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RESUMO 

 

Bat caves são cavernas que abrigam congregações de milhares de morcegos. A presença destes 

animais altera a composição da biota cavernícola, principalmente devido ao guano dos 

morcegos. Os estudos sobre a micobiota em cavernas brasileiras são considerados raros e 

merecem destaque pelo potencial patogênico e pela capacidade desses microrganismos de 

produzir micotoxinas. O objetivo deste estudo foi determinar a diversidade de fungos isolados 

do ar, dos morcegos e do guano da caverna “Meu Rei”, localizada no Parque Nacional do Vale 

do Catimbau, Tupanatinga – PE. Para o isolamento dos fungos anemófilos, a técnica utilizada 

consistiu da exposição das placas de Petri ao ar, contendo meios de cultura Ágar Dicloran Rosa 

Bengala Cloranfenicol (DRBC) e Ágar Brain Heart Infusion (BHI). As placas foram expostas 

por 20 minutos nas quatro câmaras da caverna e em seguida foram incubadas a 28°C por sete 

dias. Para coleta dos fungos dos morcegos, foram utilizados esfregaços com swabs da cavidade 

oral, pelos e asas. Realizou-se o plaqueamento direto em meio BHI e Saboraud contidos em 

placas e incubadas a 37ºC e 28ºC, respectivamente, por sete dias. Para isolamento dos fungos 

do guano, foi realizada diluição seriada (10-4) do guano fresco e velho de morcegos insetívoros, 

frugívoros e hematófagos. Fez-se o plaqueamento direto em placas com DRBC e Saboraud que 

foram incubadas a 25ºC por sete dias. Todos os isolados foram purificados em meio de cultura 

Batata Dextrose Agar e incubados por sete dias a 28ºC.  Para identificação, utilizou-se a 

morfologia e caracterização molecular, observando características macro e microscópicas e 

análise filogenética das sequências de DNA dos fungos utilizando diferentes genes (ITS, LSU 

(D1/D2) e/ou TUB) de acordo com os gêneros obtidos na identificação prévia. Um total de 170 

fungos foi isolado e 158 foram identificados. Os substratos apresentaram micobiotas distintas, 

variando de 6 a 24 gêneros, onde Aspergillus, Penicillium e Talaromyces foram comuns a todos. 

Ascomycota foi o grupo de fungos com o maior número de representantes, Aspergillus (25), 

Talaromyces (23) e Candida (16). Geosmithia carolliae foi descrita como espécie nova para a 

ciência e possíveis outras novidades taxonômicas em diferentes gêneros. A maioria dos gêneros 

identificados já foram citados em literatura associados a cavernas ou cavernas associadas a 

morcegos. Nossos dados confirmam a necessidade de pesquisas deste tipo, indicando que 

cavernas devem ser monitoradas e visitações devem ser realizadas em condições controladas 

para prevenção de infecções, contribuindo para o estabelecimento de um plano de gestão e 

visitação segura para esta caverna e para o PARNA Catimbau.  

Palavras-chave: Caatinga; Filogenia; Fungos patogênicos; Fungos anemófilos. 



 

 

 

 

ABSTRACT 

 

Bat caves are caves that house congregations of thousands of bats. The presence of these 

animals alters the composition of the cave biota, mainly due to the guano of the bats. Studies 

on the mycobiota in Brazilian caves are considered rare and deserve attention due to the 

pathogenic potential and the ability of these microorganisms to produce mycotoxins. The 

objective of this study was to determine the diversity of fungi isolated from the air, bats and 

guano of the "Meu Rei" Cave, located in the Catimbau Valley National Park, Tupanatinga - PE. 

For the isolation of anemophilic fungi, the technique used consisted of exposing Petri dishes to 

the air, containing culture medium Agar Dicloran Rosa Bengal Chloramphenicol (DRBC) and 

Brain Heart Infusion Agar (BHI). Plates were exposed for 20 minutes in the four chambers of 

the cave and then incubated at 25°C for seven days. To collect the fungi from the bats, swabs 

were used with swabs from the oral cavity, hairs and wings. Direct plating on BHI and Saboraud 

medium was contained in plates and incubated at 37°C and 28°C, respectively, for seven days. 

For the isolation of guano fungi, serial dilution (10-4) of fresh and old guano of insectivorous, 

frugivorous and hematophagous bats were performed. Direct plating was performed on DRBC 

and Saboraud plates which were incubated at 25°C for seven days. All isolates were purified in 

Potato Dextrose Agar culture medium and incubated for seven days at 28°C. For identification, 

morphology and molecular characterization were used, observing macro and microscopic 

characteristics and phylogenetic analysis of fungal DNA sequences using different genes (ITS, 

LSU (D1 / D2) and / or TUB) according to the genera obtained in the identification. A total of 

170 fungi were isolated and 158 were identified. The substrates presented distinct mycobias, 

ranging from 6 to 24 genera, where Aspergillus, Penicillium and Talaromyces were common to 

all. Ascomycota was the group of fungi with the highest number of representatives, Aspergillus 

(25), Talaromyces (23) and Candida (16). Geosmithia carolliae has been described as a new 

species for science and possible other taxonomic novelties in different genera. Most of the 

genres identified have been cited in literature associated with caves or caves associated with 

bats. Our data confirm the need for research of this type, indicating that caves should be 

monitored and visits should be made under controlled conditions to prevent infections, 

contributing to the establishment of a safe management and visitation plan for this cave and 

PARNA Catimbau. 

Key-words: Caatinga; identification; isolation; pathogenic fungi; anemophilus fungi. 
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 1 INTRODUÇÃO  

 

Bat caves são cavernas que abrigam grandes concentrações de colônias permanentes de 

morcegos e consequentemente, grande abundância de guano (HOLSINGER & CULVER, 

1988). O guano destes animais possui alto nível de nitrogênio que favorece o desenvolvimento 

de uma rica micobiota cavernícola. Também são caracterizadas por possuírem temperatura e 

umidade estáveis e ausência de luminosidade, o que favorece o desenvolvimento de micro-

organismos. Além disso, a ocorrência de morcegos nas cavernas pode afetar a diversidade 

fúngica deste ambiente, que além da deposição do guano, esses animais são vetores de esporos 

de dentro e fora do ambiente da caverna (VANDERWOLF et al., 2013a). A micobiota deste 

tipo de ambiente é distinta, possuindo hábitos alimentares adaptados para sua permanência, 

desempenhando importantes papéis no ecossistema cavernícola (BARTON, 2006; LADLE et 

al., 2012; TAYLOR, 2013). 

Cavernas abrigam uma grande diversidade de fungos que podem ser possíveis 

oportunistas e patogênicos (TAYLOR, 2013), apesar disso, de acordo com as informações 

disponíveis, poucas bat caves tiveram sua micobiota investigada no Brasil. Dentre os estudos 

conhecidos, é dada maior atenção ao Histoplasma capsulatum, espécie fúngica patogênica 

encontrada em morcegos associados a cavernas, causadora da histoplasmose, uma infecção 

sistêmica grave dentre os fungos conhecidos com o maior potencial patogênico ambientes 

cavernícolas. (GOMPERTZ et al., 2004; GUIMARÃES et al., 2006). 

Os fungos que utilizam o ar como principal meio de dispersão são denominados de 

fungos anemófilos e, por serem cosmopolitas, habitam diversos tipos de ambientes, incluindo 

cavernas, o que garante maior sucesso na disseminação em diferentes substratos, desde que 

estes contenham nutrientes necessários para manutenção de seu metabolismo. (CURTIS et al., 

2004; LOBATO et al., 2009). Estes micro-organismos podem produzir grande número de 

esporos que, quando inalados, podem ser responsáveis por manifestações respiratórias 

alérgicas. Também é comum a produção de micotoxinas e compostos orgânicos voláteis que 

podem causar problemas graves em quem circula em ambientes internos, como cavernas. Além 

disso, algumas espécies de fungos produzem álcoois e cetonas como parte de seu metabolismo 

que de acordo com a literatura, são responsáveis por causar irritações nasais (MEZZARI et al., 

2003. SIGH, 2005). 
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Algumas espécies dos gêneros Aspergillus, Penicillium e Alternaria são relatadas como 

fungos anemófilos, sendo considerados contaminantes biológicos e causadores de infecções, 

alergias, asma e rinite (LOBATO et al., 2009). Estas espécies também são relatadas como 

causadoras de infecções fúngicas oportunistas e vem sendo relatadas com frequência em várias 

manifestações clínicas, desde micoses cutâneas até infecções sistêmicas generalizadas. A 

ocorrência dessas infecções é bastante conhecida na literatura médica e os esporos inalados do 

ar têm sido observados como responsáveis por esses problemas alérgicos (FURTADO & 

FERRARONI, 1998). 

O conhecimento da frequência e ocorrência das espécies de fungos são importantes para 

controle da exposição do homem na prevenção a estas manifestações alérgicas e demais 

infecções provocadas por fungos potencialmente patogênicos nestes ambientes (CHAMPMAN 

& MEZZARI, 2000).  Desta forma, entende-se que a Bat cave “Meu Rei” é uma caverna 

potencialmente perigosa para visitação. 

Assim, baseando-se em revisão bibliográfica, devido aos poucos estudos relacionados 

à micobiota em cavernas, sobretudo no Nordeste brasileiro, o presente estudo teve como 

objetivo determinar a diversidade de fungos isolados do ar, dos morcegos e do guano da caverna 

“Meu Rei”, localizada no Parque Nacional do Vale do Catimbau, cidade de Tupanatinga, 

Pernambuco - Brasil.  
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2 FUNDAMENTAÇÃO TEÓRICA 

 

2.1 Bat caves 

 

Bat caves são cavernas que abrigam concentrações de milhares de colônias permanentes 

de morcegos e consequentemente, grande abundância de guano em seu interior (HOLSINGER; 

CULVER, 1988). Apresentam características estáveis de umidade, temperatura e ausência de 

luz, de forma que seu ecossistema subterrâneo apresente uma biota distinta (CULVER, 1982; 

TAYLOR, 2013). Os organismos que fazem parte da biodiversidade cavernícola desempenham 

importante papel ecológico, podendo servir como fontes de alimento para as comunidades de 

invertebrados (PORTER et al., 2009; ESTRADA- BÁRCENAS et al., 2010; TAYLOR, 2013), 

ser envolvidos na ciclagem de nutrientes (ENGEL et al., 2004; PORTER et al., 2009) e o 

controle de populações de alguns invertebrados (YODER et al., 2009; TAYLOR, 2013).  

 

2.1.1 Fungos em Bat caves 

 

Cavernas abrigam grande diversidade fúngica que podem incluir espécies patogênicas 

e oportunistas. Estes micro-organismos produzem esporos que podem ser inalados e causarem 

manifestações respiratórias alérgicas e micoses sistêmicas a depender do sistema imunológico 

de quem circula nestes ambientes (LACAZ, 2002; VANDERWOLF et al., 2013a). Além disso, 

algumas espécies de fungos produzem micotoxinas e compostos orgânicos voláteis, álcoois e 

cetonas como parte de seu metabolismo que de acordo com a literatura, são responsáveis por 

causar irritações nasais em quem circula em ambientes internos, como cavernas. (MEZZARI et 

al., 2003. SIGH, 2005).  

Os fungos, cujo o ar é o seu principal meio de dispersão, são denominados de fungos 

anemófilos. Os fungos anemófilos presentes em cavernas podem ser isolados facilmente pelo 

método “gravity settling method”, comumente utilizado para a determinação da micobiota 

cavernícola. Este método é popularmente conhecido como método de exposição de placas de 

Petri ao ar, utilizando meios de cultura específicos para isolamento (VANDERWOLF et al., 

2013b). 

 

A ocorrência de morcegos nas cavernas pode afetar a diversidade fúngica deste 

ambiente, pois esses animais funcionam como vetores de esporos de dentro e fora do ambiente 
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da caverna (VANDERWOLF et al., 2013a). Além disso, o guano de morcegos em bat caves dá 

suporte a uma rica biota cavernícola que inclui desde vertebrados a micro-organismos 

(BARTON, 2006; LADLE et al., 2012).  

A entrada alóctona de matéria orgânica e micro-organismos nestes ambientes podem 

favorecer o desenvolvimento de espécies fúngicas patogênicas, como Histoplasma capsulatum, 

comumente encontrada em cavernas e associada ao guano de morcegos e pássaros. Esta espécie 

é conhecida dentre os fungos cavernícolas, pelo maior potencial patogênico, sendo causadora 

da histoplasmose, uma infecção sistêmica grave (BARTON, 2006; LADLE et al., 2012). 

Mas apesar disso, de acordo com as informações disponíveis, poucas bat caves tiveram 

sua micobiota previamente investigada no Brasil (GOMPERTZ et al., 2004; GUIMARÃES et 

al., 2006; TAYLOR, 2013). 

A histoplasmose está distribuída no mundo inteiro, mas é considerada endêmica para o 

Sudeste Asiático, Índia, Austrália, África e partes da América do Sul e América do Norte, 

especialmente o Vale do Rio Mississippi-Ohio, nos Estados Unidos. A espécie causadora da 

doença foi isolada de dentro de cavernas a partir de amostras de guano, solo, ar e água destes 

locais. (KASUGA et al., 2003). 

O aparecimento repentino da doença fúngica letal chamada Síndrome do Nariz Branco 

(SNB) em morcegos em uma caverna da América do Norte em 2006, aumentou o interesse na 

pesquisa e estudo dos fungos que ocorrem em cavernas. A síndrome é causada pela espécie 

Geomyces destructans descrita por Blehert & Gargas em 2009 e recebeu essa denominação por 

deixar um “pó” branco, pulverulento, no nariz dos morcegos infectados (Figura 1). A SNB 

apareceu pela primeira vez numa caverna perto de Albany, Nova York, e se espalhou para 

estados adjacentes no Canadá (FOLEY et al., 2011).  Esta espécie também tem sido relatada 

em cavernas no nordeste dos Estados Unidos, Canadá e vários países europeus 

(VANDERWOLF, 2013a). Recentemente a espécie foi renomeada por Minnis & Lindner 

(2013) para Pseudogymnoascus destructans. 

  Pseudogymnoascus destructans é bem adaptada a condições frias de cavernas e minas 

e se assemelha a fungos dermatófitos que causam micoses na pele (GARGAS et al., 2009; 

WIBBELT et al., 2010). 

Pseudogymnoascus destructans parece estar adaptada para o ambiente cavernícola. 

Várias espécies de fungos podem crescer em morcegos mortos em cavernas, mas P. destructans 

quando infecta morcegos, é capaz de invadir tecidos vivos e perturbar o sono dos morcegos que 

estão hibernando. Isto causa diminuição prematura das reservas de gordura corporal 
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armazenadas necessárias até o fim da hibernação e sucesso da sobrevivência na chegada da 

primavera (MARTINKOVA et al., 2010; VOYRON et al.; CHATUDERVI, 2011). 

  Estudos em cavernas francesas corroboram para maior adaptação e estabelecimento 

de Pseudogymnoascus destructans em cavernas européias, mas os morcegos infectados exibem 

sintomas diferentes dos observados nos morcegos norte-americanos e nenhuma mortalidade em 

massa foi registrada na Europa (MARTINKOVA et al.; PUECHMAILLE et al. 2010). 

 

Figura 1 - Morcegos infectados com a Síndrome do Nariz Branco, causada pelo fungo 

Pseudogymnoascus destructans. 

