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“Não é o crítico que importa. Nem aquele que aponta onde foi que tropeçamos ou como 

poderíamos ter feito melhor. O crédito pertence a quem está por inteiro na arena da vida, cujo 

rosto está manchado de poeira, suor e lágrimas. A quem luta bravamente, erra, decepciona, pois 

não há esforço sem erros e decepções, mas que, na verdade, se empenha em seus feitos. Que 

conhece o entusiasmo, as grandes paixões, que se entrega a uma causa digna, que, na melhor 

das hipóteses, conhece no final o triunfo da grande conquista e que, na pior, se fracassar, ao 

menos fracassa ousando grandemente.” 

 

Adaptado de “O homem na arena” - Theodore Roosevelt 

  



 
 

 
 

RESUMO 

 

ESTUDO DAS INTERAÇÕES PARASITOS-HOSPEDEIRO EM MORCEGOS 

PROVINDOS DE AMBIENTES URBANOS NO RIO GRANDE DO SUL, BRASIL 

 

AUTORA: Daniele da Silva 

ORIENTADOR: Luís Antônio Sangioni 

 

O presente trabalho investigou o parasitismo em morcegos provenientes de áreas urbanas de 34 

municípios do Rio Grande do Sul. Os animais avaliados foram obtidos do Instituto de Pesquisas 

Veterinárias Desidério Finamor, encaminhados pelo Centro Estadual de Vigilância em Saúde, 

para a realização dos testes diagnósticos da raiva, durante o período de 2016 a 2021. Dos 109 

animais pesquisados, 35,8% (39/109) apresentaram ectoparasitos, com uma média de 9,9 

parasitos por animal. Foram recuperados um total de 385 ectoparasitos, incluindo 

Rhipicephalus microplus, Chirnyssoides sp., Ewingana inaequalis e Chiroptonyssus 

robustipes.  Desses morcegos, todos possuíam hábito alimentar insetívoro, sendo 35,9% (14/39) 

fêmeas e 64,1% (25/39) machos. Foi registrado pela primeira vez o co-parasitismo de ácaros 

Chirnyssoides sp., Ewingana inaequalis e Chiroptonyssus robustipes em Molossus currentium 

(Mammalia, Chiroptera), correspondendo às primeiras associações interespecíficas registradas 

para as espécies. Observou-se a expansão da ocorrência desses ectoparasitos em morcegos 

insetívoros no RS. Além disso, este é o primeiro relato de Rhipicephalus microplus parasitando 

morcego. Foi realizada a pesquisa molecular para investigar a presença de Rickettsia spp. e 

Trypanosoma spp. nas carcaças dos animais. A investigação se estendeu aos ácaros 

Chiroptonyssus robustipes, os quais foram testados para Rickettsia spp., Trypanosoma spp. e 

Leishmania spp. Não foram verificados ácaros ou animais positivos para os agentes 

pesquisados. Dado a carência de protocolos estabelecidos para a extração de DNA de C. 

robustipes, foram conduzidos testes utilizando três kits comerciais e protocolos distintos. Os 

resultados indicaram que DNeasy Blood & Tissue Kit (GmbH, Qiagen®, Germany) se mostrou 

mais eficaz na extração de DNA total (p < 0,05) ao extrair o material genético de apenas um 

ácaro inteiro, demonstrando concentrações mais elevadas de DNA em todos os grupos testados. 

Este estudo contribui não apenas para o entendimento da diversidade parasitária em morcegos, 

mas também para a compreensão da interação entre esses artrópodes, hospedeiros e potencial 

transmissão de patógenos.  
 

Palavras-chave: Ectoparasitos. Diagnóstico molecular. Quiróptero. Ácaros. 

Protozoários. 

 

  



 
 

 
 

ABSTRACT 

 

STUDY OF PARASITE-HOST INTERACTIONS IN BATS FROM URBAN 

ENVIRONMENTS IN RIO GRANDE DO SUL, BRAZIL 

 

AUTHOR: Daniele da Silva 

ADVISOR: Luís Antônio Sangioni 

 

The present work investigated parasitism in bats from urban areas of 34 municipalities in Rio 

Grande do Sul. The animals evaluated were obtained from the Instituto de Pesquisas 

Veterinárias Desidério Finamor, sent by the Centro Estadual de Vigilância em Saúde, to carry 

out diagnostic tests for bats rabies, during the period from 2016 to 2021. Of the 109 animals 

surveyed, 35.8% (39/109) had ectoparasites, with an average of 9.9 parasites per animal. A total 

of 385 ectoparasites were recovered, including Rhipicephalus microplus, Chirnyssoides sp., 

Ewingana inaequalis and Chiroptonyssus robustipes. Of these bats, all had insectivorous eating 

habits, 35.9% (14/39) females and 64.1% (25/39) males. Co-parasitism of mites Chirnyssoides 

sp., Ewingana inaequalis and Chiroptonyssus robustipes was recorded for the first time on 

Molossus currentium (Mammalia, Chiroptera), corresponding to the first interspecific 

associations recorded for the species. An expansion in the occurrence of these ectoparasites in 

insectivorous bats in RS was observed. Furthermore, this is the first report of Rhipicephalus 

microplus parasitizing bats. Molecular research was carried out to investigate the presence of 

Rickettsia spp. and Trypanosoma spp. in animal carcasses. The investigation extended to 

Chiroptonyssus robustipes mites, which were tested for Rickettsia spp., Trypanosoma spp. and 

Leishmania spp. No mites or animals positive for the agents studied were found. Given the lack 

of established protocols for extracting DNA from C. robustipes, tests were conducted using 

three commercial kits and different protocols. The results indicated that the DNeasy Blood & 

Tissue Kit (GmbH, Qiagen®, Germany) was more effective in extracting total DNA (p < 0.05) 

when extracting the genetic material from just one whole mite, demonstrating higher 

concentrations of DNA in all tested groups. This study contributes not only to the understanding 

of parasitic diversity in bats, but also to the understanding of the interaction between these 

arthropods, hosts and potential pathogen transmission. 

 

Keywords: Ectoparasites. Molecular diagnostics. Chiroptera. Mite. Protozoan. 
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1 APRESENTAÇÃO 

Este estudo investigou o parasitismo em morcegos provenientes de áreas urbanas de 34 

municípios do Rio Grande do Sul, durante o período de 2016 a 2021. Dos 109 morcegos 

avaliados, 35,8% apresentaram ectoparasitos, incluindo Rhipicephalus microplus, 

Chirnyssoides sp., Ewingana inaequalis e Chiroptonyssus robustipes. Foi observado o co-

parasitismo de ácaros Chirnyssoides sp., Ewingana inaequalis e Chiroptonyssus robustipes em 

Molossus currentium pela primeira vez. O estudo também registrou pela primeira vez 

Rhipicephalus microplus parasitando morcegos. 

A investigação molecular não detectou Rickettsia spp. ou Trypanosoma spp. nas 

carcaças dos animais. Os ácaros C. robustipes foram submetidos a testes moleculares para 

detecção de Rickettsia spp., Trypanosoma spp. e Leishmania spp., no entanto não foi encontrado 

DNA destes microrganismos. Testes de extração de DNA indicaram que DNeasy Blood & 

Tissue Kit (GmbH, Qiagen®, Germany) foi mais eficaz na extração de DNA total desses ácaros.  

Esta tese de doutorado está composta pelos itens 2 INTRODUÇÃO, 3 REVISÃO 

BIBLIOGRÁFICA, 4 ARTIGO 1, 5 ARTIGO 2, 6 MANUSCRITO 1, 7 MANUSCRITO 2 e 8 

CONSIDERAÇÕES FINAIS e REFERÊNCIAS. Os artigos 1 e 2 e os manuscritos 1 e 2 

compõem a íntegra deste estudo. Separadamente, nos artigos 1 e 2 e nos manuscritos 1 e 2, 

estão descritas as seções de Materiais e Métodos, Resultados, Discussão e Referências. As 

REFERÊNCIAS contêm as citações inseridas nos itens INTRODUÇÃO, REVISÃO 

BIBLIOGRÁFICA e CONSIDERAÇOES FINAIS desta tese. 
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2 INTRODUÇÃO 

 O estudo sobre os animais silvestres vem ganhando destaque, considerando sua 

proximidade cada vez mais frequente com a ambiência dos seres humanos e animais 

domésticos, devido a constante e impactante ação antrópica no ambiente. Salienta-se que estes 

animais podem ser reservatórios de agentes com potencial zoonótico, e que algumas espécies 

silvestres se apresentam como sentinelas em relação à circulação de determinadas doenças, 

servindo como sinalizadores para o risco da ocorrência de algumas enfermidades nas 

populações humanas, suscitando a adoção de medidas profiláticas.  

Conforme a Organização Mundial da Saúde, 71,8% das doenças zoonóticas são 

originárias de animais da vida selvagem (OMS, 2017) e, segundo PAGE et al. (2011), 58% de 

todas as doenças que acometem humanos e animais estão ligadas aos distúrbios do ecossistema, 

representando importantes riscos à saúde pública e à conservação da vida silvestre.  

 Os morcegos se caracterizam por serem o segundo maior grupo da classe Mammalia, 

compreendendo aproximadamente 25% dos mamíferos de toda a fauna existente (UIEDA; 

BRED, 2016). O Brasil possui uma das maiores faunas de quirópteros identificadas, sendo nove 

famílias de microquirópteros, totalizando 181 espécies e 68 gêneros, distribuídos em todo o 

território nacional (GARBINO et al., 2020). Estes animais desempenham diversos papéis nas 

comunidades das quais fazem parte, sendo de grande importância para o ecossistema (REIS et 

al., 2007). Os quirópteros apresentam um comportamento social diversificado, com grande 

interação social, formação de colônias simples ou mistas e algumas espécies apresentam 

comportamento migratório (NEUWEILER, 2000; SERRA-COBO et al., 2002), que são fatores 

importantes na disseminação de doenças e parasitos. 

Os morcegos  podem albergar vírus, bactérias, fungos, protozoários e helmintos ou 

como reservatório de patógenos responsáveis por zoonoses de grande importância, como o vírus 

do gênero Lyssavirus, causador da raiva e do protozoário do gênero Plasmodium, causador da 

malária (MELO et al., 2008; CUROTTO et al., 2012). Mais de 70 espécies de quirópteros foram 

identificadas como portadoras de tripanossomatídeos e dos vírus responsáveis por doenças 

infecciosas emergentes, incluindo novas cepas virais (CALISHER et al., 2006). Os vírus têm 

recebido destaque dos pesquisadores, tendo sido identificados em mais de 200 espécies, em 37 

gêneros de quirópteros, com potencial de causar doença em humanos (MORATELLI; 

CALISHER, 2015). No ano de 2019, foi identificado o vírus SARS-CoV-2, cujas análises 

moleculares e investigações epidemiológicas sugerem que esse agente tenha se originado dos 

morcegos. A introdução desta doença na população humana possivelmente ocorreu por meio 
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de um hospedeiro intermediário, apresentando rápida adaptação e transmissão entre humanos 

(BOSCO-LAUTH et al., 2020). Estes agentes zoonóticos podem representar um potencial 

problema à saúde pública, caso haja mudança e adaptabilidade em outros hospedeiros 

(CALISHER et al., 2006).  

No que se refere aos estudos parasitológicos de morcegos no Brasil, ressalta-se que 

foram identificadas 126 espécies de ectoparasitos, como Chiroptonyssus spp., Trichobius 

costalimai e Macronyssoides sp., distribuídos em 37 gêneros (GRACIOLLI et al., 2008) e mais 

de 15 espécies de protozoários, entre elas: Trypanosoma cruzi, Leishmania infantum, 

Leishmania amazonensis e Toxoplasma gondii (SAVANI et al., 2009; CABRAL et al., 2013).   

Os estudos envolvendo quirópteros apresentam algumas dificuldades, como o manuseio 

destes animais, sua relação intrínseca com a transmissão da raiva e a necessidade de eutanásia 

para realização da necropsia. Adicionalmente, destaca-se que algumas espécies encontradas no 

Brasil estão em risco de extinção (REIS et al., 2007; PINHEIRO et al., 2013). A captura destes 

animais, além de oferecer risco às equipes de trabalho, pode representar um problema para a 

conservação destas espécies, tornando o aproveitamento de morcegos recolhidos pelos serviços 

de vigilância epidemiológica no diagnóstico da raiva um meio alternativo para o uso destes 

animais em pesquisas. 

Devido a constante e acentuada redução ou extinção dos abrigos naturais desses 

mamíferos alados, cada vez mais eles estão coabitando os domicílios humanos, aumentando as 

chances de transmissão de patógenos entre quirópteros, humanos e animais domésticos 

(UIEDA; BRED, 2016). As implicações epidemiológicas relacionadas às doenças parasitárias 

na interface animais silvestres, animais domésticos e humanos é reconhecida, tanto para a saúde 

humana e dos animais domésticos quanto para a conservação da biodiversidade. Sendo assim, 

os estudos relacionados à presença de agentes parasitários nestas espécies são de grande 

relevância. 

Nos últimos anos houve um aumento nas pesquisas sobre o parasitismo de quirópteros, 

no entanto, os registros ainda são raros, particularmente no Rio Grande do Sul. A compreensão 

da diversidade de parasitos de morcegos pode esclarecer questões relacionadas à ecologia, 

sistemática, biogeografia, comportamento e evolução desses mamíferos. Além disto, devido às 

alterações ambientais, os quirópteros estão cada vez mais coabitando as construções humanas, 

o que pode desencadear mudanças na epidemiologia de alguns parasitos, especialmente os que 

podem causar impactos às populações de animais domésticos e os de caráter zoonótico, como 

o observado atualmente com o vírus SARS-CoV-2. Desta forma, este estudo visa contribuir 
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para o conhecimento sobre a ocorrência de diferentes parasitos em morcegos do Rio Grande do 

Sul, Brasil, fornecendo informações aos estudos e projetos voltados para a saúde pública, 

ecologia e conservação desses mamíferos. 

Este estudo recebeu autorização institucional da CEVS, conforme as Portarias SES/RS 

nº 334/2019 e nº1.134/2022 e foi submetido ao Comitê de Ética no Uso de Animais (CEUA-

UFSM), sob o número de protocolo 7576231019, bem como ao Instituto Chico Mendes de 

Conservação da Biodiversidade (ICMBio/SISBIO). 
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3 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 3.1 ORDEM CHIROPTERA: 

Esse grupo de animais representa os únicos mamíferos com capacidade de voo, devido à 

modificação dos seus membros anteriores em asas. A maioria das espécies, incluindo todas as 

encontradas no Brasil, utiliza a ecolocalização como forma de orientação e identificação de presas 

(RIO GRANDE DO SUL, 2018). Estes animais estão divididos em duas subordens, Megachiroptera 

e Microchiroptera, sendo a primeira composta apenas pela família Pteropodidae, que devido ao seu 

grande porte são conhecidas como “raposas voadoras”. Mais de 185 espécies de megaquirópteros se 

alimentam principalmente de flores, frutos e insetos e estão distribuídas no velho mundo, em regiões 

tropicais da África e Índia, sudeste da Ásia e Austrália e ausentes no continente Americano 

(FENTON, 1992; UIEDA; BRED, 2016).  

