
Ministério da Saúde 

Fundação Oswaldo Cruz 

Centro de Pesquisas René Rachou 

Programa de Pós-graduação em Ciências da Saúde 

 

 

 

 

 

A ação da microbiota nativa de Lutzomyia longipalpis no desenvolvimento de Leishmania 

spp. 

 

 

 

 

por 

Thais Bonifácio Campolina 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Belo Horizonte 

2017  

 

DISSERTAÇÃO MCS-CPqRR                             T.B.CAMPOLINA 2017 



 

Thais Bonifácio Campolina 

 

 

 

 

 

 

 

 

A ação da microbiota nativa de Lutzomyia longipalpis no desenvolvimento de Leishmania 

spp. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                                                           Orientação: Dra. Nágila Francinete Costa Secundino 

 

 

 

 

 

Belo Horizonte 

2017 

Dissertação apresentada ao Programa de Pós-

graduação em Ciências da Saúde do Centro de 

Pesquisas René Rachou, como requisito parcial 

para obtenção do título de Mestre em Ciências. 

Área de concentração: Biologia Celular e 

Molecular. 



 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Catalogação-na-fonte 
Rede de Bibliotecas da FIOCRUZ 
Biblioteca do CPqRR 
Segemar Oliveira Magalhães CRB/6 1975 
C198a 
2017 

Campolina, Thais Bonifácio. 
 

A ação da microbiota nativa de Lutzomyia longipalpis 
no desenvolvimento de Leishmania spp. / Thais Bonifácio 
Campolina. – Belo Horizonte, 2017. 

 
xiv,  46 f.: il.: 210 x 297 mm. 
 
Bibliografia: 50 - 60 
Dissertação (mestrado) – Dissertação para obtenção do 

título de Mestre em Ciências pelo Programa de Pós-
Graduação em Ciências da Saúde do Centro de Pesquisas 
René Rachou. Área de concentração: Biologia Celular e 
Molecular. 

 
1. Leishmaniose/transmissão 2. Leishmania/genética 3. 

Psychodidae/isolamento & purificação 4. 
Microbiota/fisiologia I. Título. II. Secundino, Nágila 
Francinete Costa (Orientação).  

 
CDD – 22. ed. – 616.936 4 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 

THAIS BONIFÁCIO CAMPOLINA 
 
 
 
 
 

A AÇÃO DA MICROBIOTA NATIVA DE LUTZOMYIA LONGIPALPIS NO 

DESENVOLVIMENTO DE LEISHMANIA SPP. 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Banca Examinadora: 

Prof. Dra. Nágila Francinete Costa Secundino (CPqRR/FIOCRUZ) Presidente 

Prof. Dra. Erika Michalsky Monteiro ((CPqRR/FIOCRUZ) Titular 

Prof. Dr. Maurício Roberto Viana Sant'Anna (UFMG) Titular 

Prof. Dr. Rodrigo Pedro Pinto Soares ((CPqRR/FIOCRUZ) Suplente  

 
 

 
 
 
 
 
 

Dissertação defendida e aprovada em Belo Horizonte, 16/02/2017 
 
 
 

Dissertação apresentada ao Programa de Pós-graduação 

em Ciências da Saúde do Centro de Pesquisas René 

Rachou, como requisito parcial à obtenção do título de 

Mestre em Ciências - área de concentração Biologia 

Celular e Molecular. 



 

AGRADECIMENTOS 
 

 À minha orientadora, Dra. Nágila Francinete Costa Secundino, por ter acreditado e 

confiado em mim, dando-me uma incrível oportunidade profissional. Muito obrigada por todo 

o aprendizado compartilhado, pelas conversas, pelas dicas e conselhos. 

 Ao Dr. Paulo Pimenta pelo incentivo profissional e ajuda.  

Aos meus colegas do Laboratório de Entomologia Médica do Centro de Pesquisas 

René Rachou – Fiocruz MG por dividirem comigo suas manhãs e torná-las produtivas 

cientificamente, agradáveis e divertidas! Agradeço, principalmente, as princesas do LEM pelo 

carinho e paciência. 

À Secretaria do Programa de Pós-Graduação em Ciências da Saúde, aos professores 

do CPqRR por todo o  ensinamento e suporte. 

Agradeço ao meu pai, Evandro que foi meu professor na escola da vida, pelo exemplo 

de amor e dedicação. 

 À minha mãe Fabiola (in memoriam), poucos foram os anos ao seu lado, mas se 

cheguei até aqui foi por você!  

À minha irmã Olivia, que mais que irmã foi minha melhor amiga, companheira e 

confidente! Obrigada benzinho! 

 À Vovó Ely pelo carinho, por ouvir os casos dos meus experimentos mesmo sem 

entender nada, pela preocupação e por não medir esforços para me ajudar.  

À Dani obrigada pelo apoio, conselhos tanto pessoais quanto profissionais!  

À Voinha por acreditar e me incentivar sempre!  

Aos meus tios e primos, que cada um de sua maneira, estiveram ao meu lado torcendo, 

ensinando, aconselhando e apoiando, obrigada padrinho Sávio, Neidinha, Tia Séfora, Tio 

Jêromé, Tia Jôsie, Tio Cici e Tio Miguel por estarem ao meu lado,  mostrando-se dispostos a 

ajudar e a escutar.  

À toda minha família pela presença fundamental na minha vida. 

À Sarah, por todo carinho, amor, paciência e momentos de pura felicidade. Obrigada 

Marluce e Matheus por terem me recebido de braços abertos.  

 Agradeço a todos os meus amigos e a melhor turma de mestrado do CPqRR. Obrigada 

por todas as saídas, festas e momentos de diversão e descontração.   

 À toda a equipe do CPqRR/Fiocruz pelo apoio estrutural.  

À plataforma de sequenciamento de DNA (CPqRR – FIOCRUZ). 



 

 Aos órgãos de financiamento Capes, CNPq (Ciências sem Fronteiras), FAPEMIG e 

Fiocruz/Papes. 

 E a todos que participaram direta ou indiretamente da realização deste trabalho, muito 

obrigada.  

  



 

RESUMO 

As leishmanioses são doenças causadas por protozoários do gênero Leishmania e transmitidas 

pela picada dos flebotomíneos. O estudo da microbiota intestinal de Lutzomyia longipalpis é 

importante para determinar uma possível influência na competência vetorial desse inseto. In 

vitro, a ação da microbiota sobre o parasito foi avaliada demonstrando a lise na parede celular 

de L. infantum chagasi e L. braziliensis, causada por Serratia marcescens. Em estudos 

realizados in vivo, autores observaram uma redução no número de flebotomíneos infectados 

com Leishmania mexicana pré-alimentados com Pseudozyma sp., Asaia sp. e Ochrobactrum 

intermedium. Estes estudos sugerem que a microbiota do vetor pode modular a sua infecção 

por Leishmania, porém o seu papel ainda não esta claro. O trabalho aqui apresentado teve 

como objetivo caracterizar e avaliar o papel da comunidade bacteriana intestinal do Lu. 

longipalpis  no desenvolvimento e diferentes espécies de  Leishmania spp. Métodos 

morfológicos e moleculares foram utilizados para identificar e mapear a microbiota intestinal. 

O DNA das bactérias isoladas foram extraídos, a região 16S amplificada, utilizando-se um 

iniciador específico para esta região do DNA bacteriano. Em seguida, foram purificados, 

sequenciados e analisados em bancos de dados. Foram obtidas 60 UFCs (Unidades 

Formadoras de Colônias) e classificadas taxonomicamente em 10 gêneros bacterianos. A 

atividade lítica ou efeito in vitro dessas bactérias nativas isoladas de Lu. longipalpis (Gruta da 

Lapinha) foi analisada por co-cultura utilizando promastigotas de Leishmania (L.) infantum 

chagasi, Leishmania (L.) amazonensis, Leishmania (V.) braziliensis e Leishmania (L.) major  

na concentração de 4 x 106 parasitas / mL e incubadas com  diferentes gêneros de bactérias na 

concentração de 1 x 108 UFC / mL. Quando os parasitas foram co-cultivados com o gênero 

bacteriano Lysinibacillus todos os parasitas de L. infantum chagasi e L. amazonensis 

morreram em até 24h.  L. braziliensis e L. major em até 48h de co-cultivo. Entre  96 a 144 

horas, não observou-se a lise de todos os parasitas de  L. infantum chagasi e L. amazonensis 

co-cultivados com Pseudomonas e Enterobacter. As bactérias Pseudomonas, Enterobacter e 

Erwinia quando co-cultivadas com L. braziliensis e de L. major co-cultivados com 

Pseudomonas, Enterobacter e Enterococcus. Os gêneros Lysinibacillus e Serratia 

apresentaram efeitos lítico sobre todas as quatros espécies de Leishmania testadas, abrindo a 

perspectiva de serem utilizadas em experimentos in vivo.  

 

Palavras-Chave: Lutzomyia longipalpis. Microbiota. Leishmania. Intestino Médio. 



 

ABSTRACT 

Leishmaniasis is a disease caused by protozoa of the genus Leishmania and transmitted by the 

bite of sand flies. The study of the intestinal microbiota of Lutzomyia longipalpis is important 

to determine a possible influence on the vector competence of this insect. In vitro, the action 

of the microbiota on the parasite was evaluated demonstrating the lysis in the cell wall of L. 

infantum chagasi and L. brasiliensis, caused by Serratia marcescens. It was observed, in vivo, 

a reduction in the number of phlebotomines infected with Leishmania mexicana pre-fed with 

Pseudozyma sp., Asaia sp. and Ochrobactrum intermedium. These studies suggest that the 

vector microbiota may modulate Leishmania infection, but its role is still unclear. The 

objective of this study was to characterize and evaluate the role of the intestinal bacterial 

community of Lu. longipalpis in the development and different species of Leishmania spp. 

