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RESUMO

Os anfíbios dependem da água ou de ambientes úmidos para reprodução. Assim,

desenvolveram vários Modos de Reprodução (RM, derivado do inglês: Reproductive Mode).

Alguns destes envolvem a deposição de ovos em Ninhos de Espuma (FN, do inglês: Foam

Nest). Alguns estudos mostram que os ninhos são compostos principalmente por proteínas,

como proteínas surfactantes, e carboidratos que ajudam na proteção dos ovos. Entretanto, o

microbioma dos FN tem sido pouco estudado sendo o de anuros leptodactilídeos ainda é

desconhecido. Dessa forma, o objetivo do presente trabalho foi descrever o microbioma dos

FN de Adenomera hylaedactyla, Leptodactylus vastus e Physalaemus cuvieri da Família

Leptodactylidae. Amostras de FN destas espécies foram coletados, bem como amostras de

solo e água de seus locais de deposição. O DNA total dessas amostras foi extraído e

amplicons do gene rRNA 16S foram sequenciados e analisados. No microbioma dos FN

dessas espécies predominam os clados Proteobacteria, Bacterioidetes e Firmicutes. Os

gêneros mais abundantes foram Pseudomonas, Sphingobacterium e Paenibacillus. FN mais

ricos em microorganismos eram aqueles depositados em solo, ambientes mais ricos em

microrganismos. Contudo a composição de microrganismos dos FN dessas espécies é mais

semelhante entre si que com seus ambientes de deposição. Nossos resultados sugerem que a

peculiar composição química dos ninhos de espuma é o principal fator de seleção para

aquisição de seu microbioma. Microrganismos dos ninhos de espuma podem atuar na

proteção dos girinos e animais adultos contra doenças e produzem substâncias com potencial

para aplicações tecnológicas, interferindo na saúde desses animais. Dessa forma, o

conhecimento do microbioma de ninhos de espuma pode ser uma ferramenta útil para

desenvolver estratégias de conservação desses animais.

Palavras-chave: anfibios; Nordeste do Brasil; metagenoma; gene 16S rRNA; ranaspuminas.



ABSTRACT

Amphibians depend on water or humid environments for reproduction. Thus, they developed

several Reproduction Modes (RM). Some of these involve laying eggs in Foam Nests (FN).

Some studies show that the nests are mainly composed of proteins, such as surfactant proteins,

and carbohydrates that help protect the eggs. However, the microbiome of NF has been little

studied and that of leptodactylid anurans is still unknown. Thus, the aim of this study is

describe the microbiome of the NF of Adenomera hylaedactyla, Leptodactylus vastus and

Physalaemus cuvieri of the Family Leptodactylidae. FN samples from these species were

collected, as well as soil and water samples from their deposition sites. Total DNA from these

samples was extracted and 16S rRNA gene amplicons were sequenced and analyzed. The

clades Proteobacteria, Bacterioidetes and Firmicutes were predominant in the NF microbiome.

The most abundant genera were Pseudomonas, Sphingobacterium and Paenibacillus. NF

richer in microorganisms were those deposited in soil, environments richer in microorganisms.

However, the composition of microorganisms in the NF of these species is more similar to

each other than to their deposition environments. Our results suggest that the peculiar

chemical composition of foam nests is the main selection factor for acquiring their

microbiome. Microorganisms from foam nests can act to protect tadpoles and adult animals

against diseases and produce substances with potential for technological applications,

interfering with the health of these animals. Thus, knowledge of the microbiome of foam

nests can be a useful tool to develop conservation strategies for these animals.

Keywords: amphibian; Northeast Brazil; metagenome, 16S rRNA gene; ranaspumins.
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1 INTRODUÇÃO

Espécies de anfíbios necessitam de ambientes aquáticos ou úmidos para sua

reprodução, pois geralmente a fertilização é externa, seus ovos não possuem casca e

apresentam fase larval aquática. Nesse sentido, para proteger os ovos e garantir o

desenvolvimento de seus embriões e larvas os anfíbios desenvolveram várias estratégias

reprodutivas. Dentre os vertebrados os anfíbios apresentam a maior diversidade de modos de

reprodução, a classificação de uma série de características reprodutivas que dentre outras

envolvem diferentes tipos de deposição de ovos e desenvolvimento larval. Peixes também

apresentam uma grande variedade de modos reprodutivos, mas, dentre os vertebrados, apenas

os anfíbios apresentam essa variação de ambientes aquáticos a totalmente terrestres.

Tais características fazem com que os anfíbios possam ser considerados como um

modelo único no estudo de vertebrados. Em especial para o estudo de seu microbioma, o

conjunto de sua microbiota, seus microrganismos simbiontes, e suas funções correlatas. Tanto

pelo estudo das modificações ocorridas no microbioma durante seus ciclos de vida, ou mesmo

pela análise de variações apresentadas entre diferentes espécies, nessa transição entre

ambientes aquáticos e terrestres.

Particularmente, este gradiente de variação é bem diversificado entre anfíbios

anuros: os sapos, rãs e pererecas. Sendo a necessidade de ambientes aquáticos para

reprodução bastante variável dentro desse subgrupo, de modo que eles apresentam a maior

quantidade de modos de reprodução entre os anfíbios. Dentre estes, algumas espécies de

diferentes partes do mundo, convergentemente, desenvolveram modos de reprodução que

envolvem a deposição de ovos em ninhos de espuma.

Estes ninhos são compostos por proteínas e carboidratos secretados pelos tecidos

maternos, a espuma se forma por movimentação dos animais durante a cópula, que em anuros

é chamada de amplexo. Muitas funções já foram atribuídas aos ninhos de espuma, todas

podem ser resumidas em ações de proteção aos ovos e larvas em desenvolvimento. Para os

anuros da família Leptodactylidae, um grupo de rãs encontradas na América Central e do Sul,

a formação de ninhos de espuma em seus modos reprodutivos parece ter sido uma inovação

chave, o que promove um aumento na diversificação do grupo ao longo de sua evolução.

Por isso, é provável que esses ninhos de espuma tenham uma interação direta com

o microbioma desses animais, atuando na seleção de microrganismos benéficos ao

desenvolvimento dos ovos e larvas. Os ninhos de espuma podem ter um potencial

biotecnológico a ser desvendado, semelhante ao que já foi constatado para o microbioma da
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pele de anfíbios. Bactérias isoladas da pele de anfíbios apresentaram elevada atividade

antifúngica, que pode ser inclusive utilizada para o desenvolvimento de medicamentos. A

princípio estudadas na busca de medidas contra fungos patógenos de anfíbios, uma das

principais ameaças a extinção de diversas espécies no mundo, este potencial também se

apresentou elevado contra fungos causadores de doenças em humanos.

Contudo, apesar dos grandes avanços no estudo do microbioma de anfíbios, o

microbioma dos ninhos de espuma de anuros ainda não foi devidamente determinado. Existe

apenas um único estudo até o momento com ninhos de espuma de sapos da família

Rhacophoridae, três espécies do gênero Polypedates: P. leucomystax, P. macrotis e P.

otilophus. Evidências preliminares apontam para a presença de bactérias gram-positivas, que

foram isoladas e cultivadas a partir desses ninhos. No entanto esse resultado deve representar

apenas uma pequena fração de toda sua diversidade, uma vez que grande parte desses

microrganismos não podem ser facilmente cultiváveis. Assim como são desconhecidas às

influências do local de deposição, seja a água ou solo, e de fatores interespecíficos na

composição dessa comunidade microbiana presente nos ninhos de espuma.

Desta forma, o trabalho pretende contribuir para o conhecimento sobre o

microbioma de anfíbios através do uso de tecnologias de sequenciamento massivo de alto

rendimento, também chamadas de “próxima geração”. Tendo como objetivo descrever o

microbioma dos ninhos de espuma de anuros da Família Leptodactylidae, até o momento o

primeiro trabalho a realizar essa caracterização. As análises tomaram como base três espécies

neotropicais pertencentes à esta família: Adenomera hylaedactyla (Cope, 1868);

Leptodactylus vastus Lutz, 1930 e Physalaemus cuvieri Fitzinger, 1826. Procuramos inferir

quais fatores são os mais importantes para a formação do microbioma dos seus ninhos de

espuma, se são fatores ligados ao ambiente de deposição, solo ou água, ou relacionados à

variação interespecífica. Posteriormente, com base nos dados obtidos a partir da composição

avaliar potenciais para o desenvolvimento de produtos biotecnológicos.
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2 REVISÃO DE LITERATURA

2.1 Anfíbios: Diversidade, Características Gerais e Modos de Reprodução

Os anfíbios viventes são animais vertebrados identificados como pertencentes à

Classe Amphibia, possuindo 8.579 espécies distribuídas entre três Ordens: Gymnophiona com

219 espécies de cecílias; Caudata, 798 espécies de salamandras; e Anura, apresentando em

torno de 7.562 espécies de sapos, rãs e pererecas (Figura 1) (FROST, 2023). O Brasil é o país

que possui a maior riqueza do grupo, com 1.188 espécies sendo: cinco espécies de

salamandras, 39 de cecílias e 1.144 de anuros (SEGALLA et al., 2021).

Figura 1 – Relações e principais representantes dos grupos de anfíbios viventes.

Fonte: Adaptado a partir de Pyron e Wiens (2011); Vitt e Caldwell (2014); Catenazzi (2015) e

Frost (2023).

Estes animais podem ser encontrados em quase todo o mundo, principalmente em

regiões tropicais e temperadas, a exceção de sua distribuição são algumas ilhas oceânicas e o

continente antártico (KARDONG, 2016). Todavia, estes animais possuem necessidades

fisiológicas especiais, por serem ectotérmicos, apresentar pele permeável e ovos sem casca

eles são especialmente sensíveis a variações ambientais (DUELLMAN; TRUEB, 1994; VITT;

CALDWELL, 2014). Para superar essas dificuldades os anfíbios desenvolveram estruturas

morfológicas, mecanismos fisiológicos e respostas comportamentais que os permitiram se

adaptar a diversos ambientes terrestres no mundo (DUELLMAN; TRUEB, 1994; VITT;
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CALDWELL, 2014).

Algumas dessas formas de adaptação ao ambiente terrestre envolveram a adoção

de estratégias reprodutivas. Uma combinação de atributos morfofisiológicos e

comportamentais que permitem a sobrevivência desses animais na transição entre diferentes

ambientes (DUELLMAN; TRUEB, 1994; WELLS, 2007; VITT; CALDWELL, 2014). Uma

dessas estratégias envolve a adoção de diferentes Modos de Reprodução, assim denominadas

a combinação de diferentes características reprodutivas, principalmente as formas de

deposição de ovos e os tipos de desenvolvimento larval, adotadas entre diferentes espécies de

anfíbios (DUELLMAN; TRUEB, 1994; WELLS, 2007; VITT; CALDWELL, 2014).

Dentre os vertebrados, os anfíbios estão entre aqueles que apresentam a maior

quantidade desses Modos de Reprodução (WELLS, 2007). Peixes ósseos também apresentam

uma ampla variedade desses modos, podem até depositar seus ovos fora d’água, mas não

apresentam nenhum totalmente terrestre, como os que ocorrem em anfíbios (WELLS, 2007).

Em anfíbios, esses diferentes Modos de Reprodução já foram considerados

inovações evolutivas para a conquista do ambiente terrestre por parte dos vertebrados

(DUELLMAN; TRUEB, 1994). Contudo, evidências recentes refutam essa ideia, bem como

aquela que indica que os modos de desenvolvimento reprodutivo direto estejam ligadas

diretamente ao aumento das taxas de diversificação de anfíbios (LIEDTKE et al., 2022).

Estima-se que o modo reprodutivo ancestral do grupo seja aquele que envolve a fertilização

externa, os ovos são depositados no ambiente aquático e as larvas se desenvolvem sem

cuidados parentais (VITT; CALDWELL, 2014; LIEDTKE et al., 2022). No entanto, as

cecílias desenvolveram a fertilização interna, apresentando espécies ovíparas e vivíparas, mas

de hábitos gerais ainda pouco conhecidos devido seus comportamentos crípticos

(DUELLMAN; TRUEB, 1994; WELLS, 2007; VITT; CALDWELL, 2014). As salamandras

ainda apresentam o modo de reprodução ancestral e outros modos que envolvem a fertilização

interna, com a variação da deposição de ovos, entre ambientes terrestres e aquáticos, ou ainda

a ovoviviparidade, viviparidade e a pedomorfose (DUELLMAN; TRUEB, 1994; WELLS,

2007; VITT; CALDWELL, 2014). Os anuros também podem reter os ovos, mas apresentam

poucas espécies ovovivíparas e vivíparas, em sua maioria são ovíparas e a fertilização quase

sempre é externa (DUELLMAN; TRUEB, 1994; WELLS, 2007; VITT; CALDWELL, 2014).