 

Fonte: http://micologia-micotoxicologia.blogspot.com 

  

Apesar de outras espécies de fungos terem sido cultivadas a partir de morcegos que 

vivem em cavernas, além de P. destructans (LARCHER et al., 2003; VOYRON et al., 2011; 

VANDERWOLF et al., 2013), não se sabe se estes fungos são capazes de utilizar morcegos 

vivos como um substrato para o crescimento. Atualmente pouco se sabe sobre a micobiota 

associada a cavernas e morcegos. Os poucos estudos que existem focam em fungos de interesse 

médico com potencial patogênico ao homem ou a outros animais e ao papel dos morcegos na 

propagação de patógenos, como o Histoplasma capsulatum (ULLOA et al., 2006; 

VANDERWOLF, 2013a). 

A associação entre morcegos e fungos patogênicos foi relatada pela primeira vez por 

Emmons (1958) quando isolou Histoplasma capsulatum de solo contaminado por guano de 

morcego em Maryland. Em estudos posteriores, identificou que aproximadamente 30 espécies 

de morcegos foram identificadas como espécies hospedeiras de fungos patogênicos. Além da 

espécie H. capsulatum, outras espécies já isoladas em morcegos foram: Paracoccidioides 

brasiliensis, Cryptococcus neoformans, Cryptococcus diffluens, Cryptococcus albidus, 

Cryptococcus laurentii, Candida parapsilosis, Torulopsis glabrata e Wangiella dermatitidis 
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dos órgãos internos dos morcegos; Sporothrix schenckii das fezes e Trichophyton 

mentagrophytes e Microsporum canis da pele. A suscetibilidade natural a infecções fúngicas 

por fungos foi demonstrada em histoplasmose, coccidioidomicose e paracoccidioidomicose 

(WAI YIN MOK et al., 1982). 

Em revisão geral sobre a micobiota de diferentes substratos de cavernas e minas de todo 

o mundo, Vanderwolf (2013a) observou que o filo Ascomycota domina os ambientes 

cavernícolas. Os gêneros mais frequentemente relatados a partir de estudos sobre micologia em 

cavernas, além de Histoplasma e Pseudogymnoascus são: Aspergillus, Penicillium, Mucor, 

Fusarium,  Trichoderma, Cladosporium, Alternaria, Paecilomyces, Acremonium, 

Chrysosporium, Laboulbenia, Rhizopus, Mortierella, Chaetomium, Rhachomyces, 

Trichophyton, Humicola, Isaria, Absidia, Beauveria, Phoma , Verticillium, Aureobasidium, 

Gliocladium, Coprinus, Cunninghamella, Epicoccum, Geotrichum, Microsporum, Botrytis, 

Candida, Mycena, Scopulariopsis  e Stachybotrys.  

Em estudo para elaboração de plano de gestão da caverna Lapa Nova em Minas Gerais, 

Brasil, Taylor et al. (2013) isolaram dez gêneros de fungos que ocorrem no ar: Aspergillus 

(33,3%), Penicillium (29,1%), Cladosporium (8,3%), Fusarium (8,3%), Calcarisporum (4,1%), 

Chaetomium (4,1%), Curvularia (4,1%), Emericella (4,1%), Geotrichum (4,1%), e 

Trichoderma (4,1%). Aspergillus e Penicillium foram os gêneros mais diversos, com oito e sete 

das espécies totais isolados a partir do ar, respectivamente. 

Cury et al. (2001) relataram um surto de histoplasmose no município de Pedro Leopoldo 

em Belo Horizonte, Brasil, onde quatro pacientes foram diagnosticados com histoplasmose 

pulmonar aguda no período de 13/05/1997 a 28/08/1998.  

  Estudos específicos sobre a micobiota associada com morcegos para isolar 

Pseudogymnoascus destructans foram realizados em cavernas do estado de Nova York que 

registraram espécies de Aspergillus, Cladosporium, Fusarium, Helicostylum, Mortierella, 

Mucor, Penicillium e Trichophyton a partir da pele dos morcegos (VANDERWOLF, 2013b). 

Assim como o trabalho realizado por Simonovicova et al. (2011) em cavernas na Eslováquia 

que isolaram Isaria farinosa, Cladosporium e Alternaria. 

  Na tentativa de entender se o declínio no número de espécies de morcegos em 

cavernas na América do Norte era causado pela Síndrome do Nariz Branco, amostras de pele e 

pelos dos morcegos foram analisados por Holz et al. (2018), os quais testaram a presença de 

fungos potencialmente patogênicos: P. destructans, dermatófitos e Histoplasma capsulatum. 

Tanto os morcegos quanto o ambiente foram negativos para P. destructans e a maioria dos 
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isolados encontrados possuem importância ambiental ou vegetal. Desta forma, entendeu-se que 

nenhum deles possuía algum grau significativo de patogenicidade para morcegos. Também não 

foi detectada a presença da espécie Histoplasma capsulatum.  

  Para investigar se as diferenças na composição do guano influenciam na diversidade 

e estrutura da comunidade de espécies, Emerson & Roark (2007) analisaram o guano de 

morcegos com hábitos alimentares diferentes:  frugívoros, hematófagos e insetívoros e assim 

como Nováková (2009), constataram maior diversidade de espécies de fungos em guano de 

morcego quando comparadas com outros substratos em uma caverna eslovaca. Pteropus 

rodricensis é uma espécie de morcego frugívora nativa da Ilha de Rodriguez, no Oceano Índico. 

Desmodus rotundus é uma espécie hematófaga, originária da América Central e do Sul e que 

se alimenta do sangue de equinos, bovinos e suínos, vivendo em cavernas, árvores ocas e 

prédios abandonados. Tadarida brasiliensis é uma espécie insetívora encontrada no sul dos 

Estados Unidos e América do Sul (NOWAK, 1999). Eles observaram que o guano do morcego 

hematófago continha menos fósforo do que o guano das outras duas espécies e continha mais 

carbono que o frugívoro e este último, continha menos nitrogênio. Desta forma, concluiu-se 

que estas diferenças na composição do guano podem afetar a estrutura e a dinâmica do 

ecossistema. 

  Rivera-Neves et al. (2009) em três cavernas no sudoeste de Porto Rico, obtiveram 

cinqüenta espécies de fungos guanofílicos, a maioria era de fungos mitospóricos, dos gêneros 

Aspergillus, Cladosporium, Curvularia, Penicillium, Fusarium, Geotrichum, Gliocadium, 

Hirtusela, Neurospora, Paecilomyces, Scopulariopsis, Sepedonium e Trichoderma. Dentre os 

zygomycetos, Circinella umbellata foi o mais representativo, seguido de Absidia, 

Cunninghamella, Mucor e Rhizopus. Circinella umbellata é uma espécie coprófila geralmente 

associada em esterco de vários animais, como répteis e mamíferos. Porém, nem todas espécies 

encontradas neste estudo são coprófilas ou guanófilas. Sua presença pode ser explicada pela 

sua ecologia, por serem sapróbios e neste caso, estão associados ao guano.  

 Ainda neste estudo os autores isolaram 19 espécies de basidiomicetos dos gêneros Auricularia, 

Citocybe, Collybia, Ganoderma, Geastrium, Hexagonia, Lepiota, Lepista, Mycena, Phellinus, 

Podoscypha, Polyporos, Rigidoporus, Ramaria, Trametes e Volvariella e também três espécies 

de ascomicetos Hypoxylon, Xylaria anisopleura e X. kegeliana. 

  Ogórek et al. (2016) em primeira avaliação de fungos do ar e do guano de morcegos 

em cavernas na Eslováquia, isolaram Penicillium roseopurpureum e Rhodotorula glutinis 

apenas de guano, enquanto Alternaria alternata, Botrytis cinerea, Cladosporium herbarum, 
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Epicoccum nigrum, Gliocladium roseum, Penicillium lanosocoeruleum, Penicillium urticae e 

Phoma fimeti foram encontrados exclusivamente nas amostras de ar. Alternaria. alternata, 

Aspergillus. fumigatus e Phoma fimeti estavam presentes apenas no ar da caverna Driny, 

enquanto Absidia glauca, Aspergillus foetidus, Botrytis. cinerea, Gliocadium roseum, 

Penicillium lanosocoeruleum e Rhizopus stolonifer foram encontrados no ar da Gruta 

Harmanecka. Penicillium granulatum constituiu o maior grupo de fungos isolados do ar em 

ambas as cavernas enquanto as culturas cultivadas de guano, Mucor hiemalis foi o mais 

representativo. Espécies de fungos como Absidia glauca, P. roseopurpureum e R. glutinis 

foram isoladas apenas do guano coletado na caverna de Harmanecka e Aspergillus fumigatus 

apenas da caverna Driny. Leveduras foram isoladas apenas do guano amostrado na caverna de 

Harmanecka, representadas pela espécie Rhodotorula glutinis.   

  Vanderwolf et al. (2016) em estudos para determinar a micota das paredes de cavernas 

na Ilha Anticosti, Quebec, isolaram espécies de Penicillium, Pseudogymnoascus pannorum, P. 

roseus, Trichoderma, Cladosporium, Thysanophora, Mucor e Trichosporon dulcitum.  

 Estudos realizados por Nováková et al. (2018) em cadáveres e esqueletos de animais mortos 

em cavernas européias, evidenciaram a presença de fungos das espécies Botryosporium 

longibrachiatum isoladas em rãs, Chaetocladium jonesiae em morcegos e Penicillium vulpinum 

em aranhas.   

A prática de visitação pelo homem em cavernas dá-se geralmente para atividades 

turísticas e fins religiosos, onde são construídas pequenas capelas e até santuários. Estas 

atividades podem influenciar na diversidade das espécies devido à entrada alóctona de outras 

espécies para dentro das cavernas pela dispersão e importação dos conídios. Estas práticas 

podem influenciar a riqueza e diversidade da fauna e da microbiota, causar alterações nas 

características do clima cavernícola, principalmente temperatura e umidade, o enriquecimento 

de matéria orgânica e inorgânica, acúmulo de lixo deixados pelos visitantes, entre outras 

perturbações (BARTON, 2006; BARTON & NORTHUP, 2007).  

Alguns estudos investigaram se visitas a cavernas causam algum impacto sobre a 

diversidade de fungos. Vaughan- Martini et al. (2000) perceberam que uma caverna italiana 

com alta visitação humana (aproximadamente 400.000 visitantes por ano), apresentaram mais 

cepas de leveduras do que duas outras cavernas com baixa visitação humana. Kuzmina et al. 

(2012) registrou maior número de bactérias heterotróficas e fungos em áreas da caverna com o 

tráfego humano.  
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Visitantes em cavernas podem estar susceptíveis a infecções, já que pode haver 

suspensão dos conídios dos fungos que podem ser inalados (CURY et al., 2001). O 

conhecimento da frequência e ocorrência das espécies de fungos nestes ambientes são 

importantes para controle de visitas e consequentemente da exposição do homem na prevenção 

a manifestações alérgicas e demais infecções provocadas por fungos potencialmente 

oportunistas e patogênicos (CHAMPMAN & MEZZARI, 2000).   

Desta forma, entende-se a importância do estudo e conhecimento das espécies fúngicas 

que ocorrem em ambientes cavernícolas, pois a partir delas pode-se auxiliar na criação de 

planejamento de visitação segura (GRUMACH, 2001). 

 

2.2 Bioma caatinga   

 

Bioma exclusivamente brasileiro, está localizada no semiárido nordestino ocupando 

cerca de 11% do território nacional (844.453 Km²) e 70% da região Nordeste e se estende 

também para o arquipélago de Fernando de Noronha e uma pequena parcela pelo norte do 

estado de Minas Gerais (RIZZINI, 1963; ANDRADE-LIMA, 1981; CASTELLETTI et al., 

2003; MMA, 2017). 

Apesar de estudos mais recentes demonstrarem a importância da Caatinga em termos 

de biodiversidade, o bioma é considerado como o menos estudado comparado aos outros em 

relação a composição de sua fauna e flora e como o terceiro bioma mais degradado do Brasil 

(BEZERRA et al., 2014) com 51% de área alterada pela ação humana, devido principalmente 

ao uso predatório desordenado (ALVAREZ & OLIVEIRA, 2013). Inclusive, a biodiversidade 

vem sendo ameaçada mesmo em áreas protegidas por lei, o que tem contribuído para sua perda 

gradativa (SILVA et al., 2013).  

Leal et al. (2003), comentam que apesar da diversidade de plantas e animais de 

ambientes áridos e semiáridos ser menor quando comparadas a das florestas tropicais, 

confirmam também que regiões secas apresentam fauna e flora específicas e adaptadas a 

condições extremas típicos destes ambientes, com alta taxa de endemismos e com 

características e espécies incomuns. 

Embora pesquisas brasileiras deem mais destaque a florestas tropicais (SÁNCHEZ-

AZOFEIFA et al., 2005), cerca de 5 mil espécies de fungos foram descobertas até o ano de 

2014, onde aproximadamente 850 foram registradas só na Caatinga (MAIA, 2014). Desta 

forma, percebe-se a possibilidade do manejo sustentável dos recursos naturais da Caatinga que 
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conforme Paupitz (2010), poderia contribuir no auxílio de um plano de desenvolvimento 

econômico-social da região Nordeste. 

Atividades econômicas como agricultura e criação de animais, exploração da 

biodiversidade pelas indústrias farmacêuticas, de cosméticos e alimentícia tem desmatado de 

forma acelerada os recursos da Caatinga de forma ilegal e não sustentável. Desta forma o bioma 

é considerado como um dos biomas brasileiros mais ameaçados, modificado e degradados pelo 

homem, ficando atrás apenas da Mata Atlântica e do Cerrado. Estudos estimam que cerca de 

45,3% da sua área total foi alterada e que 52% de área sofre com problemas de degradação, 

tornando este o terceiro bioma brasileiro mais modificado do Brasil (CASTELLETTI et al., 

2003; HAUFF, 2010; KIILL, 2017; ICMBio, 2018).   

  Porém, a Caatinga possui apenas 8,4% de seu território protegido em unidades de 

conservação federais e estaduais, onde apenas 1,4% está inserida em área de proteção integral 

(HAUFF, 2010). A área total protegida da Caatinga em Pernambuco é de 16.280,81 hectares 

(ha), de acordo com dados da Agência Estadual de Meio Ambiente (CPRH), mas com a criação 

do Refúgio de Vida Silvestre Tatu Bola, criado na Copa de 2014, esta área sobe para 92.278,34 

ha, causando o aumento de 1,2% de área de preservação do bioma em Pernambuco (OECO, 

2017; CPRH, 2017).  

 

2.3 Parque Nacional do Vale do Catimbau   

 

  Com o objetivo de preservação de ecossistemas naturais de grande relevância ecológica 

e beleza cênica, no final do século XIX, criaram-se os primeiros Parques Nacionais, destinados 

à conservação de seus aspectos naturais e culturais para as futuras gerações (SIQUEIRA, 2006; 

OECO, 2017). Criado através do Decreto 913/12 de 2002, O Parque Nacional do Vale do 

Catimbau (PARNA do Catimbau) possibilita a realização de pesquisas científicas e o 

desenvolvimento de atividades e práticas de educação ambiental, mas possui o objetivo 

principal de preservar seus ecossistemas naturais (MMA, 2002; IBAMA, 2002) sendo 

considerada uma das áreas mais importantes de conservação da Caatinga.  