Os microchiroptera estão divididos em 18 famílias, 202 gêneros e 1200 espécies distribuídas 

por todo o mundo, com exceção de algumas ilhas oceânicas e das regiões polares (UIEDA; BRED, 

2016). No Brasil foram identificadas nove famílias de microquirópteros: Phyllostomidae (93 

espécies), Molossidae (32 espécies), Vespertilionidae (26 espécies), Emballonuridae (17 espécies), 

Mormoopidae (quatro espécies), Thyropteridae (cinco espécies), Noctilionidae (duas espécies), 

Furipteridae (uma espécie) e Natalidae (uma espécie), totalizando 181 espécies em 68 gêneros, 

distribuídos em todo o território nacional (GARBINO et al., 2020).  

A biodiversidade de quirópteros na região da Amazônia abrange 87% da fauna brasileira 

desses mamíferos voadores. Entre as 146 espécies presentes nesse bioma, 46 foram identificadas 

exclusivamente nessa área (REIS et al., 2007). Contudo, no estado do Rio Grande do Sul foram 

registradas 40 espécies, pertencentes às famílias Noctilionidae, Phyllostomidae, Vespertilionidae e 

Molossidae (PACHECO, 2013). 

De acordo com o hábito alimentar desses animais, podem ser classificados em: frugívoros, 

insetívoros, nectarívoros, carnívoros, onívoros e hematófagos (PERACCHI et al., 2006). A 

capacidade de se deslocarem por longas distâncias, aliada ao seu comportamento de defecar durante 

o voo, torna os morcegos frugívoros bons dispersores de sementes. Os nectarívoros polinizam plantas, 

sendo considerados os principais responsáveis pelo reflorestamento das espécies vegetais 

pertencentes às florestas neotropicais, enquanto os demais, pertencentes a outras guildas alimentares, 

atuam como importantes reguladores de populações animais (BRASIL, 1998).  
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Das famílias encontradas no Brasil, Molossidae, Vespertilionidae, Emballonuridae, 

Mormoopidae, Thyropteridae, Furipteridae e Natalidae são compostas por espécies com dieta 

exclusivamente insetívora. Esse hábito alimentar contribui no controle da população dos insetos, 

sendo que, muitos destes são vetores transmissores de doenças aos humanos e animais, além de 

constituírem-se como hospedeiros intermediários de helmintos ou prejudiciais à agricultura (REIS et 

al., 2007). A maior diversidade de hábitos alimentares ocorre na família Phyllostomidae, composta 

por espécies frugívoras, nectarívoras, polinívoras, insetívoras, carnívoras, onívoras e hematófagas. O 

hábito de ingerir peixes (piscívora) é restrito a apenas uma das espécies (Noctilio leporinus) da família 

Noctilionidae (UIEDA et al., 2006).  

 

3.2 PARASITISMO EM MORCEGOS: 

 

Mundialmente, foram descritas 687 espécies de ectoparasitos de morcegos, distribuídas nas 

ordens Siphonaptera, Diptera, Hemiptera e Dermaptera (Insecta) e na ordem Acari (Arachnida) 

(FRANK et al., 2014), sendo as famílias Polyctenidae (hemípetros), Ischnopsyllidae (pulgas), 

Streblidae (moscas), Nycteribiidae (moscas), Spinturnicidae (ácaros) e Spelaeorhynchidae (ácaros) 

ectoparasitos exclusivos de morcegos (COSTA LIMA, 1940; FURMAN, 1966; MARSHALL, 1982; 

LINARDI; GUIMARÃES, 2000; DICK; PATTERSON, 2006; GRACIOLLI et al., 2008). 

No Brasil, foram identificadas 83 espécies de estreblídeos (GRACIOLLI, 2018a), 26 espécies 

de nycteribídeos (GRACIOLLI, 2018b), 15 espécies de spinturnicídeos (ALMEIDA; GETTINGER, 

2018) e duas espécies de ischnopsylídeos (PATRÍCIO et al., 2016) parasitando morcegos. No Rio 

Grande do Sul os estudos direcionados aos ectoparasitos de morcegos são escassos, havendo registro 

de 12 espécies de Streblidae (GRACIOLLI; RUI, 2001), quatro espécies de Nycteribiidae 

(GRACIOLI, 2004), da pulga Rhynchopsyllus pulex (MONTEIRO et al., 2005) e de três espécies da 

família Spinturnicidae (SILVA et al., 2009).  

Especialmente devido ao ato da hematofagia, os ectoparasitos são importantes e potenciais 

transmissores de doenças, uma vez que eles podem servir como vetores ou hospedeiros intermediários 

para helmintos, protozoários, bactérias e vírus (MELLO, 2017), havendo uma correlação positiva 

entre a riqueza de ectoparasitos e de vírus em morcegos (GAY et al., 2014). No entanto, apesar das 

ordens Chiroptera e Rodentia serem as que possuem mais espécies de ectoparasitos descritas 

(KRASNOV et al., 2006), ainda são poucos os estudos sobre o papel desses parasitos na transmissão 
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de doenças entre os morcegos ou para outros animais silvestres ou domésticos, assim como para seres 

humanos. 

 

3.2.1 Ácaros de morcegos 

3.2.1.1. Ewingana inaequalis 

Ewingana inaequalis (Radford 1948) pertence à família Myobiidae e foi identificado somente 

em populações de Tadarida brasiliensis dos Estados Unidos da América (DURDEN et al., 1992; 

FOSTER; MERTINS, 1996), México (GUZMÁN-CORNEJO et al., 2003), Chile (MUÑOZ et al., 

2003; MUÑOZ et al., 2011) e no estado do Rio Grande do Sul, Brasil (PESENTI et al., 2014). 

Ácaros da família Myobiidae apresentam alta especificidade parasitária e muitas espécies são 

específicas para um único gênero hospedeiro (FAIN, 1994). A densidade de hospedeiros parece ser o 

determinante mais importante da taxa de infestação por estes ácaros (LAVOIPIERRE; BECK, 1970).  

Os estudos direcionados para esta espécie são escassos e sua biologia é pouco conhecida. O 

ciclo de vida de E. inaequalis dura cerca de dois meses. Os ovos são encontrados em intervalos 

bimestrais em morcegos adultos, mas raramente em filhotes lactantes (BECK, 1966). Eles são 

cimentados, geralmente encontram-se isolados, na porção basal dos pelos e podem ser encontrados 

entre as orelhas, na região genital e nas fossas laterais. O estágio protoninfal presumivelmente é 

menos que uma semana. Deutoninfas duram de três a cinco semanas. Em morcegos lactantes, 

miobídeos imaturos podem ser encontrados incrustados na pele ou aderidos aos pelos esparsos do 

dorso. Em animais mais velhos, larvas e protoninfas são geralmente encontradas nos lados proximais 

das fossas laterais. Deutoninfas e adultos também são comuns nesta área, mas são quase tão 

frequentes em outras partes do corpo do hospedeiro com pelos. A reprodução destes ácaros é reduzida, 

mas não interrompida durante os períodos frios do ano (LAVOIPIERRE; BECK, 1970).  

Lesões observadas em quirópteros, causadas por E. inaequalis, constituem pequenos edemas 

papilomatosos variando em diâmetro, desde pápulas minúsculas até tumores relativamente grandes, 

0,3 a 0,4 mm de diâmetro e projetando-se 0,1 mm ou mais acima da superfície da pele. Onde se 

encontra o idiossoma do ácaro, a camada da epiderme do morcego engrossa, enquanto o estrato 

córneo mostra uma leve hiperqueratose. Essencialmente, cada tumor é composto por uma massa 

fibrosa envolvendo um folículo piloso hipertrofiado e coberto por uma camada acantótica de epitélio. 

Geralmente os tumores são discretos, mas ocasionalmente, quando dois ou mais são contíguos, seus 

contornos tornam-se um tanto confusos. Nos folículos parasitados, o ácaro está ligado ao pelo 

próximo a pele por uma das pernas anteriores. O aparelho bucal é introduzido no folículo abaixo do 
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pelo e direcionado para baixo, nos tecidos próximos ao eixo do pelo. O ácaro se nutre dos tecidos 

dérmicos edematosos que circundam a raiz do pelo. E. inaequalis adultos se movem por todo o corpo 

do hospedeiro durante a alimentação. Assim, parece improvável que uma reação hiperplásica 

circunscrita tão grave quanto essa teria tempo de se formar durante a alimentação dos estágios adultos, 

e também foram observadas apenas formas larvais ou ninfas associadas aos tumores 

(LAVOIPIERRE; BECK, 1970). 

 

3.2.1.2 Chiroptonyssus robustipes 

Chiroptonyssus robustipes (Ewing 1925) é um ácaro pertencente à família Macronyssidae e tem 

sido objeto de estudo devido à sua alta prevalência e abundância em diversas espécies de quirópteros 

(PESENTI et al., 2014). A espécie foi relatada no Brasil, Chile, Cuba, Estados Unidos, México, 

Panamá, Paraguai e Venezuela (SAUNDERS, 1975; WHITAKER; EASTERLA, 1975; GUZMÁN-

CORNEJO et al., 2003A; 2003B; PRESLEY, 2008; MUÑOZ et al., 2011; FRANK et al., 2014).  

A espécie de morcegos mais parasitada por C. robustipes é Tadarida brasiliensis (DURDEN et 

al., 1992; GUSMAN-CORNEJO et al., 2003; MUÑOZ et al., 2003; COLÍN-MARTÍNEZ et al. 2017; 

SILVA et al., 2016). No Brasil, C. robustipes foi encontrado em morcegos das espécies Histiotus 

velatus, Artibeus lituratus e Tadarida brasiliensis em Minas Gerais (MORAES et al., 2013; MELO, 

2017), Nyctinomops macrotis no estado de São Paulo (FONSECA, 1948) e na espécie Tadarida 

brasiliensis no Rio Grande do Sul (PESENTI et al., 2014). 

Os representantes da família Macronyssidae são ectoparasitos abundantes em diversas 

espécies de mamíferos, incluindo várias espécies de morcegos. Estes ácaros desenvolveram diferentes 

estruturas para se adaptar aos seus hospedeiros (COLÍN-MARTÍNEZ et al., 2017). Desta forma, 

parasitaram primeiramente os morcegos e posteriormente se transferiram para os outros mamíferos, 

bem como para répteis e pássaros (RADOVSKY,1967).   

São obrigatoriamente hematófagos nos estágios de protoninfa e adultos, porém as larvas e 

deutoninfas não se alimentam. Os ovos são depositados pelas fêmeas nos ninhos dos hospedeiros, em 

camas ou frestas. Em geral, a postura leva uma semana e em média 100 ovos são colocados por dia. 

Durante esse período a fêmea se alimenta duas vezes. As larvas eclodem em aproximadamente dois 

dias, realizando ecdise sem repasto sanguíneo dentro de quatro a seis horas. A protoninfa realiza 

ecdise dentro de cinco a 14 dias após alimentação. O ciclo biológico desses ácaros é altamente 

dependente das condições ambientais como temperatura e umidade. Todo o ciclo pode ser 

completado, em média, em dez dias (OVAZZA, 1950). Os machos são raramente encontrados sobre 
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seus hospedeiros, sendo o estágio ninfal o de maior ocorrência (RADOVSKY,1967). As protoninfas 

de C. robustipes permanecem no hospedeiro por vários dias. Durante esse intervalo elas se alimentam 

de fluidos teciduais, realizando essa atividade por um período de 10 a 12 horas. As fêmeas se 

alimentam exclusivamente de sangue, realizando o ingurgitamento em um período de 15 a 20 

minutos, após o qual deixam o hospedeiro (LAVOIPIERRE; BECK, 1967; RADOVSKY, 1967).  

Os ácaros podem se adaptar bem às construções humanas, conforme relatado por Reh (1974), 

onde as equipes de saúde pública da Califórnia, EUA, ao investigarem uma dermatite persistente no 

rosto e no abdômen de uma criança de 18 meses de idade, encontraram o ácaro Chiroptonyssus 

robustipes no corpo do infante e na parede atrás do móvel onde ele tomava banho.  

 

3.2.1.3 Chirnyssoides sp.   

Chirnyssoides são ácaros pertencentes à família Sarcoptidae, sendo considerados 

ectoparasitos exclusivos das famílias Phyllostomidae e Noctilionidae (FAIN; LUKOSCHUS, 1971). 

As informações sobre os ácaros deste gênero são escassas, havendo registros da distribuição de 

Chirnyssoides sp. em 10 países da América Central e América do Sul. No Brasil, há registros de 

Chirnyssoides caparti, Chirnyssoides amazonae, Chirnyssoides brasiliensis e Chirnyssoides 

phyllostomus parasitando morcegos da família Phyllostomidae, nos estados do Amazonas, Pará e 

Pernambuco, conforme dados compilados por Lourenço et al. (2013). Os mesmos autores relataram 

o primeiro registro de C. amazonae em Carollia perspicillata no Rio de Janeiro.  

 

3.2.2 Riphicephalus microplus 

Rhipicephalus microplus teve sua origem na Ásia, berço também do ancestral bovino (Bos 

primigenius), há 250 milhões de anos (BRASIL, 2020). Este ácaro parasita bovinos domésticos e 

selvagens em regiões tropicais e subtropicais do mundo (GEORGE et al., 2002) e está amplamente 

distribuído em todo território nacional. Contudo, a adaptabilidade deste ectoparasito pode influenciar 

o parasitismo. Embora não tenha sido identificado em morcegos, este ixodideo pode esporadicamente 

parasitar outras espécies, como equinos, ovinos, caprinos (BARROS-BATTESTI et al., 2006), cães 

e veados (GONZALES, 1975).  

Este ectoparasito apresenta ciclo de vida monoxeno, permanecendo no animal durante sua 

fase reprodutiva, alimentando-se exclusivamente de sangue, sendo muito resiliente no ambiente. O 

clima em regiões tropicais, subtropicais e temperadas permite o desenvolvimento do carrapato por 

praticamente o ano todo (BRASIL, 2020). A fase parasitária se desenvolve em torno de 21 dias e 
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compreende desde a fixação da larva no hospedeiro até o desprendimento da teleógina. De quatro a 

sete dias após a fixação, a larva sofre ecdise e se transforma em ninfa, que por sua vez, leva de nove 

a 16 dias para sofrer muda para o estágio adulto. Todavia, os carrapatos adultos realizam a cópula e 

as fêmeas se desprendem do hospedeiro entre 18 e 35 dias após a fixação das larvas (GONZALES, 

1974).  