Dentre estas espécies ovíparas de anuros, a maioria das famílias apresentam modos de

deposição aquáticos, as demais os depositam em ambientes não aquáticos, sejam eles

terrestres ou arborícolas (DUELLMAN; TRUEB, 1994; HADDAD; PRADO, 2005; WELLS,

2007; VITT; CALDWELL, 2014).
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A classificação destes modos reprodutivos é bem útil em estudos comparativos e

evolutivos, mas dentre os vertebrados terrestres (tetrápodes) elas só são amplamente usadas e

aceitas em estudos envolvendo anfíbios (NUNES-DE-ALMEIDA et al., 2021). A proposta

mais recente de classificação soma 74 diferentes modos reprodutivos apresentados por

anfíbios (NUNES-DE-ALMEIDA et al., 2021). Contudo classificação vigente tem como base

a classificação de modos reprodutivos de Haddad e Prado (2005), que apresenta 39 diferentes

modos reprodutivos de anfíbios (Tabela 1).

Os anuros são o grupo de anfíbios que apresenta a maior quantidade de modos de

reprodução (DUELLMAN; TRUEB, 1994; HADDAD; PRADO, 2005; POMBAL JR;

HADDAD, 2007; WELLS, 2007; VITT; CALDWELL, 2014; NUNES-DE-ALMEIDA et al.,

2021). Os 39 modos estabelecidos por Haddad e Prado (2005) foram descritos com base em

comportamentos reprodutivos de anuros, destes 16 envolvem a deposição de ovos em

ambientes aquáticos, outros 21 a deposição em ambientes não aquáticos e dois restantes são

de espécies que retêm os ovos em seus ovidutos, espécies vivíparas e ovovivíparas (Tabela 1)

(HADDAD; PRADO, 2005; POMBAL JR; HADDAD, 2007; WELLS, 2007; VITT;

CALDWELL, 2014). No mundo, a região biogeográfica denominada como Neotropical, na

qual o Brasil está inserido, é a que apresenta maior diversidade desses modos, no total 31

(79,5%), no Brasil são encontrados 28 (71,8%) destes (DUELLMAN; TRUEB, 1994;

HADDAD; PRADO, 2005; POMBAL JR; HADDAD, 2007).

Dentre as famílias de anuros, a Família Leptodactylidae é a que apresenta a maior

quantidade de modos de reprodução (17), dos quais todos podem ser observados para aqueles

gêneros e espécies encontrados entre biomas no Brasil e América do Sul (Tabela 1)

(DUELLMAN; TRUEB, 1994; HADDAD; PRADO, 2005). Destes, oito modos que

envolvem a deposição de ovos em ninhos de espuma, três modos envolvem a deposição na

água e outros cinco envolvem a deposição no solo (Tabela 1) (HADDAD, PRADO, 2005;

POMBAL JR., HADDAD, 2007; WELLS, 2007). Contudo, os ninhos de espuma não são

exclusivos de anuros leptodactilídeos, eles representam 10 dos 39 dos Modos de Reprodução

apresentados por anuros (Tabela 1) (DUELLMAN, TRUEB, 1986; HADDAD, PRADO, 2005;

WELLS, 2007).
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Tabela 1 – Modos de Reprodução de Anuros. Todos variam entre o local de deposição,

principalmente entre água1 e solo, bem como sobre as formas de desenvolvimento das larvas

(girinos)2.

Local de deposição Modo

Aquáticos
Ovos depositados na água
Ovos e larvas exotróficas em corpos d’água lênticos. 1 +
Ovos e larvas exotróficas em corpos d’água lóticos. 2 +
Ovos e estágios larvais iniciais em tocas subaquáticas construídas,
larvas exotróficas em corpos em d’água lóticos.

3

Ovos e estágios larvais iniciais em bacias naturais ou construídas;
após inundação, larvas exotróficas em corpos d’água lênticos ou
lóticos.

4

Ovos e estágios larvais iniciais em tocas subterrâneas construídas;
após inundação, larvas exotróficas em corpos d’água lênticos ou
lóticos.

5

Ovos e larvas exotróficas em água acumulada em buracos de troncos
de árvores ou em plantas aéreas (fitotelmatas).

6 +

Ovos e larvas endotróficas em água acumulada em depressões. 7 +
Ovos e larvas endotróficas em água acumulada em buracos de troncos
de árvores ou em plantas aéreas (fitotelmatas).

8

Ovos depositados em corpos de água lóticos e engolidos pela fêmea,
ovos e larvas completam o desenvolvimento no estômago da fêmea.

9

Ovos em ninhos de bolhas
Ovos em ninhos de bolhas flutuantes em corpos d’água lênticos;
girinos exotróficos em corpos d’água lênticos.

10

Ovos em ninhos de espuma
Ninhos flutuantes em corpo d’água lêntico; larva exotrófica em corpo
d’água lêntico.

11 +*

Ninhos flutuantes em corpo d’água lêntico; larva exotrófica em corpo
d’água lótico.

12 *

Ninhos flutuantes em água acumulada em bacias construídas; larva
exotrófica em corpo d’água lêntico.

13 +*

Ninhos flutuantes em corpo d’água em bromélias terrestres; larva
exotrófica em corpo d’água lótico.

14 +*

Ovos Incrustados no Dorso de Fêmeas aquáticas
Ovos eclodem em larvas exotróficas aquáticas. 15
Ovos eclodem em pós-metamórficos. 16

Não aquáticos
Ovos no solo, sobre rochas ou em tocas

Ovos e larvas em estágios iniciais em ninhos escavados; após
inundação, larvas exotróficas em corpos d’água lênticos ou lóticos.

17

Ovos no solo ou sobre rochas acima da água; após inundação, larvas
exotróficas movem-se para a água.

18 +

Ovos sobre rochas, fendas de rochas úmidas ou raízes de árvores
acima d’água; larvas exotróficas semiterrestres vivendo sobre rochas
ou em fendas de rochas em uma película de água na interface água-
terra.

19
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Ovos no solo; larvas exotróficas são transportadas para a água por
adultos.

20

Ovos no solo; larvas endotróficas completam o desenvolvimento em
ninho terrestre.

21 +

Ovos no solo; larvas endotróficas completam o desenvolvimento no
dorso, saco vocal ou em um marsúpio do adulto

22

Ovos terrestres com desenvolvimento direto. 23 +
Ovos arborícolas

Ovos eclodem em larvas exotróficas que caem em corpos d’água
lênticos.

24

Ovos eclodem em larvas exotróficas que caem em corpos d’água
lóticos.

25

Ovos eclodem em larvas exotróficas que caem em água acumulada
em cavidades de árvores.

26

Ovos eclodem em juvenis (desenvolvimento direto). 27 +
Ovos em ninhos de espuma (terrestres ou arborícolas)

Ninhos de espuma sobre o solo úmido da floresta; após inundação,
larvas exotróficas em corpos d’água lênticos.

28 +*

Ninhos de espuma com ovos e larvas em estágios iniciais em bacias;
após inundação, larvas exotróficas em corpos d’água lóticos ou
lênticos.

29 +*

Ninhos de espuma com ovos e larvas em estágios iniciais em ninhos
subterrâneos construídos; após inundação, larvas exotróficas em
corpos d’água lênticos.

30 +*

Ninhos de espuma com ovos e larvas em estágios iniciais em ninhos
subterrâneos construídos; após inundação, larvas exotróficas em
corpos d’água lóticos.

31 +*

Ninhos de espuma com ovos em câmaras subterrâneas construídas;
larvas endotróficas completam o desenvolvimento no ninho.

32 +*

Ninhos de espuma arborícolas; larvas eclodidas caem em corpos
d’água lênticos ou lóticos.

33 *

Ovos carregados pelos progenitores
Ovos carregados sobre as pernas dos machos por um mês; larvas
exotróficas em corpos d’água lênticos.

34

Ovos carregados em marsúpio dorsal da fêmea; larvas exotróficas em
corpos d’água lênticos.

35

Ovos carregados no dorso ou em marsúpio dorsal da fêmea; larvas
endotróficas em água acumulada em bromélias ou em colmos de
bambú.

36

Ovos carregados no dorso ou em marsúpio dorsal da fêmea;
desenvolvimento direto com eclosão de sapinhos completos.

37

Ovos retidos nos ovidutos
Ovoviviparidade (Viviparidade Lecitotrófica) 38 +
Viviparidade Matrotrófica 39

Fonte: Tabela adaptada a partir de Haddad e Prado (2005).

+ Modos de reprodução apresentados pelas espécies da Família Leptodactylidae (n=17).

* Modos de reprodução que utilizam a deposição de ovos em ninhos de espuma (n=10).

1 Para água a principal variação se dá entre corpos d’água parada, como poças e lagos



19

(lênticos), e de água corrente, como rios e riachos (lóticos).
2 Os girinos podem se alimentar livremente no ambiente em que se desenvolvem (chamadas

de larvas exotróficas) e outras são totalmente dependentes do vitelo dos ovos até a

metamorfose (são denominadas larvas endotróficas). Todavia algumas espécies podem ainda

do ovo podem eclodir diretamente em pequenos sapos sem passar por fase larval.

2.2 Ninhos de Espuma de Anuros: Evolução, Composição e Potenciais Biotecnológicos

Ninhos de espuma representam um exemplo de convergência evolutiva, surgindo

independentemente em várias espécies de anuros de linhagens distantemente relacionadas

entre diferentes continentes (DUELLMAN, TRUEB, 1986; WELLS, 2007; PEREIRA et al.,

2015; 2017; GOULD, 2021). Semelhante aos sapos leptodactilídeos, algumas espécies de

sapos australianos da Família Limnodynastidae depositam ninhos de espuma que podem

flutuar sobre a água, estar no solo próximo à margem ou ainda dentro de cavidades no solo

onde o girino irá completar seu desenvolvimento longe da água (WELLS, 2007; PEREIRA et

al., 2017). Enquanto que para várias espécies africanas e asiáticas de anuros da Família

Rhacophoridae e uma única espécie africana da Família Hyperoliidae (Opisthothylax

immaculatus) os ninhos de espuma são depositados sobre árvores, geralmente próximos a

água onde os girinos irão completar o desenvolvimento (WELLS, 2007; PEREIRA et al.,

2017). Outros anuros do gênero Stumpffia, pertencentes à Família Microhylidae, são

encontrados em Madagascar e depositam ninhos de espuma sobre a serapilheira, onde seus

girinos completam desenvolvimento longe da água (WELLS, 2007; PEREIRA et al., 2017).

Por último, apenas a espécie Neotropical Scinax rizibilis, da família Hylidae, deposita ninhos

de espuma que flutuam sobre a água onde seus girinos completaram o desenvolvimento

(HADDAD, PRADO, 2005; POMBAL JR., HADDAD, 2007; WELLS, 2007).

Estas estruturas têm sua origem a partir de glândulas da pele ou de secreções

cloacais, somente maternas ou do casal em amplexo (WELLS, 2007; VITT; CALDWELL,

2014; GOULD, 2021). A espuma se forma durante o amplexo, ela pode se formar a partir da

movimentação dos membros posteriores dos machos (Leptodactylidae), pela movimentação

dos membros posteriores do casal em amplexo (Rhacophoridae) ou a movimentação dos

membros anteriores da fêmea (Limnodynastidae) (Figura 2) (DUELLMAN; TRUEB, 1994;

WELLS, 2007; VITT; CALDWELL, 2014).

Estas secreções possuem uma composição química cuja base parece ser

constituída principalmente por proteínas e carboidratos, cujas funções estão envolvidas na
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manutenção da estrutura e proteção, química e física, dos ovos e girinos em desenvolvimento

no ninho de espuma (HISSA et al., 2008; OKE et al., 2008; FLEMING et al., 2009; HISSA et

al., 2014; 2016). Algumas proteínas identificadas no ninho de leptodactilídeos são

denominadas como ranaspuminas, possuindo semelhanças com lectinas e cistatinas, que

usualmente estão envolvidas em mecanismos de defesa contra microorganismos (Tabela 2)

(FLEMING et al., 2009). Enquanto outras ranaspuminas identificadas em ninhos de espuma

de Leptodactylus vastus, dessa mesma família, possuem propriedades surfactantes (Tabela 2)

(HISSA et al. 2008; 2014; 2016).