O PARNA do Catimbau recebeu este nome devido a Serra do Catimbau, localizada no 

distrito do Catimbau em Buíque (VASCONCELOS, 2016). O relevo é formado por vales, serras 

e vertentes, com altitude que varia dos 370 aos 1000 metros acima do nível do mar (SNE, 2002). 

Apresenta clima predominantemente quente e seco, temperatura média anual de 26°C e 

precipitação anual cerca de 600mm, onde 60 a 75% das chuvas ocorrem entre março a junho, 
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sendo o mês de maio considerado o mais chuvoso, enquanto que novembro, o mais seco 

(FERREIRA, 2015).   

Na região existem formações vegetais heterogêneas que incluem caatinga arbustivo-

arbórea, caatinga arbustiva com elementos de cerrado predominantes; caatinga arbustiva com 

elementos de campos rupestres, vegetação florestal perenifólia e caatinga arbustiva perenifólia 

(RODAL et al., 1998).  

 

2.4 Fungos isolados em cavernas da caatinga 

Pouco se sabe sobre a micobiota de cavernas brasileiras, sobretudo na Caatinga 

nordestina. Taylor et al. (2009) realizaram um inventário de fungos anemófilos, baseados em 

características morfológicas dos isolados, da distribuição mínima de espécies de fungos 

filamentosos presentes em grutas inseridas no bioma Caatinga. As coletas foram realizadas em 

dezoito grutas carbonáticas, inclusive a Caverna “Meu Rei”, localizadas no bioma Caatinga e 

distribuídas em cinco estado do Nordeste: Alagoas, Bahia, Ceará, Pernambuco e Rio Grande 

do Norte, mais o estado de Minas Gerais. Os gêneros Aspergillus, Cladosporium, 

Eupenicillium, Eurotium, Fusarium, Penicillium, Paecilomyces e Emericella foram isolados, 

sendo o mais representativo Aspergillus, seguido por Penicillium.  

Áreas com alto potencial de biodiversidade cavernícola em Pernambuco estão inseridas 

no Parque Nacional do Vale do Catimbau, localizadas entre os municípios de Buíque, 

Tupanatinga e Ibimirim. Algumas cavernas são conhecidas e vem sendo exploradas 

cientificamente no PARNA, incluindo a caverna “Meu Rei”, área central de estudo da pesquisa.  

Pesquisas conduzidas pelo Laboratório de Ciência Aplicada à Conservação da Biodiversidade 

da Universidade Federal de Pernambuco indicam que a Caverna “Meu Rei” é uma Bat cave: 

caverna que abriga permanentemente uma congregação com milhares de morcegos (Com. Pess. 

E. Bernard).  

 

2.5 Bat cave “Meu Rei” – Área de estudo 

 

A caverna “Meu Rei” (08°29'14.1''S; 37°16'48.8''W) (Figura 2) possui formação 

arenítica, com medidas de 162 m de comprimento, 5.358 m² de área e 4.100 m³ de volume 

(Figura 3). Está localizada no município de Tupanatinga, Parque Nacional do Vale do Catimbau 

(PARNA do Catimbau), no semi-árido pernambucano.  
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  Existem poucos relatos escritos que indicam a ocorrência de Bat caves no Brasil. O 

conhecimento da existência destas cavernas para a conservação destes abrigos é de grande 

importância, já que estes ambientes podem abrigar espécies endêmicas e raras e podem ser 

objetos do ponto de vista científico e assim, protegidas (TRAJANO & MOREIRA, 1991; 

GNASPINI-NETO, 1992).  

Conforme comunicação pessoal (E. Bernard), estima-se que mais de 5.000 morcegos, 

de pelo menos nove espécies, usam esta caverna como abrigo. Estudos conferem a Caverna 

“Meu Rei” como de Máxima Relevância de proteção, já que possui características de dimensões 

e extensão notáveis, área e/ou volume e espeleotemas únicos e que seu estado de conservação 

é considerado “Relativamente Estável” (AZEVEDO, 2010).  

 

Figura 2- Entrada da caverna “Meu Rei”, no Parque Nacional do Vale  

do Catimbau, Tupanatinga, Pernambuco, Brasil. 

 

Fonte: A autora (2019). 
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Figura 3- Mapa e dimensões da caverna “Meu Rei”, no Parque Nacional do Catimbau, Pernambuco, Brasil. 

 

         Fonte: Adaptado do Centro Nacional de Pesquisa e Conservação de Cavernas (CECAV) (2014). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



27 

 

 

 

3 MATERIAIS E MÉTODOS 

 

3.1 Área de estudo 

 

O Parque Nacional do Catimbau (IUCN Categoria II) está localizado no estado de 

Pernambuco, Nordeste do Brasil (8 2̊40 00 @ e 8 ̊360 35 @ S; 37 ̊00 30 @ e 37 ̊10 40 @ W) e 

faz parte do domínio da Caatinga - a maior e mais rica região de floresta tropical seca da 

América do Sul. Ocupando 62.292 ha, o Parque está dentro dos limites administrativos de três 

municípios (Buıíque, Ibimirim e Tupanatinga) e a vegetação encontrada é um mosaico de 

floresta seca e arbustos, incluindo espécies xéricas e não xéricas. O clima da região é 

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

uma temperatura média de 23 ̊C e precipitação média anual variando de 486-975 mm, com 

chuvas concentradas entre abril e junho (SPECHT et al., 2019). No entanto, como em outras 

regiões da Caatinga, as chuvas anteriores foram irregulares e podem ocorrer longos períodos de 

seca. 

Meu Rei é uma caverna de arenito localizada no Parque Nacional do Catimbau 

(município de Tupanatinga), com cerca de 162 m de comprimento, com uma única entrada, e 

dividida em quatro câmaras principais (CECAV, 2014; AZEVEDO, 2015). Esta caverna é 

considerada uma caverna de morcegos devido à grande colônia que a utiliza como abrigo. A 

colônia às vezes atinge ~ 120.000 indivíduos, consistindo principalmente de morcegos 

insetívoros Pteronotus gymnonotus (família Mormoopidae). As medições nas porções centrais 

e mais profundas da caverna registraram um ambiente médio temperatura de 25 ̊C e 28 ̊C e 

umidade relativa de 80% e 87%, respectivamente (DELGADO-JARAMILLO et al., 2018). O 

campo-trabalho foi autorizado por licenças do MMA / ICMBio (SISBIO números 43816–1 e 

43816– 2) e Comitê de Ética em Pesquisa Animal - UFPE (número 23076.027916 / 2015-13) e 

foi realizado em setembro de 2017. Os métodos de captura e manejo de morcegos seguiram as 

diretrizes da American Society of Mammalogists (SIKES, 2016). 

 

3.2 Coleta e isolamento dos fungos do ar  

 

A caverna está naturalmente subdividida em quatro câmaras nomeadas em 1, 2, 3 e 4 

(Figura 4) que diferem em umidade e temperatura. As coletas foram realizadas em setembro de 

2017, no período noturno, após a saída dos morcegos da caverna. Para isolamento dos fungos 
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foi utilizado o método de sedimentação em placas - “gravity settling method” - e em cada uma 

das quatro câmaras foram determinados seis pontos para exposição das placas de Petri de 90mm 

de diâmetro, contendo 20mL dos meios de cultura Ágar Dicloran Rosa Bengala Cloranfenicol 

(DRBC – três placas) e Ágar BHI (Brain Heart Infusion– três placas) (LACAZ et al., 2002). 

Desta forma, o total de placas expostas para cada câmara, foram 6 placas, totalizando no final 

da coleta 24 placas.  

As placas foram abertas a 1 m do chão por 20 minutos em cada uma das câmaras, após 

a saída dos morcegos. Para as coletas foram confeccionadas hastes de sustentação de 1m de 

comprimento, feitas de PVC, onde foram colocadas as placas de Petri (Figura 5). Após a 

exposição, as placas foram fechadas, identificadas e levadas para o Laboratório de Micologia 

Ambiental, do Departamento de Micologia, Centro de Biociências, Universidade Federal de 

Pernambuco (UFPE). As placas foram incubadas a 28°C por um período de sete dias, no escuro, 

para posterior contagem e isolamento das UFC. Em seguida, as colônias foram repicadas para 

os tubos de ensaio contendo Sabouraud Dextrose Ágar (SBA) com Cloranfenicol a 0,01g /L 

para purificação (LACAZ et al., 2002) e isolamento das culturas. 

 

Figura 4- Croquis da Caverna “Meu Rei”. Na figura, destacam-se as câmaras da 

caverna onde os fungos foram coletados. 

 

      Fonte: Adaptado do Centro Nacional de Pesquisa e Conservação de 

Cavernas (CECAV) (2014). 
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Figura 5: Hastes de sustentação feitas de PVC 

confeccionadas para a coleta dos fungos do ar na 

caverna “Meu Rei”. 

 

                                       Fonte: A autora (2019). 

 

3.3 Coleta e isolamento dos fungos dos morcegos 

 

  Os morcegos foram capturados com utilização de puçás (Figura 6) dentro da caverna, 

no período da tarde, enquanto hibernavam. Os puçás garantiram mais rapidez e praticidade na 

coleta dos indivíduos que pertenciam a duas espécies: Carollia perspicillata e Diphylla 

ecaudata.  

  Para coleta dos fungos dos morcegos, foram realizados esfregaços a partir da cavidade 

oral, pelos e asas (Figura 7) utilizando cotonetes estéreis (Swabs) imersos em uma solução de 

5mL de água destilada esterilizada, suplementados de 0,01g de antibiótico Cloranfenicol, 

contidas em tubos Falcon de 15mL (VANDERWOLF, 2013b – adaptado). Após amostragem, 

os Swabs foram identificados e acondicionados em caixas térmicas e em seguida, conduzidos 

para o laboratório. Após este processo, foi realizado o plaqueamento direto de 2 mL da solução 

contida nos tubos Falcon, na superfície dos meios de cultura Ágar Saboraud e Ágar BHI 

contidos em placas de Petri, em 3 repetições, incubadas por 7 dias, no escuro, em temperaturas 

de 28ºC para o Ágar Saboraud e 37ºC para o Ágar BHI, para posterior contagem e isolamento 

das UFC (VANDERWOLF, 2013b). Em seguida, as colônias foram repicadas para purificação 
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das culturas em tubos de ensaio contendo Batata Dextrose Ágar (BDA) suplementado com 

0,01g /L antibiótico Cloranfenicol, a fim de inibir o desenvolvimento de bactérias. 

 

Figura 6- Exemplo de Puçá utilizado para captura dos  

morcegos na caverna “Meu Rei”. 

 

Fonte: lognature.com.br 
 

Figura 7- Coleta dos fungos a partir de esfregaços na cavidade oral e asas dos morcegos  

na caverna “Meu Rei”. 

 

Fonte: A autora (2019). 
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3.4 Coleta e isolamento dos fungos do guano 

 

Para detecção dos fungos do guano, foram coletadas amostras de guano fresco e velho 

de morcegos de hábitos alimentares insetívoro, hematófago e frugívoro (Figura 8). Em 

laboratório, 1 g de cada amostra foi colocada em frascos Erlenmeyer de 250 mL, contendo 9 

mL de água destilada esterilizada, com adição de 0,1 mg de Cloranfenicol. As suspensões foram 

agitadas em Vortex durante 5 minutos e posteriormente, 1 mL da solução foi espalhada por 

meio de diluição seriada (10-4) em placas de Petri contendo meios de cultura Ágar DRBC e 

Ágar Saboraud, ambos também preparados com adição de Cloranfenicol para inibição de 

crescimento de bactérias (OGÓREK, 2016).  

A placas foram incubadas a 25º C por sete dias, no escuro para posterior contagem e 

isolamento das UFC. Em seguida, as colônias foram repicadas para tubos de ensaio contendo 

Batata Dextrose Ágar (BDA), suplementado com 0,01g /L antibiótico Cloranfenicol para 

purificação (OGÓREK, 2016 – Adaptado). 

 

Figura 8- Guano de morcegos frugívoros que se abrigam na 

caverna “Meu Rei”. 

 

Fonte: A autora (2019). 
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3.5 Caracterização morfológica dos fungos 

 

Para análise das características morfológicas das culturas isoladas, cultivos em meios 

de cultura específicos foram realizados para observação das características macroscópicas, onde 

foram observadas o aspecto, superfície, presença ou ausência de exsudato, pigmentação do 

meio, coloração e diâmetro das colônias e através da técnica de microcultivo em lâminas 

confeccionadas com ácido lático para análises das características microscópicas (estruturas 

somáticas e reprodutivas). A análise das características morfológicas foi observada baseadas 

em literatura especializada, como Roper e Thom (1949), Pitt (1991), Domch e Gams (1993), 

Samson & Frisvald (2004), Bensch, Braun e Crous (2012), Damm, Cannon e Crous (2012). 

 

3.6 Extração do rDNA  

 

  A biomassa dos isolados foi obtida a partir do cultivo das culturas em BDA contido em 

placa de Petri, mantidos a 25°C por até quatro dias, para obtenção do micélio jovem no 

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

de Biociências, Universidade Federal de Pernambuco. Este micélio foi transferido para 

microtubos de 2 mL com tampa de rosca, acrescidos de quatro esferas de vidro com 3mm de 

diâmetro e 600 microlitros da solução Nuclei Lisis Solution do Kit de extração de DNA 

genômico da Promega (Wizard Genomic DNA Purification Kit) para melhor maceração das 

células fúngicas, utilizando o equipamento L-Beader 6 (Loccus) e os passos seguintes foram 

realizados de acordo com o protocolo do fabricante do Kit. 

 

3.6.1 PCR e sequenciamento  

 

  Para identificação dos fungos, as reações de PCR foram realizadas de acordo com as 

condições e primers determinados em estudos prévios e dependendo do grupo de fungos a ser 

estudado. Para amplificar parte das regiões ITS do rDNA, foram utilizados os primers ITS5 / 

ITS4 (White et al, 1990). Para as leveduras, a região LSU foi amplificada pela utilização dos 

os primers LR0 e LR5 e seguiu-se as condições de PCR de acordo com Bezerra et al. (2017). 
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Para os fungos identificados como pertencentes aos gêneros Penicillium e Talaromyces, além 

da região ITS, foram amplificados os genes β-tubulina, a partir dos primers 2A e 2B. 

Os produtos obtidos da amplificação foram purificados com utilização da enzima 

Exosapillustra™ ExoProStar™ 1-Step (GE Healthcare Life Sciences) e sequenciados na 

plataforma de sequenciamento do LABCEN/CB na Universidade Federal de Pernambuco 

(Recife, Brasil).  

 

 3.6.2 Alinhamento das sequências e análises filogenéticas 

 

As sequências de nucleotídeos das amostras foram editadas no programa Bio Edit e as 

sequências consenso comparadas no banco de dados do GenBank – NCBI utilizando o 

programa Mega BLAST. As sequências obtidas foram adicionadas ao conjunto de sequências 

de espécies similares obtidas no Genbank e alinhadas no programa MUSCLE® (EDGAR, 

2004) no programa MEGA v. 6 (TAMURA et al., 2013). As novas sequências foram 

depositadas no GenBank (http://www.ncbi.nlm.nih.gov). 

