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DIVERSIDADE GENÉTICA DE Bartonella spp. EM MOSCAS STREBLIDAE 

ASSOCIADAS A MORCEGOS NO BRASIL 

 
RESUMO 

As moscas da família Streblidae são ectoparasitos com distribuição mundial e 

especializados em parasitar exclusivamente morcegos, os quais atuam como 

importantes hospedeiros de Bartonella spp. Essas moscas são potenciais vetores 

dessas bactérias emergentes com relevância zoonótica. A despeito da alta riqueza 

de espécies de morcegos e moscas Streblidae no Brasil, pouco se conhece a 

respeito da ocorrência e diversidade de Bartonella spp. nestes hospedeiros, 

principalmente em ambientes cavernícolas. Este estudo investigou a ocorrência e 

diversidade genética de Bartonella spp. em moscas Streblidae associadas a 

morcegos em remanescentes de florestas úmidas no estado de Pernambuco (558 

moscas de sete diferentes espécies coletadas de 299 morcegos) e cavernas no 

estado do Pará (658 moscas de 11 diferentes espécies coletadas de 174 morcegos). 

Amostras de DNA extraídas de moscas e positivas na PCR para gene endógeno cox- 

1 foram submetidas à qPCR para Bartonella spp. (região intergênica 16-23S rRNA) 

e ensaios de caracterização molecular baseados em cinco marcadores moleculares 

(gltA, rpoB, ribC, pap-31 e ftsZ). Taxas de positividade para Bartonella spp. de 37,5% 

(Pernambuco) e 25,4% (Pará) foram encontradas. Apesar da detecção molecular, a 

caracterização genética só foi possível nas amostras de moscas de morcegos 

cavernícolas da Amazônia brasileira, que revelou grande diversidade genética de 

Bartonella spp., com a identificação de onze genótipos do gene gltA, seis para o gene 

ftsZ e quatro do gene rpoB. Inferências filogenéticas baseadas nestes três 

marcadores moleculares revelaram relações próximas entre as sequências 

detectadas e genótipos encontrados previamente em morcegos e moscas 

associadas em outros países. Trata-se da primeira evidência molecular de Bartonella 

spp. em moscas Streblidae parasitas de morcegos cavernícolas no Brasil, abrindo 

fronteiras para estudos interespecíficos (Bartonella-mosca-morcego) nesses 

ecossistemas ainda pouco explorados. Adicionalmente, o presente trabalho traz a 

primeira detecção molecular de Bartonella spp. No estado do Pará em Nycterophilia 

parnelli, Trichobius galei, Mastoptera minuta e T. johnsonae. 

Palavras-Chave: bartonellose; Chiroptera; Hippoboscoideae; morcegos 
cavernícolas 
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GENETIC DIVERSITY OF Bartonella spp. IN BAT-ASSOCIATED STREBLIDAE 
FLIES FROM BRAZIL 

 
ABSTRACT 

 
Streblidae flies are ectoparasites with worldwide distribution, highly specialized 

in parasitizing bats exclusively. Bats are considered important reservoirs of Bartonella 

spp., emerging bacteria with zoonotic relevance. These flies are potential vectors of 

Bartonella spp. Despite the high species richness of bats and Streblidae flies in Brazil, 

little is known about the occurrence and genetic diversity of Bartonella spp. in these 

hosts, especially in cave environments. This study investigated the occurrence and 

genetic diversity of Bartonella spp. in bat-associated Streblidae flies in remnants of 

humid forests in the state of Pernambuco (558 flies from seven different species 

collected from 299 bats) and caves in the state of Pará (658 flies from 11 different 

species collected from 174 bats). DNA samples extracted from flies and positive for 

the endogenous cox-1 gene by PCR were subjected to a qPCR targeting Bartonella 

spp. (16–23S rRNA intergenic region) and molecular characterization assays based on 

five genetic markers (gltA, rpoB, ribC, pap-31, and ftsZ). Positivity rates for Bartonella 

spp. were 37.5% in Pernambuco and 25.4% in Pará. This study revealed a high genetic 

diversity of Bartonella spp. in cave-dwelling bats-associated Streblidae flies in the 

Brazilian Amazon, with the identification of eleven gltA genotypes, four rpoB genotypes, 

and six ftsZ genotypes. Phylogenetic inferences based on these three markers 

revealed close relationships between the detected sequences and genotypes 

previously identified in bats and associated flies from other countries. This is the first 

molecular evidence of Bartonella spp. in Streblidae flies parasitizing cave-dwelling bats 

in Brazil, opening new frontiers for interspecific studies (Bartonella-fly-bat) in these still 

poorly explored ecosystems. Additionally, this study reports the first molecular 

detection of Bartonella spp. in Nycterophilia parnelli, Trichobius galei, Mastoptera 

minuta, and Trichobius johnsonae. 

Keywords: bartonellosis; Chiroptera; Hippoboscoidea; cave-dwelling bats 
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CAPÍTULO 1 – Considerações gerais 

1. Introdução 

O Brasil é detentor de grande diversidade de quirópteros, com 186 espécies 

de morcegos distribuídas em nove famílias, compreendendo 12,5% do total mundial 

(n=1487) de espécies de morcegos. Tais mamíferos têm papel fundamental na 

manutenção dos ecossistemas, por atuarem na dispersão de sementes, polinização 

e controle de insetos. Por outro lado, devido à alta complexidade biológica, como 

capacidade de voo, alta longevidade, formação de colônias populacionais, vasta 

disseminação e ampla diversidade de espécies, os quirópteros são reconhecidos 

como importantes reservatórios naturais para diversos agentes patogênicos.  

O gênero Bartonella engloba alfa-proteobactérias Gram-negativas 

intracelulares facultativas, agentes etiológicos de zoonoses emergentes. Tais 

agentes são transmitidos por vetores artrópodes e têm mamíferos como principais 

hospedeiros. Os quirópteros representam o segundo principal hospedeiros de 

Bartonella spp. entre os mamíferos, ficando atrás apenas dos roedores. Até o 

momento, quatro espécies de Bartonella detectadas em morcegos (B. tamiae, B. 

rochalimae, ‘Candidatus Bartonella mayotimonensis’ e ‘Candidatus Bartonella 

rousetti’) foram incriminadas como agentes zoonóticos.  

As moscas da família Streblidae (Diptera: Hippoboscoidea) constituem um 

grupo de dípteros hematófagos obrigatórios, especializados em parasitar 

exclusivamente morcegos e com distribuição mundial. Esses insetos demonstram 

notável adaptação ao parasitismo, tais como olhos compostos reduzidos, presença 

de ctenídeo em várias espécies, redução ou mesmo ausência de asas, além de 

viviparidade adenotrófica como estratégia reprodutiva. A associação com morcegos 

é tão estreita que moscas Streblidae figuram entre os ectoparasitos mais comuns e 

numerosos sobre nesses mamíferos, especialmente em espécies que ocupam 

abrigos estáveis, como cavernas. Moscas desta família vêm sendo incriminadas 

como potenciais vetores de Bartonella spp. entre morcegos.  

Considerando o papel dos morcegos na disseminação de patógenos e a 

diversidade de vetores a eles associados, torna-se essencial aprofundar o 

conhecimento acerca da distribuição geográfica e diversidade de espécies de 

Bartonella spp. associadas a moscas Streblidae parasitas de quirópteros. Na 

perspectiva de Saúde Única, o aprofundamento do entendimento das interações 

ecológicas entre patógenos, vetores e hospedeiros silvestres contribui para a 

compreensão dos riscos de emergência de zoonoses, especialmente em regiões de 
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alta biodiversidade e crescente impacto antrópico, como o Brasil. O presente estudo 

teve como objetivo investigar a ocorrência e diversidade genética de Bartonella spp. 

em moscas Streblidae associadas a morcegos coletadas em remanescentes de 

florestas úmidas no estado de Pernambuco e em cavernas no estado do Pará, no 

nordeste e norte do Brasil, respectivamente.  

 
2. Revisão de Literatura 

 
2.1 Ordem Chiroptera 

Chiroptera, derivado das palavras gregas “Cheir” (mão) e “pteron” (asas), é a 

única ordem que alberga mamíferos com capacidade de voo, distinguida por 

membros anteriores modificados e patágio. Subdivide-se em Megachiroptera, restrita 

ao Velho Mundo e representada pela família Pteropodidae, como Pteropus 

vampyrus, e Microchiroptera, presentes no Novo Mundo, incluindo Vespertilionidae, 

Molossidae e Phyllostomidae, sendo Vampyrum spectrum o maior representante 

(Simmons, 2001; Peracchi et al., 2011). 

A ecolocalização, capacidade de emitir e perceber sons de alta frequência, é 

exclusiva dos microquirópteros, exceto no gênero Rousettus dos Megachiroptera 

(Simmons & Conway, 2003). Filogeneticamente, Chiroptera é dividida em 

Yangochiroptera (Emballonuroidae, Noctilionoidae e Vespertilionoidae) e 

Yinpterochiroptera (Rhinolophoidae, incluindo Pteropodidae) (Hutcheon & Kirsch, 

2006). 

A morfologia das asas varia com o hábito alimentar: frugívoros possuem asas 

largas para carregar frutos, enquanto insetívoros possuem asas estreitas e ágeis 

para caça (Vaughan et al., 2000). Os morcegos desempenham funções ecológicas 

essenciais, como polinização (quiropterofilia), dispersão de sementes 

(quiropterocoria) e controle de insetos (Fenton e Simmons, 2014), além de exibirem 

ampla diversidade alimentar (Peracchi et al., 2006). 

A reprodução varia de monoestria sazonal (um pico anual) a poliestria (até 

três picos), com filhotes geralmente únicos, embora algumas espécies possam gerar 

múltiplos (Fleming et al., 1972). Os morcegos são hospedeiros de patógenos, 

incluindo protozoários, vírus e bactérias, devido à sua alta diversidade, distribuição 

ampla e hábitos sociais (Concannon et al., 2005; Wallau et al., 2023). 

No Brasil, foram registradas 186 espécies até o presente momento, 

distribuídas em 68 gêneros e 9 famílias, com maior diversidade na Amazônia, e o 

estado do Pará destacando-se pelo maior número de espécies (Bernard et al., 2011; 
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Garbino et al., 2024). A rica biodiversidade reforça a importância do estudo de 

patógenos com e sem potencial zoonótico em quirópteros e seus ectoparasitos. 

 

2.2 Moscas Streblidae 

As moscas da família Streblidae (Diptera: Hippoboscoidea) constituem um 

grupo altamente especializado de dípteros hematófagos obrigatórios, que 

apresentam alta especificidade parasitária, associando-se frequentemente a apenas 

uma espécie ou gênero de morcego. Entretanto, algumas espécies, por exemplo as 

aladas, podem parasitar mais de uma espécie de morcego devido a sua capacidade 

limitada de voo. Possuem distribuição pantropical, com maior diversidade nas 

regiões neotropicais (Dick & Patterson, 2006; Dick, 2007; Dick & Patterson, 2007 

Graciolli et al., 2022). No contexto neotropical, o Brasil se destaca como um 

importante hotspot de diversidade para Streblidae, abrigando mais de 100 espécies, 

compreendendo cerca de 42% da riqueza global conhecida (Graciolli & Dick, 2018; 

Graciolli, 2025). Esta família compreende dípteros hematófagos, com cerca de 250 

espécies conhecidas (Dick e Patterson 2006), sendo que pelo menos 101 delas são 

descritas no Brasil (Barbier et al., 2018; Graciolli, 2025). Interessantemente, a partir 

de registros fósseis, acredita-se que moscas desta família parasitam morcegos há 

mais de 20 milhões de anos (Barbier e Graciolli, 2016), sendo responsáveis pela 

maior carga parasitária em morcegos que usam abrigos permanentes (Barbier e 

Bernard, 2017). Apesar do Brasil deter mais de 101 espécies destes dípteros, a 

grande maioria dos estudos estão concentrados na Europa e América do Norte 

(Szentiványi et al., 2019). 

Juntamente com moscas da família Nycteribiidae, dípteros da família 

Streblidae formam os principais grupos de ectoparasitas hematófagos de morcegos, 

apresentando adaptações morfológicas e biológicas extremas ao parasitismo. Entre 

essas adaptações estão a redução ou ausência de olhos compostos, a presença de 

ctenídeos, o polimorfismo alar (variando de asas completas até sua ausência) e o 

achatamento corporal dorsoventral (Dick & Patterson, 2007; Barbier et al., 2018). 

Evidências moleculares sugerem que moscas de ambas as famílias surgiram durante 

a radiação adaptativa dos morcegos, entre 50 e 30 milhões de anos atrás (Dick & 

Patterson, 2006). 

Além dessas adaptações, as moscas Streblidae apresentam uma estratégia 

reprodutiva singular: a viviparidade adenotrófica. Nesse processo, as fêmeas retêm 

os ovos em uma bolsa uterina e nutrem as larvas por meio de glândulas 



11 
 

especializadas, até o terceiro ínstar (Marshall, 1982). Quando completamente 

desenvolvidas, as larvas são depositadas no estágio pré-pupal nos abrigos dos 

morcegos, como cavernas, folhagens ou construções humanas, onde completam 

seu desenvolvimento em 3 a 4 semanas, até emergirem como adultos, prontos para 

colonizar novos hospedeiros (Bequaert, 1942; Dick & Patterson, 2007). Esse ciclo, 

compartilhado com outros dípteros Hippoboscoidea, reflete uma coevolução 

profunda com seus hospedeiros.  

