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Licença para importação ou exportação de flora e fauna - CITES e não CITES). Em caso de material consignado, consulte  www.icmbio.gov.br/sisbio - menu
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7
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DETECÇÃO E CARACTERIZAÇÃO MOLECULAR DE Bartonella spp. EM 
MOSCAS STREBLIDAE E ÁCAROS MACRONYSSIDAE E SPINTURNICIDAE 
PARASITAS DE QUIRÓPTEROS 

 
Resumo – Dentre os ectoparasitas encontrados em morcegos, destacam-se as 
mocas Streblidae e ácaros Macronyssidae e e Spinturnicidae. A família 
Streblidae compreende um grupo monofilético de dípteros hematófagos 
Hippoboscoidea que parasitam morcegos. Enquanto ácaros da família 
Spinturnicidae são ectoparasitas exclusivos de quirópteros, aqueles da família 
Macronyssidae também parasitam outras espécies de mamíferos. Embora a 
ocorrência de Bartonella spp. tenha sido relatada em morcegos amostrados na 
Europa, África, Ásia e América Central e do Sul, poucos são os estudos acerca 
da ocorrência e diversidade genética de Bartonella spp. em moscas 
Hippoboscoidea e ácaros parasitas de quirópteros. O presente trabalho teve 
como objetivo investigar a ocorrência e traçar inferências filogenéticas de 
Bartonella spp. em moscas Streblidae e ácaros de Spinturnicidae e 
Macronyssidae parasitas de morcegos no Brasil. Entre maio de 2011 a abril de 
2012 e setembro de 2013 a dezembro de 2014, 404 moscas de Streblidae, 100 
Macronyssidaes e 100 ácaros de Spinturnicidae foram coletadas de duas 
localidades no município de Nova Iguaçu, estado do Rio de Janeiro, no sudeste 
do Brasil. Todos os 20 pools de ácaros e 202 (50%) mostraram-se positivos na 
PCR para o gene endógeno cox-1 de invertebrados. Quarenta (19,8%) de 202 
moscas Streblidae foram positivas para Bartonella spp. em ensaios de qPCR 
baseados no gene nuoG. : 6/32 (18%) Paratrichobius longicrus, 7/24 (29%) 
Strebla guajiro, 2/5 (40%) Aspidoptera phyllostomatis, 5/43 (11%) Aspidoptera 
falcata, 1/10 (10%) Trichobius anducei, 1/4 (25%) Megistopoda aranea e 18/55 
(32%) Trichobius joblingi, coletados das seguintes espécies: Artibeus lituratus, 
Carollia perspicillata, Artibeus planirostris, Sturnira lilium, Artibeus obscurus. 
Foram obtidas seis sequências para Bartonella (nuoG [n = 2], gltA [n = 2], rpoB [n 
= 1], ribC [= 1]). Nenhum dos ácaros Macronyssidae e Spinturnicidae amostrados 
mostrou-se positivo para Bartonella spp. As análises filogenéticas das 
sequências, suportadas pela baixa identidade pelo BLAST, sugerem a circulação 
de mais de um genótipo/espécie de Bartonella em moscas da família Streblidae 
no Rio de Janeiro, Brasil, os quais mostraram-se filogeneticamente próximos 
àqueles previamente detectados em morcegos e roedores na América, e em 
ruminantes na Europa. Tal fato evidenciando um possível intercâmbio de 
espécies de Bartonella entre hospedeiros vertebrados pertencentes às ordens 
Chiroptera, Rodentia e Artiodactyla. 

 
  

Palavras-chave: Bartonelose, Filogenia, Hippoboscoidea, Morcegos, 
Mesostigmata, qPCR, Rio de Janeiro. 
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MOLECULAR DETECTION AND CHARACTERIZATION OF Bartonella spp. IN 
STREBLIDAE FLIES AND MACRONYSSIDAE AND SPINTURNICIDAE MITES 
PARASITES OF BATS 

 
Abstract - Among the ectoparasites found in bats, stand out Streblidae flies and 
Macronyssidae and Spinturnicidae mites. The Streblidae family comprises a 
monophyletic group of Hippoboscoidea hematophagous dipterans that parasitize 
bats. While mites of the Spinturnicidae family are ectoparasites unique to 
chiropterans, those of the Macronyssidae family also parasitize other species of 
mammals. Although the occurrence of Bartonella spp. has been reported in bats 
sampled in Europe, Africa, Asia and Central and South America, there are few 
studies on the occurrence and genetic diversity of Bartonella spp. in Hippoboscoidea 
flies and mites parasites of bats. This study aimed to investigate the occurrence and 
perform phylogenetic inferences of Bartonella spp. in Streblidae flies and 
Spinturnicidae and Macronyssidae mites parasites of bats in Brazil. Between May 
2011 to April 2012 and September 2013 to December 2014, 404 Streblidae flies, 100 
Macronyssidae and 100 Spinturnicidae mites were collected from two locations in the 
district of Nova Iguaçu, state of Rio de Janeiro, in southeastern Brazil. All 20 mite 
pools and 202 (50%) Streblidae flies showed to be positive in PCR assays targeting 
cox-1 gene. Forty (19.8%) of 202 Streblidae flies were positive for Bartonella spp. in 
qPCR assays based on the nuoG gene: Paratrichobius longicrus, 7/24 (29%) Strebla 
guajiro, 2/5 (40%) Aspidoptera phyllostomatis, 5/43 (11%) Aspidoptera falcata, 1/10 
(10%) Trichobius anducei, 1/4 (25%) Megistopoda aranea and 18/55 (32%) 
Trichobius joblingi, collected from the following species: Artibeus lituratus, Carollia 
perspicillata, Artibeus planirostris, Sturnira lilium, Artibeus obscurus. Six Bartonella 
sequences were obtained (nuoG [n=2], gltA [n=2], rpoB [n=1], ribC [n=1]). None of 
the sampled Macronyssidae and Spinturnicidae mites were positive for Bartonella 
spp. Phylogenetic analyzes of the sequences, supported by low BLAST identity, 
suggest the circulation of more than one Bartonella genotype/species in family 
Streblidae flies in Rio de Janeiro, Brazil, which were shown to be phylogenetically 
close to those previously detected in bats and rodents in America, and in ruminants 
in Europe. This fact evidences a possible interchange of Bartonella species among 
vertebrate hosts belonging to the orders Chiroptera, Rodentia and Artiodactyla. 
 
 

KeyWords: Bartonellosis, Phylogeny, Hippoboscoidea, Bats, Mesostigmata, qPCR, 

Rio de Janeiro. 
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1. INTRODUÇÃO 

A ordem Chiroptera é considerada o segundo maior grupo de mamíferos do 

mundo, compreendendo aproximadamente 20% dos mamíferos e engloba mais de 

1200 espécies de morcegos presentes em todos os continentes, com exceção da 

Antártida (MUHLDORFER et al., 2013). No Brasil, cerca de 47% da diversidade de 

espécies de quirópteros é encontrada em áreas urbanas (NUNES et al., 2016). 

Entre os ectoparasitas de morcegos, as moscas de Streblidae são as mais 

frequentemente relatadas nos Neotrópicos e associados a espécies de morcegos 

pertencentes às famílias Phyllostomidae e Noctilionidae (WENZEL, 2005; DICK e 

GETTINGER, 2005; DICK e MILLER, 2010). A família Streblidae compreende um 

grupo monofilético de dípteros Hippoboscoidea (PETERSEN et al., 2007; KUTTY et 

al., 2010; DITTMAR et al., 2015), nos quais é verificada viviparidade adenotrófica. 

Este grupo compreende não apenas espécies aladas, mas também braquíteras e 

ápteras, que são ectoparasitas hematófagos obrigatórios de morcegos (DICK e 

MILLER, 2010; LORD e TABACHNICK, 2015). 

Ácaros da subordem Mesostigmata parasitas de quirópteros são distribuídos 

em quatro famílias: Macronyssidae, Laelapidae, Spelaeorhynchidae e 

Spinturnicidae. Enquanto as espécies pertencentes às famílias Macronyssidae e 

Laelapidae podem parasitar outras espécies de mamíferos além de quirópteros, 

aqueles pertencentes às famílias Spelaeorhynchidae e Spinturnicidae são 

conhecidas por parasitarem exclusivamente mamíferos da ordem Chiroptera 

(ALMEIDA, 2012). 

Essa diferença em especificidade parasitária proporciona taxas populacionais 

desiguais. Neste sentido, a baixa especificidade proporciona aos ácaros das 
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famílias Macronyssidae e Laelapidae a vantagem de expandir sua população em 

diferentes hospedeiros. Em contrapartida, ácaros das famílias Spelaeorhynchidae 

e Spinturnicidae, devido à sua alta especificidade em parasitar morcegos, não 

possuem mecanismos para expandir sua população em outros hospedeiros, 

embora ainda sejam favorecidos por possuírem características seletivas, tornando 

o hábitat favorável e diminuindo a competição (WENZEL et al. 1966; ALMEIDA, 

2012). 

Espécies de Bartonella compreendem alfa-proteobactérias intracelulares 

facultativas Gram negativas pertencentes à ordem Rhizobiales (MORSE et al., 

2012). Esses agentes reemergentes, os quais parasitam eritrócitos e células 

endoteliais de mamíferos, estão associados a doenças em seres humanos e 

animais (KOSOY et al., 2010; PITASSI et al., 2015; VIEIRA-DAMIANI et al., 2015). 

A ocorrência de Bartonella spp. foi relatada em morcegos amostrados na 

Europa (CONCANNON et al., 2005; LILLEY, VEIKKOLAINEN e PULLIAINEN, 

2015), África (KOSOY et al., 2010; KAMANI et al., 2014; BROOK et al., 2015; 

MANNERINGS et al., 2016; LEULMI et al., 2016; DIETRICH et al., 2016), Ásia (LIN 

et al., 2012; MCKEE et al., 2017), Américas do Sul (BAI et al., 2012; DAVOUST et 

al., 2016; IKEDA et al., 2017), Central (BAI et al., 2011; JUDSON, FRANK e 

HADLY, 2015; OLIVAL et al., 2015), e do Norte (LILLEY et al., 2017; STUCKEY et 

al., 2017). Já a ocorrência de Bartonella spp. em moscas Hippoboscoidea foi 

relatada em moscas Nycteribiidae na África (KAMANI et al., 2014; BROOK et al., 

2015; MANNERINGS et al., 2016; LEULMI et al., 2016) e América Central 

(JUDSON, FRANK e HADLY, 2015. Ainda, Bartonella spp. foram detectada em 

moscas Streblidae nos Estados Unidos da América (REEVES et al., 2015), Porto 



3 
 

Rico, Panamá, China, Filipinas, República Dominicana, Guiana Francesa, Peru, 

Costa Rica, Eslovênia (MORSE et al., 2012), África do Sul e Suazilândia 

(DIETRICH et al., 2016). Não existem estudos até o presente momento da 

ocorrência de Bartonella spp. em ácaros parasitas de morcegos.  

Ainda que quirópteros sejam considerados reservatórios de Bartonella spp., 

raros são os estudos conduzidos no Brasil no que diz respeito à epidemiologia, 

diversidade genética e ecologia desses patógenos e, tampouco, sobre os possíveis 

vetores envolvidos. Recentemente, Ikeda et al (2017) detectaram Bartonella spp. 

filogeneticamente associada a bartonelas de morcegos e roedores da América 

Latina em morcegos insetívoros e frugívoros amostrados nos estados do Pará, 

Paraná e Tocantins. Sendo assim, o atual estudo propõe verificar se Bartonella 

spp. circula entre os principais grupos de ectoparasitas (moscas Streblidae e 

ácaros Macronyssidae e Spinturnicidae) coletados de quirópteros amostrados no 

estado do Rio de Janeiro, Brasil. 
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2. REVISÃO DE LITERATURA 

2.1. Ordem Chiroptera 

Morcegos são mamíferos pertencentes à ordem Chiroptera, cujo nome se 

origina do grego Cheir=mão e pteron=asas. Esta ordem abrange mamíferos que 

possuem membros anteriores altamente modificados e especializados para o vôo, 

com alongamento ósseo e presença de membrana elástica denominada patágio 

(REIS et al., 2007) 

A ordem Chiroptera é dividida em duas subordens: "Megachiroptera", a qual 

compreende raposas-voadoras em sua maioria frugívoras, e "Microchiroptera", que 

por sua vez compreende morcegos altamente especializados quanto à 

ecolocalização. A fauna de morcegos urbanos, caracterizada por 84 espécies, 

representa 47% da riqueza de morcegos encontrada no Brasil (NOGUEIRA et al., 

2014, NUNES et al., 2016). 

Cerca de 70% dos morcegos se alimentam de insetos, mas alguns tipos se 

alimentam regularmente de frutas, néctar ou peixes. Ainda, alguns morcegos, 

chamados de vampiros, são peculiarmente adaptados para a alimentação 

sanguínea. Este grupo de mamíferos desempenha papéis ecológicos vitais, tais 

como polinização de flores e dispersão de sementes de frutas. Muitas espécies de 

plantas tropicais dependem inteiramente de morcegos para a distribuição de suas 

sementes. Adicionalmente, estes mamíferos são importantes no controle de pragas 

de insetos, reduzindo a necessidade de pesticidas (DAVIS e DAVID, 1997). 

Morcegos atuam como reservatórios de diversos patógenos, os quais são 

responsáveis por significantes prejuízos na pecuária e morbidade e mortalidade 
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humana, incluindo nematoides, protozoários, bactérias e vírus (RUPPRECHT et al., 

2001; CONCANNON et al., 2005). No Reino Unido, Gardner, Molyneux e 

Stebbings (1987) detectaram a presença de três espécies de tripanossomas 

(Trypanossoma vespertilionis, Trypanossoma dionisii e Trypanossoma incertum), 

Polychromophilus spp. e Babesia vesperuginis dentre uma população de 491 

morcegos de 15 diferentes espécies. No referido trabalho, os autores sugeriram a 

participação de percevejos da espécie Cimex pipistrelli na transmissão das 

espécies de tripanossomas acima elencadas, enfatizando a importância dos 

ectoparasitas no ciclo biológico desses patógenos. 

Estudos ainda apontam que morcegos são os primeiros reservatórios de 

Trypanossoma cruzi cruzi, fato que é apoiado devido a descobertas de fósseis, 

processos de especiação e explicado pela migração desses mamíferos (TEELING 

et al., 2005; HAMILTON et al., 2012). Tais achados suportam a hipótese de que 

estes mamíferos sejam os primeiros reservatórios da doença de Chagas, sendo de 

grande importância para estudos epidemiológicos (RAMÍREZ et al., 2014). 

 

2.2. Dípteros Streblidae 

Moscas da família Streblidae são ectoparasitas hematófagos de morcegos, 

tendendo a apresentar hospedeiros específicos. Neste sentido, uma espécie de 

mosca normalmente parasita uma única espécie de morcego ou algumas espécies 

estreitamente relacionadas (WENZEL et al., 1976; DICK e PATTERSON, 2006). 

Entretanto, alguns membros da subfamília Nycterophiliina possuem menor 

especificidade, podendo parasitar indivíduos de dois ou mais gêneros diferentes 

(DICK, 2013). 
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Muitos aspectos podem influenciar a abundância e estrutura populacional 

desses dípteros, dentre eles fatores ligados ao hospedeiro (tamanho, 

comportamento e tipo de refúgio) e fatores abióticos (temperatura e umidade) 

(LINHARES e KOMENO, 2000; RUI e GRACIOLLI, 2005; ESBERARD et al., 2012; 

PATRÍCIO et al., 2016). Machos e fêmeas destes dípteros apresentam diferenças 

em seu ciclo de vida: enquanto machos permanecem a vida toda no corpo do 

hospedeiro, fêmeas deixam o hospedeiro para larviposição (OVERAL, 1980). Tal 

fato pode ser comprovado pela predominância de dípteros do sexo masculino 

encontrados em seus hospedeiros (PATRÍCIO et al., 2016). 

O parasitismo por moscas Streblidae e Nycteribiidae já foi descrito em 

morcegos amostrados nos estados de Roraima (GRACIOLLI e LINARDI, 2002), 

Maranhão (DIAS et al., 2009; SANTOS et al., 2009; 2013), Mato Grosso do Sul 

(GRACIOLLI, CÁCERES e BORNSCHEIN 2006; ERIKSSON, GRACIOLLI e 

FISCHER; SILVA e GRACIOLLI, 2013), Rio de Janeiro (FRANÇA et al., 2010; 

LOURENÇO et al., 2014; PATRÍCIO, LOURENÇO e FAMADAS, 2016), Minas 

Gerais (MORAS et al., 2013), Paraná (BENEDITO e CUNHA, 2013) e Sergipe 

(BEZERRA, VASCONCELOS e BOCCHIGLIERI, 2016). Embora tenha sido 

descrita uma grande diversidade de ectoparasitas em quirópteros, até a presente 

data não existem estudos acerca do papel que tais artrópodes teriam nos ciclos de 

transmissão de agentes patogênicos entre populações de quirópteros no Brasil. 