Morphological and molecular methods were used to identify and map the intestinal 

microbiota. DNAs were extracted from bacteria isolated from the medium intestine, the 16S 

region amplified, using a specific primer for this region of bacterial DNA. Next, were 

purificated, sequenced and analyzed in databases. The lytic activity or in vitro effect of native 

bacteria isolated from Lu. longipalpis was analyzed by co-cultivation using Leishmania 

promastigotes of Leishmania (L.) infantum chagasi, Leishmania (L.) amazonensis, 

Leishmania (V.) braziliensis and Leishmania (L.) major at the concentration of 4 x 106 

parasites / ml and incubated with different bacteria genera in the concentration of 1 x 108 CFU 

/ mL. Sixty CFUs (Colony Forming Units) were obtained and were classified as 10 bacterial 

genera. When the parasites were co-cultivated with the bacterial genus Lysinibacillus all 

parasites of L. infantum chagasi and L. amazonensis died within 24 hours. And L. braziliensis 

and L. major in up to 48h of co-cultivation. Between 96 and 144 hours, all parasites of L. 

infantum chagasi and L. amazonensis co-cultivated with Pseudomonas and Enterobacter were 

not observed. From L. braziliensis, only the groups co-cultivated with Pseudomonas, 

Enterobacter and Erwinia and L. major co-cultured with Pseudomonas, Enterobacter and 

Enterococcus were not observed. The genus Lysinibacillus and Serratia presented lytic effects 

on all four Leishmania species tested.  As prospect of being used in experiments in vivo. 

 

Keywords: Lu. Longipalpis. Microbiota. Leishmania. Midgut. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

1.1 Flebotomíneo 

Os flebotomíneos são insetos vetores que transmitem ao homem patógenos que podem 

causar doenças como as leishmanioses, verruga peruana (causada pela bactéria Bartonella 

bacilliformis) e arboviroses como a febre papatasi. São dípteros, da subordem Nematocera, 

Família Psychodidae, Subfamília Phlebotominae. São classificados de acordo com sua 

distribuição geográfica e suas características morfológicas em dois grandes gêneros de 

importância médica: Phlebotomus no Velho Mundo que compreende a Eurásia e África, e 

Lutzomyia no Novo Mundo que abrange a América (Young & Dukan, 1994). São insetos 

pequenos medindo cerca de 0,3 a 0,4 cm e apresentam cor variada de castanho claro ao preto, 

além de muito pilosos (Killick-Kendrick, 1999). Quando estão em repouso, suas asas ficam 

eretas em forma de “V”. Popularmente são conhecidos como “mosquito palha”, “birigui”, 

“tatuquíra”, entre outros. Aproximadamente 1000 espécies de flebotomíneos foram descritas 

até o momento, sendo que 400 espécies são do gênero Lutzomyia (Rangel & Laison, 2003).  

Entretanto cerca de 50 são comprovadamente vetores de espécies de Leishmania e 

pertencentes aos dois gêneros de flebotomíneos (Lainson & Rangel, 2005).  

São insetos holometábolos e seu desenvolvimento inicia-se a partir do ovo, em seguida 

passa por quatro estádios larvais, pupa e adulto (Figura 1). A eclosão do ovo ocorre de 7 a 17 

dias após a postura, em condições ambientais favoráveis (Killick-Kendrick et al., 1977a), e o 

seu desenvolvimento completo pode variar de 30 a 100 dias, dependendo da espécie e das 

condições ambientais.  

 

Figura 1: Ciclo de vida dos flebotomíneos. Microscopia eletrônica de Varredura do ovo (A), 

larva (B), pupa (C) e adulto (D) 

 

As larvas se alimentam de matéria orgânica em decomposição (Ferro et al., 1997) e se 

desenvolvem em locais úmidos (não encharcados), com baixos níveis de luz e onde haja 

A B C D 
Fonte: Nágila Secundino 
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substrato orgânico, como por exemplo, entre as raízes de árvores e sob troncos caídos, porém 

seus criadouros são de difícil localização na natureza (Killick-Kendrick et al., 1977a, 

Sangiorgi et al., 2012).  

Os adultos vivem em abrigos úmidos e escuros como fendas de árvores, tocas de 

animais e fendas de pedras e se alimentam de fontes naturais de açúcar (seiva de plantas, 

secreções de afídeos e néctar) (Rangel & Lainson, 2003). Além dessas fontes, as fêmeas 

necessitam de alimentação sanguínea para ovogênese (Killick-Kendrick, 1999).  

 Durante o repasto sanguíneo, a fêmea do inseto que possui peças bucais pequenas e 

rígidas, o que impede que ela consiga se alimentar diretamente dos vasos sanguíneos, introduz 

suas peças bucais na pele do hospedeiro, dilacerando o tecido e formando uma pequena 

piscina subcutânea de sangue. Essa estratégia de alimentação é denominada telmofagia. O 

comportamento pouco seletivo de algumas espécies leva esses insetos hematófagos a se 

alimentarem em diversas fontes de vertebrados como: roedores, preguiças, tamanduás, 

raposas, cães e humanos facilitando a transmissão do parasita do gênero Leishmania (Killick-

Kendrick, 1977).  

Durante a picada a fêmea libera saliva que contém diferentes substâncias, tais como 

anticoagulantes, antiagregantes plaquetários, imunossupressores e vasodilatadores facilitando 

a alimentação sanguínea (Ribeiro et al., 1995; Kamhawi, 2000). O sangue ingerido é 

direcionado ao intestino médio. No intestino médio o sangue é envolto pela matriz peritrófica 

(Walters et al., 1993; Pimenta et al., 1997; Secundino et al., 2005). Os flebotomíneos digerem 

as proteínas do sangue com o auxílio de serino-proteases, tripsinas, e quimiotripsinas, que são 

secretadas pelas células do epitélio intestinal (Dillon & Lane, 1993; Telleria et al., 2010).  

 

1.2 Os protozoários do gênero Leishmania 

Protozoários do gênero Leishmania (Ross, 1903), são membros da família 

Trypanosomatidae, ordem Kinetoplastida, que compreende organismos unicelulares 

caracterizados pela presença de um flagelo simples e uma estrutura rica em DNA, o 

cinetoplasto. O ciclo de vida do parasito se distingue em dois estágios de desenvolvimento, 

um no hospedeiro vertebrado (forma intracelular amastigota) e o outro no hospedeiro 

invertebrado (forma extracelular promastigota) (Figura 2). Estes parasitos são encontrados em 

uma variedade de animais silvestres e domésticos em todos os continentes, exceto na 

Antártica. Aproximadamente 40 espécies do gênero Leishmania já foram descritas, sendo 
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aproximadamente 21 responsáveis por causar um espectrum de doenças coletivamente 

denominadas leishmanioses (Killick-Kendrick, 1990).  

    

Figura 2: Micrografias da forma promastigota e da forma amastigota observadas no 

microscópio eletrônico de varredura. A)Forma amastigota dentro de um vacúolo 

parasitóforo no interior de um macrófago. B) Promastigota de Leishmania amazonensis 

(modificado de Teixeira et al., 2013).  

 

O gênero Leishmania se divide em três subgêneros de acordo com as observações do 

tipo de desenvolvimento do parasito no intestino do vetor (Figura 3). Na adesão suprapilárica, 

os parasitos têm o seu desenvolvimento restrito ao intestino médio do vetor e pertencem ao 

subgênero Leishmania, que inclui a maioria das espécies de Leishmania do Velho e Novo 

Mundo, como por exemplo, Leishmania (L.) amazonensis, Leishmania (L.) infantum chagasi 

e Leishmania (L.) major. O subgênero Viannia compreende os parasitos que se aderem ao 

intestino do vetor de forma peripilárica, estabelecendo uma infecção inicial no triângulo 

pilórico e no intestino posterior. Posteriormente, esses parasitos migram e se desenvolvem na 

região do intestino médio. Esse grupo inclui, por exemplo, a Leishmania (Viannia) 

braziliensis e são encontrados exclusivamente nas Américas. Na adesão do tipo hipopilárica, 

os parasitos se desenvolvem no intestino posterior e pertencem ao subgênero 

Sauroleishmania, não patogênica ao homem (Lainson & Shaw, 1979).  

 

 

 

 

 

 

Fonte: J. Godinho Fonte: J. Godinho

A B
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Figura 3: Desenho esquemático do tubo digestório de Phlebotomus (P.) papatasi 

(Jobling,1987).  No intestino médio ocorre a adesão suprapilárica; no triângulo pilórico (início 

do intestino posterior) a adesão peripilárica e a adesão do tipo hipopilárica no intestino 

posterior.  

 

As várias espécies do gênero Leishmania infectam pessoas no mundo todo, causando 

um amplo conjunto de doenças coletivamente denominadas leishmanioses, as quais variam 

em suas manifestações clínicas e sintomáticas, relacionados com as diferentes espécies do 

parasito (Herwaldt, 1999). A doença pode ocorrer sob a forma cutânea, a qual varia em: 

localizada, difusa, disseminada e muco-cutânea; e sob a forma visceral.   

A leishmaniose cutânea ocorre quando o parasito apresenta tropismo por células da 

pele e aparecem lesões que podem ser ulcerativas e de cura espontânea, e podem deixar 

cicatrizes. Existem ainda formas recidivas da doença que aparecem após o tratamento. Os 

principais agentes etiológicos são Leishmania (L.) major, L. tropica e L. aethiopica no Velho 

Mundo e Leishmania (L.) mexicana, L. (L.) amazonensis, L. (L.) venezuelensis, L. (V.) 

braziliensis, L. (V.) panamensis, L. (V.) guyanensis, L. (V.) peruviana, L. (V.) colombiensis¸ L. 

(V.) lainsoni, L. (V.) naiffi e L. (V.) shawi no Novo Mundo (revisado por Sacks et al., 2008; 

Sharma & Singh, 2008).  
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A forma cutânea localizada desenvolve-se uma lesão indolor, com forma arredondada 

e tamanho variado, podendo ser ou não ulcerativa (Ministério da Saúde, 2017).                  

A forma difusa da leishmaniose cutânea apresenta lesões não ulcerativas por todo o corpo e 

sem cura espontânea e é causada principalmente por L. (L.) amazonensis no Novo Mundo, 

sendo de difícil tratamento. A forma disseminada, relativamente rara, aparecem múltiplas 

lesões papulares e de aparência acneiforme que acometem varias partes do corpo, sendo 

causada por L. (L.) amazonensis e L. (V.) braziliensis (Ministério da Saúde, 2017). Já a forma 

muco-cutânea apresenta lesões nas mucosas da boca, nariz, palato, faringe e laringe, podendo 

ser desfigurante e é causada pela L. (V.) braziliensis e L. (V.) panamensis (Herwald, 1999; 

Costa et al., 2003).  