Apesar de raramente observadas em humanos (Wenzel et al., 1966; Dick, 

2007), as moscas da família Streblidae aparentemente não transmitem patógenos 

zoonóticos por meio de sua picada para seres humanos. Ainda assim, sua habilidade 

de infestar hospedeiros diferentes dos habituais, levanta preocupações quanto à 

possível contribuição desses dípteros na emergência de doenças infecciosas (Dick 

& Dittmar, 2014; Dittmar et al., 2015). 

 

2.3 Gênero Bartonella 

O gênero Bartonella (ordem Hyphomicrobiales, família Bartonellaceae) 

compreende bactérias Gram-negativas de caráter intracelular facultativo que 

apresentam tropismo para eritrócitos e células endoteliais de mamíferos, embora 

também possam se replicar em células do sistema imune, tais como macrófagos, 

monócitos e células dendríticas (Eicher e Dehio, 2012). A família Bartonellaceae 

inclui cerca de 42 espécies (Parte et al., 2020), que foram isoladas ou detectadas 

tanto em humanos quanto em animais domésticos e selvagens, sendo que pelo 

menos 13 espécies têm reconhecido potencial zoonótico (Okaro et al., 2017). Entre 

as espécies clinicamente relevantes destacam-se Bartonella bacilliformis, B. 

quintana, B. henselae, B. elizabethae, B. clarridgeiae, B. koehlerae, B. grahamii, B. 

rochalimae, B. tamiae, B. ancashensis e B. washoensis,  capazes de causar desde 

quadros febris intermitentes até processos inflamatórios teciduais mais graves 

(Mogollon- Pasapera et al., 2009; Rao et al., 2021). 

Uma característica epidemiológica importante dessas bactérias é a 

capacidade de estabelecerem bacteremias prolongadas nos eritrócitos dos 

hospedeiros mamíferos, o que os tornam reservatórios naturais, facilitando a 

transmissão por meio de vetores artrópodes (Deng et al., 2012; Pitassi et al., 2015). 

Entre as espécies de maior relevância médica, três merecem destaque: B. henselae, 

B. quintana e B. bacilliformis. A primeira é o agente etiológico da Doença da 

Arranhadura do Gato (DAG), com implicações graves para indivíduos 
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imunossuprimidos. A transmissão ocorre principalmente através da arranhadura e 

mordedura de gatos infectados com B. henselae e infestados por pulgas 

Ctenocephalides felis felis. Tais mamíferos carreiam as bactérias no leito gengival e 

unhas. Durante o grooming, gatos contaminam as unhas e gengivas com fezes de 

pulgas contendo B. henselae. A DAG pode se manifestar tanto na forma típica 

(caracterizada por lesões cutâneas e linfadenopatia regional autolimitantes) quanto 

na forma atípica (com manifestações sistêmicas graves, como encefalite, 

osteomielite e hepatosplenomegalia) (Guptill et al., 1997; Velho, 2001). Tanto B. 

henselae quanto B. quintana podem induzir lesões proliferativas vasculares na pele 

e no fígado, especialmente em pacientes HIV positivos (Velho, 2001). Bartonella 

quintana, por sua vez, é o agente causal da Febre das Trincheiras, doença 

historicamente associada a condições de precariedade sanitária e que afeta 

principalmente populações vulneráveis, como pessoas em situação de rua e usuários 

de drogas, infestados pelo piolho vetor Pediculus humanus corporis (Dehio, 2004). 

Já B. bacilliformis, transmitida por flebotomíneos, é responsável pela Doença de 

Carrión, endêmica em alguns países andinos, que se apresenta em duas fases 

distintas: a fase aguda (Febre de Oroya), marcada por anemia hemolítica grave, e a 

fase crônica (Verruga Peruana), caracterizada por lesões cutâneas vasculares (Maco 

et al., 2004; Lamas et al., 2008; Pitassi, 2015). 

As espécies de Bartonella apresentam notável especificidade por seus 

hospedeiros mamíferos. Por exemplo, B. elizabethae, B. grahamii, B. washoensis e 

B. vinsonii subsp. arupensis estão frequentemente associadas a roedores, enquanto 

B. henselae tem como principal hospedeiro os felinos domésticos e B. vinsonii subsp. 

berkhoffii é comumente encontrada em canídeos (Dehio, 2004). Embora a 

transmissão vetorial esteja bem caracterizada para algumas espécies de Bartonella, 

como B. henselae, para outras espécies ainda são necessários estudos para 

identificar com precisão seus vetores naturais (Mosbacher et al., 2011; Cheslock & 

Embers, 2019), revelando lacunas importantes no entendimento de sua ecologia de 

transmissão. 

 
2.4 Bartonella spp. em morcegos 

 
Os morcegos representam o segundo principal hospedeiro de Bartonella spp. 

entre os mamíferos, superados apenas pelos roedores (Lin et al., 2012). Nesses 

hospedeiros, duas espécies com reconhecido potencial zoonótico merecem 

destaque: 'Candidatus Bartonella mayotimonensis' e 'Candidatus Bartonella rousetti'. 
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A primeira foi inicialmente identificada em um paciente com endocardite nos Estados 

Unidos (Lin et al., 2010) e, posteriormente, detectada em morcegos Myotis lucifugus, 

com sequências genéticas idênticas às do caso humano (Lilley et al., 2017). Sua 

presença foi confirmada também na Finlândia, tanto em morcegos (Eptesicus 

nilssonii, Myotis brandtii) quanto em seus ectoparasitos (moscas Nycteribia kolenatii, 

Penicillidia monoceros e pulgas) (Veikkolainen et al., 2014), além de ter sido 

detectada em morcegos na França e Espanha (Stuckey et al., 2017). 

Por sua vez, 'Candidatus Bartonella rousetti' foi identificada em morcegos 

frugívoros (Rousettus aegyptiacus) e em moscas associadas (Eucampsipoda 

africana) na Nigéria (Bai et al., 2018). Um estudo realizado durante um festival 

tradicional de caça a morcegos na Nigéria revelou que 3,92% dos participantes 

apresentavam anticorpos específicos contra esta bactéria (Bai et al., 2018), sendo 

posteriormente confirmada sua presença na Zâmbia (Qiu et al., 2020). Outra espécie 

de interesse, B. tamiae, originalmente isolada de pacientes tailandeses, foi detectada 

em carrapatos (Ixodes vespertilionis), moscas (Nycteribiidae spp.) e morcegos na 

Argélia (Leulmi et al., 2016), reforçando seu potencial de transmissão entre animais 

e humanos. 

Bartonella rochalimae foi primeiramente isolada em sangue humano de uma 

paciente norte-americana que retornava do Peru com quadro de febre persistente, 

esplenomegalia e anemia (Eremeeva et al., 2007). Recentemente, DNA desta 

espécie foi detectado DNA em morcegos Tadarida brasiliensis nos Estados Unidos 

(Becker et al., 2025). 

Estudos conduzidos em diversas regiões do mundo demonstram ampla 

distribuição e diversidade genética de Bartonella spp. em morcegos.  

No Quênia, a presença de Bartonella spp. foi investigada em amostras de 

sangue de 331 morcegos pertencentes a 13 espécies, por meio de cultivo em placas 

de ágar suplementadas com sangue de coelho, seguido de confirmação molecular 

por PCR direcionada ao gene gltA e sequenciamento. Bartonella spp. foi isolada e 

confirmada molecularmente a partir do sangue de 30,2% (106/331) dos morcegos 

testados. Colônias de Bartonella spp. foram isoladas das seguintes espécies de 

morcegos: 23/88 (26,1%) Eidolon helvum; 22/105 (21,0%) Rousettus aegyptiacus; 

4/9 (44,4%) Coleura afra; 7/8 (87,5%) Triaenops persicus; 1/4 (25,0%) Hipposideros 

commersoni e 49/87 (56,3%) Miniopterus spp. (Kosoy et al., 2010). 

Em um estudo realizado no sul da Guatemala, amostras de sangue de 118 

morcegos de 15 espécies, foram submetidas à cultura para isolamento de Bartonella 

spp. Dos 118 morcegos analisados, 39 (33,1%) apresentaram resultados positivos, 
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gerando 41 isolados. A prevalência variou significativamente entre as espécies: 

88,8% (9/8) em Phyllostomus discolor; 70% (7/10) P. davyi; 48,4% (15/31) Desmodus 

rotundus; 8,3% (1/12) Sturnira lilium e 13,3% (2/15) Glossophaga soricina. A 

confirmação da identidade molecular dos isolados foi realizada por PCR (Reação de 

cadeia de polimerase) direcionado ao gene gltA, seguida de sequenciamento. As 

análises filogenéticas revelaram que os genótipos identificados eram geneticamente 

distintos quando comparados àqueles previamente detectados em morcegos do 

Reino Unido e do Quênia, sugerindo a circulação de linhagens únicas na região 

amostrada (Bai et al., 2011).  

No continente africano, 384 amostras de sangue de 29 espécies de morcegos 

capturados na África do Sul e Essuatín foram submetidas à PCR convencional,  

direcionado ao gene gltA de Bartonella spp. Como resultado, Bartonella sp. foi 

detectada em 3,4% das amostras (13/384), principalmente em Miniopterus 

natalensis, Nycteris thebaica, Epomophorus wahlbergi e Rousettus aegyptiacus. 

Análises filogenéticas revelaram dois grupos principais de Bartonella, o primeiro 

grupo incluiu amostras provenientes de N. thebaica e M. natalensis, as quais se 

agruparam com B. grahamii. O segundo grupo demonstrou que as sequências 

Rousettus aegyptiacus, formaram um clado geneticamente distinto, sem relação 

próxima com qualquer espécie previamente descrita (Dietrich et al., 2016). 

Na Guiana Francesa, duas possíveis novas espécies de Bartonella foram 

identificadas em morcegos (Davoust et al., 2016), enquanto na China os genótipos 

detectados mostraram similaridade com aqueles previamente detectados em 

moscas de morcegos da Coreia do Sul (Han et al., 2017).  

Na Europa, uma investigação conduzida em quatro países (Áustria, República 

Tcheca, Hungria e Romênia) encontrou baixa prevalência (1,38%), mas com 

sequências próximas a 'Ca. B. mayotimonensis' (Corduneanu et al., 2018). Análises 

filogenéticas sugerem que os morcegos podem representar os hospedeiros 

ancestrais de Bartonella spp., tendo desempenhado papel crucial em sua dispersão 

geográfica (McKee et al., 2021). 

No Brasil, pesquisas têm revelado significativa diversidade de Bartonella spp. 

em morcegos. Estudo abrangendo vários estados (Paraná, Pará, São Paulo, Mato 

Grosso e Tocantins) encontrou 5,28% de positividade, por meio de PCR em tempo 

real quantitativa (qPCR), em morcegos não-hematófagos (Ikeda et al., 2017). Na 

Mata Atlântica (RJ, BA, SC), a prevalência molecular encontrada foi de 18,5%, com 

evidências de novos genótipos (Ferreira et al., 2018). André et al. (2019) 

investigaram a ocorrência molecular de Bartonella spp. em amostras de fígado de 
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208 morcegos hematófagos de três espécies. Como resultado, 51 (24,5%) 

apresentaram-se positivos na PCR em tempo real para para Bartonella spp., 

coistribuição variável entre as espécies: Desmodus rotundus 40 (78,4%) e Diaemus 

ecaudata 11 (21.6%). Ikeda et al. (2020) investigaram a ocorrência e diversidade 

genética de Bartonella spp. em morcegos e seus ectoparasitos na região periurbana 

de Campo Grande (MS). Foram analisadas 418 amostras (133 de sangue, 135 de 

baço e 150 moscas hematófagas) coletadas de 135 indivíduos de 12 espécies de 

morcegos. A PCR em tempo real para Bartonella spp., baseada no gene nuoG, 

revelou positividade em 9,6% dos morcegos (13/135) e em 8% das moscas (12/150). 

As taxas de infecção por espécie de morcego foram: Platyrrhinus lineatus 52,2% 

(12/23), Carollia perspicillata 20% (1/5), Artibeus planirostris 9,1% (3/33) e A. lituratus 

5,4% (2/37). Treze genótipos distintos para o gene gltA de Bartonella spp. foram 

identificados (Ikeda et al., 2020). No estado do Rio de Janeiro, 3,6% dos morcegos 

amostrados mostraram-se positivos em ensaios moleculares para Bartonella spp. 

(Gonçalves-Oliveira et al., 2020). Já no estado do Mato Grosso, Pacheco et al. (2024) 

encontraram positividade para Bartonella spp. em 16,5% dos morcegos amostrados, 

com genótipos similares aos encontrados em outros países da América Latina 

(Pacheco et al., 2024). Por outro lado, positividade de 10,1% (21/208) para Bartonella 

spp. foi encontrada em morcegos amostrados no estado do Acre. Por meio de qPCR 

baseada no gene nuoG, a taxa de positividade variou de acordo com a espécie de 

morcego: C. perspicillata apresentou a maior prevalência (20,3%; 14/69), seguida 

por A. planirostris (5,6%; 3/54), P. elongatus (11,2%; 1/9) e Lophostoma silvicolum 

(33,3%; 1/3) (Franco et al., 2024). Mais recentemente, Franco et al. (2025) 

encontraram, por meio de qPCR baseada no gene nuoG, positividade de 31,9% para 

Bartonella spp. em morcegos D. rotundus amostrados nos estados de Amapá, Pará 

e Roraima (Franco et al., 2025). 

