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RESUMO 

 

As formigas cortadeiras mantêm um mutualismo obrigatório com fungos, os quais são 
cultivados como a principal fonte de alimento da colônia. Vários estudos ressaltam a presença 
de outros fungos nos ninhos desses insetos, além do fungo mutualista. Na tentativa de 
entender os fatores que influenciam na interação desses fungos com os jardins dessas 
formigas, o presente estudo avaliou duas espécies de cortadeiras que apresentam diferentes 
hábitos de forrageamento. Utilizando método dependente de cultivo aliado a uma abordagem 
polifásica de identificação, fungos foram isolados de fragmentos de jardins de oito ninhos de 
Atta capiguara (cortadeira de monocotiledôneas) e oito ninhos de Atta sexdens rubropilosa 
(cortadeira de dicotiledôneas). Os ninhos foram amostrados em dois períodos (2012 e 2013), 
em uma fazenda próxima ao município de Botucatu, SP. Dos 1.014 fragmentos de jardins de 
fungo amostrados de ambas as formigas, 623 (61,4%) apresentaram fungos não cultivados por 
esses insetos. Após a triagem morfológica e sequenciamento de DNA das morfoespécies 
obtidas foi possível recuperar 624 isolados de fungos, compreendendo 61 gêneros, 135 
espécies e 10 isolados não identificados. Trichoderma spirale (18,5%), Trichosporon 
chiarellii (12,2%) e Penicillium citrinum (11,7%) foram as espécies mais abundantes em 
relação ao número total de isolados. As demais espécies ocorreram em menor abundância, 
incluindo o fungo Escovopsis sp., considerado parasita especializado dos ninhos das formigas 
cortadeiras. Utilizando métricas ecológicas, foi possível verificar que a riqueza e a 
diversidade das comunidades de fungos de A. capiguara e A. sexdens rubropilosa foram 
semelhantes; entretanto, diferenças marcantes foram observadas na composição de espécies 
de fungos entre as formigas. A análise de ordenação das comunidades (PCoA) sugere que tais 
diferenças estão relacionadas ao tipo de substrato vegetal coletado pelas formigas, 
possivelmente, devido ao modo diferenciado como as operárias cortam e preparam o substrato 
antes de incorporar no jardim de fungo. Entretanto, fatores adicionais como o período de 
coleta também podem explicar os resultados obtidos. No geral, os fungos isolados no presente 
estudo são considerados ubíquos, mas alguns  podem ser específicos do jardim (por exemplo, 
T. chiarellii). Vários fungos encontrados neste estudo são considerados antagonistas do fungo 
cultivado pelas formigas. O presente estudo demonstrou a presença de vários fungos 
naturalmente encontrados nos ninhos desses insetos. Trabalhos futuros poderão avaliar o 
potencial desses micro-organismos como possíveis agentes de controle biológico dessas 
formigas pragas.  
 
Palavras-chave: Atta. Mutualismo. Diversidade. Microfungos. Substrato vegetal. Jardim de 

fungo.  



 
 

 
 

ABSTRACT 

 

Leaf-cutting ants maintain a mutualistic relationship with fungi cultivated for food. In 
addition to the ant fungal cultivar, several studies reported the presence of other fungi in the 
fungus gardens of these insects. To understand the factors that drive the interaction of such 
alien fungi within fungus gardens, we evaluated the fungal communities associated with two 
leaf-cutting ant species that exhibit distinct foraging behaviors. Using culture-dependent 
techniques coupled with a polyphasic approach of species identification, we isolated fungi 
from garden fragments of eight nests of Atta sexdens rubropilosa (a dicot-cutting ant) and 
eight nests of Atta capiguara (a grass-cutting ant). All nests were sampled in two consecutive 
periods (2012 and 2013) in a private farm near to Botucatu, SP. Of the 1,014 garden 
fragments sampled from both ant species, 623 (61.4 %) were positive for fungi other than the 
ant cultivar. After morphotyping and DNA sequencing, we obtained 624 fungal strains 
comprising 61 genera, 135 species and 10 unidentified fungi. Trichoderma spirale (18.5%), 
Trichosporon chiarellii (12.2%) and Penicillium citrinum (11.7%) were the prevalent species 
regarding the total number of isolates. The remaining species were not abundant as well, 
including the specialized fungal parasite Escovopsis sp. Based on ecological metrics our 
analyses revealed similar richness and diversity of fungal species in gardens of both ants, 
however, conspicuous differences were observed in fungal species composition between 
fungus gardens of A. sexdens rubropilosa and A. capiguara. Principal coordinate analysis 
(PCoA) suggests such differences are related to the type of substrate foraged by workers and 
the distinct behaviors between ant species related to substrate preparation before incorporation 
to the fungus garden. Besides substrate type, additional factors such as collecting period may 
also explain the observed variation in community structure. Overall, fungi isolated in the 
present study are considered ubiquitous but some may be specific to the fungus gardens (for 
example, T. chiarellii). Many of the fungal species found in our work were reported as 
opportunistic pathogens associated with the fungus gardens. The present study revealed the 
wealth of fungi naturally found in gardens of leaf-cutters. Future studies may evaluate the 
potential of such micro-organisms as putative agents for the biological control of these pest 
ants.     
 
Keywords: Atta. Mutualism. Diversity. Microfungi. Plant substrate. Fungus garden. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

As formigas cortadeiras pertencem à tribo Attini (Hymenoptera: Formicidae) e 

apresentam como principal característica o cultivo de fungos como alimento. A associação entre 

as formigas e o fungo Leucoagaricus gongylophorus (Basidiomycota: Agaricales) é considerada 

um mutualismo, pois ambos os organismos apresentam adaptações recíprocas que garantem a 

estabilidade da associação. As operárias coletam folhas e flores frescas como substrato para o 

crescimento do fungo e, em contrapartida, L. gongylophorus degrada o substrato vegetal e serve 

como a principal fonte de nutrientes para as formigas. O fungo mutualista é cultivado pela 

maioria das espécies de formigas cortadeiras no interior de câmaras subterrâneas, em uma 

estrutura conhecida como “jardim de fungo”, constituído por micélio fúngico e o substrato 

vegetal. 

Vários aspectos da associação formiga-fungo foram desvendados nos últimos anos. É 

sabido que, além do fungo mutualista, outros micro-organismos também podem ser encontrados 

nos jardins de fungo desses insetos. Dentre eles, até o momento, destacam-se bactérias, fungos 

filamentosos e leveduras, os quais compõem uma complexa microbiota associada à matriz do 

jardim de fungo.  

Embora essas descobertas permitiram compreender que o jardim dessas formigas abriga 

um consórcio microbiano, pouco é sabido sobre o papel que essas comunidades acessórias 

desempenham nesse ambiente. Os micro-organismos que compõem tal microbiota podem ser 

provenientes do solo adjacente às colônias, do substrato vegetal coletado para o cultivo do fungo 

ou mesmo encontrados no próprio corpo das operárias. Assim, estudos sugerem que alguns 

desses micro-organismos podem ser considerados antagonistas do fungo cultivado pelas 

formigas, como é o caso de fungos do gênero Escovopsis, somente encontrados associados aos 

jardins de fungo. 

Estudos envolvendo o levantamento da biodiversidade microbiana são de grande 

importância por permitirem uma melhor compreensão da dinâmica de populações e das funções 

desempenhadas no ambiente. Vários estudos que focaram no entendimento da diversidade de 

fungos encontrados nos jardins colocaram em evidência diversas espécies de fungos; contudo, 

não avaliaram os possíveis fatores responsáveis pela dinâmica dessas comunidades. Com o 

intuito de entender a dinâmica da interação desses fungos com os jardins das formigas 

cortadeiras, o presente trabalho considerou a seguinte pergunta: Jardins de fungo de formigas 

cortadeiras que utilizam diferentes substratos vegetais no cultivo de L. gongylophorus 

apresentam comunidades de fungos diferentes? Para responder a esta questão, foram avaliados 
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oito ninhos de Atta capiguara (cortadeira de monocotiledôneas) e oito ninhos de Atta sexdens 

rubropilosa (cortadeira de dicotiledôneas) amostrados durante dois anos consecutivos. 

O presente estudo revelou que as comunidades de fungos encontradas nos jardins de 

formigas cortadeiras compreendem várias espécies de origens diversas, a saber: solo, partes de 

plantas, ar e o próprio jardim de fungo. Além disso, a análise da estrutura da comunidade indicou 

que o substrato vegetal forrageado pelas operárias e o período de coleta podem influenciar na 

composição das comunidades de fungos.  
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2 ESTADO DA ARTE 

 

2.1 Formigas da tribo Attini e o cultivo de fungos 

 

A tribo Attini (Hymenoptera: Formicidae: subfamília Myrmicinae) reúne formigas que 

dependem do cultivo de fungos para alimentação (SILVA et al., 2003; SCHULTZ; BRADY, 

2008; SCHIØTT et al., 2010). É provável que esta associação tenha se originado nas florestas 

tropicais da América do Sul, mais especificamente na bacia Amazônica, há mais de 50 milhões 

de anos (MAYHÉ-NUNES; JAFFÉ, 1998; SCHULTZ; BRADY, 2008; SOLOMON et al., 

2008). A tribo compreende 16 gêneros distribuídos em aproximadamente 256 espécies 

(BRANDÃO; MAYHÉ-NUNES; SANHUDO, 2011; SOSA-CALVO et al., 2013). Todos os 

membros dessa tribo, incluindo as formigas cortadeiras, ocorrem exclusivamente no continente 

americano, abrangendo desde o sul dos Estados Unidos até o norte da Argentina; com exceção 

do Chile (MAYHÉ-NUNES; JAFFÉ, 1998; FERNÁNDEZ, 2003; DELABIE et al., 2011).  

O fungo mutualista é cultivado pelas formigas no “jardim de fungo”, uma estrutura 

composta por micélio do fungo e fragmentos de substrato vegetal forrageado pelas operárias 

(WEBER, 1972, Figura 1). A associação formiga-fungo é compreendida pelas bases nutricionais 

que mantêm os simbiontes vivendo conjuntamente. O fungo é capaz de produzir enzimas que 

degradam o substrato vegetal, utilizando-o no seu crescimento, além de estocar substâncias 

nutritivas que serão utilizadas como alimento pelas formigas. Em contrapartida, as formigas 

fornecem o substrato vegetal para o cultivo do fungo, promovem o seu crescimento e dispersão 

(WEBER, 1966; SILVA et al., 2003; 2006; RONHEDE; BOOMSMA; ROSENDHAL, 2004; 

DINIZ; BUENO, 2010). 
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Figura 1 – Aspecto geral dos jardins de fungo das formigas cortadeiras.  

 
A) Jardim de fungo de Atta capiguara, cortadeira de monocotiledôneas, com a presença de operárias. B) 
Jardim de fungo da Atta sexdens rubropilosa, cortadeira de dicotiledôneas, com a presença de operárias. 
Note em A) a presença de fragmentos foliares inteiros de gramíneas incorporadas no jardim de fungo. 
Fonte: Elaboradas pela autora. 
 

Segundo Schultz e Brady (2008), a fungicultura das formigas da tribo Attini pode ser 

dividida em cinco sistemas de agricultura: 1) Agricultura das Attini basais (ou “primitivas”),  

praticada pela maioria das espécies da tribo. Essas formigas cultivam fungos da tribo 

Leucocoprineae (Basidiomycota: Agaricales), sendo que estes também são encontrados fora do 

jardim de fungo (mantêm vida livre). 2) Agricultura praticada pelas formigas do “grupo 

Apterostigma pilosum Mayr”, que desenvolveram o cultivo de um fungo pertencente à família 

Pterulaceae (Basidiomycota: Agaricales). 3) Agricultura de leveduras, praticada pelas espécies 

do “grupo Cyphomyrmex rimosus (Spinola)”, os quais cultivam fungos da tribo Leucocoprineae, 

e que também podem ser encontrados de vida livre. 4) Agricultura das formigas Attini derivadas, 

praticada por dois gêneros de formigas, Sericomyrmex e Trachymyrmex, que cultivam um fungo 

da tribo Leucocoprineae. 5) Agricultura das formigas cortadeiras, praticada pelos gêneros 

Acromyrmex e Atta, que cultivam um único fungo derivado. Diferente das demais espécies de 

formigas que utilizam substrato vegetal seco, cadáveres e fezes de insetos para o cultivo de 

fungo, as formigas cortadeiras utilizam partes frescas de plantas para manutenção da cultura do 

fungo mutualista (SCHULTZ; BRADY, 2008; MEHDIABADI; SCHULTZ, 2009; 

HÖLLDOBLER; WILSON, 2011). Além disso, o fungo mutualista das formigas cortadeiras se 

diferencia dos demais por apresentar nas extremidades das hifas estruturas denominadas 

gongilídeos, vesículas ricas em nutrientes utilizadas como principal fonte de alimento pelas 

larvas (WEBER, 1956; 1972; QUINLAN; CHERRETT, 1979; SCHULTZ; BRADY, 2008; 

DINIZ; BUENO, 2010). 
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As formigas cortadeiras são conhecidas como os herbívoros dominantes do Novo 

Mundo, devido à elevada quantidade de folhas que cortam (HÖLLDOBLER; WILSON, 1990). 

Quando ocorrem em áreas agrícolas, as formigas são consideradas pragas e ocasionam grandes 

prejuízos econômicos (WEBER, 1972; FOWLER; SILVA; SAES, 1986, DELLA LUCIA; 

GANDRA; GUEDES, 2014). No Brasil, Atta sexdens rubropilosa é a espécie mais comum e 

popularmente conhecida como saúva-limão (DELLA LUCIA; FOWLER, 1993). Vários estudos 

voltados para o controle dessa formiga estão em andamento, incluindo a busca por micro-

organismos naturalmente associados aos ninhos desses insetos (DELLA LUCIA; SOUZA, 2011; 

DELLA LUCIA; GANDRA; GUEDES, 2014). 

Por muitos anos a identificação do fungo mutualista das formigas cortadeiras 

permaneceu obscura, pois raramente o fungo desenvolve as estruturas de reprodução sexuada 

(cogumelos) na natureza. Entretanto, os poucos relatos da formação de tais estruturas permitiram 

aos micologistas identificá-lo como um basidiomiceto da ordem Agaricales, denominado L. 

gongylophorus (SINGER, 1986; MUELLER, 2002).  

Formigas dos gêneros Atta e Acromyrmex de diferentes regiões do continente americano 

cultivam uma mesma espécie do fungo mutualista há, no mínimo, 2 a 4 milhões de anos 

(SILVA-PINHATI et al., 2004; MIKHEYEV; MUELLER; ABBOT, 2006; 2010; SCHULTZ; 

BRADY, 2008). Isso foi estimado com o uso de marcadores moleculares por Mikheyev, Mueller 

e Abbot (2006), o que sugere uma antiga história de coevolução entre esses organismos. Foi 

observado que a mesma colônia de formiga cortadeira (a qual pode apresentar milhares de 

câmaras preenchidas com jardim de fungo) hospeda apenas uma única linhagem do fungo 

mutualista (POULSEN; BOOMSMA, 2005; MUELLER et al., 2010). Portanto, o jardim das 

formigas é considerado uma monocultura do fungo. Seal, Gus e Mueller (2012) sugerem que a 

manutenção da monocultura esteja relacionada a uma interação íntima entre a formiga e o fungo 

mediada por compostos específicos secretados pelo fungo e reconhecidos pelas operárias. Assim, 

o sucesso dessa associação deve-se, principalmente, pela complexa organização social das 

formigas e um eficiente sistema de comunicação (HÖLLDOBLER, 1995). 

O fato de cada colônia associar-se com uma única linhagem do fungo está relacionado 

com a reprodução das formigas. Durante o período reprodutivo, fêmeas (içás) e machos (bitus) 

alados abandonam os ninhos e realizam o voo nupcial (ou revoada), momento no qual ocorre a 

fecundação das fêmeas (AUTUORI, 1941; HÖLLDOBLER; WILSON, 1990). Após o 

acasalamento, as futuras rainhas retornam ao solo para iniciar as novas colônias (ARAÚJO et al., 

2011). Durante a revoada, as içás transportam na cavidade infrabucal um fragmento do jardim de 

fungo da colônia parental. Este fragmento servirá como inóculo inicial para a formação de um 
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novo jardim de fungo da colônia incipiente (MUELLER, 2002). Esse transporte é conhecido 

como transmissão vertical do fungo, o que garante que uma nova colônia apresente apenas uma 

linhagem do fungo. 

Transmissão vertical do fungo cultivado pelas formigas é uma regra geral na tribo 

Attini, contudo existem exceções, pois a transmissão horizontal (troca de fungos mutualistas 

entre espécies ou gêneros de formigas diferentes) pode ocorrer tanto em formigas Attini basais, 

quanto nas derivadas (MUELLER; REHNER; SCHULTZ, 1998; 2011; GREEN; MUELLER; 

ADAMS, 2002;  MIKHEYEV; MUELLER; ABBOT, 2006,  MIKHEYEV; MUELLER; 

BOOMSMA, 2007; MEHDIABADI et al., 2012). Os mecanismos de transmissão horizontal 

sugeridos pelos pesquisadores envolvem, principalmente, a aquisição de fungos de outras 

colônias, quando uma determinada colônia perde o jardim inicial. Esta perda pode ser devida a 

vários fatores, dentre eles a presença de parasitas nos jardins de fungo (BOT; REHNER; 

BOOMSMA, 2001).      

Além de promover o crescimento do parceiro fúngico, as formigas desenvolveram 

várias estratégias para combater outros micro-organismos que possam prejudicar a cultura do 

fungo. Sendo assim, as operárias processam o substrato vegetal antes de incorporá-lo no jardim 

de fungo (FERNÁNDEZ-MARÍN et al., 2006, 2009). Esse processo envolve vários 

comportamentos de limpeza do substrato a fim de remover micro-organismos indesejáveis 

(CURRIE; STUART, 2001; VAN BAEL et al., 2009) e facilitar a colonização do fungo 

mutualista (ANDRADE et al., 2002). Além disso, para aumentar a eficiência da colonização, as 

operárias inoculam maciçamente o micélio do fungo mutualista no material recém-adicionado ao 

jardim (BASS; CHERRETT, 1994). As formigas também aplicam no substrato secreções 

antimicrobianas produzidas pelas glândulas mandibulares e metapleurais (FERNÁNDEZ-

MARÍN et al., 2006; 2009; RODRIGUES et al., 2008a; YEK et al., 2012), bem como 

demonstram comportamentos específicos de higiene da colônia (CURRIE; STUART, 2001).  

Na busca de material adequado para o cultivo do fungo, durante a evolução, 

determinadas espécies de cortadeiras adaptaram-se ao corte de diferentes grupos de plantas 

(HÖLLDOBLER; WILSON, 1990; HUBBEL; WIEMER, 1983; NORTH; JACKSON; 

WOWSEN, 1997; BEATTIE; HUGHES, 2003; DE FINE LICHT; BOOMSMAN, 2010). 

Espécies de formigas cortadeiras que coletam plantas dicotiledôneas para forrageamento, cortam 

o substrato em pequenos pedaços antes da incorporação no jardim de fungo; já as cortadeiras que 

utilizam monocotiledôneas, fragmentam pouco as folhas e incorporam pedaços maiores de 

substrato vegetal nos jardins (FOWLER; ROBINSON; 1979). Atta capiguara, uma formiga 

cortadeira de monocotiledôneas, apresenta comportamentos como raspar e lamber regiões do 
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substrato, posteriormente inoculando o fungo mutualista somente nessas regiões (GARCIA, 

2005). Diferentemente, as formigas cortadeiras de dicotiledôneas, por exemplo, A. sexdens 

rubropilosa, transformam o material em pequenos fragmentos formando uma massa, na qual é 

inoculado o fungo em toda a sua extensão. Essas diferenças marcantes no preparo do substrato 

são aparentes no aspecto geral dos jardins de fungo (Figura 1).   

