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RESUMO 

Na Amazônia, especificamente no estado de Rondônia, o mosquito 

Anopheles darlingi é um importante vetor de Plasmodium vivax, a principal 

espécie de parasita causador de malária humana nas Américas. Alguns 

componentes das vias de sinalização do sistema imune, IMD e Toll, podem 

modular a infecção por Plasmodium nos mais diversos anofelinos. Portanto, 

este estudo avaliou de forma inédita o papel do silenciamento dos 

reguladores negativos Caspar e Cactus das vias de IMD e Toll, 

respectivamente, e seu efeito na taxa de infecção e produção de oocistos de 

Plasmodium vivax no principal vetor da malária no norte do Brasil, Anopheles 

darlingi. Para avaliar a ativação das vias IMD e TOLL, os dsRNAs foram 

oferecidos de diferentes maneiras, i.e., microinjeção, ingestão e aplicação 

tópica observando-se a sobrevivência diária e o silenciamento dos genes. Os 

grupos injetados foram avaliados quanto ao bloqueio da infecção por 

Plasmodium vivax em An. darlingi, sendo os mosquitos injetados com dsRNA 

de Caspar, Cactus e LacZ (dsRNA controle). Após 3 dias, os mosquitos 

foram alimentados com sangue infectado por P. vivax usando um sistema de 

membrana artificial. No oitavo dia, os mosquitos foram dissecados e com 

auxílio de estereoscópico o número de mosquitos infectados (taxa de 

infecção) e oocistos foram contados (carga infecção). A sobrevivência dos 

mosquitos injetados com dsRNA Cactus foi afetada em relação aos demais 

tratamentos. Nos demais métodos, a mortalidade foi menor até o terceiro dia, 

além da técnica ser menos laboriosa. O silenciamento causado pelo método 

de ingestão foi muito semelhante ao método clássico de microinjeções, mas a 

aplicação tópica não causou o silenciamento dos genes como desejado. As 

injeções de dsRNA de Cactus e Caspar diminuíram significativamente o nível 

de expressão destes genes (86,3 e 80,4%, respectivamente) e a média do 

número de oocistos (65,7 e 89,6%, respectivamente), em comparação com 

as fêmeas não manipuladas de An. darlingi. Por outro lado, a taxa de 

infecção por Plasmodium vivax foi apenas diferente para os mosquitos 

injetados com dsRNA de Caspar. Foram avaliados os métodos alternativos 

de aplicação de dsRNA, mas deve ser investigado quanto a eficiência no 

bloqueio da infecção. 
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ABSTRACT 

In the amazon, specifically in TO state, the mosquito Anopheles darlingi is an 

important vector of Plasmodium vivax, the main species of human malaria in 

the Americas. Some components of the immune pathways, IMD and Toll, can 

modulate the infection by Plasmodium in other anophelines. Therefore, this 

study evaluated in an unprecedented manner role of silencing of negatives 

regulators Caspar and Cactus of IMD and Toll pathways, respectively, and 

their effect on the rate of infection and production of oocyst the Plasmodium 

vivax in the main vector in northern Brazil, Anopheles darlingi. To evaluate the 

activation of the IMD and toll pathways the dsRNAs were offered in different 

ways, i.e., microinjection, oral and topical and was observed survival and 

silencing of genes. The injected groups were evaluated for blockade of 

infection by Plasmodium vivax in An. darlingi, and mosquitoes injected with 

dsRNA Caspar, Cactus and lacZ (dsRNA control). After 3 days, mosquitoes 

were fed a blood infected with P. vivax using an artificial membrane system. 

On the eighth day, the mosquitoes were dissected and with the aid of 

stereoscopic the number of infected mosquitoes (infection rate) and oocysts 

were counted (load infection). The survival of mosquitoes injected with dsRNA 

Cactus was affected compared to other treatments. In other methods, 

mortality was lower until the third day, besides the technique is less laborious. 

The silencing caused by ingestion was very similar to the classic method of 

microinjection, but the topical application not caused silencing genes as 

desired. The Injections of dsRNA Cactus and Caspar significantly decreased 

the level of expression of these genes (86.3 and 80.4%, respectively) and the 

average number of oocysts (65.7 and 89.6% respectively) compared with 

females unmanipulated of An. darlingi. On the other hand, the infection rate of 

Plasmodium vivax was only different for mosquitoes injected with dsRNA 

Caspar. Were evaluated alternative methods for the application of dsRNA, but 

should be investigated for efficiency in blocking the infection. 

Key words: RNAi, malaria, mosquitoes, oocysts and microscopy. 
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1. INTRODUÇÃO 
 

1.1 Malária  
 

A Malária humana é um dos principais problemas de saúde pública da 

atualidade, principalmente devido ao grande impacto populacional e custos 

atribuídos aos sistemas de saúde inerentes a essa doença. Estima-se que 

cerca de 40% da população mundial (~3 bilhões de pessoas), distribuídas em 

aproximadamente 110 países de regiões tropicais e subtropicais, habitem 

áreas de risco de contrair a doença (Figura 1) (OMS 2015). 

 

Figura 1. Distribuição mundial da malária em 2015 (Fonte: Adaptado de OMS, 2015) 
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Em 2015 mais de 200 milhões de casos de malária foram reportados 

no mundo, dos quais aproximadamente 430.000 evoluíram para óbito. As 

mortes ocorrem principalmente em crianças menores de cinco anos de idade 

que vivem no continente Africano (OMS, 2015). 

A doença é transmitida ao homem durante a alimentação sanguínea 

de fêmeas de mosquitos do gênero Anopheles infectadas com Plasmodium 

(NEVES, 1998). Esses parasitas são heteroxênicos, pois seu ciclo de vida 

depende de dois hospedeiros, o vertebrado onde acontece a esquizogônia e 

o invertebrado onde ocorre a reprodução sexuada (NEVES, 1998; 

FORATINNI, 2002; SU et al., 2007; REY, 2008). Dentre as várias espécies de 

parasitas conhecidas, apenas cinco espécies são capazes de infectar o 

homem, sendo essas Plasmodium falciparum, Plasmodium vivax, 

Plasmodium ovale, Plasmodium malariae e Plasmodium knowlesi, esta última 

espécie é encontrada no Sul asiático como patógeno natural de macacos 

constituindo, sendo a mais recentemente descrita e considerada como a 

quinta espécie capaz de parasitar o homem, especialmente em regiões 

asiáticas (NEVES, 1998; WHITE, 2008). No Brasil ocorrem apenas três 

espécies de parasito, no entanto as mais recorrentes são o P. falciparum e o 

P. vivax os quais são responsáveis por 15 e 83,7%, respectivamente, de 

todos os casos reportados no Brasil (MS, 2015; SIVEP, 2016).  

O P. falciparum é responsável por causar a forma mais grave da 

doença. Sabe-se que durante a infecção por essa espécie, o paciente pode 

apresentar o quadro de malária cerebral, no qual ocorre a obstrução dos 

vasos sanguíneos responsáveis por irrigar o cérebro, além de causar falência 

renal e edema pulmonar, o que frequentemente leva o paciente a óbito 

(ANSTEY et al., 2009; OLIVEIRA-FERREIRA et al., 2010; WHO, 2015). Já o 

P. vivax que era considerado o responsável por infecções brandas e 

benignas, pode causar quadros clínicos graves e incomuns eventualmente 

levando a óbito, causando grande morbidade em comunidades endêmicas 

(OLIVEIRA-FERREIRA et al., 2010). Além disso, o P. vivax, tem apresentado 

cepas resistentes a cloroquina, além da capacidade de permanecer latente 

nos hepatócitos na forma de hipnozoítos, o que pode levar a recaídas até 
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anos depois da infecção, aumenta o seu sucesso e dificulta o controle 

(OLIVEIRA-FERREIRA et al., 2010; MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2015).  

De todas as regiões da América, o Brasil é o país que apresenta a 

maior incidência de casos de malária reportados, sendo que mais de 99,9% 

desses são registrados na região Amazônica (OMS, 2015). Na região extra-

amazônica, onde ocorre a malária residual, a maioria dos casos são 

importados, em maior parte da região Amazônica brasileira e o em menor 

número de países africanos (Figura 2) (MACHADO et al., 2003).  

 

Figura 2. Mapa de risco de transmissão de malária por município de infecção, Brasil, 2015 

(Fonte: SIVEP/MALÁRIA, 2015) 

 

 

Amazonas, Pará e Rondônia são os estados brasileiros que mais 

sofrem com a doença, uma vez que juntos são responsáveis por 50% dos 

casos de malária no país. Em 2015, houve redução de aproximadamente 1% 
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no número de casos autóctones em comparação com 2014, passando de 

139.204 para 138.069 (SIVEP, 2016). 

Desde de 2006, a incidência de malária por cada 1000 habitantes no 

Brasil vem apresentado uma redução (Figura 3). Na análise por estado, em 

2015, o Maranhão (71%) apresentou a maior queda, seguido de Rondônia 

(29%), Pará (17%) e Acre (14%). No estado de Rondônia, em 2014 foram 

registrados apenas 10.216 casos da doença e em 2015, 7.373, queda de 

28% no número de casos (SIVEP, 2016).  

 

Figura 3. Proporção de casos de malária notificados, por espécie, na Região Amazônica, 

Brasil (Fonte: Adaptado de OLIVEIRA-FERREIRA et al., 2010) 

 

Esse sucesso na redução é, parcialmente, devido ao estabelecimento 

do Programa Nacional de Controle da Malária (PNCM), que visa controlar e 

prevenir a malária de forma permanente. As estratégias contemplam: (i) 

apoio à estruturação dos serviços locais de saúde, (ii) diagnóstico e 

tratamento precoce, (iii) vigilância e controle vetorial, (iv) educação em saúde, 

comunicação, (v) pesquisa e sustentabilidade política (MS, 2003). 

Contudo, a malária é uma doença que não pode ser negligenciada e 

entre as principais preocupações para esse problema encontram-se: (i) o 
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elevado fluxo migratório entre áreas endêmicas e não endêmicas, o que 

poderia causar a reintrodução da malária em municípios onde a mesma foi 

erradicada; (ii) aumento em sua letalidade devido a diagnóstico tardio e 

manejo clínico inadequado. Atualmente, o Brasil apresenta 5.276 municípios 

que estão em prevenção de reintrodução de casos de malária, 219 em 

processo de eliminação da doença e 75 onde a mesma está devidamente 

controlada (MS, 2015). 

Especialmente em RO, pois, embora o índice da doença tenha 

diminuído, este estado é historicamente muito afetado por malária (TADA et 

al., 2012; KATSURAGAWA et al., 2013). 

 
1.2  Mosquitos como Vetores de Doenças 

 

Os insetos, para completar seu ciclo de desenvolvimento, necessitam 

da ingestão de carboidratos, usualmente procedentes de seivas, flores e 

frutos (CHARLES & JONNSON, 2011). Apesar disso, em alguns grupos as 

fêmeas apresentam algumas particularidades como o hábito hematofágico, 

ou seja, é imprescindível que estas se alimentem de uma fonte sanguínea, 

pois é fundamental, para algumas espécies, e está relacionado 

primordialmente ao desenvolvimento dos ovos (CONSOLI & LOURENÇO-

DE-OLIVEIRA, 1994). Essa necessidade nutricional é fundamental na 

dinâmica vetorial de transmissão de doenças. 

Contudo, a associação de insetos com doenças foi reconhecida 

somente no fim do século XIX, quando cientistas descobriram que a filariose 

bancroftiana e a malária eram transmitidas por mosquitos. Um dos grandes 

pesquisadores essenciais para consolidar as pesquisas sobre associação de 

mosquitos com doenças, sobretudo a malária, foi Ronald Ross, que em 1897 

observou e descreveu oocistos no estômago de mosquitos que haviam se 

alimentado sobre um paciente com malária (NEVES, 1998; REY, 2008), pois, 

anteriormente, acreditava-se que a única inconveniência causada por esses 

insetos era o incômodo ocasionado por sua picada e a única coisa a ser feita 
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era evitá-los. E só a partir disso que os pesquisadores começaram a 

investigar mais detalhadamente a biologia desses animais, a fim de descobrir 

seus pontos mais vulneráveis com a finalidade de combatê-los mais 

facilmente (CONSOLI & LOURENÇO-DE-OLIVEIRA, 1994).  

Dentre os insetos que apresentam importância médica e veterinária 

encontram- se os pertencentes a ordem Diptera e família Culicidae, composta 

por insetos holometábolos, ou seja, apresentam metamorfose completa, 

conhecidos popularmente como mosquitos, muriçocas e carapanãs. As fases 

imaturas são aquáticas, divididas em: (i) ovos, (ii) larvas, quatro estádios 

larvais e (iii) pupa. Já os adultos são alados, possuem pernas e antenas 

longas e em sua grande maioria são hematófagos (Figura 4) (CONSOLI & 

LOURENÇO-DE-OLIVEIRA, 1994). 

 

Figura 4. Estágios correspondentes ao ciclo de vida de um mosquito. A – Ovo; B – Larva; C –

Pupa; D – Adulto. (Disponível em: 

http://medent.usyd.edu.au/arbovirus/mosquit/photos/mosquitophotos_anopheles.htm#annulipe

s > Acesso em 16 jul. 2016). 

