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RESUMO 
 

A podridão negra, causada por Xanthomonas campestris pv. campestris (Xcc), é 

considerada a doença bacteriana mais importante das brássicas no mundo. Apesar 

dos esforços para o manejo, sua ocorrência é comum em cultivos de brássicas. O 

conhecimento dos nichos de sobrevivência e mecanismos de disseminação de Xcc 

são de extrema importância para o manejo eficiente da podridão negra. Este trabalho 

avaliou a sobrevivência de Xcc em nichos ecológicos, assim como o potencial de 

disseminação da bactéria por insetos. Para identificar as plantas daninhas que podem 

favorecer a sobrevivência epifítica de Xcc, assim como novas hospedeiras 

sintomáticas da bactéria, coletas foram realizadas em seis campos de cultivo de 

brássicas do estado de São Paulo, em 2017 e 2018. A capacidade endofítica do 

isolado 3098C de Xcc, resistente a rifampicina, foi avaliada em quatro experimentos 

em casa de vegetação, entre 2017 e 2019, utilizando-se 23 espécies de plantas 

daninhas e dois métodos de inoculação. Em campo, quatro experimentos foram 

instalados entre 2017 e 2019 para avaliar a sobrevivência de Xcc na filosfera e 

rizosfera de 20 espécies de plantas cultivadas. A sobrevivência do isolado 3098C na 

rizosfera do repolho cultivado em seis tipos de solos também foi avaliada, em quatro 

experimentos. Além da sobrevivência, a disseminação de Xcc por Bemisia tabaci e 

Myzus persicae foi avaliada em experimentos em condições controladas. Como 

resultados, 30 espécies de plantas daninhas de 14 famílias botânicas foram coletadas 

dos seis campos de cultivo de brássicas, sendo Xcc recuperada da filosfera de 25 

espécies. Em plantas sintomáticas, a bactéria foi isolada de Bidens pilosa (picão 

preto), Coronopus didymus (mentruz rasteiro), Galinsoga parviflora (picão branco), 

Ipomoea nil (corda de viola), Lepidium virginicum (mentruz), Raphanus raphanistrum 

(nabiça), Raphanus sativus (nabo forrageiro) e Sonchus oleraceus (serralha). Nos 

experimentos em casa de vegetação, Xcc foi recuperada de todas as plantas 

daninhas, porém os períodos de sobrevivência endofítica variaram entre as espécies. 

A presença de ferimentos pode ter favorecido a sobrevivência endofítica de Xcc nos 

tecidos de algumas espécies. Na filosfera das plantas cultivadas, a bactéria 

sobreviveu por até 70 dias no repolho, tomate, trigo, aveia preta, nabo forrageiro e 

pimentão, por até 63 dias em abóbora e mostarda, e por até 56 dias no feijão. Na 

rizosfera das plantas cultivadas, Xcc apresentou baixa sobrevivência em comparação 

ao solo na ausência de plantas para a maioria das espécies avaliadas, sendo o maior 



 

 

período de sobrevivência observado na rizosfera do repolho (70 dias). Baixa 

sobrevivência da bactéria ocorreu na rizosfera do repolho quando cultivado em 

diferentes solos. Bemisia tabaci e M. persicae aparentemente não estão envolvidos 

na disseminação de Xcc.  

 

Palavras-chave: Bactéria. Plantas daninhas. Plantas cultivadas. Solo. Insetos. 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

  



 
 

 

ABSTRACT 

 

Black rot, caused by Xanthomonas campestris pv. campestris (Xcc), is considered the 

most important bacterial disease of brassica worldwide. Despite management efforts, 

its occurrence is common in brassica crops. Knowledge of survival niches and Xcc 

dissemination mechanisms are extremely important for the efficient management of 

black rot. This study evaluated Xcc survival in ecological niches, as well as the potential 

for the bacterium dissemination by insects. To identify the weeds that may favor Xcc 

epiphytic survival, as well as new symptomatic hosts of the bacterium, collections were 

carried out in six brassica crop fields in São Paulo State, in 2017 and 2018. The 

endophytic capacity of Xcc 3098C strain, resistant to rifampicin, was evaluated in four 

greenhouse experiments between 2017 and 2019, using 23 weed species and two 

inoculation methods. In the field, four experiments were conducted between 2017 and 

2019 to assess Xcc survival in the phyllosphere and rhizosphere of 20 crop species. 

The survival of 3098C strain in cabbage rhizosphere, grown in six soils types, was also 

evaluated in four experiments. In addition to survival, Xcc dissemination by Bemisia 

tabaci and Myzus persicae was evaluated in experiments under controlled conditions. 