 

2.2 O fungo parasita Escovopsis 

 

Além do fungo mutualista, vários micro-organismos foram relatados como simbiontes 

dos jardins das formigas. Dentre eles incluem bactérias, fungos filamentosos e leveduras. Alguns 

desses micro-organismos são considerados apenas transitórios nos jardins. Entretanto, fungos do 

gênero Escovopsis são considerados parasitas especializados do fungo cultivado pelas formigas 

da tribo Attini (CURRIE; MUELLER; MALLOCH, 1999). Várias evidências sugerem que 

Escovopsis coevoluiu com as formigas e o fungo desses insetos durante 50 milhões de anos 

(CURRIE et al., 2003a). 

Escovopsis sp. é considerado um micoparasita que se nutre das hifas do fungo 

mutualista (REYNOLDS; CURRIE, 2004). Tal parasita é encontrado nos jardins de quase todos 

os gêneros de formigas da tribo Attini, com ocorrência variando entre 11 a 75% dos ninhos 

amostrados, exceto para ninhos das espécies do grupo Cyphomyrmex rimosus, onde não existem 

evidências da presença de Escovopsis sp. (CURRIE; MUELLER; MALLOCH, 1999; CURRIE, 

2001; RODRIGUES et al., 2005; 2008b; GERARDO; MUELLER; CURRIE, 2006). 

Inicialmente, apenas duas espécies do gênero foram descritas: Escovopsis weberi 

(MUCHOVEJ; DELLA LUCIA, 1990) e Escovopsis aspergilloides (SEIFERT; SAMSON; 

CHAPELA, 1995), porém, devido a grande diversidade morfológica apresentada por isolados 

deste gênero, três novas espécies foram recentemente descritas: Escovopsis lentecrescens, 

Escovopsis microspora e Escovopsis moelleri, incluindo uma redefinição da descrição original 

de E. weberi (AUGUSTIN et al., 2013). Adicionalmente, Augustin et al. (2013) descreveram um 

novo gênero de fungo encontrado no jardim de Acromyrmex sp., com características semelhantes 

à de Escovopsis sp. O fungo denominado, Escovopsioides nivea, foi relatado por outros autores 

em jardins de formigas Attini, no entanto, a função desempenhada por esse fungo ainda é 

desconhecida. 

Escovopsis sp. ocasiona um impacto negativo nos ninhos, levando em alguns casos, à 

morte do mesmo (CURRIE; MUELLER; MALLOCH, 1999; CURRIE, 2001; CURRIE; BOT; 

BOOMSMA, 2003). Ninhos infectados por esse fungo apresentam menor biomassa de jardim de 
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fungo e uma diminuição na formação de operárias e pupas (CURRIE, 2001). É sabido que 

linhagens de Escovopsis que infectam os ninhos das formigas cortadeiras não apresentam 

especificidade em relação ao fungo cultivado pelos gêneros Atta e Acromyrmex (pois cultivam a 

mesma espécie de fungo mutualista); de modo que diferentes espécies de formigas desses 

gêneros podem ser infetadas com a mesma linhagem do parasita (TAERUM et al., 2007). 

Conforme observado por Taerum, Cafaro e Currie (2010), ninhos de formigas cortadeiras podem 

apresentar infecções múltiplas por Escovopsis, reforçando a baixa especificidade desse parasita 

dentro do grupo das formigas cortadeiras. 

Devido a ação de Escovopsis sobre o fungo mutualista, Folgarait et. al. (2011) 

sugeriram o uso desse fungo no controle biológico das formigas cortadeiras. Em experimentos in 

vitro foi descoberto que o parasita é atraído quimicamente por substâncias produzidas pelo fungo 

mutualista (GERARDO et al., 2006), o que garante a especificidade para ser utilizado como um 

agente de controle biológico. Contudo, as formigas cortadeiras desenvolveram estratégias 

comportamentais de higiene tanto do jardim de fungo, quanto do próprio corpo para evitar que 

Escovopsis ou outros micro-organismos possam contaminar e prejudicar o jardim de fungo 

(CURRIE; STUART, 2001; FERNÁNDEZ-MARÍN; ZIMMERMAN; WCISLO, 2004; 

RODRIGUES et al., 2008a; PAGNOCCA; RODRIGUES; BACCI JÚNIOR, 2011; YEK; 

BOOSMAN; POULSEN, 2012). Esses comportamentos auxiliam a minimizar os efeitos que 

poderiam ser causados à colônia e podem inviabilizar alternativas do uso no controle biológico 

(CURRIE; STUART, 2001).  

 

2.3 Bactérias associadas às formigas 

 

Para lidar com o parasita Escovopsis, as formigas mantêm uma associação com 

bactérias do gênero Pseudonocardia (CURRIE et al., 1999; CAFARO; CURRIE, 2005). Essas 

bactérias são consideradas como terceiro membro da simbiose das formigas cortadeiras 

(CURRIE et al., 1999). Pseudonocardia sp. são encontradas na cutícula das operárias e, 

supostamente, secretam substâncias antimicrobianas contra o fungo parasita estimulando 

também o desenvolvimento do fungo mutualista (CURRIE et al. 1999). Inicialmente, foram 

identificadas como pertencentes ao gênero Streptomyces, entretanto, a identificação foi revista e 

foram reclassificadas como pertencentes ao gênero Pseudonocardia (CURRIE et al., 2003b). 

Essas bactérias podem ser encontradas em diversos locais do exoesqueleto das operárias de 

vários gêneros e formigas Attini; porém, é raramente encontrada no tegumento de Atta sp. 
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(CURRIE et al., 1999; ZHANG; POULSEN; CURRIE, 2007; MUELLER et al., 2008; OH et al., 

2009; SEN et al., 2009; MUELLER, 2012; MARSH et al., 2013). 

Ao contrário do que diz o trabalho de Currie et al. (1999), existem relatos de algumas 

linhagens de Pseudonocardia sp. que apresentaram atividade antagonista frente ao fungo 

mutualista e não apresentaram atividade inibitória para Escovopsis sp. (SEN et al., 2009). 

Posteriormente, foi sugerido que tais bactérias não atuam diretamente na defesa contra 

Escovopsis sp., mas sim na de defesa contra fungos entomopatogênicos (MATTOSO; 

MOREIRA; SAMUELS, 2012; MUELLER, 2012), sugerindo que essas bactérias não atuem 

especificamente contra Escovopsis sp. Recentemente, teorias evolutivas foram propostas para 

explicar como as formigas da tribo Attini podem abrigar múltiplas bactérias simbiontes 

relacionadas à defesa da colônia (ANDERSEN et al., 2013). 

Em um estudo recente, Meirelles et al. (2014) demonstraram que a atividade de inibição 

de estirpes de Pseudonocardia isoladas a partir de ninhos de Trachymyrmex, não está restrita a 

espécie de parasita encontrada em ninhos deste gênero de formiga. Constataram também que 

outras actinobactérias seriam mais eficazes na inibição de Escovopsis do que a bactéria 

considerada como a parceira das formigas. Este trabalho, portanto, demostra que 

Pseudonocardia associada à Trachymyrmex possuem um amplo espectro de atividade. 

Leveduras negras do gênero Phialophora também foram encontradas associadas às 

formigas da tribo Attini, e foram propostas como um outro membro da simbiose com as formigas 

(LITTLE; CURRIE, 2007). Essas leveduras negras são encontradas nas mesmas regiões da 

cutícula das formigas, onde reside Pseudonocardia sp. (LITTLE; CURRIE, 2007). 

Aparentemente, essas leveduras são antagonistas de Pseudonocardia sp., visto que em 

experimentos in vitro a bactéria apresenta crescimento reduzido frente às leveduras negras. 

Devido a tal efeito, foi proposto que as leveduras negras podem comprometer a defesa das 

formigas frente ao parasita Escovopsis (LITTLE; CURRIE, 2008).  

 

2.4 Fungos encontrados nos jardins das formigas da tribo Attini  

 

Os jardins de fungo das formigas Attini estão sujeitos à exploração por vários micro-

organismos que podem encontrar nesse ambiente condições favoráveis ao seu desenvolvimento. 

Mesmo com o trabalho contínuo das operárias para manter os ninhos livres de micro-organismos 

indesejáveis, muitos deles resistem e permanecem nos jardins de fungo, podendo prejudicar o 

crescimento do fungo mutualista, representando assim uma ameaça à sobrevivência da colônia 

(PAGNOCCA; RODRIGUES; BACCI JÚNIOR, 2011). Portanto, além de Escovopsis, outros 
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fungos podem ser encontrados nos jardins das formigas cortadeiras (MÖLLER, 1893; FISHER et 

al., 1996; RODRIGUES et al., 2005; 2008b; 2010; PAGNOCCA; MASIULIONIS; 

RODRIGUES, 2012; RIBEIRO et al., 2012; COBLENTZ; VAN BAEL, 2013). Esses 

levantamentos demonstraram a diversidade de micro-organismos nesse ambiente e as suas 

prováveis funções. 

Möller (1893) foi o primeiro a descrever a existência de fungos filamentosos nos jardins 

das formigas Attini. Por sinal, um dos fungos filamentosos registrados por Alfred Möller foi 

posteriormente nomeado de Escovopsis. O autor também forneceu informações sobre a 

ocorrência de Aspergillus sp., Mucor sp., Penicillium sp. e Rhizopus sp. no jardim de fungo de 

Acromyrmex disciger. Craven, Dix e Michaels (1970) foram os primeiros pesquisadores a 

relatarem a ocorrência de leveduras em ninhos de formigas Attini. O estudo avaliou jardins de 

fungo de Atta cephalotes e Acromyrmex octospinosus, onde observaram a existência de uma 

grande quantidade de células leveduriformes, além de bactérias. Levantamentos posteriores de 

leveduras encontradas nos jardins de formigas da tribo Attini revelaram novas espécies para a 

ciência: Cryptococcus haglerorum (MIDDELHOVEN et al., 2003), Blastobotrys attinorum 

(CARREIRO et al., 2004), e Trichosporon chiarellii (PAGNOCCA et al., 2010) e, recentemente, 

Starmerella aceti (MELO et al., 2014). 

Em relação ao papel que os fungos desempenham nos ninhos, Poulsen e Currie (2006) 

argumentam que tais micro-organismos são apenas transitórios e não desempenham nenhuma 

função nos ninhos. Por outro lado, alguns estudos sugerem que esses fungos não são apenas 

micro-organismos inertes, mas podem ser importantes nos jardins dessas formigas 

(RODRIGUES et al., 2008b, 2009; MENDES et al., 2012; PAGNOCCA; MASIULIONIS; 

RODRIGUES, 2012). Por exemplo, Fusarium solani, Trichoderma harzianum e 

Syncephalastrum racemosum são fungos considerados oportunistas dos ninhos (PAGNOCCA; 

MASIULIONIS; RODRIGUES, 2012), que possivelmente podem ocasionar um impacto 

negativo nas colônias. Outro provável papel desempenhado por fungos, especificamente as 

leveduras, seria a produção de micocinas (ou toxinas killer) envolvidas na regulação das 

populações microbianas nos ninhos (CARREIRO et al., 2002). Além disso, foi proposto por 

Rodrigues et al. (2009) que leveduras podem ter um papel protetor contra fungos filamentosos 

encontrados na cultura do fungo mutualista, incluindo Escovopsis sp. e S. racemosum. 

Ainda sobre o papel das leveduras, Mendes et al. (2012) estudando o perfil enzimático 

relacionado à degradação de polissacarídeos, avaliaram a capacidade de 82 estirpes de leveduras 

isoladas de jardins de fungo de diferentes espécies de formigas cortadeiras. Os autores 

encontraram uma elevada proporção de estirpes degradadoras de polissacarídeos vegetais, e 
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sugeriram que esses micro-organismos podem contribuir na degradação do material vegetal 

presente no jardim de fungo. Os produtos da degradação resultariam na disponibilização de 

nutrientes que auxiliariam no crescimento do fungo mutualista. Além disso, algumas das 

leveduras poderiam auxiliar na detoxificação de compostos tais como o ácido galacturônico, o 

qual não é assimilado pelo fungo mutualista e, potencialmente, prejudicial para as formigas 

(SILVA et al., 2003). 

Em relação à origem dos fungos encontrados nos jardins das formigas da tribo Attini, 

alguns deles podem ser encontrados no substrato vegetal forrageado pelas operárias 

(RODRIGUES et al., 2008b; 2011; 2013; GUEDES; ATTILI-ANGELIS; PAGNOCCA, 2012; 

PAGNOCCA; MASIULIONIS; RODRIGUES, 2012). Dada a grande diversidade de fungos 

endofíticos e o fato das formigas cortadeiras forragearam uma grande quantidade de substrato 

vegetal, é inevitável que esses insetos entrem em contato com várias espécies de endofíticos 

(ARNOLD, 2007). As interações entre o fungo mutualista, as formigas e os fungos endofíticos 

apenas recentemente recebeu atenção (VAN BAEL; ESTRADA; WCISLO, 2011). Por exemplo, 

fungos conhecidos como endofíticos foram isolados a partir de fragmentos de folhas presentes 

nos ninhos de Acromyrmex sp. Outro estudo demonstrou que a composição de endofíticos em 

jardins de formigas varia de acordo com diferentes condições, tal como uma mudança de 

espécies de plantas utilizadas como substrato (FISHER et al., 1996). 

Van Bael, Seid e Wcislo (2012) estudando jardins de Atta colombica em laboratório 

demonstraram que, embora a abundância de endofíticos tenha desempenhado um papel 

significativo na forma como as formigas processam o material vegetal, a diversidade de fungos 

endofíticos encontrados nas folhas não influenciou no processamento. Os autores observaram 

também que as formigas demoram mais tempo para processar as folhas com elevada abundância, 

em relação às folhas que continham baixa abundância de endofíticos. Em outro estudo onde não 

foi dada uma escolha de substrato para as formigas, operárias de A. colombica levaram mais 

tempo para cortar e remover as folhas com elevada carga de fungos endofíticos (VAN BAEL et 

al., 2009). 

Assim como nas folhas, o solo também possui uma grande diversidade de fungos 

(HAWKSWORTH et al., 1995). Por exemplo, o solo adjacente aos formigueiros pode ser uma 

fonte importante desses micro-organismos, já que esses podem ser transportados pelas operárias 

até o jardim de fungo (HUGHES et al., 2004). Rodrigues et al. (2011), estudando três espécies de 

formigas, revelaram que fungos isolados dos jardins são, em grande parte, pertencentes a 

microbiota do solo e das plantas que entram em contato com as formigas. Em outro estudo, 
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Rodrigues et al. (2013) demonstraram que o solo adjacente e o solo distante das colônias é um 

dos reservatórios naturais desses fungos. 

Posteriormente, Barbosa et al. (2003) e Barbosa (2004) relataram uma lista abrangente 

de espécies de fungos filamentosos presentes no jardim de fungo de Atta laevigata do nordeste 

do Brasil, e concluíram que o gênero Trichoderma foi prevalente. Rodrigues et al. (2005) 

estudaram sistematicamente a ocorrência desses fungos em ninhos de A. sexdens rubropilosa 

tratados com inseticidas. Os gêneros Syncephalastrum, Fusarium e Trichoderma, foram os 

prevalentes nos ninhos submetidos a inseticidas no laboratório. Em estudos posteriores, 

Rodrigues et al. (2008b, 2011, 2013) registraram diferentes espécies de fungos filamentosos, a 

saber: Fusarium oxyporum, Cladosporium cladosporioides e Gongronella butleri, algumas delas 

encontradas no solo e outras associadas às plantas, o que caracteriza uma origem diversa desses 

micro-organismos nos ninhos das formigas. 

Finalmente, Rodrigues et al. (2011) coletaram jardins de fungo das formigas 

Cyphomyrmex wheeleri, Trachymyrmex septentrionalis e Atta texana durante o período de um 

ano, e observaram que as comunidades de fungos presentes nos jardins está relacionada, 

provavelmente, com o substrato utilizado por esses insetos ou com o local de coleta. Contudo, os 

autores não puderam afirmar sobre o efeito desses fatores nas comunidades, pois não foram 

realizados experimentos voltados para essa questão. 

Considerando o último trabalho, um estudo sistemático é necessário para avaliar se as 

comunidades de fungos nos jardins são de fato influenciadas pelo substrato vegetal forrageado 

pelas operárias. Nesse contexto é que o presente trabalho propôs investigar as comunidades de 

fungos encontradas nos jardins das formigas cortadeiras, amostradas em uma mesma localidade, 

que utilizam diferentes substratos vegetais para o cultivo do fungo mutualista.  
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3 OBJETIVO 

 

Verificar se existem diferenças nas comunidades de fungos encontradas nos jardins de 

duas espécies de formigas cortadeiras com diferentes hábitos de forrageamento. Para tanto, 

foram utilizados métodos dependentes de cultivo para caracterizar a diversidade, riqueza, 

composição e estrutura das comunidades de fungos nos jardins das formigas Atta capiguara 

(cortadeiras de monocotiledôneas) e Atta sexdens rubropilosa (cortadeiras de dicotiledôneas). 
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4 MATERIAL E MÉTODOS 

 

4.1 Coleta dos ninhos e preparação das amostras 

 

Ninhos de A. capiguara e A. sexdens rubropilosa foram marcados aleatoriamente e 

georreferenciados em uma fazenda localizada na região de Botucatu, SP (Figura 2). A fazenda 

caracteriza-se por pastagem utilizada na criação de gado de corte. Foi possível encontrar nessa 

área diversas espécies de formigas cortadeiras, dentre elas A. capiguara e Atta bisphaerica 

(cortadeiras de monocotiledôneas). Adjacente à pastagem, existem talhões de eucalipto nos quais 

pôde ser encontrada a formiga A. sexdens rubropilosa (cortadeira de dicotiledôneas). 

 

Figura 2 – Fazenda próxima ao município de Botucatu, SP, na qual foram amostrados jardins de 
fungo de Atta sexdens rubropilosa (região A) e Atta capiguara (região B). 

 
Região A: destinada à plantação de eucalipto. Região B: pasto destinado à criação de gado. As marcações indicam 
os locais aonde os dezesseis ninhos foram escavados. Fonte - Google Earth-Maps.  
 

As coletas foram realizadas em dois períodos: 2012 e 2013 (Tabela 1). A primeira 

expedição foi realizada nos dias 10 e 11 de abril de 2012. Foram escavados quatro ninhos de A. 

sexdens rubropilosa, com aproximadamente três anos de idade, e quatro ninhos de A. capiguara, 

com aproximadamente 1,5 anos (Figuras 3 e 4). A idade dos ninhos foi estimada pelo tamanho 

do monte de terra solta na superfície da colônia e pelo número de aberturas (olheiros). Antes de 

escavar os formigueiros foi observado se o substrato vegetal cortado e carregado pelas formigas 
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corresponde ao substrato desejado para o estudo. Por apresentarem câmaras subterrâneas, os 

ninhos foram cuidadosamente escavados seguindo o método descrito em Rodrigues et al. (2009), 

evitando que o solo adjacente à câmara se depositasse sobre o jardim de fungo. Uma segunda 

expedição foi realizada em 2013, na qual foram amostrados quatro ninhos adicionais para cada 

espécie de formiga. Nesse ano as coletas foram realizadas nos dias 30 de janeiro, 5 e 7 de março 

(Tabela 1). Nesse período, os ninhos de A. capiguara eram jovens com 1 a 2 anos de idade (n= 

3) e apenas um ninho foi considerado maduro (com aproximadamente cinco anos, ninho: JSP 

130307-01 (N10)). Os quatro ninhos escavados de A. sexdens rubropilosa apresentavam 

aproximadamente 4 a 5 anos (Figuras 3 e 4).  