Tabela 2 – Proteínas isoladas e caracterizadas de ninhos de espuma de anuros.

Proteína Espécie* Local
Função
/Tipo

Estrutura Fonte

Ranasmurfina Polypedates leucomystax Malásia - 2VH3 1

Ep-RSN-1 Engystomopus pustulosus Trindade
Tipo de
cistatina

- 2

Ep-RSN-2 E. pustulosus Trindade Surfactante 2WGO_A 3
Ep-RSN-3 E. pustulosus Trindade Lectina - 2
Ep-RSN-4 E. pustulosus Trindade Lectina - 2
Ep-RSN-5 E. pustulosus Trindade Lectina - 2
Ep-RSN-6 E. pustulosus Trindade Lectina - 2
Lf-RSN-1 Leptodactylus fuscus Trindade - - 4

Lv-RSN-1 L. vastus Brasil Surfactante
4K82,
4K83

5

Fontes: (1) Oke et al. (2008); (2) Fleming et al. (2009); (3) Mackenzie et al. (2009); (4)

GenBank: AAT66300.1; (5) Hissa et al. (2008, 2014 e 2016).

* Apenas a espécie Polypedates leucomystax pertence à Família Rhacophoridae.

Todas as demais espécies pertencem a Família Leptodactylidae.

De fato, estas composições químicas parecem fornecer pistas sobre as funções

desenvolvidas pelos ninhos de espuma na proteção dos ovos e larvas. Dentre essas funções de

proteção podemos citar: Proteção contra radiação solar, manutenção da oxigenação do ninho,

proteção contra dessecação e outras não diretamente relacionadas a essa composição, como a

proteção contra predadores (ZINA, 2006; WELLS, 2007; HISSA et al., 2008; GOULD, 2021).

De modo geral, os ninhos de espuma, parecem fornecer diversas vantagens para espécies de

anuros que depositam seus ovos em ambientes de pequenas poças temporárias, quentes e

pouco oxigenadas (WELLS, 2007). Ainda que sua composição química indique a

possibilidade de proteção contra microrganismos, bactérias gram-positivas já foram isoladas e
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cultivadas a partir de ninhos de espuma de anuros leptodactilídeos (HISSA et al., 2008;

FLEMING et al., 2009). Bem como todo um conjunto único de microrganismos foi

encontrado dentro dos ninhos de espuma de três espécies de anuros racoforídeos do gênero

Polypedates (Polypedates leucomystax, P. macrotis e P. otilophus) encontradas na ilha de

Bornéu (MCGRATH-BLASER et al., 2021). A presença desses microrganismos associados a

anfíbios e seus ninhos será discutida adiante. Contudo, é provável que os ninhos de espuma

atuem como barreira seletiva, permitindo que apenas certos tipos de microrganismos

simbiontes possam se desenvolver naquele meio.

Figura 2 – Amplexo e a formação de ninho de espuma em Physalaemus ephippifer, Família

Leptodactylidae. A – Fotografia mostrando casal de P. ephippifer em amplexo junto ao seu

ninho em formação. B – Desenho esquemático representando a movimentação das pernas do

macho de P. ephippifer para a formação da espuma, os ovos (círculos em preto) vão sendo

inseridos na espuma durante esse processo.

Adaptadas de: Ernst et al. (2014); Vitt e Caldwell (2014).

Em aspectos evolutivos já se foi discutido que os ninhos de espuma podem ter

favorecido os anuros leptodactilídeos na conquista do ambiente terrestre, diminuindo a

necessidade de água para a reprodução (HEYER, 1969). Todavia, não há um padrão linear

nesse sentido. Contudo, a evolução do grupo demonstra diversos padrões convergentes e

reversivos na Filogenia da Família Leptodactylidae, espécies cujo ancestral tinha modos de

reprodução aquáticos passam para terrestres e outras revertem da terra para água (PEREIRA

et al., 2015). De modo geral estes ninhos não parecem estar diretamente relacionados à

adaptação ao ambiente terrestre. Contudo, eles permitiram que estes animais se
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desenvolvessem em ambientes antes considerados inóspitos (e.g. poças d’água temporárias),

permitindo que eles explorem mais microhabitats seja na água ou na terra (Figura 3)

(DUELLMAN & TRUEB, 1986; HADDAD & PRADO, 2005; POMBAL JR & HADDAD,

2007; WELLS, 2007; GOULD, 2021). Diversas espécies de anuros apresentam secreção de

muco e movimentos complexos durante o seu amplexo reprodutivo, características tidas como

percussoras ao desenvolvimento dos ninhos de espuma, mesmo assim, poucas espécies

chegaram a desenvolveram essa característica, o que sugere essa mudança evolutiva ocorre

em resposta a certas pressões seletivas comuns as diferentes linhagens que os produzem, mas

não a todas as espécies de anuros (GOULD, 2021). Análises recentes indicam que apenas para

os anuros da Família Leptodactylidae os ninhos de espuma podem ser caracterizados como

inovação evolutiva, pois seu surgimento favoreceu a diversificação e aumentou as taxas de

especiação do grupo (PEREIRA et al., 2017).

Figura 3 – Desenho esquemático representando quatro dos 17 modos de reprodução de

anuros da Família Leptodactylidae, parte dos 10 modos de reprodução que utilizam a

deposição de ovos em ninhos de espuma em ambientes aquáticos e terrestres.

Fonte: Pereira et al. (2015). Ninhos de espuma na água: Modos 11 e 13; Ninhos de espuma

em ambiente terrestre: Modos 30 e 32. Descrição dos modos baseada em Haddad e Prado

(2005) (Tabela 1).

Em relação a potenciais usos tecnológicos, com base em sua composição química

e características, ninhos de espuma de anuros apresentam grande potencial como fontes de

estudos de novas substâncias tensoativas, surfactantes naturais que são menos tóxicos e mais

estáveis que os sintéticos que são os mais empregados convencionalmente (CHOI et al., 2012;

BROZIO et al., 2021). Pois a espuma deve manter suas propriedades sem afetar fertilização

do casal em amplexo e sem ser tóxica para os ovos que estão em desenvolvimento em seu
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interior (GOULD, 2021). Em especial a proteína ranaspumina RSN-2 identificada nos ninhos

do anuro leptodactilídeo Engystomopus pustulosus (Tabela 2) apresentou grande potencial

para usos industriais, na produção de medicamentos, atuando como veículo para

administração de fármacos (MACKENZIE et al., 2009; CHOI et al., 2012; BROZIO et al.,

2021). Todavia, este ainda é um ramo recente de estudo e pouco ainda se conhece sobre o

potencial dessas substâncias. Contudo, o estudo desses microrganismos associados a anuros,

seu microbioma na produção de fármacos e outros potenciais biotecnológicos, bem como o

potencial daquele microbioma dos ninhos de espuma de anuros, também parece ser bastante

promissor.

2.3 Microbioma de Anfíbios: Importância e seu Potencial Biotecnológico

Microbioma é definido como uma comunidade de microrganismos, a microbiota,

e seus conjuntos de genes com respectivas funções correlatas (XI et al., 2018; REBOLLAR et

al., 2020). Em um amplo sentido este termo representa um conjunto de microrganismos

associado a um ambiente ou um determinado organismo, formando um pequeno ecossistema

(XI et al., 2018). Sua riqueza e composição variam em relação às características do meio,

principalmente entre aquáticos a terrestres, assim como das diferentes propriedades associadas

aos órgãos e secreções nos quais podem ser encontrados em animais e plantas (THOMPSON

et al., 2017).

Dentre os animais, o microbioma dos mamíferos é um dos mais estudados, com

especial enfoque ao microbioma humano (CAPORASO et al., 2011; GOODRICH et al., 2014;

XI et al., 2018). Todavia, vários esforços recentes têm sido aplicados ao estudo do

microbioma de outros grupos de animais, dentre estes podemos destacar os significativos

avanços sobre o estudo do microbioma de anfíbios (JIMÉNEZ; SOMMER, 2017;

REBOLLAR; HARRIS, 2019; REBOLLAR et al., 2020).

Até o início do século XXI quase todos os estudos sobre microbioma eram

baseados em métodos dependentes de isolamento e cultivo em condições de laboratório (XI et

al., 2018). Todavia, a maioria dos microrganismos não é viável fora de seu ambiente natural,

as condições in vitro não são adequadas a toda microbiota e por isso durante muito tempo o

conhecimento sobre o microbioma era subestimado (XI et al., 2018).

Os maiores avanços no estudo do microbioma se deram a partir de 2005, com o

advento das técnicas de sequenciamento massivo de nova geração (Next-Generation

Sequencing, NGS) (XI et al., 2018). O que também foi observado para o microbioma de
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anfíbios, onde os maiores avanços se deram a partir da utilização dessas novas técnicas

moleculares aliadas a ferramentas de bioinformática (JIMÉNEZ; SOMMER, 2017;

REBOLLAR; HARRIS, 2019; REBOLLAR et al., 2020). Não obstante, o cultivo e

isolamento de microrganismos simbiontes ainda é empregado como técnica complementar as

técnicas de sequenciamento massivo (JIMÉNEZ; SOMMER, 2017; REBOLLAR et al., 2020).

A maior parte dos estudos baseados em técnicas de sequenciamento tem como

foco a análise de sequências do gene 16S rRNA de células procarióticas (Bacteria e Archaea),

considerado um excelente marcador para caracterização taxonômica e funcional do

microbioma (JIMÉNEZ; SOMMER, 2017; XI et al., 2018). Alguns também avaliam o gene

18S rRNA, marcador para microeucariotos (fungos, protozoários e pequenos animais)

(JIMÉNEZ; SOMMER, 2017; KUENEMAN et al., 2016b). Dentre estes, destaca-se o uso da

análise do gene 18S rRNA para a identificação dos fungos baquitridiomicetos

Batrachochytrium dendrobatidis (Bd) e B. salamandrivorans (Bs) que são de patógenos de

anfíbios (BOYLE et al., 2004; MARTEL et al., 2013).

Todavia, majoritariamente os estudos de microbioma de anfíbios tem tido como

enfoque somente os grupos de bactérias (Bacteria), sendo ainda escassos os estudos que

avaliam a interação com simbiontes de outros grupos (JIMÉNEZ; SOMMER, 2017;

REBOLLAR et al., 2020). Geralmente, os estudos abordam anfíbios adultos (>65%) e em seu

ambiente natural (>60%), estando os estudos sobre o microbioma de outros estágios de vida e

sob condições experimentais estão em menor proporção, assim como em sua maior parte são

sobre o microbioma da pele (>70%), com as demais pesquisas envolvendo o microbioma do

trato digestivo (JIMÉNEZ; SOMMER, 2017; REBOLLAR et al., 2020).

Seguindo o padrão de riqueza de anfíbios, a maior parte dos animais estudados

são anuros, seguido por algumas de salamandras (Ordem Caudata) e aparentemente não há

registro de estudos sobre o microbioma de espécies de cecílias (Ordem Gymnophiona)

(JIMÉNEZ; SOMMER, 2017; REBOLLAR et al., 2020). Para estudos sobre o microbioma da

pele somam-se 331 espécies de anfíbios estudadas, o que corresponde a apenas 4,9% do total

de espécies de anfíbios, em sua grande maioria de ambientes temperados e mais de 60%

destas são classificadas como “pouco preocupantes” em relação ao seu risco de extinção

(Least Concern – LC; International Union for Conservation of Nature – IUCN) (REBOLLAR

et al., 2020).

Grande parte dos estudos sobre microbioma de anfíbios se desenvolve sobre três

áreas: fatores que influenciam a amplitude e variação natural do microbioma dos anfíbios;

impactos ambientais relacionados à disbiose patogênica e saúde do hospedeiro; e sobre
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contribuição desses estudos sobre o microbioma para a conservação de anfíbios (Figura 4)

(JIMÉNEZ; SOMMER, 2017).

Sobre a amplitude natural, pesquisas recentes ampliaram o conhecimento sobre o

microbioma da pele de anfíbios. Da simples descrição de riqueza e composição taxonômica,

as pesquisas avançaram no estudo da ação de fatores diversos sobre sua formação. Apontando

a influência de características do hospedeiro, seus hábitos ecológicos e aspectos climáticos

como os mais relevantes para a composição do microbioma da pele de anfíbios (Figura 5)

(REBOLLAR et al., 2020).

Figura 4 – Fatores que influenciam a variação natural do microbioma dos anfíbios, impactos

relacionados à disbiose patogênica e a saúde do hospedeiro e a contribuição potencial dos

microbiomas para a conservação dos anfíbios.

Fonte: Adaptado de Jiménez & Sommer (2017).

