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RESUMO 

 

O conhecimento da diversidade de fungos micorrízicos arbusculares em raízes de plantas cultivadas 
é um pré-requisito para o manejo efetivo e a sustentabilidade de sistemas agrícolas. O objetivo deste 
trabalho foi determinar qualitativa e quantitativamente as comunidades de FMA em agrossistemas 
plantados com milho, em Pernambuco. Na primeira etapa do trabalho foram realizadas coletas em 
três estações experimentais do Instituto Agronômico de Pernambuco: uma localizada em área úmida 
(Zona da Mata - Itambé) e duas no semiárido (Agreste – Caruaru; Sertão - Serra Talhada) em 2010 
e 2011. A análise morfológica dos esporos permitiu a diferenciação de 57 espécies de FMA, das 
quais duas novas para a ciência. Maior densidade de esporos ocorreu na área do agreste, que 
apresentou menor riqueza de espécies de FMA. Na área mais úmida foi registrada maior riqueza. A 
estrutura das comunidades de FMA diferiu entre os locais, segundo o teste de procedimento de 
permutação multi-resposta (MRPP), em função de diferenças nos atributos químicos e 
granulométricos dos solos. Duas novas espécies foram descritas: Fuscutata aurea, registrada em 
Itambé e Paraglomus pernambucanum, encontrada em amostras coletadas em Caruaru e Serra 
Talhada. Foi proposta uma nova combinação para Paraglomus (P. bolivianum) e revisada a 
ocorrência mundial dos representantes de Paraglomus e Pacispora. Na segunda etapa do estudo 
(2012) foram realizadas coletas em três propriedades privadas irrigadas, localizadas também nas 
Zonas da Mata, Agreste e Sertão, respectivamente nos municípios de Igarassu, Passira e Serra 
Talhada, em dois períodos de desenvolvimento do milho (60 – floração e 90 dias – colheita). A 
análise morfológica dos esporos revelou a presença de 43 espécies de FMA. Também foram 
realizadas análises moleculares da raiz, sendo sequenciados 433 clones do SSU rDNA, dos quais 93 
pertencentes a indivíduos das ordens Diversisporales, Gigasporales, Glomerales e Paraglomerales. 
Dentre os 259 clones do LSU rDNA, 153 corresponderam a gêneros incluídos em Diversisporales, 
Gigasporales e Glomerales. Os demais clones foram relacionados a outros grupos de eucariotas. Em 
todas as áreas predominaram representantes de Acaulospora e Glomus. Houve diferença 
significativa entre as áreas para a maioria dos atributos químicos e composição granulométrica dos 
solos. A estrutura das comunidades de FMA foi significativamente diferente entre as áreas, de 
acordo com a ordenação (NMS) e o método estatístico (PERMANOVA). A maior porcentagem de 
raiz colonizada ocorreu em plantas coletadas em Igarassu (Mata), enquanto a maior riqueza de 
espécies foi encontrada em solos de Passira (Agreste). A diversidade de FMA no solo difere 
daquela encontrada no sistema radicular de plantas colonizadas. Representantes dos gêneros 
Claroideoglomus, Diversispora, Dominikia, Intraornatospora, Redeckera e Rhizoglomus não foram 
identificados no solo rizosférico, enquanto Ambispora e Paradentiscutata foram observados apenas 
a partir da análise morfológica dos esporos presentes no solo, não sendo obtidas sequências desses 
gêneros. A rizosfera de plantios de milho, mesmo em áreas com diferentes características 
edafoclimáticas, abriga diversificada comunidade de FMA, com dominância dos gêneros Glomus e 
Acaulospora. O estádio fenológico do milho pode influenciar a diversidade, e a composição das 
comunidades de FMA pode ser melhor determinada com o uso conjunto de ferramentas moleculares 
e morfológicas para identificação dos fungos. 
 
 
Palavras-chave: Agricultura, gradiente edafoclimático, Glomeromycota, micorriza, análise 
molecular, Zea mays 
 



 
 

ABSTRACT 
 

The effective management and sustainability of agricultural systems depends on the knowledge of 
the diversity of AMF in roots of cultivated plant. The aim of this study was to determine 
qualitatively and quantitatively the AMF communities in corn agrosystems, in Pernambuco, 
Northeast Brazil. In the first stage of this work collections were carried out in three experimental 
stations of the Agronomic Institute of Pernambuco: one located in an Atlantic rain forest area 
(Forest Zone - Itambé) and two in semiarid areas ("Agreste" - Caruaru and "Sertão" - Serra 
Talhada), in 2010 and 2011. Fifty seven taxa were found, two of which are new species. In the 
“agreste” area we found higher number of spores and lower richness of AMF species. The highest 
species richness was registered in the most humid area. The structure of the AMF communities 
differed among the sites, according to the multi-response permutation procedure test (MRPP), due 
to differences in chemical and physical soil attributes. The new species described are: Fuscutata 

aurea, registered in Itambé (humid area) and Paraglomus pernambucanum found in samples from 
the semiarid areas. A new combination for Paraglomus (P. bolivianum) was proposed, and a 
survey of the global occurrence of Paraglomus and Pacispora was performed. In the second stage 
of this study (2012), samples were taken in three private properties, with irrigated fields of corn 
also located in the three areas: rain Forest (Igarassu), "Agreste" (Passira) and "Sertão" (Serra 
Talhada). The collections were performed in two periods of corn development (60 days – 
flowering, and 90 days - harvest). The morphological analysis revealed the presence of 43 AMF 
taxa. Molecular root analyses were performed, and 433 clones sequenced (SSU rDNA), of which 
93 belonged to individuals of the orders Diversisporales, Gigasporales, Glomerales and 
Paraglomerales. Among the 259 clones of the LSU rDNA, 153 corresponded to genera included in 
Diversisporales, Gigasporales and Glomerales. The remaining clones were related to other 
eukaryotic groups. Species of Acaulospora and Glomus predominated in the areas. Significant 
differences among the areas for most chemical and physical soil attributes were found. The 
structure of the AMF communities was significantly different among the areas, according to the 
ordination (NMS) and the statistical method (PERMANOVA). The highest percentage of root 
colonization occurred in plants collected in Igarassu (Forest), while the highest species richness 
was found in Passira soils (Agreste). The diversity of AMF in the soil differs from that found in the 
root system of colonized plants. The genera Claroideoglomus, Diversispora, Dominikia, 
Intraornatospora, Redeckera and Rhizoglomus were only detected through molecular analysis, 
while Ambispora and Paradentiscutata were observed just from morphological analysis. The 
rhizosphere of corn crops in areas with different soil and climatic characteristics has a diverse 
community of AMF, with dominance of Glomus and Acaulospora species. The growth stage of 
corn plants can influence the diversity of AMF fungi, which decreased in the rhizosphere of older 
plants. The simultaneous use of morphological and molecular approaches can improve the 
knowledge about the composition of AMF communities. 
 
 
Key-words: Agriculture, climatic gradient, Glomeromycota, mycorrhiza, molecular analyses, Zea 

mays 
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1. INTRODUÇÃO 

 

 A agricultura tem grande importância devido à oferta de produtos agrícolas e serviços 

ecossistêmicos que são essenciais para a existência humana e a qualidade de vida. Diversas 

práticas agrícolas que visam o aumento do fornecimento de alimentos têm causado impactos 

prejudiciais ao meio ambiente (GIANINAZZI et al., 2010). Essas ações resultam na 

degradação e perda progressiva da fertilidade do solo, além da perturbação das populações 

dos microrganismos benéficos, reduzindo seu potencial (JEFFRIES; BAREA, 2001). O uso 

de organismos promotores de crescimento de plantas constitui alternativa viável, que pode 

garantir a manutenção da qualidade edáfica, a saúde e a nutrição das plantas (GIANINAZZI et 

al., 2010). 

 Os fungos micorrízicos arbusculares (FMA), simbiontes presentes na interface entre o 

solo e as raízes, constituem um grupo funcional importante da biota edáfica que, por suas 

atividades nutricionais e não-nutricionais, influencia profundamente os processos do 

ecossistema (GIANINAZZI et al., 2010). Práticas agrícolas modernas interferem na 

comunidade de FMA, diminuindo a  diversidade e selecionando grupos de indivíduos mais 

capazes de colonizar as raízes, e o conhecimento sobre as espécies associadas a raízes de 

plantas cultivadas é um pré requisito para o manejo efetivo e a sustentabilidade de sistemas 

agrícolas (DANIELL et al., 2001). 

 A impossibilidade de cultivar os FMA em meios artificiais impede um estudo mais 

aprofundado que determine quais as preferências na associação entre as espécies fúngicas e as 

vegetais. Além disso, não é possível identificar morfologicamente os FMA em nível 

específico a partir do sistema vegetativo do fungo e assim a determinação de espécies de 

FMA presentes nas raízes, com base em estudos morfológicos, fica prejudicada (SHI et al., 

2012). A biologia molecular pode auxiliar na identificação dos FMA encontrados nas raízes 

colonizadas e que estão efetivamente associados aos vegetais (BORRIELLO et al. 2012; 

ALGUACIL et al., 2008; APPOLONI et al., 2008; Farmer et al., 2007; vallino et al., 2006), 

determinando inclusive o seu papel funcional na associação (CESARO et al., 2008). Esse 

conhecimento possibilita que isolados de FMA mais efetivos possam ser selecionados para 

produção de inóculo e aplicação em culturas de interesse econômico.  

Considerando as lacunas no conhecimento em relação à diversidade de FMA, à 

associação micorrízica e a importância desses fungos para o equilíbrio edáfico pretendeu-se, 
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com esse estudo, determinar qualitativa e quantitativamente as comunidades de FMA que 

ocorrem em cultivos de milho e aquelas efetivamente associadas ao vegetal. Os dados obtidos 

são importantes para a ampliação do conhecimento da diversidade e distribuição dos FMA em 

cultivos de milho. Além disso, contribuem para a definição de estratégias de produção de 

inóculo específico para a cultura estudada, servindo como subsídio para nortear políticas para 

elaboração de novos produtos que permitam diminuir a utilização de insumos agrícolas, 

principalmente fosfatados, melhorando a produção em agrossistemas da região. 

 

2. OBJETIVOS 

 

2.1. Geral 

Determinar qualitativa e quantitativamente as comunidades de FMA em agrossistemas 

plantados com milho, identificando os FMA, com vistas à seleção de isolados com potencial 

para produção de bioinsumos.  

 

2.2. Específicos 

- Identificar as espécies e quantificar populações de FMA na rizosfera do milho; 

- Comparar as populações de FMA dentro e fora da raiz hospedeira; 

- Determinar a representatividade dos FMA em agrossistemas plantados com milho em 

Pernambuco; 

- Determinar a condição micorrízica das plantas cultivadas nas áreas estudadas; 
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3. FUNDAMENTAÇÃO TEÓRICA 

 

3.1. Agricultura 

  

 Para alimentar toda a população, a mecanização, a utilização de produtos químicos e o 

melhoramento genético de variedades de vegetais e raças de animais cresceram 

significativamente (SANTILLI, 2009), causando impactos prejudiciais sobre o meio ambiente 

e serviços dos ecossistemas (GIANINAZZI et al., 2010).  Esses problemas foram chamados 

de "doenças ecológicas" e divididas em duas categorias: doenças do ecótopo, relacionadas a 

problemas edáficos e  poluição do sistema hídrico, e doenças da biocenose que incluem perda 

de colheitas e recursos genéticos, resistência genética aos pesticidas e contaminação química 

(ALTIERI; NICHOLLS, 2000). 

 Devido a esses problemas, há uma preocupação maior com o meio ambiente e estudos 

que visam a proteção de plantas em sistemas alternativos de cultivo com maior grau de 

sustentabilidade dos agroecossistemas e outros fatores que permitam um adequado manejo 

dos sistemas de cultivo estão sendo desenvolvidos (BETTIOL; GHINI, 2001). A agricultura 

em regiões tropicais tem se preocupado com produtos de qualidade, buscando diminuir o 

impacto ambiental com o uso racional de agrotóxicos e, principalmente, com a procura de 

produtos biorracionais e inimigos naturais, para controle de pragas (CRESTANA; SOUSA, 

2008). 

 Isso também ocorre no Brasil, que hoje é o quinto maior produtor mundial de grãos, 

com capacidade de atender ao aumento da demanda por alimentos e é um dos principais 

fornecedores de proteínas no mercado internacional (BRASIL, 2011a) com produção de 186,8 

milhões de toneladas de grãos (CONAB, 2013).   

 Apesar da seca ocorrida no final de 2011 e início de 2012, no Sul e no Nordeste do 

país, ter provocado perdas em diversas lavouras (BRASIL, 2012), em 2013 o Brasil superou 

os Estados Unidos na produção e exportação de soja, sendo o primeiro no ranking, seguido 

pela Argentina. Com relação ao milho, os Estados Unidos ainda lideram o mercado 

(GAZETA DO POVO, 2013); entretanto, o Brasil é o terceiro maior produtor mundial, 

totalizando 75 milhões de toneladas em 2014/2015, sendo a indústria de rações para animais o 

principal destino da safra (FIESP, 2015).  

 As regiões brasileiras que se destacam em áreas plantadas são o Centro e o Sul do país 

totalizando 44,1 milhões de hectares, enquanto as regiões Norte-Nordeste plantam apenas 9,1 
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milhões de hectares. Os Estados com maior representatividade são Mato Grosso, Goiás, 

Paraná e Rio Grande do Sul, onde há maior mecanização e mercado voltado para exportação. 

O estado de Pernambuco tem apenas 314,6 mil hectares ocupados com agricultura, voltada 

principalmente para o consumo interno e na grande maioria de natureza familiar (CONAB, 

2013).  

 Pernambuco ocupa uma área de 98.938 Km2, com 185 municípios e uma população 

superior a oito milhões de habitantes (IBGE, 2011). O Estado é dividido em quatro 

mesorregiões (Litoral, Zona da Mata, Agreste e Sertão) (Figura 1) e apresenta elevado 

desenvolvimento econômico, com o segundo maior PIB do Nordeste. Dentre outras atividades 

econômicas, a agricultura representa importante parcela, fundamentada no cultivo da cana-de-

açúcar, na Zona da Mata, e na fruticultura irrigada, no sertão pernambucano. O Estado 

também possui cultivos de sequeiro, principalmente de feijão, mandioca, algodão e milho. 

Devido à importância da agricultura para o Estado e à demanda por alimentos a expansão é 

inevitável, acompanhada por acréscimo do uso de pesticidas e fertilizantes, acarretando 

aumento dos custos para produtores e intensas pressões bióticas e abióticas no solo.  

 

 

Figura 1: Mapa das mesorregiões de Pernambuco. 

 Por mais que a agricultura moderna tenha avançado em técnicas e a despeito da 

preocupação com o ambiente, os atuais sistemas de produção agrícola podem se tornar 

insustentáveis, pois causam impactos ambientais severos, como erosão, salinização, poluição 

das águas e dos solos por agrotóxicos e diminuição da biodiversidade e dos recursos genéticos 

(MAROUELLI, 2003). 
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3.2. Milho  

  

 O milho (Zea mays L.), nome provavelmente derivado de "Mahis", que significa 

"fonte de vida" (ABBASSIAN, 2007), é uma gramínea anual, robusta e ereta, variando de 1 a 

4 metros de altura, de origem americana, tendo como parentes selvagens mais próximos o 

teosinto e espécies de Tripsacum. As primeiras evidências do milho na América do Sul vêm 

do Peru (FREITAS, 2001), onde observou-se que os Incas construíam canais de irrigação 

destinados principalmente ao cultivo do grão, cujo excedente era exportado para outras zonas 

(MAZOYER; ROUDART, 2010). 

 O milho era cultivado desde o Canadá até a Argentina, tornando-se o principal cultivo 

dos maias, astecas e incas (PATERNIANI; CAMPOS, 2005). O grão era consumido cozido, 

grelhado ou em sêmola, ou ainda na forma de bebida fermentada, a chicha e era cultivado 

todo o ano (MAZOYER; ROUDART, 2010). Os indígenas americanos submeteram o milho a 

um processo contínuo de melhoramento, chamado de seleção massal, no qual os melhores 

grãos eram selecionados, separados e semeados novamente elevando a planta ao apogeu de 

domesticação (PEIXOTO, 2002). Assim, perdeu a capacidade natural de sobrevivência, 

necessitando do auxilio humano para propagação (PATERNIANI; CAMPOS, 2005).  

 Adaptado a diferentes latitudes, o milho possui alta diversidade genética. Estudos 

indicam que os padrões genéticos da distribuição do milho ao longo da America do Sul se 

deram de forma heterogênea; nos Andes foram encontrados padrões na forma primitiva, 

enquanto nas terras baixas do restante da América encontraram-se padrões genéticos da 

espécie atual (FREITAS, 2001). Os povos mais antigos deixaram o legado de cerca de 300 

raças de milho, caracterizadas pelas mais diversas adaptações, tanto para condições climáticas 

como para os vários usos do cereal (AQUINO, 2003). 

 O milho é um dos cereais com maior capacidade de produção de matéria seca e grãos; 

por essa característica tornou-se a mais importante cultura na alimentação animal e é 

indispensável no processo de rotação de culturas no plantio direto (PEIXOTO, 2002). Cerca 

de 70% do milho em grãos, no mundo, é usado para alimentação animal e no Brasil essa 

porcentagem varia de 60 a 80% (RIVERA, 2006). É a terceira planta mais cultivada no 

mundo, após o trigo e o arroz (ABBASSIAN, 2007) e apresenta grande valor econômico, 

destacando-se na produção mundial com aproximadamente 981 milhões de toneladas (USDA 

FAS GRAIN, 2014).  
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 No Brasil, principalmente em regiões de baixa renda, como o semiárido nordestino, o 

milho é o principal alimento humano (RIVERA, 2006). Esse vegetal é plantado em duas 

épocas: primeira safra e segunda safra ou safrinha, sendo esta última referente ao milho de 

sequeiro plantado geralmente entre os meses de Janeiro a Março. No Nordeste a 

produtividade do milho na primeira safra foi de 2.410 Kg/ha, enquanto o de sequeiro foi de 

3.595 Kg/ha (safra 2014/15). Os estados que contribuíram para essa produção foram 

Maranhão, Piauí, Sergipe, Bahia e Alagoas; Pernambuco só produziu na primeira safra 

(CONAB, 2015). 

 Na indústria o milho é transformado em vários subprodutos: álcool, óleo, margarina e 

amido que pode ser transformado em dextrina, dextrose ou frutose. O milho também está 

sendo utilizado na forma de polímeros biodegradáveis na indústria de embalagens e 

automobilísticas (PEIXOTO, 2002). Devido à importância, muitos estudos são realizados com 

essa planta, incluindo os efeitos e as interações com diferentes microrganismos 

(BALAKRISHNAN; SUBRAMANIAN, 2012; CELEBI et al., 2010). 

 

3.3. Fungos micorrízicos arbusculares 

 

 Com a intensificação da agricultura nos últimos anos, houve aumento na demanda por 

fertilizante. No entanto, esses insumos são caros e podem ser prejudiciais se usados de forma 

inadequada. Assim, há interesse na aplicação de bioinsumos que auxiliam no melhoramento 

da fertilidade do solo, aumentando a capacidade do uso de nutrientes, assim como a 

produtividade do cultivo, tornando o sistema agrícola ecologicamente sustentável. Vários 

microrganismos são utilizados como bioinsumos, dentre os quais fungos micorrízicos 

arbusculares (FMA). 

 Os FMA formam a mais ampla simbiose entre fungos e plantas na natureza (SMITH; 

READ, 2008). Através da rede de hifas externas os fungos captam nutrientes e água presentes 

no solo, transferindo-os à planta hospedeira. O micélio funciona como extensão da raiz, e a 

planta torna-se capaz de explorar maior volume de solo. As estruturas responsáveis pelas 

trocas entre hospedeiro e fungo são os arbúsculos, e os FMA formam também vesículas, na 

raiz, e células auxiliares, no solo, com função de armazenamento de lipídios (SILVEIRA, 

1992). A principal estrutura de propagação é o glomerosporo, que pode ser formado 

isoladamente, em grupos ou em esporocarpos (SMITH; READ, 2008) e constitui a principal 

estrutura para estudos de taxonomia morfológica.  



17 

 

 Os FMA pertencem ao filo Glomeromycota (SCHUESSLER et al., 2001) e atualmente 

são conhecidas cerda de 270 espécies, distribuídas em três classes, cinco ordens, 15 famílias e 

38 gêneros (Figura 2) (http://glomeromycota.wix.com/lbmicorrizas#!c1/c229i). 

 

 

Figura 2. Classes, ordens, famílias e gêneros de Glomeromycota. Fonte: 

http://glomeromycota.wix.com/lbmicorrizas#!sistema-de-classificao/c1cmb 
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Além de aumentar a capacidade produtiva e diminuir custos, os FMA ajudam a 

melhorar a ciclagem da matéria e energia, levando ao aumento na produtividade do solo e 

beneficiando os agroecossistemas (LIN et al., 2012) e os ecossistemas naturais. Os FMA 

também promovem a produtividade das plantas em ecossistemas naturais e cultivados (VAN 

DER HEIJDEN et al., 1998) e são importantes na estruturação do solo, contribuindo para a 

estabilidade de agregados (WRIGHT et al., 1998). 

Constituindo um grupo funcional chave da biota do solo, por suas atividades 

nutricionais e não nutricionais, os FMA influenciam e contribuem para os serviços 

ecossistêmicos (GIANINAZZI et al., 2010). Esses fungos proporcionam numerosos 

benefícios para os hospedeiros, incluindo aquisição de fósforo e outros nutrientes, os FMA 

possuem a capacidade de suplementar o fósforo disponível de forma eficiente para as plantas 

em sistemas de produção agrícola (LEHMAN et al., 2012), aumento da tolerância à seca e 

proteção contra patógenos, além de contribuírem para a sustentabilidade agrícola 

(MEHROTRA, 2005; LEHMAN et al., 2012), uma vez que a simbiose pode aumentar a 

sobrevivência das plantas associadas (JEFFRIES et al., 2003).  

Associações micorrízicas arbusculares podem ser encontradas nos mais variados 

biomas e ecossistemas, tais como desertos, savanas, pradarias, dunas, florestas tropicais, áreas 

degradadas e em agroecossistemas (STÜRMER; SIQUEIRA, 2008). Provavelmente os FMA 

são os fungos mais abundantes dos ecossistemas tropicais, principalmente nos agrícolas, onde 

podem representar aproximadamente 50% da biomassa microbiana (OLSSON et al., 1999), 

uma vez que a maioria das culturas tropicais formam micorrizas arbusculares em maior ou 

menor grau (CARDOSO et al., 2010).  

A funcionalidade das micorrizas depende da adequada interrelação entre os fungos, as 

plantas e o ambiente. Contudo, práticas de agricultura intensiva, como a utilização de 

fertilizantes, pesticidas, contínuo revolvimento do solo e a monocultura impactam fortemente 

a estrutura e a composição da comunidade fúngica, assim como a presença e prevalência dos 

FMA e sua interação com as plantas (DOUDS JR; MILLNER, 1999; ALGUACIL et al., 

2008; OEHL et al., 2010).  

 Práticas de agricultura sustentável em áreas tropicais têm resultado na melhoria da 

"saúde do solo" e no aprimoramento do funcionamento dos FMA (ALARCÓN et al., 2007), 

considerando a importância das micorrizas na nutrição das plantas em solos tropicais 

intemperizados e deficientes de P (CARDOSO et al., 2010).  
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 Várias pesquisas apontam benefícios da micorrização em culturas de interesse, tais 

como café (ANDRADE et al., 2009), acerola (COSTA et al., 2001), mangaba (COSTA et al., 

2005), maracujá (CAVALCANTE et al., 2001, 2002), banana (YANO-MELO et al., 2003), 

graviola (SILVA et al., 2008) e espécies arbóreas (LINS et al., 2006, 2007). Com relação ao 

milho, a micorrização auxilia a fortificação de sementes com Fe e Zn, contorna o impacto de 

fatores anti-nutricionais, uma vez que a fertilização com zinco promove a produção de raízes 

fibrosas altamente ramificadas que facilitam a colonização micorrízica (BALAKRISHNAN; 

SUBRAMANIAN, 2012).  

Práticas de exploração edáficas, baseadas em tratamentos com FMA, podem 

representar um modo sustentável para aumentar a fertilidade do solo e a produtividade da 

cultura, uma vez que esses fungos parecem ser uma alternativa viável para fertilização com P 

ou, pelo menos, para reduzir a necessidade de aplicações de grandes quantidades desse 

nutriente (COZZOLINO et al., 2013).  

A apesar de serem considerados potencialmente bons para a produtividade agrícola 

ainda não são inoculados rotineiramente no Brasil, devido a diversos fatores, entre eles: 

problemas para identificar e rastrear as espécies de fungos em campo, a má compreensão da 

biologia básica e a incapacidade destes em crescer em meio artificial e produzir cultura pura 

(HIJRI et al., 2006). Assim, estudar a biologia dos FMA é de fundamental importância para 

identificar aqueles que estão efetivamente associados, beneficiando os vegetais. 

  

3.4. Ferramentas para estudo da diversidade de FMA  

 

 Tendo em vista a grande importância dos FMA nos diversos processos ecológicos, é 

necessário entender os fatores relacionados a esses processos e identificar os fungos 

envolvidos. A impossibilidade de cultivar os FMA em meios artificiais tem dificultado 

estudos mais aprofundados que determinem as preferências na associação entre as espécies de 

fungos e de plantas. Além disso, não se pode identificar morfologicamente os FMA em nível 

específico a partir do sistema vegetativo do fungo. 

 As ferramentas mais comuns para estudo da diversidade dos FMA são a identificação 

morfológica e a contagem de esporos no solo; com isso é possível estudar a riqueza e a 

equitabilidade de espécies (ZAK; WILLING, 2004) e aplicar índices de diversidade. Esses 

índices são expressos por um único número, que pode representar a redução ou a abundância 

de um conjunto complexo de táxons (MATOS et al., 1999). Embora não representem a 
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composição total de uma comunidade, permitem estudar a diversidade em diferentes 

ambientes (KENNEDY; SMITH, 1995). Apesar de todas as ferramentas disponíveis aos 

estudos de FMA, podem ocorrer limitações metodológicas e de deficiência de informações 

taxonômicas, ocasionando compreensão limitada da diversidade microbiana (MATOS et al., 

1999).  