 

Tabela 1 – Dados referentes à coleta de jardins de fungo de duas espécies de formigas 
cortadeiras encontradas em uma fazenda próxima a Botucatu, SP. Atta capiguara (AC) foi 
amostrada no pasto, já Atta sexdens rubropilosa (AS) foi amostrada na plantação de eucalipto. 

Código do ninho Espécie de 
formiga 

Data de 
coleta  

Data de 
isolamento1 GPS Elevação 

(m) 
JSP 120410-01 (N1) 2 AC 10/04/2012 12/04/2012 S 22°54.540' W 48°18.449' 530 
JSP 120410-02 (N2) AC 10/04/2012 12/04/2012 S 22°54.565' W 48°18.467' 524 
JSP 120410-03 (N3) AC 10/04/2012 12/04/2012 S 22°54.395' W 48°18.541' 566 
JSP 120410-04 (N4) AC 10/04/2012 12/04/2012 S 22°54.318' W 48°18.575' 575 
JSP 120410-05 (N5) AS 10/04/2012 12/04/2012 S 22°54.538' W 48°18.789' 555 
JSP 120410-06 (N6) AS 10/04/2012 12/04/2012 S 22°54.531' W 48°18.810' 574 
JSP 120410-07 (N7) AS 10/04/2012 12/04/2012 S 22°54.515' W 48°18.887' 579 
JSP 120411-01 (N8) AS 11/04/2012 12/04/2012 S 22°54.495' W 48°18.957' 542 
JSP 130305-02 (N9) AC 05/03/2013 07/03/2013 S 22°54.498' W 48°18.575' 549 

JSP 130307-01 (N10) AC 07/03/2013 11/03/2013 S 22°54.510' W 48°18.472' 536 
JSP130307-02 (N11) AC 07/03/2013 07/03/2013 S 22°54.401' W 48°18.550' 564 
JSP130307-03 (N12) AC 07/03/2013 07/03/2013 S 22°54.444' W 48°18.487' 549 
JSP 130130-01 (N13) AS 30/01/2013 31/01/2013 S 22°54.452' W 48°18.997' 576 
JSP 130130-02 (N14) AS 30/01/2013 31/01/2013 S 22°54.457' W 48°18.987' 578 
JSP 130130-03 (N15) AS 30/01/2013 31/01/2013 S 22°54.446' W 48°18.973' 600 
JSP 130130-04 (N16) AS 30/01/2013 31/01/2013 S 22°54.474' W 48°18.928' 600 

1 Datas nas quais foram iniciados os isolamentos dos fungos. 2 Códigos utilizados para referenciar os jardins de 
fungo nas análises do presente estudo. Fonte: Dados da pesquisa. 
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Figura 3 – Aspecto geral dos ninhos e jardim de fungo de Atta sexdens rubropilosa (cortadeira 
de dicotiledônea). 

 
A) colônia de Atta sexdens rubropilosa (aprox. 4-5 anos de idade) encontrada na plantação de eucalipto; B) e C) 
perfil do formigueiro após a escavação revelando a câmara com o jardim de fungo; D) e E) jardins de fungo de Atta 
sexdens rubropilosa, compreendendo fragmentos de folhas de dicotiledôneas colonizadas por Leucoagaricus 
gongylophorus. Fonte: Elaborada pela autora. 
 

Figura 4 – Aspecto geral dos ninhos e jardim de fungo de Atta capiguara (cortadeira de 
monocotiledônea). 

 
A) colônia de Atta capiguara (aprox. cinco anos de idade) encontrada no pasto; B) perfil do formigueiro jovem 
(aprox. um ano e meio de idade) após a escavação revelando o túnel e o jardim de fungo; C) e D) jardim de fungo de 
Atta capiguara demonstrando a colonização maciça do fungo mutualista. Note em C) a existência de substratos 
vegetais com diferentes idades de incorporação, sendo que a parte escura corresponde ao substrato vegetal 
recentemente adicionado ao jardim. Fonte: Elaborada pela autora. 
 

Uma vez encontrada a câmara com jardim de fungo, operárias maiores foram coletadas 

e armazenadas em álcool 96% para posterior identificação dos insetos (vouchers). A 

identificação das formigas foi realizada pelo Prof. Dr. Luiz Carlos Forti (UNESP – Botucatu). 

Fragmentos de jardins de fungo contendo operárias e crias foram coletados e acondicionados em 

recipientes contendo uma fina camada de gesso umedecido (estéril). Os ninhos assim 

estabelecidos foram transportados para o laboratório e mantidos a 25 °C, no escuro, até o 

momento do processamento. Este ocorreu de um a quatro dias após a coleta, conforme tabela 1.  
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4.2 Isolamento e preservação dos fungos 

 

Para verificar a ocorrência e prevalência de fungos nos jardins, 25 fragmentos com 

aproximadamente 3 mm³ desse substrato, sem operárias ou crias, foram inoculados em placas de 

batata-dextrose ágar (BDA, Acumedia), ágar malte 2% (MA2%, Acumedia) e ágar nutriente 

sintético (SNA) suplementados com 150 µg mL-1 de cloranfenicol (Sigma). Esses meios foram 

selecionados por apresentarem quantidades variáveis de nutrientes, possibilitando assim, o 

isolamento de uma maior variedade de fungos. Foram inoculados cinco fragmentos por placa. 

Portanto, foram analisados 75 fragmentos de jardim por ninho (n= 1.200 fragmentos no estudo). 

As placas foram incubadas a 25 °C, durante 14 dias, no escuro. 

As placas foram observadas diariamente e, uma vez detectado o crescimento de fungos 

nos fragmentos, estes foram transferidos para placas contendo MA2% e incubados nas mesmas 

condições. Durante o processo de transferência dos isolados, aqueles que apresentavam 

contaminação com bactéria ou outro fungo foram purificados. 

Os isolados representativos do estudo estão mantidos sob duas formas de preservação: 

(i) a 4 °C em MA2% inclinado e (ii) a - 80 °C em  glicerol 10%; e estão depositados no acervo 

de pesquisa da Central de Recursos Microbianos da UNESP (CRM – UNESP). 

 

4.3 Identificação dos isolados  

 

4.3.1 Uso de marcadores morfológicos 

 

Os fungos isolados em ambas as coletas foram inicialmente agrupados em 

morfoespécies segundo as características macroscópicas das colônias. Tais características foram 

examinadas após cultivo dos fungos em MA2% a 25 °C, durante sete dias. O reverso e o obverso 

das colônias foram analisados em estereomicroscópio (EZ4, Leica). Para acessar a 

micromorfologia das estruturas reprodutivas foram realizadas preparações a fresco utilizando 

água ou corante azul de anilina, como líquidos de montagem. As preparações foram observadas 

em microscópio ótico (DM500, Leica). Essas estruturas foram comparadas com aquelas 

disponíveis nas chaves taxonômicas (BARRON, 1968; BARNETT; HUNTER, 1972; ELLIS, 

1971; 1976; CARMICHAEL et al., 1980; DOMSCH; GAMS; ANDERSON, 1980; SAMSON; 

HOEKSTRA; FRISVAD, 2000; PITT, 2000; WATANABE, 2002) na tentativa de identificar os 

isolados. 
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Alguns isolados não puderam ser agrupados em morfoespécies devido a não formação 

das estruturas de reprodução necessárias para a identificação. Tais fungos foram inoculados em 

meio ágar aveia (OA) contendo folha de bananeira estéril e incubados a 25 °C, no escuro, 

durante dois meses. Essas culturas foram examinadas constantemente a procura das estruturas de 

reprodução que eventualmente se formassem. Após esse procedimento, aqueles fungos que ainda 

não apresentaram as estruturas de reprodução foram considerados como micélio estéril e 

denominados como fungos não-esporulantes (FNE).  

  

4.3.2 Uso de marcadores moleculares 

 

Para as morfoespécies que apresentaram apenas um isolado, este foi sequenciado; já 

para as morfoespécies com mais de um isolado, foram escolhidos dois ou mais fungos 

representativos para o sequenciamento (ver Apêndice A).  

A extração de DNA genômico seguiu o método CTAB (cetiltrimetil brometo de 

amônio) proposto por Moeller et al. (1992) e Gerardo et al. (2004), modificado por Rodrigues et 

al. (2009). Considerando o código de barras de DNA universal para fungos (SCHOCH et al., 

2012), a região ITS (internal transcribed spacer) do rDNA foi utilizada na amplificação do ITS 

dos isolados. Os primers ITS4 e ITS5, desenhados por White et al. (1990), foram selecionados 

para essa região. As reações de amplificação com 25 µL de volume final consistiram em: 0,2 

mM de cada dNTP, 10x de tampão KCl, 10 mg mL-1 de BSA, 1,5 mM de MgCl2, 0,5 µM de 

cada primer e 1U da enzima Taq polimerase (reagentes - Promega). As condições da reação de 

amplificação foram: desnaturação inicial de 94 °C durante 3 minutos, seguido de 35 ciclos a 94 

°C durante 1 minuto, 55 °C durante 1 minuto e 72 °C durante 2 minutos. Os produtos da reação 

foram submetidos à eletroforese em gel de agarose 1% e visualizados sob UV, em 

transiluminador, após coloração com GelRed™ (Biotium). Após a confirmação dos amplicons, 

estes foram purificados com o kit Wizard® SV Gel and PCR Clean-Up System (Promega).  

Os amplicons purificados foram quantificados em NanoDrop® (Thermo Scientific) e, 

posteriormente, 20 ng µL-1 de DNA foram preparados para o sequenciamento utilizando BigDye 

Terminator® v. 3.1 Kit (Life Technologies), segundo o protocolo do fabricante. Os produtos 

foram sequenciados em ABI 3330xl (Life Technologies). Ambas as sequências, forward e 

reverse, foram geradas e compiladas em contigs utilizando o software BioEdit v. 7.0.5.3 (HALL, 

1999). 

A busca por sequências homólogas aos contigs obtidos no estudo foi realizada nos 

bancos de acesso público NCBI – GenBank (através do aplicativo MegaBLAST; ZHANG et al., 
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2000; MORGULIS et al., 2008) e CBS (www.cbs.knaw.nl). As sequências pertencentes aos 

fungos do gênero Trichoderma foram comparadas com outras depositadas no banco de dados do 

International Subcommission on Trichoderma and Hypocrea Taxonomy (ISTH), utilizando o 

aplicativo TrichOKEY (DRUZHININA et al., 2005). Quando possível, foram consideradas 

sequências de fungos provenientes de espécies tipo hospedadas em coleções de culturas 

reconhecidas internacionalmente (por exemplo, CBS, NRRL, PYCC etc). 

Após a análise dos resultados obtidos nas bases de dados, as sequências que 

apresentaram acima de 97% de identidade com aquelas depositadas nos bancos foram 

consideradas coespecíficas, se o resultado da morfologia também foi congruente 

(UNTERSEHER; SCHNITTLER, 2010). Para muitas sequências do presente estudo, os 

resultados obtidos nas bases de dados recuperaram sequências de micro-organismos não 

cultiváveis (por exemplo: “uncultured ascomycetes” na base de dados do GenBank) ou 

sequências idênticas para múltiplas espécies de fungos. Essas sequências foram consideradas 

como Ascomycota, Basidiomycota ou “fungo não identificado”. 

Para garantir a correta afiliação taxonômica dos fungos que não foram identificados 

corretamente através das bases de dados, e que foram inicialmente nomeados como Ascomycota, 

Basidiomycota ou “fungo não identificado”, adicionalmente, foram inferidas árvores 

filogenéticas utilizando sequências homólogas presentes nas bases de dados. Sequências ITS 

obtidas através dos resultados dos alinhamentos nas bases de dados foram utilizadas para 

construção de uma árvore filogenética inicial. Primeiramente as sequências foram alinhadas 

utilizando o software MAFFT v. 7.110. (KATOH; STANDLEY, 2013) e editadas manualmente 

no software BioEdit v. 7.0.5.3 (HALL, 1999). As árvores foram inferidas através do programa 

MEGA v. 5.2 (TAMURA et al., 2011), utilizando o algoritmo neighbor-joining, Kimura 2-

parâmetros como modelo de substituição nucleotídica e 1000 pseudo-réplicas de bootstrap. Após 

análise das árvores iniciais foi possível ter uma noção da possível afiliação taxonômica dos 

fungos. Em seguida, foram pesquisados artigos referentes ao grupo taxonômico em questão, e 

então, as sequências das referências pesquisadas foram obtidas nas bases de dados online e novas 

árvores filogenéticas foram geradas (Apêndice C). 

 

4.4 Análise das comunidades de fungos 

 

Para avaliar a proporção de fungos que cresceram nos fragmentos amostrados (em 

relação ao total de fragmentos amostrados e em relação aos meios de cultivo utilizados), foram 

construídos gráficos box plots para verificar a variabilidade do conjunto de dados para A. 
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capiguara e A. sexdens rubropilosa. Os gráficos foram gerados utilizando o software R v. 3.0.1 

(R DEVELOPMENT CORE TEAM, 2013). 

Diferentes métricas ecológicas foram utilizadas para analisar a riqueza e diversidade de 

espécies de fungos nas comunidades examinadas. Neste sentido, foram construídas curvas de 

rarefação (método que possibilita comparações entre amostras com diferentes esforços 

amostrais) para comparar a riqueza de espécies observadas entre as comunidades (COLWELL, 

2013). Além disso, foi estimada a riqueza de espécies de cada comunidade utilizando o 

estimador de Chao 1, que baseia-se no número espécies raras (singletons e dobletons) presentes 

em cada comunidade para realizar o cálculo (Tabela 2, MAGURRAN, 2004). Com relação à 

diversidade, as comparações entre cada amostra foram realizadas utilizando os índices de 

Simpson (inverso= 1/D) e Shannon. Esses índices foram selecionados por utilizarem parâmetros 

diferentes para realizar os cálculos. Simpson é um índice robusto, de dominância e que reflete a 

probabilidade de dois indivíduos escolhidos ao acaso na comunidade pertencerem à mesma 

espécie. Já o índice de Shannon quantifica o grau de incerteza em prever a que espécie 

pertencerá um indivíduo escolhido, ao acaso, de uma amostra com S espécies e N indivíduos 

(Tabela 2, MAGURRAN, 2004). Para determinar o compartilhamento de espécies entre as 

comunidades foram utilizados os índices de Jaccard, Sorensen e Bray-Curtis. Os diferentes 

índices foram utilizados pelas seguintes características: Jaccard e Sorensen são notoriamente 

sensível ao tamanho da amostra, especialmente para aquelas com numerosas espécies raras, 

sendo índices que utilizam dados qualitativos gerando resultado entre amostras (Tabela 2, CHAO 

et al., 2005); já o índice de Bray-Curtis traz como premissa o uso da abundância dos táxons para 

quantificar a dissimilaridade composicional entre amostras (Tabela 2, MAGURRAN, 2004). 

Todos os índices foram calculados utilizando o software EstimateS v. 9.1.0 (COLWELL, 2013). 

Para os índices de Simpson, Shannon e Chao 1 foram construídos box plots para representar a 

variação dos índices entre os jardins de fungo amostrados. Para verificar diferenças significativas 

entre os índices, foi utilizado o teste Mann-Whitney empregado no software R v. 3.0.1. 

Além das métricas de diversidade, o número de táxons obtidos de cada comunidade foi 

utilizado para a construção de um diagrama de Venn, com o intuito de visualizar o 

compartilhamento de táxons entre as duas espécies de formigas estudadas. Os diagramas foram 

construídos no software R v. 3.0.1, utilizando o pacote VennDiagram. 

A fim de investigar possíveis relações entre as comunidades dos 16 ninhos amostrados, 

foi realizada uma análise de ordenação dos dados, denominada análise de coordenadas principais 

(Principal Coordinates Analysis - PCoA). Essa análise representa os dados em dois planos a 

partir de uma matriz de distância utilizando dados de abundância (coeficiente de similaridade 



32 
 

 
 

Bray-Curtis) para cada amostra. Nessa análise, o índice de similaridade é calculado a partir de 

cada par de amostras para se mapear a inter-relação destas (PODANI; MIKLOS, 2002). Essa 

análise foi gerada no software Past v. 2.17c (HAMMER; HARPER; RYAN, 2001). 

Foi utilizado também o teste SIMPER (Porcentagem de Similaridade). Essa análise 

busca hierarquizar a contribuição relativa de cada espécie às diferenças de composição entre os 

ambientes estudados (pastagem e plantação de eucalipto, CLARKE, 1993). A análise de 

SIMPER foi realizada no software Past v. 2.17c (HAMMER; HARPER; RYAN, 2001). 

 

Tabela 2 – Fórmula para cálculos do estimador de espécies Chao 1, dos índices de Simpson, 
Shannon, Bray-Curtis, Sorensen e Jaccard. 
Índices/Estimador Fórmulas Componentes das fórmulas 

Chao 1* 
 

Sobs = número de espécies na amostra 
F1 = número de espécies observadas 
representadas por um único individuo 
(singletons) 
F2 = número de espécies observadas 
representadas por dois indivíduos (doubletons) 

Simpson*  
pi = abundância relativa (proporção) da espécie 
i na amostra 

Shannon*  
pi = abundância relativa (proporção) da espécie 
i na amostra 

Bray-Curtis* 
 

Na = número total de individuas na amostra a 
Nb = número total de individuas na amostra b 
2jN = a soma da menor de duas abundâncias 
das espécies encontradas em ambas as amostras 

Sorensen** 
 

a é o número de espécies encontrados em 
ambos os locais, A e B, b é o número de 
espécies no local B, mas não em A, c é o 
número de espécies no local A, mas não em B 

Jaccard** 
  

a é o número de espécies encontrados em 
ambos os locais, A e B, b é o número de 
espécies no local B, mas não em A, c é o 
número de espécies no local A, mas não em B 

* Referência: Magurran, 2004; **Referência: Chao et al., 2005.  
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5 RESULTADOS 

 

5.1 Prevalência de fungos nos jardins de formigas cortadeiras 

 

No total foram amostrados 1.200 fragmentos de jardins de fungo, sendo que 186 

(15,5%) apresentaram contaminação por bactérias e foram removidos da análise. Nos fragmentos 

remanescentes (n= 1.014), em 391 (38,5%) foi detectado apenas o crescimento do fungo 

mutualista das formigas cortadeiras (L. gongylophorus) e, em 623 (61,5%), houve o crescimento 

de outros fungos (Apêndice B). 

Um total de 624 isolados de fungos foi obtido dos jardins de ambas as espécies de 

formigas cortadeiras. Apenas em um fragmento de jardim foi observado o crescimento de dois 

fungos diferentes. Dos oito ninhos de A. sexdens rubropilosa e de A. capiguara foram 

recuperados 301 e 323 isolados, respectivamente. No geral, a porcentagem de fragmentos com 

fungos (não cultivados pelas formigas cortadeiras) para A. capiguara foi de 72% e para A. 

sexdens rubropilosa foi de 53%. Considerando a proporção de fragmentos de jardins com a 

presença de fungos para cada ninho, observou-se que esta foi menor para A. sexdens rubropilosa 

do que para A. capiguara (Figura 5a). 