Certas evidências ainda indicam que variações genéticas, provavelmente aquelas

ligadas diretamente ao sistema imune, parecem ser determinantes por certa variação no

microbioma da pele de anfíbios, mas essa influência ainda não é totalmente compreendida e

requer estudos mais aprofundados (JIMÉNEZ; SOMMER, 2017; REBOLLAR et al., 2020).

Além disso, evidências recentes apontam que o microbioma da pele de anfíbios não é afetado

pela distância filogenética entre diferentes espécies de sapos e salamandras, a filosimbiose

(BLETZ et al., 2017; BIRD et al., 2018; KUENEMAN et al. 2019; REBOLLAR et al., 2020).

Diferente do que é observado para outros grupos de organismos, a diversidade do

microbioma da pele está diretamente associada aos hábitos e modos de vida desses animais,

em especial as diferenças observadas entre espécies arborícolas, terrestres e ripárias (ou

aquáticas) de anfíbios (BLETZ et al., 2017; KUENEMAN et al. 2019; REBOLLAR et al.,
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2020). Em geral a riqueza do microbioma da pele de anfíbios é menor em espécies arborícolas

e maior em espécies aquáticas e terrestres, o que em geral corresponde às diferenças de

riqueza observadas para o microbioma desses diferentes ambientes (BLETZ et al., 2017;

THOMPSON et al., 2017; KUENEMAN et al. 2019).

Figura 5 – Fatores determinantes no microbioma da pele de anfíbios.

Fonte: Adaptado de Rebollar et al. (2020).

Contudo, no microbioma da pele, os grupos mais abundantes são em geral aqueles

menos representativos de seus ambientes de origem (WALKE et al., 2014; BLETZ et al., 2017;

REBOLLAR et al., 2020). Entretanto, tem sido demonstrado que reservatórios naturais são

importantes para a manutenção microbioma de pele anfíbios (REBOLLAR et al., 2020). Em

menor proporção, ainda para o microbioma de pele, a transmissão vertical tem sido observada

para algumas espécies que apresentam cuidados parentais, assim como também a transmissão

horizontal possa acontecer direta ou indiretamente em seu ambiente de vida (REBOLLAR et

al., 2020).

Em uma escala mais ampla, padrões biogeográficos estão sendo avaliados para as

variações do microbioma, um destes estudos envolve uma avaliação global sobre o

microbioma da pele de anfíbios (THOMPSON et al., 2017; KUENEMAN et al., 2019). Como

resultado, foi constatado um decréscimo na riqueza do microbioma da pele de anfíbios quanto

menor for à latitude, um gradiente biogeográfico considerado inverso aos demais, até mesmo

para espécies de anfíbios, mas que se assemelha ao observado para outras comunidades de

microrganismos já estudadas, alguns autores sugerem que este gradiente esteja relacionado a
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tipos diferentes de substratos ou ainda em relação a variações entre temperaturas máximas e

mínimas (WIENS, 2007; MITTELBACH et al., 2017; BAHRAM et al., 2018; KUENEMAN

et al., 2019). Como para o microbioma de substratos naturais, de onde esses animais adquirem

esses microrganismos, além do fato de que como animais ectotérmicos eles não fornecem

proteção aos microrganismos da pele durante variações climáticas sazonais (BAHRAM et al.,

2018; KUENEMAN et al. 2019).

A composição natural dessa microbiota, seja do trato digestivo ou da pele, varia

bastante de entre as diferentes espécies de anfíbios. Apesar disso, certo padrão é observado na

composição do microbioma da pele de anfíbios em escala global, em muitos casos há uma

predominância (> 50%) do Filo Proteobacteria seguido em menores proporções (< 25%) pelos

Filos Actinobacteria, Bacterioidetes e Firmicutes, além de outros mais esporádicos e escassos

(Filos Verrucomicrobia, Chloroflexi, Cyanobacteria, Acidobacteria e Planctomycetes)

(KUENEMAN et al., 2019). A variação climática também está relacionada à abundância de

alguns filos, Bacteroidetes e Verrucomicrobia relacionados a climas mais temperados

enquanto Protebacteria está mais associado a climas mais quentes (KUENEMAN et al., 2019).

No trato digestivo os Filos Proteobacteria, Bacteroidetes e Firmicutes também

estão entre os mais abundantes (KOHL et al., 2013; BLETZ et al., 2016; KOHL; YAHN, 2016;

HUANG et al., 2018). Contudo, padrões globais e abrangentes ainda não foram devidamente

estabelecidos, no geral os estudos sobre o microbioma do trato digestivo ainda são baseados

em observações pontuais e experimentos locais que serão discutidos mais a frente.

De todo modo, tanto para o microbioma da pele ou trato digestivo, essas

observações sobre a composição preponderante podem em parte ser explicadas pela ampla

diversidade apresentada pelos Filos Bacterioidetes, Firmicutes e Proteobacteria, este último

que é o mais rico e fenotipicamente amplo filo do Domínio Bacteria (OREN, 2004; GUPTA,

2000; KESTERS et al., 2006).

Todavia, destes filos a frequência de seus gêneros parece estar diretamente

relacionada aos diferentes hábitos de vida de seus hospedeiros, por exemplo, do Filo

Proteobacteria, os gêneros Pigmentiphaga e Achromobacter são mais abundantes em anfíbios

arborícolas, enquanto Methylotenera é mais rico em espécies ripárias e Agrobacterium em

espécies terrestres (BELDEN et al., 2015; BLETZ et al., 2017).

Diferentes ambientes possuem distintas comunidades microbianas e o microbioma

desses anfíbios está exposto a essas distintas fontes, as diferenças observadas as comunidades

do ambiente e destes animais são resultantes da seleção por parte destes diferentes

hospedeiros (BLETZ et al., 2017). O que acarreta padrões convergentes para o microbioma da
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pele, a semelhança entre as diferentes comunidades microbianas da pele de diferentes espécies

de anfíbios não tem relação com seus parentescos filogenéticos (filosimbiose) (BLETZ et al.,

2017; BIRD et al., 2018).

Dentre os gêneros mais frequentes e abundantes certo destaque tem sido dado

àqueles que possam ser causadores de doenças e outros simbiontes isolados na busca por

compostos antifúngicos, principalmente aqueles que tenham ação contra Bd

(Batrachochytrium sp.). Dos simbiontes também associados a doenças de anfíbios estão

representados pelos gêneros Enterobacter, Klebsiella, Staphylococcus, Streptococcus, entre

outros (OROURKE e ROSEBAUM, 2015). Dos que foram isolados e cultivados Bacillus,

Chryseobacterium, Janthinobacterium e Paenibacillus frequentemente apresentam bom

potencial antifúngico contra Bd (HARRIS et al., 2006; ANTWINS et al. 2015; ASSIS et al.,

2017; CATENAZZI et al., 2018).

Dentre todos os gêneros no microbioma de anfíbios, certa atenção deve ser

destacada para as Pseudomonas. Elas estão presentes em diversos ambientes, sejam aquáticos

ou terrestres, além de também apresentarem uma ampla variedade de interações com outros

organismos vivos (SILBY et al., 2011). Algumas espécies de Pseudomonas são patógenas de

anfíbios, sendo que alguns experimentos demonstraram que, em alguns casos, elas podem

facilitar o desenvolvimento do fungo patógeno Bd (Batrachochytrium dendrobatidis).

(LOUDON et al., 2014a; OROURKE e ROSEBAUM, 2015). Todavia, normalmente as cepas

de Pseudomonas isoladas de anfíbios têm demonstrado grande potencial contra

microrganismos patogênicos, incluindo contra o fungo Bd (HARRIS et al., 2006; ASSIS et al.,

2017; CATENAZZI et al., 2018; MARTIN et al., 2019).

Contudo, as Pseudomonas aqui se destacam por ser um dos gêneros mais

frequentes e abundantes no microbioma de anfíbios, principalmente para o microbioma da

pele (HARRIS et al., 2006; KUENEMAN et al., 2014; LOUDON et al., 2014a; 2014b;

WALKE et al., 2015; BLETZ et al., 2017; ASSIS et al., 2017; ABARCA et al., 2018;

CATENAZZI et al., 2018; FONTAINE et al., 2018; GRIFFTHS et al., 2018; PASSOS et al.,

2018; BRUNETTI et al., 2019; KUENEMAN et al., 2019). Além de registradas em adultos,

também são abundantes no microbioma da pele e do trato digestivo de larvas (KUENEMAN

et al., 2014; BLETZ et al., 2016; KUENEMAN et al., 2016b). Podem ainda ser o grupo

dominante do microbioma core da pele de algumas espécies de anfíbios (LOUDON et al.,

2014b; KUENEMAN et al., 2014).

Geralmente detectado por técnicas moleculares, Pseudomonas também pode ser

identificado por técnicas convencionais de isolamento e cultivo (WALKE et al., 2015; de
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ASSIS et al., 2017). Ainda como simbionte da pele, Pseudomonas foram recentemente

destacadas a partir de outras funções biológicas, atuando diretamente na produção de

ferormônios sexuais da espécie de perereca Boana prasina (BRUNETTI et al., 2019).

Outros estudos, para além daqueles sobre que descrevem as características

naturais do microbioma de anfíbios, envolvem a avaliação de impactos

antrópicos/antropogênicos sobre alterações no microbioma, a disbiose, em especial a

avaliação da disbiose patogênica causada, com destaque aquela causada pelos fungos

patógenos Batrachochytrium sp., atualmente uma das maiores ameaças de extinção de várias

espécies de anfíbios (CATENAZZI, 2015; JIMÉNEZ; SOMMER, 2017; FISHER; GARNER,

2020; REBOLLAR et al., 2020). Nesse sentido, tais estudos, quase sempre, estão visando à

implementação de estratégias de conservação biológica, pois fornecem ferramentas que

contribuem para o manejo e manutenção dessas espécies de anfíbios a partir do estudo de seus

microrganismos simbiontes (CATENAZZI, 2015; JIMÉNEZ; SOMMER, 2017; REBOLLAR

et al., 2020).

Certas modificações na riqueza e composição do microbioma de anfíbios são

naturais e tem relação direta com seu ciclo de vida. Especialmente em anuros, cujas

modificações morfofisiológicas envolvem a transição de larvas aquáticas para adultos

terrestres. Os girinos têm um microbioma do trato digestivo mais diverso e mais semelhante

ao de peixes, enquanto que o de sapos adultos é menos diverso e se assemelha ao dos demais

vertebrados terrestres (KOHL et al., 2013; VENCES et al., 2016). O microbioma intestinal de

girinos é especialmente afetado pela disponibilidade de alimento. (VENCES et al., 2016). Em

larvas de salamandra, o microbioma da pele e trato digestivo é específico para o seu ambiente

de vida, sejam riachos ou poças d’água, e somente microbiota intestinal é afetada pela

mudança de ambiente, especialmente para a transição de lótico pra lêntico (BLETZ et al.,

2016).

Contudo, evidências experimentais demonstram que alterações no microbioma

durante a fase de desenvolvimento larval podem diminuir a imunidade dos animais a

infestações em sua vida adulta. Anuros da espécie Osteopilus septentrionalis que foram

submetidos a tratamentos com antibióticos durante seu desenvolvimento larval eram três

vezes mais susceptíveis ao estabelecimento de parasitas intestinais que aqueles que não

submetidos a antibióticos, independente da riqueza e composição da microbiota intestinal em

sua fase adulta (KNUTIE et al., 2017).

De modo semelhante, alterações no microbioma decorrentes de alterações na dieta

também são observadas entre indivíduos adultos de ambientes distintos em certas espécies,
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indicando que alterações ambientais podem acarretar mudanças no microbioma. O

microbioma do trato digestivo de anuros da espécie Fejervarya limnocharis que ocupam áreas

cultivadas é mais rico que aquele de indivíduos encontrados em áreas naturais, o que pode ser

decorrente de alterações na dieta e aumentar a sua exposição desses animais a microrganismos

patogênicos (CHANG et al., 2016).

Poluentes presentes no ambiente também podem afetar a pele o trato digestivo

desses animais e, por consequência, afetar o microbioma desses sistemas (KOHL et al., 2015;

KRYNAK et al., 2015; HUGHEY et al., 2016; ZHANG et al. 2016). A exposição a esses

compostos também pode aumentar a exposição a microrganismos patógenos por meio do

aumento da riqueza do microbioma do trato digestivo de girinos e adultos (KOHL et al.,

2015). Em outros casos as mudanças ocorrem por meio de alterações na composição de

táxons no microbioma, o que pode representar a perda de simbiontes importantes para a saúde

do animal (ZHANG et al. 2016).

