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RESUMO 

 

A malária é uma doença parasitária grave que atinge milhões de pessoas em todo 
planeta. É causada por protozoários do gênero Plasmodium e transmitida aos seres 
humanos pela picada da fêmea infectada dos mosquitos do gênero Anopheles. 
Embora as estratégias convencionais de controle dos vetores tenham reduzido a 
carga da doença, por algum tempo, nos últimos anos a malária voltou a crescer, 
necessitando de métodos mais efetivos para seu controle. Uma alternativa promissora 
para o controle da malária é a paratransgênese, que utiliza bactérias simbiontes, 
geneticamente modificadas, para expressar proteínas anti-plasmódio e reinserí-las 
nos mosquitos para inibir ou matar o Plasmódium dentro do vetor. No entanto, para o 
sucesso dessa alternativa é importante que o candidato adequado possua algumas 
características indispensáveis, como ser simbionte do vetor, ser cultivável e passível 
de manipulação genética, permanecer estável após a transformação e ser transferido 
em todas as fases de desenvolvimento do mosquito. A transmissão transestadial, 
onde ocorre a transferência do estágio larval para o mosquito adulto, é um critério 
muito importante para a paratransgênese. Pois é nos estádios imaturos que os 
mosquitos adquirem a maior parte da sua microbiota bacteriana e o simbionte 
sobreviver a metamorfose e colonizar o intestino do mosquito médio, onde ocorre os 
estágio mais vulneráveis de desenvolvimento do Plasmodium, seria um forte 
candidato para uso nesta abordagem. Com isso este trabalho objetivou selecionar 
bactérias cultiváveis, que apresentam características de transmissão transestadial em 
Anopheles darlingi, principal vetor da malária na região Amazônica, para utilização em 
futuras abordagens paratransgênicas. Por meio de isolamento bacteriano, 
caracterização morfológica, identificação molecular pelo gene 16S rRNA de espécies 
bacterianas associadas a larvas, pupas e adultos de A. darlingi e teste de 
transformação genética para bactérias semelhantes presentes nestes estágios de 
desenvolvimento. Foram obtidos os seguintes resultados: 166 bactérias foram 
isoladas e caracterizadas morfologicamente, dentre elas, 72 foram identificadas como 
pertencentes aos filos Proteobacteria, Firmicutes Actinobacteria e Bacteroidetes. 
Também foram identificados 20 gêneros, cujos predominantes foram Bacillus e 
Klebsiella, destes foram identificadas 38 espécies diferentes, sendo que três espécies 
se mostram fortes candidatas à paratransgênese, são elas: Pantoea agglomerans, 
Pantoea dispersa e Enterobacter asburiae. Então foram selecionadas para teste de 
transformação bacteriana com o plasmídeo pKS1-GFP, sendo a espécie Pantoea 
agglomerans a única passível de transformação genética, então foi monitorada nos 
estágios de desenvolvimento de A.darlingi, apresentando capacidade de transmissão 
transestadial. 
 
Palavras-Chave: Malária, Bactéria simbiontes, transmissão transestadial e 
Paratransgese. 
 
 
 

 

 

 



ABSTRACT 

 

Malaria is a serious parasitic disease that affects millions of people across the planet. 
It is caused by protozoa of the genus Plasmodium and transmitted to humans by the 
bite of the infected female Anopheles mosquitoes. Although conventional vector 
control strategies have reduced the burden of disease, for some time malaria has 
grown in recent years, requiring more effective methods to control it. A promising 
alternative for malaria control is paratransgenesis, which uses genetically engineered 
symbiont bacteria to express anti-plasmodium proteins and reinserted into mosquitoes 
to inhibit or kill Plasmodium within the vector. However, for the success of this 
alternative it is important that the right candidate has some indispensable 
characteristics, such as being a symbiote of the vector, being cultivable and 
susceptible to genetic manipulation, remaining stable after transformation and being 
transferred at all stages of mosquito development. Transestadial transmission, where 
the larval stage is transferred to the adult mosquito, is a very important criterion for 
paratransgenesis. For it is in the immature stages that mosquitoes acquire most of their 
bacterial microbiota and the symbiote survives metamorphosis and colonizes the 
midgut gut, where the most vulnerable stages of Plasmodium development occur, 
would be a strong candidate for use in this approach. Thus, this work aimed to select 
cultivable bacteria, which present characteristics of trans-state transmission in 
Anopheles darlingi, the main vector of malaria in the Amazon region, for use in future 
paratransgenic approaches. By bacterial isolation, morphological characterization, 
molecular identification by the 16S rRNA gene of bacterial species associated with 
larvae, pupae and adults of A. darlingi and genetic transformation test for similar 
bacteria present in these stages of development. The following results were obtained: 
166 bacteria were isolated and characterized morphologically, among them, 72 were 
identified and belonging to the Phylobacteria, Firmicutes Actinobacteria and 
Bacteroidetes. Twenty genera were also identified, predominantly Bacillus and 
Klebsiella, from which 38 different species were identified, and three species are strong 
candidates for paratransgenesis: Pantoea agglomerans, Pantoea dispersa and 
Enterobacter asburiae. Then they were selected for bacterial transformation test, with 
plasmid pKS1-GFP, Pantoea agglomerans was susceptible of genetic transformation, 
then it was monitored in the developmental stages of A.darlingi, presenting 
transestadial transmission capacity. 
 
Keywords: Malaria, Symbiont Bacteria, Transstadial Transmission and 

Paratransgenesis. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

Mosquitos transmissores de doenças como Dengue, Zika, Chikungunya e 

Malária afetam significativamente grande parte da população mundial. Conhecida 

também como maleita, paludismo ou impaludismo, a malária, responsável por 

milhares de mortes, é causada por protozoários do gênero plasmodium Machiafava e 

Celli,1885, transmitidos ao homem pela picada de fêmeas de mosquitos do gênero 

Anopheles Meigen, 1818, que tem ocorrência global, com preferência nas regiões 

tropicais e subtropicais do planeta (FORRANTI, 2002; WHO, 2018). 

No Brasil, segundo o Ministério da Saúde, a malária é endêmica nos estados 

da Região Amazônica, onde cerca de 99% dos casos são registrados (BRASIL, 2018). 

O principal transmissor da malária na região é a fêmea infectada do mosquito 

Anopheles darlingi, considerada vetor nessa condição e sua proliferação ocorre 

devido às condições tropicais da região, a precipitação e os ciclos hidrológicos que 

propiciam a formação de vários criadouros naturais, em meio à floresta (TADEI et al., 

1998, 2010, 2017; WOLFARTH et al., 2013, 2019). 

Os sintomas da malária geralmente são: febre, dor de cabeça e calafrios, estes 

aparecem entre 10 e 15 dias após a picada do mosquito. Em alguns casos os sintomas 

podem se apresentar de forma mais leve, causando dificuldade na sua identificação, 

tornando as pessoas infectadas alvos para a contaminação de novos mosquitos, que 

se tornarão vetores e, consequentemente, disseminarão a doença. Em outros casos 

os sintomas são bastante graves e, quando não tratados podem até levar a óbito 

(TADEI et al; 2010, 2017; WHO, 2018). 

O controle do mosquito vetor da malária tem sido o foco principal nas 

estratégias de combate à doença, principalmente na utilizando inseticidas 

químicos. No entanto, esta estratégia possui muitos efeitos colaterais negativos, em 

particular à saúde dos seres humanos e ao meio ambiente. Além disso, o uso continuo 

desses inseticidas, ao longo dos anos, vem aumentando a população de mosquitos 

anofelinos resistentes a esses compostos (KABULA et al., 2013; DABROWSKI e 

BALDERACCHI, 2013; WHO, 2018). 

A partir dos anos 2000, grandes investimentos foram feitos na tentativa de 

combater à malária, objetivando o controle e a redução dos números de casos. Até 

em meados de 2015, essas medidas contribuíram para uma significativa redução da 

doença, porém, nos anos seguintes a malária voltou a crescer causando grandes 

https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2016.02095/full#B29
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2016.02095/full#B11
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2016.02095/full#B11
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impactos na qualidade de vida das pessoas, em todo o planeta. Tendo em vista os 

impactos que a malária continua a causar, tornam-se necessário o desenvolvimento 

de novas ferramentas mais eficientes para o controle da doença (RAMIREZ et.al, 

2009; WHO, 2018). 

Uma abordagem que vem se mostrando promissora para o controle da malária 

é a Paratransgênese, onde bactérias simbiontes são geneticamente modificadas para 

produzir um fator antiparasitário e serem reintroduzidas no intestino de mosquitos 

selvagens, para bloquear o ciclo dos patógenos dentro do vetor, ou reduzir sua 

capacidade vetorial (BEARD et al., 2002; FAVIA et al., 2007; COUTINHO-ABREU et 

al., 2010; WANG e JACOBS-LORENA, 2013). 

A utilização de bactérias simbiontes para o controle de doenças transmitidas 

por insetos vetores vem ganhando destaque pelo fato de a microbiota ser facilmente 

manipulável em laboratório (WIRTH et al., 1989; DURVASULA et al., 1997; BEARD et 

al., 2002). Além disso, o uso desses microrganismos recombinantes, voltados para 

combater a malária, têm mostrado resultados eficientes, como relatado no estudo de 

Wang et al, (2012), onde comprovaram que a bactéria Pantoea agglomerans, isoladas 

de A. stephensi e A. gambiae, inibiu o desenvolvimento do parasito Plasmodium 

falciparum e Plasmodium berghei, em até 98%. 

Algumas características são importantes para o sucesso da paratransgênese, 

dentre as quais se destacam que as bactérias devem ser simbiontes do mosquito, 

apresentar transferência vertical e horizontal, infectar uma parte do corpo do vetor que 

tenha contato próximo com o patógeno, ser adaptadas às condições imunológicas e 

fisiológicas do corpo do vetor, além de serem passíveis de manipulação genética 

(BEARD et al., 2002; FAVIA et al., 2007; LINDH et al,2008). 

Outra característica importante para esta nova abordagem é a transmissão 

transestadial, onde bactérias simbiontes são passadas dos estágios larvais para o 

mosquito adulto. As larvas de mosquitos absorvem do ambiente aquático grande 

quantidade de bactérias, no entanto, acredita-se que grande parte dessas bactérias 

são perdidas no estágio de pupa (MOLL et al., 2001), porém alguns estudos relatam 

a presença de espécies bacterianas semelhantes em larvas e mosquitos adultos, 

sugerindo uma possível  transmissão transestadial (LINDH et al., 2005; FAVIA et al., 

2007; TERENIUS et al., 2008; WANG et al., 2012). 

Em um estudo realizado por Chavshin et al., (2015), uma bactéria do gênero 

Pseudomonas foi transformada geneticamente com um plasmídeo endógeno GFP, 

https://www.nature.com/articles/ismej200795#ref29
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em seguida Pseudomonas-GFP foi adicionada à água do criadouro das larvas em 

laboratório. Nesse estudo foi possível observar a presença da bactéria transformada 

em larvas, pupas e adultos do mosquito Anopheles stephensi, demonstrando assim o 

potencial de transferência transestadial da cepa bacteriana. 

A microbiota normal do intestino médio do mosquito Anopheles darlingi, 

principal vetor da malária no Brasil, ainda é pouco conhecida, além disso, poucos 

estudos foram realizados para verificar a transferência transestadial de bactérias em 

mosquitos da Região Amazônica. Neste sentido, esse estudo objetivou identificar 

bactérias cultiváveis que apresentem característica de transferência transestadial 

entre larvas, pupas e adultos dos mosquitos Anopheles darlingi para serem utilizadas 

no controle da malária por paratransgênese. 

 

2 REFERENCIAL TEÓRICO 

 

2.1 Epidemiologias da Malária 

 

A malária é a doença parasitária mais prevalente no mundo, quase metade da 

população correm risco de serem infectadas, principalmente nas regiões tropicais e 

subtropicais do planeta (Figura1). Segundo o último boletim epidemiológico da 

Organização Mundial da Saúde, 87 países registraram casos da doença, com um total 

de 219 milhões de casos notificados e cerca de 445.000 óbitos, especialmente no 

continente africano, que é responsável pela maioria dos casos, correspondendo a 

92% dos casos registrados e 93% dos óbitos por malária (WHO, 2018). 

Aproximadamente 80% de toda a carga global da malária está concentrada em 

apenas 15 países do continente africano e na Índia, cinco deles representam quase 

metade de todos os casos registrados no mundo. O Protozoário P. falciparum é o 

parasita da malária mais prevalente no continente africano, representando 99,7% dos 

casos notificados de malária em 2017. Os outros continentes também apresentam 

altos índices de malária causada por P. falciparum, exceto o continente americano, 

onde o parasita predominante é o P. vivax, com mais de 74% dos casos de malária 

(WHO, 2018). 
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   Fonte: Who, 2018. 

 

No Brasil a malária é endêmica na Região Norte e estima-se que no país houve 218 

mil casos de malária em 2017, um aumento significativo de 84% em relação ao ano de 2016. 

No país, mais de 42 milhões de pessoas estão correndo risco de serem infectadas, devido 

à facilidade de proliferação de mosquitos anofelinos (TADEI et al., 1998, 2010, 2017; 

BRASIL, 2018).  Desde 2010 a incidência de malária vinha diminuindo, porém nos últimos 

anos os casos voltaram a crescer consideravelmente no país e de todos os casos registrados 

99%, estão concentrados nos estados do Acre, Amapá, Amazonas, Maranhão, Mato 

Grosso, Pará, Rondônia, Roraima e Tocantins, apesar disso, outros estados também já 

tiveram casos confirmados da doença (BRASIL, 2018). 

Na Região Amazônica foram notificados mais de 193 mil casos em 2018, 

quantidade muito semelhante aos do ano anterior e houve um aumento de 51 % em 

relação ao ano de 2016. O Amazonas é o Estado com maior notificação de casos de 

malária, no mesmo ano foram notificados 81.294 casos da doença, o que representa 

42% do total de casos notificados na Região (BRASIL, 2018). 

Alguns fatores dificultam o controle da malária na região como: a grande 

urbanização, o fluxo migratório de pessoas e fatores ambientais, além disso a 

expansão de parasitos resistentes aos medicamentos antimaláricos e o crescimento 

de certas populações de mosquitos resistentes também constituem grandes desafios 

para o controle da doença no país (TADEI et al., 2010; KABULA et al., 2013; 

FERREIRA e CASTRO, 2016). 

Figura 1. Status de países com casos de malária em 2017. 

https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2016.02095/full#B29
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Especialmente na Amazônia, a malária tem grande importância epidemiológica, 

devido a sua elevada incidência e potencial gravidade clínica. Pode causar 

consideráveis perdas sociais e econômicas na população em risco, principalmente, 

aquelas que vivem em condições mais precárias de habitação e saneamento básico 

(BRASIL, 2018).  

 

2.2 Agente etiológico e ciclo biológico 

 

A malária é causada por protozoários do filo Apicomplexa, família Plasmodiidae 

e gênero Plasmodium. Em humanos, cinco espécies são capazes de causar a doença 

são elas: P. falciparum, P. vivax, P. malariae, P. ovale e P. Knowlesi. As espécies que 

mais ocorrem no mundo são P. falciparum e P. vivax e no Brasil três espécies de 

Plasmodium são prevalentes, sendo P. vivax  a espécie mais predominante com 

83,81% dos casos, sendo esta espécie responsável por complicações clínicas 

graves e óbito (ALEXANDRE et al., 2010; COSTA et al., 2012;  LACERDA et al., 2012; 

WHO, 2018). 

O ciclo de vida dos plasmódios ocorre em duas etapas distintas, uma sexuada 

que ocorre na fêmea do mosquito Anopheles, a outra assexuada que ocorre em um 

hospedeiro vertebrado, podendo ser os seres humanos (Figura 2). O ciclo assexuado 

do plasmódio, denominado esquizogônico, inicia-se após a picada do mosquito 

anofelino, com a inoculação de cerca de 100 esporozoítos infectantes na pele. Em 

seguida os esporozoítos circulam na corrente sanguínea durante alguns minutos e, 

imediatamente, penetra nos hepatócitos e dão início ao ciclo pré-eritrocítico ou 

esquizogonia tecidual. No interior dos hepatócitos ocorre a formação de um vacúolo 

parasitóforo, e os esporozoítos se diferenciam em trofozoítos. Em seguida, após 

sucessivas divisões celulares chamadas esquizogonia, ocorre a formação dos 

esquizontes (REY, 2008; FERREIRA et al., 2003; HOLZ et al., 2016). 

