto que o estudo ainda relatou um grupo de estirpes que podem 

representar uma nova espécie, metodologias específicas com o intuito de 

descrever uma espécie do gênero Paraburkholderia serão realizadas. 
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8 Material suplementar 

Material suplementar S1 - Análises químicas e físicas dos solos das áreas 

de amostragem de M. gymnas nodulíferas. As coordenadas geográficas 

das áreas de coleta 1, 2 e 3 encontram-se descritas no item 5.1. 

Análises químicas 

Atributo Unidade Área 1 Área 2 Área 3 

pH em CaCl2  3,6 3,6 3,8 

H + Al cmolc/dm3 10,45 10,45 9,01 

Al trocável cmolc/dm3 2,1 2,4 1,7 

Ca trocável cmolc/dm3 0,3 0,2 0,2 

Mg trocável cmolc/dm3 0,2 0,1 0,1 

K trocável cmolc/dm3 0,08 0,07 0,06 

P mg/dm3 1,0 1,8 0,5 

C-orgânico g/dm3 23 30 24 

CTC a pH 7,0 cmolc/dm3 11,03 10,82 9,37 

CTC efetiva cmolc/dm3 2,68 2,77 2,06 

Sat. por bases (V) % 5,3 3,4 3,8 

Sat. por Al (m) % 78,4 86,6 82,5 

Sat. por Ca % 2,7 1,8 2,1 

Sat por Mg % 1,8 0,9 1,1 

Sat. por K % 0,7 0,6 0,6 

Relação Ca/Mg  1,5 2,0 2,0 

Relação Ca + Mg/K  6,3 4,3 5,0 

Relação Ca + Mg/K  6,3 4,3 5,0 

Análises físicas 

Areia (g kg -1) 825 863 902 

Argila (g kg -1) 80 77 58 

Silte (g kg -1) 95 60 40 
 

H + Al = Solução tampão SMP; Al Ca e Mh trocáveis = KCl 1 mol/L; P e K = Mehlich-1 e C-orgânico = Walkey-

Black
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Material Suplementar S2 – Características morfofisiológicas das colônias de rizóbios isolados de M. gymnas. As coordenadas 

geográficas das áreas de coleta 1, 2 e 3 encontram-se descritas no item 5.1.  

 

Isolado 
(CNPSo) 

Área 
de 

coleta 
Crescimento1 

Diâmetro 
colônias 

(mm) 

pH 
BTB2 

Forma Elevação Borda Superfície 
Produção 
de muco 

Consistência 
Detalhes 
ópticos 

Cromogênese 
da colônia 

BTB2 

Cromogênese 
da Colônia 

VC3 

2994 2 Rápido 1,15 Ácido Circular Lenticular Inteira Lisa Escassa Gomosa Opaco Creme 
Levemente 

rosa 

2995 3 Rápido 2,8 Neutro Circular Lenticular Inteira Lisa Escassa Gomosa Opaco Branco 
Levamente 

rosado 

3010 3 Rápido 1,8 Ácido Circular Lenticular Denteada Rugosa Escassa Gomosa Opaco Creme Rosa 

2997 3 Rápido 0,6 Ácido Puntiforme Convexo Inteira Lisa Pouca Viscosa Opaco Branco Branco 

3032 3 Rápido 1,8 Ácido Circular Convexo Lobada Lisa Pouca Gomosa Opaco Branco Branco 

3035 3 Rápido 0,9 Ácido Puntiforme Convexo Inteira Lisa Moderada Viscosa Opaco Branco Branco 

3186 3 Rápido 1,1 Ácido Circular Convexo Denteada Rugosa Moderada Viscosa Opaco Branco 
Levemente 

rosado 

2998 1 Intermediária 1,9 Ácido Circular Lenticular Ondulada Lisa Pouca Viscosa Opaco Branco 
Levemente 

rosado 

2999 1 Rápido 1,5 Ácido Circular Lenticular Ondulada Lisa Escassa Viscosa Opaco Branco 
Levemente 

rosado 

3011 1 Rápido 2,5 Ácido Circular Lenticular Ondulada Lisa Moderada Gomosa Opaco Branco 
Levemente 

rosado 

3019 1 Rápido 2 Ácido Circular Lenticular Inteira Lisa Moderada Viscosa Opaco Branco 
Levemente 

rosado 

3003 2 Rápido 1,7 Ácido Circular Lenticular Ondulada Lisa Pouca Viscosa Opaco Creme Rosa 

3015 2 Rápido 2,2 Ácido Circular Lenticular Denteada Lisa Moderada Viscosa Opaco Creme Rosa 

3009 2 Rápido 1,8 Ácido Circular Lenticular Denteada Lisa Pouca Viscosa Opaco Branco 
Levemente 

rosado 

3005 2 Lento 3 Ácido Circular Lenticular Ondulada Lisa Pouca Gomosa Opaco Branco Rosa 
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3016 2 Lento 1,8 Ácido Circular Lenticular Denteada Rugosa Pouca Butírica Opaco Amarelo Rosa 