No geral, os isolamentos mostraram diferenças na proporção de fungos recuperados 

para os três meios de cultivo. No entanto, os box plots sugerem distribuições com variâncias 

semelhantes; ao contrário do observado para a proporção de fragmentos com fungos entre as 

espécies de formigas (Figura 5a). Esse resultado indica que os três meios de cultivo 

representaram as variações na quantidade de fungos entre os 16 jardins amostrados. O meio 

BDA apresentou uma tendência de recuperar uma menor proporção de fungos, quando 

comparado com os meios MA2% e SNA (Figura 5b). 
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Figura 5 – Proporção de fragmentos de jardim de fungo de Atta sexdens rubropilosa 
e Atta capiguara com a presença de fungos não cultivados pelas formigas; a) Em 
relação ao número total de fragmentos amostrados (n= 323 para A. capiguara; n= 
300 para A. sexdens rubropilosa). b) Em relação aos meios de cultivo utilizados. 

 

          a)                                                                       b) 

 
 

BDA: batata dextrose ágar; MA 2%: ágar malte 2%; SNA: ágar nutriente sintético. Fonte: Dados da 
pesquisa. 

 

5.2 Isolamento e identificação dos fungos utilizando abordagem polifásica 

 

Após o isolamento e purificação das 624 estirpes de fungos, todas foram examinadas 

utilizando características morfológicas da colônia e das estruturas reprodutivas microscópicas. 

Essa análise permitiu realizar uma triagem dos isolados e agrupá-los em diferentes 

morfoespécies antes de realizar a identificação molecular (Tabela 3, Apêndice A).  

Do total de 371 isolados recuperados de ambas as formigas na coleta de 2012, para 127 

isolados não foi possível utilizar as chaves taxonômicas devido a ausência de estruturas para 

identificação. Desse total, 51 fungos foram inoculados em OA com folha de bananeira estéril 

para estímulo da formação das estruturas de reprodução e, após 2 meses, apenas 3 isolados 

esporularam. Esses isolados foram identificados como Preussia sp. (n= 2) e Spegazzinia sp.; os 

demais isolados foram considerados como micélio estéril.  

Ainda em relação à coleta de 2012, do total de 371 isolados, 180 foram selecionados 

para a identificação molecular. Foram obtidas sequências ITS para 177 isolados. Os três isolados 

não sequenciados foram identificados somente por características morfológicas (Apêndice A). 

Considerando a abordagem polifásica de identificação empregada, os 371 isolados analisados 

compreendem 57 gêneros, 92 espécies e 4 isolados não identificados (Apêndice A).  
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Do total de 253 isolados recuperados de ambas as formigas na coleta de 2013, 185 foram 

selecionados para identificação molecular. Desse total, foram obtidas sequências de DNA para 

176 isolados; as sequências dos demais fungos não foram obtidas por falha na amplificação do 

rDNA (n= 5) ou por não ser possível reativar os fungos após a preservação (n= 4), portanto, 

essas estirpes foram retiradas das análises. Considerando a abordagem polifásica de identificação 

empregada, os 253 isolados analisados compreendem 45 gêneros, 68 espécies e 6 isolados não 

identificados (Apêndice A).  

O apêndice A apresenta a identificação final dos fungos isolados no presente estudo. 

Além dos resultados da identificação morfológica e molecular, o apêndice A traz o resumo das 

análises filogenéticas. Para alguns táxons foi possível identificar gêneros e espécies utilizando a 

filogenia, por exemplo, Cladosporium flabelliforme (Apêndice C.8) e Curvularia trifolii 

(Apêndice C.10). Entretanto, para outros isolados foi possível obter a afiliação taxonômica até 

família (por exemplo Apêndice C.13 entre outros).  

Considerando o estudo como um todo, a abordagem polifásica empregada permitiu 

identificar 61 gêneros e 135 espécies, sendo que 10 isolados não puderam ser identificados 

(Apêndice A). 

 
5.3 Abundância de fungos isolados dos jardins de formigas cortadeiras 

 

Considerando o total de isolados obtidos no estudo, os fungos Trichoderma spirale 

(18,5%), Trichosporon chiarellii (12,2%) e P. citrinum (11,7%) foram os mais abundantes. Os 

demais fungos, incluindo Escovopsis sp. (fungo parasita especializado da associação formigas 

cortadeiras-fungo), foram raros, com frequência abaixo de 5% do total de isolados (Tabela 3, 

Figuras 6-9). 

Nos jardins de fungo de A. capiguara foram obtidos 47 gêneros, 70 espécies e cinco 

fungos não identificados. T. spirale foi a espécie prevalente representada por 23,8% dos isolados, 

seguido por P. citrinum representando 23,2% dos isolados. Do total de isolados obtidos dos 

jardins de A. capiguara, Escovopsis sp. representou 8% dos isolados. Fungos que foram isolados 

em menor frequência incluem: Dothideomycetes (4,5%), Xylaria sp. 4 (3,5%) e Drechslera 

micropus (2,9%), os demais isolados representam <2% dos isolados (Tabela 3 e Apêndice A). 

Nos jardins de fungo de A. sexdens rubropilosa foram obtidos 57 gêneros, 84 espécies e 

5 fungos não identificados. A levedura Trichosporon chiarellii foi prevalente nesses jardins, 

representada por 25,4% dos isolados, seguido por Trichoderma spirale com 13,5% do total de 

isolados. As espécies Preussia sp. 1, Mycosphaerella sp. 1 e os isolados representados pela 
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família Chaetothyriales representam 4,4%, 3,4% e 2,4% respectivamente. Os demais isolados 

representam <2% (Tabela 3 e Apêndice A). 

Com relação a frequência de ocorrência nos ninhos, T. spirale ocorreu em 56%, sendo 

que esta espécie foi encontrada em todos os períodos de coleta e compartilhado por A. capiguara 

e A. sexdens rubropilosa (Tabela 3). P. citrinum ocorreu em 25% e T. chiarellii ocorreu em 19% 

do total de jardins amostrados. P. citrinum e T. chiarellii foram encontrados somente em ninhos 

de A. capiguara ou A. sexdens rubropilosa, respectivamente. Escovopsis sp. foi encontrado em 

ninhos das duas espécies de formiga e isolado em 19% dos jardins amostrados. 
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Tabela 2 – (continuação)       
  AC AS       

  2012 2013 2012 2013 Total % Origem da sequência mais próxima Referência 
Zygomycota       

  
Absidia cylindrospora 0 0 1 0 1 0.16 solo Domsch; Gams; Anderson, 1980 

Cunninghamella sp. 0 0 1 0 1 0.16 solo Domsch; Gams; Anderson, 1980 

Gongronella butleri 0 0 0 2 2 0.33 solo; raiz Walther et al., 2013 

Mortierella sp.  0 1 0 0 1 0.16 solo Han et al., 2011 

Mucor sp. 1 0 0 3 0 3 0.49 solo Domsch; Gams; Anderson, 1980 

Mucor sp. 2 0 2 0 0 2 0.33 solo Walther et al., 2013 

Umbelopsis nana 0 1 0 0 1 0.16 raiz; solo; madeira Walther et al., 2013 

Ascomycota         

Acremonium sp. 0 0 1 0 1 0.16 endofítico Loro et al., 2012 

Alternaria sp. 0 0 1 0 1 0.16 endofítico Leite et al., 2013 

Aspergillus fumigatus 2 0 0 0 2 0.33 substrato de cultivo de cogumelos Singh; Ahlawat; Rajor, 2012 

Aspergillus sp. 0 0 1 0 1 0.16 esponja marinha Scopel et al., 2013 

Beltrania rhombica 1 0 0 0 1 0.16 fruta Serrato; Rivera; Goenaga, 2010 (não 
publicado)1 

Bionectria ochroleuca 0 0 2 0 2 0.33 jardim de fungo Rodrigues et al., 2011 

Chaetothyriales  0 0 0 7 7 1.14 formiga: Cladomyrma petalae Voglmayr et al., 2011 

Chloridium sp. 0 0 0 1 1 0.16 gramíneas em decomposição Shrestha et al., 2011 

Cladophialophora sp.  0 0 0 4 4 0.65 isolado da planta: Phyllostachys bambusoides Crous et al., 2007a 

Cladosporium cladosporioides 0 0 4 0 4 0.65 solo; ar; associado a espécies de pantas Bensch et al., 2010 

Cladosporium flabelliforme 0 0 1 0 1 0.16 associado à planta Melaleuca cajuputi Bensch et al., 2010 

Cladosporium perangustum 9 1 1 0 11 1.79 associado a diversas plantas Bensch et al., 2010 

Cladosporium sp. 1 0 3 0 0 3 0.49 solo; ar; plantas Bensch et al., 2010 

Cladosporium sp. 2 4 0 0 0 4 0.65 solo; ar; plantas Bensch et al., 2010 

Cladosporium sp. 3 2 0 0 0 2 0.33 solo; ar; plantas Bensch et al., 2010 

Colletotrichum sp. 1 0 0 3 0 3 0.49 fitopatógeno; endofítico  Farr et al., 2006; Van Bael et al., 2009 

Colletotrichum sp. 2 0 0 1 0 1 0.16 fitopatógeno; endofítico  Farr et al., 2006; Van Bael et al., 2009 

Tabela 3 – Distribuição dos táxons e origem dos fungos isolados de jardins de Atta capiguara (AC) e Atta sexdens rubropilosa (AS) amostradas 
em dois períodos. Os valores representam o número de isolados obtidos, seguido da abundância (em %) em relação ao total de isolados obtidos. 
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Tabela 2 – (continuação)       
  AC AS       

  2012 2013 2012 2013 Total % Origem da sequência mais próxima Referência 
Colletotrichum sp. 3 1 0 0 0 1 0.16 fitopatógeno; endofítico  Farr et al., 2006; Van Bael et al., 2009 

Colletotrichum sp. 4 0 0 0 1 1 0.16 fitopatógeno; endofítico  Farr et al., 2006; Van Bael et al., 2009 

Curvularia sp. 1 1 0 0 0 1 0.16 sorgo Funnell-Harris; Prom; Pedersen, 2013 

Curvularia sp. 2 1 0 1 0 2 0.33 sorgo Funnell-Harris; Prom; Pedersen, 2013 

Curvularia sp. 3 1 0 0 0 1 0.16 sorgo Funnell-Harris; Prom; Pedersen, 2013 

Curvularia sp. 4 1 0 1 0 2 0.33 sorgo Funnell-Harris; Prom; Pedersen, 2013 

Curvularia trifolii 1 0 2 0 3 0.49 sorgo Funnell-Harris; Prom; Pedersen, 2013 

Cytospora variostromatica  0 0 2 0 2 0.33 isolado de eucalipto Adams et al., 2005 

Cytospora eucalypticola 1 0 0 0 1 0.16 isolado de eucalipto Adams et al., 2005 

Cytospora sp. 1 0 0 0 1 0.16 pele Adams; Roux; Wingfield, 2006 

Discosia sp. 0 0 2 0 2 0.33 folhas Crous et al., 2013 

Dothideomycetes 11 3 0 0 14 2.28 fungo associado a líquen U’Ren et al., 2012 

Drechslera micropus 9 0 0 0 9 1.46 isolado clínico  Cunha et al., 2012 

Epicoccum nigrum 0 0 2 0 2 0.33 jardim de fungo Rodrigues et al., 2011 

Epicoccum sorghi 1 1 0 0 2 0.33 caule; casca Campos et al., 2013 (não publicado) 

Escovopsioides nivea 0 1 0 1 2 0.33 jardim de fungo Augustin et al., 2013 

Escovopsis sp. 0 25 0 1 26 4.23 jardim de fungo Augustin et al., 2013 

Eutypella sp. 1 0 0 1 0 1 0.16 endofítico Leite et al., 2013 

Eutypella sp. 2 0 1 0 0 1 0.16 endofítico Leite et al., 2013 

Fusarium equiseti 1 0 2 0 3 0.49 isolado clínico O’Donnel et al., 2009 

Fusarium oxysporum species complex2 0 0 1 1 2 0.33 solo Inokoshi et al., 2013 

Fusarium solani species complex2 1 0 2 1 4 0.65 planta Tayung; Barik; Jha, 2010 

Geomyces sp.  1 0 2 1 4 0.65 endofítico Higginbotham et al., 2013b  

Guignardia sp. 0 0 2 0 2 0.33 isolado da planta Citrus maxima Wang et al., 2012 

Hypocreales 0 1 0 0 1 0.16 isolado do cupim Odontotermes formosanus Shinzato et al., 2005 

Mycoleptodiscus indicus 0 1 0 0 1 0.16 jardim de fungo Rodrigues et al., 2011 

Mycosphaerella sp.1 0 0 9 1 10 1.63 isolado da Eucalyptus spp. Crous et al. 2007b; Crous et al. , 2009; 
Passador et al., 2013  
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Tabela 2 – (continuação)       
  AC AS       

  2012 2013 2012 2013 Total % Origem da sequência mais próxima Referência 
Mycosphaerella sp.2 0 0 4 1 5 0.81 isolado de Eucalyptus spp. Crous et al. 2007b; Crous et al., 2009; 

Passador et al., 2013  

Mycosphaerella sp. 3 4 0 3 3 10 1.63 isolado de Eucalyptus spp. Crous et al. 2007b; Crous et al., 2009; 
Passador et al., 2013  

Mycosphaerella sp. 4 0 0 0 1 1 0.16 isolado de Eucalyptus spp. Crous et al. 2007b; Crous et al., 2009; 
Passador et al., 2013  

Neofusicoccum eucalyptorum 0 0 1 0 1 0.16 isolado da planta Blepharocalyx salicifolius Pérez et al., 2010 

Neofusicoccum parvum 0 0 3 0 3 0.49 fitopatógeno de maga Yang; Hu, 2013 (não publicado) 

Nigrospora oryzae 0 0 2 0 2 0.33 endofítico de Capparis sp. L. Barba et al., 2013 (não publicado) 

Nigrospora sp. 2 0 0 0 2 0.33 associado ao coral Annella sp. Sakayaroj et al., 2012 

Ochroconis sp. 0 0 0 3 3 0.49 endofítico Gazis; Chaverri; Gruner, 2012 (não 
publicado) 

Oidiodendron sp. 0 0 1 0 1 0.16 poeira doméstica Hambleton; Egger; Currah, 1998 

Paecilomyces carneus 0 0 0 1 1 0.16 solo Hu; Cao; Zhang, 2013 

Paecilomyces sp.  0 0 5 0 5 0.81 isolado clínico  Liyan et al., 2004 

Paraphaeosphaeria michotii 1 0 0 0 1 0.16 isolado da planta Miscanthus giganteus   Shrestha et al., 2011 

Penicillium citrinum 72 0 0 0 72 11.71 endofítico Higginbotham et al., 2013b 

Penicillium sp. 1 2 0 0 0 2 0.33 milho Rivera; Seifert, 2011 

Penicillium sp. 2 3 0 0 0 3 0.49 isolado da planta Saccharum officinarum Shrestha et al., 2011 

Penicillium sp. 3 2 0 0 0 2 0.33 isolado da planta Saccharum officinarum Shrestha et al., 2011 

Penicillium sp.4  1 0 0 0 1 0.16 solo Samson et al., 2011 

Penicillium sp. 5 0 0 1 0 1 0.16 deserto gelado Yadav et al., 2013 (não publicado) 

Penicillium sp. 6 0 0 0 3 3 0.49 jardim de fungo Rodrigues et al., 2011 

Penicillium sp. 7 0 0 0 1 1 0.16 endofítico Robl et al., 2013 

Penicillium sp. 8 0 0 0 1 1 0.16 uvas Jiang; Shi, 2011 (não publicado) 

Penicillium sp. 9 0 0 0 1 1 0.16 solo Samson et al., 2011 

Penicillium sp. 10 0 1 0 0 1 0.16 solo Barratt et al., 2003 

Penicillium sp. 11 0 3 0 0 3 0.49 madeira Jang et al., 2011 

Penicillium sp. 12 0 0 0 3 3 0.49 raiz Bhagobaty; Joshi, 2009 

Penicillium sp. 13 0 1 0 0 1 0.16 solo Rodrigues; Jaisi; Elimelech, 2013 
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Tabela 2 – (continuação)       
  AC AS       

  2012 2013 2012 2013 Total % Origem da sequência mais próxima Referência 
Pestalotiopsis sp. 1 1 0 1 0 2 0.33 rocha Baltazar et al., 2012 

Pestalotiopsis sp. 2 0 0 0 1 1 0.16 pelo de  Bradypus variegatus (bicho preguiça) Higginbotham et al., 2013a  (submetido) 

Phaeomoniella sp. 0 0 1 0 1 0.16 folhas Zhao; Zhang, 2011 (não publicado) 

Phaeosphaeria herpotrichoides 2 0 0 0 2 0.33 planta: Musa sp.  Quaedvlieg et al., 2013 

Phaeosphaeria sp. 1 0 0 1 0 1 0.16 solo Curlevski et al., 2010 

Phaeosphaeria sp. 2 1 0 0 0 1 0.16 folhas, caules; sementes Pan; Baumgarten; May, 2008 

Phaeosphaeriopsis sp. 1 0 0 0 1 0.16 poeira doméstica Rittenour et al., 2014 

Phoma sp.  0 0 2 1 3 0.49 tecido da planta Juniperus virginiana Hoffman; Arnold, 2008 

Phomopsis sp. 1 0 0 3 0 3 0.49 fitopatógenos; endofítico; sapórobio Udayanga et al., 2012; Gomes et al., 2013 

Phomopsis sp. 2 0 0 2 0 2 0.33 fitopatógenos; endofítico; sapórobio Udayanga et al., 2012; Gomes et al., 2013 

Phomopsis sp. 3 0 0 1 0 1 0.16 fitopatógenos; endofítico; sapórobio Udayanga et al., 2012; Gomes et al., 2013 

Phomopsis sp. 4 1 0 2 0 3 0.49 fitopatógenos; endofítico; sapórobio Udayanga et al., 2012; Gomes et al., 2013 

Phomopsis sp. 5 0 0 1 0 1 0.16 fitopatógenos; endofítico; sapórobio Udayanga et al., 2012; Gomes et al., 2013 

Phomopsis sp. 6 0 0 1 0 1 0.16 fitopatógenos; endofítico; sapórobio Udayanga et al., 2012; Gomes et al., 2013 

Phomopsis sp. 7 0 1 0 0 1 0.16 fitopatógenos; endofítico; sapórobio Udayanga et al., 2012; Gomes et al., 2013 

Podospora sp. 0 0 0 1 1 0.16 jardim de fungo Rodrigues et al., 2011 

Preussia sp. 1 0 0 12 1 13 2.11 jardim de fungo Rodrigues et al., 2011 

Preussia sp. 2 0 0 1 0 1 0.16 jardim de fungo Rodrigues et al., 2011 

Preussia sp. 3 0 0 1 2 3 0.49 jardim de fungo Rodrigues et al., 2011 

Pseudallescheria boydii 0 0 0 1 1 0.16 amostra clínica Zouhair et al., 2013 

Pseudoplagiostoma sp. 0 0 1 0 1 0.16 folhas Crous et al., 2013 

Purpureocillium lilacinum  3 0 1 1 5 0.81 fontes de água  Oliveira et al., 2013 

Robillarda sp.  0 0 2 0 2 0.33 pelo de Bradypus variegatus (bicho preguiça) Higginbotham et al., 2013a (submetido) 

Setophoma chromolaena 0 0 2 0 2 0.33 isolado da planta Chromolaena odorata Quaedvlieg et al., 2013 

Scytalidium sp. 1 0 0 0 2 2 0.33 jardim de fungo  Rodrigues et al., 2011 

Scytalidium sp. 2 0 0 0 1 1 0.16 jardim de fungo  Rodrigues et al., 2011 

Sordariomycetes 1 1 0 0 0 1 0.16 fungo associado a líquen U’Ren et al., 2012 
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Tabela 2 – (continuação)       
  AC AS       

  2012 2013 2012 2013 Total % Origem da sequência mais próxima Referência 
Sordariomycetes 2 0 2 0 0 2 0.33 endofítico Loro et al., 2012 