A fase não parasitária tem início quando a teleógina se desprende do hospedeiro e cai no solo. 

No ambiente, a fêmea inicia a ovipostura em um período de três a cinco dias em condições climáticas 

adequadas, e ao final desta etapa, morre. Cada teleógina possui a capacidade de transformar, em 

média, 50% do seu peso corporal em massa de ovos. Posteriormente, as larvas eclodem e após um 

curto período de quiescência sobem para as pontas das folhas do capim, onde permanecem a espera 

de um hospedeiro. Após a subida das larvas no capim, elas se fixam no hospedeiro iniciando a fase 

parasitária ou permanecem a espera por um hospedeiro até a exaustão ou desidratação e morte 

(BARROS et al., 2017), podendo permanecer na pastagem por mais de 80 dias, dependendo das 

condições ambientais (GAUSS; FURLONG, 2002).  

A intensidade de infestação do carrapato é influenciada pelas variações da condição climática 

das diferentes regiões do Brasil (GONZALES, 1995). Economicamente, é um dos artrópodes que 

mais afetam as populações de bovinos em todo o mundo (JONGEJAN; UILENBERG, 2005), pois é 

vetor dos protozoários Babesia bovis e B. bigemina, agentes causadores da babesiose bovina e 

Anaplasma marginale que causa anaplasmose (BOCK et al., 2004). 

 

3.2.3 Rickettsia spp. 

As bactérias do gênero Rickettsia pertencem à ordem Rickettsiales, família Rickettsiaceae, 

classe das alfa-proteobacterias. Essas bactérias são classificadas como cocobacilos Gram-negativos, 

intracelulares obrigatórias que tem como principal alvo as células endoteliais do hospedeiro 

vertebrado, onde ocorre a multiplicação por divisão binária (SCHROEDER et al., 2015; 

MONTEIRO, 2017). Nos artrópodes hospedeiros, as bactérias têm predileção por glândulas salivares 

e ovários, mas também infectam e se multiplicam em células dos intestinos, túbulos de malpighi e 

hemolinfa (YU; WALKER, 2003). A parede celular deste microorganismo é composta de 

lipopolissacarídio e somente Rickettsia prowazekii, causadora do tifo, apresenta flagelos. A maioria 

dos antígenos de superfície é reconhecida por anticorpos presentes em humanos e animais. A bactéria 

possui as proteínas de membranas imunodominantes Omp A e Omp B, que contêm epítopos espécie-

específicos, utilizados como base em testes moleculares (MONTEIRO, 2017). 
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As diferentes espécies pertencentes ao gênero Rickettsia são classificadas em cinco grupos 

distintos: Grupo do Tifo (Thyphus Group - TG), Grupo de Transição (Transitional Group - TRG), 

Grupo Canadensis (Canadensis group - CG), Grupo Belli (Belli Group - BG) e Grupo da Febre 

Maculosa (Spotted Fever Group - SFG) (MONTEIRO, 2017). Dentre as espécies e subespécies 

conhecidas mundialmente, vinte e duas são consideradas zoonoses. Nas Américas, as espécies 

causadoras de riquetsioses em humanos são Rickettsia rickettsii, Rickettsia africae, Rickettsia felis, 

Rickettsia akari e Rickettsia parkeri. No Brasil, até o momento, foram identificadas cinco espécies 

de Rickettsias: Rickettsia riphicephali; Rickettsia amblyommatis, descrita nas Américas com possível 

associação a casos de riquetsioses em humanos e R. rickettsii, R. felis, e R. parkeri (cepa Mata 

Atlântica), que estão associadas a casos humanos (MONTEIRO, 2017; SILVA et al., 2019).  

A Febre Maculosa é uma doença infecciosa, de caráter endêmico, causada por espécies de 

Rickettsias pertencentes ao Grupo Febre Maculosa (GFM). Estas bactérias foram identificadas em 

diversos países, especialmente em regiões tropicais e subtropicais (LABRUNA et al., 2009; SILVA 

et al., 2019). Inicialmente denominada Febre Maculosa das Montanhas Rochosas, esta enfermidade 

foi identificada pela primeira vez no Estado de Idaho, nos Estados Unidos, no final do século XIX. 

Em 1906, o agente etiológico, Rickettsia rickettsii, foi descrito por Howard Taylor Ricketts, que 

identificou também o carrapato como principal vetor de transmissão (MINISTÉRIO DA SAÚDE, 

2021). 

No Brasil a enfermidade é denominada como Febre Maculosa Brasileira (FMB), tifo 

transmitido pelo carrapato ou febre petequial. Essa doença ainda é pouco conhecida e de notificação 

compulsória ao Ministério da Saúde desde o ano de 2001. Rickettsia rickettsii tem sido considerada 

como o principal agente etiológico no território brasileiro e também a espécie mais patogênica para 

humanos e cães, podendo haver variação quanto à virulência dos genótipos circulantes (LABRUNA 

et al., 2009; MONTEIRO, 2017; MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2021).  A espécie R. parkeri foi 

considerada não patogênica por mais de 60 anos (PADDOCK et al., 2004), entretanto, Sangioni et al. 

(2011) descreveram R. parkeri como principal agente causador de Febre Maculosa no estado do Rio 

Grande do Sul.  

A enfermidade foi reconhecida pela primeira vez no Brasil no ano de 1929, no estado de São 

Paulo, sendo identificada em seguida no estado de Minas Gerais e no Rio de Janeiro (MINISTÉRIO 

DA SAÚDE, 2021). Atualmente, as áreas de ocorrência de casos humanos de Febre Maculosa 

Brasileira estão concentradas em SP e MG, embora casos da doença tenham sido registrados nos 

estados do RJ, ES, MT, PR, SC e RS (LABRUNA et al., 2009). Observou-se maior prevalência em 
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zonas rurais, devido à facilidade de proliferação de carrapatos, com uma incidência maior de casos 

durante a primavera e início do verão, período de maior circulação das fases de larva e ninfa destes 

artrópodes, podendo variar de uma região para outra (SILVA; MOREIRA, 2016). 

 

3.2.4 Trypanosoma spp. 

O gênero Trypanosoma é constituído por protozoários flagelados pertencentes ao filo 

Sarcomastigophora, que possuem a capacidade de infectar uma ampla variedade de espécies animais 

e são transmitidos principalmente por vetores invertebrados hematófagos. Esses parasitos apresentam 

características morfológicas e biológicas distintas e são agrupados em dois subgêneros principais com 

base em seu ciclo de vida nos hospedeiros invertebrados: Salivaria e Stercoraria (DARIO et al., 2017).  

Morcegos de todo o mundo são parasitados por várias espécies de Trypanosoma, algumas 

infectando exclusivamente esses mamíferos (LIMA et al., 2015; HODO et al., 2016). A detecção de 

Trypanosomas em amostras de sangue fresco e hemoculturas revelou a capacidade dos morcegos em 

apresentar alta parasitemia, sendo um reservatório competente para transmitir esses parasitos a um 

vetor e desempenhando um papel importante na manutenção destes parasitos na natureza 

(SANT’ANNA et al., 2016). 

Existem duas hipóteses sobre a origem do clado T. cruzi; a primeira, conhecida como hipótese 

do supercontinente do sul, propõe que T.  cruzi tenha se especializado em marsupiais após a separação 

da América do Sul do continente australiano (STEVENS et al., 1999). A segunda hipótese, 

denominada de infecção por morcegos, propõe que estes mamíferos foram os hospedeiros antigos e 

naturais do clado T. cruzi (HAMILTON et al., 2012).  Os morcegos são generalistas em termos de 

hábitos alimentares, incluindo a ingestão de insetos (FINDLEY, 1993; KALKO, 2002) o que pode 

aumentar suas chances de adquirir infecções por tripanossomos. Além disso, o comportamento de 

viver em colônias (GREENHALL et al., 1983; McCRACKEN, 2003) e de higienização entre os 

indivíduos (SCHMIDT; MANSKE, 1973) pode facilitar a transmissão/dispersão de tripanossomos.   

 

3.2.5 Leishmania spp.  

A leishmaniose é uma enfermidade incluída no grupo das doenças tropicais negligenciadas 

(BRASIL, 2021). Estima-se que aproximadamente um milhão de novos casos humanos ocorram 

anualmente, na maioria das vezes associada a população em vulnerabilidade (WHO, 2022). A doença 

pode acometer seres humanos sendo que a maioria dos infectados pode não desenvolver sintomas, 
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mas, se presentes, pode apresentar-se nas formas: cutânea, muco-cutânea ou visceral, enquanto que 

nos animais pode apresentar sinais cutâneos e/ou viscerais (MAXFIELD; CRANE, 2022). 

Os agentes etiológicos causadores da leishmaniose são protozoários Sarcomastigophora 

pertencentes a classe Kinetoplastida, ordem Trypanosomatida, família Trypanosomatidae, do gênero 

Leishmania, subgêneros Leishmania e Viannia com diferentes espécies, apresentando formas 

epidemiológicas e clínicas diferentes da doença, de acordo com a espécie do protozoário envolvida 

(TAYLOR et al., 2017). São conhecidas cerca de 55 espécies de Leishmania, das quais 21 são 

confirmadas patogênicas para seres humanos (AKHOUNDI et al., 2016). 

Esses tripanossomatídeos são organismos digenéticos, sendo a forma amastigota intracelular 

obrigatória, multiplicando-se no interior de macrófagos de hospedeiros vertebrados, enquanto a forma 

promastigota é encontrada no trato digestório do inseto vetor e constitui a forma infectante 

(LANGONI, 2016). A transmissão do agente ocorre pelo repasto sanguíneo das fêmeas do gênero 

Lutzomyia (ordem Diptera, família Psychodidae) que apresenta hábito alimentar crepuscular noturno, 

em hospedeiros vertebrados (AGUIAR et al., 1987; MORRISON et al., 1993).  
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Rhipicephalus microplus larvae: first report in bats, Molossus rufus 

 

ABSTRACT 

Cattle are the main hosts of Rhipicephalus microplus; however, this ixodid can also parasitize other animal species. We 

collected a specimen of R. microplus larvae from a bat of the species Molossus rufus (Mammalia, Chiroptera) from the 

Cachoeirinha municipality (29° 56' 52″ '' S and 51° 5' 43''″ W), Rio Grande do Sul, Brazil. The specimens were 

taxonomically identified using identification keys (Vargas 2006). This study reports the first occurrence of this species 

parasitizing insectivorous bats in Brazil. 

Keywords: Ixodidae. Tick. Brazil. Rio Grande do Sul 

 

Rhipicephalus microplus is a monoxenous parasite; cattle are the preferred hosts of these arthropods. However, 

in times of great infestation in pastures, the ixodid can infest other animals, such as sheep, horses, deer, dogs, goats and 

humans (Gonzalez et al. 1974). The objective of this study was to carry out the detection of ectoparasites from carcasses 

of bats referred for the of rabies diagnosis. In this study, 109 bats carcasses were collected and sent to the Centro Estadual 

de Vigilância Sanitária (CEVS). Of the total sample, one (1/109) bat from the Cachoeirinha municipality (29° 56’ 52 ‘’ S 

and 51° 5’ 43’’ W) was parasitized with a tick larvae. The Cachoeirinha municipality is located in the Pampa biome. It 

has an area of 43,778 km² with an estimated population of 132,144 (IBGE 2021). In the IPVDF, bats were taxonomically 

classified according to Díaz et al. (2016) as Molossus rufus and kept frozen at -20ºC. After thawing the bats at room 

temperature, the coat and membranes were inspected using magnifying glasses. An unengorged tick larvae, from one bat, 

were removed using anatomical dissection forceps and hypodermic needles. Subsequently, we swept the animal’s entire 

body using a soft-bristled brush, and collected the specimen in a Petri dish. The bat’s storage packaging was also 

inspected. The collected specimen was stored in a 2 ml microtube with 70º ethanol solution and sent to the Laboratório 

de Artrópodes Parasitas (LAPAR), Departamento de Parasitologia Animal, Universidade Federal Rural do Rio de Janeiro 

(UFRRJ). The ectoparasite was clarified with lactic acid, mounted in Hoyer’s medium and observed, using an Olympus 

UC30 optical microscope. The specimen was morphologically identified according to the identification keys Vargas 

(2006), as Rhipicephalus microplus larvae (Fig. 1). The specimen analyzed had three sagitform sensilla posterior to the 

thighs and a pair on the dorsolateral part, a short palp with three articles, five dorsal setae anterior to the fourth sagittiform 
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sensilla and eyes. The tarsus I has two setae anterior to Haller’s organ, one pair lateral, and three pairs posterior to Haller’s 

organ. Molossus rufus is found in Mexico, Peru, northern Argentina, Brazil and the Guianas. It has an exclusively 

insectivorous feeding habit (Peracchi et al. 2011) and forages twice a night, at dusk and at dawn, when there is still 

daylight and prefers consuming insects (Fenton et al. 1998). When leaving their habitat, M. rufus does not immediately 

take flight because they need to gain lift and momentum. They do this by falling a few meters and occasionally falling to 

the ground, from where they walk to an elevated position to fly (Nolte et al. 2009). This chiropteran, which like most 

molossids, does not rest hanging, but in contact with the surface can cohabit with human households (Peracchi et al. 

2011). This increases the risk of pathogen transmission between bats, humans and domestic animals (Soares et al. 2007). 

In Brazil, 124 species of ectoparasites including the ticks of the Ixodidae family have been identified (Graciolli et al. 

2008). However, this is the first report of R. microplus larvae in this mammal. Although there is no evidence of the 

epidemiological importance of bats in the tick cycle or in pathogen transmission, the vectorial capacity is worth 

mentioning 
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Fig. 1 Rhipicephalus microplus larvae. (A) Hexagonal mouthparts, chelicerae, palps with 3 articles (I, II, III). (B) Dorsal 

tarsus I, show setal alignment (1:1:2:2:2:2) and Haller’s organ. (C) Ventral view. (D) Dorsal view, arrow show the eye 

(Olympus UC30 optical microscope) 
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Detection of ectoparasites and investigation of infection by Rickettsia spp. and Trypanosoma spp. in bats 

from Rio Grande do Sul, Brazil 

 

Abstract 

This study aimed to investigate the presence of ectoparasites and the occurrence of natural infection by Rickettsia spp. 

and Trypanosoma spp. in bats from Rio Grande do Sul (RS), Brazil. The evaluated animals were obtained from the 

Instituto de Pesquisas Veterinárias Desidério Finamor, sent by the Centro Estadual de Vigilância Sanitária, to carry out 

rabies diagnostic tests, during the period from 2016 to 2021. The bats came from 34 municipalities in RS. Of the 109 

animals surveyed, 35.8% (39/109) had 385 ectoparasites, with an average of 9.9 parasites per animal. Of these bats, all 

had insectivorous feeding habits, with 35.9% (14/39) females and 64.1% (25/39) males. The co-parasitism of 

Chirnyssoides sp., Ewingana inaequalis, and Chiroptonyssus robustipes on Molossus currentium (Mammalia, Chiroptera) 

was recorded for the first time. All bats surveyed were negative for infection by the protozoan and bacteria. Thus, the 

expansion of the occurrence of these ectoparasites in insectivorous bats in RS was observed. Furthermore, this study 

corresponds to the first recorded interspecific associations for the species. 