 

2.3. Ácaros Macronyssidae e Spinturnicidae 

 Os ácaros da família Macronyssidae parasitam, em sua maioria, morcegos. 

Entretanto, uma minoria de espécies se comporta de maneira altamente 
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especializada ao parasitar outros hospedeiros mamíferos, répteis e pássaros 

(RADOVSKY, 1966). Estes ácaros possuem uma dieta constituída por sangue e 

linfa, alimentando-se por longos períodos em seus hospedeiros. Posteriormente, 

abandonam tais hospedeiros, o que sugere que primeiramente tenham se envolvido 

com morcegos, e posteriormente, passaram a parasitar outros grupos de 

vertebrados (RADOVSKY,1967). 

 A família Spinturnicidae, diferentemente dos Macronyssidae, engloba ácaros 

exclusivamente encontrados em morcegos. Em todos os estágios de seu ciclo de 

vida se alimentam de sangue. Devido a este fato, os estudos sobre esses ácaros 

são escassos, uma vez que para estudos sobre seu ciclo de vida é necessário que o 

morcego seja mantido vivo (BAKER & WHARTON, 1952; ALMEIDA, 2012). Haja 

vista a alta especificidade a seus hospedeiros, os espinturnicídeos são classificados 

de acordo com caracteres morfológicos e relação parasita-hospedeiro (ALMEIDA, 

2012). Adicionalmente, o parasitismo por ácaros de diversas famílias vem sendo 

descrito em quirópteros amostrados nos estados de Pernambuco (DANTAS-

TORRES et al., 2009), Rio Grande do Sul (SILVA, GRACIOLLI e RUI, 2009), Ceará, 

Mato Grosso (ALMEIDA et al., 2016) e Mato Grosso do Sul (SILVA, VALIM e 

GRACIOLLI, 2017). 

 

2.4. Gênero Bartonella  

2.4.1. Taxonomia 

O gênero Bartonella engloba bactérias Gram negativas intracelulares 

facultativas, as quais parasitam principalmente eritrócitos e células endoteliais, 

além de macrófagos, monócitos e células dendríticas (MUSSO et al., 2001; 
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EICHER e DEHIO, 2012). Estão distribuídas por todo o mundo, sendo transmitidas 

principalmente por vetores artrópodes hematófagos, como pulgas, carrapatos, 

mosquitos, moscas e piolhos (BREITSCHWERDT e KORDICK, 2000; CHOMEL et 

al., 2009). São classificadas no Filo Proteobacteria, Classe Alphaproteobacteria, 

Ordem Rhizobiales e Família Bartonellaceae (CHOMEL et al., 2006; PITASSI et al., 

2015). 

Por muito tempo, o gênero Bartonella era reconhecido por apresentar 

somente uma única espécie, conhecida como Bartonella bacilliformis, agente 

causador da doença de Carrión, observados em pacientes com  Febre de Oroya e 

Verruga Peruana. (KUYKENDALL, 2006; MINNICK et al., 2014). 

Baseando-se em estudos moleculares de sequências de DNA da 

subunidade 16S rRNA, Brenner et al. (1993) observaram relações filogenéticas 

entre Rochalimaea quintana e B. bacilliformis. Propuseram, assim, a transferência 

de R. quintana, pertencente à família Rickettsiaceae, para a família Bartonellaceae, 

mantendo as duas espécies no gênero Bartonella, o qual se mostrava como o mais 

antigo. Com isso, mais quatro espécies do antigo gênero Rochalimaea foram 

renomeadas como B. quintana, B. vinsonii, B. henselae e B. elizabethae. 

Atualmente, 45 espécies, com algumas contendo mais de uma subespécie, 

e inúmeros Candidatus já foram descritos e isolados de seres humanos, animais 

domésticos e selvagens (BREITSCHWERDT et al., 2010; KAEWMONGKOL et al., 

2011; ANGELAKIS e RAOULT, 2014; OKARO et al., 2017). 

2.4.2. Bartoneloses 

O gênero Bartonella spp. compreende organismos altamente adaptados a 

parasitar mamíferos, causando uma bacteremia intraeritrocítica de longa duração, 
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o que aumenta as chances de transmissão desses agentes por vetores para um 

novo hospedeiro susceptível (MAGGI et al., 2011; PITASSI et al., 2015). 

 As diversas espécies de mamíferos parasitados, domésticos e selvagens, tais 

como ruminantes, cães, gatos, roedores e humanos, podem atuar como 

reservatórios para diferentes espécies de Bartonella spp. (DENG et al., 2012). Tal 

diversidade de hospedeiros implica em desafios epidemiológicos, clínicos e de 

diagnóstico, tanto para a Medicina Veterinária quanto para a Medicina Humana 

(BREITSCHWERDT et al., 2010). 

 Dentre as várias espécies de Bartonella parasitas de seres humanos, aquelas 

mais frequentemente associadas às infecções são B. henselae, B. quintana e B. 

bacilliformis (ANGELAKIS e RAOULT, 2014; BISWAS e ROLAIN, 2010). Na 

Tabela 1 encontram-se as espécies, subespécies ou espécies Candidatus de 

Bartonella identificadas por métodos moleculares em seres humanos (VIEIRA-

DAMIANI et al., 2015). 
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Tabela 1. Espécies, subespécies ou  espécies Candidatus de Bartonella 
identificadas, por métodos moleculares, em seres humanos.  

Espécie Enfermidade Referência 

B. bacilliformis Febre de Oroya, Verruga peruana CHAMBERLI et al., 
2002 

B. quintana Angiomatose bacilar, febre das trincheiras, bacteremia  OHL & SPACH, 2000 

B. henselae Doença da arranhadura do gato, endocardite, peliose 
hepática, angiomatose bacilar, bacteremia 

MAGGI et al., 2013; 
SLATER et al., 1992 

B. elizabethae Febre, endocardite DALY et al., 1993 

B. grahamii Doença da arranhadura do gato (linfadenopatia, pápulas 
avermelhadas, abscesso) 

OKSI et al., 2013 

B. vinsonii subsp. berkhoffii Endocardite, artrite, doença neurológica e 
hemangioendotelioma epitelioide 

OLIVEIRA et al., 2010 

B. koehlerae ansiedade, dores de cabeça, espasmos musculares, 
diminuição da visão periférica e alucinações 

BREITSCHWERDT et 
al., 2011 

B. alsatica Febre, linfadenite e endocardite RAOULT et al., 2011 

B. vinsonii subsp. arupensis Fadiga, cefaléia e mialgias WELCH et al., 1999 

B. washoensis Menigite PROBERT et al., 2009 

B. rochalimae Bacteremia, febre e esplenomegalia  EREMEEVA et al., 
2007 

B. tamiae Febre, dor de cabeça, mialgia, exantema maculopapular, 
exantema petequial nos braços e pernas, alterações na 
função hepática 

KOSOY et al., 2008 

B. melophagi* Tosse sega, cansaço, dor muscular e arrepios graves MAGGI et al., 2009 

B. mayotimonensis* Endocardite LIN et al., 2010 

B. volans  Sintomas incertos  BREITSCHWERDT et 
al., 2009 

B. clarridgeiae Assintomático  VIEIRA-DAMIANI et 
al., 2015 

*Espécies candidatas para o gênero Bartonella.  
Fonte: VIEIRA-DAMIANI et al., 2015 (modificado). 
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2.5. Bartonella spp. em morcegos  

A ocorrência de Bartonella spp. em quirópteros foi relatado em morcegos 

amostrados na Europa, África, Ásia e nas Américas (Figura 1). 

 

Figura 1. Mapa de distribuição de Bartonella spp. em morcegos em diversas regiões 
do mundo. 

 

No Reino Unido, DNA de Bartonella spp. foi detectado em amostras de tecido 

cardíaco de cinco morcegos pertencentes à quatro espécies distintas, por meio de 

PCR baseada no gene citrato sintase (gltA). As sequências obtidas mostraram 

identidade de 92,6 a 97,5% entre elas; já quando comparadas com sequências 

depositadas no Genbank, apresentaram identidade de 94,1% com Bartonella 

vinsonii. Na inferência filogenética pela análise de Máxima Verossimilhança, quatro 

das cinco sequências foram posicionadas em um clado único, enquanto uma 

posicionou-se isoladamente. As 5 sequências foram distintas de todas as espécies 

de Bartonella spp. previamente descritas (CONCANNON et al., 2005). 
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No Quênia, DNA de Bartonella spp. foi detectado em 26,1% de morcegos da 

espécie Eidolon helvum, 21% de Roussetos aegyptiacus, 44,4% de Coleura afra, 

87,5% de Triaenops persicus, 25% de Hipposideros commersoni, e 56,3% de 

Miniopterus spp. (KOSOY et al., 2010). A análise pelo método de Neighbor-joining 

apresentou a formação de 11 clados distintos. Todas as sequências de Bartonella 

spp. obtidas de R. aegyptiacus foram semelhantes entre si, e distantes de todas as 

outras encontradas em morcegos e descritas na literatura, formando um clado 

único. Todos os quatro genótipos encontrados em C. afra apresentaram 98,2 a 

99,7% de identidade entre si, formando também um clado único. A sequências 

encontradas em T. persicus, assim como as anteriores, formaram entre si um 

grupo monofilético. Entre as 16 sequências de Bartonella spp. detectadas em E. 

helvum, verificou-se uma  identidade variando de 78,6 a 100% entre si, formando 

então quatro clados distintos. Já a única sequência obtida de H. commersoni 

posicionou-se isoladamente das demais. A relação mais complexa foi aquela 

observada entre genótipos de Bartonella spp. detectados em morcegos do gênero 

Miniopterus. No total, 51 sequências foram obtidas a partir de três espécies de 

Miniopterus (M. africanus, M. minor e M. natalensis) e Miniopterus spp. não 

identificados ao nível da espécie. Dessas amostras de morcegos, foram obtidas 24 

sequências distintas, formando 3 clados diferentes.  

Na Guatemala, Bai et al. (2011), ao amostrarem 118 morcegos, encontraram 

41 (34,75%) positivos para o agente em questão, por meio da técnica de PCR 

convencional baseada no gene gltA. Verificou-se uma ocorrência de 88% (8/9) em 

Phyllostomus discolor, 70% (7/10) em Phyllostomus davyi, 48,4% (15/31) em 

Desmodus rotundus, 8,3% (1/12) em Sturnira lilium e 13,3 (2/15) em Glossophagae 
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formasoricina. Pelo método de Neighbor-joining foi possível identificar 21 

genótipos, agrupados em 13 clados distintos. Mais especificamente em três clados, 

sequências de Bartonella spp. obtidas de diferentes espécies de morcegos foram 

agrupadas, sugerindo então que espécies diferentes de morcegos compartilhem de 

alguma forma genótipos de Bartonella filogeneticamente próximos. 

Em Taiwan, Lin et al. (2012) investigaram a ocorrência de Bartonella spp. em 

morcegos, roedores e musaranhos. Apenas uma (Miniopterus schreibersii) dentre 

quatro espécies de morcegos mostrou-se positiva para Bartonella spp., com uma 

frequência de positividade de 6/14 (42,9%). Pela análise filogenética para o gene 

gltA baseada no método de Máxima Verossimilhança, verificou-se que as 

sequências obtidas de morcegos foram agrupadas em um grupo monofilético, e 

separado das sequências descritas anteriormente. Tal posicionamento filogenético 

foi corroborado com análises filogenéticas concatenada para os genes gltA, ftsZ, 

rpoB, ribC e 16S rRNA. 

No Peru, nas regiões de Santa Marta e Truenococha, foi encontrada uma 

prevalência de 24,1% para Bartonella spp. em uma população abrangendo 11 

diferentes espécies de morcegos, por meio do isolamento a partir de amostras de 

sangue: 10%  (1/10) em Artibeus obscurus); 12,5% (2/16) em Artibeus planirostris; 

100% (2/2) em Carollia brevicauda; 13,8% (4/29) em Carollia perspicillata; 55,6% 

(10/18) em Desmodus rotundus; 50% (1/2) em Glossophaga soricina; 16,7 (1/6) em 

Myotis spp.; 100% (2/2) em Phyllostomus discolor; 50% (1/2) em Phyllostomus 

hastatus;  100% (1/1) em Sturnira lilium; e 66,7% (2/3) em Vampyriscus bidens 

(BAI et al., 2012). Pela análise pelo método de Neighbor-joining foram identificadas 

21 sequências para o gene gltA, sendo 13 diferentes dos descritos anteriormente, 
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formando 5 clados distintos. As outras oito sequências foram agrupadas com 

sequências descritas em morcegos Desmodus rotundus na Guatemala.  

Na Nigéria, Kamani et al. (2014) amostraram 148 morcegos e 34 moscas da 

família Nycteribiidae, a fim de determinar a ocorrência de DNA de Bartonella spp. 

Foi detectado em 76 das 148 amostras de sangue de morcegos (51,4%) e em 10 

de 24 moscas coletadas (41,7%). A análise filogenética para o gene gltA pelo 

método de Máxima Verossimilhança identificou três grupos distintos, os quais 

mostraram-se próximos a outros genótipos de Bartonella descritas anteriormente 

em morcegos e ectoparasitas amostrados no Quênia e em Gana. 

Em Porto Rico, Olival et al. (2015) detectaram quatro genótipos distintos de 

Bartonella spp. em quirópteros da espécie Moniphyllus redmani e em Trichobius 

spp. um ectoparasita (Diptera, Streblidae), comumente encontrado em espécies de 

morcegos. A análise filogenética para o gene gltA pela inferência bayesiana 

permitiu a identificação de seis genótipos diferentes. Maior diversidade genética foi 

verificada entre sequências de Bartonella spp. detectadas em morcegos da 

espécie M. redmani, com quatro genótipos distintos. Um desses genótipos foi 

detectado em moscas Trichobius sp.. Os autores sugerem que a carga de 

ectoparasitas e a especificidade do vetor para um indivíduo podem influenciar na 

diversidade de bartonelas, assim como na prevalência destas entre as espécies de 

morcegos. 

No arquipélago do sudeste da Finlândia foram capturados 124 morcegos da 

espécie Myotis daubentonii. No total, 37% mostraram-se positivos na PCR para 

Bartonella baseada no gene rpoB (LILLEY, VEIKKOLAINEN e PULLIAINEN, 2015). 

A análise filogenética pelo método de Máxima Verossimilhança para os genes rpoB 
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e gltA concatenados posicionou as sequências obtidas próximo a B. tamiae e B. 

bacilliformis, descritas como espécies ancestrais, indicando uma possível nova 

espécie denominada ‘Candidatus Bartonella hemsundetiensis’. 

Na Costa Rica, DNA de Bartonella foi detectado em 13 (60%) de 22 

espécies de morcegos, das quais oito eram espécies neotropicais para as quais 

não havia sido relatada infecção por Bartonella spp. (Micronycteris microtus, 

Carollia sowelli, Artibeus lituratus, Artibeus jamaicensis, Platyrrhinus vittatus, 

Vampyressa tione, Anoura geoffroyi e Sturnira mordax). Em suma, 33,3% dos 63 

morcegos amostradas no sul da Costa Rica mostraram-se positivos para Bartonella 

spp.. A análise filogenética pelo Inferência Bayesiana agrupou as sequências de 

Bartonella em cinco clados diferentes, onde apenas uma das variantes foi 

posicionada com uma sequência de Bartonella sp. detectada em morcego na 

Guatemala e em moscas na América Latina (JUDSON et al. (2015). 

Na Argélia, Leulmi et al. (2016) detectaram DNA de B. tamiae em 60% 

(6/10) de moscas da família Nycteribiidae e em 60% (6/10) de amostras de baço de 

morcegos do gênero Chiroptera spp..  

Na Guiana Francesa, foram amostrados 59 morcegos nas áreas de Saint-

Jean-du-Maroni e Malmanoury, a oeste de Caiena. Detectou-se DNA de Bartonella 

sp. em amostras de sangue de oito morcegos (cinco da espécie Pteronotus 

parnellii, dois da espécie Noctilio albiventris e um da espécie Eumops 

auripendulus). O cultivo permitiu o isolamento de Bartonella spp. de dois morcegos, 

sendo um da espécie N. albiventris e um P. parnellii. Com base na proposta de La 

Scola et al. (2003) para análise de sequência multilocus com base em quatro 

genes (16S rRNA, gltA, ftsZ e rpoB) e um espaçador intergênico (ITS), os autores 
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supracitados sugeriram que esse genótipo possa representar uma nova espécie de 

Bartonella circulante (DAVOUST et al., 2016). 