 

 

Os mosquitos dessa família estão agrupados nas subfamílias 

Toxorhynchitinae, de probóscide curvada para baixo e para trás, cujas 

fêmeas não se alimentam de sangue de vertebrados, e na Culicinae e 

Anophelinae, onde se encontram as espécies com importância médica, já 

que as fêmeas são hematófagas (CONSOLI & LOURENÇO-DE-OLIVEIRA, 

1994; FORATTINI, 2002). 
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Os componentes da subfamília Anophelinae são conhecidos como 

anofelíneos ou anofelinos, divididos em três gêneros: Anopheles, 

cosmopolita; Chagasia, restrito à região neotropical e Bironella, existente 

apenas na região australiana (CONSOLI & LOURENÇO-DE-OLIVEIRA, 

1994; FORATTINI, 2002). 

Atualmente, no mundo, conhece-se cerca de 400 espécies de 

anofelinos (Figura 5), mas somente cerca de 45 delas são incriminadas como 

vetores ou potenciais vetores de malária e, sob condições naturais e apenas 

30 apresentam importância epidemiológica (SINKA et al., 2012). 

 

Figura 5. Principais espécies de anofelinos (Diptera: Culicidae) no mundo. (Fonte: Adaptado 

de Sinka, 2012) 

 

 

A importância de determinada espécie como vetora depende da região 

de interesse, por exemplo, no continente Africano Anopheles gambiae s.s e 

espécies pertencentes ao complexo Anopheles funestus desempenha papel 
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crucial na epidemiologia da doença (KRYWINSKI & BESANSKY, 2003; 

SINKA et al., 2012).  

Na Ásia, a co-dominância de espécies é mais acentuada do que a 

encontrada no continente Africano, com o complexo Anopheles culicifacies, 

Anopheles stephensi e o Anopheles fluviatilis complexo simpátrico na Índia. O 

Anopheles dirus e Anopheles minimus dominam juntos em grande parte do 

Sudeste Asiático (SINKA, et al., 2012).  

Da mesma forma, que ocorre no continente Americano, em que a 

frequência com que as espécies são encontradas varia de uma região para 

outra, acontece nas Américas. Na América do Norte, por exemplo, as 

espécies mais frequentes são Anopheles freeborni, Anopheles 

quadrimaculatus s.l., Anopheles pseudopunctipennis. Sendo que, essa última 

espécie mais presente na América Central, seguido de Anopheles darlingi e 

Anopheles albimanus. Já na América do Sul, a espécie predominante é o An. 

darlingi, Anopheles pseudopunctipennis e complexo Anopheles albitarsis s.l, 

respectivamente (Figura 6) (SINKA, et al., 2012). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



29 
 

Figura 6. Principais espécies de anofelinos (Diptera: Culicidae) nas Américas (Fonte: 

Adaptado de Sinka, 2012) 

 

No Brasil, as espécies consideradas importantes transmissoras de 

malária são: Anopheles darlingi, Anopheles aquasalis, Anopheles albitarsis 

s.l, Anopheles cruzi s.l, Anopheles belattor (FORATTINI, 2002; MS, 2006; 

WHO, 2015). Contudo, o mosquito An. darlingi é considerado o principal vetor 

em toda a América do Sul, sendo responsável pela transmissão da maioria 

dos casos de todo o Brasil (SINKA et al., 2012). 

O sucesso que essa espécie apresenta na transmissão da malária se 

deve principalmente devido a três fatores: (i) ampla distribuição geográfica, 

(ii) alto grau de antropofilia e endofagia e (iii) susceptibilidade à infecção por 

plasmódios (DEANE, 1986; TADEI et al., 1998, KLEIN, et al., 2001). Sabe- se 

que essa espécie é capaz de transmitir qualquer uma das três espécies de 

Plasmodium que circulam no Brasil (e.g. Plasmodium vivax, P. falciparum e 

P. malariae) (RACHOU 1958; CONSOLI & OLIVEIRA, 1994; TADEI et al., 

1998 MORAIS et al., 2012). Especificamente em Porto Velho-RO essa 

espécie equivale a mais de 90% das espécies capturadas, sendo 
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considerada a responsável por 95% dos casos reportados (GIL et al., 2003; 

GIL et al., 2007; MORAIS et al., 2012).  

1.3 Infecção de anofelinos por Plasmodium sp 
 

Os parasitas da malária para completarem o seu ciclo de vida 

precisam de dois hospedeiros diferentes: um vertebrado e outro invertebrado. 

No caso da malária humana, o hospedeiro invertebrado trata-se de uma 

fêmea de anofelino (FORATINNI, 2002). 

A transmissão do Plasmodium começa quando um mosquito infectado 

inocula, durante o repasto sanguíneo, junto com a saliva, esporozoítos no 

hospedeiro humano que invadem os vasos sanguíneos. Pela circulação 

sanguínea os parasitas chegam ao fígado e invadem as células hepáticas e 

se desenvolvem em esquizontes multinucleados (NEVES, 1998; REY, 2008). 

Os esquizontes transformam-se em merozoítos, forma que, quando 

liberada na corrente sanguínea, infectam os eritrócitos. Dentro dos eritrócitos 

os merozoítos se reproduzem assexuadamente e liberam novos merozoítos 

através da ruptura das hemácias. Alguns desses merozoítos transformam-se 

em gametócitos e outros continuam invadindo células vermelhas e repetindo 

o ciclo assexuado (Figura 7) (REY, 2008). 
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Figura 7. Esquema do ciclo de transmissão da malária, envolvendo mosquitos e humanos 

(Fonte: Adaptado de Su et al., 2007) 

 

 

Para que seja estabelecida uma infecção no vetor, durante o repasto 

sanguíneo no hospedeiro vertebrado infectado, os mosquitos devem ingerir 

gametócitos masculinos e femininos. Dentro do intestino médio esses 

gametócitos se transformam, por gametogênese, em microgametas 

(masculinos) e macrogametas (femininos). Ocorre a fecundação desses 

gametas formando zigotos que se diferenciam em oocinetos movéis. Esses 

oocinetos atravessam a matriz peritrófica e, na lâmina basal, ocorre a 

formação dos oocistos, os quais se transformam em milhares de 

esporozoítos que são liberados na hemocele e se alojam nas glândulas 

salivares. Com isso, em um novo repasto sanguíneo esses mosquitos podem 

infectar um novo hospedeiro (REY, 2008, SU et al., 2007; CHEN et al., 2008). 

 A primeira barreira enfrentada pelos parasitos, quando ingeridos pelos 

mosquitos, é o aparelho digestivo. Durante todo o ciclo do Plasmodium no 

inseto vetor é observado uma grande perda de parasitas. Isso ocorre devido 

a ação de um grande número de enzimas digestivas presentes (WANG & 

LORENA, 2013).  
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O desenvolvimento do Plasmodium no mosquito é complexo e envolve 

várias etapas de desenvolvimento no intestino médio (gametogênese, 

fertilização, formação de zigoto, oocinetos e formação de oocistos) e do 

cruzamento de dois epitélios do mosquito (intestino médio e glândula salivar). 

O mosquito quando se alimentar de sangue infectado ingere milhares de 

gametócitos, porém apenas cerca de 10% desenvolvem-se com sucesso em 

oocinetos e somente cerca de cinco deles apresentam sucesso em invadir o 

epitélio do intestino médio para formar oocistos (Figura 8) (DREXLER et al., 

2008; WANG & LORENA, 2013). 

Logo após essa etapa, ocorre a amplificação drástica do número de 

parasitas, onde cada oocisto libera milhares de esporozoítos na hemocele 

que em seguida invadem as glândulas salivares desses mosquitos 

(CRISTOPHIDES, 2004; WHITTEN et al., 2006). Com isso, o alvo principal 

para combater ou interferir no ciclo do parasita no vetor é o intestino (WANG 

& LORENA, 2013).  

 

Figura 8. Ciclo de desenvolvimento do Plasmodium no mosquito (Fonte: Adaptado de Wang 
& Lorena, 2013) 

 

 

Visto que, quando o parasita cruza essa primeira barreira, depara-se 

com uma eficiente barreira imunológica, que modula a competência vetorial 
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dos mosquitos e que, nos últimos anos, tem sido fortemente estudada 

(KUMAR et al., 2004; VLASHOU et al., 2005; GARVER et al, 2009).  

Algumas pesquisas evidenciam que espécies de Anopheles vetores 

eliminam muitos dos parasitas após o repasto sanguíneo (> 80%), enquanto 

algumas das espécies refratárias podem eliminar os parasitas 

completamente, sendo a maior parte do controle do parasita mediado pela 

resposta imune do mosquito através de mecanismos efetores múltiplos do 

sistema imune. Essas defesas antiparasitos incluem a lise, melanização, 

óxido nítrico, entre outros (DIMOPOULOS et al., 1997; DIMOPOULOS et al., 

2001; SILVA, 2002; FROLET et al., 2006; GUPTA et al., 2009; MEISTER et 

al., 2009; MITRI et al., 2009; HYLLER et al., 2014). 

Com isso, a manipulação da resposta do sistema imune inato dos 

mosquitos surge como uma proposta auxiliar para o controle integrado da 

malária, e tem provado ter uma eficiente resposta contra as infecções dos 

plasmódios (DIMOPOULOS et al., 1997; DIMOPOULOS et al., 2001; MITRI 

et al., 2009). 

 
1.4  Sistema Imune dos Insetos 

 

Como os insetos habitam os mais diversos tipos de ambientes, entram 

em contato com grande variedade de patógenos. Portanto, para diminuir o 

risco de se infectarem, estes desenvolveram barreiras físicas e mecanismos 

muito eficientes de defesa celular e humoral (LEMAITRE & HOFFMAN, 

2007).  

Contudo, o sistema imunológico desse grupo é desprovido de 

memória, i.e., não produzem, linfócitos e nem sintetizam imunoglobulinas 

(anticorpos), sendo essas as células e proteínas específicas da imunidade 

adquirida ou exclusiva de todos os vertebrados (SILVA, 2002). Porém, 

trabalhos mais recentes mostram que nesse grupo ocorrem mecanismos de 

resposta imunológica inata, moléculas que se assemelham aos anticorpos 
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(“priming”) e outras parecidas com linfócitos que são conhecidas como 

hemócitos (DONG et al., 2006; HILLYER et al., 2014). 

As primeiras barreiras imunes nos insetos são estruturais, compostas 

por exoesqueleto - protege órgãos e hemolinfa do contato direto com o 

ambiente, matriz peritrófica - auxilia na digestão e confere proteção contra o 

contato direto e revestimento de quitina na traquéia- proteção contra o 

contato direto com microorganimos (PIMENTA et al., 1997; SODERHALL & 

CERENIUS, 1998; SHAO et al., 2001; THEOPOLD et al., 2002; SECUNDINO 

et al., 2005). 

Quando os microoraganismos invasores rompem essas barreiras 

estruturais, ativam a resposta celular e humoral nos insetos, através da 

ativação da resposta imune inata (LEMAITRE & HOFFMAN, 2007).  

A resposta imune inata é uma sofisticada rede de reconhecimento de 

patógenos acionada com a entrada do agente invasor no organismo invadido 

o qual é reconhecido como organismo não próprio. No caso dos insetos, esse 

reconhecimento é feito através da interação entre padrões moleculares 

associados aos patógenos (PAMPs) e receptores de reconhecimento 

padrões (PRRs) do hospedeiro. Os PAMPs podem ser componentes das 

membranas celulares dos patógenos como peptidoglicanos (PGN) e 

lipopolissacarídeos (LPS). Os PRRs são peptídeos localizados na superfície 

das células hospedeiras (DIMOPOULOS et al., 1997; LEMAITRE & 

HOFFMAN, 2007). 

Após o reconhecimento do patógeno, em vários grupos de insetos, 

podem ser ativadas tanto a resposta humoral quanto a celular, indicando que 

as respostas de defesa celular e humoral são coordenadas juntamente 

(LAVINE & STRAND, 2002). 

Vários tecidos estão envolvidos na regulação e ativação da resposta 

imune, no entanto, as principais células e órgãos que participam da resposta 

imune dos insetos são: corpo gorduroso (principal órgão do sistema imune 

dos insetos), células epiteliais e hemócitos (DIMOPOULOS et al., 1997, 1998; 

RICHMAN et al., 1997).  
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As defesas celulares tradicionais em mosquitos abrangem fagocitose, 

encapsulamento e melanização, mas o tipo de resposta dominante está 

associado ao tipo de patógeno (LAI et al., 2002; BLANDIN et al., 2007; 

HILLYER et al., 2003, 2004, 2010). 

Os hemócitos mediam a resposta imune celular e participam da 

resposta imune humoral. São encontrados em circulação (hemócitos 

circulantes) e também ligados a tecidos (hemócitos sésseis). Alguns dos 

hemócitos sésseis estão agregados em torno das válvulas (óstios) do 

coração, e são chamados hemócitos periosteais (Figura 9) (HILLYER, 2015). 

Já os hemócitos circulantes estão distribuídos livremente pela hemolinfa e 

fazem parte dos principais mediadores de defesas imunitárias celulares 

insetos, sendo que durante a invasão de bactérias, fungos, vírus ou 

protozoários, migram ao local da infecção, fagocitam e destroem esses 

patógenos (HILLYER et al., 2014). São descritas três populações de 

hemócitos: (i) granulócitos, (ii) oenócitos e (iii) prohemócitos, os quais 

participam diretamente das defesas celulares fazendo fagocitose, 

encapsulamento e formação de nódulos e atuando junto com a defesa 

humoral (SILVA, 2002; HYLLER et al., 2014) (Figura 9). 
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Figura 9. Divisão de populações de hemócitos em mosquitos (Fonte: Adaptado de Hyller et 

al., 2014) 

 

 

As respostas de defesa mediada por hemócitos são regulados por 

fatores e moléculas efetoras que controlam a adesão celular e citotoxicidade 

de sinalização. Sabe-se que as respostas imunes celular e humoral são 

ativadas conjuntamente e além disso existe um cruzamento importante entre 

os sistemas imunitário e nervoso que pode também desempenhar um papel 

na regulação de respostas inflamatórias em insetos durante a infecção 

(LAVINE & STRAND, 2002). 