Os esquizontes maduros liberam os merozoítos diretamente na corrente 

sanguínea por meio de brotamento de vesículas, denominadas merossomos (STURM 

et al., 2006). Nas infecções por P. vivax e P. ovale uma parte desses parasitos podem 

permanecer em estado de latência no fígado, que é responsável pelos casos de 

recaídas (KROTOSKI, 1985, MUELLER et al., 2009).  Uma vez na corrente sanguínea, 

os merozoítos invadem os glóbulos vermelhos por meio de interações específicas 
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entre as proteínas dos parasitos e receptores presentes na superfície dos eritrócitos, 

enquanto os merozoítos de P. falciparum são capazes de invadir os eritrócitos por 

diversas vias de invasão (PETTER e DUFFY, 2015). 

Concluído o processo de invasão, o parasito se replica dentro dos eritrócitos e 

ocasiona a ruptura dessas células liberando milhares de novos merozoítos na corrente 

sanguínea que irão infectar novos eritrócitos. Nessa fase do ciclo, as moléculas 

geradas pelo parasito e a lise das hemácias ocasionam os sintomas clínicos 

observados na infecção malárica, como febre, dor de cabeça, calafrios, náusea e 

fraqueza. (MILLER et al., 1976; ADAMS et al., 1992). 

Ainda na fase eritrocítica, após sucessivas replicações nas hemácias, ocorre o 

desenvolvimento de formas sexuadas, os gametócitos femininos e masculinos, ao 

quais são as formas infectantes para o mosquito vetor (SINDEN, 1983). Durante o 

repasto sanguíneo, a fêmea do mosquito vetor ingere os gametócitos femininos e 

masculinos que amadurecem no intestino médio, fecundam-se formando um zigoto 

diplóide. Posteriormente, há o desenvolvimento em oocinetos móveis e oocistos, que 

amadurecem e liberam esporozoítos infecciosos, que migram para as glândulas 

salivares, maturam-se na forma de esporozoítos infectantes e, estão prontos para 

serem transmitidos para o hospedeiro vertebrado, completando assim o ciclo de vida 

dos plasmódios (CROMPTON et al., 2014; MEIBALAN e MARTI, 2016). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

  

 

 

Fonte: MUELLER et al., 2009, com adaptações 

                       Figura 2 Ciclo de vida do Plasmodium spp. 
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2.3 Anopheles darlingi 

 

 Existem mais de 450 espécies diferentes de mosquitos anofelinos no mundo, 

54 delas são encontradas no Brasil e 30 dessas espécies são importantes vetores da 

malária (DEANE, 1986; TADEI e THATCHER, 2000). Todas as espécies com maior 

importância picam ao anoitecer e ao amanhecer e a intensidade da transmissão 

depende de fatores relacionados ao parasito, ao vetor, e ao hospedeiro humano, além 

do ambiente (DEANE, 1986; CONSOLI e OLIVEIRA, 1994). 

O mosquito Anopheles (Nyssorhynchus) darlingi Root, 1926 é um importante 

vetor de malária humana nas Américas do Sul e Central, sendo que no Brasil, ele é 

responsável por praticamente toda a transmissão da doença na região Norte do país 

(DEANE, 1986; RUBIO-PALIS e ZIMMERMAN, 1997; TADEI et al., 1998). 

Esta espécie está classificada na ordem Díptera, família Culicidae, gênero 

Anopheles, Subgênero Nissorhynchus. É altamente susceptível aos plasmódios e 

capaz de transmitir malária dentro e fora das residências, mesmo quando sua 

densidade está baixa. (CONSOLI e OLIVEIRA, 1994; DEANE, 1986). Apenas poucos 

mosquitos A. darlingi são necessários para manter a malária circulando em uma 

população, pois este vetor é muito eficiente na transmissão de P. vivax e P. falciparum 

(TADEI e THATCHER, 2000). 

É considerada a espécie mais antropofílica e endofágica em relação aos outros 

anofelinos das Américas (ARRUDA et al., 1986; TADEI et al., 1988; LOURENÇO-DE-

OLIVEIRA et al., 1989; FORATTINI, 2002). Vários autores destacaram a variabilidade 

de seu comportamento, possivelmente resultante da sua ampla distribuição geográfica 

(CHARLWOOD E HAYES, 1978; TADEI et al., 1988, 1993). 

Quanto à distribuição geográfica, A. darlingi está presente em quase todo o 

território nacional, possui ampla distribuição territorial, estendendo-se desde o sul do 

México até o norte da Argentina, e das vertentes orientais da Cordilheira dos Andes 

até as margens do Oceano Atlântico (FORATTINI, 2002).  O mosquito é encontrado 

em áreas de baixas altitudes, quase sempre associado aos grandes cursos d’água e 

florestas do interior, mas também ocorrem no litoral (CONSOLI e OLIVEIRA, 1994) É 

um mosquito que se adapta facilmente e se beneficia das modificações antrópicas dos 

ambientes silvestres (TADEI et al., 2002, 2010, 2017). 

Na Amazônia, a densidade populacional de A. darlingi está relacionada ao 

ciclo hidrológico da região (GIROD et al., 2011; HIWAT e BRETAS, 2011; 

https://link.springer.com/article/10.1007/s10750-016-2960-y#CR33
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WOLFARTH et al., 2013; MUSSET et al., 2014). Este fenômeno anual influencia a 

sazonalidade das espécies, o que leva a um aumento nos locais de reprodução e 

intensifica o contato entre humano e o mosquito vetor e, portanto, maior ocorrência 

de casos de malária. Assim, a densidade de anofelinos é baixa no início da estação 

chuvosa em novembro e aumenta em abril e junho, em simultâneo com o aumento 

gradual da precipitação e dos níveis dos rios (TADEI et al., 2002, 2010, 2017). 

 

2.4 Ciclo de vida 

 

Os Anofelinos são insetos holometábolos, passam por quatro estágios de 

desenvolvimento sendo eles: ovo, larva, pupa e adultos (Figura 3). As fases de ovo, 

larva e pupa, o desenvolvimento ocorre em ambiente aquático podendo ser em 

criadouros naturais e artificiais, permanentes ou temporários de variadas qualidades, 

volumes e tamanhos, após a fase de pupa os anofelinos emergem em adultos (TADEI, 

1993; CONSOLI e OLIVEIRA, 1994; TADEI et al., 1998; ARCOS et al., 2018). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fonte: Acervo do autor 

 

Os ovos dos anofelinos são postos pelas fêmeas na superfície da água, tem 

um aspecto alongado, simetria bilateral e apresentam flutuadores laterais, o que 

permite sua flutuação. O ovo passa para o estágio larval dentro de 2 a 3 dias podendo 

se estender a semanas se o clima não for favorável não sobrevive em baixas 

temperaturas e ambientes com pouca umidade (CONSOLI e OLIVEIRA, 1994). 

Figura 3. Estágios de desenvolvimento do mosquito Anopheles. A) Ovo; B) Larva; C) Pupa; D) Adulto 

A B C D 

https://link.springer.com/article/10.1007/s10750-016-2960-y#CR92
https://link.springer.com/article/10.1007/s10750-016-2960-y#CR50
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As larvas possuem o corpo dividido em cabeça, tórax e abdomem, 

apresentando abdomem com a forma semicilíndrica com oito segmentos na sua parte 

dorsal do corpo, onde está localizada a placa respiratória, esta estrutura faz com que 

as larvas fiquem aderidas no espelho d’água e podem auxiliar na sua identificação. As 

larvas passam por quatro instares de desenvolvimento e são necessários de sete a 

dez dias para o seu desenvolvimento, podendo variar de acordo com fatores 

ambientais (CONSOLI e OLIVEIRA, 1994). 

Diferente de outros culicídeos, as larvas de mosquitos Anopheles não possuem 

sifão respiratório e na região dorsal elas apresentam um aparelho espiracular, 

responsável pela respiração, nas fases imaturas desse mosquito. Desta forma quando 

estão em repouso permanecem de forma paralela à superfície da água. Elas se 

alimentam de microrganismos presentes em seus criadouros que podem ser algas, 

bactérias, protozoários, esporos de fungos ou quaisquer partículas de matéria 

orgânica, sendo as bactérias a principal forma de alimentação (FORATTINI, 1996, 

2002).  

A fase de pupa é caracterizada quando as larvas de quarto instar adquirem o 

formato de vírgula, ficam constantemente na superfície da água para respirarem por 

meio das trombetas respiratórias e passam a não se alimentar por um período de um 

a três dias, quando emergem em adultos. Os mosquitos machos emergem primeiro 

que as fêmeas e o tamanho entre fêmea e macho é perceptível, sendo que as pupas 

machos são menores que as fêmeas (CONSOLI e OLIVEIRA, 1994; FORATTINI, 

1973, 2002). 

Nos adultos o corpo é divido em cabeça, tórax e abdomem. Na cabeça 

encontram-se os principais órgãos dos sentidos, como olhos compostos, antenas, 

palpos e o aparelho bucal tipo picador. No tórax estão as pernas, duas anteriores, 

duas médias e duas posteriores, além de duas asas. O abdomem abriga a maior parte 

dos órgãos internos, como o aparelho reprodutor, digestivo e excretor (CONSOLI e 

OLIVEIRA, 1994; FORATTINI, 2002).  

Os mosquitos machos como as fêmeas alimentam-se de néctares e frutos 

danificados para obter energia. Entretanto, apenas as fêmeas são hematófagas. Após 

o acasalamento, elas procuram uma refeição de sangue animal para fornecer 

proteínas que auxiliam na maturação dos ovários e desenvolvimento dos ovos 

(CONSOLI e OLIVEIRA, 1994).  
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2.5 O Controle da Malária 

 

Desde a descoberta que os mosquitos são os vetores da malária, várias 

estratégias foram implementadas para tentar reduzir a capacidade vetorial desses 

mosquitos, entre elas a gestão ambiental, onde o controle consistia na manipulação 

das habitações e mudanças no comportamento humano, além de drenagem de alguns 

locais de reprodução desses mosquitos. Entretanto esta estratégia se tornou inviável 

em algumas situações, pois podia afetar significativamente a biodiversidade e os 

esforços de conservação ambiental (WALKER e LYNCH, 2007). 

Algumas alternativas também foram bastante utilizadas para tentar combater 

vetores da malária, como por exemplo, controle biológico de larvas com uso de peixes 

larvívoros da espécie Gambusia affinis, porém esta espécie causou grande impacto 

na fauna local e prejuízos ambientais, sendo necessário posteriormente substituir a 

espécie por peixes nativos e com isso obtiveram um sucesso relativo no controle dos 

estágios larvais do mosquito (DAS e AMALRAJ, 1997). 

  O uso de metabólitos microbianos produzidos por Bacillus thuringiensis 

israelensis e B. sphaericus são outras alternativas ambientalmente amigáveis, pois as 

toxinas produzidas por eles não são tóxicas para outras espécies e também não 

persistem por um longo período de tempo no ambiente. Em alguns países o uso 

desses produtos teve bastante eficácia no combate às larvas, tornando-se um método 

viável, porém, esses resultados variavam muito de acordo com a região (FILLINGER 

et al., 2003; WALKER e LYNCH, 2007). 

Outro tipo de abordagem microbiana geralmente usada contra pragas 

agrícolas, e também sendo testado contra mosquitos adultos, é o uso de fungos 

entomopatogênicos. Essa estratégia envolve pulverizar os locais de repouso dos 

mosquitos com uma suspensão de esporos fúngicos.  Estudos laboratoriais e de 

campo identificaram duas espécies de fungos, Beauveria bassiana e Metarhizium 

anisopliae, eficazes contra o mosquito A. gambiae (SCHOLTE et al., 2004). 

Embora os dados atuais demonstrem que essa abordagem fúngica tenha 

potencial para reduzir a transmissão de parasitas, existem várias barreiras que 

precisam ser avaliadas antes de sua ampla aplicação. Esses obstáculos incluem a 

viabilidade dos esporos fúngicos, a especificidade dos fungos e o aumento de 

populações resistentes de mosquitos (SCHOLTE et al., 2004). 



24 

 

Com a descoberta do DDT (diclorodifeniltricloroetano) em meados de 1940, o 

foco das estratégias de controle se tornou às populações adultas dos 

mosquitos. Os excelentes resultados obtidos no controle de outras doenças 

transmitidas por vetores e, em particular a redução de vetores de mosquitos nos 

EUA, no sul da Europa, na antiga União Soviética e em partes da África do Sul, 

criaram uma falsa impressão de que a malária poderia ser erradicada do planeta. O 

mesmo demonstrou ser eficaz no controle de inúmeros insetos, incluindo os mosquitos 

vetores de doenças (CONSOLI e OLIVEIRA, 1994). 

No entanto, o uso indiscriminado tornou-se um problema por se tratar de um 

produto não biodegradável, com elevada toxicidade e amplo espectro de ação, 

prejudicial à saúde humana, a espécies de animais não-alvo e ao meio ambiente 

(WILKE e MARRELLI, 2012). Além disso, a constante exposição a estes compostos 

foi gradativamente selecionando e aumentando a população de certas espécies de 

mosquitos que já eram naturalmente resistentes. Na continuidade das aplicações, com 

o passar das décadas, foi constatada a diminuição considerável da eficiência desse 

produto (ABDUL-GHANI et al., 2012). 

Estratégias baseadas na manipulação de microrganismos estão ganhando 

força como um meio alternativo para controlar doenças transmitidas por vetores, pois 

os microrganismos possuem várias propriedades desejáveis para a aplicação de 

estratégias de controle, particularmente, a capacidade de disseminação através de 

populações vetoriais, a capacidade de transformação genética, dentre outras que são 

favoráveis para o uso no controle de doenças vetoriais (SALDAÑA et al., 2017). 

A paratransgênese vem se mostrando como uma alternativa viável para o 

controle da malária. Nesta abordagem, microrganismos simbiontes são 

geneticamente modificados para expressar produtos antiparasitários e serem 

reinseridas no intestino dos mosqutitos vetores da malária para inibir ou martar os 

plasmódios nos estágios mais vulneráveis de seu desenvolvimento, (BEARD et al., 

2002; FAVIA et al., 2009; COUTINHO - ABREU et al., 2010; WANG et al., 2012). 

 

2.6 Associação bacteriana em mosquitos Anopheles spp.  

 

As bactérias são microrganismos procariontes bastante simples quanto sua 

estrutura, porém complexos do ponto de vista bioquímico e metabólico. Habitam os 
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mais diferentes ambientes, sendo assim consideradas cosmopolitas, contribuindo 

para reciclagem de compostos orgânicos, são consideradas como parte chave na 

maioria dos ecossistemas naturais e são encontradas na natureza em formas de 

cocos, bacilos, espirilos, vibriões entre outros (CARVALHO, 2008). 

 Estudos relatam que insetos abrigam um grande número de microrganismos 

bacterianos simbiontes, vivendo no trato intestinal de larvas e de adultos, onde 

apresentam impactos significativos em sua fisiologia. Alguns exibem uma ampla gama 

de graus de dependência de bactérias intestinais para funções básicas (ENGEL e 

MORAN, 2013). 

Uma grande quantidade de microrganismos pode ser encontrada nas 

superfícies e dentro do corpo de mosquitos, no entanto a composição da microbiota 

bacteriana de um hospedeiro pode ser influenciada pela fase de desenvolvimento, 

aptidão, sexo, propriedades físico-químicas, hábitos alimentares, hábitat, competição 

bacteriana, dentre outros (DOUGLAS, 2011; GENDRIN e CHRISTOPHIDES, 2013; 

MINARD et al., 2013). 

O intestino de mosquitos apresenta-se como um ambiente propício para a 

colonização microbiana que podem fornecer muitos benefícios ao hospedeiro, como 

nutrição, proteção contra parasitas e patógenos, modulação das respostas 

imunológicas (LINDH et al., 2005; ITURBE-ORMAETXE et al., 2011; CONTI et al., 

2012; CHAVSHIN et al., 2012). 

Entre os organismos, ocorrem inúmeras interações e estas são classificadas 

de acordo com o tipo de dependência entre ambos, podendo ser intra ou 

interespecíficas, benéficas ou prejudiciais (ROSENBERG e ZILBER-ROSENBERG, 

2011; CONTI et al., 2012). A simbiose é descrita como uma relação interespecífica, 

harmônica e estável, em geral de longa duração, frequentemente encontrada nas 

comunidades terrestres e aquáticas. Exercendo um papel fundamental no surgimento 

das principais formas de vida na Terra e na geração de uma ampla diversidade 

biológica (MORAN, 2006). 