 
2.5 Bartonella spp. em moscas de morcegos 

 
2.5.1 Bartonella spp. em moscas associadas a morcegos no mundo 

O primeiro relato de Bartonella spp. em moscas Streblidae ocorreu na Flórida 

(Reeves et al., 2005). Os referidos autores coletaram exemplares de Basilia 

boardmani (1 espécime) e Trichobius major (4 espécimes), no qual apenas um 

espécime de T. major foi positivo para Bartonella spp. A partir de sequências do gene 

groEL, houve positividade com 91% de identidade com Bartonella spp. previamente 

descritas em roedores (Sciurus carolinensis) no Reino Unido. 
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Moscas Hippoboscoidea (Trichobius parasiticus (n=533), Strebla wiedemanni 

(n=176), Megistopoda aranea (11), Trichobius spp. (n=4), Aspidoptera spp. (n=6), 

Paratrichobius longicrus (n=4) e Trichobius caecus (n=25)) foram coletadas no 

México de cinco espécies de morcegos (Artibeus jamaicensis (n=10), Artibeus 

lituratus (n=4), Desmodus rotundus (n=202), Sturnira ludovici (n=1), Sturnira lilium 

(n=1), e Pteronotus parnellii (n=15)) (Moskaluk et al., 2018). A presença de DNA de 

Bartonella spp. foi maior em T. parasiticus (18,15%) em comparação a moscas S. 

wiedemanni (6%). A análise filogenética baseada no gene gltA agrupou as 

sequências obtidas em morcegos e suas moscas, em três subclados, sendo o 

primeiro com sequências de Bartonella clarridgeiae e Bartonella rochalimae, o 

segundo com Bartonella bacilliformis e o terceiro com as sequências ‘Candidatus 

Bartonella mayotimonensis’ e Bartonella washoensis. Algumas sequências de 

morcegos formaram um clado com sequência de B. doshiae (Moskaluk et al., 2018). 

Nabeshima et al. (2020) realizaram a detecção e inferências filogenéticas de 

genótipos de Bartonella spp. em moscas associadas a Miniopterus fuliginosus no 

Japão. Foram coletadas 281 moscas de 114 morcegos. A prevalência de DNA de 

Bartonella foi de 47,1% (74/157) em Nycteribia allotopa, 15,2% (12/79) em Nycteribia 

spp. e 6,7% (3/45) em Penicilidia jenynsii. A análise filogenética revelou que as 

sequências gltA obtidas mostraram-se próximas de genótipos de Bartonella spp. 

previamente detectados em moscas Nycteribia e morcegos Miniopterus. 

Mitchell et al. (2022) investigaram a diversidade genética de Bartonella spp. em 

252 amostras de sangue de morcegos (18 espécies) e 62 pools de moscas associadas 

a morcegos, provenientes de 48 quirópteros capturados em cavernas na Costa Rica. 

A prevalência de Bartonella spp. foi de 10,7% (27/252) para morcegos e 29% (18/62) 

para pools de ectoparasitos. Os genótipos gltA de Bartonella spp. detectados foram 

compartilhados entre morcegos e moscas associadas a quirópteros em diferentes 

partes do país, além de mostrarem proximidade filogenética com sequências de 

Bartonella spp. previamente detectadas em morcegos e moscas da Guatemala e 

México. 

Han et al. (2022) iinvestigaram a diversidade genética de Bartonella spp. em 

morcegos (Myotis adversus, Myotis davidii, Miniopterus schreibersii, Rhinolophus 

pusillus) e moscas (Penicillidia monoceros, Nycteribia spp. e Phthiridium spp.), e 

em ácaros (Spinturnix sp. e Eyndhovenia sp.) associados na China. (em morcegos, 

a prevalência foi de 20,0% (2/10) em 2018, 18,8% (3/16) em 2019 e 10,3% (21/203) 

em 2020. Entre os ectoparasitos, taxas de positividade de 66,7% (10/15) em 2018 e 
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50,4% (60/119) em 2020 foram detectadas em moscas P. monoceros. Além disso, a 

espécie com potencial zoonótico ‘Ca. B. mayotimonesis’ foi identificada tanto em 

morcegos quanto em ectoparasitos.  

No Japão, Nabeshima et al. (2023) investigaram a prevalência de Bartonella 

spp. em 123 morcegos (Eptesicus nilssonii) e ectoparasitos associados (174 pulgas 

Ischnopsyllus needhami e dois percevejos Cimex japonicus). Foi detectado DNA de 

Bartonella spp. em 32 (26%) dos morcegos e em 79 (45,4%) das pulgas. A análise 

filogenética baseada no gene gltA revelou que dois genótipos obtidos agruparam- 

se com sequências de Bartonella spp. previamente detectadas em morcegos 

Eptesicus da República da Geórgia e Finlândia, morcegos Myotis da Romênia e 

Reino Unido, e uma pulga Ischnopsyllus needhami, coletada de morcego Eptesicus 

da Finlândia. Já o terceiro genótipo formou um clado com B. florencae, B. acomydis 

e B. birtlesii. Esse estudo sugere que pelo menos duas espécies de Bartonella spp. 

circulam em morcegos no norte do Japão. 

Fagre et al. (2023) avaliaram a infeção por Bartonella spp. em morcegos 

frugíveros e moscas associadas em Bangladesh. Foi detectada alta prevalência de 

DNA de Bartonella spp. no sangue de morcegos (Pteropus medius - 35/55 [64%]) e 

moscas associadas (Cyclopodia sykesii - 59/60 [98%]). As sequências gltA de 

Bartonella spp. de morcegos e moscas agruparam-se em três clados: A (intimamente 

relacionadas com sequências previamente detectadas em Pteropus hypomelanus e 

Cyclopodia horsfieldi da Malásia), B (dezessete genótipos com identidade de 96,93– 

99,72% entre si. Esse grupo está mais próximo de outra sequência de Bartonella 

identificada em C. horsfieldi coletada de P. hypomelanus na Malásia e distantes de 

sequências detectadas em Eidolon spp. e Cyclopodia spp. e sequências detectadas 

em outros nicteribiídeos) e C (Elas não possuíam correspondências próximas no 

GenBank, mas apresentavam relação distante < 90% de identidade, em relação a 

Bartonella spp. detectadas em morcegos vespertilionídeos e miniopterídeos e em 

moscas e pulgas associadas). Interessantemente, foi evidenciado que as moscas se 

alimentavam de sangue de múltiplos morcegos hospedeiros. 
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2.5.2 Bartonella spp. em moscas associadas a morcegos no Brasil 

A relação biológica de morcegos com diversos grupos de ectoparasitos, como 

carrapatos, pulgas, ácaros, percevejos e dípteros, vem cada vez mais sendo 

estudada, principalmente no que diz respeito ao papel desses artrópodes na 

dinâmica de transmissão de Bartonella spp. e outros bioagentes patogênicos. Neste 

sentido, dípteros da família Streblidae são os ectoparasitos mais frequentemente 

registrados em morcegos (Frank et al., 2014; Barbier e Bernard, 2017).  

Moscas da família Nycteribiidae também vêm sendo incriminadas como 

vetores na transmissão de Bartonella spp. entre morcegos. Estas moscas são 

encontradas principalmente no Velho Mundo (Europa, África e Ásia). No continente 

americano, existem apenas dois gêneros, Basilia e Hershkovitzia (Graciolli e Dick 

2009; Graciolli 2010). No Brasil foram registradas 24 espécies de Basilia e cinco de 

Hershkovitzia (Graciolli e Hrycyna, 2024). 

Do Amaral et al. (2018) investigaram a presença de DNA de Bartonella spp. 

em 404 moscas (Paratrichobius longicrus (n=49), Megistopoda aranea (n=4), 

Aspidoptera phyllostomatis (n=9), Trichobius joblingi (n=109), Trichubius anducei 

(n=10), Strebla guajiro (n=29), Megistopoda proxima (n=77), Aspidoptera falcata 

(n=108), Trichobius furmani (n=4) e Strebla wiedemanni (n=5)) coletadas de oito 

espécies de morcegos (Artibeus lituratus (n=16), Sturnira lilium (n=72), Carollia 

perspicillata (n=57), Artibeus fimbriatus (n=8), Artibeus obscurus (n=2), Artibeus 

planirostris (n=3), Desmodus rotundus (n=5) e Diphyla ecaudata (n=1)) no estado do 

Rio de Janeiro. Positividade de 19,8% (40/202) para Bartonella spp., via qPCR 

baseada no gene nuoG, foi encontrada entre as moscas Streblidae testadas. As 

sequências obtidas do gene gltA de Bartonella spp. agruparam-se em diversos 

clados, a saber: (i) sequência detectada em S. guajiro coletada de C. perspicillata foi 

filogeneticamente associada a Bartonella spp. previamente detectadas em S. lillium 

do Paraná e outros morcegos da Guatemala, México e Costa Rica; (ii) sequências 

detectadas em S. guajiro coletada de C. perspicillata posicionaram-se 

filogeneticamente próximas a genótipos de Bartonella spp. detectadas em roedores 

amostrados no Brasil e EUA, juntamente com Bartonella spp. detectada em pulga 

Polygenis gwyni dos EUA. Uma sequência rpoB detectada em um espécime de M. 

aranea coletado de C. perspicillata mostrou-se filogeneticamente relacionado ao 

genótipo previamente detectado em morcego (S. lillium) no estado do Paraná. Já uma 

sequência ribC detectada em M. aranea coletada de C. perspicillata foi posicionada 

sozinha em um ramo, ainda que relacionado a B. tribocorum, B. elizabethae, B. 
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grahamii, B. fuyuanensis e B. rattimassiliensis. 

Em São Luís, estado do Maranhão, Braga et al. (2020) investigaram a 

presença de DNA de Bartonella spp. em 29 amostras de sangue de morcegos 

(Glossophaga soricina (n=9), Pteronotus parnellii (n=2), Carollia perspicillata (n=16), 

Diaemus youngi (n=1), Pteronotus personatus (n=1)) e em 15 moscas Trichobius sp. 

(Diptera: Streblidae). Embora nenhuma amostra de sangue de morcegos tenha se 

mostrado positiva para Bartonella, DNA de Bartonella foi detectado em 3/15 

espécimes de Trichobius sp., por meio de PCR em tempo real quantitativa (qPCR) 

baseada no gene nuoG. A análise filogenética baseada no gene rpoB agrupou as 

sequências obtidas com sequências previamente detectadas em D. rotundus do 

Brasil (André et al., 2019). Já sequências gltA agruparam-se com aquelas 

previamente detectadas em C. perspicillata, Speiseria ambigua e G. soricina na Costa 

Rica (Frank et al., 2018) e D. rotundus do Brasil (André et al., 2019). 

André et al. (2023) caracterizaram o microbioma bacteriano de morcegos não- 

hematófagos e moscas Streblidae e ácaros Macronyssidae e Spinturnicidae no 

estado de Mato Grosso do Sul, centro-oeste do Brasil. Foram analisados swabs orais 

e retais de 30 morcegos (Artibeus lituratus [n=13], Artibeus planirostris (n=9), 

Eptesicus furinalis (n=5), Carollia perspicillata (n=2) e Platyrrhinus lineatus (n=1), 

juntamente com 58 ácaros (15 Macronyssidae e 43 Spinturnicidae) e 48 moscas 

Streblidae. Spiroplasma spp., Wolbachia spp. e Bartonella spp. representaram os 

genêros mais abundantes em moscas Streblidae. 

Franco et al. (2025) detectaram DNA de Bartonella spp. em 45/142 (31,7%) 

moscas  Streblidae  (1/1 Trichobius  diaemi,  8/23 Strebla  wiedemanni e 36/48 

Trichobius parasiticus) coletadas de D. rotundus na Amazônia brasileira, por meio de 

qPCR baseada no gene nuoG. As análises filogenéticas baseadas nos genes gltA e 

rpoB posicionaram os genótipos detectados juntamente com aqueles previamente 

detectados em morcegos hematófagos e moscas associadas na América do Sul, 

revelando alta diversidade genética (seis genótipos para gltA e onze para rpoB). 

A Tabela 1 apresenta um sumário a respeito da ocorrência de Bartonella spp. 

em moscas Streblidae e Nycterebiidae no mundo.
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Tabela 1.  Estudos a respeito da ocorrência de Bartonella spp. em moscas associadas a morcegos ao redor do mundo. 