A coagulação é um processo celular importante e ocorre com a 

ativação de proteínas via cascata de serino proteases que são mediadas por 

dois genes diferentes: anexina e fibrogênio. Esses dois genes são ativados e 
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altamente expressos em Drosophila, logo após lesões (CRISTENSEN et al., 

2005). 

O processo de melanização é fundamental na resposta imune de 

invertebrados e consiste na deposição de melanina como resultado da 

ativação de Profenoloxidases (OPP) em volta de microorganismos 

(CHRISTENSEN et al., 2005). Os oenocitóides ou granulócitos são ativados e 

clivam OPP, ativando uma cascata de serino-proteases, que através de uma 

segunda cascata catalítica, geram melanina e radicais livres que são 

secretados e depositados em feridas ou em torno de patógenos, formando 

uma cápsula que rodeia e inativa os parasitas moribundos (Figura 9) 

(CHRISTOPHIDES et al., 2002; CASTILLO et al., 2006; NAPPI et al., 2009).  

Em linhagens de mosquitos resistentes à infecção por Plasmodium, 

nota-se que, normalmente, os parasitas são mortos através da melanização 

(COLLINS et al., 1986). Em mosquitos susceptíveis, o número de parasitas 

apresenta enorme variabilidade durante a propagação dentro do vetor, sendo 

que a maior diminuição no número de parasitas ocorre durante o cruzamento 

de oocinetos pelo epitélio do intestino (BLANDIN et al., 2004). 

A fagocitose é um processo celular importante no sistema imune de 

insetos, mediada por hemócitos (DIMOPOULOS et al., 2001; LEVASHINA, 

2004; MICHEL, 2005). Consiste na ativação de hemócitos através do 

reconhecimento de um patógeno, englobamento e destruição e digestão 

intracelular. Todo esse processo ocorre com a associação de PRR’s que são 

ligadas a PAMP`s, que auxiliarão no reconhecimento e processamento do 

invasor por internalização (DIMOPOULOS et al., 1997; LEMAITRE e 

HOFFMAN, 2007). 

Nos mosquitos para que haja a opsonização, marcação por opsoninas 

ou fragmentos do complemento que faciliram a fagocitose, dos invasores 

ocorre a ativação de proteínas do tipo TEP (Thioester-containing-protein 1), 

semelhantes as proteínas do sistema complemento humano C3 (Figura 10) 

(GARVER et al, 2009). 
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Figura 10. Esquema de ativação da resposta imunológica de Anopheles gambiae para 

parasitas Plasmodium (Fonte: Adaptado de Severo et al., 2014) 

 

 

Em infecções malarígenas, a fagocitose de oocinetos por hemócitos 

somente foi observada in vitro.  In vivo, a eliminação dos oocinetos ocorre 

através da amplificação dos sinais reconhecidos e ativação de vias de 

transdução de sinais (BLANDIN et al., 2007). 

A partir disso, nota-se que esse sistema é complexo e eficiente. 

Envolvendo não só proteínas, mas também mecanismos que auxiliam no 

reconhecimento dos mais diferentes patógenos e nos seus mais diversos 

estágios (Figura 11). 
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Figura 11. Esquema de ativação da resposta imunológica, incluindo proteínas, nos 

diferentes estágios de Plasmodium (Disponível em: https://www.linkedin.com/pulse/what-

future-mosquitoes-major-killers-humans-around-rodas-martini. Acesso em 16 jul. 2016) 

 

 
 

Os componentes da resposta humoral são proteínas solúveis 

encontradas na hemolinfa, sendo que estas levam algumas horas ou dias 

para alcançarem concentração efetiva no combate ao invasor, sendo a maior 

parte delas inibidora de fungos e bactérias (Figura 12) (SILVA, 2002). Esse 

tipo de resposta é dividida em quatro etapas: (i) reconhecimento de 

moléculas patogênicas não próprias (PAMP’s por PRR’s), (ii) amplificação 

dos sinais reconhecidos, (iii) ativação de um conjunto de moléculas efetoras 

(AMPs) e cascatas de coagulação, (iv) aumento das moléculas imunitárias, 

através da ativação das vias de sinalização como Toll, IMD (Immune 

deficiency) e STAT (Signal Transducers and Activators of Transcription) 
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(DIMOPOULOS et al., 2001; CHRISTOPHIDES et al., 2002; SEVERO et al., 

2014).  

 

Figura 12. Representação esquemática das respostas imunológicas efetoras de A. gambiae 

contra Plasmodium spp., compostos por barreiras físicas, respostas imunes locais e 

sistémicas (Fonte: Adaptado de Yassine & Osta, 2010) 

 

 

Dentro do mecanismo de defesa humoral estão as vias de sinalização 

do sistema imune, que regulam a resposta imunológica dos insetos. As vias 

Toll, IMD e JAK-STAT, são vias chaves nas respostas de sinalização do 

sistema imune inato dos insetos. As duas primeiras foram descobertas e 

caracterizadas primeiramente em Drosophila melanogaster (AGGARWAL & 

SILVERMANN 2008) e a terceira em mamíferos (CIRIMOTICH et al., 2010);  

Vários estudos com Drosophila tiveram importante papel para o 

conhecimento a cerca dos mecanismos moleculares subjacentes ao 

reconhecimento e transdução de sinais na resposta imune de dípteros 

(LEMAITRE & HOFFMAN, 2007; AGGARWAL & SILVERMANN 2008; 

GUPTA et al., 2009; MEISTER et al., 2009; MITRI et al., 2009). O sistema de 

Drosophila não oferece muito a respeito das respostas antiparasitos, mas 
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provam ser de grande importância no estudo das respostas contra bactérias 

e fungos, além de fornecer as bases para as quais as respostas imunes de 

mosquitos pudessem ser consideradas. 

Em Drosophila está bem estabelecido que a resposta das vias IMD e 

Toll detectam uma grande diversidade de micróbios patogênicos, através da 

ativação de fatores de transcrição da família NF-kB, que induzem uma 

robusta bateria de genes anti-microbianos, especialmente, genes de 

peptídeos anti-microbianos (GUPTA et al., 2009; MEISTER et al., 2009). 

Essas vias apresentam importância central no controle da infecção por 

Plasmodium em An. gambiae (FROLET et al., 2006; GUPTA et al., 2009; 

MEISTER et al., 2009; MITRI et al., 2009) e mais recentemente, no Brasil, a 

via Jack-Stat no mosquito An. aquasalis foi capaz de modular a infecção por 

P. vivax (BAHIA et al., 2010). Esses estudos comprovam que os anofelinos 

de diferentes espécies podem ter seu sistema imune manipulado, e com isso 

aumentar a atividade antiparasito.  

A maior via de sinalização do sistema imune de insetos é a via clássica 

Toll. Esta via é composta por receptores transmembrana tipo Toll que 

reconhecem principalmente fungos e bactérias gram-positivas. Em 

Drosophila, por exemplo, detecta bactérias com peptoglicanos tipo lisina, 

fungos com β-glucanos, assim como proteases liberadas por uma gama de 

patógenos.  

Após o reconhecimento, a ativação da via Toll por micróbios e 

produtos microbianos leva, através de uma via de sinalização bastante 

conservada, a ativação de dois homólogos da família NK-kB, Dorsal e DIF, 

com isso o domínio intracelular de Toll interage com um adaptador (MyD88, 

Tube ou Pelle) e promove a degradação da proteína Cactus, que inibe o fator 

de transcrição Rel (GUPTA et al., 2009). 

Uma vez que Cactus é degradado, Rel age induzindo a expressão de 

diversos genes antifúngicos e anti-bactérias gram-positivas, que dirigem a 

transcrição de ambas repostas humoral sistêmica e a resposta celular imune 

(GUPTA et al., 2009).  
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A segunda grande via de sinalização do sistema imune de insetos é a 

IMD. Esta via é comparada ao fator de necrose tumoral (TNF) em mamíferos 

(AGGARWAL & SILVERMAN, 2008; KANEKO & SILVEMAN, 2005). 

Os peptoglicanos tipo DAP (de bactérias gram-negativas) disparam a 

via IMD culminando na ativação de um terceiro homologo da famíla NF-kB, 

Relish, e esse, por sua vez, dirige a transcrição de uma bateria de genes anti-

microbianos e outros efetores anti-bacterianos, sendo está responsável por 

reações contra bactérias gram-negativas e esse tipo de infecção induz a 

síntese de diversos peptídeos antimicrobianos (HOFFMANN et al., 2002).  

A terceira via principal de sinalização é a JAK-STAT, sua denominação 

deve-se as quinases (Jak) e fatores de transcrição (STAT) que controlam a 

sua ativação. Em Drosophila, esta via tem apresentado desempenho 

importante na resposta imune contra infecção bacteriana no intestino 

(BUCHON et al., 2009) mas também tem sido associado com a imunidade 

antiviral (DOSTERT et al., 2005). A ativação dessa via ocorre após a junção 

de citocinas da família unpareid (UpD) ao receptor transmembrana 

denominado Domless. Com isso, ocorre a fosforilação da proteína Jak que 

fosforilam o Dome, criando sítios de domínio para a proteína STAT, que 

também sofre fosforilação e dimeriza. Os dímeros formados translocam o 

núcleo e ativam a transcrição de genes efetores. São dois os reguladores 

negativos nessa via, (i) Pias (Protein Inhibitor of activate STAT) e Socs 

(Suppresor of cytokine singnaling) (CIRIMOTICH et al., 2010). 

As vias IMD e Toll apresentam respostas transcripcionais que se 

sobrepõem, mas são diferentes. A figura 13 mostra o conhecimento atual 

sobre as vias IMD e Toll em Drosophila, abrangendo elementos sinalizadores 

positivos e reguladores negativos (sendo os negativos o foco desse projeto, 

em amarelo). As vias IMD e Toll nos mosquitos podem não funcionar 

exatamente como em Drosophila, de fato, algumas diferenças são aparentes 

nos detalhes do reconhecimento de microorganismos (AGGARWAL & 

SILVERMAN, 2008). 
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Figura 13. Vias Toll (A) e IMD (B) do sistema imune de Drosophila melanogaster (Fonte: 

Adaptado de Aggarwal & Silverman, 2008) 

 

 

 

No entanto, muito da regulação geral é provavelmente similar, se não 

idêntica, e esses diagramas são apresentados para ilustrar de forma 

generalizada essas respostas de vias imunes inatas chave. Diversas revisões 

estão disponíveis e discutem essas vias em mais detalhes (DIMOPOULOS et 

al., 1997; DIMOPOULOS et al., 2001; BLANDIN, 2004, 2007; GUPTA et al., 

2009; MEISTER et al., 2009). 

A maioria dos componentes das vias Toll e IMD são altamente 

conservados em Drosophila e An. gambiae e estudos funcionais dessas vias 

estabeleceram seus papéis na imunidade a parasitos (Figura 14) 

(CIRIMOTICH et al., 2010). Por exemplo, Lavishina et al. (1999) usaram 

RNAi para inativar cactus, o homólogo lkB dos insetos e um regulador 
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negativo chave na via Toll, em An. gambiae, levando a ativação diversos 

genes dessa via. 

 

Figura 14. Esquema de sinalização imune das vias Toll e IMD de Anopheles gambiae 

envolvidas na defesa anti-Plasmodium (Fonte: Adaptado de Cirimotich et al., 2010) 

 

 

Através desse design, mostrou-se que ativação de Toll podia controlar 

e até eliminar o desenvolvimento de Plasmodium berghei após a ingestão de 

sangue infectado pelo mosquito. De fato, a ativação de Toll levou ao aumento 

de defesas pré-invasão através do aumento da síntese de TEP1, uma 

proteína complemento tioester-like, e de outros fatores na hemolinfa, o que 

representa que silenciar a expressão de cactus por injeção de dsRNA resulta 

na ativação constitutiva da via Toll, mesmo sem desafio imunológico 

(FROLET et al., 2006).  
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Garver e colaboradores (2009) examinaram se o mesmo ocorria com 

infecções por P. falciparum em An. gambiae, An. albimanus e An. stephensi. 

Para sua surpresa, eles viram que a ativação da via IMD (Caspar) era muito 

mais efetiva, nas três espécies, para o controle de P. falciparum (parasita da 

malária humana), enquanto tratamento com RNAi para Cactus (Toll) foi 

melhor para o controle de P. berghei (parasita da malária em roedores). 

Mitri e colaboradores (2009) demonstraram que na espécie Anopheles 

gambiae a ativação das vias IMD e Toll funciona de forma diferente para a 

infecção por P. falciparum, P. berguei e P. yoelli, ou seja, a ativação da via 

IMD é mais eficiente no controle da infecção por P. falciparum enquanto a via 

Toll diminui a intensidade e número de mosquitos infectados com P. berguei 

e P. yoelli. Garver e colaboradores (2012) observaram que silenciando 

apenas Caspar em An. gambiae, também, resultou numa resposta eficiente 

contra P. falciparum. 