 

Keywords: Chiroptera, Sarcoptidae, Myobiidae, Macronyssidae, Co-parasitism, PCR 
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1. Introduction 

Bats represent the second largest group of the Mammalia class, comprising approximately 25% of the mammals 

of all existing fauna (Uieda and Bred 2016). However, there are still numerous gaps in the study of the parasites that affect 

bats (Dick and Patterson 2006). Our research contributes to understanding this gap by presenting an analysis of parasite 

diversity of ectoparasites found in bats in southern Brazil.  

Protozoan and bacterial infections in bats can lead to several significant consequences, including behavioral 

changes and neurological damage. These infections can manifest themselves in impairment of flight skills and motor 

coordination, and have serious impacts on the ability to search for food, and consequently on the survival of these animals 

(Gardner and Molyneux 1987; Sangster et al. 2012). Several pathogens have been identified in bats, some of which have 

zoonotic potential (Matei et al. 2021), such as Lyssavirus, Ebola, SARS-CoV-2 (Brook and Dobson 2015; Zhou et al. 

2020), Borrelia spp. (Socolovschi et al. 2012) and R. parkeri (Zhao et al. 2020). 

Brazilian spotted fever (BSF), caused by bacteria of the genus Rickettsia (order Rickettsiales, family 

Rickettsiaceae), is na infectious disease of a zoonotic nature with mandatory notification of human cases to the Ministério 

da Saúde (Silva et al. 2019). These microorganisms are classified as Gram-negative, obligate intracellular coccobacillus, 

and the pathogenic species of Rickettsia are divided into two groups: typhus group (TG) and spotted fever group (SFG), 

(Schroeder et al. 2015; Monteiro 2017). Rickettsia spp., belonging to the SFG, are transmitted by several species of ticks, 

with the genus Amblyomma being the most prevalent. Currently, BSF is considered a reemerging disease with moderate 

prevalence in several Brazilian states and a great impact on public health due to the difficulty of diagnosis and high 

mortality in human cases that are not treated early (Labruna 2009; Silva et al. 2019). Regarding the role of bats as carriers 

of Rickettsia spp., there are studies proving the participation of these animals in the biological cycle in the Americas, 

Europe, Africa, and Asia (Reeves et al. 2006; D'Auria et al. 2010; Reeves et al. 2016; Dietrich et al. 2016; Cicuttin et al. 

2017; Zhao et al. 2020; Matei et al. 2021). 

Trypanosoma spp. belong to the phylum Sarcomastigophora and comprise an important class of flagellated 

protozoa with the ability to infect a variety of animal species, with transmission generally carried out by means of 

hematophagous invertebrate vectors (Galvão et al. 2003; Jansen and Roque 2010). Infection by this protozoan has 

significant implications for both human and animal health. Bats are considered ancestral hosts of the Trypanosoma cruzi 

clade, since they are known to harbor several species of this protozoan (Hamilton et al. 2012). Marinkelle (1982) indicated 

the epidemiological significance of these mammals as possible reservoirs for this protozoan. In recent years, there has 
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been an increase in reports of new Trypanosoma species, mainly associated with the T. cruzi clade, identified in bats from 

different regions of the world (Dario et al. 2017). 

The aim of the present study was to research ectoparasites and verify the occurrence of natural infection by 

Rickettsia spp. and Trypanosoma spp. in bats from Rio Grande do Sul, Brazil, where cases of BSF and Chagas disease in 

humans have been reported. 

 

2. Materials and methods 

The evaluated animals came from 34 municipalities in the state of Rio Grande do Sul (RS) and were referred by 

users of the Sistema Único de Saúde (SUS) to municipal health agents, being found in urban and peri-urban environments 

during the period from 2016 to 2021 (Table 1). Rio Grande do Sul is the state located in the south of Brazil (32° 02′ 06″ 

S and 52° 05′ 55″ W), border with Argentina and Uruguay. It has an area of 281,707.151 km 2, in 2022 the population 

was estimated at 10,882.965 inhabitants, distributed in 497 municipalities, predominantly in urban areas, with the capital 

being the city of Porto Alegre. In RS, due to the diversity of climate, soils and relief, there is the formation of different 

ecosystems derived from two large biomes: the Atlantic Forest and the Pampas. The Biome Pampa, whose occurrence in 

Brazil is restricted to Rio Grande do Sul, occupies the southern half of the state extending over 63% of the state's territory. 

Being marked by the presence of a great diversity of fauna and flora, still little known. It is currently considered the 

second most threatened biome in the country, second only to the Atlantic Forest biome (IBGE 2024). 

Subsequently, the chiroptera were taken to the Centro Estadual de Vigilância Sanitária (CEVS) and sent to the 

Instituto de Pesquisas Veterinárias Desidério Finamor (IPVDF), to undergo diagnostic tests for rabies. In this institution, 

the bats were classified taxonomically according to Díaz et al. (2016) (Table 1). The animals had their central nervous 

system removed for sample collection and rabies diagnosis and the carcass was stored and kept frozen at -20ºC. 

Subsequently, the animals with negative results for the test were sent to the Laboratório de Doenças Parasitárias 

(LADOPAR), of the Universidade Federal de Santa Maria (UFSM), in isothermal boxes for microbiological and 

parasitological studies. 

After defrosting the Chiroptera carcasses at room temperature, sexing, and weighing were performed. To verify 

the presence of ectoparasites, the fur and membranes of the bats were inspected with magnifying glasses. Subsequently, 

the body of each animal was “swept”, individually, with a soft bristle brush and the specimens of ectoparasites found 

were collected in a Petri dish. The animals' storage packaging was also thoroughly inspected. The collected specimens 

were stored in 2 mL microtubes with 70º GL ethanol solution and sent to the Laboratório de Artrópodes Parasitas 



36 
 

  

(LAPAR), of the Departamento de Parasitologia Animal, from Universidade Federal Rural do Rio de Janeiro (UFRRJ), 

for identification and taxonomic characterization. The ectoparasites were clarified with lactic acid, mounted in Hoyer's 

medium, and observed under an Olympus UC30 stereoscopic microscope. Photographic records were taken using a Zeiss 

Primo Star optical microscope (2) with a 10 × magnification for Chiroptonyssus robustipes and Ewingana inaequalis, 

and a 40 × magnification for eggs and larvae of Chirnyssoides sp. Mites were morphologically identified according to the 

taxonomical keys of Fain (1959), Fain and Lukoschus (1975), and Klompen (1992) (Sarcoptidae family), Dusbábek 

(1968) and Herrera-Mares et al. (2021) (Myobiidae family) and Radovsky's (2010) (Macronyssidae family). For the tick 

species Rhipicephalus microplus, Vargas (2006) taxonomical key was used. 

After collecting ectoparasites, the animals were necropsied. The organs and tissues were individually separated, 

identified, macerated, aliquoted and stored in freezers at -20 °C until the total DNA extraction was performed. For this 

procedure, an alíquota of each organ was collected and grouped into pools, totaling 20 mg. The material was divided into 

four different groups of samples, namely: lymph node, spleen and liver (pool 1); heart and lungs (pool 2); skin of the 

epigastric region, ears, and wings (pool 3) and bone marrow (pool 4).  

Total DNA was extracted from tissue samples using the Wizard Genomic DNA Purification Kit (A1125, 

Promega®, USA) following the manufacturer's instructions. Differently, in the extraction of DNA from the skin, the 

samples were incubated at 55 °C for 12 h with the addition of proteinase K (17.5 μL) at a concentration of 20 mg/mL 

(Ludwig Biotec®, Brazil). The quantity and quality of DNA extraction were evaluated using a NanoDrop 1000 

spectrophotometer at an absorption rate of 260/280 nm (Thermo Fisher® Scientific). Subsequently, the DNA samples 

were stored at -20 °C until the tests were performed. 

For research on Rickettsia spp., amplification of the total DNA extracted from pools 1 and 3 was performed using 

primers CS-78 sense (5'-38 GCAAGTATCGGTGAGGATGTAAT-3') and CS-323 antisense (5'-

GCTTCCTTAAAATTCAATAAATCAGGAT'-3'), which amplify a 401 bp fragment of the citrate synthase (gltA) gene. 

(Labruna et al. 2004). The PCR reaction was prepared in a final volume of 25 μL containing: 1 X Buffer (Promega® 

Corporation, Madison, WI, USA), 2 mM MgCl2 (Ludwig Biotec®, Brazil), 0.2 mM dNTPs (Ludwig Biotec®, Brazil), 

0.2 μM of each primer (Exxtend Biotecnologia®, São Paulo, Brazil), 2 U of Taq DNA polymerase (Promega® 

Corporation, Madison, WI, USA), and ~ 20 ng of extracted DNA samples. The amplification was processed in an 

automatic thermal cycler (T100TM Thermal Cycler, Bio-Rad®) under the following conditions: 1 initial cycle at 95 °C 

for 3 min, 40 cycles of 30 s at 95 °C, 30 s at 48 °C, 30 s at 72 °C and 1 final cycle at 72 °C for 7 min, followed by 4 °C/∞. 
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For each reaction, Milli-Q water was used as a negative control and Rickettsia vini obtained from cell culture as 

a positive control (Novakova et al. 2016). Afterward, 8 μL of the PCR amplified products were submitted to 

electrophoresis in a 2% agarose gel, with the addition of 2 μL of Diamond™ Nucleic Acid Dye (Promega® Corporation, 

Madison, WI, USA) and 2 μL of Buffer (Promega® Corporation, Madison, WI, USA), under 90 V, for 60 min at 300 A, 

and subsequently visualized on a transilluminator in the presence of ultraviolet light. 

For the search for Trypanosoma spp. a total amplification of the DNA extracted from the four pools was 

performed using the primers KIN1R sense (5'-GCGTTCAAAGATTGGGCAAT-3') and KIN2F antisense (5'-

CGCCCGAAAGTTCACC -3'), which amplify a fragment of 540 bp of the gene ITS1 target in the conserved 18S and 

5.8S region of rDNA (Desquesnes et al. 2001). The PCR reaction was prepared in a final volume of 25 μL containing: 1 

X Buffer (Promega® Corporation, Madison, WI, USA), 2 mM MgCl2 (Ludwig Biotec, Brazil), 0.2 mM dNTPs (Ludwig 

Biotec®, Brazil), 0.2 μM of each Primer (Exxtend Biotecnologia, São Paulo, Brazil), 2 U of Taq DNA polymerase 

(Promega® Corporation, Madison, WI, USA), and ~ 20 ng of extracted DNA sample. 

The reaction was carried out in an automatic thermal cycler (T100TM Thermal Cycler, Bio-Rad®), under the 

following conditions: initial cycle at 94 °C for 3 min, 35 cycles of 94 °C for 1 min, 53 °C for 1 min, 72 °C for 1 min and 

a final cycle at 72 °C for 5 min, followed by 4 °C/∞. For each reaction, Milli-Q water was used as a negative control and 

Trypanosoma evansi, isolated from a naturally infected dog, as a positive control. Afterwards, 8 μL of the PCR amplified 

products were submitted to electrophoresis in a 1.5% agarose gel, adding 2 μL of Diamond™ Nucleic Acid Dye 

(Promega® Corporation, Madison, WI, USA) and 2 μL of Buffer (Promega® Corporation, Madison, WI, USA), under 

70 V, for 50 min at 300 A, and subsequently visualized in a transilluminator in the presence of ultraviolet light. 

The detection threshold of both reactions was performed by diluting each positive control in Milli-Q water in the 

following serial dilutions from 1:10 to 1:10 and tested by PCR. The inhibition of the PCR reaction was carried out, 

individually, with a dilution of the positive control of T. evansi and R. vinni in the ratio of 1:1, and tested by PCR. PCR 

reactions for both tests were performed as previously described. 

This study received institutional authorization from CEVS, in accordance with Portarias SES/RS nº 334/2019 

and n° 1134/2022, and was submitted to the Comitê de Ética no Uso de Animais (CEUA-UFSM), under protocol number 

7576231019, as well as to the Instituto Chico Mendes de Conservação da Biodiversidade (ICMBio/SISBIO). 

 

3. Results 
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The description of bats by family, eating habits, gender, species, municipality of capture, and frequency of 

detection of ectoparasites is shown in Table 1. Of the total bats analyzed, 35.8% (39/109) had a total of 385 ectoparasites. 

The variation in occurrence of infestation per animal ranged from 1 to 38, with an average of 9.9 mites per bat. All 

parasitized animals had na insectivorous feeding habit – 35.9% females (14/39) and 64.1% males (25/39). 

One (01/109; 0.92%) bat of the species Molossus currentium from the municipality of Pelotas, RS (31° 46′ 19'' 

S and 52° 20′ 33'' W) showed co-parasitism of eggs and larva, one female of Chirnyssoides sp., one female of Ewingana 

inaequalis, and one female of C. robustipes (Fig. 1). It was not possible to identify the species of Chirnyssoides sp. due 

to sample quality.  

One (01/109; 0.92%) bat of the species Molossus rufus from the municipality of Cachoeirinha, RS (29º 56′ 52″ 

S and 51º 5′ 43″ W) was parasitized with a larva of Rhipicephalus microplus. 

The other bats (37/109; 33.9%) were parasitized with C. robustipes, corresponding to the species Tadarida 

brasiliensis (31/109; 28.4%), followed by Molossus molossus (01/109; 0.92%). In addition, there were Molossus rufus 

(01/109; 0.92%), Molossus sp. (01/109; 0.92%), and three bats (03/109; 2.75%) of unidentified species. Different stages 

of the mite C. robustipes were recovered, with the presence of protonymphs being the majority (353/385; 91.68%), 

followed by some females (19/385; 4.93%) and rare males (10/385; 2.59%). The parasitized animals came from 16 

municipalities in RS (Table 1). 

In the PCR reactions for searching for Rickettsia spp. and Trypanosoma spp., none of the 109 processed samples 

amplified the DNA of these microorganisms. 