A análise de Inferência Bayesiana (BI) foi realizada pelo o método da cadeia de Markov 

Monte Carlo (MCMC). Os modelos de substituição de nucleotídeos serão selecionados através 

do Mr. MODELTEST 2.3 (POSADA E BUCKLEY, 2004), estimados separadamente para cada 

região gênica de acordo com Akaike Information Criterion (AIC). A análise de BI foi concluída 

com Mr. Bayes v.3.1.1 (RONQUIST E HUELSENBECK, 2003) a 10.000.000 de gerações com 

uma árvore amostrada a cada 1.000 gerações, resultando em 10.000 árvores. As primeiras 2.500 

árvores com menores valores de probabilidade foram descartadas da análise e os valores de 

probabilidade posterior (RANNALA E YANG, 1996) serão determinados da árvore consenso 

através das 7.500 árvores remanescentes. A árvore filogenética resultante foi visualizada no 

software FigTree (RAMBAUT, 2009). 

 

3.7 Análises ecológicas e estatísticas 

  Os isolados identificados foram organizados em tabelas de acordo com cada tipo de 

substrato. Foram calculados os índices de abundância, riqueza (S) e de diversidade Shannon-

Wiener (H ') para cada comunidade. A abundância absoluta foi definida como número total de 
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UFC por amostra, enquanto que riqueza foi definida como o número de espécies. Já o índice de 

diversidade Shannon-Wiener para estimativa de amostras aleatórias das espécies por substrato.  
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4.RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

4.1 Riqueza dos fungos 

 

Este estudo de isolamento e identificação dos fungos que ocorrem na caverna “Meu 

Rei” pode ser considerado como pioneiro, sobretudo no Nordeste brasileiro. De todos os 

substratos analisados, foram obtidos 170 isolados e identificados 158, pertencentes a 35 gêneros 

e 27 espécies sendo a maior frequência de ocorrência entre todos os substratos do estudo o 

gênero Aspergillus (25 isolados) (Figura 9), o que pode ser explicado por sua natural capacidade 

de sobrevivência em ambientes adversos e diferentes tipos de substratos, seguido de 

Talaromyces (23), Candida (16), Penicillium (Figura 10), Cladosporium (14) e 

Purpureocillium (9).  

 

Figura 9- Morfologia macroscópica (1) e microscópica (2) de um 

dos isolados do gênero Aspergillus da caverna “Meu Rei’, PARNA 

do Catimbau, Pernambuco, Brasil, cultivado em MEA por sete dias 

a 25ºC. 

 

                           Fonte: A autora (2019). 

 

 

 

 

1 

 

2 
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Figura 10- Morfologia macroscópica (1) e microscópica (2) do 

gênero Penicillium isolado da caverna “Meu Rei’, PARNA do    

Catimbau, Pernambuco, Brasil, cultivado em MEA por sete dias 

 a 25ºC. 

 

                           Fonte: A autora (2019). 

 

  Aspergillus sydowii, Penicillium citrinum e Talaromyces allahabadensis foram as 

espécies isoladas a partir de todos os substratos da caverna. No entanto, os substratos 

apresentaram micobiotas distintas, variando de sete a 18 espécies. Histoplasma capsulatum e 

Pseudogymnoascus destructans não foram isolados a partir das amostras de ar, cavidade oral, 

pelos e asa dos morcegos e do guano da caverna “Meu Rei”. 

A tabela 1 apresenta os dados de frequência absoluta e relativa das comunidades 

observadas no estudo. Segundo Nováková (2009), fungos são considerados uma parte 

importante da microbiota cavernícola, podendo ser isolados de vários substratos em cavernas, 

tais como sedimentos, guano, material orgânico em decomposição, entre outros. Sendo assim, 

dependendo do local de isolamento, a composição das espécies de fungos é diferente. 

 

Tabela 1- Frequência absoluta (F) e relativa (Fr) dos fungos identificados por substrato da caverna “Meu Rei”, 

PARNA do Catimbau, Pernambuco, Brasil. 

                      (Continua) 

 AR  MORCEGOS  GUANO  

 F Fr F Fr F Fr 

Schizophillum commune 3 1,89 % 0 0 0 0 

Cladosporium sp. 2 1,26 % 11 7,59 % 0 0 

1 

 

2 
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Tabela 1- Frequência absoluta (F) e relativa (Fr) dos fungos identificados por substrato da caverna “Meu Rei”, 

PARNA do Catimbau, Pernambuco, Brasil. 

(Conclusão) 

 AR  MORCEGOS  GUANO  

 F Fr F Fr F Fr 

Trametes vilosa 1 0,63 % 0 0 0 0 

Aspergillus spp. 12 7,59 % 7 5,06 % 7 4,43 % 

Humicola sp. 2 1,26 % 0 0 1 0,63% 

Diaporthe sp. 2 1,26 % 0 0 0 0 

Penicillium spp. 2 1,26 % 3 2,53 % 8 5,06 % 

Myceliophtora sp. 1 0,63 % 0 0 0 0 

Talaromyces spp. 1 0,63 % 14 8,86 % 7 4,43 % 

Sarocladium sp. 1 0,63 % 0 0 0 0 

Aplosporella sp. 1 0,63 % 0 0 0 0 

Beauveria bassiana 1 0,63 % 0 0 0 0 

Irpex lacteus 1 0,63 % 0 0 0 0 

Phaeosphaeriopsis sp. 1 0,63 % 0 0 0 0 

Kwoniella dendrophila 0 0 1 0,63 % 0 0 

Rhodotorula mucilaginosa 0 0 6 3,79 % 0 0 

Candida spp. 0 0 15 10,12 % 0 0 

Meyerozyma sp. 0 0 2 1,26 % 0 0 

Sakaguchia sp. 0 0 1 0,63 % 0 0 

Purpureocillium spp. 0 0 9 5,69 % 0 0 

Paraphaeosphaeria sp. 0 0 1 0,63 % 0 0 

Paraconiothyrium sp. 0 0 1 0,63 % 0 0 

Geosmithia carolliae 0 0 1 0,63% 0 0 

Nodulisporium sp. 0 0 1 0,63 % 0 0 

Fusarium sp. 0 0 5 3,16 % 0 0 

Ochroconis spp. 0 0 3 1,89 % 0 0 

Polyschema sp. 0 0 1 0,63 % 0 0 

Rhizopus 0 0 2 1,26 % 0 0 

Chondrostereum sp. 0 0 1 0,63 % 0 0 

Paecilomyces formosus 0 0 6 3,16 % 1 0,63 % 

Gymnoascus dankaliensis 0 0 1 0,63 % 0 0 

Deniquelata sp. 0 0 1 0,63 % 0 0 

Rhinocladiella similis 0 0 1 0,63 % 0 0 

Rigidoporus sp. 0 0 0 0 1 0,63 % 

Phoma sp. 2 1,26 % 2 1,26 % 0 0 

Total 33  100  25  

 

 

4.2 Identificação dos fungos do ar 

 

 

As quatro câmaras da caverna “Meu Rei” apresentaram uma composição distinta das 

micobiotas (Tabela 2), pois os gêneros presentes diferem de uma câmara para outra e a 
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ocorrência varia de duas a nove espécies (Tabela 3) o que pode estar associado à circulação de 

ar e distribuição heterogênea das espécies de morcegos dentro da caverna. Dos gêneros de 

fungos anemófilos isolados, a maioria é considerada de importância médica, já que podem 

causar riscos à saúde humana, pois podem ser responsáveis por infecções respiratórias e 

causadores de micoses (ARMSTRONG ,1993). De acordo com os dados obtidos, todas as 

câmaras da caverna “Meu Rei” são consideradas de risco microbiológico, uma vez que 

apresentaram conídios de fungos considerados patogênicos ou oportunistas de acordo com 

literatura conhecida.  

 

Tabela 2 - Relação da distribuição dos gêneros de fungos identificados do ar nas câmaras da Caverna “Meu Rei”, 

PARNA do Catimbau-PE, Brasil. 

Câmara 1 Câmara 2 Câmara 3 Câmara 4 

Aspergillus bertholletiae Diaporthe sp. Cladosporium A. 

bertholletiae 

Aspergillus ochraceus Phoma sp. Beauveria bassiana Aplasporella 

sp. 

Aspergillus wentii S. comunne Penicillium citrinum  

Aspergillus sydowii Myceliophtora sp. S. commune  

Cladosporium Irpex lacteus   

Penicillium Humicola sp.   

Schizophyllum commune Talaromyces 

allahabadensis 

  

Humicola sp. Sarocladium sp.   

Trametes vilosa Phaeosphariopsis sp.   

 

 

Tabela 3 - Ocorrência e distribuição dos gêneros de fungos identificados do ar por meio de cultura nas câmaras 

da Caverna “Meu Rei”, PARNA do Catimbau-PE, Brasil. 

(Continua) 

 CÂMARA 1 CÂMARA 2 CÂMARA 3  CÂMARA 4 

GÊNEROS DRBC BHI DRBC BHI DRBC BHI  DRBC BHI 

Apergillus bertholletiae  1 2 - - - -  1 - 

Apergillus ochraceus 2 2 - - - -  - - 

Apergillus sp nv 1 1 - - - - -  - - 

Apergillus sp.  1 - - - -  - - 

Apergillus sydowii - 1 - - - -  - - 

Apergillus wentii 1 - - - - -  - - 

Aplosporella sp - - - - - -  1 - 
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Beauveria bassiana - - - - 1 -  - - 

Cladosporium sp. - 1 - - - 1  - - 
Tabela 3 - Ocorrência e distribuição dos gêneros de fungos identificados do ar por meio de cultura nas câmaras da 

Caverna “Meu Rei”, PARNA do Catimbau-PE, Brasil. 

                                                                                                                               (Conclusão) 
 CÂMARA 1 CÂMARA 2  CÂMARA 3 CÂMARA 4 

GÊNEROS DRBC BHI DRBC BHI DRBC BHI  DRBC BHI 

Diaporthe sp - - - 2 - -  - - 

Humicola sp - 1 - 1 - -  - - 

Irpex lacteus - - 1 - - -  - - 

Myceliophthora sp - - - 1 - -  - - 

Penicillium citrinum - - - - 1 -  - - 

Penicillium sp - 1 - - - -  - - 

Phaeosphaeriopsis sp - - 1 - 1 -  - - 

Phoma sp - - 1 1 - -  - - 

Sarocladium sp - - 1 - - -  - - 

Schizophyllum 

commune 

- 
1 - 1 1 -  

- 
- 

Talaromyces 

allahabadensis 

- 
- - 1 - -  - - 

Trametes vilosa 1 - - - - -  - - 

Ocorrência (N) 6 10 4 7 4  1 2 0 

 

 

A maior riqueza e diversidade de espécies nas câmaras 1 e 2 (Tabela 4) pode estar 

relacionada com a sua localização próxima a saída da caverna, temperatura (25ºC) e umidade 

(89%) que diferem das outras câmaras, conforme registro com termo-higrômetro feito no dia 

da coleta.  

 

Tabela 4 - Relação da Abundância, Riqueza e Diversidade das espécies da Caverna “Meu Rei”, PARNA do 

Catimbau-PE, Brasil. 

 ABUNDÂNCIA (N) RIQUEZA 

(S) 
DIVERSIDADE (H’) 

CÂMARA 1 16 11 2.22 

CÂMARA 2 11 9 2.15 

CÂMARA 3 5 5 1.61 

CÂMARA 4 2 2 0.69 

Total 34 20 2.86 

 

No entanto, o menor número de espécies observadas na câmara 4 pode estar associado 

ao fato de que nesta câmara, a espécie predominante de morcegos é Pteronotus gymnonotus 
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(Com. Pess. E. Bernard). Desta forma, sem uma diversidade de espécies de morcegos, pode 

estar ocorrendo uma seleção natural das espécies fúngicas na área e segundo Voyron et al. 

(2011), a composição de fungos anemófilos isolados de cavernas é provavelmente determinada 

por fatores, como o fluxo de ar e pela presença de artrópodes, morcegos e visitantes que podem 

trazer fungos secundários para a caverna. 

A partir dos fungos do ar, com base em pesquisas de similaridade e identidade a partir 

da ferramenta BLASTn e com bases nas análises filogenéticas, fez-se o isolamento de uma 

provável espécie nova de Aspergillus, cuja sequência de ITS a aproximou da espécie 

Aspergillus wentii (96%). 

No presente estudo, o gênero predominante foi Aspergillus, isto pode ser explicado pelo 

fato de que espécies deste gênero são mais resistentes a sobreviverem em ambientes adversos. 

Conforme nossos resultados, Wang et al. (2011) trabalhando com fungos anemófilos isolados 

da Gruta de Mogao, Dunhuang, China, isolaram 11 diferentes gêneros. Embora Cladosporium 

tenha sido o gênero que mais prevaleceu, Aspergillus também foi o mais isolado, seguido por 

Penicillium, Fusarium e Alternaria. Esporos pertencentes aos três últimos gêneros Aspergillus, 

Penicillium e a espécie Cladosporium cladosporioides são comumente isolados do ar, e muitos 

deles capazes de provocar respostas alérgicas em seres humanos (LACAZ, 2009).  Em estudo 

realizado na caverna de Nerja, sul da Espanha, Docampo et al. (2011) identificaram Aspergillus 

e Penicillium sendo os mais abundantes, seguido por Cladosporium. 

Ogórek et al. (2013) fizeram a primeira avaliação da micobiota do ar da caverna 

Niedźwiedzia, localizada na Polônia. Estes autores isolaram nove espécies de fungos 

filamentosos (Acremonium strictum, Aspergillus niger, Beauveria bassiana, Cladosporium 

herbarum, Penicillium chrysogenum, Penicillium expansum, Rhizopus stolonifer, Sclerotinia 

sclerotiorum e Ulocladium alternariae) e uma espécie de levedura (Candida albicans). No 

entanto, Rhizopus stolonifer foi a espécie mais frequentemente isolada do ar. Destes, podemos 

comparar Aspergillus, Cladosporium, Penicillium como gêneros comuns, inclusive a espécie 

Beauveria bassiana, isolada do ar da câmera 3 da caverna “Meu Rei”. 

Estudos sobre levantamento de fungos em cavernas no mundo desenvolvidos por 

Vanderwolf et al. (2013a), além de Histoplasma capsulatum e Pseudogymnoascus destructans, 

as espécies frequentemente relatadas foram: Aspergillus versicolor, Aspergillus niger, 

Penicillium chrysogenum, Cladosporium cladosporioides, Aspergillus fumigatus, Aspergillus 

ustus, Aspergillus flavus, Fusarium solani, Geomyces pannorum, Trichoderma viride, 

Beauveria bassiana, Cephalotrichum stemoniti, Cladosporium herbarum, Alternaria alternata, 
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Aureobasidium pullulans, Paecilomyces lilacinus, Penicillium brevicompactum, Penicillium 

simplicissimum e Rhizopus stolonifer var. stolonifer.  

Assim como no presente estudo, na caverna Lapa Nova-MG, em um estudo para 

elaboração de planos de gestão da caverna, Taylor et al. (2013), isolaram dez gêneros de fungos 

que ocorrem no ar:  no entanto, Histoplasma capsulatum não foi isolada, vários isolados de 

onze espécies foram consideradas possíveis espécies patogênicas: Aspergillus flavus, 

Aspergillus japonicus, Aspergillus niger, Aspergillus versicolor, Aspergillus ustus, Fusarium 

oxysporum, Fusarium solani, Mucor sp, Purpureocillium lilacinum, Rhizopus sp. e 

Thricoderma viride. Os gêneros mais diversos foram Aspergillus com oito espécies 

identificadas e Penicillium, sete das espécies totais isoladas a partir do ar. Estas espécies já têm 

sido associadas com várias infecções fúngicas oportunistas em seres humanos (Lacaz et al., 

2002). 