 Técnicas de avaliação de comunidades de FMA baseadas apenas nos esporos podem 

não refletir as comunidades que estão interagindo com as plantas, uma vez que o número de 

esporos nem sempre é correlacionado com a extensão de raiz colonizada, e a análise de 

esporos fornece apenas uma medida indireta da diversidade de FMA (REDECKER, 2000; 

APPOLONI et al., 2008). Essas avaliações refletem a história de esporulação acumulada no 

respectivo solo e não necessariamente os fungos simbiontes que estão efetivamente atuando 

na cultura (HIJRI et al., 2006). Além disso, os FMA são diversos nas suas condições e 

habilidades de esporulação e colonização, de modo que os métodos de identificação baseados 

apenas na morfologia podem não refletir totalmente a riqueza de espécies no ecossistema 

(SHARMAH et al., 2010). 

 O uso de ferramentas moleculares na identificação dos FMA tem ajudado na obtenção 

de uma representação mais completa da comunidade (GAI et al., 2009) permitindo a 

identificação de FMA dentro das raízes (REDECKER, 2000; APPOLONI et al., 2008) e 

auxiliando no entendimento da diversidade (BEAUREGARD et al., 2013; ROSENDAHL; 

STUKENBROCK, 2004). Assim, têm sido utilizadas para auxiliar a revelar aspectos 

funcionais e ecológicos de FMA associados com diferentes plantas e/ou diferentes condições 

ambientais, sendo essencial detectar comunidades de FMA no campo, em nível de espécie 

(KRÜGER et at., 2009). A diferença entre a identificação morfológica de FMA e a análise 

molecular de raiz é que na primeira o procedimento de coleta, propagação e enumeração dos 

esporos mede o potencial de inóculo de um solo, enquanto na molecular a detecção de fungos 

dentro das raízes determina a comunidade simbionte em um determinado momento (HIJRI et 

al., 2006). 

 Para estudos de ecologia molecular de FMA, o gene do rRNA está entre os alvos mais 

promissores de sequenciamento do DNA,  e este é extraído de raízes, esporos ou solo. O 

rRNA é bem estudado porque na maioria dos organismos encontra-se em cópias múltiplas no 

genoma e parte dele é altamente conservado (REDECKER et al., 1997). São três as regiões do 

rRNA utilizadas para estudos moleculares: a subunidade pequena (SSU rRNA), as regiões de 

transcritos internos (ITS1, 5.8S e ITS2) e a subunidade grande (LSU rRNA), que podem ser 
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utilizadas separadas ou em conjunto. Entretanto, possuem algumas limitações: a SSU rRNA é 

a região mais utilizada, mas possui baixa variabilidade quando comparada com a ITS (LEE et 

al., 2008); a região ITS oferece grande variabilidade de sequências dentro de Glomeromycota 

e alto poder de diferenciação até o nível de espécie (STOCKINGER et al., 2010), no entanto o 

número de amostras necessário para estudos ambientais pode ser inviável; a região do LSU 

rRNA (mais conservada que o ITS, porém menos que o SSU) é comparável com a região ITS, 

mas são necessários muitos pares de primers para englobar todos os gêneros do filo, e 

dependendo dos pares de primers utilizados, podem não demonstrar a variabilidade de 

algumas famílias (STOCKINGER et al., 2010; GAMPER et al., 2009).  

 Primers adequados para englobar ampla variedade de espécies de FMA ainda são 

necessários (LANDIS et al., 2004; OEHL et al., 2005). Kohout et al. (2014) compararam 

diferentes primers em estudos de comunidades de FMA e concluíram que a interpretação dos 

dados ecológicos à partir de resultados moleculares pode ser influenciada pela escolha dos 

primers e das regiões do rRNA. 

 Para estudos de diversidade por sequenciamento é necessária a amplificação do 

material selecionado por reação em cadeia da polimerase (PCR), usando primers específicos 

para os táxons em estudo. Assim, diferentes técnicas podem ser utilizadas, entre as quais a 

clonagem. Como os FMA apresentam grande número de núcleos no micélio individual, a 

utilização desta técnica é necessária para assegurar uma representação adequada de espécies 

na amostra. No entanto, o método torna-se dispendioso porque é necessário sequenciar 

centenas de clones (LANDIS et al., 2004). Uma maneira conveniente para minimizar os 

custos é a utilização de padrões de polimorfismo nos fragmentos de restrição (RFLP) e um 

padrão específico de RFLP pode ser usado para sequenciar apenas clones selecionados 

(REDECKER et al., 2003). Apesar de apresentar baixo custo e bons resultados, essa técnica é 

muito laboriosa. Outros métodos utilizados para estudar a comunidade fungica são: 

eletroforese em gel com gradiente desnaturante (DGGE), eletroforese em gel com gradiente 

de temperatura (TGGE), padrões de polimorfismo nos fragmentos de restrição terminal (T-

RFLP) e "fingerprinting" oligonucleotídeo de genes de rRNA (OFRG). Atualmente, dentre as 

tecnologias mais avançadas está o sequenciamento de segunda geração, o chamado 

pirosequenciamento ou 454, que detecta espécies presentes nas amostras em baixa abundância 

(PATREZE et al., 2012), além de poder inferir tanto sobre a comunidade de FMA como sobre 

a sua função ecológica nos locais de estudo (LIN et al., 2012). 
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 A diversidade de FMA no solo, em forma de esporos, é maior do que a diversidade no 

interior das raízes e, além disso, nem todos os táxons presentes como esporos são detectados 

por PCR de raízes, ou porque não são simbioticamente ativos no respectivo tempo ou 

colonizam raízes em níveis baixos, não sendo possível a detecção (HIJRI et al., 2006). A 

identificação morfológica a partir de esporos permite melhor diferenciação dos táxons de 

fungos e a detecção mais sensível de mudanças na composição e diversidade da comunidade 

no solo, quando comparada a métodos moleculares (WETZEL et al., 2014). A idade da planta 

também é fator importante para diferenciação da estrutura das comunidades de FMA. 

Dependendo do tipo de análise (DNA ou RNA), observam-se resultados diferenciados na 

comunidade de FMA: analisando o DNA é possível avaliar os fungos que estão associados às 

plantas, enquanto com o RNA é possível avaliar quais estão efetivamente ativos (KURAMAE 

et al., 2013). 

 Apesar da identificação molecular ainda apresenta problemas para detecção de táxons 

em pequenas quantidades de tecido de raiz que podem ser analisados, além do número 

limitado de clones a partir de cada produto de PCR (HIJRI et al., 2006), essa ferramenta 

juntamente com a identificação morfológica possibilita melhor entendimento da diversidade 

de FMA (REDECKER et al., 2003). 

  

3.5. Diversidade de FMA em áreas cultivadas  

  

 A biodiversidade determina a funcionalidade e a estabilidade dos ecossistemas 

terrestres (VAN DER HEIJDEN et al., 1998). Quando ecossistemas naturais são convertidos 

em agrossistemas a diversidade de FMA tende a diminuir e isso decorre da intensidade das 

práticas agrícolas (ALARCÓN et al., 2007). Os solos cultivados sofrem intensas pressões de 

seleção devido as práticas de manejo (ROSENDAHL et al., 2009), com o revolvimento 

podendo reduzir a infectividade dos fungos e a colonização na fase inicial do crescimento da 

cultura (SCHALAMUK; CABELLO, 2010). Com isso as plantas são colonizadas por menor 

número de táxons de FMA que em áreas menos perturbadas, restando somente os fungos 

adaptados a condições de agricultura (OEHL et al., 2010). 

 A interação entre fertilização e a combinação de diferentes elementos do solo pode ter 

papel importante no desenvolvimento de FMA, principalmente sob diferentes condições de 

cultivo (WANG et al., 2009). Adubações fosfatada e nitrogenada de longo prazo diminuem 

significativamente a riqueza e a diversidade da comunidade de FMA mudando sua estrutura, 
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além de afetar a porcentagem de colonização (WANG et al., 2009; LIN et al., 2012; 

VERBRUGGEN et al., 2012a; GOSLING et al., 2013).  

 Práticas agrícolas impactam a simbiose micorrízica (GOSLING et al., 2006; 

CARRENHO et al. 2010) uma vez que a disponibilidade de recursos em ambientes que 

sofrem estresse devido aos diferentes sistemas de uso do solo é um dos fatores que controlam 

a natureza e as propriedades dos FMA nos solos superficiais, podendo influenciar a 

composição da comunidade (HIGO et al., 2013) e assim afetar a riqueza das espécies 

(WETZEL et al., 2014). De acordo com Jefwa et al. (2012) e Tian et al. (2011), solos aráveis 

podem apresentar alta diversidade de FMA, pois distúrbios ocasionados pela agricultura 

reduzem a densidade de esporos; no entanto, a riqueza e a diversidade de FMA permanecem 

mesmo com mudanças drásticas no uso do solo.  

  A diversidade de plantas, fatores edáficos (pH, teor de umidade, fósforo e 

disponibilidade de nitrogênio), tipo de manejo das culturas e a produtividade de um 

ecossistema influenciam significativamente a diversidade de FMA no solo (VAN DER 

HEIJDEN et al., 1998; LUMINI et al., 2010; BEAUREGARD et al., 2013; GOSLING et al., 

2013; HIGO et al., 2013). A densidade de esporos tende a ser maior em locais onde há mais 

de uma espécie de planta; no entanto, não é claro como espécies vegetais coexistindo afetam o 

crescimento e as funções de fungos micorrízicos (Chen et al., 2005).  

 Cada espécie de planta pode possuir comunidades diferentes de FMA (GOSLING et 

al., 2013); deste modo, dependendo do tipo ao qual esteja associada, a espécie de FMA 

apresenta nicho multidimensional específico (LUMINI et al., 2010). 

 Diferenças entre os tipos de solo influenciam mais a abundância relativa dos gêneros 

de Glomerales que plantas hospedeiras ou fertilidade do solo (BRUNDRETT et al., 1999; 

OEHL et al., 2010). Longo tempo de fertilização altera a riqueza de gêneros de FMA, e a 

adição de NPK faz com que a proporção de Acaulosporaceae e Gigasporaceae diminua no 

solo (LIN et al., 2012; Wang et al., 2009). Solos agrícolas são mais colonizados por espécies 

de Glomus (BEAUREGARD et al., 2013). Funneliformis mosseae tem distribuição global, o 

que possivelmente favorece o sucesso desse táxon em condições de agricultura 

(ROSENDAHL et al., 2009). Fatores como práticas culturais e vegetação podem também 

contribuir para determinar o domínio de um determinado táxon de FMA (SIVAKUMAR, 

2013).  

 Estudos sobre a diversidade de FMA utilizando a morfologia dos esporos têm sido 

realizados em áreas cultivadas e com diferentes usos de solo. Em nível mundial, considerando 
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trabalhos realizados na Europa, Índia, China e África, a riqueza e o índice de diversidade de 

FMA tem variado desde 12 a 58 registros de espécies em cultivos diversos a 0,69 a 2,5 em 

índices de diversidade (OEHL et al., 2003; 2005; 2010; SIVAKUMAR, 2013; WANG et al., 

2009; JEFWA et al., 2012; TIAN et al., 2011). 

 No Brasil, a riqueza de espécies de FMA tem variado de 16 a 50 e o índice de 

diversidade em cultivos diversos de 1,8 a 2,5 (MAIA; TRUFEM, 1990; SOUSA et al., 2013; 

PEREIRA et al., 2014). 

 Certas espécies foram consideradas generalistas ou dominantes em diversas áreas 

(OEHL et al., 2003; 2005; 2010; SIVAKUMAR, 2013; WANG et al., 2009; JEFWA et al., 

2012; TIAN et al., 2011) (Tabela 1). As seguintes espécies também são comuns em diferentes 

ambientes no Brasil, desde florestas a agrossistemas: Acaulospora morrowiae, A. 

scrobiculata, A. spinosa, A. tuberculata, Ambispora appendicula, Cetraspora pellucida, 

Claroideoglomus etunicatum, Funneliformis geosporus, Gigaspora margarita, Rhizoglomus 

clarum, R. microaggregatum, Glomus diaphanum, G. macrocarpum, Sclerocystis sinuosa, 

Racocetra persica, Scutellospora calospora e Fuscutata heterogama (De SOUZA et al. 2010)  

 Trabalhando com identificação morfológica e molecular em solo agrícola na 

Alemanha, Wetzel et al. (2014) registraram 25 espécies de FMA com a primeira técnica, 

sendo Funneliformis mosseae, Scutellospora calospora, F. geosporus e Rhizoglomus 

intraradices os mais abundantes. Para a análise molecular utilizaram os primes LR1-FLR2 e 

FLR3-FRL4, amplificando DNA de raiz de trigo e observaram que, de acordo com  as 

análises filogenéticas, Glomus foi representado pelo maior número de sequências de clones, 

seguido por Funneliformis e Scutellospora, enquanto Claroideoglomus e Entrophospora 

foram representados por apenas três sequências. Os autores concluíram que a identificação 

morfológica dos esporos permitiu melhor diferenciação dos táxons de fungos e detecção mais 

sensível de mudanças na composição e diversidade da comunidade, quando comparada aos 

métodos moleculares. 

 Com a utilização de ferramentas puramente moleculares, é possível a observação de 

menor número de representantes de FMA, como visto por Higo et al. (2013) em sistemas de 

rotação de soja, no Japão, no qual utilizaram os primers LR1-FLR2 e FLR3-FLR4 e 

registraram apenas 16 filotipos de FMA, dos gêneros Glomus (maioria), Gigaspora, 

Scutellospora, Diversispora e Paraglomus. Em experimento em potes contendo cultivares de 

milho, Kuramae et al. (2013) utilizaram os primers FR1-FF390 modificados e registraram 
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sequências apenas de Glomerales e Paraglomerales, observando que a diversidade (índice de 

Shannon), a equitabilidade e a riqueza não diferiram entre os cultivares e tempos de cultivo.  

 A riqueza de FMA em áreas cultivadas com batata e milho, na Holanda, foi de 11 

táxons, quando utilizaram-se para detecção os primers LR1-FLR2 e FLR3-FRL4 

(VERBRUGGEN et al., 2012a). Borriello et al. (2012) utilizaram combinações de primers 

(NS31/AMmix, 28G1/28G2 e GOCC56/GOCC427) para amplificar DNA de raízes e solo de 

área cultivada com milho, na Itália, e observaram representantes dos gêneros Glomus, 

Diversispora e Gigaspora, e índices de diversidade (Shannon) de 1,1 a 1,7, que variaram 

dependendo das condições de manejo do solo. 

 Nos estudos mencionados, Glomus é o gênero com o maior número de espécies 

representadas (BORRIELLO et al. 2012; HIGO et al., 2013; Wetzel et al., 2014). A 

predominância de espécies pertencentes a Glomeraceae na maioria dos estudos indica que 

fungos dessa família apresentam ampla capacidade de tolerância e adaptação a condições de 

estresse, confirmando que podem ser encontrados em uma extensa faixa de habitats, tanto 

naturais como agrícolas (ÖPIK et al., 2006). 

 Alguns problemas ainda são encontrados com a identificação molecular por 

sequências ribossomais de FMA. No entanto, a combinação da identificação morfológica 

clássica de esporos e a análise molecular de raízes é altamente promissora, pois auxilia a 

caracterizar melhor as comunidades de FMA dentro do sistema radicular (REDECKER et al., 

2003), identificando os fungos que estão efetivamente associados aos vegetais (APPOLONI et 

al., 2008; FARMER et al., 2007) e determinando inclusive o seu papel funcional na 

associação (CESARO et al., 2008). Dessa forma, isolados de FMA mais efetivos poderão ser 

selecionados para produção de inóculo e aplicação em culturas de interesse econômico. É 

importante que novas tecnologias sejam desenvolvidas para seleção de isolados de FMA 

efetivos nos agrossistemas brasileiros, permitindo a produção de inoculantes funcionais, que 

aumentem a produção agrícola gerando mais divisas para o país e proporcionando 

crescimento sustentável da produção vegetal. 

 

4. Material e Métodos 

 

4.1. Áreas de estudo 
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 O estudo foi realizado em áreas cultivadas com milho, em propriedades de pequenos 

produtores, nos municípios de Igarassu (07º51’33,9”S e 34º59’04,5”W), Passira 

(07º59’51,6”S e 035º29’54,9”W) e Serra Talhada (07º52’32,5”S e 38º27’12,1”W), inseridos 

respectivamente nas zonas úmida - Mata (floresta tropical), e semiáridas - Agreste (seco) e 

Sertão (mais seco), no estado de Pernambuco, Nordeste do Brasil. Buscava-se associar a 

ocorrência de FMA ao gradiente edafoclimático representado pelas três áreas de coleta, mas 

devido ao período prolongado de seca todas as áreas foram irrigadas por gotejamento, durante 

o período de desenvolvimento do milho. Os plantios de Igarassu e Passira foram adubados 

com NPK antes da semeadura, nas proporções 20:10:20 kg ha-1 e 60:60:20 kg ha-1, 

respectivamente e em Serra Talhada o solo não foi adubado, possivelmente devido aos altos 

teores de P e K encontrados. 

 Igarassu está inserido na região metropolitana do Recife, no estado de Pernambuco e 

faz parte da unidade dos tabuleiros costeiros que acompanha o litoral de todo o nordeste, com 

altitude média de 100 metros. Compreende platôs de origem sedimentar, com vales estreitos, 

encostas abruptas e fundos com amplas várzeas. Os solos são profundos e de baixa fertilidade 

natural (CPRM, 2005). O clima é tropical chuvoso com verão seco (tipo As de Köppen-

Geiger, KOTTEK et al., 2006). O período chuvoso tem início em fevereiro e término em 

outubro. A precipitação média anual é de 1.634 mm, mas no período de coletas a precipitação 

foi de apenas 329 mm. Os solos dessa unidade geoambiental são representados pelos 

Latossolos (CPRM, 2005). A área foi plantada com maracujá antes da introdução do cultivo 

de milho. 

 Passira está localizado no agreste do Estado na microrregião do médio Capibaribe, 

com altitude de 176 m; o clima é semiárido (tipo BShs’ de Köppen-Geiger, KOTTEK et al., 

2006). As chuvas ocorrem no outono e inverno, iniciando em fevereiro/março e podendo 

estender-se até agosto. A temperatura média anual é de 24ºC e a precipitação média anual é de 

604 mm; nos períodos de coleta a precipitação foi de apenas 125 mm. O relevo é geralmente 

movimentado, com vales profundos e estreitos e os solos são Planossolos (CPRM, 2005). A 

cultura anteriormente plantada era pimentão. 

 O município de Serra Talhada está inserido na unidade geoambiental da Depressão 

Sertaneja, na mesorregião do sertão a 500 m de altitude. O relevo é predominantemente plano 

e suave-ondulado, cortado por vales estreitos, com vertentes dissecadas (CPRM, 2005, 

TABOSA et al., 2010). O clima é tropical semiárido, com chuvas de verão (tipo Bsh de 

Köppen-Geiger, KOTTEK et al., 2006). O período chuvoso se inicia em novembro com 
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Tabela 1. Análise química e granulométrica do solo n
municípios de Igarassu (IG), Passira
Áreas pH Fe Zn 

  mg dm

IG 5,5b 46,5a 5,0a 

PA 6,9a 6,7b 4,2a 

ST 7,4a 69,7a 5,0a 

Áreas C  V 

 % 

IG 1,8a  50,2b 

PA 2,0a  92,3a 

ST 1,3b  93,8a 

V= saturação por base, AG= areia grossa, AF= areia fina. *fósforo disponível
Médias seguidas por mesma letra 
 

Figura 3.

término em abril. A temperatura média anual é de 24 ºC e a precipitação média anual 

mm, no período de coletas a precipitação foi de 3 mm. Os solos 
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1) na Estação Experimental de Cana-de-açúcar do Carpina, da Universidade Federal Rural de 

Pernambuco (UFRPE), e o restante usado para as análises micorrízicas. As raízes do milho 

avadas, secas em temperatura ambiente, e uma parte usada para análise d

FMA e a outra parte estocada em freezer (-20 ºC) para análises moleculares. 

ímica e granulométrica do solo nas áreas plantadas com milho, nos 
(IG), Passira (PA) e Serra Talhada (ST). 

Mn P K Na Al 

mg dm-3 cmolc dm

4,7b 48,0a 0,2a 0,1c 0 a 3,1b

79,1a 80,0a 1,0a 0,3b 0 a 8,7a

49,4a 130,0a 1,1a 1,6a 0 a 7,9a

Composição granulométrica %  

AG AF Silte Argila  

54,9a 31,9a 5,2a 7,9a  

53,5a 32,7a 5,7a 7,9a  

59,6a 26,8a 5,7a 7,9a  

, AG= areia grossa, AF= areia fina. *fósforo disponível pelo método extrator de Mehlich1. 
letra não diferem significativamente pelo de teste Tukey a 5%.

 
Figura 3. Estratégia da amostragem nas áreas de coleta. 

Área 80 m

27 

de 24 ºC e a precipitação média anual 

a precipitação foi de 3 mm. Os solos 

, 2010). Antes do plantio do milho a 

amostras) de solo e raízes 

em dois períodos de desenvolvimento do milho (60 e 

), nas três áreas selecionadas. As amostras 

para análise físico-química (Tabela 

açúcar do Carpina, da Universidade Federal Rural de 

para as análises micorrízicas. As raízes do milho 

parte usada para análise da colonização 

20 ºC) para análises moleculares.  

as áreas plantadas com milho, nos 

Ca Mg H 

cmolc dm-3 

3,1b 0,3b 3,6a 

8,7a 1,4b 0,9b 
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4.3. Contagem de glomerosporos e identificação dos FMA 

 

 Glomerosporos e esporocarpos foram extraídos de 100 g de solo de cada área por 

peneiramento úmido e centrifugação em sacarose (GERDEMANN; NICOLSON, 1964, 

JENKINS, 1964), quantificados em placa canaletada e observados em estereomicroscópio (40 

x). Os esporocarpos foram contados como uma unidade. Os glomerosporos foram montados 

em lâminas com polivinil lacto-glicerol (PVLG) e PVLG + reagente de Melzer (1:1) e as 

espécies foram identificadas a partir da análise morfológica dos esporos. 

 

4.4. Colonização radicular 

 

 As raízes coletadas foram lavadas, diafanizadas com KOH (10%) e coradas com azul 

de tripano (0.05%) (PHILLIPS; HAYMAN, 1970). A porcentagem de arbúsculos, vesículas, 

hifas e a colonização total foram calculadas de acordo com McGonigle et al. (1990).   

 

4.5. Extração do DNA das raízes 

 

 A extração do DNA das amostras de raízes foi realizada usando o DNeasy Plant Mini 

Kit (Qiagen, Crawley, UK), de acordo com o protocolo do fabricante para amostras 

congeladas. Qualidade e quantidade do DNA isolado foi analisada com auxílio do Nanodrop. 

 

4.6. Reação em cadeia da polimerase (PCR), análise de polimorfismo de fragmentos de 

restrição (RFLP), clonagem e sequenciamento 

 

 Foram amplificadas parte da subunidade ribossomal pequena (SSU) e da subunidade 

ribossomal grande (LSU). Para a região SSU do rDNA foi realizada uma nested PCR. Na 

primeira reação foram utilizados os primers NS1-NS4 (WHITE et al., 1990) e na segunda os 

primers AML1-AML2 (LEE et al., 2008) (Condições da PCR: 95 ˚C a 5 min., com 35 ciclos a 

94 ˚C por 1 min., 55 ˚C por 1 min., 72 ˚C por 1 min. e um ciclo para a elongação final a 72 ˚C 

por 10 min.). As reações de PCR para os primers AML1/AML2 diferiram apenas na 

quantidade de ciclos (30) e na temperatura de anelamento (58 ºC). Um controle negativo 

sempre foi incluído na PCR para verificação de possível contaminação. Para amplificação do 

LSU rDNA também foi realizada uma nested PCR. Na primeira reação foram utilizados os 
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primer ITS3 (WHITE et al., 1990) e LSU2 (SANTIAGO et al., 2014) e para segunda os 

primers LR1-28G2 (VAN TUINEN et al., 1998; SILVA et al., 2006). Os parâmetros de 

ciclagem para as PCRs foram os mesmos descritos acima para a amplificação do SSU rDNA, 

diferindo apenas na temperatura de anelamento, que para primeira reação foi de 60 °C e para 

a segunda 56 °C. Após a amplificação 5 µL do produto de PCR foi usado para corrida em gel 

de agarose (1%) e posterior visualização em transiluminador. Os produtos de PCR foram 

purificados usando o QIAquick (Qiagen, Hilden, Alemanha), clonados com o pGEM-T Easy 

(Promega, Madison, Wisconsin, USA) em células de Escherichia coli (Xl1 blue), seguindo o 

protocolo do fabricante. 

 Foi realizado a triagem dos clones contendo o inserto para cada biblioteca de genes 

(SSU e LSU rRNA) resultantes, usando uma segunda amplificação com os primers 

AML1/AML2 (SSU) e os primers específicos para os clones do pGEM-T Easy - SP6-T7 

(LSU) seguindo as mesmas condições descritas anteriormente. Vinte e quatro dos clones 

positivos, a partir de cada uma das amostras, foram testados para polimorfismo de fragmentos 

de restrição (RFLP) por digestão com Hinf I e Hsp92II de acordo com protocolo do fabricante 

(Promega). Os produtos da digestão foram analisados em eletroforese em gel de agarose a 

2,5% (em TBE, tris-borato-EDTA). Duas amostras de cada tipo de RFLP foram purificadas 

com ExoSAP-IT (Affymetrix, USB) e enviadas para sequenciamento na Universidade Ludwig 

Maximilian de Munique (Alemanha). 

 

4.7. Análises filogenéticas 

 

 As sequências obtidas foram comparadas com as presentes no NCBI usando a 

ferramenta BLASTn (ALTSCHUL et al., 1997), sendo utilizados na análise filogenética 

apenas os fragmentos relacionados a Glomeromycota, os quais foram alinhados, com outros 

(do filo Glomeromycota) recuperados do GenBank, com o auxílio do programa Clustal X 

(LARKIN et al., 2007) e editados usando o programa BioEdit (HALL, 1999). 