 

4. Discussion 

Brazil has one of the largest identified bat faunas, with nine families verified, totaling 181 species and 68 genera 

distributed throughout the national territory (Garbino et al. 2020). In Rio Grande do Sul (RS), 40 species of these animals 

have been recorded among the families Noctilionidae, Phyllostomidae, Vespertilionidae, and Molossidae (Pacheco 2013), 

representing approximately 22% of the chiropterofauna recorded so far in Brazil. Approximately half of the municipalities 

in RS do not have records of their chiropteran fauna (Pacheco 2013). 

In the RS state, studies directed at ectoparasites of bats are scarce, with records of 12 species of Streblidae, four 

species of Nycteribiidae, and mites of the Spinturnicidae family in bats of the Phyllostomidae and Vespertilionidae 

families (Graciolli and Rui 2001; Gracioli 2004; Silva et al. 2009). Molossid ectoparasites reported include the flea 

Rhynchopsyllus pulex in Nyctinomops laticaudatus (Monteiro et al. 2005), C. robustipes and E. inaequalis described in 
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bats of the species T. brasiliensis (Pesenti et al. 2014) and R. microplus in M. rufus (Silva et al. 2023). It should be noted 

that there is no description of C. robustipes and E. inaequalis in M. currentium in the state. The record of Chirnyssoides 

sp. geographically closest to RS is in the state of Rio de Janeiro, occurring in bats of the Phyllostomidae family (Lourenço 

et al. 2013). It is noteworthy that there are no reports of this mite in RS, as well as of parasitism in bats of the Molossidae 

family. 

Several factors can influence the diversity of ectoparasites in animals, such as climate, habitat, geographic 

distribution, behavior, physical size, type of shelter, or immune response of the host species (Szentiványi et al. 2018; Rui 

and Graciolli 2005). The ability of Chiroptera to move between fragments of the ecosystem, as well as the characteristics 

and environmental integrity can be determinant in the variations of species of diagnosed ectoparasites (Santos et al. 2012). 

Colonies of T. brasiliensis located in RS range from 10 to 8,000 specimens, a number not registered in other Brazilian 

states (Pacheco 2013). Although there are no reports of sharing shelters with Molossus currentium, Pacheco (2013) found 

T. brasiliensis sharing shelter with other molossids, such as M. rufus and M. molossus, which may allow the transmission 

of infectious agents and parasites between species of Chiroptera. In the present study, the bat that presented co-parasitism 

comes from the municipality of Pelotas, which has an area of 1,609.708 km and an estimated population of 343,826 

(IBGE 2022), of the Pampa biome, which has few records of the occurrence of these animals. 

Chiroptonyssus robustipes (Ewing 1925) is a mite belonging to the Macronyssidae family and has been studied 

due to its high prevalence and abundance in several bat species (Pesenti et al. 2014). On the other hand, mites of the 

Myobiidae family, such as the species Ewingana inaequalis (Radford 1948), have high parasite specificity (Fain 1994), 

as well as mites of the genus Chirnyssoides, belonging to the Sarcoptidae family, which are considered ectoparasites 

exclusive to the families Phyllostomidae and Noctilionidae (Fain and Lukoschus 1971). 

Chiroptonyssus robustipes is the most abundant mite in bats. Males are rarely found on their hosts, the nymphal 

stage being the most frequent (Radovsky 1967). C. robustipes protonymphs remain in the host for several days. During 

this interval they feed on tissue fluids, performing this activity for a period of 10 to 12 h. The sites where feeding occurs 

are highly attractive to Other protonymphs, resulting in them clustering around these sources. After this tissue-feeding 

phase, the protonymphs become engorged and move on to the deutonymph phase, in which they do not feed. Later, the 

females feed exclusively on blood, carrying out the engorgement in a period of 15 to 20 min, after which they leave the 

host (Lavoipierre and Beck 1967; Radovsky 1967). 

Although this ectoparasite is found in a variety of bat species, such as Myotis nigricans, Myotis californicus, 

Eptesicus fuscus and Nyctinomops macrotis (Durden et al. 1992; Guzmán-Cornejo et al. 2003), this mite has specificity 
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with T. brasiliensis, parasitizing this species in the United States of America (USA), Antillean Island, Panama, Mexico, 

Venezuela, Argentina, Chile and Southern Brazil (Pesenti et al. 2014). In Brazil, Fonseca (1948) identified C. robustipes 

in bats of the species N. macrotis and in unidentified species in the state of São Paulo. Silva et al. (2017) reported these 

mites on Noctlio albiventris in the state of Mato Grosso do Sul, and Pesenti et al. (2014) found the parasite in bats of the 

T. brasiliensis species in RS. 

In our study, it was observed that C. robustipes was the most abundant ectoparasite and was predominantly 

parasitizing bats of the T. brasiliensis species. It was verified that the presence of protonymphs was the majority, with 

males being rarely found, corroborating what was described by Radovsky (1967) and Pesenti et al. (2014). Although the 

present research did not record the specific anatomical locations of mite fixation, it is emphasized that the definition of 

the location of parasitism is relevant, being substantial for carrying out further studies, improving understanding of the 

relationships between parasitic mites and their hosts. 

According to Whitaker et al. (1988), parasites with host specificity can adapt to other species due to the 

circumstances of the environment and the host. It should be noted that the parasite population does not disperse beyond 

the host population and, if there is a decrease in population or extinction of the host, the parasite may consequently become 

extinct. However, one of the strategies adopted by mites to maintain the species includes becoming generalists and 

parasitizing multiple hosts, enabling their survival and dissemination (Furman 1966). With regard to the specificity of 

Chirnyssoides sp., evolution and adaptation to new hosts may occur. However, the low occurrence of the parasite 

described in the present work can be characterized as an incidental finding. 

The simultaneous presence of mites of different species may be due to the preference of the parasites for different 

parts of the host, thus avoiding interspecific competition in the same individual (Ter Hofstede et al. 2004). C. robustipes 

has a preference for location over T. brasiliensis in the plagiopatagium area. Although they can be found on the wings, 

adult specimens are usually located on the head and body (Spears et al. 1999). However, Chirnyssoides sp. are usually 

found on the edges of the wing membranes (Fain and Lukoschus 1971), while E. inaequalis can be found preferentially 

in the lateral fossae, but also on the back and other regions covered by fur, not being described on the wings or the ends 

of the limbs (Lavoipierre and Beck 1970). 

With regard to BSF, different epidemiological scenarios related to this disease are observed. Rickettsia rickettsii 

presents high lethality, while Rickettsia parkeri presents milder and non-lethal infection to the hosts. The tick Amblyomma 

sculptum, the main vector of BSF, is not usually found in RS, due to climate issues. In this location, BSF transmission is 
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associated with other species of ticks belonging to the genus Amblyomma, which can be found on wild animals and 

occasionally on dogs and cats (SES and SEAPI 2023). 

It should be noted that R. rickettsii, R. parkeri, R. amblyommii, R. rhipicephali, and R. bellii were identified in 

bats of the families Molossidae, Vespertilionidae, and Phyllostomidae in the state of São Paulo, Brazil (D'Auria et al. 

2010). Furthermore, Rickettsia spp. was detected in several species of ticks collected from bats in the USA, France, 

Poland, and French Guiana (Loftis et al. 2005; Reeves et al. 2006; Socolovschi et al. 2012; Tahir et al. 2012; Piksa et al. 

2016). The bats examined in the present study came from urban and peri-urban areas. In RS, the disease does not have an 

occurrence profile in these areas. In the period between 2007 and 2022, 17 human cases of BSF were confirmed in RS, 

with no deaths. All cases were associated with R. parkeri, with the majority being registered in people who had been in 

rural areas or areas with dense forest, as well as due to the transport of ticks typical of wild fauna into the interior of 

homes via domestic animals that enter the forests close to the residences (SES and SEAPI 2023). 

Rio Grande do Sul was reported as one of the states with the highest rate of human seroprevalence for T. cruzi 

(Camargo et al. 1984) and is still considered endemic for Chagas disease (Bianchi et al. 2021). It is important to point out 

that the main form of infection by T. cruzi occurs through vectors, and RS is considered free of vector transmission of 

this disease. Triatoma infestans is considered the main vector of T. cruzi and has been controlled in the state (Bedin et al. 

2009, 2021). However, there are Other species of triatomines that live in rural households, with a predominance of the 

species Triatoma rubrovaria (Bianchi et al. 2021), which may be competent agents for the transmission of T. cruzi (Silva 

and Silva 1993). The bats investigated in this study were identified as insectivores, which implies a greater potential for 

exposure and infection by trypanosomes, since they can acquire the infection either via vector transmission, as well as 

oral transmission when feeding on infected insects (Ribeiro et al. 1987). Oral transmission of T. cruzi occurs when forms 

infective trypomastigotes invade the gastric mucosal epithelium until reach the epithelial cells of the host organ (Yoshida 

2009). T. cruzi presents high pathogenicity in situations of oral infection, which can result in severe and acute cases, 

which can lead to death (Camandaroba et al. 2002). Studies conducted in different regions of RS revealed the absence of 

positive insects for T. cruzi (Priotto et al. 2014; Ribeiro et al. 2014; Bianchi et al. 2021). These results may explain the 

absence of positive individuals in our molecular analyses.  

In Brazil, in addition to the prevention and control measures aimed at BSF, which mainly consist of avoiding 

contact of the population with potential vectors, surveillance actions are carried out, which include research to identify 

the circulation of etiological agents in unknown areas (Ministério da Saúde 2021). It should be noted that RS maintains a 

continuous surveillance program for tick species found in humans and animals, aiming to identify risks to human and 
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animal health (SES and SEAPI 2023), as well as active and passive vector research as an action of environmental health 

surveillance for Chagas disease (Bedin et al. 2021). Thus, the importance of this research is emphasized, corroborating 

with the epidemiology and surveillance of these diseases. 

 

5. Conclusion 

This study represents the first investigation of Rickettsia spp. and Trypanosoma spp. in bats in RS. This research 

expands the distribution of Chirnyssoides sp. in Brazil, including the first record of this mite on Molossus currentium in 

RS. It also expands the host diversity of Chirnyssoides sp., E. inaequalis, and C. robustipes, reporting bat parasitism of 

the species M. currentium. Furthermore, this finding corresponds to the first interspecific associations recorded for the 

species. 
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Fig. 1. (A) Egg and larva of Chirnyssoides sp. (B) Chiroptonyssus robustipes. (C) Ewingana inaequalis (Zeiss Primo 

Star (2) optical microscope) 
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Table 1 Distribution of bats by family, eating habits, genus, species, municipality of capture, sex and frequency of 

detection of ectoparasites by species, city and family between 2016 and 2021 in the state of Rio Grande do Sul (RS), 

Brazil 

Family/feeding habits Genus/species County No. of bats 

county/fam- 

ily % 

Sex 

M/F 

No. of bats 

parasitized 

per county/% 

Parasitized 

per family/ 

% 

Molossidae/insetivorous Tadarida brasiliensis Pelotas 14/14.9 07/07 8/57.1 
 

  Canoas 11/11.7 05/06 10/90.9  

  Porto Alegre 07/7.4 04/03 0.0  

  Rio Grande 05/5.3 04/01 3/60.0  

  Caxias do Sul 05/5.3 05/00 2/40.0  

  Camaquã 01/1.1 00/01 1/100.0  

  Capão do Leão 01/1.1 01/00 1/100.0  

  Gramado 01/1.1 01/00 1/100.0  

  Gravataí 01/1.1 00/01 0.0  

  Ivoti 01/1.1 01/00 1/100.0  

  Passo Fundo 01/1.1 01/00 1/100.0  

  Santa Maria 01/1.1 01/00 1/100.0  

  São Gabriel 01/1.1 00/01 0.0  

  São Leopoldo 01/1.1 01/00 1/100.0  

 Molossus spp. Santa Maria 03/3.2 02/01 1/33.3  

 Molossus correntium Pelotas 05/5.3 03/02 1/20.0  

  Capivari do Sul 01/1.1 01/00 0.0  

  Eldorado do Sul 01/1.1 01/00 0.0  

  Guaíba 01/1.1 01/00 0.0  

  Nova Alvorada 01/1.1 00/01 0.0  

  Porto Alegre 01/1.1 01/00 0.0  

  Rio Grande 01/1.1 00/01 0.0  

  São José do Norte 01/1.1 01/00 0.0  

 Molossus molossus Rio Grande 04/4.2 00/04 0.0  

  Bento Gonçalves 02/2.1 02/00 1/50.0  

  Caxias do Sul 02/2.1 00/02 0.0  

  Pelotas 02/2.1 01/01 0.0  

  Campo Bom 01/1.1 00/01 1/100.0  

  Canoas 01/1.1 01/00 0.0  

  São Leopoldo 01/1.1 01/00 0.0  

  Sapucaia do Sul 01/1.1 01/00 0.0  

 Molossus rufus Porto Alegre 04/4.2 03/01 0.0  

  Ijuí 03/3.2 01/02 0.0  

  Cachoeirinha 01/1.1 01/00 1/100.0  

  Campo Bom 01/1.1 01/00 0.0  

  São Leopoldo 01/1.1 01/00 0.0  

  Taquari 01/1.1 01/00 1/100.0  

  Tiradentes do Sul 01/1.1 01/00 0.0  

 Nyctinomops laticaudatus Alegrete 01/1.1 01/00 0.0  

 Promops nasutus Toropi 01/1.1 01/00 0.0  

Subtotal Molossidae   94/86.2 58/36  36/38.3 

Vespertilionidae /insetivorous Eptesicus furinalis Nova Boa Vista 02/28.6 02/00 0.0  

 Eptesicus brasiliensis Igrejinha 01/14.3 00/01 0.0  

 Histiotus velatus Sertão Santana 01/14.3 01/00 0.0  

 Lasiurus blossevillii Humaitá 01/14.3 00/01 0.0  

 Myotis levis Rio Grande 01/14.3 01/00 0.0  

 Myotis nigricans Pelotas 01/14.3 01/00 0.0  
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Family /feeding habits Genus/species County No. of bats 

county/fam- 

ily % 

Sex 

M/F 

No. of bats 

parasitized 

per county/% 

Parasitized 

per family/ 

% 

Subtotal Vespertilionidae   07/6.4 05/02  0.0/0.0 

Phyllostomidae /hematopha- 

gous 

Desmodus rotundus Santiago 02/66.7 02/00 0.0  

 
Sturnira lilium Canoas 01/33.3 01/00 0.0  

Subtotal Phyllostomidae   03/2.7 03/00  0.0/0.0 

Not identified  Santa Maria 02/40.0 00/02 0.0  

  Unknown 02/40.0 01/01 2/100.0  

  Agudo 01/20.0 01/00 1/100.0  

Unidentified subtotal   05/4.6 02/03  3/60.0 

Total             15            34 109/100 68/41 39  
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Comparison of total DNA extraction protocols for Chiroptonyssus robustipes mites 

 

ABSTRACT 

In this study, total DNA was extracted from Chiroptonyssus robustipes mites collected from bats from different regions 

of Rio Grande do Sul, Brazil. This ectoparasite is commonly found in bats and may impact public health. Given the 

scarcity of tissues in these mites, it is essential to choose an effective method for extracting total DNA. In this study, we 

evaluated different protocols for extracting total DNA from C. robustipes using three commercial kits. The protocol using 

the DNeasy Blood and Tissue Kit (GmbH, Qiagen®, Germany) in individual extractions with whole mites proved to be 

effective (p < 0.05) for obtaining total DNA in sufficient quantity and quality for gene amplification procedures. 