Bactérias encontradas em mosquitos de campo mostram que os fatores 

ambientais devem ser considerados como fatores importantes que afetam a carga e 

composição da microbióta bacteriana em mosquitos (MINARD et al., 2013). Apesar 

de se conhecer a existência de elevado número de bactérias associadas a mosquitos, 

a ralação de transferências horizontal, vertical e transestadial em mosquitos, sobre 

tudo em A. darlingi ainda são pouco claras (GENDRIN e CHRISTOPHIDES, 2013). 



26 

 

Em um estudo realizado por Damiani et al., (2008), onde examinaram intestinos 

e de glândulas salivares de A. stephensi, detectaram uma bactéria do gênero Asaia, 

que em seguida foi marcada com plasmídeo GFP e após serem monitoradas em 

experimentos de laboratório, nos diferentes estágios de desenvolvimento, foi sugerido 

que a cepa é transferida transestadialmente no mosquito. 

Estudos também revelam a influência da microbiota intestinal do vetor no 

desenvolvimento do ciclo de vida dos parasitos. Em mosquitos, as pesquisas vêm 

relatando que infecções por bactérias do intestino podem retardar ou inibir o 

desenvolvimento esporogônico dos parasitas da malária (PUMPUNI et al., 1993; 1996; 

GONZALEZ-CERON et al., 2003; DONG et al., 2009; CIRIMOTICH et al., 2011).  

Outro estudo realizado por Cirimotich et al., (2011), sugeriram que a presença 

de espécies do gênero Enterobacter, no intestino do A. arabiensis, originados de uma 

população de Zâmbia agem diretamente no P. falciparum, bloqueando o 

desenvolvimento do parasito, tornando essa população de mosquitos refratários à 

infecção. Essa refratariedade foi associada à geração de espécies reativas de 

oxigênio que interferem com o desenvolvimento do parasito e o mata antes da sua 

invasão no epitélio intestinal. 

Outros estudos sugerem que bactérias no lúmen do intestino modificam o 

ambiente intestinal e inibem o desenvolvimento de parasitas pela ação do sistema 

imune por meio da expressão de genes de imunidade ajudando no aumento da taxa 

de produção de peptídeos antimicrobianos (PUMPUNI et al.,1996; MICHEL e 

KAFATOS, 2005). Esses peptídeos provavelmente possuem um papel chave não 

somente no controle de bactérias patogênicas ou simbiontes, mas também no 

desenvolvimento de infecções por parasitos (BEARD et al., 2001; BOULANGER et al., 

2004). 

É possível que o sistema imune dos mosquitos aja contra a proliferação de 

bactérias e também elimina um grande número de parasitos, modulando a intensidade 

da infecção no mosquito quando infectados por plasmódios, tais características que 

bactérias simbiontes de insetos vetores apresenta, estão despertando o interesse 

para novas medidas de controle biológico molecular para doenças vetoriais, entre elas 

a malária (MEISTER et al., 2009; GONZALES-CERON et al., 2003; CIRIMOTICH et 

al., 2011).   
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2.7 A Identificação molecular de espécies bacterianas  

 

Com o advento da biologia molecular, a identificação de espécies bacterianas 

tornou-se facilitada e mesmo com inúmeras tecnologias avançadas no processo a 

análise de amplificação do gene de rRNA 16S é a mais comum para a investigação 

da diversidade de bactérias cultiváveis e não cultiváveis (WANG e QIAN, 2009; YANG 

et al., 2016). 

Os primeiros relatos do uso do gene rRNA 16S para analisar a filogenia de 

espécies bacterianas foi em 1985 (LANE et al., 1985), como este gene contém regiões 

altamente conservadas para o projeção de primers e regiões hipervariáveis para 

identificar características filogenéticas de microrganismos, a sequência do gene 16S 

rDNA se tornou o gene marcador mais amplamente utilizado para o perfil de 

comunidades bacterianas (TRINGE e HUGENHOLTZ, 2008). 

O seguimento gênico rRNA 16S para identificação de bactérias é 

extremamente confiável pois possui fundamentos científicos comprovados. Este 

seguimento é constituído de 1.500 pb e são divididas em 9 regiões (V1 – V9), (Figura 

4) tendo como modelo universal o 16S rRNA da bactéria Escherichia coli (COENYE 

et al., 2005; KLINDWORTH et al., 2013; YANG et al., 2016).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fonte: YANG et al., (2016), com modificações.   

 

Estas nove regiões do gene servem de alvo para o anelamento dos Primers 

(oligonucleotídeos), estes guiam a enzima DNA polimerase no processo de 

amplificação gênica denominado PCR, sigla inglesa para o termo Polymerase Chain 

Reaction. O tamanho de 1500 pares de bases do gene facilitam as análises por 

bioinformática. Desde a descoberta do gene rRNA 16s, inúmeras sequências de 

Figura 4.Regiões variáveis e conservadas do gene 16S rRNA, com iniciadores (27F e 1100R) 
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bactérias já foram identificadas e encontram-se depositadas em bancos de dados 

como o Center for Biotecnology Information, NCBI (PATEL, 2001; JANDA-ABBOTT, 

2007;  YANG et al., 2016). 

As análises das sequências nucleotídicas do gene 16S rRNA constituem-se de 

um processamento analítico, cuja função envolve a exclusão de fragmentos ou bases 

nitrogenadas duvidosas detectadas nos eletroferogramas, obtidos das plataformas de 

sequenciamento de DNA e alinhamentos das duas fitas, oriundas dos Primers F e R, 

utilizados na PCR, para que gerem uma fita consenso. É esta fita que deverá ser 

comparada aos bancos de dados bacterianos disponíveis, como o GeneBank, 

utilizando a ferramenta BLAST do NCBI (KLINDWORTH et al., 2013). 

 A identificação molecular bacteriana abriu o caminho para utilização de 

microrganismos com diferentes finalidades, como por exemplo o controle biológico de 

mosquitos vetores de doenças pela ação dos microrganismos geneticamente 

modificados. 

 

2.8 A Paratransgênese 

 

A paratrangenese é uma alternativa de controle biológico por métodos 

moleculares, que está sendo direcionada para controle de doenças vetorias e vem 

ganhando destaque, pois seus estudos mostraram resultados bastante promissores 

(DURVASULA et al., 1997; BEARD et al., 2002; REN et al., 2008; COUTINHO-ABREU 

et al.,2010). Esta técnica se baseia na utilização de microrganismos simbiontes 

desses vetores de doenças, onde, por meio da engenharia genetica esses simbiontes 

são tranformados com gene efetor anti parasitario e reintroduzidos dentro do vetor 

para bloquear ou enibir o desenvolvimento dos patogenos (Figura 5) (DURVASULA et 

al., 1997; BEARD et al., 2002, FAVIA et al., 2007). 

Os Primeiros relatos desta técnica voltados para controle de doeças causadas 

por vetores foi com o vetor da doença de Chagas Rhodnius prolixus, no qual utilizaram 

uma bactéria simbionte desse vetor Rhodococcus rhodnni, modificada geneticamente 

com um gene de cecropina-A, que reduziu em 99% a intensidade da infecção pelo 

protozoário Trypanosoma cruzi, no intestino do vetor. Ainda neste estudo, foi 

desenvolvido um método para dispersão dessa bactéria modificada, em populações 

naturais do inseto, por meio da contaminação das fezes, devido ao comportamento 

alimentar da espécie (DURVASULA et al., 1997). 
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Fonte: WANG et al., 2017, com adaptações. 

 

Devido ao avanço de estudos relacionados à paratransgênese, diferentes 

microrganismos vêm sendo estudados nessa abordagem (DURVASULA et al., 1997; 

REN et al., 2008; FANG et al., 2011).  As bactérias são os microrganismos que mais 

amplamente têm se destacado, acredita-se que pelo fato de serem facilmente 

cultiváveis e manipuláveis em laboratório. Algumas bactérias já foram transformadas 

com genes anti-plasmodium e o resultado se mostrou eficiente em tornar os mosquitos 

anofelinos refratários à transmissão da malária (WIRTH et al., 1989; BEARD et al., 

2002; CAPONE et al., 2013).  

 O sucesso da paratrangênese requer que essas bactérias possuam algumas 

características fundamentais, Beard et al., (2002) citam algumas características 

indispensáveis como: 

 

 

Figura 5. Esquema representativo da paratransgênese.1 Clonagem do pasmídeo com o gene 
antiparasitário, 2 tranformção dos simbiontes, 3 Inserção das bactérias tranformadas no intestino do 
vetor e 4 Bactérias se muitiplicando após uma refeição de sangue e agindo no patógeno. 
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1. Possuir uma relação simbiótica entre esses microrganismos e o vetor 

transmissor da doença; 

2. Os simbiontes bacterianos devem ser cultiváveis e passíveis de 

manipulação genética e após a transformação permanecerem estáveis 

no corpo do vetor; 

3. As funções simbióticas devem permanecer inalteradas. 

4. Os produtos produzidos por essas bactérias devem interagir 

efetivamente com o patógeno alvo, também são características 

essências. 

 

Além disso, essas bactérias também devem possuir outas características como 

a transmissão horizontal, vertical e transestadial. 

Um desafio que pesquisadores vêm encontrando é como dispersar esses 

microrganismos para infectarem os vetores de doenças. Em laboratório alguns 

mecanismos de dispersão obtiveram sucesso, como no estudo de Wang et al., (2012), 

onde, por meio de solução açucarada entregaram as bactérias recombinantes nos 

intestinos dos mosquitos Anopheles gambie e Anopheles stephensi, no entanto é 

necessário verificar a dispersão desses microrganismos geneticamente modificados 

em ambientes selvagens. 

 

2.9 Paratransgênese no controle da Malária 

 

A utilização da paratransgênese para o controle do vetor da malária tem como 

principal objetivo, modificar geneticamente bactérias simbiontes de mosquitos 

Anopheles vetores da malária em humanos, reintroduzi-las nos intestinos dos vetores 

para que possam inibir o desenvolvimento ou matar os plasmódios (BEARD et al., 

2002; AKSOY et al., 2008; COUTINHO - ABREU et al., 2010). 

O primeiro estudo com bactérias simbiontes, objetivando o controle da malária, 

utilizando a técnica de paratransgênese foi realizado por Yoshida et al., (2001), onde 

utilizaram uma bactéria recombinante de laboratório Escherichia coli, que expressava 

uma imunotoxina de cadeia única (scFv) e que inibiu em pelo menos 93% o 

desenvolvimento de P. berghei, no intestino médio dos mosquitos (YOSHIDA et al., 

2001).  Em outro estudo com E. coli, modificada geneticamente com anti-Plasmodium 
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SM1 e fosfolipase-A (2), inibiu o desenvolvimento de P. berghei em A. stephensi 

(RIEHLE et al., 2007).  

Os resultados expressivos destes trabalhos tiveram um fator limitante para o 

sucesso da paratransgênese no controle da malária. Embora as cepas de E. coli 

serem facilmente manipuladas em laboratório, não são caracterizadas como 

simbiontes de mosquitos anofelinos e portanto não suportam as mudanças que 

ocorrem durante o ciclo de vida e consequentemente não conseguem perpetuar os 

genes anti-Plasmodium, nas gerações dos mosquitos na natureza. (YOSHIDA et al., 

2001; RIEHLE et al., 2007). 

A bactéria Pantoea agglomerans, caracterizada como simbionte de mosquitos 

do gênero Anopheles, mostrou-se eficiente em secretar moléculas Anti-Plasmodium 

(BISI e LAMPE, 2011). Em um estudo realizado por Wang et al., (2012), P. 

agglomerans modificada com genes anti-Plasmodium e reintroduzida no intestino 

médio do mosquito A. gambiae, principal vetor da malária na África, reduziu em até 

98% o número de oocistos de P. falciparum na parede do estômago do mosquito. 

Além disso, essa bactéria permaneceu nas gerações seguintes dos mosquitos, bem 

como se mostrou eficiente em secretar as proteínas de interesse, tornando-se uma 

forte candidata à paratrangenese. 

Em outro trabalho, também realizado por Wang e et al., (2017), foi construído 

um sistema de secreção em Serratia (AS1 HasA) para testar cinco moléculas anti-

Plasmodium e as cepas recombinantes que expressavam escorpina e múltiplas 

proteínas efetoras foram as mais efetivas, reduziram em até 93% os estágios 

infecciosos de P. falciparum e não afetaram a longevidade, fecundidade e fertilidade 

dos mosquitos, além disso essa cepa colonizou estavelmente o intestino médio, 

ovários e glândulas acessórias masculinas de A. stephensi. 

Na tentativa de encontrar potencias candidatos à paratrangenese para o 

controle da malária, vários autores isolaram bactérias de diferentes partes de 

mosquitos Anophes spp. (BRIONES et al., 2008; DAMIANI et al., 2008, 2010; DJADID 

et al., 2011; CHAVSHIN et al., 2012, 2015; GIMONNEAU et al., 2014). Algumas 

dessas bactérias se mostram fortes candidatas, apresentando características 

importantes para a paratrangênese, uma delas a transmissão transestadial, onde 

bactérias são passadas dos estágios larvais aquático, para o mosquito adulto com 

asas (CHAVSHIN et al., 2012). 
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Em trabalhos científicos utilizando larvas e adultos de A. stephensi foi detectado 

com predominancia bactérias do gênero Pseudomonas a qual foi sugerido uma 

possível transmissão transestadial nos mosquitos. Absorvidas da água pelas larvas, 

as bactérias simbiontes podem sobreviver por toda metamorfose dos mosquitos, 

assim oferecendo capacidades essenciais à paratransgênese (CHAVSHIN et al., 

2012; MANCINI et al., 2016; WANG et al., 2017). 

O progresso da paratransgênese no controle da malária já é uma realidade, 

porém esforços estão direcionados principalmente aos parasitas e vetores ocorrentes 

no continente africano, o que deixa outras regiões do mundo de fora dessa ação, sobre 

tudo Amazônia Brasileira. Considerando essa região do Brasil, no contexto de 

biodiversidade microbiana, é de se esperar que exista muitas bactérias simbiontes de 

A. darlingi e que ainda são desconhecidas pela comunidade científica e que podem 

ser utilizadas no controle de Plasmodium vivax, por meio da paratransgênese. 
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3 OBJETIVOS 

 

3.1 Objetivo Geral 

 

Selecionar bactérias cultiváveis que apresentem características de transmissão 

transestadial em larvas, pupas e adultos de Anopheles darlingi, para o controle da 

malária por paratransgênese. 

 

3.2 Objetivos Específicos 

 

 Isolar bactérias cultiváveis de larvas, pupas e estômagos de mosquitos adultos 

de A. darlingi, coletados na cidade de Manaus; 

 Caracterizar morfologicamente os isolados bacterianos; 

 Identificar pelo gene 16S rRNA os isolados bacterianos, morfologicamente 

semelhantes, presentes em todas as amostras estudadas; 

 Selecionar linhagens bacterianas com potencial de transmissão transestadial 

em A. darlingi e transforma-las com o plasmídeo pKS1-GFP para testes de 

monitoramento; 

 Realizar testes de monitoramento das cepas transformadas com o plasmídeo 

pKS1-GFP durante os estágios de desenvolvimento de A. darlingi. 
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Resumo 

  

Mosquitos vetores de doenças abrigam uma grande diversidade de microrganismos 
em seu trato intestinal, dentre eles as bactérias, que são conhecidas por desempenhar 
papéis importantes na vida de seus hospedeiros. Em mosquitos do gênero Anopheles, 
vetores da malária, algumas dessas bactérias desempenham a função de modular a 
infecção por Plasmodium. Essa característica tem despertado o interesse para uma 
técnica promissora conhecida como paratransgenese, onde bactérias simbiontes são 
modificadas geneticamente para expressar fatores antiparasitários, sendo reinseridas 
em populações de mosquitos selvagens, a fim de inibir o desenvolvimento dos 
parasitas dentro do vetor. O primeiro passo para o sucesso dessa abordagem é 
selecionar bactérias cultiváveis, transmitidas em todas as fases do mosquito, 
manipuláveis geneticamente e não patogênicas aos seres humanos. Com os 
constantes casos de malária registrados na Região Amazônica é necessário métodos 
alternativos para seu controle. Tendo em vista esta necessidade, neste trabalho 
objetivou selecionar bactérias cultiváveis, que apresentam características de 
transmissão transestadial em A. darlingi, principal vetor da malária na região, para 
utilização em futuras abordagens paratransgênicas. Por meio de isolamento 
bacteriano, caracterização morfológica, identificação molecular pelo gene 16S rRNA 
de espécies bacterianas associadas às larvas, pupas e adultos de A. darlingi e teste 
de transformação genética para bactérias semelhantes, presentes nestes estágios de 
desenvolvimento. Neste estudo foram obtidos os seguintes resultados: 166 bactérias 
foram isoladas e caracterizadas morfológicamente, dentre elas, 72 foram identificadas 
e pertencem aos filos Proteobacteria, Firmicutes Actinobacteria e Bacteroidetes, 
também foram identificados 20 gêneros, cujos predominantes foram Bacillus e 
Klebsiella, destes  foram identificadas 38 espécies diferentes, sendo que três delas 
mostraram-se fortes candidatas a paratransgênese são elas: Pantoea agglomerans, 
Enterobacter asburiae e P. dispersa. Estas foram selecionadas para teste de  
transformação bacteriana, com o plasmídeo pKS1-GFP e Pantoea agglomerans foi a 
única passível de transformação genética, sendo monitorada nos estágios de 
desenvolvimento de A.darlingi, apresentando capacidade de transmissão 
transestadial. 
 