Histoplasma capsulatum e Pseudogymnoascus destructans não foram isolados a partir 

das amostras de ar das câmaras da caverna “Meu Rei”. Isto pode ser explicado devido à baixa 

concentração de esporos nos meios em que foram cultivados neste trabalho ou sua verdadeira 

ausência no ambiente. Segundo Bass e Richards (2011), algumas espécies podem não crescer 

em meios de cultura ou podem estar presentes em números muito pequenos para serem 

contabilizados. 

De acordo com o inventário realizado por Vanderwolf et al. (2013a), estes autores 

também observaram que a maioria dos trabalhos sobre a micobiota tem sido conduzido em 

climas temperados, especialmente na Europa. Os estudos sobre a micobiota cavernícola no 

Brasil são considerados escassos. Os trabalhos realizados, geralmente, focam no isolamento de 

Histoplasma capsulatum e Geomyces destructans, o que dificulta a comparação dos nossos 

resultados.  

A falta de estudos sobre a composição da micobiota em ambientes cavernícolas 

confirma a necessidade de inventários deste tipo. As bat caves, por serem sistemas fechados 

com condições ambientais específicas, favorecem o crescimento e ocorrência de fungos, 

inclusive espécies não descritas.  

Estudos que questionam se visitações em cavernas influenciam na diversidade de fungos 

de ambientes subterrâneos, Vaughan-Martini et al. (2000) observaram que uma caverna italiana 

com alta taxa de visitação humana apresentou um maior número de isolados de leveduras 

quando compara a duas outras cavernas com uma baixa taxa.  
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Wang et al. (2010), analisando a micobiota de cavernas chinesas, também observaram 

uma correlação positiva entre a quantidade de esporos de fungos anemófilos com o número de 

visitantes. No entanto, Fernandez-Cortes et al. (2011) e Adetutu et al. (2011) descobriram que 

a micobiota foi alterada com o aumento da visitação.  

Desta forma, os níveis de conídios devem ser monitorados e as visitações devem ser 

realizadas em condições controladas, evitando que os visitantes também fiquem expostos à 

fungos considerados patogênicos. 

  

4.3 Identificação dos fungos dos morcegos 

 

Os morcegos capturados para coleta dos fungos pertencem a duas espécies: Carollia 

perspicilata e Diphylla ecaudata. As três superfícies estudadas a partir dos morcegos da caverna 

“Meu Rei” apresentaram composição e ocorrência de espécies comuns e distintas entre elas 

(Tabela 5), porém, a asa demonstrou maior diversidade e riqueza de espécies que as demais 

(Tabela 6), o que pode estar associado à presença de dípteros ectoparasitas nos morcegos. 

   
Tabela 5 - Relação dos táxons e ocorrência de fungos identificados por partes dos morcegos da Caverna “Meu 

Rei”, PARNA do Catimbau-PE, Brasil. 

                                                                                                                                                           (Continua) 

TÁXONS CAV. ORAL PELO ASA 

Kwoniella dendrophila 1 - - 

Rhodotorulla mucilaginosa 3 - 3 

Candida parapsilosis 4 3 3 

Candida orthopsilosis 3 1 - 

Meyerozyma sp. - 2 - 

Sakaguchia sp. - - 1 

Purpureocillium sp. - 1 2 

Purpureocillium lilacinum - 3 3 

Paraphaerosphaeria sp. 1 - - 

Paraconiothyrium sp. - - 1 

Nodulisporium sp. - 1 - 

Fusarium sp. 3 1 1 

Ochroconis sp. 1 - - 

Ochroconis musae - 2 - 

Rhizopus sp. - 1 1 
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Rhizopus oryzae - - 1 

Paecilomyces formosus - 1 5 

Tabela 5 - Relação dos táxons e ocorrência de fungos identificados por partes dos morcegos da Caverna 

“Meu Rei”, PARNA do Catimbau-PE, Brasil. 

(Conclusão) 

TÁXONS CAV. ORAL PELO ASA 

Polyschema sp - 1 - 

Rhinocladiella similis - - 1 

Arachniotus dankaliensis - - 1 

Geosmithia carolliae - - 1 

Chrondrostereum sp. - - 1 

Deniquelata sp. - - 1 

Cladosporium sp. 3 1 5 

Cladosporium tenuissimum 1 1 1 

Penicillium sp.  1 - 

Penicillium citrinum 1 - 2 

Aspergillus sp. 1 1 - 

Aspergillus ochraceus 1 - - 

Aspergillus niger - 1 2 

Aspergillus sydowii - 1 - 

Talaromyces sp. - 1 - 

Talaromyces amestolkiae - 3 1 

Talaromyces allahabadensis - 4 5 

Phoma sp. - 1 1 

Ocorrência (N) 23 32 43 

 

Tabela 6 - Relação de Abundância, Riqueza e Diversidade de fungos identificados por partes dos morcegos da 

Caverna “Meu Rei”, PARNA do Catimbau-PE, Brasil. 

 Abundância (N) Riqueza (S) Diversidade (H’) 

Cavidade Oral 22 11 2.24 

Pelos 30 21 2.89 

Asa 46 22 3.00 

Total 98 34 3.19 
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Das espécies encontradas, a maioria é considerada patogênica ou com capacidade de 

causar micoses oportunistas, principalmente a depender do estado imunológico do indivíduo. 

Destas, as espécies Rhodotorulla mucilaginosa, Candida parapsilosis, Candida orthopsilosis, 

Ochroconis musae, Rhinocladiella similis, Arachniotus dankaliensis (Gymnoascus 

dankaliensis), Cladosporium tenuissimum, Aspergillus ochraceus, entre outras, merecem maior 

destaque por causarem risco a saúde humana. 

  Também foi a partir do isolamento de fungos dos morcegos que pode observar, maior 

número de possíveis espécies novas com base em pesquisas de similaridade e identidade a partir 

da ferramenta BLASTn e com base nas análises filogenéticas, como o Chrondrostereum sp. 

(93%), Deniquelata sp. (96%)., Polyschema sp. (91%) e a descrita no presente estudo, 

Geosmithia carolliae, isolada a partir da asa do morcego da espécie Carollia perspicilata. 

  As espécies Candida parapsilosis e Candida orthopsilosis foram isoladas a partir da 

cavidade oral, pelos e asas e estas possuem destaque patogênico para morcegos. Para detectar 

uma possível relação entre fungos do solo e fungos de morcego, Wai Yin Mok et al. (1982) 

isolaram fungos de morcegos da bacia amazônica, do fígado, baço e pulmões dos morcegos, 

encontraram Candida, Trichosporon, Torulopsis, Kluyveromyces e Geotrichum. Destes, 

espécies patogênicas conhecidas: Candida parapsilosis, C. guilliermondii, C. albicans, C. 

stellatoidea, C. pseudotropicalis, Trichosporon beigelii e Torulopsis glabrata.  

  Assemelhando-se com nossos resultados, já que as espécies Candida parapsilosis e 

Candida orthopsilosis foram isoladas a partir da cavidade oral, pelos e asas e que possuem 

destaque patogênico aos morcegos. Assim como o presente estudo, obtiveram resultados que 

também apresenta colonização igual em múltiplos órgãos/substratos ou colonização mista. 

Histoplasma capsulatum e Pseudogymnoascus destructans não foram isolados a partir 

das amostras da cavidade oral, pelos e asa dos morcegos da caverna “Meu Rei”. Semelhante 

aos nossos resultados, estudos da micobiota cavernícola a partir da pele de morcegos realizados 

por Veilleux (2008), Chaturvedi et al. (2010) Courtin et al. (2010) em cavernas do estado de 

Nova York, registraram os gêneros Aspergillus, Cladosporium sp., Fusarium sp., 

Pseudogeomyces spp., Helicostylums, Mortierella sp., Mucor sp. e Penicillium.  Simonovicova 

et al. (2011) em cavernas na Eslováquia isolaram Cladosporium, Isaria e Alternaria nos 

morcegos. Nestes dois, também não foram isolados as H. capsulatum e P. destructans.  

  Para entendimento da ecologia e dos processos ecossistêmicos que podem ser cruciais 

na transmissão da doença Síndrome do Nariz Branco, Zhang et al. (2014) utilizando 90 
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amostras de quatro minas e duas cavernas, em Nova York e Vermont, a partir do ar, pele, 

cadáveres dos morcegos e do solo das cavernas, isolaram fungos representantes de diferentes 

filos, dentre eles, espécies também isoladas em nosso estudo, como Penicillium 

brevicompactum e Beauveria bassiana, além do compartilhamento de ocorrência dos gêneros 

Candida, Gymnoascus, Cladosporium, Penicillium, Fusarium e Phoma. 

 

4.4 Identificação dos fungos do guano 

 

Quanto aos fungos do guano pode-se verificar que não houve diferença significativa da 

ocorrência das espécies no guano fresco e velho, entretanto apenas o guano velho dos morcegos 

de hábito alimentar hematófago teve diversidade e riqueza menor quando comparado ao de 

morcegos de hábitos alimentares insetívoro e frugívoro (Tabela 7).  

 

Tabela 7 - Ocorrência das espécies de fungos em guano fresco e velho de morcegos de hábitos alimentares 

diferentes da Caverna “Meu Rei”, PARNA do Catimbau-PE, Brasil. 

TÁXONS 
Insetívoro Frugívoro       Hematófago 

Fresco Velho Fresco Velho Fresco Velho 

Penicillium brevicompactum - - - 1 - - 

Penicillium citrinum  - - - 2 - 

Penicillium simplicissimum 2 2 - - 1 - 

Talaromyces allahabadensis - - 2 2 2 1 

Rigidoporus sp - 1 - - - - 

Humicola sp - - - 1 - - 

Aspergillus subgenus Polypaecilum 2 1 - - - - 

Aspergillus tubingensis - - 1 - - 2 

Aspergillus sydowii - - 1 - - 2 

Paecilomyces formosus 1 - - - - - 

       

Ocorrência (N) 5 5 4 4 4 5 

 

Pode-se confirmar que não houve diferença significativa quanto aos índices de 

abundância, riqueza e diversidade entre os fungos das amostras do guano fresco e velho e dos 

diferentes hábitos alimentares (Tabela 8). Desta forma, pode-se concluir que as espécies estão 

distribuídas de maneira homogênea e consideradas espécies de nicho ecológico diversificado. 

Histoplasma capsulatum não foi isolada partir das amostras de guano da caverna “Meu Rei”. 

A partir dos fungos do guano, com base em pesquisas de similaridade e identidade a 

partir da ferramenta BLASTn, fez-se o isolamento de três isolados do gênero Aspergillus a 

partir do guano de morcegos insetívoros uma provável espécie nova de Aspergillus, cuja 
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sequência de ITS a aproximou de Polypaecilum (93%) considerado um subgênero em 

Aspergillus. 

 

Tabela 8 - Relação Abundância, Riqueza e Diversidade de fungos isolados de amostras de guano fresco e velho 

de morcegos de hábitos alimentares diferentes da Caverna “Meu Rei”, PARNA do Catimbau-PE, Brasil. 

HÁBITOS 

ALIMENTARES 

 ABUNDÂNCIA RIQUEZA (S) DIVERSIDADE 

(H’) 

INSETÍVORO Fresco 4 3 1.05 

 Velho 5 3 1.04 

FRUGÍVORO Fresco 4 3 1.04 

 Velho 4 3 1.04 

HEMATÓFAGO Fresco 5 3 1.05 

 Velho 3 2 0.63 

Total  25 17 2.03 

 

  Em estudo realizado por Emerson & Roark (2007) que analisaram a composição 

química do guano de morcegos de mesmos hábitos alimentares que o presente estudo, 

observaram que o guano do morcego hematófago continha menos fósforo do que o guano das 

outras duas espécies e continha mais carbono que o frugívoro e este último, continha menos 

nitrogênio. Desta forma, concluiu-se que estas diferenças na composição do guano podem afetar 

a estrutura e a dinâmica do ecossistema. 

  Rivera-Neves et al. (2009), em três cavernas no sudoeste de Porto Rico, observaram 

os gêneros Aspergillus, Cladosporium, Curvularia, Penicillium, Fusarium, Geotrichum, 

Gliocadium, Hirtusela, Neurospora, Paecilomyces, Scopulariopsis, Sepedonium e 

Trichoderma., sendo Circinella umbellata a mais representativa, seguida de Absidia, Circinela, 

Cunninghamella, Mucor e Rhizopus, assim como nosso estudo, onde foram isolados os gêneros 

Penicillium, Aspergillus e Paecilomyces.  

  Ogórek et al. (2016) a partir do guano de morcegos em cavernas na Eslováquia, 

isolaram Penicillium roseopurpureum e Rhodotorula glutinis apenas de guano, enquanto que 

Alternaria alternata, Botrytis cinerea, Cladosporium herbarum, Epicoccum nigrum, 

Gliocladium roseum, Penicillium lanosocoeruleum, Penicillium urticae e Phoma fimeti foram 

encontrados exclusivamente nas amostras de ar. 
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  Quando comparados aos nossos dados, em comum, isolou-se representantes do gênero 

Penicillium para o guano e Cladosporium, Penicillium e Phoma das amostras de ar. 

 

4.5 Análises filogenéticas  

Para confirmar os resultados obtidos nas pesquisas BLASTn, as análises filogenéticas 

realizadas baseadas em ML e BI mostraram a presença de espécies pertencentes aos filos 

Ascomycota, Basidiomycota e Mucoromycota (Figura 11). Um total de 158 sequências dos 

fungos isolados no estudo foi utilizado para compor as análises filogenéticas (Figura 12).  

Para todos os fungos identificados previamente pela morfologia, como pertencentes aos 

gêneros Aspergillus Penicillium e Talaromyces, foi realizada a amplificação, além da região 

ITS, a região gênica β-tubulina (Figura 13). Todas as sequências obtidas neste estudo foram 

utilizadas para realizar busca das sequências mais similares depositadas no banco de dados 

GenBank.  
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Figura 11- Árvore de inferência bayesiana (IB) utilizando sequencias de ITS do rDNA de 133 fungos 

isolados de morcegos e do ar.  Representantes de Mucoromycota foram utilizados como grupo externo. O 

modelo de substituição nucleotídica GTR+I+G foi utilizado para a análise de IB. Valores de probabilidade 

posterior a partir de 0.95 estão incluídos próximos dos nós. Fungos obtidos nesse estudo estão em verde. 
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Fonte: A autora (2019). 
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Figura 12- Árvore de inferência bayesiana (IB) utilizando sequencias de LSU (D1/D2) do rDNA de 25 leveduras 

isoladas de morcegos.  Neurospora sitophila CBS 112.19 foi utilizada como grupo externo. O modelo de 

substituição nucleotídica GTR+G foi utilizado para a análise de IB e GTR+I+G para a análise de verossimilhança. 

Valores de probabilidade posterior a partir de 0.95 e de bootstrap a partir de 70% estão incluídos próximos dos 

nós. Fungos obtidos nesse estudo estão em verde. 