Keywords: Macronyssidae, ectoparasite, polymerase chain reaction (PCR), molecular biology. 

 

1. Introduction 

Obtaining DNA from samples of small ectoparasites is challenging because of the small amount of nucleic acids 

produced during the extraction of genetic material, as well as the presence of contaminants in the reactions that interfere 

with the detection of the agent (Burggraf and Olgemöller, 2004). Therefore, the efficiency of the total DNA extraction 

protocol influences the sensitivity of molecular diagnostic methods (Nakatani et al., 2004). Currently, there are several 

methodologies for extracting genetic material; however, there is no consensus on the most suitable method for obtaining 

nucleic acids from mites, such as Chiroptonyssus robustipes. Therefore, the objective of this study was to analyze different 

total DNA extraction protocols for C. robustipes collected from bats in different regions of Rio Grande do Sul (RS), 

Brazil. 

The ectoparasites were collected from bats from 34 municipalities in RS from 2016 to 2021, which were sent to the 

Centro Estadual de Vigilância Sanitária (CEVS) and later to the Instituto de Pesquisas Veterinárias Desidério Finamor 

(IPVDF) to carry out diagnostic tests for rabies. Animals with negative results for the rabies test were kept frozen at -

20ºC and sent to the Laboratório de Doenças Parasitárias (LADOPAR) of Universidade Federal de Santa Maria (UFSM) 

in isothermal boxes, with the aim of carrying out parasitological studies. 

To check for the presence of ectoparasites, bats were thawed at room temperature, and their fur and membranes were 

inspected with magnifying glasses. Subsequently, the body of each animal was individually “swept” with a soft bristle 
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brush, and ectoparasite specimens were collected in a Petri dish. The storage packaging of the animals was also inspected 

for ectoparasites. The collected ectoparasite specimens were stored in 2 ml microtubes with 70º GL ethanol solution and 

sent to the Laboratório de Artrópodes Parasitas (LAPAR), of Departamento de Parasitologia Animal of Universidade 

Federal Rural do Rio de Janeiro (UFRRJ) for taxonomic identification and characterization. The ectoparasites were 

observed using an Olympus UC30 stereoscopic microscope. Specimens of the Macronyssidae family were 

morphologically identified according to Radovsky's key (2010). 

To obtain total DNA from C. robustipes, three groups of samples were used, with the first group (G1) comprising a 

single mite specimen in its entirety. In group 2 (G2), the mites were macerated after freezing in liquid nitrogen. For 

maceration, each mite was placed individually in a 2 mL microtube. Each microtube containing the mites was immersed 

in a container containing liquid nitrogen for approximately 10 s. Subsequently, the microtube was removed from the 

container, and the mite was macerated inside the microtube using the tapered end of a 100 µL tip. Three cycles of 

immersion of the microtubes in liquid nitrogen were then carried out to ensure complete dissolution of the ectoparasite. 

In group 3 (G3), a pooled sample of 28 whole mites was used. 

After obtaining samples for each group, three protocols were used and compared using three commercial kits for the 

extraction of total DNA in triplicate. In the first protocol (P1), the Wizard Genomic DNA Purification Kit (A1125; 

Promega®, USA) was used. In the second protocol (P2), the PureLink Genomic DNA Mini Kit (CA92008; Invitrogen®, 

USA) was used. For the third protocol (P3), a DNeasy Blood and Tissue Kit (GmbH, Qiagen®, Germany) was used. All 

commercial kits were used in accordance with the manufacturers’ guidelines. 

The quality of the total DNA obtained from each protocol was evaluated by measuring the concentration and 

absorbance ratio at 260/280 nm using a NanoDrop 1000 spectrophotometer (Thermo Fisher Scientific). Total DNA 

samples were stored at -20°C for molecular tests. 

All samples obtained from the total DNA extractions were subjected to conventional polymerase chain reaction 

(PCR) to verify whether there was amplification of the mite 18S rDNA ribosomal gene, using the primers 18S-1F (5'-

ATATTGGAGGGCAAGTCTGG-3') and 18S-1R (5'-TGGCATCGTTTATGGTTAG-3'), which amplify a 500 bp 

fragment (Otto and Wilson, 2001). The PCR reaction was prepared to a final volume of 25 µL containing: 1 X Buffer 

(Promega® Corporation, Madison, WI, USA), 2 mM of MgCl2 (Ludwig Biotec®, Brazil), 0,2 mM of dNTPs (Ludwig 

Biotec®, Brazil), 0.2 µM of each primer (Exxtend Biotecnologia®, São Paulo, Brazil), 2 U of Taq DNA polymerase 

(Promega® Corporation, Madison, WI, USA) and ~20 ng of the total DNA sample extracted. 
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Amplification was performed in an automatic thermocycler (T100TM Thermal Cycler, Bio-Rad®) under the 

following conditions: initial cycle at 94ºC for 1 min, 30 cycles of 95ºC for 20 s, 50ºC for 30 s, 72ºC for 90 s, and a final 

cycle at 72°C for 10 min, followed by 4°C/∞. For each reaction, Milli-Q water was used as a negative control and 

Riphicephalus microplus DNA, which was morphologically characterized and isolated from samples collected from cattle, 

was used as a positive control. Afterwards, 8 μL of the products amplified in the PCR were subjected to electrophoresis 

in a 1.5% agarose gel, with 2 μL of Diamond™ Nucleic Acid Dye (Promega® Corporation, Madison, WI, USA) and 2 

μL of Buffer (Promega® Corporation) under 70 v for 50 min at 300 A, which were subsequently visualized on a 

transilluminator in the presence of ultraviolet light. 

The detection threshold was achieved by diluting the positive control in Milli-Q water in serial dilutions from 1:10 to 

1:106 and testing by PCR. Inhibition of the PCR was performed by diluting the positive control in a 1:1 ratio and testing 

by PCR. PCR was performed as previously described. The obtained data were subjected to statistical analysis using 

analysis of variance, and the minimum significant differences were determined using the Tukey’s test. 

This study received institutional authorization from CEVS in accordance with Portaria SES/RS no. 334/2019 and was 

submitted to the Comitê de Ética no Uso de Animais (CEUA-UFSM) under protocol number 7576231019 and to the 

Instituto Chico Mendes de Conservação da Biodiversidade (ICMBio/SISBIO).  

Of the total number of chiropterans analyzed, 35.8% (39/109) presented ectoparasites. Of these, 95% (37/109) were 

parasitized with C. robustipes. 382 C. robustipes were obtained at different stages, predominantly there was the presence 

of protonymphs (353/382; 92.4%), followed by females (19/382; 5%) and males (10/382; 2.6%).  

The results of total DNA extractions using with among the different protocols used for total DNA extraction revealed 

significant differences in extraction efficiency and in the average concentration of total DNA obtained in samples from 

C. robustipes. Under the conditions tested in this study, it was found that the extractions carried out in P1 did not yield 

total DNA from any C. robustipes sample. In contrast, extractions using P2 had an average total DNA concentration of 

0.9 ng/µL for G1, 1.6 ng/µL for G2, and 3.3 ng/µL for G3. Extractions performed using P3 showed an average total DNA 

concentration of 5 ng/µL for G1, 5.5 ng/µL of DNA for G2, and 6.2 ng/µL for G3 (Table 1). 

The samples derived from total DNA extraction following protocols P2 and P3 all had the 18S rDNA ribosomal gene 

of C. robustipes amplified, indicating that the genetic material obtained from these samples belonged to the mite. 

Chiroptonyssus robustipes belongs to the family Macronyssidae and is considered the most abundant ectoparasite in 

bats (Pesenti et al., 2014). These mites are heteroxenous and feed on the blood and lymph of their hosts (Radovsky, 1967). 

Owing to their ability to adapt to the environment, they can become a public health problem and cause dermatitis in 
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humans (Keh, 1974). Considering that only a small amount of tissue is obtained from these mites, effective methods must 

be used to extract total DNA. There is a lack of effective protocols for total DNA extraction from C. robustipes. 

Commercial kits for extracting total DNA are used for a variety of samples of different biological origins. Therefore, it is 

important to validate a suitable protocol for total DNA extraction from this parasite. 

Additionally, there were discrepancies in obtaining total DNA from mite tissues in the evaluated protocols. This can 

be attributed to variations in the extraction of total DNA from the samples, which may have influenced the removal of 

PCR inhibitory molecules (Huggins et al., 2020). Therefore, the choice of total DNA extraction method is a critical factor 

for obtaining reliable results in molecular studies involving these mites. 

The results obtained using the three protocols in this study indicated that P3 was the most effective protocol (p < 0.05) 

for DNA extraction, with higher concentrations of DNA in all groups tested. There was no significant difference in the 

quality or quantity of DNA obtained in the different P3 groups (Table 1) and all groups in this protocol presented adequate 

quality and purity, falling within the absorbance index range of 1.7 to 1.9 (recommended values by the extraction kit 

used), estimated by the values of the 260/280 nm ratio. 

 Other relevant aspects were considered when choosing the extraction protocol, such as the possibility of recovering 

the mite in the kit's extraction column after the DNA extraction process, which is of considerable importance as it allows 

the preservation of the specimen for subsequent studies as well as the extraction of total DNA from the individual mite, 

a fundamental factor in ensuring the obtained material comes exclusively from that individual. 

Thus, based on the findings obtained using the P1, P2, and P3 protocols in different groups (G1, G2, and G3), our 

results suggest that the P3 protocol in the G1 group is a viable option for conducting molecular tests on C. robustipes. 

The average concentration of DNA among the P3G1 samples was sufficient to perform molecular tests while ensuring 

that the genetic material originated from the mite and preserving the specimen for further studies. 
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Table 1 Quantification and average quality of total DNA extracted from Chiroptonyssus robustipes mites using three 

different protocols. 

 

Protocol Group Amount of total DNA (µg/µL) (SD)  Total DNA quality (260/280 nm) 

P1 

 

G1 0.50 (0.000)  0.00 (0.000)  

G2 0.00 (0.000) --- 0.00 (0.000) --- 

G3 1.00 (0.500)  0.00 (0.000)  

P2 

 

G1 0.93b (0,586)   1.15b (0.145)  

G2 1.63b (0.153)  p = 0.005 1.56a (0,101) p = 0.064 

G3 3.37a (0.777)  1.29ab (0.183)  

P3 

 

G1 5.00a (0.500)  1.93a (0.026)  

G2 5.50a (0.620) p = 0.162 1.92a (0.099) p = 0.162 

G3 6.23a (0.367)  2.02a (0.030)  
 

mean (standart deviation - SD). * Equal letters do not differ statistically (p > 0.05) – Tukey test 

P1: Protocol based on Wizard Genomic DNA Purification Kit (A1125, Promega®, EUA).  

P2: Protocol based on PureLink Genomic DNA Mini Kit (CA92008, Invitrogen®, EUA).  

P3: Protocol based on DNeasy Blood and Tissue Kit (GmbH, Qiagen®, Germany).   
G1: group of samples containing a single specimen of C. robustipes.  

G2: group of samples containing a C. robustipes macerated in liquid nitrogen. 

G3: group of samples containing a pool of 28 C. robustipes
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Pesquisa molecular de Rickettsia spp., Trypanosoma spp. e Leishmania spp. em Chiroptonyssus robustipes de 

quirópteros do Rio Grande do Sul, Brasil 

 

Resumo 

O estudo teve por objetivo investigar a presença de Rickettsia spp., Trypanosoma spp. e Leishmania spp. em ácaros 

Chiroptonyssus robustipes coletados de morcegos provenientes de 34 municípios do Rio Grande do Sul, Brasil. A 

extração de DNA total foi realizada empregando um único exemplar de ácaro de forma integral, utilizando DNeasy 

Blood & Tissue Kit (GmbH, Qiagen®, Germany). Para a pesquisa de Rickettsia spp., Trypanosoma spp. e 

Leishmania spp. foi realizada a amplificação do DNA total extraído de 18 ácaros, utilizando os primers CS-78 e 

CS-323; KIN1 e KIN2 e S4 e S12 e S17 S18, respectivamente. Não foram verificadas amostras positivas para os 

agentes testados. 

Palavras chave: PCR, Macronyssidae, Chiroptonyssus robustipes, Leishmania spp., Rickettsia spp., Trypanosoma 

spp. 

 

Introdução 

Pesquisas moleculares identificaram material genético de Rickettsia spp. em ácaros da família Macronyssidae 

(REEVES et al., 2007). No entanto, há carência de investigações sobre a presença de Trypanosoma spp. e 

Leishmania spp. em espécies pertencentes a esta família. Desta forma, buscamos preencher esta lacuna de 

informações realizando a pesquisa, por meio de análises moleculares, da presença de Rickettsia spp., Trypanosoma 

spp. e Leishmania spp. em Chiroptonyssus robustipes, ácaro da família Macronyssidae. 

Este ácaro foi assinalado parasitando morcegos no Brasil, Chile, Cuba, Estados Unidos, México, Panamá, 

Paraguai e Venezuela (SAUNDERS, 1975; WHITAKER; EASTERLA, 1975; GUZMÁN-CORNEJO et al., 2003; 

PRESLEY; WILLIG, 2008; MUÑOZ et al., 2011; FRANK et al., 2014). No Brasil, C. robustipes foi encontrado 

em Histiotus velatus, Artibeus lituratus e Tadarida brasiliensis em Minas Gerais (MORAES et al., 2013; MELLO, 

2017), Nyctinomops macrotis em São Paulo (FONSECA, 1948) e em T. brasiliensis no Rio Grande do Sul 

(PESENTI et al., 2014). São obrigatoriamente hematófagos nos estágios de protoninfa e adultos (OVAZZA, 1950) 

e podem causar dermatites em humanos Reh (1974). 
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Os ectoparasitos foram coletados de morcegos provenientes de 34 municípios do Rio Grande do Sul, os quais 

foram encaminhados ao Centro Estadual de Vigilância Sanitária (CEVS) e, posteriormente, ao Instituto de 

Pesquisas Veterinárias Desidério Finamor (IPVDF) para a realização dos testes diagnósticos para raiva, durante 

os anos 2016 a 2021. Os animais com resultados negativos para o teste rábico foram mantidos congelados a -20ºC 

e encaminhados ao Laboratório de Doenças Parasitárias (LADOPAR) da Universidade Federal de Santa Maria 

(UFSM), em caixas isotérmicas, com o objetivo de realizarem-se estudos parasitológicos.  