3006 3 Intermediária 2,8 Ácido Circular Lenticular Inteira Lisa Moderada Gomosa Opaco Creme Rosa 

3008 2 Intermediária 2,4 Ácido Circular Lenticular Denteada Lisa Moderada Gomosa Opaco Amarelo Rosa 

3017 2 Lento 3 Ácido Circular Lenticular Inteira Lisa Pouca Seca Opaco Creme 
Levemente 

rosado 

3021 2 Lento 1 Ácido Irregular Lenticular Inteira Lisa Pouca Gomosa Opaco Creme Rosa 

3023 2 Intermediária 1,75 Ácido Circular Lenticular Denteada Lisa Pouca Butírica Opaco Amarelo Rosa 

3187 2 Intermediária 2,51 Ácido Circular Lenticular Ondulada Rugosa Pouca Gomosa Opaco Branco Rosa 

3241 1 Intermediária 2 Ácido Circular Plana Inteira Lisa Pouca Gomosa Opaco Branco Rosa 

3242 1 Intermediária 3 Ácido Circular Plana Lobada Rugosa Pouca Gomosa Opaco Creme Rosa 

3244 1 Intermediária 2 Ácido Circular Plana Lobada Rugosa Pouca Gomosa Opaco Creme 
Levemente 

rosado 

3245 1 Intermediária 1,5 Ácido Circular Plana Lobada Rugosa Pouca Gomosa Opaco Creme Rosa 

3246 1 Intermediária 2 Ácido Circular Plana Ondulada Rugosa Pouca Gomosa Opaco Creme Rosa 

3247 1 Intermediária 2 Ácido Circular Plana Inteira Lisa Pouca Gomosa Opaco Creme Branco 

3248 3 Intermediária 2 Ácido Circular Plana Denteada Rugosa Pouca Gomosa Opaco Creme Avermelhado 
1Rápido: até 3 dias; Intermediária: de 4 a 5 dias; Lento: 6 de 9 dias  

2BTB: azul de bromotimol 

3VC: vermelho congo 
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Material suplementar S3 –Identidade nucleotídica (em percentual) entre 

as sequências parciais do gene 16S DNAr de P. nodosa Br3437T e do gene 

de nodulação nodC de P. nodosa Br3470* com os rizóbios isolados de 

nódulos radiculares de M. gymnas. 

 

Estirpes isoladas de M. gymnas 
16S 

DNAr nodC 

Paraburkhoderia sp. CNPSo3032 96,9 97,2 

Paraburkhoderia sp. CNPSo3035 97,1 97,2 

Paraburkholderia sp. CNPSo3187 97,2 97,2 

Paraburkholderia sp. CNPSo2995 96,9 97,2 

Paraburkholderia sp. CNPSo2997 97 97,2 

Paraburkholderia sp. CNPSo2998 97,1 97,2 

Paraburkholderia sp. CNPSo2999 97 96,9 

Paraburkholderia sp. CNPSo3003 97 97,2 

Paraburkholderia sp. CNPSo3005 96,9 97,2 

Parburkholderia sp. CNPSo3006 97,3 97,2 

Paraburkholderia sp. CNPSo3008 96,9 97,2 

Paraburkolderia sp. CNPSo3009 97,2 97,2 

Paraburkholderia sp. CNPSo3010 97,6 97,2 

Paraburkholderia sp. CNPSo3011 98 97,2 

Paraburkholderia sp. CNPSo3015 97,1 97,2 

Paraburkholderia sp. CNPSo3016 97 97,2 

Paraburkholderia sp. CNPSo3017 96,9 97,2 

Paraburkholderia sp. CNPSo3019 97,3 97,2 

Paraburkholderia sp. CNPSo3021 97 97,2 

Paraburkholderia sp. CNPSo3023 96,9 97,2 

Paraburkholderia sp. CNPSo3186 97,1 97,2 

Paraburkholderia sp. CNPSo3241 97 97,2 

Paraburkholderia sp. CNPSo3248 96,9 97,2 

Paraburkholderia sp.CNPSo3247 97,2 97,2 
 

*A sequência do gene nodC da estirpe tipo de P.nodosa não está depositada em bancos 

de dados, sendo substituída pela sequência correspondente da estirpe Br3470. 
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Material suplementar S4 - Árvore filogenética baseada em sequências 

parciais do gene recA de isolados de nódulos de M. gymnas (Máxima 

Verossemelhança, modelo Tamura-Nei com 1000 repetições) utilizando o 

software Mega 6.06. 