 A caracterização molecular final se deu com a avaliação filogenética e construção de 

árvores. As análises bayesiana (5 x 106 gerações) e de máxima verossimilhança (1000 

bootstraps) foram realizadas, respectivamente, com MrBayes 3.1.2 (RONQUIST; 

HUELSENBECK, 2003) e PhyML (GUINDON; GASCUEL, 2003), executados a partir do 

programa Topali 2.5 (MILNE et al., 2004). O modelo de substituição nucleotídica usado 

(GTR + G) foi estimado usando Topali 2.5. 
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4.8. Diversidade de FMA 

 

 Os seguintes parâmetros ecológicos foram considerados: riqueza de espécies, 

abundância relativa (AR), frequência de ocorrência (FO), equitabilidade e diversidade, usando 

os dados da identificação morfológica dos glomerosporos extraídos do solo do campo. A 

riqueza de espécies foi definida como o número de espécies de FMA registradas em cada área 

de estudo, a abundância relativa foi definida como o número de esporos de uma espécie ou 

gênero em particular, dividido pelo número total de esporos e multiplicado por 100, a FO foi 

calculada pelo número de vezes que determinada espécie ou gênero foi isolada nas áreas, 

multiplicado por 100. De acordo com a frequência de ocorrência (FO), as espécies foram 

divididas em quatro categorias: dominantes (D= FO > 50%), muito comuns (MC= 30% > FO 

≤ 50%), comuns (C= 10% > FO ≤ 30%) e raras (R= FO ≤ 10%), segundo Zhang et al. (2004). 

A diversidade dentro da comunidade de FMA e a equitabilidade foram avaliadas pelo índice 

de Shannon (H’) = - Ʃ (Piln[Pi]), onde Pi = ni/N, ni = número de glomerosporos da espécie i, 

e N = número total de glomerosporos de todas espécies. A equitabilidade foi calculada de 

acordo com a equação E = H’/H’max, onde H’ é o índice de Shannon e H'max é dado pela 

expressão: H'max = Log s.  

 

4.9. Análise de similaridade  

 

 Foi calculado o índice de similaridade de Sorensen para os FMA entre os períodos de 

coleta para cada área (BROWER; ZAR, 1984). 

 

4.10. Análises estatísticas 

  

 Os valores dos parâmetros obtidos a partir da análise do solo, o número de 

glomerosporos e a colonização micorrízica foram submetidos a análise de variância e as 

médias comparadas pelo teste de Tukey a 1% de probabilidade, utilizando o programa 

BioEstat 5.0 (AYRES et al., 2007). Os parâmetros de diversidade, como índice de Shannon, 

equitabilidade e riqueza foram calculados usando o programa Past (HAMMER et al., 2001). 

Os dados de composição das comunidades de FMA foram ordenados usando escalonamento 

multidimensional não métrico (NMS) (KRUSKAL, 1964) e a distância de Sørensen. Foi 
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realizada a análise PERMANOVA com base na distância euclidiana para testar se os solos 

diferem entre os locais estudados. Antes da análise os dados foram relativizados na coluna 

para eliminar o efeito das diferenças entre as unidades dos atributos do solo. PERMANOVA 

também foi realizada para testar se havia diferenças na composição das comunidades de FMA 

entre as áreas com base na distância de Bray–Curtis. 

 

5. Resultados 

 

 Os solos das áreas são eutróficos (Tabela 1). Com base na análise de variância 

constatou-se diferenças significativas entre as áreas na maioria dos atributos do solo, exceto 

para Zn, P, K e composição granulométrica. O teor de P foi alto nos três locais de coleta (>40) 

(Malavolta, 1992). O pH apresentou-se com acidez média no solo de Igarassu, chegando a 

neutro nas demais áreas. Maiores teores de Fe foram encontrados nos solos de Serra Talhada e 

Igarassu. A PERMANOVA mostrou que as características do solo diferiram entre as áreas (F 

= 11,0, p <0,01).  

 Amostras de solo dos plantios continham de 78 a 748 glomerosporos 100g solo-1, com 

diferenças significativas entre as áreas e os períodos de coleta de acordo com o teste de Tukey 

(p <0,01). O maior número de esporos foi registrado na área de Passira e o menor em Igarassu 

(Figura 2).  

 
Figura 4. Número de glomerosporos de FMA em áreas cultivadas com milho em duas épocas de coleta (60 e 90 
dias), em Igarassu (IG), Passira (PA) e Serra Talhada (ST), no estado de Pernambuco. Médias seguidas pela 
mesma letra não diferem estatisticamente pelo teste de Tukey (p <0,01). Letras minúsculas comparam os 
períodos de coleta da mesma área, letras maiúsculas comparam as áreas no mesmo período de coleta. 
 
 As amostras de raízes apresentaram média de colonização total variando de 3,9 a 

64,1%. As maiores médias de vesículas, arbúsculos e hifas foram encontradas na área de 

Igarassu e as menores nas outras duas áreas (Tabela 2). Na segunda coleta houve diferença 

112 bB

748 aA

510 aA

116 bB

682 aA

78 bB

IG PA ST

Número de glomerosporos 100 g solo

1ª coleta 2ª coleta
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significativa na colonização das raízes entre todas as áreas. Apenas em Serra Talhada houve 

diferenças na colonização em relação aos períodos de coleta.  

 

Tabela 2. Colonização micorrízica das raízes de milho, em duas épocas de coleta, nas três 
áreas de estudo: Igarassu (IG), Passira (PA) e Serra Talhada (ST), em Pernambuco.   

    Colonização %     
Áreas   1ª coleta     2ª coleta   

  Arb. Ves. Hifa Total Arb. Ves. Hifa Total 
IG 4,3 aA 16,0 aA 41,1 aA 61,4 aA 5,9 aA 16,6 aA 38,9 aA 61,4 aA 
PA 1,3 bB   5,6 aB 16,7 aB 23,0 aB 3,8 aB   7,0 aB 16,6 aB 27,3 aB 
ST 1,3 aB   2,5 aB 25,7 aB 29,5 aB 0  bC   0,8 bC   3,1 bC   3,9 bC 

Arb.= arbúsculos, Ves.=vesículas. Médias seguidas pelas mesma letra não diferem estatisticamente pelo teste de 
Tukey (p <0,01). Letras minúsculas comparam, na linha os períodos de coleta na mesma área, letras maiúsculas, 
comparam, na coluna, as áreas no mesmo período de coleta. 
 

 A identificação morfológica permitiu a diferenciação de 24 espécies de FMA em 

Igarassu (área úmida), 27 em Passira (área seca) e 17 em Serra Talhada (área mais seca). 

Incluindo os dois períodos de coleta e as três áreas estudadas foram reconhecidos 43 táxons 

(Tabela 3). Em termos de frequência de ocorrência, 25% das espécies foram dominantes em 

Igarassu (Acaulospora mellea, A. scrobiculata, Gigaspora decipiens, G. margarita, Racocetra 

coralloidea e R. fulgida), 41% em Passira (Acaulospora excavata, A. longula, A. scrobiculata, 

Entrophospora infrequens, Funneliformis mosseae, Glomus sp. 1, Glomus sp. 2, Paraglomus 

occultum e Septoglomus sp.) e 41% também em Serra Talhada (A. scrobiculata, Ambispora 

sp.,  Funneliformis mosseae, Glomus sp. 1, Glomus sp. 2, Septoglomus sp. e Sclerocystis 

sinuosa). A maioria das espécies foi comum ou muito comum em todas as áreas e não se 

registrou espécies raras (Tabela 3). Em todas as áreas Acaulospora e Glomus predominaram; 

em Igarassu representaram 45,5% da comunidade de FMA (Acaulospora com 33% e Glomus 

com 12,5%); em Passira esses gêneros representaram 44,4% da comunidade, enquanto em 

Serra Talhada constituíram 32,2% dos FMA presentes. Acaulospora laevis, Glomus sp. 5, 

Paraglomus pernambucanum, Racocetra coralloidea e Septoglomus constrictum foram 

observados apenas na segunda coleta, em Passira. Com a análise do NMS (Figura 3) foi 

possível explicar 77,7% da variância dos dados em 49,6% pelo eixo 1 e em 28,1% pelo eixo 2 

e as análises estatíticas (PERMANOVA) mostraram que a composição das comunidades de 

FMA diferiu entre as áreas (F = 6,63, P <0,01). 

 A idade da planta influenciou a riqueza de FMA nas áreas de Igarassu e Serra Talhada, 

com diminuição na 2ª coleta (Tabela 3); o mesmo número de espécies ocorreu em Passira. Em 

relação à similaridade (índice de Sorensen) de espécies em função dos períodos de coleta, em 
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Igarassu e Passira a similaridade dos táxons atingiu 77%, enquanto em Serra Talhada apenas 

58% foram similares. 

 
Tabela 3. Espécies de FMA, abundância relativa e frequência de ocorrência em cultivos de 
milho, em duas épocas de coleta (60 e 90 dias), nas três áreas de estudo: Mata (Igarassu -IG), 
Agreste (Passira - PA) e Sertão (Serra Talhada - ST), em Pernambuco.  

Espécies Áreas/ Coletas 
 IG PA ST 
 AR / FO % AR / FO % AR / FO % 
 1 2 1 2 1 2 
Acaulospora excavata  1,94 / MC 1,47 / C 0,80 / DM 0,56 / DM 0,38 / MC 0 / MC 
A. foveata  0,43 / CM 0,21 / C 0 / MC 0 / MC 0 / MC 0 / MC 
A. lacunosa  0 / MC 0 0,06 / CM 0,03 / CM 0 / MC 0 / MC 
A. laevis  0 / MC 0 0  MC 0,06 / CM 0 / MC 0 / MC 
A. longula  0 / MC 0 40,24 /DM 47,00 / DM 0 / MC 0 / MC 
A. mellea  8,85 / DM 12,60 / MC 0 / MC 0 / MC 0 / MC  0 / MC  
A. minuta  0 / MC 0 0,03 / CM 0 / MC 1,88 / MC 0 / MC  
A. morrowiae  23,75 / MC 12,18 / MC 0 / MC 0 / MC 0 / MC  0 / MC  
A. punctata  0 / MC 0  0,03 / CM 0,13 / MC 0 / MC  0 / MC  
A. scrobiculata  10,58 / DM 2,31 / D  0,80 / DM 0,72 / DM 6,17 / DM 0 / MC  
A. spinosa  0,43 / CM 0 / MC 0 / MC 0 / MC 0 / MC 0 / MC 
Acaulospora sp. 1  0,21 / CM 0 / MC  0 / MC 0 / MC 0 / MC 0 / MC  
Acaulospora sp. 2  0,21 / CM 3,15 / CM 0,09 / CM 0,03 / CM 0 / MC 0 / MC 
Acaulospora sp. 3  0 / MC 0 / MC 0 / MC 0 / MC 0,43 / CM 0 / MC 
Ambispora 

appendicula  0,43 / CM 0 / MC 0,06 / MC 0,03 / CM 0 / MC  0 / MC  
Ambispora sp. 

0,86 / CM 0 / MC 0,03 / CM 0 / MC 27,59 / DM 
25,68 / 

DM 
Cetraspora pellucida  0,43 / CM 0,84 / CM 0,24 / MC 0 / MC 0,19 / CM 0 / MC  
Cetraspora sp.  0 / MC 0 / MC 0,03 / CM 0,06 / MC 0 / MC 0 / MC  
Corymbiglomus 

tortuosum 0 / MC 0 / MC 0 / MC 0 / MC  0,33 / CM 0 / MC  
Dentiscutata 

cerradensis  0,21 / CM 0 / MC 0 / MC 0 / MC 0,24 / CM 0 / MC  
Entrophospora 

infrequens  0 / MC 0 / MC 0,65 / DM 0,52 / DM 0 / MC  0 / MC 
Funneliformis 

mosseae  0 / MC 0 / MC 13,05 /DM 18,25 / DM 1,88 / DM 
17,73 / 

DM 
Fuscutata aurea  0 / MC 0 / MC 0 / MC 0 / MC 0,04 / CM 0 / MC  
Gigaspora decipiens  4,96 / DM 2,73 / MC 0,09 / CM 0 / MC 0 / MC  0 / MC  
G. gigantea  1,72 / MC 0 / MC 0 / MC 0 / MC 0 / MC  0 / MC  
G. margarita  9,50 / DM 10,50 /DM 0 / MC 0 / MC 0,09 / CM 0 / MC  
Glomus glomerulatum  2,80 / MC 0,63 / MC 0 / MC 0 / MC 0 / MC  0 / MC  
G. macrocarpum  7,34 / MC  4,20 / CM 0,56 / MC 2,10 / MC 0 / MC  0 / MC  

Glomus sp. 1 0 / MC 0 / MC 20,40 /DM 11,66 / MC 43,70 / DM 
21,71 / 

MC 
Glomus sp. 2 

4,75 / MC 9,03 / DM 9,59 / DM 5,86 / DM 13,16 / DM 
15,29 / 

DM 
Glomus sp. 3 0 / MC 0 / MC 1,49 / CM 1,58 / MC 0 / MC  0 / MC  
Glomus sp. 4  0 / MC 0 / MC 0 / MC 0,03 / CM 0 / MC  0 / MC  
Paradentiscutata 

maritima  1,94 / CM 2,10 / MC 0 / MC 0 / MC  0 / MC  0 / MC  
Paraglomus 

bolivianum  0 / MC 0 / MC 0 / MC 0 / MC  0,09 / CM 
0,91 / 

CM 
P. occultum  1,07 / CM 0 / MC 2,05 / DM 6,52 / DM 1,73 / CM 0 / MC  
P. pernambucanum  0 / MC  0 / MC 0 / MC 0,16 / MC 0 / MC  0 / MC  
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Tabela 3. Continuação 

 

Paraglomus sp. 0,64 / CM 0 / MC 0 / MC 0 / MC  0 / MC  0 / MC  
Racocetra coralloidea  4,96 / DM 2,94 / DM 0 / MC 0,03 / CM 0 / MC  0 / MC  
R. fulgida  11,44 / DM 35,08 /DM 0 / MC 0 / MC 0 / MC 0 / MC 
Septoglomus 

constrictum  0 / MC 0 / MC 0 / MC 0,46 / CM 0 / MC  0 / MC  
Septoglomus sp. 

0 / MC 0 / MC 9,56 / DM 3,98 / DM 1,35 / DM 
12,23 / 

DM 
Sclerocystis 

clavispora 0 / MC 0 / MC 0,03 / CM 0 / MC 0 / MC  0 / MC  
S. sinuosa  

0,43 / CM 0 / MC 0,03 / CM 0,13 / MC 0,67 / DM 
6,42 / 

DM 
Riqueza de espécies 
por período 24 15 22 22 17 7 
Riqueza de espécies 
por área 24 27 17 

 

 

Figura 5. Composição das comunidades de FMA, de acordo com a ordenação do escalonamento 
multidimencional não métrico (NMS), em áreas de plantio de milho, nas três áreas de estudo: Mata (Igarassu -
IG), Agreste (Passira - PA) e Sertão (Serra Talhada - ST), em Pernambuco. 
 

 A maior diversidade de FMA, pelo índice de Shannon, foi encontrada na área mais 

úmida (Tabela 4). Com relação a fenologia da planta (60 e 90 dias), houve variação 

significativa para a diversidade dos FMA apenas em Igarassu. O número de indivíduos foi 

maior em Passira nos dois períodos de coleta, em relação às outras áreas. As comunidades de 

FMA nas áreas permaneceram equilibradas (Tabela 4). 

 Foram selecionados e sequenciados 423 clones (164 do SSU e 259 do LSU rDNA). 

Quando comparados com as sequências depositadas no NCBI (via BLASTn), os fragmentos 
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de DNA obtidos nesse estudo revelaram que das 164 sequências de SSU, 93 (57%) 

apresentaram elevado percentual de identidade com sequências de táxons pertencentes ao filo 

Glomeromycota, enquanto as 71 remanescentes (43%) foram relacionadas com outros grupos 

de fungos ou pertenciam ao milho. Das 259 sequências obtidas do LSU, 153 (59%) 

apresentaram alta similaridade com sequências de Glomeromycota, enquanto o restante (106 

= 41%) estava relacionado a outros eucariotas. A família de FMA com maior representação 

nas sequências obtidas foi Glomeraceae (41 sequências do SSU e 35 do LSU rDNA). Alguns 

dos clones obtidos não se enquadraram em nenhum dos gêneros de Glomeromycota, podendo 

representar espécies que pouco esporulam ou que possivelmente são novos táxons.  

 
Tabela 4. Índices ecológicos das comunidades de FMA nas áreas cultivadas com milho, em 
duas épocas de coleta (30 e 90 dias), nas três áreas de estudo: Mata (Igarassu), Agreste 
(Passira) e Sertão (Serra Talhada), em Pernambuco.  

Áreas Índices ecológicos 

 R H' J' 

 1 2 1 2 1 2 

Igarassu 24aA 15bA 2,5aA 2,0bA  0,78aA 0,77aB 

Passira 22aA 22aA 1,7aB 1,7aB 0,56aB 0,55aC 

Serra Talhada 17aA 7bB 1,5aC 1,7aB 0,55bB 0,89aA 

R= riqueza, H'= diversidade de Shannon, J'= equitabilidade. Médias seguidas pela mesma letra não diferem 
estatisticamente, pelo teste de Tukey (p <0,01). Letras minúsculas, na linha, comparam os períodos de coleta na 
mesma área; letras maiúsculas, na coluna, comparam as áreas no mesmo período de coleta. 
 

 Os clones do SSU rDNA foram agrupados em subclados de Glomeromycota, 

correspondendo aos gêneros: Claroideoglomus, Glomus, Entrophospora, Funneliformis, 

Rhizoglomus, Septoglomus, Acaulospora, Diversispora, Redeckera, Racocetra, Dentiscutata, 

Fuscutata, Gigaspora e Paraglomus (Figura 4). Os clones obtidos das raízes coletadas na área 

de Igarassu estão bem distribuídos entre vários gêneros de diferentes ordens de 

Glomeromycota (Diversisporales, Glomerales, Gigasporales e Paraglomerales); nas raízes de 

Passira a maioria dos clones correspondeu a Funneliformis, e em Serra Talhada, Glomeraceae 

foi a família mais representada, principalmente pelo gênero Septoglomus.  

 Os clones do LSU rDNA obtidos neste estudo foram agrupados em gêneros 

correspondentes a três ordens de Glomeromycota (Diversisporales, Gigasporales e 

Glomerales) (Figura 5). Esses gêneros foram praticamente os mesmos observados no SSU 

rDNA, com exceção de alguns, tais como: Diversispora, Redeckera e Paraglomus. Em 

Diversisporales foi encontrado um representante de Corymbiglomus, em Glomerales foram 

encontrados alguns clones relacionados a Sclerocystis e em Gigasporales foi registrado um 
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clone para Intraornatospora. Este último clone provavelmente corresponde à 

Intraornatospora intraornata, já que apresentou 99% de identidade com a sequência dessa 

espécie, agrupando-se na árvore com 100% de suporte. Muitos clones (LSU rDNA) da área de 

Passira e Igarassu foram relacionados a Rhizoglomus. A maioria das sequências pertencentes a 

Gigasporales tanto para o SSU, quanto para o LSU rDNA foi obtida das raízes de plantas 

cultivadas em Igarassu (zona da Mata), assim como as relacionadas a Corymbiglomus 

tortuosum (LSU rDNA) e Redeckera fulva (SSU rDNA). 

 Com a utilização de análise morfológica em associação com a molecular foi possivel 

detectar a presença de 21 gêneros de FMA, o que representa 55% de todos os identificados. 

Representantes dos gêneros Claroideoglomus, Diversispora, Dominikia, Intraornatospora, 

Redeckera e Rhizoglomus não foram identificados no solo rizosférico, enquanto Ambispora e 

Paradentiscutata foram observados apenas a partir da análise morfológica dos esporos 

presentes no solo, não sendo obtidas sequências desses gêneros (Tabela 5). 

 
Tabela 5. Gêneros de fungos micorrízicos arbusculares detectados com análises morfológicas 
e moleculares nas áreas cultivadas com milho, em duas épocas de coleta (30 e 90 dias), nas 
três áreas de estudo: Mata (Igarassu), Agreste (Passira) e Sertão (Serra Talhada), em 
Pernambuco.  
 

 

 

 

Gêneros  Análises 

 Morfológica Molecular 
  SSU LSU 

Acaulospora   X X X 
Ambispora  X  
Cetraspora  X  
Claroideoglomus  X X 
Corymbiglomus  X X 
Dentiscutata  X X X 
Diversispora  X  
Dominikia  X  
Entrophospora  X  
Funneliformis  X X X 
Fuscutata  X X X 
Gigaspora   X X X 
Glomus  X  
Intraornatospora  X 
Paradentiscutata  X  
Paraglomus  X X  
Racocetra  X X X 
Redeckera  X  
Rhizoglomus  X X 
Septoglomus  X X X 
Sclerocystis  X X 

Total 15 13 12 



37 

 

 

 

Figura 6. Posicionamento dos clones em relação as espécies de Glomeromycota, gerada a partir de análises de 

sequências parciais do SSU rDNA. Valores de suporte são de máxima verossimilhança (acima dos ramos) e 

análise bayesiana (abaixo dos ramos). Sequências obtidas nesse estudo estão em negrito. Apenas valores de 

suporte ≥ 60% são mostrados. Ramos espessos representam clados com ao menos 90% de suporte nas análises. 

Os códigos para os clones representam: ZM - Zona da Mata, AG - Agreste, ST - Sertão. 

 

 



38 

 

 
Figura 6. Continuação. 
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Figura 7. Posicionamento dos clones em relação as espécies de Glomeromycota, gerada a partir de análises de 
sequências parciais do LSU rDNA. Valores de suporte são de máxima verossimilhança (acima dos ramos) e 
análise bayesiana (abaixo dos ramos). Sequências obtidas nesse estudo estão em negrito. Apenas valores de 
suporte ≥ 60% são mostrados. Ramos espessos representam clados com ao menos 90% de suporte nas análises. 
Os códigos para os clones representam: ZM - Zona da Mata, AG - Agreste, ST - Sertão. 
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Figura 7. Continuação. 
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6. Discussão 
 
 Houve grande variação no número total de glomerosporos de FMA nas três áreas. Em 

outros estudos realizados em áreas cultivadas no Brasil o número de glomerosporos variou de 

26 a 276 100g solo-1 (MAIA; TRUFEM, 1990; SOUSA et al., 2013; PEREIRA et al., 2014) e 

em outros locais cultivados com cana-de-açúcar, na Índia (118 a 582 esporos 100g solo-1) e 

com diferentes usos do solo, na Europa (200 a 6000 esporos 100g solo-1) (SIVAKUMAR, 

2013; OEHL et al., 2003, 2010). Provavelmente variações em número de glomerosporos 

ocorrem porque as comunidades de FMA que habitam agrossistemas apresentam padrões de 

esporulação temporais (PANWAR et al., 2011).  

 Na área de mata, mais úmida (Igarassu) havia menor número de glomerosporos que 

nas demais áreas, confirmando outros dados em área de mata, onde o número de 

glomerosporos geralmente é baixo variando de 7,8 a 308 100g solo-1 (AIDAR et al., 2004; 

STÜRMER et al., 2006; BONFIM et al., 2013). Em regiões semiáridas esses valores 

costumam ser maiores, 100 a 1280 esporos 100g solo-1 (SOUZA et al., 2003; MELLO et al., 

2012; SHI et al., 2006; ZHAO; ZHAO, 2007). As condições ambientais encontradas nas 

regiões semiáridas, quente e seca, podem favorecer a esporulação (CARDOSO et al., 2003); 

de acordo com Lovelock et al. (2003), nessas condições os esporos de FMA são menos 

susceptíveis à predação e ao parasitismo. Foi demonstrado elevado número de esporos em 

solos de mata, com cultivo (PEREIRA et al., 2014); usualmente em solos de mata, com 

vegetação bem estabelecida, em clímax, os fungos podem gastar mais energia para o 

crescimento micelial do que para a produção de esporos (STÜRMER; SIQUEIRA, 2011). No 

entanto, com os cultivos a estratégia de vida dos FMA pode ser modificada, sendo priorizada 

a esporulação. 

 Em média, a colonização foi baixa (3,9 a 29,5%), quando comparada a trabalhos 

realizados por Carrenho et al. (2002, 2007) onde a colonização máxima para o milho chegou a 

50,8%. As menores quantidades de vesículas, arbúsculos e hifas foram encontradas nos locais 

mais secos. Os resultados estão de acordo com os de Zhu et al. (2012) e Celebi et al. (2010), 

os quais afirmam que em áreas mais secas a colonização micorrízica pode diminuir. Elevados 

níveis de fósforo, como ocorreu nas três áreas, e micronutrientes também afetam 

negativamente a colonização micorrízica (LIU et al., 2000). Os níveis de fósforo nas áreas 

mais secas (Passira e Serra Talhada) foram bem maiores que aqueles encontrados em 

Igarassu, embora sem diferença estatística (80 e 120 mg dm-3, respectivamente). Outros 
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trabalhos comprovam que as plantas e os nutrientes disponíveis no solo afetam a abundância 

de FMA e a colonização das raízes (HE et al., 2002). 

 O número de espécies de FMA encontrado neste trabalho (43) foi próximo ao referido 

no Nordeste do Brasil em ecossistemas naturais (SILVA et al., 2014) e em áreas sob 

diferentes usos do solo (PEREIRA et al., 2014), ambos com 50 táxons. Solos alterados por 

atividade humana podem ter menor diversidade que os naturais (LUMINI et al., 2010); além 

disso, diferenças de esforço amostral para detectar as espécies de FMA podem influenciar o 

resultado com relação ao número de táxons encontrados (SILVA et al., 2014). Em estudos na 

rizosfera de milho, o número de espécies tem variado de 10 a 19 (MAIA ; TRUFEM, 1990; 

CARRENHO et al., 2002; OEHL et al., 2003; WANG et al., 2009; GONZÁLEZ-CORTÉS et 

al., 2012; SOUSA et al., 2013), mas no presente trabalho, em duas das três áreas o número de 

táxons foi superior (24 em Igarassu e 27 em Passira), corroborando dados registrados por Tian 

et al. (2011) na China, onde 27 táxons foram encontrados. O milho possui menor seletividade 

que amendoim e sorgo para espécies de FMA, possibilitando ampla propagação desses 

organismos em suas raízes, o que faz com que uma rica e variada comunidade se desenvolva 

(CARRENHO et al., 2002). 