A leishmaniose visceral, também conhecida como calazar, é a forma sistêmica da 

doença e pode ser fatal se não tratada. Os parasitos, neste caso, apresentam um forte tropismo 

pelo sistema mononuclear do fígado, baço, medula óssea e linfonodos, apresentando como 

principais sintomas febre, perda de peso, hepato-esplenomegalia e pancitopenia (redução dos 

elementos do sangue: hemácias, leucócitos e plaquetas). Em alguns casos após o tratamento 

pode haver o aparecimento de uma forma cutânea pós-calazar. A leishmaniose visceral 

acomete principalmente crianças, idosos, indivíduos desnutridos e imunossuprimidos 

(Gramiccia & Grandoni, 2005; Chappuis et al., 2007). Seus agentes etiológicos são 

Leishmania (L.) donovani, Leishmania (L.) infantum e Leishmania (L.) infantum chagasi 

(Lukes et al., 2007).   

De acordo com a Organização Mundial de Saúde (2016), estima-se que 900.000 -1.3 

milhões de novos casos e 20.000 – 30.000 mortes ocorram anualmente. Atualmente, as 

leishmanioses são registradas em 98 países e nos quatro continentes. A grande maioria (90%) 

dos casos de leishmaniose visceral ocorre no Brasil, Bangladesh, Índia, Nepal e Sudão 

(Soares & Turco 2003, Chappuis et al. 2007). Já a forma cutâneo-mucosa ocorre 

principalmente no Brasil, Bolívia e Peru que, juntos, representam cerca de 90% dos casos da 

doença. Com relação à leishmaniose cutânea, 90% dos casos notificados concentram-se no 

Afeganistão, Arábia Saudita, Brasil, Iran, Peru e Síria sendo que, o Brasil é o único país a 

reunir uma grande quantidade de casos das três manifestações clinicas de leishmaniose 

(WHO, 2016). 
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Figura 4: Mapa demonstrando os países endêmicos para leishmaniose cutânea (A) e 

leishmaniose visceral (B) (WHO, 2016). 

 

1.3 Interação Leishmania-vetor 

De acordo com Killick-Kendrick (1999), para ser considerado um vetor o 

flebotomíneo deve: (a) apresentar hábito alimentar antropofílico; (b) suportar o 

desenvolvimento do parasito depois que o bolo sanguíneo infectado tiver sido digerido e 

expulso; (c) os parasitas isolados de flebotomíneos capturados em campo deverão ser 

indistinguíveis de isolados de pacientes e (d) ser capaz de transmitir o parasito pela picada. 

 Durante o repasto, a fêmea, eventualmente, pode ingerir o protozoário pertencente ao 

gênero Leishmania, (na forma amastigota livre ou dentro de neutrófilos e macrófagos). O 

sangue é rapidamente direcionado ao intestino médio do inseto e envolto pela matriz 

peritrófica composta de quitina, proteínas e glicoproteínas e secretada pelo epitélio intestinal, 

A 

B 
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junto ao o bolo sanguíneo (Figura 5) (Walters et al., 1993; 1995; Pimenta et al., 1997; 

Secundino et al., 2005).  

 

 

Figura 5: Desenho esquemático do desenvolvimento do parasito Leishmania dentro do vetor 

(Sacks & Kamhawi, 2001).  

 

Após um período de doze a vinte horas, as amastigotas diferenciam-se em 

promastigotas prociclicas  (Figura 6A). As promastigotas são formas altamente 

multiplicativas, alongadas, flageladas e extremamente móveis. Em um período de 2 à 5 dias as 

promastigotas iniciam o processo de metaciclogênese, transformando-se na forma 

promastigota metacíclica (Figura 6B), forma infectante ao vertebrado, (Sacks & Perkins, 

1984; Descoteaux, 1999). Além da forma infectante, no trato digestório do vetor são 

encontradas outras formas como as promastigotas nectomonas (Figura 6C), promastigotas 

paramastigotas (Figura 6D), e promastigotas haptomonas (Figura 6E), (Lawyer et al., 1990). 

O ciclo de vida da Leishmania nos insetos vetores é extracelular, ou seja, os parasitos se 

desenvolvem livres na luz do trato digestório (revisado por Sacks et al., 2008). 
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Figura 6: Desenho esquemático dos morfotipos de Leishmania de acordo com a 

nomenclatura de Lawyer et al., 1970. A) promastigota prociclica, B) promastigota 

metacíclica, C) promastigota nectomonadas, D) promastigota paramastigota e E) promastigota 

haptomonadas.  

 

Sabe-se que existem várias barreiras naturais e estas são enfrentadas pelos parasitos 

durante o processo de interação com o vetor. Entre eles estão: a ação das enzimas digestivas 

(Borovsky & Schlein, 1987); a matriz peritrófica (Walter et al., 1993; Pimenta et al., 1997; 

Secundino et al., 2005); a transformação de amastigotas para promastigotas procíclicas; a 

ruptura da matriz peritrófica na região do intestino médio, devido a produção de quitinase 

pelos parasitos (Sacks et al., 1994); a adesão ao epitélio do trato digestório das promastigotas 

pelo flagelo, dependente da expressão de moléculas espécie-especificas de lipofosglicano 

(LPG) na superfície dos parasitos (McConville et al., 1990; Pimenta et al., 1994); a migração 

dos parasitos para a região da cárdia ou válvula do estomodeu após a completa digestão do 

alimento sanguíneo; produção de PSG e boqueio do tubo digestivo anterior (Rogers et al., 

2004); a diferenciação dos parasitos em promastigotas metacíclicos, forma infectiva ao 

hospedeiro vertebrado no momento da picada (Turco & Descoteaux, 1992); a ação da saliva 

do vetor, intensificando e modulando o estabelecimento da infecção no local da picada no 

hospedeiro vertebrado (Ribeiro et al., 1995) e finalmente a transmissão pela picada 

(Secundino et al., 2011)  

  

Fonte: Paulo Pimenta
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1.3 A microbiota e seu papel na interação com o parasito 

Os insetos, tanto os machos como as fêmeas alimentam-se de seiva vegetal, 

provenientes de várias fontes o que possibilita a ingestão de vários micro-organismos, entre 

eles, as bactérias (Tanada & Kaya, 1993).  

Interações de bactérias intracelulares e insetos são comumente encontrados na 

natureza. As bactérias podem ser endossimbiontes ou entomopatógenas causadores de 

doenças ou comensais. Segundo Zook (1998), simbiose é definida como uma relação entre 

dois micro-organismos resultando em novas estruturas ou metabolismo. Essa associação pode 

ser positiva ou negativa. Mutualismo e comensalismo seriam relações positivas de simbiose. 

No mutualismo ambos são beneficiados e no comensalismo o micro-organismo beneficia o 

inseto enquanto o habita (Klepzing et al., 2009; Smith & Douglas, 1987; Bignell, 2000). 

Associações simbiônticas entre insetos e sua microbiota podem ser favoráveis para o 

hospedeiro de varias maneiras, por exemplo, suplementação da dieta, tolerância a variações 

do ambiente, e/ou manutenção da homeostase no sistema imune do hospedeiro (Weiss & 

Aksoy, 2011).  

Em mosquitos, estudos demonstram que infecções por bactérias provenientes do 

intestino de Anopheles podem inibir o desenvolvimento dos parasitas da malária (Pumpuni et 

al., 1993; 1996; Gonzalez-Ceron et al., 2003; Dong et al., 2009; Cirimotich et al., 2011). 

Também já foi demostrado por Pumpuni e colaboradores (1993; 1996), que bactérias Gram-

negativas (Escherichia coli, Pseudomonas aeruginosa e Ewingella americana) reduzem a 

formação de oocistos, sendo que a mesma ação não é observada com as bactérias Gram-

positivas das espécies Staphylococcus aureus e Staphylococcus epidermidis. Para a mosca 

Tsé-Tsé também já foi demonstrado que existem evidências da influência da microbiota 

intestinal no ciclo de vida de parasitas (Welburn & Maldlin, 1999). 

A maior parte dos estudos realizados se concentra nas interações caracterizadas por 

contribuições das bactérias para o metabolismo do inseto hospedeiro (revisado em Dillon & 

Dillon, 2004).  Estudos demonstraram que a microbiota pode fornecer resistência contra 

inimigos naturais e parasitos (Oliver et al., 2003; Dillon et al., 2005), pode interferir em 

relações sociais (Dillon & Charney, 2002) e modular a resposta imune do inseto hospedeiro 

(Hoffman  Reichhart 2002; Basset et al., 2003; Baton et at., 2009). Além disso, bactérias 

endosimbiontes, como as do gênero Wolbachia, estão presentes em tecidos reprodutivos de 

mosquitos, e estão associadas a uma variedade de manipulações reprodutivas, tais como 
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incompatibilidade citoplasmática, morte de machos e indução de partenogênese (Werren, 

1997; Stouthamer et al., 1999).  

Embora Schlein e colaboradores (1985) tenham demonstrado para P. papatasi que o 

divertículo esofagiano apresenta atividade anti-bactericida e postulado que o intestino médio 

do inseto é livre de bactérias devido ao efeito destes inibidores, outros estudos demonstraram 

a presença de microbiota intestinal em flebotomíneos e que esta microbiota pode interferir no 

desenvolvimento de Leishmania spp. (Adler & Theodor ,1927, Oliveira et al., 2001, Kelly et 

al., 2017, Li K et al., 2016, Monteiro et al., 2016, McCarthy et al., 2011, Gouveia et al., 2008, 

Sant’anna et al.,2001,2014, Machado et al., 2014).          

Existem indícios de que as bactérias estão presentes durante as diferentes fases de vida 

de um inseto, como na fase larvar, inseto recém-emergido ou alimentado podem ser sazonais 

(revisado em Dillon & Dillon, 2004).  Um estudo mostra que bactérias presentes no intestino 

de P. papatasi mudam durante a vida da fêmea (Dillon et al., 1996) e outro estudo demonstra 

que P. dubosqui apresenta bactérias imediatamente após a emergência do adulto sendo que as 

formas imaturas (larvas) possuem Pseudomonas sp., Oligella sp., Enterobacter gervoviae e 

Sphingobacterium spiritivorum. Já os adultos em distintas condições, antes e após a 

alimentação sanguínea, apresentaram na sua maioria Ochrobactrum sp., Serratia marcescens, 

Stenotrophomonas maltophilia (Volf et al.,  2002). 