Em Gana, Mannerings et al. (2016) testaram 335 amostras de soro de 

voluntários humanos da região de Acra quanto à presença de anticorpos anti-

Bartonella spp. Esses indivíduos relataram contato com quirópteros da espécie 

Eidolon helvum. Adicionalmente, foram amostrados 70 animais domésticos (cinco 

gatos, 23 galinhas, sete bovinos, seis cães, 21 caprinos e oito ovinos) que 

habitavam locais próximos à colônias de quirópteros. As amostras de sangue 

foram submetidas à cultura, PCR, e Reação de Imunofluorescência Indireta (RIFI). 

Para esta última foram utilizados antígenos de B. henselae, B. quintana, B. 

clarridgeiae, B. vinsonii vinsonii, B. elizabethae, e Bartonella strain E1–105. Todas 

as culturas mostraram-se negativas. Pela PCR foi encontrada apenas uma amostra 

de sangue de humano positiva para B. clarridgeiae e uma amostra de sangue de 

gato positiva para B. henselae. Nos ensaios de RIFI, três amostras de soro de 

humanos mostraram-se reativas para B. henselae e cinco para B. quintana. Os 

autores sugerem que devido ao fato de não encontrarem qualquer evidência de 

exposição humana à Bartonella spp. associadas a morcegos sugere-se que as 

espécies isoladas de morcegos da espécie E. helvum nunca ou raramente infectam 

humanos em Gana. Segundo os autores, moscas da família Nycteribiidae 

poderiam atuar como vetores na transmissão de Bartonella spp. entre morcegos, 

porém devido ao fato de possuírem alta especificidade por estes hospedeiros, a 

taxa de transmissão de Bartonella spp. de quirópteros para outros animais seria 

baixa. 
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Dietrich et al. (2016) pesquisaram a presença de Bartonella em amostras de 

sangue de 384 morcegos pertencentes a 29 espécies na África do Sul e 

Suazilândia, por meio de métodos moleculares. DNA de Bartonella foi detectado 

em 13 amostras de sangue de quatro espécies de morcegos: Miniopterus 

natalensis, Nycteris thebaica, Epomophorus wahlbergi e Rousettus aegyptiacus. As 

análises filogenéticas mostraram dois clados distintos. Os genótipos de Bartonella 

detectados de N. thebaica e M. natalensis foram agrupados com B. grahamii, 

enquanto aqueles detectados em R. aegyptiacus formaram um clado distinto e 

único com suporte de clado de 100% 

Reeves et al. (2016) amostraram um total de 318 amostras de morcegos 

(127 Artibeus jamaicensis, 99 Molossus molossus, 57 Ardops nichollsi e 35 

Brachyphylla cavernarum) na Ilha de São Cristovão, em Galápagos, objetivando a 

detecção de Bartonella spp. com base em ensaios de PCR baseados no gene gltA 

a partir de amostras de sangue total e cultura. Foi observada positividade para 

Bartonella spp. em 19 amostras (18 de sangue total e uma de cultura) de morcegos 

da espécie A. jamaicensis, em cinco amostras de sangue de morcegos da espécie 

A. nichollsi, e em 19 amostras (18 de sangue e uma de cultura) de morcegos da 

espécie B. cavernarum. As sequências de Bartonella spp. detectadas em 

morcegos da espécie A. jamaicensis mostraram 99% de identicade com B. vinsonii 

subsp. arupensis. Já as sequências de Bartonella spp. detectadas em B. 

cavernarum mostraram identidade de 89% com B. henselae. Por último, as 

sequências de Bartonella spp. detectadas em A. nichollsi mostraram-se 100% 

idênticas com aquelas detectadas em morcegos de Porto Rico e Costa Rica. 
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Han et al. (2017) amostraram 107 morcegos de cinco espécies diferentes no 

município de Mengyin, província de Shandong, na China, a fim de investigar a 

ocorrência de Bartonella spp., por meio de ensaios de PCR baseados no gene 

gltA. Cerca de 25,2% (27/107) dos morcegos mostraram-se positivos para 

Bartonella spp., com ocorrência de 33,3% (1/3) em Rhinolophus ferrumequinum; 

20,0% (2/10) em Rhinolophus pusillus; 0% (0/15) em Eptesicus serotinus; 56,3% 

(9/16) em Myotis fimbriatus; 20,0% (1/5) em Myotis ricketti; e 24,1% (14/58) em 

Myotis pequinius. A análise filogenética pelo método de Neighbor-Joining 

posicionou as sequências em 10 filogrupos diferentes; sete desses filogrupos 

continha sequências detectadas em apenas uma espécie de morcego; já os outros 

três filogrupos agrupavam sequências de Bartonella spp. detectadas em várias 

espécies de morcegos. 

 Na República da Georgia, foram testadas 218 amostras de rins de morcegos 

no que diz respeito à ocorrência de DNA de Bartonella spp., por meio de ensaios 

de PCR convencional baseados na região intergênica (ITS). Trinta e cinco por 

cento das amostras de rim de morcegos mostrou-se positiva para Bartonella spp.. 

Todas as oito espécies de morcegos amostradas, com exceção de Myotis 

mystacinus, mostraram positividade para pelo menos um indivíduo. A ocorrência foi 

de 6% (1/17) em Eptesicus serotinus; 48% (13/27) em Miniopterus schreibersii; 

38% (26/38) em Myotis blythii; 29% (12/42) em Myotis emarginatus; 9% (1/11) em 

Pipistrellus pygmaeus; 43% (12/28) em Rhinolophus euryale; 50% (12/24) em 

Rhinolophus ferrimequinum (BAI et al., 2017). A análise pelo método de neighbor-

joining baseada na região ITS identificou 25 variantes genéticas. Apenas algumas 

dessas variantes mostraram-se relativamente próximas entre si, enquanto a 
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maioria das sequências posicionou-se distantamente umas das outras. No total, 

obtiveram-se de 21 clados, demonstrando uma heterogeneidade considerável de 

Bartonella spp. nessas espécies de morcegos.  

Nos Estados Unidos, Lilley et al. (2017) propuseram investigar a prevalência 

e diversidade de Bartonella spp. em morcegos. Para tal, foram capturados 73 

Myotis lucifugus e 19 M. grisescens nos estados de Kentucky, Michigan, 

Pensilvânia e Tennessee. As amostras foram submetidas a uma análise de 

sequência multilocus (gltA, rpoB e espaçadores intergênicos [ITS]). Nove amostras 

(9,8%) mostraram-se positivas na PCR para o gene gltA. Três sequências 

mostraram identidade de 99,7-100% com ‘Candidatus Bartonella mayotimonensis’ 

previamente detectado em um paciente humano com endocardite em Iowa, EUA. A 

análise das sequências rpoB e ITS mostrou que uma amostra de Bartonella sp. 

obtida de Myotis lucifugus da Península Superior de Michigan apresentava 100% 

de identidade com ‘Candidatus Bartonella mayotimonensis’. Com isso, os autores 

sugeriram que os morcegos poderiam atuar como possíveis reservatórios de 

‘Candidatus Bartonella mayotimonensis’ na América do Norte (VEIKKOLAINEN et 

al., 2014). 

Stukey et al. (2017) submeteram amostras de tecido cardíaco de morcegos 

capturados na França e Espanha a ensaios de PCR convencional para Bartonella 

spp. baseados no gene gltA. Das 135 amostras testadas, 12 (8,9%) mostraram-se 

positivas para Bartonella spp., das quais 11 (10%) dos 109 morcegos insetívoros 

da França e um (3,8%) dos 26 morcegos da Espanha. Todas os genótipos de 

Bartonella detectados foram intimamente relacionadas com Bartonella spp. 

detectada em morcegos na Finlândia e Reino Unido, e à B. mayotimonensis, 
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agente associado à casos de endocardite humana nos Estados Unidos 

(VEIKKOLAINEN et al., 2014). 

 Na Argentina, a partir de uma população de 61 morcegos da espécie Tadarida 

brasiliensis capturados em áreas urbanas da cidade de Buenos Aires, Cicuttin et al. 

(2017) encontraram três amostras teciduais de morcegos (4,9%) positivas para 

Bartonella spp. com base em ensaios de nested PCR baseados no gene 16S 

rRNA. Uma sequência do gene gltA mostrou 100% de identidade com Bartonella 

spp. previamente detectadas em morcegos Myotis daubentonii na Finlândia e em 

morcegos Noctilio albiventris da Guiana Francesa, bem como para vários 

genótipos de Bartonella sp. detectados em roedores da África e do Japão. Já as 

sequências gltA de Bartonella spp. obtidas mostrará, 100% de identidade entre si e 

91,5% com Bartonella sp. detectada em Nyctalus noctula do Reino Unido, 90,8% 

com Bartonella sp. de Eptesicus nilssoni da Finlândia, Myotis mystacinus do Reino 

Unido, 89,7% com Bartonella sp. de Pipistrellus sp. do Reino Unido e 89,2% com 

Bartonella sp. de Miniopterus sp. do Quênia. A análise filogenética pelo método de 

Máxima Verossimilhança posicionou a sequência de Bartonella sp. detectada em 

Tadarida brasiliensis próxima àquelas encontradas em morcegos da família 

Vespertilionidae, familia filogeneticamente relacionada a familia Molossidae. Este 

resultado sugere uma convergência entre as espécies de morcegos em relação às 

espécies de Bartonella. 

 No Brasil, Ikeda et al. (2017) coletaram um total de 122 amostras de tecido 

hepático, 107 amostras de tecido de baço, 56 amostras de tecido cardíaco e 40 

amostras de sangue de 162 morcegos em diferentes estados do Brasil.  Dezessete 

(5,2%) das 322 amostras mostraram-se positivas para Bartonella spp. nos ensaios 
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qPCR baseados no gene nuoG, incluindo quatro amostras teciduais coletadas de 

três morcegos da espécie Sturnira lilium do estado do Paraná, seis (das espécies 

Phyllostomus hastatus [n=1], Carollia perspicillata [n =4] e Natalus espiritosantensis 

[n=1] amostras de morcegos do estado do Pará; e sete (das espécies C. 

perspicillata [n = 2] e Glossophaga soricina [n = 5]) do estado de Tocantins. A 

análise filogenética pela Inferência Bayesiana agrupou as sequências detectadas 

em morcegos no Brasil com genótipos previamente detectados em morcegos 

amostrados em países da América Latina. 

No México, Stuckey et al. (2017) capturam 238 morcegos pertencentes a 

sete gêneros em cinco estados do México Central e na Península de Yucatán. 

Para detecção de Bartonella spp., utilizou-se cultura bacteriana de amostras de 

sangue total em meio BHI (“Brain Heart Infusion”) e/ou PCR a partir de amostras 

de tecido cardíaco ou sangue. Bartonella spp. foram isoladas ou detectadas em 54 

(22,7%) morcegos, dos quais 41 (38%) eram hematófagos, 10 (16,4%) insetívoros 

e três (4,3%) fitófagos. Este estudo também identificou morcegos da espécie 

Balantiopteryx plicata como possíveis reservatórios de Bartonella spp.. A análise 

filogenética identificou diversos genótipos de Bartonella spp. nos morcegos 

amostrados, os quais mostraram-se diferentes das sequências previamente 

descritas. Os genótipos detectados mostraram-se intimamente relacionados a 

sequências de Bartonella spp. detectadas em espécies de morcegos na América 

Latina. 

Mais recentemente, na Tailândia, Mckee et al. (2017) realizaram a 

caracterização molecular de 42 culturas de Bartonella spp. obtidas de amostras 

teciduais de morcegos originados de quatro províncias tailandesas: Chiang Rai 
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(norte), Kamphaeng Phet (oeste), Khon Kaen (nordeste), e Sa Kaeo (leste). Foram 

identificados sete novos grupos de genótipos diferentes de Bartonella em cinco 

espécies de morcegos utilizando sequências obtidas a partir de 17 Chaerephon 

plicatus, três Hipposideros sp., 12 Hipposideros larvatus, quatro Hipposideros 

armiger e um Taphozous melanopogon. Neste sentido, os grupos chamados de H1 

a H3 foram encontrados em morcegos da espécie Hipposideros armiger, 

Hipposideros larvatus e Hipposideros fulvus. Os grupos Cp1 a Cp3 foram 

encontrados em morcegos da espécie Chaerephon plicatus e o grupo Tm foi 

encontrado em morcegos Taphozous melanopogon (MCKEE et al., 2017). 

 

2.6. Bartonella spp. em ectoparasitas de morcegos 

 Embora poucos sejam os relatos da ocorrência de Bartonella spp. em 

ectoparasitas de quirópteros, a detecção e diversidade destes agentes já foi 

descrita em moscas da família Nycteribiidae e Streblidae em países de todos os 

continentes, exceto Oceania, a saber: Estados Unidos da América, Costa Rica, 

Peru, República Dominicana, Eslôvenia, Argélia, Gana, Nigéria, África do Sul, 

Suazilândia, Madagascar, China e Filipinas (Figura 2). 
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Figura 2. Mapa de distribuição de Bartonella spp. em ectoparasitas de quirópteros 
em diversas regiões do mundo. 

Morse et al. (2012) realizaram um estudo de distribuição global e 

diversidade genética de Bartonella spp. em ectoparasitas de morcegos, utilizando 

19 espécies de moscas das famílias Streblidae e Nycteribiidae coletados em 20 

espécies de morcegos. Espécimes de moscas foram coletados entre 2003 e 2011 

em 14 países diferentes de três continentes: China, Costa Rica, República 

Dominicana, Guiana Francesa, Gana, Laos, Malásia, México, Panamá, Peru, 

Filipinas, Porto Rico, Eslovênia e o Estados Unidos da América (Oklahoma e 

Virgínia). As amostras foram submetidas a ensaios de PCR baseados nos genes 

gltA e 16SrRNA. Bartonella spp. foram detectadas em moscas coletadas de 

morcegos em Porto Rico, Panamá, China, Filipinas, República Dominicana, Guiana 

Francesa, México, Peru. O referido estudo descreveu 26 novos genótipos de 

Bartonella. Além disso, essa grande diversidade de genótipos de Bartonella 

encontrados em moscas de morcegos sugere que esses ectoparasitas tenham um 

papel importante como reservatórios. 
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Nos Estados Unidos, Reeves et al. (2005) coletaram dípteros das famílias 

Nycteribiidae (espécie Basilia boardmani) e Streblidae (espécie Trichobius major) 

de morcegos Myotis austroriparius, e submeteram tais ectoparasitas à PCR 

convencional para Bartonella spp. baseada na região intergênica ITS e o gene 

groeL. DNA de Bartonella foi detectado em duas moscas de um único morcego, 

uma da espécie Trichobius major, e em um (7,17%) de 14 testados da espécie 

Cimex adjunctus baseada na região intergênia ITS. Apenas uma sequencia de 

DNA para o gene groeL de Bartonella spp. obteve qualidade para ser sequenciada, 

esta sequencia pertencia a uma amostra de Bartonella sp. detectada em uma das 

moscas da espécie T. major e quando comparada com sequencias previamente 

depositadas, foi obtido 91% de identidade com Bartonella sp. detectada em um 

esquilo da espécie Sciurus carolinensis. 

Em Gana e em duas ilhas do Golfo da Guiné, 137 moscas adultas da 

espécie Cyclopodia greefi greefi e pertencentes à família Nycteribiidae foram 

coletadas de morcegos da espécie Eidolon helvum. Embora apenas um único 

isolado tenha sido obtido por cultura em ágar “Brain Heart Infusion” (BHI), devido 

ao crescimento excessivo de contaminantes, ensaios de PCR detectaram 91 

(66,4%) amostras positivas. Foram encontradas 26 (56,5%) amostras positivas em 

Gana, 23 (71,9%) na Ilha Annobón e 42 (71,2%) na Ilha Bioko. Na análise 

filogenética pelo método de Neighbor-joining foram encontrados 39 genótipos 

diferentes de Bartonella spp. com base em sequências do gene gltA. Os referidos 

genótipos de Bartonella sp. detectados em moscas mostraram identidade (71,4 a 

100%) com aqueles previamente descritos em morcegos da espécie E. helvumi 

(BILLETER et al., 2012).  
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 Na Nigéria, 34 moscas da família Nycteribiidae foram coletadas de morcegos 

e examinadas quanto à presença de DNA de Bartonella spp., por meio de ensaios 

de PCR em tempo real baseados nos genes rpoB e região intergênica do 16S-23S 

(ITS). Todas as espécies de moscas de morcegos foram identificadas como 

Cylcopodia greefii. DNA de Bartonella sp. foi detectado em 10 (41,7%) e 7 (29,2%) 

dos ectoparasitos com base em ensaios de qPCR baseados na região intergênica 

16S-23S e no rpoB, respectivamente. A análise filogenética pelo método de Máxima 

Verossimilhança das sequências do gene gltA identificou três grupos distintos 

juntamente com outras variantes de Bartonella sp. anteriormente descritas em 

morcegos e ectoparasitas no Quênia e Gana, além de um “cluster” filogeneticamente 

próximo de B. washoensis (KAMANI et al., 2014). 