 A área de Passira apresentou maior riqueza de espécies em relação às outras áreas; 

possivelmente a alta diversidade de FMA pode ser explicada devido às condições quente e 

seca no local, onde alta temperatura e elevada intensidade luminosa podem favorecer a 

esporulação (CARDOSO et al., 2003; KOIDE; MOSSE, 2004). Condições climáticas 

semelhantes são encontradas na área de Serra Talhada, a qual apresentou o menor número de 

táxons, entretanto o alto nível de P (130 mg dm-3 solo) e as condições ambientais mais severas 

podem ter influenciado negativamente o desenvolvimento dos FMA. Quantidades de P acima 

de 100 mg dm-3 solo inibem a formação da associação micorrízica e seus propágulos (LIU et 

al., 2000; KARANIKA et al., 2008), o que possivelmente interferiu no desenvolvimento dos 

FMA. Em Igarassu, foi registrado número maior de táxons (24). Cada fungo possui sua 

própria demanda por fotossintatos e as condições ambientais podem afetar a interação desses 

organismos com as raízes, influenciando indiretamente a atividade reprodutiva do fungo 

(PEARSON; SCHWEIGER, 1993). 

 Algumas das espécies registradas como dominantes (Funneliformis mosseae, S. 

sinuosa, Gigaspora decipiens e G. margarita) nas áreas estudadas têm se mostrado comuns 

e/ou generalistas em diversos ambientes (OEHL et al., 2003, 2005, 2010; SIVAKUMAR, 

2013; WANG et al., 2009; de SOUZA et al., 2010; TIAN et al., 2011; JEFWA et al., 2012; 
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PEREIRA et al., 2014). Distinções entre as comunidades de FMA em diferentes locais e 

ambientes podem ser explicadas por fatores ambientais (GOSLING et al., 2013), e a região 

geográfica também pode ter forte efeito sobre a composição das comunidades de FMA, maior, 

inclusive, do que o uso da terra (GONZÁLEZ-CORTÉS et al., 2012). 

 Em todas as áreas predominaram espécies de Acaulospora e Glomus. Esses gêneros se 

destacam em áreas de vegetação nativa, no semiárido (SOUSA et al,. 2014; SILVA et al., 

2014; MELLO et al., 2012), em áreas de mata (AIDAR et al., 2004; STÜRMER et al., 2006; 

BONFIM et al., 2013) e sob diferentes usos do solo (OEHL et al., 2003; JEFWA et al., 2012; 

PEREIRA et al., 2014). Acaulospora e Glomus são comuns e adaptados a diferentes 

características de solos e ecossistemas (BONFIM et al., 2013), toleram ampla variação de pH 

(MAIA; TRUFEM, 1990), têm grande número de espécies conhecidas e os propágulos 

formados durante a colonização promovem alta infectividade, contribuindo para o sucesso 

desses táxons (HART; READER, 2002). 

 Acaulospora morrowiae, A. scrobiculata, A. spinosa, Ambispora appendicula, 

Cetraspora pellucida, Gigaspora margarita, G. macrocarpum e S. sinuosa são comuns nos 

diferentes ambientes brasileiros, desde florestas a agrossistemas (de SOUZA et al., 2010). 

Muitas das espécies encontradas no presente trabalho também foram consideradas comuns de 

acordo com a classificação de Zhang et al. (2004), corroborando resultados com relação à 

plasticidade e adaptação de táxons de FMA (ZANGARO; MOREIRA, 2010). 

 Esporos de alguns táxons foram encontrados apenas na primeira coleta (ver tabela 3) 

enquanto outros como Acaulospora laevis, Glomus sp. 5, Paraglomus pernambucanum, 

Racocetra coralloidea e Septoglomus constrictum foram observados apenas na segunda 

coleta. De acordo com Oehl et al. (2009), alguns grupos de Glomus necessitam de mais de um 

período vegetativo para começar a esporular, e podem ser considerados representantes de fase 

tardia de sucessão, enquanto espécies de Acaulospora esporularam nas primeiras estações de 

crescimento e posteriormente diminuem drasticamente a esporulação. Isso significa que os 

FMA apresentam esporulação com dinâmica temporal (OEHL et al., 2009). A monocultura de 

milho representa forte perturbação na sobrevivência de espécies de FMA (OEHL et al., 2009), 

o que induz a produção frequente de propágulos como garantia de sobrevivência 

(CARRENHO et al., 2010) favorecendo os gêneros citados.  

 As diferenças na riqueza de espécies de FMA para as áreas de Igarassu e Serra 

Talhada entre os períodos de coleta demonstram que pode existir uma dinâmica da população 
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de FMA em áreas agrícolas, com alterações relacionadas também à idade do hospedeiro 

(TIAN et al., 2011). 

 Os primers AML1-AML2 são indicados para amplificar parte da região do SSU rDNA 

de muitos grupos de Glomeromycota, incluindo Archaeospora e Paraglomus (LEE et al., 

2008), enquanto o primer AM1 não detecta sequências desses dois gêneros (ALGUACIL et 

al., 2008; REDECKER, 2000). No presente trabalho foram utilizados os primers AML1-

AML2 para amplificar parte do SSU rDNA, sendo possível detectar quatro das cinco ordens 

de Glomeromycota e confirmar as afirmações citadas, já que foi encontrada uma sequência de 

Paraglomus nas raízes do milho. Utilizando os primes LR1-28G2 para amplificar parte do 

LSU rDNA, três ordens foram detectadas. Alguns autores têm usado esses primers com 

sucesso para amplificação de espécies de Paraglomerales e outros grupos de Glomeromycota 

(SILVA et al., 2006; BORIELLO et al., 2012; MELLO et al., 2013). 

 O número de clones relacionados a espécies de Glomeromycota (59% para o LSU 

rDNA) foi baixo, se comparado ao obtido em pesquisa realizada na Europa em áreas com 

plantação de milho, onde a porcentagem de sequências relacionadas ao filo chegou a 94% 

para essa região (BORRIELLO et al., 2012). Apesar da obtenção de menor porcentagem de 

sequências relacionadas aos FMA (LSU rDNA), foi possível observar maior diversidade 

molecular. Enquanto no trabalho de Borriello et al. (2012) foram registrados apenas 

representantes de Glomus, Diversispora e Gigaspora, neste trabalho foram encontrados 

táxons de ao menos 16 gêneros de FMA: Acaulospora, Claroideoglomus, Corymbiglomus, 

Dentiscutata, Diversispora, Dominikia, Funneliformis, Fuscutata, Gigaspora, 

Intraornatospora, Paraglomus, Racocetra, Redeckera, Rhizoglomus, Sclerocystis e 

Septoglomus. Normalmente em regiões tropicais, mesmo em solos manejados, a diversidade 

de FMA é maior que em solos temperados (CARDOSO et al., 2010). 

 Também se observou maior número de clones relacionados aos representantes de 

Glomeraceae, como relatado por outros autores (HEMPEL et al., 2007; BORRIELLO et al., 

2012; WETZEL et al., 2014). A predominância de espécies de Glomeraceae na maioria dos 

estudos indica que esse grupo apresenta ampla capacidade de tolerância e adaptação a 

condições de estresse, podendo ser encontrados em uma extensa faixa de habitats, tanto 

naturais como agrícolas (ÖPIK et al., 2006). Dentre os representantes dessa família, 

sequências de Rhizoglomus se destacaram para o LSU rDNA; espécies desse gênero foram 

predominantes tanto em raízes como no solo (LUMINI et al., 2010), sugerindo que possuem 

um estilo de vida generalista e ruderal (JANSA et al, 2003; ÖPIK et al, 2006). No presente 
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trabalho, espécies de Rhizoglomus não foram observadas esporulando, sendo encontradas 

apenas colonizando as raízes. 

 A idade da planta é fator importante para diferenciação da estrutura das comunidades 

de FMA (HIJRI et al., 2006), mas Beauregard et al. (2013) não observaram diferenças na 

comunidade desses fungos entre os estágios de crescimento dos vegetais. Esses autores 

afirmam que raízes e solo hospedam comunidades de FMA distintas e que não se alteram ao 

longo do tempo. Nossos dados refutam a essa última afirmação. A comunidade de FMA 

observada nas raízes do milho no presente trabalho sofreu alteração entre os períodos de 

coleta. Sendo observada maior riqueza desses fungos na primeira coleta para as áreas de 

Igarassu e Serra Talhada. Com relação a diversidade, apenas em Igarassu o índice de Shannon 

foi significativamente diferente entre a primeira e a segunda coleta.  

 De acordo com Boriello et al. (2012), a presença de R. fulva estaria associada com 

amostras de solo fertilizado. No presente trabalho foram encontrados vários clones 

relacionados a R. fulva na área de Igarassu, entretanto não podemos confirmar se essa espécie 

está realmente associada a solos fertilizados, uma vez que o solo de Passira também foi 

fertilizado e R. fulva não foi encontrada.  

 Algumas espécies e gêneros observados a partir da análise morfológica do solo da 

rizosfera do milho, não foram encontradas nas raízes, enquanto outras só foram identificadas 

através de sequências. O número de espécies de FMA detectados morfologicamente é 

geralmente maior do que aquele encontrado no interior das raízes; além disso, nem todos os 

táxons presentes como esporos são detectados por PCR nas raízes, ou porque não estão 

simbioticamente ativos ou porque colonizam raízes em níveis baixos, não sendo possível a 

detecção (HIJRI et al., 2006). Assim, estudos morfológicos juntamente com moleculares 

auxiliam na identificação dos FMA presentes no solo e raízes de plantas, uma vez que cada 

técnica contribui para suprir a deficiência de amostragem da outra (REDECKER et al., 2003). 
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7. Conclusões 

 

 Os gêneros Glomus e Acaulospora são dominantes nos solos analisados, cujos 

atributos físicos e químicos determinam a distribuição das comunidades de FMA.  

 O estádio fenológico também pode influenciar a diversidade e riqueza de FMA 

juntamente com fatores edafoclimáticos.  

 A comunidade de FMA encontrada nas raízes (a partir de métodos moleculares) foi 

diferente daquela registrada no solo (a partir de análises morfológicas), o que confirma que 

análises moleculares complementam e possibilitam um estudo mais acurado desse trabalho. 

 As espécies presentes na rizosfera do milho, mas não detectadas nas raízes, podem 

estar colonizando outras plantas (ervas daninhas) ou apresentando baixa colonização no 

milho.   

 Algumas espécies presentes nas raízes podem não estar esporulando e dessa forma não 

podem ser detectadas pela análise morfológica de glomerosporos.  

 Para identificação mais acurada de FMA, análises moleculares devem complementar 

as morfológicas.   
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ANEXO A - Artigo a ser enviado para publicação 

 

Diversidade de fungos micorrízicos arbusculares em cultivos de milho (Zea mays L.) ao 1 

longo de um gradiente climático no Nordeste do Brasil. 2 

 3 

Resumo 4 

Os fungos micorrízicos arbusculares ajudam a melhorar a ciclagem da matéria e energia, 5 

levando ao aumento na produtividade do solo e beneficiando os agroecossistemas e os 6 

ecossistemas naturais. A diversidade desses fungos é influenciada pela intervenção humana, 7 

características ecológicas, fatores edáficos, tipo de manejo das culturas e diferenças 8 

climáticas. FMA presentes na rizosfera do milho foram identificados em plantações em uma 9 

área úmida (Zona da Mata), e em duas semiáridas: seca (Agreste) e mais seca (Sertão), em 10 

Pernambuco. As análises incluíram a quantificação de glomerosporos, estimativa do  número 11 

mais provável (NMP) de propágulos infectivos de FMA, identificação de espécies, e 12 

avaliações ecológicas das comunidades de FMA. A análise morfológica dos glomerosporos 13 

permitiu a diferenciação de 57 espécies de FMA, das quais duas novas para a ciência. Maior 14 

densidade de esporos ocorreu na área com umidade intermediária, que teve menor riqueza de 15 

espécies de FMA, sendo a maior riqueza registrada na área mais úmida (zona da mata). As 16 

áreas com maior diversidade foram a mata e o sertão. O NMP de propágulos infectivos não 17 

diferiu entre as áreas. A estrutura das comunidades de FMA diferiu entre os locais devido às 18 

diferenças nos atributos químicos e granulométricos dos solos segundo o teste de 19 

procedimento de permutação multi-resposta (MRPP). Solos cultivados com milho, em 20 

Pernambuco, abrigam expressiva diversidade de FMA e os fatores edafoclimáticos contribuem para a 21 

ocorrência e a distribuição das espécies. 22 

 23 

Introdução 24 

 25 

 Os fungos micorrízicos arbusculares (FMA), pertencentes ao filo Glomeromycota 26 

(Schϋβler et al., 2001), formam a mais ampla simbiose entre fungos e plantas na natureza 27 

(Smith & Read, 2008). Através da rede de hifas externas os fungos captam nutrientes e água 28 

do solo, transferindo-os à planta hospedeira e esta fornece substrato energético ao fungo. 29 

Assim, o micélio funciona como extensão da raiz, e a planta torna-se capaz de explorar maior 30 

volume de solo.  31 

 Além de aumentar a capacidade produtiva e diminuir custos, os FMA ajudam a 32 

melhorar a ciclagem da matéria e energia, levando ao aumento na produtividade do solo e 33 

beneficiando os agroecossistemas (Lin et al., 2012) e os ecossistemas naturais. Em sistemas 34 

de produção agrícola os FMA possuem a capacidade de suplementar o fósforo disponível de 35 

forma eficiente para as plantas (Lehman et al., 2012). Ajudam também na estabilidade edáfica 36 

porque promovem a agregação das partículas do solo e a retenção de água através da rede 37 

micelial e produção de glomalina (Gianinazzi et al., 2010). Constituindo um grupo funcional 38 
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chave da biota do solo, por suas atividades nutricionais e não nutricionais, os FMA 39 

influenciam e contribuem para os serviços ecossistêmicos (Gianinazzi et al., 2010). 40 

 Os principais fatores que afetam a diversidade de FMA são a intervenção humana, 41 

características ecológicas, fatores edáficos (pH, teores de umidade, fósforo e disponibilidade 42 

de nitrogênio) (Beauregard et al., 2013; Gosling et al., 2013; Ji et al., 2012; Lumini et al., 43 

2010; van der Heijden et al., 1998), tipo de manejo das culturas (Higo et al., 2013) e 44 

diferenças climáticas (Lekberg et al., 2007). Fatores como práticas culturais e tipo de 45 

vegetação também contribuem para determinar a predominância de um determinado táxon de 46 

FMA (Sivakumar, 2013).  47 

 Foram testadas as hipóteses de que: (a) a diversidade de FMA e a estrutura das 48 

comunidades diferem em locais com diferentes condições climáticas; (b) as propriedades do 49 

solo influenciam a comunidade de FMA em áreas com o mesmo tipo de plantio. O objetivo 50 

deste trabalho foi determinar a riqueza de espécies de FMA, a diversidade e composição da 51 

comunidade em plantios de milho ao longo de um gradiente climático em uma zona úmida, 52 

uma zona seca e outra mais seca.  53 

Material e Métodos 54 

 55 

Áreas de estudo 56 

 O estudo foi realizado em áreas cultivadas com milho da variedade BR 5026 "São 57 

José" (Lemos et al., 1995) em estações experimentais do Instituto Agronômico de 58 

Pernambuco - IPA, nos municípios de Itambé (7º24’50”S e 35º06’30”W) – zona da mata, 59 

Caruaru (08º34’38” S e 38º00’00” W) – agreste, e Serra Talhada (07º59’00”S e 38º19’16”W) 60 

– sertão pernambucano, caracterizando um gradiente climático. A primeira área apresenta 61 

elevada umidade (zona da mata) enquanto as demais estão localizadas na região semiárida e 62 

caracterizadas como seca (agreste) e mais seca (sertão). 63 

 Itambé está localizado na mesorregião da Zona da Mata e na microrregião Mata 64 

Setentrional do estado de Pernambuco, formada por maciços e outeiros altos, variando entre 65 

650 e 1.000 metros de altitude. O clima é tropical chuvoso (tipo As’ de Köppen-Geiger; 66 

Kottek et al., 2006) quente e úmido com verão seco. A estação chuvosa inicia-se em fevereiro 67 

e termina em setembro, podendo se estender até outubro. A temperatura média anual é 24ºC, 68 

com umidade relativa do ar de 80%. Os solos são do tipo Argissolos (CPRM 2005; Tabosa et 69 

al., 2010). 70 
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 Caruaru está localizado no agreste do Estado, em altitude de 537 m. O clima é tropical 71 

semiárido (tipo BShs’ de Köppen-Geiger; Kottek et al., 2006), com verão seco. A estação 72 

chuvosa inicia-se em março e termina em junho, com chuva melhor distribuída. A 73 

temperatura média anual é 23°C, com umidade relativa do ar de 59%. Os solos são do tipo 74 

Planossolos (CPRM 2005; Tabosa et al., 2010). 75 

 O município de Serra Talhada encontra-se a 500 m de altitude e está inserido na 76 

unidade geoambiental da Depressão Sertaneja, na mesorregião do sertão Pernambucano; o 77 

relevo predominante é plano e suave-ondulado, cortado por vales estreitos, com vertentes 78 

dissecadas (CPRM 2005; Tabosa et al., 2010). O clima é tropical semiárido, com chuvas de 79 

verão (tipo Bsh de Köppen-Geiger; Kottek et al., 2006). O período chuvoso se inicia em 80 

novembro com término em abril, este último mês com chuvas mais concentradas. A 81 

temperatura média anual é 24,5 ºC, com umidade relativa média de 52% e os solos 82 

predominantes são Argissolos (Tabosa et al., 2010). 83 

 Nas áreas de plantio o trato cultural foi o convencional, com revolvimento de camadas 84 

superficiais para reduzir a compactação, incorporar corretivos e fertilizantes e elevar a 85 

permeabilidade e o armazenamento de ar e água. O solo de Serra Talhada foi adubado com 86 

sulfato de amônia (como cobertura), Caruaru e Itambé com adubação mineral 60N-60P-20K 87 

kg/ha e 90N-90P-60K kg/ha, respectivamente. 88 

 89 

Coleta 90 

 Em cada área de plantio (1000 m2) foi estabelecido um quadrante (20 x 20 m) onde 16 91 

amostras compostas (4 sub-amostras) de solo da rizosfera (0-20 cm de profundidade) foram 92 

coletadas em 2010 no mês de março (Itambé) e 2011 no mês de julho e abril, respectivamente 93 

(Caruaru e Serra Talhada) no período de maturação das culturas que em geral ocorre 120 dias 94 

após o plantio. O material foi acondicionado em sacos plásticos, transportado para o 95 

laboratório e armazenado em temperatura ambiente (27 ºC) até o processamento. Parte do solo 96 

foi utilizado para análise físico-química (Tabela 1), realizada no LabFert (Recife, PE) e na 97 

Estação Experimental de Cana-de-açúcar do Carpina, da Universidade Federal Rural de 98 

Pernambuco (UFRPE) e o restante usado para as análises micorrízicas. A precipitação nas 99 

áreas, nos anos de coleta, está representada na figura 1. 100 

  101 
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Tabela 1. Análise química e granulométrica do solo das áreas plantadas com milho, nos 102 

municípios de: Itambé (IT), Caruaru (CA) e Serra Talhada (ST), Zona da Mata, Agreste e 103 

Sertão de Pernambuco, respectivamente. 104 

Áreas  mg dm-3 cmolc dm-3 

 
pH Fe Cu Zn Mn P K Na Al Ca  

IT 5,5b 191,5a 0,8a 1,2a 24,0a 3,3b 0,2c 0,07a 0,5a 2,1b  

CA 6,4a 65,2b 1,2a 1,5a 22,5b 49,4a 0,4b 0,01b 0,1b 4,5a  

ST 6,3a 55,2b 0,8a 1,0a 14,8b 58,0a 0,6a 0,01b 0,1b 4,1a  

Áreas cmolc dm-3 % Composição granulométrica % 

Classe 

Textural 

 Mg H V C  AG AF Silte Argila  
 

IT 0,7b 2,3a 51,5b 2,0a  39,0b 31,0b 20,0a 11,0a FA 

CA 1,4a 1,0b 85,0a 1,1b  47,8a 24,3c 20,0a 8,0a FA 

ST 1,2a 1,2b 81,9a 0,7c  28,0c 49,0a 13,3b 9,8a FA 

AG= areia grossa; AF= areia fina; FA= franco-arenosa. *fósforo disponível pelo método extrator de Mehlich1. 105 

Médias seguidas pela mesma letra não diferem significativamente pelo teste de Tukey a 5% de probabilidade. 106 

 107 
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108 

 109 

Figura 1. Precipitação nas áreas de coleta, Itambé (mês de março - Mata), Caruaru 110 

(julho -  Agreste) e Serra Talhada (abril - Sertão), com plantio de milho estudadas no 111 

estado de Pernambuco. 112 

 113 

Extração e quantificação de glomerosporos e identificação das espécies de FMA 114 

Glomerosporos foram isolados e as espécies identificadas a partir das 16 amostras de 115 

solo rizosférico de cada área de coleta e a partir do segundo ciclo das culturas armadilha. 116 

Glomerosporos foram extraídos de 100 g de solo seco pelas técnicas de peneiramento úmido 117 

(Gerdemann & Nicolson 1964), seguida por centrifugação em água e em sacarose (Jenkins 118 

1964) e quantificados em placa canaletada, em estereomicroscópio (40 x). Os esporocarpos 119 

foram contados como uma unidade. Os glomerosporos foram montados em lâminas com 120 

polivinil lacto-glicerol (PVLG) e PVLG + reagente de Melzer (Brundrett et al., 1994), 121 

examinados em microscópio e as espécies identificadas após consulta ao manual de 122 
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identificação de FMA (Schenck & Pérez 1990; Blaszkowski 2012), website do INVAM e 123 

descrições recentes dos FMA. 124 

 125 

Número Mais Provável (NMP) de propágulos infectivos de FMA 126 

 O NMP de propágulos infectivos de FMA foi estimado de acordo com o método de 127 

Feldmann & Idczak (1992). Foram realizadas diluições sucessivas (1:10, 1:100 e 1:1000) e o 128 

solo não diluído (0), utilizando areia lavada como diluente para o solo-inóculo. Para cada 129 

diluição foram usadas cinco repetições, totalizando 20 potes por área amostrada. O milho foi 130 

usado como planta isca. Após um mês em casa de vegetação, as plântulas foram colhidas, as 131 

raízes lavadas, diafanizadas, coradas com azul de tripano (Phillips & Hayman 1970) e 132 

observadas ao microscópio para verificação da presença de associação micorrízica. O NMP de 133 

propágulos infectivos de FMA (cm-3) no solo foi estimado comparando-se os resultados com 134 

os dados da tabela de Cochran (1950). 135 

 136 

Avaliações da comunidade de FMA e análises estatísticas 137 

Para medidas ecológicas de diversidade dos FMA nas áreas de estudo foram 138 

utilizadas: riqueza de espécies, abundância relativa, frequência de isolamento, equitabilidade e 139 

índice de diversidade de Shannon. A riqueza de espécies representou o número de espécies de 140 

FMA ocorrentes em cada área estudada. A abundância relativa foi definida como o número de 141 

glomerosporos de um gênero ou espécie em particular, dividido pelo número total de 142 

glomerosporos, multiplicado por 100. A frequência de isolamento foi calculada como a 143 

percentagem de amostras a partir das quais foram isolados os glomerosporos de um grupo 144 

taxonômico particular. De acordo com a frequência de isolamento (IF), as espécies foram 145 

divididas em quatro categorias: dominantes (D= IF> 50%), muito comuns (MC= 30% <IF ≤ 146 

50%), comuns (C= 10% <IF ≤ 30%) e raras (R= IF ≤ 10%), segundo Zhang et al. (2004). A 147 

diversidade dentro da comunidade de FMA e a equitabilidade foram refletidas pelo índice de 148 

diversidade de Shannon onde: Índice de Shannon (H’)= - Ʃ (Piln[Pi]); onde Pi= ni/N, ni = 149 

número de glomerosporos da espécie i, e N = número total de glomerosporos em todas 150 

espécies e equitabilidade (J)= H’/ Log s.  151 

Os dados relativos às variáveis do solo, número de glomerosporos e número mais 152 

provável de propágulos infectivos de FMA foram submetidos à análise de variância e as 153 

médias comparadas pelo teste de Tukey a 5% de probabilidade, utilizando o programa 154 

BioEstat 5.0 (Ayres et al., 2007). Os parâmetros de diversidade foram calculados usando o 155 
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programa Past (Hammer et al., 2001). Os dados de composição das comunidades de FMA 156 

foram ordenados usando a escalonamento multidimensional não métrico (NMS) (Kruskal 157 

1964) e a distância de Sørensen. Foi empregado o teste de procedimento de permutação multi-158 

resposta (MRPP) para determinar se havia diferença entre as comunidades de FMA e se o solo 159 

diferia entre as áreas estudadas. Foi construída uma matriz secundária para correlacionar os 160 

parâmetros químicos e granulométricos do solo com os dados de composição de comunidades 161 

de FMA (matriz primária). A significância das correlações foi estimada consultando o 162 

VassarStats (Richard Lowry, 2011-2013, http://vassar.net/rsig.html). As análises de NMS, 163 

MRPP e Mantel foram realizadas com auxílio do programa PC-ORD versão 5.0 (McCune & 164 

Mefford 2006). 165 

 166 

Resultados  167 

 168 

Os resultados das análises químicas e granulométricas e a análise multivariada 169 

empregando 18 atributos dos solos revelaram variação estatística entre os solos dos locais de 170 

amostragem (Tabela 1). O solo da área de zona da mata (Itambé) apresentou elevada 171 

concentração de Fe (191,5 mg dm-3) e os menores valores de pH (5,5) e de P (3,3 mg dm-3). 172 

Os solos do semiárido (Caruaru e Serra Talhada) apresentaram quantidades maiores de P, 173 

variando de 49,4 mg dm-3 em Caruaru a 58 mg dm-3 em Serra Talhada. 174 

Este estudo possibilitou o registro de 57 táxons e a descrição de duas novas espécies 175 

para a ciência: Fuscutata aurea (Mello et al., 2012a), registrada em solo da Zona da Mata e 176 

Paraglomus pernambucanum (Mello et al., 2013), nas áreas do Agreste e do Sertão. Do total, 177 

identificaram-se 40 táxons de FMA na Zona da Mata, 24 no Agreste e 30 no Sertão, 178 

pertencentes a 19 gêneros. Apenas Acaulospora, Ambispora, Glomus, Paraglomus e 179 

Racocetra foram identificados em todos os locais estudados, sendo Acaulospora e Glomus os 180 

gêneros mais representativos, com 16 e nove táxons, respectivamente (Tabela 2). Quinze 181 

morfotipos não puderam ser identificados em nível específico, devido à falta de características 182 

morfológicas relevantes para diferenciação.  183 

Oito táxons foram comuns a todos os locais de amostragem: Acaulospora herrerae, A. 184 

longula, A. scrobiculata, Glomus macrocarpum, G. microcarpum, Glomus sp.1, Paraglomus 185 

occultum e Racocetra coralloidea. Vinte e sete táxons ocorreram apenas em uma das três 186 

áreas, sendo 17 registrados exclusivamente em Itambé, onde dominaram sete espécies (A. 187 

mellea, A. morrowiae, A. scrobiculata, Fuscutata aurea, G. macrocarpum, P. occultum e 188 
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Racocetra coralloidea). Acaulospora denticulata e A. excavata foram dominantes no Sertão e 189 

comuns no Agreste, mas não ocorreram na Mata. Outras espécies se destacaram: Ambispora 190 

appendicula, comum no solo de Mata e A. gerdemannii, comum no Agreste. Em geral, as 191 

espécies apresentaram frequência de isolamento comum e apenas G. macrocarpum foi 192 

dominante nas três áreas (Tabela 2).  193 

 194 

Tabela 2. Abundância relativa (AR%), frequência de isolamento (FI%) e categorias (Cat.) de 195 

frequência de espécies de FMA, registradas em áreas cultivadas com milho, nas Zonas da 196 

Mata, Agreste e Sertão de Pernambuco.  197 

Lista de espécies Áreas 

 Mata Agreste Sertão 

 AR% FI% Cat. AR% FI% Cat. AR% FI% Cat. 

