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RESUMO 

Dissertação de Mestrado em Biologia Parasitária 

 

João Miranda da Costa Baltar 

 

Aedes albopictus é responsável pela transmissão de DENV e CHIKV na Ásia e África, respectivamente. 

Em condições de laboratório possui competência para transmitir diversos arbovírus. No Brasil, esta 

espécie tem um papel vetorial ainda indefinido, porém com potencial de atuar como vetor-ponte de vírus 

em interfaces urbano-florestal. Fatores com potencial em influenciar infecções por arbovírus em mosquitos, 

além de afetar o desenvolvimento e biologia destes vetores, vêm sendo investigados, como é o caso da 

microbiota intestinal. Sabe-se que o ambiente é importante na formação da microbiota, contudo pouco se 

sabe a respeito da influência da paisagem e seus elementos na estrutura da microbiota de mosquitos 

vetores. Assim, o presente estudo visa caracterizar a microbiota intestinal de três populações de Ae. 

albopictus provindas de áreas com diferentes paisagens (comunidade / bairro arborizado / floresta) no Rio 

de Janeiro (Brasil). Além de analisar o efeito da colonização de mosquitos em laboratório no perfil da 

microbiota destes insetos. Para tanto, os mosquitos foram coletados em três diferentes localidades, em 

dois períodos de coleta correspondendo a duas estações distintas. Ovos também foram coletados e 

criados em laboratório para a geração de grupos F1 referentes às localidades de coleta. Como grupo 

controle de laboratório, uma colônia de Ae. albopictus com mais de 20 gerações de criação em insetário 

foi mantida nas mesmas condições de F1. Os mosquitos tiveram os intestinos dissecados, armazenados 

individualmente e o DNA foi extraído de 96 amostras, que prosseguiram para sequenciamento do gene 

16S rRNA, em Illumina Miseq. As sequências obtidas foram analisadas utilizando o programa QIIME2 

(versão 2021.4), fazendo uso de quatro variáveis categóricas (local, período, origem e população), para 

investigação da diversidade dentre (alfa) e entre (beta) a microbiota das amostras intestinais, além da 

abundância relativa dos principais táxons encontrados, core bacteriano de Ae. albopictus e análise da 

composição dos microbiomas (ANCOM). Diferenças significativas em relação à diversidade alfa e beta, 

entre a microbiota de mosquitos de campo e laboratório e entre os diferentes períodos de coleta foram 

observadas. Em geral, o grupo de mosquitos F1 demonstrou uma queda na riqueza e diversidade, além 

de agrupar na composição da microbiota com o grupo de laboratório. Este resultado indica que apenas 

uma geração de criação em laboratório (F1) foi suficiente para que a estrutura da microbiota de mosquitos 

de campo sofresse mudanças significativas. Em relação à composição da microbiota intestinal dos 

diferentes grupos, levando-se em conta abundância relativa dos 12 táxons mais dominantes, os resultados 

obtidos indicaram uma dominância de Acetobacteraceae em mosquitos criados em laboratório e uma 

ausência em mosquitos de campo. Esta dominância de Acetobacteraceae em F1 foi correlacionada com 

a ausência de Wolbachia neste grupo, com este táxon apresentando uma abundância elevada e uma 

assinatura bacteriana em mosquitos de campo. Hipotetizamos que este resultado seja em função de uma 

correlação negativa entre ambos os táxons, já apresentada em outros trabalhos. O core geral de Ae. 

albopictus foi composto por Enterobacteriaceae, Pseudomonadaceae, Moraxellaceae, Actinomycetales e 

Halomonadaceae. Estudos que investiguem a microbiota de diferentes populações de mosquitos vetores 

são de extrema importância, visando ampliar o conhecimento acerca de quais são os fatores que 

influenciam na formação de sua microbiota, quais táxons estão associados a determinadas espécies 

independente de origem geográfica, perfil genético ou sazonalidade. Além disso, gera conhecimento 

básico para ser aplicado em abordagens de controle vetorial a partir destas bactérias, tal qual a 

paratransgênese. 
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ABSTRACT 

MASTER DISSERTATION IN PARASITE BIOLOGY 

 

João Miranda da Costa Baltar 

 

Aedes albopictus is responsible for the transmission of several DENV and CHIKV in Asia and Africa, 

respectively, being under laboratory conditions competent to transmit several arboviruses. In Brazil, this 

mosquito has an undefined vector role, but is designated as a potential bridge vector of viruses at urban-

forest interfaces. The microbiota has been recognized for its potential to influence arbovirus infections in 

mosquitoes, the development and biology of these vectors. Is known that the environment is important in 

shaping the microbiota, however little is known about the influence of the landscape and its elements on 

the structure of the microbiota of vector mosquitoes. Thus, the present study aims to characterize the 

intestinal microbiota of three populations of Ae. albopictus from areas with different landscapes (slum / 

wooded neighborhood / forest) in Rio de Janeiro (Brazil) and the effect of laboratory colonization on the 

microbiota profile of these insects. Therefore, the mosquitoes were collected in three different locations, in 

two collection periods corresponding to two different seasons. Eggs were also collected and reared in the 

laboratory to generate F1 groups referents to the collection locations. As a laboratory control group, a 

colony of more than 20 generations of insectary rearing was created under the same conditions as F1. 

Mosquitoes had their guts dissected, stored individually and DNA was extracted from 96 samples, which 

proceeded to sequencing the 16S rRNA gene in Illumina Miseq. The sequences obtained were analysed 

using the QIIME2 program (version 2021.4), using four categorical variables (locality, period, origin and 

population), to investigate diversities within (alpha) and between (beta) gut microbiota samples, also the 

relative abundance of the main taxa found, bacterial core of Ae. albopictus and analysis of compositions of 

microbiomes (ANCOM). Significant differences were observed in relation to alpha and beta diversity, 

between the microbiota of field and laboratory mosquitoes and between the different collection periods. In 

general, the F1 group showed a decrease in richness and diversity, in addition to grouping according to the 

composition of the microbiota with the group referred as laboratory colony. This result indicates that only 

one generation of breeding in the laboratory was enough to alter the structure of the microbiota of field 

mosquitoes. Regarding the composition of the intestinal microbiota of the different groups, taking into 

account the relative abundance of the 12 most dominant taxa, the results obtained indicate a dominance 

of Acetobacteraceae in laboratory-bred mosquitoes and an absence in field mosquitoes. This dominance 

of Acetobacteraceae in F1 was correlated with an absence of Wolbachia in this group, with this taxon 

showing high abundance and a bacterial signature in field mosquitoes. We hypothesize that this result is 

due to a negative correlation between both taxa, already presented in other works. The general core of Ae. 

albopictus was composed by Enterobacteriaceae, Pseudomonadaceae, Moraxellaceae, Actinomycetales 

and Halomonadaceae. Studies that investigate the microbiota of different populations of mosquitoes are 

extremely important, aiming to expand the knowledge about what are the factors that influence the shaping 

of their microbiota, which taxa are associated with certain species regardless of geographic origin, genetic 

profile or seasonality. Also, promoting vector control approaches from these bacteria, such as 

paratransgenesis. 
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1 INTRODUÇÃO 

1.1 Arboviroses  

Doenças causadas por patógenos transmitidos por mosquitos se tornaram 

um problema de saúde pública, social e econômico a nível global. Há uma 

grande variedade de vírus transmitidos por mosquitos e outros artrópodes, os 

arbovírus, que se caracterizam por serem vírus envelopados, em sua grande 

maioria de RNA e que podem circular em humanos e animais vertebrados 

(Gubler 2006; Weaver e Reisen 2010).  

Nos últimos 50 anos, doenças causadas por arbovírus emergiram ou 

reemergiram (Wilder-Smith et al. 2017), com algumas atingindo um nível global, 

como é o caso da dengue. O vírus da dengue (DENV) é endêmico em mais de 

100 países, com uma estimativa de 400 milhões de casos anuais, sendo 100 

milhões destes sintomáticos (Bhatt et al. 2013). Além disso, estima-se que 3,9 

bilhões de pessoas vivam em áreas com o risco de infecção por DENV (Brady et 

al. 2012). 

Outros arbovírus espalharam recentemente pelo mundo e causaram 

epidemias e surtos. O vírus Zika (ZIKV) causou diversos surtos nas Américas, 

incluindo o Brasil, no ano de 2015 (Basarab et al. 2016), além de estar associado 

a casos de microcefalia em neonatos (Mlakar et al. 2016). A febre amarela vem 

se expandindo, cujo vírus (YFV) chegou à China (Wilder-Smith and Leong 2017). 

Já o vírus da Chikungunya (CHIKV) teve uma emergência recente no leste 

africano e se espalhou de forma rápida para a Europa e Américas (Mayer et al. 

2017). O vírus do Oeste do Nilo (WNV) segue uma expansão constante nas 

Américas (Gubler 2007). Por fim, o vírus Mayaro (MAYV) é apontado como um 

potencial causador de novas epidemias de arboviroses, já sendo encontrado na 

América Latina e no Caribe (Esposito and Fonseca 2017; Ganjian and Riviere-

Cinnamond 2020). 

Estes arbovírus que infectam humanos são frequentemente transmitidos 

por mosquitos do gênero Aedes, com destaque para Aedes aegypti e Aedes 

albopictus (Ogunlade et al. 2021). Para que a transmissão ocorra, as fêmeas 

devem se alimentar de sangue (como fonte de proteínas para maturação de seus 
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ovos) de hospedeiros já infectados por um arbovírus. Este infecta os diferentes 

tecidos do mosquito até atingir as glândulas salivares, quando podem ser 

transmitidos a um novo hospedeiro via repasto sanguíneo (Consoli e Oliveira 

1994). 

Após o repasto e inoculação de um arbovírus, inicia-se um quadro de 

arbovirose, que se caracteriza por apresentar de forma geral: febre, mialgia, 

cefaléia, rash cutâneo, conjuntivite e em casos específicos quadros de 

hemorragia interna (Madewell 2020) 

Poucas vacinas estão disponíveis contra arbovírus, por isso controlar os 

mosquitos vetores é a principal maneira de reduzir a incidência das arboviroses 

(Girard et al. 2020). Dito isso, o estudo da biologia destes insetos torna-se 

amplamente necessário para que métodos de controle sejam desenvolvidos e 

corretamente aplicados.  

1.2 O mosquito Aedes albopictus  

Aedes (Stegomyia) albopictus (Skuse,1894) é um mosquito originário do 

sudeste asiático, popularmente conhecido como “tigre asiático”. 

Morfologicamente este mosquito é identificado por apresentar uma coloração 

negra, com bandas brancas nas pernas e uma faixa longitudinal branca no 

escudo (Consoli e Oliveira 1994) (Figura 1).  

 

Figura 1: Morfologia de fêmea de Aedes albopictus (adaptado de Ferreira-de-Lima et al. 2020) 

Nos últimos 40 anos, Ae. albopictus vem aumentando sua distribuição 

rapidamente, estando presente em todos os continentes exceto a Antártida 
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(Benedict et al. 2007; Bonizzoni et al. 2013). O espalhamento deste mosquito se 

deu através da dispersão de ovos resistentes a dessecação por meio de 

atividades humanas, como o transporte de pneus e plantas ornamentais em 

navios comerciais (Reiter 1998; Lounibos and Kramer 2016; Bennett et al. 

2019b). O rápido aumento da distribuição geográfica de Ae. albopictus fez com 

que este inseto fosse considerado uma das 100 espécies mais invasivas do 

mundo (GISD 2022). 

Essa espécie de mosquito é também generalista e oportunista, pois 

alimenta-se em uma ampla gama de hospedeiros. Possui uma tendência à 

antropofilia, porém na ausência de fontes sanguíneas humanas pode se 

alimentar em diferentes espécies de mamíferos e aves (Delatte et al. 2010; 

Kamgang et al. 2012; Pereira dos Santos et al. 2018; Garcia-Rejon et al. 2021). 

Coloniza diferentes ambientes, habitando locais com alta ou média densidade 

de vegetação, como matas, áreas periurbanas e até parques urbanos (Maciel-

De-Freitas et al. 2006; Honório et al. 2009; Heinisch et al. 2019), onde utiliza 

tanto recipientes naturais quanto artificiais como criadouros larvais (Honório e 

Lourenço-de-Oliveira 2001; Oliveira e Almeida Neto 2017; Pereira-Dos-Santos 

et al. 2020). Contudo, mesmo apontado originalmente como um mosquito da 

“borda de floresta” (Hawley 1988), Ae. albopictus é encontrado em áreas 

altamente urbanizadas, como comunidades periféricas no Brasil (Ayllón et al. 

2018). 

Ae. albopictus também sobrevive em ambientes com diferentes climas, 

sendo um mosquito resistente a baixas temperaturas (Delatte et al. 2009; Brady 

et al. 2013). Isso pode ser explicado pela ocorrência da diapausa dos ovos 

(Lounibos et al. 2003), um período de dormência dependente de condições 

ambientais (como baixas temperaturas de inverno). Assim, fêmeas adultas de 

Ae. albopictus de locais mais frios ovipõem ovos maiores, com maior quantidade 

de lipídios e mais resistentes à dessecação. Os embriões entram em estado de 

dormência e redução do metabolismo até que as condições ambientais estejam 

favoráveis para prosseguir com o desenvolvimento (Hanson e Craig Jnr 1994; 

Reynolds et al. 2012; Medley et al. 2019). 

Essa espécie, Ae. albopictus, também é considerada um competidor 

superior a outra espécie de importância médica, Ae. aegypti, quando estão 
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dividindo o mesmo criadouro larvar em campo (Juliano 1998). Com a entrada do 

mosquito, tigre asiático, no território dos Estados Unidos da América (EUA), esta 

vantagem competitiva resultou em um declínio nas populações de Ae. aegypti 

em diversos locais, que foram substituídas quase que totalmente por Ae. 

albopictus (Hornby et al. 1994; O’Meara et al. 1995). O mecanismo utilizado para 

esta vantagem competitiva ainda não está muito claro. Porém, resultados de uma 

meta análise apontam para a capacidade de Ae. albopictus em sobreviver 

consumindo alimentos de baixa qualidade nutricional, o que é consistente com 

os resultados de estudo de campo (Juliano 2010). 

Outra hipótese para explicar a vantagem competitiva de Ae. albopictus 

sobre Ae. aegypti seria a ocorrência da satirização, que é o cruzamento 

interespecífico de machos de uma espécie (Ae. albopictus) com fêmeas de outra 

espécie (Ae. aegypti), incapacitando-a de gerar uma prole viável e induzindo à 

esterilização (Tripet et al. 2011; Bargielowski e Lounibos 2016). Este fenômeno 

já foi observado em campo nos EUA, sendo o contrário (machos de Ae. aegypti 

copulando com fêmeas de Ae. albopictus) menos comum (Tripet et al. 2011; 

Bargielowski et al. 2015). Já no Brasil, um estudo observou que os machos de 

populações brasileiras não eram tão eficientes quanto os machos de populações 

americanas em satirizar fêmeas de Ae. aegypti (Honório et al. 2018a). 

