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RESUMO 

 

A mais de 100 anos, estudos buscam identificar fungos associados a moscas 

ectoparasitas de morcegos. Essas moscas hematófagas normalmente referidas 

como bat flies são exclusivamente associadas aos morcegos. A maioria dos estudos 

envolvendo fungos em bat flies tem considerado a identificação de fungos parasitas 

da ordem Laboulbeniales, todavia, faltam estudos que as avaliam como vetores de 

propágulos fúngicos não parasitas aos morcegos. Diante disso, o objetivo do 

presente estudo foi conhecer a diversidade de fungos associados as moscas 

ectoparasitas de morcegos coletadas em uma caverna localizada no domínio 

Caatinga, no Parque Nacional do Catimbau, estado de Pernambuco. Para isso, 98 

moscas foram coletadas de dez morcegos capturados na caverna Furna do 

Morcego, no município de Ibimirim. A fim de se conhecer a comunidade fúngica 

associada a esses ectoparasitas, foram utilizadas cinco metodologias de isolamento 

em três meios de cultura. Foram obtidos 37 isolados pertencentes a cinco ordens em 

Ascomycota (Pleosporales, Eurotiales, Capnodiales, Hypocreales, Microascales), e 

um isolado da ordem Tremellales em Basidiomycota. A riqueza total dos fungos 

associados as moscas foram de 13 táxons. Com base em análises morfológicas e 

filogenéticas, duas novas espécies de Ascomycota foram descritas. Também foi 

construída uma lista mundial de estudos que identificaram fungos associados as 

moscas ectoparasitas, demonstrando que esses insetos podem ser um grupo 

especioso de vetores para fungos e enfatizando a necessidade de avaliar a 

diversidade fúngica associada a esses ectoparasitas. 

 

Palavras-chave: moscas ectoparasitas; isolamento; taxonomia; caatinga. 

  



ABSTRACT 

 

For over 100 years, studies have sought to identify fungi associated with 

ectoparasitic bat flies. These bloodsucking flies are exclusively associated with bats. 

Most studies involving fungi in bat flies have considered the identification of parasitic 

fungi of the order Laboulbeniales, however, there is a gap of studies that evaluate 

them as vectors of non-parasitic fungal propagules to bats. Therefore, the objective 

of the present study was to know the diversity of fungi associated with bat flies 

collected in a cave located in the Caatinga domain, in the Catimbau National Park, 

state of Pernambuco. For this, 98 flies were collected from ten bats captured in the 

Furna do Morcego cave, in the municipality of Ibimirim. In order to know the fungal 

community associated with these ectoparasites, five isolation methodologies were 

used in three culture media. We obtained 37 isolates belonging to five orders in 

Ascomycota (Pleosporales, Eurotiales, Capnodiales, Hypocreales, Microascales), 

and one isolate of the order Tremellales in Basidiomycota. The total richness of fungi 

associated with bat flies was 13 taxa. Based on morphological and phylogenetic 

analyses, two new species of Ascomycota were described. A world list of studies was 

also built that identified fungi associated with bat flies, demonstrating that these 

insects may be a specious group of vectors for fungi and emphasizing the need to 

assess the fungal diversity associated with these ectoparasites. 

 

Keywords: bat flies; isolation; taxonomy; caatinga. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

 Os primeiros estudos que descrevem fungos associados a moscas 

ectoparasitas de morcegos foram realizados a mais de 100 anos (ver Thaxter, 1901). 

Essas moscas hematófagas normalmente referidas como bat flies, estão 

organizadas nas famílias Nycteribiidae e Streblidae que junto com duas outras 

famílias (Hippoboscidae e Glossinidae) formam a superfamília Hippoboscoidea 

dentro da ordem Diptera. Enquanto as demais moscas hipoboscoideas são parasitas 

hematófagos de uma ampla diversidade de vertebrados (mamíferos, pássaros, 

répteis), as moscas ectoparasitas estão exclusivamente associadas aos morcegos 

(Allen, 1967; Haelewaters et al., 2018).  

Os morcegos (Mammalia: Chiroptera) são reconhecidos por habitarem 

diferentes lugares e utilizarem diversas estruturas para repouso, desde tendas de 

folhas efêmeras a cavernas e minas (Patterson et al., 2007). Sua ecologia e biologia 

contribuem para o fato de serem parasitados por diferentes linhagens de 

organismos. Esses parasitos estão distribuídos entre as ordens Siphonaptera 

(pulgas), Diptera (moscas hematófagas), Hemiptera (percevejos), Dermaptera 

(tesourinhas) e Acari (ácaros e carrapatos) (Whitaker, 1998; Naegle et al., 2016; 

Reeves et al., 2016; Haelewaters et al., 2018).  

Atualmente são conhecidas aproximadamente 687 espécies de insetos 

ectoparasitas de morcegos distribuídos em seis famílias taxonômicas, dos quais as 

moscas ectoparasitas (Diptera: Hippoboscoidea, Nycteribiidae e Streblidae) são as 

mais frequentemente registradas e relativamente bem estudadas (Marshall, 1982; 

Frank et al., 2014; Haelewaters et al., 2018; Szentiványi et al., 2019). A maioria das 

espécies são encontradas em regiões tropicais e subtropicais, com poucas espécies 

encontradas em regiões temperadas (Whitaker, 1988). No Brasil, foram registradas 

68 espécies pertencentes a 20 gêneros de Streblidae e 25 espécies de dois gêneros 

de Nycteribiidae (Graciolli et al., 2007; 2008; 2010). 

A maior parte dos estudos sobre fungos em moscas ectoparasitas é 

direcionado apenas a identificação dos fungos ectossimbiontes pertencentes a 

ordem Laboulbeniales (Ascomycota: Laboulbeniomycetes) (Walker et al., 2018; 

Haelewaters et al., 2017; 2018; De Groot et al., 2020). No Brasil, Graciolli e Aguiar 

(2002) coletaram duas fêmeas de Aspidoptera falcata (Diptera: Streblidae) 

parasitadas por uma espécie de fungo Laboulbeniomycetes. Esses fungos 
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associados a uma diversidade de artrópodes não formam hifas, desenvolvendo 

apenas um talo formado a partir de um predeterminado número de divisões mitóticas 

(Walker et al., 2018). 

O entendimento da comunidade de fungos presentes nas moscas 

ectoparasitas é de grande importância, visto que artrópodes que parasitam 

vertebrados muitas vezes desempenham um papel importante na transmissão de 

uma variedade de patógenos, incluindo agentes de muitas doenças emergentes 

(Tan et al., 1997; Parola et al., 2005; Forster et al., 2007; Beugnet et al., 2009).  

Na República Tcheca, Lučan et al. (2016) detectaram a presença de 

propágulos de Pseudogymnoascus destructans (Ascomycota: Pseudeurotiaceae), o 

fungo causador da síndrome do nariz branco (SNB) em ácaros hematófagos 

ectoparasitas do gênero Spinturnix (Arachnida: Spinturnicidae) coletados nas 

membranas das asas dos morcegos. SNB é uma doença fúngica virulenta que está 

devastando populações de morcegos na América do Norte durante o período de 

hibernação (Foley et al., 2011; Turner et al., 2015). O fungo se desenvolve no 

hospedeiro infectando-o através de pequenas lesões cutâneas causadas pelos 

ácaros, e se desenvolve na pele e nas membranas das asas dos morcegos. Por 

conta da morfologia dos esporos de P. destructans acredita-se que sua transmissão 

e propagação entre morcegos dificilmente ocorre pelo ar, sua disseminação 

geralmente ocorre por meio de contato físico direto com indivíduos infectados ou por 

meio de vetores como os ácaros (Puechmaille et al., 2011; Lindner et al., 2011).  

Apesar dos avanços recentes na interação entre moscas ectoparasitas e 

fungos, há uma lacuna no conhecimento sobre as moscas como vetores de espécies 

fúngicas parasitas não obrigatórias. Portanto, o presente estudo concentrou-se na 

riqueza cultivável de fungos associados a moscas ectoparasitas de morcegos em 

uma caverna na floresta seca da Caatinga do Nordeste do Brasil, como nossa 

unidade de amostragem. Como resultado, foram descritas duas novas espécies de 

Ascomycota isoladas dessas moscas e preparado um checklist mundial de estudos 

focados na descoberta de fungos associados a moscas ectoparasitas de morcegos. 
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2 REFERENCIAL TEÓRICO 

 

2.1 FUNGOS EM AMBIENTES CAVERNÍCOLAS 

 

 De acordo com Vanderwolf et al. (2013) a partir de uma revisão realizada 

sobre os estudos que identificaram fungos em ambientes cavernícolas, isolados 

pertencentes ao filo Ascomycota obtiveram maior recorrência (69,1%), seguido de 

Basidiomycota (20%) e dos demais filos. Atualmente, cerca de 2000 espécies de 

fungos foram registradas em ambientes cavernícolas em todo mundo (Vanderwolf et 

al., 2013a, b; Chen et al., 2017; Jiang et al., 2017; Zhang et al., 2017a; b; 2021; 

Cunha et al., 2020).  

