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RESUMO 

 

As florestas tropicais secas estão entre os ecossistemas mais biodiversos da terra e 

correspondem a cerca de 40% das florestas tropicais do mundo, provendo serviços 

ecossistêmicos de extrema importância para manutenção e sustentabilidade da 

população humana. No Brasil, as florestas tropicais secas estão inseridas em sua maioria 

na região semiárida, perfazendo uma área de 1.128.697 km
2
, conhecida como Caatinga. 

A Caatinga é formada sobre dois tipos de embasamento: o cristalino, que cobre a maior 

parte de sua superfície (70%), e o sedimentar (30%). Esses ambientes heterogêneos 

abrigam distintas comunidades vegetais que podem formar associação com diversos 

microrganismos presentes no solo, tais como os fungos micorrízicos arbusculares 

(FMA, Glomeromycota). Os FMA são microrganismos biotróficos obrigatórios que 

formam simbiose mutualística com a maioria das plantas.  Considerando a importância 

desses microrganismos na sustentação das comunidades vegetais e dos ecossistemas 

terrestres, os objetivos deste trabalho foram determinar a diversidade, a estrutura e a 

composição de comunidades de FMA na rizosfera de espécies comuns em ambientes 

cristalino e sedimentar, no semiárido do Brasil. Amostras de solo foram coletadas entre 

janeiro e junho de 2018, nos estados da Bahia e de Pernambuco, em áreas com 

embasamento cristalino (municípios de Arcoverde, Casa Nova e Petrolina) e sedimentar 

(Casa Nova e Tupanatinga)  na rizosfera  de Jatropha mollissima, J. mutabilis e Mimosa 

tenuiflora. Em cada local foram selecionados aleatoriamente 10 indivíduos de cada 

espécie vegetal, e uma amostra foi retirada da rizosfera de cada planta, totalizando 50 

amostras em ambiente sedimentar e 50 no cristalino (n = 100). No total, foram 

registrados 96 táxons de FMA, distribuídos em 13 famílias e 23 gêneros, com maior 

riqueza de táxons de Acaulospora (22), Glomus (14) e Rhizoglomus (11). Nas áreas de 

estudo 81 e 85% da riqueza de espécies de FMA foi acessada, com base nos estimadores 

Jackknife 1 e Chao 1, respectivamente. A diversidade de espécies de FMA não diferiu 

entre os tipos de embasamento, os locais de coleta e as rizosferas das espécies vegetais, 

com base nos índices de Shannon e Simpson. No entanto, a composição das 

comunidades de FMA diferiu entre os ambientes cristalino e sedimentar. O solo da 

rizosfera das três plantas estudadas também apresenta diferente estrutura de 

comunidades fúngicas, e alguns atributos químicos e físicos do solo (areia grossa, argila 

natural, cálcio, grau de floculação, pH), foram correlacionadas com a distribuição 

desses microrganismos. Nove espécies de FMA foram indicadoras para os tipos de 



 

 

 

 

embasamento e 17 para as espécies vegetais. Houve diferença no predomínio de 

glomerosporos de certas ordens de FMA em relação às áreas com embasamento 

cristalino (Glomerales) e sedimentar (Gigasporales), e em relação às plantas, com 

menor número de glomerosporos de Archaeosporales e Glomerales na rizosfera de J. 

mollissima, em comparação com as demais. A composição das comunidades de FMA é 

influenciada pelos hospedeiros vegetais e os tipos de embasamento e as características 

edáficas são os principais fatores estruturadores das comunidades de FMA nas áreas do 

semiárido estudadas.  

 

Palavras-chave: Caatinga; Diversidade; Glomeromycota. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

ABSTRACT 

 

Dry tropical forests are among the most biodiverse ecosystems on earth and correspond 

to about 40% of the world's tropical forests, providing ecosystem services of extreme 

importance for the maintenance and sustainability of the human population. In Brazil, 

the dry tropical forests are mostly inserted in the semiarid region, covering an area of 

1,128,697 km
2
, commonly known as Caatinga. The Caatinga is formed on two types of 

basins: crystalline, which covers most of its surface (70%), and sedimentary (30%). 

These heterogeneous environments have different plant communities that can form 

association with several microorganisms present in the soil, such as the arbuscular 

mycorrhizal fungi (AMF, Glomeromycota). AMF are obligate biotrophic 

microorganisms, which form mutualistic symbiosis with most plants.  Considering the 

importance of these microorganisms in sustaining plant communities and terrestrial 

ecosystems, this study aimed to determine the diversity, structure and composition of 

AMF communities in the rhizosphere of plants common in crystalline and sedimentary 

environments, in the semiarid region of Brazil. Soil samples were collected between 

January and June 2018, in the States of Bahia and Pernambuco, in areas of crystalline 

basin (Municipalities of Arcoverde, Casa Nova, and Petrolina) and sedimentary basin 

(Casa Nova and Tupanatinga) in the rhizosphere of Jatropha mollissima, J. mutabilis 

and Mimosa Tenuiflora. In each area, 10 individuals of each plant species were 

randomly selected, and a soil sample was collected in the rhizosphere of each plant, 

totaling 50 on sedimentary and 50 on crystalline basin (n = 100). A total de 96 AMF 

taxa were recorded, belonging to 13 families and 23 genera, with higher number of 

Acaulospora (22), Glomus (14) and Rhizoglomus (11) species. In the study areas 81 and 

85% of the AMF species richness was accessed based on the estimators Jackknife 1 and 

Chao 1, respectively. The diversity of AMF species did not differ between basin types, 

collection sites and rhizospheres, based on Shannon and Simpson indices. However, the 

composition of the AMF communities differed between the crystalline and sedimentary 

environments. The soil from the rhizosphere of the three plants species also has a 

different structure of fungal communities, and some chemical and physical soil 

attributes (e.g. coarse sand, natural clay, calcium, flocculation degree, pH) were 

correlated with the distribution of these microorganisms.  Nine species of AMF were 

indicative for the types of basement and 17 for plant species. The predominance of 

glomerospores of certain AMF orders differ in relation to areas with crystalline 



 

 

 

 

(Glomerales) and sedimentary base (Gigasporales), and in relation to plants, with a 

lower number of glomerospores of Archaeosporales and Glomerales in the rhizosphere 

of J. mollissima, comparing with that of the other plants. The composition of AMF 

communities is influenced by plant hosts, and types of basins and edaphic 

characteristics are the main structuring factors of AMF communities in the studied 

Brazilian semiarid areas. 

 

Keywords: Caatinga; Diversity; Glomeromycota. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

O semiárido do Brasil perfaz uma área de 1.128.697 km
2
 inserida no Polígono 

das Secas (MANTOVANI et al., 2017; SUDENE, 2017). A região é caracterizada por 

apresentar forte sazonalidade, prolongada estação seca, regime pluviométrico irregular e 

concentrado em curto período do ano (precipitação média < 800mm/ano), alta radiação 

solar e evapotranspiração potencial superior ao regime de precipitação, com percentual 

diário de déficit hídrico igual ou superior a 60% (VELLOSO et al., 2002; MENEZES et 

al., 2012, SUDENE, 2017). Além disso, apresenta ampla variedade de vegetação, 

ambientes, solos e condições micro e mesoclimáticas (MORO et al., 2015, 2016). A 

maior parte da região semiárida é coberta pela Caatinga, uma das mais extensas 

formações de florestas secas brasileira (ALVES, 2007). Contudo, pouca atenção tem 

sido dada à conservação da paisagem (SILVA et al., 2004), com as modificações 

antrópicas em suas áreas naturais, em atividades como agricultura e pecuária, 

acarretando aumento das áreas desertificadas e perda da diversidade biológica, o que 

contribui para que atualmente represente uma das áreas mais ameaçadas no Brasil 

(MILES et al., 2006; SANTOS et al., 2011).  

O semiárido pode ser dividido em dois grandes blocos geológicos, o cristalino e 

o sedimentar, com as áreas de embasamento cristalino predominando (DE QUEIROZ et 

al., 2017; MORO et al., 2016). As planícies cristalinas, conhecidas como Depressão 

Sertaneja, apresentam terrenos planos, rasos ou ligeiramente acidentados e ricos em 

nutrientes, praticamente impermeáveis, enquanto as planícies sedimentares apresentam 

solos profundos o que permite maior retenção de água, em alguns locais arenosos, 

Latossolos pobres em nutrientes, ou Neossolos Quartzarênicos, (ALVES, 2007; MORO 

et al., 2016). 

Dentre os microrganismos que vivem na interface solo-planta, contribuindo para 

a manutenção das comunidades vegetais e auxiliando na recuperação e estabilidade 

desse ecossistema, os fungos micorrízicos arbusculares (FMA) merecem destaquem. Os 

FMA pertencem ao filo Glomeromycota (TEDERSOO et al., 2018), apresentam caráter 

biotrófico obrigatório e formam associação simbiótica mutualística com a maioria das 

espécies vegetais (BRUNDRETT; TEDERSOO, 2018). Esses fungos beneficiam os 

hospedeiros com maior aporte nutricional e aumento da resistência a estresses de 

natureza abiótica e biótica (GIANINAZZI et al. 2010), e contribuem ainda para a 
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estruturação do solo (RILLIG, 2011); em compensação, recebem da planta compostos 

de carbono derivados da fotossíntese. A relação simbiótica mutualística formada entre 

os FMA e a maioria das espécies vegetais é a associação mais antiga (registros de 460 

milhões de anos), bem-sucedida e difundida nos diversos ecossistemas (REDECKER et 

al., 2000; SMITH; READ, 2008). Os FMA colonizam diversas plantas da mesma ou de 

espécies diferentes (CHEN et al., 2018; DELL, 2002) e apresentam alta tolerância a 

diversos fatores ambientais (OEHL et al., 2010), o que contribui para apresentarem 

distribuição cosmopolita (ROSENDAHL et al., 2009), ocorrendo dos trópicos às regiões 

árticas, em ambientes desérticos até florestais. 

Por não apresentarem especificidade quanto ao hospedeiro vegetal (VAN DER 

HEIJDEN et al., 2015), esses microrganismos se associam a uma ampla gama de 

hospedeiros, nos mais diversos grupos  vegetais, como Fabaceae e Euphorbiaceae. 

Essas famílias estão entre as mais representativas em número de espécies para a 

Caatinga (ZAPPI et al., 2015). Das espécies de Euphorbiaceae, duas são amplamente 

distribuídas em áreas de Caatinga, com Jatropha mollissima (Pohl) Baill. dominando 

em áreas com embasamento cristalino, e Jatropha mutabilis (Pohl) Baill. dominando em 

áreas de embasamento sedimentar (SANTOS et al., 2005). Em Fabaceae, destaca-se 

Mimosa tenuiflora (Willd.) Poir., que ocorre amplamente nos dois tipos de 

embasamento (DE QUEIROZ et al., 2017). 

As comunidades de FMA mostram padrões de escala espacial que podem ser 

influenciados pela distância geográfica e heterogeneidade ambiental (VAN DER GAST 

et al., 2011). Assim como, condições locais e regionais abióticas (ex. pH, clima) e 

bióticas (ex. espécies vegetais) são fatores determinantes na composição e estrutura de 

comunidades de FMA (ALZARHANI et al., 2019). 

Embora estudos ecológicos e taxonômicos abordando a diversidade de FMA 

tenham sido realizados no semiárido brasileiro (DE ASSIS et al., 2018; MARINHO et 

al., 2018; 2019; SOUSA et al., 2017), ainda são insuficientes para representar a real 

diversidade de FMA nesses locais, em especial acerca dos padrões de distribuição de 

comunidades nos tipos ambientais dessa região, principalmente levando em 

consideração as duas maiores formações geológicas predominantes (cristalino e 

sedimentar) e espécies vegetais dominantes. Os objetivos desse trabalho foram 

determinar a diversidade, a estrutura e composição de comunidades de FMA na 

rizosfera de Jatropha mollisima, J. mutabilis e Mimosa tenuiflora em ambientes 

cristalino e sedimentar, no semiárido do Brasil. Nesse contexto foram testadas as 
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hipóteses: (1) Áreas do embasamento cristalino e sedimentar abrigam diferentes 

comunidades de FMA; (2) solos rizosférico de espécies vegetais pertencente ao mesmo 

gênero abrigam distintas comunidades de FMA; (3) Além dos embasamentos 

geológicos e das plantas os atributos do solo também moldam a composição da 

comunidade de FMA que ocorre no semiárido do Brasil.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



19 

 

 

 

2 FUNDAMENTAÇÃO TEÓRICA 

 

2.1 FLORESTAS TROPICAIS SECAS 

 

As florestas tropicais, situadas em regiões equatoriais e subequatoriais, entre os 

trópicos de Câncer no hemisfério Norte (latitude 23°N) e de Capricórnio, no hemisfério 

Sul (latitude 23°S), (Figura 1) estão entre os ecossistemas mais biodiversos da terra 

(REECE et al., 2015). Cobrindo menos de 5% das áreas terrestres (600 milhões de 

hectares), as florestas tropicais são responsáveis por 50% da biomassa vegetal, e 

realizam serviços ecossistêmicos imensuráveis, como armazenamento de até 25% do 

carbono terrestre, fornecimento de 33% da produção primária líquida, além de 

contribuir para diminuição do aquecimento global (BRANDON, 2014; KIDERMANN 

et al., 2008). De modo geral, as florestas tropicais são classificadas em duas grandes 

categorias: florestas tropicais úmidas e florestas tropicais secas, com base na 

distribuição de chuvas ao longo do ano, tipo de solo e altitude (GRUPO NACIONAL 

DE FLORESTAS TROPICAIS, 2012; THOMAS; BALTZER, 2002).  

 

Figura 1– Distribuição dos principais biomas terrestres. 

 

  Fonte: REECE et al., (2015). 

 

As florestas tropicais úmidas situam-se mais próximas ao equador, têm estrato 

vegetal formando um dossel denso podendo atingir mais de 40 metros, estação seca com 

duração menor que três meses e precipitação pluviométrica variando entre 1.500 e 2.000 
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mm por ano (THOMAS; BALTZER, 2002; GRUPO NACIONAL DE FLORESTAS 

TROPICAIS, 2012).  

As florestas tropicais secas encontram-se distribuídas nas mais diversas regiões, 

correspondem a cerca de 40% das florestas tropicais do mundo e são caracterizadas por 

um longo período de seca que dura mais de três meses, precipitação anual variando de 

500 a 1.500 mm e temperatura média anual ≥ 25°C (BRANDON, 2014; GRUPO 

NACIONAL DE FLORESTAS TROPICAIS, 2012). Destacam-se nessas florestas secas 

formações vegetacionais caducifólias e árvores de tamanho menor do que as 

encontradas em florestas tropicais úmidas (SÁNCHEZ-AZOFEIFA et al., 2005). A 

vegetação é altamente adaptada às condições sazonais, mostrando perfeita sincronia 

com os períodos de seca e chuva; o crescimento ocorre essencialmente durante a estação 

chuvosa; os solos são relativamente férteis e apresentam pH que varia de moderado a 

alto, além de baixos níveis de alumínio (PENNINGTON et al., 2000), o que os torna 

favoráveis à agricultura. Embora as florestas tropicais secas sejam ecossistemas únicos e 

insubstituíveis devidos aos seus aspectos ecológicos, econômicos e sociais, estimativas 

apontam que restam menos de 10% de áreas intactas (PENNINGTON; LEHMANN; 

ROWLAND, 2018). 

As florestas tropicais secas no Brasil estão inseridas em sua maioria na região 

semiárida, ocupando uma área de 1.128.697 km
2
, correspondendo ao denominado 

Polígono das Secas (MANTOVANI et al., 2017; SUDENE, 2017). A região semiárida é 

caracterizada por alta radiação solar total (3.000 h na porção norte a 2.400 h na porção 

sul (MANTOVANI et al., 2017), prolongada estação seca, temperaturas médias anuais 

entre 23 °C e 28 °C com grande amplitude térmica diária, regime pluviométrico 

irregular e concentrado em curto período do ano (precipitação média < 800 mm/ano) e 

altos índices de evapotranspiração potencial anual, que varia de 250 mm a 1.000 mm, 

superior à precipitação pluviométrica. Essa região também apresenta rios intermitentes, 

predominância de solos rasos e vegetação xerófila (MANTOVANI et al., 2017; 

MENEZES et al., 2012; SUDENE, 2017; VELLOSO et al., 2002).  