Em Madagascar, Brook et al. (2015) coletaram ectoparasitas e colheram 

amostras de sangue de morcegos frugívoros das espécies Eidolon dupreanum e 

Pteropus rufus, amostrados em duas cavernas (Angavobe e Angavokely). Foi 

detectado DNA de Bartonella em 44% (21/47) dos morcegos da espécie E. 

dupreanum e 89% (17/19) das moscas da espécie Cyclopodia dubia. Genótipos de 

Bartonella spp. detectados nas moscas formaram quatro clados distintos, 

posicionando as mesmas proximamente a sequências previamente detectadas em 

de linhagens de Bartonella ratimassiliensis, Bartonella tribocorum, Bartonella 

queenlandensis, Bartonella bacilliformis, Bartonella henselae. Adicionalmente, 

verificou-se a formação de um clado único entre algumas sequências de Bartonella 

spp. detectadas em espécimes de E. dupreanum e em moscas da espécie C. 

dubia, sugerindo a presença de um novo genótipo de Bartonella sp. circulando 

entre esses morcegos e ectoparasitas. 
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Na Costa Rica, Judson et al. (2015) realizaram um estudo para detecção de 

DNA de Bartonella spp. em moscas Streblidae e Nycteribiidae coletadas de 

quirópteros. DNA de Bartonella spp. foi detectado em 15 (65%) das 23 espécies de 

moscas estudadas. No total, 52,7% (29/55) dos dípteros amostrados mostraram-se 

positivos na PCR para Bartonella spp. baseada no gene gltA. Pela Inferência 

Bayesiana, os quatro genótipos de Bartonella spp. detectados nas moscas foram 

posicionados proximamente a bartonelas detectadas em morcegos na Guatemala. 

Ainda, dois outros genótipos de Bartonella identificados no referido estudo 

mostraram-se intimamente relacionados com B.  washoensis detectada em 

roedores, formando um clado único. 

Na Algéria, foram coletados carrapatos (Ixodes vespertillionis), pulgas 

(Ischnopsyllus intermedius) e moscas Nycteribiidae de dez morcegos não 

identificados. O DNA foi extraído desses ectoparasitas e, em seguida, foi 

submetido a ensaios de qPCR para Bartonella baseados na região intergênica 

16S-23S rRNA. Doze (63,2%) Ixodes vespertillionis e oito (72,7%) moscas 

Nycteribiidae mostraram-se positivos para Bartonella spp. Todas as sequências 

compartilharam 100% de identidade com B. tamiae (LEULMI et al., 2016). 

Dietrich et al. (2016) pesquisaram a presença de Bartonella sp. em 14 

ectoparasitas hematófagos coletados de diferentes morcegos frugívoros da 

espécie Rousettus aegyptiacus em Mahune. Cinco (35,71%) moscas Nycteribiidae 

e uma espécie não identificada mostraram-se positivas para Bartonella spp., as 

quais apresentaram proximidade filogenética com Bartonella grahamii e Bartonella 

elizabethae. 
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3. OBJETIVOS 

3.1. Objetivo Geral 

O presente estudo tem como objetivo investigar a ocorrência por métodos 

moleculares e traçar inferências filogenéticas acerca de Bartonella spp.em 

ectoparasitas (moscas Streblidae e ácaros Macronyssidae e Spinturnicidae) de 

morcegos amostrados em Nova Iguaçu, Rio de Janeiro. 

Objetivos Específicos 

• Investigar a presença e quantificar o DNA de Bartonella sp. em espécimes 

de ectoparasitas de quirópteros amostrados no Rio de Janeiro, por meio da 

PCR em tempo real quantitativa (qPCR) baseada no gene nuoG; 

• Caracterizar molecularmente as amostras de DNA de Bartonella sp. obtidas 

por meio de ensaios de PCR convencional baseados na região ITS e nos 

genes rpoB, gltA, ribC, pap-31, groEL, ftsZ e nuoG; 

• Posicionar as sequências amplificados em um contexto de parentesco 

evolutivo, por meio da construção de árvores filogenéticas. 
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4. Material e Métodos 

4.1. Área de estudo, captura e colheita dos ectoparasitas 

Durante o período de Maio/2011 a Abril/2012, morcegos foram capturados na 

Reserva Biológica de Tinguá (22° 34’ 57.4” S; 043° 26’ 15.9” O) e em duas áreas 

circunvizinhas (22° 35’ 16.53” S; 043° 24’ 13.86” O e 22° 36’ 50.69” S; 043° 24’ 

47.17”O), localizadas na região nordeste do município de Nova Iguaçu, estado do 

Rio de Janeiro. Os morcegos foram capturados com o auxílio de redes-neblina (12 

x 3 m com malha de 20 mm), totalizando 36 noites de captura. Entre 

setembro/2013 e dezembro/2014, dez amostragens foram realizadas em refúgios 

de morcegos em oco de sibipuruna (Caesalpinia pluviosa Benth.) (22°35'27.91"S e 

43°24'54.19"O) na Praça Barão de Tinguá,  com o auxílio de redes-neblina 

instaladas na saída dos morcegos. As moscas e ácaros foram retiradas dos 

morcegos com auxílio de pinça e acondicionados em  microtubos contendo etanol 

100%. Os ectoparasitas foram colhidos sob licença do SISBIO/ ICMBio, número 

28064-2 (LOURENÇO et al., 2014). A amostragem e identificação de morcegos e 

ectoparasitas foram realizadas pelas pesquisadoras Profª. Drª. Kátia M. Famadas e 

Drª Elizabete Captivo Lourenço, da Universidade Federal Rural do Rio de Janeiro 

(UFRRJ), Seropédica, Rio de Janeiro. 

 

4.2. Identificação dos morcegos e ectoparasitas hematófagos  

Os morcegos foram identificafos segundo as chaves de Gardner (2007) e 

Dias e Peracchi (2008). As moscas foram identificadas com auxílio de 

esteromicroscópio, usando chaves dicotômicas previamente descritas (WENZEL et 

al., 1966; WENZEL, 1976; GUERRERO, 1994, 1995, 1996, 1998; GRACIOLLI e 
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CARVALHO, 2001; MILLER e TSCHAPKA, 2001). A nomenclatura seguiu Dick & 

Graciolli (2006) para Streblidae e Gardner (2007) para morcegos, exceto para 

Dermanura, o qual foi elevado ao status de gênero (REDONDO et al., 2008; SOLARI 

et al., 2009). Um indivíduo adulto fêmea ou macho de cada exemplar de 

Spinturnicidae foi selecionado sob microscópio estereoscópico das amostras com 

dois ou mais exemplares para as análises moleculares. Os demais espécimes foram 

clarificados em ácido lático 90% em lâminas escavadas e aquecidas em placas 

aquecedoras. O material foi inspecionado periodicamente e permaneceu neste meio 

até que a diafanização possibilitasse a visualização das estruturas necessárias à 

identificação. O material foi montado entre lâmina e lamínula com meio de Hoyer. A 

identificação se deu com auxílio de microscópio de luz, utilizando chaves de 

identificação e descrições (MACHADO-ALLISON, 1965; FURMAN, 1966; HERRIN & 

TIPTON, 1975). 

  

4.3. Extração de DNA dos exemplares de ectoparasitas 

Inicialmente, foi realizado teste de extração de DNA utilizando um “pool” 

com quatro moscas da espécie Strebla wiedemanni, segundo protocolo de 

Kuramae-Izioka (1997), com modificações nas condições de centrifugação, sendo 

as amostras centrifugadas a 12.000 x g. Adicionalmente, foi realizada extração de 

DNA das moscas Streblidae individualmente, e para os ácaros, tanto da família 

Macronyssidae quanto para família Spinturnicidae, foram feitos “pools” a cada 10 

amostras, todos com Illustra Blood Genomic Prep Mini Spin Kit (GE Healthcare Life 

Sciences®), de acordo com as recomendações do fabricante, a fim de determinar o 

melhor método para extração. Após extração, as amostras de DNA tiveram suas 
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concentrações e relações 260/280 mensuradas em aparelho espectrofotômetro 

(Nanodrop®, Thermo Scientific) e armazenadas a -20°C para posterior realização 

dos ensaios da PCR.  

 

4.4. Reação em Cadeia pela Polimerase (PCR) 

4.4.1. PCR convencional (cPCR) para o gene endógeno cox-1 de moscas 

Streblidae e ácaros Macronyssidae e Spinturnicidae 

A fim de verificar a presença de inibidores nas amostras de DNA extraídas, 

foram realizados ensaios de cPCR para o gene codificador da subunidade 1 da 

proteína do citocromo-c (cox-1) para invertebrados (fragmento de 710pb). 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’) (FOLMER et al., 1994), contendo uma mistura de 5 µL do DNA-amostra, 0,2 

mM de cada deoxinucleotídeo, 0,4 µM de cada oligonucleotídeo iniciador, 3,0 mM 

de Cloreto de Magnésio, 1,25 U de Taq Platinum DNA Polimerase (Life 

Technologies®, Carlsbad, Califórnia, Estados Unidos), tampão da PCR e água 

ultra-pura esterilizada q.s.p. A sequência térmica e de tempo de amplificação foram 

de: desnaturação inicial a 95°C por 1 minutos, 35 ciclos compostos por 

desnaturação a 95°C por 15 segundos, anelamento a 55°C por 15 segundos e 

extensão a 72°C por 10 segundos, e extensão final a 72°C por 5 minutos. 

 

4.4.2. Reações de Amplificação para Bartonella spp. 

As amostras de DNA positivas para o gene cox-1 foram submetidas à uma 

qPCR Bartonella spp. baseada no gene nuoG, utilizando-se os oligonucleotídeos 
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iniciadores (Integrated DNA Technologies®, Coralville, Iowa, Estados Unidos) F (5’-

CAATCTTCTTTTGCTTCACC-3’) e R (5’- TCAGGGCTTTATGTGAATAC-3’) e a 

sonda de hidrólise TaqMan (TexasRed-5’-TTYGTCATTTGAACACG-3’[BHQ2a-

Q]3)’ (ANDRÉ et al., 2015). Os ensaios de amplificação foram realizados em 

duplicata utilizando uma reação de volume total final de 10 µL, contendo uma 

mistura de 1 µL do DNA-amostra, 0,6 µM de cada oligonucleotídeo iniciador e 

sonda de hidrólise, tampão da PCR 2x (GoTaq® qPCR Master Mix, Promega®, 

Madison, Wisconsin, Estados Unidos) e água ultrapura esterilizada (Nuclease-Free 

Water, Promega®, Madison, Wisconsin, Estados Unidos) q.s.p. 10 µL. As 

sequências térmicas e de tempo de amplificação foram de: 95°C por 3 minutos 

seguidos por 40 ciclos compostos por 95°C por 10 segundos e 52,8°C por 30 

segundos. As reações de amplificação foram conduzidas em placas de PCR de 

padrão baixo do tipo “multiplate unskirted” (BioRad®, Hercules, Califórnia, Estados 

Unidos) em aparelho termociclador CFX96 Thermal Cycler (BioRad®, Hercules, 

Califórnia, Estados Unidos). Adicionalmente, foram realizadas análises de 

sensibilidade das reações de qPCR, utilizando 10 diluições em série do plasmídeo 

pIDTSMART (Integrated DNA Technologies, Cedar Rapids, EUA) que codifica 

sequência consenso de um fragmento do gene nuoG de Bartonella (inserto 

contendo 83 pb). O número de cópias do plasmídeo foi determinado de acordo 

com a fórmula (X g / mL de DNA / [comprimento do plasmídeo em pb x 660]) x 

6,022 x1023 cópias de plasmídeo/μL. O número de cópias-alvo foi calculado com 

base em 100% de eficiência de extração de DNA. A eficiência de amplificação foi 

calculada a partir da inclinação da curva padrão em cada corrida, utilizando a 

seguinte fórmula (E = 10-1 / inclinação) (BUSTIN et al., 2009). Todas as análises 
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foram realizadas obedecendo às normas estabelecidas pelo MIQE (Minimum 

Information for publication of Quantitative real-time PCR Experiments) (BUSTIN et 

al., 2009). Água ultra-pura esterilizada (Nuclease-Free Water, Promega®, Madison, 

Wisconsin, Estados Unidos) foi utilizada como controle negativo nos ensaios de 

qPCR. 

4.5. Caracterização molecular de Bartonella spp. 
As amostras positivas nos ensaios de qPCR (nuoG) foram submetidas a 

ensaios de PCR convencional baseados nos genes gltA (750 bp), ftsZ (600 bp), 

nuoG (400 bp), ribC (420 bp), 16S-23S rRNA da região intergênica (453-717 pb), e 

rpoB (585 bp) (Tabela 1). Os ensaios de cPCR foram realizados utilizando reações 

de volume total final de 25 µL, contendo uma mistura de 5 µL do DNA-amostra, 0,3 

mM de cada deoxinucleotídeo, 0,25 µL de 30 µM de cada oligonucleotídeo 

iniciador (Integrated DNA Technologies®, Cedar Rapids, EUA), 3,0 mM de cloreto 

de magnésio, 1,25 U de Taq Platinum DNA Polimerase, tampão da PCR 10X e 

água ultrapura esterilizada q.s.p. (Thermofisher Scientific®, Carlsbad, California, 

EUA). Amostras de sangue de morcego da espécie Sturnira lilium naturalmente 

infectados com Bartonella sp. (IKEDA et al., 2015) foram utilizadas como controles 

positivos e água ultra-pura esterilizada (Thermofisher Scientific®, Carlsbad, 

California, EUA) como controle negativo. 
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Tabela 2. Sequências de oligonucleotideos iniciadores, genes-alvo e sequências 
térmicas utilizados nos ensaios de cPCR para detecção de Bartonella spp. em 
amostras de moscas Streblidae e ácaros Macronyssidae e Spinturnicidae coletadas 
de morcegos no Rio de Janeiro, Brasil, e anteriormente positivas em ensaios de 
qPCR (nuoG)  

Sequências de oligonucleotideos (5’-3’) Gene-alvo Sequências térmicas Referências 

443f                                                                       
(GCTATGTCTGCATTCTATCA) 

gltA 94°C por 5 min, 35 ciclos 
de 94°C por 30 seg, 
54°C por 30 seg e 72°C 
por 1 min, e extensão 
final de 72°C por 5min.  

Billeter et al. 
(2011) 

1210R                                                                   
(GATCYTCAATCATTTCTTTCCA)  

1615s  
(ATYACYCATAARCGYCGTCTTTCTGCTCTGG)  

rpoB 95°C por 2 min, 55 ciclos 
de 94°C por 15 seg, 
62°C por 15 seg e 72°C 
por 15 seg, e extensão 
final de 72°C por 5min.  

Diniz et al. 
(2007) 

2267as  
(GGATCTAAATCTTCYGTYGCACGRATACG) 

nuoGF                                                                                    
(GGCGTGATTGTTCTCGTTA) 

nuoG 94°C por 5 min, 35 ciclos 
de 94°C por 30 seg, 
53°C por 30 seg e 72°C 
por 1 min, e extensão 
final de 72°C por 5min.  

Colborn et al. 
(2010) 

nuoGR                                                                                   
(CACGACCACGGCTATCAAT) 

ftszF                                                                                 
(CATATGGTTTTCATTACTGCYGGTATGG) 

ftsZ 94°C por 5 min, 35 ciclos 
de 94°C por 30 seg, 
61°C por 30 seg e 72°C 
por 1 min, e extensão 
final de 72°C por 5min.  

Paziewska et 
al. (2011) 

ftszR                                                                                   
(TTCTTCGCGAATACGATTAGCAGCTTC) 

ribcF                                                                                   
(TYGGTTGTGTKGAAGATGT) 

ribC 94°C por 5 min, 35 ciclos 
de 94°C por 30 seg, 
61°C por 30 seg e 72°C 
por 1 min, e extensão 
final de 72°C por 5min.  