Os gêneros mais frequentemente relatados em estudos sobre micologia de 

cavernas são: Absidia, Acremonium, Alternaria, Aspergillus, Aureobasidium, 

Beauveria, Botrytis, Candida, Chaetomium, Chrysosporium, Cladosporium, Coprinus, 

Cunninghamella, Epicoccum, Fusarium, Geomyces, Geotrichum, Gliocladium, 

Histoplasma, Humicola, Isaria, Laboulbenia, Microsporum, Mortierella, Mucor, 

Mycena, Paecilomyces, Penicillium, Phoma, Rhachomyces, Rhizopus, 

Scopulariopsis, Stachybotrys, Trichoderma, Trichophyton, Verticillium, sendo que a 

maioria das espécies comumente isoladas em cavernas são saprófitos oportunistas 

associados ao solo, materiais vegetais ou insetos (Vanderwolf et al., 2013a; Cunha 

et al., 2020).  

Alguns fungos isolados em laboratório provenientes de amostras coletadas 

em ambientes cavernícolas podem não crescer nesse ambiente. Muitas vezes, os 

esporos coletados podem ter sido transportados do exterior para caverna pela água, 

correntes de ar, animais ou insetos (Stephenson et al., 2007; Jurado et al., 2010). 

Além disso, os métodos utilizados para o isolamento desses fungos podem gerar 

uma tendência a se obter esses resultados, visto que basidiomicetos, por exemplo, 

são mais difíceis de cultivar e identificar em laboratório quando comparado aos 

ascomicetos (Vanderwolf et al., 2013a). 

Embora estudos micológicos estejam sendo realizados nesses ambientes, o 

conhecimento sobre a riqueza e diversidade ainda está longe de ser completa. 

Registros como o de Zhang et al. (2017a; b; 2020) que em seus estudos mais 

recentes descreveram 55 novas espécies de fungos isolados de cavernas na China, 
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pertencentes a 28 gêneros no filo Ascomycota, reforça a alta diversidade de fungos 

ainda desconhecida nas cavernas. 

Cunha et al. (2020) registraram a riqueza e a diversidade de fungos 

cultiváveis isolados do corpo e do guano dos morcegos e do ar em uma caverna no 

ecossistema Caatinga no nordeste do Brasil. Foram encontrados 59 táxons 

pertencentes a 37 gêneros entre os filos Ascomycota, Basidiomycota e 

Mucoromycota. O gênero Aspergillus foi o mais representativo no filo Ascomycota e 

seus representantes foram isolados tanto do ar quanto do guano e do corpo dos 

morcegos. Outros gêneros como Cladosporium, Penicillium e Fusarium também 

foram registrados.  

Dickson (1975) e Stephenson et al. (2007) observaram que os insetos 

também podem atuar como vetores de esporos e fragmentos fúngicos, 

transportando-os do ambiente externo para o interior das cavernas. Algumas 

espécies fúngicas podem utilizar insetos que habitam as cavernas como fonte de 

nutrientes (e.g., Isaria, Beauveria, Laboubenia, Rhachomyces). Fungos infecciosos 

também foram isolados de insetos utilizando-os como vetor para transmissão em 

cavernas (e.g., Pseudogymnoascus destructans) (Boyer Lefevre, 1965; 1966; 

Dickson, 1975; Stephenson et al., 2007; Vanderwolf et al., 2013a; Lučan et al., 2016; 

Haelewaters et al., 2018). 

 

2.2 MOSCAS ECTOPARASITAS DE MORCEGOS E SUAS ADAPTAÇÕES 

 

Por serem ectoparasitas obrigatórios e altamente especializados, as moscas 

ectoparasitas apresentam características apomórficas que os diferencia dos demais 

dípteros, como viviparidade adenotrófica, ou seja, todos os estágios larvais se 

desenvolvem inteiramente dentro da câmara genital da fêmea, onde as larvas são 

nutridas. As moscas ectoparasitas depositam suas larvas em substratos onde seus 

hospedeiros quirópteros utilizam para o repouso diurno como galhos, folhas, cascas 

e cavidades ocas em árvores, edifícios, minas e cavernas (Kunz e Lunsdem, 2003), 

e empupam imediatamente após deixar a câmara genital (Bequart, 1940; Paterson 

et al., 2007). Após a larviposição, as fêmeas retornam ao hospedeiro. Quando os 

descendentes emergem, eles procuram ativamente por seus hospedeiros morcegos. 

Essas adaptações contribuem para o seu sucesso como parasita (Dick et al., 2006; 

Haelewaters et al., 2018). 
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Os Streblidae apresentam uma maior variação morfológica, as asas podem 

ser normais, reduzidas ou oblíquas, os olhos podem ser pequenos ou ausentes, o 

corpo pode ser achatado lateralmente ou dorso-ventralmente, as pernas podem 

variar de curto e forte a longo e fino (Whitaker, 1988). Cerca de 70% das espécies 

ocorrem nos trópicos e subtrópicos americanos (Haelewaters et al., 2018). Já os 

Nycteribiidae ocorrem principalmente no Velho Mundo com pouco mais de 80% das 

espécies ocorrendo nos trópicos e subtrópicos do hemisfério oriental. Eles 

apresentam um alto grau de especialização, diferindo muito de outros dípteros tanto 

na morfologia quanto no comportamento (Guimarães e D’Andretta, 1956; 

Haelewaters et al., 2018). Não possuem asas e os músculos de voo são atrofiados, 

resultando em um tórax pequeno em comparação com o abdômen, e as pernas e a 

cabeça apresentam inserções dorsais no tórax (Peterson e Wenzel, 1987). Os 

indivíduos de ambas as famílias são hematófagos encontrados obrigatoriamente 

parasitando a pele ou a membrana das asas de morcegos (Marshall, 1982).  

De acordo com Fritz (1983), o conhecimento sobre os ectoparasitas dos 

morcegos oferece informações importantes para entender os aspectos sistemáticos, 

biológicos e filogenéticos dos hospedeiros, também, esclarecem aspectos 

epidemiológicos da transmissão de algumas doenças entre morcegos. Grande parte 

dos estudos nessa área buscam avaliar padrões de especificidade, proporções e 

vieses sexuais, estrutura populacional e associações entre características funcionais 

de morcegos e o parasitismo por moscas ectoparasitas (Haelewaters et al., 2018). 

 

2.3 FUNGOS EM MOSCAS ECTOPARASITAS 

 

A maior parte dos estudos relacionados a identificação de fungos em moscas 

ectoparasitas busca descrever um segundo nível de parasitismo, muitas vezes 

citado como hiperparasitismo, dentro da relação morcegos-bat flies, e objetivam 

identificar novas espécies que possam compor essa relação tritrófica (Walker et al., 

2018; De Groot et al., 2020). Essa interação chama a atenção dos pesquisadores 

pelo alto grau de especificidade entre os parasitas e os hospedeiros envolvidos, e as 

numerosas características comportamentais e ecológicas.  

Szentiványi et al. (2019) realizaram uma revisão dos estudos que 

identificavam os microparasitas isolados das moscas ectoparasitas de várias regiões 

do mundo. O resultado que obtiveram foi que entre os microparasitas estudados, os 
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fungos foram o segundo grupo mais frequentemente observado, sendo as bactérias 

o primeiro grupo mais observado associado a esses ectoparasitas. Todas as 

espécies de fungos associados às moscas ectoparasitas pertenciam a ordem 

Laboulbeniales e estavam distribuídos entre os gêneros Arthrorhynchus spp. (o 

gênero mais frequentemente observado), Gloeandromyces spp. e Nycteromyces 

spp. Uma revisão sobre a ordem Laboulbeniales publicada por Haelewaters et al. 

(2018) mostra esse mesmo resultado, além de abordar a história natural da relação 

parasita-hospedeiro. 

Pesquisas envolvendo o isolamento de microrganismos mostram que as 

moscas ectoparasitas podem servir de vetores para bactérias (e.g., Bartonella), 

parasitas do sangue (e.g., Polychromophilus), protozoários (e.g., Nycteria) e vírus, e 

transmiti-los para e entre os morcegos (Gardner et al., 1988; Billeter et al., 2008; 

Maia da Silva et al., 2009; Morse et al., 2012; Brook et al., 2015; Judson et al., 2015; 

Schaer et al., 2015; Witsenburg et al., 2014, 2015; Van Vuren et al., 2016, 2017; 

Feng et al., 2017; Goldberg et al., 2017; Abundes-Gallegos et al., 2018; Moskaluk et 

al., 2018; Xu et al., 2019).  

Além das moscas, outros hospedeiros ectoparasitas já foram identificados 

como vetores de bactérias, fungos e outros patógenos em morcegos. O carrapato 

Carios kelleyi (Arachnida: Argasidae) foi observado em morcegos no Egito servindo 

de vetor para uma série de bactérias patogênicas (e.g., Rickettsia, Borrelia e 

Bartonella) (Loftis et al., 2005). O percevejo Cimex lectularius (Hemiptera: Cimicidae) 

foi identificado como vetor do Trypanosoma (Schizorypanum) spp. em morcegos no 

Canadá (Paterson e Woo, 1984). Ácaros ectoparasitas do gênero Spinturnix 

(Arachnida: Spinturnicidae) foram identificados como vetores do fungo 

Pseudogymnoascus destructans (Ascomycota: Pseudeurotiaceae) causador da 

síndrome do nariz branco, uma doença fúngica virulenta que devasta populações de 

morcegos na América do Norte durante o período de hibernação (Lučan et al., 

2016).  