A Caatinga é uma das mais extensas formações de florestas secas brasileiras 

(Figura 2) (DA SILVA et al., 2017a), sendo também a mais rica em espécies quando se 

trata da América Latina (CIFOR, 2014). A área de Caatinga equivale a 70% do território 

nordestino e a 13% do território brasileiro (ALVES, 2007).  
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Figura 2 – Área de abrangência da Caatinga. 

 

Fonte: Modificado de Da Silva et al., 2017a. 

 

A palavra Caatinga é originada do Tupi-Guarani e significa “mata-branca”, 

“mata-clara” ou “mata-aberta” (caa = mata e tinga = branca, clara ou aberta), remetendo 

aos aspectos apresentados pela vegetação durante a estação seca, quando as plantas 

perdem as folhas e os troncos adquirem aspecto esbranquiçado (MANTOVANI et al., 

2017). A Caatinga é formada por um conjunto de tipos de ambientes, grupos florísticos 

e fisionomias; a caatinga sensu strictu é o principal tipo de vegetação que ocorre nas 

extensas e predominanentes áreas de terrenos cristalinos e também em terrenos 

sedimentares (DA SILVA et al., 2017a; MORO et al., 2016). 

 Entre as espécies vegetais encontradas na Caatinga, destacam-se  representantes 

de: Cactaceae, caracterizadas por apresentar folhas reduzidas e espinhos, tais como o 

mandacarú (Cereus jamacaru D.C)  e o xique-xique (Cereus gounellei F.A.C.Weber ex 

K.Schum.); Euphorbiaceae urticantes, tais como a favela (Cnidoscolus phyllacanthus 
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 (Mart.) Pax et K. Hoffm) e o cansanção (Cnidoscolus urens (L.) Arthur); 

Anacardiaceae, como a aroeira (Myracrodruon urundeuva (M. Allemão) Engl.;) e a 

baraúna (Schinopsis brasiliensis Engl.), entre tantas outras (MANTOVANI et al., 2017).  

 Dada a importância da Caatinga, a UNESCO a incluiu, em 2001, entre as 686 

reservas da biosfera distribuídas em 122 países (UNESCO, 2017). As reservas da 

biosfera são áreas que compreendem ecossistemas terrestres, marinhos a costeiros, e 

têm por objetivo otimizar a relação homem-natureza em projetos de preservação 

ambiental. Esse processo ocorre por meio do uso sustentável dos recursos naturais, 

gerenciado por instituições governamentais, não governamentais e centros de pesquisa 

nacionais e internacionais (MMA, 2018; UNESCO, 2017). 

A Reserva da Biosfera da Caatinga (3°00' 16°00' S e 35°30' 44°00' W) abrange 

uma área de 19.899.000 km
2
, dividida em seis unidades de acordo com as associações 

entre as vegetações presentes, a saber: Unidade I - Caatinga de floresta seca alta 

caracterizada por associação entre espécies de Tabebuia-Aspidosperma-Astronium-

Cavanillesia; Unidade II - com florestas média ou baixa e Caatinga arbórea aberta, 

apresentando quatro associações (Astronium-Schinopsis-Caesalpinia, Caesalpinia-

Spondias-Bursera-Aspidosperma, Mimosa-Syagrus-Spondias-Cereus e Cnidosculus-

Bursera-Caesalpinia); Unidade III - Caatinga de floresta baixa apresentando desde 

componentes herbáceos pouco desenvolvidos a associações de Pilosocereus-Poepiggia-

Dalbergia-Piptadenia; Unidade IV - ocorre em uma Caatinga mais baixa e inclui quatro 

associações (Caesalpinia-Aspidosperma-Jatropha, Caesalpinia-Aspidosperma, 

Mimosa-Caesalpinia-Aristida e Aspidosperma-Pelosocereus); Unidade V - representa 

um tipo de Caatinga mais espessa e associações entre Calliandra-Pilosocereus; Unidade 

VI - representada pela mata de galeria de Caatinga e  caracterizada pela associação entre 

Copernicia-Geoffroea-Licania (UNESCO, 2017).  

2.2 DELIMITAÇÃO DO SEMIÁRIDO BRASILEIRO 

 

A primeira delimitação territorial do semiárido brasileiro foi feita em 1989 (Lei 

n° 7.827, de 27 setembro de 1989), considerando prioritariamente apenas a precipitação 

pluviométrica média anual (igual ou inferior a 800 mm) dos municípios inclusos nessa 

região que foi inserida na área de atuação da Superintendência de Desenvolvimento do 

Nordeste (SUDENE, 2017).  
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Em 1995 foi realizada a primeira atualização dos municípios pertencentes à 

região semiárida (Portaria n° 1.181 da Sudene), ao se constatar que considerar apenas 

dados pluviométricos como fator determinante para inserção ou exclusão dos 

municípios nessa região eram insuficientes. Assim, outros fatores como o índice de 

aridez, taxa de evapotranspiração e risco de seca foram também considerados 

(MINISTÉRIO DA INTEGRAÇÃO NACIONAL, 2018; SUDENE, 2017).   

Nove anos após a primeira atualização, em 2004, o Ministério da Integração 

Nacional (MI) juntamente com outros ministérios e departamentos, como o 

Departamento Nacional de Obras Contra as Secas (DNOCS), a Companhia de 

Desenvolvimento dos Vales do São Francisco e Parnaíba (CODEVASF), o Ministério 

do Meio Ambiente (MMA), e a Agência Nacional de Águas (ANA), definiu um  Grupo 

de Trabalho Interministerial (GTI) encarregado de nova delimitação do semiárido 

brasileiro (MINISTÉRIO DA INTEGRAÇÃO NACIONAL, 2018;). No ano seguinte, o 

GTI determinou os seguintes critérios para inserção dos municípios no semiárido: 

precipitação pluviométrica média anual inferior a 800 mm, índice de aridez de até 0,5 e 

risco de seca maior que 60% (MINISTÉRIO DA INTEGRAÇÃO NACIONAL, 2018;). 

Assim, a região semiárida passou a ser representada por 1.135 municípios em 11 

estados brasileiros (MINISTÉRIO DA INTEGRAÇÃO NACIONAL, 2018; SUDENE, 

2017). 

Devido às possíveis mudanças climáticas, em 2014 o MI criou um grupo de 

trabalho (GT-2014) que atualizou os dados referente ao período de 1981 a 2010, 

incluindo outros 54 municípios na região, totalizando 1.189 municípios (MINISTÉRIO 

DA INTEGRAÇÃO NACIONAL, 2018; SUDENE, 2017). Em 2017, nova atualização 

ocorreu, sendo incluídos mais 73 municípios, alcançando o total de 1.262 municípios, 

cobrindo uma área de 1.128.67 km
2 

(Figura 3) (MINISTÉRIO DA INTEGRAÇÃO 

NACIONAL, 2018; SUDENE, 2017). Esta nova delimitação tem a finalidade de guiar 

as políticas públicas do governo federal, em especial no que se diz respeito às 

aplicações do Fundo Constitucional de Financiamento do Nordeste (FNE). 
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Figura 3 - Delimitação do semiárido brasileiro. 

 

Fonte: SUDENE (2017). 

 

2.3 FORMAÇÕES GEOLÓGICAS DO SEMIÁRIDO BRASILEIRO: 

EMBASAMENTO CRISTALINO E SEDIMENTAR 

 

Os solos da região Nordeste são marcados pela diversidade de climas, tipos de 

rochas e conformações do relevo, apresentando feições morfológicas, físicas, químicas e 

mineralógicas características (MARQUES et al., 2014). Acomodando particularidades, 

o solo é um dos fatores mais importante para o desenvolvimento e estabelecimento da 

biodiversidade existente. 



25 

 

 

 

Geologicamente, o semiárido é formado por dois grandes ambientes: os 

cristalinos, que cobrem a maior parte de sua superfície (70%), e os sedimentares (30%) 

(Da Silva et al., 2017a; MORO et al., 2016, 2015). Esses ambientes apresentam grande 

heterogeneidade e abrigam componentes vegetais distintos, devido às diferenças 

geológicas, hidrológicas, pedológicas e geomorfológicas (Figura 4). De acordo com 

Ab'sáber (1999, p.10) “[...] em 85% do seu espaço total, a região semiárida brasileira se 

estende por depressões interplanálticas, situadas entre maciços antigos e chapadas 

eventuais, sob a forma de intermináveis colinas sertanejas, esculpidas em xistos e 

gnaisses”.   

 

Figura 4 - Áreas cristalinas e sedimentares do semiárido brasileiro.  

 

Fonte: MORO et al. (2016). 

 

A gênese dos ambientes cristalinos data do período terciário, quando ocorreu um 

forte processo erosivo que deixou exposto o embasamento granítico e gnáissico pré-

cambriano. Isso resultou na formação dessa paisagem antiga e bastante desgastada pela 
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erosão e que, em sua maioria, é composta por rochas do Pré-Cambriano - 

Paleoproterozóico e Neoproterozóico (MORO et al., 2016).  

As áreas de embasamento cristalino constituem a maior unidade do relevo 

semiárido, e são conhecidas como Depressão Sertaneja. Esse tipo de embasamento é 

caracterizado por apresentar terrenos planos ou ligeiramente acidentados, com 

superfícies de baixo relevo (300 m a 500 m) interrompidas, ocasionalmente, por 

elevações residuais que podem atingir mais de 1.000 metros, como os inselbergs 

(afloramentos rochosos) e brejos de altitudes (MORO et al., 2016, 2015). Os solos são 

pedregosos e rasos e apresentam baixa retenção de água após as chuvas, porém são ricos 

em nutrientes (Figura 4) (MORO et al., 2016). A vegetação do cristalino (caatinga do 

cristalino) é decídua, apresenta espinhos, tem hábito arbóreo a arbustivo denso ou 

arbustivo aberto, podendo ocorrer ainda em menor quantidade espécies perenifólias que 

mantêm suas folhas em períodos de seca, como a oiticica (Licania rigida Benth) e o 

pau-ferro (Libidibia férrea Martius ex Tul.) (MORO et al., 2015).  

  As áreas de embasamentos sedimentares apresentam solos profundos, o que 

permite maior capacidade de retenção de água no solo. Em alguns locais, os solos são 

arenosos (Neossolos Quartzarênicos), pobres em nutrientes; em outros são bem 

desenvolvidos e profundos (Latossolos) (MORO et al., 2016). A gênese das áreas 

sedimentares ocorreu na era Mesozoica quando os continentes Africano e Americano 

(América do Sul) se separaram; as bacias foram preenchidas por material sedimentar 

que foi se acumulando ao longo de milhões de anos (MORO et al., 2016; ZALÁN, 

2004). Entre as bacias formadas nessa região temos a bacia de Tucano-Jatobá 

(estendendo-se da Bahia a Pernambuco), a bacia do Araripe, separando Pernambuco e 

Ceará e a bacia da Ibiapaba, ocupando a maior parte do estado do Piauí (MORO et al., 

2016).  

Nas áreas sedimentares, a vegetação é representada por espécies decíduas e não 

espinhosas, com menor número de espécies herbáceas do que nas áreas cristalinas, 

porém a maioria das espécies é endêmica e pertence à família Fabaceae (MORO et al., 

2016). De acordo com MORO et al. (2015), as áreas sedimentares, mesmos separadas 

geograficamente, apresentam uma flora bastante similar em relação às áreas cristalinas 

próximas. Assim, os ambientes cristalinos e sedimentares apresentam alta riqueza de 

espécies vegetais das mais diversas famílias comumente encontradas nessa região como 

Fabaceae e Euphorbiaceae.  
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2.4 FAMÍLIA EUPHIORBIACEAE JUSS. 

 

Descrita por Jussieu (1789), Euphorbiaceae está inserida atualmente na ordem 

Malpighiales, destacando-se por ser uma das famílias mais complexas em termos de 

caracteres taxonômicos. Essa família apresenta distribuição pantropical, com maior 

ocorrência em regiões tropicais, correspondendo a até 40% da diversidade arbórea 

destas florestas (APG, 2016; DAVIS et al., 2005; WEBSTER, 1994).  

Euphorbiaceae inclui ervas, arbustos, árvores ou lianas, geralmente com 

presença de látex, às vezes espinescentes (APG, 2016; SOUZA; LORENZI, 2008).  Na 

classificação atual, está dividida em quatro subfamílias: Cheilosoideae, Acalyphoideae, 

Crotonoideae e Euphorbioideae, que abrigam diversas espécies de interesse econômico, 

tais como: seringueira (Hevea brasiliensis (HBK) M. Arg.), mandioca (Manihot 

esculenta Crantz.), mamona (Ricinus communis L.), e outras (APG, 2016,). 

Aproximadamente 300 gêneros, com cerca de 7.800 espécies dessa família estão 

distribuídas ao redor do mundo (FÉLIX-SILVA et al., 2018). De acordo com a lista de 

Espécies da Flora do Brasil 2020 são registrados no país 64 gêneros e 948 espécies das 

quais 638 são endêmicas (ZAPPI et al., 2015), e na Caatinga são conhecidas 232 

espécies de Euphorbiaceae.  

2.4.1 Gênero Jatropha L. 

O gênero Jatropha (subfamília Crotonoideae), com 200 espécies, tem seu nome 

derivado do grego “jatrós” (médico) e “trophé” (alimento), remetendo aos diversos usos 

medicinais (KUMAR; SHARMA, 2008). Suas espécies podem ser encontradas em 

regiões tropicais e subtropicais e são adaptadas às condições áridas e semiáridas 

(FÉLIX-SILVA et al., 2014; KUMAR; SHARMA, 2008). 

Representantes de Jatropha contribuem para a redução da erosão do solo por 

apresentar raízes profundas; as plantas também são utilizadas como cerca viva, adubo 

orgânico e lenha (FAO, 2010). Além disso, os compostos produzidos por espécies desse 

gênero apresentam efeito coagulante sanguíneo e propriedades antimicrobianas, sendo 

utilizados no tratamento de doenças de pele e reumatismo. O látex também apresenta 

propriedades antiofídicas (FAO, 2010; LEAL; AGRA, 2005) e o óleo proveniente das 

sementes é empregado para produção de biocombustível (LYRA et al., 2011). Entre as 

espécies pertencentes a esse gênero destacam-se Jatropha curcas L., J. gossypiifolia L. 
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J. mollissima, J. ribifolia (Pohl) Baill., entre outras (LEAL; AGRA, 2005; LYRA et al., 

2011; SERVIN et al., 2006). 

2.4.2 Jatropha mollissima (Pohl) Baill (Pinhão-bravo) 

Jatropha mollissima, popularmente conhecida como pinhão, pinhão-bravo ou 

pinhão-brabo, varia de arbusto a arvoreta (1,56 m de altura) e apresenta ampla 

ocorrência em áreas de Caatinga nos estados do Nordeste (ALBUQUERQUE et al., 

2007; SANTOS et al., 2005). Essa espécie é caracterizada por apresentar caule lenhoso 

na base, ramos longos, cilíndricos e glabros, folhas lobadas, alternadas com pecíolo 

muito longo e limbo dividido em 5 lobos, inflorescência terminal do tipo dicásio e 

aglomerado. As flores são unissexuadas, pedunculadas e com 5 pétalas de coloração 

vermelho-alaranjada, amarela ou branca ao envelhecer. O fruto é seco, do tipo cápsula, 

com 3 cavidades, cada uma unisseminada (MOREIRA; BRAGANÇA, 2011).  

2.4.3 Jatropha mutabilis (Pohl) Baill. (Pinhão-manso) 

Jatropha mutabilis, conhecida popularmente como pinhão, pinhão-manso ou 

pinhão-de-seda (ALBUQUERQUE et al., 2007), é endêmica da Caatinga, podendo ser 

encontrada desde o estado do Piauí até a Bahia, em áreas com solos arenosos (SANTOS 

et al., 2005). A espécie apresenta caule lenhoso na base, ramificado em ramos eretos e 

grossos, pubescentes nas partes jovens; as folhas são alternadas, com pecíolo muito 

curto e pubescente, a inflorescência é terminal do tipo dicásio, constituído por flores 

unissexuadas. As flores masculinas e femininas são pedunculadas, e apresentam 

perianto semelhante; o fruto é seco, capsular, com 3 cavidades unisseminadas 

(MOREIRA; BRAGANÇA, 2011). 