1.2.1 Aedes albopictus e sua importância epidemiológica global 

A capacidade vetorial de um artrópode é definida como a habilidade de uma 

população do vetor em transmitir um patógeno (Garrett-Jones 1964). Diferentes 

parâmetros estão envolvidos diretamente no cálculo da capacidade vetorial, 

como a sobrevivência do vetor, taxa de picada, período de incubação do 

patógeno no artrópode e a capacidade deste em se infectar e transmitir o 

patógeno, definida como competência vetorial (Kramer e Ebel 2003).  

Vinte e seis arbovírus de diferentes famílias já foram isolados de Ae. 

albopictus coletados no campo, com a confirmação em laboratório da sua 

capacidade de transmitir ao menos 14 destes, incluindo dengue (DENV), Zika 

(ZIKV), chikungunya (CHIKV) e febre amarela (YFV) (Paupy et al. 2009; Pereira-

dos-Santos et al. 2020). Portanto, a plasticidade ecológica de Ae. albopictus 

(alimentação generalista, criadouros naturais e artificiais, colonização de matas 
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e cidades) e a sua competência para transmitir diferentes arbovírus, possibilita 

que este mosquito carreie patógenos entre os ambientes silvestre e urbano, 

atuando como um vetor-ponte (Pereira-Dos-Santos et al. 2018; Pereira-Dos-

Santos et al. 2020). 

No tigre asiático a disseminação de DENV ocorre pelo corpo, porém a 

transmissão é menos eficiente que em Ae. aegypti (Paupy et al. 2009; 

Lambrechts et al. 2010). Assim, Ae. albopictus é capaz de iniciar surtos de 

dengue em locais onde Ae. aegypti é ausente ou pouco abundante. Esta espécie 

de mosquito foi responsável, por exemplo, pelo primeiro caso autóctone de 

dengue na Europa (Schaffner et al. 2013) e esteve envolvido em surtos deste 

arbovírus na França, Itália e Espanha (La Ruche et al. 2010; Lazzarini et al. 2020; 

Monge et al. 2020). Além disso, é designado como vetor primário de DENV na 

China e no Havaí (Effler et al. 2005; Wu et al. 2010; Hasty et al. 2020). 

No continente africano, Ae. albopictus foi identificado pela primeira vez no 

ano de 1989 na África do Sul (Cornel e Hunt 1991). Foi apontado como o principal 

vetor de CHIKV e ZIKV no Gabão em 2007 (Pagès et al. 2009; Grard et al. 2014). 

Além disso, uma revisão indicou o possível aumento do risco de transmissão de 

diferentes arbovírus endêmicos da África Central por Ae. albopictus, por conta 

de sua competência e capacidade de ocupar seus principais nichos ecológicos 

(Ngoagouni et al. 2015). Em países africanos com invasão recente, como 

Marrocos, populações de Ae. albopictus são competentes para a transmissão de 

linhagens locais de DENV, ZIKV, CHIKV e YFV (Amraoui et al. 2019). 

Ae. albopictus foi considerado o principal vetor de CHIKV em ilhas do 

Oceano Índico (La Reunión, Mauritius e Madagascar), África Central e Itália (De 

Lamballerie et al. 2008) em 2006-2007. Análises moleculares em Ae. albopictus 

demonstraram uma mutação na glicoproteína E1 do envelope viral de CHIKV, 

que resultou na substituição do aminoácido alanina por valina na posição 226 

(A226V). Esta modificação aumentou a eficiência de Ae. albopictus em transmitir 

este arbovírus (Tsetsarkin et al. 2007).  
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1.2.2 Aedes albopictus e sua importância epidemiológica no 

Brasil 

Ae. albopictus foi introduzido no Brasil no ano de 1986, sendo encontrado 

no sudeste no estado do Rio de Janeiro (Forattini 1986). Atualmente, este 

mosquito encontra-se presente em 26 estados do Brasil, não tendo sido 

encontrado apenas no Acre (Pancetti et al. 2015; Ferreira-de-Lima et al. 2020b). 

Ovos, larvas e adultos de populações brasileiras de Ae. albopictus já foram 

encontrados esporadicamente naturalmente infectados com DENV, ZIKV e YFV 

(Serufo et al. 1993; Bezerra et al. 2016; Smartt et al. 2017; IEC 2018; Medeiros 

et al. 2018; Alencar et al. 2021). Em laboratório, mosquitos coletados no Brasil 

apresentam competência vetorial variável para transmissão de DENV, ZIKV, 

CHIKV, YFV e MAYV, com uma notável heterogeneidade quanto aos níveis de 

infecção, disseminação e presença de partículas virais na saliva dos mosquitos 

desafiados com estes arbovírus (DE FILIPPIS et al. 2003; Vega-Rua et al. 2014; 

Chouin-Carneiro et al. 2016; Couto-Lima et al. 2017; Honório et al. 2018b; 

Pereira et al. 2020). A partir desses dados, na Figura 2, pode-se observar um 

mapa indicando populações brasileiras de Ae. albopictus susceptíveis a estes 

arbovírus (Ferreira-de-Lima et al. 2020b). 

Portanto, apesar de ainda não ter um papel vetorial definido no país, 

acredita-se que Ae. albopictus atue como um vetor secundário e seja capaz de 

manter a circulação de arbovírus em períodos inter epidêmicos (Bezerra et al. 

2016; Ferreira-de-Lima et al. 2020a). Isso é possível devido à transmissão 

vertical de DENV e ZIKV, que já foi registrada em campo (Serufo et al. 1993; 

Cecílio et al. 2009; Pessanha et al. 2011; Ferreira-de-Lima e Lima-Camara 2018; 

Maia et al. 2019; Alencar et al. 2021), e de CHIKV, como visto em laboratório 

(Honório et al. 2019).  

A transmissão dos arbovírus para a prole auxilia na manutenção dos 

arbovírus no ambiente em períodos de baixa susceptibilidade da população 

humana, permite a permanência destes vírus nos ovos resistentes à dessecação 

em períodos de seca e a sua circulação silenciosa em áreas silvestres (Ferreira-

de-Lima et al. 2020a). Assim, a partir daí que pode-se iniciar surtos urbanos 
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(Yang et al. 2014) ou rurais de arboviroses por Ae. albopictus (Ricas Rezende et 

al. 2020). 

 

Figura 2: Susceptibilidade à infecção de Ae. albopictus de diferentes estados brasileiros, a partir de 

resultados de infecção experimental por arbovírus. Legenda: Azul escuro, estados com populações de Ae. 

albopictus que demonstraram susceptibilidade à infecção; Azul claro, vermelho, verde e roxo, Ae. 

albopictus suscetíveis experimentalmente para YFV, CHIKV, DENV e ZIKV, respectivamente. (adaptado 

de Ferreira-de-Lima et al. 2020) 

1.2.3 Fatores que modulam a competência vetorial de mosquitos 

a arbovírus 

Ae. albopictus é um mosquito altamente invasivo, cuja erradicação se torna 

difícil mesmo com controle vetorial adequado e vigilância constante (Holder et 

al. 2010). Além disso, a resistência a inseticidas, já observada em diferentes 

populações, dificulta o controle químico desta espécie (Moyes et al. 2017; Auteri 

et al. 2018). No Brasil já foi registrada resistência para inseticidas organoclorados 

(Prophiro et al. 2011) e piretróides (Aguirre-Obando et al. 2017). Acredita-se que 

a pressão seletiva pelo uso de inseticidas contra Ae. aegypti selecionou 

populações resistentes de Ae. albopictus que viviam em simpatria com aquela 

espécie (Aguirre-Obando et al. 2017). 
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Diante das dificuldades para o controle de Ae. albopictus e sua capacidade 

de transmitir vários arbovírus, se faz necessária a escolha de métodos de 

controle alternativos e eficientes, baseados em estudos da ecologia, 

comportamento e outros parâmetros da vida destes vetores (Achee et al. 2019). 

Assim, para reduzir ou eliminar a transmissão de arbovírus é de extrema 

importância conhecer fatores que possam modular a competência vetorial de Ae. 

albopictus.  

Dentre estes podemos citar a interação entre o genótipo do mosquito e o 

genótipo do arbovírus (G x G), na qual o sucesso da transmissão é 

frequentemente maior entre populações de mosquitos e linhagens de vírus 

oriundas de um mesmo local (Lambrechts et al. 2009). 

Além disso, variações na competência vetorial podem também ser 

explicadas por fatores ambientais (Zouache et al. 2014). A temperatura é o 

principal fator abiótico que pode impactar diretamente nas taxas de infecção, 

disseminação e transmissão de arbovírus ou em seu período de incubação 

extrínseco (o tempo necessário para que o patógeno seja adquirido, se 

desenvolva e possa ser transmitido pelo vetor através da picada). Estudos com 

Ae. albopictus apontaram um aumento nas taxas de transmissão de ZIKV e 

DENV em maiores temperaturas (Liu et al. 2017; Chouin-Carneiro et al. 2020b), 

enquanto que para YFV foi observado um aumento da infectividade em 

mosquitos mantidos em 18oC comparado àqueles mantidos a 28oC (Adelman et 

al. 2013). 

 A imunidade do mosquito vetor também desempenha um papel no 

sucesso da disseminação de um patógeno nos tecidos do hospedeiro (Sim et al. 

2014). Deste modo, diferenças na expressão de genes de imunidade podem 

estar correlacionadas com as diferenças na susceptibilidade Ae. albopictus a 

arbovírus (Diop et al. 2019). Recentemente, a interação com microrganismos 

simbiontes que colonizam os tecidos dos mosquitos, a microbiota, também se 

mostrou um modulador da competência vetorial aos arbovírus (Hegde et al. 

2015; Yin et al. 2020).  
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1.3 Microbiota  

Microrganismos (como bactérias, protozoários e leveduras) são 

considerados ubíquos, pois estão presentes em quase todos os locais do 

planeta, incluindo tecidos e órgãos de outros seres vivos. Estes microrganismos 

associados aos animais (vertebrados e invertebrados) e plantas são chamados 

de simbiontes e possuem influência majoritariamente benéfica na biologia e 

fisiologia de seus hospedeiros. Assim, há uma teoria que defende que o 

hospedeiro e seus microrganismos associados (a microbiota) sejam 

considerados uma entidade biológica única e dinâmica, denominada “holobionte” 

(Zilber-Rosenberg e Rosenberg 2008). 

Desta forma, o conjunto formado pelo genoma coletivo da microbiota e do 

hospedeiro é denominado “hologenoma” (Zilber-Rosenberg e Rosenberg 2008), 

entidade que seria a verdadeira unidade evolutiva. Portanto, neste novo nível de 

organização de um ser vivo estaria sujeito aos processos evolutivos, como a 

adaptação a um novo ambiente. Uma vez que o genoma de hospedeiros 

multicelulares complexos é conservado, ou seja, mudanças genéticas ocorrem 

geralmente mais devagar do que em organismos unicelulares. O holobionte 

responderia mais rapidamente às pressões seletivas ambientais através da 

seleção de mutações no genoma dos simbiontes ou até mesmo via mudanças 

na composição da própria microbiota (Rosenberg e Zilber-Rosenberg 2018). 

Exemplos da contribuição positiva dos simbiontes na fisiologia de seus 

hospedeiros ocorrem em organismos filogeneticamente distintos na natureza. Os 

ruminantes possuem microrganismos fermentadores localizados em uma porção 

intestinal especializada, o rúmen, que degradam a celulose dos vegetais em 

nutrientes de alta qualidade para seus hospedeiros (Liu et al. 2021). Bactérias e 

algas simbiontes de coral auxiliam na tolerância de seus hospedeiros ao 

aumento de temperatura dos oceanos (Avila-Magaña et al. 2021). Já as 

leguminosas possuem bactérias simbiontes em suas raízes, em estruturas 

denominadas nódulos, que realizam a fixação de nitrogênio, nutriente essencial 

às plantas hospedeiras (Gage 2004). 

 Estima-se que o intestino humano possua 3.8·1013 células bacterianas, o 

que se equipara ao número total de células humanas de todo o corpo (Sender et 

al. 2016). Além de ter uma abundância expressiva, a microbiota intestinal 
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humana possui influência nos mais variados aspectos da fisiologia do 

hospedeiro, tais como absorção de nutrientes e sensação de saciedade, 

contribuindo para ocorrência de obesidade (Shen et al. 2013), maturação do 

sistema imune (Lathrop et al. 2011), angiogênese intestinal (Schirbel et al. 2013), 

desenvolvimento do autismo (Strati et al. 2017), além de influenciar no nível de 

neurotransmissores como a serotonina (O’Mahony et al. 2015). 

Nesta dissertação iremos adotar as definições de microbiota e microbioma 

baseadas na revisão de Marchesi e Ravel 2015. Assim, a microbiota é definida 

como o conjunto de microrganismos de um ambiente definido, enquanto que 

microbioma é um termo que compreende os microrganismos e seus respectivos 

genomas (Marchesi e Ravel 2015). 

1.4 Microbiota de mosquitos 

Assim como em humanos, insetos possuem comunidades microbianas que 

ultrapassam em número o total de células de seus corpos (Dillon e Dillon 2004). 

A diversidade morfológica e ecológica dos insetos influencia na composição e 

função de sua microbiota (Engel e Moran 2013; Donaldson et al. 2016), que é 

formada por microrganismos obrigatórios e transientes. Estes podem ser 

classificados em duas categorias: endossimbiontes (intracelulares) e simbiontes 

extracelulares (Engel e Moran 2013). Ambos os tipos estão localizados em 

diferentes tecidos de seu hospedeiro, dentre eles o intestino médio, que será o 

foco principal deste estudo.  

1.4.1 Impactos da microbiota na biologia dos mosquitos 

A microbiota influencia a biologia dos mosquitos de diferentes formas, 

contribuindo para que estes insetos completem seus ciclos de vida com sucesso, 

através dos impactos no desenvolvimento larvar, metabolismo, sobrevivência, 

oviposição, dentre outros (Figura 3) (Guégan et al. 2018b). A ausência de 

bactérias e seus metabólitos na água de criadouro implicam em uma queda 

significativa na eclosão dos ovos de Ae. aegypti, por exemplo (Ponnusamy et al. 

2011). Já o uso de antibióticos na água de criadouro para depleção de bactérias 

impediu totalmente a pupação de Ae. albopictus (Wang et al. 2018). Ademais, 

intervenções antrópicas, como o uso de pesticidas e fertilizantes, perturbam a 
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microbiota do criadouro e, consequentemente, afetam eclosão dos ovos e 

desenvolvimento das formas imaturas (Muturi et al. 2016b, 2017a). 

 

Figura 3:Impactos da microbiota em parâmetros de vida de mosquitos                                                        

1- Digestão sanguínea, 2- Digestão de açúcares, 3- Suplemento de vitaminas e aminoácidos, 4- 

Sobrevivência, 5- Influência na escolha do local de oviposição, 6- Produção de ovos, 7- Desenvolvimento 

larvar (adaptado de Guégan et al. 2018b) 

Larvas axênicas (criadas sem microbiota após esterilização na superfície 

dos ovos e alimentação com comida esterilizada) de diferentes espécies, como 

Ae. aegypti, Anopheles. gambiae, Ae. atropalpus, Ae. albopictus e Culex 

quinquefasciatus, não se desenvolveram além do primeiro estágio larvar, 

indicando que a presença de bactérias e leveduras vivas são essenciais para o 

desenvolvimento destes culicídeos (Coon et al. 2014, 2016b; Díaz-Nieto et al. 