Essas moscas apesar de serem ectoparasitas hematófagos de morcegos, 

diferem-se dos demais parasitas pela sua especificidade com o hospedeiro, modo 

de vida e reprodução. A biologia, ecologia e comportamento dos seus hospedeiros 

quirópteros como a amplitude alimentar, formação de colônias, capacidade de 

migração e amplitude de locais para repouso torna-os um reservatório de esporos e 

fragmentos fúngicos ainda desconhecido. Diante disso, existe uma grande 
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possibilidade de as moscas ectoparasitas servirem de vetores de propágulos 

fúngicos entre seus hospedeiros. 
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3 OBJETIVOS 

 

3.1 OBJETIVO GERAL 

 

 Isolar e registrar fungos associados as moscas ectoparasitas de morcegos em 

uma caverna tropical no Nordeste do Brasil. 

 

3.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

Isolar fungos provenientes de moscas ectoparasitas de morcegos de uma 

caverna na Caatinga pernambucana;  

Caracterizar taxonomicamente os isolados pela análise morfológica e por meio 

de técnicas de biologia molecular;  

Identificar a posição taxonômica das espécies por meio de análises filogenéticas; 

Verificar a abundância e a riqueza de fungos cultiváveis associados as moscas; 

Prospectar novas espécies de fungos associados as bat flies;  

Registrar uma diversidade de fungos ainda desconhecida associada a esses 

ectoparasitas.  
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4 MÉTODOS 

 

4.1 ÁREA DE COLETA 

 

O Parque Nacional do Catimbau (IUCN Categoria II) (8°24'00" e 8°36'35" S; 

37°0'30" e 37°1'40" W) está inserido no domínio Caatinga, a maior e mais rica região 

de floresta tropical seca da América do Sul (da Silva et al., 2017; Rito et al., 2017; 

Cunha et al., 2020). Ocupando 62.294 ha, o Parque compreende partes dos 

municípios de Buíque, Tupanatinga e Ibimirim, no estado de Pernambuco, Nordeste 

do Brasil (Leal e Bernard, 2021). A vegetação local é composta por um mosaico com 

estratos herbáceos (altura <2 m), arbustivos (2–5 m) e arbóreos (8–12 m), além de 

floresta sazonal, enclaves de floresta úmida e campos rochosos (Sidalc, 2002; 

Gomes et al., 2006; Rito et al., 2017). O clima da região é classificado como 

semiárido quente (Bsh, de acordo com a classificação Köppen-Geiger), com 

temperatura média anual de 23°C e apresentando chuvas sazonais com precipitação 

média anual variando de 486 a 975 mm, concentradas entre março e julho (SNE, 

2002; Specht et al., 2019).  

Furna do Morcego (37º22ʹ55” S e 8º34ʹ14” W; 557 m acima do nível do mar) é 

uma caverna de arenito localizada no extremo sul do Parque Nacional do Catimbau 

(município de Ibimirim), na fronteira com a Terra Indígena Kapinawá (Figura 1). Com 

cerca de 44 m de comprimento, a caverna possui entrada única e área de 200 m² e 

uma temperatura média anual de 30ºC (Leal e Bernard, 2021). 

Figura 1 – Localização geográfica da caverna da Furna do Morcego, no Parque Nacional do 

Catimbau, Brasil. 
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Fonte: O autor (2022) 

 

4.2 COLETA DOS ECTOPARASITOS 

 

Uma coleta em campo foi realizada no mês de outubro de 2020. Para a coleta 

dos ectoparasitos, dez morcegos foram capturados e identificados em colaboração 

com a equipe do Laboratório de Ciência Aplicada à Conservação da Biodiversidade 

do Departamento de Zoologia da Universidade Federal de Pernambuco, sob as 

licenças MMA/ICMBio/SISBIO 68992-3 e CEUA/UFPE 114/2019. A captura dos 

morcegos foi realizada utilizando uma armadilha de harpa (1.50 m x 1.50 m) 

instalada na entrada da caverna antes da saída dos morcegos para o forrageio. Esta 

foi constantemente inspecionada durante o período de captura para remover os 

morcegos. Uma vez capturados, os morcegos foram colocados em sacos de tecido 

para processamento que incluiu a identificação da espécie, sexo, idade e condição 

reprodutiva do indivíduo, e a medição do comprimento do antebraço e massa 

corporal (ver Gardner, 2007; Díaz et al., 2016).  
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Para a coleta dos ectoparasitos, realizou-se uma análise visual em cada 

morcego capturado utilizando-se dos mesmos métodos citados por Barbier e 

Bernard (2017) com alterações no processo de armazenamento dos espécimes. 

Com uma pinça metálica esterilizada, 98 moscas foram removidas dos hospedeiros 

e armazenadas individualmente em tubos de microcentrifuga de 2 mL. Dos 98 tubos 

utilizados, metade continha água destilada e a outra metade continha água destilada 

+ glicerol, ambos os conteúdos autoclavados. Durante a coleta das moscas 

ectoparasitas a pinça utilizada foi constantemente desinfetada com álcool 70% entre 

a manipulação de cada mosca, a fim de evitar a transmissão cruzada de propágulos 

fúngicos entre as amostras. Todo material coletado foi devidamente identificado e 

encaminhado para o isolamento fúngico no Laboratório de Taxonomia e 

Biotecnologia Utilizando Fungos da Micoteca URM, Departamento de Micologia, 

Centro de Biociências, UFPE.  

4.3 ISOLAMENTO DOS FUNGOS DAS MOSCAS ECTOPARSITAS 

Para isolamento dos fungos foram utilizados cinco métodos a fim de obter o 

máximo de isolados fúngicos provenientes das moscas.  

O método 1 consistiu em inocular a mosca ectoparasita na superfície dos 

meios de cultura Ágar Dicloran Rosa Bengala Cloranfenicol (DRBC), Ágar Infusão 

Cérebro-Coração (BHI) acrescido de Cloranfenicol (100 mg/L-1) e Ágar Sabouraud 

(AS) acrescido de Cloranfenicol (100 mg/L-1), vertidos em placas de Petri (90 mm de 

diâmetro) contendo separadamente 20 mL de cada meio. Para obter o máximo de 

isolados fúngicos das moscas ectoparasitas, de cada morcego foram selecionadas 

seis moscas e cada uma delas foi inoculada sobre os meios DRBC, BHI e AS. Ao 

final, 60 moscas foram utilizadas. Em seguida, as placas foram incubadas a 27 ºC na 

Biological Oxygen Demand (BOD) no escuro, até que as colônias de fungos se 

desenvolvessem. A cada constatação do crescimento, as colônias foram purificadas 

em placas de Petri contendo o mesmo meio do isolamento.  

O método 2 consistiu em verter o conteúdo (1,5 mL de água destilada) do 

tubo de microcentrifuga em que estava armazenada a mosca sobre os meios de 

cultura DRBC e AS vertidos em placas de Petri. Foram selecionadas duas amostras 

de moscas de cada morcego, totalizando dez moscas. As placas foram incubadas a 
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27 ºC na BOD no escuro, por um período de sete dias. Em seguida foram 

quantificadas as Unidades Formadoras de Colônias (UFCs) e cada colônia de fungo 

foi purificada em placas de Petri contendo o mesmo meio do isolamento.  

O método 3 utilizou seis amostras de moscas e consistiu em agitar os tubos 

de coleta (usando um mixer vortex) contendo água destilada + mosca, e verter sobre 

AS em placas de Petri, a fim de isolar propágulos fúngicos que estivessem 

presentes tanto na mosca quanto no conteúdo em que foram armazenadas. As 

placas foram incubadas a 27 ºC na BOD no escuro, por um período de sete dias. Em 

seguida foram quantificadas as UFCs e cada colônia foi purificada em placas de 

Petri contendo o mesmo meio do isolamento.  

O método 4 consistiu em incubar dez moscas ectoparasitas em câmaras 

úmidas para observação de estruturas fúngicas que pudessem se desenvolver sobre 

o corpo do hospedeiro. Placas de Petri com papel filtro umedecido com água 

destilada esterilizada foram utilizadas. Com o auxílio de uma pinça desinfetada, cada 

mosca foi retirada do tubo de coleta e incubada nas placas sobre o papel filtro, e 

mantidas em um ambiente escuro à 27 ºC por um período de trinta dias. Após os 

primeiros quinze dias, foram realizadas observações periódicas em cada amostra 

com a placa fechada, utilizando um estereomicroscópio a fim de acompanhar o 

desenvolvimento fúngico nas amostras. Trinta dias após a incubação as placas 

foram abertas e uma busca minuciosa em cada mosca foi realizada.  

No método 5, um exame direto em doze moscas ectoparasitas foi realizado 

um dia após coletadas em campo. Um estereomicroscópio foi utilizado para 

identificar a presença de fungos ectossimbiontes da ordem Laboulbeniales.  

Isolados representativos e culturas ex-type foram depositadas na coleção de 

culturas da Micoteca URM Profa. Maria Auxiliadora Cavalcanti, WDCM 604. 

Holótipos (como preparações de lâmina permanente) no Herbário URM Pe. Camille 

Torrend na Universidade Federal de Pernambuco (UFPE), Recife, Brasil. Além disso, 

os isolados foram depositados na coleção de trabalho do Laboratório de Taxonomia 

e Biotecnologia utilizando Fungos/UFPE, Recife, Brasil. 