 

Fonte: A autora (2019). 
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Figura 13- Árvore de inferência bayesiana (IB) utilizando sequencias do gene tubulina de 25 fungos isolados do 

guano.  Leptosphaeria doliolum CBS 504.75 foi utilizada como grupo externo. O modelo de substituição 

nucleotídica SYM+G foi utilizado para a análise de IB e GTR+I+G para a análise de verossimilhança. Valores de 

probabilidade posterior a partir de 0.95 e de bootstrap a partir de 70% estão incluídos próximos dos nós. Fungos 

obtidos nesse estudo estão em verde. 

 

Fonte: A autora (2019). 
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5 CONCLUSÕES 

 

 

• O gênero Aspergillus foi o gênero mais abundante, estando presente em todos os 

substratos estudados, seguido de Candida, Cladosporium, Penicillium, Purpureocillium 

e Talaromyces; 

• Foi observada uma elevada riqueza de espécies de fungos na Caverna “Meu Rei”; 

• A menor abundância de fungos foi observada nas amostras de guano quando 

relacionadas às amostras do ar e dos morcegos; 

• A caverna “Meu Rei” apresenta circulação de fungos de potencial patogênico 

importantes e de caráter oportunista que podem causar danos à saúde de eventuais 

visitantes da caverna; 

• As Bat caves devem ser monitoradas e visitações realizadas em condições controladas, 

de forma a prevenir que visitantes fiquem expostos a estes micro-organismos 

potencialmente patogênicos; 

• Os dados aqui apresentados confirmam a necessidade de estudos deste tipo, pois 

contribuem para o estabelecimento de um plano de gestão e visitação segura para esta 

caverna e para o PARNA Catimbau; 
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Fungal Planet description sheets:785   
 

Geosmithia carolliae A.O.B. Cunha, A.R. Machado & Souza-Motta, sp. nov. 

 

 Etymology. The name refers to the host from which it was isolated, Carollia perspicillata. 

 

 Classification — Incertae sedis, Hypocreales, Sordariomycetes. 

 
On MEA, 25 ºC, 7 d: Hyphae hyaline, smooth, septate, 2–7.5 µm wide. Conidiophores hyaline, tall, 

septate, erect, solitary, often branched, mono- to quaterverticillate, verrucose, borne on hyphae, (23.5–

)65–80(–104) × 1–1.5 μm. Stipe verrucose, (10.5–)26–49.5(–65) × 1–1.5 µm; branch (rami) verrucose, 

(10.5–)13–20.5(–26) × 1–1.5 µm. Metulae verrucose, (9.5–)10.5–11.5(–12.5) × 2–2.5 μm. Phialides 

verrucose, cylindrical to ellipsoidal, (4–)6.5–8.5 × 1.5–2 µm. Conidia hyaline, cylindrical to ellipsoid, 

smooth-walled, rounded at both ends, 4–5.5 × 2–2.5 µm; conidial chains up to 53 µm long, not 

persistent. 

 

Culture characteristics — Colonies at 25 ºC for 7 d. On MEA, the colonies are plane, dense, 

velutinous, opaque, ranging from rose vinaceous to rose greyish; reverse umber to pale brown; 

irregular margins, narrow and diffuse, ranging from salmon to white colours; pigmentation and 

exudate are absent, growing up to 50 mm. On CYA, the colonies are similar to MEA, but are 

pale vinaceous and the reverse vinaceous brown to dark brown, growing fast up to 70 mm. On 

CDA, the colonies are irregular, centrally filamentous, yeast-like aspect at the borders, umber 

to dark brown and margins salmon to white; reverse pale brown to yellowish; slight yellowish 

pigmentation around the colony, exudate absent, growing up to 20 mm. Colonies at 37 ºC for 7 

d. On MEA and CYA are similar, planes, dense, velutinous to floccose, opaque, ranging from 

pale brown to greyish, reverse umber to dark brown; margins, narrow and diffuse, ranging from 

pale vinaceous to buff, pale brown to pale yellow; pigment and exudate absent, growing up to 

0.5 mm. On CDA, the colonies are similar to CDA at 25 ºC, but are white to pale cream and the 

reverse umber to dark brown, growing up to 0.6 mm. 
 

  Typus. BRAZIL, Pernambuco state, Tupanatinga, Catimbau National Park, Bat cave ‘Meu Rei’, 

08º29'14.1''S, 37º16'48.8''W, isolated from the bat wing of Carollia perspicillata, 20 Sep. 2017, A.O.B. 

Cunha & E. Barbier (holotype URM 91977, culture ex-type URM 7929, ITS, LSU and tub2 sequences 

GenBank MH989506, MH989510 and MH989534, MycoBank MB827978). 

 

Additional material examined. BRAZIL, Pernambuco state, Tupanatinga, Catimbau National 

Park, Bat cave ‘Meu Rei’, 08º29'14.1''S, 37º16'48.8''W, isolated from the bat wing of Carollia 

perspicillata, 20 Sep. 2017, A.O.B. Cunha & E. Barbier, URM 7930 and URM 7931. URM 7930: ITS, 

LSU and tub2 sequences GenBank MH989507, MH989511 and MH989535; URM 7931: ITS, LSU and 

tub2 sequences GenBank MH989508, MH989512 and MH989536. 

 

Notes — The genus Geosmithia was proposed by Pitt (1979) to accommodate Penicillium lavendulum 

and related species. Since its description, 20 species were included in it according to Index Fungorum 

and MycoBank databases (25 Sep. 2018). BLASTn searches using ITS sequences of G. 

carolliaecarolliaedemonstrated that they are identical to sequences deposited as Geosmithia sp. living 

in association with bark beetles in the Mediterranean area (Kolarík et al. 2007). These sequences 

grouped together with our sequences in the phylogenetic tree, and here they are named as G. carolliae. 
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The LSU sequences have high identities (99 %) to sequences from G. lavendula (e.g. GenBank 

MH867927.1, Vu et al. 2019), amongst other. The tub2 sequences have G. morbida (GenBank 

KF853911.1) as the closest identity (89 %). Geosmithia carolliae is phylogenetic related and 

morphologically similar to G. lavendula, but differ from it by culture characteristics (growth on MEA 

and CYA at 25 ºC up to 35 mm and on CYA at 37 ºC up to 12 mm), and by the size and ramification of 

conidiophores (200–400 µm × 3–3.5 µm), rami (15–25 µm × 3–3.5 µm), metulae (12–15 µm × 3–3.5 

µm), phialides (10–12 µm × 2.2–2.5 µm) and conidia (4–5.5 µm × 2–2.5 µm) (Pitt 1979). Also, G. 

carolliae differs from G. rufescens by culture characteristics (growth on MEA at 25 ºC up to 30 mm and 

on CYA up to 22 mm; no growth at 37 ºC), and by the size and ramification of conidiophores (30–70 

µm), rami (15–30 µm × 2–3 µm), metulae (9–11 µm × 2–2 µm), phialides (8.5–11.5 µm × 2–2.5 µm) 

and conidia (3–5 µm × 1.5–2.5 µm) (Kolarík et al. 2010). 

  Colour illustrations. Carollia perspicillata during collection in the Catimbau National Park; 

colony on MEA after 7 d at 25 ºC, conidiophores and conidia. Scale bars = 10 µm. 
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APÊNDICE B – LIVING IN THE DARK: BAT CAVES AS HOTSPOTS OF FUNGAL 

DIVERSITY 
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Abstract 

Bat caves are very special roosts that harbour thousands of bats resulting in large guano 

deposits. Such sites may hold an incredible “dark fungal diversity” which is still 

underestimated. We explored the culturable fungal richness in the air, on bats, and in the guano 

in a bat cave in Brazil’s Caatinga dry forest. Fungal abundance was higher in the guano (683 

colony forming units (CFU)) than in the air (673 CFU). Based on morphological and 

phylogenetic analysis of ITS, LSU, and TUB2 sequences, fungal isolates of 59 taxa belonging 

to 37 genera in the phyla Ascomycota (28 genera including Aspergillus, Penicillium, 

Cladosporium, and Talaromyces), Basidiomycota (eight including Rhodotorula), and 

Mucoromycota (one, Rhizopus) were identified. The fungal richness on the bodies of bats was 

the highest (36 taxa), especially in their wing membranes (21 taxa, nine of which were 

exclusively found in this microhabitat). Eight (21.6 %) of the 37 genera and 17 (53.1 %) of the 

32 identified fungal species are reported for the first time in caves. Our results highlight bat 

caves in Brazil as hotspots of high fungal diversity, emphasizing the need to protect such special 

roosts. 

Introduction 

  Bat caves are special habitats which harbour large bat communities that frequently 

surpass 100,000 individuals [e.g. 1-2]. Such caves provide specific microclimatic conditions 

that favour many species of bats to use these underground environments [2-4]. As a 

consequence of such large number of individuals together, bat caves usually contain large 

deposits of bat guano, supporting rich and complex cave biotas [5]. Cave biotas are frequently 

identified as being highly diverse and specialized (for e.g. troglobiont, eutroglophile, 

subtroglophile, and trogloxene) [6-7], and are known to show extreme endemism and often, a 

myriad of unknown species are discovered [8-10]. This is true for fungi as well. 
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In recent years, fungal diversity associated with bats and caves has received much 

attention because several bat species have been affected by the white-nose syndrome caused by 

an ascomycetous fungal species (Pseudogymnoascus destructans (Blehert & Gargas) Minnis & 

D.L. Lindner) [11-12]. Although nearly 2,000 fungal species have been recorded from caves 

and similar environments [5, 13-18], our knowledge of their richness and diversity in these 

environments are far from complete. A recent study from karst caves in China described 20 

new fungal species belonging to 18 genera in Ascomycota [16], concluding that the sampled 

caves harbour a high fungal diversity [see 16-17]. 

  A better understanding of the origin and evolution of fungal diversity in caves is still a 

scientific challenge. Recently, Zhang et al. [7] studied the divergence time of suspected 

troglobitic fungi in karst caves in China and concluded that this mycobiome came from other 

environments. Other studies have indicated that several fungal species discovered from caves, 

on bats, and in guano are fungi known from other habitats, and have suggested that external 

vectors from epigean environment (trogloxene animals, for example) may have a role in shaping 

the fungal community in caves [11, 16, 19, 20]. In addition to the effect of air currents, water 

movement, and visitors [7, 11, 16, 21], bats are probably the most important vector in the 

dispersal of fungal species in caves [22-23]. 

Brazil harbours 182 bat species [24] and at least 72 of these are reported to use caves 

[25-26]. Fungal diversity of caves in Brazil is still poorly explored, and this needs to be studied 

to contribute to the Brazilian and global fungal estimations. Studies conducted in Brazilian 

caves have focused on verifying the environmental quality for tourism proposals and, therefore, 

their search was directed towards finding pathogenic fungal species [21, 27-28]. The first report 

of fungal species from caves in Brazil (in the Amazon forest) was published by Castrillón et al. 

[29] who isolated fungi from soils and identified these as belonging to eight ascomycetous 
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genera, including a rare dermatophyte, Microsporum amazonicum (currently Arthroderma 

amazonicum (Moraes, Borelli & Feo) Y. Gräser & de Hoog), and several other isolates without 

any taxonomic identification rank (e.g. yeasts and unknown fungi). Later, Taylor et al. [21, 24] 

studied cave fungi from the air, guano, and various sediments and found species mainly 

belonging to genera such as Aspergillus and Penicillium of the phylum Ascomycota. In 

consequence of a possible infection of eight biologists by Histoplasma capsulatum Darling after 

an expedition to a cave, Rocha-Silva et al. [28] highlighted the importance of verifying the 

presence of this species before authorization for public visitation. On the other hand, Paula et 

al. [30-31] demonstrated the high cellulolytic activities of fungal isolates (including 

Aspergillus, Penicillium, and Talaromyces) from the soil of a cave, pointing to some 

biotechnological potential. To the best of our knowledge, there are no studies on the fungal 

species richness from bat caves in Brazil (including fungi that are airborne, found on bats, and 

in the guano), particularly in the Brazilian tropical dry forest.  

The Brazilian territory occupies more than 53% of South America and is recognised as 

one of the most megadiverse countries in the world [32-33]. The Caatinga, located in North-

eastern Brazil, is part of the so-called Dry Diagonal of South America and is recognized as one 

of the most diverse dry forests globally [34]. Further, the most number of known bat caves in 

Brazil are located in this region [2]. The fauna, flora, and fungi of the Caatinga dry forest have 

recently received a lot of attention as a result of several studies describing new taxa, ecological 

patterns, and behaviour of species [35-37], and also because of the anthropic pressure and plans 

for conservation of natural areas [38-39]. Nevertheless, the Caatinga’s fungal diversity is better 

known in association with soil, plants, and as decomposers [40-41], but the mycodiversity 

associated with bats, which is about 96 species in this biogeographic region [2, 42], is still 

unexplored. 
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Given the fungal diversity associated with bats, their habitats and substrates being 

poorly known and studied, and considering that this is even more critical in megadiverse and 

continental-sized countries like Brazil, in this study we 1) assessed the fungal species richness 

of airborne fungi from a bat cave in a poorly-sampled part of the country, 2) analysed the fungal 

presence in three microhabitats on the body of bats (oral cavity, fur, and wing membrane), and 

3) detected fungi associated with guano (fresh and non-fresh) from bats with different eating 

habits (insectivorous, frugivorous, and hematophagous). 

Material and methods 

Study area 

The Catimbau National Park (IUCN Category II) is located in the state of Pernambuco, 

North-eastern Brazil (8°24′00″ and 8°36′35″ S; 37°0′30″ and 37°1′40″ W) and it is part of the 

Caatinga domain—the largest, most species-rich tropical dry forest region in South America 

[37, 43]. With 62,292 ha, the Park falls within the administrative boundaries of three 

municipalities (Buíque, Ibimirim, and Tupanatinga) and the vegetation found here is a mosaic 

of dry forest and shrubs, including xeric and non-xeric species [43-44]. The region’s climate is 

classified as hot semiarid climate (Bsh, according to the Köppen-Geiger classification), with an 

annual mean temperature of 23 °C and annual mean precipitation ranging from 486–975 mm, 

with rainfall being concentrated between April and June [45]. However, like the other regions 

of the Caatinga, rainfall is historically irregular and there may be long periods of drought. 

Meu Rei is a sandstone cave localized in the Catimbau National Park (Tupanatinga 

municipality, Pernambuco state, Brazil), about 162 m long, with a single entrance, and divided 

into four main chambers [4, 46] (Figs 1 and 2). This cave is considered a bat cave due to the 

large colony using it as a shelter. The colony sometimes reaches ~120,000 individuals, 
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constituting mainly of the insectivorous bat Pteronotus gymnonotus (family Mormoopidae) [2]. 

In addition to P. gymnonotus, at least nine other bat species belonging to the Natalidae and 

Phyllostomidae families—including frugivorous, sanguinivorous, nectarivorous, and 

omnivorous species—use this cave for shelter [2, 47]. Measurements collected in the central 

and deepest portions of the cave recorded an average ambient temperature of 25 °C and 28 °C 

and relative humidity of 80% and 87%, respectively [47]. Fieldwork was authorized by licenses 

from MMA/ICMBio (SISBIO numbers 43816-1 and 43816-2) and the Ethics Committee on 

Animal Care–UFPE (number 23076.027916/2015-13) and was conducted in September 2017. 

Bat captures and handling methods followed the guidelines of the American Society of 

Mammalogists [48]. 

 

Fig 1. Meu Rei bat cave. A. The geographical location of the cave at the Parque Nacional do 

Catimbau [Catimbau National Park], Tupanatinga municipality, Pernambuco state, Brazil. B. 