2.5 FAMÍLIA FABACEAE LINDL. 

 

 Dentre as angiospermas, a família Fabaceae (Leguminosae) é a terceira mais 

diversa do mundo, com 19.500 espécies e distribuição pantropical (BEECH et al., 2017; 

LPWG, 2017) No Brasil são encontradas 2.845 espécies, das quais 1.538 são endêmicas 

e estão distribuídas em 224 gêneros (FLORA DO BRASIL 2020). Membros dessa 

família apresentam-se como árvores de pequeno, médio ou grande porte, arbustos, ervas 

anuais ou perenes e ainda trepadeiras ou lianas (QUEIROZ et al., 2009; SOUZA; 

LORENZI, 2012). 



29 

 

 

 

Fabaceae constitui uma das famílias botânicas de maior importância econômica 

e ecológica (GRAHAM; VANCE, 2003). Na medicina tradicional a casca do caule é 

utilizada no tratamento de queimaduras e inflamações (ALBUQUERQUE, 2006), 

funcionando como antimicrobiano e anti-inflamatório (SILVA et al., 2010). As 

sementes são ricas em proteínas o que permite o uso na alimentação pelo homem; entre 

as espécies mais utilizadas estão: Cicer arietinum L. (grão-de-bico), Glycine max L. 

(soja), Lens culinaris L. (lentilha) e Phaseolus vulgaris L. (feijão comum) ( ALAJAJI; 

EL-ADAWY, 2006; COMINELLI et al., 2019). Membros de Fabaceae também 

auxiliam na recuperação de áreas degradadas, atuando como pioneiras (MACHADO et 

al., 2006).  

2.5.1 Mimosa tenuiflora (Willd.) Poir. (Jurema-preta) 

Mimosa tenuiflora (Fabaceae, subfamília Caesalpinioideae), conhecida 

popularmente como jurema preta, varia de arbustos a arvoretas eretos (2,5-5 m de 

altura), e é comumente encontrada na região semiárida brasileira e na Colômbia, 

Venezuela, México, Honduras e El Salvador (APG, 2017; DOURADO et al., 2013) A 

espécie caracteriza-se pelos ramos enegrecidos de coloração ferrugínea com acúleos 

retos de base larga em formato helicoidal; folhas compostas alternas, bipinadas; folíolos 

apresentando pontuações glandulares escuras na face abaxial, flores em inflorescência 

apresentando formato de espiga; fruto seco do tipo craspédio (OLIVEIRA et al., 2006; 

MOREIRA; BRAGANÇA, 2011; QUEIROZ, 2009).  

2.6 MICORRIZAS E FUNGOS MICORRÍZICOS ARBUSCULARES (FMA) 

 

Micorrizas (do grego: mykes – fungo; rhiza – raiz) são associações simbióticas 

mutualísticas altamente evoluídas entre fungos presentes no solo e raízes de vegetais 

(BRUNDRETT, 1991). Nessa simbiose, o fungo obtém da planta hospedeira compostos 

de carbono derivados da fotossíntese e em troca contribui para maior aporte de 

nutrientes minerais e água (DELL, 2002).  

As micorrizas são classificadas em quatro tipos: arbusculares, ectomicorrizas 

(que incluí as arbutóides e monotrepóides), ericoides e orquidóides, agrupados de 

acordo com a diferenciação morfológica do tecido radicular, grupos de fungos 

envolvidos na simbiose e plantas hospedeiras. Entre esses tipos, a arbuscular ocorre em 

72% das plantas vasculares, enquanto o tipo orquidóide ocorre em 10%, a ectomicorriza 
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em 2% e a ericóide em 1,5% desse grupo de vegetais; 8% das plantas são não 

micorrízicas e para o restante não há informações consistentes em relação à condição 

micorrízica (BRUNDRETT; TEDERSOO, 2018).  

Considerando os registros fósseis, a simbiose micorrízica arbuscular é a mais 

antiga, evidenciando o caráter ancestral dos fungos e da simbiose com os vegetais 

(SOUZA et al., 2008). Através de provas fosseis a origem da associação micorrízica 

data do Ordoviciano, segundo período da era paleozoica, há 460 milhões de anos, 

enquanto há 600 milhões de anos era possível encontrar representantes de fungos 

micorrízicos arbusculares (FMA) (REDECKER, 2000). Esses eventos ressaltam o papel 

ecológico das micorrizas arbusculares como fator chave na colonização inicial do 

ambiente terrestre pelas plantas (LIAO et al., 2018; SOUZA et al., 2008). Embora não 

sejam claros os mecanismos que atuaram na origem da simbiose micorrízica, acredita-se 

que tenha evoluído dos ambientes úmidos, juntamente com a relação desenvolvida entre 

certos fungos e cianobactérias (BRUNDRETT, 2002; VAN DER HEIJDEN et al., 

2015). 

A associação de plantas com FMA é considerada regra na natureza. Por 

apresentarem baixa especificidade quanto ao hospedeiro vegetal (PARNISKE, 2008; 

VAN DER HEIJDEN et al., 2015), os FMA têm ocorrência generalizada nos mais 

diversos ecossistemas terrestres, desde os trópicos às regiões árticas, em ambientes 

desérticos a florestas tropicais, podendo se associar aos mais diversos grupos de plantas, 

desde briófitas, pteridófitas, gimnospermas até angiospermas (SMITH; READ, 2008).  

Os FMA recebem até 30% dos fotossintatos produzidos pelo hospedeiro vegetal 

(DRIGO et al., 2010) e em troca podem maximizar a absorção de nutrientes para a 

planta em até 80% de P, 60% de Cu, 25% de N, 25% de Zn e 10% de K (MARSCHNE; 

DELL, 1994). Caracterizados como simbiontes obrigatórios, os FMA necessitam de um 

hospedeiro vegetal compatível vivo para completarem o ciclo de vida (SOUZA et al., 

2008). Essa característica tem limitado o cultivo desses fungos sob condições axênicas o 

que dificulta o melhor entendimento quanto aos aspectos biológicos e ecológicos dos 

FMA. Ainda sobre as características dos FMA, esses fungos possuem micélio 

cenocítico, reproduzem-se assexuadamente e apresentam esporos multinucleados 

(BONFANTE; GENRE, 2010), denominados glomerosporos (GOTO; MAIA, 2006), 

tornando as abordagens de classificação molecular e morfológica uma tarefa difícil.  

Atualmente os FMA encontram-se inseridos no sub-reino Mucoromyceta, filo 

Glomeromycota (TEDERSOO et al., 2018). Com exceção de Geosiphon pyriforme 
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(Kütz.) F. Wettst., que forma associação com cianobactérias do gênero Nostoc 

(SCHÜßLER et al., 1994), os demais representantes do filo são simbiontes de plantas e 

formam estruturas características da simbiose, como: arbúsculos, esporos e hifas intra e 

extrarradiculares.  

Glomeromycota é representado atualmente por três classes 

(Archaeosporomycetes, Glomeromycetes e Paraglomeromycetes), cinco ordens 

(Archaeosporales, Diversisporales, Gigasporales, Glomerales e Paraglomerales), 16 

famílias (Acaulosporaceae, Ambisporaceae, Archaeosporaceae, Dentiscutataceae, 

Diversisporaceae, Entrophosporaceae, Geosiphonaceae, Gigasporaceae, Glomeraceae, 

Intraornatosporaceae, Pacisporaceae, Paraglomeraceae, Pervetustaceae, Racocetraceae, 

Sacculosporaceae e Scutellosporaceae), 50 gêneros e mais de 320 espécies  

(BŁASZKOWSKI, 2012; GOTO; JOBIM, 2020; MYCOBANK -  

http://www.mycobank.org; TEDERSOO et al., 2018).  

2.6.1 Estabelecimento da simbiose micorrízica arbuscular 

 Para o estabelecimento da simbiose micorrízica arbuscular ocorrem alterações 

morfológicas no vegetal e no fungo, exigindo um alto grau de coordenação entre os 

parceiros (HARRISON, 1998; LIAO et al., 2018). Na fase pré- simbiótica, que precede 

o contato físico entre a planta e o fungo, há troca de sinais bioquímicos entre os 

parceiros, a partir da liberação de exsudatos radiculares (como estrigolactonas) e ocorre 

um estímulo do crescimento polarizado do fungo em direção às raízes e o vegetal fica 

suscetível à colonização ao formar um aparato de pré-penetração (APP). O APP 

funciona como uma rota de crescimento do fungo através da célula vegetal, e o fungo 

ainda tem a capacidade de induzir oscilações de cálcio nas células epidérmicas vegetais 

e assim ativar genes relacionados à simbiose. Os fatores fúngicos são conhecidos como 

“myc factors” (Figura 5) (BONFANTE, DESIRÒ, 2015; LIAO et al., 2018; 

PARNISKE, 2008). Quando em contato com as raízes, as hifas se diferenciam em 

estruturas denominadas apressórios, os quais auxiliam na penetração do fungo, fazendo 

pressão na raiz. Nesse processo, o fungo libera enzimas de forma localizada para 

degradar a parede da raiz tornando mais fácil sua entrada; no interior das células do 

córtex radicular, o fungo se ramifica inter e intracelularmente e cresce lateralmente ao 

longo do eixo da raiz, mantendo a integridade das células vegetais (BONFANTE, 

DESIRÒ, 2015; LAMBAIS; RAMOS, 2010). Ocorre então a formação de arbúsculos, 

estruturas que caracterizam a simbiose micorrízica arbuscular, além de vesículas, 
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células auxiliares, esporos e hifas (Figura 5) (BIANCIOTTO; BONFANTE, 1999; 

BONFANTE, DESIRÒ, 2015; PARNISKE, 2008).  

 

Figura 5 – Etapas no estabelecimento da simbiose entre fungo micorrízico arbuscular e 

Striga sp.  

 

 Fonte: PARNISKE, 2008. 

 

As hifas, formadas intra ou extrarradicularmente, são as principais estruturas 

vegetativas e auxiliam na propagação (SOUZA et al., 2008). Os arbúsculos (do latim 

“arbusculum” = arbusto, pequena árvore) são especializados na troca de nutrientes e 

água com o hospedeiro vegetal e apresentam curto tempo de vida, variando entre 4 e 5 

dias (BONFANTE; DESIRÒ, 2015; SMITH; READ, 2008). As vesículas são estruturas 

globosas, intrarradiculares, com função de armazenamento de lipídios, e possivelmente, 

também auxiliam na propagação. As vesículas não ocorrem em representantes de 

Gigasporales, que, no entanto, apresentam células auxiliares, no exterior da raiz, que 

atuam como estrutura de armazenamento (OEHL et al., 2011). Os glomerosporos 

podem ser encontrados intra ou extrarradicularmente e são considerados a principal 

estrutura de propagação dos FMA (SMITH; READ, 2008).  

Os FMA desempenham papel essencial no funcionamento dos ecossistemas 

terrestres (BONFANTE; DESIRÒ, 2015). Entre os benefícios prestados pelos FMA às 

plantas destacam-se: aumento da tolerância à seca (FROSI et al. 2016 MAIA et al., 

2010), à salinidade (FROSI et al., 2017; YANO-MELO et al., 2003) e à presença de 

metais pesados no solo (GIANINAZII et al., 2010), além da indução de aumento na 

resistência/tolerância da planta ao ataque de patógenos (LIU et al., 2007; POZO et al., 
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2009). Os FMA atuam na decomposição da matéria orgânica e estruturação do solo e 

são relevantes para a ciclagem de nutrientes (BEARE et al., 1997; RILLIG, 2011), 

auxiliam também a recuperação de áreas degradadas (CARNEIRO et al., 2012; 

KOSKE; GEMA, 1997). Por não apresentarem especificidade quanto ao hospedeiro 

vegetal (VAN DER HEIJDEN et al., 2015), esses microrganismos se associam a uma 

ampla gama de hospedeiros, sendo capazes de colonizar várias plantas da mesma ou de 

espécies diferentes (CHEN et al., 2018; DELL, 2002), além de apresentarem alta 

tolerância a diversos fatores ambientais (OEHL et al., 2010), o que contribui para que 

apresentem distribuição cosmopolita (ROSENDAHL et al., 2009). 

2.7 DIVERSIDADE E COMPOSIÇÃO DE COMUNIDADES DE FUNGOS 

MICORRÍZICOS ARBUSCULARES EM REGIÕES ÁRIDAS E SEMIÁRIDAS 

 

Estudos sobre FMA em regiões áridas e semiáridas têm sido relevantes para 

descrição de novos táxons, conhecimento da riqueza, da diversidade e de padrões de 

distribuição de comunidades (DE ASSIS, 2018; DE SOUZA; FREITAS, 2017; 

MARINHO et al., 2019; PONTES et al. 2017a).  

 Atualmente, o filo Glomeromycota é representado por 321 espécies (GOTO; 

JOBIM, 2019); das quais, 164 ocorrem em florestas tropicais secas, o que representa 

51% da diversidade global desses fungos, demonstrando uma elevada diversidade de 

FMA nesses ecossistemas (MARINHO et al., 2018).  

 Vários trabalhos sobre a diversidade de FMA em regiões áridas e semiáridas 

foram realizados no mundo, em ecossistemas áridos no sudoeste da China (LI et al., 

2010; TAO; ZHIWEI, 2005), no México (CHIMAL-SÁNCHEZ et al., 2015), no norte 

da Jordânia (MOHAMMAD et al., 2003), na Argentina (MEGA et al., 2014), na Argélia 

(BENCHERIF et al., 2016), na Índia (VERMA et al., 2008; NEERAJ et al., 1991), na 

Namíbia (UHLMANN et al., 2006), na Hungria ( BALÁZS et al., 2015), nos Estados 

Unidos (CHAUDHARY et al., 2014), entre outros. Esses trabalhos mostram que as 

características do solo, a distância geográfica e a fenologia da planta estão entre os 

fatores responsáveis pela composição e distribuição das comunidades de FMA. 

Mostram também que os gêneros Acaulospora e Glomus são os mais frequentemente 

encontrados. No semiárido do Brasil, vários táxons de FMA foram descritos, entre os 

quais: Acaulospora reducta Oehl, B.T. Goto & C.M.R. Pereira (PEREIRA et al., 2015), 

Bulbospora minima Oehl, Marinho, B.T. Goto & G.A. Silva (MARINHO et al. 2014), 

Dentiscutata colliculosa B.T. Goto & Oehl (GOTO et al., 2010), Paraglomus 
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pernambucanum Oehl, C.M. Mello, Magna & G.A. Silva (DE MELLO et al., 2013) e 

Scutellospora alterata Oehl, J.S. Pontes, Palenz., I.C. Sánchez & G.A. Silva (PONTES 

et al. 2013).  

Trabalhos abordando aspectos ecológicos de FMA também têm sido realizados 

na região semiárida brasileira, determinado a riqueza e a diversidade desses fungos em 

áreas degradadas (MERGULHÃO et al. 2010; CARNEIRO et al. 2012), em áreas com 

vegetação nativa de Caatinga (DE MELLO et al. 2012; DE SOUZA; FREITAS; 2017; 

PAGANO et al. 2011; PEDONE-BONFIM et al., 2018), em espécies vegetais invasoras 

(DE SOUZA et al., 2018; DE SOUZA et al., 2016), em diferentes tipos vegetacionais 

(PAGANO; ZANDAVALLI, ARAÚJO, 2013), em agrossistemas (PONTES et al. 

2017a; SOUSA et al., 2013), em gradiente vegetacional (SILVA et al. 2014) e em 

estágios sucessionais da Caatinga (SOUSA et al., 2014). Esses autores observaram que 

os FMA são componentes comuns da microbiota edáfica na Caatinga, e que em áreas 

naturais a abundância e a diversidade de FMA variam significativamente, sendo os 

fatores edáficos e climáticos importantes estruturadores de padrões espaciais para esses 

fungos. 