 

4.4 IDENTIFICAÇÃO DOS FUNGOS 

 

4.4.1 Caracterização morfológica 
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A caracterização morfológica dos isolados fúngicos foi realizada com base na 

observação das características micro e macroscópicas das colônias (ver Samson et 

al., 2014; Seifert et al., 2011). Os isolados foram subcultivados para observar as 

estruturas somáticas e reprodutivas, e as culturas em meio de cultura SAB também 

foram usadas para a análise das características macroscópicas das colônias (por 

exemplo, aparência, superfície, presença ou ausência de exsudato, pigmentação do 

meio, cor e diâmetro da colônia). Estruturas reprodutivas, quando presentes, 

também foram observadas e comparadas com a literatura especializada (ver 

Samson et al., 2014; Seifert et al., 2011). Os isolados identificados como possíveis 

novas espécies também foram subcultivados em Ágar Extrato de Malte (MEA), Ágar 

Aveia (AA), Ágar Batata Dextrose (BDA) e incubados a 27°C durante sete dias no 

escuro. A cartela de cores de Rayner (1970) foi utilizada para avaliar as cores das 

colônias. 

4.4.2 Extração, amplificação de fragmentos do DNA e sequenciamento 

 

A extração do DNA fúngico foi realizada utilizando culturas isoladas após sete 

dias de crescimento cultivadas em Ágar Batata Dextrose (BDA) ou Ágar Extrato de 

Malte (MEA) a 27 ºC na BOD no escuro (Cunha et al., 2020), no Laboratório de 

Biologia Molecular da Micoteca URM do Departamento de Micologia, Centro de 

Biociências, UFPE, seguindo as recomendações do fabricante do kit de extração 

Wizard Genomic DNA Purification Kit. Reações de PCR foram realizadas de acordo 

com as condições e primers determinados em estudos prévios e dependendo do 

grupo de fungos a ser estudado. Os primers ITS5/ITS4 (White et al., 1990), 

ACT512F/ACT-783R (Carbone e Kohn, 1999), Bt2a/Bt2b (Glass e Donaldson, 1995), 

CMD5/CMD6 (Hong et al., 2005), EF-728F/EF-986R (Carbone e Kohn, 1999), ou 

RPB2-5f2/fRPB2-7cR (Liu et al., 1999; Sung et al., 2007) foram usados para 

amplificar a região ITS, parte dos genes actina, β-tubulina, calmodulina, tef, e uma 

fração do gene que codifica a DNA polimerase (rpb2), respectivamente. As 

amplificações por PCR foram realizadas nas condições descritas por Bezerra et al. 

(2017a, b) ou Samson et al. (2014). Os produtos de PCR obtidos foram purificados 

com EXO + SAP (Fosfatase Alcalina/Exonuclease I) (Cellco, Brasil) e enviados para 

sequenciamento na Plataforma do Centro de Biociências da Universidade Federal 
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de Pernambuco (Recife, Brasil). Os mesmos pares de primers foram usados para 

sequenciamento de amplicons com um Kit de sequenciamento de ciclo de 

terminação BigDye v.3.1, seguindo as instruções do fabricante. 

 

4.4.3 Alinhamento das sequências e análises filogenéticas 

 

As análises filogenéticas foram realizadas recuperando sequências de 

referência de espécies relacionadas às sequências obtidas neste estudo, utilizando 

a ferramenta BLASTn no banco de dados GenBank do NCBI, juntamente com outras 

sequências seguindo artigos publicados anteriormente (ver de Gruyter et al., 2010; 

Houbraken et al., 2020; Hou et al., 2020). As sequências foram alinhadas usando a 

ferramenta online MAFFT v.7 (Katoh et al., 2013) e editadas manualmente no 

software MEGA v.7 (Kumar et al., 2016). Para as análises das sequências fúngicas, 

foram construídos 10 alinhamentos de acordo com cada gênero fúngico e realizado 

uma análise baseada na Máxima Verossimilhança (ML), seguindo as instruções de 

Bezerra et al. (2017a). Para a inferência filogenética de gêneros com novas 

espécies, as análises de Inferência Bayesiana (BI) e ML foram conduzidas com 

MrBayes v 3.2.7a (Ronquist et al., 2003) em XSEDE e RAxML-HPC BlackBox v 

8.2.12 (Stamatakis et al., 2014), respectivamente, no CIPRES Science Gateway 

(Miller et al., 2010). A análise de BI foi realizada com 1 × 106 gerações, um valor de 

queima de 25%, e as cadeias foram amostradas a cada 1.000 gerações. A análise 

de ML foi realizada com 1.000 réplicas de bootstrap. O melhor modelo de 

nucleotídeos para a análise de BI foi estimado usando o software MrModelTest v.2.3 

(Nylander, 2004). O modelo GTR + I + G foi usado para todas as análises de ML. As 

árvores filogenéticas resultantes foram visualizadas no software FigTree (Rambaut, 

2010). Valores iguais ou superiores a 0,95 BI de probabilidade posterior (BPP) e 

70% de suporte a bootstrap ML (ML-BS) são mostrados próximos aos nós. As novas 

sequências foram depositadas no GenBank e os alinhamentos foram depositados no 

TreeBASE. 

 

4.5 ANÁLISE DOS DADOS ECOLÓGICOS 

 

A abundância (ab) foi definida como o número total de isolados obtidos para 

cada espécie e a abundância relativa (ar) foi obtida pelo ab de cada espécie dividido 
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pelo total de isolados e multiplicado por 100 (ar = ab/total de isolados × 100). Para 

avaliar a suficiência do esforço amostral, a riqueza total (observada) foi comparada 

com a riqueza estimada usando o Chao de primeira e segunda ordem (Chao 1 e 2), 

o Jackknife de primeira e segunda ordem (Jackknife 1 e 2), e os estimadores 

bootstrap usando o software EstimateS versão 9.1.0 (Colwell, 2014). A abundância 

das espécies fúngicas mais frequentes foi testada para se obter a significância 

estatística em comparação com as demais espécies. Para tanto, utilizou-se o teste 

de Kruskal-Wallis (H) seguido de um teste post-hoc de Dunn para comparações 

múltiplas pareadas usando o software SigmaPlot versão 14.0 (Systat Software, San 

Jose, CA) com nível de significância de P ≤ 0,05. 

 

4.6 LISTA DE ESTUDOS SOBRE FUNGOS ASSOCIADOS A MOSCAS 

ECTOPARASITAS 

 

 Estudos publicados sobre fungos associados a moscas ectoparasitas foram 

revisados através de plataformas de busca de trabalhos acadêmicos (e.g., 

Periódicos Capes, Scopus, Google Acadêmico...) utilizando as palavras chave bat 

flies, fungi, Laboulbeniales, fungi-bat flies. Todos os estudos encontrados foram 

organizados em uma tabela por espécie do fungo, espécie da mosca ectoparasita 

hospedeira, localização geográfica onde foi encontrada a associação e referência 

bibliográfica. 

 

  



24 
 

5 RESULTADOS 

 

 Foi observado que a espécie de morcego mais frequente na caverna no dia 

da coleta era Pteronotus gymnonotus (Mormopidae). Essa espécie de morcego 

insetívoro foi utilizada nesse estudo para a coleta das moscas ectoparasitas. Foram 

capturados dez morcegos, desses, 98 moscas pertencentes ao gênero Trichobius 

sp. (Streblidae) foram coletadas (Figura 2), dentre as quais, 76 moscas foram 

utilizadas para o isolamento fúngico em meio de cultura (métodos 1, 2 e 3), 10 foram 

incubadas em câmaras úmidas (método 4) e 12 utilizadas para visualização no 

estereomicroscópio (método 5). 

Figura 2 – Coleta de ectoparasitos (Streblidae: Trichobius sp.) de morcegos (Mormoopidae: 
Pteronotus gymnonotus) capturados na caverna Furna do Morcego localizada no Parque Nacional do 
Catimbau, Brasil. a Entrada da Caverna. b Armadilha de harpa instalada na entrada da caverna. c, f 
Coleta das moscas ectoparasitas de morcegos. d, e Vista superior e lateral da mosca ectoparasita.  

Fonte: O autor (2022). 
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5.1 ABUNDÂNCIA DE FUNGOS NAS MOSCAS ECTOPARASITAS 

 

 O número de colônias variou de acordo com o método utilizado, sendo a 

transferência do líquido de armazenamento total do tubo de coleta das moscas 

ectoparasitas para a superfície dos meios de cultura DRBC e SAB (método 2, UFC = 

434), e a agitação dos tubos e transferência do conteúdo em placas de Petri com 

meio de cultura SAB (método 3, UFC = 237), resultaram no maior número de 

colônias. Trinta e cinco isolados foram obtidos por inoculação nos meios DRBC, BHI 

e SAB (método 1), e nenhum isolado fúngico foi obtido por incubação em câmara 

úmida (método 4) e exame direto em estereomicroscópio (método 5). Dentre essas 

colônias, 38 isolados foram selecionados para identificação fúngica. 

 

5.2 RIQUEZA DE FUNGOS ASSOCIADOS COM MOSCAS ECTOPARASITAS 

 

Trinta e oito isolados de fungos foram obtidos e identificados em 10 gêneros 

com base em suas características morfológicas e análise filogenética de sequências 

ITS do gene DNA ribossomal (DNAr). Os fungos associados as moscas 

ectoparasitas pertencem a cinco ordens em Ascomycota (Pleosporales, Eurotiales, 

Capnodiales, Hypocreales e Microascales) e uma em Basidiomycota (Tremellales). 