Spegazzinia sp. 1 0 0 0 1 0.16 endofítico Márquez et al., 2010 

Tetraplosphaeria sp. 0 0 1 0 1 0.16 isolado da planta Sasa senanensis Tanaka et al., 2009 

Trichoderma deliquescens 0 0 2 0 2 0.33 raiz Yang et al., 2012 

Trichoderma hamatum8 0 0 2 3 5 0.81 raiz Yang et al., 2012 
Trichoderma harzianum species 
complex2

 

0 3 0 0 3 0.49 fontes de água  Oliveira et al., 2013 

Trichoderma spirale 5 69 12 28 114 18.54 semente U’Ren et al., 2009 

Trichoderma sp. 1 0 0 1 0 1 0.16 pelo de Bradypus variegatus (bicho preguiça) Higginbotham et al., 2013a (submetido) 

Trichoderma sp. 2 0 1 0 1 2 0.33 rizosfera Zhang; Luang; Zhang, 2013 (não 
publicado) 

Trichoderma sp. 3 0 3 0 0 3 0.49 jardim de fungo Rodrigues et al., 2011 

Trichoderma sp. 4 0 3 0 0 3 0.49 lavagens bronquioalveolares  Arabatzis; Velegraki, 2013 (não 
publicado) 

Trichoderma sp. 5 0 1 0 0 1 0.16 solo Anees et al., 2010 

Viridispora diparietispora 0 2 0 2 4 0.65 solo de mangue Xu et al., 2012 (não publicado) 

Xylaria sp. 1 1 0 0 0 1 0.16 madeira em decomposição Berrin et al., 2012 

Xylaria sp. 2 0 1 1 0 2 0.33 jardim de fungo Rodrigues et al., 2011 

Xylaria sp. 3  0 2 0 0 2 0.33 ninho de cupim Okane; Nakagire, 2007 

Xylaria sp. 4 0 11 0 0 11 1.79 jardim de fungo Rodrigues et al., 2011 

Ascomycota não identificado 1 0 0 1 0 1 0.16 - - 

Ascomycota não identificado 2 0 0 1 0 1 0.16 - - 

Ascomycota não identificado 3 0 0 1 0 1 0.16 - - 

Ascomycota não identificado 4 0 0 0 2 2 0.33 - - 

Ascomycota não identificado 5 0 1 0 0 1 0.16 - - 

Ascomycota não identificado 6 0 0 0 1 1 0.16 - - 

Basidiomycota         

Agaricus fiardii 1 0 0 1 2 0.33 jardim de fungo  Rodrigues et al., 2011 

Agaricus sp.  0 0 0 1 1 0.16 jardim de fungo  Rodrigues et al., 2011 
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Tabela 2 – (continuação)       
  AC AS       

  2012 2013 2012 2013 Total % Origem da sequência mais próxima Referência 
Ceriporiopsis sp. 1 0 0 0 1 0.16 isolado de Populus tremuloides Brazee et al., 2012 

Grammothele sp.  1 0 0 0 1 0.16 endofítico Brum et al., 2012 

Hyphodermella sp. 0 0 0 1 1 0.16 amostra de filtro de ar Frohlich-Nowoisky; Despres; Poschl, 
2011 (não publicado) 

Oudemansiella canarii 1 0 0 0 1 0.16 endofítico Glenn; Bodri, 2012 

Peniophora crassitunicata 1 0 0 0 1 0.16 ar (indoor) Rittenour et al., 2014 

Phanerochaete sp. 3 0 1 2 6 0.98 jardim de fungo Rodrigues et al., 2011 

Phlebia sp. 3 0 0 0 3 0.49 amostra de filtro de ar Frohlich-Nowoisky; Despres; Poschl, 
2011 (não publicado) 

Phlebia subserialis 1 0 0 0 1 0.16 ar (indoor) Rittenour et al., 2014 

Polyporales 1 1 0 0 0 1 0.16 amostra de filtro de ar Frohlich-Nowoisky; Despres; Poschl, 
2011 (não publicado) 

Polyporales 2 0 0 0 1 1 0.16 ar (indoor) Rittenour et al., 2014 

Trametes hirsuta 2 0 0 0 2 0.33 solo Han et al., 2011 

Trichosporon chiarellii 0 0 74 1 75 12.20 jardim de fungo Pagnocca et al., 2010 

Basidiomycota não identificado 1 1 0 0 0 1 0.16 - - 

Basidiomycota não identificado 2 0 1 0 0 1 0.16 - - 

Fungos sem afiliação         

Fungo não identificado 1  0 1 0 0 1 0.16 - - 

Fungo não identificado 2 0 2 0 0 2 0.33 - - 

Total 170 150 201 94 615 100   
1 Dados não publicados; Data se refere ao depósito da sequência no banco de acesso público NCBI – GenBank. 2 Conjunto de espécies crípticas, para os quais a taxonomia 
demonstrou existirem espécies muito relacionadas geneticamente e que foram classificadas no passado como sendo da mesma espécie. Fonte: Dados da pesquisa. 
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Figura 6 - Aspectos morfológicos (macro e micromorfologia) do fungo Trichoderma spirale, 
isolado dos jardins de Atta capiguara e Atta sexdens rubropilosa. 

 
A – Clamidósporos. B – Conídios em fiálides. C – Esporos. D e E – Morfologia da colônia crescida em MA2% a 
25°C.  Fonte: Elaborada pela autora. 
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Figura 7 - Aspectos morfológicos (macro e micromorfologia) do fungo Penicillium citrinum, 
isolado dos jardins de Atta capiguara.  

 

A e B – Conídios em fiálides. C – Esporos. D e E – Morfologia da colônia crescida em MA2% a 25°C. Fonte: 
Elaborada pela autora.   
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Figura 8 - Aspectos morfológicos (macro e micromorfologia) do fungo Trichosporon 
chiarellii, isolado dos jardins de Atta sexdens rubropilosa. 

 
A e B – Células leveduriformes com brotamentos. B e C – Células leveduriformes e atroconídios. D e E 
Morfologia da colônia crescida em MA2% a 25°C. Fonte: Elaborada pela autora. 
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Figura 9 - Aspectos morfológicos (macro e micromorfologia) do fungo Escovopsis sp., 
isolado dos jardins de Atta capiguara e Atta sexdens rubropilosa. 

 
A e B – Vesículas cilíndricas cobertas por fiálides ampiliformes. B – Conídios em fiálides. C – Esporos. D e E – 
Morfologia da colônia crescida em MA2% a 25°C. Fonte: Elaborada pela autora. 
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5.4 Riqueza, diversidade e composição das comunidades de fungos nos jardins das formigas 

cortadeiras 

 

A diversidade de fungos nos jardins das formigas cortadeiras foi avaliada segundo os 

índices de Simpson e Shannon. Os resultados indicam que não houve diferença significativa na 

diversidade de micro-organismos nos jardins de A. sexdens rubropilosa e A. capiguara (Mann-

Whitney, p> 0,05, Figura 10). 

O índice de Chao 1 foi utilizado para estimar a riqueza de espécies de fungos baseado 

no número de espécies raras (singletons e dobletons) presentes em cada comunidade. Segundo a 

análise, não houve diferença significativa na riqueza estimada de fungos nos jardins de A. 

sexdens rubropilosa e A. capiguara (Mann-Whitney, p> 0,05, Figura 10). 

  

Figura 10 – Índices de diversidade e estimador de riqueza de espécies de fungos isolados de 
jardins de Atta capiguara e Atta sexdens rubropilosa. Médias seguidas de erro padrão. 
 

 
 

* Simpson inverso (1/D). Letras iguais indicam diferenças não significativas (Mann-Whitney, p> 0,05). Fonte: 
Dados da pesquisa. 
 

A curva de rarefação demonstra que os jardins de ambas as espécies de formigas 

apresentam riqueza de fungos semelhantes, a saber, pela sobreposição dos intervalos de 

confiança (Figura 11a). Por outro lado, o mesmo não ocorre quando compara-se as riquezas de 

espécies entre os períodos de coleta (Figura 11b). As curvas de rarefação sugerem que os jardins 

de A. sexdens rubropilosa amostrados em 2012 e 2013 apresentam maior riqueza de espécies em 

relação aos jardins de A. capiguara amostrados em 2013. Comparando a riqueza de fungos nos 

jardins A. sexdens rubropilosa em 2012 e 2013, observa-se uma semelhança na riqueza; o 
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mesmo ocorreu pra A. capiguara (Figura 11b). Todas as curvas de rarefação não atingiram uma 

assíntota, portanto, a análise sugere que um maior esforço amostral seria necessário para revelar 

a riqueza total de espécies. 

 
Figura 11 – Curvas de rarefação demonstrando a riqueza de espécies de fungos provenientes de 
jardins de fungo. a) entre Atta capiguara e Atta sexdens rubropilosa. b) entre os anos de coleta 
para ambas as espécies de formigas. 
 

a) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  
As linhas pontilhadas representam os intervalos de confiança a 95% para cada amostra. As linhas sólidas 
representam a riqueza de fungos isolados de Atta sexdens rubropilosa (verde) e Atta capiguara (azul), 
respectivamente. Fonte: Dados da pesquisa. 
 

b) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  
As linhas pontilhadas representam os intervalos de confiança para cada amostra. As linhas sólidas representam a 
riqueza de fungos isolados de Atta capiguara 2012 (verde), Atta capiguara 2013 (azul), Atta sexdens rubropilosa 
2012 (preta) e Atta sexdens rubropilosa 2013 (vermelha). Fonte: Dados da pesquisa. 

 
Atta capiguara 
 
Atta sexdens rubropilosa 
 

 
Atta capiguara 2012 
 
Atta capiguara 2013 
 
Atta sexdens rubropilosa 2012 
 
Atta sexdens rubropilosa 2013 
 
 



49 
 

 
 

Com relação à diversidade beta, os jardins das duas espécies de formigas estudadas 

compartilham um baixo número de espécies, segundo os índices de Jaccard (0.03 ± 0.01), 

Sorensen (0.06 ± 0.02) e Bray-Curtis (0.05 ± 0.02). Considerando somente os períodos de coleta, 

ambas as formigas também apresentaram um baixo compartilhamento de espécies, o que é 

observado pelo baixo valor dos índices amostrados (Tabela 4). 

 

Tabela 4 – Índices de compartilhamento de espécies de fungos isolados de jardins 
de Atta capiguara e Atta sexdens rubropilosa, em dois períodos de coleta.  

 
Jaccard Sorensen Bray-Curtis 

Atta capiguara 2012 0.14 ± 0.05* 0.23 ± 0.08 0.21 ± 0.08 
Atta capiguara 2013 0.10 ± 0.03 0.17 ± 0.05 0.15 ± 0.11 
Atta sexdens rubropilosa 2012 0.10 ± 0.04 0.18 ± 0.07 0.14 ± 0.07 
Atta sexdens rubropilosa 2013 0.06 ± 0.02 0.12 ± 0.03 0.13 ± 0.05 

*Médias seguidas do erro padrão para a comparação (par a par) entre os quatro ninhos amostrados 
para Atta capiguara em 2012. Fonte: Dados da pesquisa. 
 

A comparação par a par entre os 16 jardins revelou que ninhos da mesma espécie de 

formiga tendem a compartilhar mais espécies de fungos do que entre os ninhos de espécie de 

formigas diferentes (dados não amostrados). Em vários casos, jardins de fungo de espécies 

diferentes de formigas não compartilharam nenhum táxon de fungo, por exemplo, os ninhos JSP 

120410-02 (A. capiguara) e JSP 120401-05 (A. sexdens rubropilosa).  

Representando o compartilhamento de táxons graficamente, pode-se notar no diagrama 

de Venn (Figura 12) que o número de táxons compartilhados entre as duas espécies de Atta é 

baixo (n= 19), o que corrobora com os resultados obtidos nos índices de compartilhamento. No 

entanto, nota-se que o número de isolados dos táxons compartilhados (n= 198) é próximo ao 

número de isolados para os táxons exclusivos de A. capiguara (n= 188) ou A. sexdens 

rubropilosa (n= 229, Figura 12). Esse resultado indica que as espécies compartilhadas são as 

mais abundantes e comuns nos jardins de ambas as formigas. 
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Figura 12 – Compartilhamento de táxons de fungos 
encontrados nos jardins de Atta capiguara e Atta 
sexdens rubropilosa. O número indica a quantidade de 
táxons por área; o número entre parênteses indica o 
número total de isolados. 

 

 
 

Para investigar as possíveis relações entre as espécies de fungos e os ninhos de origem, 

foi realizada uma análise de ordenação dos dados. Os resultados gerados na análise de PCoA 

demonstraram um padrão na distribuição das comunidades de fungos (representadas na Figura 

13 pelos ninhos amostrados). Analisando a coordenada 1 é possível observar que houve uma 

separação dos ninhos por espécie de formiga cortadeira, com exceção de alguns ninhos, sendo 

que os ninhos de A. sexdens rubropilosa se mantiveram mais próximos, quando comparados aos 

ninhos de A. capiguara. Em relação a coordenada 2 é possível observar que para A. capiguara 

houve separação das comunidades de fungos encontradas nos jardins dessa formiga por período 

de coleta (Figura 13). Por outro lado, as comunidades de fungos amostradas para A. sexdens 

rubropilosa não apresentaram separação por período de coleta (Figura 13). Portanto, o tipo de 

substrato vegetal e o período de coleta são variáveis que podem influenciar a estrutura das 

comunidades de fungos presentes nos jardins dessas formigas.  
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Figura 13 – Análise de coordenadas principais (PCoA), demonstrando os a estrutura das 
comunidades de fungos encontradas nos jardins de Atta capiguara (n= 8 ninhos) e Atta sexdens 
rubropilosa (n= 8 ninhos). 
 
  

 
Fonte: Dados da pesquisa 

 

A análise de SIMPER identificou as espécies que mais contribuíram para as diferenças 

de composição entre as comunidades de fungos de A. capiguara e A. sexdens rubropilosa. As 

espécies Trichoderma spirale, Penicillium citrinum, Trichosporon chiarellii e Escovopsis sp. 

juntas, contribuíram com aproximadamente 40% das diferenças de composição entre as 

comunidades das duas espécies de formigas avaliadas.  
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6 DISCUSSÃO  

 

No presente trabalho foi realizado um levantamento das comunidades de fungos 

encontradas em 16 jardins de fungo amostrados para duas espécies de formigas cortadeiras, A. 

sexdens rubropilosa (cortadeira de dicotiledônea) e A. capiguara (cortadeira de 

monocotiledônea). Com base em técnicas dependentes de cultivo foi possível comparar a 

riqueza, diversidade, composição e estrutura das comunidades de fungos entre as duas espécies 

de formigas. 

Independente do meio de cultivo utilizado, o método de isolamento permitiu recuperar 

proporções semelhantes de fungos nos fragmentos de jardins (Figura 5b). Isso demonstra que 

apesar das diferentes espécies de fungos encontradas, muitas delas foram capazes de se 

desenvolver nos três meios de cultivo utilizados, resultando em proporções semelhantes de 

fungos obtidos para cada meio. BDA foi o meio que apresentou uma tendência de recuperar uma 

menor proporção de fragmentos com fungos não-mutualistas, em relação aos fragmentos com o 

fungo mutualista. Sendo este meio o mais rico em nutrientes (açúcares simples) empregado neste 

estudo, é provável que ocorreu o favorecimento do crescimento do fungo mutualista, pois sabe-

se que este assimila prontamente esse carboidrato (SILVA et al., 2006, ver detalhes em Apêndice 

B). 

No geral, os jardins das formigas cortadeiras apresentaram uma elevada proporção de 

fungos. Considerando os jardins de A. sexdens rubropilosa e A. capiguara, houve diferença na 

proporção de fragmentos com o crescimento de fungos (Figura 5a). Contudo, as proporções 

observadas no presente estudo (72% para A. capiguara e 53% para A. sexdens rubropilosa) 

foram superiores aos valores encontrados em outros trabalhos que utilizaram métodos 

semelhantes de isolamento. Currie, Mueller e Malloch (1999) analisando várias espécies de Atta 

na América Central encontraram uma proporção de 30% de fragmentos de jardins com a 

presença de fungos. Rodrigues et al. (2011) encontraram uma proporção de aproximadamente 

40% dos fragmentos com fungos em jardins de Atta texana, na América do Norte. Essas 

proporções, em conjunto com aquelas obtidas no presente estudo, demonstram que os jardins de 

formigas cortadeiras abrigam diversos fungos, além do fungo mutualista. 

Ainda em relação à proporção de fungos obtidos, a diferença encontrada provavelmente 

esteja relacionada ao comportamento das formigas. Estudos sugerem que formigas 

filogeneticamente basais da tribo Attini apresentam comportamento mais simples em relação ao 

tratamento e cuidado do substrato vegetal antes de incorporá-lo nos jardins. Já os gêneros mais 

derivados da tribo, como Atta e Acromyrmex, apresentam comportamentos mais elaborados de 
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higiene (MANGONE; CURRIE, 2007; DINIZ; BUENO, 2010), impedindo que os fungos 

indesejáveis se estabeleçam e prejudiquem os jardins. Essas diferenças no tratamento do 

substrato vegetal refletem na proporção de fungos recuperados, pois nas formigas basais uma 

maior proporção de fungos é encontrada nos jardins, quando comparada com as formigas mais 

derivadas (CURRIE, MUELLER MALLOCH, 1999).  

Nesse contexto, as diferenças observadas na proporção de fragmentos com fungos das 

duas formigas cortadeiras avaliadas no presente estudo também pode ser explicada pelo 

comportamento dessas espécies. É sabido que A. sexdens rubropilosa e A. capiguara apresentam 

diferenças marcantes no preparo do substrato vegetal antes de incorporá-lo no jardim de fungo 

(FOWLER; ROBINSON, 1979; ANDRADE et al., 2002; GARCIA, 2005). As operárias de A. 

sexdens rubropilosa raspam e lambem os fragmentos vegetais, seguida de mastigação 

(ANDRADE et al., 2002). Esse comportamento modifica o substrato vegetal de modo que 

pequenos fragmentos são incorporados no jardim, e nos quais o fungo mutualista é inoculado. 

Por outro lado, as operárias de A. capiguara raspam e lambem certas regiões dos fragmentos 

foliares, entretanto, esses não são mastigados de modo que fragmentos maiores são incorporados 

no jardim, em comparação com os fragmentos incorporados por A. sexdens rubropilosa 

(GARCIA, 2005). O fato de A. capiguara não mastigar totalmente o material vegetal talvez não 

possibilite que secreções antimicrobianas presentes na glândulas mandibulares (YEK et al., 

2012) entrem em contato com todo o substrato, explicando o porque mais fungos foram 

recuperados nos jardins dessas formigas. 

Levando em consideração os comportamentos descritos acima, eram esperadas 

diferenças na riqueza e diversidade de fungos encontrados nos jardins dessas formigas. Contudo, 

tanto a riqueza, quanto a diversidade foram semelhantes (Figuras 10 e 11a). Embora o preparo do 

substrato vegetal seja diferenciado, ambas as espécies de formigas necessitam impedir o 

crescimento de fungos indesejáveis que possam competir com o mutualista (SILVA et al., 2006; 

FOLGARAIT et al., 2011). Nesse contexto, as formigas e seus micro-organismos simbiontes 

(CURRIE et al., 1999; CAFARO; CURRIE, 2005), provavelmente, são os responsáveis por 

manterem o jardim com uma baixa população de fungos, o que pode explicar o porque a riqueza 

e a diversidade foram semelhantes. Outro ponto que pode explicar esse resultado é o viés 

inerente ao método de isolamento empregado. É provável que os meios de cultivo utilizados 

permitiram que certas espécies de fungos, que apresentam rápido crescimento, por exemplo: T. 

spirale, se estabelecesse com facilidade, impedindo o isolamento de fungos com crescimento 

mais lento; desse modo proporcionando, portanto, uma riqueza e diversidade semelhantes. 