 
Palavras-chave: Malária, Paratransgênese, Transmissão transestadial. 
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ABSTRACT 

  
Disease vector mosquitoes harbor a large diversity of microorganisms in their intestinal 
tract, including bacteria, which are known to play important roles in the life of their 
hosts. In Anopheles mosquitoes, vectors of malaria, some of these bacteria perform 
the function of modulating Plasmodium infection. This feature has sparked interest for 
a promising technique known as paratransgenesis, where symbiont bacteria are 
genetically engineered to express antiparasitic factors and reinserted into wild 
mosquito populations to inhibit parasite development within the vector. The first step 
to the success of this approach is to select cultivable bacteria, transmitted at all stages 
of the mosquito, genetically manipulable and non-pathogenic to humans. With the 
constant cases of malaria registered in the Amazon Region, alternative methods for its 
control are needed. In view of this need, this study aimed to select cultivable bacteria, 
which have characteristics of transstate transmission in A. darlingi, the main vector of 
malaria in the region, for use in future paratransgenic approaches. By bacterial 
isolation, morphological characterization, molecular identification by the 16S rRNA 
gene of bacterial species associated with larvae, pupae and adults of A. darlingi and 
genetic transformation test for similar bacteria present in these developmental stages. 
The following results were possible: 166 bacteria were isolated and morphologically 
characterized, among them, 72 were identified and belong to the phylum 
Proteobacteria, Firmicutes Actinobacteria and Bacteroidetes, 20 genera were also 
identified, predominantly Bacillus and Klebsiella, from which 38 different species were 
identified. Three of them were strong candidates for paratransgenesis: Pantoea 
agglomerans, Enterobacter asburiae and P. dispersa. These were selected for 
bacterial transformation testing, with plasmid pKS1-GFP and Pantoea agglomerans 
being the only one capable of genetic transformation, so it was monitored at A.darlingi's 
developmental stages, presenting trans-state transmission capacity. 
 
Keywords: Malaria, Paratransgenesis, Transstate Transmission. 
 

 

INTRODUÇÃO 

 

A malária é a doença parasitária transmitida por mosquitos vetores mais 

importante para órgãos de saúde pública do mundo, causa milhares de mortes de 

pessoas anualmente, principalmente em regiões tropicais e subtropicais do planeta. É 

transmitida aos seres humanos pela picada da fêmea de mosquitos do gênero 

Anohophes Meigen,1818, infectadas com protozoários do gênero Plamodium 

Machiafava e Celli,1885 (FORRANTI, 2002; WHO, 2018). 

No Brasil, a malária é endêmica na Região Amazônica, onde 99% dos casos 

são registrados. Nesta região o principal transmissor é o mosquito Anopheles darlingi, 

cujo comportamento antropofílico e a alta suscetibilidade à infecção por Plasmodium 

spp. o tornam um importante vetor desta doença (DEANE, 1986; CONSOLI e 
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OLIVEIRA, 1994). As condições tropicais e os ciclos hidrológicos que formam 

criadouros naturais, em meio à floresta tornam a região propícia à proliferação destes 

mosquitos e, consequentemente, ao aumento de casos de malária (TADEI et al., 1998, 

2010, 2017). 

Grandes esforços para combater ou reduzir o número de casos de malária, 

estão sendo empregados, sendo o controle do vetor o alvo das principais estratégias, 

principalmente com o uso de inseticidas químicos. No entanto o uso indiscriminado 

destes produtos causa sérios prejuízos ao meio ambiente e à saúde humana, além de 

aumentar populações de mosquitos naturalmente resistentes. Por isso, estratégias 

alternativas e eficientes são urgentemente necessárias (KABULA et al., 2013; WANG 

e JACOBS-LORENA, 2013; WHO, 2018). 

Mosquitos vetores de doenças podem abrigar uma grande diversidade de 

microrganismos, entre eles as bactérias. Acredita-se que essas bactérias podem ser 

benéficas para o mosquito, fornecendo suplementos nutricionais, tolerância a 

perturbações ambientais e regulação da homeostase do hospedeiro (MORAN, 2006; 

WEISS e AKSOY, 2011). Em vetores da malária, bactérias presentes nos intestinos e 

glândulas salivares do mosquito podem dificultar o desenvolvimento dos plasmódios 

e regular a entrada dos parasitas, na corrente sanguínea dos humanos (CIRIMOTICH 

et al., 2011). 

O potencial que bactérias associadas aos mosquitos Anopheles têm em 

modular a infecção por plasmódios, atraiu o interesse de pesquisadores para a 

utilização dessas bactérias em técnicas moleculares (PUMPUNI et al., 1996; WEISS 

e AKSOY, 2011), entre essas técnicas, se destaca a  paratransgênese, onde bactérias 

simbiontes de mosquitos são geneticamente modificadas para expressar fatores 

antiparasitários e serem reintroduzidas em populações de mosquitos selvagens para 

inibir ou bloquear a transmissão dos Pasmodium ssp. (DURVASULA et al., 1997; 

BEARD et al., 2002; COUTINHO-ABREU et al., 2010). 

O sucesso desta abordagem nessecita que essas bactérias apresentem 

algumas características indispensáveis, como por exemplo, ser simbionte do vetor, 

ser cultivável e passível de transformação genética, após a transformação 

permanecer com as funções fisiológicas inalteradas, estar presente no intestino médio 

dos mosquitos onde ocorre o gargalo do desenvolvimento dos plasmódios (BEARD et 

al., 2002; WANG et al., 2012).  

https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2016.02095/full#B29
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Outras características também são necessárias para que uma bactéria seja 

candidata à paratrasgênese no controle da malária. É importante que possam passar 

por todos os estágios de desenvolvimento do mosquito. Alguns autores relatam que 

grande parte dessas bactérias não sobrevive à metamorfose do mosquito (MOLL et 

al., 2001). No entanto algumas espécies bacterianas foram monitoradas em 

laboratório conseguiram ser transmitidas de forma horizontal, transestadial e vertical, 

em mosquitos anofelinos (LINDH et al., 2008). 

A transmissão transestadial, onde bactérias são transferidas do estágio de larva 

para o mosquito adulto, é uma característica muito interessante para um futuro 

candidato à essa abordagem. É nas fases imaturas que os mosquitos adquirem a 

maior partes da sua microbiota bacteriana e se algumas dessa bactérias for capaz de 

sobreviver à metamorfose dos mosquitos e permanecer estável no intestino médio, 

onde ocorre os estágios mais vulneráveis do desenvolvimento dos plasmódios, seria 

uma forte candidata para uso na paratrangênese (FAVIA et al., 2007; LINDH et al., 

2008; WANG et al., 2012). 

Os estudos sobre a microbiota do mosquito A. darlingi ainda são escassos, 

sobre esse tipo de transmissão bacteriana, não há relatos na Região Amazônica. 

Tendo em vista a necessidade de se encontrar uma bactéria ideal e a transmissão 

transestadial uma caraterística fundamental, este estudo objetivou identificar bactérias 

cultiváveis com característica de transmissão transestadial em larvas, pupas e adultos 

de A. darlingi, para controle da malária por paratransgênese. 

 

MATERIAL E MÉTODOS 

 

Área de estudo e coleta das amostras 

 

As coletas foram realizadas no sitio Dona Chagas, bairro Puraquequara no 

município de Manaus, onde possui barragens permanentes sendo um local apropriado 

para reprodução de mosquitos anofelinos e apresentam importante focos de malária, 

segundo a Fundação de Vigilância em Saúde (FVS). 

 Larvas foram coletadas no início da manhã, utilizando conchas entomológicas 

padrão segundo Consoli e Oliveira, (1994). Em seguida transferidas, juntamente com 

a água do criadouro, para tubos falcon de 50 mL devidamente esterilizados e logo 
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após armazenadas em caixa de isopor contendo gelo para serem transportadas para 

o laboratório de Malária e Dengue do INPA. 

 

Triagem, identificação e manutenção das larvas 

 

As etapas seguintes foram realizadas no laboratório de Malária e Dengue do 

INPA. Larvas de 3° e 4° instar foram separadas e identificadas individualmente em 

microscópio estereoscópico, utilizando-se as chaves de identificação de Consoli e 

Oliveira (1994). Em seguida foram colocadas em bandejas esmaltadas com água do 

criadouro e foram mantidas até se transformarem em pupas e mosquitos adultos. As 

atividades de manutenção realizadas no insetário seguiram as recomendações 

descritas no POP - Procedimento Operacional Padrão do Laboratório de Malária e 

Dengue do INPA (LMD-INPA), amparado pelo POP-LMD-CL – 01 do ano de 2017. 

 

Isolamento bacteriano e caracterização morfológica 

 

As amostras de larvas e pupas foram lavadas por imersão em água estéril e 

etanol 70%, em seguida maceradas, centrifugadas e plaqueadas em placas de petri 

contendo meio de cultura nutriente Ágar e fluconazol. Os estômagos dos mosquitos 

adultos foram primeiramente dissecados, macerados e ressuspendidos em 200 µL de 

água deionizada e 50 µL do sobrenadante foram plaqueados em placas de Petri com 

meio de cultivo Ágar e fluconazol. Após o crescimento bacteriano, estas foram 

isoladas utilizando a técnica do esgotamento por estrias cruzadas em placas de Petri 

com o mesmo meio de cultivo. A morfologia das colônias foi avaliada quanto à forma, 

consistência e cor da colônia e pelo método de coloração de Gram. 

Com o intúito de identificar o maior número de espécies semelhantes em todas 

as amostras, o que pode ser um indício de um simbionte, as amostras foram reunidas 

em grupos de acordo com as características morfológicas e apenas os isolados 

bacterianos semelhantes em larvas, pupas e estômagos de mosquitos adultos foram 

utilizados nas etapas de identicação molecular. 
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Extração de DNA genômico, PCR e sequenciamento do gene 16S rDNA 

 

A extração de DNA foi realizada utilizando o produto Matriz InstaGene ™ da 

empresa Bio-Rad e o protocolo seguiu as recomendações do fabricante. A amostra 

final foi quantificada em espectrofotômetro NanoDrop (ThermoScientific), ajustada 

para 150 ng de DNA e armazenada a -20°C para a utilização na Reação em Cadeia 

da Polimerase (PCR). 

As reações de amplificação do gene 16S rRNA consistiram em um volume final 

de 25 µL utilizando o Kit TaqPol - Master Mix 2X (Cellco Biotec) seguindo o protocolo 

do fabricante e foram realizadas em aparelho termociclador Thermal Cycler® da Bio-

Rad. O perfil térmico compreendeu a um ciclo inicial de desnaturação a 95 ºC por 3 

min, seguido por 35 ciclos: desnaturação das fitas-molde a 95 °C por 1 min, 

pareamento dos primers a 54 °C por 40 seg e extensão a 72 °C por 1 min e 30 seg. 

Ao final um ciclo de extensão a 72 °C por 5 min. 

Os fragmentos de DNA amplificados por PCR foram submetidos à eletroforese 

em gel de agarose (0,8%, p/v), visualizados em fotodocumentador (EagleEye II, 

Stratagene) e as amostras foram purificadas utilizando o kit PCR Purification 

(CellcoBiotec). 

No sequenciamento utilizou-se um alíquota de 50 ng de DNA purificado como 

matriz e o kit BigDyeTerminator V 3.1. (Life Tchnologies). As reações foram 

precipitadas com etanol e inseridas no equipamento ABI 3500 XL (AppliedBiosystems) 

para a determinação das sequências.  

As sequências geradas foram analisadas na plataforma Electropherogram 

Quality Analysis-EMBRAPA, disponível em:  

http: // asparagin.cenargen.embrapa.br/phph/)  e comparadas com as 

sequências bacterianas depositadas na base de dados do National Center for 

Biotechnology Information – NCBI (disponível em: 

http//:www.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi). 

 

Transformação genética bacteriana 

 

Espécies bacterianas foram previamente selecionadas para etapa de 

transformação genética utilizando plasmídeo pKS1-GFP que expressa a proteína 

verde fluorescente (GFP) quando exposta à luz ultra violeta e possui marcador de 
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seleção para ampicilina, cedido pelo Laboratório de Tecnologia do DNA do Centro de 

Apoio Multi-disciplinar – UFAM. 

Foram realizadas pesquisas em artigos científicos e dados de órgãos de Saúde 

afim de verificar os níveis de patogenicidade para os seres humanos das bactérias 

selecionadas para os procedimentos de transformação genética. Dessa forma, 

apenas as spécies consideradas não patogênicas foram utilizadas neste estudo. 

Na transformação genética, utilizou-se o método de eletroporação baseado nas 

condições propostas para Escherichia coli (MARANHÃO, 2016). As bactérias foram 

previamente preparadas para tornarem-se competentes e aptas a receber o 

plasmídeo e em seguida foram submetidas ao choque elétrico em uma voltagem de 

1900 em aparelho Electroporator 2510 (Eppendorf®), para desestabilização da 

membrana e formação de poros que possibilitaram a entrada do plasmídeo no interior 

da célula (LIMA, 2008). 

Após a eletroporação foi adicionado 1 mL de meio LB líquido, as células foram 

incubadas a 37 °C por 1 hora sob agitação de 250 rpm e dispostas em placas de Petri 

contendo meio de cultivo LB sólido com ampicilina e LB sem ampicilina, em estufa a 

37º C. Também foram eletroporadas células controle contendo água e plaqueadas 

nas mesmas condições. Após o crescimento as colônias bacterianas foram 

visualizadas em luz negra e as que expressaram a fluorescência verde foram 

preservadas com glicerol para estudos posteriores. 

 

Teste de monitoramento transestadial de bactérias transformadas  

 

Na etapa de monitoramento, foram utilizadas larvas recém eclodidas em 

laboratório, as mesmas foram colocadas em bandejas contendo água destilada e 

ampicilina. Em cada bandeja, contendo 200 mL de água destilada esterilizada foram 

adicionadas larvas oriundas dos ovos eclodidos de uma única fêmea. Em seguida, 

nesta água das larvas, foram adicionados 200 µL na concentração de 2 x 108 UFC/mL 

de P. Agglomerans-GFP. Após 24 horas, as larvas foram retiradas e lavadas, uma a 

uma, com água destilada estéril, para retirar as bactérias da superfície de seus corpos 

e colocadas novamente em bandejas contendo também 200 mL de água destilada 

com ampicilina na concentração de 100 mg/mL. As larvas foram mantidas sob essas 

condições durante todo o experimento até a fase adulta. 
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Para verificar a presença de P. agglorerans-GFP nos estágios de 

desenvolvimento de A.darlingi, larvas de primeiro instar foram maceradas e 

plaqueadas em meio LB sólido, o mesmo ocorreu para larvas de terceiro e quarto 

instar, pupas e adultos. Apos 24 horas as placas foram expostas à luz UV. O controle 

negativo foi realizado com a mesma cepa de P. agglorerans sem o plasmídeo pKS1-

GFP. 

 

RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

Isolamento e caracterização morfológica de espécies bacterianas 

presentes em larvas, pupas e adultos de A. darlingi 

 

Neste estudo foram isoladas colônias bacterianas provenientes de larvas, 

pupas e de mosquitos adultos selvagens coletados em uma área periurbana da cidade 

de Manaus-AM, além de bactérias das amostras dos mosquitos de laboratório. O 

número total dos isolados bacterianos de todas as amostras consistiu em 166 

colônias. 

Em relação aos mosquitos selvagens, foram obtidas 28 colônias bacterianas 

de larvas, 28 de pupas e 29 de adultos, perfazendo um total de 85 colônias. Das 

amostras dos mosquitos de laboratório foram isoladas 41 colônias bacterianas de 

larvas, 24 de pupas e 16 de adultos, totalizando 81 colônias (Figura 6). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 6. Quantidade de isolados bacterianos de mosquitos oriundos de campo e laboratório. 
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Quanto à caracterização morfológica, os isolados bacterianos foram 

submetidos ao método de coloração de Gram onde apresentaram suas células em 

formas de bacilos, cocos, cocobacilos e uma única colônia em forma de vibrião. 