Entretanto a grande maioria dos estudos são referentes à microbiota intestinal de 

flebotomíneos do Velho Mundo. Para os flebotomíneos vetores das Américas, alguns 

trabalhos já foram publicados com Lu. longipalpis descrevendo sua microbiota (Gouveia et 

al., 2008; Mccarthy et al., 2011, Sant’anna et al., 2014). Oliveira e colaboradores (2000; 

2001) e Gouveia e colaboradores (2008) descreveram os gêneros e espécies bacterianas 

encontrada em populações de campo de Lu. longipalpis provenientes da gruta da Lapinha, 

Minas Gerais. As bactérias encontradas foram: Acinetobacter lowffii, Stenotrophomonas 

maltophhilia, Pseudômonas putida, Flavimonas orizihabitans, Enterobacter cloacae, 

Klebsiella ozaenae, Bacillus thuringiensis e Staphylococcus spp.. O mesmo grupo (Oliveira et 

al. 2001) observou a microbiota de Lu. longipalpis comparando exemplares colonizados e 

silvestres em duas diferentes condições: A) fêmeas alimentadas com sangue e sacarose, nas 

quais observou os gêneros Acinetobacter, Enterobacter, Pseudomonas, Serratia, 

Stenotrophomonas e Yokenella e (B) fêmeas alimentadas apenas com sangue observando-se 

com exclusividade os gêneros, Stenotrophomonas e Burkolderia, além dos quatro primeiros 

gêneros do grupo A.  Já Gouveia e colaboradores (2008) descreveram a microbiota bacteriana 
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encontrada no intestino de Lu. longipalpis provenientes da Bahia, Maranhão e Minas Gerais. 

As bactérias encontradas foram: Acinetobacter, Burkholderia, Critrobacter, Enterobacter, 

Escherichia, Flavimonas, Klebsiella, Morganella, Pantoea, Pseudomonas, Serratia 

(encontrada apenas na população de Jacobina), Stenotrophomonas (presente nas três 

populações analisadas) e Weeksella.  

As co-infecções produzidas por vírus, bactérias, protozoários, fungos, nemátodeos e 

ácaros são capazes de matar o inseto hospedeiro (Warburg et al., 1991). Quando as co-

infecçoes ocorrem no tubo digestivo de flebotomíneos, podem reduzir a população ou inibir o 

desenvolvimento da Leishmania (Secundino et al, 2002; Sant'Anna et al 2014 ). 

 Trabalhos in vitro de Moraes e colaboradores (2008 e 2009) observaram lise na 

parede celular de L. infantum chagasi e L. braziliensis causada por Serratia marcescens, no 

entanto, não se tratava de isolados de Lu. longipalpis. Mais recentemente , em experimentos 

realiazos in vivo, Sant'Anna e colaboradores (2014), isolaram algumas bactérias de fêmeas de 

Lu. longipalpis e alimentaram esses insetos com essas bactérias e, em seguida, com sangue 

infectado com Leishmania mexicana. Eles observaram uma redução no número de 

flebotomíneos infectados com Leishmania que haviam sido pré-alimentados com Pseudozyma 

sp., Asaia sp. ou O. intermedium, além da redução da carga parasitária nesses insetos.  
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2 JUSTIFICATIVA  

 

A importância epidemiológica dos flebotomíneos deve-se ao fato de que espécies dos 

serem transmissoras dos protozoários do gênero Leishmania. A doença atinge o Brasil e 

vários países do mundo, sendo que a leishmaniose visceral ou Calazar é a forma mais grave 

da doença. Segundo a Organizacao Mundial de Saude é  segunda doença parasitária que mais 

mata no mundo perdendo apenas para a malária (WHO, 2016). Os reservatórios são uma 

variede de mamíferos, tanto domésticos quanto selvagens, que podem ou não apresentar sinais 

da doença (Laison & Shaw, 1979; Bofill et al, 1985; Young & Duncan, 1994). 

Durante as últimas décadas muitos estudos foram feitos a fim de entender a biologia 

do parasito. Porém, se compararmos os estudos existentes sobre a Leishmania e a sua 

interação com hospedeiros vertebrados, em relação ao inseto transmissor, os conhecimentos 

são ainda relativamente escassos e fragmentados, principalmente em relação aos parasitos e 

aos vetores do Novo Mundo (Titus & Ribeiro, 1990; Young & Arias, 1991; Schlein, 1993; 

Secundino et al, 2012). 

Em se tratando de flebotomíneos do Novo mundo existem trabalhos descrevendo a 

diversidade da microbiota encontrada em Lu. longipalpis, entretando poucos são os estudos in 

vivo avaliando a ação da microbiota na interação vetor-parasita (Sant'Anna et al., 2014) e sua 

aplicabilidade como ferramenta para avaliar fenótipos simbióticos onde o parasita não fosse 

favorecido.  

A adaptação da microbiota intestinal nos insetos leva ao desenvolvimento de 

mecanismos de supressão da resposta imune intestinal pelas bactérias (Ryu et al., 2008). 

Contudo, os insetos desenvolveram uma resposta imune eficiente para combater a invasão de 

outros micro-organismos não simbiontes (Christophides et al., 2002; Osta et al., 2004; Hillyer 

& Christensen, 2005). Ainda assim existe pouco conhecimento sobre o flebotomíneo como 

‘holobionte’, ou seja, o inseto com todos seus microrganismos associados, como unidade 

evolutiva.   

  Tendo em vista estas considerações, o presente trabalho teve com objetivo isolar 

bactérias de flebotomíneos da espécie Lu. longipalpis coletados na Gruta da Lapinha, MG e 

avaliar sua interação e efeito lítico  in vitro  em espécies de  Leishmania.   
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3 OBJETIVOS 

 

3.1 Objetivo geral 

Caracterizar e avaliar o papel da comunidade bacteriana intestinal do Lu. longipalpis  no 

desenvolvimento de diferentes espécies de  Leishmania spp. 

 

3.2 Objetivo específicos 

3.2.1 Isolar e identificar a microbiota intestinal do Lu. longipalpis em diferentes fases 

fisiológicas. 

 

3.2.2 Investigar como a microbiota intestinal nativa do Lu. longipalpis pode modular positiva 

ou negativamente o desenvolvimento de diferentes espécies de  Leishmania spp. in vitro. 

 

3.2.3 Investigar como a microbiota intestinal não nativa de Lu. longipalpis pode modular 

positiva ou negativamente o desenvolvimento de diferentes espécies de  Leishmania spp. in 

vitro. 

 

3.2.4 Avaliar o papel da sacarose no processo de interação da microbiota com o parasito. 
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4 METODOLOGIA  

 

4.1 Coleta de Lu. longipalpis 

  Os flebotomíneos utilizados, Lu. longipalpis, foram provenientes de coletas semanais 

na Gruta da Lapinha, localizada na cidade de Lagoa Santa, a 60 km de Belo Horizonte 

(longitude 43º57’W; latitude 19º03’S), estado de Minas Gerais, Brasil. As armadilhas 

utilizadas para captura dos insetos foram as luminosas tipo CDC (Center for Disease Control 

light trap) (Sudia & Chamberlain, 1962). Estas armadilhas foram colocadas no início da tarde 

(por volta das 14 horas) e retiradas no início da manhã do dia seguinte (por volta das 10 

horas). Um exemplar de Gallus domesticus foi mantido no interior da caverna como possível 

fonte de atração para os flebotomíneos. As gaiolas com os flebotomíneos coletados foram 

levadas ao Laboratório de Entomologia Médica no Centro de Pesquisas René Rachou em Belo 

Horizonte (CPqRR/FIOCRUZ-MG) dentro de um isopor com algodão úmido, para manter 

temperatura e umidade. No laboratório os insetos foram mantidos em insetário a 24-26ºC e 

com umidade em torno de 80%. Solução de 50% sacarose foi oferecida aos flebotomíneos em 

pequenos chumaços de algodão “ad libitum”.  

 

 

Figura 7: Local de coleta de Lu. longipalpis - Gruta da Lapinha, Lagoa Santa/MG. 

 

4.2 Colonização dos flebotomíneos 

Os flebotomíneos foram alimentados em camundongo suíço, para o desenvolvimento 

dos ovos. As larvas e pupas provenientes desses ovos foram mantidas como descrito por 

(Secundino & Pimenta, 2000).  

Os flebotomíneos foram identificados morfologicamente de acordo com Young e 

Duncan, de 1994.   

Fonte: Nágila Secundino 
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4.3 Caracterização da diversidade microbiana de larvas, pupas e intestino médio de 

flebotomíneos - método cultivável.  

 

Antes da dissecção, cada amostra foi esterilizada por um minuto em 1% de hipoclorito 

de sódio, 30 segundos em 70% de etanol e lavados três vezes em PBS (Lacey &  Brooks, 

1997).  

 

4.3.1 Preparo das amostras: Os flebotomíneos foram anestesiados em freezer -20°C e 

separados em quatro distintos grupos de estudo:  

1) Imaturo – larvas e pupas. 

2)U-Adulto = em jejum ou com intestino vazios; 

3)BF-Adulto = intestino contendo sangue  

4)GR-Adulto = adulto grávida, intestino médio sem sangue e com ovários  desenvolvidos.  

 

4.3.2 Isolamento de bactérias  

 O intestino médio foi dissecado (retirando-se os tubos de Malpighi, o intestino anterior 

e o intestino posterior) sobre em uma lâmina contendo uma gota de PBS estéril com o auxilio 

de um estereoscópio e de estiletes, que foram previamente esterilizados com álcool 70% entre 

cada dissecção.  Os intestinos dissecados e as formas imaturas (larva e pupa) foram maceradas 

seguindo os procedimentos descritos por Gaio, 2011 (com modificações) em tubos contendo 

300 uL de infusões de cérebro e coração de boi (BHI) líquido, um meio de cultivo de bactéria 

não seletivo. Foi plaqueado 100 uL do macerado em meio BHI sólido e incubados a 27ºc por 

16 horas.  

 

4.4 Caracterização morfológica dos isolados bacterianos 

 Após o crescimento por aproximadamente 16 horas, as UFCs foram caracterizadas 

observando a cor, forma, elevação e margem com o auxílio de um microscópio esteoroscópio. 

  As colônias selecionadas através da técnica de semeadura por esgotamento, foram 

submetidas a três repiques em placa de Petri com meio sólido BHI para garantir o isolamento 

puro. Os isolados de culturas puras foram ressubmetidos a um crescimento em meio liquido 

BHI por 16 horas a 27ºc. 

 Além da caracterização morfológica, as colônias bacterianas foram classificadas em 

Gram-positivas ou Gram-negativas utilizando o método de Gram. Para isso, uma gota (10 uL) 
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de cada cultura foi colocada em duas lâminas de vidro e uma delas foi recoberta com uma 

lamínula de vidro. Na outra lâmina, a gota foi espalhada com uma alça bacteriológica e 

quando seco, o material foi fixado utilizando uma chama do bico de Bunsen e corado de 

acordo com a técnica de Gram: a) 1 minuto com cristal violeta (10% em acetona), b) 30 

segundos lugol, d) enxague com solução de acetona e álcool 1:1, d) enxague com água 

destilada e incubadas por 30 segundos em safranina 0,25%. As lâminas foram analisadas 

utilizando um microscópio óptico com a objetiva de 100x (imersão). Foi registrada a 

coloração das células (rosa para Gram negativas ou violeta para Gram positivas). 