Em outros casos, condições de cativeiro podem acarretar em alterações no

microbioma de anfíbios. Muitas vezes ocorrendo diminuição da diversidade de

microrganismos da pele em espécies sob condições de cativeiro, o que demonstra a

importância de fontes ambientais para a sua manutenção (MICHAELS et al., 2014; BECKER

et al., 2014; LOUDON et al., 2014b; KUENEMAN et al., 2016a).

Infecções e infestações provocadas por patógenos e parasitas também causam

alterações nas comunidades de microrganismos simbiontes de anfíbios. Os gêneros

Janthinobacterium, Pseudomonas e Flavobacterium, que costumam apresentar atividade

antifúngica, são menos abundantes no tegumento de rãs da espécie Rana italica que estão

infestadas pelo protista Amphibiocystidium sp., o que pode indicar que esses simbiontes

também atuem na proteção contra esses parasitas de pele (FEDERICI et al., 2015).

Dos patógenos e seus efeitos no microbioma de anfíbios, as infecções por

quitridiomicose (Batrachochytrium dendrobatidis - Bd e B. salamandrivorans - Bs) são

consideradas as mais relevantes por sua propagação global e os declínios e extinções de

espécies decorrentes dessa ampla disseminação (CATENAZZI, 2015; FISHER; GARNER,

2020). Por isso vários estudos já foram feitos com base na identificação de microrganismos,

principalmente bactérias, e avaliação do seu potencial de inibição de fungos do gênero

Batrachochytrium (HARRIS et al., 2006; LOUDON et al., 2014a; ANTWIS et al., 2015;

BELDEN et al., 2015; ABARCA et al., 2018; CATENAZZI et al., 2018). A partir dessa

caracterização estratégias de aplicação são testadas, como a utilização de probióticos na

proteção d (KUENEMAN et al., 2016a).
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Uma análise recente demonstrou que a capacidade de inibição de fungos é

filogeneticamente abrangente em comunidades de microrganismos simbiontes de anfíbios,

sendo que esta ampla abrangência pode representar uma seleção ao longo da história evolutiva

de anfíbios, uma forma de proteção contra esses patógenos que são mais comuns em seus

habitats que úmidos (BECKER et al., 2015). A ação desses simbiontes no combate a infeções

e parasitas se dá através da produção de metabolitos secundários, que podem diretamente

inibir a propagação desses patógenos como também podem atuar na modulação do sistema

imune de seus hospedeiros (WALKE et al., 2015; JIMÉNEZ; SOMMER, 2017; REBOLLAR

et al., 2020).

As substâncias produzidas pelos microrganismos simbiontes podem ainda possuir

outras funções além daquelas relacionadas à proteção contra patógenos e parasitas. Como foi

demonstrado que Pseudomonas simbiontes da pele da perereca Boana prasina são as

responsáveis pela produção de ferormônios sexuais (BRUNETTI et al., 2019). Provenientes

de fontes ambientais estes microrganismos fazem parte de uma das linhagens de

Pseudomonas constituintes do microbioma cerne (core) da pele dessa espécie de anfíbio

(BRUNETTI et al., 2019).

Além disso, estes metabólitos secundários produzidos por simbiontes de anfíbios

podem ter aplicações biotecnológicas promissoras. No caso de substâncias antifúngicas, as

mesmas que são avaliadas em seu potencial contra a quitridiomicose (Batrachochytrium

dendrobatidis), têm apresentando elevado potencial contra fungos patógenos de humanos,

como Aspergillus fumigatus (MARTIN et al., 2019). Produzida por Pseudomonas cichorii, a

substância isolada com a maior atividade antifúngica foi caracterizada como um lipopeptídeo

cíclico, identificado como uma viscosina (MARTIN et al., 2019).

Viscosinas caracterizadas para outras espécies de Pseudomonas também

apresentavam atividades contra outros microrganismos, no entanto essas substâncias têm sido

mais destacadas pelas suas potentes propriedades surfactantes, especialmente aquelas

produzidas por P. fluorescens (LAYCOCK et al., 1991; ALSOHIM et al., 2014). Estes

surfactantes naturais, definidos como biossurfactantes, são moléculas anfipáticas, possuindo

partes hidrofílicas e hidrofóbicas, agindo na interface de líquidos e em superfícies sólidas,

modificando a tensão superficial e interfacial (NITSCHKE; PASTORE, 2002; OLIVEIRA et

al., 2018).

Biossurfactantes possuem muitas vantagens em relação aos surfactantes sintéticos,

principalmente por causarem menos impactos ambientais, possuindo ampla aplicação

industrial e representando um mercado em grande expansão (NITSCHKE; PASTORE, 2002;
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OLIVEIRA et al., 2018). Da mesma forma, essas viscosinas como poderosas substâncias

antifúngicas obtidas a partir de microrganismos simbiontes de anfíbios representam um

grande potencial biotecnológico na prospecção de medicamentos (MARTIN et al., 2019).

Como foi mencionado anteriormente, dentre as substâncias conhecidas que

compõem os ninhos de espuma de anfíbios anuros estão surfactantes naturais (Tabela 2). As

chamadas ranaspuminas, essas proteínas biossurfactantes encontradas nos ninhos de espuma

de sapos leptodactilídeos também apresentam elevado potencial biotecnológico (HISSA et al.

2008; 2014; 2016). Contudo, estas substâncias que compõe o ninho de espuma de

leptodactilídeos aparentemente não possuem atividade contra microrganismos (HISSA et al.

2008).

Todavia, ainda conforme o que foi apresentado anteriormente, estes compostos

presentes em ninhos de espuma criam proteção a ovos e girinos, pois atuam na manutenção de

um microambiente próprio ao desenvolvimento desses animais (ZINA, 2006; WELLS, 2007;

HISSA et al., 2008). Portanto eles podem servir de barreira seletiva a microrganismos,

permitindo que somente aqueles benéficos possam se desenvolver.

No entanto, pouco se sabe sobre a diversidade de microrganismos presentes nos

ninhos de espuma de anuros. A primeira, e até o momento a única, pesquisa do tipo envolveu

a análise da composição do microbioma dos ninhos de espuma de três espécies de anuros

arborícolas do gênero Polypedates, da Família Rhacophoridae, encontradas na ilha de Bornéu

(MCGRATH-BLASER et al., 2021). Como anteriormente mencionado, os anuros dessa

família são arborícolas, depositando seus ovos em ninhos de espuma em folhas de árvores

próximas a água, onde os girinos podem completar o seu desenvolvimento (WELLS, 2007;

PEREIRA et al., 2017; MCGRATH-BLASER et al., 2021). O microbioma dos ninhos de

espuma desses anuros é composto principalmente pelos clados Proteobacteria, Bacteroidetes,

Firmicutes e em menor proporção (< 10%) por outros (MCGRATH-BLASER et al., 2021). Há

evidências de transferência vertical e ambiental, sendo a vertical mais significativa, assim os

microorganismos dos ninhos de espuma de Polypedates têm sua origem a partir do

microbioma parental (MCGRATH-BLASER et al., 2021)

Contudo, estas observações são preliminares e podem não corresponder a

diversidade do microbioma de ninhos de espuma de outras espécies de racoforídeos ou

mesmo de outras famílias que realizam este mesmo mecanismo para deposição de ovos.

Conforme discutido anteriormente, este tipo de deposição evoluiu independentemente

(convergentemente) em diferentes famílias de anuros que possuem comportamentos bastante

distintos daqueles observados nos racoforídeos arborícolas (DUELLMAN, TRUEB, 1986;
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WELLS, 2007; PEREIRA et al., 2015; 2017).

Como por exemplo nos anuros leptodactilídeos (Leptodactylidae), com

comportamentos e modos de reprodução bastante distintos. Suas espécies são ripárias, que

depositando seus ovos na água ou próximo a margem d’água, ou exclusivamente terrícolas,

que depositando seus ovos em cavidades no solo (DUELLMAN, TRUEB, 1986; WELLS,

2007; PEREIRA et al., 2015; 2017). Apenas para ninhos de rãs da espécie Leptodactylus

vastus bacilos gram-positivos já foram observados, mas nada além dessa observação (HISSA

et al. 2008).

Deste modo, os microrganismos simbiontes presentes nos ninhos de espuma

precisam ser identificados e caracterizados quanto ao seu potencial biotecnológico. Eles

podem possuir funções relacionadas à manutenção do ninho por meio da produção de

surfactantes assim como atuar na produção de substâncias antimicrobianas, do mesmo modo

que aqueles observados para o microbioma da pele.
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3 OBJETIVOS

3.1 Objetivo geral

Acessar o microbioma dos ninhos de espuma de três espécies de anuros da Família

Leptodactylidae, Adenomera hylaedactyla, Physalaemus cuvieri e Leptodactylus vastus,

que possuem distintos modos de reprodução, de seus ambientes de deposição e dos tecidos

do hospedeiro, visando identificar os fatores que influenciam na aquisição do microbioma

dos ninhos de espuma, bem como identificar táxons bioindicadores que possam ser

manipulados biotecnologicamente para auxiliar na conservação de anuros.

3.2 Objetivos específicos

 Caracterizar a riqueza e diversidade de microrganismos por meio do sequenciamento

massivo do gene rRNA 16S;

 Analisar a estrutura e composição do microbioma dos ninhos de espumas das três

espécies de anuros selecionados no estudo;

 Analisar a estrutura e composição dos microbiomas dos ambientes de deposição dos

ninhos de espumas (água, solo, interface solo/água);

 Analisar a estrutura e composição dos microbiomas da pele, cloaca e intestino da rã L.

vastus.
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4 HIPÓTESES

 Diferenças interespecíficas de composição química (proteínas) dos ninhos de espuma e

seus diferentes modos deposição entre a água e o solo irão afetar a composição do

microbioma entre as diferentes espécies de sapos leptodactlídeos estudados, no geral

espera-se que o ambiente seja fator preponderante sobre o microbioma dos ninhos,

uma tendência já observada para o microbioma de pele de anuros.

 O microbioma de anfíbios é uma fonte de microrganismos que produzem substâncias

que protegem esses animais de patógenos e possuem elevado potencial

biotecnológicos, dessa forma o microbioma dos ninhos de espuma também pode

fornecer bons candidatos a exploração desses potenciais que visam a preservação

dessas espécies pela produção de probióticos e que possam ter aplicações industriais.
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5 CONSIDERAÇÕES FINAIS

Os ninhos de espuma estudados apresentaram um microbioma distinto do encontrado

em seus ambientes de deposição ou da pele, intestino e cloaca de animais adultos, sugerindo

que as condições únicas fornecidas pela composição química peculiar dos ninhos de espuma

selecionam um core de microrganismos característico desse microambiente. A caracterização

bioquímica realizada através da quantificação de proteínas e carboidratos, atividade de

redução da tensão superficial e perfil eletroforético SDS-PAGE mostram que, apesar das

espécies de rãs pertenceram a uma mesma família possuem composição bioquímica diferente,

sugerindo uma preponderante influência da composição de proteínas sobre a aquisição do

microbioma.

Vale ressaltar, que a comunidade bacteriana presente nos ninhos de espuma de anfíbios,

é o primeiro contato dos girinos; influenciando a microbiota destes e consequentemente dos

adultos. Sabe-se que o microbioma de animais tem um importante papel na saúde e sistema

imunológicos de seus hospedeiros, portanto, os resultados mostrados neste estudo podem ser

uma ferramenta para guiar estratégias de conservação dessas espécies.

A identificação de gêneros predominantes como Pseudomonas, Sphingobacterium, e

Paenibacillus mostram um grande potencial biotecnológico da microbiota presente nos ninhos

de espuma de anfíbios.

Por exemplo, bactérias pertencentes ao gênero Pseudomonas já foram relatadas por

produzirem compostos surfactantes (viscosinas) com propriedades antimicrobianas,

substâncias antifúngicas, com elevada ação contra patógenos de anfíbios (Bd -

Batrachochytrium dendrobatidis) quanto aqueles que são de humanos (no caso contra

Aspergillus fumigatus).

Do mesmo modo bactérias dos gêneros Sphingobacterium e Paenibacillus também são

conhecidas pela produção de surfactantes e aquelas do microbioma da pele anuros também já

foram identificadas como produtoras de substâncias antifúngicas contra Bd.

Dessa forma, nós expandimos o conhecimento acerca do microbioma de ninhos de espuma

reforçando a importância deste para a conservação de anfíbios e seu potencial para aplicações

biotecnológicas.
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APÊNDICEA - ARTIGO “NEOTROPICAL FROG FOAM NEST’S MICROBIOMES”

Artigo "Neotropical Frog Foam Nest’s Microbiomes"* publicado no periódico de livre

acesso Microorganisms** (ISSN 2076-2607).