2016). Contudo, posteriormente, larvas de Ae. aegypti axênicas foram criadas 

com sucesso até a fase adulta em uma dieta com extrato de fígado e levedura, 

porém com desenvolvimento mais lento e menor tamanho corporal dos adultos 

(Correa et al. 2018).  

O papel destes microrganismos na nutrição dos hospedeiros foi 

confirmado  por análises transcriptômicas que demonstraram expressão de 

genes ligados à aquisição/assimilação de nutrientes pelo microbioma (Vogel et 

al. 2017; Hyde et al. 2020). A microbiota de larvas de Ae. aegypti, por exemplo, 
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auxilia no desenvolvimento através da biossíntese de ácido fólico (vitamina B9) 

(Romoli et al. 2021). 

Outro benefício da microbiota para insetos foi demostrado pela 

colonização por Asaia sp. em An. gambiae que acarreta em aumento da 

expressão de genes ligados a síntese de cutícula, contribuindo para o aumento 

de tamanho corporal e taxa de muda de larvas (Mitraka et al. 2013). A ausência 

desta bactéria também provocou atraso no tempo de desenvolvimento e redução 

da pupação de An. stephensi (Chouaia et al. 2012). Já a colonização intestinal 

de Ae. aegypti por Escherichia coli, mutante para o gene citocromo bd oxidase 

(envolvido no metabolismo de respiração aeróbia), afetou negativamente o 

desenvolvimento larvar destes mosquitos. Observou-se que a respiração do 

oxigênio por bactérias, sem alterações no citocromo bd oxidase, presentes no 

lúmen intestinal gera uma condição de hipóxia que estabiliza fatores de 

transcrição induzidos por hipóxia (HIFs), estes ativam vias de sinalização 

moleculares envolvidas nos processos de crescimento e ecdise, estimulando 

assim o desenvolvimento das larvas (Coon et al. 2017).  

A microbiota também influencia a biologia dos mosquitos adultos (Guégan 

et al. 2018b), contribuindo, por exemplo, para a oviposição de Ae. aegypti. 

Diversos táxons bacterianos da microbiota intestinal, como Paenibacillus, 

Sphingobacterium e Comamonas, foram correlacionados com o sucesso da 

oviposição em relação a grupos controle de mosquitos criados de maneira 

convencional. Já Ae. atropalpus, um mosquito autógeno facultativo (capaz de 

ovipor pela primeira vez sem a necessidade de um repasto sanguíneo), possui 

bactérias específicas em sua microbiota, como Comamonas sp., que influenciam 

positivamente na reserva de nutrientes necessários para a produção de ovos 

(Coon et al. 2016a).  

Bactérias intestinais são fundamentais para a digestão do sangue: 

Enterobacter e Serratia demonstraram atividade hemolítica in vitro e mosquitos 

tratados com antibióticos apresentaram um retardo na digestão e redução na 

fecundidade (Gaio et al. 2011). Porém, mosquitos Ae. aegypti axênicos 

colonizados com microrganismos ambientais também apresentaram um 

aumento na eficiência da digestão sanguínea (Steven et al. 2021), demonstrando 

que esta capacidade hemolítica está atrelada a diferentes bactérias que 
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colonizam o intestino médio de mosquitos. A microbiota está correlacionada com 

vias do metabolismo de aminoácidos, como observado em Anopheles coluzzi, 

onde mosquitos tratados com antibióticos demonstraram alterações no 

metabolismo de carbono e nitrogênio, com decréscimo na quantidade de 

aminoácidos livres disponíveis (Chabanol et al. 2020). 

Bactérias simbiontes possuem o potencial de atuar como biorremediadores 

contra defensivos agrícolas e inseticidas, graças a sua habilidade de degradar 

moléculas xenobióticas (De Almeida et al. 2017; Itoh et al. 2018). Em mosquitos 

da espécie Anopheles albimanus observou-se que bactérias de sua microbiota 

eram capazes de metabolizar organofosfatos, piretróides, fipronil e DDT (Dada 

et al. 2018). Já em Ae. aegypti da Colômbia, populações resistentes e 

suscetíveis a lambda-cialotrina (piretróide) apresentaram diferenças na 

composição da microbiota. Pseudomonas viridiflava, por exemplo, uma bactéria 

ambiental, capaz de colonizar o intestino de mosquitos, foi associada à 

resistência a piretróides ao ser isolada em laboratório e foi encontrada apenas 

nos insetos resistentes (Selvam et al.  2013; Arévalo-Cortés et al. 2020). Em Ae. 

albopictus, insetos resistentes à deltametrina (piretróide) apresentaram uma 

elevada abundância relativa de Serratia oryzae. Este microrganismo utiliza o 

inseticida como fonte de carbono e induz a expressão de genes de detoxificação 

no hospedeiro (Wang et al. 2022). 

A microbiota intestinal também parece influenciar o comportamento dos 

mosquitos, visto que mudanças na carga e diversidade bacteriana no intestino e 

órgãos reprodutivos de anofelinos, seja via tratamento com antibióticos ou 

transgênese, foram correlacionadas com preferências de acasalamento (Pike et 

al. 2017). Este fenômeno pode estar relacionado à alterações no perfil de 

feromônios sexuais, conforme já observado em Drosophila melanogaster 

(Sharon et al. 2010). 

1.4.2 Microbiota e o sistema imune dos mosquitos 

O sistema imune dos insetos possui quatro vias principais de imunidade 

inata: Toll, IMD, JAK-STAT e RNAi (Sim et al. 2014). Cada via é ativada por 

padrões moleculares associados à patógenos (PAMPS) reconhecidos por 

receptores de reconhecimento de padrões (PRRs). Diferentes estudos apontam 
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que a microbiota pode induzir a ativação de algumas destas vias, o que pode de 

maneira indireta afetar a infecção por patógenos, como arbovírus e parasitos 

(Rodgers et al. 2017a; Caragata et al. 2019; Gabrieli et al. 2021). 

Ae. aegypti e Anopheles sp. tratados com antibióticos são mais suscetíveis 

a vírus (como DENV e Sindbis) e Plasmodium falciparum, respectivamente, em 

comparação a insetos que possuem a microbiota inalterada. Esta suscetibilidade 

à infecção foi relacionada à microbiota, pela ativação de respostas imunes 

mediadas pelas vias Toll e IMD (Xi et al. 2008; Dong et al. 2009; Barletta et al. 

2017). Acredita-se que a proliferação de bactérias simbiontes, cujos PAMPs 

induzem a ativação das vias imunes (Saraiva et al. 2016; Gabrieli et al. 2021), 

prepara o hospedeiro para lidar com infecções subsequentes por patógenos. 

Este tipo de mecanismo foi definido como priming imunológico, como foi visto 

para mosquitos Anopheles sp. em resposta a infecções por Plasmodium 

sp.(Simões e Dimopoulos 2015). 

Após a alimentação sanguínea de fêmeas adultas, a microbiota intestinal 

se prolifera, aumentando a carga bacteriana em cerca de mil vezes (Kumar et al. 

2010). Para evitar uma resposta imune crônica, frente ao aumento de PAMPs 

em contato com células do epitélio intestinal, são produzidas barreiras protetoras 

estimuladas pela proliferação bacteriana, tais como a matriz peritrófica e uma 

rede de ditirosina formada pelas enzimas imuno-peroxidase (ImPer) e Dual 

Oxidase (DUOX) (Kumar et al. 2010; Rodgers et al. 2017b; Song et al. 2018). 

Adicionalmente, como um mecanismo de proteção da resposta imunológica, a 

microbiota é capaz de fazer o uso de classes específicas de lectinas tipo C como 

revestimento da parede celular bacteriana, protegendo da ação de peptídeos 

antimicrobianos e consequentemente mantendo a homeostase intestinal (Pang 

et al. 2016). 

A matriz peritrófica é uma membrana acelular, formada por quitina e 

glicoproteínas, que compartimentaliza a digestão sanguínea. Possui 

permeabilidade seletiva, além de representar a primeira linha de defesa imune e 

uma barreira entre a microbiota e o epitélio intestinal (Hegedus et al. 2008). 

Larvas de culicídeos possuem matriz peritrófica do tipo II secretada 

continuamente por células da cárdia. Já as fêmeas adultas apresentam a matriz 
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peritrófica do tipo I secretada por células intestinais após o repasto sanguíneo 

(Shao et al. 2001; Hegedus et al. 2008).  

1.4.3 Microbiota e capacidade vetorial 

O potencial da microbiota de mosquitos em impactar a capacidade vetorial 

vem sendo amplamente estudado, com destaque para efeitos na competência 

vetorial (Cansado-utrilla et al. 2021). Dentre estes parâmetros estão a densidade 

do vetor, período de incubação extrínseco, taxa de picada e sobrevivência 

(Garrett-Jones 1964). Além da competência vetorial que como elucidado na 

seção 1.2.3, se mostra heterogênea entre diferentes populações de mosquitos 

por conta de diversos fatores, incluindo a microbiota. 

Microrganismos podem impactar na sobrevivência de mosquitos de 

diferentes formas. Por exemplo, bactérias entomopatogênicas, como Bacillus 

sphaericus e Bacillus thurigiensis, produzem toxinas com ação larvicida e seu 

uso foi uma das primeiras abordagens de controle vetorial via microrganismos 

(Baumann et al. 1991; Laurence et al. 2011). Contudo, casos de resistência a 

estas toxinas já foram notificados para algumas espécies de mosquitos 

(Georghiou e Wirth 1997; Paris et al. 2011; Tetreau et al. 2013; Stalinski et al. 

2014), mas a exposição prolongada às toxinas de B. thurigiensis não selecionou 

indivíduos resistentes de Ae. aegypti (Carvalho et al. 2018). 

Devido aos fenótipos de resistência, tanto para inseticidas químicos e 

toxinas bacterianas, surge a necessidade de investigação de outros 

microrganismos com potencial mosquitocida. Uma bactéria do gênero 

Chromobacterium foi isolada do intestino médio de Ae. aegypti e reduziu a 

sobrevivência tanto de larvas quanto de adultos (Ramirez et al. 2014), através 

da produção de compostos com ação entomopatogênica (Short et al. 2018; 

Caragata et al. 2020). Além disso, Chromobacterium violaceum isolado de An. 

gambiae foi capaz de reduzir a sobrevivência, sucesso da alimentação 

sanguínea e fecundidade de An. coluzzi resistente a inseticidas (Gnambani et al. 

2020). 

 Diferentes espécies de mosquitos expostas a Serratia marcescens 

também sofreram redução da sobrevivência e sucesso de alimentação 

sanguínea (Bahia et al. 2014; Kozlova et al. 2021). Um mecanismo de ação 
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larvicida desta bactéria foi observado em An. dirus através da produção de 

proteases e quitinases (Jupatanakul et al. 2020). Além de bactérias, fungos como 

Beauveria bassiana e Metarhizium anisopliae também possuem ação 

mosquitocida tanto para larvas quanto para adultos de Ae. albopictus, Ae. 

aegypti e Anopheles spp.(Scholte et al. 2007; Farenhorst et al. 2009). 

O intestino médio é o local de entrada de patógenos adquiridos via repasto 

sanguíneo por mosquitos vetores e onde ocorre o primeiro contato entre a 

microbiota e o patógeno (Jupatanakul et al. 2014). Paralelamente, este tecido 

também é a primeira barreira de replicação a arbovírus, onde ocorre uma 

redução drástica da população viral (Forrester et al. 2014; Franz et al. 2015). Os 

fatores que levam a esse decréscimo na quantidade de patógenos ainda vêm 

sendo discutidos, porém incluem a microbiota intestinal. Microrganismos 

simbiontes ativam o sistema imune do hospedeiro (Saraiva et al. 2016), podem 

competir com patógenos por receptores e nutrientes (Cirimotich et al. 2011b), 

além de produzir moléculas antivirais e antiparasitárias (Azambuja et al. 2005; 

Saraiva e Dimopoulos 2020). 

Bactérias, vírus, fungos e microsporídios podem modular a competência 

vetorial dos mosquitos (Jupatanakul et al. 2014; Hegde et al. 2015; Caragata et 

al. 2019; Scolari et al. 2019; Gao et al. 2020; Huang et al. 2020; Cansado-utrilla 

et al. 2021). Considerando arbovírus, microrganismos podem favorecer a 

susceptibilidade ou a resistência à infecção do hospedeiro (Hegde et al. 2015). 

Chromobacterium sp. isolado de Ae. aegypti, por exemplo, secreta uma protease 

e uma aminopeptidase que degradam o envelope viral de DENV (Saraiva et al. 

2018a), reduzindo a infecção do vetor. De forma similar, Proteus sp. e 

Paenbacillus sp. também reduzem a densidade de DENV quando administrados 

para Ae. aegypti via alimentação sanguínea (Ramirez et al. 2012). Em cultura de 

células de Ae. albopictus, 12 isolados bacterianos reduziram significativamente 

a infectividade do vírus La Crosse (Joyce et al. 2011).  

Foi observado, em uma abordagem de bactérias cultiváveis de Ae. aegypti, 

que isolados de Lysinibacillus foram associados à redução do número de cópias 

de ZIKV, na cabeça e glândulas salivares dos mosquitos (do Nascimento et al. 

2022). Já o fungo entomopatogênico B. bassiana demonstrou atividade anti-

DENV em Ae. aegypti via ativação das vias imunológicas JAK-STAT e Toll (Dong 
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et al. 2012). Em anofelinos, a transmissão de Plasmodium sp. também pode ser 

desestabilizada pela ação da microbiota por indução de resposta imune, 

produção de romidepsina (uma molécula antiparasitária) e de espécies reativas 

de oxigênio (ROS) (Cirimotich et al. 2011a; Bahia et al. 2014; Saraiva et al. 

2018b; Bai et al. 2019). 

Por outro lado, certos microrganismos podem favorecer a infecção de 

mosquitos por patógenos. Para An. gambiae verificou-se que o uso de 

antibióticos torna-os menos suscetíveis ao vírus O’nyong nyong (Carissimo et al. 

2015). Em Ae. aegypti, Serratia odorifera favorece a infecção por DENV e CHIKV 

através da síntese do polipeptídeo P40 que se associa com a proteína de 

membrana proibitina, facilitando a entrada dos arbovírus nas células hospedeiras 

(Apte-Deshpande et al. 2012, 2014). De forma similar, S. marscesens favorece 

a infecção por DENV em Ae. aegypti ao degradar a camada de mucina do epitélio 

intestinal, através da secreção da proteína smEnhancina (Wu et al. 2019). Um 

fungo do gênero Talaromyces, isolado da microbiota intestinal de Ae. aegypti, 

favorece a replicação de DENV através da inibição da ação de enzimas 

digestivas (Angleró-Rodríguez et al. 2017). 

Além de microrganismos capazes de afetar a competência vetorial de forma 

inata, outros integrantes da microbiota de mosquitos podem ser modificados 

geneticamente para este fim. Esta estratégia alternativa se chama 

paratransgênese e consiste na modificação genética de simbiontes do 

hospedeiro para que secretem moléculas capazes de afetar negativamente o 

estabelecimento de patógenos nos tecidos do vetor (Wang e Jacobs-Lorena 

2017). O microorganismo selecionado para utilização em abordagens de 

paratransgênese deve: (I) estar associado de forma estável à espécie de 

mosquito de interesse; (II) ser cultivável em laboratório e manipulável 

geneticamente; (III) não ser patogênico para humanos e outros animais e; (IV) 

ser capaz de expressar a molécula antipatógeno de interesse (Wilke e Marrelli 

2015).  