Paziewska et 
al. (2011) 

ribcR                                                                                   
(AATAATMAGAACATCAAAAA) 

325s 
 (CTTCAGATGATGATCCCAAGCCTTYTG GCG) 
1100as  
(GAACCGACGACCCCCTGCTTGCAAAGCA) 

(ITS) 
região 

intergênica 
do16S-
23S do 
RNA 

ribossomal 

95°C por 5 min. 55 ciclos 
de: 94°C por 15 seg., 
66°C por 15 seg., 72°C 
por 15 seg. e 72°C por 
1min 

Maggie e 
Breitschwerdt 
(2005) 

1s 
(ACTTCTGTTATCGCTTTGATTTCRRCT) 
688as  
(CACCACCAGCAA AATAAGGCATMAY) 

pap-31 

95°C por 2 min. 55 ciclos 
de: 94°C por 15 seg., 
58°C por 15 seg., 72°C 
por 15 seg. e 72°C por 
5min 

Maggie e 
Breitschwerdt 
(2005) 

HSP1 
(GGAAAAAGTNGGCAATGAAG) 
HSP2 
(TCCTTTAACGGTCAACGCATT) 

groEL 

95°C por 5 min. 40 ciclos 
de: 94°C por 45 seg., 
47°C por 45 seg., 72°C 
por 45 seg. e 72°C por 
7min 

Zeaiter et al. 
(2002) e 
Paziewska et 
al. (2011) 

 

4.6. Eletroforese de DNA em gel de agarose 
Os produtos amplificados nos ensaios de cPCR foram submetidos à 

eletroforese horizontal em gel de agarose a 1,0% corado com Brometo de Etídeo 

(0,5 µL/mL) em tampão de corrida TEB pH 8,0 (44,58 M Tris-base; 0,44 M ácido 
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bórico; 12,49 mM EDTA). A eletroforese foi realizada a 90 V/ 150mA durante 60 

minutos. Para a determinação dos produtos amplificados foi utilizado um marcador 

de peso molecular de 100 pares de base (Life Technologies®). Os resultados foram 

então visibilizados e analisados por meio de um transiluminador de luz ultravioleta 

(ChemiDoc MP Imaging System, BIO RAD®). 

4.7. Purificação dos produtos amplificados 
   Os produtos amplificados das amostras positivas com alta intensidade de 

banda foram purificados utilizando-se o kit “Silica Bead DNA Gel Extraction Kit” 

(Fermentas, São PauloSP), de acordo com as recomendações do fabricante. A 

quantificação de material genômico total do produto purificado foi realizada em 

aparelho Nanodrop (Thermo Scientific®).  

 

4.8. Sequenciamento 

 O sequenciamento dos produtos amplificados e purificados foi realizado por 

técnica automatizada baseada no método de terminação da cadeia por 

dideoxinucleotídeos (SANGER et al., 1977). Os oligonucleotídeos iniciadores 

utilizados foram os mesmos utilizados nos ensaios de cPCR. O protocolo da 

reação de sequenciamento foi realizado com algumas modificações a partir 

daquele descrito pelo fabricante do Kit Big Dye Terminator Cycle Sequencing 

Ready Reaction (Perkin-Elmer Applied Biosystems).  

Foram utilizados 3,5 µL do tampão 2,5x (200 mM Tris-HCl pH 9,0; 5mM 

MgCl2); 0,5 µL de Big Dye e 5 pmoles de cada oligonucleotídeo; 2,5 µL de água 

ultra pura e 1,5 µL de DNA, sendo esta quantidade estimada pela verificação de 

intensidade das bandas em gel de agarose a 2,0%. As amplificações foram 
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realizadas inicialmente no termociclador (MJ Research-Inc) a 96°C por 2 minutos e 

35 ciclos de desnaturação a 96°C por 45 segundos, anelamento por 30 segundos 

(temperatura de anelamento variou de acordo com o protocolo de PCR para cada 

agente conforme Tabela 2, e extensão a 60°C por 4 minutos e mantida a 4°C por 

tempo indeterminado. 

O processo de lavagem das amostras foi realizado adicionando-se 80 µL 

Isopropanol 75% em cada amostra. A placa foi selada com alumínio e, após 

incubação por 15 minutos em local escuro à temperatura ambiente, foi centrifugada 

a 4.000g por 30 minutos a 20°C. O sobrenadante foi descartado e 200 µL de Etanol 

70% foram adicionados e a placa novamente centrifugada, agora por 10 minutos. 

O sobrenadante foi novamente descartado e a mesma quantidade de Etanol 70% 

foi acrescida, repetindo o passo anterior. A placa foi centrifugada invertida 

(aceleração e desaceleração 1) e em seguida colocada na bomba de vácuo por 5 

minutos para completa segagem das amostras. O sequenciamento foi conduzido 

no sequenciador ABI PRISM 3700 DNA Analyzer (Applied Biosystems). Apenas os 

produtos de PCR com alta intensidade de banda foram submetidos ao 

sequenciamento no Centro de Recursos Biológicos e Biologia Genômica (CREBIO 

- FCAV - UNESP). 

 

4.9. Análise das Sequências 

Posteriormente, foi realizada a análise dos eletroferogramas gerados nos 

sequenciamentos, observando-se a qualidade dos picos correspondentes a cada 

base sequenciada, respeitando o valor mínimo de 20 de qualidade de cada 

nucleotídeo para determinar a sequência consenso. Esta última foi obtida pela 
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análise de ambas as fitas “forward” e “reverse” sequênciadas da mesma amostra, 

por meio do programa Phred-Phrap versão 23 (EWING e GREEN, 1998; EWING et 

al., 1998). Após construir a sequência consenso de cada amostra, esta foi 

submetida à análise pelo programa BLAST (ALTSCHUL et al., 1990), a fim de 

comparar com aquelas depositadas no GenBank 

(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank). As sequências salvas em modo “FASTA” 

foram então alinhadas com outras sequências homólogas do mesmo gene 

sequênciado retiradas do banco de dados (GenBank), utilizando o software 

Clustal/W (THOMPSON et al., 1994) via Bioedit v. 7.0.5.3 (HALL, 1999). Os 

alinhamentos salvos em modo “FASTA” serão transformados em modo Nexus e 

Phylip pelo site “Alignment Transformation Environment” (GLEZ-PEÑA et al., 

2010). Os métodos de análises para filogenia foram de Máxima Verossimilhança, o 

qual foi realizado utilizando o software W-IQ-Tree (disponível online: 

http://iqtree.cibiv.univie.ac.at/) (NGUYEN et al., 2015; TRIFINOPOULOS et al., 

2016) e de Inferência Bayesiana, utilizando o software MrBayes 3.2.2 on XSEDE 

(RONQUIST e HUELSENBECK, 2003) via portal CIPRES (MILLER et al., 2010). A 

análise Bayesiana foi realizada com 10�œ gerações e números de classes de 

substituição variando conforme o modelo evolutivo para cada conjunto de dados, o 

qual foi escolhido utilizando o software jModelTest 2 (GUINDON e GASCUEL, 

2003; DARRIBA et al., 2012) por critérios de seleção AIC e BIC (POSADA e 

BUCKLEY, 2004). Os suportes dos clados para as análises de Máxima 

Verossimilhança foram avaliados por meio de análises de “bootstrap” 

(FELSENSTEIN, 1985) de 1000 repetições.  A edição das árvores filogenéticas, 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank


37 
 

assim como o enraizamento (via grupo externo), foi realizada utilizando o 

“software” Treegraph 2.13.0 beta (STOVER e MULLER, 2010). 
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5. RESULTADOS  

5.1. Captura dos morcegos e ectoparasitas 
 Foi capturado um total de 164 morcegos das espécies Artibeus lituratus 

(n=16), Sturnira lilium (n=72), Carollia perspicillata (n=57), Artibeus fimbriatus 

(n=8), Artibeus obscurus (n=2), Artibeus planirostris (n=3), Diphyla ecaudata (n=1) 

e Desmodus rotundus (n=5). 

 Foram coletadas de 1 a 3 moscas da família Streblidae por morcego, 

totalizando 404 moscas pertencentes às espécies 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 próxima 

(n=77), Aspidoptera falcata (n=108), Trichobius furmani (n=4) e Strebla 

wiedemanni (n=5) (Figuras 3-12). 

 Os ácaros Spinturnicídeos foram identificados como pertencentes a duas 

espécies: 50 Periglischrus ojasti e 50 Periglischrus iheringi. Adicionalmente, 100 

ácaros da família Macronyssidade foram identificados como pertencentes à 

espécie Chiroptonyssus haematophagus (Figuras 13-15). 
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Figura 3. Espécime de Aspiroptera falcata recolhida de um morcego da espécie 
Sturnira lilium. Faces dorsal (A) e ventral (B). 

 

 
Figura 4. Espécime de Aspiroptera phyllostomatis recolhida de um morcego da 
espécie Artibeus planirostris. Faces dorsal (A) e ventral (B). Aumento 32x. 

 

 
Figura 5. Espécime de Megistopoda aranea recolhida de um morcego da espécie 
Artibeus obscurus. Faces dorsal (A) e ventral (B). 32X. 



40 
 

 
Figura 6. Espécime de Megistopoda proxima recolhida de um morcego da espécie 
Sturnira lilium. Face lateral. Aumento 32x. 

 

  
Figura 7. Espécime de Paratrichobius longicrus recolhida de um morcego da 
espécie Artibeus lituratus. Face lateral. Aumento 32x. 
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Figura 8. Espécime de Trichobius joblingi recolhida de um morcego da espécie 
Carollia perspicillata. Faces dorsal (A) e ventral (B). Aumento 32x. 

 
 
 

 
Figura 9. Espécime de Strebla guajiro recolhida de um morcego da espécie Carollia 
perspicillata. Face ventral. Aumento 32x. 
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Figura 10. Espécime de Trichubius anducei recolhida de um morcego da espécie 
Carollia perspicillata. Face ventral. Aumento 32x. 

 
 
 
 

 
Figura 11. Espécime de Trichobius furmani recolhida de um morcego da espécie 
Desmodus rotundus. Face ventral. Aumento 32x. 
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Figura 12. Espécime de Strebla wiedemanni recolhida de um morcego da espécie 
Desmodus rotundus. Face lateral. Aumento 32x. 

 
 

 
Figura 13. Espécime de Periglischrus ojasti recolhida de um morcego da espécie 
Artibeus lituratus. Faces dorsal (A) e ventral (B). Aumento 56x. 

 



44 
 

 
 

Figura 14. Espécime de Periglischrus iheringi recolhida de um morcego da espécie 
Sturnira lilium. Faces dorsal (A) e ventral (B). Aumento 56x. 

 
 

 
Figura 15. Espécime de Chiroptonyssus haematophagus recolhida de um morcego 
da espécie Molossus molossus. Face ventral. Aumento 56x. 
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5.2. Extração de DNA dos exemplares de ectoparasitas 
Para extração de DNA foram realizados três testes: “pool” de quatro moscas 

pelo método de extração segundo protocolo Kuramae-Izioka (1997); “pool” de 

quatro moscas com Illustra Blood Genomic Prep Mini Spin Kit (GE Healthcare Life 

Sciences®), e extração individual das moscas com a utilização deste mesmo “kit”. 

Como pode ser observado na Figura 16 do gel de agarose, a extração com “kit” 

mostrou melhor qualidade no teste do gene de referência cox-1, mesmo possuindo 

menores concentrações de DNA (ɳG/µL) e relações 260/280 e 260/230 obtidas 

pelo aparelho Nanodrop (Thermo Scientific®), por meio da mensuração da 

absorbância de cada amostra. Objetivando determinar a prevalência de Bartonella 

spp. em espécimes individuais de moscas, foi escolhida a extração individual das 

mesmas pelo “kit”, seguindo as instruções do fabricante. 
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Figura 16. Eletroforese em gel de agarose 1% corado com brometo de etídeo 
mostrando os amplímeros relativos à PCR para gene endógeno cox-1. Canaleta 1: 
marcador de tamanho molecular em escala de 100 pares de bases (Life 
Technologies®); Canaleta 2: extração de DNA de “pool” de moscas segundo 
protocolo Kuramae-Izioka (1997); Canaleta 3: extração de “pool” de moscas com 
“kit”; Canaleta 3: extração individual de cada espécime de mosca com “kit”; Canaleta 
5: controle negativo (água ultra-pura esterilizada). 

 
No total foram extraídas amostras de DNA de 401 amostras de moscas, 

correspondendo a um “pool” de quatro moscas da espécie Strebla wiedemanni e 400 

extrações de espécimes individuais de moscas, dentre elas: 49 Paratrichobius 

longicrus, quatro Megistopoda aranea, nove Aspidoptera phyllostomatis, 109 

Trichobius joblingi, 10 Trichubius anducei, 29 Strebla guajiro, 77 Megistopoda 

710 pb 
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proxima, 108 Aspidoptera falcata, quatro Trichobius furmani e uma Strebla 

wiedemanni (Apêndice 1) 

Amostras de DNA de ácaros foram extraídas em “pools” de 10 espécimes, 

totalizando 10 “pools” da família Macronyssidade (espécie Chiroptonyssus 

haematophagus) e 10 “pools” da família Spinturnicidae (sendo cinco da espécie 

Periglischrus ojasti e cinco da espécie Periglischrus iheringi) (Apêndice 2). 

5.3. Reação de Amplificação para o gene endógeno cox-1 das moscas 
Streblidae  

Das 400 amostras de moscas extraídas individualmente, 202 mostraram-se 

positivas na PCR para o gene endógeno cox-1 (fragmento de 710 pb). Todos os 20 

“pools” de ácaros mostraram-se positivos para o referido gene endógeno, 

indicando a ausência de inibidores. A Figura 17 mostra a eletroporese em gel de 

agarose de amostras positivas na PCR para o gene endógeno cox-1.  

 
Figura 17. Eletroporese em gel de agarose 1% corado com brometo de etídeo 
mostrando os amplímeros relativos à PCR para gene endógeno cox-1. Canaletas 1 e 
26: marcador de tamanho molecular em escala de 100 pares de bases (Life 
Technologies®); Canaletas 2, 3, 5, 6, 9, 12, 13, 14, 15, 16, 17, 18, 19, 20, 24, 25, 27, 
29, 32, 35, 37, 38, 42, 43, 47, 48: amostras positivas, Canaleta 50: controle negativo 
(água ultra-pura esterilizada). 

710 pb 
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5.4. Reações de Amplificação para Bartonella spp.  
 

Enquanto nenhuma amostra de “pool” de ácaros apresentou-se positiva para 

Bartonella spp., 40 (19,8%) de 202 moscas de Streblidae mostraram-se positivas 

nos ensaios de qPCR para o agente sob estudo com base no gene nuoG: 6/32 

(18%) Paratrichobius longicrus, 7/24 (29%) Strebla guajiro, 2/5 (40%) Aspidoptera 

phyllostomatis, 5/43 (11%) Aspidoptera falcata, 1/10 (10%) Trichobius anducei, 1/4 

(25%) Megistopoda aranea e 18/55 (32%) Trichobius joblingi. As moscas positivas 

foram coletadas de morcegos pertencentes às seguintes espécies: Artibeus lituratus, 

Carollia perspicillata, Artibeus planirostris, Sturnira lilium, Artibeus obscurus. A 

eficiência, R², “slope” e intercepto-Y das reações variaram de 90,5% a 104,7% 

(média = 96,32%), 0,987 a 0,998 (média = 0,986), -3,577 a -3,215 (média = -3,422) e 

36,506 a 39,454 (média = 38,218), respectivamente. A quantificação de Bartonella 

spp. com base em um fragmento do gene nuoG variou de 0,5 - 79000 cópias/μL 

(Tabela 3). 

Tabela 3. Amostras de moscas Streblidae coletadas no Estado do Rio de Janeiro 
positivas em ensaios de qPCR para Bartonella spp. baseados no gene nuoG com os 
respectivos parâmetros de reação. 