Estas diferenças entre a ativação das vias IMD e TOLL nas diferentes 

espécies de parasitas da malária e as diferentes espécies de mosquitos 

vetores implicam que o reconhecimento imunológico dos parasitas da malária 

em roedores e parasitas da malária humana pode ocorrer através de 

diferentes mecanismos (DONG et al., 2006, GARVER et al. 2009). 

Portanto, a eficiência demonstrada por essas vias de sinalização, 

através do silenciamento dos reguladores negativos, sugere que as metas 

tradicionais no controle vetorial podem ser modificadas e incluir estratégias 

que seletivamente possam ativar a resposta imune em espécies importantes 

de parasitos e hospedeiros. 

 

1.5 RNAi e Imunidade 

 

Para avaliar as vias sinalização e sua resposta anti-parasito é utilizada 

a técnica de RNAi, ou seja, através de injeções de dsRNA específico é 
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provocado o silenciamento do gene de interesse e avaliada a resposta que 

esse silenciamento provoca na resposta contra Plasmodium.   

A interferência mediada por RNA (RNAi) é um fenômeno que 

naturalmente ocorre com papel na eliminação de RNAs mensageiros 

anômalos e na defesa do organismo contra parasitas moleculares (vírus). 

Essa técnica vem sendo utilizada desde 1998, para suprimir genes 

específicos em organismos de interesse (FIRE et al., 1998). 

O silenciamento por RNAi é feito através de um RNA dupla fita 

(dsRNA) cujo primeiro par de bases é processado pela enzima Dicer RNAse, 

no interior do organismo alvo. Os efeitos são a degradação pelos siRNAs 

(small interfering RNAs), de maneira específica, de moléculas de mRNAs, 

cujas sequências sejam homólogas a dos siRNAs. Também pode ocorrer a 

inibição da tradução de moléculas de mRNA alvo, resultando em redução ou 

total supressão na expressão destes genes. Por ser uma técnica muito 

específica, é possível silenciar um gene de uma determinada espécie de 

inseto, sem silenciar o mesmo gene de uma espécie não alvo. Ainda, vários 

estudos mostram que a técnica pode ser administrada também por injeção, 

aplicação tópica, adição na alimentação e inclusive na produção de 

inseticidas à base de RNAi (MAILLET et al., 2008; COY et al., 2012; ZOTTI et 

al., 2015) (Figura 15). 
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Figura 15. Esquema do silenciamento por RNAi (Disponível em: 

http://courses.biology.utah.edu/bastiani/3230/DB%20Lecture/Lectures/WormRNAi.html. 

Acesso em: 26 ago. 2016) 

 

Conquanto existam vários estudos que são provas claras que uma ou 

ambas as vias de sinalização gerarão repostas antiparasitárias efetivas nesse 

vetor, não existem trabalhos na literatura relacionando a resposta imune do 

principal vetor da Amazônia, Anopheles darlingi, contra a principal espécie 

causadora de malária no Brasil, Plasmodium vivax.  

Em Rondônia, oeste amazônico, nossos estudos estão focados em 

estabelecer se as vias Toll ou IMD são efetivas no controle da infecção desse 

importante anofelino.  
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2. JUSTIFICATIVA 

 

Apesar de muitos esforços, a malária ainda hoje é um grande 

problema de saúde pública e continua causando grande impacto na saúde da 

população mundial. Esses agravos são atribuídos à diversos fatores, entre 

eles, falhas nas políticas de controle, falta de uma vacina eficiente, o 

crescimento da resistência dos parasitas às drogas, assim como dos vetores 

aos inseticidas. Com isso, nota-se que é necessário o desenvolvimento de 

novas estratégias, reunidas sobretudo em três grupos: desenvolvimento de 

vacina eficiente, novas drogas antimaláricas, e/ou bloqueio da transmissão. 

Historicamente, o controle de mosquitos tem sido uma das mais 

efetivas maneiras de controlar a malária, através, principalmente, da 

utilização de inseticidas como o DDT, mas o custo ambiental do seu uso foi 

muito alto. Apesar disso, o controle vetorial, considerando-se que os 

anofelinos são os únicos vetores dos plasmódios humanos, ainda é um 

excelente alvo contra a malária. De fato, o controle efetivo dessa doença 

precisará provavelmente, de uma combinação entre estratégias de controle 

vetorial, terapia e prevenção. 

Como nova proposta para o controle vetorial tem sido explorado a 

resposta do sistema imune inato dos mosquitos, que provaram, nas diversas 

pesquisas recentes, ter uma potente resposta contra a infecção por 

plasmódios. Especialmente, as vias Toll e IMD, que são vias chaves nas 

respostas de sinalização do sistema imune inato, que inicialmente foram 

descobertas e caracterizadas em D. melanogaster, apresentaram importância 

central no controle da infecção por Plasmodium em An. gambiae. E a via 

JACK-STAT que apresentou grande importância em mosquitos An. aquasalis 

infectados com P. falciparum. 

Ao se manipular geneticamente essas vias para aumentar sua 

atividade, é possível eliminar a infecção por plasmódios nesses mosquitos. 

Por exemplo, a ativação da via Toll em An. gambiae se mostrou mais efetiva 

contra P. berghei, enquanto a ativação da via IMD foi mais potente contra P. 
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falciparum. A ativação da via Jak-Stat também mostrou efetiva no controle de 

P. vivax. O estudo destes genes permite um conhecimento minucioso desta 

interação resultante de um processo de co-evolução tão bem estabelecido.  

Neste contexto, este trabalho apresenta grande relevância, pois de 

forma inédita enfoca a identificação do papel desses genes relacionados com 

a resposta imune no principal vetor da malária na Amazônia, An. darlingi, e o 

principal parasita, P. vivax. Esta pesquisa é necessária não somente para 

esclarecer aspectos específicos da imunidade do An. darlingi, mas também 

ampliar o conhecimento na área de resposta imune desse mosquito, 

aumentando a possibilidade de integrar novas alternativas ao combate da 

malária na região Amazônica. 

Assim sendo, o objetivo dessa proposta é desenvolver intervenções 

que possam ser usadas em áreas endêmicas explorando a resposta inata 

dos mosquitos para o controle da malária. Logo após o estabelecimento da 

amplicação das vias TOLL e IMD e o seu papel na resposta imune dos 

mosquitos, temos como objetivo a longo prazo explorar o screnning de 

pequenas moléculas que possam ativar essas vias, tornando os mosquitos 

menos susceptíveis e eventualmente imunes aos plasmódios. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



50 
 

3. OBJETIVOS 

 

3.1 Objetivo Geral 

 

Determinar a amplificação das vias IMD e Toll e seu efeito anti-plasmódio em 

An. darlingi, através do silenciamento por dsRNA dos reguladores negativos 

Caspar e Cactus. 

 

 

3.2 Objetivos Específicos 

Visando o silenciamento dos genes Caspar e Cactus, reguladores 

negativos da via IMD e Toll, respectivamente e seus efeitos: 

• Avaliar diferentes métodos de aplicação de dsRNA, i.e., injeção, 

aplicação tópica e ingestão no silenciamento dos genes alvo e na 

sobrevivência 3 dias após a aplicação; 

• Analisar o efeito do silenciamento por injeção e da infecção artificial 

por P. vivax na sobrevivência, taxa de infecção e produção de oocistos. 
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4. MATERIAIS E METÓDOS  

 

 4.1 Coleta e Criação de Mosquitos 

Os mosquitos foram coletados em cinco diferentes pontos, quatro na 

região Peri Urbana e Rural da cidade Porto Velho/RO e um no Município de 

Candeias do Jamari/RO: (i) Próximo ao Campus da Universidade Federal de 

Rondônia (Latitude: 8°49'22.81"S / Longitude: 63°55'42.57"W), (ii) Candeias 

do Jamari/RO (Latitude:  8°47'29.77"S / Longitude: 63°42'23.24"W), (iii) Nova 

Mutum/RO (Latitude: 9°18'55.51"S / Longitude: 64°32'44.96"W), (iv) Sítio em 

Zona Rural de Porto Velho (Latitude: 08°38’00.3”S/ Longitude: 63º55’51.9”W) 

e (v) Campus da Universidade Federal de Rondônia (Latitude: 8°49’22.81”S/ 

Longitude: 63°55’42.57’’W (Figura 16).  

 

Figura 16. Pontos de coleta das fêmeas de Anopheles darlingi em regiões Peri urbanas e 

rurais Porto Velho de Rondônia 
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Para capturar as fêmeas do mosquito An. darlingi foi utilizada a 

atração humana protegida (Figura 17), com duração de 3 horas (18:00 às 

21:00). Após a coleta, os mosquitos foram repassados para gaiolas teladas e 

posteriormente foi oferecido o repasto sanguíneo em galinha, por 10 a 15 

minutos. Todos os mosquitos ingurgitados foram separados em gaiolas, 

repassados para caixa térmica de isopor com algodão embebido em 

sacarose a 10%, essas gaiolas foram cobertas com camada de plástico e 

pano úmido, para manter a umidade. Em seguida, todos os espécimes foram 

encaminhados para o Laboratório de Entomologia da FIOCRUZ-RO.  

A coleta dos mosquitos por atração humana foi aprovada pelo Comitê 

de Ética e pesquisa do Centro de Pesquisa em Medicina Tropical (CAAE 

02285812.3.0000.0011) e a utilização do sangue de galinha para sua 

alimentação aprovado pelo Comitê de Ética Animal da Fiocruz-RO (CEUA 

2015/1). 

 

Figura 17. Coleta de fêmeas de Anopheles darlingi pelo método de atração humana 

protegida (Foto: Aline Andriolo) 
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 Após 72h, tempo de maturação dos ovos, os mosquitos foram 

identificados com auxílio de estereomicroscópio e chave de identificação 

(CONSOLI & LOURENÇO-DE-OLIVEIRA, 1994), em seguida induzidos a 

oviposição, removendo-se uma das asas e colocados para ovipor em copos 

contendo papel filtro (Figura 18).  

 

Figura 18. Oviposição induzida dos mosquitos Anopheles darlingi (A) para obtenção de 

larvas F1 utilizados nos bioensaios (B) (Foto: Frances Tatiane) 

 

 

As larvas obtidas foram mantidas nos copos de oviposição até 

alcançarem o 2° instar. Posteriormente foram repassadas para bacias de 

25x15x6 cm com 1L de água mineral e mantidas em temperaturas entre 27 -

28°C e fotoperíodo de 12 horas. A alimentação foi feita com comida de peixe 

TetraMin Tropical Flakes ad libitum até chegarem a 3°- 4° instares. Ao 

atingirem a fase de pupa as mesmas foram separadas em gaiolas teladas até 

emersão de fêmeas adultas F1 que foram utilizadas nos experimentos com 

idade entre 2 - 5 dias de (Figura 19). 

 

 

A B 
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Figura 19. Criação de mosquitos Anopheles darlingi para utilização nos bioensaios: (A) 

Manutenção de Larvas; (B) Manutenção de Adultos (Fotos: Frances Tatiane) 

 

 

4.2 Obtenção das sequências de Caspar e Cactus de Anopheles 
darlingi e produção de dsRNA 

 

Foram desenhados e utilizados primers degenerados baseados em 

sequências conhecidas de outros dípteros com alvos nos seguintes 

reguladores negativos: Caspar (IMD), gene homólogo ao Fator associado Fas 

1 (hFAF1) de humanos (Gupta et al., 2009); Cactus (Toll), homólogo IκB de 

Drosophila (LEMAITRE & HOFFMANN, 2007). 

Paramêtros básicos para PCR em Tempo real foram utilizados para o 

design dos primers. A ferramenta Primer3 (Whitehead Institute) de design de 

primers foi utilizada, ajustando os parâmetros default para a técnica em 

tempo real. Particularmente, temperaturas de anelamento superiores a 60°C, 

G+C rich 3’ ends e altos pontos de fusão serão considerados (SILVERMAN 

et al., 2003) 

Uma vez desenhados e sintetizados, os primers foram validados 

A B 
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utilizando-se PCR e técnicas de eletroforese em gel de agarose 10%, para 

análise de produtos da amplificação do tamanho previsto (Tabela 1). Os 

primers dos genes avaliados para An. darlingi amplificaram fragmentos de 

aproximadamente 354 pb do gene caspar e 317 pb de cactus. Este 

procedimento foi realizado na University of Massachusetts em Woscerster, 

EUA. 

Todo o acesso e remessa de material do patrimônio genético dos 

mosquitos foi aprovado pelo CNPq com autorização de número 010391/2012-

6. 