Seguindo tais preceitos, Enterobacter cloacae e S. marcescens são 

bactérias candidatas às aplicações de paratransgênese, estando presentes em 

aedinos e anofelinos (Gao et al. 2020), pois não comprometem o fitness dos 

hospedeiros (Ezemuoka et al. 2020). Nesse intuito, Serratia, Pantoea e Asaia 
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foram modificadas geneticamente para expressar proteínas anti-Plasmodium,        

tornando os mosquitos colonizados por estas bactérias refratários ao parasita 

(Wang et al. 2012, 2017; Bongio e Lampe 2015). Além disso, Asaia se espalhou 

rapidamente em populações de An. stephensi e An. gambiae em experimentos 

de gaiola e semicampo (Mancini et al. 2016). Apesar da maioria destas 

abordagens serem direcionadas para o combate à malária, estas bactérias são 

frequentemente encontradas em mosquitos do gênero Aedes, o que indica um 

potencial para expressar moléculas antivirais. 

1.4.4 Wolbachia 

Wolbachia pipientis é um simbionte intracelular presente em ao menos 40% 

das espécies de artrópodes (Zug e Hammerstein 2012). Esta bactéria é 

geneticamente diversa e possui 18 diferentes subgrupos (A-R), dos quais A e B 

são mais comuns nos insetos, incluindo mosquitos (Landmann 2019). Ae. 

albopictus é naturalmente infectado (simultaneamente ou não) com duas cepas 

da bactéria: wAlbA (subgrupo A) e wAlbB (subgrupo B) (Sinkins et al. 1995).  

A disseminação de Wolbachia em populações naturais de artrópodes se dá 

por transmissão materna. Além disso, a bactéria pode ser capaz de manipular a 

reprodução dos seus hospedeiros, induzindo diferentes fenótipos que facilitam 

seu espalhamento, como feminização, partenogênese, morte de machos e 

incompatibilidade citoplasmática (IC) (Werren et al. 2008). IC é o mais comum, 

pois ocorre em diversas ordens de insetos, incluindo Diptera (Werren et al. 2008; 

Landmann 2019). Consiste em uma incompatibilidade durante o processo de 

fertilização de um macho infectado por Wolbachia em uma fêmea não infectada 

ou infectada com uma cepa diferente da bactéria que inviabiliza a prole. Esta é 

causada por defeitos na condensação da cromatina paterna, que impedem a 

segregação das cromátides irmãs durante a primeira mitose embrionária, 

levando a letalidade de embriões (Serbus et al. 2008). Assim, através da IC a 

bactéria se espalha pela população, pois garante que fêmeas não infectadas ou 

com uma cepa diferente tenham uma desvantagem reprodutiva frente àquelas 

infectadas (Serbus et al. 2008; Werren et al. 2008). 

A descoberta da IC abriu portas para utilizar Wolbachia como um método 

de controle biológico, visando à supressão populacional de mosquitos vetores 
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(Crawford et al. 2020; Beebe et al. 2021). Exemplos desta aplicação estão na 

liberação em campo de Ae. albopictus infectados com a cepa wPip de Cx. 

Pipiens, além de wAlbA e wAlbB. A redução populacional ocorre em função do 

cruzamento entre machos infectados com as três cepas com fêmeas de campo 

(Mains et al. 2016; Zheng et al. 2019). A infecção de Cx. pippiens com as cepas 

wAlbA e wAlbB de Ae. albopictus também já foi testada, com o fenótipo de IC 

atuando de forma bidirecional, na qual machos com wAlbB e wPip inviabilizam 

fêmeas selvagens e machos selvagens inviabilizam a prole de fêmeas com 

wAlbB e wPip. Já em mosquitos com a cepa wAlbB em cruzamentos com Culex 

selvagens de forma unidirecional envolvendo mosquitos com a cepa wAlbA, os 

machos com wAlbA e wPip inviabilizam fêmeas com wPip (Ant et al. 2020).  

Além da manipulação reprodutiva, Wolbachia também é capaz 

bloquear/reduzir a infecção dos seus hospedeiros por vírus de RNA, como 

observado incialmente em D. melanogaster (Hedges et al. 2008; Teixeira et al. 

2008). Em Ae. albopictus as cepas wAlbA e B reduziram a infecção de DENV 

nas glândulas salivares, limitando a quantidade de partículas virais encontradas 

na saliva, porém não eram capazes de tornar o mosquito refratário à infecção 

(Mousson et al. 2012). Um experimento in cellulo indicou que estas cepas 

também impactam negativamente na infecção de CHIKV (Raquin et al. 2015).  

Em geral, observa-se a refratariedade a arbovírus induzida por Wolbachia 

em transinfecções com cepas oriundas de outros hospedeiros, como já foi 

testado em Ae. albopictus com as cepas wMel e wAU de D. melanogaster e 

Drosophila simulans, respectivamente (Blagrove et al. 2012, 2013; Mancini et al. 

2020). Além disso, tanto as cepas wAlbA quanto wAlbB demonstraram a 

capacidade de bloqueio de infecção por arbovírus quando transinfectadas em 

Ae. aegypti (Chouin-Carneiro et al. 2020a; Flores et al. 2020; Ahmad et al. 2021). 

Os mecanismos pelo qual Wolbachia interfere na infecção viral ainda não estão 

claros. Dentre alguns já explorados estão o aumento da expressão de microRNA, 

ativação do sistema imune basal, produção de ROS, inibição direta da replicação 

viral e competição por recursos como lipídios e outros metabólitos (Caragata et 

al. 2019). 

Apesar de ser uma bactéria intracelular, Wolbachia interage 

ecologicamente com as comunidades bacterianas de Ae. albopictus e Cx. 
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quinquefasciatus (Hegde et al. 2018). Em Ae. aegypti com a cepa wMel, a 

presença do endossimbionte foi associada a diferenças na abundância de táxons 

bacterianos específicos da microbiota intestinal, mas sem influência na atividade 

antiviral de Wolbachia (Audsley et al. 2017, 2018). Igualmente, em An. stephensi 

e An. coluzzi, com as cepas wAlbB e wAnga, respectivamente, a presença de 

Wolbachia casou pouco impacto na composição da microbiota (Chen et al. 2016; 

Straub et al. 2020).  

Em contrapartida, Wolbachia apresentou relação de co-exclusão com 

bactérias da microbiota intestinal de Ae. albopictus e Cx. quinquefasciatus, tais 

como: Acinetobacter, Aeromonas, Asaia, Chryseobacterium e Serratia (Hegde et 

al. 2018). Este fenômeno também ocorre no tecido reprodutivo, local de maior 

concentração de Wolbachia, onde o microbioma de An. gambiae interferiu na 

transmissão vertical da cepa wAlbB (Hughes et al. 2014a). Portanto, tornam-se 

imprescindíveis estudos que analisem a microbiota de mosquitos, que levem em 

conta também a interação entre simbiontes, além das relações com o hospedeiro 

(Brinker et al. 2019). 

1.4.5 Vias de aquisição da microbiota 

Mosquitos apresentam principalmente duas vias de aquisição de seus 

simbiontes, vertical (mãe/pai para prole) e horizontal (ambiente para o 

hospedeiro ou entre hospedeiros) (Strand 2018; Vogel e Coon 2020). Em relação 

a transmissão vertical, bactérias como Asaia sp. (extracelular) e Wolbachia 

(intracelular) apresentam este modo de transmissão, com Asaia sp. também 

sendo capaz de ser adquirida através do ambiente (Favia et al. 2007). Para Asaia 

sp., a transmissão vertical ocorre através do mecanismo de egg smearing, no 

qual a bactéria é depositada na casca dos ovos e é então ingerida pelas larvas 

recém emergidas (Damiani et al. 2010). Para Wolbachia, a transmissão se dá 

obrigatoriamente via linhagem materna, uma vez que está presente no 

citoplasma dos oócitos (Kittayapong et al. 2002).  

Porém, apesar da transmissão vertical de alguns simbiontes, a principal 

fonte de aquisição de microrganismos da microbiota é de modo horizontal, 

através do ambiente (Minard et al. 2013a). Insetos holometábolos, como os 

mosquitos, passam pelo processo de metamorfose, frequentemente ocupando 
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diferentes hábitats durante o seu ciclo de vida (Consoli e Oliveira 1994) (Figura 

4). Larvas de mosquitos são aquáticas e têm a água de criadouro como principal 

fonte de microrganismos da microbiota intestinal (Coon et al. 2014; Scolari et al. 

2021). Enquanto os adultos dominam o ambiente terrestre adquirindo 

microrganismos através da alimentação, que pode ser via fonte de carboidratos 

ou, no caso de fêmeas, adicionalmente via repastos sanguíneos em hospedeiros 

vertebrados (Consoli e Oliveira 1994). Assim, a alimentação de néctar como 

fonte açucarada é uma via de aquisição de certos microrganismos (Fridman et 

al. 2012; Bassene et al. 2020), enquanto a alimentação sanguínea permite o 

contato destes insetos com outras bactérias presentes na pele de hospedeiros 

(Dillon e Dillon 2004). 

Além disso, formas imaturas e adultas possuem diferenças estruturais e 

fisiológicas no sistema digestório. Larvas possuem uma divisão baseada em 

cecos gástricos, intestino médio anterior e intestino médio posterior (Figura 5). 

Enquanto que adultos dividem seu aparato digestivo basicamente em intestino 

médio anterior e posterior (Dixon et al. 2017) (Figura 5), adicionalmente possuem 

uma estrutura onde armazenam a alimentação açucarada, denominada 

divertículo (Gusmão et al. 2007). 

Tais diferenças refletem na composição da microbiota intestinal de larvas e 

adultos. Um estudo comparando larvas de An. coluzzi e An. gambiae demonstrou 

que a composição bacteriana do intestino de larvas é dominada pelo filo 

Firmicutes, mas na fase adulta a abundância deste filo decresce 

expressivamente, com o intestino médio sendo dominado por cerca de 90% pelo 

filo Proteobacteria (Gimonneau et al. 2014).  
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Figura 4: Ciclo de vida holometábolo de Aedes albopictus: Ovo – 4 estágios larvais – Pupa – Adulto. 

Fonte: (http://www.mosquitoalert.com/en/info-mosquitoes/biology/). 

O processo de metamorfose para a fase adulta gera impactos significativos 

para a microbiota intestinal dos mosquitos, visto que há um remodelamento geral 

do tubo digestório. Os adultos recém-emergidos eliminam a membrana 

peritrófica meconial e o mecônio, o que resulta em uma esterilização quase 

completa do intestino (Moll et al. 2001). Contudo, algumas bactérias são 

transmitidas de maneira transtadial, ou seja, das formas imaturas para as formas 

adultas (Coon et al. 2014; Duguma et al. 2015; Chen et al. 2020). Os 

mecanismos deste tipo de transmissão ainda vêm sendo discutidos, mas uma 

hipótese é de que ocorra o “sequestro” de bactérias nos túbulos de Malpighi 

(Chavshin et al. 2015). Mosquitos recém emergidos também podem adquirir a 

microbiota larvar através da ingestão da água de criadouro (Lindh et al. 2008a). 

Por fim, a transmissão venérea (sexual) de bactérias da microbiota já foi 

observada em mosquitos para Asaia sp. e a cepa AS1 de Serratia, que colonizam 

o trato reprodutivo tanto de machos quanto de fêmeas (Damiani et al. 2008; 

Wang et al. 2017). Em ambos os estudos verificou-se que estas bactérias eram 

passadas de machos para fêmeas, já que colonizam as gônadas masculinas, se 

espalhando pelas populações de An. stephensi em laboratório (Damiani et al. 

2008; Wang et al. 2017)  
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Figura 5: Anatomia do trato digestório  de larva e adulto de  mosquito. (A) O canal alimentar larvar é 

composto pelo intestino anterior e cárdia (não mostrado), ceco gástrico (1), intestino médio anterior (2), 

intestino médio posterior (3), intestino médio (4), íleo (5) e reto (6) (adaptado de [5]); (B) O canal alimentar 

adulto é composto pelo intestino médio anterior (2), intestino médio posterior (3), intestino médio (4), íleo 

(5), reto (6) e papilas retais (7) (Adaptado de Dixon et al. 2017). 

1.4.6 Fatores que modulam a composição e diversidade da 

microbiota de mosquitos  

É notória a contribuição da microbiota para diferentes aspectos da biologia 

dos mosquitos, porém esta é variável mesmo entre indivíduos da mesma espécie 

(Osei-Poku et al. 2012). Assim, alguns estudos buscaram elucidar os fatores que 

podem afetar a diversidade e composição da comunidade de microrganismos 

associada a estes insetos (Minard et al. 2013a; Guégan et al. 2018b). 

A microbiota varia de acordo com o estágio de desenvolvimento do 

hospedeiro e tecido em questão (Gimonneau et al. 2014; Tchioffo et al. 2016; 

Mancini et al. 2018; Alfano et al. 2019). De forma geral, observa-se uma maior 

diversidade e densidade bacteriana associada as larvas do que em relação aos 

adultos (Wang et al. 2018; Bennett et al. 2019a; Birnberg et al. 2021; Scolari et 

al. 2021). Órgãos reprodutivos como ovários e testículos possuem uma 

diversidade maior em relação as glândulas salivares e o intestino médio, como 

observado em diferentes espécies de Anopheles sp., porém em Ae. albopictus o 
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intestino foi considerado o tecido com maior riqueza e diversidade (Mancini et al. 

2018). 

Fatores intrínsecos e extrínsecos aos hospedeiros possuem correlação 

com a diversidade e riqueza da microbiota intestinal de Ae. aegypti, Ae. 

albopictus e Anopheles sp. adultos (Quadro 1). Dentre os fatores intrínsecos, o 

status nutricional do mosquito afeta a diversidade da microbiota, possivelmente 

porque a disponibilidade de nutrientes de acordo com a fonte alimentar 

(carboidrato ou sangue) favorece bactérias específicas. A alimentação 

sanguínea das fêmeas parece causar um decréscimo na diversidade em relação 

a fêmeas alimentadas com açúcar (Wang et al. 2011; Chen et al. 2020). Porém, 

o contrário foi observado em Ae. aegypti, o que demonstra a necessidade de se 

levar em consideração o tipo de hospedeiro, a espécie do vetor e a quantidade 

de dias pós-repasto sanguíneo para a análise da microbiota (Muturi et al. 2021). 

O sexo impacta na diversidade da microbiota de acordo com diferenças na 

ecologia e fisiologia entre machos e fêmeas de mosquitos (Minard et al. 2013a). 

Machos tendem a dispersar menos que fêmeas e ficam mais associados ao 

criadouro (Foster 1995), restringindo o contato com novas fontes de 

microrganismos. A dieta de fêmeas inclui a alimentação sanguínea, não 

realizada por machos (Consoli e Oliveira 1994), o que causa uma pressão 

seletiva para certas bactérias. Além disso, a matriz peritrófica é produzida 

apenas pelas fêmeas em resposta a digestão sanguínea, não havendo uma 

compartimentalização dos processos digestivos em machos (Hegedus et al. 