*MONTEIRO, F.A.C.; BEZERRA, S.G. de S.; CASTRO, L.G.Z.D.; OLIVEIRA, F.A.D.S.;

NORMANDO, L.R.O.; MELO, V.M.M.; HISSA, D.C. Neotropical Frog Foam Nest’s

Microbiomes.Microorganisms, v. 11, n. 900, 2023. doi: 10.3390/microorganisms11040900.

**Acesso via:<https://www.mdpi.com/journal/microorganisms>

O artigo descreve pela primeira vez o microbioma dos ninhos de espuma de anuros

leptodactilídeos (Leptodactylidae), comparando três espécies de diferentes gêneros, que

possuem composições químicas com diferentes proporções de proteínas e distintos modos

reprodutivos. Resultados são comparados com o que se conhece sobre o microbioma de

anfíbios e de ninhos de espuma de sapos racoforídeos (Rhacophoridae) que vivem em outros

continentes, com composições de proteínas diferentes e distintos modos de reprodução que

aqueles dos sapos leptodactilídeos, racoforídeos são arborícolas e leptodactilídeos são ripários.

Do mesmo modo racoforídeos são filogeneticamente distantes de leptodactilídeos. Os

resultados indicam diferença na obtenção dos microrganismos entre os racoforídeos e

leptodactilídeos, onde a influência ambiental é mais significativa, por serem arborícolas

racoforídeos estão mais isolados de fontes ambientais como solo e água onde os

leptdactilídeos vivem e depositam seus ovos. Os microrganismos encontrados são

semelhantes àqueles do microbioma da pele de anfíbios, organismos que protegem esses

animais de doenças pela produção de compostos. Compostos que podem também ter

aplicações industriais. Dessa forma estudar o microbioma dos ninhos de espuma de sapos

pode auxiliar em estratégias de conservação desses animais e apresentam grande potencial

biotecnológico.



44



45



46



47



48



49



50



51



52



53



54



55



56



57



58



59



60



61

APÊNDICE B – ARTIGO “DETECTION OFTHE FUNGUS BATRACHOCHYTRIUM

DENDROBATIDIS IN ANURANS FROM THE SEMIARID REGION OF BRAZIL:

NEW INFECTION RECORDS FOR ENDEMIC SPECIES”

Manuscrito do artigo “DETECTION OF THE FUNGUS BATRACHOCHYTRIUM

DENDROBATIDIS IN ANURANS FROM THE SEMIARID REGION OF BRAZIL: NEW

INFECTION RECORDS FOR ENDEMIC SPECIES” submetido ao periódico South

American Journal of Herpetology* (ISSN 1808-9798)

*Acesso via:<https://bioone.org/journals/south-american-journal-of-herpetology>

Este artigo trata de uma pesquisa que foi conduzida paralelamente aquela realizada

sobre a caracterização do microbioma dos ninhos de espuma. Trata-se da primeira avaliação

da presença do fungo patógeno de anfíbios Batrachochytrium dendrobatidis (Bd) em anuros

no estado do Ceará, Região Nordeste do Brasil. Sapos de diferentes regiões do estado, áreas

de matas úmidas e de vegetação típica de Caatinga foram coletados durante entre o ano de

2019 e 2020. A pele de cada animal foi analisada por meio de swabs estéreis. O DNA total foi

extraído e analisado para presença do fungo Bd através da amplificação com uso de primers

específicos. O fungo Bd foi detectado pela primeira vez nas espécies Adenomera juikitam,

Boana raniceps, Dendropsophus nanus, D. soaresi, Leptodactylus troglodytes, L. vastus,

Physalaemus cicada, Proceratophrys ararype, Pseudopaludicola mystacalis e Scinax x-

signatus. Entre outros casos positivos a ocorrência do fungo Bd nas espécies Proceratophrys

ararype e Pseudopaludicola mystacalis estão entre as mais preocupantes por se tratarem de

espécies com distribuição restrita e por isso se encontram mais ameaçadas pela ação humana.
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11

ABSTRACT. Chytridiomycosis, caused by the fungus Batrachochytrium dendrobatidis (Bd), has affected12

amphibians globally since the 1970s, comprising the main cause of their decline worldwide. The present study13

aimed to carry out the first assessment on the presence of the Bd in anuran resident populations in dry and wet14

tropical forests in the Ceará state, northeastern Brazil. Samplings were carried out at different municipalities in15

the Ceará State aiming to coverage distinct environmental landscapes (Monte Alegre Private Natural Heritage16

Reserve, Ibiapaba Plateau, Maranguape Mountain Range, Araripe Plateau, Farias Brito and Campos Sales).17

Anurans skin samples were taken from captured adults using swabs. Total extracted DNAwas amplified by PCR18

employing specific Bd primers. A total of 125 samples were analyzed, comprising 28 species belonging to eight19

anuran families, with 20 (69%) of the sampled species tested positive for the Bd. This is the first record on Bd20

infection for Adenomera juikitam, Boana raniceps, Dendropsophus nanus, D. soaresi, Leptodactylus troglodytes,21

L. vastus, Physalaemus cicada, Proceratophrys ararype, Pseudopaludicola mystacalis and Scinax x-signatus.22

Among the Bd-positive species, P. ararype and Pristimantis relictus, in particular, were among the Bd-positive23

species, were the ones that arouse the biggest concerns indicating severe concerns, as they present a restricted24

distribution to high-altitude “brejos”, which comprise forest refuges currently under severe climate changes and25

anthropic threats.26

27

KEYWORDS: Amphibians; Caatinga; Ceará; Chytridiomycosis; Pathogen; Bd.28
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INTRODUCTION29

Brazil is home to a significant portion of the world's biodiversity and also boasts the30

greatest amphibian richness on Earth (Segalla et al., 2021). Global biodiversity is, however,31

constantly threatened by anthropic actions, and there is a great concern among biologists and32

health professionals in relation to raising society's awareness of the importance of nature33

conservation. Decreased biodiversity leads to severe consequences including alterations in the34

ecosystem goods and services and increased risks of pathogen spreading (Costanza et al.,35

1997; Berger et al., 1998; Cragg and Newman, 2013).36

Among the vertebrates, the Amphibians, that play important ecological roles, are the37

most threatened, as declines are noted for 501 species worldwide, comprising 6.5% of all38

described amphibian species. This includes 90 extinctions (18%) (Scheele et al., 2019), the39

highest extinction rate among vertebrates (Stuart et al., 2004; Carvalho et al., 2017). Habitat40

loss, climate change, the introduction of exotic species and pollution are among the41

amphibian decline causes (Collins and Storfer, 2003). However, the main cause for these high42

decline rates is the pathogenic fungus Batrachochytrium dendrobatidis (Bd) (Longcore,43

Pessier, and Nichols, 1999), which causes chytridiomycosis, a severe skin disease.44

Chytridiomycosis attacks the epidermis, causing a condition called hyperkeratosis, consisting45

of the thickening of the outer skin keratin-containing layer, which protects the body against46

water, and chemical and biological agent infiltrations. Hyperkeratosis caused by Bd in47

amphibians spreads quickly and overwhelmingly (Fisher et al., 2009), causing osmotic48

imbalances and electrolyte disturbances, which result in breathing difficulties, cardiac arrest49

and death (Berger et al., 1998; Voyles et al., 2009).50

This fungus has spread across several continents and resulted in the death of huge51

numbers of amphibians worldwide (Fisher and Garner, 2020). Chytridiomycosis is, therefore,52

considered the main extinction agent for this taxonomic group on a global scale (Burrowes53
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and De La Riva, 2017; Scheele et al., 2019).54

Chytridiomycosis is caused by two fungi species belonging to the Chytridiomycota55

phylum, B. dendrobatidis (Bd), described by Longcore et al. (1999) and B. salamandrivorans56

(Bsal) (Martel, Blooi, Bossuyt and Pasmans, 2013), described by Martel et al. (2013). Studies57

concerning Bd genome sequences have revealed at least six strains of this fungus: a panzootic58

strain, Bd-GPL, the Swiss lineage, Bd-CH, the Cape strain, Bd-Cape, the Asian strains Bd59

ASIA-1 (which displays an ancestral relationship to other strains) and BdASIA-3, and, finally,60

Bd-Brazil (Fisher and Garner 2020). The Bd-Brazil lineage was one of the first to diverge61

from other lineages in phylogenetic history (Rosenblum et al., 2013). Fisher and Garner (2020)62

reported other Bd variant strains, such as the Bd variant ASIA-2/BRASIL in both Korea and63

Brazil, detected in the Atlantic Forest biome, evidencing sexual Bd reproduction (Schloegel et64

al., 2012).65

In Brazil, few studies have investigated the number of infected amphibian species and66

their geographic distribution (Rodriguez et al., 2014; Woodhams et al., 2015; Carvalho et al.,67

2017). Chytridiomycosis has spread throughout the country, with a greater number of infected68

populations detected in the Atlantic Rainforest (Carvalho et al., 2017), due, at least in part, to69

the higher number of studies performed in this biome. The number of Bd sites registered in70

Brazil has, however, recently increased, heightening concerns regarding the containment of71

this disease (Amorim et al., 2019; Benício et al., 2019). In addition to affecting anuran72

diversity, the problem extends to other species, as amphibians represent an important food73

chain component. Thus, amphibian declines can affect pest control and cause the decline of74

amphibian predators, i.e., snakes (Shuman-Goodier et al., 2019; Zipkin et al., 2020), affecting75

the entire Brazilian biodiversity.76

In this context, assessments concerning the Bd fungus in non-investigated Brazilian77

regions, as well as the monitoring of areas where the fungus has already been registered, are78
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required. These evaluations are paramount, as they may support measures aimed at global79

amphibian conservation. In this context, this study aimed to investigate whether Bd is already80

present resident in anuran populations residing in dryland and wet tropical forests from81

semiarid region of the northeastern Brazil.82

MATERIALANDMETHODS83

Data sampling84

Samplings were carried out in the dry (July and August 2019) and in the rainy (January,85

February and March 2020) seasons in six locations in the state of Ceará, northeastern Brazil86

(Fig. 1), including wetter areas in relict altitudinal forests called “brejos de altitude” and drier87

caatinga sensu stricto areas, as follows: Monte Alegre Private Natural Heritage Reserve88

(PNHR) located in Pacatuba (3°59'22.1”S, 38°37'44.5”W – relict altitudinal forest); Araripe89

Plateau (7°16’47.5”S, 39°26’18”W – relict altitudinal forest), municipality of Crato; Farias90

Brito (6°49’41.8”S, 39°31’33.7”W - Caatinga); Maranguape Mountain Range (03°53'05”S,91

38°41'06”W, in a relict altitudinal forest), Ibiapaba Plateau (3°53'05”S, 38°41'06”W, in a relict92

altitudinal forest) and Campos Sales (7°04'53.6"S, 40°19'23.7"W - Caatinga). Only one93

sampling was carried out for each location, with the exception of the Monte Alegre PNHR,94

where five field expeditions were carried out. Five specimens of each species were sampled,95

on average, per location. Collection licenses (68784 and 29613) were issued by the Brazilian96

Ministry of Environment - SISBIO.97

Anuran specimens were manually captured through active searches. Immediately98

following their capture, the specimens were washed with ultrapure water, photographed and99

identified at the species level. Skin samples were collected using ready-to-use sterile swabs,100

which were passed 5 to 7 times on the animal's ventral and inguinal parts, thighs and feet, in101

order to ensure reliable sampling (Hyatt et al., 2007). Individual gloves were used for each102

collected specimen according to Mesquita et al. (2017), ensuring sample integrity and103
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avoiding cross contamination. The collected swab samples were placed in 1.5 mL dry104

cryogenic tubes in ice-cooled coolers and immediately taken to the laboratory and stored at -105

20°C until the DNA extraction process.106

The presence of clinical chytridiomycosis signs, such as abnormal skin pigmentation,107

epidermal desquamation, epithelial tissue irregularities, erosions (hyperkeratosis) or108

hyperplasia (Alvarado-Rybak et al., 2021), were also investigated in the captured individuals.109

All animals were released following inspection and sampling.110

Genetic material extraction111

DNA swab extraction was performed according to Boyle et al. (2004), modified by112

Lambertini et al. (2013). Briefly, 50 μL of the PrepMan ULTRA® reagent (Applied113