Em isolados provenientes de mosquitos de laboratório 82% foram de bactérias 

gram-negativas e 18% de gram-positivas, sendo bacilos gram-negativos os mais 

prevalentes com 55% do total. As amostras de mosquitos selvagens tiveram 66% de 

bactérias gram-negativas e 34% de gram-positivas, os bacilos gram-negativos 

também foram mais prevalentes com 44% (Figura 7).  

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 7. Percentual da morfologia bacteriana de mosquitos provenientes do campo  e laboratório. 

 

Bactérias gram-negativas são comumente descritas como sendo prevalentes 

em mosquitos anofelinos. Assim como os resultados mostrados neste trabalho, Rani 

et al., (2009), verificaram a diversidade de bactérias em larvas e intestino médio do 

mosquito A. stephensis na Asia, criados em laboratório e coletados no campo, onde 

detectaram a prevalência de bactérias gram-negativas da classe 

Gammaproteobacteria,  tanto nos isolados  de mosquitos de campo como nos 

mosquitos de laboratório, resultados semelhantes também foi relatado por Djadid et 

al., (2011), com a prevalecia de bactérias gram-negativas em duas espécies de 

mosquitos Anopheles spp. do Norte e Sudeste do Irã.  

Outros resultados que demostram a prevalência de bactérias gram-negativas 

foi descrito por Wang et al., (2011), onde realizaram a caracterização em comunidades 
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bacterianas isoladas de larvas, pupas e mosquitos adultos de A. gambie criados em 

habitats seminaturais no Quênia e demostraram que bactérias gram-negativas da 

classe yproteobacterias também foram mais prevalentes. Berhanu et al., (2019) 

também identificaram maior percentual de bactérias gram-negativas em glândulas 

salivares e intestino médio dos mosquitos em cinco espécies de Anopheles spp. de 

uma área endêmica na etiópia.  

Comunidades de bactérias gram-negativas estão presentes em diferentes 

espécies de mosquitos anofelinos, e podem habitar diferentes partes do corpo desse 

inseto como o lúmen do intestino médio, glândulas salivares, túbulos de malpigh 

órgãos sexuais, entre outros, e desempenhar diferentes funções, entre elas 

modulação da infecção por plasmódios nos mosquitos da malária (GONZALES-

CERON et al., 2003; CIRIMOTICH et al., 2011).  

Em um estudo realizado por Pumpini et al., (1993), foi investigado o 

desenvolvimento do esporogônio de P. falciparum  em A. stephensi, neste estudo 

foram utilizadas quatro  cepas gram-negativas e duas  cepas gram-positivas, todas as 

cepas bacterianas gram-negativas inibiram parcial ou completamente a formação de 

oocistos de plasmódios, enquanto que bactérias gram-positivas não tiveram quaisquer 

efeitos inibidores dos oocistos, resultado semelhante foi descrito por Boissière et al., 

(2012), porém com o mosquito A. gambiae.  

Outros autores também descreveram que bactérias gram-negativas têm a 

capacidade de influenciar o desenvolvimento dos plasmódios, principalmente nos 

estágios mais vulneráveis de seu desenvolvimento, aliado ao fato de bactérias dessas 

bactérias  serem facilmente transformáveis, fortalece a ideia de que tais bactérias 

possam ser usadas no controle biológico da malária, por paratransgênese 

(GONZALEZ-CERON et al., 2003; CIRIMOTICH et al., 2011; BANDO et al., 2013). 

 

Número de cepas bacterianas e filos detectados em todas as amostras 

 

De acordo com as semelhanças morfológicas dos isolados bacterianos como: 

cor da colônia, textura, forma e coloração de Gram, foi possível reuni-las em 13 grupos 

provenientes de mosquitos de laboratório e 8 grupos provenientes de mosquitos 

selvagens, perfazendo um total de 21 grupos morfologicamente distintos. Estas 

características foram úteis para uma primeira classificação, no entanto foram 

utilizados também métodos moleculares para resultados mais confiáveis, visto que 
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bactérias podem apresentar características morfológicas semelhantes, porém de 

espécies bem distintas. 

Na etapa de identificação molecular foram selecionadas bactérias isoladas de 

larvas, pupas e adultos presente em cada grupo, após uma minuciosa seleção, 78 

cepas bacterianas foram submetidas à etapa de identificação molecular pelo gene 16S 

rRNA, destas 72 sequências bacterianas foram analisadas devido a qualidade das 

sequências consenso. 

Das 72 sequências analisadas foram identificados quatro filos, sendo 

Proteobacteria o mais prevalente com 75%, seguido do filo Firmicutes com 15%, 

Actinobacteria com 5% e Bacteroidetes com 5%, representados na Figura 8. 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

O Filo Proteobacteria é constantemente descrito como sendo prevalente em 

investigações sobre a microbiota intestinal de mosquitos. Em um estudo realizado por 

Moro et al, (2013), onde investigou-se a diversidade da microbiota intestinal de 

machos e fêmeas de mosquitos do Aedes albopictus, identificou-se a predominância 

do Filo Proteobacteria em 51, 3% das amostras identificadas. 

Em mosquitos Anopheles spp. vários autores também descrevem 

predominância do respectivo Filo, como por exemplo Lindh et al., (2005), em sua 

pesquisa que identificou a microbiota bacteriana de dois vetores da malária na África, 

A. gambiae e A. funestus. Resultados semelhantes também foram descritos por 
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    Figura 8. Percentual por Filo identificado em todas as amostras 
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Chavshin et al., (2014) na investigação de bactérias em A. culicifacies, assim como 

Rani et al., (2009) em A. stephensi. 

O Filo Proteobacteria também foi predominante nos estudos de Mwadondo et 

al., (2017), em A. gambiae e C. quinquefasciatus criados em condições de laboratório 

e Sharma et al., (2014), na investigação metagenômica da comunidade bacteriana 

presente nas glândulas salivares de A. culicifacies. 

Nos estudos de Oliveira, (2015); Rocha, (2015); Nilsson et al., (2019) e Serrão, 

(2019), a partir de análises metagenômicas e sequenciamento do gene 16S rRNA de 

larvas, pupas, ovos, ovários e amostras de criadouros de A. darlingi, a dominância do 

filo Proteobactéria correspondeu a 80%, 39%, 63% e 80%, respectivamente. 

Em estudos de pirossequenciamento do gene 16S rRNA, Gimonneau et al., 

(2014) identificaram 16 filos em larvas e adultos de A. coluzzii e A. gambiae  e também 

identificaram o filo Proteobacteria como o  mais prevalente. 

Thioffo et al., (2015), na identificação  da composição de bactérias de ovários, 

intestinos e glândulas salivares de A. coluzzi e A. gambiae coletados em Camarões 

também se assemelham aos dados aqui descritos, com a abundância significativa dos 

filos Proteobacteria, Actinobacteria, Bacteroidetes e Firmicutes, que juntos, 

contribuíram com mais de 99% da microbiota total desses mosquitos. 

 

Gêneros bacterianos detectados em todas as amostras 

 

No presente estudo foram identificados os gêneros Bacillus, Klebsiella, 

Chromobacterium, Chryseobacterium, Enterobacter, Pantoea, Acinetobacter, 

Pseudomonas, Microbacterium, Cupriavidus, Lysinibacillus, Aquitalea, Moraxella, 

Staphylococcus, Aeromonas, Azospirillum, Flectobacillus, Herbaspirillum, 

Burkholderia e Ralstonia, com um total de 20 gêneros identificados em todas as 

amostras. 

O gêneros mais prevalentes foram: Bacillus com 19,4%, pertencente ao Filo 

Firmicutes; Kledsiella com 15, 2%; Chromobacterium com 6,9%; Pantoea com 9,7%, 

ambos pertencentes ao Filo Proteobacteria e o gênero Chryseobacterium com 9,7% 

pertencente ao Filo Bacteroidetes (Figura 9). 
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Figura 9. Quantidade de gêneros identificados em todas as amostras 

 

Uma diversidade de gêneros bacterianos de diferentes mosquitos Anopheles 

spp., vêm sendo descrita. Rani et al., (2009), identificaram 68 gêneros em uma 

investigação sobre a microbiota de larvas e intestino médio de A. stephensi na África, 

destes, 53 são pertencentes a mosquitos coletados no campo e 15 pertencentes a 

mosquitos de mantidos em condições de  laboratório. 

Chavshin et al., (2014), na busca de potenciais candidatos à paratransgenese, 

identificaram 12 gêneros bacterianos isolados de larvas e intestino médio de fêmeas 

recém emergidas de A. culicifacies de várias regiões do Irã, dentre os gêneros 

identificados Pseudomonas se mostrou mais prevalente, isolada de todos os locais de 

amostragem. 

Ngo et al., (2015) identificaram 30 gêneros bacterianos de diferentes espécies 

de mosquito Anopheles no Vietnã, onde foram relatados gêneros que possuem 

impacto no desenvolvimento de Plasmodium spp., além disso foram identificados 

quatro gêneros descrito pela primeira vez em mosquitos anofelinos, sendo eles 

Coxiella, Yersinia, Xanthomonas, e Knoellia. 
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Outro estudo que descreve uma diversidade de gêneros bacterianos presentes 

em mosquitos Anopheles spp. foi realizado por Ngo et al., (2016), onde os autores 

identificaram 105 gêneros bacterianos por gene rRNA 16s, isolados do abdome de 8 

espécies de Anopheles, especialmente espécimes selvagens e infectados de uma 

província do Vietnã.  

Os trabalhos aqui relatados demostram que mosquitos anofelinos possuem 

uma grande diversidade de bactérias em sua microbiota, no entanto para o A. darlingi, 

principal vetor da malária na Amazônia existe poucos relatos sobre sua microbiota, e 

a quantidade de gêneros bacterianos encontrados nesse vetor ainda é pouco 

representativo quando comparados com vetores da malária de ouras regiões do 

mundo. 

Alguns trabalhos descrevem gêneros bacterianos em A. darlingi na Região 

Amazônica, como o estudo de Tenerius et al., (2008), que descreveu quatro deles: 

Enterobacter, Aeromonas, Pantoea e Pseudomonas, identificados em fêmeas 

alimentadas com sangue, alguns desses gêneros estão estreitamente relacionados a 

outros vetores de doenças. 

No estudo de Oliveira, (2015), o autor  descreveu a presença de 11 gêneros, 

com destando-se Paenibacillus, Serratia, Methylobacterium e Burkholderia. No 

trabalho de Rocha, (2015), foram identificados 23 gêneros bacterianos em A. darlingi, 

sendo Bacillus o predominante com 21,7% das amostras, seguido por Acinetobacter 

e Pseudomonas com cada um representando 8,7% do total. Também foram relatados 

gêneros semelhantes presentes nos dois locais estudados, Coari e Manaus, e estes 

incluem: Acinetobacter, Bacillus, Chromobacterium, Chryseobacterium, 

Exiguobacterium, Klebsiella, Pseudomonas e Tsukamurella. 

 Arruda, (2017), relatou a presença de oito gêneros bacterianos identificados 

das fezes de mosquitos A. darlingi, estes incluem: Acinetobacter, Burkholderia, 

Cedecea, Enterobacter, Klebsiella, Pantoea, Serratia e Staphylococcus. 

 Serrão, (2019), identificou a presença de 18 gêneros bacterianos isolados de 

ovários, ovos e larvas de A. darlingi, onde os gêneros predominantes foram 

Acinetobacter e Enterobacter, também nesse estudo seis gêneros foram descritos 

pela primeira vez em associação com A. darlingi, são eles: Elizabethkingia, 

Cupriavidus, Leucobacter, Pectobacterium, Rhizobium e Nubsella.  

Com os resultados do presente estudo em conjunto com os trabalhos de 

investigação da microbiota de A. darlingi já existentes, foram identificados 47 gêneros 
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bacterianos. No presente trabalho foram identificados sete gêneros ainda não descrito 

no principal vetor da malária na Região Amazônica, sendo os gêneros Lysinibacillus, 

Aquitalea, Azospirillum, Flectobacillus, Herbaspirillum, Moraxella e Ralstonia. 

Alguns gêneros bacterianos identificados no presente estudo, são comumente 

descrito em associação com A. darlingi são eles: Enterobacter, Pantoea, 

Acinetobacter, Pseudomonas. O gênero Serratia identificado na maior parte dos 

trabalhos de investigação, não foi relatado no presente estudo. 

 

Espécies bacterianas identificadas pelo gene rRNA 16s em todas as 

amostras e comparadas com o banco de dados NCBI 

 

 Espécies bacterianas identificadas nas amostras de larvas de A. darlingi 

provenientes do laboratório 

 

  Foram identificadas 14 espécies bacterianas em amostras de larvas de 

mosquitos de laboratório. A bactéria Klebsiella pneumoniae foi a mais predominante 

com quatro representantes, seguida da bactéria Chryseobacterium vietnamense com 

dois representantes, as demais bactérias identificadas de larvas se mostram com 

apenas um representante (Tabela 1). 

 

Tabela 1. Bactérias identificadas em amostras de larvas de mosquitos oriundos de laboratório. 

 

ESTÁGIO COD. GÊNERO/ESPÉCIE SCORE IDENT. NCBI 

LARVA 

14 Klebsiella pneumoniae 1853 99% 

16 Klebsiella pneumoniae 1873 99% 

20 Klebsiella pneumoniae 1483 100% 

22 Klebsiella pneumoniae 1858 100% 

5 Chryseobacterium vietnamense 1760 98% 

13 Chryseobacterium vietnamense 1426 99% 

15 Chryseobacterium oncorhynchi 1471 99% 

19 Pseudomonas nitroreducens 1463 99% 

33 Pseudomonas mosselii 1428 100% 

6 Burkholderia contaminans 1857 99% 

21 Enterobacter asburiae 1857 99% 

30 Ralstonia pickettii 1873 100% 

31 Aquitalea pelogenes 1845 100% 

32 Herbaspirillum seropedicae 1810 99% 

TOTAL  14 espécies   
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 Espécies bacterianas identificadas nas amostras de pupas de A. darlingi  

provenientes do  laboratório 

 

Em amostras de pupas de laboratório foram identificados 10 espécies 

bacterianas.  A bactéria Klebsiella variicola foi a mais predominante com quatro 

representantes, seguido da bactéria Chryseobacterium gambrini com dois 

representantes, as outras bactérias identificadas de pupas de laboratório se mostram 

com apenas um representante (Tabela 2). 

 
Tabela 2.  Bactérias identificadas em amostras de pupas de mosquitos oriundos de laboratório. 

ESTÁGIO COD. GÊNERO /ESPÉCIE SCORE IDENT. NCBI 

PUPA 

1 Enterobacter asburiae 1862 99% 

2 Klebsiella variicola 1862 100% 

23 Klebsiella variicola 1866 100% 

24 Klebsiella variicola 1181 99% 
25 Klebsiella variicola 1871 99% 
17 Klebsiella pneumoniae 1853 99% 

7 Chryseobacterium gambrini 1742 99% 

8 Chryseobacterium gambrini 1714 98% 

10 Chryseobacterium vietnamense 1773 99% 

3 Microbacterium proteolyticum 1437 99% 

TOTAL  10 espécies   

 

 Espécies bacterianas identificadas nas amostras de adultos de A. darlingi 

provenientes  do laboratório 

 

Em amostras de adultos de laboratório foram identificados 9 cepas bacterianas. 

A bactéria Enterobacter asburiae foi a mais predominante com dois representantes, 

as outras se mostraram com apenas um representante (Tabela 3). 

Foram identificadas um total de 33 cepas bacterianas em todas amostras de 

mosquitos de laboratório, destas, 18 são espécies distintas, são elas: Acinetobacter 

nosocomialis, Aquitalea pelogenes, Azospirillum melinis, Burkholderia contaminans, 

Chryseobacterium gambrini, Chryseobacterium oncorhynchi, Chryseobacterium 

vietnamense, Cupriavidus basilensis, Cupriavidus pampae, Enterobacter asburiae, 

Flectobacillus roseus , Herbaspirillum seropedicae, Klebsiella pneumoniae, Klebsiella 

variicola, Microbacterium proteolyticum, Pseudomonas mosselii, Pseudomonas 

nitroreducens e Ralstonia pickettii. 

https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_343201779
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_343201779
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_343201779
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1540583396
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Tabela 3.  Bactérias identificadas em amostras de mosquitos adultos oriundos de laboratório. 