 As culturas puras provenientes do isolamento foram preparadas para serem congeladas 

em meio de congelamento bacteriano com 65% de glicerol, sulfato de magnésio a 0,1M e Tris 

HCl pH 8,0 a 0,025M na proporção 50% meio de congelamento 50% cultura e em seguida 

estocada em freezer a -70ºC.  

 

4.5 Identificação taxonômica dos isolados bacterianos por sequenciamento do gene 16S 

rRNA 

  A extração do DNA genômico foi realizada com o kit DNeasy Blood & Tissue 

(Quiagen). Foi colocado em um tubo tipo eppendorf 1mL de cultura de bactéria e 

centrifugado por 10 minutos a 5000xg (7500rpm). O sobrenadante foi descartado. Em 

seguida, o pellet foi ressuspenso em 180 μL de enzymatic lysis buffer com lisozima e 

incubado em banho maria por 1 hora a 37°C. Foi adicionado 25 μl de Proteinase K e as 

amostras foram homogeneizadas no vortex e em seguida incubadas em banho maria a 56°c 

overnight. Foi adicionado 200 μl de buffer AL (sem etanol) e homogenizadas no vortex. 

Foram adicionados 200 μL de etanol (96-100%) e homogeneizas no vortex novamente e 

centrifugadas por 10 minutos a 15000 xg. O sobrenadante foi transferido para um tubo coletor 

de 2 mL com coluna e o pellet descartado. As amostras centrifugadas por 1 minuto 6000 xg. 

O tubo coletor foi descartado. A coluna foi transferida para um novo tubo coletor, e 

adicionado 500 μL de buffer AW1, centrifugado por 1 minuto a 6000 xg e o tubo coletor 

descartado. Novamente a coluna foi transferida para um novo tubo coletor, e adicionados 500 

μLde buffer AW2. Centrifugados por 3 minutos a 20000 xg. E o tubo coletor descartado. A 

coluna foi tranferida para um tubo tipo eppendorf de 1,5 mL e adicionados 100 μL de buffer 

AE diretamente na membrana. As amostras foram incubadas a temperatura ambiente por 

1minuto e centrifugadas por 1 minuto a 6000 xg.  O DNA extraído foi quantificado e sua 

pureza analisada em um espectrofotômetro Nanodrop 2000 (Thermo Fisher Scientific).  



31 

 

 O DNA de cada amostra foi submetido à amplificação em Reação de Cadeia de 

Polimerase utilizando iniciadores universais, tendo como alvo o gene codificante da 

subunidade 16S de RNA ribossomal, fornecidos pela IDT (Integrated DNA Technologies), 

que amplificam uma região de aproximadamente 1500 pb (Polz e Cavanaugh, 1998). A reação 

em cadeia foi polimerizada com Beads do Kit Ilustra PuReTaq Ready-To-Go PCR Beads, 

reagentes listados na Tabela 2 e processada no termociclador GeneAmp® PCR System 9700 

(Applied Biosystems). Os ciclos de cada reação seguiram as condições descritas na Tabela 3. 

Esse processo foi realizado em triplicata para cada isolado para garantir um volume final 

compatível com a necessidade de uso na reação de sequenciamento. 

 

Tabela 1: Componentes da reação em cadeia de polimerase para o gene ribossomal 16S. 

 
Componentes 

 
Concentração Volume/reação 

Beads  2μL 
 

Iniciador senso (10 pmol) 1 μL 
 

Iniciador antisenso (10 pmol) 1μL 
 

DNA molde 
 

Mínimo de 50 ng/ µL Variável  
 

Água DEPC 
 

 Variável  

Volume final  25 μL 
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Tabela 2: Condições para a reação de PCR do DNA extraído dos isolados bacterianos do 

intestino médio de Lu. longipalpis. 

 
Temperatura Tempo # de ciclos 

 
96ºC 2 minutos 1 

 
95 ºC 1 minuto 10 

 
50 ºC 1 minuto 10 

 
72 ºC 3 minutos 10 

 
95 ºC 1 minuto 25 

 
50 ºC 1 minuto 25 

 
72 ºC 
 

3 minutos 
 

25 
 

72 ºC 
 

7 minutos 
 

1 

4 ºC 
 

∞ 
 

 

 

 O produto amplificado foi visualizado em gel de agarose a 0,8%. Para isso foram 

aplicados no gel 5μL do produto da PCR com 2μL do corante Blue/Orange 6x (Promega). Foi 

aplicado também ao gel um padrão de peso molecular 100 pb (Promega). Os géis foram 

submetidos à corrida de eletroforese (100V) por 1 hora utilizando tampão de corrida TBE 1X 

(Tris-borato, ácido bórico e EDTA). Após a corrida os géis foram corados com solução de 

brometo de etídeo (2% ácido acético, 4% álcool etílico) incubados por  10 minutos. Os géis 

foram documentados no transiluminador UV 302 nm T26M Easydoc 100 (BioAgency) com 

uma câmera digital acoplada. 

O produto da PCR foi purificado usando o kit Wizard® SV Gel and PCR Clean-up 

System (Promega). Foi adicionado o mesmo volume de membrane binding solution ao 

produto amplificado por PCR.  A SV minicolumn foi inserida no tubo de coleta. O produto de 

PCR preparado foi transferido para a para a minicolumn e incubado à temperatura ambiente 

durante 1 minuto em seguida, foi  centrifugado a 16000 × g durante 1 minuto e o tubo coletor 

foi esvaziado. Foram adicionados 700 μL de membrane wash solution e o tubo foi 

centrifugado a 16000 × g durante 1 minuto, o tubo coletor foi esvaziado e reinserido na 
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minicolumn. Novamente foram colocados 500 μl de membrane wash solution e o tubo foi 

centrifugado a 16000 x g durante 5 minutos. O tubo coletor foi esvaziado e o conjunto da 

coluna + tubo foi centrifugado novamente  durante 1 minuto com a tampa da centrífuga aberta 

para permitir a evaporação de qualquer etanol residual. A minicolumn foi transferida 

cuidadosamente para um tubo tipo eppendorf  limpo de 1,5 ml. E então foram adicionados 50 

μL de nuclease-free water à minicolumn e incubado à temperatura ambiente durante 1 minuto. 

O conjunto (tubo e coluna) foi centrifugado a 16000 x g durante 1 minuto e a minicolumn 

descartada e o DNA armazenado a -20 ° C em freezer. 

 Esse produto de PCR purificado foi quantificado em um espectrofotômetro Nanodrop 

2000 (Thermo Fisher Scientific).  

 A reação de sequenciamento foi realizada utilizando a plataforma de sequenciamento 

de DNA do CPqRR.  Uma quantidade de 10 - 40 ng de produto amplificado foi usada para a 

reação de sequenciamento no sequenciador 3730XL DNA Analyzer (Applied Biosystems). Os 

produtos foram precipitados utilizando-se etanol e EDTA. Aos 10 µL iniciais da reação 

adiciona-se 1 µl de EDTA 125 mM, 1 µL de acetado de amônio e 50 µL de etanol absoluto. A 

placa foi fechada com adesivo resistente a etanol. Os produtos foram homogeneizados por 

inversão várias vezes. A reação foi incubada por 15 minutos a temperatura ambiente protegida 

da luz. Após incubação, o produto foi centrifugado a 3700 x rpm por 45 minutos a 

temperatura ambiente (25°C). O sobrenadante foi descartado e adicionado 100µl de etanol 

70%. O produto foi centrifugado novamente a 3700 x rpm por 15 minutos. O sobrenadante foi 

novamente descartado e a placa bem seca ressuspendida com formamida HI DI. 

As sequências obtidas foram alinhadas, e uma sequência consenso (contig) foi gerada 

usando software DNAbaser v.4.36.0. Posteriormente, cada sequência consenso foi comparada 

com o banco de dados do GenBank, NCBI utilizando a ferramenta BLASTn; à consulta no 

banco de dados para comparação com sequências homologas e a escolha dos melhores 

alinhamentos foi feita segundo os critérios de “e-value”, (o mais próximo de zero), e a 

identidade mínima de 97%. 

 

4.6 Cultivo de Leishmania spp. 

Os parasitas utilizados pertencem às cepas Leishmania infantum chagasi 

(MHOM/BR/1970/BH46), Leishmania (L.) amazonensis (/BR/67/PH8/IFLA), Leishmania 

(V.) braziliensis (MHOM/BR/75/H2903) e Leishmania (L.) major (MHOM/ IL/80/FN).  Os 

parasitos foram cultivados em meio M199 (Sigma), acrescido com 10% de soro fetal bovino 
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(SFB) (Cultilab), penicilina (100U/mL), streptomicina (50 g/mL), Hepes (40 mM), adenina 

(0,1 mM) e 2,5 g/mL hemina (Sigma) cultivadas a 26 ºC.  (Nieves e Pimenta, 2002). 

 

4.7 Avaliação do efeito in vitro de bactérias no desenvolvimento de Leishmania spp.  

Todos os experimentos foram feitos utilizando promastigotas em fase exponencial de 

crescimento. Os parasitas foram contados, centrifugados por 10 min a 3200 rpm e ressuspenso 

no meio DMEN fresco (Modified Eagle Médium da Dulbecco) na presença da bactéria nativa 

previamente isolada de intestinos dissecados de Lu. longipalpis ou de larvas de Anopheles 

aquasalis obtidos do insetário do LEM e cultivadas em infusão de cérebro e coração (BHI) e 

congeladas em meio específico. Os experimentos foram realizados utilizando as diferentes 

espécies de Leishmania na concentração de 4 x 106 parasitas/mL cada e as diferentes bactérias 

em concentrações de 1 x 108 UFC/mL.  

As cepas de parasitos foram incubadas na presença de um único isolado bacteriano 

e/ou na presença ou ausência de 15% de sacarose adicionada ao meio DMEM. As amostras 

foram co-cultivadas a 25°C ao longo de um período de 2 horas, ou até 144 horas (Moraes et 

al, 2008, com modificações). O número de parasitos vivos e morfotipos foram determinados 

por contagem na câmara de Neubauer. 