Biosystems) were added to each eppendorf tube containing the swabs, followed by vortexing114

for 45 seconds, centrifugation for 30 seconds at 12.000 rpm, another vortexing step for 45115

seconds and centrifugation for 30 seconds at 12.000 rpm. The samples were then heated for116

10 minutes in a ThermoMixer, cooled to room temperature for 2 minutes and centrifuged for 1117

minute at 12.000 rpm. The swabs were then inverted inside the eppendorfs, using buckled118

tweezers at each inversion, centrifuged for 5 minutes at 12.000 rpm and finally, discarded.119

The tubes were then centrifuged for a few seconds and 45 μL of the resulting solution were120

transferred to new eppendorf tubes, where they were centrifuged one last time for 10 minutes121

at 12.000 rpm.122

DNA amplification and sequencing123

Bd-specific primers (Bd 1a: 5'-CAGTGTGCCATATGTCACG-3', Bd 2a: 5'-124

CATGGTTCATATCTGTCCAG-3') developed by Annis et al. (2004) were employed to125

amplified a 300 bp (base pairs) product. The PCR was performed according to Kosch and126

Summers (2013), with modifications. The reaction consisted of 5 μL of 5x GoTaq Buffer, 3μL127

of MgCl2 (25mM), 0.5 dNTPs (1000 μM), 5 μL of each primer (5 μM), 0.2 μL of Taq128
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Polymerase (5U) and 1.3 μL of water, resulting in a 20 μL mix, which were then mixed with129

BSA at a final concentration of 400ng/μL for each tube containing the PCR mixture, and 5 μL130

(dilution to 100ng) of sample DNA in a total reaction volume of 35 µL, including BSA. A131

negative control with distilled water was used to replace the DNA that was added to the132

reaction. The applied Thermocycler conditions were as follows: an initial denaturation step at133

95°C for 5 minutes, followed by 44 45-second cycles at 93°C, 45 seconds at 60°C, 1 minute134

at 72°C, and a final extension step at 72°C for 10 minutes. Following the PCR completion, 8135

μL of each amplified sample were run on a 2% agarose gel, along with a DNA ladder as a136

DNA size standard. The gel was stained with SYBRsafe and visualized using an ultraviolet137

light photodocumenter.138

To validate the PCR protocol, some amplified PCR products were purified with139

potassium acetate and alcohol and confirmation of impurity removal was validated by final140

concentrations (ng/μL) higher than 50 ng/μL, and by the 260/230 nm and 260/280 nm ratios141

quantified employing a Nanodrop® ND-1000 spectrophotometer (Nanodrop, Wilmington, DE,142

USA). Briefly, 72 μL of each PCR product were mixed with 7.2 μL of a 3 M potassium143

acetate solution (pH 5.5) and 2 times the total volume of the 100% ethanol solution.144

Following homogenization by inversion, the obtained solutions were maintained at -80 °C for145

30 min. The samples were then centrifuged at 14.000 rpm, 4ºC, for 15 min, the supernatants146

were discarded and the pellets were resuspended in 150 μL of cold 70% ethanol and147

centrifuged at 14,000 rpm, 4ºC, for 5 min. The supernatants were discarded and the pellets148

dried in a heating block at 36ºC for approximately 20 min. Following alcohol evaporation, the149

purified and precipitated DNAwas resuspended in 30 μL of DNase and RNase-free ultrapure150

water.151

DNA sequencing was performed using the Sanger sequencing method developed by152

Macrogen Inc., Seoul, Korea (www.macrogen.com). The sequencing reactions were153
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performed using Bd-specific primers (Bd 1a: 5'-CAGTGTGCCATATGTCACG-3', (Bd 2a: 5'-154

CATGGTTCATATCTGTCCAG-3') developed by Annis et al. (2004). The samples chosen for155

sequencing were CS11, CS13 – Campos Sales, FB02 – Farias Brito, PA27 – Monte Alegre156

PNHR, PI01 – Ibiapaba Plateau and SA18 –Araripe Plateau. The partial sequences provided157

by Macrogen Inc. were of high quality (Phred >20) and used to generate consensus sequences158

using the Codon Code Aligner version 6.0.2 program (Codon Code Corp, USA). The159

consensus sequences were subsequently submitted to molecular identification employing the160

BLAST local alignment tool (Altschul et al., 1990) employing the nucleotide collection161

database.162

RESULTS163

Sampling164

Samples were collected from 210 individuals, 57 sampled at the Monte Alegre PNHR,165

17 at Campos Sales, 18 at Araripe Plateau, 22 at Farias Brito, 42 at the Maranguape Mountain166

Range and 54 at the Ibiapaba Plateau (Fig. 1), distributed among 28 different species (Table 1,167

Fig. 2). The samples belonging to each species were analyzed by location until Bd detection,168

comprising a total of 125 samples submitted to DNA extraction and PCR analyses, totaling 40169

positive samples.170

Batrachochytrium dendrobatidis PCR detection171

Among the 28 sampled species, 20 (69%) tested positive for Bd in at least one172

sampling site from the total number of samples tested by PCR (125 samples). All six sampled173

locations presented specimens belonging to at least one species positive for Bd (Table 1). This174

assessment reports this pathogen for the first time in anuran populations from the state of175

Ceará. The 20 Bd-contaminated species are distributed among six families, Bufonidae,176

Craugastoridae, Hylidae, Leptodactylidae, Odontophrynidae and Phyllomedusidae.177

The 20 anuran species with Bd-contaminated individuals in the present study exhibit178
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varied pattern of distribution (Table 2).179

Molecular identification180

Table 3 presents the molecular identification of six samples randomly chosen for181

sequencing. All of them were identified as B. dendrobatidis, confirming the presence of this182

fungus in the tested isolates.183

DISCUSSION184

This study provides new registration of the B. dendrobatidis in Brazil and expand185

our knowedgment on the presence of this pathogen in anuran populations from the semiarid186

region. The present work is the first to investigate the presence of the fungus187

Batrachochytrium dendrobatidis in anuran populations in the state of Ceará, Brazil. The188

individuals were collected in several locations covering more than one phytophysiognomy in189

Ceará, in order to bring an updated result on the presence of the pathogen in the190

aforementioned state.191

This region is defined based on its dominant climatic conditions, which is192

characterized by low annual rainfall and high evapotranspiration, in addition to a prolonged193

period of drought lasting for 7 to 10 months in the year. The predominant vegetation is the194

Caatinga biome, a phytogeographic domain specific to Brazil (Silva et al., 2017). The195

specimens were sampled from several areas in the Ceará state covering more than one state196

phytophysiognomy, comprising typical Caatinga vegetation (Farias Brito and Campos Sales)197

and wet tropical forests (Maranguape Mountain Range, Monte Alegre PNHR, Chapada do198

Araripe and Planalto da Ibiapaba) to obtain updated results on the presence of Bd in this state.199

Since the discovery of chytridiomycosis, several detection techniques have been200

described and improved, and technical advances have significantly increased their reliability.201

The detection by polymerase chain reaction (PCR) identifies Bd quickly with a high degree of202

sensitivity and specificity, from a non-invasive sample collection method. Annis et al. (2004)203
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developed specific Bd primers, greatly contributing to the speed and accuracy of this test.204

Other major advances in molecular technologies comprise, for example, real-time PCR assays.205

These tests are fast and more sensitive than conventional PCR, and allow for the206

quantification of target DNA (Boyle et al., 2004). In the present study, our PCR assay was207

validated by sequencing the PCR products of six samples, confirming that our assay was208

actually detecting the presence of the Bd fungus, as the sequenced samples displayed high209

similarity to Bd species deposited in the GenBank database.210

One of the most consistent PCR problems comprises sample inhibition due to swab211

contamination with soil, debris and other components present in the amphibian epidermis212

itself (Hyatt et al., 2007). These authors indicate that 25% of their PCR experiments revealed213

complete inhibition concerning the detection of the Bd fungus, and false negatives are also214

possible. Phenolic compounds, tannic acids and humic acids (HA) are the most significant215

PCR inhibitors, produced from the decomposition of plant materials usually present in the soil,216

sediments and natural environments with water and debris (Garland et al., 2010). One way to217

counteract this inhibition is the use of PCR additives, such as bovine serum albumin (BSA)218

(Wilson, 1997), which was employed in the present study and proven effective.219

The Caatinga biome biodiversity has been historically underestimated, even220

though a significant number of animal species, including some endemic ones, are found in221

this region. The amphibian fauna of the Caatinga biome, for example, comprises at least 98222

species, including 20 endemic forms (Garda et al., 2017). However, although local223

herpetofauna assessments have intensified in the last few years, the Caatinga biome is still224

among the most neglected Brazilian regions regarding conservation efforts (Roberto and225

Loebmann, 2016; Ferreira et al., 2018).226

The occurrence of the Bd fungus in anurans from the semiarid region of others227

northeastern Brazilian states has been previously investigated. Amorim et al. (2019)228
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performed tests on 190 individuals of 85 species, collected in the state of Bahia and preserved229

in collections, with 16 samples within 14 species showing a positive result for Bd. Regarding230

the state of Piauí, 20 samples of the species Rhinella granulosa and 20 of R. diptycha were231

tested, obtaining 20% and 30% of the samples, respectively, positive for Bd (Benício et al.,232

2019).233

When we compare works carried out with collection material and works carried234

out with fresh samples, i.e. collected and tested in a short period of time, it is possible to235

obtain different results. Works carried out in collections have the advantage of providing236

information on the presence of Bd in different years and thereby revealing the history of Bd237

infection in a given place, such as the work carried out by Carvalho et al. (2017). On the other238

hand, the effectivity of assays with Bd with animals from a collection depends on the storage239

status of the samples. On the other hand, studies carried out with the capture of the animal in240

the field provide a current response to contamination with Bd in a given location (Lambertini241

et al., 2021).242

In other regions of Brazil, several other studies investigated the presence of the Bd243

fungus, Ramalho (2015) carried out a study in Lagoa Bonita, at the Águas Emendadas244

Ecological Station (AEECST), in the Planaltina region of the Federal District. This work had245

a sampling effort of 318 individuals, which included 16 species from 5 families, having246

obtained 46 positive samples (14.47%), in which 10 species showed positive results for the247

fungus. The same work also brings the first record of 2 endemic species of the Cerrado biome248

infected with Bd, located in the state of Goiás, Bokermannohyla pseudopseudis (Miranda-249

Ribeiro, 1937) and Bokermannohyla sapiranga (Brandão, Magalhães, Garda, Campos,250

Sebben, and Maciel, 2012), with prevalences of 60% and 71%, respectively.251

Valencia-Aguilar et al. (2015) collected 90 individuals within 27 species,252

obtaining a positive result for Bd in 22 species (39 specimens). This study consisted of253
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evaluating the incidence of the fungus in less explored regions distributed in 4 localities of the254

Brazilian Atlantic Forest: Bahia, Pernambuco, Minas Gerais, Alagoas and a locality in the255

Amazon Forest in Pará. The same work contributed with the first positive record for Bd in an256

anuran captured in the wild in the Amazon (Adelphobates galactonotus [Steindachner, 1864]).257

Ceccon (2019) collected samples from 132 individuals, 33 of which were258

recaptured more than once in the field of the species Limnomedusa macroglossa (Duméril and259

Bibron, 1841). The study was carried out in the municipality of Três Barras do Paraná, in the260

state of Paraná, resulting in 31 samples positive, with a prevalence of 17.4%.261

Some studies covered a greater number of Brazilian localities and species of262

adult frogs or tadpoles, such as: Rodriguez et al. (2014) that tested 2,799 post-metamorphic263

frogs from collections between the years 1894 to 2010, focusing on the Atlantic Forest of264

Brazil, and obtaining the record of the oldest Bd in Brazil (1894); Becker et al. (2016) that265

verified the presence of the Bd fungus in 1,391 preserved frogs, post-metamorphic specimens266

from the Amazon and ecoregions from 1895 to 2014, and Carvalho et al. (2017) that267

evaluated 32,551 museum tadpoles from 1930 to 2015.268

Among the 20 species that tested positive for Bd, a little more than half (11) present a269

wide distribution that encompasses much of South America and different biomes, while the270

other nine species (Corythomantis greeningi, Dendropsophus soaresi, Leptodactylus271

troglodytes, L. vastus, Physalaemus albifrons, P. cicada, Pithecopus gonzagai, Pristimantis272

relictus and Proceratophrys ararype) are restricted to the Caatinga biome of northeastern273