 

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3003

 Paraburkholderia sp. CNPSo 2995

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3016

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3008

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3023

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3248

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3010

 Paraburkholderia nodosa Br3437 (HQ398586.1)

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3247 

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3006

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3009

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3019

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3011

 Paraburkholderia sp. CNPSo 2998

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3186

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3032

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3241

 Paraurkholderia mimosarum PAS44 (EU294396.1)

 Paraburkholderia tropica LMG 22274 (HQ849161.1)

 Paraburkholderia ferrariae LGM 23612 (HQ398577.1)

 Paraburkholderia sacchari LMG 19450 (HQ849156.1)

 Paraburkholderia silvatlantica LMG 23149 (HQ849157.1)

 Paraburkholderia caribensis LMG 18531(AY619662.1)

 Paraburkholderia terrae LMG 23368 (HQ398598.1)

 Paraburkholderia diazotrophica JPY461T (FN543898)

 Paraburkholderia phymatum LMG21445 (AY619667.1)

 Paraburkholderia sprentiae WSM5005 (HE994077.1)

 Paraburkholderia tuberum STM 678 (AY619674.1)

 Burkholderia phenazinium LMG 2247 (HQ849149.1)

 Paraburkholderia fungorum LMG 16225 (AJ549505.1)

 Paraburkholderia phytofirmans PsJN (CP001052)

 Paraburkholderia terricola LMG 20594 (HQ398599.1)

 Paraburkholderia graminis C4D1M (AY619653.1)

 Paraburkholderia caledonica LMG 19076 (HQ849134.1)

 Paraburkholderia dilworthi WSM3556 (HE9946060)

 Paraburkholderia rhynchosiae WSM3937 (HE99464.1)

 Cupriavidus taiwanensis LMG 19424 (CU633749.1)

91

76

91

95

70

77

90

95

95

0.02  
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Material suplementar S5 - Árvore filogenética baseada em sequências 

parciais do gene gyrB de isolados de nódulos de M. gymnas (Máxima 

Verossemelhança, modelo Tamura-Nei com 1000 repetições) utilizando o 

software Mega 6.06. 

 

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3186

 Paraburkholderia sp. CNPSo 2998

 Paraburkholderia sp.CNPSo 3032

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3009

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3006

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3019

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3011

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3241

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3010

 Paraburkholderia nodosa Br3437 (HQ849201.1)

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3247

 Paraburkholderia silvatlantica LMG 23149 (HQ849213.1)

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3016

 Paraburkholderia sp. CNPSo 2995

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3003

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3008

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3023

 Paraburkholderia sp. CNPSo 3248

 Paraburkholderia ferrariae LMG 23612 (HQ849193.1)

 Paraburkholderia mimosarum LMG 23256 (HQ849202.1)

 Paraburkholderia sacchari LMG 19450 (HQ849212.1)

 Paraburkholderia tropica LMG 22274 (HQ849216.1)

 Paraburkholderia diazotrophica LMG 26031 (KM655754.1)

 Paraburkholderia phymatum STM815(HQ849208.1)

 Paraburkholderia caribensis LMG 18531 (HQ849190.1)

 Paraburkholderia terrae NBRC 100964 (NZ BBJK01000006.1)

 Paraburkholderia sprentiae WSM5005 (HE994059.1)

 Paraburkholderia tuberum STM678 (HQ849217.1)

 Paraburkholderia caledonica LMG 19076 (HQ849189.1)

 Paraburkholderia graminis LMG 18924 (HQ849199.1)

 Paraburkholderia dilworthii WSM3556 (HE994041.1)

 Burkholderia rhynchosiae WSM3937T (HE994045.2)

 Paraburkholderia terricola LMG 20594 (HQ849215.1)

 Paraburkholderia phenazinium LMG 2247 (HQ849206.1)

 Paraburkholderia fungorum LMG 16225 (HQ849194.1)

 Paraburkholderia phytofirmans PsJN (NC 010681.1)

 Cupriavidus taiwanensis LMG19424 (CU633749.1)

100

79

73

72

94

98

70

86

98

100

75

73

72

0.05  



86 
 

Material suplementar S6 - Identidade nucleotídica em percentual dos 

genes recA, gyrB e sequências concatenadas recA-gyrB entre a estirpe P. 

nodosa Br3437T e rizóbios isolados de nódulos de M. gymnas. 

 

Isolados de M. gymnas  recA gyrB recA + gyrB 

Paraburkholderia sp. CNPSo 2995 98,5 95,5 97 

Paraburkholderia sp. CNPSo 2998 99,2 98,9 99 

Paraburkholderia sp. CNPSo 3003 98,5 95,5 97 

Paraburkholderia sp. CNPSo 3006 99,2 99,1 99,1 

Paraburkholderia sp. CNPSo 3008 98,5 95,5 97 

Paraburkholderia sp. CNPSo 3009 99,2 99,1 99,1 

Paraburkholderia sp. CNPSo 3010 99,8 99,2 99,5 

Paraburkholderia sp. CNPSo 3011 99,2 99,1 99,1 

Paraburkholderia sp. CNPSo 3016 98,5 95,5 97 

Paraburkholderia sp. CNPSo 3019 99,2 99,1 99,1 

Paraburkholderia sp. CNPSo 3023 98,5 95,5 97 

Paraburkholderia sp. CNPSo 3032 99,2 98,9 99 

Paraburkholderia sp. CNPSo 3186 99,2 98,9 99 

Paraburkholderia sp. CNPSo 3241 99 99,1 98,9 

Paraburkholderia sp. CNPSo 3247 99,2 98,9 99 

Paraburkholderia sp. CNPSo 3248 98,5 95,5 97 

 

 