Continente País 

Número de 
morcegos 
(número de 
espécies) 

Família de 
Moscas 

Número de 
moscas 
(número 
de 
espécies) 

Moscas 
Positivas (%) 

Espécies de moscas 
positivas 

Genes sequenciados 
e posicionamento 
filogenético 

Referência 

América do 
Norte 

Estados Unidos 
 

1 espécie 
Streblidae ---- 1 Trichobius major 

ITS e groEL (91% similar 
a Bartonella spp. 
detectada em Sciurus 
carolinensis) 

Reeves et al. 
(2005) 

África Gana, Nigéria 1 espécie Nycteribiidae 
137 (1 
espécie) 

91 (66,4%) Cyclopodia greeffi 
gltA (98% similar a 
Bartonella spp. detectada 
em E. helvum) 

Billeter et 
al. (2012) 

África Nigéria 
20 (4 
espécies) 

Nycteribiidae 
34 (1 
espécies) 

10/24 
(41,7%) 

C. greeffi 

gltA (próximas a 
Bartonella  spp. de 
moscas de morcegos da 
África) 

Kamani et 
al. (2014) 

América do 
Sul 

Brasil 

(Rio de Janeiro) 

78 (7 
espécies ) 

Streblidae 
202 (8 
espécies) 

40 (19,8%) Megistopoda aranea,  
Paratrichobius longicrus 

gltA, rpoB, 
ribC (genótipos próximos 
a Bartonella spp. 
detectadas em morcegos 
na América Latina) 

do Amaral 
et al. 
(2018) 

Europa Romênia 
305 (14 
espécies ) 

Nycteribiidae 
544 (10 
espécies ) 

158 (29,1%) 

Basilia nana,  B.nattereri,  
Nycteribia kolenatii,  
N. pedicularia,  
N. schmidlii,  
N. vexata,  
Penicillidia conspicua,  
P. dufouri,  
Phthiridium biarticulatum 

gltA (genótipos próximos 
a Bartonella spp. 
detectadas em moscas e 
morcegos na Europa) 

Sándor et 
al. (2018) 



21 
 

América do 
Sul 

Brasil 
(Maranhão) 

29 (5 
espécies ) 

Streblidae 15 (1 espécie) 3 (20%) Trichobius spp. 

gltA, rpoB  gltA 
(genótipos próximos a 
Bartonella  spp. 
detectadas em morcegos 
no Brasil e Costa Rica) 

Braga et al. 
(2020) 

América do 
Sul 

Brasil 

(Mato Grosso do 
Sul) 

135 (11 
espécies) 

Streblidae 64 (10  
espécies) 

6 (3,2%) Trichobius costalimai, T. 
joblingi, Megistopoda 
aranea 

gltA, rpoB, ftsZ 
(genótipos próximos a 
Bartonella  spp. 
detectadas  em 
morcegos  na América 
do Sul) 

Ikeda et al. 
(2020) 

África Zâmbia 
36 (2 
espécies) 

Nycteribiidae 
19 (1 
espécies) 

9 (47,3%) Eucampsipoda africana 
gltA, rpoB (isolamento 
de ‘Candidatus B. 
rousetti’) 

Qiu et al. 
(2020) 

Ásia Coreia do Sul 
198 (11 
espécies) 

Nycteribiidae e 
Streblidae 

74 (6 
espécies) 

20/74 27,0% 

Nycteribia allotopa, N. 
parvula, Penicillidia 
jenynsii, Phthiridium 
hindlei, Brachytarsina sp. 

gltA  e ftsZ (genótipos  
próximos a Bartonella  
spp. detectadas em 
moscas e morcegos da 
Ásia) 

Lee et al. 
(2021) 

América 
Central 

Costa Rica 
48 (8 
espécies) 

Streblidae e 
Nycteribiidae 

114 (23 
espécies) 

(29%) 

Exastinion clovisi, 
Megistopoda aranea, 
Strebla galindoi, S. 
hertigi, S. 
vespertilionis, 
Trichobius johnsonae, 
T. pallidus, T. sparsus, 
T. uniformis. 

gltA (genótipos próximos 
a Bartonella  spp. 
detectadas em morcegos 
na América Central) 

Mitchell  et 
al. (2022) 

Ásia Malásia 
23 (1 
espécies ) 

Nycteribiidae 
45 (1 
espécie) 

14 (31,11%) Leptocyclopodia ferrari 

gltA (genótipos  próximos 
a Bartonella  spp. 
detectadas em moscas e 
morcegos de Gana) 

Low et al. 
(2022) 
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África África do Sul 
56 (Rousettus 
aegyptiacus) 

Nycteribiidae 
107 (1 
espécie) 

47/107 
(43,9%) 

Eucampsipoda africana 

gltA  (genótipos  
próximos a Bartonella  
spp. detectadas em 
moscas e morcegos da 
Nigéria, Gana e 
Madagascar) 

Szentiványi 
et al. 
(2023) 

Ásia Bangladesh 
154 
(Pteropus 
medius) 

Nycteribiidae 
119 (1 
espécie) 

59/60 (98%) Cyclopodia sykesii 

gltA  (genótipos  
próximos a Bartonella  
spp. detectadas em 
moscas e morcegos de 
Malásia) 

Fagre et al. 
(2023) 

Ásia Malásia 
186 (15 
espécies) 

Nycteribiidae e 
Streblidae 

98 (7 
espécies) 

66,7% (26/39 
pools 
positivos) 

Eucampsipoda cf. 
sundaica,  
Phthiridium fraternum, 
Brachytarsina cf. 
modesta,  
Phthiridium spp., 
Raymondia spp., 
Leptocyclopodia spp. 

ITS (genótipos  próximos 
a Bartonella  spp. 
detectadas em morcegos 
da Nigéria, Geórgia e 
Tailândia) 

Peng et al. 
(2024) 

África Oriente Medio 
68 (Rousettus 
aegyptiacus) 

Nycteribiidae 
176 (1 
espécie) 

65/176 36,9% Eucampsipoda aegyptia 

ITS e gltA  (genótipos  
próximos a Bartonella  
spp. detectadas em 
morcegos no Egito, Irã e 
Geórgia) 

Špitalská 
et al. 
(2024) 

Europa Portugal 
47 (1 
espécie) 

Nycteribiidae 
122 (2 
espécies) 

46 (37,7%) Penicillidia conspicua,  
Nycteribia schmidlii 

gltA (genótipos próximos 
a Bartonella  spp. 
detectadas em morcegos 
da Europa e moscas da 
Europa e Ásia) 

Sanches et 
al. (2025) 

América 
do Sul 

Brasil 
(Amazônia) 

55 (2 
espécies) 

Streblidae 
142 (3 
espécies) 

45 (31,7%) 
Trichobius parasiticus,   
T. diaemi,  
S. wiedemanni 

gltA, rpoB (genótipos 
próximos a Bartonella  spp. 
detectadas em morcegos e 
moscas nos continentes 
americano e asiático) 

Franco et 
al. (2025) 
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3. Objetivos 
 

 
3.1 Objetivo Geral 

 
Investigar a ocorrência e a diversidade genética de Bartonella spp. em moscas 

Streblidae associadas a morcegos em fragmentos de floresta úmida e na Amazônia, 

nos estados de Pernambuco e Pará. 

 
 

3.2 Objetivos Específicos 

 Quantificar a presença e quantificar o DNA de Bartonella spp. em moscas 

Streblidae parasitas de quirópteros, por meio PCR em tempo real quantitativa 

(qPCR) baseada na região intergênica do 16-23S rRNA (ITS); 

 Caracterizar molecularmente as amostras de DNA de Bartonella spp. 

obtidas por meio de ensaios de PCR baseados em cinco marcadores moleculares 

(rpoB, gltA, pap-31, ftsZ e nuoG); 

 Posicionar as sequências detectadas em um contexto de parentesco 

evolutivo dentro das linhagens de Bartonella spp., por meio da construção de 

árvores filogenéticas e rede de genótipos. 
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CAPITULO 2. Diversidade de Bartonella spp. em moscas Streblidae associadas 
a morcegos no Brasil 

 
RESUMO 

As moscas da família Streblidae são ectoparasitos com distribuição mundial, 

especializadas em parasitar exclusivamente morcegos, os quais atuam como 

hospedeiros de Bartonella spp. Essas moscas são potenciais vetores dessas 

bactérias emergentes, algumas com relevância zoonótica. A despeito da alta 

riqueza de espécies de morcegos e moscas Streblidae no Brasil, pouco se conhece 

sobre a ocorrência e diversidade de Bartonella spp. nestes hospedeiros, 

principalmente em ambientes cavernícolas. Este estudo investigou a ocorrência e 

diversidade genética de Bartonella spp. em moscas Streblidae associadas a 

morcegos em brejos de Altitudeno estado de Pernambuco (558 moscas de sete 

espécies coletadas de 299 morcegos) e cavernas no estado do Pará (677 moscas 

de 11 espécies coletadas de 174 morcegos). Amostras de DNA extraídas de 

moscas e positivas na PCR para gene endógeno cox-1 foram submetidas à qPCR 

para Bartonella spp. (região intergênica 16-23S rRNA) e ensaios de caracterização 

molecular baseados em cinco marcadores moleculares (gltA, rpoB, ribC, pap-31 e 

ftsZ). Taxas de positividade para Bartonella spp. de 37,5% (Pernambuco) e 25,4% 

(Pará) foram encontradas. A caracterização genética só foi possível nas amostras 

de moscas de morcegos cavernícolas da Amazônia brasileira, que revelou grande 

diversidade genética de Bartonella spp., que revelou grande diversidade genética 

de Bartonella spp. com a identificação de onze genótipos do gene gltA, e seis para 

o gene ftsZ e quatro do gene rpoB. As análises filogenéticas baseadas nestes três 

marcadores moleculares revelaram relações próximas entre as sequências 

detectadas e linhagens encontradas em morcegos e moscas associadas no Brasil 

e em outros países. Trata-se da primeira evidência molecular de Bartonella spp. em 

moscas Streblidae parasitas de morcegos cavernícolas no Brasil, abrindo fronteiras 

para estudos interespecíficos (Bartonella-mosca-morcego) nestes ecossistemas 

ainda pouco explorados. Adicionalmente, o presente trabalho traz a primeira 

detecção molecular de Bartonella spp. em espécimes de Mastoptera minuta, 

Nycterophilia parnelli, Trichobius galei e T. johnsonae. 

Palavras-Chave: Bartonelose; Chiroptera; Hippoboscoideae; morcegos

cavernícolas. 

 

 
 
 



33 
 

1. INTRODUÇÃO 

 
O gênero Bartonella (Hyphomicrobiales: Bartonellaceae) compreende alfa- 

proteobactérias Gram-negativas intracelulares facultativas, com predileção por 

eritrócitos e células endoteliais, onde estabelecem infecções persistentes por meio de 

mecanismos de evasão da resposta imune do hospedeiro [1, 2, 3]. 

Os morcegos são o segundo grupo de mamíferos mais frequentemente 

associados a Bartonella spp. [4] Suas características biológicas únicas, como longos 

períodos de vida e capacidade de voo, que permitem ampla dispersão geográfica e 

complexas interações sociais, favorecem a manutenção e a disseminação de 

patógenos, incluindo Bartonella spp. [5, 6]. 

No que diz respeito ao potencial zoonótico de tais agentes associados a 

morcegos, ‘Candidatus Bartonella mayotimonensis’ foi inicialmente descrita em um 

caso de endocardite humana nos Estados Unidos e, posteriormente, detectada em 

morcegos nos Estados Unidos e Europa [7, 8, 9, 10]. Bartonella rochalimae, que foi 

detectada em um paciente dos Estados Unidos, ao retornar do Peru com febre e 

esplenomegalia [11], foi recentemente detectada em morcegos na América do Norte 

[12].‘Candidatus Bartonella rousetti’ foi detectada em humanos na Nigéria [13] e em 

morcegos e ectoparasitos associados na Nigéria e Zâmbia [13, 14]. 

Bartonella spp. são potencialmente transmitidas entre morcegos por moscas da 

família Streblidae [15]. Tal papel pode ser ainda mais relevante em ambientes 

cavernícolas, onde ocorrem as maiores concentrações populacionais e a mais alta 

diversidade de morcegos [16]. As moscas da família Streblidae constituem um grupo 

de dípteros hematófagos obrigatórios, especializados em parasitar exclusivamente 

morcegos e com distribuição mundial [17]. Esses insetos demonstram notável 

adaptação ao parasitismo, tais como olhos compostos reduzidos, presença de 

ctenídeo em várias espécies, redução ou mesmo ausência de asas e viviparidade 

adenotrófica como estratégia reprodutiva [18, 19]. A associação com morcegos é tão 

estreita que moscas Streblidae figuram entre os ectoparasitos mais comuns e 

numerosos nesses mamíferos, especialmente em espécies que ocupam abrigos 

estáveis [20]. No Brasil, já foram registradas mais de 100 espécies de moscas 

Streblidae, representando aproximadamente 42% da diversidade global 

conhecida [21, 22, 23, 24, 25]. 

A ocorrência de Bartonella em moscas de morcegos foi registrada em 

diferentes regiões do mundo, tais como Japão [26], China [27, 28, 29], Malásia [30, 

31], Bangladesh [32], Gana [33], Madagascar [34], Zâmbia [14], África do Sul [35], 
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Egito [36], Ucrânia [37], Romênia [38, 39], Portugal [40], Hungria [38], Estados Unidos, 

[41] México, [42] e Costa Rica [43]. No Brasil, apesar da grande diversidade de espécies 

morcegos (186 espécies) [44] e de moscas Streblidae, Bartonella spp. foi relatada 

nestas moscas apenas nos estados do Rio de Janeiro (Mata Atlântica) [45], Mato 

Grosso do Sul (Cerrado) [46], Maranhão (Amazônia) [47] e Pará (Amazônia) [15]. 

Ainda que no estado de Pernambuco, nordeste do Brasil, tenham sido 

registradas 73 espécies de morcegos, constituindo 56% da fauna desses animais do 

Nordeste e 40,3% do Brasil [48, 49], inexistentes são os estudos acerca da ocorrência 

e diversidade molecular de Bartonella spp. em ectoparasitos associados a estes 

mamíferos neste estado. Adicionalmente, inexistentes são os estudos acerca da 

ocorrência e diversidade de genótipos de Bartonella spp. em morcegos cavernícolas 

no Brasil. 

Considerando o papel dos morcegos na disseminação de patógenos e a 

diversidade de vetores a eles associados, torna-se essencial aprofundar o 

conhecimento acerca da distribuição geográfica e diversidade de espécies de 

Bartonella spp. associadas aos ectoparasitos que parasitam esses mamíferos [9]. O 

presente estudo teve como objetivo investigar a ocorrência e diversidade genética de 

Bartonella spp. em moscas de morcegos coletadas em remanescentes de florestas 

úmidas no estado de Pernambuco e em cavernas no estado do Pará, no nordeste e 

norte do Brasil, respectivamente. 