Espécie de 
mosca 

Hospedeiro Média 
quantificação 

(copies/µL) 

Eficiência R² Inclinação y-
intercepção 

Aspidoptera 
phyllostomatis 

Artibeus 
fimbriatus 

4,19 X 100 93,4% 0,984 -3,492 37,176 

Aspidoptera 
phyllostomatis 

Artibeus 
fimbriatus 

6,00 X 100 93,4% 0,984 -3,492 37,176 

Aspidoptera 
falcata 

Sturnira lilium 4,01 X 101 99,4% 0,953 -3,335 39,454 

Aspidoptera 
falcata 

Sturnira lilium 1,00 X 10-1 104,8% 0,983 -3,211 35,813 

Aspidoptera 
falcata 

Sturnira lilium 1,93 X 102 95% 0,992 -3,423 37,662 

Aspidoptera 
falcata* 

Sturnira lilium 3,871 X 101; 
8,223 X 101 

101,6% 0,997 -3,284 35,821 

Continua...       
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Continuação..       
Aspidoptera 
falcata* 

Sturnira lilium 1,571 X 101; 
3,445 X 101 

95% 0,992 -3,423 37,662 

Megistopoda 
aranea 

Artibeus 
obscurus 

6,27 X 101 99,4% 0,953 -3,335 39,454 

Paratrichobius 
longicrus  

Artibeus 
lituratus 

3,58 X 100 93,4% 0,984 -3,492 37,176 

Paratrichobius 
longicrus 

Artibeus 
lituratus 

9,23 X 100 90,7% 0,998 -3,566 38,552 

Paratrichobius 
longicrus 

Artibeus 
lituratus 

4,81 X 101 90,7% 0,998 -3,566 38,552 

Paratrichobius 
longicrus 

Artibeus 
lituratus 

6,21 X 10-1 104,8% 0,983 -3,211 35,813 

Paratrichobius 
longicrus* 

Artibeus 
lituratus 

2,833 X 101; 
1,268 X 101 

93,4% 0,984 -3,492 37,176 

Paratrichobius 
longicrus 

Artibeus 
lituratus 

3,58 X 100 93,4% 0,984 -3,492 37,176 

Strebla guajiro Carollia 
perspicillata 

1,72 X 101 99,4% 0,953 -3,335 39,454 

Strebla guajiro Carollia 
perspicillata 

7,97 X 103 99,4% 0,953 -3,335 39,454 

Strebla guajiro Carollia 
perspicillata 

2,27 X 100 101,6% 0,997 -3,284 35,821 

Strebla guajiro Carollia 
perspicillata 

1,34 X 101 101,6% 0,997 -3,284 35,821 

Strebla guajiro Carollia 
perspicillata 

8,71 X 101 95% 0,992 -3,423 37,662 

Strebla guajiro Carollia 
perspicillata 

4,94 X 101 90,7% 0,998 -3,566 38,552 

Strebla 
guajiro* 

Carollia 
perspicillata 

7,535 X 100; 
2,923 X 100 

99,4% 0,953 -3,335 39,454 

Trichobius 
joblingi 

Carollia 
perspicillata 

2,26 X 101 93,4% 0,984 -3,492 37,176 

Trichobius 
joblingi 

Carollia 
perspicillata 

6,47 X 100 104,8% 0,983 -3,211 35,813 

Trichobius 
joblingi 

Carollia 
perspicillata 

1,05 X 10-1 104,8% 0,983 -3,211 35,813 

Trichobius 
joblingi 

Carollia 
perspicillata 

2,23 X 101 101,6% 0,997 -3,284 35,821 

Trichobius 
joblingi 

Carollia 
perspicillata 

5,62 X 100 95% 0,992 -3,423 37,662 

Trichobius 
joblingi 

Carollia 
perspicillata 

2,80 X 100 90,7% 0,998 -3,566 38,552 

Trichobius 
joblingi 

Carollia 
perspicillata 

6,06 X 100 90,7% 0,998 -3,566 38,552 

Trichobius 
joblingi 

Carollia 
perspicillata 

9,56 X 100 90,7% 0,998 -3,566 38,552 

Trichobius 
joblingi 

Carollia 
perspicillata 

2,46 X 100 90,7% 0,998 -3,566 38,552 

Trichobius 
joblingi* 

Carollia 
perspicillata 

1,703 X 100; 
2,383 X 100 

93,4% 0,984 -3,492 37,176 

Trichobius 
joblingi* 

Carollia 
perspicillata 

3,45 X 10-1; 
1,58 X 100 

104,8% 0,983 -3,211 35,813 

Continua...       
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Continuação..       
Trichobius 
joblingi* 

Carollia 
perspicillata 

7,824 X 10-2; 
1,208 X 10-1 

104,8% 0,983 -3,211 35,813 

Trichobius 
joblingi* 

Carollia 
perspicillata 

5,073 X 10-1; 
1,753 X 100 

104,8% 0,983 -3,211 35,813 

Trichobius 
joblingi* 

Carollia 
perspicillata 

3,355 X 10-1; 
6,424 X 10-1 

104,8% 0,983 -3,211 35,813 

Trichobius 
joblingi 

Carollia 
perspicillata 

5,25 X 101 99,4% 0,953 -3,335 39,454 

Trichobius 
joblingi* 

Carollia 
perspicillata 

2,141 X 10-1; 
7,950 X 10-1 

101,6% 0,997 -3,284 35,821 

Trichobius 
joblingi 

Carollia 
perspicillata 

6,50 X 100 90,7% 0,998 -3,566 38,552 

Trichobius 
joblingi* 

Carollia 
perspicillata 

1,148 X 100; 
1,987 X 100 

95% 0,992 -3,423 37,662 

Trichobius 
anduce*i 

Carollia 
perspicillata 

2,922 X 100; 
6,016 X 100 

101,6% 0,997 -3,284 35,821 

*Para as amostras marcadas com “*”, a quantificação de cada replicata foi 
apresentada ao invés da média desse parâmetro. Tal fato se deve às baixas 
concentrações de DNA nas referidas amostras, as quais geraram diferenças de Cq 
das replicatas maiores que 0,5 (efeito Monte Carlo – Bustin et al., 2009). 

 

5.5. Caracterização molecular de Bartonella spp. 
Dez (25%) de 40 amostras positivas no qPCR também mostraram-se 

positivas para pelo menos um gene alvo em ensaios de cPCR para Bartonella spp.:  

seis (15%) para o gene nuoG (Figura 18), dois (5%) para o gene gltA (Figura 19), 

quatro (10%) para o gene ribC (Figura 20), três (7,5%) para o gene groEL (Figura 

21), uma (2,5%) para o gene ftsZ (Figura 22) e uma (2,5%) para o gene rpoB 

(Figura 23). Nenhuma delas mostrou-se positiva nos ensaios de cPCR baseados 

no gene pap-31 e região intergênica 16S-23S rRNA (ITS). Devido à baixa 

intensidade de alguns produtos amplificados, que impediram o sequênciamento de 

alta qualidade, sequências foram obtidas de apenas seis amostras de Bartonella 

spp. (nuoG [n = 2], gltA [n = 2], rpoB [n = 1], ribC [n= 1]) (Tabela 4).  
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Figura 18. Eletroporese em gel de agarose 1% corado com brometo de etídeo 
mostrando os amplímeros relativos à PCR para  Bartonella spp. baseada no gene 
nuoG. Canaletas 1: marcador de tamanho molecular em escala de 100 pares de 
bases (Life Technologies®); Canaleta 2: controle positivo: cultura de Bartonella sp. 
obtida de um morcego da espécie Sturnira lilium; Canaletas: 3, 6, 15 e 26: amostras 
positivas, Canaleta 29: controle negativo (água ultra-pura esterilizada).  

 

 
Figura 19. Eletroporese em gel de agarose 1% corado com brometo de 

etídeo mostrando os amplímeros relativos à PCR para Bartonella spp. baseada no 
gene gltA. Canaletas 1: marcador de tamanho molecular em escala de 100 pares 
de bases (Life Technologies®); Canaleta 2: controle positivo: isolado de Bartonella 
sp. obtido de um morcego da espécie Sturnira lilium; Canaletas: 3 e 15: amostras 
positivas, Canaleta 29: controle negativo (água ultra-pura esterilizada). 

 

 
Figura 20. Eletroporese em gel de agarose 1% corado com brometo de etídeo 
mostrando os amplímeros relativos à PCR para Bartonella spp. baseada no gene 
ribC. Canaletas 1: marcador de tamanho molecular em escala de 100 pares de 
bases (Life Technologies®); Canaleta 2: controle positivo: isolado de Bartonella sp. 
obtido de um morcego da espécie Sturnira lilium; Canaleta: 15: amostras positivas, 
Canaleta 29: controle negativo (água ultra-pura esterilizada). 

400 pb 

 

750 pb 
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Figura 21. Eletroporese em gel de agarose 1% corado com brometo de 

etídeo mostrando os amplímeros relativos à PCR para Bartonella spp. baseada no 
gene groEL. Canaletas 1: marcador de tamanho molecular em escala de 100 pares 
de bases (Life Technologies®); controle positivo: isolado de Bartonella sp. obtido de 
um morcego da espécie Sturnira lilium; Canaletas: 3, 5 e 7: amostras positivas, 
Canaleta 29: controle negativo (água ultra-pura esterilizada). 
 

 
Figura 22. Eletroporese em gel de agarose 1% corado com brometo de 

etídeo mostrando os amplímeros relativos à PCR para Bartonella spp. baseada no 
gene ftsZ. Canaletas 1: marcador de tamanho molecular em escala de 100 pares 
de bases (Life Technologies®); controle positivo: isolado de Bartonella sp. obtido de 
um morcego da espécie Sturnira lilium; Canaletas: 13 e 15: amostras positivas, 
Canaleta 29: controle negativo (água ultra-pura esterilizada). 
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Figura 23. Eletroporese em gel de agarose 1% corado com brometo de 

etídeo mostrando os amplímeros relativos à PCR para Bartonella spp. baseada no 
gene rpoB. Canaletas 1: marcador de tamanho molecular em escala de 100 pares 
de bases (Life Technologies®); controle positivo: isolado de Bartonella sp. obtido de 
um morcego da espécie Sturnira lilium; Canaleta: 15: amostras positivas, Canaleta 
29: controle negativo (água ultra-pura esterilizada).Figura  
 

 
Tabela 4. Amostras de moscas Streblidae positivas para Bartonella spp. em ensaios 
qPCR e cPCR baseados em diferentes genes. 

 

Espécie Streblidae 

 

Hospedeiro 

Média de 
quantificação 

na qPCR 

(nuoG 
cópias/µL) 

cPCR 

gltA rpoB nuoG groEL ribC ftsZ pap-31 ITS 

Strebla guajiro Carollia perspicillata 7,97 X 103 Seq Seq Seq NS Seq NS _ _ 

Paratrichobius longicrus  Artibeus lituratus 3,58 X 100 _ _ NS _ _ _ _ _ 

Paratrichobius longicrus Artibeus lituratus 4,81 X 101 _ _ NS _ _ _ _ _ 

Megistopoda aranea Artibeus obscurus 6,27 X 101 _ _ Seq _ _ _ _ _ 

Aspidoptera falcata Sturnira lilium 4,01 X 101 _ _ NS _ _ _ _ _ 

Trichobius joblingi Carollia perspicillata 2,23 X 101 _ _ NS _ _ _ _ _ 

Aspidoptera falcata Sturnira lilium 1,93 X 102 _ _ _ NS NS _ _ _ 

Aspidoptera phyllostomatis Artibeus fimbriatus 6,00 X 100 _ _ _ NS _ _ _ _ 

Trichobius joblingi Carollia perspicillata 2,26 X 101 _ _ _ _ NS _ _ _ 

Strebla guajiro Carollia perspicillata 1,72 X 101 Seq _ _ _ NS _ _ _ 

ITS = espaçador transcritor intergênico; NS = amostra positiva na cPCR, mas não 
sequenciada devido à baixa intensidade de produtos amplificados; Seq = Sequências obtidas 
e depositadas na base de dados GenBank.24 
 

5.6. Análises pelo BLAST  

Com base na análise pelo BLAST, enquanto uma sequência do gene nuoG 

800 pb 
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de Bartonella sp. mostrou 93% de identidade para Bartonella sp. WD16.2 obtida de 

um veado amostrado no Japão (número de acesso GenBank CP019781), a outra 

sequência do mesmo gene mostrou 84% de identidade para B. alsatica (número de 

acesso GenBank EF659935). Duas sequências do gene gltA de Bartonella 

mostraram identidade de 93-98% para genótipos de Bartonella sp. detectados em 

morcegos amostrados na Costa Rica (números de acesso no GenBank KJ816665 

e KJ816687). Uma sequência do gene rpoB de Bartonella mostrou 89% de 

identidade com Bartonella sp. Khabarovsk de um mamífero asiático (número de 

acesso no GenBank AB779537). Finalmente, uma sequência do gene ribC de 

Bartonella mostrou 84% de identidade para B. washoensis (número de acesso 

GenBank AB292599) (Tabela 5). O “query coverage” foi de 96% a 100% em todas 

as análises das sequências de Bartonella sp. pelo BLAST. 

 
Tabela 5. Porcentagem de identidade pelo BLAST dos amplificados de Bartonella 
spp. obtidos em moscas Streblidae coletadas de quirópteros no Estado do Rio de 
Janeiro. 

Número de 
acesso no 
GenBank 

Espécie da mosca 
Streblidae 

Hospedeiro Gene-alvo E-value Máxima 
porcentagem de 
identidade pelo 

Blast 
MG551538 Strebla guajiro Carollia perspicillata gltA 0.0 98% Uncultured 

Bartonella sp. clone 
SJ112 (KJ816687) 

MG65470 Strebla guajiro Carollia perspicillata gltA 0.0 93% Uncultured 
Bartonella sp. clone 
SJ118 (KJ816665) 

MG65471 Strebla guajiro Carollia perspicillata nuoG 4x10-34 93% Bartonella 
alsatica 

(EF659935) 
MG65472 Megistopoda aranea Artibeus obscurus nuoG 2x10-90 93% Bartonella sp. 

WD16.2 
(CP019781) 

MG65473 Strebla guajiro Carollia perspicillata ribC 5x10-73 84% Bartonella 
washoensis 
(AB292599) 

MG65474 Strebla guajiro Carollia perspicillata rpoB 0.0 89% Bartonella sp. 
Khabarovsk-17 

(AB779537) 
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5.7. Análises filogenéticas 

As árvores filogenéticas inferidas com base em sequências do gene gltA de 

Bartonella mostraram topologia muito similar nas análises Bayesiana (BI) e de 

Máxima Verossimilhança (MV), formando dois clusters diferentes. A sequência de 

Bartonella (número de acesso GenBank MG551538) detectada em um espécime 

de Strebla guajiro coletado de Carollia perspicillata no estado do Rio de Janeiro foi 

posicionada sozinha em um ramo, mas estreitamente relacionada a genótipos de 

Bartonella previamente detectados em morcegos da América do Sul, sendo um 

deles detectado em um morcego (Sturnira lillium) no estado do Paraná, Brasil 

(KY356753), e sequências detectadas em morcegos da Guatemala, México e 

Costa Rica, com 100% de suporte de ramo nas análises MV e BI. Adicionalmente, 

tais sequências foram posicionadas em um clado maior relacionado com 

sequências de Bartonella spp. de roedores amostrados no Brasil e E.U.A., além de 

um genótipo detectado em uma pulga da espécie Polygenis gwyni coletada de um 

roedor da espécie Sigmodon hispidus nos E.U.A., com valores de suporte de clado 

de 99% e 83% nas análises MV e BI. Em outro cluster, a sequência de Bartonella 

(número de acesso GenBank MG65470) obtida em um espécime de Strebla guajiro 

coletado de Carollia perspicillata amostrada no estado do Rio de Janeiro foi 

posicionada proximamente a um genótipo de Bartonella previamente detectado em 

uma mosca do gênero Trichobius coletada na República Dominicana (JX416249), 

além de genótipos detectados em morcegos no México (MF467776) e Costa Rica 

(KJ816683; KJ816678; KJ816672), com valores de suporte de ramo de 88% e 86% 

de probabilidade nas análises MV e BI, respectivamente. Além disso, um clado 

maior agrupou uma sequência (KY356754) detectada em um morcego da espécie 
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Glossophaga soricina amostrado no estado do Paraná, Brasil, e sequências 

previamente detectadas em cervídeos e bovinos, dentre as quais B. capreoli 

(AF293392), B. schoenbuchii (AJ278181) e B. chomelii (AY254308) com 47% e 

55% de suporte de clado nas análises de MV e BI, respectivamente (Figuras 24 e 

25).   

 A sequência do gene rpoB de Bartonella (número de acesso GenBank 

MG65474) obtida a partir de um espécime de Megistopoda arenea coletada de 

Carollia perspicillata amostrada no estado do Rio de Janeiro mostrou-se 

intimamente relacionada ao genótipo de Bartonella previamente detectado em um 

morcego (Sturnira lillium) no estado do Paraná, sul do Brasil, com 100% de suporte 

de clado. Estas duas seqüências foram posicionadas no mesmo grupo formado por 

B. taylorii (AF165995) e genótipos de Bartonella detectados em roedores 

(AB290276) e em um morcego (Mydos rufocanus) (AB779537) da Ásia, com 

suporte de ramo de 54% e 93% de probabilidade nas análises MV e BI (Figuras 26 

e 27).  

 A sequência ribC de Bartonella (número de acesso GenBank MG65473) 

obtida de um espécime de Megistopoda arenea coletada de Carollia perspicillata 

amostrada no estado do Rio de Janeiro foi posicionada próxima à B. vinsonii 

subsp. vinsonii (AY116636), B. vinsonii subsp. berkhdefii (AY116629), B. vinsonii 

subsp. arupensis (AY116631 / DQ334261), com suporte de ramo de 67% pelo 

método MV (Figura 28). Quanto à Inferência Bayesiana, a sequência foi 

posicionada isoladamente em um ramo, mas estreitamente relacionada (74% do 

suporte de ramo) a B. tribocorum (AB292600), B. elizabethae (AF548030), B. 
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grahamii (DQ334264), B. fuyuanensis (KJ361648) e B. rattimassiliensis 

(AY515137) (Figura e 29). 