Acaulospora delicata C. Walker, C.M. 
Pfeiff. & Bloss 

0,5 6,2 R 0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 

A. denticulata Sieverd. & S. Toro  0,0 0,0 - 0,2 12,5 C 3,2 62,5 D 

A. excavata Ingleby & C. Walker  0,0 0,0 - 0,3 37,5 MC 3,0 62,5 D 

A. herrerae Furrazola et al. 0,5 25,0 C 1,2 50,0 MC 0,4 18,7 C 

A. koskei Błaszk.  0,1 6,2 R 0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 

A. longula Spain & N.C. Schenck 5,9 37,5 MC 0,3 25,0 C 34,7 68,7 D 

A. mellea Spain & N.C. Schenck 6,6 62,5 D 0,0 0,0 - 0,4 12,5 C 

A. morrowiae Spain & N.C. Schenck 11,1 62,5 D 0,0 0,0 - 0,4 12,5 C 

A. rehmii Sieverd. & S. Toro 0,0 0,0 - 0,05 6,2 R 0,0 0,0 - 

A. scrobiculata Trappe 3,4 68,7 D 2,5 56,2 D 0,4 12,5 C 

A. sieverdingii Oehl, Sýkorová, Błaszk. 
& G.A. Silva 

0,0 0,0 - 3,5 37,5 MC 0,0 0,0 - 

A. spinosa C. Walker & Trappe  0,5 31,2 MC 0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 

Acaulospora sp.1 0,4 6,2 R 0,2 12,5 C 0,0 0,0 - 

Acaulospora sp.2 0,3 6,2 R 0,0 0,0 - 1,4 18,7 C 

Acaulospora sp.3 0,2 6,2 R 0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 

Acaulospora sp.4 0,0 0,0 - 0,1 18,7 C 0,0 0,0 - 

Ambispora appendicula (Spain, Sieverd. 
& N.C. Schenck) C. Walker 

0,3 18,7 C 0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 

A. gerdemannii (S.L. Rose, B.A. Daniels 
& Trappe) C. Walker, Vestberg& A. 
Schüßler 

0,0 0,0 - 0,2 18,7 C 0,0 0,0 - 

Ambispora sp. 0,7 37,5 MC 2,4 31,2 MC 0,0 0,0 - 

Archaeospora trappei (R.N. Ames 
&Linderman) J.B. Morton & D. 
Redecker 

0.0 0,0 - 3,2 56,2 D 1,2 18,7 C 

Cetraspora gilmorei (Trappe & Gerd.) 
Oehl, F.A. Souza & Sieverd.  

0,5 12,5 C 0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 

C. pellucida (T.H. Nicolson & N.C. 
Schenck) Oehl, F.A. Souza & Sieverd.  

1,2 43,7 MC 0,0 0,0 - 0,1 6,2 R 

Claroideoglomus etunicatum (W.N. 
Becker & Gerd.) C. Walker & A. 
Schüssler 

0,2 12,5 C 31,0 100,0 D 0,0 0,0 - 

Corymbiglomus tortuosum (N.C. 0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 0,1 6,2 R 
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Schencket G.S. Sm.) Błaszk. et Chwat 

Dentiscutata biornata (Spain, Sieverd. & 
S. Toro) Sieverd., F.A. Souza & Oehl  

0,4 12,5 C 0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 

D. cerradensis (Spain & J. Miranda) 
Sieverd., F.A. Souza & Oehl 

0,3 12,5 C 0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 

Diversispora versiformis (P. Karst.) 
Oehl, G.A. Silva & Sieverd. 

0,8 12,5 C 0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 

Diversispora sp. 0,1 6,2 R 0,0 0,0 - 2,0 12,5 C 

Entrophospora infrequens (I.R. Hall) 
R.N. Ames & R.W. Schneid.  

0,2 12,5 C 0,2 25,0 C 0,0 0,0 - 

Funneliformis mosseae (T.H. Nicolson 
& Gerd.) C. Walker & A. Schüssler 

0,0 0,0 - 9,7 100,0 D 0,0 0,0 - 

Fuscutata aurea Oehl, C.M. Mello & 
G.A. Silva 

1,5 56,2 D 0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 

F. heterogama Oehl, F.A. Souza, L.C. 
Maia & Sieverd. 

0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 0,2 12,5 C 

F. savannicola (R.A. Herrera & Ferrer) 
Oehl, F.A. Souza & Sieverd.  

0,1 6,2 R 0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 

Gigaspora decipiens I.R. Hall & L.K. 
Abbott  

0,8 43,7 MC 0,0 0,0 - 0,5 18,7 C 

G. margarita W.N. Becker & I.R. Hall  0,7 31,2 MC 0,0 0,0 - 0,6 25,0 C 

Gigaspora sp. 0,1 6,2 R 0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 

Glomus brohultii Sieverd. & R.A. 
Herrera  

7,9 12,5 C 0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 

G. macrocarpum Tul. & C. Tul.  39,4 87,5 D 4,4 87,5 D 3,8 62,5 D 

G. microcarpum Tul. & C. Tul.  2,7 50,0 MC 0,1 6,2 R 0,8 6,2 R 

Glomus sp.1 0,1 25,0 C 1,3 31,2 MC 2,0 18,7 C 

Glomus sp.2  0,7 6,2 R 0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 

Glomus sp.3 0,8 6,2 R 0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 

Glomus sp.4 0,0 0,0 - 23,9 93,7 D 10,9 75,0 D 

Glomus sp.5 0,5 12,5 C 0,0 0,0 - 3,7 25,0 C 

Glomus sp.6 0,5 12,5 C 0,0 0,0 - 0,9 6,2 R 

Paraglomus bolivianum (Sieverd. & 
Oehl) Oehl & G.A. Silva 

0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 0,8 25,0 C 

P. occultum (C. Walker) J.B. Morton & 
D. Redecker 

4,1 68,7 D 5,0 50,0 MC 3,0 31,2 MC 

P. pernambucanum Oehl, C.M. Mello, 
Magna & G.A. Silva 

0,0 0,0 - 2,5 62,5 D 0,1 6,2 R 

Paraglomus sp. 0,0 0,0 - 6,9 62,5 D 0,0 0,0 - 

Racocetra coralloidea (Trappe, Gerd. & 
I. Ho) Oehl, F.A. Souza & Sieverd.  

2,2 56,2 D 0,3 25,0 C 6,0 81,2 D 

R. fulgida (Koske & C. Walker) Oehl, 
F.A. Souza & Sieverd.  

0,2 12,5 C 0,0 0,0 - 12,7 75,0 D 

R. tropicana Oehl, B.T. Goto & G.A. 
Silva 

0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 0,3 12,5 C 

Rhizoglomus clarum (T.H. Nicolson & 
N.C. Schenck) Sieverd., G.A. Silva & 
Oehl 

0,9 6,2 R 0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 

R. intraradices (N.C. Schenck & G.S. 
Sm.) Sieverd., G.A. Silva & Oehl 

2,8 43,7 MC 0,0 0,0 - 6,2 62,5 D 

Sclerocystis sinuosa (Gerd. & B.K. 
Bakshi) R.T. Almeida & N.C. Schenck 

0,0 0,0 - 0,4 37,5 MC 0,4 12,5 C 

  198 
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Tabela 2. Continuação.  199 

Lista de espécies Áreas 

 Mata Agreste Sertão 

 AR% FI% Cat. AR% FI% Cat. AR% FI% Cat. 

Scutellospora sp. 0,1 6,2 R 0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 

Septoglomus constrictum (Trappe) 
Sieverd., G.A. Silva & Oehl 

0,0 0,0 - 0,0 0,0 - 0,2 12,5 C 

Total táxons 40 24 30 

 D= Espécies dominantes; MC= espécies muito comuns; C= espécies comuns; R= espécies raras. 200 

  201 

Maior riqueza e menor equitabilidade de espécies de FMA foram registradas na área 202 

da Zona da Mata (40 táxons), em comparação com as áreas do Agreste (24) e do Sertão (30). 203 

A densidade de esporos (2,6 g solo-1) foi maior no cultivo do Agreste, enquanto o NMP de 204 

propágulos infectivos de FMA não diferiu entre as áreas de coleta (Tabela 3). 205 

A área do Agreste apresentou a menor diversidade de espécies de FMA, com base no 206 

índice de Shannon e não houve diferença na diversidade entre as outras duas áreas (Tabela 3).  207 

 208 

Tabela 3. Índices de riqueza (R); equitabilidade (J'); diversidade (H'); número de 209 

glomerosporos e número mais provável de propágulos (NMP) infectivos de FMA em áreas 210 

cultivadas com milho, representando um gradiente edafoclimático de mais úmido (Mata) para 211 

mais seco (Agreste e Sertão), no estado de Pernambuco. 212 

Áreas Índices diversidade Nº esporos 

 (g solo-1) 

NMP (cm-3) 

 R J' H'   

Mata (Itambé) 40a 0,6b 2,4a 1,4b 139a 

Agreste (Caruaru) 24b 0,7a 2,2b 2,6a 160a 

Sertão (Serra Talhada) 30b 0,7a 2,4a 1,0b 162a 

Médias seguidas pela mesma letra, na coluna, não diferem estatisticamente pelo teste de Tukey a 5%. 213 

 214 

A estrutura da comunidade diferiu estatisticamente entre os locais estudados com base 215 

no teste MRPP (p ≤ 0,1). Os solos da área do Sertão apresentaram maior similaridade de FMA 216 

com os solos das áreas de Mata (55%) e do Agreste (52%) do que os solos dessas duas 217 

últimas áreas entre si (38%). Com base no escalonamento multidimensional não métrico foi 218 

possível representar 82% do total da variância dos dados, explicados em 45% pelo eixo 1 e 219 

em 37% pelo eixo 2 (Figura 2). 220 

 O teste de Mantel revelou correlação significativa (p ≤ 1%) entre a matriz primária 221 

(composição das comunidades de FMA) e secundária (fatores químicos e granulométricos do 222 



 

solo). Os 18 atributos edáficos avaliados foram significativamente correlacionados com 223 

alguns dos eixos do NMS; apenas sete não se correl224 

C, M.O.) e três propriedades edáficas (Zn, areia grossa e argila) não se correl225 

eixo 2 (Tabela 4). 226 

227 

Figura 2. Estrutura da comunidade de F228 

multidimencional não métric229 

da Mata, Agreste e Sertão de Pernambuco. 230 

 231 

Tabela 4.  Coeficientes de correlação entre variáveis do solo e escores dos Eixos 1 e 2 de 232 

ordenação (Figura 2). 233 

 234 

Variáveis 

Fe 
Cu 
Zn 
Mn 
P 
pH 
K 
Na 
Al 
Ca 
Mg 
H 
C 
M.O. 

atributos edáficos avaliados foram significativamente correlacionados com 

dos eixos do NMS; apenas sete não se correlacionaram com o eixo 1 (Fe, P, K, Na, Al, 

C, M.O.) e três propriedades edáficas (Zn, areia grossa e argila) não se correl

da comunidade de FMA, de acordo com a ordenação do 

multidimencional não métrico (NMS), registradas em áreas cultivadas com milho, nas Zonas 

de Pernambuco.  

Coeficientes de correlação entre variáveis do solo e escores dos Eixos 1 e 2 de 

 
Coeficientes de Correlação 

Eixo 1– NMS Eixo 2 – NMS

 -0,11ns    -0,92*** 
     0,53*** 0,33* 
      0,50***      0,03ns    
      0,50***       -0,51*** 

    0,05ns        0,95***   
   0,29*        0,90***   

   -0,18ns     0,79*** 
   -0,14ns    -0,91*** 
   -0,19ns    -0,91*** 
   0,30*     0,85*** 

     0,36**     0,85*** 
  -0,30*    -0,89*** 

    0,12ns    -0,87*** 
    0,12ns    -0,87*** 

71 

atributos edáficos avaliados foram significativamente correlacionados com 

acionaram com o eixo 1 (Fe, P, K, Na, Al, 

C, M.O.) e três propriedades edáficas (Zn, areia grossa e argila) não se correlacionaram com o 

 

MA, de acordo com a ordenação do escalonamento 

áreas cultivadas com milho, nas Zonas 

Coeficientes de correlação entre variáveis do solo e escores dos Eixos 1 e 2 de 

NMS 

 

0,95***    
0,90***    
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Areia grossa       0,87***  -0,16ns 
Areia fina      -0,85*** 0,32* 
Silte       0,63***       -0,62***    
Argila -0,28*     -0,23ns    

ns: não significativo; *significativo a 5%; ** significativo a 1%; *** significativo a 0,1%; M.O.: matéria 235 

orgânica do solo. 236 

 237 

Discussão 238 

  239 

 O estudo sobre a diversidade de FMA associada a uma mesma espécie cultivada, o 240 

milho, ao longo de um gradiente desde a Zona da Mata, mais úmida, até o sertão, área mais 241 

seca do Estado, é importante para o entendimento da composição das comunidades de 242 

Glomeromycota em áreas cultivadas. A riqueza de FMA foi alta (57) quando comparada a 243 

estudos prévios nas mesmas mesorregiões, como o de Maia & Trufem (1990), que 244 

identificaram 16 táxons de FMA em culturas de milho no estado de Pernambuco, com maior 245 

diversidade na Zona da Mata e diminuição em relação ao interior, mais seco como ocorreu 246 

também no presente estudo. Os trabalhos mais recentes em geral mencionam maior número 247 

de táxons que os das décadas passadas pelo fato de hoje existirem mais espécies de FMA.  248 

 Trabalhos em áreas cultivadas com milho no Brasil, México, Estados Unidos, Europa 249 

Central e China registraram entre seis e 25 espécies de FMA (Berch et al., 1989; Carrenho et 250 

al., 2001; Galvez et al., 2001; Oehl et al., 2003, 2005; Wang et al., 2009), número menor que 251 

no presente trabalho, sendo observado que os fatores edáficos e os tratos culturais afetaram 252 

negativamente o número de espécies encontradas.  253 

A riqueza de FMA registrada nas três áreas cultivadas com milho neste trabalho 254 

representa 72% dos táxons citados em agrossistemas brasileiros, considerando levantamento 255 

realizado por Carrenho et al. (2010). Essa elevada riqueza pode estar relacionada às 256 

características climáticas e ambientais, ao estágio de desenvolvimento da planta (Zangaro & 257 

Moreira 2010; Smith & Read 2008) e ao trato cultural empregado (Carrenho et al., 2010). 258 

Maiores esporulações de FMA em geral ocorrem no final da fase reprodutiva do hospedeiro 259 

vegetal (Gomes-da-Costa, apud Carrenho et al., 2010) e no presente trabalho a coleta de solo 260 

rizosférico foi realizada no final do ciclo de desenvolvimento das plantas o que pode ter 261 

permitido a esporulação de mais espécies, facilitando a identificação. Embora o trato agrícola 262 

convencional promova constante desequilíbrio no desenvolvimento dos FMA (Alguacil et al., 263 

2008; Carrenho et al., 2010; Oehl et al., 2010), é possível que no presente caso não tenha 264 

afetado a comunidade de FMA nas áreas estudadas, podendo, ao contrário, ter favorecido 265 
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espécies que são hábeis em se propagar por fragmentos de hifas ou raízes colonizadas, a 266 

exemplo das espécies de Glomus.  267 

 A predominância de espécies de Glomus e Acaulospora é comum, pois esses gêneros 268 

estão adaptados a diversas condições ambientais (Zhao & Zhao 2007; Oehl et al., 2010). 269 

Como os seus representantes, na maioria, produzem esporos pequenos e têm crescimento 270 

rápido e ampla distribuição geográfica, apresentam maior facilidade de propagação e mais 271 

possibilidades de sobrevivência em sistemas perturbados (Zhao & Zhao 2007). Os dados 272 

confirmam que solos agrícolas são mais colonizados por espécies de Glomus (Schalamuk & 273 

Cabello 2010; Beauregard et al., 2013). 274 

 Muitas das espécies presentes nos locais de coleta são comuns em agrossistemas 275 

brasileiros (Maia & Trufem 1990; Beneditti et al., 2005; de Souza et al., 2010). Doze dessas 276 

são classificadas como generalistas (Acaulospora mellea, A. rehmii, A. scrobiculata, A. 277 

spinosa, Ambispora appendicula, Cetraspora pellucida, Claroideoglomus etunicatum, 278 

Gigaspora margarita, Rhizoglomus clarum, G. macrocarpum, S. sinuosa e Paraglomus 279 

occultum) por serem pouco afetadas por mudanças ambientais (de Souza et al., 2010; Moreira 280 

& Siqueira, 2006; Oehl et al., 2003). Archaeospora trappei, F. mosseae, R. intraradices e S. 281 

constrictum também são de ocorrência generalizada (Oehl et al., 2003; 2010), enquanto F. 282 

mosseae e C. etunicatum apresentam rápida esporulação e são comuns em solos agrícolas 283 

(Oehl et al., 2003; de Souza et al. 2010).  284 

 Glomus macrocarpum apresenta grande produção de esporos e alta adaptabilidade, 285 

independentemente das condições do solo (Caproni et al., 2003), corroborando o observado 286 

no presente trabalho. Funneliformis mosseae tem distribuição global, o que possivelmente 287 

favorece o sucesso desse táxon em condições de agricultura (Rosendahl et al., 2009), mas isso 288 

não se confirmou no presente trabalho uma vez que esse táxon foi registrado apenas em solo 289 

do agreste.  290 

A presença de oito táxons comuns a todos os locais de amostragem demonstra a 291 

amplitude de distribuição dessas espécies. Por outro lado, o fato da maioria (27) das espécies 292 

ser restrita apenas a uma das três áreas indica que as características ambientais selecionam 293 

táxons mais adaptados a determinadas condições. A presença de novas espécies comprova a 294 

diversidade ainda desconhecida de FMA presente na região, mesmo em áreas sob estresse, 295 

como as do semiárido e as cultivadas. 296 

A elevada exclusividade de espécies de FMA (17 táxons exclusivos na Mata) e a 297 

diferença na abundância de esporos explicam a distinta composição das comunidades entre as 298 
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áreas, evidenciada na análise multivariada, o que pode ser consequência das diferenças 299 

significativas entre os solos das três áreas. Esses resultados mostram a importância das 300 

características particulares dos locais estudados; embora o hospedeiro vegetal tenha sido o 301 

mesmo, as condições edáficas e climáticas eram distintas. Alguns pesquisadores também 302 

observaram a influência do solo sobre a composição das comunidades de FMA, destacando 303 

que os fatores abióticos influenciam mais na ocorrência das espécies de FMA do que os 304 

hospedeiros vegetais (Mohammad  et  al., 2003; Oehl et al., 2010; Ji et al., 2012).  305 

 Tem sido observado que a fertilização em longo prazo altera a riqueza de gêneros de 306 

FMA, e a adição de NPK faz com que a proporção de Acaulosporaceae e Gigasporaceae 307 

diminua no solo (Lin et al., 2012; Wang et al., 2009), enquanto são registradas mais espécies 308 

de Glomus (Beauregard et al., 2013). No presente trabalho foram identificadas mais espécies 309 

de Acaulospora que Glomus, contrariando a afirmativa citada, possivelmente esse táxon é 310 

adaptado a diferentes características de solos e ecossistemas (Bonfim et al., 2013). 311 

 Os dados indicam diminuição da riqueza de FMA da Zona da Mata para o interior do 312 

Estado, o que foi também observado por Maia & Trufem (1990) e de acordo com esses 313 

autores as condições ecológicas das regiões (úmida e semiárida) favorecem esse fenômeno. 314 

Em regiões semiáridas da Namíbia o regime de precipitação e a umidade influenciaram 315 

positivamente a composição das comunidades de FMA (Uhlmann et al., 2006). 316 

 Em ambientes abandonados por aproximadamente 10 anos após cultivo de milho 317 

(Ramos-Zapata et al., 2011) ocorre indução à produção de propágulos de FMA como garantia 318 

de sobrevivência (Carrenho et al., 2010). Em solos cultivados, nos Estados Unidos, o número 319 

de propágulos de FMA é normalmente baixo (1,18 propágulos de FMA cm-3 solo) (Lehman et 320 

al., 2012). No presente estudo o NMP de propágulos infectivos de FMA não variou entre as 321 

áreas e foi maior (média de 153 propágulos cm-3) do que o registrado por Lehman et al. 322 

(2012), demonstrando quanto é variável a produção de propágulos por esses fungos. Como é 323 

um solo agrícola que recebe continuadamente ciclos de preparo, plantio e colheita, isso faz 324 

com que esses solos estejam em desequilíbio, ocasionando a produção constante de 325 

propágulos para sobrevivências dos FMA.  326 

 Semelhante ao observado no presente estudo, Maia & Trufem (1990) registraram no 327 

máximo 2,5 esporos g-1 de solo em áreas cultivadas com milho, em Pernambuco, enquanto na 328 

Paraíba foram encontrados até 39 esporos g-1 de solo em áreas cultivadas com milho e feijão 329 

(Sousa et al., 2013). No Rio Grande do Sul, em plantios de milho após uso de plantas de 330 

cobertura do solo, Beneditti et al. (2005) observaram apenas 1,5 esporos g-1 de solo. Em 331 
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cultivos de milho, na China, Tian et al. (2011) registraram 0,6 a 2,1 esporos g-1 solo e na 332 

Europa Oehl et al. (2003) encontraram  8 esporos g-1 solo, resultados superiores aos do 333 

presente trabalho. Confirma-se que a formação de glomerosporos é altamente variável, 334 

dependendo da espécie de FMA, da planta hospedeira e de fatores ambientais (Oehl et al., 335 

2003). De modo geral, a estação e o estágio de desenvolvimento da cultura influenciam 336 

aumentando ou diminuindo a esporulação das espécies (Sivakumar 2013), o que explica as 337 

variações de densidade de esporos registradas na rizosfera de culturas com o mesmo vegetal. 338 

Além dos fatores citados, os FMA podem apresentar estratégias diferenciadas na produção de 339 

glomerosporos, dependendo das condições edafoclimáticas ao qual estejam submetidos. 340 

Como observado na análise de solo, as áreas mais secas (Serra Talhada e Caruaru) 341 

apresentaram maior concentração de P que a mais úmida (Itambé), que apresentou alto nível 342 

de Fe. Em quantidades elevadas, o fósforo e metais, como o ferro podem prejudicar a 343 

produção de propágulos micorrízicos (Covacevich et al., 2006; Sieverding 1991). Altas 344 

concentrações desses minerais diminuem a esporulação, afetando a riqueza de FMA 345 

(Verbruggen et al., 2012; Isobe et al., 2007; Hijri et al., 2006). A interação entre a fertilização 346 

e a combinação de diferentes elementos do solo podem influenciar o desenvolvimento dos 347 

FMA, principalmente sob condições de cultivo diversas (Wang et al., 2009). Neste trabalho 348 

não foi possível determinar se o Fe teve influência sobre a riqueza de FMA, entretanto em 349 

áreas com baixo pH e altas concentrações de Fe ocorre a formação de um complexo do Fe 350 

com o P, o que reduz a disponibilidade de P (Sieverding 1991); na área mais úmida (Itambé) 351 

foi observada alta concentração de Fe e baixo pH, o que possivelmente influenciou na 352 

disponibilidade de P, já que essa área apresenta a menor concentração de P, em relação as 353 

demais. Tanto os atributos químicos, quanto os físicos influenciaram a população de FMA, 354 

como é indicado pelos dados da figura 2, com a granulometria separando as comunidades de 355 

FMA das áreas do semiárido (Sertão e Agreste), enquanto os atributos químicos foram 356 

fundamentais para separar esses fungos da Zona da Mata, mais úmida.     357 

As variações de pH do solo podem alterar a concentração de muitos nutrientes e íons 358 

tóxicos no solo e assim afetar o desenvolvimento e função dos FMA (Sivakumar, 2013). O 359 

pH pode ter sido um dos atributos determinantes da maior diversidade de FMA na Zona da 360 

Mata em relação às outras áreas.  361 

 Foi registrada maior diversidade de FMA, com base no índice de Shannon, na área 362 

mais úmida (Itambé) e na mais seca (Serra Talhada). A área de umidade intermediária 363 

apresentou a menor diversidade, embora tivesse o maior número de glomerosporos. É 364 



76 

 

possível que nesse local as poucas espécies ocorrentes estejam bem adaptadas às condições 365 

locais e por isso apresentam alta esporulação. Oehl et al. (2005) observaram variação de 1,4 a 366 

1,8 no índice de diversidade de FMA em campos com milho, na Europa. Na China, o índice 367 

de diversidade de FMA (Shannon) em áreas cultivadas com milho e trigo foi ainda menor, 368 

variando de 0,6 a 1,9 (Wang et al., 2009), enquanto na África a diversidade variou de 1,2 a 369 

2,0, sendo a área plantada com milho mais diversa e mais rica em espécies de FMA do que 370 

áreas com outros cultivos (Jefwa et al., 2012). A intensidade das práticas de manejo e a 371 

fertilização afetam negativamente a diversidade de FMA (Oehl et al., 2005; Wang et al., 372 

2009; Jefwa et al., 2012). A característica relevante para a alta diversidade observada é que o 373 

milho é altamente micotrófico, oferecendo condições para colonização por diversas espécies 374 

de FMA e possibilitando o estabelecimento de comunidades mais diversas na rizosfera.  375 

 A variação na abundância relativa e na frequência das espécies de FMA nas áreas 376 

estudadas é um reflexo da plasticidade e estratégia de adaptação desses fungos a condições 377 

adversas (Zangaro & Moreira, 2010), resultando em manutenção ativa da comunidade nos 378 

diferentes habitats. 379 

 380 

Conclusões 381 

 Solos cultivados com milho, em Pernambuco, abrigam diversificada comunidade de 382 

FMA que é influenciada pelas características edafoclimáticas do local de plantio.  383 

 384 
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Scope of the journal

Acta Botanica Brasilica (Acta bot. bras.) is the official journal
of the Sociedade Botânica do Brasil (Brazilian Botanical Society,
SBB) and was founded in 1987. Since 1998, the journal publishes
four issues per year. Experimental, theoretical and applied papers
on all aspects of plant (including algae) and fungi biology are
welcome. The submitted manuscript or its essential content must
not have been published previously or be under consideration for
publication elsewhere. Contributions should be substantial, written
in English and show general interest. Manuscripts that report
aspects of local interest are discouraged unless the implications of
the findings are wide­reaching. Manuscripts with agronomic
subjects are expected to contain a substantial amount of basic
plant biology.