Brazil, with some occurring also in areas in neighboring Northeastern states. Among species274

restricted to the Northeast and neighboring states, C. greeningi, D. soaresi, L. troglodytes, L.275

vastus and P. gonzagai occur both in wet forests and in open vegetation formations (Cerrado276

and Caatinga), P. albifrons and P. cicada occur only in Cerrado and Caatinga areas, P. ararype277

and Pristimantis relictus are endemic in wet forests located in high-altitude “brejos”, with P.278



12

12

ararype being endemic to the Araripe Plateau.279

The Maranguape mountain location was particularly interesting, presenting the highest280

number of sampled species (14), although only one (Physalaemus cuvieri) testing positive for281

Bd. It is important to note that Adelophryne maranguapensis, an endemic species to this high-282

altitude marsh and considered threatened with extinction (Silvano 2004), was negative for Bd283

in the present study.284

Among the 20 Bd positive species, 10 represent the first records concerning Bd285

infection in Brazil, as follows: Adenomera juikitam, Boana raniceps, Dendropsophus nanus,286

D. soaresi, Leptodactylus troglodytes, L. vastus, Physalaemus cicada, Proceratophrys287

ararype, Pseudopaludicola mystacalis and Scinax x-signatus.288

Among the species analyzed here, Pristimantis relictus Roberto, Loebmann, Lyra,289

Haddad and Ávila, 2022, recently described. This species inhabits humid forests, occurring in290

the Serras da Meruoca, Uruburetama, Baturité, Maranguape and Aratanha and Planalto da291

Ibiapaba (Roberto and Loebmann, 2016; Roberto et al., 2022). The captured individuals were292

located in trees or undergrowth. Positive samples for Bd were detected in the Planalto de293

Ibiapaba, while samples obtained in Maranguape and PNHR Monte Alegre were negative.294

Species of the genus Pristimantis lay terrestrial eggs presenting direct development.295

Terrestrial species that reproduce out of water are less exposed to contamination by an aquatic296

fungus such as Bd, although infection has been reported for some anurans that have these297

characteristics (Mesquita et al. 2017). On the other hand, studies have shown that lower298

exposure can lead to a lack of adaptive responses to the fungus and, consequently, greater299

susceptibility compared to species that develop from aquatic larvae (Mesquita et al. 2017).300

This makes the record of this pathogen in Pristimantis relictus particularly worrisome,301

as this species is restricted to high-altitude swamps that already suffer significant anthropic302

impacts. Bd records for other Pristimantis species were presented by Valencia-Aguilar et al.303
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(2015) for P. ramagii (Boulenger, 1888) and P. vinhai (Bokermann, 1975) and by Amorim et304

al. (2019) for P. paulodutrai (Bokermann, 1975).305

Proceratophrys ararype (Odontophrynidae) was recently described from the Chapada306

do Araripe plateau, in the northeastern Caatinga ecoregion. As this species is endemic to this307

high-altitude wet relictual forest, which suffers strong pressure from anthropic activities, it is308

probably already threatened with extinction (Mângia et al. 2018) and infection by the Bd309

fungus, as discovered herein, further aggravates the conservation status of this species.310

Adelophryne maranguapensis (Eleutherodactylidae), an anuran endemic to the wet311

forests of the Serra de Maranguape Mountain range (Roberto and Loebmann 2016) was a312

noteworthy Bd negative species. Besides its restricted distribution area, this species presents a313

specialized mode of reproduction, performing oviposition in bromeliads and presenting direct314

development (Cassiano-Lima et al. 2011), which makes it even more vulnerable, due to high315

bromeliad extraction for commercial purposes, in addition to deforestation (Roberto and316

Loebmann 2016). No Bd infection records for Adelophryne species in Brazil are available.317

Populations of 20 anuran species in the state of Ceará are already infected by the Bd318

pathogen in Caatinga biome areas and in relict altitudinal forests called “brejos de altitude”,319

totaling six localities. Most of the analyzed species were Bd-infected, leading to concerns320

regarding Ceará biodiversity conservation. This assessment also highlights the importance of321

further studies on the total diversity of amphibians in this state, including tadpole monitoring,322

which was not addressed herein. Our findings are relevant both for the scientific community323

and regarding decision-making on biodiversity conservation, especially as chytridiomycosis is324

identified as one of the main amphibians decline and extinction causes, both globally and in325

Brazil.326
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Table 1. Sampled anuran species and their respective taxonomic families and sampling sites. (NC) represents a species not collected on site, (+) represents a1

species that tested positive for Batrachochytrium dendrobatidis at the sampling site, and (-) represents a species that tested negative for Bd.2

Family Species
Campos
Sales

Araripe
Plateau Farias Brito

Ibiapaba
Plateau

PNHRMonte
Alegre Maranguape

Bufonidae Rhinella diptycha (Cope, 1862) - + NC + - -

Rhinella granulosa (Spix, 1824) - - NC - - NC

Craugastoridae

Pristimantis relictus (Roberto,
Loebmann, Lyra, Haddad and
Ávila, 2022) NC NC NC + - -

Eleutherodactylidae

Adelophryne maranguapensis
(Hoogmoed, Borges and Cascon
1994) NC NC NC NC NC -

Hylidae Boana raniceps (Cope, 1862) NC NC + + NC -
Corythomantis greeningi
(Boulenger, 1896) NC NC NC + NC NC
Dendropsophus minusculus
(Rivero, 1971) NC NC NC NC - -
Dendropsophus minutus (Peters,
1872) NC + NC - + -
Dendropsophus nanus
(Boulenger, 1889) NC NC + + NC NC
Dendropsophus soaresi
(Caramaschi and Jim, 1983) + NC NC - NC NC

Scinax x-signatus (Spix, 1824) - + + - + NC
Trachycephalus typhonius
(Linnaeus, 1758) NC NC NC NC NC -

Leptodactylidae
Adenomera juikitam (Carvalho
and Giaretta, 2013) NC + NC NC - -
Leptodactylus fuscus (Schneider,
1799) + NC + NC - NC
Leptodactylus macrosternum
(Miranda-Ribeiro, 1926) + NC + - NC -



2

2

Leptodactylus mystaceus (Spix,
1824) NC NC NC NC + -
Leptodactylus troglodytes (Lutz,
1926) + - NC + NC NC
Leptodactylus vastus (Lutz,
1930) NC - NC NC + -
Physalaemus albifrons (Spix,
1824) + NC - NC NC NC
Physalaemus cicada
(Bokermann, 1966) + NC NC NC NC NC
Physalaemus cuvieri (Fitzinger,
1826) NC + + - + +
Pseudopaludicola mystacalis
(Cope, 1887) NC NC + NC NC NC
Pseudopaludicola pocoto
(Magalhães, Loebmann,
Kokubum, Haddad and Garda,
2014) - NC NC NC NC NC

Microhylidae
Elachistocleis cesarii (Miranda-
Ribeiro, 1920) NC NC NC NC - NC

Odontophrynidae

Proceratophrys ararype
(Mângia, Koroiva, Nunes,
Roberto, Ávila, Sant’Anna,
Santana and Garda, 2018) NC + NC NC NC NC
Proceratophrys cristiceps
(Müller, 1883) NC NC NC - - -
Proceratophrys renalis
(Miranda-Ribeiro, 1920) NC NC NC NC NC -

Phyllomedusidae

Pithecopus gonzagai (Andrade,
Haga, Ferreira, Recco-Pimentel,
Toledo and Bruschi, 2020) + NC NC - NC NC

Total of sampled
species 11 9 8

17
13 14

3
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Table 2. Anuran species that presented Batrachochytrium dendrobatidis-positive individuals in the

present study, with their distribution areas, Biome/Vegetation of occurrence and conservation status

according to the IUCN (2021), Source: (Frost 2021).

Species Distribution Biome/Vegetation IUCN

Rhinella diptycha

Pará, Northeast of Brazil
south to Argentina,
Uruguay. Bolivia and

Paraguay

Wet
Forests/Cerrado/Caatinga

Least Concern

Pristimantis relictus Northeastern Brazil
Endemic to Wet Forests in

Altitudinal “Brejos”
Not on the IUCN

list

Boana raniceps

Amazonian Colombia,
Venezuela, French

Guiana, eastern Brazil,
Ceará, Paraguay,

northern Argentina and
eastern Bolivia

Wet
Forests/Cerrado/Caatinga

Least Concern

Corythomantis greeningi
Northeastern Brazil.
Tocantins and Goiás

Wet
Forests/Cerrado/Caatinga

Least Concern

Dendropsophus minutus

South America east of
the Andes, from

Venezuela and Guyanas
southwards to Argentina

Wet
Forests/Cerrado/Caatinga

Least Concern

Dendropsophus nanus

Northern and
Northeastern Brazil
towards South to

Argentina, Paraguay and
Bolivia

Wet
Forests/Cerrado/Caatinga

Least Concern

Dendropsophus soaresi
Northeastern Brazil and

Minas Gerais
Wet

Forests/Cerrado/Caatinga
Least Concern

Scinax x-signatus

Colombia, Venezuela,
Guyana, Suriname and
Northeast, Southeast and

South Brazil

Wet
Forests/Cerrado/Caatinga

Least Concern

Adenomera juikitam
Amazon and

Northeastern Brazil
Altitudinal “Brejos”

Wet Forests Least Concern

Leptodactylus fuscus

Panama and South
America east of the
Andes to northern

Argentina

Wet
Forests/Cerrado/Caatinga

Least Concern

Leptodactylus macrosternum
South America, from the

Amazon region to
northern Argentina

Wet
Forests/Cerrado/Caatinga

Least Concern

Leptodactylus mystaceus

Amazon region of South
America. Altitudinal
“brejos” in northeast
Brazil. Minas Gerais,

São Paulo and Paraná in
the Atlantic Forest area

Wet Forests/Cerrado Least Concern

Leptodactylus troglodytes
Northeastern Brazil,

Minas Gerais and Goiás
Wet

Forests/Cerrado/Caatinga
Least Concern
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Leptodactylus vastus Northeastern Brazil
Wet

Forests/Cerrado/Caatinga
Least Concern

Physalaemus albifrons
Northeastern Brazil and

Minas Gerais
Caatinga and Cerrado Least Concern

Physalaemus cicada
Northeastern Brazil and

Minas Gerais

Caatinga and
Caatinga/Cerrado transition

zones
Least Concern

Physalaemus cuvieri

Northeastern, Center
and Southern Brazil.
Argentina, Paraguay,
Bolivia and Venezuela

Wet
Forests/Cerrado/Caatinga

Least Concern

Pseudopaludicola mystacalis

Northeastern,
Southeastern and South
Brazil. Argentina and

Paraguay

Altitudinal “Brejos”/Wet
Forests

Least Concern

Proceratophrys ararype
Chapada doAraripe in
Ceará State, Northeast

Brazil

Wet Forests in Altitudinal
“Brejos”

Not on the IUCN
list

Pithecopus gonzagai
Northeastern Brazil,
north of the São
Francisco river

Wet Forests/Cerrado and
Caatinga

Least Concern
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Table 3. Species most related in GenBank with the consensus sequences related to 5.8S rRNA obtained

from samples CS11, CS13, FB02, PA27, PI01 and CA18. CS = Campos Sales, FB = Farias Brito, PA =

Monte Alegre PNHR, PI = Ibiapaba Plateau, CA =Araripe Plateau.

Samples pb Most related species on GenBank (accession number) Identity Coverage E-value

CS11 292 Batrachochytrium dendrobatidis (HQ176489.1) 99.00% 100% 3.00E-147

CS13 293 Batrachochytrium dendrobatidis (JQ582937.1) 99.00% 100% 6.00E-130

FB02 296 Batrachochytrium dendrobatidis (JQ582937.1) 100.00% 100% 1.00E-151

PA27 291 Batrachochytrium dendrobatidis (JN870749.1) 99.00% 92% 2.00E-144

PI01 285 Batrachochytrium dendrobatidis (JQ582940.1) 99.85% 99% 1.00E-141

CA18 295 Batrachochytrium dendrobatidis (JQ582937.1) 100.00% 97% 3.00E-147

FIGURE LEGENDS

Figure 1.Map of the state of Ceará, Brazil, indicating the sampling locations investigated herein. The

circle diameters are proportional to the percentage of Bd-contaminated species detected at each

location. Number of species sampled/number and percentage of species with positive results:1-

Campos Sales 11/7 (63.64%). 2- Farias Brito 8/7 (87.5%). 3- Araripe Plateau 9/6 (66.6%). 4- Ibiapaba

Plateau 14/6 (42.96%). 5- Maranguape 14/1 (7.14%). 6- Monte Alegre 13/5 (38.46%).

Figure 2. Percentage of Bd infections within locations where the study was carried out.