Cave sketch showing the entrance (E), presence of guano (#), and the four sampling points (1, 

2, 3, and 4). Cave sketch was prepared based on the sketch drawn by the CECAV/ICMBio-

MMA, Brazil. 

Fig 2. Meu Rei bat cave at the Parque Nacional do Catimbau [Catimbau National Park], 

Pernambuco state, Brazil. A. Outside frontal view of the cave. B. Detail of the cave entrance. 

C. Petri dishes that were used to sample airborne fungi at the sampling point 2 (cave floor was 

composed of soil and guano). D. Sampling point 4 showing cave floor covered with bat guano. 

E. Sample collection of fungi from the wing membrane of Diphylla ecaudata. F. Sample 

collection of fungi from the oral cavity of D. ecaudata. G. Frugivorous guano of C. perspicillata 

(some seeds can be seen). H. Hematophagous guano of Diphylla ecaudata on a rock (fungal 
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mycelia were observed colonising the guano). Photos were taken by A.O.B. Cunha, E. Barbier, 

and N.T. Pimentel. 

Sampling stations 

In order to verify the diversity of fungi along the linear development of the cavity, we 

sampled at four points: 15 m (point 1), 45 m (point 2), 75 m (point 3), and 135 m (point 4) from 

the cave entrance (Figs 1 and 2). Samples to evaluate airborne fungi and, whenever possible, 

guano samples were collected at these four pre-defined points. These points were defined not 

only because they represent a gradient of light, airflow, temperature, humidity, and entrance 

distance, but because they also harbour bat colonies of different species, as follow: Point 1 = 

Diphylla ecaudata; Point 2 = Carollia perspicillata and Glossophaga soricina; Point 3 = 

Lonchorhina aurita and Tonatia bidens; and Point 4 = Anoura geoffroyi, Natalus macrourus, 

P. gymnonotus, and P. personatus. Desmodus rotundus sporadically used point 1 as shelter but 

they were not observed when we were sampling.  

Airborne fungi sampling and isolation 

Airborne fungi sampling was performed during the night (~ 7:00 pm) after the bats left 

the cave for foraging (Fig 2C). The gravity settling method using 90 mm Petri dishes with 

Dichloran-Rose Bengal Chloramphenicol (DRBC) agar and Brain Heart Infusion (BHI) agar 

culture media was used for the isolation of fungi from the cave air [see 16, 21]. Six Petri dishes 

(three for each culture medium) were randomly distributed at each point (see Sampling stations 

section). At each sampling point, the Petri dishes were positioned 1 m above the ground level 

and opened simultaneously. These were left open for 20 min, after which, the plates were 

closed, labelled, and taken to the laboratory. The incubation of the plates was carried out at 28 
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°C for at least seven days in the dark. Selected fungal colonies were sub-cultured using 

Sabouraud dextrose agar medium plus chloramphenicol (100 mg/L) to restrict bacterial growth. 

Capturing bats, sampling, and fungal isolation 

  Bats were captured inside the cave between 4:00 pm and 4:30 pm, using a hand net. 

Three individuals of C. perspicillata (frugivore) and four of D. ecaudata (sanguivore) were 

captured during this study and released once samples were taken (Fig 2E-F). From each 

individual, samples were collected from three microhabitats on the bat’s body: oral cavity, fur 

(belly and back), and wing membrane (ventral and dorsal surface). Samples were collected 

using sterile swabs that were pre-moistened with sterilized water plus chloramphenicol (0.1 

mg/L). These were gently introduced in the oral cavity, and were rolled back-and-forth three 

times across the bat fur and wing membrane. Swabs were then individually placed in sterilized 

15 mL conical centrifuge tubes containing water plus chloramphenicol (0.1 mg/L), labelled, 

stored chilled, and shipped for processing. At the laboratory, conical centrifuge tubes were 

shaken and 2 mL of the solution was used to inoculate Petri dishes containing the BHI and 

Sabouraud dextrose agar media. Petri dishes containing BHI were incubated at 28 °C and the 

plates containing Sabouraud dextrose agar at 37 °C, both for at least seven days in the dark. 

Fungal growth was observed every day, and all the colonies were isolated and purified using 

Sabouraud dextrose agar medium supplemented with chloramphenicol (100 mg/L). 

Guano sampling and fungal isolation 

  Fresh and non-fresh guano were collected from bats with different eating habits: 

insectivorous (Pteronotus spp.), frugivorous (C. perspicillata), and hematophagous (D. 

ecaudata) (Fig 2G-H). The guano from these bat species were chosen due to the individuals’ 

fidelity to certain places inside the cave, allowing a correct association with the bat and due to 
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the availability of the samples. At the laboratory, 1 g from each guano pile was placed into a 

250 mL Erlenmeyer flask containing 9 mL of distillated and sterilized water plus 

chloramphenicol (0.1 mg/L). Erlenmeyer flasks (9 mL water + guano) were manually shaken 

and used to make a dilution up to 10-4 from which 1 mL was used to inoculate Petri dishes with 

DRBC agar and Sabouraud dextrose agar plus chloramphenicol (100 mg/L) [see 16, 21]. Petri 

dishes were incubated at 28 °C for at least seven days in the dark, and representative isolates of 

the total fungal colonies grown were isolated and purified using Sabouraud dextrose agar plus 

chloramphenicol (100 mg/L). 

Fungal identification 

  Fungal isolates obtained in this study were first grouped into morphospecies based on 

macro and micromorphological features. Thereafter, molecular analyses were undertaken. 

Colonies were grown on potato dextrose agar (PDA) or malt extract agar (MEA); after at least 

seven days of incubation at 28 °C in the dark these were used to perform DNA extraction 

following the manufacturer’s protocol for the Wizard Genomic DNA Purification Kit. The 

primers ITS5/ITS4 [49], LR0R/LR5 [50-51], and Bt2a/Bt2b [52] were used to amplify the ITS 

rDNA region, part of the LSU (D1/D2 domains) region, and the TUB2 gene, respectively. The 

amplifications (PCR analyses) were conducted following the protocols as described by Bezerra 

et al. [53]. The manufacturer’s instructions for the BigDye Terminator Cycle Sequencing Kit 

v.3.1 were used for the amplicon sequencing using the same primer sets. Sequence assembly 

and edition were performed using MEGA v.7 [54] and later deposited in GenBank (S1 Table). 

  Phylogenetic analyses were performed using sequences obtained in this study with 

reference sequences obtained from the GenBank database and following taxonomic papers for 

each genus. Selected sequences were aligned with our sequences using the online tool MAFFT 

v.7 [55] and edited manually using MEGA v.7 [54]. First, DNA sequences were organised by 
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fungal groups (e.g. each genus, genera from the same family/order, or sections in genera such 

as Aspergillus and Penicillium) producing about 35 small sequence alignments, which were 

analysed independently using the maximum likelihood (ML) analysis. These analyses were 

performed using only ITS (filamentous fungi), LSU (D1/D2 domains) (yeasts), or TUB2 

(selected strains of the filamentous fungi Aspergillus, Penicillium, and Talaromyces) (data not 

shown). Next, all the small ITS, LSU, and TUB2 alignments were used to construct three big 

alignments using sequences from GenBank (ITS = 351, LSU = 78, and TUB2 = 49) and the 

sequences obtained in this study (ITS = 121, LSU = 26, and TUB2 = 15) which were analysed 

using Bayesian inference (BI) analysis. BI and ML analyses were conducted with MrBayes v 

3.2.7a [56] on XSEDE and RAxML-HPC BlackBox v 8.2.12 [57], respectively, at the CIPRES 

Science Gateway [58]. The best nucleotide model for the BI analysis was estimated using the 

program MrModelTest v.2.3 [59] (ITS and LSU = GTR + I + G, and TUB2 = HKY + I + G). 

The GTR + I + G model was used for the ML analysis. BI analysis was conducted with 1 × 107 

generations, a burning value of 40%, and chains were sampled every 1000 generations; ML 

analysis was conducted with 1,000 bootstrap replicates. Values equal or higher than 0.95 BI 

posterior probability (BPP) are shown near nodes. Alignments were deposited in TreeBASE 

(study ID S26796). 

Data analyses 

  The fungal abundance was considered as the total number of colonies (colony forming 

units, CFU) and the values were submitted to ANOVA using the F test with a probability level 

of 0.05 and 0.01; for the significant results, Tukey test was done. Airborne fungi and those in 

guano were evaluated as the total number of CFU and richness of fungal species, while those 

on the body of the bats were quantified by the richness and abundance (CFU) of each species. 

We tested for statistically significant differences among the fungal species found in the air, 
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guano, and on bats. Bray-Curtis coefficient was employed to verify the similarity among fungal 

communities. We also checked for possible differences between the richness of fungi associated 

with the oral cavity, fur, and bat wing (using the data for C. perspicillata and D. ecaudata 

together). Furthermore, we looked for differences in the composition of fungal species 

associated with the same bat species, but found in different microhabitats (i.e. oral cavity, fur, 

and wing). For these analyses, we used Kruskal-Wallis test (H) followed by a post-hoc Dunn’s 

test for multiple paired comparisons. Lastly, we compared the fungal species richness found on 

C. perspicillata and D. ecaudata, but this was done individually for each of the three sampled 

micro-habitats. For these, we used the Mann-Whitney U test. In all analyses, we used the 

SigmaPlot version 14.0 (Systat Software, San Jose, CA) with a significance level of P ≤ 0.05. 

Results 

General fungal abundance and richness 

  The fungal abundance (total number of CFU) was highest in guano samples (683 

colonies), followed by air (673), and bats (105) (Fig 3, S2 Table). Fungal isolates (bats = 104 

isolates, air = 34, and guano = 26) were identified using phylogenetic analysis of DNA 

sequences in 59 taxa. The phylum Ascomycota was the most common with 50 taxa, followed 

by Basidiomycota (eight), and Mucoromycota (one) (Figs 4 and 5, S3 Table). In Ascomycota 

(28 genera), the genus Aspergillus presented the largest number of taxa (12), followed by 

Penicillium (five), Cladosporium (three), and Talaromyces (three). Other ascomycetous genera 

were represented by at least one or two taxa. All genera (eight) in Basidiomycota were 

represented by one taxon, Rhodotorula cf. mucilaginosa (isolated from bats), which was the 

most abundant (six isolates). Rhizopus arrhizus (only isolated from bats) was the only 

representative of Mucoromycota (Fig 6, S3 Table). Fungal community similarity (Bray-Curtis 

coefficient) showed that although the fungal richness in the air and guano samples were about 
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25% similar, the difference was sufficient to make them cluster differently from that of samples 

taken from bats (Fig 7). 

 

Fig 3. Fungal abundance (CFU). Mean number of colonies (CFU) observed in the samples that were collected 

to determine airborne fungi (A), those on bats (B), and those found in the guano (C) from the Meu Rei bat cave, 

Catimbau National Park, Caatinga dry forest, Pernambuco state, Brazil. Cp = Carollia perspicillata and De = 

Diphylla ecaudata. F = fresh and NF = non-fresh guano. Different minuscule letter on the bars differ by the Tukey’s 

test at 5% probability (A); different minuscule and capitalized letters on the bars differ by the Tukey’s test at 5% 

probability (B and C). 

Fig 4. ITS tree. Bayesian inference tree of ITS sequences from fungal isolates of Ascomycota, Basidiomycota, 

and Mucoromycota found as airborne and isolated from bats and guano in the Meu Rei bat cave located in the 

Parque Nacional do Catimbau [Catimbau National Park], Pernambuco state, Northeastern region, Brazil. Isolates 

obtained in this study are in bold. Septoglomus constrictum (08-48-12 and 08-48-17) was used as the outgroup. 

Fig 5. LSU tree. Bayesian inference tree of LSU sequences from isolates of yeasts from the Ascomycota and 

Basidiomycota phyla that were isolated from bats in the Meu Rei bat cave, located in the Parque Nacional do 

Catimbau [Catimbau National Park], Pernambuco state, Northeastern region, Brazil. Isolates obtained in this study 

are in bold. Neurospora sitophila (CBS 112.19) was used as the outgoup. 

Fig 6. General fungal richness. Richness of airborne fungi and fungal species associated with bats and guano in 

the Meu Rei bat cave at the Parque Nacional do Catimbau [Catimbau National Park], Pernambuco state, Brazil. 

Fig 7. Fungal community similarity. Bray-Curtis coefficient showing the similarity of fungal communities that 

were airborne, with those associated with bats and their guano in the Meu Rei bat cave at the Parque Nacional do 

Catimbau [Catimbau National Park], Pernambuco state, Brazil. 

Airborne fungi 

  From the samples collected to study airborne fungi we obtained 673 CFU, (527 were 

obtained using BHI and 146 using DRBC culture media). The sampling point 4 had the highest 
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fungal abundance (F = 8.13 at 1% probability) (Fig 3A, S2 Table). The richness of airborne 

fungi was the second-highest (23 taxa) (Fig 6). Considering the sampling points defined from 

the cave entrance, point 1 presented a fungal richness of 11 taxa, followed by point 2 (10 taxa), 

point 3 (four taxa), and by point 4 (two taxa). With five taxa, Aspergillus was the most 

representative genus in Ascomycota (mainly reported at point 1), and each genus in 

Basidiomycota was represented by one taxon (recorded at points 1, 2, and 3). Other genera 

commonly reported as airborne, such as Cladosporium and Penicillium, were also obtained at 

points 1 and 3 (S1 Fig, S3 and S4 Tables). At points 2, 3, and 4 we found Aplosporella sp., 

Diaporthe sp., and Neodidymella sp., which have been mainly reported in association with plant 

species, and Beauveria bassiana, a species commonly recorded as entomopathogenic fungus. 

Isolates belonging to Aplosporella, Neodidymella, and Nothophoma, which have never been 

reported in caves earlier, were also found to be airborne in this cave (S3 Table). 

Bat fungi 

  Bats had the lowest fungal abundance (105 CFU) (Fig 3B, S2 Table); on the other 

hand, they had the highest fungal richness. While all the captured bats showed fungal 

associations, we found a greater fungal abundance in the vampire bat D. ecaudata. The wing 

membrane had the largest number of fungi (45 CFU of 21 taxa, of which nine were exclusive), 

followed by the bat fur (35 CFU of 20 taxa, of which nine were exclusive), and the oral cavity 

(25 CFU of 11 taxa, of which four were exclusive) (Figs 6 and 8, S2 Fig, S3 and S5 Tables). 

Interestingly, all yeasts obtained in this study were isolated from bats, the largest number of 

taxa (four) being recorded in the oral cavity. The yeast species Candida spp. was isolated from 

all three bat microhabitats that we studied, and Rhodotorula cf. mucilaginosa was found in the 

oral cavity and on wing membranes (three isolates from each microhabitat). Aspergillus was 

the most representative genus (seven taxa) and the bat fur had four of these taxa. The unique 
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Mucoromycota species, Rhizopus arrhizus, was found on the fur of C. perspicillata and on the 

wing membrane of D. ecaudata. Five taxa found as bat fungi were also observed as airborne 

and four others were also isolated from guano. Deniquelata quercina and Rhinocladiella similis 

on D. ecaudata; Fusarium sp. F. fujikuroi complex and Ochroconis cf. musae on C. 

perspicillata and D. ecaudata, which are commonly found as plant pathogens, as endophytes, 

saprobes, or opportunistic pathogens, and Paecilomyces cf. formosus on D. ecaudata; and 

Purpureocillium cf. lilacinum on C. perspicillata and D. ecaudata, which are reported as 

thermophiles or as entomopathogens, were also isolated from the bats (Fig 9). Similar to air 

samples, bats had six fungal taxa—D. quercina, Nothophoma sp., Polyschema sp., 

“Chondrostereum sp.”, Kwoniella cf. dendrophila, and Sakaguchia sp.—which are being 

reported from a cave environment for the first time (S3 and S5 Tables). 