Why publish in Acta Botanica Brasilica?

Acta bot. bras. is an indexed, open­access, peer­reviewed
journal devoted to publishing high quality research in Plant
Biology.
The submissions are peer­reviewed by a least two
competent experts who evaluate scientific quality and
novelty.
We are trying to ease timely publication of manuscripts, so
time to first decision is expected in about two months.
All manuscripts published by Acta bot. bras. are open­
access, maximizing the impact of your research.
The manuscripts are advertised to all members of the SBB,
available in the journal website, in the SciELO database and
in social media.
Acta bot. bras. is indexed in Scopus and Web of Science
among others.
Members of the SBB have no costs for publication.
Increasing impact factor: Acta bot. bras. IF has been
increasing in the last evaluations (from 0.374 in 2012 to
0.553 in 2013).

ANEXO B - Normas do periódico Acta Botanica Brasilica

http://www.scielo.br/scielo.php?script=sci_serial&pid=0102-3306&lng=en&nrm=iso
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Language editing

If English is not your first language, it is strongly recommended to
have your manuscript edited for language before submission. This
is not a mandatory step, but may help to ensure that the academic
content of your paper is fully understood by journal editors and
reviewers. Language editing does not guarantee that your
manuscript will be accepted for publication. Authors are liable for
all costs associated with such services.

Charges

If at least one of the authors is a member of the SBB, and not in
debt with the society during the year of publication, the article will
be published at no charge if occupy 12 or fewer pages (in the print
version of the journal); for each additional page, a specific fee (to
be determined on an annual basis) will be charged. The costs of
printing figures in color will be borne by the authors (members
and non­members). To request information regarding the current
page and figure charges, please contact the Editorial Office
(acta@botanica.org.br).

Types of articles

Standard research papers (ORIGINAL ARTICLES) should not
normally exceed twelve printed pages, except for REVIEWS (which
may not exceed 25 printed pages). Reviews are solicited by the
editors, but authors are also encouraged to submit potential topics
for consideration. There are no charges for invited Reviews or
Articles. Opinion papers (VIEWPOINTS), METHODS and SHORT
COMMUNICATIONS are also welcome and should not exceed six
printed pages. To estimate the number of printed pages, consider
that each page of text contains about 500­700 words.

Summary of submission processes

Submission management and evaluation of submitted manuscripts
will involve the Journal's online manuscript submission system.
The manuscript text should be prepared in English (see
PREPARING THE ARTICLE FILE below for details) and submitted
online (http://mc04.manuscriptcentral.com/abb­scielo). Figures,
tables and other types of content should be organized into
separate files for submission (see Preparing Tables, Figures
and Supplementary material below for details). If you are
using the online submission system for the first time please go to
the login page and generate a login name and password after
clicking on the "New user ­ register here" link. If you are
already registered but need to be reminded of your login name or
password please go to the login page and inform your email in
"password help". Please never create a new account if you are
already registered.

If you are unable to access our web­based submission system,

mailto:acta@botanica.org.br
mailto:acta@botanica.org.br
http://mc04.manuscriptcentral.com/abb-scielo
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please contact the Editorial Office (acta@botanica.org.br).

Cover letter

All manuscripts must be submitted with a cover letter, which
should include an approximately 80 word summary of the scientific
strengths of the paper that the authors believe qualify it for
consideration by Acta Botanica Brasilica. The cover letter
should also include a statement declaring that the manuscript
reports unpublished work that it is not under active consideration
for publication elsewhere, nor been accepted for publication, nor
been published in full or in part (except in abstract form).

Preparing the article file

(Please consult a last issue of Acta Botanica Brasilica for layout
and style)

ORIGINAL ARTICLES and REVIEWS must follow these guidelines:
the text should be in Times New Roman font, size 12, double­
spaced throughout and with 25 mm margins; the paper size should
be set to A4 (210 x 297 mm). All pages should be numbered
sequentially. Each line of the text should also be numbered, with
the top line of each page being line 1. For text files .doc, .docx
and .rtf are the only acceptable formats. Files in Adobe® PDF
format (.pdf files) will not be accepted. When appropriate, the
article file should include a list of figure legends and table heads
at the end. This article file should not include any illustrations or
tables, all of which should be submitted in separate files.

The first page should state the type of article (Original Article,
Review, Viewpoint, Method or Short communication) and provide a
concise and informative full title followed by the names of all
authors. Where necessary, each name should be followed by an
identifying superscript number (1, 2, 3 etc.) associated with the
appropriate institutional address to be entered further down the
page. Only one corresponding author should be indicated and
should always be the submitting author. The institutional
address(es) of each author should be listed next, each address
being preceded by the superscript number where appropriate. A
running title of no more than 75 characters, including spaces,
should also be provided, followed by the e­mail address of the
corresponding author.

The second page should contain a structured Abstract not
exceeding 200 words in a single paragraph without references. The
Abstract should outline the essential content of the manuscript,
especially the results and discussion, highlighting the relevance of
main findings.

The Abstract should be followed by between five and ten Key
words. Note that essential words in the title should be repeated in
the key words.

Original articles should be divided into sections presented in the
following order:

Title page

mailto:acta@botanica.org.br
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Abstract
Introduction
Materials and Methods
Results
Discussion
Acknowledgements
References
Tables and Figure legends
Supplementary Data (if applicable)

Materials and Methods and Results should be clear and
concise. The Discussion section should avoid extensive repetition
of the results and must finish with some conclusions. This section
can be combined with results (Results and Discussion),
however, we recommend authors consult the Editoral Board for a
previous evaluation.

Plant names must be written out in full in the abstract and again
in the main text for every organism at first mention but the genus
is only needed for the first species in a list within the same genus
(e.g. Hymenaea stigonocarpa e H. stilbocarpa). The authority (e.g.
L., Mill., Benth.) is required only in Material and Methods section.
Use The International Plant Names Index (www.ipni.org) for
correct plants names. Cultivars or varieties should be added to the
scientific name (e.g. Solanum lycopersicum 'Jumbo'). Authors
must include in Material and Methods a reference to voucher
specimen(s) and voucher number(s) of the plants or other
material examined.

Numbers up to nine should be written out unless they are
measurements. All numbers above ten should be in numerals
unless they are starting sentences.

Abbreviations must be avoided except for usual cases (see
recent issues) and all terms must be written out in full when used
to start a sentence. Non­conventional abbreviations should be
spelled out at first mention.

Units of Measurement. Acta bot. bras. adopts the Systéme
International d'Unités (SI). For volume, use the cubic metre (e.g.
1 × 10­5 m3) or the litre (e.g. 5 μL, 5 mL, 5 L). For
concentrations, use μM, μmol L­1 or mg L­1. For size and distance
use meters (cm, mm, um, etc) and be consistent in the
manuscript.

Citations in the text should take the form of Silva (2012) or
Ribeiro & Furr (1975) or (Mayer & Wu 1987a, b; Gonzalez 2014;
Sirano 2014) and be ordered chronologically. Papers by three or
more authors, even on first mention, should be abbreviated to the
name of the first author followed by et al. (e.g. Simmons et al.,
2014). If two different authors have the same last name, give
their initials (e.g. JS Santos, 2003). Only refer to papers as 'in
press' if they have been accepted for publication in a named
journal, otherwise use the terms 'unpubl. res.', giving the initials
and last name of the person concerned. (e.g. RA Santos, unpubl.
res.) or 'pers. comm.' (e.g. RA Santos, 'pers. comm.').

References should be arranged alphabetically based on the
surname of the first author. Where the same sole author or same
first author has two or more papers listed, these papers should be
grouped in year order. Where such an author has more than one
publication in the same year, these should be ordered with single

http://www.scielo.br/revistas/abb/www.ipni.org
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authored papers first followed by two­author papers (ordered first
alphabetically based on the second author's surname, then by
year), and then any three­or­more­author papers (in year order
only). Letters 'a', 'b', 'c', etc., should be added to the date of
papers with the same first authorship and year. Please provide
DOI of accepted papers whenever possible.

For papers with six authors or fewer, please give the names of all
the authors. For papers with seven authors or more, please give
the names of the first three authors only, followed by et al.

Please follow the styles:

Books

Rico­Gray V, Oliveira PS. 2007. The ecology and evolution of ant­
plant interactions. 1st. edn. Chicago, University of Chicago Press.

Chapters in books

Schupp EW, Feener DH. 1991. Phylogeny, lifeform, and habitat
dependence of ant­defended plants in a Panamanian forest. In:
Huxley CR, Cutler DC. (eds.) Ant­plant interactions. Oxford, Oxford
University Press. p. 175­197.

Research papers

Alves MF, Duarte MO, Oliveira PEAM, Sampaio DS. 2013. Self­
sterility in the hexaploid Handroanthus serratifolius
(Bignoniaceae), the national flower of Brazil. Acta Botanica
Brasilica 27: 714­722.

Papers in press (ahead of print)

Alves JJ,  Sampaio MTY. 2015. Structure and evolution of flowers.
Acta Botanica Brasilica (in press). doi: 10.1590/0102­
33062015abb3339.

Online­only journals

Wolkovich EM, Cleland EE. 2014.  Phenological niches and the
future of invaded ecosystems with climate change. AoB Plants 6:
plu013 doi:10.1093/aobpla/plu013

Thesis (citation should be avoided)

Souza D. 2014. Plant growth regulators. PhD Thesis, University of
Brazil, Brazil.

Websites and other sources (citation should be avoided)

Anonymous. 2011. Title of booklet, leaflet, report, etc. City,
Publisher or other source, Country.

Acknowledgements should be preferably in fewer than 80
words. Be concise: "we thank…" is preferable to "The present
authors would like to express their thanks to…". Funding
information should be included in this section.

The following example should be followed:

We acknowledge the Center of Microscopy (UFMG) for providing
the equipment and technical support for experiments involving
electron microscopy. We also thank J.S. Santos for assistance with



Acta Bot. Bras. ­ Instructions to authors

88

the statistical analyses. This work was supported through a
research grant from the Conselho Nacional de Desenvolvimento
Científico e Tecnológico ­ CNPq (control number).

For SHORT COMMUNICATIONS note that the editorial guidelines
applying to original papers must also applying here. In general,
the difference between original papers and short communications
is the lack of subsections in the text and limited space for
illustrations in the latter. Figures and tables can be present,
assuming that the overall size of the manuscript does not exceed
the five printed page limit (supplementary material can be added).
The abstract (as described for original articles) must be followed
by a "running text" (a single section, without subheadings),
followed by the acknowledgments and references.

Preparing Tables, Figures and Supplementary material

All figures (photographs, maps, drawings, graphs, diagrams, etc.)
must be cited in the text, in ascending order. Citations of figures
in the text should appear in an abbreviated, capitalized form (e.g.,
Fig. 1, Figs. 2A­D, Fig. 3A).

The maximum dimensions of individual figures should be 170 ×
240 mm. The width of an individual component can be 170 mm or
85 mm, without exception, whereas the height can be ≤ 240 mm.
For continuous tone images (e.g. photographs), please supply TIFF
files at 300 dpi. More complex drawings, such as detailed botanical
illustrations will not be redrawn and should be supplied as 600 dpi
TIFF files.

Grouping of related graphics or images into a single figure (a
plate) is strongly encouraged. When a block of illustrative material
consists of several parts, each part should be labelled with
sequential capital letters, in the order of their citation in the text
(A, B, C, etc.). The letters that identify individual images should
be inserted within white circles in the lower right­hand corner. For
separate the grouped images, authors should insert white bars
(1mm thickness).

Individual images (not grouped as a plate) should be identified
with sequential Arabic numerals, in the order of their citation in
the text (Fig. 1, Fig. 2, Fig. 3, etc.), presented in the same
manner as the letters identifying individual images (described
above).

The number that identifies a grouped figure (e.g., Fig. 2) should
not be inserted into the plate but should rather be referenced only
in the figure caption and the text (e.g. Figs. 2A­C).

Scale bars, when required, should be positioned in the lower right­
hand corner of the figure. The scale bar units should be given
either at the end of the figure caption or, when a figure contains
multiple scale bars with different units, above each bar.

Details within a figure can be indicated with arrows, letters or
symbols, as appropriate.

Tables should be preceded by titles, indicated with sequential
Arabic numerals (Table 1, 2, 3, etc.; do not abbreviate). Tables
should be created using the Table function of Microsoft Word™.
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Columns and rows should be visible, although no dark lines should
be used to separate them. Horizontal rules should be used only at
the top (below the title) and bottom (below the final row) of the
table. Do not use fills, shading or colors in the tables.

Supplementary Materials

When appropriate, excess (but important) data can be submitted
as Supplementary Files, which will be published online and will be
made available as links. This might include additional figures,
tables, or other materials that are necessary to fully document the
research contained in the paper or to facilitate the readers' ability
to understand the work.

Supplementary Materials are generally not peer refereed. When a
paper is published, the Supplementary Materials are linked from
the main article webpage. They can be cited using the same DOI
as the paper.

Supplementary Materials should be presented in appropriate .doc
or .pdf file format. These archives should contain inside all
supplementary tables and files and any additional text. The full
title of the paper and author names should be included in the
header. All supplementary figures and tables should be referred in
the manuscript body as "Table S1" and/or "Figure S1".

Acta bot. bras. intends to maintain archives of Supplementary
Materials but does not guarantee their permanent availability. Acta
bot. bras. reserves the right to remove Supplementary Materials
from a published article in the future.

The Review Process

All authors will receive an email acknowledging the submission of
the manuscript, with its correspondent reference number. The
Editor­in­Chief will evaluate manuscript adherence to instructions,
quality and novelty and will decide on the suitability for peer
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Mello, C.M.A., G.A. Silva, H.E.E. Vieira, I.R. Silva, L.C. Maia & F. Oehl 2012: Fuscutata aurea, 
a new species in the Glomeromycetes from cassava and maize fields in the Atlantic rainforest zone 
of Northeastern Brazil. – Nova Hedwigia 95: 267–275.

Abstract: A new species of the arbuscular mycorrhiza forming Glomeromycetes, Fuscutata aurea, is 
reported from cassava and maize fields in the tropical rainforest zone in Itambé (Pernambuco State, 
Northeastern Brazil). It forms bright yellow to golden yellow glomerospores on yellowish-white 
to yellow sporogenous cells. Its spores, ornamented with tiny tubercles on surface, are 160–250 
(–310) µm in diameter and have three walls: a three-layered outer, a bi-layered middle and a three-
layered inner wall. A yellow brown, violin-shaped to oval, bi-lobed germination shield is formed 
on the surface of the inner wall. Analyses of the partial LSU rRNA sequences place the new species 
in the monophyletic Fuscutata clade adjacent to F. heterogama. Also morphologically, F. aurea is 
most similar to F. heterogama but can be distinguished from the latter species by the characteristic 
yellow to golden color of the outer spore wall.

Key words: arbuscular mycorrhiza, Dentiscutataceae, Gigasporales, Glomeromycota, Scutellospora. 

Introduction

Following studies on the diversity of arbuscular mycorrhizal fungi (AMF) in natural 
and agro-ecosystems of Northeastern (NE) Brazil (Maia et al. 2006), several species of 
the Gigasporales sensu Oehl et al. (2011a) were described (Silva et al. 2008, Goto et al. 
2009, 2010, 2011). One species possessing unique morphological spore characteristics 
has been detected in agricultural soils of the semi-humid tropical rainforest zone in 
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Pernambuco, Brazil. The objective of the current study was to comprehensively analyze 
this particular fungus using both morphological and molecular tools, and to describe 
the new species under a new epithet. 

Materials and methods

Study SiteS: Study sites were cassava (Manihot esculenta Crantz) and maize fields (Zea mays L.) 
in the semi-humid tropical rainforest zone of Itambé, Pernambuco State (NE Brazil). The sampling 
sites are located at 7°24'50"S and 35°06'30"W. The climate is tropical-(semi-)humid (type Am of 
Köppen-Geiger; Kottek et al. 2006) with a four months dry season. Average annual temperature 
is 24°C and rainfall is 1200 mm. The maize variety sown was BR 5026 'São José', and at this site 
previously pasture plants (Brachiaria spp. and ginger, Zingiber officinale Roscoe) had been grown. 
The cassava variety was 'Amarelinha', and its pre-crop in the rotation was yam.

Soil Sampling and Soil parameterS: Field soil samples were taken with sixteen sampling points per 
site (area about 1000 m2 for cassava and 6000 m2 for maize). Briefly, at each point, four sub-samples 
were collected (0–20 cm depth) and combined into a composite sample. The sampling was undertaken 
in the dry season (October 2010) from rhizospheric soils of cassava and maize. Each soil sample 
was analyzed for soil pH (H

2
O), organic carbon and available phosphorus (see Goto et al. 2009).

amF bait cultureS: It was intended to cultivate the native AMF communities from Itambé in 1000 
mL pots under greenhouse conditions at the Department of Mycology, Universidade Federal de 
Pernambuco (Recife). Autoclaved quartz sand plus field soil mixture (1:1; w/w; pH 6.0; 900 g per 
pot) was used, and three cultivation cycles (three months each) were carried out using corn (Zea 
mays L.), bean (Vigna unguiculata (L.) Walp.) and Sorghum sudanense (Piper) Stapf, as host plant 
mixtures in the same pots during each cycle. While several AMF species were multiplied, the new 
species could not successfully be propagated in the bait cultures.

morphological analySeS: Spores were extracted from field soils by wet sieving (Gerdemann & 
Nicolson 1963) and sucrose centrifugation (Jenkins 1964). The spores were thereafter mounted in 
polyvinyl-alcohol – lactic acid – glycerin (PVLG), PVLG + Melzer’s reagent and in water (Brundrett 
et al. 1994, Spain 1990). About 200 spores of the fungus were examined. For the species description, 
the terminology for spore morphology and germination for Gigasporales species was used (Silva et 
al. 2008, Goto et al. 2010, 2011, Oehl et al. 2008, 2010). 

molecular analySeS: 

dna extraction: DNA was extracted from three single spores crushed on a slide with a needle and 
assimilated with a drop (5-10 µl) of ultrapure water. The resulting material was used directly in the 
PCR reactions.

amplification and sequencing: The LSU rRNA gene was amplified in a semi-nested PCR, using 
the primers ITS3 (White et al. 1990) – 28G2 (Silva et al. 2006) and LR1 (van Tuinen et al. 1998) 
– 28G2 consecutively. PCR reactions were carried out in a volume of 50 µl, containing 75 mM
Tris-HCl pH 8.8, 200 mM (NH

4
)

2
SO

4
, 0.01% Tween 20, 2 mM MgCl

2
, 200 µM each dNTPs, 1µM 

of each primer and 2 units of TaqTM DNA polymerase (Fermentas); cycling parameters were 5 min 
at 95°C (1 cycle), 45 s at 94°C, 1 min at 55°C, 1 min at 72°C (40 cycles), and a final elongation of 
7 min at 72°C followed the last cycle. The amplified products were purified with a PureLink PCR 
Purification Kit (Invitrogen) following the manufacturer’s instruction, sequenced directly, or cloned 
with a CloneJET

TM
 PCR Cloning kit (Fermentas; Carlsbad, USA) following the manufacturer’s 

instructions and thereafter sequenced. Sequencing was provided by the Human Genome Research 
Center (São Paulo, Brazil).

Sequence alignment: Querying the National Center for Biotechnology Information databases with 
the BLASTn program, we verified that the sequence obtained from Fuscutata aurea was affiliated to 
the Gigasporales (Glomeromycota) before phylogenetic analysis. The AM fungal sequences (~670bp 
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– LSU rDNA) obtained in our laboratory were aligned with other glomeromycotean sequences from 
GenBank using the program ClustalX (Larkin et al. 2007) and edited with the BioEdit program (Hall 
1999) to obtain a final alignment. The sequences were deposited at GenBank under the accession 
numbers JN971066–JN971068 (from direct sequencing) and JQ390469-JQ390471 (from sequencing 
after cloning). 

Phylogenetic analyses: Maximum parsimony (MP) and neighbor joining (NJ) analyses with 1000 
bootstrap replications were performed using the Phylogenetic Analysis Using Parsimony (PAUP) 
program version 4 (Swofford 2003). Bayesian (two runs over 1 × 106 generations with a burnin 
value of 2500) and maximum likelihood (1000 bootstrap) analyses were executed, respectively, in 
MrBayes 3.1.2 (Ronquist & Huelsenbeck 2003) and PhyML (Guindon & Gascuel 2003), launched 
from Topali 2.5. The model of nucleotide substitution (GTR + G) was estimated using Topali 2.5 
(Milne et al. 2004). Sequences from Pacispora scintillans were used as outgroup.

Taxonomic analyses

Fuscutata aurea sp. nov. Oehl, C.M.Mello & G.A.Silva               Figs 1–7

MycoBank MB 563598

Sporocarpia ignota. Sporae singulatim in solo efformatae anguste cellulis sporogenis subterminalibus 
flavisque insedentes, flavae ad aureae, globosae 160–250(–310) µm in diametro vel subglobosae vel 
ovales (190–350 × (155–)200–260 µm); sporae tunicis tribus: tunica exterior stratis tribus, in totum 
3.2–6.0 µm crassa; stratum exterius tunicae exterioris hyalinum, tenue tuberculis densis ornatum, 
evanescens vel semi-persistens, 1.2–1.8 µm crassum; stratum medium laminatum, flavum ad aureum, 
1.3–2.9 µm crassum; stratum interius albo-flavum ad albo-aureum, 0.7–1.3 µm crassum; tunica 
media stratibus duobus hyalinibus, 1.2–2.1 µm crassa; tunica interior hyalina tribus stratis, 3.2–5.8 
µm crassa in totum; stratum secundum tunicae interioris purpureum colorans reagente Melzeri; 
scutellum germinale bi-lobatum, ovale vel violinoforme, flavo-fuscum ad fuscum, 101–127 × 81–102 
in diametro, depressionibusque germinationis duabus. Holotypus # 89–8901: URM 83314.

Holotype: specimen 89–8901 = URM 83314; UFPE, Recife, Pernambuco, Brazil, isolated from 
rhizosphere soil of cassava isolated near Itambé (7°24'50"S and 35°06'30"W) located in the Atlantic 
rainforest zone of Pernambuco State (NE Brazil), identified by F.Oehl. Isotype specimens (89–8902 
& 89–8903) deposited at URM (83315 and 83316) and (89–8904 & 89–8920) at Z+ZT (ZT Myc 
7623). Paratype specimens were obtained from adjacent fields in Itambé under corn production. 

Etymology: aurea (Latin = golden yellow), referring to the golden color of the spores. 

Sporocarp formation is unknown. Spores formed singly in soil, terminally on a 
subterminal bulbous suspensor cell (= 'sporogenous' cell; Fig. 1). Spores are globose 
(160–250(–310) µm in diameter) to subglobose (190–350 × (155–)200–260 µm). They 
are bright yellow to golden yellow (Figs 1–3), sometimes darken to brown-yellow when 
ageing in field soils, usually staining reddish-brown when exposed to Melzer’s reagent 
(Fig. 4). The spores have three walls: an outer, middle and an inner wall (Figs 2–5).

Outer wall (OW) is 3.2–6.0 µm thick in total and consists of three layers (Figs 2–4): 
outermost wall layer (OWL1) is hyaline to subhyaline to light yellow, evanescent to 
semi-persistent, 1.2–1.8 µm thick, densely packed with short tubercles that are as long 
as the thickness of this wall layer  and 0.6–1.2 µm in diameter. OWL2 is bright yellow 
to golden yellow, becoming sometimes brownish-yellow with age. It is laminate, 
persistent and 1.3–2.9 µm thick. Third layer (OWL3) is slightly lighter in color, thin 
and flexible (0.7–1.3 µm thick) and often difficult to observe as it is closely adherent 
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Figs 1–7. Fuscutata aurea. Fig. 1. Uncrushed, golden spore formed on a sporogenous cell (sc) and 
differentiating three spore walls (outer, middle, inner: OW, MW, IW) and a violin-shaped to oval, 
bi-lobed & yellow brown germination shield (gs). Fig. 2. Crushed spore with visible OW, MW, 
IW; germination shield also crushed through pressure on the cover slide. Fig. 3. OW golden yellow 
and three-layered (OWL1-3); MW hyaline and bi-layered (MWL1-2); OWL1 densely packed with 
short spines. Fig. 4. IWL2 staining reddish brown to purple in Melzer’s reagent; germ shield (gs) 
formed on IW surface. Fig. 5. IW with three hyaline to slightly subhyaline wall layers (IWL1–3).  
Figs 6–7. Yellow brown to brown germination shields in planar view: bi-lobed and ovale to violin-
shaped, with one central germ pore (gp) and two germ tube initiations (gti) from where the germ 
tubes (gt) emerge during germination.
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to OWL2 (Fig. 2). OWL2 and OWL3 usually stain light reddish-brown in Melzer’s 
reagent (Fig. 4). The straight pore channel at the spore base (about 1.9–2.9 µm broad) 
is closed by a plug formed by spore wall material of OWL2, and by OWL3, but can 
rarely appear open.