 
2. MATERIAL E MÉTODOS 

 
 

2.1. Áreas de estudo, captura de morcegos e coleta de moscas Streblidae 

Durante o período de julho/2018 a fevereiro/2019, os morcegos foram 

capturados na Fazenda Fojos, Garanhuns, estado de Pernambuco, em áreas 

circunvizinhas de remanescentes de enclave de floresta úmida, caracterizadas como 

brejos de altitute: Mata do Camapuã (8°54’19.95’’S, 36°33’53.82’’W), Mata do 

Macaco (8°53’26.28’’S, 36°32’51.78’’W) e Mata do S (8°52’52.56’’S, 

36°32’34.20’’W) (Figura 1 e 2). Os morcegos foram capturados com o auxílio de rede 

de neblina (12 x 3 m com malha de 20 mm) e inspecionados 

visualmente para a coleta de moscas ectoparasitas, as quais foram acondicionadas 

individualmente em microtubos contendo etanol absoluto. Após o procedimento, todos 

os morcegos foram devolvidos ao local de captura [50]. Foram coletadas 558 moscas 

pertencentes a 12 espécies , provenientes de 299 morcegos de 12 espécies (Tabelas 

1 e 2). Todas as atividades de campo em Pernambuco foram autorizadas pelo Instituto 
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Chico Mendes de Conservação da Natureza (licença ICMBio–SISBIO #62321–1) e 

pelo Comitê de Ética de Uso de Animais da Universidade Federla Rural de Pernambuco 

(CEUA/UFRPE protocolo #67/2028)  e CEUA da FCAV/UNESP Jaboticabal (protocolo 

#2272/2024). 

Em maio de 2024, foram realizadas capturas de morcegos na região 

Amazônica, no estado do Pará. As amostragens ocorreram em diferentes localidades 

e cavernas: Caverna das Mãos, em Rurópolis (4°9’24’’S, 55°4’19’’W); Caverna Chico 

Preta (3°43’40’’S, 53°43’59’’W) e Caverna Coração da Amazônia I (3°46’23’’S, 

53°35’26’’W), ambas em Uruará; Caverna Limoeiro, em Medicilândia (3°30’45’’S, 

52°47’50’’W); Caverna Planaltina, em Brasil Novo (3°22’40’’S, 52°34’30’’W); e Caverna 

Pedra da Cachoeira, em Altamira (3°19’16’’S, 52°19’55’’W) (Figura 1 e 2). No total, 

677 moscas de 17 espécies foram coletadas de 174 morcegos pertencentes a 11 

espécies (Tabelas 1 e 2). Todas as atividades de campo no estado do Pará foram 

autorizadas sob licença SISBIO (#93114-2) e CEUA da FCAV/UNESP Jaboticabal 

(protocolo #2272/2024). 

Os morcegos capturados foram identificados segundo as chaves de Gardner 

[51] e Dias e Peracchi [52]. As moscas foram identificadas com auxílio de 

esteromicroscópio, usando chaves dicotômicas previamente descritas [53, 54, 55, 56, 

57, 58, 59, 60]. 
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Figura 1. Mapa da América do Sul, com destaque no Brasil, mostrando ampliado 
os estados e de Pernambuco (verde claro) com foco no Brejo de Altitude naa 
cidade de Garanhuns e região Amazônica, no Pará (verde escuro), com foco nas 
cidades de Altamira, Rurópolis, Uruará Medicilandia e Brasil Novo. 
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Figura 2. Mapa dos locais da captura de morcegos e coleta de moscas Streblidae, nos 
estados de Pernambuco (A) e Pará (B). 
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Tabela 1. Espécies e número de morcegos capturados em remanescentes 
florestais no periodo de 2018 e 2024, no estado de Pernambuco e em cavernas 
no estado do Pará, no nordeste e norte do Brasil, respectivamente, dos quais 
foram coletadas moscas Streblidae. 

 

Espécies morcegos Pernambuco Pará 

Anoura geoffroyi (Gray, 1838) 0 8 

Artibeus fimbriatus (Gray, 1838) 8 0 

Artibeus lituratus (Olfers, 1818) 28 0 

Artibeus planirostris (Spix, 1823) 14 0 

Carollia perspicillata (Linnaeus, 1758) 99 20 

Chiroderma sp. (Peters, 1860) 1 0 

Dermanura cinerea (Gervais, 1856) 2 0 

Desmodus rotundus (É. Geoffroy, 1810) 0 1 

Glossophaga soricina (Pallas, 1766) 1 2 

Lonchorhina aurita (Tomes, 1863) 0 4 

Lophostoma silvicolum (d'Orbigny, 1836) 2 0 

Myotis lavali (Moratelli et al., 2011) 4 0 

Natalus macrourus (Gervais, 1856) 0 47 

Phyllostomus discolor (Wagner, 1843) 1 0 

Phyllostomus hastatus (Pallas, 1767) 0 2 

Platyrrhinus lineatus (É. Geoffroy, 1810) 13 0 

Pteronotus sp. (Gray, 1838) 0 84 

Pteronotus gymnonotus (Wagner, 1843) 0 3 

Pteronotus personatus (Wagner, 1843) 0 1 

Sturnira lilium (É. Geoffroy, 1810) 126 0 

Trachops cirrhosus (Spix, 1823) 0 2 

Total 299 174 

 

 
Tabela 2. Espécies e número de moscas Streblidae coletados de morcegos, 
no periodo de 2018 e 2024, nos estados de Pernambuco e Pará, no 
nordeste e norte do Brasil, respectivamente.

 

Espécies de moscas Pernambuco Pará 

Aspidoptera falcata (Wenzel, 1976) 73 0 

Aspidoptera phyIlostomatis (Perty, 1833) 5 0 

Exastinion clovisi (Pessôa & Guimarães, 1937) 0 17 

Mastoptera minuta (Costa Lima, 1921) 9 2 

Megistopoda aranea (Coquillett, 1899) 36 0 

Megistopoda proxima (Séguy, 1926) 141 0 
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Nycterophilia fairchildi (Wenzel, 1966) 0 3 

Nycterophilia parnelli (Wenzel, 1966) 0 223 

Paratrichobius longicrus (Miranda Ribeiro, 1907) 61 0 

Speiseria ambigua (Kessel, 1925) 1 6 

Speiseria magnioculus (Wenzel, 1976) 0 1 

Strebla altmani (Wenzel, 1966) 0 1 

Strebla guajiro (García & Casal, 1965) 5 1 

Trichobius caecus (Edwards, 1918) 0 170 

Trichobius dugesii (Townsend, 1891) 0 2 

Trichobius flagellatus (Wenzel, 1976) 0 10 

Trichobius galei (Wenzel, 1966) 0 180 

Trichobius joblingi (Wenzel, 1966) 195 25 

Trichobius johnsonae (Wenzel, 1966) 0 30 

Trichobius longipes (Rudow, 1871) 14 1 

Trichobius parasiticus (Gervais, 1844) 1 1 

Trichobius propinquus (Wenzel, 1976) 0 4 

Trichobius tiptoni (Wenzel, 1976) 17 0 

Total 558 677 

 
 
 

 
2.2. Extração de DNA 

A extração de DNA de moscas Streblidae foi realizada utilizando o reagente 

Invitrogen™ TRIzol™ (Thermo Fisher Scientific®), seguindo as recomendações do 

fabricante. As concentrações de DNA e as relações de pureza 260/280 e 260/230 

foram mensuradas em espectrofotômetro (Nanodrop, Thermo Scientific®). As 

amostras de DNA foram armazenadas a -20°C para análises moleculares 

subsequentes. 

 
2.3. PCR para o gene endógeno cox-1 de invertebrados 

Para verificar a presença de inibidores nas amostras de DNA, foi realizada uma 

PCR convencional (cPCR) visando amplificar fragmento de 710 pb do gene codificador 

da subunidade 1 da citocromo-c oxidase (cox-1) de invertebrados. Para tal, foram 

utilizados os oligonucleotídeos iniciadores LCO1490 (5’-GGT CAA CAA ATC ATA 

AAG ATA TTG G-3’) e HC02198 (5’-TAA ACT TCA GGG TGA CCA AAA AAT CA-3’) 

[61]. A reação foi preparada com 5 µL de DNA da amostra, 0,2 mM de cada 

deoxinucleotídeo, 0,4 µM de cada primer, 3,0 mM de MgCl₂, 1,25 U de Taq Platinum 
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DNA Polimerase (Life Technologies®, Carlsbad, EUA), tampão PCR 10X e água 

ultrapura esterilizada q.s.p. 25 µL. O protocolo de amplificação consistiu em: 

desnaturação inicial a 95°C por 1 minuto, seguida por 35 ciclos de desnaturação a 

95°C por 15 segundos, anelamento a 55°C por 15 segundos, extensão a 72°C por 10 

segundos, e uma extensão final a 72°C por 5 minutos. Amostra de DNA de Trichobius 

parasiticus [15] foi utilizada como controle positivo e água destilada livre de 

DNase/RNase UltraPure™ (Thermo Scientific, Waltham, MA, EUA) foi utilizado como 

controle negativo. 

 
2.4. Ensaios  de  PCR  para  detecção  e  caracterização  molecular  de 

Bartonella spp. 

As amostras positivas para o gene cox-1 foram submetidas à PCR em tempo- 

real quantitativa (qPCR) para região intergênica 16-23S rRNA (ITS) de Bartonella spp., 

utilizando os primers BsppIRS325s (5′- 

CTTCAGATGATGATCCCAAGCCTTCTGGCG-3′)   e   BsppITS543as   (5′- 

CTTCAGATGATGATCCCAAGCCTTCTGGCG-3′) e a sonda de hidrólise BsppITS500 

(5′-FAM-GTTAGAGCGCGCGCTTGATAAG-IABkFQ) [62, 63]. A reação foi preparada 

com 1,2 µM de cada primer, 1,2 µM de sonda de hidrólise, 2X Master Mix Buffer 

(GoTaq™ Probe qPCR Master Mix, Promega Corporation, EUA), 1 µL de DNA da 

amostra, e 10µL de água ultrapura esterilizada q.s.p.. As reações foram conduzidas 

em duplicata no termociclador CFX96 Thermal Cycler (BioRad®, EUA), com o 

seguinte protocolo: 95°C por 3 minutos, seguido de 45 ciclos de 94°C por 10 segundos, 

68°C por 10 segundos e 72°C por 10 segundos, com extensão final a 72°C por 30 

segundos. 

As amostras de DNA foram avaliadas em duplicatas e, quando a diferença entre 

os valores de Cq foi superior a 0,5, foram reavaliadas em triplicatas. A quantificação 

média do número de cópias de um fragmento da região ITS de Bartonella henselae foi 

realizada apenas quando a diferença entre os valores de Cq das replicatas era 

menor ou igual a 0,5. O número de cópias do fragmento-alvo foi determinado pela 

fórmula (XG/µL de DNA/[tamanho do fragmento, pb × 660]) × 6,22 × 10²³ = cópias 

ITS/µL. A eficiência de amplificação (E) foi calculada com base na inclinação da curva 

padrão, utilizando a fórmula E = 10^(-1/slope) [64]. Para a construção da curva padrão 

de cada reação, foram realizadas diluições seriadas (10⁷ - 10¹ cópias) de um 

fragmento sintético gBlock (Integrated DNA Technologies®, Coralville, Iowa, EUA), 

correspondente a um fragmento de 243 pb da região ITS de B. henselae (GenBank 

accession L35101). Água destilada livre de DNase/RNase UltraPure™ (Thermo 
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Scientific, Waltham, MA, EUA) foi utilizada como controle negativo. gBlocks foram 

utilizados como controles positivos. 

As amostras positivas na qPCR foram submetidas a ensaios de PCR 

convencional para amplificação dos genes gltA (380-400 pb) [65], (767 pb) [66], ftsZ 

(600 pb) [67], ribC (420 pb) [68], rpoB (585 pb) [69], Pap-31 [70], nuoG (346) [71] e 

região intergênica 16S-23S rRNA (453-717 pb) [72] (Material Suplementar 1). As 

reações de PCR foram realizadas com volume total de 25 µL, contendo 5 µL de DNA 

da amostra, 0,3 mM de cada deoxinucleotídeo, 0,25 µM de cada primer (Integrated 

DNA Technologies®, EUA), 3,0 mM de MgCl₂, 1,25 U de Taq Platinum DNA 

Polimerase (Thermo Fisher Scientific®, EUA), tampão PCR 10X e água ultrapura 

esterilizada. Amostra de DNA de B. henselae [73] foi utilizada como controle positivo 

e água destilada livre de DNase/RNase UltraPure™ (Thermo Scientific, Waltham, MA, 

EUA) como controle negativo. 

 
2.5. Purificação de amplicons, sequenciamento e análises filogenéticas 

Os produtos amplificados por PCR foram purificados utilizando o kit Wizard® 

Genomic DNA Purification (Promega®). O sequenciamento foi realizado por técnica 

automatizada baseada no método de terminação da cadeia por dideoxinucleotídeos 

[74], no Centro de Estudos do Genoma Humano e Células-Tronco (Stem Institute of 

Biosciences (USP)). 

As sequências obtidas foram analisadas pelo programa Phred-Phrap versão 23 

[75] para construção de sequências-consenso a partir das leituras "forward" e 

"reverse", considerando qualidade mínima de 20 por nucleotídeo. As sequências 

foram comparadas àquelas depositadas no banco de dados GenBank utilizando o 

programa BLASTn [76]. Os arquivos em formato FASTA foram alinhados com 

sequências homólogas utilizando o software Clustal/W [77] via BioEdit v.7.0.5.3 [78]. 

Os alinhamentos foram convertidos para os formatos Nexus, Phylip e Mega através 

da plataforma Alignment Transformation Environment [79]. 

As análises filogenéticas foram conduzidas com base no método de Máxima 

Verossimilhança utilizando o software IQ-TREE [80]. O modelo evolutivo mais 

adequado foi selecionado pelo software ModelFinder [81]. Os suportes dos clados 

foram avaliados por bootstrap com 1000 repetições [82]. A edição e o enraizamento 

das árvores filogenéticas foram realizados no software FigTree v.1.4.4 

(http://tree.bio.ed.ac.uk/software/figtree/). 