 Estudos na rizosfera de duas plantas da Caatinga mostraram que a composição 

e a estrutura das comunidades de FMA foram influenciadas pela espécie hospedeira e 

pela estação do ano, sendo a colonização e o número de propágulos infectivos maiores 

na estação seca em comparação com a úmida (TEIXEIRA-RIOS et al., 2018). Em áreas 

de afloramentos rochosos (inselbergs) e em áreas adjacentes de Caatinga, Sousa et al. 

(2018) registraram 82 espécies de FMA, distribuídas em nove famílias e 18 gêneros, 

observando que a distribuição dos FMA estava relacionada principalmente às condições 

climáticas, propriedades edáficas e fertilidade do solo. Pesquisas indicam também que a 

diversidade de plantas e de FMA em áreas antropizadas sofre severas alterações e 

consequente redução, podendo deixar o ambiente propício ao estabelecimento e 

disseminação de plantas oportunistas e/ou invasoras, alterando os padrões de sucessão 

das comunidades vegetais e fúngicas (ASLANI et al., 2019; DE SOUZA et al., 2018; 

DE SOUZA et al., 2016).  

De forma geral, os trabalhos têm demonstrado elevada diversidade de espécies 

de Glomeromycota no semiárido brasileiro, com a predominância dos gêneros Glomus e 

Acaulospora (DE ASSIS, 2018; MERGULHÃO et al. 2010; CARNEIRO et al. 2012, 

PONTES et al. 2017a, SILVA et al. 2014). Espécies desses gêneros apresentam alta 

frequência de ocorrência, elevada esporulação e suportam ampla faixa de pH, além de 
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produzir esporos em tamanho reduzido, estando assim amplamente distribuídas em 

áreas temperadas a subtropicais e tropicais (DANDAN; ZHIWEI, 2007; GAI et al., 

2006; LOVELOCK et al., 2003; MAIA et al., 2010). 

Embora nos últimos anos tenha ocorrido um notável crescimento em estudos 

sobre os FMA no Brasil, em especial na região semiárida, esses ainda são insuficientes, 

considerando as dimensões do país e as muitas áreas ainda não investigadas. Nesse 

sentido, é importante analisar e entender as interações solo-planta-fungo no semiárido, 

sobretudo em áreas sobre embasamento cristalino e sedimentar que abrigam espécies 

vegetais dominantes que moldam as paisagens e estão intimamente relacionadas com as 

comunidades de FMA, os quais desempenham serviços ecossistêmicos imensuráveis 

para a região.  

2.8 FUNGOS MICORRÍZICOS ARBUSCULARES EM ESPÉCIES DE JATROPHA E 

MIMOSA 

 

Estudos acerca dos FMA associados com representantes de Jatropha, em 

especial com a espécie J. curcas, têm demonstrado que esses fungos promovem 

melhoria no desenvolvimento e estabelecimento dessas espécies vegetais sob condições 

estressantes, como a salinização do solo (KUMAR et al., 2009, 010; OLIVEIRA et al., 

2017).  

Ao inocular um mix de espécies de FMA em J. curcas, sob estresse salino, 

Kumar et al. (2015) evidenciaram que esses fungos foram capazes de promover 

aumento na produção da biomassa vegetal e de enzimas antioxidantes, reduzindo os 

danos causados pela salinização. Saboya et al. (2012) verificaram que a inoculação de 

espécies de FMA, em mudas de J. curcas, promoveu aumento da biomassa vegetal e 

teores de nutrientes, principalmente pelas espécies Acaulospora morrowiae Spain & 

N.C. Schenck e Rhizoglomus clarum (T.H. Nicolson & N.C. Schenck) Sieverd., G.A. 

Silva & Oehl. Em regiões áridas e semiáridas da Índia, Kamalvanshi et al., (2012) 

registraram 20 espécies de FMA na rizosfera de J. curcas, Glomus (18 espécies), 

seguido por Acaulospora (2 espécies), observando  maior riqueza nas áreas áridas.  

Moreira et al. (2015), em áreas no estado de Minas Gerais, registraram 27 espécies de 

FMA, com predomínio dos gêneros Glomus (12 espécies) e Acaulospora (oito espécies) 

e mencionaram que 60% das raízes de J. curcas nas áreas de estudo estavam 

colonizadas.  

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/?term=Kamalvanshi%20M%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=23997345
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Pesquisas com as espécies de Jatropha estudadas neste trabalho (J. mollissima e 

J. mutabilis) com os FMA, ainda são escassas e apenas um trabalho foi encontrado.  

Souza et al. (2003) observaram colonização por FMA em raízes de J. mollissima e 

número de glomerosporos variando de 1,66 a 6,48 esporos/g de solo, em área de 

Caatinga no estado de Alagoas.  

Alguns trabalhos sobre FMA em espécies vegetais pertencentes à Fabaceae 

(leguminosas) têm sido conduzidos. Da Silva et al. (2007), ao estudarem a ocorrência de 

FMA em áreas cultivadas com sabiá (Mimosa caesalpiniaefolia Benth.) no estado de 

Pernambuco, registraram colonização micorrízica variando de 36% a 64% e número de 

glomerosporos entre 69 e 212 por 50 g de solo e ainda 24 espécies de FMA, com 

predominância de Acaulospora e Glomus. Ao avaliarem o efeito da inoculação com 

espécies de FMA no crescimento, colonização micorrízica, absorção de fósforo e 

elementos-traço em leguminosas arbóreas como a Bracatinga (Mimosa scabrella 

Benth.) e a Maricá (Mimosa bimucronata (DC.) Kuntze) expostas a rejeito de mineração 

de carvão, Stoffel et al. (2016) registraram colonização micorrízica superior a 60%. Os 

FMA promoveram o crescimento dessas espécies em substrato contendo rejeito de 

mineração de carvão, e a inoculação proporcionou significativos acúmulos de arsênio, 

cobre, zinco e crômio pelos vegetais, demonstrando o potencial dos FMA como agentes 

atuando na fitoacumulação desses elementos nos solos, e dentre as espécies inoculadas, 

Acaulospora colombiana (Spain & N.C. Schenck) Kaonongbua, J.B. Morton & Bever, 

A. morrowiae e Rhizoglomus irregulare (Błaszk., Wubet, Renker & Buscot) Sieverd., 

G.A. Silva & Oehl foram as mais eficientes na absorção de fósforo. Ao avaliarem os 

efeitos de FMA na tolerância de Mimosa caesalpiniaefolia ao substrato degradado pelo 

rejeito de mineração de manganês (Mn), Garcia et al. (2017) observaram que a 

inoculação com FMA promoveu aumento da biomassa de matéria seca da parte aérea e 

raiz, e maior tolerância ao Mn.  

Considerando a importância dos FMA, estudos sobre a simbiose micorrízica em 

áreas do semiárido são necessários para possibilitar melhor compreensão e 

conhecimento da associação nessa região, rica em biodiversidade, mas sujeita a 

condições de estresse ambiental e antrópico.  
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3 MATERIAL E MÉTODOS 

3.1 ÁREA DE ESTUDO 

 

O presente trabalho foi desenvolvido em quatro municípios do semiárido, no 

Nordeste do Brasil: Arcoverde, Petrolina e Tupanatinga, em Pernambuco, e Casa Nova, 

na Bahia. Esses locais foram selecionados em função da ocorrência e dominância das 

espécies vegetais Jatropha mollissima, J. mutabilis e Mimosa tenuiflora em locais com 

embasamentos geológicos do tipo sedimentar ou cristalino. Jatropha mollissima 

relatada como dominante em áreas com embasamento cristalino enquanto J, mutabilis 

predomina em áreas sedimentares, porém ambas ocorrem nos dois ambientes, assim 

como Mimosa tenuiflora, das três a mais disseminada nas diversas fitofisionomias de 

Caatinga (CALIXTO JÚNIOR et al., 2011; DE QUEIROZ et al., 2017; MORO et al., 

2016; SANTOS et al., 2005). 

 

1) Arcoverde (Cristalino): a amostragem foi conduzida em área da Estação 

Experimental do Instituto Agronômico de Pernambuco - IPA (8°25'58.15"S e 

36°59'32.29" W e   8°25'53.54"S e 36°59'33.39"W) no município de Arcoverde, 

localizado na Microrregião Sertão do Moxotó de Pernambuco, inserido na unidade 

geoambiental do Planalto da Borborema, com altitude variando entre 650 a 1.000 

metros (CPRM, 2005a, SANTOS et al., 2005). O clima predominante na região, 

segundo a classificação de Köppen, é do tipo Bshs‟, tropical chuvoso e verão seco com 

precipitação média anual de 650 mm a 1.500 mm e temperatura média anual de 25ºC; a 

vegetação é composta predominantemente por florestas subcaducifólia a caducifólia 

típica de caatinga (BARBOSA et al., 2012, CPRM, 2005a, SANTOS et al., 2005), 

 

2) Casa Nova (Cristalino e sedimentar): a amostragem foi conduzida no município de 

Casa Nova (9°16'21.69"S e 41°12'58.42"W e 9°16'4.99"S e 41° 2'19.28"W) localizado 

na região do Baixo Médio São Francisco, no Estado da Bahia (CPRM, 2005b). A 

altitude varia de 380 m a 500 m, o clima da região é semiárido do tipo Bswh, segundo a 

classificação de Köppen, com precipitação medial anual > 490 mm e temperatura média 

anual entre 23° e 27°C; a vegetação predominante é do tipo caatinga arbórea (CPRM, 

2005b; DE QUEIROZ, 2013).  
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3) Petrolina (Cristalino): a amostragem foi conduzida no campus da Universidade 

Federal do Vale do São Francisco (UNIVASF) município de Petrolina (9°23'8.06"S e 

40°30'18.14"W e   9°19'36.94"S e 40°32'49.51"W), localizado na Depressão Sertaneja 

do São Francisco, no estado de Pernambuco (CPRM, 2005c). O local apresenta relevo 

predominantemente suave-ondulado e altitudes variando entre 200 m a 800 m; o clima é 

Tropical Semiárido, com precipitação média anual de 431,8 mm e temperatura média 

anual de 26,5ºC (CPRM, 2005c). A vegetação nativa predominante é a caatinga 

hiperxerófila com mosaicos de floresta caducifólia e solos do tipo planossolos, brunos 

não cálcicos (solos rasos com alta fertilidade), podzólicos e litólicos (CPRM. 2005c; 

MELO et al., 2014).  

 

4) Tupanatinga (Sedimentar): a amostragem foi conduzida no Parque Nacional do 

Catimbau – PARNA do CATIMBAU (8°27'39.78"S e 37°19'36.00"W e 8°27'53.44"S e  

37°19'33.04"W) que se distribui entre os município de Buíque, Tupanatinga e Ibimirim 

no estado de Pernambuco, na divisão entre as Ecorregiões Depressão Sertaneja 

Meridional e Raso da Catarina, zona de transição entre o Agreste e o Sertão (CPRM, 

2005d; MANTOVANI et al., 2017; RITO et al., 2017), com altitudes variando entre 350 

m a 1.100 m. O clima da região é semiárido do tipo Bsh, segundo a classificação de  

Köppen, com período de estiagem de setembro a janeiro e chuvas de março a junho com 

precipitação medial anual de 700 mm a 1.100 mm e temperatura média anual de 25° C 

(MANTOVANI et al., 2017, SAMPAIO, 1995); o tipo de solo predominante é o 

Neossolo Quartzarênico que corresponde a 72%  da área do PARNA do Catimbau, com 

ocorrência ainda de Planossolo, Neossolo litólico, Vertissolo e Latossolo amarelo. A 

vegetação apresenta grande heterogeneidade em função das variações climáticas, de 

relevo e do solo que ocorrem no PARNA; nas áreas mais secas e em neosssolo 

quartzênico encontra-se vegetação do tipo savana-estépica, formando as caatingas 

arenosas; nos afloramentos rochosos vegetações de campo rupestre, e nas áreas mais 

úmidas predomina a floresta ombrófila densa (MANTOVANI et al., 2017; RODAL et 

al., 1998).  

3.2 AMOSTRAGEM 

 

Amostras de solo foram coletadas no final da estação chuvosa: em Casa Nova e 

Petrolina em janeiro de 2018 e nas áreas de Arcoverde e Tupanatinga em junho do 

mesmo ano. Em áreas com embasamento cristalino coletaram-se amostras de J. 
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mollissima em Arcoverde e Casa Nova; amostras de J. mutabilis em Petrolina; de M. 

tenuiflora em Arcoverde e Petrolina (Tabela 1). Em áreas com embasamento sedimentar 

as coletas ocorreram na rizosfera de J. mutabilis e M. tenuiflora em Casa Nova, e na 

rizosfera das três espécies (J. molissima, J. mutabilis e M. tenuiflora), em Tupanatinga 

(Tabela 1). 

 

Tabela 1 – Locais de coleta, com tipos de embasamento e espécies vegetais na Caatinga. 

Locais Embasamento Jatropha mollissima J. mutabilis Mimosa tenuiflora 

Arcoverde cristalino x - x 

Casa Nova cristalino x - - 

Casa nova sedimentar - x x 

Tupanatinga sedimentar x x x 

Petrolina cristalino - x x 

 

Após delimitar os 10 locais, 10 indivíduos de cada espécie vegetal foram 

selecionados aleatoriamente, em cada local, e uma amostra de solo (0-30 cm de 

profundidade) de aproximadamente 3 kg foi coletada na rizosfera de cada uma das 

plantas, totalizando 100 unidades amostrais. As amostras coletadas foram 

acondicionadas em sacos plásticos, trazidas ao laboratório e mantidas em temperatura 

ambiente (26-27°
 
C) até o processamento. 

3.3 ANÁLISES 

3.3.1 Análises dos atributos físicos e químicos do solo  

Parte das amostras de solo coletadas em campo (500 g de cada amostra) foram 

enviadas para a Estação Experimental de Cana-de-açúcar da Universidade Federal Rural 

de Pernambuco para caracterização química e física.  

O pH do solo foi determinado em solução de solo: água (1:2,5 v/v). H
+
 + Al

3+
 

foram determinados após extração com acetato de cálcio e titulação alcalina. 

Ca
2+

 e Mg
2+

 foram extraídos com cloreto de potássio (KCl) 1 M e mensurados por 

espectrofotometria de absorção atômica. Os conteúdos de K, Na e P foram extraídos 

com solução de Mehlich 1 na proporção de 1:10 (solo: solução extratora), sendo K+ e 

Na quantificados por fotometria de chama e P por colorimetria. Zn e Mn foram 

extraídos com Mehlich 1 na proporção 1:5 e determinados por espectrofotometria de 

absorção atômica. A matéria orgânica foi determinada por oxidação em dicromato de 
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potássio e titulação com sulfato ferroso amoniacal, esses atributos químicos do solo 

foram determinados seguindo as metodologias propostas por Da Silva et al. (1998). As 

propriedades físicas (areia, silte e argila) foram determinadas pelo método da pipeta 

(EMBRAPA, 1997). 

3.3.2 Culturas armadilha 

Culturas armadilha foram montadas em vasos plásticos (capacidade 2 L) e 

mantidas na casa de vegetação no Departamento de Micologia da UFPE, com o intuito 

de obter glomerosporos de modo a acessar e identificar os táxons de FMA que não 

estavam esporulando no momento da coleta ou que não apresentavam características 

suficientes para identificação das espécies (LEAL et al., 2018).   

As culturas foram estabelecidas utilizando 1 kg de areia esterilizada e 500 g de 

solo provenientes das amostras de campo. Em cada vaso foi disposta uma camada de 

500 g de areia esterilizada (em autoclave) seguida de 500 g do solo de campo e outra 

camada de 500 g de areia esterilizada e utilizado milho (Zea mays L.) como planta 

hospedeira. Os vasos permaneceram em casa de vegetação ao longo de oito meses, 

sendo irrigados diariamente e fertilizados a cada 15 dias com solução nutritiva de 

Hoagland (HOAGLAND; ARNON, 1950) modificada (JARSTFER; SYLVIA, 1992). 

Após os oito meses de cultivo, as plantas foram submetidas a estresses hídrico por duas 

semanas e amostras de 100 g de solo de cada um dos 100 vasos foram coletadas para 

extração de glomerosporos e esporocarpos e identificação das espécies de FMA.  