 Para a produção de dsRNA de Caspar e Cactus foram utilizados 

primers incorporando o promotor T7 em ambas as extremidades. Após a 

purificação, esse modelo foi usado em transcrição in vitro com T7 RNA 

polimerase (Kit T7 Megascript, Ambion) para gerar grandes quantidades de 

RNAi, que posteriormente foram utilizados nos experimentos de 

silenciamento (GARVER et al., 2009).  
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Tabela 1. Conjuntos de primers construídos para análise da expressão dos genes de 

interesse do sistema imune de Anopheles darlingi por PCR em Tempo Real (qPCR) e para a 

síntese de RNA de dupla fita (T7) para os experimentos de silenciamento por RNAi 

Gene Via qPCR T7 

 

Caspar  

 

IMD 

F:GAGAGCAGCGGTGAAGAGT 

R: CTGTATACTGCCAATCGTTTC 

F:TAATACGACTCACTATAGGGC
GTACCGGGCTCAACTATCTCG 

R:TAATACGACTCACTATAGGGC
CGACACCCGATTCATTCAGC 

 

 

Cactus  

 

 

Toll 

R: AGTGTCCTCGCGTTGCTCT 

F: CCCCGTGTCGTCAGTTGC 

F: 
TAATACGACTCACTATAGGGGGAATTGG

TAAGGAAACTGGT 
R: 

TAATACGACTCACTATAGGGGCTATGCT
GCCCGTCTCG 

 

RP40 

 

House 
keeping 

R:GCCGTACCCTTTCGGA
CTAC 

F:GTGGCCACACTTCTTC
TTGC 

 

 4.3 Avaliação do silenciamento de Caspar e Cactus em Anopheles 

darlingi utilizando diferentes métodos 

 

 Para analisar o efeito do silenciamento dos genes de interesse, das 

vias de sinalização do sistema imune, Caspar (IMD) e Cactus (TOLL) foram 

testados três métodos diferentes de administração: Injeção, Ingestão e 

Aplicação Tópica. Para injeção, os respectivos dsRNA foram diluídos na 

concentração 5 µg/µl em água ultra-pura e 69 ɳl foram injetados no tórax de 

fêmeas de mosquitos (2-3 dias de idade) anestesiadas com acetato de etila. 

As injeções foram realizadas utilizando-se microinjetor (Nanoject) no 

Laboratório de Entomologia do IPEPATRO/FIOCRUZ em Porto Velho – RO 

(Figura 20).  
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Figura 20. (A) Femêas de Anopheles darlingi anestesiadas (B) Injeções de RNAi, no tórax 

dos mosquitos, utilizando-se um micro injetor (Nanoject) (Fotos: Frances Tatiane) 

 

Os mosquitos injetados totalizaram 405 fêmeas divididas em 81, sendo 

que foram 27 repetições para cada dsRNA (Caspar, Cactus e LacZ) com 5 

espécimes de mosquitos por repetição. 

No método de administração do dsRNA por ingestão, os mosquitos 

foram privados de alimento por 12h e após isso foram distribuídas gotículas 

de 2 µl dos diferentes dsRNAs diluídos em sacarose 10% distribuídas sobre a 

tela das gaiolas durante 30 minutos e posteriormente foram separados 

daqueles que não se alimentaram (COY et al., 2012) (Figura 21). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A B 
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Figura 21. Alimentação do mosquito Anopheles darlingi gotícula de dsRNA em solução 

açucarada durante os experimentos de administração do dsRNA por ingestão (Foto: Frances 

Tatiane) 

 

 

 A administração por aplicação tópica de dsRNA foi realizada utilizando 

um protocolo adaptado de Pridgeon et al (2008) empregando uma mistura de 

acetona e dsRNA na concentração de 5 µg/µl (3:1) aplicado no abdômen dos 

mosquitos (Figura 22).  
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Figura 22. Gotícula de acetona/RNAi (3:1) aplicado com utilização de micropipeta sobre o 
abdome de Anopheles darlingi (Foto: Frances Tatiane) 

 

 

Os grupos experimentais de administração por ingestão e aplicação 

tópica foram realizados com o total de 180 mosquitos para cada uma das 

situações, divididos em 12 repetições com 5 espécimes de mosquitos. 

Em síntese, a metodologia para os diferentes métodos de aplicação 

pode ser vistas na figura 23. 

 

Figura 23. Esquema do experimento de diferentes métodos de aplicação de dsRNA 

para silenciamento dos genes Cactus (TOLL) e Caspar (IMD) em Anopheles darlingi 

(Diptera: Culicidae) 
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Após 3 dias, todos os mosquitos (Injetados, Ingestão e Aplicação 

tópica) foram macerados e concentrados em pools de mosquitos, separados 

pelo diferente grupo experimental e analisado por cada tipo de aplicação de 

dsRNA quanto aos níveis de expressão dos genes de interesse por qPCR. 

Além disso, a sobrevivência diária dos mosquitos foi anotada para avaliar as 

curvas de sobrevivência. 

 

4.4 Extração do RNA Total dos mosquitos 

 

 Para a extração do RNA total os mosquitos provenientes dos 

experimentos de administração alternativa de dsRNA (Item 4.5) foram 

transferidos para microtubos de 1,5 ml contendo 500 μL de Trizol, (5 

mosquitos por pool) e macerados com pistilo plásticos.  

 Após isso, os tubos foram centrifugados a 12.000 rcf a 4°C durante 15 

minutos. O RNA, que ficou separado na fase aquosa foi transferido para outro 

microtubo limpo, e a este foi adicionado 250 μL de isopropanol, e em seguida 

a mistura foi submetida a uma nova centrifugação de 12.000 rcf a 4°C 

durante 10 min.  

 Ao final, o álcool foi descartado por inversão do tubo e foi feita a 

lavagem do RNA com 500 μL de etanol a 75%. Os tubos contendo o material 

descrito foram centrifugados novamente a 12.000 rcf a 4°C durante 5 min e 

após a retirada do álcool residual por evaporação o RNA foi ressuspendido 

em 30 μL de H2O livre de nucleases. 

 Para a quantificação das amostras e avaliação do grau de pureza do 

RNA extraído (relação 260/280) foi utilizado o aparelho Nanodrop. As 

amostras de RNA foram então diluídas a 37,5 ɳg/μl com 10% de tampão TE 

(1X) preparado em H2O livre de nucleases. Essas amostras foram tratadas 

com DNase I, Amp Grade (InvitrogenTM).  

 Para a confecção do DNA de cadeia simples a partir de RNA (kit 

SuperScriptIII RT-PCR), adicionado 5 μl (0,5 μg) de RNA tratado com DNase 
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para um tubo de PCR limpo, seguindo as instruções do fabricante para 

preparação do Mix, obtendo um volume final 20  μL. 

 Foi feita uma PCR simples para avaliar a integridade do cDNA 

confeccionado, e a normalização da expressão dos genes de interesse foi 

realizada utilizando o gene constitutivo “ubiquitin/60S ribosomal protein L40” 

de An. darlingi (RP40) (Genbank: ACI30049.1). A programaçãFo utilizada foi 

25°C por 5 min, 42°C por 30 min, 85°C por 5 min e 4°C por 30 s. 

 

 4.5 PCR em Tempo Real (qPCR) 

 

 As análises de PCR em tempo real foram realizadas em equipamento 

da marca BioRad modelo CFX 96 Real time System. As reações foram feitas 

com volume final de 20µl, utilizando 5µl de cDNA de cada amostra. 

Adicionou-se ao cDNA, 2µl dos inciadores do gene de interesse (2pmol/µl), 

7,5 µl de Sybr Green (BioRad) e 5,5 µl de água. A curva padrão foi feita com 

amostras controle através de diluições seriadas de 1/5, 1/50, 1/500 e 1/5000. 

A programação foi: 50ºC por 2 minutos, 95ºC por 5 minutos e 40 ciclos: 95ºC 

por 15 segundos, 60ºC por 1 muito e 72ºC por 30 segundos. A curva de 

dissociação foi construída partindo de 58ºC até 95ºC com incremento de 0,5 

ºC a cada 5 segundos. Os números de ciclos acima do limiar (Valor de 

Threshold) foram anotado para cada amostra e os resultados trabalhados em 

planilhas do Excel para os cálculos dos valores relativos do silenciamento. 

 

4.6 Coleta de Sangue, Aspectos Éticos, Determinação de 
Parasitemia e Contagem de Gametócitos 

 

 Para a infecção dos mosquitos, cinco mililitros de sangue, de 

pacientes diagnosticados com malária vivax por exame de gosta espessa, 

foram coletados, por enfermeiro ou técnico habilitado (Figura 24). Foram 

incluídos no estudo sangue pertencente a pacientes com faixa etária entre 18 
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e 60 anos, ambos os sexos, positivos para malária vivax e que 

apresentassem parasitemia acima de uma cruz juntamente a presença de 

gametócitos. Esse procedimento foi realizado no Centro de Diagnóstico de 

Malária do CEPEM/IPEPATRO. 

 

Figura 24. Coleta de sangue de paciente diagnosticado com malária vivax por exame de 

gota espessa, com parasitemia acima de duas cruzes. (A) Material utilizado na Coleta; (B) 

Punção de Veia para Coleta de Sangue a Vácuo; (C e D) Coleta da Amostra de Sangue 

Infectado com P. vivax (Fotos: Frances Tatiane) 

 
 

  

 Após a coleta das amostras, todos os pacientes foram tratados com 

antimaláricos conforme preconiza o Ministério da Saúde. O sangue coletado 

foi encaminhado para o Laboratório de Entomologia da FIOCRUZ-RO em 

temperatura ambiente em caixas de isopor.  

 No Laboratório de Entomologia da FIOCRUZ-RO, no período anterior 

a infecção, foram preparadas novas lâminas de gota espessa para confirmar 

a presença de gametócitos, através da contagem das formas sexuais 

A B 

D C 
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(gametócitos) e assexuais por 500 leucócitos (Manual de Diagnóstico de 

Malária, 2005). 

Para que as amostras de sangue de pacientes com malária vivax 

fossem coletadas, todos os indivíduos que aceitaram voluntariamente 

participar da pesquisa assinaram o termo de consentimento livre e 

esclarecido (TCLE). Foram excluídos pacientes menores de idade, indígenas 

e portadores de incapacidade mental. Todos esses procedimentos foram 

aprovados pelo CONEP (CAAE: 00663912.7.0000.0011, parecer número: 

173.654). 

 

  4.7 Avaliação do silenciamento dos genes Caspar e Cactus e da 
alimentação com sangue infectado por Plasmodium vivax na 
sobrevivência, taxa de infecção e produção de oocistos em Anopheles 
darlingi 

 

 Para avaliar o efeito do silenciamento no bloqueio da infecção pelo 

parasito, os mosquitos receberam o sangue de indivíduos infectados com 

malária vivax, três dias após a injeção com dsRNA, como descrito (GARVER 

et al., 2009). As amostras de sangue foram coletadas em tubos de coleta a 

vácuo contendo anticoagulantes e mantidas a 37ºC, até a realização dos 

experimentos de infecção com os mosquitos (DIEHLMANN et al., 1999).  

 A alimentação sanguínea dos mosquitos com as amostras foi feita 

utilizando o sistema de alimentação artificial por membranas. Esse sistema 

consiste em alimentadores de vidro cobertos com membranas artificiais, 

conectados a um sistema de mangueiras acoplado a um banho maria. No 

banho maria circulava água a 39ºC e isso mantinha o sangue aquecido 

(Figura 25) (LEVASHINA et al., 1999; HUME et al., 2007). 
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Figura 25. Alimentação sanguínea dos adultos de Anopheles darlingi em alimentadores 

artificiais. (A) Tubo de Sangue com Amostra de Paciente a 38°C; (B) Abastecimento dos 

Alimentadores Artificiais com Amostra de Sangue de Paciente e (C) Alimentação Artificial dos 

Mosquitos (Fotos: Frances Tatiane) 

 

 

 Para alimentar os mosquitos nesse sistema, estes foram mantidos 

sem alimentação por 12 horas e depois receberam o sangue infectado 

através dos recipientes de vidros colocadas sobre as gaiolas teladas. Depois 

de alimentados, os mosquitos ingurgitados foram mantidos com dieta regular 

de sacarose 10%, permitindo o desenvolvimento dos parasitas no intestino. 

Mosquitos não ingurgitados foram removidos do experimento. 

 O nível de infecção total foi avaliado 8 dias após a alimentação 

sanguínea através de dissecção dos intestinos dos mosquitos, coloração dos 

tecidos com mercúrio cromo 1% e leitura por microscopia óptica para 

determinação da taxa de infecção contabilizando-se o número de mosquitos 

infectados e não infectados e a intensidade da infecção contabilizando-se o 

número de oocistos presentes (Figura 26) (RIOS-VELÁSQUEZ et al., 2013).  

 

 

A B C 
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Figura 26. Oocistos de P. vivax em mosquitos positivos dissecados nos experimentos de 

ativação das vias IMD e TOLL e bloqueio da infecção (Foto: Frances Tatiane) (A) mosquito 

não infectado, (B) mosquito infectado mostrando oocistos (pontos vermelhos) 

 

 

  Esse experimento teve cinco repetições realizadas em momentos 

diferentes, foram consideradas repetições as cinco amostras de sangue dos 

diferentes pacientes. O número de mosquitos foi variável para cada 

repetição, totalizando 3.825 fêmeas injetadas, 2096 infectadas, 944 

dissecadas.  

 Em síntese os experimentos para avaliação do silenciamento dos 

genes alvo e do bloqueio da infecção podem ser observados na figura 27. 