Middle wall (MW) is (mono- to) bi-layered (Figs 2–3), semi-flexible and in total 
1.2–2.1 µm thick. It usually separates well from the inner wall (IW) through pressure 
applied on the cover slide.

Inner wall (IW) is triple-layered (Fig. 5), hyaline and 3.2–5.8 µm thick. The outer layer 
of the inner wall (IWL1) is semi-flexible and 0.8–2.5 µm thick. The second layer (IWL2) 
is semi-flexible to unite, rarely ‘amorphous’ when slightly expanding in PVLG based 
mounting media and 2.0–2.6(–3.5) µm thick. The innermost layer (IWL3) is relatively 
thin (0.4–1.1 µm thick), flexible, mostly tightly adherent to IWL2, and therefore 
generally difficult to observe. The IWL2 stains purple in Melzer’s reagent (Fig. 4).

Sporogenous cell (sc) is elongate to subglobose, 42–48 × 25–36 µm (Fig. 1). It is often 
lighter in color than the spore wall, being regularly white-yellow to golden yellow. 
Two wall layers are visible on young sc. They are continuous with OWL1 and with 
laminated OWL2. The outer sc wall layer is 0.5–1.5 µm thick and evanescent to semi-
persistent, and the inner sc wall layer is 1.5–2.6 µm thick and generally persistent 
on the spore. The sporogenous hypha attached to sc is also bi-layered, 7–11 µm in 
diameter and tapering to 5–8 µm within 80–250 µm distances from the sporogenous 
cell. Within these distances, the sporogenous hyphal wall tapers from 1.5–2.4 µm to 
0.9–1.3 µm, and 3–9 septa may be visible. 

Germination shield is formed on the outer IW surface (Fig. 4) and can easily be 
detected already on uncrushed spores since it is bright yellow brown (Figs 1–2, 6–7). 
It is violin-shaped to oval, 101–127 × 81–102 µm in diameter, and generally has two 
lobes. Each lobe bears one rounded germ tube initiation (gti, Figs 6–7), 2.5–4.0 µm in 
diameter. The one-layered shield wall is yellow brown and generally only 0.8–1.5 µm  
thick. Single germination tubes may emerge from the gti’s during germination (Fig. 6), 
penetrating the MW and OW and branching in the spore periphery within a distance 
up to 150–200 µm. 

No auxilliary cells were found. 

Type of mycorrhiza formation unknown.

DiStribution: Fuscutata aurea occurred in cassava and maize fields in Itambé, located 
in the Mata Atlantica biome of Pernambuco State, NE Brazil. The cassava site had 
a pH (H

2
O) of 6.3, 22.5 g kg-1 organic carbon and 14.0 mg kg-1 available P extracted 

according to Nelson et al. (1953). The soil at the maize site had a pH (H
2
O) of 5.4, 

20.0 g kg-1 organic carbon and 3.0 mg kg-1 available P.

molecular analySeS: Sequences of the large subunit ribosomal gene (~670 bp) were 
obtained. Phylogenetic analyses firmly placed the newly described fungus into the 
genus Fuscutata adjacent to F. heterogama (Fig. 8).
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Fig. 8. Phylogenetic analyses of the Gigasporales sensu Oehl et al. (2011a) obtained from partial LSU 
rRNA sequences. Sequences are labeled with their database accession numbers. Support values are 
from neighbor-joining (NJ), maximum parsimony (MP), maximum likelihood (ML) and bayesian 
analyses, respectively. The tree was rooted by Pacispora scintillans. Sequences of F. aurea are shown 
in boldface. Only topologies with bootstrap values of at least 50% are shown. (Consistency Index 
= 0.58; Retention Index = 0.82). 
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Discussion

To date there have been only four other Fuscutata spp. described within the 
Dentiscutataceae F.A.Souza et al. (Oehl et al. 2008) of the Gigasporales: Fuscutata 
heterogama Oehl et al., F. rubra (Stürmer & J.B.Morton) Oehl et al., F. savannicola 
(R.A.Herrera & Ferrer) Oehl et al., F. trirubiginopa (X.L.Pan & G.Yun Zhang) Oehl 
et al. Fuscutata aurea can easily be distinguished from these four Fuscutata spp. by 
spore color and ornamentation on the outer spore surface. None of the other species 
of the genus forms golden yellow, but either reddish brown (F. heterogama and  
F. rubra) or white spores (F. savannicola and F. trirubiginopa). Of these species only 
F. heterogama and F. trirubiginopa have similar spiny to tuberculate ornamentation on 
the outer spore surface, while the remaining two species have smooth spore surfaces. 

The phylogenetic analyses confirm the novelty of the new species and simultaneously 
the monophyly of the genus within the Dentiscutataceae. Although in our analyses 
the Fuscutata clade was always monophyletic with all the sequences related to this 
genus (data not shown), some F. heterogama sequences were let out because some 
incongruencies were found on the species level. Recently, some articles have reported 
problems with sequences, where the isolates were misidentified (Oehl et al. 2011b, c, 
d, Sokolski et al. 2010, Schüßler et al. 2011, Stockinger et al. 2009). It is possible that 
also the F. heterogama sequences available in the public data bases represent more 
than one species.
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Summary
Paraglomus pernambucanum sp. nov. (Paraglomeromycetes) was 
found in a tropical dry forest in the semi-arid Caatinga biome of 
Pernambuco State (NE Brazil), in a cowpea and in two maize pro-
duction sites. It was characterized by combined morphological and 
molecular analyses on the spores isolated from field soil samples. 
Another species, Pacispora boliviana (Glomeromycetes), first de-
scribed only by spore morphology, had been known from another 
semi-arid biome in Southern America, the Gran Chaco in Bolivia. 
We detected this fungus now also at different locations in semi-arid 
to semi-humid NE Brazil. As for P. pernambucanum phylogenetic 
analyses were performed  on nuclear ribosomal RNA gene sequences 
of the LSU region. For P. boliviana, the spores for these analyses 
originated from a trap culture inoculated with soils from the type 
location. The results now revealed that also P. boliviana belongs to 
Paraglomus.  It grouped in a separate monophyletic cluster adjacent 
to P. pernambucanum, to P. brasilianum, P. laccatum and the type 
species P. occultum. Thus, P. boliviana is transferred to Paraglomus, 
as Paraglomus bolivianum comb. nov. Remarkably, it is the first 
species known in the Paraglomeromycetes with pigmented spores.  
Paraglomus pernambucanum and P. bolivianum have several fea-
tures in common: e.g. bi-walled spores, and densely pitted surface 
ornamentations on the structural layer of the outer wall. Spores of 
the two species can be distinguished by color and the diagnostic 
nature of their pitted ornamentation. The current knowledge about 
the global distribution of Paraglomus and Pacispora species is sum-
marized and discussed.

Introduction
Arbuscular mycorrhizal (AM) fungi play an important role in eco-
system functioning since they are associated with the majority of 
plant species, deliver essential nutrients to their symbiotic partners, 
and are for instance also able to suppress harmful soil-borne patho-
gens and pests, and may protect soils against erosion through stabi-
lization of soil aggregates (Smith and Read 2008). They can also 
serve as bio-, soil and land use indicators (e.g. Oehl et al. 2005a, 
2011a, 2012). We assume that especially Pacispora species might 
be characteristic for specific soils, land use intensity and different 
climates  since they were found to be characteristic for soils with pH 
> 6.0, either in alpine areas (e.g. P. robigina; Oehl and Sieverding 
2004, Błaszkowski et al. 2008), in cultivated soils of temperate 
areas with lower phosphorus levels (e.g. P. dominikii; Błaszkowski, 
1993; Oehl et al., 2005b; Oehl et al., 2010), or in Mediterranean and 
subtropical areas under semi-arid conditions subjected to naturally 
elevated soil pH (e.g. P. scintillans and P. franciscana; e.g. Rose and 
Trappe, 1980; Bashan et al., 2007; Palenzuela et al., 2008). 

One fungus, P. boliviana, was never found in alpine, temperate, 
Mediterranean or subtropical areas of higher soil pH despite of ex-
tensive AMF diversity studies performed in Europe and Northern 
America during the last decades (e.g. Błaszkowski, 1993; Koske 
and Tews, 1987; Daniell et al., 2001; Jansa et al., 2002; Landis 
et al., 2004), but so far only in the tropical, semi-arid Gran Chaco 
of Bolivia (pH 6.3; Oehl and Sieverding, 2004), and recently 
also from a tropical Atlantic rainforest in NE Brazil (Silva et al., 
2012). We have lastly detected it several times in the semi-arid 
Caatinga biome of NE Brazil, which focused again our attention to 
this fungus. In tropical areas, however, other Pacispora species were 
so far never reported, neither by morphological spore identifica-
tions from field soils, long-term trap culture propagations (e.g. Goto 
et al., 2010; Stürmer and Siqueira, 2011; Tchabi et al., 2009) nor 
through molecular root analyses (e.g. Husband et al., 2002; Öpik 
et al., 2010), although species of this genus could be expected in the 
Tropics at least in semi-arid regions and soils with increased pH. 

Pacispora boliviana has a distinct pitted ornamentation on its spore 
surface (Sieverding and Oehl, 2004). The fungus was preliminary 
attributed to this genus, since it forms, like all Pacispora, bi-walled 
spores terminally on subtending hyphae. However, it was obvious 
from the beginning that its spore structure, and above all the struc-
ture of the subtending hyphae and the staining reaction of the wall 
layers in Melzer’s reagent, does not fit with those characters typical 
for Pacispora species (Oehl and Sieverding, 2004). However, at 
that time, molecular analyses of the fungus were not available, and 
morphologically its spores could not be attributed to any other genus 
within the Glomeromycota, such as Glomus or Paraglomus (Oehl 
et al., 2011b). Glomus has only mono-walled spores, while the spore 
wall structure of Paraglomus has not yet been fully resolved, and 
the genus has so far had only species without substantial spore pig-
mentation. When morphological analyses cannot (or not yet) re-
solve the relationship between different taxa, molecular analyses are 
urgently needed to elucidate their phylogeny (Gamper et al., 2009; 
Palenzuela et al., 2010; Oehl et al., 2011d; Goto et al., 2012). 
In the present study, we performed first molecular analyses on P. 
boliviana in order to clarify its phylogenetic position in relation to 
the other glomeromycotan fungi.

More recently, an undescribed fungus, with congruent overall spore 
and subtending hyphae morphology as P. boliviana, was found in 
another tropical, semi-arid biome of Southern America, i.e. in the 
Caatinga biome of NE Brazil. Thus, the second objective of the pre-
sent study was to carefully elaborate both the spore morphology and 
the phylogenetic position of this new fungus. Based on the results 
obtained from concomitant morphological and molecular phylo-
genetic analyses, the new fungus is formally described hereafter. 
Another objective was to discuss the biogeographic distribution of 
the two fungi, as far as this was possible at this early stage of spe-
cies identification. Finally, we aimed at comprehensively presenting 
the biogeography of the two genera, Paraglomus and Pacispora, in 
general.
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Materials and methods
Study sites 
The new AM fungus was found in Caruaru and Serra Talhada, 
Pernambuco State (NE Brazil), in maize (Zea mays L.) fields in the 
semi-arid tropical Caatinga biome. The sampling sites are located 
at 08º08’00”S and 36º02’00”W (550 m a.s.l.) and 7º59’00’’S and 
38º19’16’’W (650 m a.s.l.), respectively. The climate is tropical-
(semi-)arid (type Bs of Köppen-Geiger; Kottek et al., 2006) with 
six to eight months of dry season. Mean annual temperature is 24-
26°C, and annual rainfall is 650 and 550 mm, respectively. The maize 
variety sown was BR 5026 ‘São José’ (Lemos et al., 1995). At these 
two sites, the pasture plant species sudan grass (Sorghum sudanense 
(Piper) Stapf) and onion had previously been grown, respectively. 
More recently, the fungus was also found in a tropical Caatinga dry 
forest where Mimosa tenuifolia was the most dominant plant spe-
cies and in an adjacent cowpea (Vigna unguiculata) field. Both loca-
tions are near Petrolina, in Pernambuco State (6°28’20’’-6°30’00’’S; 
34°55’50-34°57’10’’W, 380 m a.s.l., mean annual temperature 26°, 
mean annual rainfall 550 mm). At the natural Caatinga site Mimosa 
tenuifolia was the most dominant plant species.

The type location of Pacispora boliviana was described in Oehl 
and Sieverding (2004). Briefly, it was isolated from a degraded 
pasture in the semi-arid Gran Chaco of tropical Bolivia (Departa-
mento de Santa Cruz de la Sierra; 18°05’S; 63°20’W, 550 m a.s.l., 
mean annual temperature 24°, mean annual rainfall approximately 
800 mm), and from trap cultures inoculated with soils from that pas-
ture. The trap cultures were maintained under tropical temperatures 
in the greenhouse at the University of Basel (Switzerland) for eight 
months in 2001.

In recent years, we found P. boliviana also in the semi-arid Caatinga 
of NE Brazil, e.g. in Triunfo (7°50’17’’S; 38°06’06’’W), Belém do 
São Francisco (8°45’28’’S; 38°57’52’’W) and, together with the 
herein described new fungus, also in Serra Talhada (7º59’00’’S; 
38º19’16’’W). All these sites are also in Pernambuco State. Mean 
annual temperature in Belém do São Francisco (400 m a.s.l.) is 26°C, 
and the mean annual rainfall is 450 mm. These values are 22°C and 
approximately 1200 mm, respectively, in Triunfo. This isolation 
site has a more humid climate than it is common in the Caatinga 
biome, with typical vegetation of an Atlantic rainforest. This site 
profits from more frequent rainfalls due to its exposed higher altitude 
(650 m a.s.l.), when compared to the typical Caatinga dry forest in 
its surrounding.

Soil sampling and chemical soil analyses 
Soil samples in Caruaru, Serra Talhada and Petrolina (NE Brazil) 
were taken in March 2011 as described by Mello et al. (2012). The 
soils in Belém do São Francisco and Triunfo were already taken in 
September and October 2008, respectively. Soil samples in the Gran 
Chaco (Bolivia) were taken in November 2000 as described in Oehl 
and Sieverding (2004). The soil in Caruaru had a pH (H2O) of 6.4, 
1.1 g kg-1 organic C and 49.4 mg kg-1 available P extracted according 
to Nelson et al. (1953). In Serra Talhada, the soil had a pH (H2O) 
of 6.2, 0.7 g kg-1 organic C and 58.0 mg kg-1 available P, and in 
Petrolina, pH was 5.2-6.0, organic C was 16.1 g kg-1, and available 
P was 22.0 mg kg-1. In Belém do São Francisco, pH was 6.8, organic 
C was 23.8 g kg-1, and available P was 16.8 mg kg-1, while pH was 
6.8, organic C 39.4 g kg-1, and available P 195.0 mg kg-1 in Triunfo. 
The Bolivian soil had a pH (H2O) of 6.5; organic carbon was 26 mg 
kg-1, and available P (here extracted with Na-acetate, see Oehl et al., 
2005b) was 2.3 mg kg-1.

AM fungal trap cultures 
Trap cultures were established directly after sampling as described 

in Oehl et al. (2003), Tchabi et al. (2009) and Mello et al. (2012). 
Pacispora boliviana produced abundantly spores only in one of 
64 trap cultures, in the rhizosphere of Stylosanthes guianensis, 
Bracharia humicicola and Chromolaena odorata. The new fungus 
from Pernambuco did not form spores in the trap cultures. Using 
Sorghum bicolor as host plant, single species cultures were initiated, 
that were inoculated with single or multiple (10-20) spores isolated 
directly from the field for the new fungus, or obtained from the trap 
cultures for Pacispora boliviana. All these mono- or multiple spore 
cultures failed so far.

Morphological analyses 
Spores of the two fungi were separated from the soil samples by 
wet sieving as described by Sieverding (1991). The described 
morphological characteristics of spores and their subcellular struc-
tures are based on observations of specimens mounted in polyvinyl 
alcohol-lactic acid-glycerol (PVLG; Koske and Tessier, 1983), in 
a mixture of PVLG and Melzer’s reagent (Brundrett et al., 1994), 
a mixture of lactic acid to water at 1:1, Melzer’s reagent, and in 
water (Spain, 1990). The terminology of the spore structure follows 
Oehl and Sieverding (2004) and Oehl et al. (2011b, c) for species 
with glomoid (sensu lato and sensu stricto), paraglomoid and paci-
sporoid spore formation. Specimens mounted in PVLG and the mix-
ture of PVLG and Melzer’s reagent were deposited at Z+ZT (Zurich, 
Switzerland) and URM (Recife, Brazil) herbaria.

Molecular analyses 
Before DNA extraction all spores isolated were first washed in ul-
trapure water and sonicated three to four times. For P. boliviana 
(culture code: BOL 35), crude DNA extracts were obtained from 
three single isotype spores, extracted from the trap culture that had 
been inoculated with field soil samples from the type location in the 
Gran Chaco. For the new fungus from Pernambuco, the DNA ex-
tracts were obtained from two single spores that were directly sepa-
rated from the field samples of the type location in Caruaru. The 
spores were singly placed on a slide in a drop (5-10 μl) of ultrapure 
water, crushed with a sterile needle. Crude DNA extract was used 
as template for a semi-nested PCR using the primers ITS3 (White 
et al., 1990) 28G2 (Silva et al., 2006) and LR1 (van Tuinen et al., 
1998) 28G2, consecutively. PCR reactions were carried out in a 
volume of 50 μl, containing 75 mM Tris-HCl pH 8.8, 200 mM 
(NH4)2SO4, 0.01% Tween 20, 2 mM MgCl2, 200 μM each dNTPs, 
1 μM of each primer and 2 units of TaqTM DNA polymerase (Fer-
mentas, Maryland, USA); cycling parameters were 5 min at 95°C 
(1 cycle), 45s at 94°C, 1 min at 55°C, 1 min at 72°C (40 cycles), 
and a final elongation of 7 min at 72°C followed the last cycle. The 
final amplicons (~690bp) were purified with the PureLink PCR 
Purification Kit (Invitrogen), sequenced directly or cloned with a 
CloneJETTM PCR Cloning kit (Fermentas; Carlsbad, USA) follow-
ing the manufacturer’s instructions and sequenced. Sequencing was 
provided by the Human Genome Research Center (São Paulo, Brazil).  
Sequence data were compared to gene libraries (EMBL and Gen
Bank) using BLASTn (Altschul et al., 1990). The new sequences de-
riving from the AM fungi from Bolivia and Pernambuco were deposited 
in the NCBI database under the accession numbers JX122769-
JX122777.

Phylogenetic analyses
The phylogeny was reconstructed by partial sequences of the LSU 
rRNA gene. The AM fungal sequences were aligned in ClustalX 
(Larkin et al., 2007) and edited with the BioEdit program (Hall, 
1999). Boletus edulis Bull. and Neurospora crassa Shear & B.O. 
Dodge were included as outgroup. Prior to phylogenetic analysis, 
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the model of nucleotide substitution was estimated using Topali 
2.5 (Milne et al., 2004). Bayesian (two runs over 1 x 106 genera-
tions with a burnin value of 2500) and maximum likelihood (1,000 
bootstrap) analyses were performed, respectively, in MrBayes 3.1.2 
(Ronquist and Huelsenbeck, 2003) and PhyML (Guindon and 
Gascuel, 2003), launched from Topali 2.5, using the GTR + G 
model. Neighbor-joining (established with the model cited above) 
and maximum parsimony analyses were performed using PAUP*-
4b10 (Swofford, 2003) with 1,000 bootstrap replications.

Biogeographic analyses 
A comprehensive literature and sequence data bank research was 
performed in order to study the biogeographic distribution of the 
genera Paraglomus and Pacispora on global scale. We included 
identifications performed either on the genus or on the species level, 
and considered for studies that were either based on spore morpho-
logy, or on the generation of species and environmental sequences.

Results
Molecular phylogeny
Phylogenetic analyses on the partial sequences of the LSU rRNA 
gene place the two fungi from Bolivia and Pernambuco firmly, 
with high support values, in a monophyletic clade within the order 
Paraglomerales next to Paraglomus occultum, P. laccatum and P. 
brasilianum (Fig. 1). 

Taxonomy
Paraglomus pernambucanum Oehl, C.M. Mello, Magna & G.A. 
Silva sp. nov. (Figs. 2-9) 
Mycobank MB 800575

Diagnosis: Sporae albae ad flavo-albae, 66-95 × 62-75 mm in dia-
metro, tunicis duabus. Stratum laminatum tunicae exterioris, album 
ad flavo-album, 2.9-4.2 mm crassum, cum depressionibus subtilibus, 
0.5-1.1 mm latis et 0.5-1.0 mm profundis ornatum, 1.3-2.4 mm in 
distancia. Tunica interior hyalina; 1.9-3.0(-3.9) mm crassa, de novo 
formans et porum basae sporarum occudens. Tunica hyphae con-
fluentis cum stratis exterioribus tunicae externae, raro porum hyphae 
affixae occludens. In solutione Melzeri tunica interior non colorans. 
Holotypus # 37-3701: ZT Myc 24205.

Etymology: Latin, pernambucanum, referring to the NE Brazilian 
State where the species was found first.

Holotype: Brazil, Pernambuco State, Caruaru (37/3701, ZT Myc 
24205). Isotypes (37-3702–37-3705 at ZT Myc 24206; 37-3711–37-
3713 at URM). ���������������������������������������������������Paratypes: Brazil, Pernambuco State, in the munici-
palities of Serra Talhada and Petrolina (37-3751, 37-3752, 37-3761; 
as ZT Myc 24207, 24208, 24209 at Z+ZT).

Spores are formed singly in soil. They are white to yellowish white, 
globose to subglobose to ovoid, 66-95 × 62-75 mm in diameter 
(Figs. 1-4) and have an outer and an inner wall (Figs. 2-3). 

Outer wall with three layers (Figs. 5-7): outer layer (OWL1) eva-
nescent to semi-persistent, subhyaline to light yellow, 0.5-0.9 mm 
thick, and usually tightly adherent to second layer (OWL2); OWL2 

finely laminated, brilliant white in young mature spores to yellow-
ish white in older spores, 2.0-2.6 mm thick, with regular, round but 
shallow and inconspicuous pits that are 0.5-1.1 μm in diameter and 
0.5-1.0 μm deep and 1.3-2.4 μm apart; inner layer (OWL3) hyaline 
and thin, 0.4-0.7 mm, separable under pressure but usually adherent 
to OWL2 and then extremely difficult to observe. OWL2 stains yel-
low in Melzer’s reagent.

Inner wall is hyaline and three-layered (Figs. 6-8). Outer layer 
(IWL1) is 0.5-0.8 mm thick. In crushed spores it sometimes sepa-
rates under light pressure from the central layer (IWL2); the cen-
tral layer (IWL2) is 1.0-2.4 mm thick and the inner layer (IWL3) is 
very thin, 0.4-0.7 mm, flexible and may show several folds in broken 
spores; IWL3 is usually adherent to IWL2 and thus very difficult to 
observe. None of the layers stains in Melzer’s reagent (Fig. 9).

Subtending hypha (sh) is straight or recurved, 4.0-5.5 mm in diam 
at the spore base tapering to 3.5-4.5 mm within 6-15 mm distance 
from the base. It is generally slightly funnel-shaped to cylindrical 
(Figs. 2-6), or rarely slightly constricted (Fig. 9). The wall of the 
subtending hypha is of the same color as, and continuous with the 
spore wall layers OWL1 and OWL2, and of the same thickness, 
tapering to 0.5-1.1 mm within 25-90 mm distance. The length of the 
subtending hypha persistently remaining at the spore is often shorter 
(10-15 mm from the spore base), or sh is completely broken away. 
Pore of the subtending hypha usually is open at spore base, and IW 
generally functions as pore closure at spore base.

Distribution: The new fungus was detected in maize production 
sites in Caruaru and Serra Talhada, and in a tropical dry forest and 
a cowpea field in Petrolina. All these sites are located in the semi-
arid Caatinga biome of Pernambuco State, NE Brazil.

Specimens examined: Brazil, Pernambuco, Caruaru (37-3701–
37-3750). Brazil, Pernambuco, Serra Talhada (37-3751–37-3760); 
Brazil, Pernambuco, Petrolina (37-3761–37-3770).

Paraglomus bolivianum (Sieverd. & Oehl) Oehl & G.A. Silva 
comb. nov. 
Basionym: Pacispora boliviana Sieverd. & Oehl. J. Appl. Bot. Food 
Qual. 78:79. 2004.
Mycobank MB 800596

Emendation: The species was well described in Oehl and 
Sieverding (2004). Here it might be mentioned that the subtending 
hyphae sometimes have a constricted appearance when OWL2 (hw2 
in Fig. 6A of Oehl and Sieverding, 2004) is constricted and OWL1 
already degraded. However, overall subtending hyphae shape, in-
cluding OWL1 respective hw1, is cylindrical to slightly funnel-
shaped since sh is regularly broader at spore base than at some dis-
tance from the spore (Fig. 6A of Oehl and Sieverding, 2004).