3.3.3 Extração de glomerosporos e esporocarpos, quantificação e identificação de 

espécies de FMA 

Glomerosporos e esporocarpos de FMA foram extraídos de amostras de 100 g de 

solo pelo método de peneiramento úmido (GERDEMANN; NICOLSON, 1963) e 

centrifugação em água e sacarose 50% (JENKINS, 1964 - modificado). Os 

glomerosporos e esporocarpos foram quantificados em placa canaletada com auxílio de 

esteromicroscópio (40 x), separados por morfotipos e montados em lâminas com álcool 

polivinílico em lactoglicerol (PVLG) e PVLG + reagente de Melzer (1:1 v/v) 

(BRUNDRETT; MELVILLE; PETERSON, 1994). A identificação das espécies de 

FMA foi realizada com base nos trabalhos de Schenck; Pérez (1990), Błaszkowski 

(2012) e outros mais recentes, seguindo a classificação proposta por Oehl et al. (2011). 
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3.3.4 Análises estatísticas e ecológicas 

Para as análises das comunidades de FMA foram determinados: abundância de 

glomerosporos, riqueza de espécies de FMA (S), os índices de diversidade de Shannon-

Wiener (H‟), Simpson (D1), dominância de Simpson (D2) e equitabilidade de Simpson 

(E). As fórmulas utilizadas para calcular cada um desses índices estão disponíveis em 

MORRIS et al. (2014). A abundância relativa foi calculada pela razão entre o número de 

glomerosporos de uma espécie e o número total de glomerosporos nas áreas. Para fins 

estatísticos os valores de H‟ foram convertidos em Exp (H'). 

A riqueza de espécies de FMA foi calculada por amostra retirada da rizosfera de 

cada espécie vegetal, em cada local, e o total por espécie vegetal em todos os locais; por 

amostra em cada tipo de embasamento e total nos dois tipos (cristalino e sedimentar). A 

riqueza estimada foi calculada com base no índice Chao de primeira ordem (Chao 1) e 

Jackknife de primeira ordem (Jackknife 1). Para determinar se a riqueza e a diversidade 

de espécies de FMA variaram (entre as áreas com diferentes embasamentos, entre os 

hospedeiros vegetais e os locais de coleta) foi empregada análise de variância 

(ANOVA) e quando detectadas diferenças significativas foi aplicado o teste de Tukey. 

Considerando que não houve interação entre os fatores e que os locais não 

influenciaram a maioria das variáveis testadas, os resultados foram discutidos 

considerando dois fatores isolados: tipos de embasamento e espécies vegetais.  

Para as análises univariadas dos atributos químicos e físicos do solo e do número 

de glomerosporos, foram empregados os testes não paramétricos Kruskal-Wallis e Dunn 

para comparações múltiplas usando a correção de Bonferroni para o ajuste do valor de 

P. Essas análises foram realizadas com auxílio do programa estatístico R usando o 

pacote „stats‟ (R Core Team, 2019).  

Análise de escalonamento multidimensional não métrico (NMDS) foi utilizada 

para visualizar a variação na composição da comunidade de FMA considerando os 

fatores: tipos de embasamento e espécies vegetais. Para isso foi utilizada a abundância 

relativa de espécies e usada a função metaMDS do pacote „vegan‟ do R (OKSANEN et 

al., 2019). A análise de correspondência destendenciada (DCA) foi aplicada aos dados 

para estimar a heterogeneidade com base no comprimento dos gradientes de 

composição da comunidade. Após confirmar o comprimento dos gradientes da 

composição no primeiro eixo DCA, foi realizada análise de correspondência canônica 
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(CCA) para inferir as relações entre a distribuição da FMA e as variáveis ambientais 

incluindo variáveis do solo (ver tabelas 2 e 3), climáticas (precipitação e temperaturas 

mínima e máxima) e espaciais (latitude, longitude e elevação). As variáveis incluídas no 

modelo final foram escolhidas usando a seleção automática de modelos por etapas, 

sendo aplicada a CCA usando a função ordistep do pacote do R „vegan‟. Para o modelo 

final, as variáveis colineares foram excluídas com base nos fatores de inflação de 

variância calculados por vif.cca. Para verificar o efeito dos tipos de embasamentos e das 

espécies vegetais sobre a composição da comunidade de FMA, foram realizadas 

análises de variância de permutação multivariada (PERMANOVA usando a função 

adonis do pacote „vegan‟ no R (OKSANEN et al., 2019).  

Para avaliar se um determinado táxon foi associada aos tipos de embasamentos 

ou espécies vegetais, análises de espécies indicadoras foram utilizadas (ISA) 

(DUFRENE; LEGENDRE, 1997) usando a função multipatt do pacote „indicspecies‟ do 

R (CÁCERES; LEGENDRE, 2009). Foram consideradas como espécies indicadoras as 

que apresentavam um valor de P significativo (P<0,05) e valor de indicação (IndVal ≥ 

25%). 

Diagramas de Venn foram construídos para demonstrar o número de espécies 

exclusivas e compartilhadas entre os ambientes cristalino e sedimentar, e entre as 

rizosferas das plantas, utilizando-se a ferramenta “Calculate and draw custom Venn 

diagrams” disponível no site http://bioinformatics.psb.ugent.be/webtools/Venn/. 
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4 RESULTADOS 

4.1 COMPOSIÇÃO FÍSICO-QUÍMICA DO SOLO 

 

 Os atributos físico-químicos do solo foram muito variáveis mesmo quando 

considerando um mesmo local (Tabelas 2 e 3). O pH do solo das áreas de estudo variou 

de 5,1 a 6,96 e o teor de fósforo variou de 4,6 a 76,8 (mg/dm
3
) apresentando maiores 

valores nas áreas do cristalino com solos Franco arenoso e Franco. Os maiores teores de 

argila, silte, areia fina e argila natural foram encontrados nas áreas do cristalino 

enquanto o teor de areia grossa e o grau de floculação foram maiores nas áreas do 

sedimentar com solos Franco e argiloso (Tabela 3).   

A PERMANOVA mostrou que áreas com embasamentos cristalino e sedimentar 

apresentam diferentes tipos de solo (F= 10.889, df=1, R2=0.114, P< 0.001) e que os 

solos sob influência das três espécies vegetais também diferem em relação à 

composição química e física (F= 19.133, df=2, R2=0.283, P< 0.001). 
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Médias seguidas pela mesma letra, na coluna, não diferem estatisticamente pelo teste de Kruskal-Wallis. H+Al: acidez potencial; SB: soma de bases; CTC: 

capacidade de troca de cátions; V: saturação por bases; m: saturação por alumínio; MO: matéria orgânica. Locais: 
1
Petrolina, 

2
Arcoverde, 

3
Casa Nova, 

4
Tupanatinga

.
 

 

 

 

 

 

 

 

Tabela 2 – Propriedades químicas das amostras de solo coletadas na rizosfera de Jatropha mollissima (J. mol), Jatropha mutabilis (J. mut) e Mimosa 

tenuiflora (M. ten) ocorrendo em áreas de embasamento (emba) cristalino (C) e sedimentar (S), na Caatinga. 

Emba Pla/local P pH K Na Al Ca Mg H + Al SB CTC V  m C MO 

  (mg/dm
3
) (H2O) (cmolc/dm

3
) (%) % 

 

 

C 

J.mut
1
 5,5 ef 5,24 cde 0,18 de 0,02 cd 0,09 a 1,22 de 0,44 cd 1,71 cde 1,87 de 3,58 c 51,54 d  5,26 a 0,65 def 1,12 def 

M.ten
1
 8,1 cde 5,19 de 0,30 bc 0,06 ab 0,07 a 1,82 cd 0,99 b 3,17 a 3,18 c 6,35 b 50,45 de  2,19 a 1,15 abc 1,98 abc 

M.ten
2
 49,1 ab 5,60 bcd 0,90 a 0,07 ab 0 b 3,90 b 1,46 ab 2,71 ab 6,34 b 9,05 ab 69,14 c  0 b 1,35 ab 2,32 ab 

J.mol
2
 76,8 a 6,96 a 0,55 ab 0,17 a 0 b 7,63 a 3,07 a 1,07 ef 11,43 a 12,5 a 91,55 a  0 b 1,62 a 2,8 abc 

J.mol
3
 5,6 def 6,37 a 0,56 a 0,04 bc 0 b 3,87 b 1,37 ab 1,27 def 5,84 b 7,11 b 82,09 ab  0 b 0,98 bc 1,69 bc 

 

 

 

S 

J.mol
4
 9,8 cd 6,55 a 0,56 ab 0,13 ab 0 b 4,40 b 3,09 ab 1,19 ef 8,18 ab 9,37 ab 84,75 a  0 b 0,52 f 0,89 f 

J.mut
4
 4,6 f 5,12 e 0,07 e 0,01 d 0,04 ab 0,83 e 0,30 d 1,89 bcd 1,21 e 3,1 c 38,38 e  3,34 a 0,39 f 0,67 f 

J.mut
3
 5,3 def 5,64 b 0,23 cd 0,01 cd 0 b 1,74 cd 0,93 bc 1,03 f 2,95 cd 3,95 c 74,26 bc  0 b 0,54 ef 0,941 ef 

M.ten
4
 8,0 cde 5,61 bc 0,09 e 0,01 cd 0 b 0,81 e 0,38 d 2,14 abc 1,3 e 3,44 c 38,79 de  0 b 0,83 cde 1,43 cde 

M.ten
3
 10,3 bc 5,76 b 0,6 ab 0,10 ab 0 b  3,46 bc 3,12 a 1,97 bcd 7,28 b 9,25 ab 73,93 bc  0 b 0,94 cd 1,63 cd 
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Tabela 3 – Propriedades físicas das amostras de solo coletadas na rizosfera de Jatropha mollissima (J. mol), Jatropha mutabilis (J. mut) e 

Mimosa tenuiflora (M. ten) ocorrendo em áreas de embasamento (emba) cristalino (C) e sedimentar (S), na Caatinga. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Médias seguidas pela mesma letra, na coluna, não diferem estatisticamente pelo teste de Kruskal-Wallis. GF= grau de floculação; PT: Porosidade 

total; Argila nat.: argila natural; DP: densidade da partícula; DS: densidade do solo. Locais: 
1
Petrolina, 

2
Arcoverde, 

3
Casa Nova, 

4
Tupanatinga

.
 

Classificação de acordo com o triângulo textural do solo (LEMOS; SANTOS, 1996). 

Emba Pla/local Argila Silte Areia fina Areia grossa Areia total GF PT Argila nat. DP DS Classe textural 

  %  

 

 

 

 

C 

J.mut
1
 11,94 cd 5,61 d 40,89 ab 41,56 cd 82,46 bc 49,34 ab 41,85 d 6 cd 2,60 ab 1,51 ab Franco arenoso 

M.ten
1
 13,37 c 7,28 cb 37,01 abc 42,33 cd 79,33 cd 56,53 a 38,2 bcd 5,78 cd 2,57 abcd 1,59 abc Franco 

M.ten
2
 14,19 abc 18,67 a 12,55 g 54,6 ab 67,18 ef 40,64 b 37,96 bcd 8,45 ab 2,49 d 1,54 bcd Franco 

J.mol
2
 18,25 a 23,75 a 17,16 fg 40,82 d 57,99 f 38,00 b 46,08 a 11,39 a 2,54 bcd 1,36 e Franco 

J.mol
3
 18,90 ab 11,04 bc 43,58 a 26,47 e 70,07 def 48,77 ab 41,50 abc 9,64 ab 2,53 cd 1,48 cde Franco 

 

 

 

 

S 

J.mol
4
 14,54 bc 9,46 cd 26,53 ef 49,64 bc 75,99 cde 40,44 b 41,21 abc 8,53abc 2,56 abcd 1,50 cd Franco 

J.mut
4
 5,72 e 1,29 e 26,86 ef 66,11 a 93,00 a 61,90 a 36,47 d 2,13 e 2,60 ab 1,65 a Arenoso 

J.mut
3
 10,04 cd 0,91 e 35,56 bcd 55,04 ab 90,61 a 50,78 ab 37,56 cd 4,94 cd 2,63 a 1,64 ab Arenoso 

M.ten
4
 11,06 0,59 e 30,72 cde 57,61 ab 88,34 ab 54,36 a 43,49 a 4,98 de 2,57 abcd 1,45 de Arenoso 

M.ten
3
 16,31 abc 16,24 ab 29,46 de 44,51 cd 73,99 cde 54,3 a 41,86 ab 8,08 bcd 2,58abc 1,5 cde Franco 
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4.2 RIQUEZA TOTAL DE ESPÉCIES DE FMA 

 

Nesse estudo foram recuperados, no total, 12.493 glomerosporos, provenientes 

de amostras de solo do campo (n = 100) e culturas armadilha (n = 100), das quais foi 

possível identificar 96 táxons de FMA. Oitenta e sete táxons foram recuperados das 

amostras de campo com 48 exclusivos, enquanto 48 foram recuperados nas amostras de 

culturas com nove exclusivos, e 39 espécies foram compartilhadas entre as amostras de 

campo e culturas (Figura 6). 

 

Figura 6 – Riqueza de táxons de FMA provenientes das amostras de campo e de 

culturas armadilha, de solo coletado na rizosfera de Jatropha mollissima, J. mutabilis e 

Mimosa tenuiflora ocorrendo em áreas de embasamento cristalino e sedimentar na 

Caatinga 

 

 

 

Foram registrados 96 táxons de FMA; desses, 23 foram identificados apenas ao 

nível de gênero (Tabela 4 e 5). Dessas 96 espécies, nove: Acaulospora aff. tortuosa, A. 

minuta Acaulospora sp. 6, Acaulospora sp.7, Corymbiglomus corymbiforme, 

Paraglomus sp., Rhizoglomus custos, Rhizoglomus proliferum e Septoglomus 

mexicanum foram recuperados apenas em amostras provenientes das culturas armadilha 

(Tabela 5). Foram encontrados representantes das três classes e das cinco ordens de 

Glomeromycota, distribuídos em 13 famílias (Acaulosporaceae, Ambisporaceae, 

Archaesporaceae, Dentiscutataceae, Diversisporaceae, Entrophosporaceae, 
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Gigasporaceae, Glomeraceae, Intraornatosporaceae, Pacisporaceae, Paraglomeraceae, 

Racocetraceae e Scutellosporaceae) e 23 gêneros: Acaulospora (22), Ambispora (3), 

Archaeospora (1), Cetraspora (1), Claroideoglomus (2), Corymbiglomus (1), 

Dentiscutata (1), Diversispora (1), Entrophospora (2), Funneliformis (1), Fuscutata (4), 

Gigaspora (4), Glomus (14), Intraornatospora (2), Pacispora (1), Paradentiscutata (3), 

Paraglomus (3), Racocetra (7), Rhizoglomus (11). Sclerocystis (1), Scutellospora (3), 

Septoglomus (6) e Tricispora (1). Os gêneros com maior riqueza de táxons foram 

Acaulospora (22 táxons) e Glomus (14), seguidos por Rhizoglomus (11) que juntos 

representam 49% do número de espécies de FMA registrados nesse estudo (Figura 7). 

 Ambispora appendicula, Acaulospora scrobiculata, Gigaspora margarita, 

Glomus brohultii, G. glomerulatum G. macrocarpum, G. microcarpum e Glomus sp. 4 

estavam presentes nos dois tipos de embasamentos, na rizosfera das três espécies 

vegetais e nos quatros locais de coleta.  As espécies mais abundantes em número de 

glomerosporos foram Glomus brohultii, G. glomerulatum e Glomus macrocarpum 

(Tabela 4). 
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Figura 7 – Representatividade em número de espécies, dos gêneros de FMA recuperados 

em amostras de campo e culturas armadilha de solo coletado na rizosfera de Jatropha 

mollissima, J. mutabilis e Mimosa tenuiflora ocorrendo em áreas de embasamento 

cristalino e sedimentar na Caatinga   
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Tabela 4 – Abundância relativa de táxons de fungos micorrízicos arbusculares (FMA) recuperados de amostras de campo, coletadas na rizosfera 

de Jatropha mollissima (J. mol), Jatropha mutabilis (J. mut) e Mimosa tenuiflora (M. ten) ocorrendo em áreas de embasamento cristalino e 

sedimentar na Caatinga. 