54 
 

 
 

Apesar das semelhanças encontradas na riqueza de espécies e diversidade, os jardins de 

A. sexdens rubropilosa e de A. capiguara apresentaram um baixo compartilhamento de táxons de 

fungos; o que significa que as comunidades desses micro-organismos estão mais relacionadas a 

uma espécie de formiga do que a outra. Assim, pode-se observar um baixo número de táxons 

compartilhados e notar que os táxons de fungos comuns entre as formigas são aqueles de maior 

abundância (Tabela 3 e Figura 12). Por exemplo, T. spirale foi comum aos jardins de ambas as 

formigas e foi a espécie mais abundante. Considerando o período de coleta, foi observado um 

baixo valor nos índices de compartilhamento de táxons de fungos para cada espécie de formiga 

(Tabela 4). Esse resultado indica que o período de coleta esteja relacionado com as diferenças 

observadas na composição dos táxons. 

O resultado referente à análise PCoA indica que o substrato vegetal forrageado pelas 

formigas cortadeiras seja um dos fatores que influencie as comunidades de fungos encontradas 

nos jardins desses insetos, representado pela divisão por espécies de formigas na análise (Figura 

13). Pode-se sugerir que os diferentes substratos vegetais forrageados pelas formigas, por 

apresentarem comunidades associadas distintas, acarretaram em comunidades de fungos 

diferenciadas nos jardins. Rodrigues et al. (2011) sugeriram que o substrato vegetal poderia 

influenciar as comunidades de fungos presentes nos jardins de formigas Attini estudadas no 

Texas, EUA. Contudo, esses autores não avaliaram se de fato o substrato foi o fator mais 

importante que contribuiu para a estrutura das comunidades, pois amostraram diferentes espécies 

de formigas em diferentes localidades. O presente estudo, por avaliar duas formigas diferentes 

presentes em uma mesma localidade, demonstra que o tipo de substrato vegetal é um dos fatores 

que influenciam as comunidades de fungos desses insetos. 

Entretanto, nossa análise demonstrou que o período de coleta (2012 e 2013) também 

contribuiu para explicar a estrutura das comunidades associadas aos jardins das formigas 

cortadeiras, a saber: ninhos de A. capiguara apresentaram estruturas de comunidades 

diferenciadas entre os períodos de coleta; por outro lado, para A. sexdens rubropilosa, essa 

separação não ficou explícita na análise. O período pode ter influenciado devido às condições 

climáticas nos meses que antecederam a coleta (periodicidade das chuvas). Salienta-se que para 

determinar a real contribuição desses fatores na estruturação da comunidade são necessários 

estudos adicionais que levem em consideração coletas em períodos diferentes e a uniformidade 

da idade das colônias que, possivelmente, também pode influenciar no agrupamento das 

comunidades. Quanto ao último aspecto, percebe-se que o ninho 10 (A. capiguara) foi o único 

ninho maduro amostrado para essa espécie de formiga, o qual se agrupou com os ninhos 

maduros de A. sexdens rubropilosa. 
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Outro fator que pode explicar o agrupamento do ninho 10 (A. capiguara) com ninhos de 

A. sexdens rubropilosa, foi o fato de observar que nesse ninho, houve a presença de Trichoderma 

sp. em 100% dos fragmentos amostrados. Acredita-se que a abundância desse gênero e a 

ausência de fragmentos com o fungo mutualista nesse ninho seja dada pelo intervalo de quatro 

dias entre a coleta e o isolamento dos fungos no laboratório (ver detalhes na Tabela 1). Como já 

proposto por Fisher et al. (1996), o atraso pode ter levado a alguma deterioração da cultura L. 

gongylophorus e expressão excessiva de outros fungos, na ausência dos cuidados das operárias. 

Em relação às espécies de fungos encontradas, T. spirale foi a espécie prevalente no 

estudo e nos jardins de A. capiguara, sendo também encontrada nos ninhos de A. sexdens 

rubropilosa. Rodrigues et al. (2013), estudando solos próximos às câmaras dos ninhos de duas 

espécies de formigas cortadeiras também observaram T. spirale como um dos fungos 

prevalentes, porém, essa espécie também foi a prevalente a 10 metros de distância dos ninhos, 

demonstrando que o solo é o provável reservatório natural desse fungo. Algumas espécies desse 

gênero foram reportadas tanto nos jardins de fungo (RODRIGUES et al., 2005, 2008b), quanto 

no material de refugo das colônias (RODRIGUES et al., 2005; LACERDA et al., 2013); bem 

como no exoesqueleto das içás (fêmeas aladas) de A. capiguara e Atta laevigata (PAGNOCCA 

et al., 2008). Apesar de não serem considerados específicos da associação formiga-fungo, Ortiz e 

Orduz (2000) e Silva et al. (2006) apontam para o potencial de Trichoderma sp. como 

antagonista do fungo das formigas. Adicionalmente, T. spirale foi um dos responsáveis pelas 

diferenças entre as comunidades de fungos de ambas as espécies de formigas, demonstrando a 

importância dessa espécie nas comunidades de fungos. 

O parasita Escovopsis sp. foi encontrado em 19% dos ninhos amostrados no presente 

estudo. Segundo Rodrigues et al. (2005), a frequência de ocorrência desse fungo em ninhos de 

formigas cortadeiras, em São Paulo, foi de 15% dos ninhos de campo e 21% em ninhos de 

laboratório de A. sexdens rubropilosa (RODRIGUES et al., 2005), podendo ser encontrado em 

até 27% dos ninhos coletados no sul do Brasil (RODRIGUES et al., 2008b). Assim, a proporção 

desse parasita encontrada no presente estudo assemelha-se à aquela encontrada em estudos 

prévios. Já em ninhos amostrados na América Central, Escovopsis pode ser encontrado em até 

75% dos jardins (CURRIE; MUELLER; MALLOCH, 1999; CURRIE, 2001). O cenário da 

ocorrência de Escovopsis apresenta uma baixa frequência na América do Norte, frequência 

moderada nas populações de formigas da América do Sul (Brasil) e elevada frequência do 

parasita nas populações de formigas da América Central (RODRIGUES et al., 2011). Esse 

cenário foi elaborado com base nos trabalhos de Rodrigues et al. (2005) e Rodrigues et al. 

(2008b) que utilizaram métodos de isolamento diferentes dos estudos de Currie, Mueller e 
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Malloch (1999) e Currie (2001). Assim, o presente estudo corrobora as baixas porcentagens 

observadas para Escovopsis sp. na região sudeste do Brasil, e com o cenário epidemiológico 

sugerido por Rodrigues et al. (2011). 

Em relação às espécies de fungos encontradas, a principal diferença observada é o fato de 

não encontrar as espécies P. citrinum nos jardins de A. sexdens rubropilosa e T. chiarellii nos 

jardins de A. capiguara, sendo que essas duas espécies de fungos estão entre as mais abundantes. 

Penicillium citrinum já foi encontrado associado às plantas monocotiledôneas (SAMSON et al. 

2004), porém, seria arbitrário fazer a associação desse fungo com gramíneas, já que fungos desse 

gênero são reconhecidamente cosmopolitas (DOMSCH; GAMS; ANDERSON, 1980). É 

importante destacar que a espécie T. chiarellii foi isolada até o momento somente de ninhos de 

formigas Attini (CARVALHO, 2010; PAGNOCCA et al., 2010; ARCURI, 2013; 

MANTOVANI, 2013). Tal fungo pode ter uma relação mais específica com as formigas, porém, 

ainda não foi estudada. Embora T. chiarellii tenha sido isolada de apenas três ninhos de A. 

sexdens rubropilosa, em um deles essa levedura representou 80% dos isolados, o que sugere que 

esta levedura pode desempenhar um papel como simbionte no jardim de fungo dessa formiga. O 

fato de não encontrar essa levedura nos ninhos de A. capiguara, pode ser devido a alta taxa de 

contaminação por bactérias nesses fragmentos, impossibilitando o isolamento de T. chiarellii. 

Ainda sobre o papel das leveduras, Mendes et al. (2012) levantaram a importância das 

leveduras como produtoras de enzimas polissacaridases que permitem a degradação do substrato 

vegetal, possivelmente disponibilizando nutrientes nos jardins de fungo. Segundo os autores, 

estas enzimas podem auxiliar o fungo mutualista a degradar o substrato vegetal coletado pelas 

operárias. Além disso, as leveduras podem desempenhar um papel de agente detoxificante do 

ninho, assimilando compostos que não são assimilados pelo fungo mutualista e que podem ser 

tóxicos para as formigas, por exemplo, o ácido galacturônico (SILVA et al., 2003). Rodrigues et 

al. (2009) demonstraram que algumas leveduras são capazes suprimir a crescimento micelial de 

alguns fungos prejudiciais encontrados nos ninhos das formigas Attini. Esses relatos, em 

conjunto, podem demonstrar a importância desses micro-organismos como parte integrante dos 

jardins e não apenas transitórios, como proposto por Poulsen e Currie (2006). 

É sabido que a maioria dos fungos obtidos no presente estudo podem ser encontrados 

em outras fontes, como solo, partes de vegetais (raízes, folhas etc), amostras de ar, de água, 

rochas e o próprio jardim de fungo (Tabela 3). Nesse grupo incluem: Trichoderma sp., 

Cladosporium cladosporioides, Penicillium sp., e vários outros (Tabela 3). Fungos provenientes 

do solo adjacente às câmaras de jardim de fungo e de solos distantes a elas, podem ser 

reservatórios naturais para os fungos encontrados nos jardins (RODRIGUES et al., 2013). Essa 
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evidência demonstrou que as formigas carregam para as colônias os micro-organismos aí 

presentes (RODRIGUES et al., 2013). Além disso, Fisher et al. (1996) estudando jardins de A. 

cephalotes, demonstraram a influência do substrato vegetal nas comunidades de fungos 

encontradas nos ninhos. Esses autores observaram que ao oferecer um substrato diferente para as 

formigas, ocorriam alterações na microbiota residente do jardim. O perfil de fungos nos jardins 

submetidos a diferentes regimes de manutenção no laboratório revelou uma comunidade epifítica 

e endofítica variada, segundo o tipo de substrato oferecido. Esse estudo foi realizado utilizando 

ninhos de formigas mantidos em laboratório. Nesse sentido o presente estudo confirmou os 

resultados de Fisher et al. (1996) para ninhos de campo, no que tange às diferenças na 

composição de espécies de fungos entre os jardins das duas espécies de cortadeiras avaliadas.  

Observando a diversidade de fungos obtida, percebe-se que a maioria dos fungos é 

reconhecidamente cosmopolita, por exemplo, Penicillium sp. é amplamente encontrado no solo 

das regiões temperadas e tropicais; o gênero Fusarium pode ser encontrado como parasita de 

plantas em diversas regiões, bem como no solo; Trichoderma é um fungo frequentemente 

isolado do solo; e Cladosporium considerado um fungo típico advindo do ar (DOMSCH; 

GAMS; ANDERSON, 1980). Além desses fungos, outros encontrados no presente estudo já 

foram reportados nos jardins de diversas espécies de formigas, a saber os gêneros: Acremonium, 

Colletotrichum, Pestalotiopsis, Phomopsis, Trichoderma e Xylaria (RODRIGUES et al., 2011). 

Sendo que, estes gêneros já foram encontrados associados às plantas, como fungos endofíticos 

(AZEVEDO, 1998; RUBINI et al., 2005; VAN BAEL et al., 2009; VAN BAEL et al., 2012). Os 

dados obtidos sugerem que fungos isolados de jardins de formigas podem ser isolados de outras 

localidades podendo não ter um papel específico nos jardins, porém, sabe-se que muitos desses 

fungos podem ser antagonistas frente ao fungo mutualista das formigas (SILVA et al., 2006; 

FOLGARAIT et al., 2011; PAGNOCCA; MASIULIONIS; RODRIGUES, 2012). 

Outro ponto de vista observado por Urriola, Bethancourt e Van Bael (2011) e também 

por Van Bael et al. (2009) foi que o comportamento das formigas em relação a escolha do 

substrato a ser coletado pode sugerir uma influência negativa dos fungos encontrados nas folhas. 

As formigas preferem coletar folhas mais novas e com baixa carga de fungos endofíticos. 

Complementam também que o fungo mutualista das formigas deve inibir os endofíticos que não 

são removidos pelas operárias. Van Bael et al. (2009) observaram em experimentos in vitro, que 

de fato os endofíticos foram inibidos pelo fungo mutualista das formigas. Se os endofíticos 

inibem ou retardam o crescimento do fungo das formigas, no entanto, isto ainda não foi testado. 

Pagnocca, Masiulionis e Rodrigues (2012) sugerem que os fungos filamentosos sejam 

oportunistas e podem atuar como antagonistas no mutualismo entre as formigas e o fungo, em 
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jardins em estado de desequilíbrio (i.e. tratados com inseticidas, por exemplo). Em comparação 

com o fungo parasita especializado Escovopsis sp., esses fungos filamentosos são considerados 

antagonistas inespecíficos do fungo mutualista das formigas. Assim, o presente estudo corrobora 

essa hipótese, pois vários fungos potencialmente antagonistas foram encontrados nos jardins de 

A. sexdens rubropilosa e A. capiguara. Além disso, comparando ambas as formigas, este 

trabalho demonstrou que cada uma delas, aparentemente, abriga uma comunidade de fungos 

antagonistas diferenciada.   
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7 CONCLUSÕES 

 

Os resultados do presente estudo sugerem que: 

 

 Jardins de formigas cortadeiras abrigam uma grande variedade e abundância de fungos 

não cultivados como alimento por esses insetos;  

 Formigas cortadeiras que utilizam diferentes substratos para o cultivo do fungo 

mutualista apresentam nos jardins uma carga (abundância) de fungos diferenciada, 

possivelmente relacionada com os comportamentos das formigas em relação à limpeza do 

substrato vegetal; 

 A composição de espécies de fungos presentes nos jardins das formigas cortadeiras está 

diretamente relacionada com o tipo de substrato vegetal forrageado por esses insetos, 

contudo, outros fatores (por exemplo: período de coleta) também podem contribuir na 

estruturação das comunidades de fungos.  

 Assim como observado em outros estudos, representantes do gênero Trichoderma são 

dominantes nos jardins das formigas cortadeiras. Esses fungos aparentam ser mais 

dominantes que o próprio parasita especializado Escovopsis sp. 
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8 PERSPECTIVAS 

 

A microbiota associada aos jardins de formigas cortadeiras apresenta uma composição 

complexa de micro-organismos. Entender os fatores que regulam tais comunidades nos jardins é 

essencial para descobrir os possíveis papéis que esses micro-organismos desempenham nesse 

substrato. O presente estudo permitiu verificar a influência de um desses fatores (substrato), 

contudo, outros também podem contribuir na estruturação das comunidades. Estudos futuros 

deverão avaliar o efeito da idade da colônia (ou da “ontogenia da colônia”) nas comunidades de 

fungos, pois é possível que colônias maduras apresentem uma “imunidade” desenvolvida em 

relação aos fungos que adentram no jardim. 

Em adição, conhecer os fatores que promovem a estruturação das comunidades pode 

abrir janelas de pesquisas aplicadas ao controle desses insetos pragas. Formigas que mantêm 

contato com diferentes comunidades de fungos podem apresentar patógenos diferenciados. 

Trabalhos futuros poderão direcionar esforços na busca de fungos que sejam eficazes no controle 

dessas formigas, preferencialmente, avaliando as comunidades de fungos que estão naturalmente 

associadas a cada espécie de formiga.  
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APÊNDICE A - Identificação dos fungos agrupados por identificação polifásica (utilizando marcadores morfológicos e moleculares). 
 

Identificação final  Identificação morfológica 

 
Identificação molecular - Região ITS 

  
 

  

pb2  
NCBI-GenBank1   CBS1  Número de Isolados  

  
%3 n. acesso4 Espécie 

 
% n. acesso Espécie 

 
2012 2013 

Zygomycota  

Absidia cylindrospora Absidia cylindrospora -  nd5 - -  - - -  1 0 

Cunninghamella sp. Cunninghamella sp. -  nd - -  - - -  1 0 

Gongronella butleri Gongronella butleri 656  99% JN943049  Gongronella butleri  98,7 CBS 101.59 Absidia cuneospora  0 2 

Mortierella sp.  - 626  100% JX975890 Mortierella epicladia  99,1 CBS 863.68  Mortierella zonata  0 1 

Mucor sp.1 Mucor sp. -  nd - -  - - -  3 0 

Mucor sp.2 - 632  95% JN206109 Mucor parviseptatus  95,3 CBS 522.79 Mucor parviseptatus  0 2 

Umbelopsis nana Umbelopsis nana 599  100% KC489506 Umbelopsis nana   100 CBS 696.68 Absidia macrospora  0 1 

Ascomycota 

Acremonium sp. Acremonium sp. 572  100% JN207340 Acremonium sp.  100 CBS 233.70 Acremonium alternatum  1 0 

Alternaria sp. Alternaria sp. 551  99% HQ263343 Alternaria alternata  99,8 CBS 118809 Alternaria alstroemeriae  1 0 

Aspergillus fumigatus Aspergillus sp. 583  99% HQ026746 Aspergillus fumigatus  100 CBS 133.61 Aspergillus fumigatus  2 0 

Aspergillus sp. Aspergillus sp. 551  99% AY373868 Aspergillus sydowii  99,8 CBS 128131 Aspergillus sydowii  1 0 

Beltrania rhombica FNE7 577  98% GU797390 Beltrania rhombica  98,6 CBS 123.58 Beltrania rhombica  1 0 

Bionectria ochroleuca Gliocladium sp. 551  99% HQ607832 Bionectria ochroleuca  99.6 ATT017 Bionectria ochroleuca  2 0 

Chaetothyriales  - 586  97% HQ607912 Ascomycota sp.  79 CBS 117155 Trichophyton eboreum  0 7 

Chloridium sp. - 533  99% HQ630978 Chloridium sp.   99 CBS 195.60 Gonytrichum macrocladum   0 1 

Cladophialophora sp.  - 556  94% EU035404 Cladophialophora chaetospira     90 CBS 126.86 Cladophialophora boppii  0 4 

Cladosporium cladosporioides Cladosporium sp. 532  100% AF393702 Cladosporium gossypiicola  100 CBS 674.82 Cladosporium cladosporioides  4 0 

Cladosporium flabelliforme Cladosporium sp. 532  100% AY463364 Cladosporium cladosporioides  100 CBS 126345 Cladosporium flabelliforme   1 1 

Cladosporium perangustum Cladosporium sp. 531  100% AY463364 Cladosporium cladosporioides  100 CBS 126364 Cladosporium perangustum  10 0 

Cladosporium sp.1 Cladosporium sp. 533  100% AF393702 Cladosporium gossypiicola  100 CBS 674.82 Cladosporium cladosporioides  0 3 

Cladosporium sp.2 Cladosporium sp. 533  100% KC585406 Cladosporium cladosporioides  100 DTO 109-E9 Cladosporium cladosporioides  4 0 

Cladosporium sp.3 Cladosporium sp. 533  100% KC585406 Cladosporium cladosporioides  100 DTO 109-E9 Cladosporium cladosporioides  2 0 

Colletotrichum sp. 1 Colletotrichum sp. 1 566  99% FJ810513 Glomerella acutata  100 CBS 129821 Colletotrichum sp.  3 0 

Colletotrichum sp. 2 Colletotrichum sp. 2 556  99% JX010186  Colletotrichum queenslandicum  100 CBS 112983 Colletotrichum gloeosporioides  1 0 
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APÊNDICE A - (continuação) 
 