As a result, 30 weed species from 14 botanical families were collected from the six 

brassica crop fields, and Xcc was recovered from the phyllosphere of 25 species. In 

symptomatic plants, the bacterium was isolated from Bidens pilosa (hairy beggarticks), 

Coronopus didymus (swinecress), Galinsoga parviflora (gallant soldier), Ipomoea nil 

(whiteedge morning-glory), Lepidium virginicum (virginia pepperweed), Raphanus 

raphanistrum (wild radish), Raphanus sativus (cultivated radish) and Sonchus 

oleraceus (common sowthistle). In greenhouse experiments, Xcc was recovered from 

all weeds, but the periods of endophytic survival varied among species. The presence 

of wounds may have favored Xcc endophytic survival in some species tissues. In crops 

phyllosphere, the bacterium survived for up to 70 days in cabbage, tomato, wheat, 

black oat, turnip and pepper, for up to 63 days in pumpkin and mustard, and for up to 

56 days in beans. In crops rhizosphere, Xcc showed low survival compared with the 

soil without plants for most of the species evaluated, being the longest survival period 

observed in cabbage rhizosphere (70 days). Low bacterial survival occurred in 

cabbage rhizosphere when grown in different soils. Bemisia tabaci and M. persicae 

are apparently not involved in Xcc dissemination. 
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INTRODUÇÃO GERAL 

 

A família Brassicaceae é composta por aproximadamente 3.709 espécies e mais 

de 338 gêneros distribuídos pelo mundo, incluindo plantas de grande importância 

econômica usadas na alimentação como vegetais, óleos e condimentos, na indústria 

para produção de biodiesel e bioprodutos, assim como forragens e ornamentais 

(WARWICK, 2011; ANJUM et al., 2012). Dentre as espécies utilizadas para a 

alimentação humana, destaca-se o cultivo de Brassica oleracea L., que compreende 

as variedades: repolho, brócolis, couve-flor, couve-de-folha, couve-tronchuda e 

couve-de-bruxelas (FILGUEIRA, 2008; MICHEREFF et al., 2012). A produção 

mundial de brássicas em 2017 foi de aproximadamente 97,4 milhões de toneladas, 

sendo China e Índia os maiores produtores mundiais (FAOSTAT, 2019). O Brasil 

nesse mesmo período produziu 82,6 mil toneladas (HORTIFRUTI, 2019). 

Dentre as doenças que ocorrem em cultivos de brássicas e causam grandes 

danos, destaca-se a podridão negra, causada pela bactéria Xanthomonas campestris 

pv. campestris (Pammel) Downson 1939 (Xcc) (WILLIAMS, 1980; MARINGONI; 

SILVA JÚNIOR, 2016). Essa doença foi descrita pela primeira vez por Garman, 1890, 

em repolho no Kentucky, EUA, porém a natureza patogênica do agente causal foi 

comprovada cinco anos mais tarde por Pammel (ALVAREZ, 2000; VICENTE; 

HOLUB, 2013). Atualmente, a podridão negra encontra-se presente em todos os 

países onde há cultivo de brássicas, sendo considerada um problema em regiões 

tropicais, subtropicais e continentais úmidas. Em regiões frias também ocorre, porém 

raramente evolui a ponto de causar danos às plantas (WILLIAMS, 2007; LEMA et al., 

2012). 

No campo os sintomas da podridão negra são observados em qualquer estádio 

fenológico de desenvolvimento das plantas, e se caracterizam por lesões amarelas 

nas margens das folhas em formato de “V” e o escurecimento do sistema vascular, 

comumente relacionado à penetração de Xcc pelos hidatódios (WILLIAMS, 1980; 

MARINGONI; SILVA JÚNIOR, 2016). Com o desenvolvimento da doença os tecidos 

lesionados necrosam e as folhas podem cair prematuramente (VICENTE; HOLUB, 

2013). Lesões alongadas, necróticas e com halos amarelecidos são muitas vezes 

observadas no limbo foliar e estão relacionadas a penetração da bactéria 

pelos estômatos (MARINGONI et al., 2016). Infecções secundárias causadas por 

outras espécies bacterianas podem contribuir para o apodrecimento das plantas 
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afetadas (WILLIAMS, 1980; VICENTE; HOLUB, 2013). O controle da podridão negra 

é realizado através do uso de material propagativo sadio, eliminação de restos 

culturais, rotação de culturas com espécies não hospedeiras do patógeno e cultivares 

com níveis de resistência (GRIESBACH; LÖPTIEN; MIERSCH, 2003; LEMA et al., 

2012; VICENTE; HOLUB, 2013). 