A riqueza total de fungos associados as moscas ectoparasitas foram de 13 táxons, 

sendo 12 pertencentes a Ascomycota e um a Basidiomycota (Hannaella cf. 

siamensis). Trinta e sete isolados pertencem a Ascomycota distribuídos entre os 

gêneros Allophoma, Alternaria, Aspergillus, Cladosporium, Fusarium, Penicillium, 

Pyrenochaetopsis, Stagonosporopsis e Yunnania.  

As espécies mais abundantemente isoladas pertenceram aos gêneros 

Aspergillus (ar = 47,4%) e Cladosporium (ar = 15,8%). Outros gêneros como 

Fusarium (ar = 7,9%), Penicillium (ar = 7,9%), Pyrenochaetopsis (ar = 5,3%), 

Yunnania (ar = 5,3%), Stagonosporopsis (ar = 2,6%), Allophoma (ar = 2,6%), 

Alternaria (ar = 2,6%) e Hannaela (ar = 2,6%) tiveram baixa frequência absoluta (< 4 

isolados) (Tabela 1). O gênero Aspergillus apresentou o maior número de táxons 

(três), seguido de Cladosporium (dois), sendo A. penicillioides a espécie mais 

frequentemente isolada das bat flies, estando presente em quase todos os morcegos 

amostrados. 
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A riqueza de espécies observada não foi totalmente recuperada baseado nos 

estimadores (Figura 3). As curvas de acumulação de espécies de fungos nas 

moscas ectoparasitas não atingiram uma assíntota. Entretanto, por exemplo, usando 

o estimador Bootstrap, o esforço amostral foi suficiente para recuperar 81% das 

espécies estimadas, seguido por Chao 1 (76%) e Jackknife 1 (62%). Por outro lado, 

com base em Chao 2 e Jackknife 2 encontramos 54% e 48%, respectivamente, das 

espécies estimadas. A análise dos táxons fúngicos obtidos das moscas 

ectoparasitas mostraram diferenças significativas entre as espécies mais frequentes, 

como Aspergillus penicillioides, e as demais na comunidade fúngica (H = 26,51, P = 

0,009). 
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Tabela 1 – Abundância absoluta (ab) e relativa (ar), número de isolados e riqueza (S) de espécies de fungos cultiváveis isoladas de ectoparasitos (Streblidae: Trichobius sp.) 

de morcegos (Mormoopidae: Pteronotus gymnonotus) capturados na caverna Furna do Morcego localizada no Parque Nacional do Catimbau, Brasil. 
Morcego   M1   M2   M3   M4   M5   M6   M7   M8   M9   M10   ab   ar (%)   

Nº Moscas ectoparasitas   6   9   9   6   6   8   9   9   6   8   76     

Allophoma sp.                 1       1   2,6   

Alternaria alternata               1         1   2,6   

Aspergillus austroafricanus   1                     1   2,6   

Aspergillus penicillioides   2   2   1       4   2   2     2   15   39,5   

Aspergillus sydowii                 1   1     2   5,3   

Cladosporium halotolerans       1                 1   2,6   

Cladosporium subuliforme       1       3     1       5   13,2   

Fusarium equiseti     3                   3   7,9   

Hannaella cf. siamensis             1           1   2,6   

Penicillium citrinum       1           2       3   7,9   

Pyrenochaetopsis sp.             2           2   5,3   

Stagonosporopsis citruli             1           1   2,6   

Yunnania sp.       2                 2   5,3   

Número de isolados   3   5   6       11   3   7   1   2   38     

Riqueza (S) 2   2   5       5   2   5   1   1   13     

Fonte: O autor (2022).
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Figura 3 – Curvas de acumulação de espécies de fungos cultiváveis observadas e estimadas 
(Bootstrap, Chao 1, Chao 2, Jacknife 1 e Jacknife 2) em associação com moscas ectoparasitas 

coletadas de morcegos capturados na caverna Furna do Morcego localizada no Parque Nacional do 
Catimbau, Brasil. 

 
Fonte: O autor (2022). 

 

5.3 NOVAS ESPÉCIES PARA CIÊNCIA 

 

Pesquisas utilizando a ferramenta BLASTn e no banco de dados GenBank do 

NCBI mostraram que uma sequência do isolado URM 8453/URM 8454 estava 

relacionada a Allophoma spp. e duas sequências dos isolados URM 8455 e URM 

8456 foram relacionadas a Pyrenochaetopsis spp. A matriz de sequências de 

Allophoma foi composta por 16 espécies e o alinhamento combinado continha 1667 

caracteres (ITS = 494, rpb2= 622 e Bt2= 551), incluindo lacunas. Para 

Pyrenochaetopsis, foram utilizadas sequências de 22 espécies e o alinhamento 

combinado continha 935 caracteres (ITS = 554 e Bt2 = 381), incluindo lacunas.  

Árvores filogenéticas foram construídas para as matrizes combinadas e 

conjuntos de dados individuais. O melhor modelo de nucleotídeo para análise de BI 

foi SYM + G para ITS, GTR + G para Bt2 e SYM + G para rpb2. O isolado URM 8453 

foi colocado como uma linhagem independente tendo Allophoma anatii como 

espécie irmã (ML-BS = 100 e BPP = 1) e os isolados URM 8455 e URM 8456 foram 

colocados como um clado único e bem suportado (ML-BS = 90 e BPP = 0,99) tendo  
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Pyrenochaetopsis indica como espécie irmã e ambos compartilham clado com P. 

confluens e P. decipiens. Os três isolados das duas espécies filogeneticamente 

desconhecidas são descritos abaixo como novas espécies. 

 

5.4 TAXONOMIA 

 

No presente estudo, foram realizadas as descrições morfológicas de duas 

novas espécies de fungos para a ciência, pertencentes aos gêneros Allophoma e 

Pyrenochaetopsis, isolados de moscas ectoparasitas coletadas de morcegos que 

habitam a caverna Furna dos Morcegos, no Parque Nacional do Catimbau, Ibimirim, 

Pernambuco.  

  

Pleosporales, Didymellaceae  

Allophoma sp.  J.L.V.R. Carvalho, J.D.P. Bezerra e Souza-Motta, sp. nov. (Figura  

4).  

Tipo: Brasil, estado de Pernambuco, município de Ibimirim, Parque Nacional do 

Catimbau, caverna Furna do Morcego, 37º22'55"S e 8º34'14"W, isolado de uma 

mosca ectoparasita de morcegos (Trichobius sp.), 6 out. 2020, J.L.V.R. Carvalho 

(cultura ex-type URM 8453).  

Descrição: Conidioma do tipo picnídio, solitários ou agregados, globosos a 

subglobosos, com um único ostíolo, sem papilas ou pescoço evidentes, castanhos, 

glabros, superficiais ou semi-imersos em meio de cultura, 65–75(–120) × (49–)61 – 

65(–82) µm; parede do conidioma pseudoparenquimatosa, textura angularis. Células 

conidiogênicas fialídicas, hialinas, de paredes lisas, ampuliformes, 10,5–15 × 10–11 

μm. Conídios oblongos, ápices arredondados, paredes lisas e finas, hialinos, 

asseptados, sem guttulas, (1,8–)3,2–3,7(–4,5) × (1,3–)1,4–1 ,7(–2) µm.  

Características da cultura (27°C, 7 dias, no escuro): Colônias em AA: 58,8 mm de 

diâmetro, margem plana, ondulada, cor amarelo-claro no centro, amarelo-oliva na 

margem; reverso cor de avelã no centro e cinza na margem. Colônias em MEA: 60,8 

mm diâmetro, margem plana, ondulada, cor amarelada, branca próximo às margens; 

reverso cor de tijolo escuro, margem amarela. Colônias em BDA: 78,6 mm diâmetro, 

plana, margem inteira, cor amarelada, branca próxima à margem; reverso cinza 

arroxeado, prímula perto da margem. Sem crescimento a 36°C.  
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Outros materiais analisados: Brasil, estado de Pernambuco, município de Ibimirim, 

Parque Nacional do Catimbau, caverna Furna do Morcego, 37º22'55"S e 8º34'14"W, 

isolado de uma mosca ectoparasita de morcego (Trichobius sp.), 6 out. 2020, 

J.L.V.R. Carvalho (URM 8454).  

Notas: Allophoma sp. URM 8453 é filogeneticamente relacionado a A. anatiae 

(Figura 5). Allophoma anatiae [como 'anatii'] foi descrito por Hou et al. (2020) de 

Acropora formosa (Acroporidae, um coral) na Austrália. Allophoma sp. URM 8453, 

difere de A. anatiae por apresentar picnídios solitários, levemente elipsoidais e 

maiores ((90–)130–400(–460) × (75–)120–370 μm em A. anatiae vs. 65 –75(–120) × 

(49–)61–65(–82) μm em Allophoma sp. URM 8453). Os conídios em A. anatiae 

possuem gutulas e são maiores que os encontrados em Allophoma sp. URM 8453  

(3,5–5,5 × 2–3 μm em A. anatiae vs. (1,8–)3,2–3,7(–4,5) × (1,3–)1,4–1,7 (–2) μm em 

Allophoma sp. URM 8453). Colônias de Allophoma sp. URM 8453 em AA 

apresentam coloração amarelada no centro e amarelo-oliva na margem, margem 

ondulada e baixa produção de picnídios, enquanto A. anatiae possui colônias cor de 

canela pálida com margem regular e produção abundante de picnídios. Em MEA e 

BDA as colônias de A. anatiae apresentam margem regular e micélios aéreos 

esparsos (Hou et al., 2020). 