Identificação final  Identificação morfológica 

 
Identificação molecular - Região ITS 

  
 

  

pb2  
NCBI-GenBank1   CBS1  Número de Isolados  

  
%3 n. acesso4 Espécie 

 
% n. acesso Espécie 

 
2012 2013 

Colletotrichum sp. 3 Colletotrichum sp. 3 566  100% JX519219 Colletotrichum paspali  97,4 CBS 125086 Colletotrichum navitas  1 0 

Colletotrichum sp.4 Colletotrichum sp. 4 576  100% JN390940 Colletotrichum sp.  100 CBS 125468 Colletotrichum boninense  0 1 

Curvularia sp.1 FNE 508  99% GU073102 Curvularia intermedia  99,6 FMR 11510 Curvularia intermedia  1 0 

Curvularia sp.2 Curvularia sp. 557  99% JQ885447 Cochliobolus lunatus  99,3 CBS 294.61 Curvularia lunata  2 0 

Curvularia sp. 3 Curvularia sp. 2 569  99% JQ936099 Cochliobolus sativus  98,9 CBS 127.088 Bipolaris gossypina  1 0 

Curvularia sp. 4 Curvularia sp. 3 571  100% JN943416 Cochliobolus geniculatus  100 CBS 164.60 Curvularia fallax  2 0 

Curvularia trifolii Curvularia sp. 1 587  99% JN712458 Curvularia trifolii  99,4 CBS 156.35 Curvularia pallescens  3 0 

Cytospora variostromatica  FNE 592  97% DQ243798 Cytospora variostromatica  96,8 CBS 118564 Cytospora variostromatica  2 0 

Cytospora eucalypticola FNE 589  99% DQ923539 Valsa fabianae  98,7 CBS122689 Cytospora eucalypticola  1 0 

Cytospora sp. FNE 575  99% DQ243804 Cytospora acaciae  94,1 CBS 116854 Cytospora nitschkei  1 0 

Discosia sp. FNE 570  99% AB594783 Discosia sp.  95,4 CBS 173.65 Robillarda sessilis  2 0 

Dothideomycetes sp. FNE 501  97% JQ760325 Dothideomycetes sp.  95,6 - Dothideomycetes sp.  11 3 

Drechslera micropus FNE 580  99% HM997113 Dothideomycetes  99,6 CBS 127235 Drechslera micropus  9 0 

Epicoccum nigrum Epicoccum nigrum 527  99% FJ424241 Epicoccum nigrum  99,5 CBS 396.84 Epicoccum nigrum  2 0 

Epicoccum sorghi FNE 516  99% KC106717 Epicoccum sorghi  99,6 CBS 301.89 Epicoccum sorghi  1 1 

Escovopsioides nivea Hypocreales  575  99% JQ815078 Hypocreales sp.   - - -  0 2 

Escovopsis sp. Escovopsis sp. -  - - -  - - -  0 26 

Eutypella sp. 1 FNE 572  98% EU088364 Eutypella sp.  98 CBMAI 860 Eutypella sp.  1 0 

Eutypella sp. 2 - 557  99% HQ008913 Eutypella sp.  96,4 DTO 090-G7 Eutypella scoparia.  0 1 

Fusarium equiseti Fusarium sp. 528  100% GQ505694 Fusarium equiseti  100 NRRL 34034 Fusarium incarnatum- equiseti  3 0 

Fusarium oxysporum species complex Fusarium oxysporum 526  100% HQ651161 Fusarium oxysporum  100 CBS 220.49 Fusarium oxysporum  1 1 

Fusarium solani species complex Fusarium solani 550  100% FJ345352 Fusarium solani  100 NRRL 46685 Fusarium solani  3 1 

Geomyces sp.  FNE 542  94% GU222395 Geomyces pannorum  95,5 - Geomyces pannorum  3 1 

Guignardia sp. FNE 619  99% JQ743587 Guignardia mangiferae  100 CBS 373.54 Guignardia philoprina  2 0 

Hypocreales  - 559  90% AB217788 Uncultured Ascomycota  84 DTO 134-B9 Fusarium  ciliatum   0 1 

Mycoleptodiscus indicus - 556  99% GU980696 Mycoleptodiscus indicus  98,9 CBS 127677 Mycoleptodiscus indicus  0 1 
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Identificação final  Identificação morfológica 

 
Identificação molecular - Região ITS 

  
 

  

pb2  
NCBI-GenBank1   CBS1  Número de Isolados  

  
%3 n. acesso4 Espécie 

 
% n. acesso Espécie 

 
2012 2013 

Mycosphaerella sp.1 FNE 514  99% EU167579 Mycosphaerella crystallina  99,8 CBS 120741 Mycosphaerella heimii  9 1 

Mycosphaerella sp.2 FNE 514  99% EU167579 Mycosphaerella crystallina  99,8 CBS 120741 Mycosphaerella heimii  4 1 

Mycosphaerella sp. 3 FNE 528  99% DQ303083 Pseudocercospora  sp.  99,8 CBS 111373 Pseudocercospora  sp.  7 3 

Mycosphaerella sp. 4 - 539  98% DQ303035 Mycosphaerella sp.   93 CBS 118909 Mycosphaerella stramenti  0 1 

Neofusicoccum eucalyptorum FNE 559  100% EU860376 Neofusicoccum eucalyptorum  98,9 CBS 115679 Botryosphaeria eucalyptorum  1 0 

Neofusicoccum parvum FNE 561  99% EU650672 Neofusicoccum parvum  99,8 CBS 121486 Neofusicoccum parvum  3 0 

Nigrospora oryzae FNE 539  98% DQ219433 Nigrospora oryzae  98,5 CBS 480.73 Nigrospora oryzae  2 0 

Nigrospora sp. FNE 532  88% JQ026216 Nigrospora sp.  84,9 DTO 115-H5 Nigrospora oryzae  2 0 

Ochroconis sp. - 632  92% DQ307327 Ochroconis constricta   - - -  0 3 

Oidiodendron sp. FNE 441  99% AF307773 Oidiodendron tenuissimum  100 CBS 114896 Oidiodendron setiferum  1 0 

Paecilomyces carneus - 624  99%  KF225905 Uncultured Paecilomyces   99,3 CBS 338.54 Paecilomyces carneus  0 1 

Paecilomyces sp.  Paecilomyces sp.  575  90% JN899328 Talaromyces purpureus  90 CBS 475.71 Talaromyces purpureus  5 0 

Paraphaeosphaeria michotii FNE 566  99% HQ630993 Paraphaeosphaeria michotii  99.8 CBS 591.73 Paraphaeosphaeria michotii  1 0 

Penicillium citrinum Penicillium sp. 536  99% FJ466705 Penicillium citrinum  100 CBS 252.55 Penicillium citrinum  72 0 

Penicillium sp. 1 Penicillium sp. 1 560  99% JN686455 Penicillium sp.  97,4 CBS 287.36 Penicillium sclerotiorum  2 0 

Penicillium sp. 2 Penicillium sp. 2 562  99% HQ607919 Penicillium verruculosum  99 CBS 321.48 Penicillium primulinum  3 0 

Penicillium sp. 3 Penicillium sp. 3 562  99% JX965247 Talaromyces amestolkiae  99 CBS 101965 Talaromyces purpurogenus  2 0 

Penicillium sp.4  Penicillium sp.4  468  99% HQ149324 Penicillium calidicanium  98,7 CBS 322.48 Penicillium duclauxii   1 0 

Penicillium sp. 5 Penicillium sp. 5 569  98% AY373921  Penicillium janthinellum  99,2 CBS 447.74 Eupenicillium javanicum  1 0 

Penicillium sp. 6 Penicillium sp. 6 571  99% AF125941 Penicillium sp.   99,1 CBS 115.74 Penicillium simplicissimum  0 3 

Penicillium sp. 7 Penicillium sp. 7 583  99% HM469393 Penicillium kloeckeri   100 CBS 391.48 Talaromyces wortmannii  0 1 

Penicillium sp. 8 Penicillium sp. 8 524  98% GQ370373 Penicillium sp.  99 CBS 220.30 Penicillium simplicissimum  0 1 

Penicillium sp. 9 Penicillium sp. 9 571  96% NR103685 Talaromyces proteolyticus   98,8 CBS 100535 Talaromyces unicus  0 1 

Penicillium sp. 10 Penicillium sp. 10 520  100% GQ370373 Penicillium sp.  99,5 CBS 280.39 Penicillium simplicissimum  0 1 

Penicillium sp. 11 Penicillium sp. 11 569  100% HM469430 Penicillium simplicissimum  98,9 CBS 127805 Penicillium rapidoviride  0 3 

Penicillium sp. 12 Penicillium sp. 12 562  99% HQ607919 Penicillium verruculosum  99 CBS 321.48 Penicillium primulinum  0 3 
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APÊNDICE A - (continuação) 
 

Identificação final  Identificação morfológica 

 
Identificação molecular - Região ITS 

  
 

  

pb2  
NCBI-GenBank1   CBS1  Número de Isolados  

  
%3 n. acesso4 Espécie 

 
% n. acesso Espécie 

 
2012 2013 

Penicillium sp. 13 Penicillium sp. 13 562  99% HQ607919 Penicillium verruculosum  99 CBS 321.48 Penicillium primulinum  0 1 

Pestalotiopsis sp. 1 Pestalotiopsis sp.  588  99% AF409994 Pestalotiopsis sp.  99 - -  2 0 

Pestalotiopsis sp. 2 Pestalotiopsis sp. 2 532  99% HQ607806  Pestalotiopsis sp.  99,8 CBS 115.83 Pestalotiopsis versicolor  0 1 

Phaeomoniella sp. FNE 595  96% JN628143 Phaeomoniella sp.  - - -  1 0 

Phaeosphaeria herpotrichoides FNE 569  98% AJ608969 Leptosphaeria sp.  98,4 CBS-387.86 Phaeosphaeria herpotrichoides  2 0 

Phaeosphaeria sp.1 FNE 483  95% JF449863 Uncultured Pleosporales   96,3 CBS 120248 Phaeosphaeria brevispora  1 0 

Phaeosphaeria sp.2 FNE 568  100% AJ496628 Septoria arundinacea  100 CBS 578.86 Phaeosphaeria phragmitis  1 0 

Phaeosphaeriopsis sp. FNE 529  99% JQ936272 Phaeosphaeriopsis sp.  99,8 MPB17A Phaeosphaeriopsis sp.  1 0 

Phoma sp.  FNE 523  99% EU167565 Peyronellaea pinodella   99,5 CBS 346.82 Phoma dimorpha   2 1 

Phomopsis sp.1 FNE 559  99% JN153070 Phomopsis sp.  97,1 CBS 127270 Diaporthe novem  3 0 

Phomopsis sp.2 FNE 558  97% JN153056 Phomopsis sp.  96,6 CBS 123208 Diaporthe foeniculacea  2 0 

Phomopsis sp.3 FNE 559  99% KC343164 Diaporthe oxe   96,9 CBS 127270 Diaporthe novem  1 0 

Phomopsis sp.4 FNE 562  100% JN153062 Phomopsis sp.   95,5 CBS 123208 Diaporthe foeniculacea  3 0 

Phomopsis sp.5 FNE 557  99% GQ370368 Phomopsis sp.  97,8 CBS 127270 Diaporthe novem  1 0 

Phomopsis sp.6 FNE 560  99% JN153053 Phomopsis sp.  99 CBS 117016 Phomopsis longicolla  1 0 

Phomopsis sp. 7 - 559  96% KC343197 Diaporthe sojae    95,7 CBS 179.55 Diaporthe phaseolorum var. sojae  0 1 

Podospora sp. - 580  91% HQ607855 Ascomycota sp.   82,2 DTO 089-E2 Chaetomium globosum   0 1 

Preussia sp. 1 Preussia sp. 1 524  99% HQ607898 Preussia sp.  99,6 UFMGCB 5026 Preussia sp.  12 1 

Preussia sp. 2 Preussia sp. 2 541  100% HQ607926 Preussia sp.  97,9 CBS 117680 Preussia pérsica  1 0 

Preussia sp. 3 Preussia sp. 3 568  90% GQ203765 Preussia terricola  91,9 CBS 117679 Preussia polymorpha  1 2 

Pseudallescheria boydii - 504  99% AY213680 Pseudallescheria boydii  99,6 CBS 127623 Scedosporium apiospermum   0 1 

Pseudoplagiostoma sp. FNE 588  99% GU973533 Pseudoplagiostoma eucalypti  99 CBS 115722 Pseudoplagiostoma oldii  1 0 

Purpureocillium lilacinum  Purpureocillium lilacinum  577  100% HQ842837 Purpureocillium lilacinum  99 CBS 100379 Purpureocillium lilacinum  4 1 

Robillarda sp.  FNE 570  93% FJ825373 Robillarda sessilis  93 - -  2 0 

Scytalidium sp. 1 - 570  95% KC215134 Scytalidium sp.  94,4 - -  0 2 

Scytalidium sp.2 - 553  95% GQ272624 Xylogone sphaerospora   97,1 CBS 383.36 Torula ligniperda  0 1 
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APÊNDICE A - (continuação) 
 

Identificação final  Identificação morfológica 

 
Identificação molecular - Região ITS 

  
 

  

pb2  
NCBI-GenBank1   CBS1  Número de Isolados  

  
%3 n. acesso4 Espécie 

 
% n. acesso Espécie 

 
2012 2013 

Setophoma chromolaena - 571  98% KF251244. Setophoma chromolaena  97,7 CBS 135105 Setophoma chromolaena  2 0 

Sordariomycetes sp. 1 FNE 528  99% JQ761926 Sordariomycetes sp.  99,8 - -  1 0 

Sordariomycetes sp. 2 - 566  99% EU918704 Sordaria fimicola  99,2 CBS 178.33 Gelasinospora tetrasperma   0 2 

Spegazzinia sp. Spegazzinia sp. 558  100% JQ673429 Spegazzinia tessarthra  92,8 CBS 361.58 Spegazzinia lobulata  1 0 

Tetraplosphaeria sp. FNE 536  100% HQ607877 Ascomycota sp.  100 - Ascomycota sp.  1 0 

Trichoderma deliquescens Trichoderma sp. 597  - - -  - - -  2 0 

Trichoderma hamatum8 Trichoderma sp. 582  - - -  - - -  2 3 

Trichoderma harzianum Trichoderma sp. 600  - - -  - - -  0 3 

Trichoderma spirale Trichoderma sp. 592  - - -  - - -  17 97 

Trichoderma sp. 1 Trichoderma sp. 587  - - -  - - -  1 0 

Trichoderma sp. 2 Trichoderma sp. 598  - - -  - - -  0 2 

Trichoderma sp. 3 Trichoderma sp. 594  - - -  - - -  0 3 

Trichoderma sp. 4 Trichoderma sp. 620  - - -  - - -  0 3 

Trichoderma sp. 5 Trichoderma sp. 609  - - -  - - -  0 1 

Viridispora diparietispora - 553  97% JN049838 Viridispora diparietispora  96,8 CBS 376.59 Viridispora diparietispora  0 4 

Xylaria sp. 1 Xylaria sp. 1 594  97% DQ139271 Xylaria sp.  84,1 CBS 126417 Xylaria hypoxylon  1 0 

Xylaria sp. 2 Xylaria sp. 2 569  88% JQ327861 Xylaria berteri  85 CBS 724.69 Xylaria cornu-damae  1 1 

Xylaria sp. 3  Xylaria sp. 3  571  89% AB274817 Xylaria polymorpha  85,3 CBS  126417 Xylaria hypoxylon  0 2 

Xylaria sp. 4 Xylaria sp. 4 572  91% HQ608132 Xylariales sp.  86,1 CBS 347.37 Xylaria longipes   0 11 

Ascomycota não identificado 1 FNE 576  91%. EU167593 Dothidea muelleri  89,6 CBS 238.66 Kabatina thujae  1 0 

Ascomycota não identificado 2 FNE 575  99% JQ418348 Microsphaeropsis arundinis  99 CBS 972.95 Paraconiothyrium cyclothyrioides  1 0 

Ascomycota não identificado 3 FNE 529  92% AF502625 Ascomycete  95,9 CBS 368.94 Arthopyrenia salicis   1 0 

Ascomycota não identificado 4 - 517  89% FJ196771 Arnium gigantosporum    89,6 DTO 089-D7 Chaetomium globosum   0 2 

Ascomycota não identificado 5 - 597  82% JN637953 Ascomycota sp.   70,8 CBS 251.81 Verticillium leptobactrum  0 1 

Ascomycota não identificado 6 - 529  96% AY969479 Uncultured ascomycete  - - -  0 1 
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Identificação final  Identificação morfológica 

 
Identificação molecular - Região ITS 

  
 

  

pb2  
NCBI-GenBank1   CBS1  Número de Isolados  

  
%3 n. acesso4 Espécie 

 
% n. acesso Espécie 

 
2012 2013 

Basidiomycota  

Agaricus fiardii FNE 557  100 JF797196 Agaricus sp.  97,2 CBS 284.94 Agaricus fiardii  1 1 

Agaricus sp.  FNE 654  96 HQ608135 Agaricus sp.     92,6 CBS 349.63 Agaricus comtulus  0 1 

Ceriporiopsis sp. FNE 612  91 FJ545252 Ceriporiopsis subvermispora  89,3 CBS 347.63 Ceriporiopsis subvermispora  1 0 

Grammothele sp.  FNE 627  95 JN411113 Grammothele denticulata  94,6 - Grammothele denticulata  1 0 

Hyphodermella sp. - 632  92 FN600382 Hyphodermella corrugata  90,5 MA-Fungi 61395 Hyphodermella corrugata  0 1 

Oudemansiella canarii FNE 626  98 HQ534101 Oudemansiella canarii  99,6 - Oudemansiella canarii  1 0 

Peniophora crassitunicata FNE 619  99 GU388305 Peniophora sp.  96,2 CBS 663.91 Peniophora crassitunicata  1 0 

Phanerochaete sp. FNE 621  98 AF475150 Phanerochaete sordida  100 CBS 109679 Ganoderma tornatum   4 2 

Phlebia sp. FNE 628  99 HQ248220 Basidiomycota sp.  99% - Basidiomycota sp.  3 0 

Phlebia subserialis FNE 638  98 HQ377286 Phlebia subserialis  97,9 UFMGCB 1883 Phlebia subserialis  1 0 

Polyporales 1 FNE 618  99 GQ999369 Flavodon flavus  99,6 - Flavodon flavus  1 0 

Polyporales 2 - 623  98 KC881071 Ceriporia lacerata   98 CBS 360.34 Hexagonia hydnoides   0 1 

Trametes hirsuta FNE 609  99 JX861099 Trametes hirsuta  98,5 CBS 282.73 Trametes hirsuta  2 0 

Trichosporon chiarellii Trichosporon chiarellii 512  100 HQ999971 Trichosporon chiarellii  99,4 CBS 111.77 Trichosporon chiarellii  74 1 

Basidiomycota não identificado 1 FNE 620  98 JN882337 Schizophyllum commune  99% CBS 250.69 Trametes maxima  1 0 

Basidiomycota não identificado 2 - 676  87 AY367590 Apterostigma urichii fungal 
symbiont  - - -  0 1 

Fungos não identificados              

Fungo não identificado   - 541  99  HQ630994 Chaetosphaeria sp.  98,3 CBS 200.25 Rhizoctonia solani   0 1 

Fungo não identificado  - 557  98 JQ081546 Uncultured fungus  98,3 - Uncultured fungus  0 2 

Total            371 244 
1 NCBI- GenBank e CBS – bancos de sequências de DNA de acesso público; 2 Pares de bases das sequências obtidas nesse estudo; 3 Similaridade (em %) das sequências 
comparadas com os bancos de dados; 4 Número de acesso das sequências dos bancos de dados consultados; 5 Fungos que não apresentaram esporulação mesmo após tentativas;  6 

Os fungos do gênero Trichoderma foram identificados utilizando o aplicativo TrichOKEY da International Subcommission on Trichoderma and Hypocrea Taxonomy (ISTH). 
Fonte: Dados da pesquisa. 
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APÊNDICE B - Proporção de fungos obtidos por meio de cultivo utilizado no isolamento.  