Apesar dos esforços para controlar a doença, sua ocorrência é frequente em 

campos de produção de brássicas, causando perdas expressivas na produção 

(WILLIAMS, 2007; SINGH; DHAR; YADAVA, 2011). O conhecimento dos nichos de 

sobrevivência e mecanismos de disseminação dos fitopatógenos são de extrema 

importância para o manejo de doenças (BROWN, 1997). Bactérias fitopatógênicas 

são capazes de sobreviver associadas a sementes ou estruturas vegetativas, no solo 

e em restos culturais (LEBEN, 1974; SCHUSTER; COYNE, 1974; GOTO, 1992). Em 

plantas cultivadas e daninhas, as bactérias podem colonizar os tecidos internos e 

causar danos com a presença de sintomas, assim como não causar nenhuma 

manifestação visível de doença, fenômeno conhecido como sobrevivência endofítica; 

as bactérias também podem sobreviver como epífitas, quando multiplicam na 

superfície das plantas sem infectá-las (BEATTIE; LINDOW, 1995; ROMEIRO, 2005; 

KUSARI; HERTWECK; SPITELLER, 2012). A disseminação das fitobactérias da 

fonte de inóculo para plantas sadias no campo ocorre através de agentes bióticos 

(homem, insetos, animais etc.) e abióticos (chuva, vento, enxurrada etc.), a curtas e 

longas distâncias (AGRIOS, 2005; ROMEIRO, 2005).  

Xanthomonas campestris pv. campestris pode sobreviver por até três anos em 

sementes de brássicas (GRIESBACH; LÖPTIEN; MIERSCH, 2003). No solo, 

experimentos realizados em condições de campo na Geórgia, EUA, comprovaram 

que a bactéria sobreviveu por 42 dias no inverno, porém, quando associada a restos 

vegetais de brássicas foi capaz de sobreviver 244 dias (SCHAAD; WHITE, 1974). 

Xcc pôde ser recuperada do solo 14 semanas após a colheita do repolho no Havaí 

(ALVAREZ; CHO, 1978). A bactéria também foi detectada em caules de couve-de-

bruxelas sob condições de campo, após 24 meses, na Holanda (KÖHL et al., 2011). 

Em experimentos conduzidos no Brasil, Xcc sobreviveu por apenas 7 dias como 

células livres no solo, porém em restos culturais de couve-flor sobreviveu por até 255 

dias (SILVA JÚNIOR et al., 2020). Na rizosfera, área no solo entorno das raízes 

(VORHOLT, 2012), a bactéria foi capaz de sobreviver por até 28 dias em Raphanus 

raphanistrum (SILVA et al., 2017). A rizosfera de plantas hospedeiras, assim como 
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plantas cultivadas utilizadas em rotação com brássicas poderiam fornecer condições 

para a sobrevivência de Xcc por um longo período, porém até o momento, nenhum 

estudo foi realizado abordando o assunto.  

As plantas daninhas são importantes reservatório de Xcc. Em levantamentos 

realizados em áreas agrícolas na Califórnia e Geórgia, EUA, Xcc foi isolada de 

plantas sintomáticas de Brassica campestris (mostarda), Brassica geniculata 

(mostarda-bastarda), Brassica nigra (mostarda-preta) e Raphanus sativus (nabo). A 

bactéria também foi isolada de plantas assintomáticas de Lepidium virginicum 

(mentruz), Coronopus didymus (mentruz-rasteiro) e Cardaria pubescens (SCHAAD; 

DIANESE, 1981). A filosfera, que compreende às superfícies das plantas acima do 

solo dominadas pelas folhas (VORHOLT, 2012; STONE; WEINGARTEN; JACKSON, 

2018), é um importante nicho para a sobrevivência de Xcc. Na Geórgia, a bactéria foi 

detectada na filosfera de Lepidium virginicum (SCHAAD; DIANESE, 1981). Em um 

estudo recente, Xcc foi capaz de sobreviver por 56 e 70 dias na filosfera de Lepidium 

virginicum e Raphanus raphanistrum, respectivamente (SILVA et al., 2017). Culturas 

utilizadas em sucessão e rotação com brássicas também poderiam fornecer 

condições para sobrevivência de Xcc. Nos EUA, a bactéria foi recuperada da filosfera 

de plantas de alface 48 dias após a inoculação, no arroz, entretanto, a bactéria 

sobreviveu por apenas 9 dias (ARIAS; NELSON; ALVAREZ, 2000).  