 

Figura 4 – Allophoma sp. URM 8453, ex-type. a Colônias em BDA, AA e MEA (verso e reverso). b 
Picnídios agregados. c Detalhes da parede do picnídio. d–e Células conidiogênicas e conídios. f–g 

Conídios. Barras de escala: b = 100 μm e c–g = 10 μm. 
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Fonte: O autor (2022). 

 

Figura 5 – Árvore filogenética bayesiana usando sequências de ITS, rpb2 e Bt2 do gênero Allophoma. 
As cepas do ex-type estão em negrito. Valores para ML-BS ≥70% (com 1.000 réplicas de bootstrap) e 

BPP ≥0,95 são incluídos perto dos nós. A árvore foi enraizada em Stagonosporopsis loticola CBS 
562.81. 
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Fonte: O autor (2022). 

 
Pleosporales, Cucurbitariaceae  

Pyrenochaetopsis sp. J.L.V.R. Carvalho, J.D.P. Bezerra e Souza-Motta, sp. nov. 

(Figura 6).  

Tipo: Brasil, estado de Pernambuco, município de Ibimirim, Parque Nacional do 

Catimbau, caverna Furna do Morcego, 37º22'55"S e 8º34'14"W, isolado de uma 

mosca ectoparasita de morcego (Trichobius sp.), 6 out. 2020, J.L.V.R. Carvalho 

(cultura ex-type URM 8455). 

Descrição: Conidioma do tipo picnídio, pardos, solitários ou agregados, superficiais 

ou semi-imersos em meios de cultura, globosos a subglobosos, cerdosos, glabros a 

levemente pilosos, ostiolados, 325–365 × 236–327 μm. Células conidiogênicas 
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fialídicas, hialinas, de paredes lisas, ampuliformes, 3,5–4,5(-6) × 2–4 μm. Conídios 

hialinos, asseptados, cilíndricos a alantoides, com 2 gutulas, (1,2–)2,6–3,7(–4,1) × 

(1–)1,2–1,4(–2) μm.  

Características da cultura (27°C, 10 dias, no escuro): Colônias em BDA atingindo 24 

mm de diâmetro, elevação umbonada, margem inteira, cor branca; reverso cinza 

olivaceous pálido no centro e branco na margem. Colônias em MEA atingindo 28 

mm de diâmetro, margem elevada, ondulada, cor branca; reverso cor de mel. 

Colônias em AA atingindo 25 mm de diâmetro, elevada, micélios aéreos, superfície 

cor cinza-fumo no centro e cinza-olivácea nas margens. Sem crescimento a 36°C. 

Outros materiais analisados: Brasil, estado de Pernambuco, município de Ibimirim, 

Parque Nacional do Catimbau, caverna Furna do Morcego, 37º22'55"S e 8º34'14"W, 

isolado de uma mosca ectoparasita de morcego (Trichobius sp.), 6 out. 2020, 

J.L.V.R. Carvalho (URM 8456). 

Notas: Pyrenochaetopsis sp. URM 8455 e URM 8456 são filogeneticamente 

relacionadas a P. indica (Figura 7). Pyrenochaetopsis indica foi introduzida por de 

Gruyter et al. (2010) com base em Pyrenochaeta indica isolada de folhas de 

Saccharum officinarum na Índia (Viswan, 1957). Pyrenochaetopsis sp. URM 8455 e 

URM 8456 apresentam picnídios maiores do que P. indica (325–365 × 236–327 μm 

em Pyrenochaetopsis sp. URM 8455 e URM 8456 vs. 55–240 μm em P. indica) e 

conídios menores ((1,2–)2,6– 3,7(–4,1) × (1–)1,2–1,4(–2) μm em Pyrenochaetopsis 

sp. URM 8455 e URM 8456 vs. 4–5,5 × 1,5–2,5 μm em P. indica). Clamidósporos 

foram observados em P. indica, mas não em Pyrenochaetopsis sp. URM 8455 e 

URM 8456. Além disso, as colônias de Pyrenochaetopsis sp. URM 8455 e URM 

8456 crescendo em AA são elevadas, coloração cinza-fumo no centro e cinza-oliva 

nas margens, enquanto P. indica possui colônia regular e superfície olivácea. Em 

MEA, Pyrenochaetopsis sp. URM 8455 e URM 8456 possui uma colônia elevada 

com margem ondulada, superfície branca e coloração mel no reverso, diferente de 

P. indica que possui uma colônia regular com coloração acinzentada a cinza-oliva 

próxima à margem (Gruyter e Boerema, 2002). 

 
Figura 6 – Pyrenochaetopsis sp. URM 8455, ex-type. a Colônias em BDA, AA e MEA (verso e 

reverso). b–c Picnídios. d Detalhes de picnídio cerdoso. e–h Células conidiogênicas e conídios. e 
Conídios. Barras de escala: = b–c = 10 μm, d–i = 10 μm e e–h = 5 μm. 
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Fonte: O autor (2022). 

 
Figura 7 – Árvore filogenética bayesiana usando sequências de ITS e Bt2 do gênero 

Pyrenochaetopsis. As cepas ex-type estão em negrito. Valores para ML-BS ≥70% (com 1.000 réplicas 
de bootstrap) e BPP ≥0,95 são incluídos perto dos nós. A árvore foi enraizada em Notophoma 

macrospora UTHSC: DI16-276. 
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Fonte: O autor (2022). 

 
5.5 LISTA DE ESTUDOS SOBRE FUNGOS ENCONTRADOS ASSOCIADOS AS 

MOSCAS ECTOPARASITAS 

 

Trinta e cinco estudos relataram fungos associados as moscas ectoparasitas 

de morcegos em todo o mundo (Tabela 2). Aproximadamente 39% desses estudos 

foram realizados em países Europeus, enquanto apenas três foram encontrados 
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para o Brasil. Incluindo os resultados deste trabalho, 39 táxons de fungos foram 

recuperados, dos quais 30 foram identificados em nível de espécie, dois em nível de 

gênero e 16 em nível de ordem. A maioria dos táxons de fungos foram Ascomycota 

da ordem Laboubeniales, e neste estudo foi relatado um Basidiomycota. 

 

Tabela 2 – Lista mundial de estudos que identificaram fungos associados as moscas ectoparasitas 
(adaptado de Haelewaters et al., 2017). 

Fungo Mosca 
ectoparasita 

Local Referência 

Ordem Capnodiales    

Cladosporium 
halotolerans 

Trichobius sp. Brasil Esse estudo 

Cladosporium 
subuliforme 

Trichobius sp. Brasil Esse estudo 

   Pereira et al. 
(2022) 

Ordem Eurotiales    

Aspergillus 
austroafricanus 

Trichobius sp. Brasil Esse estudo 

Aspergillus 
penicillioides 

Trichobius sp. Brasil Esse estudo 

Aspergillus sydowii Trichobius sp. Brasil Esse estudo 
Penicillium citrinum Trichobius sp. Brasil Esse estudo 

Ordem Hypocreales    

Fusarium equiseti Trichobius sp. Brasil Esse estudo 

Ordem Laboubeniales    
Arthrorhynchus 
acrandros 

Phthiridium 
biarticulatum 

Itália Merola (1952) 

  Balazuc (1971) 

Arthrorhynchus 
cyclopodiae 

Cyclopodia macrura Papua Nova 
Guiné 

Thaxter (1901) 

  Speiser (1901) 

  Balazuc (1971) 

Arthrorhynchus 
eucampsipodae 

Eucampsipoda hyrtli Egito Thaxter (1901) 

   Speiser (1901) 

   Balazuc (1971) 

   Blackwell 
(1980a) 

 Eucampsipoda hyrtli Israel Blackwell 
(1980a) 

   Blackwell 
(1980b) 

 Eucampsipoda hyrtli Myanmar Speiser (1901) 

   Thaxter (1901) 

   Balazuc (1971) 

 Nycteribia kolenatii Inglaterra Blackwell 
(1980a) 
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   Blackwell 
(1980b) 

 Nycteribia 
pedicularia 

França Blackwell 
(1980a) 

 Penicillidia dufourii Itália Blackwell 
(1980a) 

 Nycteribia vexata Tunísia Blackwell 
(1980a) 

   Blackwell 
(1980b) 

 Eucampsipoda 
africana 

Serra Leoa Blackwell 
(1980a) 

  Gabão Balazuc (1971) 

 Nycteribia schmidlii Quênia Blackwell 
(1980a) 

 Basilia pumila Índia Blackwell 
(1980a) 

 Eucampsipoda 
inermis 

Tailândia Blackwell 
(1980a) 

   Blackwell 
(1980b) 

 Cyclopodia ferrarii Malásia Blackwell 
(1980a) 

   Blackwell 
(1980b) 

 Nycteribia parvula Taiwan Blackwell 
(1980a) 

   Blackwell 
(1980b) 

 Nycteribia 
progressa 

Indonésia Balazuc (1971) 

Arthrorhynchus 
nicteribiae 

Penicillidia 
conspicua 

Austrália Blackwell 
(1980a) 

 Penicillidia dufourii  Blackwell 
(1980a) 

 Penicillidia oceanica Austrália Blackwell 
(1980a) 