 Cristalino  Sedimentar 

Táxons de FMA Petrolina Arcoverde Casa Nova  Tupanatinga Casa Nova 

 J. mut M. ten J. mol M. ten J. mol  J. mol J. mut M. ten M. ten J. mut 

Archaeosporales            

Ambisporaceae            

Ambispora            

Ambispora aff. leptoticha        0.70     

A. appendicula (Spain, Sieverd. & 

N.C. Schenck) C. Walker 

2.36 9.44  0.60 5.18  3.04 11.81 25.04 3.09  

A. gerdemannii (S.L. Rose, B.A. 

Daniels & Trappe) C. Walker, 

Vestberg & A. Schüssler 

      0.23     

Archaeosporaceae            

Archaeospora            

A. trappei (R.N. Ames & 

Linderman) J.B. Morton & D. 

Redecker 

 1.20         0.74 

Diversisporales            

Acaulosporaceae            

Acaulospora            

A. capsicula Blaszk.  0.09          

A. cavernata Błaszk. 0.16           

A. denticulata Sieverd. & S. Toro    1.31        

A. lacunosa Morton       0.23     

A. laevis Gerd. & Trappe 0.16        1.05 0.72 0.09 

A. longula Spain & N.C. Schenck  0.09       0.52 0.99 0.18 

A. mellea Spain & N.C. Schenck 0.65 0.14  0.20    1.57 14.53 0.06 6.08 
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 Cristalino  Sedimentar 

 Petrolina Arcoverde Casa Nova  Tupanatinga Casa Nova 

 J. mut M. ten J. mol M. ten J. mol  J. mol J. mut M. ten M. ten J. mut 

A. morrowiae Spain & N.C. 

Schenck 

0.33  6.60      1.40   

A. reducta Oehl, B.T. Goto & 

C.M.R. Pereira 

 0.05 0.23 1.31     0.17   

A. scrobiculata Trappe 1.96 0.19 6.60 1.51 0.43    1.05  0.46 

Acaulospora sp. 1  1.20  0.10    0.19  0.13 0.09 

Acaulospora sp. 2 0.73    4.75     0.85 4.05 

Acaulospora sp. 3 7.67 0.14         15.65 

Acaulospora sp. 4 0.73 1.06         3.68 

Acaulospora sp. 5  1.68 0.68       0.85 0.55 

A. spinosa Walker & Trappe 0.24 0.05          

A. spinosissima Oehl, Palenz., 

Sánchez-Castro, Tchabi, Hount. & 

G.A. Silva 

0.08           

A. tuberculata Janos & Trappe  0.09          

Diversisporaceae            

Diversispora            

D.aurantia (Blaszk., Blanke, 

Renker & Buscot) C. Walker & A. 

Schüßler 

0.16 0.05   9.93     1.97  

Tricispora            

T. nevadensis (Palenz., N. Ferrol, 

Azcón-Aguilar & Oehl) Oehl, 

Palenz., G.A. Silva & Sieverd. 

      49.18     

Pacisporaceae            

Pacispora            

Pacispora sp.  2.93 1.78        0.06  

Gigasporales 
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 Cristalino  Sedimentar 

 Petrolina Arcoverde Casa Nova  Tupanatinga Casa Nova 

 J. mut M. ten J. mol M. ten J. mol  J. mol J. mut M. ten M. ten J. mut 

Dentiscutataceae            

Dentiscutata            

D. colliculosa B.T. Goto & Oehl  0.05          

Fuscutata            

F. aurea Oehl, C.M. Mello & G.A. 

Silva 

0.41           

F. heterogama Oehl, F.A. Souza, 

L.C. Maia & Sieverd. 

0.16       0.59  0.72  

F. rubra (Stürmer & J.B. Morton) 

Oehl, F.A. Souza & Sieverd. 

 0.05         0.74 

F. savannicola (R.A. Herrera & 

Ferrer) Oehl, F.A. Souza & 

Sieverd. 

  0.23 0.20       1.10 

Gigasporaceae            

Gigaspora            

G. decipiens I.R. Hall & L.K. 

Abbott 

  0.23 0.10 1.08       

G. gigantea (T.H. Nicolson & 

Gerd.) Gerd. & Trappe 

 0.24   0.43  0.47 0.19    

G. margarita W.N. Becker & I.R. 

Hall 

0.08  1.82 0.50 0.64  2.58  0.52   

G. ramisporophora Spain, Sieverd. 

& N.C. Schenck 

   0.20     0.17   

Intraornatosporaceae            

Intraornatospora            

I. intraornata (B.T. Goto & Oehl) 

B.T. Goto, Oehl & G.A. Silva 

2.04       0.79 1.22 0.13  

Intraornatospora sp.   0.23     3.15   0.74 

Paradentiscutata             
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 Cristalino  Sedimentar 

 Petrolina Arcoverde Casa Nova  Tupanatinga Casa Nova 

 J. mut M. ten J. mol M. ten J. mol  J. mol J. mut M. ten M. ten J. mut 

P. bahiana Oehl, Magna, B.T. Goto 

& G.A. Silva 

0.08        0.35  8.47 

P. maritima B.T. Goto, D.K. Silva, 

Oehl & G.A. Silva 

        7.35  0.18 

Paradentiscutata sp.  0.05     0.23  1.05   

Racocetraceae            

Cetraspora            

C. gilmorei (Trappe & Gerd.) Oehl, 

F.A. Souza & Sieverd.  

      0.94 0.39   4.60 

Racocetra            

R. beninensis Oehl, Tchabi & 

Lawouin 

      0.70     

R. coralloidea (Trappe, Gerd. & I. 

Ho) Oehl, F.A. Souza & Sieverd. 

   0.30   0.23  2.28   

R. fulgida (Koske & C. Walker) 

Oehl, F.A. Souza & Sieverd. 

   0.20   0.94     

R. gregaria (N.C. Schenck & T.H. 

Nicolson) Oehl, F.A. Souza & 

Sieverd. 

   4.43   1.17  2.28  0.09 

R. persica (Koske & C. Walker) 

Oehl, F.A. Souza & Sieverd. 

        1.58   

R. tropicana Oehl, B.T. Goto & 

G.A. Silva 

 0.05   0.21       

R. verrucosa (Koske & C. Walker) 

Oehl, F.A. Souza & Sieverd. 

      0.70     

Scutellosporaceae            

Scutellospora            

S. aurigloba (I.R. Hall) C. Walker 

& F.E. Sanders 

      1.64    0.09 
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 Cristalino  Sedimentar 

 Petrolina Arcoverde Casa Nova  Tupanatinga Casa Nova 

 J. mut M. ten J. mol M. ten J. mol  J. mol J. mut M. ten M. ten J. mut 

S. calospora (T.H. Nicolson & 

Gerd.) C. Walker & F.E. Sanders 

       0.39 1.22  0.09 

Scutellospora sp.           1.10 

Glomerales            

Entrophosporaceae            

Claroideoglomus            

C. etunicatum (W.N. Becker & 

Gerd.) C. Walker & A. Schüßler 

0.33  2.73  2.81       

Claroideoglomus sp.        6.79    7.83 

Entrophospora            

E. infrequens (I.R. Hall) R.N. 

Ames & R.W. Schneid. 

          0.18 

Entrophospora sp. 0.24           

Glomeraceae            

Funneliformis            

F. mosseae (T.H. Nicolson & 

Gerd.) C. Walker & A. Schüßler 

  7.06 0.91     0.17  0.92 

Glomus             

G. aff. ambisporum   0.46         

G. ambisporum G.S. Sm. & N.C. 

Schenck 

 1.20        0.26  

G. brohultii R.A. Herrera, Ferrer & 

Sieverd. 

57.01 42.53 28.70 56.20 36.28  20.61 46.85 26.79 32.92  

G. glomerulatum Sieverd.  6.93 25.48  8.68 6.05   5.51  0.19 14.55 

G. macrocarpum Tul. & C. Tul. 6.69 4.62 30.30 19.27 28.29  34.89 20.27 9.98 18.76 19.43 

G. microcarpum Tul. & C. Tul.  0.24 0.91 1.41   1.87    6.91 

G. nanolumen Koske & Gemma          0.13 0.64 

Glomus sp. 1  1.22 1.25   0.86  0.47 2.36    

Glomus sp. 2 0.65 4.24 0.68  0.21     26.99 0.09 
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 Cristalino  Sedimentar 

 Petrolina Arcoverde Casa Nova  Tupanatinga Casa Nova 

 J. mut M. ten J. mol M. ten J. mol  J. mol J. mut M. ten M. ten J. mut 

Glomus sp. 3  0.73 0.38 2.50       5.00  

Glomus sp. 4 0.57 0.58 6.38 1.01 2.16  4.68 4.92 1.22 4.48  

Glomus sp. 5 1.79 1.68 0.23 0.40        

G. tenebrosum (Thaxt.) S.M. Berch   0.28         

G. trufemii B.T. Goto, G.A. Silva 

& F. Oehl 

    0.21      0.18 

Rhizoglomus            

R. aff. microaggregatum   0.45         

R. aff venetiamun        0.39    

R. aggregatum (N.C. Schenck & 

G.S. Sm.) Sieverd., G.A. Silva & 

Oehl 

      0.47   1.32  

R. fasciculatum (Thaxt.) Sieverd., 

G. A. Silva & Oehl 

2.61          0.09 

R. intraradices (N.C. Schenck & 

G.S. Sm.) Sieverd., G.A. Silva & 

Oehl 

         0.06 0.18 

R. invermaium (I.R. Hall) Sieverd., 

G.A. Silva & Oehl 

    0.21       

R. melanum Sudová, Sýkorová & 

Oehl 

  0.23        0.09 

Rhizoglomus sp. 1       9.83   0.26  

Rhizoglomus sp. 2   0.68 0.91    0.59    

Sclerocystis            

S. rubiformis Gerd. & Trappe  0.05          

Septoglomus            

S. altomontanum Palenz., Oehl, 

Azcón-Aguilar & G.A.Silva 

   0.10        
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Espécies vegetais – J. mo: Jatropha mollissima; J. mu: Jatropha mutabilis; M. ten: Mimosa tenuiflora. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Cristalino  Sedimentar 

 Petrolina Arcoverde Casa Nova  Tupanatinga Casa Nova 

 J. mut M. ten J. mol M. ten J. mol  J. mol J. mut M. ten M. ten J. mut 

S. constrictum (Trappe) Sieverd., 

G.A. Silva & Oehl 

  0.45         

S. furcatum Błaszk., Chwat, 

Kovács & Ryszka 

   0.10        

Septoglomus sp. 1   1.37         

Septoglomus sp. 2       1.40     

Paraglomerales            

Paraglomeraceae            

Paraglomus            

P. bolivianum (Sieverd. & Oehl) 

Oehl & G.A. Silva 

      0.23     

P. aff. laccatum 0.24          0.09 

P. pernambucanum Oehl, C.M. 

Mello, Magna & G.A. Silva 

    0.22       

Riqueza de táxons de FMA 30 31 24 23 18  25 16 21 22 33 
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Tabela 5 – Abundância relativa de táxons de fungos micorrízicos arbusculares (FMA) recuperados de amostras de culturas armadilha com solo 

da rizosfera de Jatropha mollissima (J. mol), Jatropha mutabilis (J. mut) e Mimosa tenuiflora (M. ten) ocorrendo em embasamento cristalino e 

sedimentar, na Caatinga. 

 Cristalino  Sedimentar 

Táxons de FMA Petrolina Arcoverde Casa Nova  Tupanatinga Casa Nova 

 J. mut M. ten J. mol M. ten J. mol  J. mol J. mut M. ten M. ten J. mut 

Archaeosporales            

Ambisporaceae            

Ambispora            

A. appendicula  2.74 11.01  0.48 7.29  5.29 10.75 31.82 4.42 6.42 

Diversisporales            

Acaulosporaceae            

Acaulospora            

A. aff. tortuosa          6.27  

A. denticulata    0.48        

A. longula  0.26        18.63 48.16 

A. mellea 16.09 12.97 0.85    0.66 0.47 5.19 4.22 1.38 

A. minuta Oehl, Tchabi, Hount., 

Palenz., Sánchez-Castro & G.A. 

Silva 

1.03       3.74    

A. morrowiae 1.03  0.85 0.48    0.47 3.89   

A. reducta  0.26  0.48        

A. scrobiculata    0.48    0.47 0.65   

Acaulospora sp. 1           3.67 

Acaulospora sp. 5  34.86          

Acaulospora sp. 6  0.92          

Acaulospora sp. 7          2.16  

A. spinosa 0.34 5.89          

A. tuberculata  2.74 4.59          

Diversisporaceae            
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 Cristalino  Sedimentar 

 Petrolina Arcoverde Casa Nova  Tupanatinga Casa Nova 

 J. mut M. ten J. mol M. ten J. mol  J. mol J. mut M. ten M. ten J. mut 

Corymbiglomus            

C. corymbiforme Błaszk. & Chwat 6.16           

Pacisporaceae            

Pacispora            

Pacispora sp.            2.29 

Gigasporales            

Dentiscutataceae            

Fuscutata            

F. rubra        6.07  0.41  

Gigasporaceae            

Gigaspora            

G. gigantea   0.13          

G. margarita        0.66     

Intraornatosporaceae            

Intraornatospora            

I. intraornata  0.68       1.86 3.25 0.10 0.46 

Paradentiscutata             

P. bahiana          3.89   

P. maritima   1.18       1.29   

Paradentiscutata sp.  10.48          

Racocetraceae            

Cetraspora            

C. gilmorei        0.66  0.65   

Racocetra            

R. coralloidea    6.22   15.89  0.65   

R. gregaria    4.24 0.48   1.99  0.65   

R. verrucosa          2.59   

Glomerales            

Entrophosporaceae            
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 Cristalino  Sedimentar 

 Petrolina Arcoverde Casa Nova  Tupanatinga Casa Nova 

 J. mut M. ten J. mol M. ten J. mol  J. mol J. mut M. ten M. ten J. mut 

Claroideoglomus            

C. etunicatum  0.69        1.29 0.31  

Entrophospora            

Entrophospora sp. 2.05           

Glomeraceae            

Funneliformis            

F. mosseae    55.08 16.27   5.96  1.95   

Glomus             

G. brohultii  37.33 15.07 6.78 42.10 56.25  10.59 44.39 9.09 11.52 31.65 

G. glomerulatum  3.28  4.30 3.12       

G. macrocarpum  27.74 6.81 17.79 20.57 25.00  20.53 21.96 13.64 46.39 5.50 

G. microcarpum        1.32     

Glomus sp. 1   1.44          

Glomus sp. 2   0.85 1.91 2.08       

Glomus sp. 3        10.59     

Glomus sp. 4 1.37 0.26 5.93 1.91 2.08  4.63 4.67 1.95  0.46 

Rhizoglomus            

R. aggregatum     3.83     6.49   

R. custos (C. Cano & Dalpé) 

Sieverd., G.A. Silva & Oehl 

        4.54   

R. intraradices   0.85  4.16   51.40    

R. proliferum (Dalpé & Declerck) 

Sieverd., G.A. Silva & Oehl 

        64.93   

Rhizoglomus sp. 1   4.24         

Rhizoglomus sp. 2       0.66     

Septoglomus            

S. mexicanum           5.35  
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Espécies vegetais – J. mo: Jatropha mollissima; J. mu: Jatropha mutabilis; M. ten: Mimosa tenuiflora. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Cristalino  Sedimentar 

 Petrolina Arcoverde Casa Nova  Tupanatinga Casa Nova 

 J. mut M. ten J. mol M. ten J. mol  J. mol J. mut M. ten M. ten J. mut 

Septoglomus sp. 1   25.43         

Paraglomerales            

Paraglomeraceae            

Paraglomus            

Paraglomus sp.       20.53     

Riqueza de táxons de FMA 13 16 11 14 07  14 11 19 11 09 
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A curva de acumulação de espécies de FMA demonstrou que o esforço amostral 

não foi suficiente para recuperar toda riqueza de FMA nas áreas estudadas. Entretanto, 

foi possível acessar 81 e 85% com base nos estimadores de Jackknife 1 e Chao 1, 

respectivamente (Figura 8). Nas áreas com embasamento cristalino foi possível acessar 

73% (Jackknife 1) e 68% (Chao 1) da riqueza estimada de FMA, enquanto nas áreas 

sedimentares foi acessada 80% (Jackknife 1) e 89% (Chao 1) da riqueza estimada. Em 

relação ao estimado na rizosfera de J. mollissima, J. mutabilis e M. tenuiflora foi 

acessada 69-67%, 78-79% e 78-80% da riqueza, respectivamente, com base nos 

estimadores de riqueza Jackknife 1 e Chao 1. 