Com relação à disseminação de Xcc, à longas distâncias e em áreas ainda 

isentas da podridão negra, ocorre principalmente via sementes infectadas 

(MASSOMO et al., 2003). Respingos de chuva ou água de irrigação são 

responsáveis disseminar a bactéria em uma mesma planta, ou então, para plantas 

vizinhas no campo (KOCKS; ZADOKS; RUISSEN, 1999). Insetos desempenham 

importante papel na disseminação de bactérias (ZANDJANAKOU-TACHIN et al., 

2007), porém para Xcc esse fato é pouco conhecido e estudado (VAN DER WOLF; 

VAN DER ZOUWEN, 2010). Um dos primeiros estudos foi realizado com o coleóptero 

Phyllotreta cruciferae (Coleoptera: Chrysomelidae), praga importante da cultura do 

repolho nos EUA, que apresentou limitado potencial para a disseminação de Xcc em 

experimentos realizados sob condições controladas (SHELTON; HUNTER, 1985). 

Resultados satisfatórios foram obtidos empregando-se a mosca polinizadora 

Calliphora vomitoria (Diptera: Calliphoridae). Moscas contaminadas com Xcc e 

mantidas em gaiolas contendo plantas sadias de couve-flor no período da floração 

resultaram em lotes de sementes com elevada incidência de Xcc (VAN DER WOLF; 
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VAN DER ZOUWEN, 2010). Para as condições brasileiras, até o momento, não 

foram realizados estudos abordando o assunto. 

O conhecimento dos nichos de sobrevivência e a capacidade de disseminação 

de Xcc por insetos permitirá um manejo mais efetivo da podridão negra no Brasil. 

Práticas como a eliminação de plantas daninhas hospedeiras, incorporação de restos 

culturais, rotação de culturas com plantas que não favoreçam a sobrevivência da 

bactéria e o controle de insetos poderão contribuir para a redução do inóculo nos 

campos de cultivo e, consequentemente, reduzir a ocorrência frequente da podridão 

negra.  

Este trabalho teve como objetivos: (I) identificar as plantas daninhas que podem 

favorecer a sobrevivência epifítica de Xcc em campos de cultivo de brássicas, assim 

como espécies hospedeiras da bactéria (II) avaliar o potencial de sobrevivência 

endofítica de Xcc em plantas daninhas mantidas em casa de vegetação; (III) avaliar 

a capacidade de sobrevivência de Xcc na filosfera e rizosfera de plantas cultivadas; 

(IV) avaliar a capacidade de sobrevivência de Xcc na rizosfera de plantas de repolho 

cultivadas em diferentes tipos de solo; (V) avaliar o potencial de disseminação de Xcc 

por Bemisia tabaci e Myzus persicae em condições controladas. 
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CONSIDERAÇÕES FINAIS 
 

Os resultados obtidos são de grande importância e poderão ser utilizados para 

o manejo mais efetivo da podridão negra em campos de produção de brássicas no 

Brasil. Xcc foi recuperada da filosfera de 25 espécies de plantas daninhas coletadas 

em campos de cultivo, sendo algumas também identificadas como hospedeiras 

sintomáticas ou favoráveis à colonização endofítica pela bactéria. O controle de 

Amaranthus spp., Bidens spp., Commelina spp., Coronopus didymus, Cyperus spp., 

Emilia fosbergii, Galinsoga parviflora, Ipomoea spp., Leonurus sibiricus, Lepidium 

virginicum, Nicandra physalodes, Portulaca oleracea, Raphanus raphanistrum, 

Raphanus sativus, Solanum americanum e Sonchus oleraceus é recomendado em 

campos de cultivo. Com relação às plantas cultivadas, abobrinha, cebolinha, 

crotalária, espinafre, milho e sorgo não demonstraram ser favoráveis à sobrevivência 

de Xcc na filosfera e rizosfera, e são indicadas em sistemas de rotação com brássicas. 

A baixa sobrevivência na rizosfera do repolho cultivado em diferentes solos, 

demonstrou que as propriedades físicas dos solos não influenciaram a sobrevivência 

de Xcc na rizosfera, mas sim o pH. Quanto à disseminação, considerando as 

condições em que os experimentos foram conduzidos, B. tabaci e M. persicae 

aparentemente não estão envolvidos na disseminação de Xcc em plantas de couve, 

mas de qualquer forma, o controle desses insetos é recomendado por serem pragas 

da cultura.    
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