Para verificar a presença dos ectoparasitos, os morcegos foram descongelados em temperatura ambiente 

e foram inspecionadas a sua pelagem e membranas com lupas. Posteriormente, o corpo de cada animal foi 

“varrido”, individualmente, com uma escova de cerdas macias e os espécimes de ectoparasitos encontrados foram 

coletados em uma placa de Petri. A embalagem de armazenamento dos animais também foi inspecionada. Os 

espécimes coletados foram armazenados em microtubos de 2 mL com solução de etanol 70º GL e encaminhados 

ao Setor de Artrópodes Parasitas do Laboratório de Hemoparasitos e Vetores (LHV), do Departamento de 

Parasitologia Animal da Universidade Federal Rural do Rio de Janeiro (UFRRJ), para identificação e 

caracterização taxonômica. Os ectoparasitos foram observados em microscópio estereoscópico Olympus UC30. 

Os espécimes da família Macronyssidae foram identificados morfologicamente de acordo com a chave de 

Radovsky (2010). 

A extração de DNA total dos ácaros C. robustipes foi realizada empregando um único exemplar de ácaro 

de forma integral, utilizando DNeasy Blood & Tissue Kit (GmbH, Qiagen®, Germany), de acordo com as 

instruções do fabricante. A qualidade do DNA obtido foi avaliada pela concentração e pela razão de absorbância 

260/280 nm, utilizando um espectrofotômetro NanoDrop 1000 (Thermo Fisher® Scientific). Posteriormente, as 

amostras de DNA foram armazenadas a -20°C até a realização dos testes moleculares. Após, as amostras das 

extrações de DNA total foram submetidas à PCR convencional, para verificar se amplificaria o gene ribossômico 

18S rDNA do ácaro, utilizando os primers 18S-1F (5’ – ATATTGGAGGGCAAGTCTGG – 3’) e 18S-1R (5’ – 

TGGCATCGTTTATGGTTAG – 3’), que amplificam um fragmento de 500pb (OTTO; WILSON, 2001). A reação 

de PCR foi preparada para um volume final de 25 µL contendo: 1 X Buffer (Promega® Corporation, Madison, WI, 

USA), 2 mM de MgCl2 (Ludwig Biotec®, Brazil), 0,2 mM de dNTPs (Ludwig Biotec®, Brazil), 0,2 µM de cada 

Primer (Exxtend Biotecnologia®, São Paulo, Brazil), 2 U de Taq DNA polimerase (Promega® Corporation, 

Madison, WI, USA) e ~ 20 ng de amostra de DNA total extraído.  
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A amplificação foi realizada no termociclador automático (T100TM Thermal Cycler, Bio-Rad®), nas 

seguintes condições: ciclo inicial a 94ºC por 1 min, 30 ciclos de 95ºC por 20 seg, 50º C por 30 seg, 72º C por 90 

seg e um ciclo final a 72º C por 10 min, seguido por 4°C/∞. Para cada reação foram utilizados água Milli-Q como 

controle negativo e DNA de Riphicephalus microplus, caracterizados morfologicamente e isolados a partir de 

amostras coletadas de bovinos, como controle positivo. Após, 8 μL dos produtos amplificados na PCR foram 

submetidos à eletroforese em gel de agarose a 1,5%, sendo adicionado 2 μL de Diamond™ Nucleic Acid Dye 

(Promega® Corporation, Madison, WI, USA) e 2 μL de Buffer (Promega® Corporation, Madison, WI, USA), sob 

70 volts, por 50 min a 300 A e, posteriormente, visualizados em transiluminador na presença de luz ultravioleta.  

Para a pesquisa de Rickettsia spp. foi realizada a amplificação do DNA total extraído de C. robustipes, 

utilizando os primers CS-78 senso (5’-38 GCAAGTATCGGTGAGGATGTAAT-3’) e CS-323 anti-senso (5’-

GCTTCCTTAAAATTCAATAAATCAGGAT’-3’) que amplificam um fragmento de 401 pb do gene gltA, 

localizado na matriz mitocondrial, que expressa uma enzima que participa da primeira etapa do ciclo do ácido 

cítrico e está presente em todas as espécies do gênero Rickettsia (LABRUNA et al., 2004). 

A reação de PCR foi preparada para um volume final de 25 µL contendo: 1 X Buffer (Promega® 

Corporation, Madison, WI, USA), 2 mM de MgCl2 (Ludwig Biotec®, Brazil), 0,2 mM de dNTPs (Ludwig Biotec®, 

Brazil), 0,2 µM de cada primer (Exxtend Biotecnologia®, São Paulo, Brazil), 2 U de Taq DNA polimerase 

(Promega® Corporation, Madison, WI, USA) e ~ 20 ng de amostra de DNA extraído.  

A amplificação foi processada em termociclador automático (T100TM Thermal Cycler, Bio-Rad®), nas 

seguintes condições: 1 ciclo inicial a 95°C por 3 min, 40 ciclos de 30 s a 95°C, 30 s a 48°C, 30 s a 72°C e 1 ciclo 

final a 72°C por 7 min, seguido por 4°C/∞. Para cada reação foram utilizados água Milli-Q como controle negativo 

e Rickettsia vini obtida a partir de cultivo celular (NOVAKOVA et al., 2016) como controle positivo. Após, 8 μL 

dos produtos amplificados na PCR foram submetidos à eletroforese em gel de agarose a 2%, sendo adicionado 2 

μL de Diamond™ Nucleic Acid Dye (Promega® Corporation, Madison, WI, USA) e 2 μL de Buffer (Promega® 

Corporation, Madison, WI, USA), sob 90 volts, por 60 minutos a 300 A e, posteriormente, visualizados em 

transiluminador na presença de luz ultravioleta.   

Para a pesquisa de Trypanosoma spp. foi realizada a amplificação total do DNA extraído de C. robustipes, 

utilizando os primers KIN1R senso (5’-GCGTTCAAAGATTGGGCAAT-3’) e KIN2F anti-senso (5’- 

CGCCCGAAAGTTCACC -3’), que amplificam um fragmento de 540 pb do gene alvo ITS1, na região conservada 
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18S e 5.8S do rDNA (DESQUESNES et al., 2001). A reação de PCR foi preparada para um volume final de 25 

µL contendo: 1 X Buffer (Promega® Corporation, Madison, WI, USA), 2 mM de MgCl2 (Ludwig Biotec®, Brazil), 

0,2 mM de dNTPs (Ludwig Biotec®, Brazil), 0,2 µM de cada Primer (Exxtend Biotecnologia®, São Paulo, Brazil), 

2 U de Taq DNA polimerase (Promega® Corporation, Madison, WI, USA) e ~ 20 ng de amostra de DNA extraído. 

A reação foi realizada no termociclador automático (T100TM Thermal Cycler, Bio-Rad®), nas seguintes 

condições: ciclo inicial a 94ºC por 3 min, 35 ciclos de 94ºC por 1 min, 53º C por 1 min, 72º C por 1 min e um ciclo 

final a 72º C por 5 min, seguido por 4°C/∞. Para cada reação foram utilizados água Milli-Q como controle negativo 

e Trypanosoma evansi, isolado a partir de um cão naturalmente infectado, como controle positivo. Após, 8 μL dos 

produtos amplificados na PCR foram submetidos à eletroforese em gel de agarose a 1,5%, sendo adicionado 2 μL 

de Diamond™ Nucleic Acid Dye (Promega® Corporation, Madison, WI, USA) e 2 μL de Buffer (Promega® 

Corporation, Madison, WI, USA), sob 70 volts, por 50 min a 300 A e, posteriormente, visualizados em 

transiluminador na presença de luz ultravioleta.   

Para a pesquisa de Leishmania spp. foi realizada a amplificação do DNA através de nested polymerase 

reaction (n-PCR), que amplifica o gene da subunidade ribossomal (SSU rDNA). Na primeira fase da reação foram 

utilizados os primers externos S4 (5’-GATCCAGCTGCAGGTTCACC-3’) e S12 (5’-

GGTTGATTCCGTCAACGGAC-3’), que amplificam um fragmento de 520 pb (ULIANA et al., 1994). Para a 

segunda fase da reação, foram utilizados os primers internos S17 (5’-CCAAGCTGCCCAGTAGAAT-3’) e S18 

(5’-TCGGGCGGATAAAACCC-3’), que amplificam um fragmento de aproximadamente 490 pb (SAVANI et al., 

2009). Controles positivos e negativos foram utilizados nas reações, consistindo de DNA extraído de cultura de L. 

infantum (MHOM/BR/1974/PP75) e água Milli-Q, respectivamente. 

A reação de PCR foi preparada para um volume final de 25 µL contendo: 1 X Buffer (Promega® 

Corporation, Madison, WI, USA), 2 mM de MgCl2 (Ludwig Biotec®, Brazil), 0,2 mM de dNTPs (Ludwig Biotec®, 

Brazil), 0,2 µM de cada Primer (Exxtend Biotecnologia®, São Paulo, Brazil), 2 U de Taq DNA polimerase 

(Promega® Corporation, Madison, WI, USA) e ~ 20 ng de amostra de DNA extraído. 

A amplificação foi processada em termociclador automático (T100TM Thermal Cycler, Bio-Rad®), 

seguindo as recomendações de Savani et al. (2009), com as modificações realizadas por Ratzllaf et al. (2022). 

Após, 8 μL dos produtos amplificados na PCR foram submetidos à eletroforese em gel de agarose a 2%, sendo 

adicionado 2 μL de  Diamond™ Nucleic Acid Dye (Promega® Corporation, Madison, WI, USA) e 2 μL de Buffer 
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(Promega® Corporation, Madison, WI, USA), sob 90 volts por 60 minutos a 300 A e, posteriormente, visualizados 

em transiluminador na presença de luz ultravioleta.  

O limiar de detecção de todas as reações de PCR foi realizado através da diluição de cada controle positivo 

em água Milli-Q nas seguintes diluições seriadas de 1:10 a 1:106 e testados por PCR. A inibição da reação de PCR 

foi realizada, individualmente, com diluição de cada controle positivo na proporção de 1:1 e testados por PCR. As 

reações de PCR de cada teste foram realizadas conforme descrito anteriormente. 

Do total de morcegos analisados, 35,8% (39/109) apresentaram um total de 385 ectoparasitos. Destes, 

94,87% (37/109) estavam parasitados por C. robustipes (382/385; 99,22%). Todos os morcegos parasitados 

possuíam hábito insetívoro e destes 28,4% (31/109) eram T. brasiliensis. 

Chiroptonyssus robustipes embora tenha registro de parasitismo em várias espécies de quirópteros 

(BASSINI-SILVA et al. 2021) a alta prevalência e abundância observadas em T. brasiliensis faz dessa espécie seu 

principal hospedeiro (DURDEN et al., 1992; GUSMAN-CORNEJO et al., 2003; MUÑOZ et al., 2003; COLÍN-

MARTÍNEZ et al. 2017; PESENTI et al., 2014; SILVA et al., 2016).  

Neste estudo foram submetidos a pesquisa de Rickettsia spp, Trypanosoma spp. e Leishmania spp. as 

amostras que apresentaram resultado positivo para o gene ribossômico 18S rDNA. Na extração de DNA total, 

75,68% (28/37) do total das amostras testadas apresentaram material genético. Destas, 64,2% (18/28) amplificaram 

o gene ribossômico 18S rDNA de C. robustipes, evidenciando que o material genético obtido destas amostras 

pertence a subclasse Acari. 

Nas reações da PCR para pesquisa de Leishmania spp., Rickettsia spp. e Trypanosoma spp. nenhuma das 

18 amostras processadas amplificou o DNA destes microrganismos. Chiroptonyssus hematófagos 

(Macronyssidae), coletados de morcegos do Rio de Janeiro, foram negativos para Rickettsia spp., enquanto uma 

mosca coletada destes mesmos morcegos foi positiva para a bactéria (AMARAL et al., 2018). Ratzlaff et al. (2022) 

testou os morcegos deste estudo para Leishmania spp., dos quais três foram positivos para o agente. Dos três 

morcegos positivos para Leishmania spp., recuperou-se ácaros de dois deles, que foram testados neste estudo e 

não apresentaram DNA deste microorganismo.  

É importante salientar que a presença de agentes parasitários em morcegos não implica necessariamente 

em danos à saúde desses mamíferos, nem podemos inferir sua importância epidemiológica no ciclo das 

enfermidades apenas com base nessa presença. No entanto, destaca-se a importância da pesquisa de ocorrência 
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destes agentes na ecologia natural, proporcionando dados epidemiológicos que podem auxiliar nas questões 

relacionadas não somente a saúde pública, mas também para a preservação das espécies de morcegos. 
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8 DISCUSSÃO 

O presente estudo aborda a presença e as implicações do parasitismo em morcegos, 

visando compreender as complexas relações parasito-hospedeiro que regem essas interações. O 

padrão de dispersão dos parasitos é considerado importante ferramenta epidemiológica para o 

entendimento da dinâmica populacional de seus hospedeiros, permitindo avaliar a relação 

parasito-hospedeiro e investigar as consequências do parasitismo em um ecossistema (LUQUE; 

POULIN, 2007). Mello (2017) sugere que comportamentos atípicos de quirópteros negativos 

para raiva, analisados pelos centros de vigilância epidemiológica, podem ser decorrentes de 

alterações fisiológicas ocasionadas por parasitos, como relatado por Gardner e Molyneux 

(1987), onde a relutância em voar ou a incapacidade dos morcegos de manter-se em voo 

coincidiu com altos picos de parasitemia por Babesia spp. Campbell et al. (2004) observaram 

paralisia muscular flácida e distúrbios elétricos no coração de morcegos, causado pela toxina 

liberada pelo carrapato Ixodes holocyclus e Sangster et al. (2012) associaram alterações 

comportamentais de morcegos aos danos neurológicos causados pela toxoplasmose. 

Alguns fatores podem afetar as pesquisas parasitológicas, podendo resultar na perda de 

parasitos, como o tempo decorrente entre a morte do animal e a coleta de ectoparasitos. As 

amostras utilizadas neste estudo, provenientes de 34 municípios do RS (Figura 01), foram 

coletadas pela população, sem informações sobre o tempo de permanência no ambiente, bem 

como sobre as condições de armazenamento das amostras. Apesar da minuciosa inspeção dos 

animais e das embalagens onde estavam armazenados, constatou-se que apenas 16 desses 

municípios apresentaram morcegos com ectoparasitos (Figura 02).  