 

4.8 Análises estatísticas.  

 O teste estatístico não paramétrico Mann-Whitney foi realizado depois da confirmação 

da distribuição normal dos dados pelo teste Shapiro-Wilk. Ambos os testes foram realizados 

usando o programa GraphPad Prims (Prism Windows 6.07; GraphPad Software Inc.).
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5 RESULTADOS 

 

5.1 Composição da comunidade bacteriana nativa associada à Lu.  longipalpis  

O perfil taxonômico obtido para cada amostra de Lu. longipalpis revelou que existem 

diferenças na composição (avaliada em função da riqueza de taxa) da comunidade bacteriana 

associada ao flebotomíneo durante as distintas fases vida, bem como nas condições 

fisiológicas do inseto adulto testadas.  

Considerando os diferentes grupos, foram obtidas 60 UFCs (Unidades Formadoras de 

Colônias), as quais foram classificadas taxonomicamente em 10 gêneros bacterianos. Destes 

10 gêneros, seis são Gram-negativos (60%) e quatro Gram-positivos (40%).  

No grupo das formas imaturas, (fases de larva e pupa), foram identificadas UFCs 

pertencentes a 3 gêneros e 2 famílias, sendo o gênero Pseudomonas comum em ambos 

grupos( larva e pupa) e o gênero Lysinibacillus em larvas. Além disso, a bactéria Gram-

positiva do gênero Bacillus foi encontrada em duas das fases da vida estudadas, pupas e 

adulto (Tabela 3). 

 O grupo adulto apresentou a maioria dos gêneros de bactérias com 7 diferentes 

gêneros, 3 isolados bacterianos Gram-positivos representadas por Bacillus, Enterococcus e 

Staphylococcus e 4 isolados Gram-negativos pertencentes ao gêneros Erwinia, Enterobacter, 

Escherichia e Providencia. Com exceção dos gêneros Staphylococcus e Bacillus, todos os 

outros isolados são pertencentes a família Enterobacteriaceae.  

No grupo de flebotomíneos que apresentavam sangue no intestino (BF-adulto), foi 

isolada apenas uma UFC identificada taxonomicamente como pertencente ao gênero Serratia, 

uma bactéria Gram-negativa da família Enterobacteriaceae.  

Nos insetos pertencentes ao grupo GR-adultos (intestino médio sem sangue e com 

ovários  desenvolvidos) foram identificados dois gêneros, ambos Gram-negativos e da família 

Enterobacteriaceae; Erwinia e Providencia.  

 

 

 

 

 

 

 



36 

 

 

Tabela 3: Gêneros de bactérias isoladas de diferentes estágios de desenvolvimento e 

condições fisiológicas de Lu. longipalpis 

 

Genus/Gram Lu. longipalpis 

 Larva Pupa U-Adulto BF-Adulto GR-Adulto 

Bacillus (+)  X X   

Enterobacter (-)   X   

Enterococcus (+)   X   

Erwinia (-)   X  X 

Escherichia (-)   X   

Lysinibacillus (+) X     

Providencia (-)   X  X 

Pseudomonas (-) X X    

Serratia (-)    X  

Staphylococcus (+) X     

 (+) Gram-positiva e (-) Gram-negativa; Grupos: U-Adulto = em jejum ou com intestino 

vazios; BF-Adulto = intestino contendo sangue; GR-Adulto = adulto grávida, intestino médio 

sem sangue e com ovários desenvolvidos.  

 

5.2 Avaliação do efeito in vitro de bactérias nativas associadas à Lu. longipalpis sobre a 

sobrevivência de espécies de Leishmania spp. 

O efeito in vitro foi analisado por co-cultura de cada uma das 10 bactérias nativas 

isoladas de Lu. longipalpis: Bacillus, Enterobacter, Enterococcus, Erwinia, Escherichia, 

Lysinibacillus, Providencia, Pseudomonas, Serratia e Staphylococcos; com promastigotas de 

L. infantum chagasi, L. major, L. amazonensis e L. braziliensis por um período de até 2 horas. 

Depois de 30 minutos de co-cultivo de promastigotas de Leishmania com as bactérias 

nativas, observou-se uma redução no número de parasitos para todas as espécies testadas. 

Considerando o efeito da mortalidade das bactérias em cada uma das espécies de Leishmania, 

comparando com o ponto de tempo 0 hora (Figura 8), o co-cultivo com Lysinibacillus e 

Serratia eliminou 13,25% e 8,75% de parasitas de L. infantum chagasi, respectivamente. Ao 

considerar as bactérias acima mencionadas e L. amazonensis, foram registrados 12,07% e 

8,25% de mortalidade. Por último, o co-cultivo das bactérias acima indicadas, com L. 
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braziliensis e L. major reduziu 10,4% e 7%; e 13,3% e 9,6% na quantidade de parasitos totais 

respectivamente. 

Aos 60 minutos, a tendência de diminuição do número de parasitas persistiu para a 

maioria dos co-cultivos. Consequentemente, quando se avaliou a co-cultura com 

Lysinibacillus e Serratia, as percentagens de mortalidade observadas aos 120 minutos 

(comparado com a densidade de parasitos no tempo 0 hora) foram: 25,4% e 15%, 25,8 e 15%, 

22,9% e 14,5%, e 23,4% e 27,9%, para L. infantum chagasi, L. amazonensis, L. braziliensis e 

L. major, respectivamente.  

 

 

 

 

 

 

 Quando avaliada a redução da densidade parasitária ou mortalidade, foram observadas 

diferenças estatisticamente significativas para a maioria dos grupos em relação ao controle   

( = 0,05). Não foram observadas reduções significativas quando qualquer dos parasitas 

Figura 8: Atividade lítica observada ao longo do tempo com as quatro espécies de 

Leishmania co-cultivadas com os 10 gêneros de bactérias isoladas do intestino médio 

de Lu. longipalpis. A) Co-cultivo das bactérias com a L. infantum chagasi. B) Co-cultivo 

das bactérias com a L. amazonensis. C) Co-cultivo das bactérias com a L. braziliensis.  D) 
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foram expostos a Enterobacter e quando  L. infantum chagasi e L. amazonensis foram co-

cultivados com Escherichia. 

 

5.3 O efeito contínuo in vitro, ao longo de 144 horas de co-cultura de bactérias isoladas 

de Lu. longipalpis e as espécies de Leishmania testadas 

A atividade lítica prolongada das bactérias nativas isoladas do intestino médio de Lu. 

longipalpis foi avaliada por co-cultura com promastigotas de L. infantum chagasi, L. major,  

L. amazonensis e L. braziliensis durante um período de 144 horas. 

Após 24 horas de co-cultura com bactérias isoladas do intestino médio de 

flebotomíneos, o número de promastigotas de Leishmania diminuiu para todos os grupos 

testados. Quando co-cultivadas com Serratia, L. chagasi, L. amazonensis e L. braziliensis 

apresentaram uma mortalidade de 36,25%, ao passo que 41,30% de promastigotas de L. major 

morreram quando comparado com o número de parasitas no tempo inicial (Figura 9) em 

presença deste gênero bacteriano. Quando os parasitas foram expostos a Lysinibacillus todos 

os parasitas de L. chagasi e L. amazonensis morreram, enquanto a taxa de mortalidade de L. 

braziliensis e L. major foi 88,75% e 81,25% respectivamente. 

Após 48 horas foi mantida a tendência de diminuição no crescimento do parasito. No 

co-cultivo com Serratia as diminuições registadas para L. infantum chagasi, L .amazonensis, 

L. braziliensis e L. major foram 28,90%, 33,40%, 43,10% e 40,40%, respectivamente, quando 

comparado com o tempo de 24 horas. Neste mesmo tempo, quando, L. braziliensis, L. major 

foram co-cultivados com Lysinibacillus todos os parasitas foram observados mortos. 

Após 72h, os grupos restantes mantiveram a tendência de queda. Todos os parasitos 

co-cultivados com Serratia foram determinados como mortos. 

Entre 96 a 144 horas, para a os demais grupos, observou-se a lise de todos os parasitas 

de L. infantum chagasi e L. amazonensis, com exceção dos grupos co-cultivados com 

Pseudomonas e Enterobacter. De L. braziliensis, apenas não foi observada a lise dos grupos 

co-cultivados com Pseudomonas, Enterobacter e Erwinia e de L. major co-cultivados com 

Pseudomonas, Enterobacter e Enterococcus. 
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Em relação à redução da densidade parasitaria, foram observadas diferenças 

estatisticamente significativas para todos os grupos, quando comparado com o controle ( = 

0,05). 

 

5.4 Efeito de bactérias não nativas de Lu. longipalpis na co-cultura com Leishmania spp. 

A atividade lítica de três gêneros bacterianos, Aeromonas, Enterobacter, 

Lysinibacillus, isolados a partir de larvas de Anopheles aquasalis foi analisada por co-cultura 

com promastigotas de Leishmania. 

Após 24 horas, as promastigotas de Leishmania de todas as espécies testadas, 

apresentaram uma grande redução no número de parasitos (Figura 10), atingindo as seguintes 

percentagens de morte: 55,4%, 62%, 70% e 50% para L. infantum chagasi, L.amazonensis, L. 

Figura 9: Atividade lítica observada ao longo de 144 horas com as quatro espécies de 

Leishmania co-cultivadas com os 10 gêneros de bactérias isoladas do intestino médio de 

Lu. longipalpis. A) Co-cultivo das bactérias com a L. infantum chagasi. B) Co-cultivo das 

bactérias com a L. amazonensis. C) Co-cultivo das bactérias com a L. braziliensis.  D) Co-

cultivo das bactérias com a L. major. 
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braziliensis e L. major, respectivamente. Chama a atenção que, neste tempo, todos os grupos 

de co-cultura envolvendo Lysinibacillus apresentaram a morte completa dos parasitas. 

Em 48 horas a tendência de redução persistiu, apresentando a seguinte porcentagem de 

mortalidade: 15,3%, 43,6%, 29,2% e 24,3 % para cada espécie de Leishmania seguindo a 

ordem descrita anteriormente, comparando com os números de parasitos do tempo anterior 

(24 horas). Ao avaliar o efeito da bactéria Aeromonas isolada de anofelinos no co-cultivo, 

todos os parasitas foram registrados como mortos neste tempo. Após 72h, e referindo-se à 

exposição à Enterobacter, foram registradas as seguintes porcentagem de redução: 56,3%, 

33,4%, 41,3% e 6.45% para cada espécie Leishmania quando se compara com a quantidade 

de parasitas vivos em 48 horas de co-cultura. Depois de 96 horas a grande maioria dos 

parasitos já tinham morrido. 
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Em relação à redução da densidade parasitária, foram observadas diferenças 

estatisticamente significativas para todos os grupos, quando comparado com o controle        

( = 0,05). 