 
Ninhos 

Meio de cultivo Atta capiguara 2012  Atta sexdens rubropilosa 2012 

 
JSP 120410-01 JSP 120410-02 JSP 120410-03 JSP 120410-04  JSP 120410-05 JSP 120410-06 JSP 120410-07 JSP 120411-01 

Batata dextrose ágar 171/32 (20)3 9/14 (23) 17/4 (21) 22/3 (25)  25/0 (25) 11/11 (22) 6/19 (25) 22/0 (22) 
Ágar malte 2% 13/0 (13) 5/1 (6) 10/2 (12) 21/3 (24)  25/0 (25) 16/4 (20) 5/17 (22) 21/0 (21) 
Ágar nutriente sintético 9/0 (9) 14/3 (17) 10/1 (11) 23/0 (23)  25/0 (25) 15/10 (25) 13/12 (25) 17/0 (17) 
Total 39/3 (42) 28/18 (46) 37/7 (44) 66/6 (72)  75/0 (75) 42/25 (67) 23/49 (72) 60/0 (60) 

Meio de cultivo Atta capiguara 2013  Atta sexdens rubropilosa 2013 
 JSP 130305-02 JSP 130307-01  JSP 130307-02 JSP 130307-03  JSP 130130-01 JSP 130130-02  JSP 130130-03  JSP 130130-04 
Batata dextrose ágar 11/9 (20) 24/0 (24) 8/16 (24) 4/14 (18)  13/10 (23) 5/17 (22) 2/23 (25) 12/10 (22) 
Ágar malte 2% 7/8 (15) 25/0 (25) 10/6 (16) 4/13 (17)  17/8 (25) 5/20 (25) 2/23 (25) 16/9 (25) 
Ágar nutriente sintético 12/12 (24) 24/0 (24) 14/5 (19) 10/8 (18)  13/12 (25) 4/21 (25) 0/25 (25) 11/14 (25) 
Total 30/29 (59) 73/0 (73) 32/27 (59) 18/35 (53)  43/30 (73) 14/58 (72) 4/71 (75) 39/33 (72) 

1  representa o número de fragmentos com fungos não-cultivados pelas formigas cortadeiras. 
2  representa o número de fragmentos com o fungo mutualista (fungo cultivado pelas formigas). 
3  representa o total de fragmentos amostrados para cada meio de cultivo utilizado. 
Fonte: Dados da pesquisa.  
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APÊNDICE C - Árvores filogenéticas. 
 
Apêndice C.1 – Árvore filogenética inferida a partir de sequências da região ITS do gênero 
Tetraplosphaeria e relacionados. A árvore foi reconstruída utilizando o algoritmo de 
neighbor-joining com modelo de substituição nucleotídica de Kimura 2-parâmetros. Números 
nos ramos representam valores de suporte de bootstrap (n= 1000 pseudoréplicas). O nome do 
fungo é seguido pelo código de acesso da cultura e do número de acesso da sequência do 
GenBank (em parênteses). Códigos em negrito correspondem aos isolados de fungos obtidos 
no presente estudo.    
 

 

 
 
Massarina aurundinariae foi utilizado como grupo externo. JSP 06C2.5 foi isolado do ninho JSP 120410-06 de 
Atta sexdens rubropilosa, coletado no dia 10/04/2012.  Árvore baseada no artigo: Tanaka et al. (2009). Fonte: 
Elaborada pela autora. 
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Apêndice C.2 – Árvore filogenética inferida a partir de sequências da região do ITS gênero 
Discosia e relacionados. A árvore foi reconstruída utilizando o algoritmo de neighbor-joining 
com modelo de substituição nucleotídica de Kimura 2-parâmetros. Números nos ramos 
representam valores de suporte de bootstrap (n= 1000 pseudoréplicas). O nome do fungo é 
seguido pelo código de acesso da cultura e do número de acesso da sequência do GenBank 
(em parênteses). Códigos em negrito correspondem aos isolados de fungos obtidos no 
presente estudo.    
  

 
 
Pestalotiopsis maculans foi utilizado como grupo externo. JSP 01-11C4.2 foi isolado do ninho JSP 120411-01 
de Atta sexdens rubropilosa, coletado no dia 11/04/2012. Árvore baseada no artigo: Tanaka et al. (2011). Fonte: 
Elaborada pela autora. 
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Apêndice C.3 – Árvore filogenética inferida a partir de sequências da região do ITS gênero 
Xylogone, Scytalidium e relacionados. A árvore foi reconstruída utilizando o algoritmo de 
neighbor-joining com modelo de substituição nucleotídica de Kimura 2-parâmetros. Números 
nos ramos representam valores de suporte de bootstrap (n= 1000 pseudoréplicas). O nome do 
fungo é seguido pelo código de acesso da cultura e do número de acesso da sequência do 
GenBank (em parênteses). Códigos em negrito correspondem aos isolados de fungos obtidos 
no presente estudo. 
 

 
 
Sporendonema purpurascens foi utilizado como grupo externo. JSP 30-01A3.1 foi isolado do ninho JSP 130130-
01 de Atta sexdens rubropilosa; JSP 30-04C3.1 e JSP 30-04C1.3 foram isolados do ninho JSP 130130-04 de Atta 
sexdens rubropilosa, todos coletados no dia 30/01/2013. Árvore baseada no artigo: Kang et al. (2010). Fonte: 
Elaborada pela autora. 
 
  



91 
 

 
 

Apêndice C.4 – Árvore filogenética inferida a partir de sequências da região ITS da família 
Chaetothyriales e relacionados. A árvore foi reconstruída utilizando o algoritmo de neighbor-
joining com modelo de substituição nucleotídica de Kimura 2-parâmetros. Números nos 
ramos representam valores de suporte de bootstrap (n= 1000 pseudoréplicas). O nome do 
fungo é seguido pelo código de acesso da cultura e do número de acesso da sequência do 
GenBank (em parênteses). Códigos em negrito correspondem aos isolados de fungos obtidos 
no presente estudo.    
 

 
 

Dictyochaeta simplex foi utilizado como grupo externo. JSP 30-03A2.2 e JSP 30-03B3.1 foram isolados do 
ninho JSP 130130-03 de Atta sexdens rubropilosa; JSP 30-04C5.2, JSP 30-04B2.4, JSP 30-04B4.2 e JSP 30-
04B4.3 foram isolados do ninho JSP 130130-04 de Atta sexdens rubropilosa, todos coletados no dia 30/01/2013. 
Árvore baseada no artigo: Réblová e Winka (2000). Fonte: Elaborada pela autora.         
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Apêndice C.5 – Árvore filogenética inferida a partir de sequências da região ITS do gênero 
Chloridium e relacionados. A árvore foi reconstruída utilizando o algoritmo de neighbor-
joining com modelo de substituição nucleotídica de Kimura 2-parâmetros. Números nos 
ramos representam valores de suporte de bootstrap (n= 1000 pseudoréplicas). O nome do 
fungo é seguido pelo código de acesso da cultura e do número de acesso da sequência do 
GenBank (em parênteses). Códigos em negrito correspondem aos isolados de fungos obtidos 
no presente estudo.    
 
 

 
 
Sclerotinia sclerotiorum foi utilizado como grupo externo. JSP 30-04B1.3 foi isolado do ninho JSP 130130-04 
de Atta sexdens rubropilosa, coletado no dia 30/01/2013. Árvore baseada no artigo: Shrestha et al. (2011). Fonte: 
Elaborada pela autora.       
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Apêndice C.6 – Árvore filogenética inferida a partir de sequências da região ITS do gênero 
Podospora e relacionados. A árvore foi reconstruída utilizando o algoritmo de neighbor-
joining com modelo de substituição nucleotídica de Kimura 2-parâmetros. Números nos 
ramos representam valores de suporte de bootstrap (n= 1000 pseudoréplicas). O nome do 
fungo é seguido pelo código de acesso da cultura e do número de acesso da sequência do 
GenBank (em parênteses). Códigos em negrito correspondem aos isolados de fungos obtidos 
no presente estudo. 

 

 
 
Diaporte helianthi foi utilizado como grupo externo. JSP 30-01B1.1 foi isolado do ninho JSP 130130-01 de Atta 
sexdens rubropilosa, coletado no dia 30/01/2013. Árvore baseada no artigo: Chang, Kao e Wang. (2010). Fonte: 
Elaborada pela autora.  
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Apêndice C.7 – Árvore filogenética inferida a partir de sequências da região ITS do gênero 
Phlebia e relacionados. A árvore foi reconstruída utilizando o algoritmo de neighbor-joining 
com modelo de substituição nucleotídica de Kimura 2-parâmetros. Números nos ramos 
representam valores de suporte de bootstrap (n= 1000 pseudoréplicas). O nome do fungo é 
seguido pelo código de acesso da cultura e do número de acesso da sequência do GenBank 
(em parênteses). Códigos em negrito correspondem aos isolados de fungos obtidos no 
presente estudo. 

 

 
 

Phanerochaete chrysorhiza foi utilizado como grupo externo. JSP 01-10C5.3 foi isolado do ninho JSP 
120410-01 de Atta capiguara, coletado no dia 10/04/2012. Árvore baseada nos artigos: Parmasto e 
Hallenberg. (2000) e Ghobad-Nejhad e Hallenberg (2012). Fonte: Elaborada pela autora.  



95 
 

 
 

Apêndice C.8 – Árvore filogenética inferida a partir de sequências da região ITS do gênero 
Cladosporium e relacionados. A árvore foi reconstruída utilizando o algoritmo de neighbor-
joining com modelo de substituição nucleotídica de Kimura 2-parâmetros. Números nos 
ramos representam valores de suporte de bootstrap (n= 1000 pseudoréplicas). O nome do 
fungo é seguido pelo código de acesso da cultura e do número de acesso da sequência do 
GenBank (em parênteses). Códigos em negrito correspondem aos isolados de fungos obtidos 
no presente estudo. 
 

 
 

Cercospora berticola foi utilizado como grupo externo. JSP 06B5.1, JSP06C4.2 e JSP06C2.2 foram isolados do 
ninho JSP 120410-06 de Atta sexdens rubropilosa; JSP 02C2.2 e JSP 02C5.1 foram isolados do ninho JSP 
120410-02 de Atta capiguara; JSP 03A2.1, JSP 03B1.1 e JSP 03B1.3 foram isolados do ninho JSP 120410-03 de 
Atta capiguara; JSP 07C2.4 foi isolado do ninho JSP120410-07 de Atta sexdens rubropilosa, todos coletado no 
dia 10/04/2012; JSP 05-02C5.3 foi isolado do ninho JSP 130305-02 de Atta capiguara, coletado no dia 
05/03/2013; JSP 07-02A3.2 foi isolado do ninho JSP 130307-02 de Atta capiguara, coletado no dia 07/03/2013. 
Árvore baseada no artigo: Bensch et al. (2010). Fonte: Elaborada pela autora.  
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Apêndice C.8 (continuação) 
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Apêndice C.9 – Árvore filogenética inferida a partir de sequências da região ITS do gênero 
Colletotrichum e relacionados. A árvore foi reconstruída utilizando o algoritmo de neighbor-
joining com modelo de substituição nucleotídica de Kimura 2-parâmetros. Números nos 
ramos representam valores de suporte de bootstrap (n= 1000 pseudoréplicas). O nome do 
fungo é seguido pelo código de acesso da cultura e do número de acesso da sequência do 
GenBank (em parênteses). Códigos em negrito correspondem aos isolados de fungos obtidos 
no presente estudo. 
 

 
 
Molinochaetes infuscans foi utilizado como grupo externo. JSP 01-11A4.1 foi isolado do ninho JSP 120411-01 
de Atta sexdens rubropilosa, coletado no dia 11/04/2012; JSP 03A3.1 foi isolado do ninho JSP 120410-03 de 
Atta capiguara; JSP 06C2.1 e JSP 06C5.1 foram isolados do ninho JSP 120410-06 de Atta sexdens rubropilosa, 
coletados no dia 10/04/2012; JSP 30-02B4.1 foi isolado do ninho JSP 130130-02 de Atta sexdens rubropilosa, 
coletado no dia 30/01/2013. Árvore baseada nos artigos: Cannon et al. (2010 ) e Weir, Johnston e Damm (2012). 
Fonte: Elaborada pela autora.  
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Apêndice C.9 (continuação) 
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Apêndice C.10 – Árvore filogenética inferida a partir de sequências da região ITS do gênero 
Curvularia e relacionados. A árvore foi reconstruída utilizando o algoritmo de neighbor-
joining com modelo de substituição nucleotídica de Kimura 2-parâmetros. Números nos 
ramos representam valores de suporte de bootstrap (n= 1000 pseudoréplicas). O nome do 
fungo é seguido pelo código de acesso da cultura e do número de acesso da sequência do 
GenBank (em parênteses). Códigos em negrito correspondem aos isolados de fungos obtidos 
no presente estudo. 

 
 

Alternaria alternata foi utilizado como grupo externo. JSP 01-10B2.1 e JSP 01-10B2.3 foram isolados do ninho 
JSP 120410-01 de Atta capiguara, coletado no dia 10/04/2012; JSP 02B5.1 Foi isolado do ninho 120410-02 de 
Atta capiguara; JSP 04B1.1 e JSP 04B3.5 foram isolados do ninho JSP 120410-04 de Atta capiguara;  JSP 
06C1.3 foi isolado do ninho JSP 120410-06 de Atta sexdens rubropilosa; JSP 07A1.3 foi isolado do ninho 
120410-07 de Atta sexdens rubropilosa, todos coletados no dia 10/04/2012; JSP 01-11A5.3 foi isolado do ninho 
JSP 120411-01 de Atta sexdens rubropilosa, coletado no dia 11/04/2012. Árvore baseada no artigo: Funnell-
Harris, Prom e Pedersen (2013). Fonte: Elaborada pela autora.  
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Apêndice C.11 – Árvore filogenética inferida a partir de sequências da região ITS do gênero 
Mycosphaerella e relacionados. A árvore foi reconstruída utilizando o algoritmo de neighbor-
joining com modelo de substituição nucleotídica de Kimura 2-parâmetros. Números nos 
ramos representam valores de suporte de bootstrap (n= 1000 pseudoréplicas). O nome do 
fungo é seguido pelo código de acesso da cultura e do número de acesso da sequência do 
GenBank (em parênteses). Códigos em negrito correspondem aos isolados de fungos obtidos 
no presente estudo. 

 
 

Strelitziana africana foi utilizado como grupo externo. JSP 03A2.3 foi isolado do ninho JSP 120410-03 de Atta 
capiguara; JSP 06B5.5 e JSP 07C5.1 foram isolados dos ninhos JSP 120410-06 e 120410-07, respectivamente, 
de Atta sexdens rubropilosa, todos coletados no dia 10/04/2012; JSP 01-11A2.5, JSP 01-11B3.4 e JSP 01-
11A5.4 foram isolados do ninho JSP 120411-01, coletado no dia 11/04/201; JSP 30-01B1.3, JSP 30-02B5.1, JSP 
30-02C5.1, JSP 30-03B3.1, JSP 30-03A2.1 e JSP 30-04B5.4 foram isolados dos ninhos JSP 130130-01, JSP 
130130-02, JSP 130130-02, JSP 130130-03 e JSP 130130-04, respectivamente,  30/01/2013. Árvore baseada nos 
artigos: Crous et al. (2007b),  Quaedvlieg et al. (2012) e Passador et al. (2012). Fonte: Elaborada pela autora.   
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Apêndice C.11 (continuação) 
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Apêndice C.12 – Árvore filogenética inferida a partir de sequências da região ITS do gênero 
Diaporthe e relacionados. A árvore foi reconstruída utilizando o algoritmo de neighbor-
joining com modelo de substituição nucleotídica de Kimura 2-parâmetros. Números nos 
ramos representam valores de suporte de bootstrap (n= 1000 pseudoréplicas). O nome do 
fungo é seguido pelo código de acesso da cultura e do número de acesso da sequência do 
GenBank (em parênteses). Códigos em negrito correspondem aos isolados de fungos obtidos 
no presente estudo. 
 

 
 

Diaporthella corylina e Valsa ambiens foi utilizado como grupo externo. JSP 02C3.3 foi isolado do ninhos 
120410-02 de Atta capiguara; JSP 05A4.5, JSP06A4.1, JSP 06C4.1,  JSP 06B3.1 e JSP 06A1.2 foram isolados 
dos ninhos JSP 120410-05 e JSP 120410-06, respectivamente, de Atta sexdens rubropilosa; JSP 01-11B5.1, JSP 
01-11C4.3, JSp 01-11C4.1, JSP 01-11B2.4 foram isolados do ninho JSP 120411-01 de Atta sexdens rubropilosa; 
JSP 05-02A5.1 foi isolado do ninho JSP 130305-02 de Atta capiguara, coletado no dia 05/03/2013. Árvore 
baseada nos artigos: Udayanga et al. (2012) e Gomes  et al. (2013). Fonte: Elaborada pela autora.   
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Apêndice C.12 (continuação) 
 

  



104 
 

 
 

Apêndice C.12 (continuação) 
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Apêndice C.13 – Árvore filogenética inferida a partir de sequências da região ITS das famílias 
Sordariales, Hypocreales, Pleosporales, Agaricales e Polyporales. A árvore foi reconstruída 
utilizando o algoritmo de neighbor-joining com modelo de substituição nucleotídica de 
Kimura 2-parâmetros. Números nos ramos representam valores de suporte de bootstrap (n= 
1000 pseudoréplicas). O nome do fungo é seguido pelo código de acesso da cultura e do 
número de acesso da sequência do GenBank (em parênteses). Códigos em negrito 
correspondem aos isolados de fungos obtidos no presente estudo. 
 

 
 

JSP 01-10A3.4, JSP 02A1.1, JSP03C1.2 e JSP 04C4.2 foram isolados dos ninhos JSP 120410-01, JSP 120410-
02, JSP 120410-03 e JSP 120410-04,  respectivamente, de Atta capiguara; JSP 06B5.2, JSP 06C3.1, foram  
isolado do ninho JSP 120410-06 de Atta sexdens rubropilosa, todos coletado no dia 11/04/2012; JSP 01-11A3.4 
e JSP 01-11B3.2 foram isolados do ninhos JSP 120411-01 de Atta sexdens rubropilosa, coletado no dia 
11/04/2012; JSP 30-01C1.3, JSP 30-04A3.2, JSP 30-04B1.1 e JSP30-04A3.1 foram isolados dos ninhos JSP 
130130-01 e JSP 130130-04, respectivamente, de Atta sexdens rubropilosa, coletos no dia 30/01/2013; JSP 05-
02B4.1 foi isolado do ninhos JSP 130305-02 de Atta capiguara, coletado no dia 05/03/2013; JSP 07-02B2.3, JSP 
07-02B2.2, JSP 07-03C2.2, JSP 07-03A3.1 e  JSP 07-03B5.1 foram isolados dos ninhos 130107-02 e JSP 
130307-03, respectivamente, de Atta capiguara, coletados no dia 07/03/2013. Árvore baseada no artigo: 
Morgenstern et al. (2012). Fonte: Elaborada pela autora. 
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Apêndice C.13 (continuação) 
 

 
 
 