 
2.6. Análise da diversidade genotípica de Bartonella spp. 
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As sequências alinhadas de cada locus gênico foram analisadas no software 

DnaSP v5 [83], com o objetivo de estimar o número de genótipos (h), a diversidade 

nucleotídica (π), o nível de polimorfismo (diversidade genotípica - dh) e a diferença 

média de nucleotídeos entre as sequências (k). Posteriormente, as sequências foram 

utilizadas para a construção de redes de genótipos por meio do software TCS v1.21 

[84]. As representações gráficas dessas redes foram geradas com o programa 

Population Analysis with Reticulate Trees (PopART), [85]. 

 
3. RESULTADOS 

 
 

3.1. Ectoparasitos amostrados 

Das 558 moscas de morcegos da família Streblidae coletadas de morcegos em 

áreas de mata remanescentes no estado de Pernambuco, 120 (21,5%) mostraram-se 

positivas na PCR convencional baseado no gene cox-1. Destas, 45 (37,5%) foram 

positivas na qPCR baseada na região ITS de Bartonella spp.: 25/56 de T. joblingi, 

11/22 de M. proxima, 5/8 de A. falcata, 2/10 de T. longipes, 1/10 de T. tiptoni e 1/11 

de P. longicrus. Embora 4/45 amostras positivas na triagem molecular por qPCR 

tenham sido positivas na PCR baseada no gene gltA, nenhuma sequência de 

qualidade foi obtida. 

Das 677 moscas da família Streblidae coletadas em morcegos cavernícolas no 

estado do Pará, 565 (83,4%) apresentaram-se positivas na PCR baseadas no gene 

cox-1. Destas, 144 (25,4%) foram positivas na qPCR baseada na região ITS de 

Bartonella spp.: 3/10 E. clovisi, 2/2 M. minuta, 1/3 N. fairchildi, 47/173 N. parnelli, 2/5 

S. ambigua, 1/1 S. guajiro, 39/157 T. caecus, 1/2 T. dugesii, 3/9 T. flagellatus, 36/151 

T. galei, 6/19 T. joblingi e 3/27 T. johnsonae. Os parâmetros de eficiência dos ensaios 

de qPCR realizados no presente estudo apresentaram variações de 95,9% a 103,3%, 

com valores de Slope entre 3,246 e 3,448, coeficientes de determinação (R²) variando 

de 0,955 a 0,997 e interceptos y entre 35,005 e 38,311. 

Nos ensaios de caracterização molecular, 19 sequências de qualidade foram 

obtidas para o gene gltA, 15 para o gene nuoG, 10 para o gene pap-31 e 10 para a 

região intergênica 16-23S rRNA (ITS),  nove para o gene rpoB enove para o gene 

ftsZ.Os resultados da análise BLASTn das sequências de Bartonella spp., obtidas a 

partir de espécimes de moscas Streblidae coletadas de morcegos cavernícolas no 

estado do Pará, estão apresentados na Tabela 3. 

 
Tabela 3. Resultados da análise pelo BLASTn de sequências de Bartonella spp., 
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correspondentes a três diferentes marcadores moleculares, detectadas em moscas 

Streblidae coletadas de morcegos cavernícolas no estado do Pará, norte do Brasil. 
 

Sequence 
Identification 

Streblidae 
fly species 

Bat host/ 
State 

Target 
gene 

Sequence 
size 
(bp) 

Query 
coverage 

E- 
Value 

GenBank 
Closest Match 

 
 

Host/Country 

PV584218 Nycterophilia Pteronotus gltA 684 100% 0.0 100% Pteronotus 
 parnelli alitonus/     Bartonella sp. parnellii/ 
  rubiginosus/     (KP715477) Guiana 

  Uruará PA      Francesa 

PV584220 Nycterophilia Pteronotus gltA 367 100% 3,00 91.28%  

 parnelli alitonus/    E- Bartonella sp. Trichobius 
  rubiginosus/    137 (MN529421) keenani/ Costa 

  Uruará PA      Rica 

PV584221 Trichobius Natalus gltA 373   98.87% Pteronotus 
 galei macrourus /   99% 9,00 Bartonella sp. parnellii/Guiana 
  Brasil Novo    E- (KP715477) Francesa 

  PA    172   

PV584222 Mastoptera Phyllostomu gltA 364 100% 0.0 98.87% Artibeus 
 minuta s hastatus /     Bartonella sp. obscurus / 

  Uruará PA     (JQ071380) Peru 

PV584223 Trichobius Pteronotus gltA 354 99% 0.0 98.56% Pteronotus 
 caecus alitonus     Bartonella sp. parnellii / 
  /rubiginosus     (KY629856) Mexico 

  /Altamira PA       

PV584224 Trichobius Carollia gltA 356 100% 0.0 99.72% Carollia 
 joblingi perspicillata     Bartonella sp. perspicillata / 

  /Altamira PA     (MN270077) Colorado 

PV584225 Trichobius Pteronotus gltA 367  3,00 97.75% Pteronotus 
 caecus alitonus/rubi   97% E- Bartonella sp. parnellii/Guiana 
  ginosus /    171 (KP715477) Francesa 
  Altamira PA       

 
 

PV584226 Trichobius Pteronotus gltA 294  5,00 91% Pteronotus 
 caecus alitonus/rubi   98% E- Bartonella sp. parnellii / 
  ginosus    144 (KY629883) Mexico 
  /Brasil Novo       

  PA       

 Nycterophili Pteronotus gltA 294 98% 1,00 99.65% Pteronotus 
PV584228 a parnelli alitonus/    E- Bartonella sp. parnellii/ 

  rubiginosus/    144 (KP715477) Guiana 
  Brasil Novo      Francesa 
  PA       

 Trichobius Glossophaga gltA 345 100% 2,00 97.39% Carollia 
PV584229 dugesii soricina /    E- Bartonella sp. perspicillata / 

  Medicilândia    163 (MH234342) Costa Rica 
  PA       

 Trichobius Natalus gltA 709 100% 0.0 90.97% Trichobius 
PV584219 galei macrourus     Bartonella sp. keenani / 

  /Brasil Novo     ( KJ816681) Costa Rica 
  PA       

PV599849 Nycterophili Pteronotus gltA 376 94% 4,00 99.44% Pteronotus 
 a parnelli alitonus/rubi    E- Bartonella sp. parnellii/ 
  ginosus/    180 (KP715477) Guiana 
  Uruará PA      Francesa 

PV599850 Trichobius Pteronotus gltA 365 94% 2,00 93.27% Artibeus 
 caecus alitonus/rubi    E- Bartonella sp. obscurus/ Peru 
  ginosus/    138 (JQ071380)  

  Uruará PA       

PV599851 Trichobius Natalus gltA 356 100% 1,00 90.99% Carollia 
 galei macrourus/    E- Bartonella sp. perspicillata/ 
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  Uruará PA    130 (PQ369617) Peru 

PV599852 Trichobius Natalus gltA 543 100% 2,00 91.57% Trichobius 
 galei macrourus/    E- Bartonella sp. keenani / 
  Medicilândia    134 (KJ816681) Costa Rica 
  PA       

PV599853 Trichobius Natalus gltA 364 100% 6,00 91.76% Trichobius 
 galei macrourus/    E- Bartonella sp. keenani / 
  Medicilândia    139 (KJ816681) Costa Rica 
  PA       

PV599854 Nycterophili Pteronotus gltA 354 98% 3,00 99.71% Pteronotus 
 a parnelli alitonus/rubi    E- Bartonella sp. parnellii/ 
  ginosus/    177 (KP715477) Guiana 
  Brasil Novo      Francesa 
  PA       

PV599856 Nycterophili Pteronotus gltA 367 98% 0.0 99.72% Pteronotus 
 a parnelli alitonus/rubi     Bartonella sp. parnellii/ 
  ginosus/     (KP715477) Guiana 
  Brasil Novo      Francesa 
  PA       

PV599857 Trichobius Natalus gltA 367 100% 6,00 91.55% Trichobius 
 galei macrourus/    E- Bartonella sp. keenani / 
  Brasil Novo    139 (KJ816681) Costa Rica 
  PA       

 Trichobius Pteronotus rpoB 598 100% 0.0 91.47% Monophyllus 
PV584236 johnsonae alitonus/rubi     Bartonella sp. redmani/ Porto 

  ginosus/     (MN270141) Rico 
  Uruará PA       

 Trichobius Natalus rpoB 597 100% 0.0 92.63% Monophyllus 
PV584237 galei macrourus/     Bartonella sp. redmani/ Porto 

  Uruará PA     (MN270141) Rico 

 Trichobius Natalus rpoB 686 100% 0.0 90.22% Monophyllus 
PV584238 galei macrourus/     Bartonella sp. redmani/ Porto 

  Brasil Novo     strain Mr-60 Rico 
  PA     (MN270145)  

 

PV584240 Trichobius 
dugesii 

Glossophaga 
soricina / 

Medicilândia 
PA 

rpoB 675 100% 0.0 97.03% 
Bartonella sp. 
(MN529441) 

Artibeus 
lituratus / 

Guatemala 

PV599859 Trichobius Pteronotus rpoB 352 99% 2,00 91.14% Monophyllus 
 caecus alitonus/rubi    E- Bartonella sp. redmani/Porto 
  ginosus/    129 (MN270141) Rico 
  Rurópolis       

PV599860 Trichobius Natalus rpoB 567 100% 0.0 92.42% Monophyllus 
 galei macrourus/     Bartonella sp. redmani/Porto 
  Medicilândia     (MN270141) Rico 
  PA       

PV599861 Trichobius Natalus rpoB 631 100% 0.0 92.54% Monophyllus 
 galei macrourus/     Bartonella sp. redmani/Porto 
  Medicilândia     (MN270141) Rico 
  PA       

PV599862 Trichobius Natalus rpoB 598 100% 0.0 92.45% Monophyllus 
 galei macrourus/     Bartonella sp. redmani/Porto 
  Medicilândia     (MN270141) Rico 
  PA       

 Trichobius Natalus rpoB 684 100% 0.0 92.39% Monophyllus 
PV599863 galei macrourus/     Bartonella sp. redmani/Porto 

  Brasil Novo     (MN270141) Rico 
  PA       

PV584230 Nycterophili Pteronotus ftsZ 539 100% 0.0 99.07% Pteronotus 
 a parnelli alitonus/rubi     Bartonella sp. parnellii/ 
  ginosus     (MN529349) Guatemala 
  /Brasil Novo       

  PA       

 Trichobius Pteronotus ftsZ 558 100% 0.0 98.92% Pteronotus 
PV584231 johnsonae alitonus/rubi     Bartonella sp. parnellii/ 

  ginosus/     (MN529349) Guatemala 
  Uruará PA       

 Trichobius Pteronotus ftsZ 537 100% 0.0 99.44% Pteronotus 
PV584232 caecus alitonus/rubi     Bartonella sp. parnellii/ 

  ginosus /     (MN529349) Guatemala 
  Rurópolis PA       
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 Trichobius Pteronotus ftsZ 561 100% 0.0 99.29% Pteronotus 
PV584233 johnsonae alitonus/rubi     Bartonella sp. parnellii/ 

  ginosus /     (MN529349) Guatemala 
  Uruará PA       

 Trichobius Pteronotus ftsZ 439 100% 0.0 99.54% Pteronotus 
PV584234 caecus alitonus/rubi     Bartonella sp. parnellii/ 

  ginosus     (MN529349) Guatemala 
  /Brasil Novo       

  PA       

 Trichobius Natalus ftsZ 535 100% 0.0 93.83% Platyrrhinus 
PV584235 galei macrourus     Bartonella sp. helleri/ Peru 

  /Brasil Novo     (MN270057)  

  PA       

PV599864 Nycterophili Pteronotus ftsZ 438 100% 0.0 99.32% Pteronotus 
 a parnelli alitonus/rubi     Bartonella sp. parnellii/ 
  ginosus/     (MN529349) Guatemala 
  Uruará PA       

PV599865 Nycterophili Pteronotus ftsZ 536 100% 0.0 99.25% Pteronotus 
 a parnelli alitonus/rubi     Bartonella sp. parnellii/ 
  ginosus /     (MN529349) Guatemala 
  Rurópolis PA       

PV599866 Nycterophili Pteronotus ftsZ 661 100% 0.0 99.21% Pteronotus 
 a parnelli alitonus/rubi     Bartonella sp. parnellii/ 
  ginosus /     (MN529349) Guatemala 
  Rurópolis PA       

#10 Trichobius Natalus nuoG 356 94% 3,00 99.71% Pteronotus 
 galei macrourus/    E- Bartonella sp. parnellii 
  Uruará PA    171 (MN529376) /Guatemala 

 
 

#22 Trichobius 
galei 

Natalus 
macrourus/ 
Medicilândia 

PA 

nuoG 543 96% 1,00 
E- 

130 

95.93% 
Bartonella sp. 
(MN529397) 

Pteronotus 
parnellii 

/ Guatemala 

#64 Trichobius Natalus nuoG 364 96% 4,00 98.02% Artibeus 
 galei macrourus/    E- Bartonella sp. obscurus 
  Medicilândia    169 (MN270105) / Peru 
  PA       

#95 Nycterophili Pteronotus nuoG 354 100% 4,00 92.34% Thailand 
 a parnelli alitonus/rubi    E-84 Bartonella sp.  

  ginosus/     (EF659944)  

  Brasil Novo       

  PA       

#103 Nycterophili Pteronotus nuoG 317 99% 2,00 98.83% Phyllostomus 
 a parnelli alitonus/rubi    E- Bartonella sp. discolor 
  ginosus/    167 (MN270096) / 
  Brasil Novo      Guatemala 
  PA       