 Nycteribia vexata Áustria Peyritsch 
(1871) 

 Penicillidia 
conspicua 

Bulgária/ 
Eslováquia 

Samsinakova 
(1960) 

 Nycteribia sp. Europa Central Peyritsch 
(1871) 

   Speiser (1901) 

   Thaxter (1908) 

 Nycteribia sp. França Picard (1913) 

 Nycteribia schmidii França Balazuc (1971) 

   Blackwell 
(1980a) 

   Blackwell 
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(1980b) 

 Nycteribia schmidii Hungria Haelewaters et 
al. (2017) 

 Nycteribia schmidii Sérvia Bechet (1970) 

   Balazuc (1971) 

 Penicillidia 
conspicua 

França Blackwell 
(1980a) 

   Balazuc (1971) 

 Penicillidia 
conspicua 

Hungria Moesz (1931) 

   Balazuc (1971) 

   Haelewaters et 
al. (2017) 

 Penicillidia 
conspicua 

Suíça Balazuc (1971) 

   Bernasconi 
(1961) 

 Penicillidia 
conspicua 

Sérvia Bechet (1970) 

   Balazuc (1971) 

 Penicillidia 
conspicua 

Espanha Balcells (1954) 

   Balcells (1955) 

   Balazuc (1971) 

 Nycteribia 
pedicularia 

Dinamarca Ryberg (1947) 

 Nycteribia 
pedicularia 

Suécia Ryberg (1947) 

 Nycteribia vexata República 
Tcheca 

Kolenati (1857) 

   Speiser (1901) 

   Thaxter (1908) 

 Nycteribia blasii Países Baixos Balazuc (1971) 

 Nycteribia blasii Rússia Speiser (1901) 

   Thaxter (1908) 

   Balazuc (1971) 

 Nycteribia latreillei França Balazuc (1971) 

 Nycteribia kolenatii Polônia Nosawad 
(1973) 

 Phthiridium 
biarticulatum 

Itália Blackwell 
(1980a) 

 Phthiridium 
biarticulatum 

França Blackwell 
(1980a) 

 Penicillidia 
conspicua 

Sérvia Kolenati (1857) 

   Balazuc (1971) 

   Speiser (1901) 

 Penicillidia 
conspicua 

Romênia Blackwell 
(1980a) 

   Haelewaters et 
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al. (2017) 

 Penicillidia 
conspicua 

Europa Central Kolenati (1857) 

   Speiser (1901) 

   Balazuc (1971) 

 Penicillidia 
conspicua 

Checoslováquia Balazuc (1971) 

 Penicillidia 
conspicua 

Croácia Kolenati (1857) 

   Speiser (1901) 

   Balazuc (1971) 

 Penicillidia fulvida Quênia Blackwell 
(1980a) 

   Blackwell 
(1980b) 

 Penicillidia 
pachymela 

Zâmbia Blackwell 
(1980a) 

 Phthiridium phillipsi Sri Lanka Blackwell 
(1980a) 

 Phthiridium 
ceylonicum 

Sri Lanka Blackwell 
(1980a) 

   Blackwell 
(1980b) 

 Penicillidia jenynsii Sri Lanka Thaxter (1931) 

   Balazuc (1971) 

 Penicillidia indica Sri Lanka Blackwell 
(1980a) 

 Penicillidia dufourii Bulgária/ 
Eslováquia 

Samsinakova 
(1960) 

 Penicillidia dufourii Europa Central Peyritsch 
(1871) 

   Speiser (1901) 

   Thaxter (1908) 

 Penicillidia dufourii Checoslováquia Balazuc (1971) 

 Penicillidia dufourii França Balazuc (1971) 

 Penicillidia dufourii Romênia Haelewaters et 
al. (2017) 

 Penicillidia dufourii Espanha Santamaría 
(2006) 

 Penicillidia dufourii Europa Thaxter (1908) 

   Blackwell 
(1980a) 

 Nycteribia schmidlii Hungria Haelewaters et 
al. (2017) 

 Phthiridium 
biarticulatum 

França Blackwell 
(1980a) 

Arthrorhynchus sp. Nycteribia parvula Índia Balazuc (1971) 

Dimeromyces capensis Nycteribosca 
africana 

África do Sul Dogonniuck et 
al. (2019). 

Dimeromyces Nycteribosca Filipinas Dogonniuck et 
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streblidarum amboinensis al. (2019). 

Gloeandromyces dickii Trichobius joblingi Panamá Haelewaters et 
al. (2019) 

  Nicarágua Haelewaters et 
al. (2019) 

 Trichobius longipes Equador Haelewaters et 
al. (2019) 

Gloeandromyces hilleri Mastoptera 
guimaraesi 

Panamá Liu et al. 
(2020) 

Gloeandromyces 
nycteribiidarum 

Megistopoda aranea Granada Thaxter (1931) 

Trichobius yunkeri Costa Rica Haelewaters et 
al. (2017) 

Gloeandromyces 
pageanus 

Trichobius 
dugesioides 

Panamá Haelewaters et 
al. (2017) 

   Haelewaters et 
al. (2019) 

Gloeandromyces 
pageanus f. alarum 

Trichobius joblingi Panamá Haelewaters et 
al. (2019) 

 Trichobius 
dugesioides 

Panamá Haelewaters et 
al. (2018) 

 Trichobius joblingi Panamá Haelewaters et 
al. (2019) 

  Trindade e 
Tobago 

Haelewaters et 
al. (2019) 

 Trichobius 
dugesioides 

Panamá Haelewaters et 
al. (2019) 

Gloeandromyces 
streblae 

Strebla wiedemanni Venezuela Thaxter (1931) 

  Kolenati (1856) 

Trichobius joblingi Panamá Haelewaters et 
al. (2017) 

Trichobius 
dugesioides 

Panamá Haelewaters et 
al. (2017) 

Trichobius yunkeri Panamá Haelewaters et 
al. (2017) 

Gloeandromyces 
streblae f. 
sigmomorphus 

Trichobius joblingi Panamá Haelewaters et 
al. (2019) 

  Gamboa Haelewaters et 
al. (2019) 

Gloeandromyces 
streblae f. streblae 

Trichobius 
dugesioides 

Panamá Haelewaters et 
al. (2018) 

 Trichobius joblingi  Haelewaters et 
al. (2018) 

Nycteromyces orientalis Nycteribosca 
alluaudi 

Tanzânia Dogonniuck et 
al. (2019). 

Trichobius joblingi Panamá Haelewaters et 
al. (2017) 

Nycteromyces 
streblidinus 

Strebla wiedemanni Venezuela Thaxter (1917) 

  Thaxter (1924) 

Trichobius joblingi Panamá Haelewaters et 
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al. (2017) 

Trichobius 
costalimai 

 Haelewaters et 
al. (2018) 

 Megistopoda aranea  Haelewaters et 
al. (2018) 

Laboulbeniales gen. e 
sp. indet. 

Speiseria ambigua Costa Rica Fritz (1983) 

Laboulbeniales gen. e 
sp. indet. 

Strebla guajiro Costa Rica Fritz (1983) 

Laboulbeniales gen. e 
sp. indet. 

Trichobius joblingi Costa Rica Fritz (1983) 

Laboulbeniales gen. e 
sp. indet. 

Trichobius uniformis Brasil Graciolli e 
Coelho (2001) 

Laboulbeniales gen. e 
sp. indet. 

Trichobius dugesii Brasil Graciolli e 
Coelho (2001) 

Laboulbeniales gen. e 
sp. indet. 

Megistopoda 
proxima 

Brasil Bertola et al. 
(2005) 

Laboulbeniales gen. e 
sp. indet. 

Anatrichobius 
passosi 

Brasil Bertola et al. 
(2005) 

Laboulbeniales gen. e 
sp. indet. 

Megistopoda aranea Brasil Bertola et al. 
(2005) 

Laboulbeniales gen. e 
sp. indet. 

Exastinion clovisi Brasil Bertola et al. 
(2005) 

Laboulbeniales gen. e 
sp. indet. 

Paratrichobius 
longicrus 

Brasil Bertola et al. 
(2005) 

Laboulbeniales gen. e 
sp. indet. 

Cyclopodia 
inflatipes 

Nova Guiné Maa (1962) 

Laboulbeniales gen. e 
sp. indet. 

Basilia nana Espanha Balcells (1955) 

Laboulbeniales gen. e 
sp. indet. 

Nycteribia vexata Espanha Falcoz (1923) 

   Balcells (1955) 

Laboulbeniales gen. e 
sp. indet. 

Penicillidia 
conspicua 

Espanha Falcoz (1923) 

Laboulbeniales gen. e 
sp. indet. 

Nycteribiaeuxesta Sri Lanka Scott (1936) 

Laboulbeniales gen. e 
sp. indet. 