ESTÁGIO COD. GÊNERO/ESPÉCIE SCORE IDENT. NCBI 

ADULTO 
 

11 Azospirillum melinis 1701 99% 

12 Cupriavidus pampae 1751 98% 

18 Cupriavidus basilensis 1472 98% 

26 Acinetobacter nosocomialis 1831 99% 

28 Klebsiella pneumoniae 1851 99% 

29 Enterobacter asburiae  1458 100% 

27 Enterobacter asburiae 1840 99% 

4 Microbacterium proteolyticum 1393 99% 

34 Flectobacillus roseus 1777 99% 

TOTAL  9 espécies    

 

 

 Espécies bacterianas identificadas nas amostras de larvas de A. darlingi 

provenientes  do campo 

 

Em amostras de larvas de mosquitos selvagens foram identificadas 13 espécies 

bacterianas. Chromobacterium rhizoryzae, Bacillus marisflavi e Bacillus proteolyticus 

foram as mais prevalentes com dois representantes cada, as outras bactérias de 

larvas se mostraram com apenas um representante (Tabela 4). 

 

Tabela 4. Bactérias identificadas em amostras de larvas de mosquitos oriundos do campo. 

ESTÁGIO COD. GÊNERO/ESPÉCIE SCORE IDENT. NCBI 

LARVA 

53 Chromobacterium rhizoryzae 1849 99% 

54 Chromobacterium rhizoryzae 1844 99% 

70 Klebsiella pneumoniae 1182 100% 

37 Pantoea agglomerans 1825 99% 

35 Bacillus marisflavi 1871 99% 

36 Bacillus marisflavi 1871 99% 

39 Bacillus aryabhattai 1873 99% 

40 Bacillus megaterium 1890 100% 

44 Bacillus thuringiensis 1871 99% 

45 Bacillus proteolyticus 1550 99% 

46 Bacillus proteolyticus 1893 100% 

52 Lysinibacillus fusiformis 1858 99% 

73 Bacillus cereus 1882 99% 

TOTAL  13 espécies   

https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1540583396
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 Espécies bacterianas identificadas nas amostras de pupas de A. darlingi 

provenientes  do campo 

 

Foram identificadas 14 espécies bacterianas de amostras de pupas de 

mosquitos selvagens. A espécie Chromobacterium violaceum foi a mais prevalente, 

com dois representantes, as demais com apenas um representante (Tabela 5). 

 

Tabela 5. Bactérias identificadas em amostras de pupas de mosquitos oriundos do campo. 

ESTÁGIO COD. GÊNERO/ESPÉCIE SCORE IDENT. NCBI 

PUPA 

56 Chromobacterium amazonense 1807 99% 

57 Aquitalea magnusonii 1855 99% 

59 Aeromonas jandaei 1482 99% 

60 Chromobacterium violaceum 1467 98% 

61 Chromobacterium violaceum 1426 98% 

66 Chryseobacterium arachidis 1485 99% 

71 Acinetobacter modestus 1853 99% 

41 Pantoea agglomerans 1796 99% 

42 Pantoea dispersa 1875 99% 

38 Bacillus megaterium 1838 99% 

47 Bacillus cereus 1862 99% 

48 Bacillus kochii 1831 99% 

49 Bacillus thuringiensis 1888 99% 

76 Lysinibacillus fusiformis 1881 99% 

TOTAL  14 espécies   

 

 

 Espécies bacterianas identificadas nas amostras de A. darlingi adultos 

provenientes do campo 

 

Foram identificadas 12 espécies bacterianas em amostras de mosquitos 

adultos selvagens. As bactérias Pseudomonas nitroreducens, Pantoea agglomerans 

e Staphylococcus epidermidis foram as mais prevalentes com dois representantes 

cada, as outras bactérias identificadas se mostram com apenas um representante 

(Tabela 6). 

Foram identificadas um total de 39 espécies bacterianas em mosquitos de 

campo, destas, 23 são de espécies distintas, são  elas: Acinetobacter modestus, 

Acinetobacter nosocomialis, Aeromonas jandaei, Aquitalea magnusonii, Bacillus 

aryabhattai, Bacillus cereus, Bacillus kochii, Bacillus marisflavi, Bacillus megaterium, 
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Bacillus proteolyticus, Bacillus thuringiensis, Chromobacterium amazonense, 

Chromobacterium rhizoryzae, Chromobacterium violaceum, Chryseobacterium 

arachidis, Klebsiella pneumoniae, Lysinibacillus fusiformis, Moraxella osloensis, 

Pantoea agglomerans, Pantoea dispersa, Pseudomonas chengduensis, 

Pseudomonas nitroreducens e Staphylococcus epidermidis. 

 

Tabela 6. Bactérias identificadas em amostras de mosquitos adultos oriundos do campo. 

ESTÁGIO                COD. GÊNERO/ESPÉCIE SCORE IDENT. NCBI 

ADULTO 

43 Pantoea dispersa 1797 98% 

63 Pseudomonas nitroreducens 1463 99% 

65 Pseudomonas chengduensis 1855 99% 

67 Pantoea dispersa 1844 99% 

68 Moraxella osloensis 1784 99% 

74 Acinetobacter nosocomialis 1847 99% 

75 Pantoea agglomerans 1825 99% 

77 Pantoea agglomerans 1794 98% 

62 Bacillus cereus 1847 99% 

64 Bacillus thuringiensis 1857 99% 

69 Staphylococcus epidermidis 1877 99% 

78 Staphylococcus epidermidis 1868 99% 

TOTAL  12 espécies    

 

No presente estudo a composição de bactérias presentes em mosquitos de 

laboratório mostrou-se bem distinta em relação a mosquitos capturados no campo. 

Das bactérias identificadas em todas as amostras, apenas três estão presentes, tanto 

em mosquitos de laboratório como em mosquitos selvagens, estas espécies são: 

Acinetobacter nosocomialis, Klebsiella pneumoniae e Pseudomonas nitroreducens. 

Além disso, foi observado que a composição de bactérias dos mosquitos de campo 

foi maior do que a dos mosquitos de laboratório. 

Assim como em nossos achados, Duguma et al., (2015), relatam também essa 

variação de espécies bacterianas em mosquitos de ambientes diferentes. Neste 

estudo de analise do desenvolvimento e sucessão da microbiota de mosquitos do 

gênero Culex, as comunidades bacterianas encontradas em larvas criadas em 

laboratório foram significativamente menos diversificadas quando comparadas com 

aquelas encontradas em larvas coletadas em campo. 

Alguns autores sujerem que grande parte da microbiota nativa de mosquitos 

pode ser perdida ao longo de gerações, quando criados em condições de laboratório 

(STUBBENDIECK et al., 2016; HEGDE et al., 2018). No entanto no estudo de Wang 
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et al., 2011, foi relatada a predominância de alguns grupos bacterianos em mosquitos 

adultos independentemente do habitat.  

Akorli et al., (2018), em um estudo para verificar a composição e a diversidade 

da microbiota intestinal de A.  gambie, verificaram que ocorreu uma perda significativa 

da microbita após dez gerações em laboratório e apenas dois gêneros 

Microbacterium e Sphingomonas foram identificados em mosquitos de campo e 

laboratório presentes ao longo das gerações.  

Os seguintes resultados podem ocorrer devido o ambiente de laboratório ser 

mais controlado, apresentando menos efeitos de fatores externos naturais, outros 

fatores no laboratório também podem causar mudanças na água de criação das larvas 

durante a manutenção do mosquito, podendo alterar significativamente a composição 

da sua microbiota. No entanto a presença dos mesmos grupos bacterianos em 

mosquitos selvagens e criados em laboratório, sugere que existe uma seleção do 

microbioma dos mosquitos (STUBBENDIECK et al., 2016; HEGDE et al., 2018; 

AKORLI et al., 2018).  

 

Espécies bacterianas com indícios de transmissão transestadial em          

A. dalingi criados em laboratório 

 

A transmissão transestadial é uma característica imprescindível para 

abordagens paratransgênicas, pois é importante que uma bactéria adquirida do 

habitat aquático, nos estágios imaturos, consiga sobreviver até a fase adulta e 

colonizar o intestino médio dos mosquitos, onde ocorre o gargalo do ciclo de vida do 

Plasmodium spp (PUMPINI et al., 1996; BRIONES et al., 2008; CONN et al., 2014). 

Nesse estudo, consideramos como indícios de transmissão transestadial 

bactérias presentes em pelo menos dois estágios do mosquito A. darlingi.  Do total de 

espécies identificadas em mosquitos de laboratório quatro espécies apresentaram 

indícios da transmissão são elas: Chryseobacterium vietnamense, Enterobacter 

asburiae, klebsiella pneumoniae e Microbacterium proteolyticum. 
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Figura 10.  Espécies bacterianas detectadas nas amostras de mosquitos oriundos de laboratório. 

 

A bactéria C. vietnamense identificada neste estudo, em larvas e pupas, 

apresentando indícios de transmissão transestadial, é uma bactéria gram-negativa, 

comumente isolada de solo e água, ainda não há relatos desta espécie em 

associações com mosquitos Anopheles spp. No entanto o gênero Chryseobacterium, 

já foi identificado em associação com A. darlingi (ROCHA, 2015; SERRAO, 2019).  

Esta espécie pertence a um gênero bacteriano que está relacionado com processos 

infecciosos em seres humanos, não sendo útil para abordagens paratrangênicas 

(OZCAN et al., 2013). 

Outra bactéria que apresentou indicios desse tipo de transmissão é E. asburae, 

presente em larvas, pupas e adultos de A. darlingi, apresentando um forte indício de 

transmissão transestadial. É uma espécie gram-negativa comumente descrita em 
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associação com mosquitos vetorres de doeças.  Chandel et al., (2013), detectaram E. 

asburiae no trato intestinal de Culex quinquefasciatus. Nos estudos de Yadav et al., 

(2016), a espécie foi a segunda mais prevalente em Aedes albopictus, alimentados 

com solução açucarada. Em mosquitos A. gambiae, a bactéria também dominou o 

intestino médio de todas as cinco gerações de mosquitos testadas, indicando que o 

intestino apresenta condições de crescimento favorável para esta bactérias (DONG et 

al., 2009). Esta espécie é considerada oportunista, entretanto, pode ser utilizada em 

testes paratransgênicos (YIN et al., 2016). 

A espécie k. pneumoniae identificada em larvas, pupas e adultos em nosso 

estudo é uma bactéria gram-negativa comumente encontrada em ambientes naturais, 

também pode ser encontrada no trato intestinal de seres humanos e diferentes 

animais (BRISSE et al., 2006). Esta espécie já foi descrita em associações a espécies 

de mosquitos. Straif et al., (1998), identificaram a bactéria k. pneumoniae em 

mosquitos Anopheles spp. no Quênia e Mali. Outros autores também identificaram 

essa espécies em seus estudos em mosquitos vetores de doenças (ALVES et al., 

2010; NGO et al., 2015; BERHANU et al., 2019,). Em A. darlingi, Serrão, (2019), 

identificou k. pneumoniae em ovos do mosquito, na investigação da microbiota desse 

vetor.  É uma bactéria que possui direrentes fatores de virulência por isso é 

extremamente patogênica e apresenta resistência a uma diversidade de 

antimicrobianos, não sendo útil para uso em abordagens paratransgênicas (OLIVEIRA 

et al., 2011). 

A bactéria M. proteolyticum, uma espécie gram-positiva conhecida como uma 

bactéria endofitica é comum sua associação com diferentes espécies de plantas     

(LIU et al.,2016). No presente estudo, M. proteolyticum foi identificada em pupas e 

adultos, mas ainda não há relatos desta espécies em mosquitos Anopheles. No 

entanto este gênero bacteriano já foi descrito em associação com A. darlingi em um 

estudo realizado por Rocha, (2015). Por se tratar de uma espécie gram-positiva, 

apresenta maior dificuldade nos processos de tranformação genética, não se 

apresentando como uma boa candidata para o uso em abordagens pratransgênicas. 

As outras espécies bacterianas identificadas nas amostras de mosquitos de 

laboratório mostraram-se presententes em apenas um dos estágios de 

desenvolvimento do mosquito, não apresentando, portanto, indícios de transmissão 

transestadial nos estágios de desenvolvimento de A. darlingi. No entranto, não é 
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possível descartar essa possibilidade, pois não foi possível identificar todas as 

amostras bacterianas presentes em mosquitos de laboratório. 

 

Espécies bacterianas com indícios de transmissão transestadial em          

A. dalingi criados no campo 

 

Na identificação de espécies bacterianas em amostras de mosquitos 

selvagens, cinco espécies se mostraram com indícios de transmissão transestadial 

são elas: Bacillus cereus, Bacillus megaterium, Bacillus thuringiensis, Pantoea 

agglomerans e Pantoea dispersa. 

 

 

Figura 11.  Espécies bacterinas detectadas nas amostras de mosquitos selvagens. 

0 1 2 3 4 5

Staphylococcus epidermidis

Pseudomonas nitroreducens

Pseudomonas chengduensis

Pantoea dispersa

Pantoea agglomerans

Moraxella osloensis

Lysinibacillus fusiformis

Klebsiella pneumoniae

Chryseobacterium arachidis

Chromobacterium violaceum

Chromobacterium rhizoryzae

Chromobacterium amazonense

Bacillus thuringiensis

Bacillus proteolyticus

Bacillus megaterium

Bacillus marisflavi

Bacillus kochii

Bacillus cereus

Bacillus aryabhattai

Aquitalea magnusonii

Aeromonas jandaei

Acinetobacter nosocomialis

Acinetobacter modestus

Larva Pupa Adulto



67 

 

A espécie B. cereus foi identificada em nossos estudos em larvas, pupas e 

adultos, apresentando, portanto, indícios de transmissão transestadial. É uma bactéria 

gram-positiva comumente isolada do solo e amplamente distribuída na natureza. Esta 

bactéria já foi identificada em diferentes espécies de mosquitos (STRAIF et al., 1998; 

RANI et al., 2009). Nos estudos de Alves et al., (2010), para verificar a composição da 

microbiota de diferentes culicideos do Estado do Pará-Brasil, esta bactéria foi 

identificada em larvas de Cúlex spp. e A. triannulatus. Em associação com A. darlingi, 

esta espécie está sendo realtada pela primeira vez. 

Cepa de B. cereus produzem diferentes tipos de toxinas que são comumente 

relacionada com intoxicações alimentar. São bactérias que foram endosporos e 

conseguem resistir a altas temperaturas, não se apresentando como boas candidatas 

para o uso na paratransgênese (KOTIRANTA et al., 2000). 

A bactéria B. megaterium foi identificada no presente estudo em larvas e pupas, 

também apresentando indícios de transmissão transestadial. É uma bactéria         

gram-positiva formadora de endosporo, pode ser encontrada em diversos habtats, 

principalmente no solo. Esta espécie já foi indentificas em associação com diferentes 

mosquitos (STRAIF et al., 1998; ROCHA, 2015; LOPES-ORDONEZ et al., 2018). A 

mesma é utilizada na indústria, devido ao potencial de produzir enzimas anti-fúngicas 

e antivirais (VARY et al., 2007). É uma bactéria que tem potencial biotecnológico, no 

entanto por se tratar de uma bactéria gram-positiva os mecanismos para 

transformação genéticas são mais difíceis quando comparados com bactérias        

gram-negativas (SHARK et al., 1991), não sendo viáveis para aplicações na 

paratransgênese. 

Outra bactéria que apresentou indícios de transmissão transestadial foi              

B. thuringiensis, estando presente em larvas, pupas e adultos do mosquito. Esta 

espécie é gram-positiva, comumente isolada do solo, plantas e insetos, inclindo o 

mosquito A. darlingi (STRAIF et al., 1998; PIDIYAR et al., 2004; CHAVSHIN et al., 

2014; ROCHA, 2015). 

Uma característica típica da espécie á a produção de cristais protéicos, 

conhecidas como proteínas Cry, que em geral, ocorre durante a esporulação. Estes 

cristais apresentam atividade entomopatogênica para várias espécies de insetos,        

B. thuringiensis se apresenta uma uma importante ferramenta para o controle 

biológico de doenças vetorias, devido a sua capacidade bioinseticida (SCHNEPF et 
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al., 1998; AZEVEDO et al., 2000; BRAR et al., 2006). No entanto para abordagens 

paratrangênicas não se apresenta como uma potencial candidata. 