2008), tornando assim o ambiente intestinal diferente entre os dois sexos. 

Em relação a idade, mosquitos mais velhos mantidos em uma dieta 

exclusiva de açúcar apresentaram diferenças na microbiota intestinal em relação 

aos insetos jovens, com o aumento de táxons bacterianos correlacionados à 

metabolização desse tipo de alimento (David et al. 2016). 

Variações na microbiota de mosquitos também podem estar associadas ao 

perfil genético de diferentes populações, com mudanças na ativação de 

determinados genes, selecionando táxons e assim remodelando a diversidade 

do microbioma (Stathopoulos et al. 2014). Cepas geneticamente diferentes de 

Ae. aegypti, tiveram variações na microbiota intestinal correlacionadas com 
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diferenças na transcrição de genes ligados a cadeia de transporte de 

aminoácidos (Short et al. 2017).  

Interações entre microrganismos também podem modular a presença e 

ausência de certos táxons. Diferentes gêneros bacterianos, da microbiota 

intestinal de mosquitos, interagem de diferentes maneiras. Observando as 

associações entre táxons da microbiota de Ae. albopictus, verificou-se que uma 

mesma bactéria pode estabelecer correlações positivas e negativas dentro da 

comunidade bacteriana intestinal; Asaia sp. associou positivamente com Serratia 

e negativamente com Chryseobacterium, por exemplo (Hegde et al. 2018). Para 

Ae. aegypti, demonstrou-se uma relação de amensalismo, em que Serratia 

criava uma zona inibitória para o crescimento de Sphingomonas (Terenius et al. 

2012). 

A exposição a inseticidas exerce uma pressão seletiva a favor de bactérias 

capazes de metabolizar estes compostos químicos (Dada et al. 2019). Estudos 

apontam que o mecanismo utilizado para degradar xenobióticos por bactérias de 

mosquitos é pela ação de enzimas detoxificantes, como esterases, citocromo 

P450 monoxigenase e glutationa s-transferase (Scates et al. 2019; Wang et al. 

2022). Populações de mosquitos também apresentam diferenças na composição 

da microbiota de acordo com o status de resistência a inseticidas, como foi 

observado para Ae. aegypti e An. albimanus (Dada et al. 2018; Arévalo-Cortés 

et al. 2020). 

Fatores extrínsecos que modulam a diversidade microbiana de mosquitos 

adultos são ligados ao ambiente, tais como o hábitat e variáveis climáticas (Dada 

et al. 2021b). O aumento de temperatura favorece a presença de bactérias 

tolerantes ao calor, como foi observado favorecendo Bacillus em Ae. aegypti 

(Onyango et al. 2020). Mudanças sazonais também podem alterar a diversidade 

de microrganismos no ambiente, com reflexo no perfil de bactérias em mosquitos 

analisados em diferentes momentos no tempo, principalmente considerando 

bactérias adquiridas a partir do ambiente (Wang et al. 2018).  

O hábitat e a paisagem, definida como a entidade visual observada a partir 

de uma escala, que leva em conta os elementos que compreendem o hábitat da 

espécie a ser analisada (Metzger 2001), contribuem significativamente para a 

variabilidade intraespecífica da microbiota, pois diferentes perfis de diversidade 
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bacteriana são descritos de acordo com a localidade de coleta (Osei-Poku et al. 

2012; Muturi et al. 2018). Observou-se uma distinção na riqueza de famílias 

bacterianas entre ambientes urbanos e rurais da África para An. coluzzi e An. 

gambiae (Akorli et al. 2016) e diferenças na diversidade da microbiota de Ae. 

albopictus mosquitos coletados em uma fazenda, um parque, um condomínio e 

uma floresta da Malásia (Lee et al. 2020). A colonização em laboratório também 

é outro fator que impacta a composição da microbiota, com frequente declínio da 

diversidade (Boissière et al. 2012; Coon et al. 2016b; Hegde et al. 2018).  

Quadro 1: Fatores que influenciam na composição e diversidade da microbiota de mosquitos 

Espécie 
Mosquito 

Fator modulador da microbiota Referências 

Ae. aegypti 

Status nutricional (Muturi et al. 2021; Sarma et al. 2022) 

Sexo (Mancini et al. 2018) 

Idade (David et al. 2016) 

Interações entre microrganismos 
(Hegde et al. 2018; Kozlova et al. 

2021; Terenius et al. 2012) 

Infecção por patógeno (ZIKV, DENV e Dirofilaria immitis) 
(Charan e Pawar 2013; Villegas et al. 

2018; Adegoke et al. 2020) 

Temperatura (Onyango et al. 2020) 

Status de resistência a inseticidas (Arévalo-Cortés et al. 2020) 

Localidade de coleta 
(Osei-Poku et al. 2012; Coon et al. 
2016b; Thongsripong et al. 2017) 

Ae. albopictus 

Status nutricional (Yadav et al. 2016; Chen et al. 2020) 

Sexo 
(Zouache et al. 2011; Valiente Moro 

et al. 2013; Minard et al. 2018) 

Idade (Chen et al. 2020) 

Interações entre microrganismos (Hegde et al. 2018; Lee et al. 2020) 

Infecção por patógeno (CHIKV e Ascogregarina 
taiwanensis) 

(Zouache et al. 2012; Seabourn et al. 
2020) 

Temperatura (Onyango et al. 2021) 

Status de resistência a inseticidas (Wang et al. 2022) 

Localidade de coleta 
(Lee et al. 2020; Seabourn et al. 

2020; Tuanudom et al. 2021) 

Anopheles sp. 

Status nutricional (Wang et al. 2011) 

Sexo (Rani et al. 2009) 

Idade (Singh et al. 2022) 

Infecção por patógeno (Plasmodium sp.) (Oliveira et al. 2020) 

Status de resistência a inseticidas (Dada et al. 2019) 

Localidade de coleta 
(Boissière et al. 2012; Osei-Poku et 

al. 2012; Bascuñán et al. 2018) 
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1.5  Justificativa  

O papel de Ae. albopictus como vetor de arbovírus segue indefinido no 

Brasil. Porém, diante da sua capacidade de atuar como vetor-ponte, carreando 

patógenos entre o ambiente silvestre e urbano, e o risco de estabelecimento de 

ciclos silvestres de arbovírus com a participação deste mosquito (Althouse et al. 

2016; Favoretto et al. 2016; Alencar et al. 2021), faz-se necessário o estudo da 

biologia desta espécie. Além disso, investigar sua ecologia e capacidade vetorial 

pode auxiliar no desenvolvimento de futuras estratégias de controle.  

Considerando que a microbiota intestinal pode impactar a infecção dos 

mosquitos por arbovírus (Hegde et al. 2015), variações na sua composição 

podem explicar ao menos parte da heterogeneidade observada na competência 

vetorial entre populações de vetores. Além disso, conhecer sua diversidade pode 

possibilitar aplicações futuras de microrganismos para mitigar a transmissão 

destes patógenos. Por exemplo, estudos neste sentido podem viabilizar a 

descoberta de táxons microbianos efetivos contra arbovírus (Saraiva et al. 

2018a), o isolamento de metabólitos secundários produzidos por bactérias com 

ação antipatógeno ou inseticida (Saraiva e Dimopoulos 2020) e a manipulação 

genética de simbiontes para expressar moléculas que bloqueiem o 

desenvolvimento viral no inseto vetor, abordagem denominada paratransgênese 

(Wilke e Marrelli 2015).  

Outro aspecto crucial da investigação das interações hospedeiro-

microbiota é entender como sua composição se estabelece. O ambiente 

influencia a composição e diversidade da microbiota de Anopheles e Culex, por 

exemplo, promovendo heterogeneidade de acordo com a localidade de coleta 

(Bascuñán et al. 2018) e distinção entre ambientes rurais e urbanos (Akorli et al. 

2016). Neste cenário, a ação antrópica pode impactar os criadouros larvares, 

importante fonte de microrganismos ambientais para a microbiota dos mosquitos 

(Muturi et al. 2016b; Guégan et al. 2018a). Portanto, compreender a influência 

da paisagem no perfil da microbiota de Ae. albopictus é parte essencial do estudo 

das relações microbiota-hospedeiro. 

 Assim, o presente trabalho testou a hipótese de que populações naturais 

de Ae. albopictus possuem diferenças na composição e diversidade de sua 

microbiota intestinal de acordo com o ambiente e período em que foram 
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coletadas no campo ou devido à colonização em laboratório. Os diferenciais 

deste estudo levam em conta a utilização de mosquitos de campo, que 

representam maior relevância para determinar a composição autêntica da 

microbiota intestinal destes vetores (Romoli e Gendrin 2018). Ademais, a 

investigação da microbiota de populações brasileiras de Ae. albopictus 

possibilitará a comparação com estudos que utilizam populações da mesma 

espécie de diferentes locais do mundo. 

2 OBJETIVOS 
 

2.1   Objetivo Geral 

Investigar variações na diversidade da microbiota de populações naturais 

de Aedes albopictus provenientes de locais com diferentes graus de 

urbanização. 

2.2 Objetivos específicos 

• Comparar os perfis da microbiota intestinal quanto a sua composição e 

variação temporal de insetos coletados em área silvestre, urbana com 

infraestrutura padrão e uma comunidade carente. 

• Avaliar o efeito da colonização em laboratório na composição e 

diversidade da microbiota intestinal. Através da comparação por 

dissimilaridades, níveis de diversidade e riqueza de mosquitos de campo em 

relação aos colonizados por uma geração em laboratório e uma colônia de Ae. 

albopictus criada por mais de vinte gerações. 

• Identificar táxons bacterianos que sejam pertencentes à microbiota core 

dos diferentes grupos de Ae. albopictus. 

 

 

 

 

 



46 

 

 

 

 

3   MATERIAIS E MÉTODOS 
 

3.1 Coleta de mosquitos e locais de estudo 

Fêmeas adultas e ovos de Ae. albopictus foram coletados com aspiradores 

costais e armadilhas ovitrampas, respectivamente, em áreas do Rio de Janeiro 

e Niterói, RJ, conhecidamente infestadas por esta espécie (Honório et al. 2003; 

de Oliveira et al. 2017). Estes locais foram escolhidos por possuírem distintas 

paisagens, cuja distância linear varia de 16,5 a 20km (Figura 6):  

• Represa dos Ciganos (RPC), Jacarepaguá, Rio de Janeiro, RJ 

(22º55’S,43º18’O), localizada na borda de uma das maiores florestas urbanas do 

mundo, a Floresta da Tijuca. Possui densa vegetação, temperaturas mais baixas 

e alta umidade em relação às áreas urbanas. As fontes sanguíneas para 

mosquitos hematófagos são geralmente animais de pequeno porte e pessoas 

que transitam esporadicamente na área. 

• Jardim Guanabara (JDG), Rio de Janeiro, RJ (22º48’S,43º12’O), bairro 

urbano padrão de classe média composto majoritariamente por casas e 

arborizado, presença de diversas praças e bosques com vegetação abundante. 

A proximidade das casas com áreas arborizadas e a capacidade de dispersão 

de Ae. albopictus de 300 metros em média (Pereira dos Santos et al. 2018) 

possibilitam que este mosquito seja encontrado nas residências do bairro. 

• Jurujuba (JU), Niterói, RJ (22º55’S,43º06’O), é uma comunidade com alta 

densidade humana e abastecimento de água e coleta de lixo irregulares. 

Vegetação muito próxima as casas, além de maior abundância de criadouros 

artificiais colonizados por Ae. albopictus e Ae. aegypti. 
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Figura 6: Mapa de parte da região metropolitana do estado do Rio de Janeiro 

mostrando os locais de coleta de mosquitos Aedes albopictus. Mapa feito com 

programa ArcGIS  

As coletas de mosquitos adultos foram realizadas no ano de 2019 em 10-

15 pontos por 15-20 minutos cada, compreendendo as estações chuvosa 

(fevereiro 2019/1) e seca (julho - agosto 2019/2). Além das coletas por aspiração, 

ovos foram obtidos através da instalação de 30 armadilhas ovitrampas (Fay e 

Eliason 1966) em cada local de coleta nas duas estações. 

Mosquitos adultos coletados por aspiração foram levados ao laboratório em 

gaiolas, identificados taxonomicamente segundo Consoli e Oliveira (1994) e as 

fêmeas anestesiadas em gelo para dissecção do intestino. Paralelamente 

colônias de Ae. albopictus foram estabelecidas em laboratório a partir dos ovos 

obtidos através das ovitrampas, obedecendo-se um mínimo inicial de 500 larvas 

por área amostrada. As palhetas das ovitrampas foram levadas para laboratório, 

onde tiveram os ovos viáveis contados na lupa. 

As palhetas foram submergidas em bacias contendo 3L de água e 265 mg 

de levedo para eclosão dos ovos. Larvas emergidas foram alimentadas 

diariamente com 0,45g de Tetramim® (Tetra, Alemanha). Ao atingirem o estágio 

de pupa, os mosquitos de cada bacia foram transferidos para gaiolas segundo a 
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área de origem. Após a identificação taxonômica, mosquitos Ae. albopictus 

foram alimentados ad libitum com solução 10% de glicose e em camundongos 

anestesiados uma vez por semana para obtenção de ovos da geração F1 

(CEUA:LW-32/14).  

Os mosquitos da geração F1 foram criados, mantidos em insetário a 27 ± 

2 °C e 70 ± 10% de umidade relativa e alimentados ad libitum com solução 10% 

de glicose. Uma colônia de Ae. albopictus estabelecida a partir de insetos 

oriundos do Rio de Janeiro, mantida há mais de 10 anos no insetário do 

Laboratório de Mosquitos Transmissores de Hematozoários (LATHEMA), foi 

mantida no mesmo local e condições descritas acima no período de dezembro - 

2020 e incluída nas análises da microbiota como um grupo controle de mosquitos 

criados em laboratório há muitas gerações. 

Posteriormente às coletas e processamento dos mosquitos, os valores 

médios de temperatura e pluviosidade referente aos períodos das coletas foram 

adquiridos através do Instituto Nacional de Meteorologia (INMET). Foram obtidas 

tabelas de condições climáticas registradas pelas estações de Jacarepaguá e 

Niterói, no intervalo das datas referentes às coletas. Com a média sendo 

calculada para as colunas de “Temperatura instantânea” e “Chuva” (INMET 

2022). 

3.2 Processamento de intestinos e extração de DNA  

Para determinar a diversidade bacteriana da microbiota de Ae. albopictus, 

foram analisados intestinos de fêmeas adultas vivas coletadas nas três 

localidades de campo em duas estações (2019/1 e 2019/2), criadas em 

laboratório a partir de ovos provindos do campo (geração F1 de 2019/2) e da 

colônia LATHEMA (2020/2), totalizando dez grupos de mosquitos (Quadro 2). Os 

grupos criados em laboratório (F1 e colônia LATHEMA) foram processados com 

6-7 dias de vida. 