 

Figura 8 – Curva de acumulação de espécies de FMA identificadas na rizosfera de 

Jatropha mollissima, J. mutabilis e Mimosa tenuiflora ocorrendo em áreas de 

embasamento cristalino e sedimentar na Caatinga. 

. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

4.3 ESPÉCIES EXCLUSIVAS E COMPARTILHADAS NAS AMOSTRAS DE 

CAMPO 

 

Dentre as 87 espécies de FMA registradas em campo, 43 foram compartilhadas 

entre os dois tipos de embasamento, 23 foram exclusivas para as áreas cristalinas 

(Acaulospora capsicula, A. cavernata, A. denticulata, A. spinosa, A. spinosissima, A. 

tuberculata, Claroideoglomus etunicatum, Dentiscutata colliculosa, Entrophospora sp., 

Fuscutata aurea, Gigaspora decipiens, Glomus aff. ambisporum, Glomus sp. 4, G. 

tenebrosum, Paraglomus pernambucanum, Racocetra tropicana, Rhizoglomus aff. 
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microaggregatum, Rhizoglomus invermaium, Sclerocystis rubiformis, Septoglomus 

altomontanum, S. constrictum, S. furcatum e Septoglomus sp. 1); 21 espécies de FMA 

foram exclusivas das áreas sedimentares (Acaulospora lacunosa, Ambispora aff. 

leptoticha, Ambispora gerdemannii, Cetraspora gilmorei, Claroideoglomus sp., 

Entrophospora infrequens, Glomus nanolumen, Paraglomus bolivianum, 

Paradentiscutata maritima, Racocetra beninensis, R. persica, R. verrucosa, 

Rhizoglomus aff. venetianum, R. aggregatum, R. intraradices, Rhizoglomus sp. 1, 

Scutellospora aurigloba, S. calospora, Scutellospora sp., Septoglomus sp. 2 e 

Tricispora nevadensis) (Figura 9). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Em relação às espécies vegetais, 21 espécies de FMA estavam presentes na 

rizosfera das três espécies vegetais (Acaulospora morrowiae, A. scrobiculata, 

Acaulospora sp. 2, Acaulospora sp. 5, Ambispora appendicula, Diversispora aurantia, 

Funneliformis mosseae, Fuscutata savannicola, Gigaspora gigantea, G. margarita, 

Glomus brohultii, G. glomerulatum, G. macrocarpum, G. microcarpum, Glomus sp. 1, 

Glomus sp. 2, Glomus sp. 3, Glomus sp. 4, Glomus sp. 5, Racocetra gregaria, e 

Rhizoglomus sp. 2); enquanto 15 espécies (Acaulospora lacunosa, Ambispora aff. 

leptoticha, Ambispora gerdemanni, Glomus aff. ambisporum, Glomus tenebrosum, 

Paraglomus bolivianum, Paraglomus pernambucanum, Racocetra beninensis, R. 

verrucosa, Rhizoglomus aff. microaggregatum, Rhizoglomus invermaium, Septoglomus 

constrictum, Septoglomus sp. 1, Septoglomus sp. 2 e Tricispora nevadensis) foram 

Figura 9 – Representação da riqueza de táxons de FMA exclusivos e 

compartilhados em áreas de embasamento cristalino e sedimentar na Caatinga. 
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registradas exclusivamente na rizosfera de Jatropha mollissima; nove espécies 

(Acaulospora cavernata, A. spinosissima, Entrophospora infrequens, Entrophospora 

sp., Fuscutata aurea, Paraglomus aff. laccatum, Rhizoglomus aff. venetianum, 

Rhizoglomus fasciculatum e Scutellospora sp.) foram exclusivas da rizosfera de J. 

mutabilis e 10 espécies (Acaulospora capsicula, A. denticulata, A. tuberculata, 

Dentiscutata colliculosa, Gigaspora ramisporophora, Glomus ambisporum, Racocetra 

persica, Sclerocystis rubiformis, Septoglomus altomontanum e Septoglomus furcatum) 

estavam presentes apenas na rizosfera de Mimosa tenuiflora ( Figura 10). 

 

Figura 10 – Representação da riqueza de táxons de FMA exclusivos e compartilhados 

na rizosfera de Jatropha mollissima. J. mutabilis e Mimosa tenuiflora na Caatinga. 

 

 

Considerando as quatro áreas de coletas, 10 táxons de FMA foram comuns entre 

essas, a saber: Acaulospora mellea, A. scrobiculata, Acaulospora sp. 1, Ambispora 

appendicula, Gigaspora margarita, Glomus brohultii, G. glomerulatum, G. 

macrocarpum, G. microcarpum 3 e Glomus sp. 4. Foi possível também identificar 

espécies exclusivas para cada local: oito em Arcoverde (Acaulospora denticulata, 

Glomus aff. ambisporum, G. tenebrosum, Rhizoglomus aff. microaggregatum, 

Septoglomus altomontanum, S. constrictum, S. furcatum e Septoglomus sp. 1); sete 

espécies em Casa Nova (Glomus nanolumen, Rhizoglomus invermaium, Paraglomus 

pernambucanum, Entrophospora infrequens, Scutellospora sp., Glomus trufemii, e 

Rhizoglomus intraradices); nove espécies em Petrolina (Acaulospora capsicula, A. 

cavernata, A. spinosa, A. spinosissima, A. tuberculata, Dentiscutata colliculosa, 

Entrophospora sp., Fuscutata aurea e Sclerocystis rubiformis); 10 espécies em 
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Tupanatinga (Acaulospora lacunosa, Ambispora aff. leptoticha, A. gerdemannii, 

Paraglomus bolivianum, Racocetra beninensis, R. persica, R. verrucosa, Rhizoglomus 

aff. venetianum, Septoglomus sp. 2 e Tricispora nevadensis) (Figura 11).   

 

Figura 11 – Representação da riqueza de táxons de FMA exclusivos e compartilhados 

em solos com embasamento cristalino e sedimentar, nos municípios de Arcoverde, Casa 

Nova, Petrolina e Tupanatinga. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

4.4 RELAÇÃO TÁXONS E TIPOS DE EMBASAMENTO OU ESPÉCIES 

VEGETAIS 

 

Nove espécies de FMA foram indicadoras dos tipos de embasamento, seis 

(Acaulospora reducta, A. scrobiculata, Claroideoglomus etunicatum, Funneliformis 

mosseae, Glomus glomerulatum e Glomus sp. 4) de áreas com embasamento cristalino, 

e três (Acaulospora mellea, Paradentiscutata bahiana e P. maritima) de áreas com 

embasamento sedimentar. As famílias Intraonatosporaceae e Scutellosporaceae foram 

indicadoras de áreas sedimentares (Tabela 6). Nessas áreas sedimentares houve 

predomínio significativo de glomerosporos de Gigasporales (Figura 12a), enquanto nas 

áreas cristalinas foi registrado maior número de glomerosporos de Glomerales (Figura 

12b).  

Em relação às espécies de FMA indicadoras da rizosfera das plantas analisadas, 

foi observado que sete foram indicadoras da rizosfera de J. mollissima; cinco espécies e 

a família Intraonatosporaceae foram indicadoras da rizosfera de J. mutabilis, enquanto 

Acaulospora mellea, Glomus nanolumen, Paradentiscutata bahiana, P. maritima e 

Scutellospora calospora foram indicadoras de M. tenuiflora. A família 



63 

 

 

Entrophosporaceae foi indicadora das duas espécies de Jatropha; Ambisporaceae e 

Acaulosporaceae foram indicadoras de J. mutabilis e M. tenuiflora (Tabela 6). Nenhuma 

espécie foi indicadora de mais de um tipo de embasamento ou de rizosfera. 

O número de esporos de Diversisporales diferiu significativamente entre as 

rizosferas de J. mutabilis e J. mollissima (Figura 13a). Maior número de glomerosporos 

de Archaeosporales e Glomerales foi recuperado na rizosfera de M. tenuiflora do que 

naquela de J. mollissima (Figura 13b, 13c).  

 

Tabela 6 – Espécies e famílias de FMA indicadoras nos embasamentos (cristalino e 

sedimentar) e na rizosfera de Jatropha mollissima, J. mutabilis e Mimosa tenuiflora, na 

Caatinga. 

Família/Espécies de FMA Indval (%) P 

Cristalino   

Acaulospora reducta 38.7 0.027 

Acaulospora scrobiculata 56 0.001 

Claroideoglomus etunicatum 42.4 0.006 

Funneliformis mosseae 41.5 0.024 

Glomus glomerulatum 53.5 0.011 

Glomus sp. 4 49 0.001 

Sedimentar   

Intraornatosporaceae 55.9 0.002 

Scutellosporaceae 41.7 0.013 

Acaulospora mellea 56 0.002 

Paradentiscutata bahiana 37.2 0.024 

Paradentiscutata maritima 37.4 0.016 

Jatropha mollissima   

Acaulospora scrobiculata 52.7 0.004 

Acaulospora spinosa 36.5 0.019 

Funneliformis mosseae 43.9 0.014 

Fuscutata aurea 36.5 0.016 

Glomus glomerulatum 55.3 0.023 

Glomus sp. 4 55.8 0.001 

Pacispora sp. 40.6 0.004 

Jatropha mutabilis   

Intraornatosporaceae 59.5 0.002 

Acaulospora denticulata 36.5 0.012 

Acaulospora reducta 40.6 0.015 

Gigaspora decipiens 33.8 0.046 

Racocetra fulgida 36.5 0.009 

Racocetra gregaria 52.4 0.001 

Mimosa tenuiflora   

Acaulospora mellea 61.9 0.001 

Glomus nanolumen 31.6 0.040 

Paradentiscutata bahiana 41.5 0.004 

Paradentiscutata maritima 41.8 0.004 

Scutellospora calospora 31.6 0.034 

J. mollissima e J. mutabilis   

Entrophosporaceae 53.2 0.003 

J. mutabilis e M. tenuiflora   

Ambisporaceae 83.8 0.002 

Acaulosporaceae 83.8 0.002 
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Figura 32 – Predominância de glomerosporos, por ordens de FMA, em áreas 

de embasamento cristalino e sedimentar, na Caatinga. 
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Figura 43 – Predominância de glomerosporos, por ordens de FMA, na rizosfera de 

Jatropha mollissima, J. mutabilis e Mimosa tenuiflora, na Caatinga. 
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4.5 RIQUEZA DE FMA, DIVERSIDADE E NÚMERO DE GLOMEROSPOROS. 

 

Não houve diferença na riqueza de táxons de FMA entre os tipos de 

embasamento (F= 2.52, df= 1, P= 0.11) (Figura 14a). Nas áreas de embasamento 

cristalino foram registradas 66 espécies de FMA, com a riqueza de táxons variando de 

dois a 18 táxons por amostra. Para áreas com embasamento sedimentar a riqueza variou 

de dois a 14 por amostra, sendo identificados 64 táxons no total. Foi registrada diferença 

na riqueza de FMA associada às espécies vegetais (F= 4.58, df= 2, P= 0.01) (Figura 

14b).  

 

Figura 14 – Riqueza de táxons de FMA, em solos com embasamentos cristalino e 

sedimentar (a), e na rizosfera de Jatropha mollissima, J. mutabilis e Mimosa tenuiflora 

(b) na Caatinga. 
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A diversidade de espécies de FMA não diferiu entre as rizosferas estudadas nos 

embasamentos, com base nos índices de Shannon (F= 0.09, df= 1, P= 0.75) e de 

Simpson (F= 0.001, df= 1, P= 0.97). Com base no índice de dominância de Simpson 

(F= 0.005, df= 1, P= 0.94) e índice de equitabilidade de Simpson ((F= 0.005, df= 1, P= 

0.94) (Figura 15a), também não houve diferença considerando os tipos de 

embasamento. Esses índices também não diferiram em relação ao fator espécie vegetal 

(diversidade de Shannon F= 0.13, df= 2, P= 0.87; diversidade de Simpson F= 0.02, df= 

2, P= 0.97; dominância de Simpson F= 0.25, df= 2, P= 0.77). Contudo, o índice de 

equitabilidade de Simpson foi sensível (F= 5.62, df= 8.07, P= 0.0005) para mostrar 

maior valor de equitabilidade relacionado às amostras coletadas na rizosfera de J. 

mollissima (Figura 15b).  

 

Figura 15 – índice de equitabilidade (Simpson) em solos com embasamentos cristalino e 

sedimentar (a), e na rizosfera de Jatropha mollissima, J. mutabilis e Mimosa tenuiflora 

(b) na Caatinga. 
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O número de glomerosporos diferiu entre os tipos de embasamento (F= 5.24, df= 

1, P= 0.02), com maior quantidade em amostras de solo do cristalino do que nas 

amostras de áreas sedimentares (Figura 16a). De forma geral, o número de 

glomerosporos recuperados variou de cinco a 446 glomerosporos em 100 g de solo. Em 

relação ao encontrado na rizosfera das espécies vegetais também houve diferença (F= 

15.59, df= 2, P< 0.001), com menor número de glomerosporos na rizosfera de J. 

mollissima em comparação com a rizosfera das outras duas espécies (Figura 16b).  

 

Figura 16 – Número de glomerosporos nas áreas de embasamento cristalino e 

sedimentar (a) e na rizosfera de J. mollissima, J. mutabilis e M. tenuiflora (b) na 

Caatinga. 
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4.6 COMPOSIÇÃO DAS COMUNIDADES DE FUNGOS MICORRÍZICOS 

ARBUSCULARES 

 

Com base na análise de PERMANOVA, a composição das comunidades de 

FMA difere entre os tipos de embasamento (F= 6.554, df=1, R
2
=0.062, P< 0.0001) e 

entre as rizosferas das espécies vegetais estudadas (F= 3.585, df=2, R
2
=0.068, 

P<0.0001) (Figura 17).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Para os resultados da Análise de Correspondência Destendenciada (DCA), onde 

o comprimento do primeiro eixo da DCA foi superior a cinco, foi escolhida a Análise de 

Correspondência Canônica (CCA) por ser o método de ordenamento mais adequado 

nesse caso. As análises de ordenação do CCA das comunidades de FMA nas rizosferas 

estudadas foram realizadas usando variáveis explicativas selecionadas após a exclusão 

das variáveis colineares. O melhor modelo apresentou as seguintes variáveis: densidade 

de partículas do solo (SPD), argila natural, floculação, areia total, areia grossa, pH, 

cálcio (Ca) e saturação de bases (V) (Figura 18).  

Com base na CCA observa-se que atributos físicos e químicos do solo 

estruturam a composição de comunidades de FMA na rizosfera das espécies vegetais 

 

Figura 17 – Análise de escalonamento multidimensional não métrico (NMDS) baseada 

na composição das comunidades de FMA considerando tipos de embasamento 

geológico e espécies vegetais. 
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dominantes em áreas de embasamento cristalino e sedimentar (Figura 18). Argila 

natural, Ca, pH e V estão mais correlacionados com as comunidades encontradas nas 

áreas cristalinas, enquanto areia grossa, floculação e densidade de partículas (DP) com 

as encontradas nas áreas sedimentares (Figura 7a). Esses mesmos atributos (argila 

natural, Ca, pH e V) também estão correlacionados com as comunidades de FMA 

registradas na rizosfera da J. mollissima; a areia grossa e o grau de floculação 

relacionam-se com as comunidades de FMA na rizosfera de J. mutabilis, enquanto as 

comunidades encontradas na rizosfera da M. tenuiflora estão mais correlacionadas com 

o grau de floculação (Figura 7b). 