A espécie P. agglomerans foi identificadas em nossos estudos em larvas e 

pupas e adultos, apresentando indícios de transmissão transestadial, é uma bactéria 

gram-negativa, considerada um simbionte de mosquitos anofelinos, por isso tem 

despertado bastante interesse na paratrangênese. Esta bactéria já foi transformada 

para expressar proteínas anti-Plasmodium e obteve sucesso no bloqueio do 

desenvolvimento do patógeno dentro do mosquito (BISI e LAMPE, 2011; WANG et al., 

2012). Devido a essas carcteristícas é considerada uma forte candidata para uso na 

paratransgenênese. 

A espécie P. dispersa foi identificada em nosso estudo em pupas e adultos, é 

uma bactéria gram-negativa, também já foi relatada sua associação com mosquito do 

gênero Anopheles, Cúlex e Aedes (WANG et al., 2012; CHANDEL et al., 2013; YADAV 

et al., 2016). Em A. darlingi foi identificada em amostra de estômago e ovários 

(ARRUDA, 2017; SERRÃO, 2019). É uma bactéria que apresenta potencial para uso 

na paratransgênese.  

Das bactérias que apresentaram indícios de transmissão transestadial, apenas 

três se mostratam com grande potencial para uso nessa nova abortadgem são elas: 

E. asburiae, P. agglomerans e P. dispersa, e foram testadas quanto capacidade de 

transformação genética.  

 

Teste de transformação genética em isolados bacterianos 

 

Bacatérias gram-negativas apresentam características importantes na inibição 

de Plasmodium spp. , como relatado por inúmeros estudos (PUMPUNI et al., 1993; 

GONZALEZ-CERON et al., 2003; BOISSIÈRE et al., 2012). Desta forma, três cepas 

bacterianas gram-negativas identificadas neste estudo foram selecionadas para a 

etapa de transformação genética por eletroporação, a fim de verificar a eficiência de 

transformação utilizando o plasmídeo pKS1-GFP, composto pelo gene da GFP, útil 

para testes de monitoramento de bactérias.  

As três espécies selecionadas, E. asburiae e P. agglomerans e P. dispersa 

apresentaram indícios de transmissão transestadial em A. darlingi. A bactéria                

P. agglomerans é considerada um simbionte promissor na paratransgenia e                   

P. dispersa já foi relatada no trato intestinal de A. darlingi, C. quinquefasciatus e                 
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A. albopictus (WANG et al., 2012; CHANDEL et al., 2013; YADAV et al., 2016, 

ARRUDA, 2017). 

Dentre as bactérias utilizadas para transformação genética, P. agglomerans 

(cepa EP4.4) foi a única espécie que incorporou o plasmídeo contendo o gene da 

proteínas GFP, como mostrado na (Tabela  7). 

 

Tabela 7. Testes de transformação bacteriana com as três cepas selecionadas. 

 Ampicilina + 
Bactéria com 

GPF 

Ampicilina + 
Bactéria sem 

GFP 

Sem ampicina 
+ Bactéria com 

GFP 

Sem ampicilina 
+ Bactéria sem 

GFP 

P. agglomerans 

    

 
 
P. dispersa 
 

    

E. asburiae 

    

 

No trabalho de Wang et al., (2012), esta espécie em questão foi utilizada em 

testes de paratransgenia. Seus resultados demonstraram que P. Agglomerans, 

contendo plasmídeo com o gene da proteína GFP, colonizou com sucesso o corpo de 

A. gambiae e A. stephensi durante todas as suas fases de desenvolvimento, 

espalhando-se rapidamente entre as populações de mosquitos.  

No entanto, nos testes de transformação genética realizados, neste trabalho, 

foi utilizado um plasmídeo (pKS1-GFP) que possui uma origem de replicação 

desenvolvida para a bactéria E. coli (Cepa DH5) e dessa forma, como era de se 

esperar, nem todas as espécies selvagens, submetidas à eletroporação, foram 

transformadas.  

Entretanto, hipotetizamos que todas as bactérias utilizadas podem ser 

passíveis de transformação, mas somente se os plasmídeos possuírem origens de 
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replicação desenhadas exclusisamente para cada espécie, bem como os protocolos 

dos métodos ajustados para cada caso. 

 

Testes de monitoramento transestadial de P. agglomerans cepa (EP4.4), 

transformada com o plasmídeo pKS1-GFP em A. darlingi 

 

A cepa (EP4.4), idenficada como P. agglomerans, transformada genéticamente 

com o plasmídeo pKS1-GFP, foi monitorada durante os estágios de desenvolvimento 

de A.darlingi, a partir de larvas eclodidas em laboratório, compreendendo as larvas de 

primeiro a quarto instar, pupas e adultos. 

No presente estudo foi possível observar a presença de P. agglomerans-GFP 

nos diferentes estágios de desenvolvimento de A.darlingi, mesmo após as ecdises, as 

bactérias conseguiram ser transferidas trasestadialmente de larvas para pupas e 

depois para os adultos. 

Os resultados do monitoramento apresentraram-se expressivos quanto a 

prevalência de P. agglomerans-GFP na presença do indutor ampicilina nas bandejas 

de criação (Tabela 8). 

 

Tabela 8. Prevalência de bactérias P. agglomerans-GFP nos estágios de desenvolvimento de 
A.darlingi. 

 
*L1, L3 e L4 compreendem larvas de primeiro a quarto instar. 

*F1, F2 e F3 compreendem as fêmeas utilizadas para a obtenção das larvas. 
*Controle compreende o meio LB sem o plaquamento das amostras. 
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Foi possível observar que algumas colônias bacterianas também cresceram 

nas placas com ampicilina, juntamente com as colônias que expressam a proteína 

verde fluorescente (Figura 12). Isso demonstra o crescimento de colônias satélite e 

possivelmente o crescimento de bactérias naturalmente resistentes à ampicilina e que 

também estão em associação com mosquitos anofelinos.  

Bactérias com resistência a antibióticos são comumente encontradas na 

natureza, tais organismos podem adquirir genes de resistência adicionais a partir de 

bactérias introduzidas no solo ou na água, e as bactérias residentes podem ser o 

reservatório ou a fonte de organismos resistentes disseminados encontrados em 

muitos ambientes (ASH et al., 2002). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 12. Placa de Petri com colônias de P. agglomerans transformadas, expressando a proteína 

verde florescente e algumas colônias  não expressando. 

 

A transmissão transestadial bem sucedida de P. agglomerans-GFP abre 

caminho para o uso desta cepa em abordagens paratrangênicas, visto que a 

transmissão transestadial é uma característica muito importante para o sucesso desta 

abordagem. 

No estudo de Chavshin et al., (2015), a cepa Pseudomonas BND-YL1 foi 

transformada com um plasmídeo GFP que expressa a proteína verde florescente,  e 

foi visualisada no intestino de larvas, pupas e adultos de A. stephensi , por microscopia 

florescente e confirmada por amplificação por PCR do gene GFP, neste estudo 

também foi observado uma intensa colonização no túbulos de Malpigh, o qual pode 

ser um fator determinate para a transmissão transestadial. 

Inserir um simbionte geneticamente modificado em populações selvagens seria 

mais viável no estágio larval, onde as larvas dos mosquitos estão concentradas em 



72 

 

seus locais de reprodução e também se alimentam em grande parte de bactérias 

(CHAVSHIN et al., 2015).  

Portanto, nestes resultados do monitoramento, P. agglomerans apresentou a 

capacidade de transmissão transestadial, essa característica pode ser um passo 

importante pra o uso dessa cepa em abordagem paratransgênicas para o controle da 

malária. 

Hipoteticamente, com o sucesso da prevalência dessa cepa, podem ser 

adicionados genes Anti-Plasmodium na sequência de nucleotídeos do plasmídeo 

pKS1-GFP que expressa a proteína fluorescente verde e em seguida realizar os testes 

paratransgênicos, algo pioneiro na Região Amazônica do Brasil.  

  

CONCLUSÕES 

 

O mosquito Anopheles darlingi aprenta grande diversidade bacteriana em sua 

microbiota  cultivável, no presente estudo foi possivel isolar 166 bactérias cultiváveis 

presentes em amostras de larvas, pupas e adultos de A. darlingi, dentre as quais 72 

foram identificadas pelo gene 16S rRNA. Algumas das espécies detectadas são 

fortemente associadas a mosquitos do gênero Anopheles spp., em especial, bactérias 

gram-negativas, capazes de inibir naturalmente parasitas da malária dentro do 

mosquito.  

Na análise taxonômica foram detectados quatro filos comuns entre mosquitos 

(Proteobacteria, Bacteroidetes, Actinobacteria e Firmicutes) e 20 gêneros, com a 

prevalência dos gêneros Bacillus e klebsiella. Sete novos gêneros foram identificados 

em associação com A. darlingi são eles: Lysinibacillus, Aquitalea, Azospirillum, 

Flectobacillus, Herbaspirillum, Moraxella e Ralstonia. 

As bactérias com mais representantes nas amostras de larvas, pupas e 

adultos de laboratório foram E. asburiae com quatro representantes e klebsiella 

pneumoniae com seis representantes. E de mosquitos selvagens foram as bactérias 

Pantoea agglomerans e P. dispersa com quatro representantes cada. 

Após a análise taxonômica, quatro espécies apresentaram indícios de 

transmissão transestadial em mosquitos de laboratório e cinco em mosquitos 

selvagens.  Três espécies foram submetidas a transformação genética (E. asburiae, 

P. dispersa e P. agglomerans), a bactéria que apresentou melhor resultado foi                
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P. agglomerans, a qual conseguiu incorporar o plasmídeo e expressar a florescência 

verde, sendo esta apta para utilização nos testes de transmissão transestadial.  

A bactéria P. agglomerans foi transmitida de forma transestadial nas fases de 

desenvolvimento testadas, em A. darlingi, apresendo um perfil promissor para futura 

utilização em abordagens paratransgênicas.  

 

CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 

A detecção de bactérias transmitidas transestadiamnete em mosquitos             

A. darlingi se deve a capacidade que as mesmas possuem em sobreviver ao processo 

de metamorfose dos mosquitos, passando do estágio de larva para o mosquito adulto. 

Neste contexto, a cepa (EP4.4), idenficada neste estudo como P. agglomerans, 

transformada genéticamente com o plasmídeo pKS1-GFP apresentou um perfil 

promissor para uma possível utilização em futuros testes paratransgênicos, visando o 

controle da malária em A. darlingi, o principal transmissor de Plasmodium spp., na 

Região Amazônica. 
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Figura 13. Local de coleta das larvas 
Fonte: Google Maps 

 

MATERIAL COMPLEMENTAR 

Metodologia detalhada  

A área de estudo está situada no Município de Manaus-Am, mais precisamente 

no bairro Puraquequara, cuja coordenada geográfica é 3°02'33.5"S 59°53'15.6"W - 

Google Maps (Figura 13). O local fica nas proximidades de uma mata, com barragem 

permanente, habitação humana e uma área com criação de galinhas, sendo 

selecionado em função da alta densidade populacional de mosquitos A. darlingi 

presentes nessa região, e por ser um local de coleta habitual da equipe técnica do 

Instituto Nacional de Pesquisas da Amazônia - INPA. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Coleta das larvas e identificação taxonômica 

 

Larvas e pupas de A. darlingi foram coletadas, utilizando concha entomológica 

padrão, de capacidade volumétrica de 350 ml, abertura de 11 cm e cabo de manuseio 

de um metro (Figura 14). Triagens preliminares foram realizadas in locu, com apoio 

de técnicos especialistas em identificação de larvas de A. darlingi do Laboratório de 

Malária e Dengue do Instituto Nacional de Pesquisas da Amazônia (INPA). Em 

seguida foram transferidas para depósitos de plásticos esterilizados e armazenados 

em isopor com gelo  para o transporte até o laboratório. 
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Figura 15. Manutenção em condições de laboratório 
Fonte: Acerso do autor 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Manutenção das larvas no laboratório  

 

No laboratório as larvas foram colocadas em bandejas esmaltadas (Figura 15)  

com água do próprio criadouro e foram mantidas sob condições de umidade e 

temperatura contolados e  com alimentação específica três vezes ao dia, até se 

transformarem em pupas e mosquitos adultos, De acordo com o  POP (protocolo 

operacional padrão utilizado no laboratório de Malária e Dengue do INPA). 

 

 

 

 

 

  

  

 

 

 

Plaqueamento e isolamento bacteriano das amostras de larvas e pupas  

 

As amostras de larvas e pupas foram lavadas por imersão em água estéril e 

etanol 70%, maceradas, centrifugadas e plaqueadas ( Figura 16 A). Apenas três 

amostras de larvas e três de pupa de cada prole foram utilizadas neste processo de 

plaqueamento, o rstantente das larvas foram mantidas até a emersão dos adultos. 

Após a realização das etapas descritas, as placas contendo bactérias foram 

vedadas com filme de PVC, identificadas de acordo com a origem, data e 

Figura 14. Coletas de larvas e pupas 
Fonte: Acervo do autor  
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armazenadas em uma estufa incubadora B.O.D a 29 °C e mantidas por um período 

de 24 a 48 horas para o crescimento das bactérias.  

A etapa seguinte, realizada no fluxo laminar, consistiu no isolamento 

bacteriano, no qual as colônias crescidas foram selecionadas e postas em placas de 

Petri contendo meio de cultivo NA sem fluconazol. Depois foi realizada a técnica de 

esgotamento por estrias cruzadas a partir de uma única colônia com o auxílio de alça 

de platina ( Figura 16 B). Novamente as placas foram incubadas nas mesmas 

condições descritas anteriormente.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Dissecação, plaqueamento e isolamento bacteriano de amostras estômagos  

 

Conforme descrito por Consoli e Oliveira (1994), a dissecção do sistema 

digestivo dos mosquitos, para obtenção dos estômagos, foi feita da seguinte forma: A 

fêmea foi sacrificada a uma temperatura 18°C por 10 minutos, em seguida foi 

colocada sobre uma lâmina microscópica limpa, com o ventre voltado para cima e uma 

gota de solução de NaCl2 a 0,9% sobre ela. Na lupa, com auxílio de pinças finas e 

estiletes, foram removidas as asas e pernas e em seguida foi feito um pequeno corte 

no tegumento do 7º segmento que foi tracionado lentamente com o estilete na mão 

direita, enquanto o tórax era segurado com a pinça na mão esquerda. O estomago 

então foi separado das demais estruturas removidas ( Figura 17).  

Após a dissecação, os estômagos foram lavados individualmente por três vezes 

com água destilada estereliza da, colocados em microtubos de 2 mL, macerados e 

em seguida centrigugados por 3 min a 8.000 rpm. Depois de centrifugada, cada 

Figura 16 A:  Plaqueamento das amostra e Figura16 B: Método de esgotamento por 
estrias cruzadas 

Fonte: acervo do autor 

A B 
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amostra foi ressuspendida em 200 µL de água destilada esterilizada, agitada 

vigorosamente em aparelho vórtex e novamente centrifugada por 3 min a 8.000 rpm.  

Em fluxo laminar estéril, 50 µL do sobrenadante foram espalhados em placas 

de Petri, com o auxílio de uma alça de Drigalsky embebida em álcool 70% e flambada 

em bico de Bunsen para o plaqueamento do sobrenadante. As placas continham meio 

de cultivo sólido Nutriente Ágar (NA) com fluconazol, este favorece apenas o 

crescimento bacteriano.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Purificação, caracterização morfológica e preservação dos isolados bacterianos 

 

Depois de isoladas, as bactérias crescidas em placas de Petri foram 

purificadas, utilizando novamente a técnica de esgotamento por Estrias Cruzadas, 

com auxílio de uma alça de platina embebida em álcool 70% e flambada em chama 

no bico de Bunsen (Figura 18 A). O mesmo meio de cultivo foi utilizado e após 

realização da técnica, as placas foram colocadas em uma estufa B.O.D por até 72 

horas para o crescimento bacteriano. 

As colônias crescidas foram caracterizadas de acordo com a cor, textura, 

consistência e formato (Figura 18 B). Para caracterizar a forma celular, os isolados 

foram submetidos ao método de colocaração de Gram, no qual foi adicionado em 

lâminas de vidro estéreis 10 μL de água destilada e com uma alça de platina embebida 

em álcool 70% e flambada, uma pequena amostra bacteriana foi adiciona e friccionada 

na lâmina para sua fixação em temperatura ambiente. Os reagentes utilizados foram 

violeta genciana, lugol fraco, descolorante de solução álcool-acetona, fuccina e a 

metodologia seguiu as recomendações do fabricante do produto Kit Coloração de 

Figura 17. Dissecação dos estômagos de A. darlingi 
Fonte: Acevo do autor 
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Figura 18 A: Purificação das amostras por Estrias Cruzadas e Figura 18 B: 
Cracterização das colonias isoladas   

Fonte: Acervo do autor 

Gram - Laborclin. A visualização da lâmina corada foi feita em microscópio óptico na 

lente objetiva (100X) utilizando óleo de imersão para microscopia da Laborclin. 