Atualmente, a Febre Maculosa Brasileira (FMB) é considerada uma zoonose 

reemergente no Brasil e de grande impacto para a saúde pública, em decorrência da dificuldade 

de diagnóstico e à alta mortalidade em casos humanos não tratados precocemente (SILVA et 

al., 2019).  No período de 2010 a 2020 foram notificados 29.208 casos em todo o país. Destes, 

1.928 foram confirmados para FMB e outras riquetsioses, sendo que 1.215 pacientes (63% dos 

casos confirmados) foram hospitalizados e 679 evoluíram para óbito, representando uma 

letalidade de 35% (MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2021).  

No que se refere aos vetores, há descrição de diversas espécies de carrapatos dos gêneros 

Amblyomma spp., Aponoma spp., Dermacentor spp., Haemaphysalis spp., Hyalomma spp., 

Ixodes spp. e Rhipicephalus spp. naturalmente infectados por riquétsias em diferentes partes do 



71 
 

  

mundo, incluindo carrapatos encontrados parasitando morcegos (PAROLA et al., 2005; 

HORNOK et al., 2019; REEVES et al., 2020). No Brasil, o gênero Amblyomma é o mais 

identificado na transmissão de Rickettsia spp. No entanto, Rhipicephalus sanguineus também 

pode transmitir o patógeno (BRASIL, 2016). O artrópode pode permanecer infectado durante 

toda sua vida, mantendo a bactéria na população de carrapatos por meio da transmissão vertical 

(transovariana), estádio-estádio (transestadial) ou por meio da cópula. Pode ainda, durante o 

repasto sanguíneo, transmitir o agente para uma grande diversidade de mamíferos, o que torna 

o conhecimento da distribuição geográfica desses vetores extremamente relevantes nas ações 

de vigilância epidemiológica (SILVA et al., 2019; MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2021). 

Para que ocorra a infecção humana, é necessário que o carrapato permaneça aderido ao 

hospedeiro por um período entre quatro a seis horas, período em que realiza a hematofagia e 

regurgitações subsequentes, gerando um estímulo térmico para a reativação e a multiplicação 

das bactérias (ativação riquetsial), favorecendo a infecção no hospedeiro. No entanto, estudos 

demonstraram que A. aureolatum pode transmitir R. rickettsii para os humanos em apenas 

alguns minutos de parasitismo (MONTEIRO, 2017). 

Diversos animais são susceptíveis a infecção por Rickettsia sp., entre eles estão os gatos, 

marsupiais e os morcegos. Caninos e equinos são considerados animais sentinelas e 

amplificadores dos hospedeiros intermediários e as capivaras e os pequenos roedores silvestres 

são considerados animais reservatórios (HORTA et al., 2004; MONTEIRO, 2017). É 

importante salientar que múltiplos grupos de vetores e mamíferos podem coexistir na mesma 

área, compartilhando ou não de elementos epidemiológicos e, eventualmente, animais 

sinantrópicos ou domésticos que atuam como hospedeiros primários de carrapatos mantendo a 

circulação do agente nestas populações (RUDAKOV et al., 2003; SILVA et al., 2019).   

Além das medidas de prevenção e controle, que consistem principalmente em evitar o 

contato da população com potenciais vetores, são realizadas ações de vigilância em saúde da 

enfermidade, como a capacitação de profissionais para coleta e identificação de carrapatos em 

áreas silenciosas do Brasil, o treinamento e apoio aos laboratórios para realização de 

diagnóstico e projetos de pesquisa para identificação da circulação de agentes etiológicos em 

áreas desconhecidas (MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2021). 

Em relação ao papel dos morcegos como portadores de Rickettsia sp., existem trabalhos 

publicados, no Brasil e no mundo, acerca desta associação. Reeves et al. (2006) encontraram 
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morcegos da espécie Eptesicus fuscus, provenientes do estado da Geórgia, EUA, reativos para 

R. conorii e R. rickettsii por meio da sorologia e, na cidade de São Paulo, Brasil, amostras de 

soro de morcegos das famílias Molossidae, Vespertilionidae e Phyllostomidae foram reativas 

para R. rickettsii, R. parkeri, R. amblyommii, R. rhipicephali e R. bellii (D’AURIA et al., 2010). 

Estudos utilizando técnicas de biologia molecular identificaram Rickettsia africae em 

amostras de sangue de morcegos da espécie Artibeus jamaicensis e Ardops nichollsi, 

provenientes da ilha caribenha de São Cristóvão (REEVES et al., 2016); R. conorii em amostras 

de sangue de morcegos frugívoros e insetívoros das espécies M. natalensis, N. thebaica, E. 

wahlbergi, Scotophilus dinganii e Glauconycteris variegata, coletados na África do Sul e 

Suazilândia (atualmente Reino de Essuatíni) (DIETRICH et al., 2016); Rickettsia bellii em 

tecidos de morcegos da espécie Tadarida brasiliensis capturados na cidade de Buenos Aires, 

Argentina (CICUTTIN et al., 2017); Rickettsia parkeri, R. lusitaniae, R. slovaca e R. raoultii 

em tecidos de morcegos da espécie Pipistrellus pipistrellus, provenientes da China (ZHAO et 

al., 2020) e R. monacensis em tecidos de morcegos da espécie Nyctalus noctula e Pipistrellus 

pipistrellus coletados na Romênia (MATEI et al., 2021). 

A Doença de Chagas é considerada endêmica no RS, sendo um dos estados brasileiros 

que apresentaram maior índice de soroprevalência humana para T. cruzi (CAMARGO et al., 

1984). Embora o estado seja considerado livre de transmissão vetorial da doença e Triatoma 

infestans tenha sido eliminado no RS, existem outras espécies de triatomíneos que persistem 

em domicílios rurais (BEDIN et al., 2009), os quais podem ser agentes competentes na 

transmissão de T. cruzi (SILVA; SILVA, 2023). No Brasil, após a transmissão intradomiciliar 

de T. cruzi, a principal rota de infecção ocorre por transmissão oral e a Doença de Chagas está 

ressurgindo como uma doença transmitida por alimentos (VALENTE et al., 2009; XAVIER et 

al., 2014).  

A significância epidemiológica potencial dos morcegos como possíveis hospedeiros 

reservatórios para T. cruzi, devido à frequência de infecção, foi mencionada por Marinkelle 

(1982). Espécies comuns de morcegos neotropicais, incluindo aquelas dos gêneros Artibeus, 

Noctilio, Mormoops, Natalus, Pteronotus, Myiotis, Carollia, Desmodus, Glossophaga, 

Phyllostomus e Molossus foram relatadas como suscetíveis à infecção por T. cruzi, tanto em 

condições naturais, quanto experimentais (MARINKELLE, 1982; THOMAS et al., 2007). Foi 

identificada em morcegos a presença de uma linhagem de T. cruzi considerada predominante 
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na população humana, causando a doença de Chagas na Venezuela, Colômbia e na Amazônia 

brasileira, onde diferentes formas clínicas da doença foram relatadas, variando de 

assintomáticas a fatais, tanto na fase aguda quanto na crônica (AÑEZ et al., 2004; MONTILLA 

et al., 2002; COURA et al., 2002; TEIXEIRA et al., 2006). 

Os morcegos podem se infectar com T. cruzi, seja por contaminação com formas 

metacíclicas defecadas por insetos triatomíneos infectados durante o repasto sanguíneo, ou pela 

ingestão de insetos infectados (THOMAS et al., 2007). No entanto, a transmissão congênita é 

um fenômeno comum na natureza (AÑEZ et al., 2009). Desta forma, os morcegos são um fator 

de risco adicional na manutenção do ciclo silvestre do T. cruzi em áreas endêmicas. Isso parece 

ser um fato de potencial importância epidemiológica, levando em consideração que os 

morcegos são talvez os mamíferos mais abundantes nos trópicos do novo mundo. Algumas 

espécies, como M. molossus, são excelentes hospedeiros de T. cruzi, com os quais 

possivelmente têm uma associação antiga (MARINKELLE, 1976).  

Inicialmente considerada uma zoonose de animais silvestres, acometendo 

ocasionalmente pessoas em contato com as florestas, a leishmaniose passou a ocorrer em áreas 

rurais e em regiões periurbanas e urbanas, em ambientes transformados, com destruição dos 

habitats silvestres, expondo pessoas ao ciclo de transmissão do protozoário, constituindo um 

grande problema de saúde pública (BRASIL, 2021). No Brasil, há registros de morcegos 

infectados com Leishmania spp. nos seguintes estados: Mato Grosso do Sul (CASTRO et al., 

2020; FERREIRA et al., 2017; REZENDE et al., 2017; SHAPIRO et al., 2013), São Paulo 

(OLIVEIRA et al., 2015; PAIZ et al., 2015; SAVANI et al., 2010), Maranhão (COSTA et al., 

2015), Minas Gerais (GÓMEZ-HERNÁNDEZ et al., 2017) e Rio Grande do Sul (RATZLAFF 

et al., 2022). No entanto, não há registro de ectoparasitos associados a transmissão de 

Leishmania spp. nos morcegos infectados.  

Em nosso estudo, a ausência de resultados positivos para Rickettsia spp., Trypanosoma 

spp. e Leishmania spp. pode ser atribuída não apenas a ausência destes agentes nos morcegos, 

mas também à possível degradação do DNA desses microorganismos, considerando que a 

forma de armazenamento pode ter interferido na preservação do material genético dos agentes 

parasitários pesquisados, pois algumas amostras estavam em avançado estado de deterioração. 

Outra possibilidade é que a quantidade de DNA correspondente seja insuficiente para detecção.  
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Destaca-se a importância do aproveitamento de morcegos coletados pelos serviços de 

vigilância epidemiológica para diagnóstico da raiva, oferecendo uma alternativa viável para 

pesquisas envolvendo morcegos. É importante ressaltar que a presença de agentes parasitários 

em morcegos não implica necessariamente em danos à saúde desses mamíferos, nem permite 

inferir sua importância epidemiológica no ciclo das enfermidades apenas com base nessa 

presença. No entanto, a investigação de agentes parasitários nestes mamíferos é essencial para 

compreender quais parasitos esses animais podem albergar e as possíveis implicações desse 

parasitismo. 

 

 

 

 

 

Figura 1. Mapa do Rio Grande do Sul destacando os municípios onde foram encontrados 

morcegos.  
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Figura 2. Mapa do Rio Grande do Sul destacando os municípios onde foram encontrados 

morcegos com ectoparasitos. 

 

 

9 CONSIDERAÇÕES FINAIS 

O parasitismo de Rhipicephalus microplus em morcegos emerge como um fenômeno 

incomum, abrindo novas perspectivas para a compreensão das dinâmicas parasitárias em 

ambientes de vida silvestre. Uma estratégia adotada pelos ácaros para manter a espécie inclui 

tornar-se generalista e parasitar múltiplos hospedeiros, possibilitando sua sobrevivência e 

disseminação (FURMAN, 1966). Tradicionalmente o parasitismo por R. microplus está 

relacionado aos bovinos, contudo, a ocorrência deste ectoparasito em morcegos desafia as 

expectativas convencionais e suscita questionamentos sobre a especificidade do hospedeiro 

desse carrapato.  

Diversos fatores podem influenciar na diversidade de ectoparasitos nos animais, como 

o clima, habitat, distribuição geográfica, comportamento, porte físico, tipo de abrigo ou resposta 

imune da espécie hospedeira (SZENTIVÁNYI et al., 2018; RUI; GRACIOLLI, 2005). A 

presença simultânea de Chirnyssoides sp., E. inaequalis e C. robustipes em morcegos da família 

Molossidae pode representar a competência destes ectoparasitos de se adaptarem a novos 

hospedeiros, assim como a sua capacidade em coexistirem no mesmo hospedeiro, fatos que 

desempenham um papel crucial na ecologia parasitária, pois, de acordo com Whitaker et al. 
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(1988), parasitos com especificidade de hospedeiro podem se adaptar a outras espécies devido 

às circunstâncias do ambiente e do hospedeiro.  

A identificação de ectoparasitos como R. microplus, Chirnyssoides sp., E. inaequalis e C. 

robustipes em morcegos da família Molossidae provenientes de diferentes regiões do RS 

expressa uma diversidade de hospedeiros potenciais para esses artrópodes, ampliando a 

compreensão do cenário epidemiológico. A coexistência de ácaros de diferentes espécies em 

um mesmo hospedeiro sugere estratégias adaptativas dos parasitos, para evitar a competição 

interespecífica, possivelmente relacionada às preferências por diferentes partes do hospedeiro.  

No que diz respeito à FMB, observam-se diferentes cenários epidemiológicos relacionados 

a esta enfermidade. Os morcegos examinados nesta pesquisa, provenientes de áreas urbanas e 

periurbanas, onde a enfermidade não tem perfil de ocorrência no RS, foram negativos para 

Rickettsia spp. 

Em relação à infecção por T. cruzi, os morcegos investigados neste estudo, identificados 

como insetívoros, apresentam um maior potencial de exposição e infecção por tripanossomos. 

No entanto, o RS é considerado livre de transmissão vetorial da Doença de Chagas e a ausência 

de insetos positivos para T. cruzi em estudos anteriores destaca a necessidade de uma 

abordagem mais ampla para compreender outras fontes de transmissão. 

Não houve detecção de Rickettsia spp., Trypanosoma spp. e Leishmania spp. em C. 

robustipes. Nesse sentido, é crucial considerar que outros artrópodes possam desempenhar um 

papel mais proeminente na epidemiologia desses patógenos. 

Um aspecto observado deste estudo é a falta de consenso nos métodos de extração de DNA 

total para C. robustipes. A padronização desses métodos é essencial para garantir a eficiência 

na obtenção de material genético de qualidade para análises moleculares. O protocolo utilizando 

DNeasy Blood & Tissue Kit (GmbH, Qiagen®, Germany) se mostrou mais eficaz na extração 

de DNA total (p < 0,05) ao extrair o DNA de apenas um ácaro inteiro, demonstrando 

concentrações mais elevadas de DNA em todos os grupos testados. Aspectos adicionais 

relevantes foram considerados na escolha do protocolo de extração, incluindo a possibilidade 

de recuperar o ácaro na coluna de extração do kit após o processo de extração do DNA, o que 

é de considerável importância, pois possibilita a preservação do espécime para estudos 

posteriores, bem como a extração individual de DNA total, assegurando que o material obtido 

seja exclusivamente proveniente daquele indivíduo.  
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Esta pesquisa contribui para o entendimento da diversidade de ectoparasitos em morcegos 

no RS, fornecendo insights sobre a interação entre esses artrópodes, hospedeiros e a potencial 

transmissão de patógenos na região. Os dados aqui apresentados têm implicações importantes 

não apenas para a pesquisa científica, mas também para a saúde pública e estratégias de controle 

de doenças transmitidas por ectoparasitos. 
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