As sequências nuoG de Bartonella (números de acesso no GenBank MG65471; 

MG65472) obtida de espécimes de Strebla guajiro e Megistopoda arenea coletadas 

de morcegos da espécie Carollia perspicillata e Artibeus obscuros, 

respectivamente, no estado do Rio de Janeiro, foram posicionadas em um clado 

único separado das demais descritas, com suporte de com suporte de ramo de 

92% e 54% de probabilidade nas análises MV e BI (Figuras 30 e 31). 
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Figura 24. Análise filogenética das sequências gltA de Bartonella (1049 pb após 
alinhamento) com base no método de máxima verossimilhança (MV) e modelo 
evolutivo GTR + I + G4. Os números nos nós correspondem a valores de suporte 
de clado acessados com 1.000 repetições. Brucella abortus e Ochrobactrum 
anthropi foram utilizados como grupo externo. 
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Figura 25. Análise filogenética das sequências gltA de Bartonella (1049 pb após 
alinhamento) com base no Método de inferência bayesiana (BI) e modelo evolutivo 
TIM + I + G4. Os números nos nós correspondem a valores de suporte de clado 
acessados com 1.000 repetições. Brucella abortus e Ochrobactrum anthropi foram 
utilizados como grupo externo. 
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Figura 26.25 Análise filogenética das sequências rpoB de Bartonella (1500 pb após 
alinhamento) com base no método de máxima verossimilhança (MV) e modelo 
evolutivo GTR + I + G4. Os números nos nós correspondem a valores de suporte de 
clado acessados com 1.000 repetições. Brucella abortus e Ochrobactrum anthropi 
foram utilizados como grupo externo. 
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Figura 27. Análise filogenética das sequências rpoB de Bartonella (1500 pb após 
alinhamento) com base no método de inferência bayesiana e modelo evolutivo GTR 
+ I + G4. Os números nos nós correspondem a valores de suporte de clado 
acessados com 1.000 repetições. Brucella melitensis foi utilizado como grupo 
externo. 
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Figura 28. Análise filogenética das sequências ribC de Bartonella (641 pb após 
alinhamento) com base no método de máxima verossimilhança (MV) e modelo 
evolutivo GTR+I+G4. Os números nos nós correspondem a valores de suporte de 
clado acessados com 1.000 repetições. Brucella melitensis foi utilizados como grupo 
externo. 

 
 

 



63 
 

 
Figura 29. Análise filogenética das sequências ribC de Bartonella (641 pb após 
alinhamento) com base no Método de inferência bayesiana (BI) e modelo TIM+I+G. 
Os números nos nós correspondem a valores de suporte de clado acessados com 
1.000 repetições. Brucella melitensis foi utilizado como grupo externo. 
 



64 
 

 
Figura 30. Análise filogenética das sequências nuoG de Bartonella (450 pb após 
alinhamento) com base no método de máxima verossimilhança (MV) e modelo 
evolutivo TIM+I+G. Os números nos nós correspondem a valores de suporte de 
clado acessados com 1.000 repetições. Brucella abortus e Ochrobactrum anthropi 
foram utilizados como grupo externo. 
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Figura 31. Análise filogenética das sequências nuoG de Bartonella (450 pb após 
alinhamento) com base no Método de inferência bayesiana (BI) e modelo TIM+I+G. 
Os números nos nós correspondem a valores de suporte de clado acessados com 
1.000 repetições. Brucella abortus e Ochrobactrum anthropi foram utilizados como 
grupo externo. 
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6. DISCUSSÃO 
 

Os estudos envolvendo morcegos e enfermidades causadas por bactérias 

vêm crescendo em âmbito mundial, devido ao papel deste grupo de mamíferos 

como reservatórios, hospedeiros e fontes de infecção de diversos agentes 

patogênicos (MÜHLDORFER, 2013). O presente trabalho relatou a ocorrência e 

caracterização molecular de Bartonella spp. em moscas Streblidae parasitas de 

morcegos em duas localidades no estado do Rio de Janeiro, sudeste do Brasil. 

Moscas Streblidae são ectoparasitas estritamente hematófagos de morcegos, 

geralmente apresentando hospedeiros específicos. Uma espécie de mosca 

Streblidae geralmente parasita uma única espécie de morcego ou algumas 

espécies intimamente relacionadas (WENZEL, 2005; DICK e PATTERSON, 2005). 

Este padrão de parasitismo também foi observado no presente estudo, no qual 

uma determinada espécie de mosca Streblidae foi encontrada parasitando não 

mais do que duas espécies diferentes de morcegos, pertencentes ao mesmo 

gênero ou família. 

No presente estudo, a ocorrência de Bartonella encontrada entre moscas 

Streblidae (19,8%) foi menor que aquela encontrada entre moscas Nycteribiidae 

coletadas de morcegos em Gana (66,4%) (MANNERINGS et al., 2016), Nigéria 

(41,7%) (KAMANI et al., 2015) e Argélia (72,7%) (LEULMI et al., 2016) no 

continente africano, e do que aquela encontrada entre moscas Streblidae coletadas 

de morcegos amostrados na Costa Rica (51,8%) (JUDSON, FRANK e HADLY, 

2015), na América Central. Por outro lado, a ocorrência relatada no presente 

estudo foi semelhante à encontrada entre moscas Nycteribiidae coletadas de 

morcegos na Malásia (26%) (WILKINSON et al., 2016), no continente asiático. 
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Embora o real papel de moscas Streblidae na transmissão de Bartonella 

spp. ainda não tenha sido confirmado, estudos anteriores sugerem que esses 

dípteros possam desempenhar um papel importante como hospedeiros 

invertebrados para este grupo de patógenos, albergando uma grande diversidade 

de genótipos de Bartonella (MORSE et al., 2012). No presente estudo, observamos 

diversidade de genótipos de Bartonella entre moscas de Streblidae pertencentes à 

mesma espécie, uma vez que dois genótipos de Bartonella foram encontrados em 

espécimes de Strebla guajiro, os quais foram posicionados em diferentes clados na 

filogenia baseada no gene gltA. 

A ocorrência de Bartonella spp. no presente estudo foi encontrada 

principalmente em moscas Streblide coletadas de morcegos das espécies Carollia 

perspicillata e Sturnira lillium, espécies essas descritas recentemente como 

hospedeiros de novos genótipos de Bartonella no Brasil (IKEDA et al., 2017). 

Entretanto, no referido trabalho, a ocorrência de Bartonella spp. (5,28%) mostrou-

se menor que aquela encontrada entre ectoparasitas no presente estudo (19,8%). 

Tal achado corrobora com a hipótese de que ocorra uma hemoconcentração no 

trato digestivo dos artrópodes, que poderia contribuir pela melhora na sensibilidade 

do diagnóstico molecular de Bartonella. Desta forma, os ensaios moleculares 

realizados em artrópodes coletados de hospedeiros poderiam refletir um padrão 

epidemiológico mais acurado (DE SOUZA et al., 2018). 

Estudos recentes envolvendo espécies de moscas Nycteribiidae coletadas 

de morcegos em Madagascar objetivaram relacionar ecologia bacteriana, rotas de 

transmissão e especificidade hospedeiro-vetor (WILKINSON et al., 2016). De 

acordo com Wilkinson et al. (2016), determinados genótipos de Bartonella e 
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moscas podem formar interações mutualísticas, o que pode levar à especificidade 

de hospedeiro. No referido estudo, embora a análise filogenética tenha agrupado 

os genótipos encontrados em cinco grupos diferentes de Bartonella, observou-se 

um intercâmbio de genótipos de Bartonella entre Cyclopodia dubia e Basilia sp., 

espécies de moscas Nycteribiidae que não compartilharam as mesmas espécies 

de morcegos como hospedeiros. Os autores sugeriram a existência de 

mecanismos diretos ou indiretos entre os hospedeiros vertebrados que poderiam 

levar à diversidade de Bartonella intra-específica observada nesta família de 

ectoparasitas (WILKINSON et al., 2016). Semelhantemente, um genótipo de 

Bartonella detectado no presente estudo em um espécime de Strebla guajiro 

coletado de um morcego da espécie Carollia perspicillata foi intimamente 

relacionado com um genótipo de Bartonella detectado em Trichobius sp. coletado 

de um morcego da espécie Phyllonycteris poeyi, morcego este que possiu 

distribuição restrita na América Central (MANCINA, 2010). Desta forma, moscas 

Streblidae poderiam atuar como intercambiadores de diferentes genótipos de 

Bartonella entre seus hospedeiros vertebrados, levando à diversidade intra-

específica. 

Um dos genótipos de Bartonella detectado em um espécime de Strebla 

guajiro coletado de Carollia perspicillata mostrou-se intimamente relacionado a 

genótipos de Bartonella previamente detectados em morcegos na América Latina, 

incluindo genótipo detectado previamente no em um morcego da espécie Sturnira 

lillium no Brasil (IKEDA et al., 2017). Além disso, este mesmo genótipo de 

Bartonella também agrupou-se com sequências previamente detectadas em 

roedores amostrados nos EUA (ELLIS et al., 1999) e Brasil (GONÇALVES et al., 
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2016). Do ponto de vista evolutivo, esse posicionamento filogenético pode sugerir 

uma associação entre genótipos de Bartonella que circulam em roedores e 

morcegos, embora não haja relatos de parasitismo por moscas Streblidae em 

roedores (KOSOY et al., 2010). Dietrich et al. (2016) também observaram que os 

genótipos de Bartonella detectados em morcegos na África do Sul e Suazilândia 

agruparam-se com genótipos de Bartonella detectados em roedores amostrados 

na África, embora com um suporte de clado baixo.  

A filogenia baseada no gene gltA também demonstrou relação entre 

genótipos de Bartonella detectados em moscas Streblidae e morcegos na América 

Latina com espécies de Bartonella encontradas em ruminantes. Similarmente, com 

base na análise filogenética baseada no gene ftsZ, um genótipo de Bartonella 

detectado em um morcego da espécie Carollia perspicilata mostrou-se intimamente 

relacionado a um clado contendo sequências de B. chomelli e B. schoenbuchensis 

espécies essas também isoladas de ruminantes (IKEDA et al., 2017). 

Embora moscas, pulgas e ácaros parasitas de morcegos não tenham sido 

encontrados parasitando roedores até o momento, considerando o alto grau de 

especificidade entre quirópteros e esses artrópodes (WENZEL et al., 1976; DICK e 

PATTERSON, 2006; POSPISCHIL, 2015), a ocorrência de carrapatos de morcegos 

em roedores não pode ser descartada. Neste sentido, o carrapato argasideo 

Ornithodoros mimon, descrito orginalmente parasitando morcegos na América do 

Sul (KOHLS et al., 1969; VENZAL et al., 2004; GRACIOLLI et al., 2008), já foi 

encontrado parasitando roedores no Brasil (PEREIRA et al., 2017). Landulfo et al. 

(2012) simulou o ciclo de vida dessa espécie de carrapato laboratorialmente 

utilizando coelhos e roedores como hospedeiros. No referido trabalho, os autores 
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encontraram um perfil de alimentação do estádio larvário de O. mimon semelhante 

àquele encontrado em morcegos, demonstrando então que essa espécie de 

carrapato pode parasitar tanto roedores quanto morcegos. Adicionalmente, a 

ocorrência de ectoparasitas de roedores em morcegos não pode ser descartada. 

Esse fato poderia explicar a associação filogenética entre genótipos de Bartonella 

encontrados em morcegos e roedores. A associação mútua entre morcegos e 

roedores no mesmo hábitat, como cavernas, poderia proporcionar oportunidades 

ecológicas de exposição e compartilhamento de diversos ectoparasitas e agentes 

patogênicos (WILKINSON et al., 2016). 

Embora não existam relatos da ocorrência de Bartonella em ácaros da família 

Spinturnicidae, DNA de Bartonella spp. já foi detectado em ácaros da família 

Macronyssidae coletados de um roedor no Egito (Reeves et al., 2007). A análise 

pelo BLAST mostrou uma identidade de 81% com Bartonella sp. SE-BartB 

detectada em uma pulga no Egito (DQ166942). Entretanto, até o momento então 

não foi comprovado se ácaros das famílias Macronyssidae e Spinturnicidae 

possam atuar como reservatórios e vetores de Bartonella. 

Finalmente, é necessário salientar que os genótipos de Bartonella 

detectados em ectoparasitas de morcegos do presente estudo mostraram-se 

intimamente relacionados àqueles detectados anteriormente em roedores 

(GONÇALVES et al., 2016) e morcegos frugívoros e insetívoros (IKEDA et al., 

2017) no Brasil e em diversos países da América. Tendo em mente que 75% das 

doenças infecciosas emergentes compreendem zoonoses, e que a maioria delas é 

transmitida por vetores artrópodes (BREITSCHWERDT et al., 2014), estudos sobre 

a capacidade vetorial de dípteros da família Streblidae na transmissão de 
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Bartonella spp. são necessários. O aumento do ecoturismo em cavernas no Brasil, 

associado ao fato que 47% de toda riqueza de espécies de morcegos é encontrada 

em meio urbano (NUNES et al., 2017), enfatizam a necessidade da continuidade 

de estudo acerca de agentes bacterianos zoonóticos circulantes em morcegos e 

ectoparasitas.  

Por fim, segundo os critérios previamente estabelecidos por La Scola et al. 

(2003), os quais definiram um ponto de corte para a definição de espécies de 

Bartonella com base na identidade de sequências referentes a cinco regiões 

gênicas (16S rRNA, gltA, groEL, rpoB, ftsZ, ribC) e de uma região intergênica 

(ITS), os achados do presente trabalho levantam uma interessante questão sobre a 

relação filogenética entre os genótipos de Bartonella spp. encontrados em 

ectoparasitas da família Streblidae. Haja vista a baixa identidade das sequências 

encontradas com as demais previamente descritas no GenBank, sugere-se que os 

genótipos encontrados sejam pertencentes a uma nova espécie de Bartonella que 

circula em ectoparasitas de morcegos, porém filogeneticamente próxima àquelas 

encontradas em quirópteros, roedores e ruminantes.  

O presente trabalho apresenta a primeira evidência molecular da ocorrência 

de Bartonella em moscas Streblidae parasitas de morcegos no Brasil. Estudos 

futuros com o objetivo de avaliação do papel de moscas Streblidae como vetores 

para agentes bacterianos zoonóticos entre morcegos são necessários. 
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7. CONCLUSÃO 
  

• Bartonella foi detectada, por métodos moleculares, em moscas Streblidae 

parasitas de morcegos amostrados no estado do Rio de Janeiro, Brasil; 

• A análise filogenética das sequências, suportada pela baixa identidade pelo 

BLAST, sugere a circulação de mais de um genótipo/espécie de Bartonella 

em moscas da família Streblidae no Rio de Janeiro, Brasil; 

• Os genótipos de Bartonella detectados em moscas Streblidae no Brasil 

mostraram-se filogeneticamente próximos àqueles previamente detectados 

em morcegos e roedores na América, e em ruminantes na Europa, 

evidenciando um possível intercâmbio de espécies de Bartonella entre 

hospedeiros vertebrados pertencentes às ordens Chiroptera, Rodentia e 

Artiodactyla. 
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Apêndice 1 
Concentração de DNA (ɳG/µL) e relações 260/280 e 260/230 das amostras de DNA 
extraídas das moscas da família Streblidae, sendo a primeira amostra o “pool” de 4 
amostras. 

Hospedeiro Gênero Espécie 
Quantificação 

260/280 260/230 
(ɳG/µL) 

Desmodus 
rotundus Strebla wiedemanni 3.0 0.84 -0.3 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -48.8 -8.53 0.48 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 0.8 2.09 -0.36 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 0.1 0.43 0.03 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -0.6 0.59 0.19 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.4 0.69 -0.10 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -1.1 0.99 0.33 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -0.4 0.44 0.11 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 0.8 -8.59 0.12 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 1.1 0.37 0.08 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 0.3 0.15 0.13 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -0.2 1.68 0.13 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 1.3 -0.06 0.00 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 0.0 5.71 0.38 
Artibeus 

fimbriatus Aspidoptera phyllostomatis 0.2 1,71 0.38 

Artibeus 
fimbriatus Aspidoptera phyllostomatis -0.8 0.66 0.10 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -0.5 2.16 -0.54 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 10.9 0.9 0.29 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -0.2 0.00 0.00 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 2.7 1.11 0.11 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -1.6 1.10 0.15 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -2.3 0.92 0.91 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 3.5 2.00 1.6 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 0.2 10.6 0.17 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 0.9 0.38 0.22 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 0.6 0.9 0.35 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -2.0 1.08 0.48 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 0.9 0.98 -4.84 
Carollia 

perspicillata Trichobius joblingi -0.4 0.85 3.08 

Artibeus 
fimbriatus Aspidoptera phyllostomatis 0.5 0.53 0.11 

Continua...      
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Continuação...      