Os isolados bacterianos foram preservados em microtubos de 2 mL, com 

adição de 800 μL de meio de cultivo NA líquido, colônias bacterianas puras e 20% de 

glicerol (v/v). Posteriormente as amostras foram estocadas em freezer - 20ºC. 

Todos os procedimentos descritos foram realizados com a máxima 

esterelização possível e dentro de um fluxo laminar. 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Identificação molecular bacteriana 

 

Para a identificação molecular bacteriana, ocorreram as seguintes etapas: 

extração de DNA genômico dos isolados bacterianos, amplificação por PCR da região 

16S do rRNA, eletroforese em gel de agarose, purificação de DNA, sequenciamento 

e comparação das sequências obtidas com banco de dados de nucleotídeos públicos. 

As bactérias foram reunidas em grupos de acordo as características 

morfológicas das colônias e a forma celular, observada pela coloração de Gram. 

Foram selecionadas bactérias que aparentavam morfologia semelhante em larvas, 

pupas e adultos de A.darlingi. 

 

 

 

 

A B 
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Extração de DNA genômico 

 

Para a extração do DNA das bactérias foi utilizado o produto Matriz InstaGene 

da empresa Bio-Rad e o protocolo seguiu as recomendações do fabricante, no qual: 

Uma pequena quantidade (±0,001g) de massa bacteriana foi adicionada em um 

tubo de microcentrífuga de 1,5 mL, contendo 1 mL de água nanopura autoclavada. A 

mistura foi homogeneizada e incubada à temperatura ambiente (29 °C) durante 25 

minutos. Depois de decorrido o tempo, foi centrifugada a 12.000 rpm durante 3 

minutos e o sobrenadante foi cuidadosamente removido. Logo após, 200 μl de Matriz 

InstaGene, previamente misturada em um agitador magnético, foram adicionados ao 

pellet, homogeneizado em vórtex por 10 segundos e incubados a 56 °C em banho 

maria por 25 minutos. Em seguida o tubo foi submetido ao vórtex durante 10 segundos 

e incubado novamente em banho maria, na temperatura de 100 °C durante 8 minutos. 

O tubo foi novamente agitado em vórtex durante 10 segundos e depois centrifugado 

a 12.000 rpm por 3 minutos. Por fim, o sobrenadante foi quantificado num 

espectrofotômetro NanoDrop (Thermo Scientific) e ajustado para 150ng de DNA, 

depois transferido para outro microtubo e armazenado a -20°C para a utilização na 

Reação em Cadeia da Polimerase (PCR). 

 

Reação em Cadeia de Polimerase (PCR) e eletrotoforese em gel de agarose 

 

As amostras de DNA foram submetidas ao protocolo de PCR para amplificação 

de um fragmento de aproximadamente 1100 pb do rRNA bacteriano 16S, visando 

realizar a identificação molecular. Para esta etapa foram utilizados os seguintes 

oligonucleotídeos iniciadores (Tabela 9): 

 

              Tabela 9. Primers utilizados no estudo 
 

 

 

 

 

As reações de amplificação do gene 16S rRNA consistiram em um volume final 

de 25 µL utilizando o Kit TaqPol - Master Mix 2X (Cellco Biotec) e o protocolo seguiu 

INICIADORES SEQUÊNCIAS 

Primer 27F 5’-AGAGTTTGATCCTGGCTCAG-3’ (f) 

Primer 1100R 5’-AGGGTTGCGCTCGTT-3’ (r) 
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as recomendações do fabricante. Foram utilizados para cada reação 12,5 µL de mix: 

1 µL DNA (150 ng/µL); 10,5 µL de H2O Milli-Q e 0,5 µL (10 pmol) de cada primer (27F 

e 1100R). 

As reações ocorreram em um aparelho termociclador Thermal Cycler® da Bio-

Rad e o perfil térmico da PCR consistiu em um ciclo inicial de desnaturação a 95°C 

por 3 min, seguido por 35 ciclos como segue: desnaturação das fitas-molde a 95°C 

por 1 min, pareamento dos primers a 54°C por 40 seg e extensão a 72°C por 1 min e 

30 seg. Ao final um ciclo de extensão a 72°C por 5 min. 

Os fragmentos de DNA amplificados por PCR foram verificados quanto a sua 

qualidade com a realização de eletroforese em gel de agarose (0,8%, p/v) corado com 

solução brometo de etídio (0,005%, p/v), em tampão TAE 1X. Para a visualização das 

bandas de DNA utilizou-se 1 µL do marcador Long Range DNA Ladder - Cellco e a 

corrida eletroforética foi efetuada em 90 volts, corrente 70 durante 60 min. A 

visualização e registro das imagens foram feitas em um fotodocumentador (EagleEye 

II, Stratagene). 

 

Purificação das amostras 

 

Os fragmentos de 16S rRNA amplificados na reação de PCR foram purificados 

utilizando o PCR Purification Kit (Cellco Biotec) de acordo comas  recomendações do 

fabricante, descrito a seguir. 

Primeiramente ocorreu a preparação das amostras, onde foram adicionados e 

misturados, em cada microtubo de DNA amplificado, 125 µL do reagente Binding 

Buffer (5 volumes para 1 volume de DNA). Para a ativação da coluna, 100 µL de 

Activation Buffer foram adicionados em spin column colocadas em tubos coletores 

estéreis de 2 mL, em seguida foram levados para centrifugação a 10.000 g por 30 s. 

As amostras resultantes da homogeneização com DNA foram adicionadas nas 

spin column ativadas sobre os tubos coletores respectivos e novamente foram 

centrifugadas a 10.000 g por 30 s. O produto que passou pela coluna foi descartado. 

A etapa de lavagem consistiu na adição de 700 µL de Washing Buffer na 

coluna, centrifugação a 10.000 g por 30 s e descarte do que passou pela coluna 

durante três vezes, com exceção da terceira lavagem, em que a centrifugação ocorreu 

durante 2 min para remoção de qualquer resíduo de produto. Na etapa final, as 

colunas foram colocadas em microtubos novos de 1,5 mL e 30 µL de Elution Buffer 
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foram adicionados no centro da spin collumn, incubado por 1 min à temperatura 

ambiente e centrifugado por 1 min para eluição do DNA. Uma alíquota de 50ng do 

DNA purificado foi usada como matriz para as reações de sequenciamento. 

 

Sequenciamento do gene 16S rRNA e análise das sequências consenso 

 

As amostras de DNA purificadas foram previamente quantificadas em 

Fluorômetro Qubit 2.0 (Invitrogen). Para o sequenciamento utilizou-se um alíquota de 

50ng de DNA purificado como matriz, kit BigDyeTerminator V 3.1. (Life Tchnologies) 

e 10pMol dos mesmos oligonucleotídeos utilizados para a reação de PCR. O mix 

consistiu no volume final de 10 µL com: 0,6 µL de BigDye, 0,4 µL de iniciadores, 2 µL 

de Tampão 5X, 3 µL de Água Milli-Q e 7 µL de DNA purificado. 

As reações de sequenciamento foram submetidas ao termociclador (uma 

reação para cada iniciador) e o perfil térmico foi programado de acordo com as 

especificações descritas nas seguintes condições: Desnaturação inicial 95°C 3min, 

Desnaturação das fitas moldes 95°C 30s, Pareamento do iniciador 58°C 30s, 

Extensão 60°C 30s, Extensão final 60ºC 4min e Hold 4 ºC∞ em um total de 40 ciclos. 

Logo após, as amostras foram precipitadas com etanol e inseridas no 

Analisador Genético ABI 3500 XL (Applied Biosystems) para a determinação das 

sequências. A qualidade dos eletroferogramas gerados após a corrida eletroforética 

no sequenciador foi analisada na plataforma Electropherogram Quality Analysis – 

EMBRAPA (disponível em: http://asparagin.cenargen.embrapa.br/phph/). Esta 

plataforma online é constituída de um conjunto de programas que analisa as 

sequencias geradas e atribui valores de qualidade às bases usando PHRED e ao final 

do processamento apresenta uma tabela contendo o número total e a estatística de 

sequências processadas e de boa qualidade.  

A partir da tabela de qualidade foi possível analisar individualmente as 

sequências das amostras de cada primer e montar os consensosdos isolados 

bacterianos, usando o alinhamento do conjunto CAP3 que permite o acesso aos 

contigs, também visualisados nesta plataforma. As fitas consenso foram novamente 

analisadas quanto a sua qualidade e depois comparadas com as sequências 

bacterianas depositadas na base de dados do GenBank - NCBI 

(http//:www.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi). 

 

http://asparagin.cenargen.embrapa.br/phph/
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Preparação de células eletrocompetentes e transformação genética bacteriana 

pelo método de eletroporação 

 

As espécies bacterianas selecionadas foram transformadas geneticamente 

com o plasmídeo pKS1-GFP, cedido pelo Laboratório de Tecnologias do DNA do 

Centro de Apoio Multi-disciplinar (CAM-UFAM).  

O plasmídeo em questão trata-se de um vetor de expressão que contém 3734 

pb, marcador de seleção que confere resistência a ampicilina e sequência codificadora 

da proteína Green Fluorescent Protein – GFP (Figura 19).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Preparação de células eletrocompetentes 

 

Primeiramente, foram preparados os pré-inóculos das bactérias em tubos de 

ensaio, compostos de 20 µL de bactéria preservada e 5 mL de meio líquido Luria 

Bertani (LB). Estes foram mantidos a 37°C por 16 h sob agitação de 250 rpm.  

Após o crescimento bacteriano, 100 µL do pré-inóculo foram adicionados em 

50 mL de meio de cultivo líquido e incubados a 37°C sob agitação de 250 rpm por 2 a 

pKS1-GFP 

3734 pb 

Figura 19. Plasmídeo Pks1-GFP. 
Fonte: Laboratório de Tecnologia do DNA – UFAM. 
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4 horas para atingir a densidade óptica (D.O) entre 0,7 e 0,9, com comprimento de 

onda de 600 nm em aparelho espectofotômetro.  

Depois de atingir a densidade óptica adequada, as células bacterianas foram 

transferidas para tubos falcon de 50 mL e centrifugadas a 3.000 x g por 30 min a 4ºC. 

Em seguida, o sobrenadante foi descartado e as células bacterianas foram 

ressuspendidas em 10 mL de glicerol 10% (v/v) gelado a 4ºC, com o auxílio de pipetas 

pré-resfriadas e novamente foram centrifugadas a 3.000 x g por 30 min a 4º C. Este 

procedimento de lavagem com glicerol 10% foi repetido por 4x. 

Após a última centrifugação, as células bacterianas competentes foram 

ressuspendidas em 1 mL de glicerol 10%, distribuídas em microtubos estéreis (200 

µL) devidamente etiquetados e foram estocadas em geladeira a -80ºC. 

 

Método de eletroporação 

 

Em microtubos de 1,5 mL, foram adicionados 100 µL de células 

eletrocompetentes e 2 µL de plasmídeo pKS1-GFP. Também foram preparadas 

amostras controle com adição de água Milli-Q no lugar do plasmídeo. Após a 

homogeneização das amostras, estas foram adicionadas a cubetas de 1 mm pré-

resfriadas e inseridas no equipamento Electroporator 2510 (Eppendorf®), expostas a 

uma voltagem de 1900 volts. Imediatamente após a eletroporação, foi adicionado 1 

mL de meio LB líquido e as células foram incubadas a 37 °C por 1 hora sob agitação 

de 250 rpm. 

A etapa seguinte consistiu no plaqueamento de 50 µL de bactérias 

transformadas com plasmídeo e bactérias controle em meio de cultivo LB sólido. Estas 

foram incubadas em estufa a 37 ºC por 16 horas e após o crescimento, as colônias 

foram visualizadas em luz ultravioleta e apenas bactérias que expressaram 

fluroscência verde foram preservadas com glicerol em freezer a -80 º C para análises 

futuras. 

 

Teste de monitoramento  

 

As bactérias que conseguiram ser transformadas foram utilizadas nos teste de 

monitoramento. 
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Figura 20. Manutenção dos mosquitos no teste de monitoramento 
Fonte: Acervo do autor 

 

Na etapa de moniroramnto, foram utilizadas larvas recém eclodidas em 

laboratório, as mesmas foram colocadas em bandejas contendo água destilada e 

ampicilina ( Figura 20). Em cada bandeja, contendo 200 mL de água destilada 

esterilizada foram adicionadas larvas de apenas uma fêmea. Em seguida, nesta água 

das larvas, foram adicionados 200 µL na concentração de 2 x 108 UFC/mL de P. 

Agglomerans-GFP. Após 24 horas, as larvas foram retiradas e lavadas, uma a uma, 

com água destilada estéril, para retirar as bactérias da superfície de seus corpos e 

colocadas novamente em bandejas contendo também 200 mL de água destilada com 

ampicilina na concentração de 100 mg/mL. As larvas foram mantidas sob essas 

condições durante todo o experimento até a fase adulta. 

Para verificar a presença de P. agglorerans-GFP nos estágios de 

desenvolvimento de A.darlingi, larvas de primeiro instar foram maceradas e 

plaqueadas em meio LB sólido, o memo ocorreu para larvas de terceiro e quarto instar, 

pupas e adultos. Apos 24 horas as placas foram expostas à luz UV. O controle 

negativo foi realizado com a mesma cepa de P. agglorerans sem o plasmídeo pKS1-

GFP. 
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Atlas morfológico das colônias bacterianas identificadas pelo sequenciamento 

do gene rRNA 16S 

 

Tabela 10. Morfologia das colônias isoladas de larvas 

 

 

Cód
. 

Colônia Gram Cód
. 

Colônia Gram Cód
. 

Colônia Gram 

5 

  

30 

  

45 

  
6 

  

31 

  

46 

  
13 

  

32 

  

52 

  
14 

  

33 

  

53 

  
15 

  

35 

 
 

54 

 
 

16 

  

36 

  

70 

  
19 

  

37 

  

73 

  
20 

  

39 

  

   

21 

  

40 

 
 

   

22 

  

44 

 
 

   

Bacilo - 

Bacilo

- 

Coco + 

Coco- 

Coco - 

Bacilo- 

Bacilo - 

Bacilo - 

Bacilo - 

Coco - 

Bacilo- 

Bacilo- 

.Vibrião - 

Bacilo- 

Bacilo+ 

Bacilo+ 

Bacilo- 

Bacilo

+ 

Bacilo+ 

Bacilo

+ 

Bacilo+ 

Bacilo+ 

Bacilo+ 

Bacilo- 

Bacilo- 

Coco- 

Bacilo

+ 
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Tabela 11. Morfologia das colônias isoladas de Pupas 

 

 

 

CÓD. COLÔNIA GRAM CÓD. COLÔNIA GRAM CÓD. COLÔNIA GRAM 

1 

  

38 

  

61 

  

2 

  

41 

  

66 

  

3 

  

42 

  

71 

  

7 

  

47 

  

110 

   
8 

  

48 

  

   

10 

  

49 

  

   

17 

  

56 

  

   

23 

  

57 

  

   

24 

  

59 

  

   

25 

  

60 

  

   

Bacilo - 

Coco- 

Bacilo+ 

Bacilo- 

Bacilo - 

Bacilo- 

 

 

 

 

 

Coco + 

Coco - 

Coco - 

Coco - 

Bacilo+ 

Bacilo- 

Bacilo - 

Bacilo+ Bacilo- 

 

Bacilo+ 

Bacilo+ 

Bacilo- 

Bacilo

- 

Bacilo- 

Cocobacilo- 

CocoBacil

o- 

Coco- 

Cocobacilo

- 
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Tabela 12. Morfologia das colônias isoladas de Estômagos de adultos 

 

 

 

 

 

 

CÓD. COLÔNIA GRAM CÓD. COLÔNIA GRAM 

4 

  

62 

  
11 

  

63 

  
12 

  

64 

  
18 

  

65 

  
26 

  

67 

  
27 

  

68 

  
28 

  

69 

  
29 

  

74 

  
34 

  

75 

  
43 

  

118 

  

Bacilo+ 

 

Bacilo

+ 

Bacilo- 

Coco+ 

 

Cocobacil

o- 

Bacilo- 

 

 

 

 

 

Coco - 

Bacilo - 

Bacilo- 

Bacilo- 

Bacilo+ 

Bacilo- 

Bacilo + 

Bacilo- 

Coco- 

Cocobacilo- 

Coco+ 

 

Cocobacilo- 

Bacilo- 

Bacilo- 

 