#168 Nycterophili Pteronotus nuoG 367 96% 1,00 92.94% Monophyllus 
 a parnelli alitonus/rubi    E- Bartonella sp. redmani 
  ginosus/    141 (MN270109) / 
  Brasil Novo      Porto Rico 
  PA       

#176 Trichobius Natalus nuoG 367 94% 6,00 96.79% Pteronotus 
 galei macrourus/    E- Bartonella sp. parnellii 
  Brasil Novo    166 (MN529397) /Guatemala 
  PA       

#207 Trichobius Pteronotus nuoG 598 97% 1,00 94.35% Monophyllus 
 johnsonae alitonus/rubi    E- Bartonella sp. redmani 
  ginosus/    156 (MN270109) / Porto Rico 
  Uruará PA       

#209 Trichobius Natalus nuoG 597 97% 0.0 99.42% Pteronotus 
 galei macrourus/     Bartonella sp. parnellii 
  Uruará PA     (MN529398) / Guatemala 

#424 Trichobius Natalus nuoG 686 94% 4,00 98.83% Pteronotus 
 galei macrourus/    E- Bartonella sp. parnellii 
  Brasil Novo    178 (MN529376) /Guatemala 
  PA       

#430 Trichobius Glossophaga nuoG 675 93% 3,00 96.50% Pteronotus 
 dugesii soricina /    E- Bartonella sp. parnellii 
  Medicilândia    164 (MN529397) /Guatemala 
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  PA       

#516 Trichobius Natalus nuoG 352 100% 3,00 92.58% Desmodus 
 galei macrourus/    E- Bartonella sp. rotundus/ 
  Brasil Novo    150 (MK314978) Brazil 
  PA       

#547 Trichobius Pteronotus nuoG 567 99% 3,00 93.57% Monophyllus 
 caecus alitonus/rubi    E- Bartonella sp. redmani/ 
  ginosus    146 (MN270109) Porto Rico 
  /Brasil Novo       

  PA       

#612 Nycterophili Pteronotus nuoG 598 94% 0.0 99.42% Pteronotus 
 a parnelli alitonus/     Bartonella sp. parnellii/ 
  rubiginosus/     (MN529376) Guatemala 
  Brasil Novo       

  PA       

#613 Nycterophili Pteronotus nuoG 684 95% 2,00 99.52% Pteronotus 
 a parnelli alitonus/rubi    E- Bartonella sp. parnellii/ 
  ginosus/    105 (MN529376) Guatemala 
  Brasil Novo       

  PA       

#10 Nycterophilia Pteronotus pap- 684 43% 5,00 75.44% Flea/ 
 parnelli alitonus/ 31   E-17 Bartonella sp. Israel 
  rubiginosus/     (CP093046)  

  Uruará PA       

 
 

#57 Trichobius 
galei 

Natalus 
macrourus / 
Brasil Novo 

PA 

pap- 
31 

373 40% 1,00 
E-12 

73.29% 
Bartonella sp. 
(CP123961) 

Glis glis 
/Tchéquia 

#64 Mastoptera Phyllostomu pap- 364 15% 7,00 91.30% Rhesus 
 minuta s hastatus / 

Uruará PA 
31   E-15 Bartonella 

quintana 
(CP003784) 

macaque 
/ China 

#98 Trichobius 
caecus 

Pteronotus 
alitonus 

/rubiginosus 
/Altamira PA 

pap- 
31 

354 98% 0.0 100% 
Bartonella sp. 
(PP327292) 

Carollia 
perspicillata 

/ Brazil 

#135 Trichobius Pteronotus pap- 367 42% 5,00 75.44% flea 
 caecus alitonus/rubi 

ginosus / 
Altamira PA 

31   E-17 Bartonella sp. 
(CP093046) 

/Israel 

#232 Trichobius 
caecus 

Pteronotus 
alitonus/rubi 

ginosus 
/Brasil Novo 

PA 

pap- 
31 

367 100% 0.0 100% 
Bartonella sp. 
(PP327292) 

Carollia 
perspicillata 

/Brazil 

#302 Nycterophili Pteronotus pap- 294 43% 5,00 75.44% Flea 
 a parnelli alitonus/ 

rubiginosus/ 
Brasil Novo 

PA 

31   E-17 Bartonella sp. 
(CP093046) 

/Israel 

#303 Trichobius 
dugesii 

Glossophaga 
soricina / 

Medicilândia 
PA 

pap- 
31 

345 100% 0.0 100% 
Bartonella sp. 
(PP327291) 

Carollia 
perspicillata 

/ Brazil 

#424 Trichobius Natalus pap- 709 16% 8,00 80.00% Thrichomis 
 galei macrourus 

/Brasil Novo 
PA 

31   E-05 Bartonella 
machadoae 
(CP087114) 

fosteri/ Brazil 

#549 Nycterophili Pteronotus pap- 376 59% 2,00 78.26% Carollia 
 a parnelli alitonus/rubi 

ginosus/ 
Uruará PA 

31   E-26 Bartonella sp. 
(PP327294) 

perspicillata 
/Brazil 

#153 Trichobius 
johnsonae 

Pteronotus 
alitonus/ 

Uruará PA 

ITS (16- 
23S 

rRNA) 

539 6,00 E-125 89% 87,53% 
Bartonella 

sp. 
(MN258134) 

Monophyllus 
redmani/  

Porto Rico 

#170 Trichobius Pteronotus ITS 558 89% 4,00 87.91% Monophyllus 
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 caecus alitonus/ 
Uruará PA 

(16- 
23S 
rRNA) 

  E- 
132 

Bartonella sp. 
(MN258134) 

redmani 
/Porto Rico 

#515 Trichobius Natalus ITS 537 93% 2,00 85.68% Monophyllus 
 galei macrourus (16- 

23S 
rRNA) 

  E- 
120 

Bartonella sp. 
(MN258134) 

redmani / Porto 
Rico 

#516 Trichobius Natalus ITS 561 89% 5,00 82.35% Monophyllus 
 galei macrourus (16- 

23S 
rRNA) 

  E-91 Bartonella sp. 
(MN258138) 

redmani/ 
Porto Rico 

#547 Trichobius Pteronotus ITS 439 90% 8,00 88.00% Monophyllus 
 caecus alitonus/rubi 

ginosus 
(16- 

23S 
rRNA) 

  E- 
134 

Bartonella sp. 
(MN258134) 

redmani 
 

/ 
        Porto rico 

#581 Trichobius Natalus ITS 535 88% 8,00 86.14 % Monophyllus 
 galei macrourus (16- 

23S 
rRNA) 

  E- 
124 

Bartonella sp. 
(MN258134) 

redmani/ 
Porto rico 

 
 

#612 Nycterophili 
a parnelli 

Pteronotus 
alitonus/rubi 

ginosus 

ITS 
(16- 
23S 
rRNA) 

547 100% 0.0 99.69 % 
Bartonella sp. 
(KP715478) 

Pteronotus 
parnellii/Guian 

a Francesa 

#620 Nycterophili Pteronotus ITS 540 100% 0.0 100 % Pteronotus 
 a parnelli alitonus/rubi (16-    Bartonella sp. parnellii 
  ginosus 23S    (KP715478) Guiana 

   rRNA)     Francesa 

#633 Trichobius Glossophaga ITS 578 88% 0.0 96.22% Sturnira lilium/ 
 dugesii soricina (16-    Bartonella sp. Guatemala 
   23S    (MN504729)  

   rRNA)      

#661 Trichobius Natalus ITS 470 90% 2,00 85.65 % Monophyllus 
 galei macrourus (16-   E- Bartonella sp. redmani 
   23S   115 (MN258134) Porto Rico 
   rRNA)      

 

 
3.2. Análise de diversidade genotípica de Bartonella spp. pelo software 

DNASP 
Dentre as 19 sequências do gene gltA detectadas em moscas Streblidae 

de morcegos cavernícolas, 11 genótipos distintos e uma diversidade genotípica 

(Hd) de 0, 9123 foram encontrados (Tabela 4 e 5). Dentre as nove sequências do 

gene rpoB, quatro genótipos distintos e uma diversidade genotípica de 0,6944 

foram encontrados (Tabela 4 e 5). Dentre as nove sequências do gene ftsZ, seis 

genótipos distintos e uma diversidade genotípica de 0,8333 foram encontrados 

(Tabela 4 e 5). 

 
Tabela 4. Polimorfismos detectados nas sequências de Bartonella spp. para os genes 
gltA e rpoB, obtidos no presente estudo em amostras de moscas Streblidae no estado do 
Pará. 

Gene bp N VS GC% g gd (mean ± 
SD) 

π (mean ± SD) K 

gltA 208 19 148 35.1 11 0.912±0.046 0.16741±0.04518 34,988 
rpoB 416 9 66 41.5 5 0,694±0,147 0,06479±0,02196 22,80556 
ftsZ 405 9 48 43.9 6 0.833 ± 0.127 0.02990±0.01735 12.11111 

N =  Número  de  sequências  analisadas;  VS =  Número  de  sítios  variáveis; 
GC% = Conteúdo de G+C; g = Número de genótipos; gd = Diversidade genotípica;SD = 
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Desvio padrão; π = Diversidade nucleotídica (por sítio); K = Número de diferenças 
nucleotídicas. 

 

 
Tabela 5. Resultados da análise de diversidade genotípica, mostrando os diferentes 
genótipos de sequências correspondentes a três marcadores moleculares detectadas em 
moscas Streblidae de morcegos cavernícolas no estado do Pará, norte do Brasil. 

Genótipo Gene Número de 
Sequências 

Sequências do presente 
estudo relacionadas 

Genótipo 1 gltA 2 PV584218 e PV599856 
Genótipo 2 gltA 2 PV584220, PV599850 
Genótipo 3 gltA 3 PV599849, PV584228 e 

PV599854 

 

Genótipo 4 gltA 1 PV584221 
Genótipo 5 gltA 1 PV584222 
Genótipo 6 gltA 5 PV584219, PV599851, 

PV599852, PV599853 e 
PV599857 

Genótipo 7 gltA 1 PV584223, 
Genótipo 8 gltA 1 PV584224 
Genótipo 9 gltA 1 PV584225 
Genótipo 10 gltA 1 PV584226 
Genótipo 11 gltA 1 PV584229 
Genótipo 1 rpoB 2 PV584236 e PV599859 
Genótipo 2 rpoB 1 PV584237 
Genótipo 3 rpoB 5 PV584238, PV599860, 

PV599861, PV599862 e 
PV599863 

Genótipo 4 rpoB 1 PV584240 
Genótipo 1 ftsZ 4 PV584230, PV599864, 

PV599865 e PV599866 
Genótipo 2 ftsZ 1 PV584231 
Genótipo 3 ftsZ 1 PV584232 
Genótipo 4 ftsZ 1 PV584233 
Genótipo 5 ftsZ 1 PV584234 
Genótipo 6 ftsZ 1 PV584235 

 

 
3.3. Análise Filogenética 

Na análise filogenética, baseada em um alinhamento de 500 pb do gene gltA, 

inferida pelo método de Máxima Verossimilhança e GRT + I + G como modelo 

evolutivo, as sequências obtidas distribuíram-se em dois grandes clados principais. As 

sequências PV584218 e PV584228 agruparam-se com uma sequência de Bartonella 

detectada em Pteronotus parnellii da Guiana Francesa, enquanto as sequências 

PV584225 e PV584229 agruparam-se com sequências de Bartonella spp. detectadas 

em morcegos P. rubiginosus e espécies moscas do gênero Trichobius associadas a 

P. parnellii do México, Guiana Francesa e República Dominicana. As sequências 

PV584226, PV584219, PV584222 e PV584224 formaram um clado próximo a 
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linhagens de Bartonella spp. associadas a C. perspicillata do Colorado e P. parnellii 

do México, enquanto a sequência PV584220 se agrupou com uma sequência 

detectada em Eucampsipoda aegyptia, uma mosca de morcego do Oriente Médio. As 

sequências PV584221 e PV584223 agruparam-se com Bartonella spp. previamente 

detectadas em P. parnellii do México e Costa Rica (Figura 3). 

Na análise filogenética, baseada em um alinhamento de 650 pb do gene rpoB, 

inferida pelo método de Máxima Verossimilhança e usando TN + I + G como modelo 

evolutivo, as sequências PV584236, PV584237 e PV584238 agruparam-se com 

Bartonella spp. previamente detectadas em morcegos Monophyllus spp. de Porto 

Rico. Já a sequência PV584240 agrupou-se próxima a sequências de Bartonella 

detectadas em T. dugesii do Brasil (Figura 4). 

Na análise filogenética, baseada em um alinhamento de 650 pb do gene ftsZ, 

inferida pelo método de Máxima Verossimilhança e usando SYM + I + G como modelo 

evolutivo, as sequências PV584230, PV584232, PV584231, PV584234, PV584233 e 

PV584235 agruparam-se próximas a uma sequência de Bartonella sp. previamente 

detectada em P. parnellii na Guatemala, P. helleri no Peru e M. aranea no Brasil 

(Figura 5). 
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Figura 3. Análise filogenética baseada em um alinhamento de 500 pb do gene gltA, 

inferida pelo método de Máxima Verossimilhança e modelo evolutivo GRT + I + G. 

As sequências obtidas no presente estudo a partir de amostras de moscas 

Streblidae de morcegos cavernícolas no estado do Pará foram destacadas em rosa. 

Os números nos nós correspondem aos valores de suporte 
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(bootstrap) obtidos com 1000 réplicas. Brucella abortus e Brucella ovis foram 

utilizados como grupos externos. 