Nycteribia phillipsi Sri Lanka Scott (1936) 

Ordem Microascales    

Yunnania sp. Trichobius sp. Brasil Esse estudo 

Ordem Pleosporales    

Allophoma sp. Trichobius sp. Brasil Esse estudo 

Alternaria alternata Trichobius sp. Brasil Esse estudo 

Pyrenochaetopsis sp. Trichobius sp. Brasil Esse estudo 
Stagonosporopsis citruli Trichobius sp. Brasil Esse estudo 

Ordem Tremellales    

Hannaella cf. siamensis Trichobius sp. Brasil Esse estudo 
Fonte: O autor (2022), adaptado de Haelewaters et al. (2017). 
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6 DISCUSSÃO 

 

O presente estudo é o primeiro a isolar fungos cultiváveis associados a 

moscas ectoparasitas de morcegos. Cerca de 80% dos morcegos capturados na 

Furna do Morcego, uma caverna no semiárido do Nordeste do Brasil, apresentavam 

fungos associados a seus ectoparasitos, e um total de 13 espécies foram 

registradas. Dentre os isolados, Ascomycota foi o filo mais representativo (oito 

gêneros) e Aspergillus o gênero que apresentou maior número de táxons (três 

espécies). Durante várias décadas, pesquisas foram realizadas com o objetivo de 

identificar fungos ectossimbiontes da ordem Laboulbeniales em associação com 

moscas ectoparasitas (Haelewaters et al., 2017; de Groot et al., 2020). Haelewaters 

(2017) identificou fungos parasitando moscas ectoparasitas na Hungria e Romênia. 

Seus resultados mostram que de 1.494 indivíduos de 11 espécies, esses fungos 

foram encontrados parasitando apenas cerca de 3% das moscas ectoparasitas 

analisadas (Haelewaters et al., 2017). No entanto, há uma lacuna em nosso 

conhecimento sobre a riqueza de fungos cultiváveis associados a esses 

ectoparasitas. Não foi observado fungos Laboulbeniales neste estudo; por outro 

lado, foram encontrados espécies de fungos comumente isoladas de amostras de ar, 

substratos encontrados em cavernas e também isolados do corpo de morcegos 

(Johnson et al., 2013; Vanderwolf et al., 2013a; Cunha et al., 2020; Visagie et al., 

2020, 2021). 

Os resultados deste estudo sugerem que as moscas ectoparasitas podem 

atuar como um grupo especioso de vetores para espécies de fungos entre os 

morcegos, e enfatiza a necessidade de melhor avaliar a diversidade fúngica 

associada a esses ectoparasitas. Esta descoberta mostra que as moscas 

ectoparasitas também estão associadas a outras espécies de fungos (não apenas 

Laboulbeniales) e também podem atuar como dispersores de propágulos de fungos 

devido ao seu estilo de vida intimamente relacionado com o corpo dos morcegos 

(Dick et al., 2006; Haelewaters et al., 2017, 2018). Esse tipo de dispersão de 

propágulos fúngicos mediada por ectoparasitas de morcego foi observado para 

ácaros do gênero Spinturnix, que se mostrou um potencial vetor, tendo uma relação 

positiva entre a quantidade de infecção fúngica em morcegos e a carga fúngica 

presente nos ácaros (Lučan et al., 2016). Considerando que as moscas 

ectoparasitas do gênero Trichobius possuem uma superfície corporal muito maior 
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que os ácaros spinturnicídeos, ocorrem frequentemente em maior abundância, além 

de possuírem marcada capacidade de locomoção dentro do abrigo de seus 

hospedeiros, seu papel como potenciais carreadores mecânicos de propágulos 

fúngicos entre os morcegos seriam ainda mais importantes que os dos ácaros, por 

exemplo. No entanto, isso ainda precisa ser investigado. Estudos futuros devem 

investigar se os morcegos mais parasitados por moscas apresentam maior 

diversidade e/ou abundância de fungos do que os menos parasitados. 

Foi observado uma comunidade fúngica cultivável semelhante entre 

morcegos e moscas ectoparasitas. Por exemplo, Cunha et al. (2020) isolaram 

fungos de morcegos que vivem em uma caverna no ecossistema Caatinga no Brasil, 

e mostraram o gênero Aspergillus como o mais representativo entre os isolados 

obtidos do corpo de morcegos. Nos EUA, Johnson et al. (2013) estudaram fungos de 

asas de morcegos e observaram que a maioria dos isolados fúngicos eram espécies 

de Cladosporium, Fusarium, Geomyces, Mortierella, Penicillium e Trichosporon. 

Outros estudos isolando fungos de morcegos também mostraram que o pelo e a 

pele desses animais podem abrigar uma maior diversidade fúngica quando 

comparados ao chão da caverna; esse fato pode ser explicado pelo movimento dos 

morcegos (e suas moscas anexadas) entre os ambientes epígeo e hipógeo 

(Vanderwolf et al., 2013a, b; Ogórek et al., 2020; Cunha et al., 2020). Nesse estudo, 

Aspergillus penicillioides foi a espécie mais frequentemente isolada, e também 

encontramos duas espécies de Cladosporium (C. halotolerans e C. subuliforme) (ver 

Pereira et al., 2022) e uma espécie de Penicillium (P. citrinum) nas moscas 

ectoparasitas, mostrando que as moscas possuem fungos que também estão 

presentes no corpo dos morcegos e podem contribuir (pois seu modo de vida, 

reprodução e hospedeiros mudam) com a dispersão de espécies fúngicas. 

A espécie mais abundantemente encontrada, A. penicillioides, foi introduzida 

como um fungo encontrado primeiramente em folhas de Saccharum officinarum na 

Argentina (Spegazzini, 1896) e é relatada como uma das mais xerofílicas da seção 

Restricti de Aspergillus (Sklenář et al., 2017; Houbraken et al., 2020). A seção 

Restricti é composta por espécies xerofílicas e halofílicas que crescem 

principalmente em substratos com baixa atividade de água e em ambientes 

extremos (Sklenár et al., 2017). Aspergillus penicillioides foi relatado em vários 

substratos/hospedeiros (e.g., pele humana, em tecidos, sementes de cereais, no ar 

interno, milho seco, etc.) em todo o mundo, incluindo o Brasil (Sklenář et al., 2017). 
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Em um levantamento mundial de fungos da poeira doméstica, A. penicillioides 

foi uma OTU (unidade taxonômica operacional) comum identificada (Amend et al., 

2010) e também foi encontrada em cavernas (Vanderwolf et al., 2013a). As cepas 

desta espécie são capazes de crescer a 37 °C e também são relatadas produzindo 

vários exometabólitos (e.g., asperglaucida e ácido micofenólico) (Sklenář et al., 

2017), descritos como verdadeiros halófilos (Nazareth e Gonsalves, 2014), com 

potencial para ser utilizado na biorremediação de metais pesados e atividade 

antibacteriana (Paria e Chakraborty, 2019; Chi et al., 2021), e como produtor de 

enzimas (Ali et al., 2015). Por outro lado, A. penicillioides também é registrado como 

agente etiológico oportunista causador de infecções humanas (de Hoog et al., 2009; 

Gupta et al., 2016; León et al., 2018; Machowicz-Matejko et al., 2018). 

Curiosamente, entre as 13 espécies de fungos identificadas neste estudo, 

duas (15%) foram descritas como espécies novas nos gêneros Allophoma e 

Pyrenochaetopsis. Recentemente, novas espécies de fungos foram descritas de 

diferentes substratos/hospedeiros de cavernas na China (53 espécies, Zhang et al., 

2017, 2020) e Cunha et al. (2020) no Brasil apontaram que entre os 59 táxons 

relatados em seu estudo cerca de 15 (25%) poderiam ser descritos como espécies 

novas. Além disso, outras novas espécies dos gêneros Malassezia e Geosmithia 

foram introduzidas para isolados de fungos obtidos do corpo de morcegos (Lorch et 

al., 2018; Crous et al., 2018). Espécies dos gêneros Allophoma e Pyrenochaetopsis 

são relatadas principalmente em associação com plantas (Valenzuela-Lopez et al., 

2018; Marin-Felix et al., 2019). Em uma caverna tropical de morcegos no Brasil, 

Cunha et al. (2020) relataram fungos de morcegos que também são relatados 

principalmente em associação com plantas (também como patógenos) ou podem ser 

patógenos oportunistas de animais (e.g., Deniquelata, Fusarium, Nothopoma, entre 

outros). Outras pesquisas também relataram esses gêneros de fungos em cavernas 

da China (Zhang et al., 2017, 2021). Portanto, pesquisas como as que foram 

desenvolvidas neste estudo são importantes para fornecer evidências de uma maior 

amplitude de adaptações e uso de habitat de espécies de fungos conhecidas e 

desconhecidas. Além disso, nossos resultados também lançam luz sobre partes 

enigmáticas e pouco conhecidas da biodiversidade e também podem contribuir para 

uma melhor estimativa da diversidade fúngica nacional e global. 
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7 CONCLUSÃO 

 

No presente estudo sobre fungos associados a moscas ectoparasitas de 

morcegos, foi descoberto uma diversidade fúngica ainda desconhecida associada a 

esses ectoparasitas. As moscas ectoparasitas podem ser uma forma dos fungos 

“pegar carona” junto com seus hospedeiros (morcegos) e podem contribuir com a 

dispersão do fungo no ambiente da caverna. 

Análises morfológicas e filogenéticas dos isolados fúngicos revelaram que 

espécies de fungos ainda desconhecidas para ciência estão associadas as moscas 

ectoparasitas, essas foram descritas e incluídas no conhecimento sobre fungos 

associados a esses ectoparasitos. Esta novidade de associação de fungos 

cultiváveis com moscas ectoparasitas poderia iniciar uma discussão sobre a 

importância ecológica desses insetos no modo de vida de várias espécies de fungos. 

Esses resultados reforçam a importância de proteger o ambiente da caverna, 

juntamente com seus habitantes (e.g., microrganismos, plantas, animais, entre 

outros).  
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