 

Fig 8. Fungal communities in the different microhabitats on the body of bats. Fungal richness (A) and taxa 

distribution (B) associated with different microhabitats (oral cavity, fur, and wing membrane) of the bats Carollia 

perspicillata (Cp) and Diphylla eucadata (De) in the Meu Rei bat cave, located at the Parque Nacional do Catimbau 

[Catimbau National Park], Pernambuco state, Northeastern region, Brazil. 

Fig 9. Fungal genera that were found on bats. Selected fungal genera exclusively associated with different 

microhabitats (oral cavity, fur, and wing membrane) of the bats Carollia perspicillata and Diphylla eucadata in 

the Meu Rei bat cave, in the Parque Nacional do Catimbau [Catimbau National Park], Pernambuco state, Brazil. 

Fungal illustrations were mainly redrawn from book “The genera of hyphomycetes”. 

Guano fungi 

  Guano had the highest fungal abundance (683 CFU); the guano of frugivorous species 

was significantly different from the guano of insectivorous and hematophagous, which did not 

differ from each other significantly (F = 16.93 at 1% probability) (Fig 3C, S2 Table). The fungal 
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richness did not differ greatly between insectivorous, frugivorous, and hematophagous bats or 

between fresh and non-fresh guano. A total of 10 taxa were identified, of which five were 

exclusively found only in the guano (Fig 10). The guano of insectivorous and frugivorous had 

two exclusive taxa each (Aspergillus sp. 4 section Polypaecilum and Paecilomyces cf. formosus 

in the insectivorous bat guano and A. sydowii and H. cf. seminuda in the frugivorous bat guano), 

while hematophagous had one (P. citrinum). Interestingly, Aspergillus sp. 4 section 

Polypaecilum, P. cf. formosus, and “Rigidoporus sp.” were isolated from guano of 

insectivorous bats while Aspergillus and Penicillium taxa were the main taxa isolated from the 

other guano samples (Fig 10, S6 Table). 

 

Fig 10. Fungi from bat guanos. Fungal richness associated with bat guano (insectivorous, frugivorous, and 

hematophagous) in the Meu Rei bat cave, in the Parque Nacional do Catimbau [Catimbau National Park], 

Pernambuco state, Brazil. 

Comparing fungus species richness 

  There was a highly significant statistical difference in the fungal species richness 

recorded in the air, bat, and guano samples (H = 23.948, P < 0.001), indicating the segregation 

of species within the cave environment. When analysed together (i.e. fungal species in C. 

perspicillata and D. ecaudata), there was a difference in the mycobiota associated with the 

microhabitats in the bats’ body (H = 6.687, P = 0.035), suggesting that certain fungal species 

showed a preference for specific areas. Analysing the fungal species richness in the 

microhabitats separately for each bat species, there was no significant difference for D. 

ecaudata (H = 5.806, P = 0.063) (S7 Table). Also, the fungal species richness found in oral 

cavities, fur, or wings did not differ significantly between C. perspicillata and D. ecaudata (see 

S8 Table for details). 
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Discussion 

  Worldwide, only few mycological studies have been undertaken in bat caves, and 

there is a gap in our knowledge of this mycobiome in tropical and subtropical countries [5, 18]. 

Our study indicated a high fungal species richness and diversity associated with a bat cave in 

Brazil’s Caatinga drylands. Further, the highest fungal species richness was observed on the 

bat’s bodies, particularly on their wing membranes, which highlights the possible role of bats 

as the main spore vectors between the epigean and subterranean parts. The airborne 

speleomycology of the Meu Rei bat cave in Brazil was estimated at four sampling points at 

increasing distance from the cave entrance, and we found that the fungal abundance was lower 

near the cave entrance and increased inwards to the fourth point (135 m from the cave entrance), 

where A. geoffroyi, N. macrourus, P. gymnonotus, and P. personatus were found in abundance. 

On the other hand, the fungal richness was higher near the cave entrance and decreased towards 

the interior of the cave. 

  In a Brazilian cave, the number of terrestrial filamentous fungi was found to be higher 

deeper inside than at the entrance of the cave [30]. Similar results of airborne fungi were found 

in an active gold mine in South Africa [60]. Our findings are not in congruence with studies 

which showed that the fungal abundance is higher near cave entrances than in the interiors of 

the cave. However, our findings agree with the higher fungal richness near the cave entrance 

[e.g. 5, 27, 61]. Thus, in our study, the higher fungal richness at the cave entrance may be the 

result of fungal material being transported in the wind. But deeper inside the cave, material 

transported solely by the wind would not be able to reach the most distant parts, and bats would 

then become the main dispersal agent. Considering that the largest bat colonies are located in 

the deepest parts of the Meu Rei cave, this could explain the higher fungal densities that were 

observed there. 
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  Studying a bat reserve in Poland with nearly 38,000 bats from 12 species, Kokurewicz 

et al. [11] found that most of the airborne fungi were isolated from inside the underground 

corridors than from the external environment. The authors also showed that the fungal 

concentration increased with the increase in the number of bats in the cave, showing that bats 

are the primary factor that determines the number of airborne fungi in hibernation sites [11]. 

Other authors have also highlighted that the mycobiome in caves may be influenced by the 

presence of bats which are responsible for the fungal dispersion [5, 13, 22, 62]. 

  The most commonly found airborne fungi in caves worldwide (Aspergillus, 

Penicillium, and Cladosporium) were also found in the Meu Rei bat cave. Species belonging to 

these genera were commonly found by speleomycological studies in European and in tropical 

and subtropical countries [5]. For example, Penicillium urticae (currently P. griseofulvum) was 

the most frequently found species in a cave in Slovakia [20]. Similar results were found in 

Poland (where, in addition, Cladosporium was one of the most isolated fungi) [11], in a show 

cave in Spain [63], and from karst caves in China [16]. In Brazil, Aspergillus and Penicillium 

were the most abundant fungi found in different substrates of caves [e.g. soil and dry sediment) 

[21, 27, 29-31]. Other fungal taxa also reported in association with plants or as 

entomopathogenic fungus were also found as airborne fungi in our study [e.g. 5, 13, 16, 18]. 

  Bats had the lowest fungal abundance and the highest species richness. The fungal 

abundance and richness for each bat microhabitat was also distinct, with the wing membrane 

showing higher values for both. Fur and skin of live bats can harbour a surprisingly higher 

fungal diversity than cave soils, which may be explained by the movement of bats between the 

surface and subterranean environments [5, 13, 64]. In the USA, wings of 30 bats from five bat 

hibernacula were found to be dominated by Cladosporium, Fusarium, Geomyces, Mortierella, 

Penicillium, and Trichosporon; Geomyces isolates were mainly obtained from damaged wings 
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[87]. Based on their discovery, Johnson et al. [87] highlighted that fungi found on bat wings 

rather than the fungi actively growing in this environment were an important reservoir of fungal 

spores in caves. The authors also suggested that some of these fungi, mainly Geomyces species, 

may act as minor pathogens living on bat wings. 

  The patterns of fungal species distribution on bats that we recorded in our study were 

also observed in other studies. A large number of fungi commonly reported to be free-living in 

the environment or as being associated with plants were also found on the skin and fur of two 

subspecies of bent-winged bats in Australia [22]. The authors also showed that although all the 

bats that were examined carried fungi, the fungal community of some bats was dominated by a 

single species (e.g. Aspergillus flavus, Rhodotorula mucilaginosa, Sporobolomyces roseus, or 

Ulocladium chartarum). Similar to our work, species of yeasts were commonly isolated from 

bats and R. mucilaginosa was the most frequently isolated species in Australia [22]. New 

species were also described from bats; for example, a new cold-tolerant Malassezia species was 

isolated from the skin of bats in the subfamily Myotinae [23], and we also described a new 

Geosmithia species isolated from wing membrane of the frugivore bat C. perspicillata [65]. 

  The role of the guano deposits produced by bats in harbouring fungi is also an 

important aspect to consider. In our study, guano had the highest fungal abundance (CFU), but 

the lowest richness. Non-fresh insectivorous and hematophagous guanos had the highest 

number of CFUs, while the fresh frugivorous guano had the lowest number. Bat guano is one 

of the most important reservoirs of nutrients in the cave environment and it is also a valuable 

source for invertebrate communities that may eat it directly or feed on the fungal species 

growing on the guano piles [5, 66-67]. The origin (frugivorous, insectivorous, or 

hematophagous bats) and type (fresh and non-fresh) of the guano may also influence its 

composition (e.g. carbon, nitrogen, phosphorous, and polysaccharides) and pH [67-69]. 
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Although, in general, fresh guano is basic (pH 8.5–9.0) and non-fresh guano is acidic (pH 5.0–

5.5), the pH may vary with the deposition volume of urine, and with the age and depth of guano 

piles [67-69]. Some studies have highlighted that bat guano may also affect the fungal 

abundance and richness in caves because guano can act as a common organic source for fungi 

and other organisms like invertebrates [5, 20, 70]. 

  The number of fungal isolation can vary due to the point of collection, and the origin 

and type of guano. In a show cave in Brazil, the largest number of fungal colonies was found 

in a fresh mixed guano deposition than as airborne [21] and a similar amount was found from 

non-fresh bat guano in two Slovakian caves [71]. An interesting result was obtained in Romania 

where, in caves with 3–10 bat species (varying from 200–7,000 individuals), a maximum 

number of fungi were obtained from bat guano [70]. In our study, the difference of fungal 

abundance in fresh and non-fresh insectivorous, frugivorous, and hematophagous guanos is an 

interesting finding which could help future studies identify and use distinct composition and 

pH of culture media to recover a larger number of fungi. Fungal species can also require special 

compounds (e.g. carbon source) and specific incubation temperature to grow in artificial 

conditions. Different methods have been used to isolate or to observe fungi living in guano 

samples, and these may also influence the observation of culturable fungal abundance and 

richness [16, 21, 70-72]. Metagenomic methods can also help in the study of fungal diversity 

in caves [e.g. 12, 22, 61, 73]. 

  Samples collected from the bat’s body (first) and from the air (second) had more 

fungal richness than bat guano (nine taxa, Aspergillus (three) and Penicillium (two) were the 

most common). Species of Aspergillus and Penicillium were commonly found in bat guano in 

Puerto Rico [72], Brazil [21], and Slovakia [71] along with other species of Cladosporium, 

Purpureocillium, Trichoderma, and Xylaria. In insectivorous bat guano, records of Aspergillus 
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sp. 2 section Polypaecilum, Paecilomyces cf. formosus (Ascomycota), and “Rigidoporus sp.” 

(Basidiomycota) are noteworthy, showing that the guano composition may influence and 

determine fungal growth. Species placed in Aspergillus section Polypaecilum are mainly treated 

as xerotolerant/xerophilic and halotolerant/halophilic and found in built environments [74]. 

However, a recent species was described from marine sediments in Mexico [75]. Species of 

Paecilomyces were found in acidic habitats and can tolerate microaerophilic conditions; 

however, P. formosus can also be found causing plant diseases and as an opportunistic pathogen 

in humans [76-78]. Basidiomycota taxa needs substrates rich in nutrients (such as wood and 

dung) to grow in cave environments, and species included in the genus Rigidoporus are mainly 

found as plant pathogens [5, 72, 79]. Interestingly, new species of Amphichorda, Gymnoascus, 

and Microascus were found on bat guano in China [16], and like in our study, none of these 

studies reported the presence of Histoplasma associated with bat guano. 

Clinical importance of fungal taxa in the Meu Rei bat cave 

  The mycobiome of the Meu Rei bat cave harbours fungal genera which have species 

that are suspected to be causative agents of allergies or are potential opportunistic pathogenic 

fungi. Species of Aspergillus were the most isolated species in our study and requires special 

attention because they can cause aspergilloses in immunosuppressed people [80-81]. 

Cladosporium and Candida isolates were mainly found on bats, and some species in these 

genera are also known to be medically important as allergenic or opportunistic pathogens [80, 

82], respectively. Rhodotorula species, which we found on bats, are common in environmental 

samples, but have emerged as opportunistic pathogens of humans [80, 83]. Other examples of 

genera found in the Meu Rei bat cave mycobiome and having species of clinical importance are 

Purpureocillium [84], Rhinocladiella [80, 85], and Rhizopus [80, 86]. 

Fungal diversity and bat cave conservation 
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  Caves like Meu Rei are exceptional bat roosts, frequently harbouring high bat species 

richness. This is particularly true in the Caatinga dry forest in Brazil [2, 4]. Here, for the first 

time in Brazil, the speleomycology of a bat cave was unravelled, revealing a remarkable 

diversity. Eight (21.6 %) of the 37 genera (Ascomycota = Aplosporella, Deniquelata, 

Neodidymella, Nothophoma, and Polyschema and Basidiomycota = “Chondrostereum”, 

Kwoniella, and Sakaguchia) and 17 (53.1 %) of the 32 identified species are being reported for 

the first time from caves worldwide, and all fungi discovered in this study are formally recorded 

for the first time in a bat cave. In the world review of cave fungi, Vanderwolf et al. [5] listed 

1,029 species from 518 genera and showed that about 59% of the taxa were reported from a 

single location, and many species were rarely isolated. Subsequently, other studies added more 

fungal taxa to that list, increasing the number of fungi found in caves [e.g. 11, 15-18, 20-27, 

64, 71, 87-88]. In two karst caves in China, Zhang et al. [16] reported that 28 (24%) of the 116 

genera and 111 (59 %) of the 188 identified species were reported for the first time in cave 

environments. Subsequently, Zhang et al. [18] described 33 new fungal species and found about 

30% of the genera and 53% of the species for the first time in karst caves in China. Thus, the 

known number of fungal species documented from cave environments has increased to nearly 

2,000 fungal species. Such examples highlight the large potential such sites may have to harbour 

unknown fungal species. 

  Our study of the culturable mycobiome in a Brazilian bat cave revealed a remarkable 

fungal diversity, including taxa unknown in cave environments and new species that will be 

described in further detail elsewhere. The fungal diversity in caves has a distinct distribution 

pattern which can be influenced by cave apertures, air current, bats presence, and guano 

deposition, among other factors; however, several common species found in these environments 

are also reported from outside the cave, mainly in association with plants and soil. Bats had the 

most important contribution to the fungal abundance and richness in a bat cave in the Caatinga 
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dry forest, and this finding should be considered in future speleomycological studies. As shown 

by Zhang et al. [7], fungal communities in these locations are from land surface and it explains 

common fungal species found in that biome, as ‘the geographic history of caves appeared to be 

too short for fungal speciation’. The inclusion of methods to study the non-culturable fungal 

diversity in caves will also help in the recovery of fungi that remain undetected in these 

subterranean environments. Further studies are being carried out in other caves in Brazil’s 

Caatinga drylands, which will help in the understanding of fungal community composition, will 

contribute to the national and global fungal estimation, and augment appeals for the 

preservation of the Caatinga. 
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