 

Figura 27. Esquema do experimento de injeções de RNAi para bloqueio de infecção de 

Plasmodium vivax em Anopheles darlingi (Diptera: Culicidae) 

 

�
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4.8 Análise dos Dados 

 

As curvas de sobrevivência dos mosquitos submetidos a difetentes 

tratamentos para o silenciamento dos genes de interesse e também após a 

infecção com P. vivax foram analisadas pelo teste de Mantel-Cox. O 

silenciamento foi analisado por ANOVA e as comparações foram feitas pelo 

teste de Tukey (pos-hoc). Para avaliação da infecção do mosquitos, foi 

construida uma tabela de contingência de 2 x 4 para testar a independência 

do status de infecção do mosquito (infectado x não infectado) após os 

diversos tratamentos com dsRNA. O número de oocistos (carga parasitária) 

foi analisado utilizando o teste de Kruskal-Wallis (ANOVA não paramétrica) e 

as comparações feitas pelo teste de Tukey (pos-hoc). Todos os testes foram 

realizados usando 5% de significância no programa Prism 6 (GraphPad). 
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5. RESULTADOS 

 

5.1 Sobrevivência diária de Anopheles darlingi e Silenciamento 
dos Genes Caspar e Cactus Utilizando Diferentes Métodos de Aplicação 
de dsRNA 

 

O primeiro método de aplicação testado foi injeção de dsRNA, 

considerado o padrão ouro para silenciamento gênico. Contudo, observamos 

que a aplicação de dsRNA através de injeções além de ser muito laboriosa 

diminui consideravelmente a supervivência dos mosquitos em todos os 

grupos manipulados em comparação ao grupo controle não manipulado. 

Além disso, de todos os métodos testados (Injeções, Ingestão e Aplicação 

Tópica) a mortalidade é potencialmente maior, o que foi observado logo nas 

primeiras 24h e perdurou até 72h, tempo em que são avaliados os níveis de 

transcrição relativos a cada gene de estudado.  

O grupo mais afetado com as injeções foi o grupo Cactus (Toll), em 

que foi observada a sobrevivência de 84,9% dos mosquitos 72h após serem 

injetados. Contudo, mesmo ocorrendo uma considerável mortalidade nos 

demais grupos, a sobrevivência para os grupos LacZ (dsRNA controle) e 

Caspar (IMD) não foram muito diferentes nessas 72h, 90,4% e 89,9, 

respectivamente. As curvas apresentaram-se diferentes significativamente 

(X2 = 21,91; P < 0,0001) (Figura 28). 
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Figura 28. Sobrevivência diária de Anopheles darlingi após injeções de diferentes dsRNAs 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Quando avaliado o efeito do silenciamento utilizando dsRNA por 

injeções verificou-se que quando o alvo do silenciamento foi o gene Cactus 

houve uma redução significativa em comparação aos mosquitos que 

compuseram o controle não manipulado (86,3%). Nos grupos de mosquitos 

injetados com dsRNA LacZ (dsRNA controle) essa redução foi de 73,2% em 

relação ao controle não manipulado, mas de apenas 46% comparado com os 

mosquitos injetados com dsRNA Cactus. Sendo essa diferença significativa 

(F = 5,85; P = 0,0078), entretanto não houve diferença significativa entre 

esses tratamentos (P > 0.05) (Figura 29A). Já quando o alvo foi o gene 

Caspar, o grupo injetado com LacZ (dsRNA controle) não diferiu do grupo 

controle não manipulado e houve uma redução de 81,5 e 80,5% na 

expressão desse gene nos mosquitos injetados com dsRNA Caspar em 

relação ao controle não manipulado e controle de dsRNA (LacZ), 

respectivamente (F = 7,09; P = 0,0033) (Figura 29B). 
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Figura 29. Níveis de transcrição relativos de Cactus (A), um regulador negativo Toll 

e Caspar (B), um regulador negativo IMD, em fêmeas adultas de Anopheles darlingi (Diptera: 

Culicidae) injectados com dsRNA 

 

 

 

 

 

 

 

ANOVA, as barras indicam o erro padrão. Letras diferentes indicam diferenças significativas 

entre colunas (p <0,05). RP40 = ubiquitina/60S proteína ribossômica L40 de An. darlingi; n = 

10 (pool com 5 mosquitos/amostra) 

 
 O segundo método de aplicação de dsRNA foi feito por ingestão e a 

mortalidade foi menor do que o método clássico de aplicação por injeções de 

dsRNA, porém foi maior do que o grupo controle não manipulado desse 

experimento. 

 A sobrevivência por ingestão foi afetada em todos os grupos 

manipulados: LacZ (93,2%), Caspar (91,8%) e Cactus (89,1%). Nesse 

método de aplicação o grupo Cactus, da mesma forma que foi observado nas 

injeções, foi novamente o que apresentou maior mortalidade (X2 = 11,5; P = 

0,009) (Figura 30). 
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Figura 30. Sobrevivência diária de Anopheles darlingi após ingestão de diferentes dsRNAs 

em solução açucarada a 10% 

 

 

 

Quando verificado o nível de silenciamento através dessa técnica 

observou-se que nos experimentos que objetivaram silenciar o gene Cactus 

houve uma redução significativa de cerca de 78,8% na expressão desse 

gene entre o grupo não manipulado (controle) e o grupo que ingeriu dsRNA 

Cactus (F = 4,45; P = 0,021), mas não se observou diferença significativa 

entre o dsRNA controle e os demais grupos (Figura 31A). 

 De forma geral, tanto o gene Caspar quanto o gene Cactus 

apresentaram níveis de silenciamento altos por ingestão e semelhantes ao 

silenciamento feito por injeções. A avaliação da expressão de Caspar e 

Cactus levou a diminuição significativa da expressão desse gene em relação 

ao grupo controle não manipulado (F= 7,33; P=0,003 e F = 4,45; P = 0,021) 

respectivamente (Figura 31B). No entanto, a ingestão do dsRNA controle 

(Lac Z) não apresentou diferenças entre os dsRNAs específicos (Figura 31).  
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Figura 31. Níveis de transcrição dos genes Cactus (A) e Caspar (B) analisado por PCR em 

tempo real em adultos de Anopheles darlingi após a alimentação com dsRNA em solução 

açucarada a 10% 

 

 

ANOVA, as barras indicam o erro padrão. Letras diferentes indicam diferenças significativas 
entre colunas (p <0,05). RP40 = ubiquitina/60S proteína ribossômica L40 de An. darlingi; n = 
10 (pool com 5 mosquitos/amostra) 

 

 Por fim, foi avaliado o terceiro método que consiste na aplicação tópica 

de dsRNAs utilizando o protocolo adaptado de Pridgeon et al (2008). Nesse 

caso, a mortalidade nos grupos LacZ, Caspar e Cactus foi de 97,8%, 96,2% e 

94,7%, respectivamente, e ocorreu logo nas primeiras 24h o que foi mantido 

até 72h, o mesmo que observamos no grupo controle não manipulado 

(sobrevivência de 98,8% nas primeiras 24h até 72h) (X2=3,8; P= 0,28). 

Dos três métodos de aplicação de dsRNA testados a mortalidade para 

a aplicação tópica foi significativamente menor. Além disso, a mortalidade 

que foi observada nos grupos foi muito semelhante ao controle (Figura 32).  
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Figura 32. Sobrevivência diária de Anopheles darlingi após aplicação tópica de diferentes 

dsRNAs 

 

 

 Posteriormente, quando observado o nível de silenciamento obtido 

com essa técnica foi verificado que o grupo Cactus e o grupo que recebeu o 

dsRNA controle (Lac Z) foram significativamente diferentes do controle não 

manipulado (F= 6,41; P=0,005), enquanto Caspar não apresentou diferenças 

significativas (F=3,22; P=0,05) (Figura 33). 
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Figura 33. Níveis de transcrição do gene Cactus (A) e Caspar (B) analisado por PCR em 

tempo real em adultos de Anopheles darlingi após aplicação tópica de dsRNAs  

 

 

 

 

 

 

 

 

ANOVA, as barras indicam o erro padrão. Letras diferentes indicam diferenças significativas 
entre colunas (p <0,05). RP40 = ubiquitina/60S proteína ribossômica L40 de An. darlingi; n = 
10 (pool com 5 mosquitos/amostra); NS = não significativo (P>0,05) 

  

5.2 Sobrevivência diária de Anopheles darlingi após Injeção de dsRNA e 
Infecção pelo Plasmodium vixax 

 

  A sobrevivência diária diminuiu do momento da injeção de dsRNA até 

a dissecção (Figura 34), as curvas apresentaram-se diferentes 

significativamente (X2= 21,91; P <0,0001). Foi observado nesse experimento 

que antes da infecção (três dias após as injeções), 28% dos mosquitos 

injetados com o dsRNA de Cactus tinham morrido à medida que apenas 5% 

dos mosquitos do grupo experimental não manipulados havia morrido (Figura 

34). 
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  O intervalo mais crítico para a sobrevivência dos mosquitos, após a 

infecção por P. vivax, foi de 24 a 48 horas, em que a sobrevivência dos 

mosquitos diminuiu para 67% no grupo não manipulado enquanto nos grupos 

injectados com os dsRNA de Caspar, LacZ e Cactus foi de 59, 60 e 48%, 

respectivamente (Figura 34). Não obstante, 48 horas após a infecção, os 

mosquitos não manipulados tinham o dobro da diminuição diária na sobrevida 

em comparação aos grupos injetados citados acima. 

 

Figura 34. Sobrevivência diária de Anopheles darlingi após injeção de diferentes RNAi e 

infecção com sangue infectado por Plasmodium vivax 

  

 

 

5.3 Análise do Efeito do Silenciamento de Caspar e Cactus na 
Infecção de Anopheles darlingi e Produção de Oocistos de Plasmodium 

vivax 

 

infecção 
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Quando consideramos o número de mosquitos infectados entre os 

diferentes tratamentos, i.e, não manipulados, os que receberam apenas 

dsRNA controle (LacZ) e os silenciados para Cactus e Caspar, apenas grupo 

injetado com dsRNA de Caspar diferiu significativamente (X2 = 46,93; P 

<0,001) em relação aos demais apresentando número proporcional de 

mosquitos não infectados (49%) e infectados, enquanto nos demais grupos a 

maior parte dos mosquitos foi infectada (70% ou mais) (Figura 35). 

 

Fig 35. Porcentagem de Anopheles darlingi infectados por Plasmodium vivax em 

(Diptera: Culicidae) depois de silenciar os reguladores negativos da via Toll (Cactus) e IMD 

(Caspar) 

 

 

 

 

 

 

 

 

* indica diferença significativa (P<0,05) na frequência de mosquito infectados e não 

infectados em relação aos demais grupos 

 

A comparação do número de oocistos entre os diferentes tratamentos 

apresentou diferença significativa (H = 201,1, P <0,0001)  

Sendo que, a menor mediana de oocistos foi observada no grupo 

silenciado para Caspar (1 oocisto/mosquito), seguido por Cactus (3 

*
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oocistos/mosquito), LAcZ (3 oocistos/mosquito) e não manipulados (8,5 

oocistos/mosquito) (Figura 36).  

 

Figura 36. Número de oocistos de Plasmodium vivax em Anopheles darlingi (Diptera: 

Culicidae) após silenciamento de Cactus (TOLL) e Caspar (IMD) 
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ANOVA on ranks (Kruskal-Wallis).Letras diferentes indicam diferenças significativas entre os 

tratamentos (P <0,05). linhas vermelhas indicam a mediana de oocistos. N = 258 (não 

manipulados), 176 (LacZ), 140 (Cactus) e 213 (Caspar).  

 

 

 

 



77 
 

6. DISCUSSÃO 

 

6.1 Sobrevivência diária de Anopheles darlingi e silenciamento 
dos genes Caspar e Cactus utilizando diferentes métodos de aplicação 
de dsRNA 

 

Sabe-se que reguladores negativos Caspar e Cactus exercem papéis 

fundamentais na resposta imune de D. melanogaster (SILVERMAN et al., 

2003; AGGARWAL & SILVERMAN, 2008). Além disso, vários estudos têm 

demonstrado que a utilização desses mecanismos pode ser promissora no 

que tange o bloqueio da infecção por Plasmodium sp em An. gambiae 

(GARVER et al, 2009; GUPTA et al., 2009, CIRIMOTICH et al., 2010, 

DIMOPOULOS et al., 2010; KAMBRIS et al., 2010). Entretanto, nada se 

conhece a respeito das ativações dessas vias (i.e, IMD e TOLL) na relação 

parasito – vetor envolvendo An. darlingi e P. vivax, sendo esse um estudo 

pioneiro na área. 

Para avaliar o silenciamento desses reguladores negativos em 

mosquitos e o impacto na taxa de infecção por Plasmodium sp a maior parte 

dos trabalhos utiliza injeções de dsRNA, contudo essa técnica é muito 

laboriosa e pode afetar de forma significativa a sobrevivência dos mosquitos 

(GARVER et al., 2009; GARVER et al., 2012). Portanto, para diminuir o 

impacto da mortalidade dos mosquitos, mantendo níveis de silenciamento 

dos genes (Caspar e Cactus) iguais ou melhor ao padrão ouro de aplicação 

de dsRNA (Injeção), avaliamos alternativas para a aplicação de dsRNA 

(Ingestão e Aplicação Tópica) no silenciamento dos genes de interesse 

(Caspar e Cactus) (Figura 28). 

A mortalidade é consideravelmente maior para o método de aplicação 

de dsRNA por injeções especialmente no grupo Cactus. Contudo, o método 

de aplicação de dsRNA por ingestão é menos impactante em relação a 

mortalidade dos mosquitos, em comparação ao primeiro método citado, e os 

níveis de transcrição dos genes é muito semelhante (Figuras 28, 29, 30 e 31). 
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O silenciamento de Cactus observado por Garver e Dimopoulos (2009) 

resultou na regulação da transcrição cinco vezes mais genes do que quando 

o gene Caspar foi silenciado, sugerindo a via TOLL pode estar associada 

com uma variedade de processos de desenvolvimento e proliferação de 

hemócitos, e esta gama de efeitos é refletido por um grande grupos de genes 

funcionais que podem influenciar o silenciamento e prejudicar a sobrevivência 

dos insetos (BELVIN et al., 1996; QUIU et al., 1998; PAL et al., 2007). 