 

 

 



49 

 

 

Quadro 2: Grupos utilizados para análise da microbiota intestinal de Aedes albopictus, separados de 
acordo com sua população, origem, período de coleta e geração 

Grupo População Origem Período da coleta Geração 

JDG Jardim Guanabara Campo 2019-1 F0 

JU Jurujuba Campo 2019-1 F0 

RPC Represa dos ciganos Campo 2019-1 F0 

JDG Jardim Guanabara Campo 2019-2 F0 

JU Jurujuba Campo 2019-2 F0 

RPC Represa dos ciganos Campo 2019-2 F0 

JDG-F1 Jardim Guanabara Laboratório 2019-2 F1 

JU-F1 Jurujuba Laboratório 2019-2 F1 

RPC-F1 Represa dos ciganos Laboratório 2019-2 F1 

LAB Colônia LATHEMA Laboratório 2020-2* >F20** 

*Referente ao período de criação em colônia dos mosquitos do grupo LAB 
** Estimamos acima de 20 gerações por obtermos a informação de que esta população se 

encontra sendo criado em insetário há cerca de 10 anos 
 

Os insetos foram processados de forma individual, anestesiados em gelo e 

tiveram a superfície corporal esterilizada em etanol 70% por 1 minuto, seguida 

de três lavagens em PBS 1x estéril e uma última lavagem em um microtubo 

contendo 200µL de PBS 1x. Deste microtubo, 100µL de PBS foram plaqueados 

em meio Luria-Bertani (LB) como um controle negativo da metodologia de 

esterilização. Os meios foram incubados em temperatura ambiente por 48h para 

verificar se haveria crescimento de microrganismos provenientes da superfície 

corporal dos mosquitos dissecados, o que não ocorreu. 

Os intestinos foram dissecados com o auxílio de um microscópio 

estereoscópio (Zeiss), em lâminas contendo uma gota de PBS 1x (8µL) e com o 

uso de pinças esterilizadas com etanol 70% e PBS estéril 1x. Antes da remoção 

dos intestinos verificou-se visualmente a presença de sangue no intestino de 

cada mosquito e apenas insetos sem sangue aparente foram utilizados. Os 

intestinos médios foram removidos e armazenados individualmente em 
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microtubos contendo 200µL de PBS 1x estéril, armazenados em seguida a -

20°C.  

A extração de DNA foi realizada utilizando o DNeasy® Blood and Tissue 

Kit (Qiagen, Hilden, Germany) em uma cabine de segurança biológica (Trox®, 

Alemanha) seguindo as instruções do fabricante. O protocolo para extração de 

DNA de bactérias Gram-positivas foi utilizado com pequenas modificações. Em 

suma, adicionou-se 20µL de proteinase K e 180µL de tampão ATL, incubando 

as amostras overnight a 56°C em um banho-maria digital. Após este processo 

adicionou-se 180µL de uma mistura de tampão de lise enzimática com lisozima 

(20mg lisozima — 1000µL tampão) e as amostras foram incubadas por 1h a 

37°C. Em seguida 20µL de proteinase K e 200µL de tampão AL foram 

adicionados, as amostras foram incubadas por 10 minutos à 1 hora a 56°C em 

um bloco térmico. 

Durante o processo de extração foram utilizadas amostras brancas como 

controle negativo, estas amostras consistiam em todos os reagentes utilizados 

nesta etapa, com a ausência de intestinos de Ae. albopictus. As 94 amostras 

intestinais foram processadas em três rodadas, portanto três amostras brancas 

foram obtidas. Por fim, duas alíquotas de 20µL e 15µL referentes a duas eluições 

do DNA a partir da coluna de sílica do kit foram armazenadas em -30°C. 

3.3 Amplificação de DNA, preparação de bibliotecas e 

sequenciamento em Illumina Miseq 

As regiões variáveis V3-V4 do gene ribossomal bacteriano 16S rRNA foram 

amplificadas através de PCR com iniciadores específicos 341F 

(CCTACGGGNGGCWGCAG) e 805R (GACTACHVGGGTATCTAATC) 

(Klindworth et al. 2013), contendo adaptadores para o sequenciamento 

(TCGTCGGCAGCGTCAGATGTGTATAAGAGACAG e GTCTCGTGGGCTC 

GGAGATGTGTATAAGAGACAG), seguindo o protocolo de preparação de 

biblioteca de 16S da Illumina (Illumina 2013). 

Uma vez que intestinos individualizados possuem baixa quantidade de 

material biológico, este protocolo passou por modificações, aumentando-se o 

volume de DNA por reação de 5µL para 10.5µL(1ng) de DNA, 1µL(10mM) de 

341F, 1µL(10mM) de 805R e um aumento de mais 10 ciclos nas condições de 
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ciclagem das amostras. Além das condições modificadas utilizou-se 12.5 µL de 

2 × KAPA HiFi HotStart PCR mix (Roche, Switzerland) e uma amostra com 

adição de 10.5µL de água livre de DNA em vez de DNA intestinal, para ser usada 

como controle negativo da PCR. A amplificação ocorreu em um termociclador 

Veritti (Applied Biosystems) com as seguintes condições: 95°C por 3 minutos, 

seguido de 40 ciclos de 95°C por 30 segundos, 55°C por 30 segundos, 72°C por 

30 segundos e uma extensão final de 72°C por 5 minutos. Após a amplificação 

três amostras escolhidas aleatoriamente e o controle negativo da PCR foram 

visualizados por eletroforese em um gel de agarose (1%) para verificar a 

eficiência do processo de amplificação e a ausência de contaminação. 

Os produtos obtidos pela PCR foram encaminhados para a Plataforma de 

Sequenciamento de Alto Desempenho do IOC (Fiocruz) em microplacas de 96 

poços. Em suma, 96 amostras, compreendendo 94 amostras descritas na Tabela 

1 e dois controles negativos que foram preparados para o sequenciamento. Os 

controles negativos foram preparados no formato de pools, correspondendo a 

um composto por amostras brancas do processo de extração de DNA (pool de 

três rodadas de extração) e outro referente aos controles negativos da PCR (pool 

de duas rodadas de amplificação). 

As amostras encaminhadas foram extraídas e amplificadas misturando-se 

os grupos. Tal método foi aplicado para evitar o efeito de lote em possíveis 

contaminações (Eisenhofer et al. 2019). 

Tabela 1: Quantidade de amostras por grupo de mosquito que prosseguiram para o sequenciamento.  

 Período  

Grupo 2019/1 2019/2 2020/2 Total 

RPC 10 10 - 20 

JU 10 10 - 20 

JDG 10 10 - 20 

RPC-F1 - 8 - 8 

JU-F1 - 8 - 8 

JDG-F1 - 8 - 8 

LAB - - 10 10 

Total 30 54 10 94 

As amostras foram purificadas com a adição de 20µL de AMPure XP beads, 

seguida de incubação em temperatura ambiente por 5 minutos e descarte do 

sobrenadante. Em sequência foram realizadas duas lavagens adicionando-se 
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200µL de etanol 80% por duas vezes, com incubações de 30 segundos entre as 

duas rodadas e descarte de sobrenadante. Após secagem por 10 minutos 

adicionou-se 52.5µL de tampão Tris (10mM) e as amostras foram incubadas em 

temperatura ambiente por 2 minutos, até que 50µL foram transferidos para 

outras microplacas de 96 poços para a execução de uma nova rodada de 

amplificação. 

Uma segunda PCR foi realizada para anexar indexadores usando o kit 

Nextera® XT. Os reagentes utilizados por amostra foram 25µL de 2 × KAPA HiFi 

HotStart PCR mix (Roche, Switzerland), 5µL de Index N7, 5µL de Index S5, 5µL 

de água livre de DNA e 10µL de DNA das amostras pré-purificadas. As condições 

de ciclagem foram as mesmas definidas para a primeira PCR, porém com 12 

ciclos. Após a amplificação as amostras passaram por mais uma rodada de 

purificação com beads magnéticas, com o uso de 56µL de AMPure XP beads, 

adição de 27,5µL de tampão Tris (10mM) e transferência para uma nova 

microplaca de 96 poços de 25µL por amostra purificada. 

As amostras foram quantificadas com Qubit® 4 Fluorometer (Thermo 

Fisher Scientific, USA), utilizando Qubit® dsDNA HS (High Sensitivity) Assay Kit, 

para aquelas com DNA acima de 60 ng/µL utilizou-se Qubit® dsDNA BR (Broad-

Range) Assay Kit para se obter a quantificação exata. A concentração de DNA 

foi ajustada para 2mM através de diluição com água livre de nucleases. 

Para preparação da biblioteca, as amostras foram agrupadas em um único 

tubo, retirando-se 2µL das 96 amostras já com a concentração de DNA 

normalizada. Para confirmação da qualidade da biblioteca, o pool de amostras 

foi submetido a uma corrida de eletroforese automatizada no equipamento 

Agilent TapeStation. Observou-se como resultado um fragmento de 607pb, 

correspondente à região amplificada do gene 16S rRNA somado aos indexes 

adicionados no momento da segunda PCR. 

Por fim, a biblioteca foi submetida a um processo de desnaturação antes 

do sequenciamento. Adicionou-se em um novo tubo 10µL de NaOH 1x e 10µL 

da biblioteca, seguido de incubação em temperatura ambiente por 5 minutos. Em 

seguida foi adicionado 980µL de HT1, para a diluição da biblioteca de mM para 

pM. Foi descartado 200µL da mistura e 200µL de Phix (20%) foram adicionados. 

Um novo tubo foi utilizado, recebendo 240µL da amostra com Phix (20%) e 



53 

 

360µL de HT1, sendo incubado por 2 minutos a 96°C em um heat block, seguido 

de resfriamento em gelo por 5 minutos. O tubo então prosseguiu para o 

sequenciamento paired-end 2x250pb, que consiste no fragmento sendo 

sequenciado nos dois sentidos (3’ para 5’ e 5’ para 3’), possibilitando uma maior 

confiança para a inferência dos nucleotídeos que formarão as sequências a 

serem obtidas. Este foi realizado em Illumina Miseq utilizando o kit MiSeq®v2 

Reagent 500 ciclos (Illumina Inc, San Diego, CA, USA). 

3.4 Análises de bioinformática e estatística acerca da 

diversidade bacteriana intestinal de Ae. albopictus 

As sequências obtidas tiveram seus iniciadores e indexadores removidos 

pelo processo de demultiplex, através do programa BaseSpace Sequence Hub 

(Illumina 2017), gerando múltiplos arquivos fastq com as sequências 

identificadas pela sua amostra de origem. As sequências foram analisadas 

usando o programa QIIME2 (versão 2021.4) (Bolyen et al. 2019). As sequências 

paired-end demultiplexadas foram importadas no ambiente de análise (qiime2) 

através de um manifest file, arquivo de entrada em qiime2, seguindo o tutorial 

“Moving Pictures” (Caporaso et al. 2010). Abaixo, segue um fluxograma com os 

principais passos da etapa de análise de dados (Figura 7). 
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Figura 7: Fluxograma com os principais passos da análise dos dados obtidos pelo sequenciamento 

As sequências foram visualizadas para verificação de qualidade através de 

um gráfico interativo gerado pelo comando qiime demux summarize. Foi 

estabelecido como padrão de qualidade um Phred score >25 para cada posição 

das sequências forward e reverse, a partir deste parâmetro iniciou-se os 

processos de filtragem. 

Para a manutenção de sequências que correspondessem apenas a 

bactérias da microbiota, resquícios de iniciadores, adaptadores e sequências 

defeituosas foram removidos com a ferramenta cutadapt (Martin 2011). Os 

dados brutos foram inspecionados novamente quanto a sua qualidade seguindo 

a mesma metodologia, de visualização gráfica, citada anteriormente e a 

quantidade de sequências remanescentes foi aferida. Tais sequências foram 

direcionados para mais uma etapa de filtragem (ou denoising - eliminação de 

ruído) pelo programa DADA2 (Callahan et al. 2016). 

A etapa de denoising realizou mais um controle de qualidade e utilizou as 

sequências para obter ASVs (amplicon sequence variants). Estas são unidades 

de observação, baseadas em sequências que se diferenciam em no máximo um 

nucleotídeo na região do gene 16S rRNA (Callahan et al. 2017). Esta etapa de 

filtragem consistiu na remoção de quimeras, desreplicação para condensação 

dos dados, combinando todas as leituras de sequenciamento idênticas em 
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“sequências únicas” com uma “abundância” correspondente igual ao número de 

leituras com a sequência única referente e ajuste do score de qualidade (Phred) 

das sequências de DNA através de cortes nas extremidades 3’ e 5’. 

Finalizada a etapa de denoising, foram gerados uma tabela de ASVs por 

amostra e um arquivo contendo todas as sequências de DNA com o tamanho 

final de 120. Estes foram submetidos a mais uma etapa de filtragem, na qual 

apenas sequências que se alinharam com o banco de dados de 16S rDNA 

bacteriano fossem mantidas, excluindo sequências provenientes de arqueas, 

mitocôndrias e cloroplastos, por exemplo (Camacho et al. 2009). O alinhamento 

foi realizado utilizando uma porcentagem de 65% da extensão das sequências 

para ser comparada ao banco de dados SILVA 138 341F/805R (Quast et al. 

2013). Este parâmetro foi definido com o objetivo apenas de manter sequências 

referentes a bactérias, para isso não foi utilizada uma porcentagem tão rigorosa.  

A inferência taxonômica das ASVs filtradas foi realizada a partir de um 

classificador bayesiano pré-treinado a partir do banco de sequências 

Greengenes 13_8 99% OTUs full-length sequences (McDonald et al. 2012; 

Bokulich et al. 2018). A partir dos resultados, buscou-se analisar mais a fundo 

as sequências de alguns grupos taxonômicos, como aqueles pertencentes à 

família Acetobacteraceae. Para tal, a inferência taxonômica também foi feita a 

partir de dados do GenBank por BLASTN (Camacho et al. 2009) e através do 

Ribossomal data Project (RDP) classifier (Wang et al. 2007) 

(https://rdp.cme.msu.edu/classifier/classifier.jsp, Release 11). 

Antes de prosseguir para as análises comparativas, os dados foram ainda 

submetidos a um procedimento de descontaminação in silico, utilizando o 

software R (versão 4.1.1) e o pacote microDecon (McKnight et al. 2019). Para 

tal, foram utilizados os controles negativos da extração e da PCR como base 

comparativa para as outras 94 amostras. Durante o processo, foram removidas 

parcialmente sequências consideradas contaminação cruzada e sequências 

consideradas contaminantes reais (que não eram oriundos de nenhuma amostra 

biológica utilizada e sim contaminantes externos) (Tabela Suplementar 1). 

A ferramenta microDecon foi selecionada por ser adequada para a 

execução do processo de descontaminação, de acordo com a quantidade de 

controles negativos disponíveis. Além disso, seu funcionamento se baseia na 



56 

 

remoção de sequências baseadas apenas em ASVs, não removendo os táxons 

por completo. Após a etapa de descontaminação, prosseguiu-se para as 

análises de diversidade comparativas entre os grupos do estudo utilizando 94 

amostras em qiime2. Tais grupos foram analisados a partir da perspectiva de 

cada variável explicada no quadro abaixo (Quadro 3). 