 

Figura 18 – Análise de correspondência canônica (CCA) considerando tipos de 

embasamento geológico (a) e espécies vegetais (b), na Caatinga. 
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5 DISCUSSÃO 

 

 Neste trabalho foi investigada a influência de espécies vegetais dominantes em 

áreas de Caatinga, com embasamento cristalino e sedimentar, sobre as comunidades de 

FMA, baseando a identificação das espécies na análise morfológica dos glomerosporos 

extraídos das amostras de solo do campo e de culturas armadilha. 

Os 73 táxons de FMA identificados ao nível de espécie neste estudo 

correspondem a 22,7 % da riqueza mundial de FMA (321 espécies), 44,5% da riqueza 

de FMA nas florestas tropicais secas (164 espécies) e a 46,5% da riqueza para o Brasil  

(157 espécies) (GOTO; JOBIM, 2019: https://glomeromycota.wixsite.com/lbmicorrizas; 

MAIA et al. 2015; MARINHO et al., 2018). Os dados reforçam a visão de que a 

Caatinga abriga alta diversidade de FMA e configura-se como área prioritária para 

conservação in situ desses microrganismos, visto que esses são reguladores da dinâmica 

e funcionalidade de ecossistemas (MAHMOUDI et al., 2019; MARTÍNEZ-GARCÍA et 

al., 2011), como os da Caatinga.   

Embora o esforço amostral não tenha sido suficiente para recuperar todos os 

táxons esperados, e com base na análise de extrapolação seria necessário coletar o dobro 

de amostras (n = 200) para representar toda a riqueza de FMA nas áreas. Para a região 

semiárida outros trabalhos que utilizaram a curva de acumulação de espécies, a 

amostragem realizada também foi insuficiente para recuperar o número total de espécies 

(DE ASSIS et al., 2018; MARINHO et al., 2019; PONTES et al., 2017a; TEIXEIRA-

RIOS et al., 2013).   

As espécies de FMA registradas nas áreas estudadas têm sido comumente 

identificadas em áreas semiáridas do Brasil e do mundo (MAIA et al., 2010; 

PALENZUELA et al., 2010; PONTES et al., 2017; SOUZA; FREITAS, 2017; DE 

ASSIS et al., 2018; CHIMAL-SÁNCHEZ et al., 2019; MARINHO et al., 2019).  

Os gêneros com maior riqueza de táxons: Acaulospora (22 táxons), Glomus (14) 

e Rhizoglomus (11) juntos somaram 49% do número de espécies de FMA registrados 

neste estudo. A predominância de espécies de Acaulospora e Glomus corrobora os 

dados de outros trabalhos na Caatinga (SILVA et al., 2014; DE ASSIS et al., 2018; 

MARINHO et al., 2019). Mas também em outros ecossistemas como o Cerrado 

(FERREIRA et al., 2008; PONTES et al., 2017b), Mata Atlântica (BONFIM et al., 

2016; PEREIRA et al., 2014), em fitosionomias do Pantanal (GOMIDE et al., 2014) e 

Amazônia (CAPRONI et al., 2018; STÜRMER; SIQUEIRA, 2011). As espécies desses 
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gêneros apresentam elevada esporulação, com a produção de esporos pequenos que 

podem ser facilmente dispersos (DANDAN; ZHIWEI, 2007). Além disso, muitas 

espécies de Acaulospora e Glomus apresentam ampla faixa de tolerância a diversos 

tipos de solos (OEHL et al., 2010), e elevada esporulação em áreas semiáridas 

(CHAUDHARY et al., 2014; SOUSA et al., 2014, SILVA et al., 2014, ALGUACIL et 

al., 2016; OYEDIRAN et al., 2018; MAHMOUDI et al., 2019; MARINHO et al., 

2019). A predominância de espécies de Acaulospora nesse estudo pode estar 

relacionada ao caráter intrínseco das espécies desse gênero, uma vez que são descritas 

como estresses tolerantes, adaptando-se às mais adversas condições ambientais 

(CHAGNON et al., 2013). Rhizoglomus apresenta táxons com ampla distribuição 

geográfica (SAVARY et al., 2018), sendo relatados como prevalentes em áreas tropicais 

(PONTES et al., 2017, WINAGRASKI et al., 2019).  

Dentre todas as espécies recuperadas, Glomus brohultii, G. glomerulatum e G. 

macrocarpum foram as mais abundantes nas áreas estudadas, em número de 

glomerosporos. Táxons de Glomerales podem ser classificados como ruderais por 

apresentarem alta taxa de crescimento e elevada produção de esporos (CHAGNON et 

al., 2013), sendo também comumente encontrados no semiárido (CHAUDHARY et al., 

2014; SILVA et al., 2014; MARINHO et al., 2019 ) e em áreas tropicais (DA SILVA et 

al., 2017b; PONTES et al 2017a, VIEIRA et al., 2019, VIEIRA et al., 2020). 

Com o auxílio de culturas armadilha foi possível identificar nove espécies de 

FMA pertencentes aos gêneros Acaulospora, Corymbiglomus, Paraglomus, 

Rhizoglomus e Septoglomus, não detectadas diretamente das amostras de campo, 

evidenciando a importância dessa técnica para complementar os estudos de diversidade 

dos FMA. A cultura armadilha é uma técnica que permite acessar e identificar os táxons 

de FMA que não estavam esporulando durante o momento da coleta ou que não 

apresentavam características suficientes para sua identificação (KUMAR; SINGH, 

2019; LEAL et al., 2018). Destaca-se o fato de A. mellea ter produzido quantidade 

relativamente maior de glomerosporos nas culturas armadilha do que o encontrado em 

campo, em amostras de áreas do cristalino. Acaulospora sp. 5 também multiplicou bem 

na cultura armadilha com solo da rizosfera de M. tenuiflora, coletado em área do 

cristalino, mas não esporulou a partir de outras amostras de campo. Em outros trabalhos 

representantes de Acaulospora também esporulam mais abundantemente em amostras 

provenientes de culturas armadilha (Oehl et al. 2004; Leal et al. 2009; Leal et al. 2018), 

podendo estar relacionadas à estratégia de vida adotada pelas espécies de FMA 
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(estrategistas-k, estrategista-r), nesse caso, estratégia r, na qual o fungo aloca a maior 

parte do carbono na esporulação (Leal et al. 2009).  

 A menor riqueza de FMA, recuperada a partir das amostras de culturas (48) em 

comparação com a riqueza obtida nas amostras de campo (87), pode ser explicada pelas 

condições que esses fungos experimentam na casa de vegetação, diferentes daquela do 

campo e ainda pela incompatibilidade que pode existir em relação à planta hospedeira, 

ocasionando baixa esporulação por algumas espécies, e menor plasticidade das espécies 

às condições impostas (JANSAN et al. 2014; LEAL et al. 2009).   

Os resultados mostram que as comunidades de FMA diferem entre as áreas de 

embasamento cristalino e sedimentar, confirmando a primeira hipótese. Vários trabalhos 

têm demonstrado que atributos do solo atuam como filtros ambientais para as 

comunidades de FMA (DAVISON et al., 2015, DE ASSIS et al., 2018; MAHMOUDI et 

al., 2019; MARTÍNEZ-GARCÍA et al., 2011; OEHL et al., 2010; TIAN et al., 2009; 

VÁLYI et al., 2016), portanto era esperado encontrar diferenças na composição das 

comunidades de FMA associadas às áreas de cristalino e sedimentar, pois esses 

ambientes apresentam diferentes formações hidrológicas, pedológicas e 

geomorfológicas (MORO et al., 2016, SILVA et al., 2017). Como foi observado 

também em relação a variações encontradas nas propriedades químicas e físicas do solo 

entre os embasamentos; por exemplo, as áreas cristalinas de modo geral apresentam 

maiores valores de fósforo, V (saturação por bases), maior capacidade de troca de 

cátions (CTC) e  matéria orgânica o que confirma a heterogeneidade desses ambientes.   

Além dos tipos de embasamento, foram registradas diferentes comunidades de 

FMA associadas à rizosfera das plantas estudadas, confirmando a segunda hipótese. As 

espécies vegetais respondem de forma diferenciada aos FMA, algumas sendo altamente 

seletivas e outras generalistas (SCHEUBLIN et al., 2004). Veresoglou; Rillig (2014) 

mencionaram que espécies vegetais filogeneticamente relacionadas comumente 

apresentam distintas comunidades, como observado no presente estudo; solos coletados 

na rizosfera das duas espécies de Jatropha, no mesmo ou em diferentes locais, 

apresentaram comunidades de FMA diversas, o que pode estar relacionado à estratégia 

de vida do fungo e/ou do vegetal (VERESOGLOU; RILLIG, 2014).   

Os fatores selecionados como estruturadores da composição das comunidades de 

FMA entre os embasamentos e espécies vegetais neste estudo (densidade de partículas 

do solo, argila natural, floculação, areia total, areia grossa, pH, cálcio e saturação de 

bases), também foram relatados em outros trabalhos como determinantes das 



74 

 

 

comunidades de FMA. Exemplos são: pH (ALGUACIL et al., 2016; DA SILVA et al., 

2017a; MARINHO et al., 2019; DE MELLO et al., 2018; PONTES et al., 2017); argila 

(DA SILVA et al., 2017a, DE ASSIS et al., 2018; MARINHO et al., 2019; PONTES et 

al., 2017; VIEIRA et al., 2020); conteúdo de areia (DA SILVA et al., 2017c; DE 

MELLO et al., 2018; PONTES et al., 2017; SOUSA et al., 2018; ZHAO et al., 2016;), 

saturação de bases (DA SILVA et al., 2017c; MARINHO et al., 2019; PONTES et al., 

2017) e cálcio (DE MELLO et al., 2018; PONTES et al., 2017). Portanto, confirma-se 

que fatores edáficos desempenham forte impacto na ocorrência dos FMA (AN et al., 

2008; DUMBRELL et al., 2010, GAI et al., 2009; HU et al., 2013; MARTÍNEZ-

GARCÍA et al., 2011, MINGGUI et al., 2012), o que também confirma a terceira 

hipótese. O pH é capaz de influenciar a solubilidade, mobilidade e biodisponibilidade de 

alguns íons e nutrientes do solo para o vegetal (NEINA, 2019). Macronutrientes (e.g. 

cálcio), micronutrientes, distribuição dos tamanhos da partícula (areia fina, areia grossa) 

são responsáveis por afetar as propriedades do solo, seja na estrutura, porosidade, 

capacidade de retenção de água e/ou capacidade de troca catiônica (CHAUDHARY, 

2008), e assim influenciam a composição das comunidades de FMA.   

O número de glomerosporos recuperados nas amostras variou de cinco a 446 

glomerosporos em 100 g de solo. Em solos de ecossistemas áridos e semiáridos, como 

os de florestas tropicais secas, a taxa de esporulação é bastante variável (de um a 2,8 

glomerosporos em g
-1

 de solo), sendo comumente baixa (DEVEAUTOUR et al., 2019; 

PAGANO et al., 2019). Para o semiárido brasileiro, e na Caatinga em particular, tem 

sido registrada baixa densidade de glomerosporos (PEREIRA et al., 2020) com variação 

de zero a 1000 em 100 g
-1

 de solo, e menor número em áreas sob impacto ambiental 

(MAIA et al., 2010). A alta variação do número de glomerosporos recuperados pode ser 

associada a diferentes fatores, incluindo: espécies e estado fisiológico dos vegetais, 

estratégia de vida do fungo, compatibilidade genética entre os simbiontes, relação 

FMA-planta-solo, estações do ano em que foi realizada a amostragem, tipos de 

ecossistemas, entre outros (BRUNDRETT, 2002; COFRÉ et al., 2019; DA SILVA et al. 

2017b; DE ASSIS et al. 2018; MARINHO et al. 2019, SILVA et al., 2014). A 

esporulação é um processo que requer ainda condições ambientais favoráveis não 

apenas para o fungo, mas também para o desenvolvimento do vegetal (DEVEAUTOUR 

et al., 2019).  

Embora os índices de diversidade não tenham sido sensíveis para mostrar 

diferenças nas comunidades de FMA em relação aos fatores embasamento e espécies 
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vegetais, foi possível observar diferença na dominância, com predomínio de 

glomerosporos de certas ordens de Glomeromycota em relação às áreas (cristalino ou 

sedimentar) e à rizosfera das espécies vegetais, assim como diferença entre as espécies 

indicadoras para os dois fatores testados. Isso pode estar relacionado com as condições 

abióticas locais, como textura do solo, concentrações de macro e micronutrientes, e 

modificações naturais da paisagem, que exercem papel fundamental sobre os FMA 

(DANDAN; ZHIWEI, 2007; SOUSA et al., 2018; VÁLYI et al., 2016). Apesar desses 

fungos serem conhecidos pela não especificidade de hospedeiro (ÖPIK et al., 2009), 

podem apresentar preferências por certas espécies/grupos vegetais (LI et al. 2010, 

TORRECILLAS et al., 2012). A diferença observada nas comunidades de FMA entre as 

rizosferas estudadas pode ser justificada ainda pelo fato de que as espécies vegetais 

exploram de modo diferente os recursos do solo, criando seu próprio nicho 

(TERRADAS et al., 2009; VAN DER HEIJDEN et al., 1998, 2006) e desse modo 

selecionando as espécies de FMA.  

Dentre as espécies consideradas indicadoras para os embasamentos, dois 

representantes de Gigasporales: Paradentiscutata bahiana e Paradentiscutata maritima 

foram indicadoras do embasamento sedimentar, assim como a família a qual pertencem 

(Intraornatosporaceae). Confirmado a preferência desses por áreas arenosas (LEKBERG 

et al., 2007). Assim como apontados em outros estudos (DE ASSIS et al., 2018; 

MARINHO et al., 2019). Essas espécies também foram indicadoras para a rizosfera da 

Mimosa tenuiflora, De Sousa et al. (2016) verificaram alta abundância de espécies de 

Gigasporales associados a rizosfera dessa espécie vegetal.  Espécies indicadoras quando 

presentes, revelam um conjunto de condições particulares do seu ambiente de 

ocorrência, o que pode indicar também seu caráter competitivo e adaptativo as 

condições locais (DA SILVA et al., 2015). 

A predominância de glomerosporos de Glomerales nas áreas cristalinas e na 

rizosfera da Mimosa tenuiflora pode estar associada ao fato de estarem adaptados a 

diversas condições de solo, como os que ocorrem nessas áreas; além disso, 

representantes dessa ordem são os primeiros a colonizar as plantas, apresentando maior 

dispersão, e investindo na produção de biomassa intraradicular e produção de esporos 

(HART; READER, 2002, CHAGNON et al., 2013, WILLIS et al., 2013). 
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6 CONSIDERAÇÕES FINAIS  

 

Este trabalho é o primeiro a investigar a influência de espécies vegetais 

dominantes em áreas de Caatinga com embasamentos cristalino e sedimentar, sobre as 

comunidades de FMA, e amplia o conhecimento acerca da diversidade e dos principais 

fatores estruturadores da composição de comunidades de FMA em áreas semiáridas.  

As áreas de Caatinga estudadas abrigam elevada diversidade de FMA, 

representada por 96 táxons, distribuídos em 23 gêneros e 13 famílias, com 

predominância de espécies de Acaulospora, Glomus e Rhizoglomus. Há predomínio de 

glomerosporos de Glomerales nas áreas cristalinas e na rizosfera da M. tenuiflora e de 

glomerosporos de Gigasporales nas áreas sedimentares. 

A riqueza e a diversidade de táxons não diferem entre as áreas estudadas, mas a 

composição das comunidades de FMA é diferente entre as áreas de Caatinga sob 

embasamento cristalino e sedimentar, assim como entre a rizosfera de Jatropha 

mollissima, J. mutabilis e Mimosa tenuiflora. 

 A composição dessas comunidades de FMA é influenciada pelas espécies 

vegetais, e estruturada pelos tipos de embasamentos (cristalino e sedimentar), mas 

principalmente por propriedades químicas e físicas do solo (areia grossa, areia total, 

argila natural, cálcio, densidade de partícula do solo, floculação, pH e saturação de 

bases).  
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