Semelhantes observações também foram feitas em larvas de D. 

melanogaster (Dif/Dorsal) silenciadas, além de outros genes da via do TOLL, 

estes demostraram que quando silenciados ocorre a expressão de uma 

grande variedade de genes que não estão relacionados com genes o sistema 

imune, enquanto que o silenciamento de genes da via IMD afeta a expressão 

de genes do sistema imune, o que a torna muito mais específica (PAL et al., 

2007). Assim, a via TOLL parece ter uma sinalização mais geral e versátil, 

enquanto a via IMD é mais específica a resposta imunológica, causando 

menor mortalidade dos mosquitos por afetar uma variedade menor de genes, 

o que prejudica em menor intensidade o fitness desses mosquitos. 

Whyard e colaboradores (2009) sugerem que a técnica de aplicação 

de dsRNA por ingestão pode ser concebido como pesticida sob medida, uma 

vez que o dsRNA é altamente específico e pode matar seletivamente 

organismos invertebrados quando alimentados com dsRNA espécie 

específico visando o silenciamento de v-ATPase. Observaram em 

experimentos feitos com diversos organismos invertebrados que ocorre uma 

alta taxa de mortalidade desses organismos quando alimentados com RNAi 

específico (79-96%). Esses resultados de silenciamento seletivo dos genes 

de interesse corroboram com o que foi observado no presente trabalho, em 

que a ingestão de RNAi induziu o silencimento dos genes nos mosquitos 

quando alimentados com dsRNA específico (Figura 31). 

Yu e colaboradores (2013) afirmam que é necessário um tempo maior 

para absorção do dsRNA após a ingestão (~ 7 dias), assim é possível 

detectar a redução da transcrição do gene alvo com muito mais segurança, 

sugerindo que é requisito acumular moléculas de dsRNA para desencadear o 
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RNAi. Interessante que, mesmo com um tempo menor para observar a 

transcrição dos genes alvos (3 dias) observamos o silencimento semelhante 

ao provocado por injeções de dsRNA (Figuras 29 e 31). 

 Coy et al (2012) alimentaram Ae. aegypti com dsRNA e obtiveram 

redução siginificativa de 2,4-2,5 vezes na expressão do gene da subunidade 

A da ATPase vacuolar em comparação ao controle. O dsRNA foi dissolvido 

em uma solução de sacarose a 10% e oferecido para o os mosquitos durante 

24 horas, sendo a concentração utilizada de 1μg/μl. No presente trabalho, os 

mosquitos se alimentaram somente por cerca de 30 minutos, resultando em 

graus de ingurgitamento diferentes, o que sugere que a ampliação do tempo 

de alimentação possa melhorar ainda mais o silenciamento dos genes de 

interesse (Figura 31). 

Lopez-Martinez et al. (2012), observaram que o silenciamento feito 

através da utilização oral dsRNA utilizado para larvas de Culex pipiens (L.), 

foi alto e eficiente, atigindo 77% de silenciamento. No entanto, Hunter (1999) 

observou no nematódeo C. elegans, que a ingestão de dsRNA é menos 

eficaz na indução de redução da expressão gênica do que a injeção e esses 

dados não corroboram com os nossos, em que a expressão por ingestão foi 

tão significativa quanto as injeções (Figuras 29 e 31).  

Para melhorar ainda mais o efeito do silenciamento por ingestão de 

dsRNA estes podem ser encapsulados em nanopartículas misturadas a 

alimentação dos insetos, isto causa maior estabilidade da partícula de 

dsRNA, aumentando a eficácia do RNAi (ZANGH et al., 2010). 

No entanto, Araujo et al. (2006) aplicaram duas injeções de 15 μg/μL 

do dsRNA de NP2 em larvas de quarto estádio R. prolixus e demonstraram a 

redução na expressão do gene em 75%, já a alimentação de 1 μg/μL do 

mesmo dsRNA em ninfas de segundo estádio reduziu a expressão gênica em 

42%. A aplicação de dsRNA por ingestão é menos traumática para as ninfas 

do que injeções. Após a ingestão, ninfas permaneceram saudáveis e a 

mortalidade foi consideravelmente inferior. Esse método apresenta outra 

grande vantagem, por ser mais fácil de executar no primeiro e segundo instar 
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de ninfas em que para a injeção seria necessário um equipamento ainda 

mais especializado e isso poderia resultar em uma alta taxa de mortalidade. 

O método de aplicação tópica de dsRNA foi a técnica menos 

impactante em relação a mortalidade dos mosquitos. No entanto, não foi 

efetiva para o silenciamento de Caspar (Figuras 32 e 33).  

Wang e colaboradores (2011) demonstraram que o método de 

aplicação de dsRNA através de pulverização direta em larvas da traça 

Ostrinia furnacalis é eficiente, sendo capaz de penetrar o tegumento de todas 

as partes do inseto através da interação com a cutícula quitinosa, não 

somente através de alvos específicos do intestino após a alimentação com 

dsRNA ou aplicação por ingestão, atingindo os genes e silenciando de forma 

específica, atingindo o silenciando de 71-89%. Com esse método de 

aplicação de dsRNA específico na concentração de 50 µg/μl alcançaram 

significativamente o retardo no crescimento e desenvolvimento (~ 5 dias) 

desses insetos, além de níveis elevados de mortalidade (73-100%).  

Larvas Culex pipiens (L.) foram desidratadas em uma solução de NaCl 

e, em seguida, re-hidratadas com dsRNA, concentração de 3,5 - 4 µg/µl, 

específico de expressão da proteína do gene de codificação de choque 

térmico 90, com isso foi observado o silenciamento de 77% desse gene, e 

isso persistiu da fase de pupa até a fase adulta (até o terceiro dia de vida) 

(LOPEZ-MARTINEZ et al., 2012).  

Pridgeon et al (2008) aplicaram gotículas de 0,5 μl dos dsRNA no 

tergo do tórax de Ae. aegypti obtendo silenciamento significativo do gene 

AaeIAP1, mas não mencionaram a concentração.  

Durante experimentos com as diferentes espécies de larvas de 

borboleta Spodoptera littorali e Spodoptera exigua, foi demonstrado que a 

penetração de dsRNA na concentração de 66 µg diluídos em 0,5 μl de 

acetona foi significativamente diferente (67% e 42%, respectivamente). Essa 

diferença acontece, pois, a penentração dos dsRNAs depende em grande 

medida da sua retenção e o transporte para o local alvo em combinação com 

a estabilidade metabólica no corpo do inseto, o que sugere que talvez sejam 

necessários ajustes da metodologia com insetos de espécies diferentes 
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(SMAGGHE et al., 1997). Apesar disso, os nossos resultados para aplicação 

tópica sugerem que mesmo pequenas concentrações, em relação a outros 

trabalhos, são capazes de causar o silenciamento de genes de interesse. No 

entanto, tal resultado parece não ser específico, visto que o dsRNA controle 

(LacZ) também é capaz de induzir o silenciamento de Cactus em An. darlingi 

(Figura 33) de forma semelhante ao observado com as injeções para esse 

gene (Figura 29). 

De maneira global, a indução do silenciamento dos genes Caspar e 

Cactus, pelas técnicas avaliadas (injeção, ingestão ou aplicação tópica, 

exceto para Caspar) foi possível em An. darlingi em relação com os níveis de 

transcrição em mosquitos não manipulados, mas o efeito no bloqueio da 

infecção por plamódios para os métodos de ingestão e aplicação tópica, além 

do efeito inespecífico dos dsRNA controle ainda precisam ser avaliados. 

 

6.2 Sobrevivência diária de Anopheles darlingi após Injeção de 
dsRNA e Infecção pelo Plasmodium vixax 

 

Embora os efeitos nocivos da resposta inflamatória em mamíferos 

estejam bem estabelecidos, a situação é menos clara com os invertebrados e 

até mesmo com o modelo mais estudado desse grupo, D. melanogaster. Em 

alguns casos, a ausência de reguladores basais leva a uma vida útil reduzida, 

o que, no entanto, não pode ser atribuída especificamente a ativação das 

vias de sinalização do sistema imune e reguladores negativos, uma vez que 

estes reguladores podem agir sobre múltiplos alvos e podem desencadear 

uma resposta a outros reguladores dentro da mesma via (LEE & 

FERRANDON, 2011). 

A via IMD tem uma resposta rápida, que é provavelmente mais eficaz 

contra patógenos, tais como bactérias (KLEINO & SILVERMAN, 2014). No 

entanto, o controle desta via resulta em vida útil reduzida, propondo que a 
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conservação de uma imunidade ativa é fisiologicamente custosa a longo 

prazo (Figura 27) (DEVEALE et al, 2004; LIBERT et al, 2006). 

A mortalidade após 12 dias foi significativamente maior nos grupos 

injetados com dsRNA Cactus aos demais (Figura 34). Nos mosquitos 

injetados com dsRNA Cactus houve mortalidade de 29% dos mosquitos logo 

após 24h, corroborando o que foi encontrado por Garver e colaboradores 

(2009), que relataram que o silenciamento de Cactus em An. gambiae 

diminuiu significativamente o fitness desse mosquito, causando diminuição da 

longevidade e produção de ovos (50% de diminuição), o que pode estar 

ligado ao grande número de genes ativados após o silenciamento desse 

gene. 

O custo em relação a diminuição do fitness dos mosquitos que leva a 

alta taxa de mortalidade após o silenciamento gênico, principalmente de 

Cactus da via TOLL (GARVER et al, 2009), pode reduzir o potencial de 

transmissão desse inseto, dado que a sobrevivência diária é um importante 

componente da capacidade vetorial (GARRET-JONES, 1964). 

Outros estudos, mais especificamente, com D. melanogaster, sobre a 

relação entre o tempo de vida e ativação de defesa imunológica têm 

mostrado que a montagem de uma resposta imune acelera o envelhecimento 

dos insetos, reduzindo significativamente o tempo de vida desses insetos 

(LIBERT et al., 2006; ROBB & FORBES, 2006). 

Em Drosophila, a via de TOLL é importante para uma resposta antiviral 

capaz de reduzir o título viral em 50%, sugerindo que a ativação constitutiva 

da via de TOLL é capaz de retardar a replicação viral. No entanto, observa-se 

que a competição entre o curso da replicação de vírus e resposta imune do 

hospedeiro podem causar efeitos que aumentam a mortalidade dos insetos 

(ZAMBON et al., 2005). 

A mortalidade dos mosquitos 72h após as injeções, período anterior as 

infecções, foi reduzido (Figura 34), pois a cinética de silenciamento de genes 

mediada por dsRNA sugere que a indução das vias através de silenciamento 

de reguladores negativos persistisse durante um certo período de tempo e 
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depois diminui ao longo do tempo que os dsRNAs são degradados (GARVER 

et al, 2009). Além disso, Frolet et al. (2006) sugerem que um reforço 

molecular da imunidade basal (ativação das vias imunes) antes da infecção 

faz com que haja um perfil diferente da transcrição de genes do sistema 

imune do que quando acontece a infecção.  

Observamos, também, que ocorreu uma considerável mortalidade, em 

todos os grupos experimentais após a infecção (Figura 27). Vários estudos 

mostram que a mortalidade que ocorre em anofelinos observada depois de 

um repasto sanguíneo com amostras infectas por Plasmodium são 

consequência da presença desses parasitas. A presença dos mesmos 

provoca vários danos aos tecidos do estômago e das glândulas salivares dos 

vetores ao atravessarem estas, além de alterações fisiológicas como 

diminuição nos níveis de aminopeptidase e o esgotamento das reservas dos 

mosquitos como a baixa concentração de aminoácidos, o que pode alterar 

até mesmo danos na vitelogênese e esgotamento de reservas nutricionais 

para a geração subsequente (AHMED et al., 1999; FERGUSON e READ, 

2002; KOELLA & SORENSEN, 2002).  

Sabe-se que a resposta imune dos mosquitos é dependente do sexo, 

idade e estado reprodutivo (CHUN et al, 1995; SCHWARTZ & KOELLA, 

2002). No entanto, a eficácia do controle dos parasitas após a infecção, 

também dependerá em larga medida da eficácia da resposta imune desses 

mosquitos em situações naturais, isto é, na medida em que a resposta 

imunitária depende de fatores não genéticos (BOETE & KOELLA, 2002), tais 

como condições de criação das larvas: mosquitos que foram bem nutridos 

como larvas têm uma resposta de melanização mais forte do que os 

mosquitos sub-nutridos (SUWANCHAICHINDA & PASKEWITZ, 1998). Por 

não existir colônia de An. darlingi, no Brasil, e no nosso trabalho utilizarmos 

fêmeas de mosquitos F1, em que não são conhecidas as situações 

nutricionais da sua matriz, isso pode ter desencadeado a considerável 

diminuição da sobrevivência dos mosquitos do grupo controle não 

manipulado (Figura 34). 
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Os presentes resultados corroboram com o que Ferguson e Read 

(2002) observaram. Nesse caso, os autores relataram que a sobrevivência de 

An. stephensi é significamente reduzida após a alimentação com sangue 

infectado com P. chabaudi, quando comparada com o grupo controle não 

manipulado. Além disso, notaram que a carga parasitária (número de 

oocistos) e a taxa de infecção potencializa a mortalidade, no entanto isso 

está relacionado com a virulência dos parasitas, i. e., a mortalidade do vetor 

variou signicativamente entre os genótipos dos parasitas.  