Quadro 3: Variáveis categóricas utilizadas nas análises e seus respectivos grupos de acordo com a 
descrição da variável 

Variável Descrição Grupos 

Local  
Local de coleta dos mosquitos e 

criação em laboratório, 
independentemente do período  

JDG, JU, RPC, JDG-F1, 
JU-F1, RPC-F1, LAB 

Período 
Período em que os insetos foram 
coletados, independentemente do 

local 
2019-1, 2019-2, F1, LAB 

Origem 

Local de criação dos mosquitos 
(campo ou laboratório), 

independentemente de sua localidade 
exata e período de coleta 

Campo, F1, LAB 

População  
População independentemente do 
local de coleta/criação e período  

JDG, JU, RPC, LAB 

 

Curvas de rarefação foram geradas para verificar o esforço de amostragem, 

uma vez que ilustram o número de ASVs segundo o número de sequências 

obtidas. Além disso, a partir da visualização das curvas foi possível identificar 

qual profundidade mínima de sequenciamento seria adequada para realizar a 

rarefação dos dados. Isso se deu através da escolha de um número de 

sequências que amostrasse a diversidade da maioria dos grupos, porém 

mantendo um número de amostras suficiente para as análises estatísticas que 

virão a seguir. Além disso, a rarefação foi utilizada para igualar o número de 

sequências por amostra, evitando-se qualquer tipo de viés nos resultados. 

A diversidade bacteriana foi descrita a partir de medidas de diversidade-α 

(diversidade alfa), utilizando quatro métricas diferentes: ASVs observadas 

(riqueza), índice de Shannon (diversidade levando em consideração a riqueza e 

abundância), equitabilidade de Pielou (considera distribuição relativa de táxons) 

e diversidade filogenética de Faith (diversidade levando em consideração a 
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diversidade genética dos táxons presentes na amostra) (Faith 1992; Thukral 

2017). 

Métricas de diversidade-α foram comparadas entre os grupos  utilizando o 

teste não-paramétrico de Kruskal-Wallis (Kruskal e Wallis 1952). Quando a 

diferença geral entre os grupos foi considerada significativa (p-valor < 0,05), 

prosseguiu-se com comparações em pares utilizando o mesmo teste com  a 

correção do p-valor pelo método de Benjamini-Hochberg (Benjamini e Hochberg 

1995). 

A diversidade entre as amostras foi comparada a partir da diversidade-ß 

(diversidade beta), utilizando as métricas: dissimilaridade de Bray-curtis 

(diferenças entre grupos baseadas na riqueza e abundância de táxons 

bacterianos) e Unifrac ponderado (diferenças entre grupos baseadas na 

diversidade genética e abundância dos táxons). Além disso, uma análise de 

coordenadas principais (PCoA) foi feita a partir dos dados obtidos pelas métricas 

de diversidade-ß para a comparação visual das comunidades bacterianas dos 

diferentes grupos. Para comparação estatística dos grupos, empregou-se o teste 

PERMANOVA (Permutational multivariate analysis of variance) (Anderson 

2001), com 999 permutações.  

A abundância relativa dos táxons bacterianos foi visualizada a partir de  

gráficos de barra empilhados. Uma vez que o gene 16S rRNA não apresenta 

resolução para identificação taxonômica ao nível de espécie (Scolari et al. 2019), 

os resultados levaram em consideração os níveis de filo, família e gênero. Os 

gráficos foram confeccionados com o uso do pacote qiime2rR no software R 

(versão 4.1.1), sendo plotados os dez táxons mais dominantes para o nível de 

filo. Para os demais níveis taxonômicos, consideraram-se os 12 táxons mais 

dominantes. Os táxons com uma abundância média baixa (< 3%) foram 

agrupados em “Outros”.  

A análise de composição de microbiomas (ANCOM) (Mandal et al. 2015) 

foi empregada para identificar ASVs com abundância relativa diferencial 

significativa entre os grupos de amostras. Por ser um método sensível a ASVs 

pouco frequentes, foram removidas ASVs com menos de dez sequências e 

singletons (ASVs que ocorrem em apenas uma amostra do grupo). A análise foi 

realizada considerando o nível de gênero. Resultados foram visualizados em um 
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gráfico do tipo Volcano e os parâmetros estatísticos do teste W e o clr (centered 

log ratio) foram utilizados para sua interpretação. 

O valor de W consiste no número de vezes que a hipótese nula (a 

abundância média de certo táxon é igual entre os grupos comparados) foi 

rejeitada. O clr representa uma estatística F e mede o quão diferente um grupo 

é da média para um táxon específico. A hipótese nula consiste em que todos os 

grupos analisados não possuem diferenças na abundância média de um 

determinado táxon. Portanto quanto menor o valor de clr, é mais provável que a 

hipótese nula não possa ser rejeitada (Lee et al. 2019). 

As variáveis utilizadas para ANCOM foram: local e período. Considerou-se 

um táxon com uma abundância diferencial elevada quando este possuía um 

percentil entre grupos acima do valor 1000 ou estritamente próximo. Uma 

abundância diferencial moderada foi considerado um percentil entre grupos que 

estivesse entre 100-990, enquanto que uma abundância diferencial 

baixa/indetectável considerou-se um percentil entre grupos que estivesse entre 

1-90. 

Após os grupos serem comparados quanto à composição taxonômica, 

definiu-se o core bacteriano, que consiste em táxons que são frequentemente 

encontrados em diferentes populações de uma mesma espécie. Para tal, 

considerou-se ASVs com pelo menos 10 sequências que mostraram prevalência 

superior a 90% nos indivíduos, utilizando um conceito “flexível” de core (Segata 

et al. 2016; Guégan et al. 2018b).  

Os resultados foram organizados a partir de tabelas, considerando o nível 

taxonômico de família. Observou-se o core entre grupos de campo (JDG, JU, 

RPC), de laboratório (JDG-F1, JU-F1, RPC-F1, LAB) e dentre uma mesma 

população: JDG (JDG-1, JDG-2, JDG-F1), JU (JU-1, JU-2, JU-F1) e RPC (RPC-

1, RPC-2, RPC-F1). 
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4.   RESULTADOS 

4.1 Sequenciamento do gene 16S rRNA bacteriano 

O sequenciamento em Illumina Miseq das regiões variáveis V3-V4 do 

16SrDNA gerou um total de 4.169.369 sequências, com uma média de 43.431 

sequências por amostra. Após a primeira etapa de filtragem (remoção de 

resquícios de iniciadores, adaptadores e sequências defeituosas) foram retidas 

2.939.095 sequências (70%), com uma média de 30.615 sequências por amostra 

(Tabela 2). 

Após a submissão dos dados à etapa de denoising, verificou-se que a 

maioria das sequências na direção reverse apresentava qualidade abaixo do 

mínimo estabelecido (Phred score >25). Portanto, a análise dos dados 

prosseguiu através de uma abordagem single-end (utilizando apenas as 

sequências na direção forward). Estudos anteriores mostraram que esta 

metodologia possui resolução suficiente para identificação da diversidade de 

bactérias e comparações entre amostras (Caporaso et al. 2011) e já foi 

empregada com sucesso em trabalhos que investigaram a microbiota de 

mosquitos (Muturi et al. 2016a; Sharma et al. 2020). Deste modo, as sequências 

forward de 250pb foram aparadas em suas extremidades nas posições 80 

(extremidade 3’) e 200 (extremidade 5’), obtendo-se um tamanho final de 

sequência de 120 pb. Estes pontos de corte foram estabelecidos com base na 

literatura e buscando-se o melhor balanço entre o comprimento e a quantidade 

das sequências preservadas para as análises seguintes.  

 

Tabela 2: Resultados brutos do sequenciamento do 16S rDNA de amostras de intestino de Aedes 

albopictus e após a remoção de resquícios de iniciadores, adaptadores e sequências defeituosas. 

Nº sequências 
Números 

brutos 
Remoção de resquícios de adaptadores, 

iniciadores e sequências defeituosas  

Mínimo 445 331 

Mediana 29.325 21.013 

Média 43.431 30.615 

Máximo 481.809 346.268 

Total 4.169.369 2.939.095 
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Após a eliminação de ruído, geração de ASVs, o alinhamento e exclusão 

de sequências não bacterianas, foram preservadas 1.871.448 sequências (45% 

do total inicial), correspondentes a 1.619 ASVs (Tabela 3). 

Tabela 3: Resultados do sequenciamento do 16S rDNA de amostras de intestino de Aedes 

albopictus após denoising e exclusão de sequências não-bacterianas. 

Parâmetros do 

Sequenciamento 

Após 

denoising 

Após exclusão de sequências 

não-bacterianas 

Frequência mínima 122 120 

1st quartil 10.206 10.033 

Frequência mediana 13.799 13.699 

3st quartil 25.394 24.961 

Frequência máxima 223.509 221.176 

Frequência média 19.692 19.494 

ASVs 2.378 1.619 

Frequência total 1.890.402 1.871.448 

 

4.2 Descontaminação  

Os controles negativos referentes a extração e PCR apresentaram 23.196 

e 4.709 sequências, respectivamente. Assim, os dados foram submetidos a uma 

descontaminação in silico, a partir da qual foram retidas 1.245.552 sequências 

(~30% do total inicial) (Tabela 4). Sete ASVs (0,5%) foram excluídas totalmente, 

uma vez que foram identificadas como contaminantes. Um total de 1.612 ASVs 

(99,5% do total após denoising) prosseguiu para as análises de diversidade da 

microbiota. 
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Tabela 4: Resultados do sequenciamento do 16S rDNA de amostras de intestino de Aedes 

albopictus após o processo de descontaminação in silico. 

Parâmetros do sequenciamento Descontaminação 

Frequência mínima 25 

1st quartil 6.971 

Frequência mediana 8.905 

3st quartil 15.857 

Frequência máxima 123.983 

Frequência média 13.250 

ASVs 1.612 

Frequência total 1.245.552 

 

4.3 Análises de diversidade 

A análise das curvas de rarefação e do número de amostras, de acordo 

com o aumento do número de sequências, possibilitou estabelecer um patamar 

de rarefação em 3.800 sequências (Figuras 8A e B). Quatro amostras, que 

possuíam uma profundidade de sequenciamento abaixo de 3.800 sequências 

foram excluídas da continuidade das análises. A partir do patamar de rarefação 

definido, as curvas de rarefação demonstraram uma redução no crescimento 

exponencial e para alguns grupos atingindo um platô. Isto sugere que a maioria 

das ASVs foi amostrada, porém não foi possível a detecção de algumas, visto 

que três grupos apresentaram ainda curvas com um aumento na inclinação após 

o patamar estabelecido (Figura 8A). 
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Figura 8: Curvas de rarefação (A) Curvas de rarefação por grupos. A métrica de diversidade ASVs 

observadas foi utilizada, com as curvas traçadas a partir do número de ASVs por grupo, plotadas diante do 

número de sequências geradas através do sequenciamento em Illumina Miseq (tamanho amostral). (B) 

Número de amostras diante do tamanho amostral. Decréscimo do número de amostras por grupos de 

acordo com o aumento do tamanho amostral. 
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4.3.1 Índices de diversidade-α indicam diferenças na microbiota 

quanto ao período de coleta e origem dos mosquitos, mas não 

entre locais de campo e populações  

Após a rarefação, 90 amostras da microbiota de Ae. albopictus 

prosseguiram para as análises ecológicas. De forma geral, os resultados 

apontam para uma variação significativa para pelo menos uma métrica de 

diversidade-α em relação à localidade, período, origem e população. As 

amostras foram inicialmente comparadas entre todos os grupos descritos 

anteriormente no Quadro 3 e em seguida, agrupadas de acordo com população, 

origem, período e localidade de coleta. 

O índice de Faith e riqueza (ASVs) apresentaram diferenças significativas 

entre os grupos (Faith: Kruskal–Wallis: H= 26,16; p-valor < 0,001; Riqueza: 

Kruskal–Wallis: H= 33,23; p-valor < 0,001). Para o índice de Faith, as 

comparações pareadas apontaram para aumento deste índice para JDG versus 

JU-2, LAB versus JU-2 e LAB versus JDG-F1. Já para a riqueza, o número de 

ASVs foi considerado mais elevado em JGD versus JDG-2 e JDG-F1, JU versus 

JU-2 e JDG-F1 e RPC versus JDG-F1 e JU-2 (Figuras 9A e B, Tabela 

Suplementar 2 e 3). Quanto aos índices de Shannon e Pielou, observaram-se 

diferenças significativas gerais entre os grupos, porém sem variações 

significativas nas comparações em pares (Shannon: Kruskal–Wallis teste: H = 

26,58; p-valor < 0,001; Pielou: Kruskal–Wallis teste: H = 18,12; p-valor < 0,05). 
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Figura 9: Diversidade alfa da microbiota intestinal de Aedes albopictus. A: diversidade filogenética de 
Faith; B: riqueza (ASVs); C: diversidade Shannon; D: Equitabilidade de Pielou. Linhas pretas indicam 
medianas e pontos pretos outliers. Letras diferentes indicam diferenças estatisticamente significativas 

entre pares (Kruskal–Wallis: p-valor ajustado < 0,05), observadas apenas para índice de Faith e Riqueza 
(ASVs). Estatísticas de teste para as comparações em pares de podem ser visualizadas nas Tabelas 

Suplementares 2 e 3.  

 

Quanto à localidade de coleta dos mosquitos, o índice de Faith variou 

significativamente entre a microbiota dos grupos (Kruskal–Wallis: H = 19,54; p-

valor < 0,05), com valor inferior para JDG-F1 em relação à LAB e RPC (Figura 

10A, Tabela Suplementar 2). Por outro lado, os índices de Shannon (Kruskal–
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Wallis: H = 11,39; p-valor = 0,07), Pielou (Kruskal–Wallis: H = 9,95; p-valor = 

0,12) e riqueza (ASVs) (Kruskal–Wallis: H =12,73; p-valor = 0,05) não 

apresentaram diferenças estatisticamente significativas entre os mosquitos 

oriundos de diferentes locais (Figura 10B, C e D). 

Quanto ao período de coleta, foram encontradas diferenças significativas 

para todas as métricas de diversidade adotadas (Kruskal–Wallis para riqueza 

(ASVs): H = 29,60, p-valor < 0.001; Kruskal–Wallis para diversidade filogenética 

de Faith: H = 17,58, p-valor < 0.001; Kruskal–Wallis para diversidade de 

Shannon: H = 21,94, p-valor < 0,001; Kruskal–Wallis para equitabilidade de 

Pielou: H = 11,95, p-valor < 0,05) (Figura 11). A microbiota intestinal de Ae. 

albopictus dos grupos LAB e 2019-1 demonstrou uma maior diversidade 

filogenética de Faith e riqueza em relação a 2019-2 e F1 (Figuras 11A e B, 

Tabelas Suplementares 2 e 3). Já os índices de Shannon e Pielou indicaram uma 

maior diversidade e equitabilidade, respectivamente, para a microbiota de 

mosquitos do grupo 2019-1 em relação a 2019-2 e F1 (Figuras 11C e D, Tabelas 

Suplementares 4 e 5). 
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Figura 10: Diversidade alfa da microbiota intestinal de Aedes albopictus de acordo com o local. A: 
diversidade filogenética de Faith; B: riqueza (ASVs); C: diversidade Shannon; D: Equitabilidade de Pielou. 