Comments: The intra-specific variation between the LSU rRNA 
gene sequences for P. pernambucanum  and for P. bolivianum was 
around 1-2%. The sequences from P. bolivianum presented 95% of 
identity with those from P. pernambucanum. In the BLASTn analy-
sis, the closest related species to P. bolivianum and P. pernambuca-
num was P. brasilianum with 93% and 92% of identity, respectively 
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Fig. 1: 	 Phylogenetic tree of the Paraglomeromycetes and Archaeosporomycetes based on analysis from partial sequences of the LSU rRNA gene. Boletus 
edulis and Neurospora crassa were used as outgroup. Sequences are labeled with database accession numbers. Support values (from top) are from 
neighbor-joining (NJ), maximum parsimony (MP), maximum likelihood (ML) and Bayesian analyses, respectively. Sequences obtained in this study 
are in bold. (Consistency Index = 0.70; Retention Index = 0.86).
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Figs. 2-9: Paraglomus pernambucanum: Figs. 2-3. Crushed and uncrushed spores with outer and inner wall (OW, IW), cylindric to funnel-shaped subtending 
hyphae (sh) and minute pit ornamentation on OW surface. Fig. 4. Outer wall staining yellow in Melzer’s reagent. Figs. 5-6. OW and IW triple-layered 
(OWL1-3; IWL1-3); outer surface of OWL2 with minute pits. Fig. 7. OWL2 staining yellow in Melzer’s. Figs. 8-9. Pore at spore base regularly open 
but closed by IW.
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Tab. 1: 	Detection sites of Paraglomus and Pacispora species around the globe

AMF isolate	 Ecosystem/plant species/(Isolate) 1	 State/region, Country	 pH1	 Detected	 Reference	
by2

Paraglomus spp.	
Paraglomus occultum Poplar plantations	 Iowa, USA	 NA	 M	 Walker et al. (1982)
P. occultum	 Ornamental plants in greenhouse	 Oregon, USA	 NA	 M	 Walker et al. (1982)
P. occultum	 NA	 Illinois, USA	 NA	 M	 Walker et al. (1982)
P. occultum	 NA	 The Netherlands	 NA	 M	 Walker et al. (1982)
P. occultum	 Agro-ecosystems; temperate	 Pennsylvania, USA	 NA	 M	 Franke-Snyder et al. (2001)

North America
P. occultum	 Sonoran desert	 Texas & Arizona, USA	 7.7-7.9	 M	 Stutz and Morton (1996)
P. occultum	 Boojum tree in a desert reserve	 Baja California, Mexico	 7.0-8.0	 M	 (Bashan et al. 2007)
P. occultum	 Evergreen forests & pastures	 Nicaragua & Costa Rica	 3.9-5.6	 M	 Picone (2000)
P. occultum	 Natural ecosystems; crops like Carimagua, Colombia	 5.0-7.0	 M	 Sieverding (1989)

cassava, maize 
P. occultum	 Maize	 Pernambuco, Brazil	 5.5-5.7	 M	 Maia and Trufem (1990)
P. occultum	 Semi-arid copper mining area	 Bahia, Brazil	 6.2-7.8	 M	 Silva et al. (2005)
P. occultum	 Evergreen and deciduous forests	 Araucanía Region, Chile	 4.6-5.4	 M	 Castillo et al. (2006)
P. occultum	 Horticultural systems	 Araucanía Region, Chile	 5.5-6.1	 M	 Castillo et al. (2010)
P. occultum	 Highest elevation of plant occurrence	 Valais, Switzerland	 ca. 5.0	 M	 Oehl, in Körner (2011)

in Europe, 4505 m asl!
P. occultum	 Subnival siliceous scree, 2700 m asl	 Valais, Switzerland	 5.0-5.4	 M	 Oehl, unpublished
P. occultum	 Poland		 M	 Błaszkowski (1989, 1993)
P. occultum	 Grasslands and crop rotation systems	 Alsace, France; Baden, 4.0-8.0, M	 Oehl et al. (2005b, 2010)

Germany; Basel, 	 5.3-7.7
Switzerland

P. occultum	 Tropical forests and yam field sites	 Benin	 6.1-6.9	 M	 Tchabi et al. (2009)
P. occultum	 Namib Desert	 Namibia	 7.0-8.0	 M	 Stutz et al. (1999)
P. occultum	 Forest and grassland	 India	 7.8	 M	 Muthukumar and Udaiyan 

(2000)
P. occultum	 Wheat	 Golestan, Iran	 NA	 M	 Sadravi (2006)
P. occultum	 Natural habitats: date palm (oasis) Sultanate of Oman	 8.2-8.4	 M	 Al-Yahya’ei et al. (2011)

and native Prosopis cineraria 
(undisturbed desert habitat)

P. occultum	 Desert ephemerals	 Xinjiang, China	 8.2	 M	 Shi et al. (2006)
P. occultum	 (Isolates from INVAM; IA702, Iowa/Florida/Hawaii, USA	 NA	 SpSeq	 Millner et al. (2001), 

FL703, HA771) James et al. (2006), 
Msiska and Morton (2009)

P. occultum Cultivated Soils of the	 Saskatchewan, Canada	 NA	 SpSeq	 Unpublished
(JX301683-4)	 Canadian Prairies	
P. occultum (FJ461883)	 (Isolate from INVAM, CR402)	 Costa Rica	 NA	 SpSeq	 Unpublished
P. occultum	 (Isolates from INVAM; CL700, Colombia	 NA	 SpSeq	 Millner et al. ( 2001), 

CL700C, CL383) Turnau et al. (2001)
P. occultum	 (Isolate from INVAM, GR582)	 Germany	 NA	 SpSeq	 Millner et al.( 2001)
P. occultum	 (Isolate from BEG, BEG120)	 Alicante, Spain	 NA	 SpSeq	 Ferrol et al. (2004)
P. albidum	 Winter wheat	 Ohio, USA	 NA	 M	 Walker and Rhodes (1981)
P. albidum	 Poplar plantations	 Iowa, USA	 NA	 M	 Walker et al. (1982)
P. albidum	 ‘Caatinga’ dry forest	 Bahia, Brazil	 6.2	 M	 Silva et al. (2005)
P. albidum	 Maize mono-cropping, crop	 France, Germany, 5.3-7.7	 M	 Oehl et al. (2009, 2010)

rotations, grasslands	 Switzerland
P. bolivianum	 Gran Chaco grasslands	 Santa Cruz, Bolivia	 6.5	 M&SpSeq	 Oehl and Sieverding 

(2004), present study

P. bolivianum	 ‘Caatinga’ dry forest	 Pernambuco, Brazil	 5.2-6.8	 M	 Present study
P. bolivianum	 coastal ‘restinga’ forest vegetation	 Pernambuco, Brazil	 5.1	 M	 Silva et al. (2012)
P. brasilianum	 Greenhouse cultures on Allium porrum	 D.F., Brasilia, Brazil	 NA	 M	 Spain and Miranda (1996)
P. brasilianum	 Desert ephemerals	 Xinjiang, China	 8.2	 M	 Shi et al. (2006)
P. brasilianum	 (Isolate from INVAM; BR 105)	 D.F., Brasilia, Brazil	 NA	 SpSeq	 Krüger et al. (2012), 
P. brasilianum	 (Isolates from INVAM; WV224, West Virginia, USA	 NA	 SpSeq	 Millner et al. (2001), 	

WV219, WV215, WV215A)			 Msiska and Morton (2009)



Paraglomus pernambucanum sp. nov.	

106

AMF isolate	 Ecosystem/plant species/(Isolate) 1	 State/region, Country	 pH1	 Detected	 Reference	
by2

P. laccatum	 Festuca sp.	 Jastrzębia Góra, Poland. NA	 M&SpSeq	 Błaszkowski (1988b), 
Renker et al. (2007)

P. laccatum	 Ammophila arenaria, 	 Slowinski National Park, NA	 M&SpSeq	 Tadych and Błaszkowski 	
Helictotrichon pubescens	 Poland (2000), Renker et al. (2007)

P. laccatum	 Grassland	 Thuringia, Germany	 7.0-7.5	 EnSeq	 König et al. (2010)
P. laccatum	 (Isolate Att960-3)	 UK	 NA	 SpSeq	 Krüger et al. (2012)
P. lacteum	 Central Oregon desert	 Oregon, USA	 7.0-8.0	 M	 Rose and Trappe (1980)
P. majewskii	 Zea mays	 Algarve, Portugal	 NA	 M Błaszkowski et al. (2012)
P. majewskii	 Ammophila. arenaria	 Mallorca, Spain	 NA	 M	 Błaszkowski et al. (2012)
P. majewskii	 Ammophila. arenaria	 Karabucak-Tuzla, Turkey	 NA	 M&SpSeq	 Błaszkowski et al. (2012)
P. majewskii	 ‘Cultivated and uncultivated plants’	 Lubuskie, Poland	 NA	 M	 Błaszkowski et al. (2012)
P. majewskii	 Ammophila. arenaria	 Near Bornholm, Denmark	 NA	 M	 Błaszkowski et al. (2012)
P. majewskii	 Weeds	 Asmara, Eritrea	 NA	 M	 Błaszkowski et al. (2012)
P. majewskii	 Plantago lanceolata	 West Pomerian, Poland	 NA	 M&SpSeq	 Błaszkowski et al. (2012)
P. pernambucanum	 Natural Caatinga, maize and cowpea	 Pernambuco, Brazil	 5.2-6.4	 M&SpSeq	 Present study
Paraglomus sp.	 Isolated from Miscanthus	 Jeonbuk, South Korea	 NA	 EnSeq	 Lee et al. (2008)

sinensis	
Paraglomus sp.	 Roots of Panax japonicus	 Chungbuk, South Korea	 NA	 EnSeq	 Lee et al. (2008)
Paraglomus sp. Isolate from INVAM - NI116B	 Nicaragua	 NA	 SpSeq	 Unpublished
(FJ461884)	
Paraglomus sp.	 Pioneer grass species Miscanthus	 Hokkaido/Aichi/Okinawa, 2.7-6.8	 EnSeq	 An et al. (2008)

sinensis in acid sulfate soils	 Japan
Paraglomus sp.	 Seminatural grasslands - 	 Thuringia, Germany	 6.2	 EnSeq	 Renker et al. (2003), 	

Roots of Lolium multiforum Börstler et al. (2006)

Paraglomus sp.	 Wetland, Roots of Dactylis glomerata	 Thuringia, Germany	 NA	 EnSeq	 Wirsel et al. (2004)
Paraglomus sp.	 Semi-natural grasslands – Thuringia, Germany	 6.2	 EnSeq	 Börstler et al. (2006)

Roots of Plantago major
Paraglomus sp.	 Semi-natural grasslands	 Thuringia, Germany	 6.2	 EnSeq	 Börstler et al. (2006), 

Hempel et al. (2007)
Paraglomus sp. Roots of Ajuga reptans	 Yorkshire, UK	 NA	 EnSeq	 Unpublished
(AJ854100)	
Paraglomus sp.	 Onion (trap plant roots)	 England-UK	 NA	 EnSeq	 Unpublished 
(FN555262-92)	

Paraglomus sp.	 Arable soils – Roots of Zea mays	 Basel, Switzerland	 4.8-5.4	 EnSeq	 Hijri et al. (2006)
Paraglomus sp.	 Arable soils – Roots of Triticum	 Basel, Switzerland	 5.4	 EnSeq	 Hijri et al. (2006)

aestivum
Paraglomus sp.	 Arable soils – colonized roots	 Basel, Switzerland	 4.8	 EnSeq	 Hijri et al. (2006)
Paraglomus sp.	 Aquatic macrophytes in oligotrophic	 The Netherlands	 NA	 EnSeq	 Baar et al. (2011)

and ultra-oligotrophic lakes
Paraglomus sp.	 Organic and conventional farming	 The Netherlands	 7.4	 EnSeq	 Galván et al. (2009)

systems – Roots of Allium cepa
Paraglomus sp.	 Geothermal soils – Roots of	 Iceland	 4.0-4.5	 EnSeq	 Appoloni et al. (2008)

Agrostis stolonifera
Paraglomus sp.	 Geothermal soils – colonized roots	 Yellowstone, USA	 3.4-4.8	 EnSeq	 Appoloni et al. (2008)
Paraglomus sp.	 Geothermal soils– Roots from	 Yellowstone,USA	 4.8	 EnSeq	 Bunn et al. (2009)

Dichanthelium lanuginosum
Paraglomus sp.	 Colonized roots Yellowstone,USA	 4.8-6.5	 EnSeq	 Lekberg et al. (2011)
Paraglomus sp. 	 Grasslands dominated by exotic	 California, USA	 NA	 EnSeq	 Unpublished
(GQ890654, GQ890656)	 plant species	
Paraglomus sp.	 Reforestation plots on degraded 	 South of Ecuador	 4.0-5.0	 EnSeq	 Haug et al. (2010)

pastures- Roots of Setaria sphacelata 
and Heliocarpus americanus	

Paraglomus sp.	 Roots of Retama sphaerocarpa, Murcia, Spain	 NA	 EnSeq	 Alguacil et al. (2011a)
Psoralea bituminosa and 
Lolium perenne	

Paraglomus sp.	 Seedlings grown in a heavy metal	 Murcia, Spain	 NA	 EnSeq	 Alguacil et al. (2011b)
polluted soil

Paraglomus sp.	 Roots of Herniaria fruticosa and Murcia, Spain	 NA	 EnSeq	 Alguacil et al. (2012b)
Senecio auricula	
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AMF isolate	 Ecosystem/plant species/(Isolate) 1	 State/region, Country	 pH1	 Detected	 Reference	
by2

Paraglomus sp.	 Galls and Roots of Prunus persica	 Aragua, Venezuela	 5.18	 EnSeq	 Alguacil et al. (2011c)
Paraglomus sp.	 Ricinus communis soil	 Guantanamo, Cuba	 8.7	 EnSeq	 Alguacil et al. (2012a)
Paraglomus sp.	 Roots of Dichanthium aristatum	 Guadeloupe,	 7.8	 EnSeq	 Jalonen et al. (2012)

French Antilles	
Paraglomus sp.	 Roots of Zea mays	 Martonvasar, Hungary	 5.8-6.2	 EnSeq	 Sasvári et al. (2011)
Paraglomus sp. Roots of Tanacetum vulgare,	 Bohemia, Czech Republic	 NA	 EnSeq	 Unpublished
(HE775341-50)	 Brachypodium pinnatum, and 

Knautia arvensis	
Paraglomus sp.	 Roots of Trifolium repens	 Lombardy, Italy	 5.7-6.4	 EnSeq	 Lumini et al. (2011)
Paraglomus sp.	 Roots of Zea mays	 Marche, Italy	 8.3-8.5	 EnSeq	 Borriello et al. (2012)
Paraglomus sp. Roots of Larix decidua	 South Tyrol, Italy	 NA	 EnSeq	 Unpublished
(HM044471)	
Paraglomus sp. Roots of Camellia japonica	 Piedmont, Italy	 5.8	 EnSeq	 Unpublished
(JQ315319-36)	
Paraglomus sp.	 Pasture soil	 Sardinia, Italy	 5.4-6.2	 EnSeq	 Orgiazzi et al. (2012)
Paraglomus sp.	 Pasture soil	 Sardinia, Italy	 5-6.5	 EnSeq	 Lumini et al. (2009)
Paraglomus sp. NA	 Cameroon	 NA	 EnSeq	 Unpublished
(HQ108153-9)	
Paraglomus sp. Chickpea rooting soil	 Canada	 NA	 EnSeq	 Unpublished
(JF340036-39)	
Paraglomus sp. Rhizosphere of Tectona grandis	 Chiang Mai, Thailand	 NA	 EnSeq	 Unpublished
(JQ864337)	
Paraglomus sp.	 Semiarid Mediterranean prairies	 Murcia, Spain	 NA	 EnSeq	 Torrecillas et al. (2012)
Pacispora spp.	
Pacispora scintillans	 High Mediterranean dessert	 Oregon, USA	 NA	 M	 Rose and Trappe (1980)
P. scintillans	 Pot culture with Plantago lanceolata Pomerania, Poland	 NA	 SpSeq	 Walker et al. (2004)

inoculated with field soil from 
beneath Triticum aestivum 	

P. scintillans	 Sandy heathland, beneath Dactylis Hessen, Germany	 NA	 SpSeq	 Walker et al. (2004),
glomerata, Anthericum liliago and Krüger et al. (2009)
associated plants	

P. scintillans	 Ancient meadow, beneath Lolium Dorset, UK	 NA	 SpSeq	 Walker et al. (2004)
perenne and associated plants	

P. chimonobambusae	 Bamboo garden	 Nan-Tou, Taiwan	 NA	 M	 Wu et al. (1995)
P. chimonobambusae	 Trisetum grassland on serpentinite	 Grisons, Switzerland	 6.1	 M	 Oehl, unpublished
P. coralloidea	 Subnival siliceous scree	 Valais, Switzerland	 6.5	 M	 Oehl and Sieverding (2004)
P. dominikii	 Trifolium pratense	 NW Poland	 NA	 M	 Błaszkowski (1988a)
P. dominikii	 Trisetum grasslands	 Grisons, Switzerland	 7.8	 M	 Oehl, unpublished 
P. dominikii	 Organic farming systems	 Basel, Switzerland	 6.4-7.5	 M	 Oehl et al. (2005b, 2010)
P. dominikii	 Pterocephalus spathulatus, Andalusía, Spain	 8.1	 M&SpSeq	 Palenzuela et al. (2008)

Thymus granatensis	
P. franciscana	 Olive tree-grasslands	 Umbria, Italy	 7.0-7.5	 M	 Oehl and Sieverding (2004)
P. franciscana	 Subnival calcareous screes	 Grisons, Switzerland	 7.5	 M	 Oehl and Sieverding (2004)
P. franciscana	 NA	 Pomerania, Poland	 NA	 SpSeq	 Krüger et al. (2012)
P. franciscana	 NA	 Lower Saxony, Germany	 NA	 SpSeq	 Krüger et al. (2012)
P. patagonica	 Nothofagus forest	 Santa Cruz, Argentina	 5.5	 M	 Novas et al. (2005)
P. robigina	 Subnival calcareous and Grisons, Switzerland	 7.0-7.8	 M	 Oehl and Sieverding (2004)

serpentinite screes	
P. robigina	 Subnival screes	 Valais Switzerland	 6.5	 M	 Oehl and Sieverding (2004)
P. robigina	 Soldanella carpatica	 Tatra Mountains, Poland	 NA	 M	 Oehl and Sieverding (2004)
Pacispora sp. McLaughlin Reserve on serpetinite	 California, USA	 NA	 EnSeq	 Schechter and Bruns 

(2008)
Pacispora sp. Alpine plant species (4500 m asl)	 Tibet, China	 NA	 EnSeq	 Liu et al. (2011)
Pacispora sp. Tibet Plateau	 China	 NA	 EnSeq	 Unpublished
(JQ182767)

Accession numbers are given in the left column for available sequences that so far have not yet been published in peer-reviewed journals. 1 No information 
Available. 2 M = Identified by morphological analyses, SpSeq identified by molecular analyses, M&SpSeq identified by both approaches, EnSeq = environ-
mental sequences deposited in public data bases.
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(Fig. 1). Environmental sequences that were closely related to the 
two fungi were not found in the public data bases.

Distribution: Paraglomus bolivianum was found in a degraded pas-
ture of the semi-arid Gran Chaco (Bolivia, Oehl and Sieverding, 
2004). In recent years, it was also found in the semi-arid Caatinga 
of NE Brazil, e.g. in Triunfo, Belém do São Francisco and Serra 
Talhada, all in Pernambuco State. Finally, P. bolivianum was also 
found in a coastal ‘restinga’ forest vegetation in Mataraca (Paraíba 
State; 6°28’20’’-6°30’00’’S; 34°55’50-34°57’10’’W (Silva et al., 
2012).

Biogeography of Paraglomus and Pacispora spp. 
In Tab. 1, a comprehensive summary of the biogeography of the 
genus Paraglomus and Pacispora, and their conclusively and non-
conclusively identified species, is given. The identifications have 
been based on spore morphology, molecular analyses on formerly 
morphologically identified species, and on so-called environmen-
tal sequences deposited in the public data bases. It can be deduced 
from these results that the genus Paraglomus has a worldwide distri-
bution and occurs in many terrestrial ecosystems throughout the 
globe. It has been recorded from high alpine to nival areas, temperate 
to Mediterranean up to sub- to inner tropic, arid to humid areas, in 
different soil types covering a wide spectrum of soil pH and land use 
intensities (Tab. 1). There have been  > 300 Paraglomus sequences 
from the ribosomal gene deposited in the public data bases, from 
36 countries and from many quite different ecosystems. The most 
widespread fungus of this genus so far might be P. occultum, fol-
lowed by P. albidum, since these two species were most often iden-
tified. However, the phylogenetic tree shows at least two species 
identified as P. occultum, revealing current problems in the spe-
cies identification of this small-spored genus. Only one P. occultum 
clade, fixed by the isolate from the type area in Iowa, can be P. oc-
cultum, while the sequence AJ271713 obviously belongs to another 
Paraglomus species (Fig. 1). 

The genus Pacispora is biogeographically more restricted to spe-
cific habitats and specific climatic zones than Paraglomus (Tab. 1), 
which confirms our assumption in the introduction. Based on mor-
phological spore identification, the genus is characteristic for higher 
pH soils (> 6.0) and a more restricted to specific ecosystems when 
compared to Paraglomus. One exception might be P. patagonica 
which was found in soil with pH 5.5, but it was not given in Novas 
et al. (2005) in which medium the soil pH was measured. Also in 
the public data bases, sequences of Pacispora spp. have so far been 
rarely deposited: from the ribosomal gene, only nine environmental 
sequences and 23 sequences from formerly morphologically identi-
fied species have been found. They are from USA, Poland, Germany, 
UK, Spain and China, all detected from soils with pH > 6.0 (Tab. 1). 
Nevertheless, our investigation shows that the genus occurs world-
wide, but none of the Pacispora species appear to have a similar 
wide distribution as P. occultum. 

Discussion
Paraglomus pernambucanum and P. bolivianum can easily be dis-
tinguished by their spore wall ornamentations, and by spore color 
and size. The spores of P. bolivianum are yellow brown to brown and 
their pits are substantially larger and deeper (Oehl and Sieverding, 
2004) than those of P. pernambucanum, whose spores are hyaline to 
subhyaline. In Paraglomus, there is one other species known with 
ornamentation on the spore wall. This is P. brasilianum whose or-

namentation is labyrinthiform (Spain and Miranda, 1996; Morton 
and Redecker, 2001).

Within Paraglomus, six to seven of the eight species might have two 
spore walls. These are P. occultum (Walker, 1982), P. brasilianum 
(Spain and Miranda, 1996), P. bolivianum (Oehl and Sieverding, 
2004), P. pernambucanum, and, according to our analyses (Oehl, 
own observations), also P. lacteum (Rose and Trappe, 1980) and 
P. laccatum (Renker et al., 2007). Beneath its multi-laminated spore 
wall layer, P. laccatum has a separate inner wall which is difficult to 
observe (Renker et al., 2007; Oehl et al., 2011c). This might be also 
true for P. albidum (Walker and Rhodes, 1981; Oehl et al., 2011c) 
but this need to be checked on newly isolated spores. Thus, only 
P. majewskii might have solely one, triple-layered spore wall with 
a relatively thin innermost layer, which is substantially thinner than 
those in the other Paraglomus species like P. occultum, P. brasi-
lianum, and P. bolivianum. Interestingly, P. majewskii was re-
ported as forming a relatively distant lineage within Paraglomus 
(Błaszkowski et al., 2012), which is confirmed by our analyses. 

Beside P. pernambucanum, there has been only one other recently 
described Paraglomus species, with phylogenetic analyses in the 
original description (P. majewskii, Błaszkowski et al., 2012). Like 
P. bolivianum, P. laccatum was transferred to the genus Paraglomus 
due to new phylogenetic analyses (Renker et al., 2007) on type 
specimens of the former Glomus laccatum (Błaszkowski, 1988b). 
Sequences on the ribosomal gene of P. occultum and P. brasilianum 
(formerly G. occultum and G. brasilianum) were the base for the 
transfer of the later two species (Walker, 1982; Spain and Miranda, 
1996) from the Glomerales and Glomeraceae to the Paraglomerales 
and Paraglomeraceae, respectively (Morton and Redecker, 2001; 
Schüssler et al., 2001). Up to date, six Paraglomus species have 
been sequenced on the rRNA or other genes (Fig. 9), while for 
P. albidum and P. lacteum molecular phylogenetic evidence is still 
missing (Oehl et al., 2011c). Remarkably, P. bolivianum is the first 
species known in the Paraglomeromycetes with pigmented spores. 

In the Glomeromycota, there are currently two genera with bi-walled 
spores formed on subtending hyphae. This is true for all Pacispora 
species (Oehl and Sieverding, 2004; Oehl et al., 2001b) and for 
most of the Paraglomus species. Pacispora species form charac-
teristic constricted to cylindrical subtending hyphae that may bear 
one to a few hyphal pegs, and the outermost spore wall layer is 
semi-persistent, while the inner wall regularly stains purple to deep 
purple in Melzer’s reagent. In contrast, bi-walled Paraglomus spores 
generally have slightly funnel-shaped to cylindrical subtending hy-
phae without hyphal pegs, and the outermost spore wall layer is 
rapidly degrading (‘short-lived’) and thus, can be called evanescent, 
while the inner wall never stains in Melzer’s. Remarkably, species 
of Pacispora with ornamented spore surfaces regularly have pro-
jections on OWL1 (P. scintillans, P. dominikii, P. coralloidea, P. 
chimonobambusae, P. patagonia) (Oehl and Sieverding, 2004; 
Walker, 2008), while the Paraglomus species with ornamented 
spore surfaces have a pitted OWL2 (P. brasilianum, P. bolivianum 
and P. pernambucanum). 

Our literature and data bank research strongly suggests that 
Paraglomus species have a wider distribution than Pacispora spe-
cies, since they were found in many different ecosystems from the 
warm to very cold climates and in soils of very different soil pH 
(Tab. 1). Pacispora species are characteristic for soils with pH > 6.0, 
either in high alpine areas (e.g. P. robigina, Oehl and Sieverding, 
2004; Błaszkowski et al., 2008), in cultivated soils of temperate 
areas (e.g. P. dominikii, Błaszkowski, 1993; Oehl et al., 2005b; 
Oehl et al., 2010) or in Mediterranean and subtropical areas un-
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der semi-arid conditions subjected to naturally elevated soil pH 
(e.g. P. scintillans and P. franciscana, Rose and Trappe, 1980; 
Błaszkowski, 1993; Oehl and Sieverding, 2004; Bashan et al., 
2007). However, so far they were, to our knowledge, never found 
in tropical areas (e.g. Sieverding, 1989; Stürmer and Siqueira, 
2011; Tchabi et al., 2008). In contrast, Paraglomus bolivianum and 
P. pernambucanum were so far only found from tropical regions 
in South America, beside a single isolation site of P. bolivianum 
reported from southeast Tibet (Wang and Shi, 2008). It has to be 
taken into account that many Paraglomus species, and especially 
P. pernambucanum, form rather small, rapidly degrading spores 
that in the past might have often been difficult to identify from 
field samples. Thus, we do not exclude that both species have, like 
P. occultum, a much larger distribution than known so far. 
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