 

5.5 O efeito modulador de sacarose na co-cultura e na metaciclogêneses dos parasitas 

Após 24 horas de co-cultura suplementada com 15% de sacarose as formas 

metacíclicas aumentaram de zero para 1,75x106, 1,85x106, 1,5x106, 1,35x106 para L. infantum 

chagasi, L.amazonensis, L. braziliensis e L. major, respectivamente (Figura 11). 

Depois de 48 horas, foi possível observar um acréscimo no número de parasitas na 

forma metacíclica, quando comparado com o controle, de 1.3, 1.8, 1.2 e 1.9 vezes, seguindo a 

mesma ordem de espécies de Leishmania descrita anteriormente. Após 72 horas de 

crescimento a tendência tornou-se negativa em todos os grupos de teste e de tratamentos, na 

Figura 10: Atividade lítica observada ao longo de 144 horas com as quatro espécies de 

Leishmania co-cultivadas com 3 gêneros de bactérias isoladas do intestino médio de An. 

aquasalis. A) Co-cultivo das bactérias com a L. infantum chagasi. B) Co-cultivo das 

bactérias com a L. amazonensis. C) Co-cultivo das bactérias com a L. braziliensis.  D) Co-

cultivo das bactérias com a L. major. 



42 

 

medida em que, no sexto dia todos os parasitas estavam mortos. Nos grupos co-cultivados 

sem a adição de sacarose não foram observadas as formas metacíclicas. 

 

 

 

   

 

Em relação à redução da densidade parasitaria, foram observadas diferenças 

estatisticamente significativas para todos os grupos, quando comparado com o controle ( = 

0,05). 

Figura 11: Atividade lítica e metaciclogênese observada ao longo de 144 horas com as 

quatro espécies de Leishmania co-cultivadas com os 10 gêneros de bactérias isoladas 

do intestino médio de Lu. longipalpis suplementadas com sucrose. A) Co-cultivo das 

bactérias com a L. infantum chagasi. B) Co-cultivo das bactérias com a L. amazonensis. 

C) Co-cultivo das bactérias com a L. braziliensis.  D) Co-cultivo das bactérias com a L. 
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6 DISCUSSÃO 

 

 A leishmaniose é considerada pela Organização Mundial de Saúde a segunda maior 

doença infecciosa em todo o mundo (OMS, 2016) e afeta mais de 1,5 milhões de pessoas em 

todo o mundo. No Brasil, o Ministério da Saúde estima que cerca de 3 mil pessoas sejam 

infectadas pela doença anualmente. Conhecimentos acerca da microbiota associada aos 

flebotomíneos são essenciais para compreender as interações existentes com o patógeno, 

assim como elucidar o seu impacto na transmissão vetorial. . 

A diversidade da microbiota intestinal associada a larvas e adultos de insetos, em 

geral, é distinta e influenciada, muitas vezes, pelo local onde vivem e por seu comportamento 

alimentar (Minard et al., 2013). Em flebotomíneos, os estágios larvais estão sujeitos a 

adquirirem diversos microrganismos, pois se alimentam de fungos e bactérias que crescem em 

solo rico em matéria orgânica (Mukhopadhyay et al. 2012). Essa microbiota adquirada 

durante a fase larvar pode permanecer até a fase adulta, para isso as bactérias precisam passar 

por todo o processo de metamorfose do inseto, o que se conhece como transmissão 

transestadial (Moll et al.,2001; Wang et al., 2011;Volf et al., 2002). 

 Em mosquitos, foi demonstrado que os gêneros bacterianos Acinetobacter, Bacillus, 

Enterobacter, Staphylococcus, Pseudomonas, Cryseobacterium e Serratia podem resistir  ao 

longo dos diferentes estágios de desenvolvimento (Rani et al., 2009). Além da microbiota 

adquirida durante a fase larvar, os adultos por se alimentarem de diversas fontes de açúcar, 

como néctar floral, frutas em decomposição e açucares de plantas e sangue, também estão 

propensos a adquirirem outros microrganismos; assim como na alimentação sanguínea (Buck 

et al.,2016).  

A comunidade bacteriana intestinal pode desempenhar diversas funções, entre elas, 

aumento dos movimentos peristálticos, proteção indireta do hospedeiro através do estímulo do 

sistema imune, competição por nutrientes e sítios de adesão do parasita (Dillon et al., 2005; 

Minard et al., 2013; Engel & Moran, 2013). Ausência ou eliminação da fauna microbiana, ou 

até mesmo a modificação da composição dessa fauna pode reduzir o fitness do inseto 

(Thomas et al., 2012). 

 Neste estudo, foi identificada a microbiota nativa de Lu. longipalpis em seus diferentes 

estágios de desenvolvimento e condições fisiológicas, com a finalidade de reconhecer a 

mesma. Para tanto, utilizamos o método cultivável, isolamos 10 gêneros bacterianos, seis 

Gram-negativos (60%) e quatro Gram-positivos (40%). Estes achados estão de acordo com 



44 

 

Oliveira e colaboradores (2000; 2001) que caracterizaram a microbiota intestinal como 

prevalentemente de bactérias Gram negativa; em Lu. longipalpis provenientes de diferentes 

localidades. Utilizando a análise metagênomica, McCarthy (2011) e Monteiro e colaboradores 

(2016) também encontraram uma predominância de bactérias Gram negativas em seus estudo, 

embora o primeiro analisou machos e fêmeas de Lu. longipalpis e o segundo fêmeas de Lu. 

intermedia.   

Em nosso trabalho apenas um gênero bacteriano, Bacillus, foi comum a fase imatura 

(pupa) e adulta, sugerindo que essa bactéria pode-se associar transtadialmente ao hospedeiro 

flebotomíneo. Volf e colaboradores (2002), demostraram que P. dubosqui apresenta bactérias 

associadas ao intestino imediatamente após a emergência do adulto, e que o perfil taxonômico 

dessa comunidade bacteriana é muitas vezes distinto ao determinado nos adultos e Dillon e 

colaboradores (1996), em um estudo realizado com P. papatasi, sugeriram que a diversidade 

bacteriana presente no intestino flutua durante sua vida.  

Nas fases imaturas foram encontrados os gêneros Bacillus, Lysinibacillus e 

Pseudomonas. Em outros estudos com larvas de flebotomíneos colonizadas em laboratório 

foram encontrados um gênero de bactéria Enterobacter e uma classe Bacilli (onde é incluído 

o gênero Bacillus) (Maleki-Ravasan et al., 2014, Peterkova-Koc et al., 2012). 

Em insetos adultos os isolados bacterianos dos intestinos médios revelaram 

predominentemente gêneros pertencentes à família Enterobacteriacea (Gram negativa), são 

eles: Erwinia, Enterobacter, Escherichia, Serratia e Providencia. Também foi observado por 

Dillon e colaboradores (1996) e Volf e colaboradores (2002). Enterobacteriacea parece ser a 

familia mais abundante identificada em insetos quando utilizado métodos cultiváveis. Esse 

fato pode ser explicado devido às bactérias se desenvolverem rapidamente em cultura, 

dificultando o crescimento de outras espécies (Dillon et al., 1996).  

Dentre os gêneros encontrado, Erwinia e Enterobacter já foram identificados em 

plantas (Zhang et al.,  2014 e Hoffmann et al.,  2008). Portanto acreditamos que esse encontro 

pode ser explicado  por serem encontradas em superfícies de plantas, fonte alimentar dos 

flebotomíneos adultos. O gênero Escherichia já foi descrito em flebotomíneos do Novo e 

Velho Mundo (Schlein et al., 1985; Gouveia et al., 2008; Akhoundi et al., 2012; Maleki-

Ravasan et al., 2014). Serratia é um gênero frequentemente presente em flebotomíneos 

(Warburg et al., 1991; Dillon et al., 1996; Oliveita et al., 2001; Volf et al., 2002; Gouveia et 

al., 2008; Akhoundi et al., 2012; Sant’anna et al., 2012;Maleki-Ravasan et al., 2014, Monteiro 

et al., 2016). Providencia é usualmente encontrado em ambientes aquáticos e terrestres (Yoh 
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et al., 2005) e já foi descrita na  hemolinfa da Drosophila melanogaster (Ryan et al., 2004) e 

em intestino médio de Culex quinquefasciatus (Chandel et al., 2013)  mas em flebotomíneos é 

a primeira descrição. 

Os gêneros bacterianos Gram positivos; Bacillus, Pseudomonas e Lysinibacillus foram 

encontrados nas fases imaturas e o gênero Staphylococus no grupo jejum (U-adulto). Apesar 

de serem menos predominantes parecem fazer parte da microbiota comum de flebotomíneos 

do Velho e Novo mundo.  Nos insetos do Velho Mundo, Maleki-Ravasan e colaboradores 

(2014; 2015) descreveram as bactérias Gram positiva; Bacillus, Staphylococcus e 

Pseudomonas e Hillesland e colaboradores (2008) descreveram os gêneros Staphylococcus e 

Bacillus em seus estudos com Phlebotomus argentipes.  Em estudos no Novo mundo, 

Oliveira e colaboradores (2000) também encontraram Bacillus, Staphylococcus e 

Pseudomonas.   

O gênero Lysinibacillus, inicialmente designada como Bacillus spp, é cosmopolita 

saprófita de solos e ambientes aquáticos, sendo capazes de produzir esporos quando 

submetidas a condições adversas (Crickmore, 2016). Sua espécie mais conhecida é a 

Lysinibacillus sphaericus, inicialmente denominada como Bacillus sphaericus, é utilizada em 

preparações comerciais de biolarvicidas e eficaz para o controle de insetos e possui ação 

tóxica para dípteros, em especial para culicídeos, sendo utilizados em vários países, inclusive 

no Brasil (Mittal, 2003; Regis et al., 2001; Thiery et al., 1996).  

Apesar da limitação da técnica utilizada por nós, ou seja, métodos que dependem de 

cultivo em que apenas 1% das bactérias já descritas são cultiváveis (Amann et al., 1995). Para 

nós essa metodologia foi satisfatória, pois outros estudos realizados com insetos, inclusive 

usando métodos não-cultiváveis de identificação apresentaram baixa riqueza de espécies 

(Demaio et al., 1996; Oliveira et al., 2000; 2001; Gouveia et al., 2008; Gusmão et al., 2010; 

McCarthy et al., 2011). Outro ponto que favorece a utilização destes métodos é o fato dos 

isolados bacterianos poderem ser utilizados nos estudos de interação parasita-vetor-bactéria. 