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.4 0.94 0.38 
Artibeus 

fimbriatus Megistopoda aranea -0.6 0.52 0.38 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -0.9 2.10 0.14 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -0.1 0.41 -3.94 

Artibeus lituratus Aspidoptera phyllostomatis -0.6 0.46 -0.49 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 1.0 0.4 0.73 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -0.9 0.6 -1.7 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -0.5 0.61 0.75 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -0.01 0.10 0.72 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 0.1 -0.04 -0.09 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 0.9 -1.04 0.41 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 0.6 0.75 0.46 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 1.2 0.31 0.05 
Artibeus 

fimbriatus Aspidoptera phyllostomatis -0.6 0.55 0.24 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 0.3 0.89 0.14 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -0.5 -0.28 0.48 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -0.4 1.32 0.73 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 0.9 0.54 0.12 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 0.2 0.10 0.45 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -0.1 0.8 0.31 
Carollia 

perspicillata Trichobius joblingi 1.2 1.11 0.73 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.2 1.54 0.23 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro -0.3 -5.34 0.46 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.6 1.94 0.32 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro 1.4 1.6 0.56 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro -0.7 0.53 0.11 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.0 0.57 0.34 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.5 0.46 0.65 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.6 2.00 0.77 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.5 2.1 0.26 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.3 0.52 0.45 

Continua...      
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Continuação...      
Carollia 

perspicillata Strebla guajiro 0.2 0.89 0.23 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.8 0.69 0.88 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -1,1 0.4 0.34 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -1.5 0.00 0.36 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro -0.2 1.11 0.43 

Carollia 
perspicillata Trichobius anducei 0.6 0.94 0.54 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 1.6 2.15 0.48 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 3.0 0.99 0.85 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.9 0.43 0.21 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro -0.4 0.38 0.01 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.2 -0.05 0.64 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.8 0.37 0.56 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.4 0.67 0.44 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro -0.4 0.52 0.30 

Artibeus 
fimbriatus Megistopoda aranea -1.3 0.91 0.42 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 1.1 1.71 0.61 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro 0.3 1.68 0.68 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.5 0.79 0.46 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.8 0.93 0.30 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.3 0.79 0.13 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.1 0.82 0.11 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.5 0.90 0.15 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.7 1.15 0.56 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.4 1.67 0.09 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.2 1.03 0.35 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -1.1 2.7 0.49 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.4 0.59 1.2 

Continua...      
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Continuação...      
Carollia 

perspicillata Trichobius joblingi 0.9 0.31 0.16 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.0 0.43 0.67 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.3 0.8 0.34 

Artibeus 
planirostris Aspidoptera phyllostomatis -0.1 0.78 0.63 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -1.5 1.07 0.66 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 1.7 1.30 0.20 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.3 0.78 0.47 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.2 1.99 0.17 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -1.1 1.63 0.66 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.7 0.44 0.48 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 0.2 0.14 0.28 
Carollia 

perspicillata Trichobius joblingi 0.3 0.09 0.36 

Carollia 
perspicillata Trichobius anducei 0.6 0.67 0.13 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.3 0.11 0.65 

Carollia 
perspicillata Trichobius anducei -0,2 1.16 0.23 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 1.4 -0.29 0.41 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.4 0.75 0.46 
Carollia 

perspicillata Strebla guajiro -0.6 0.61 0.63 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.1 0.45 0.88 

Carollia 
perspicillata Trichobius anducei 0.9 0.55 0.18 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro -0.5 0.84 0.44 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -1.3 0.36 0.58 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro -1.0 0.76 0.12 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 2.0 0.89 0.73 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro 3.4 1.55 0.80 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro -0.6 1.54 0.72 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.2 1.47 0.75 

Continua...      
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Continuação... 
Carollia 

perspicillata Trichobius anducei 0.6 1.04 0.49 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro 0.3 1.64 0.64 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 1.1 1.31 0.47 
Artibeus 

fimbriatus Aspidoptera phyllostomatis -2.3 0.45 0.05 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -0.1 0.33 0.17 
Carollia 

perspicillata Strebla guajiro 0.4 0.86 0.27 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.2 0.8 0.43 
Carollia 

perspicillata Trichobius joblingi -1.4 1.11 0.49 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro 0.7 0.67 0.52 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro 0.1 0.59 0.58 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.9 0.4 0.21 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.4 2.5 0.33 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.9 1.69 0.62 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 0.7 1.15 0.4 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.1 1.93 0.65 
Carollia 

perspicillata Trichobius joblingi -0.5 0.43 0.67 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.1 0.64 0.54 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.3 0.15 0.14 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 1.2 0.87 0.19 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.4 0.4 0.47 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.6 -1.16 0.55 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.3 0.52 0.10 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro -0.5 0.67 0.54 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro -0.1 0.99 0.52 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro 0.1 1.09 0.44 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.4 1.9 0.20 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro 0.3 1.94 0.9 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.9 0.92 0.41 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.5 0.37 0.49 

Continua...      
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Continuação... 
Carollia 

perspicillata Megistopoda proxima 1.1 2.09 0.73 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.9 2.67 -1,2 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.2 1.18 0.14 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.0 0.33 0.54 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -0.8 0.99 0.66 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus -2.7 1.6 0.27 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -1.6 1.39 0.03 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -2.0 1.43 0.49 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 3.3 0.22 0.83 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 2.1 0.19 0.9 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.2 0.08 0.46 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -1.3 0.91 0.31 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.5 0.44 0.67 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.7 0.56 0.32 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.1 0.78 0.35 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -1.5 0.69 0.03 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -1 0.32 0.29 

Diphyla ecaudata Trichobius furmani -0.5 1.12 0.55 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -2.3 0.04 0.02 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.8 0.53 0.4 
Carollia 

perspicillata Trichobius joblingi 0.0 0.0 0.0 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.3 0.12 0.0 
Desmodus 
rotundus Trichobius furmani 0.6 0.14 0.30 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.3 0.38 0.15 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -1.6 1.7 0.16 
Desmodus 
rotundus Trichobius furmani -1.4 0.48 0.74 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 2.1 0.73 0.70 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 4.0 0.25 0.53 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.2 0.51 0.19 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.4 1.45 0.8 
Desmodus 
rotundus Trichobius furmani 0.1 1.32 0.26 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.2 1.60 0.58 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.6 1.73 0.19 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 2.1 1.59 2.5 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -1.6 0.49 0.17 

Continua...      
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Continuação... 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -1.5 0.63 0.68 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 1.3 0.46 -0.56 
Carollia 

perspicillata Trichobius joblingi 1.7 0.38 0.48 

Artibeus lituratus Paratrichobius longicrus 0.4 1.3 0.35 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.6 1.39 0.11 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.3 1.69 0.39 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.0 0.45 0.02 
Carollia 

perspicillata Trichobius joblingi 0.9 0.9 0.08 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.2 0.10 0.28 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.8 0.05 0.01 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.2 0.89 0.17 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.1 0.33 0.63 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -1.1 1.54 0.9 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.2 1.34 0.82 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -2.7 1.42 0.46 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.1 1.11 0.27 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -1.6 1.08 0.38 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 2.1 1.60 0.73 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.9 0.75 0.07 
Carollia 

perspicillata Trichobius joblingi 0.4 0.45 0.26 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.5 0.63 0.51 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.9 0.73 0.45 
Carollia 

perspicillata Megistopoda proxima -0.6 0.67 0.19 

Carollia 
perspicillata Megistopoda proxima -1.0 0.61 0.91 

Carollia 
perspicillata Megistopoda proxima -0.1 -0.24 0.72 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.9 0.6 0.42 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.5 0.84 0.30 
Carollia 

perspicillata Trichobius joblingi 0.4 0.73 0.17 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.2 0.43 0.22 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 1.0 1.63 0.11 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.6 0.75 0.29 

Continua...      
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Continuação... 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 1.4 1.63 0.54 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.2 0.56 0.28 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.6 0.42 0.75 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.7 0.99 0.48 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -1.0 0.87 0.15 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.6 1.75 0.71 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.1 1.36 0.71 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.7 0.64 0.43 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.6 1.2 0.43 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.0 0.0 -0.16 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.4 0.23 0.52 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.3 0.1 0.12 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 1.3 0.6 0.61 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.2 -0.67 0.73 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.9 0.44 0.13 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.3 0.98 0.51 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -1.8 0.34 0.34 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -2.4 0.65 0.41 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.4 0.76 0.18 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.3 0.82 0.54 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -1.1 1.10 0.63 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.3 1.6 0.34 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.1 1.06 0.96 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.7 0.14 0.32 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 1.1 1.7 0.37 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 2.5 2.67 1.2 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.3 1.00 0.93 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 2.2 1.56 0.43 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.6 1.34 0.80 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -1.6 0.13 0.83 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -2.1 0.9 0.5 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.3 0.82 0.90 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.0 0.94 0.25 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 1.2 1.98 0.92 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.7 1.18 0.12 
Artibeus 

planirostris Paratrichobius longicrus -0.5 1.53 0.43 

Continua... 
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Continuação... 
Artibeus 

planirostris Paratrichobius longicrus -0.5 1.53 0.43 

Desmodus 
rotundus Strebla wiedemanni 1.3 1.23 0.77 

Artibeus obscurus Megistopoda aranea 0.5 0.15 0.30 
Artibeus obscurus Megistopoda aranea 1.0 0.85 0.45 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.5 0.61 0.75 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.6 0.55 0.24 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.3 0.89 0.14 

Sturnira lilium Trichobius anducei 1.4 -5.34 0.12 

Sturnira lilium Trichobius anducei 3.0 0.89 0.46 

Sturnira lilium Trichobius anducei 0.0 0.57 0.34 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.6 2.15 0.48 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.9 0.99 0.85 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 1.1 0.43 0.21 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.6 1.32 0.12 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.0 1.54 0.45 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -1.3 0.53 0.31 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.3 0.75 0.73 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -1,1 0.00 0.23 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 1.4 1.11 0.56 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.7 0.94 0.34 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 3.0 2.15 0.12 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.4 0.99 0.34 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.4 0.43 0.46 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.8 0.38 0.23 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 1.6 0.52 0.34 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 3.0 0.94 0.36 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.2 1.11 0.43 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.4 0.4 0.54 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 1.1 -0.05 0.48 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -1.3 0.37 0.85 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -1,1 0.67 0.21 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.7 0.52 0.01 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.1 0.91 0.64 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.3 1.99 0.56 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -1.3 2.15 0.36 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 1.1 0.38 0.43 

Continua...      
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Continuação... 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.8 0.67 0.54 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 1.6 1.68 0.48 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.4 0.79 0.64 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.9 0.93 0.56 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.8 0.67 0.44 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.2 0.52 0.30 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.4 0.91 0.42 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.9 0.79 0.68 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.1 1.15 0.13 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 1.7 2.7 0.13 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.3 0.31 0.56 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.2 0.59 0.35 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -1.1 0.52 0.23 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.2 1.54 0.23 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.3 -5.34 0.46 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.6 1.94 0.32 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.7 2.7 0.49 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.2 1.03 0.35 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -1.1 2.7 0.49 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.1 0.78 0.63 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.3 0.44 0.48 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.4 0.14 0.28 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.8 0.59 1.2 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.1 1.11 0.27 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -1.6 1.08 0.38 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 2.1 1.60 0.73 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.9 0.75 0.07 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.4 0.45 0.26 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.5 1.60 0.26 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.4 0.61 0.51 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.2 -0.24 0.45 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 1.0 0.6 0.19 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.6 0.84 0.91 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 1.4 0.73 0.72 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.2 1.60 0.42 

Sturnira lilium Trichobius joblingi 0.7 0.99 0.48 
Continua... 
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Continuação... 

Sturnira lilium Trichobius joblingi -1.0 0.87 0.15 

Sturnira lilium Trichobius joblingi 1.4 1.60 0.17 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.1 1.2 0.71 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.4 0.64 0.48 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.6 1.60 0.11 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 1.4 1.60 0.52 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.2 0.56 0.71 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.6 0.42 0.71 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.2 -0.67 0.73 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.9 0.44 0.13 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.3 0.98 0.51 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -1.8 0.34 0.34 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -2.4 0.65 0.41 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.7 1.75 0.34 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.4 1.36 0.41 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.1 0.64 0.18 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 2.1 1.2 0.48 

Sturnira lilium Megistopoda falcata -0.9 0.0 0.26 

Sturnira lilium Megistopoda falcata 0.4 0.75 0.51 

Sturnira lilium Megistopoda falcata 0.5 0.45 0.45 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.9 0.63 0.19 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -2.4 0.73 0.37 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.6 0.67 1.2 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 0.6 1.11 0.93 

Sturnira lilium Megistopoda proxima -0.5 1.08 0.43 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -0.5 1.60 0.80 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 1.3 0.75 0.17 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.5 0.45 0.22 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 2.2 1.56 0.11 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata -2.1 1.7 0.29 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 1.3 1.23 0.77 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 0.5 0.15 0.30 

Sturnira lilium Aspidoptera falcata 1.0 0.85 0.45 

Sturnira lilium Megistopoda proxima 3.4 0.75 0.75 
Carollia 

perspicillata Strebla guajiro -0.6 0.45 0.49 

      
Continua... 
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Continuação... 
Artibeus 

fimbriatus Aspidoptera phyllostomatis 0.2 0.63 0.64 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.6 0.73 0.47 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro 2.2 0.67 0.05 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -1.0 1.64 0.17 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -1.4 1.11 0.49 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro 0.7 0.67 0.52 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro -0.5 0.67 0.54 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.1 0.99 0.52 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.1 1.09 0.44 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.4 1.9 0.20 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.3 1.94 0.9 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.0 1.94 -1,2 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.8 0.92 0.14 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro -2.7 0.37 0.54 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -1.6 2.09 0.66 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -2.0 2.67 0.27 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro 3.3 1.18 0.03 

Carollia 
perspicillata Strebla guajiro -1.3 0.33 0.66 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.5 0.32 0.67 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.7 1.12 0.32 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.1 0.04 0.35 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.5 0.67 0.54 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.1 0.99 0.52 

Carollia 
perspicillata Trichobius anducei -1.5 0.56 0.35 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -2.3 0.78 0.02 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.0 0.53 0.15 

      

Continua...      
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Continuação... 
Carollia 

perspicillata Strebla guajiro -0.8 0.12 0.16 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -1.6 0.38 0.29 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -2.7 0.0 0.0 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.5 0.14 0.30 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.4 0.48 0.83 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -1.5 1.43 0.83 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -1.6 0.99 0.03 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.9 0.33 0.27 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.5 1.39 0.54 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.1 0.69 0.9 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.1 0.38 0.15 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 4.0 0.08 0.53 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.4 1.59 0.19 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.4 1.39 -0.56 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 1.3 1.69 0.02 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 1.7 0.45 0.17 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.4 0.51 0.68 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.4 1.32 2.5 

Carollia 
perspicillata Trichobius anducei 0.1 0.25 0.8 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi -0.2 0.63 0.68 

Carollia 
perspicillata Trichobius joblingi 0.0 0.25 0.48 
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Apêndice 2 
 

Concentração de DNA (ɳG/µL) e relações 260/280 e 260/230 dos “pools” de 
ácaros, sendo as 10 primeiras amostras da família Spinturnicidae e as 10 últimas 
da família Macronyssidae. 
  

Hospedeiro Gênero Espécie 
Quantificação 

(ɳG/µL) 260/208 260/230 

Artibeus lituratus Periglischrus iheringi 0,7 0,38 0.49 

Artibeus lituratus Periglischrus iheringi 0 0,02 1.2 

Artibeus lituratus Periglischrus iheringi 1,3 4,16 0.16 

Artibeus lituratus Periglischrus iheringi 4,16 -0,35 0.20 

Artibeus lituratus Periglischrus iheringi 0.2 0.14 0.28 

Sturnira lilium Periglischrus ojasti 0.3 0.09 0.36 

Sturnira lilium Periglischrus ojasti -0,2 0,39 0.30 

Sturnira lilium Periglischrus ojasti -0,1 0,49 0.13 

Sturnira lilium Periglischrus ojasti -0,3 -0,75 0.11 

Sturnira lilium Periglischrus ojasti 0,2 -0,9 0.13 

Molossus rufus Chiroptonyssus haematophagus -0,5 0,59 0.65 

Molossus rufus Chiroptonyssus haematophagus 0,7 0,54 0.23 

Molossus rufus Chiroptonyssus haematophagus 0,6 -0.29 0.41 

Molossus rufus Chiroptonyssus haematophagus 0,1 0.75 0.46 

Molossus rufus Chiroptonyssus haematophagus 0,7 0.61 0.63 

Molossus molossus Chiroptonyssus haematophagus -0,4 0.78 0.09 

Molossus molossus Chiroptonyssus haematophagus -0,3 1.07 0.35 

Molossus molossus Chiroptonyssus haematophagus -0,5 0.82 0.49 

Molossus molossus Chiroptonyssus haematophagus -0,7 0.90 1.2 

Molossus molossus Chiroptonyssus haematophagus -1,7 8,59 0.23 

 

 