A mortalidade proveniente da infecção, também, foi observada por 

Anderson e colaboradores (2000), que afirmam que a patologia induzida por 

infecções de plasmódio, principalmente onde ocorrem muitos oocistos, 

aumenta a mortalidade de An. gambiae infectados com P. falciparum (37,5% 

de mortalidade), o que corresponde a quase o triplo da mortalidade 

observada no grupo controle do presente estudo (13%) (Figura 34). Além do 

que, ocorrem alterações no comportamento alimentar associado à infecção 

por malária, o que também contribui para maior mortalidade de mosquitos 

infectados em relação aos indivíduos não infectados.  

A resposta imunitária provocada pela presença do agente patogénico 

(Plasmodium sp) provoca grande gasto de energia e esgota os recursos 

utilizados para o desenvolvimento destes mosquitos. Além disso, as 

alterações no comportamento destes vetores podem também aumentar a 

mortalidade (SANGARE et al., 2014). Nos mosquitos infectados ocorre uma 

mudança no comportamento e na sua fisiologia, que altera a vitelogênese e a 

capacidade de se alimentar. An. stephensi infectados com P. yoelii 

apresentam 53% menos capacidade de se alimentar do que os mosquitos 

não infectados, o que leva a diminuição do tempo de vida desses mosquitos. 

Conclui-se que as mudanças no comportamento alimentar de mosquitos 

mediadas pela infecção pelo parasita são sensíveis a presença do parasita e 

que essas mudanças têm implicações importantes para a epidemiologia da 

malária (ANDERSON et al., 1999). 
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6.3 Efeito do Silenciamento de Caspar e Cactus na Infecção e 
Produção de Oocistos de Plasmodium vivax em Anopheles darlingi  

  De forma geral, nossos resultados sugerem que a frequência de 

mosquitos infectados no grupo injetado com dsRNA de Caspar foi menor do 

que nos demais grupos e resultados semelhantes foram observados para 

diferentes espécies de anofelinos infectados com P. falciparum (Garver et al, 

2009). 

 O gene Caspar é um regulador negativo de IMD importante no controle 

de P. falciparum em outras espécies de anofelinos como An. gambiae, An. 

albimanus e An. stephensi, como demostrado no trabalho de Garver e 

colaboradores (2009). Nesse trabalho, os autores relataram que ao infectar 

essas espécies de mosquitos após injeções do dsRNA de Caspar e Cactus 

ocorria a ativação da via IMD com muito mais eficiência para o bloqueio da 

infecção por P. falciparum, enquanto o tratamento com dsRNA para Cactus 

era mais eficiente para o controle de P. berghei (GARVER et al., 2009). 

Garver et al (2012) demonstraram que silenciando apenas Caspar em An. 

gambiae resultou em uma reposta suficientemente robusta contra P. 

falciparum. Além disso, o efeito do silenciamento foi efetivo em limitar a 

infecção do mosquito por esse plasmódio em experimentos infectando 

artificialmente os mosquitos com baixa, média e alta quantidade de 

gametócitos.  

  Outro argumento relevante diz respeito ao silenciamento do homólogo 

de Caspar no vetor da leishmaniose visceral, Lutzomyia longipalpis 

(TELLERIA et al., 2012). O silenciamento de Caspar levou a redução 

significativa do número de Leishmania mexicana e a porcentagem de insetos 

infectados por Leishmania infantum foi bastante reduzida (85% para 45%). 

Assim como em mosquitos, a resposta é robusta, mas depende também da 

espécie do parasito. Com isso, a investigação desse gene parece adequada 

para avaliação do sistema imune de An. darlingi contra P. vivax. 

  No entanto, existe certa dificuldade em avaliar e interpretar esses 

experimentos, pois como pode ser observado na metodologia, os mosquitos 
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F1 utilizados nos experimentos foram oriundos de fêmeas de campo e, a 

fonte de infecção, do sangue infectado por P. vivax de pacientes locais, 

levando certamente a uma significativa variação genética e fenotípica, o que 

deve estar associado aos resultados obtidos. Em alguns sistemas como An. 

darlingi/P. vivax, não há, ainda, colônias do mosquito no Brasil ou culturas do 

parasito, mas dada a importância desse sistema vetor/parasito na Amazônia 

é importante que sejam avaliados. 

 Por um outro lado, a maioria dos experimentos relacionados aos 

diferentes trabalhos na literatura são realizados utilizando-se colônias e 

culturas de células com alto grau de endocruzamento ou endogamia e 

redução da pressão seletiva, levando a perda de variabilidade genética e do 

fitness. Sendo assim, os modelos desenvolvidos em laboratório devem ser 

validados em situações de campo, pois há significativas diferenças na 

regulação gênica entre populações de campo e laboratório após a infecção 

por bactérias, por exemplo (AGUILAR et al., 2005; GARVER et al., 2009; 

GARVER et al., 2012; TELLERIA et al., 2012). 

  Em relação ao número de oocistos, os resultados sumarizados desses 

experimentos indicam diferenças significativas no número de oocistos entre 

os mosquitos injetados com dsRNA de Caspar, Cactus e os grupos controles 

(Não Manipulados, e dsRNA Controle LacZ), corroborando o papel de Caspar 

em outros sistemas vetor/parasito envolvendo Anopheles e Plasmodium 

(GARVER et al., 2009 e 2012). No entanto, não foi observado diferença 

significativa entre o grupo injetado com Cactus e o controle para injeção de 

dsRNA (LacZ), o que não foi observado em outro trabalho semelhante com 

An. gambiae, An. stephensi, An. albimanus (GARVER et al., 2009). 

  Telleria e colaboradores (2012), observaram que ao aplicar os dsRNAs 

Caspar (dsRNA tratamento) e GFP (dsRNA controle) em Lutzomyia 

longipalpis a expressão de Caspar foi três vezes menor do que o controle não 

injetado e somente duas vezes menor do que o dsRNA controle (GFP). Essa 

redução na expressão de Caspar levou a uma diminuição de 85 para 45% de 

flebotómos infectados com Leishmania infantum, no entanto a aplicação de 

GFP (dsRNA controle), também, levou a redução desses insetos com o 
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parasita de 95 para 85%, resultados que corroboram com o que encontramos 

nos mosquitos injetados com dsRNA Caspar. Esses autores observaram que 

o número de parasitas no intestino foi reduzido com as injeções de dsRNA 

específico (Caspar e Cactus) e dsRNA controle (LacZ) e o mesmo foi 

observado nos nossos resultados (Figuras 35 e 36). 

Ferguson & Read (2002), observaram que Anopheles stephensi 

infectados com Plasmodium chabaudi as interações genótipo e meio 

ambiente foram importantes para a taxa de infecção. Usando linhagens CR e 

ER de P. chabaudi, obtiveram a taxa de infecção de 50 e 65%, e o número de 

oocistos de 92 e 30, respectivamente. A taxa de infecção encontrada para a 

primeira linhagem corroba com os nossos resultados, em que no grupo 

controle não manipulado 70% dos mosquitos foram infectados, por outro lado 

a carga parasitária (número de oocistos) observada foi muito maior nas duas 

linhagens do que a encontramos para Anopheles darlingi (Mediana= 8,5 

oocistos) (Figuras 35 e 36). Os autores, também, observaram que a mudança 

ou privação na dieta podia diminuir significativamente a taxa de infecção e 

carga de parasitária. 

 Além da grande variabilidade genética dos mosquitos, alguns fatores 

ambientais como alimentação podem influenciar significativamente a 

expressão da resistência genética e alterar profundamente padrões de 

doença e resposta do hospedeiro à seleção. Diferentes dietas para An. 

stephensi infectados com P. yoelli alteraram a carga média de infecção e, em 

particular, a sua variação hereditária nos mosquitos, o que sugere que o 

ambiente afeta a expressão e a evolução da resistência dos mosquitos na 

natureza (LAMBRECHTS et al. 2014). A maior parte das pesquisas com 

sistema imune de mosquitos investiga a taxa de infecção de mosquitos e 

parasitas provenientes de colônia e cultivo, respectivamente. Contudo, 

mosquitos selvagens como An. darlingi e parasitas não provenientes de 

cultivo, como P. vivax, representam uma relação parasito-mosquito mais 

próxima possível da realidade, embora isso seja de difícil interpretação e 

apresente uma carga de infecção muito variável entre os indivíduos. 
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 No trabalho realizado por Rios-Velásquez e colaboradores (2013) com 

diferentes anofelinos (An. darlingi, An. albitarsis, An. nuneztovari e An. 

triannulatus. E An. aquasalis) infectados com P. vivax, foi demostrado uma 

taxa de infecção e número de oocistos entre as espécies de mosquitos muito 

variável. Os mosquitos An. darlingi infectados totalizaram 18,3% e a carga 

parasitária corresponde a mediana de 7 de oocistos. A taxa de infecção 

observada no presente trabalho foi muito maior do que a observada por Rios-

Velásquez e colaboradores (2013) (70%), contudo a carga parasitaria foi 

muito semelhante (Mediana= 8,5) (Figura 36). Os autores, também, 

observaram que a taxa de infecção foi aumentada significativamente, para 

essa espécie de mosquito, com o aumento do número de gametócitos e a 

inativação do soro, o que sugere que fatores do complemento bem como o 

sistema imune dos mosquitos podem influenciar na infecção. 

  Vijay et al. (2011) em trabalho feito com An. culicifacies infectados com 

P. vivax, sugerem que a capacidade de resposta inata de mosquitos 

refratários a infecção pode representar função ancestral do sistema imunitário 

do mosquito contra o parasita, por isso algumas espécies apresentam mais 

suscetibilidade a infecção do que outras.  

  O silenciamento de Caspar (IMD) e Cactus (TOLL) causou uma 

grande diminuição do número de oocistos, principalmente quando o gene 

Caspar foi silenciado (Figura 30).  

  De forma geral, observamos um baixo número de oocistos durante os 

experimentos, mesmo nos mosquitos não manipulados, o que corrobora com 

o que normalmente é observado em condições de campo, i.e., a maioria dos 

mosquitos não apresentam nenhum oocisto e poucos apresentando entre 6-

10. Já em laboratório o número de oocistos segue uma distribuição uniforme 

com vários indivíduos, portanto um grande número de oocistos. Apesar disso, 

mesmo anofelinos de laboratório podem apresentar grande variação no 

número de plasmódios colonizando seus intestinos (MAROIS, 2011). Na 

verdade, a carga de infecção em mosquitos An. darlingi é muito semelhante 

ao observado em mosquitos do campo da mesma espécie (RIOS-

VELÁSQUEZ et al., 2013). 
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  A formação de oocistos também foi analisada nas espécies An. 

stephensi, An. gambiae e Ae. aegypti, vetores de P. gallinaceum, e foi 

observado maiores números de oocistos em An. gambiae quando comparado 

a Aedes aegypti. Com isso, é notável que os mecanismos de resposta à 

infecção com Plasmodium dependem das espécies envolvidas, i.e., 

Plasmodium, mosquitos e populações (genótipos) (ALAVI et al., 2003).   

Nossos resultados fornecem uma base na compreensão molecular das 

vias de sinalização do sistema imune (IMD e Toll), através dos reguladores 

negativos (Caspar e Cactus, respectivamente), bem como seus papéis na 

regulação da resposta imune do vetor Anopheles darlingi contra Plasmodium 

vivax. Contudo, torna-se imprescindível mais investigações sobre as cascatas 

de sinalização do sistema imunológico e seu papel na sobrevivência de 

Plasmodium vivax e a influência desses reguladores na competência vetorial 

de Anopheles darlingi. 
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CONCLUSÕES 

 

1. As diferentes técnicas utilizadas para entrega do dsRNA, i.e., 

injeção, ingestão e aplicação tópica, de Caspar e Cactus são 

capazes de induzir o silenciamento significativo desses genes e 

causam diferente impacto na sobrevivência de An. darlingi. 

2. As injeções de dsRNAs específicos foram capazes de reduzir a 

expressão dos genes Caspar e Cactus, mas as injeções de dsRNA 

de Cactus em An. darlingi causaram diminuição significativa da 

sobrevivência do mosquito.   

3. A frequência de mosquitos infectados por P. vivax foi apenas 

alterada após o silenciamento de Caspar, mas a injeção de 

dsRNAs causam redução significativa do número de oocistos, 

principalmente no grupo injetado com dsRNA de Caspar. 
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PERSPECTIVA 

 

1. Realizar experimentos de infecção, a fim de investigar se os métodos de 

administração alternativa de RNAi, principalmente ingestão, que demostrou 

silenciamento significativo em ambos os genes (Caspar e Cactus), realmente 

é eficiente para o bloqueio de P. vivax em Anopheles darlingi,  

 

2. Verificar como os genes Caspar e Cactus funcionam na presença de 

oocistos jovens, maduros e tardios. 

 

3. Analisar o efeito do silenciamento de Caspar e Cactus no bloqueio de 

esporozoítos. 

 

4. Conferir se o silenciamento de genes da via Jack-STAT é eficiente no 

bloqueio de P. vivax em Anopheles darlingi. 

 

5. Analisar se o encapsulamento em lipossomas de RNAi pode auxiliar no 

aumento do silenciamento gênico. 

 

6. Investigar novas moléculas que ativem de forma eficiente as vias do 

sistema imune de Anopheles darlingi (IMD, TOLL e Jack-STAT). 
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