Figura 4. Análise filogenética baseada em um alinhamento de 650 pb do gene 

rpoB, inferida pelo método de Máxima Verossimilhança e modelo evolutivo TN 

+ I + G. As sequências obtidas no presente estudo a partir de amostras de 

moscas Streblidae de morcegos cavernícolas no estado do Pará foram 

destacadas em rosa. Os números nos nós correspondem aos valores de 

suporte (bootstrap) obtidos com 1000 réplicas. Brucella abortus e Brucella ovis 

foram utilizados como grupos externos. 
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Figura 5. Análise filogenética baseada em um alinhamento de 650 pb do gene ftsZ, 

inferida pelo método de Máxima Verossimilhança e utilizando o modelo evolutivo TN 

+ I + G. As sequências obtidas no presente estudo a partir de amostras de moscas 

Streblidae de morcegos cavernícolas no estado do Pará foram destacadas em rosa. 

Os números nos nós correspondem aos valores de suporte (bootstrap) 

obtidos com 1000 réplicas. Brucella abortus e Brucella ovis foram utilizados como 

grupos externos. 
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3.4. Rede de genótipos 

Na rede de genótipos, 42 sequências gltA de Bartonella spp., detectadas em 

moscas de morcegos de 14 países e retiradas do Genbank, corresponderam a 38 

genótipos distintos. As 19 sequências detectadas no presente estudo corresponderam 

a 11 genótipos distintos e genótipos únicos (Tabela de Material Suplementar SM2; 

Figura 6). 

Vinte e seis sequências rpoB de Bartonella spp., detectadas em moscas de 

morcegos de oito países e retiradas do Genbank, corresponderam a 26 genótipos. Das 

nove sequências detectadas no presente estudo, quatro formaram genótipos únicos 

(Tabela de Material Suplementar SM2; Figura 7). 

Para os demais genes, não foi possível realizar tal análise devido ao número 

reduzido de sequências disponíveis no Genbank. 

 
 

 

Figura 6. Rede de genótipos formada entre as sequências de gltA, detectadas em amostras de 

moscas Streblidae no Pará, em outras regiões do Brasil e em outros países. O tamanho dos círculos 

varia de acordo com o número de sequências pertencentes a cada genótipo. Cada cor representa um 

local onde cada sequência foi coletada. Pontos pretos representam vetores medianos e linhas 

verticais pretas representam eventos mutacionais ocorridos entre cada genótipo. Os genótipos 

representando sequências de gltA detectadas em moscas Streblidae neste estudo foram circuladas 

em rosa. 
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Figura 7. Rede de genótipos formada entre as sequências de rpoB detectadas em 

amostras de moscas Streblidae no Pará, em outras regiões do Brasil e em outros 

países. O tamanho dos círculos varia de acordo com o número de sequências 

pertencentes a cada genótipo. Cada cor representa um local onde cada sequência foi 

coletada. Pontos pretos representam vetores medianos e linhas verticais pretas 

representam eventos mutacionais ocorridos entre cada genótipo. Os genótipos 

representando sequências de rpoB detectadas em moscas Streblidae neste estudo 

foram circuladas em rosa. 

 
4. Discussão 

O presente estudo detectou Bartonella spp. moscas Streblidae parasitas de 

morcegos em remanescentes de floresta úmida no estado de Pernambuco e em 

morcegos cavernícolas no estado do Pará. Trata-se da primeira evidência molecular de 

Bartonella spp. em moscas Streblidae parasitas de morcegos cavernícolas no Brasil. 

Adicionalmente, o presente trabalho traz a primeira detecção molecular de Bartonella 

spp. em M. minuta, N. parnelli, T. galei e T. johnsonae no estado do Pará, ampliando o 

universo de vetores envolvidos na transmissão dessas bactérias entre morcegos. 

As ocorrências moleculares aqui demostradass estão em concordância com 

estudos prévios conduzidos no Brasil, os quais relataram taxas de ocorrência de ~20% 

no Rio de Janeiro (Mata Atlântica) [45], ~17% no Mato Grosso do Sul (Cerrado) [46] e 

~32% no Pará (Amazônia) [15]. As espécies de moscas da família Streblidae, 

geralmente, parasitam uma única espécie de morcego ou algumas espécies 

estreitamente relacionadas [6, 14]. Portanto, as variações de ocorrência observadas 

em cada estudo podem refletir diferenças entre espécies de morcegos hospedeiros e 



55 
 

ectoparasitos associados, analisadas nos distintos locais amostrados, assim como na 

sensibilidade dos métodos moleculares empregados e armazenamento de amostras 

após coleta. 

A alta frequência de positividade detectada no presente estudo em 

determinadas espécies de moscas, tais como T. joblingi e N. Parnelli, levanta a 

hipótese de que essas espécies poderiam atuar como vetores de Bartonella spp. entre 

morcegos, como previamente sugerido para T. parasiticus no México [42]. Entretanto, 

estudos de competência vetorial são necessários para comprovar essa hipótese 

futuramente. 

As análises filogenéticas baseadas nos genes gltA, rpoB e ftsZ posicionaram 

as sequências de Bartonella spp. detectadas em moscas Streblidae do presente 

estudo em clados distintos, ainda que relacionados filogeneticamente a genótipos 

previamente detectados em morcegos e ectoparasitos associados do Brasil e outros 

países. Essa diversidade sugere um cenário complexo de coevolução entre Bartonella 

spp., morcegos e seus ectoparasitos, como outrora observado [15, 46, 11]. As 

inferências filogenéticas aqui conduzidas e baseadas em três marcadores genéticos 

reforçam a robustez da abordagem multi-locus para estudos de diversidade de 

Bartonella spp. [8, 87] em hospedeiros vertebrados e ectoparasitos associados, como 

é o caso de morcegos e moscas Streblidae nos quais grande diversidade genotípica 

é esperada [17, 88]. 

Redes de genótipos permitem visualizar tanto relações entre sequências 

filogeneticamente próximas quanto a diversidade intraespecífica de Bartonella spp. 

[89]. As análises das redes de genótipos baseadas nos referidos genes revelaram a 

ocorrência de onze genótipos gltA, quatro de rpoB e seis de ftsZ quando comparadas 

a genótipos de Bartonella spp. previamente detectados em moscas Streblidae no 

Brasil e diversas regiões do mundo. Essa elevada variabilidade genética pode ser 

atribuída à amostragem realizada em ambientes cavernícolas, nos quais são 

encontrados grande densidade populacional e diversidade de morcegos [16], além 

de mecanismos de especificidade na associação bactéria-vetor, conforme 

demonstrado em estudos com Eucampsipoda aegyptia no Oriente Médio [33]. A alta 

diversidade de genótipos de Bartonella spp. em moscas associadas a morcegos 

cavernícolas no bioma Amazônico abre fronteiras para expandir o universo deste 

grupo de bactérias e das relações entre espécies de morcegos e de moscas Strelidae 

neste ecossistema ainda pouco explorado no Brasil. No Brasil, ~39%  das espécies 

conhecidas de morcegos utilizam cavernas como refúgios, oportunamente ou 

regularmente [90]. Além do caráter bioindicador, ecossistemas que concentram 
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grandes agregações animais, tais como cavernas, têm elevada importância 

conservacionista, por pelo menos três razões: i) apresentam valor desproporcional 

para a sobrevivência das espécies em questão; ii) tais espécies de morcegos podem 

ser particularmente vulneráveis quando presentes em tais agregações; iii) os 

morcegos presentes nestas agregações participam de um amplo número de distintas 

interações ecológicas [91]. 

Os espécimes de moscas coletadas em Pernambuco apresentaram desafios 

técnicos devido ao longo tempo de armazenamento e às condições de preservação, 

as quais podem ter comprometido a integridade do DNA [92], limitando potencialmente 

a obtenção de sequências de qualidade nessas amostras. Protocolos alternativos de 

preservação, como etanol absoluto ou tampões específicos [93], são recomendados 

para estudos futuros. 

Os resultados destacam a importância de estudos contínuos para monitorar a 

circulação e investigar a diversidade de Bartonella spp. em morcegos e seus 

ectoparasitos, especialmente em regiões de alta biodiversidade como a Amazônia e Mata 

Atlântica. Análises filogenéticas sugerem que os morcegos podem representar os 

hospedeiros ancestrais de Bartonella spp., tendo desempenhado papel crucial em sua 

dispersão geográfica [94], o que reforça sua relevância na compreensão da origem e 

evolução dessas bactérias. Futuras pesquisas devem ser conduzidas objetivando 

investigar a dinâmica de transmissão, a especificidade vetor-bactéria e o potencial 

zoonótico dos genótipos detectados, fornecendo subsídios para estratégias futuras de 

vigilância em saúde pública e conservação. Este trabalho reforça a necessidade de 

abordagens integradas, sob a perspectiva de Saúde Única, unindo ecologia, medicina 

veterinária e saúde humana para compreender e mitigar os riscos associados a este 

grupo de bactérias emergentes. 

 

5. Conclusão 

Este estudo revelou grande diversidade genética de Bartonella spp. em 

moscas da família Streblidae associadas a morcegos cavernícolas na Amazônia 

brasileira, no estado do Pará, região norte do Brasil. As análises filogenéticas 

baseadas em três marcadores moleculares revelaram relações próximas entre as 

sequências detectadas e linhagens encontradas em morcegos e moscas associadas 

no Brasil em outros países, indicando um fluxo gênico amplo e adaptações específicas 

a hospedeiros e vetores. Trata-se da primeira evidência molecular de Bartonella spp. 

em moscas Streblidae parasitas de morcegos cavernícolas no Brasil, abrindo 
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fronteiras para estudos interespecíficos (Bartonella-mosca-morcego) em 

ecossistemas ainda pouco explorados no país. Adicionalmente, o presente trabalho 

traz a primeira detecção molecular de Bartonella spp. em N. parnelli, T. galei, M. 

minuta e T. johnsonae, ampliando a diversidade de prováveis vetores dessas 

bactérias.
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Material suplementar 

Tabela SM1. Protocolos de cPCR utilizados na caracterização molecular das 

amostras positivas na qPCR para Bartonella spp. no presente estudo, com descrição dos 

genes-alvo, identificação e sequência dos primers, tamanho do fragmento amplificado, 

condições térmicas e referências. 

Molecula 
r Marker 

Primers/Probe Thermal 
conditions 

Amplico 
n size 

(bp) 

Reference 

gltA BhCS.781p (gltA F) 95ºC for 10min; 35 380-400 (Norman et 
 (5’ GGGGACCAGCTCATGGTGG- 3’) cycles of 95ºC for  al., 1995) 
 BhCS.1137n (gltA R) 20s, 51ºC for 30s   

 (5’ AATGCAAAAAGAACAGTAAACA- 3’) and 72ºC for 2min;   

  72ºC for 3min   

 CS443f 94ºC for 2min; 45 767 (Billeter et al., 
 (5’ -GCTATGTCTGCATTCTATCA- 3’) cycles of 94ºC for  2011) 
 CS1210r 30s, 48ºC for 1min   

 (5’ -GATCYTCAATCATTTCTTTCCA- 3’) and 72ºC for 1min;   

  72ºC for 7min   

ftsZ ftsZ F 94ºC for 2min; 40 515 (Paziewska et 
 (5’ - cycles of 94ºC for  al., 2011) 
 CATATGGTTTTCATTACTGCYGGTATGG- 2min, 61ºC for 45s   

 3′) and 72ºC for 45s;   

 ftsZ R 72ºC for 7min   

 

 (5’ - 
TTCTTCGCGAATACGATTAGCAGCTTC- 3′) 

   

groEL GroEL F 94ºC for 2min; 40 752 (Paziewska et 
 (5′ -GGAAAAAGTGGGCAATGAAG- 3′) cycles of 94ºC for  al., 2011) 
 GroEL R 2min, 47ºC for 45s   

 (5′ -TCCTTTAACGGTCAACGCATT- 3′) and 72ºC for 45s;   

  72ºC for 7min   

nuoG nuoG F 94ºC for 5min; 35 346 (Colborn et 
 (5’ -GGCGTGATTGTTCTCGTTA- 3’) cycles of 94ºC for  al., 2010) 
 nuoG R 30s, 53ºC for 30s   

 (5’ -CACGACCACGGCTATCAAT -3’) and 72ºC for 5min;   

  72ºC for 5min   

pap31 165s 95ºC for 5min; 45 564 (Maggi & 
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 (5’ -GACTTCTGTTATCGCTTTGATTT- 3’) 
688as 

cycles of 94ºC for 
30s, 56ºC for 30s 

 Breitschwerdt, 
2005a) 

 (5’ -CACCACCAGCAAMATAAGGCAT- 3’) and 72ºC for 45s;   

  72ºC for 5min   

rpoB 1400F 94ºC for 2min; 35 825 (Renesto et 
 (5’ -CGCATTGGCTTACTTCGTATG- 3’) cycles of 94ºC for  al., 2001) 
 2300R 30s, 53ºC for 30s   

 (5’ -GTAGACTGATTAGAACGCTG- 3’) and 72ºC for 1min;   

  72ºC for 2min   

ribC Barton-1 95ºC for 10min; 37 585-588 (Johnson et 
 (5’ -TAACCGATATTGGTTGTGTTGAAG- 3’) cycles of 95ºC for  al., 2003) 
 Barton-2 1min, 51ºC for   

 (5’ - 1min and 72ºC for   

 TAAAGCTAGAAAGTCTGGCAACATAACG- 1min; 72ºC for   

 3’) 3min   

16S-23S 321s 95ºC for 5min; 45 453-717 (Maggi & 
ITS (5’ -AGATGATGATCCCAAGCCTTCTGGCG- 

3’) 
cycles of 94ºC for 
30s, 54ºC for 30s 

 Breitschwerdt, 
2005b) 

 938as and 72ºC for 45s;   

 (5’ -TGTTCTYACAACAATGATGATG- 3’) 72ºC for 5min   
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