Alder e Theodor, 1927, foram os primeiros a sugerirem que a presença de outros 

microrganismos poderia modificar o desenvolvimento de Leishmania spp.. Pumpuni e 

colaboradores, em 1996, sugeriram que a presença de bactérias livres no lúmen intestinal 

modifica o “ambiente” podendo inibir o desenvolvimento do parasita da malária levando a 

uma redução significativa nas taxas de infecção e densidade de oocistos.  

Alguns estudos já vêm demostrando à interferência de bactérias na infecção do vetor 

por patógenos, demonstrando que os microrganismos existentes naturalmente no intestino 
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médio de insetos podem desempenhar um papel importante no desenvolvimento dos parasitas 

em insetos vetores. Em estudo in vivo, Sant’Anna e colaboradores (2014) recolonizaram o 

intestino de fêmeas de Lu. longipalpis (Jacobina, Bahia) com bactérias e leveduras extraídas 

de seus intestinos. A recolonização do intestino dessas fêmeas com estes microrganismos 

interferiu na capacidade da L. mexicana em colonizar Lu. longipalpis. Foi observada uma 

redução no número de flebotomíneos infectados que haviam sido pré-alimentados com 

Pseudozyma sp., Asaia sp. e Ochrobactrum intermedium  e redução da carga parasitária.  

Em estudos, in vitro, Azambuja e colaboradores, 2004, avaliaram os efeitos das 

bactérias residentes no estômago de Rhodnius prolixus na infecção por Trypanossoma cruzi e 

observaram que a espécie bacteriana Serratia marcescens foi capaz de lisar T. cruzi.  Em se 

tratando de Leishmania spp. foi demonstrado o efeito da microbiota na sobrevivência do 

parasita quando co-cultivado com algumas espécies de bactérias, mostrando que Serratia, 

Bacillus e Haemophilus parainfluenzae induziram  lise das formas promastigotas (Moraes et 

al., 2008;  2009, Hassan et al., 2014).  

Os isolados bacterianos provenientes dos estagios imaturos e diferentes estados 

fisiológicos do Lu. longipalpis (10 isolados), foram testados com intuito de encontrar 

bactérias patogênicas com potencial para influenciar o desenvolvimento de Leishmania spp. 

Observamos em nossos estudos a atividade lítica ou efeito in vitro dos gêneros bacterianos em 

promastigotas de L. infantum chagasi, L. major, L. amazonensis e L. braziliensis. Os gêneros 

Lysinibacillus e Serratia, foram os que mais chamaram atenção por apresentem uma maior 

uma redução no número de parasitas para todas as espécies testadas.    

Uma possível explicação para a mortalidade dos parasitas é a formação de uma 

comunidade bacteriana estruturada reconhecida como biofilmes (Watnick e Kolter, 2000, 

Weitere et al., 2005 e Queck et al., 2006). Moraes e colaboradores (2008; 2009) através de 

microscopia eletrônica de varredura observaram que a bactéria S. marcescens (cepa SM365) 

adere a todo o corpo celular e flagelo de L. chagasi e L. braziliensis quando incubadas, 

ocorrendo a formação de diversas estruturas filamentosas identificadas como biofilmes 

levando a lise da membrana celular dos parasitas.  

Ao avaliarmos o efeito de bactérias não nativas, previamente isolada de larvas de An. 

aquasalis (Aeromonas e Lysinibacillus) no co-cultivo foi observado que todos os parasitas 

haviam morrido após 48 horas de incubação com o primeiro gênero e em até 24 com o 

segundo. Mourya e colaboradores (2002) observaram um aumento na susceptibilidade de Ae. 

aegypti ao vírus da dengue quando os mosquitos foram alimentados com Aeromonas 
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previamente isolada de Culex quinquefasciatus. Esses resultados sugerem que isolados 

bacterianos provenientes de outras espécies podem ter algum tipo de ação (modulação), 

positiva ou negativa na interação vetor-patogeno assim como no sucesso da transmissão. 

Os nossos isolados bacterianos pertencentes à família Enterobacteriaceae (exceção 

Serratia) causaram pequena mortalidade em todas as espécies de Leishmania testadas, 

entretanto estudos com Anopheles arabiensis sugerem que a presença de espécies da família 

Enterobacteriaceae no seu intestino atuam bloqueando do desenvolvimento do Plasmadium 

falciparum, matando o parasita antes de sua invasão no epitélio intestinal tornando esta 

população refratária à infecção. Este fenômeno foi associado à geração de espécies reativas de 

oxigênio (ROS) (Crimotich et al., 2011). Wang e colaboradores (2011) propuseram que 

bactérias podem induzir uma modificação no ambiente intestinal de Anopheles gambiae, 

tornando-o um ambiente redutivo, auxiliando assim na geração de espécies reativas de 

oxigênio (ERO) e nitrogênio (ERN), fato que permitiria uma resposta imune agressiva do 

mosquito quando infectados pelo parasita.  

Em mosquitos, estudos anteriores sugerem que a presença de bactérias no intestino 

modifica o ambiente intestinal, levando a uma super-expressão do sistema imune e 

consequentemente, ao aumento na taxa de produção de peptídeos antimicrobiano, inibindo 

assim o desenvolvimento de parasitas (Pumpuni et al.,1996; Ratcliffe & Whitten, 2004; 

Michel & Kafatos, 2005). Esses peptídeos provavelmente possuem um papel chave no 

controle de bactérias e no desenvolvimento de infecções por parasitos (Beard et al., 2001; 

Boulanger et al., 2004). Meister e colaboradores (2009) demonstraram que o sistema imune 

do mosquito age contra a proliferação de bactérias e modula a intensidade da infecção no 

mosquito quando infectado com P. berghei ou com P. falciparum, eliminando um grande 

número de parasitas.   

Com intuito de mimetizar o que ocorre in vivo e suprir os nutrientes do meio de 

cultivo, o papel da sacarose foi testado ao adicioná-la no co-cultivo. A seiva vegetal e o 

açúcar e ou podem representar uma fonte de energia para a microbiota nativa e ou Leishmania 

ssp. já que os insetos tanto machos quando femeas se alimentam de plantas ou seivas. Esse 

tipo de alimento é estocado no divertículo esofagiano e posteriormente absorvido pelo 

inseto,ou seja, os subprodutos desse tipo de alimentação estarão em contato com a microbiota 

e parasitos. Como resultado, a adição de sacarose não modificou a mortalidade dos parasitas 

mas levou a uma maior metaciclogênese em todos os grupos, exceto quando incubadas com 

Lysinibacillus ssp. onde não foram observados metacíclicos.  
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Não sabemos o mecanismo, mas não podemos excluir a possibilidade de que os 

produtos tanto de promastigota como de metabolismo bacteriano contribuam para uma queda 

no pH o que estimula a metacicogénese, corroborando com estudos in vitro que tem 

demonstrado que "condições estressantes" levaram a diferenciação dos parasitas de 

Leishmania spp. para a forma metacíclica. Além disso, a falta de nutrientes, a diminuição do 

pH e baixos níveis da coenzima tetrahidrobiopterina influenciam na  metaciclogênese (Sacks 

& Perkins, 1984, Bates & Tetley, 1993; Bates et al., 2008). A espécie do parasita e as 

condições de cultura (composição do meio, temperatura, fase de cultura e densidade do 

parasita) influenciam significativamente no desenvolvimento de promastigotas metacíclicos 

(Cunningham et al., 2001). Serafim e colaboradores (2008) demonstram que a indução á 

metaciclogênese pode ser controlada pela presença de adenosina. A adição de adenosina a 

culturas de promastigotas metacíclicos de Leishmania induz a diferenciação destes parasitas 

in vitro. Entretanto, in vivo a adição de adenosina inibe a metaciclogênese.  

 Com nossos estudos in vitro foi possível observar que os gêneros Lysinibacillus e 

Serratia apresentaram efeitos líticos sobre as espécies  L. i. chagasi, L. amazonensis, L. 

braziliensis e L. major. Estudos adicionais in vivo utilizando principalmente esses dois 

gêneros bacterianos são necessários para compreender como a microbiota interfere na 

capacidade vetorial.  
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7 CONCLUSÃO  

 

I.  Foram identificados os seguintes gêneros bacterianos em Lu. longipalpis provenientes da 

Gruta da Lapinha, MG: Bacillus, Enterobacter, Enterococcus, Erwinia, Escherichia, 

Lysinibacillus, Providencia, Pseudomonas, Serratia e Staphylococcus. 

 

II. Dos isolados bacterianos identificados, 60% são Gram- negativos e a família 

Enterobacteriacea é a prevalente. 

 

III.    Quando os parasitas foram co-cultivados com o gênero bacteriano Lysinibacillus todos 

os parasitas de L. infantum chagasi e L. amazonensis morreram em até 24h. E L. braziliensis e 

L. major em até 48h de co-cultivo.  

 

IV. A atividade lítica de três gêneros bacterianos, Aeromonas, Enterobacter, Lysinibacillus, 

isolado a partir de larvas de Anopheles aquasalis foi analisada por co-cultura com 

promastigotas de Leishmania e após 96 horas de co-cultura a grande maioria dos parasitas já 

tinham morrido. 

 

V. Nos grupos co-cultivados sem a adição de sacarose não foram observadas as formas 

metacíclicas. 

 

VI. Os gêneros Lysinibacillus e Serratia apresentação maior efeitos lítico sobre todas as 

quatros espécies de Leishmania testadas, sendo duas bactérias candidatas para testes in vivo.  

 

Os gêneros bacterianos; Bacillus, Enterobacter, Enterococcus, Erwinia, Escherichia, 

Lysinibacillus, Providencia, Pseudomonas, Serratia e Staphylococcos, foram isolados de 

estágios imaturos (larva e pupa) e adultos de Lu. longipalpis em diferentes condições 

fisiológicas, sendo a família Enterobacteriaceae predominante.  

Nosso estudo de co-cultivo revelaram que os gêneros bacterianos Lysinibacillus e 

Serratia provocaram mortalidade em todas as espécies de Leishmania estudadas. O co-cultivo 

e a suplementação do meio com sacarose (15%) causou a mesma mortalidade aos parasitas, 

entretanto foi possível observar a diferenciação dos parasitas para a forma metacíclica.   
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