Linhas pretas indicam medianas e pontos pretos outliers. Letras diferentes indicam diferenças 
estatisticamente significativas entre pares (Kruskal–Wallis: p-valor ajustado < 0,05). Índices de Shannon, 

Pielou e Riqueza (ASVs) não apresentaram diferenças estatisticamente significativas. Diferenças em 

pares de Índice de Faith podem ser visualizadas em Tabela Suplementar 2. 
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Figura 11: Diversidade alfa da microbiota intestinal de Aedes albopictus de acordo com o período. A: 
diversidade filogenética de Faith; B: riqueza (ASVs); C: diversidade Shannon; D: Equitabilidade de Pielou. 

Linhas pretas indicam medianas e pontos pretos outliers. Letras diferentes indicam diferenças 
estatisticamente significativas entre pares (Kruskal–Wallis: p-valor ajustado < 0,05). Diferenças em pares 
de Índices de Faith, Riqueza (ASVs), Shannon e Pielou observadas podem ser visualizadas nas Tabelas 

Suplementares 2,3,4 e 5. 

 

Quanto à origem (campo ou laboratório), observaram-se diferenças 

estatísticas significativas para riqueza (ASVs) (Kruskal–Wallis teste: H = 9,73; p-

valor < 0,001), diversidade de Faith (Kruskal–Wallis teste: H = 11,44; p-valor < 

0,05) e índice de Shannon (Kruskal–Wallis teste: H = 7,38; p-valor < 0,05), ao 

passo que isso não ocorreu para o índice de Pielou (Kruskal–Wallis teste: H = 

5,52, p-valor = 0,06) (Figura 12). Segundo as comparações pareadas, a 
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microbiota de fêmeas de Ae. albopictus oriundas do campo, (ou seja, 

independentemente do período ou localidade de coleta) e do grupo LAB 

apresentaram uma maior diversidade de Faith e riqueza de ASVs em relação a 

F1 (Figuras 12A e B, Tabelas Suplementares 2 e 3). Já o nível de diversidade a 

partir do índice de Shannon demonstrou um padrão similar, porém com diferença 

significativa apenas entre campo e F1 (Figura 12C, Tabela Suplementar 4).  

Em relação à população, buscou-se observar diferenças na diversidade e 

riqueza da microbiota possivelmente relacionadas a fatores genéticos. Não 

houve diferenças significativas entre os grupos segundo a riqueza (ASVs) 

(Kruskal–Wallis: H = 1,93, p-valor = 0,59) e os índices de Shannon (Kruskal–

Wallis: H = 2,22, p-valor = 0,52) e Pielou (Kruskal–Wallis: H = 3,13, p-valor = 

0,37). Apenas o índice de Faith apresentou diferenças significativas gerais entre 

as populações (Kruskal–Wallis: H = 10,90, p-valor < 0,05). De acordo com a 

comparação em pares, LAB apresenta maior diversidade que JDG e JU, 

enquanto RPC não foi diferente dos outros grupos (Figura 13A, Tabela 

Suplementar 2). 
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Figura 12: Diversidade alfa da microbiota intestinal de Aedes albopictus de acordo com a origem. A: 
diversidade filogenética de Faith; B: riqueza (ASVs); C: diversidade Shannon; D: Equitabilidade de Pielou. 

Linhas pretas indicam medianas e pontos pretos outliers. Letras diferentes indicam diferenças 
estatisticamente significativas entre pares (Kruskal–Wallis: p-valor ajustado < 0,05). Índice de Pielou não 
apresentou diferenças estatisticamente significativas. Diferenças em pares de Índices de Faith, Riqueza 

(ASVs) e Shannon podem ser visualizadas nas Tabelas Suplementares 2,3 e 4. 
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Figura 13: Diversidade alfa da microbiota intestinal de Aedes albopictus de acordo com a população. A: 
diversidade filogenética de Faith; B: riqueza (ASVs); C: diversidade Shannon; D: Equitabilidade de Pielou. 

Linhas pretas indicam medianas e pontos pretos outliers. Letras diferentes indicam diferenças 
estatisticamente significativas entre pares (Kruskal–Wallis: p-valor ajustado < 0,05). Índices de Shannon, 

Pielou e Riqueza (ASVs) não apresentaram diferenças estatisticamente significativas. Diferenças em 

pares de índice de Faith podem ser visualizadas em Tabela Suplementar 2. 
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4.3.2 Índices de diversidade- ß indicam dissimilaridades entre a 

microbiota de Ae. albopictus, com agrupamentos formados 

principalmente de acordo com a origem e período de coleta de 

Ae. albopictus 

Diferenças significativas na microbiota de Ae. albopictus quanto às 

variáveis local, período, origem e população foram observadas a partir da 

PERMANOVA dos índices de dissimilaridade de Bray-Curtis e Unifrac ponderado 

(Tabela 7). As PCoAs construídas a partir de ambos os índices mostraram o 

agrupamento das amostras de acordo com a origem (campo ou laboratório). 

Assim, as amostras da microbiota dos insetos criados por uma geração em 

laboratório (F1) formaram um grupo único, independentemente da população, 

junto com as amostras de LAB, obtidas a partir de Ae. albopictus da colônia do 

LATHEMA, enquanto as amostras de espécimes do campo formaram outro 

grupo, sem distinção quanto à localidade e período de coleta (Figura 14). Além 

disso, as amostras de 2019-2 apresentam maior dispersão que as amostras de 

2019-1, F1 e LAB em relação ao eixo 2 para PCoA baseada em dissimilaridade 

de Bray-Curtis (Figura 14A) e ao eixo 1 para PCoA de Unifrac ponderado (Figura 

14B). Este resultado indica maior heterogeneidade na microbiota intestinal dos 

mosquitos coletados em 2019-2 quando comparados àqueles de 2019-1, F1 e 

LAB.  
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Figura 34: Análise de componentes principais (PCoA) da microbiota intestinal de Aedes albopictus. A: 

baseada na dissimilaridade de Bray-Curtis; B: Unifrac ponderado. Legenda no canto superior direito indica 

as localidades, referentes aos mosquitos analisados, de acordo com as formas indicadas. Legenda no 

canto inferior direito indica o período, referente à coleta/processamento dos mosquitos, de acordo com as 

cores indicadas. 

Tabela 5: Comparações de diversidade beta da microbiota intestinal de grupos de Aedes albopictus 

segundo as diferentes variáveis utilizadas. Diferenças estatísticas foram obtidas utilizando o teste 

PERMANOVA (999 permutações). Significância foi determinada com p-valor < 0,05. 

 

Bray-Curtis Unifrac ponderado 

Variáveis pseudo-F p-valor pseudo-F p-valor 

Local 5,379484 0,001 3,810412 0,001 

Período 12,301657 0,001 8,704538 0,001 

Origem 13,164436 0,001 8,545712 0,001 

População 2,396939 0,001 2,516725 0,003 

 

4.3.3 Composição e abundância da microbiota de Ae. albopictus 

varia ao nível individual e entre mosquitos de campo e 

laboratório 

A identificação taxonômica das sequências resultou em mais de 100 taxa 

ao nível de gênero. Para comparar visualmente o perfil da microbiota dos 

diferentes grupos de Ae. albopictus quanto a sua abundância relativa, utilizou-se 

os táxons mais dominantes. De maneira geral, os mosquitos analisados 

apresentaram uma microbiota intestinal com a composição entre espécimes de 
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um mesmo grupo, variando ao nível individual. Além disso, a partir dos níveis de 

família e gênero, observa-se uma diferença entre os táxons dominantes em 

mosquitos de campo (JDG, JU e RPC) em relação aos grupos F1 e LAB. 

Ao nível taxonômico de filo, a microbiota intestinal de Ae. albopictus foi 

dominada por Proteobacteria, Firmicutes, Actinobacteria e Bacteroidetes. 

Proteobacteria foi o filo com maior abundância relativa, independentemente de 

período de coleta, localidade e origem (campo ou laboratório), variando entre 

69% e 88% das sequências. O filo Firmicutes foi o segundo mais abundante, 

variando entre 3% e 13%. Em seguida, Actinobacteria variou entre 2% e 13%, 

sendo ligeiramente mais abundante que Firmicutes apenas no grupo RPC-F1. O 

quarto mais abundante foi o filo Bacteroidetes, que variou entre 1,5% e 4%. Os 

demais filos identificados (Cyanobacteria, Planctomycetes, OD1, Spirochaetes, 

TM7, Acidobacteria) apresentaram uma abundância relativa < 1% considerando 

todas as amostras dos grupos analisados (Figura 15A). 

Ao nível de família e gênero, é possível notar maior heterogeneidade inter 

e intragrupos na composição da microbiota intestinal de Ae. albopictus. Por 

exemplo, Acetobacteraceae foi a família mais dominante em mosquitos criados 

em laboratório, com uma abundância média de 48, 45, 33 e 27% em JDG-F1, 

RPC-F1, LAB e JU-F1, respectivamente, enquanto apresentou uma abundância 

média irrelevante (< 0,2%) em mosquitos coletados no campo (JDG, JU e RPC). 

As sequências do 16S rDNA correspondentes à esta família não puderem ser 

identificadas ao nível de gênero, uma vez que a comparação destas ao banco 

de dados do GenBank via BLASTN indicou 100% de identidade com os gêneros 

Gluconacetobacter, Asaia e Gluconobacter. Também não foi possível obter uma 

classificação em nível de gênero pela ferramenta RDP classifier, considerando 

uma confiança mínima de 90%. Já a família Vibrionaceae foi abundante entre os 

grupos de insetos de campo, apresentando uma abundância média de 14, 13 e 

15% em JDG, JU e RPC, respectivamente, enquanto foi menos comum em 

espécies de F1 e LAB (Figura 15B). 

Por fim, ao nível de gênero, destaca-se a variabilidade na detecção e na 

abundância relativa de Wolbachia no intestino de Ae. albopictus de campo (JDG, 

JU e RPC) e da colônia de laboratório (LAB). Por exemplo, para JDG e RPC, 

Wolbachia apresentou uma frequência média baixa (<0,2% e <0,7%, 
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respectivamente) ou indetectável para todos os mosquitos coletados em 2019-

1. Por outro lado, Wolbachia foi o táxon mais abundante em alguns mosquitos 

destas populações em 2019-2, com uma abundância chegando a 84% em 

amostras de RPC e chegando a 77% em amostras de JDG. Considerando LAB, 

Wolbachia foi detectada em 4 dos 10 espécimes (40%), sendo que em um destes 

representou aproximadamente 38% das sequências. Já para Ae. albopictus dos 

grupos F1, o endossimbionte foi ausente ou indetectável (Figura 15C).  

Levando em conta os dois períodos de coletas, o gênero Sphingomonas 

apresentou uma elevada abundância, chegando a 49% em amostras de JDG de 

2019-2, ao passo que em 2019-1 foi observada uma menor abundância deste 

gênero na maioria dos insetos (< 0,3%). De forma geral, o gênero 

Propionibacterium foi encontrado em maior abundância em mosquitos de campo, 

com uma média de 8, 6 e 4,5% respectivamente (JDG, JU e RPC) do que nos 

mosquitos de laboratório, com exceção do grupo RPC-F1 com uma abundância 

média de 2,5% (Figura 15C). 

4.3.4 A microbiota core bacteriana de Ae. albopictus foi 

composta por cinco táxons 

Quatro famílias e uma ordem formaram a microbiota core “geral” de 

fêmeas adultas de Ae. albopictus analisadas neste estudo: Enterobacteriaceae, 

Halomonadaceae, Moraxellaceae, Pseudomonadaceae e Actinomycetales, 

estando presentes em >90% de todos os indivíduos analisados (Quadro 4). As 

famílias Pseudomonadaceae e Moraxellaceae não apresentaram uma 

abundância relativa expressiva, cuja média variou de 1,6% (RPC-F1) a 2,5% 

(RPC) e 1% (LAB) a 4,5% (JDG), respectivamente (Figura 15B). A ordem 

Actinomycetales apresentou um padrão similar, com uma abundância relativa 

média variando de aproximadamente 1% (JU-F1) a 5% (JDG) (Figura 15B). As 

famílias Enterobacteriaceae e Halomonadaceae apresentaram uma abundância 

relativa mais elevada: a primeira variou de aproximadamente 3,5% (RPC-F1) a 

15% (JU-F1), enquanto Halomonadaceae variou aproximadamente de 3% (RPC-

F1) a 12% (JDG) (Figura 15B). 

Os táxons que formaram a microbiota core de mosquitos de campo foram 

as famílias Bacillaceae, Propionibacteriaceae, Sphingomonadaceae, 
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Streptococcaceae e Vibrionaceae. Enquanto o core de mosquitos criados em 

laboratório teve apenas a família Acetobacteraceae além dos táxons que 

compuseram a microbiota core “geral” (Quadro 4), uma vez que esta família foi 

prevalente apenas em F1 e LAB (Figura 15B). 

Em relação às populações de mosquitos, ou seja, independentemente se 

os mosquitos foram criados em campo ou laboratório, destacamos que 

Vibrionaceae compôs a microbiota core de JDG e de JU (além dos táxons do 

core “geral”), ao passo que foi excluída da microbiota core de RPC por não estar 

presente em ao menos 90% das amostras de RPC-F1. Já a família Bacillaceae, 

compôs a microbiota core de RPC e Xanthomonadaceae integrou 

exclusivamente a microbiota core de JU, além dos táxons do core “geral” 

(Quadro 4).  
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          A - Abundância relativa das comunidades bacterianas por amostra para filo 
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                   B - Abundância relativa das comunidades bacterianas por amostra para família 
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                 C - Abundância relativa das comunidades bacterianas por amostra para gênero 

 

Figura 15: Abundância relativa das comunidades bacterianas por amostra para (A) filo, (B) família e (C) gênero referente às localidades de campo, colonizadas por uma 
geração em laboratório (F1) e já adaptadas ao ambiente laboratorial. A frequência das bactérias ilustradas nas barras é de top 10 (A) e top 12 (B, C) táxons mais dominantes. 

f_: família; o_: ordem (C). 
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Quadro 4: Microbiota core de diferentes grupos de Aedes albopictus. 

 

Em verde: Taxa com uma prevalência >90% na microbiota das amostras do grupo. CORE CAMPO : Grupos de amostras coletadas nas localidades de campo; CORE LABORATÓRIO: Grupos de 

amostras colonizadas por uma (F1) ou diversas gerações em laboratório; CORE JDG: Grupos de amostras referentes aos dois momentos de coleta e à colonização em laboratório de JDG; CORE 

JU: Grupos de amostras referentes aos dois momentos de coleta e à colonização em laboratório de JU; CORE RPC: Grupos de amostras referentes aos dois momentos de coleta e à colonização em 

laboratório de RPC. 
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4.3.5 A microbiota intestinal de Ae. albopictus possui bactérias 

diferencialmente abundantes de acordo com a localidade e 

período de coleta 

O resultado de ANCOM indicou que 13 e 21 táxons apresentaram 

abundância diferencial na microbiota intestinal de Ae. albopictus de acordo com 

a localidade e período de coleta, respectivamente (Figura 16). A abundância 

diferencial de certos táxons, quando considerada significativa, pode ser 

interpretada como uma “assinatura” da microbiota de Ae. albopictus oriundos de 

determinada localidade ou período de coleta. 

Em relação à localidade, a família Acetobacteraceae apresentou uma 

abundância diferencial significativa e mais elevada em mosquitos criados em 

laboratório, sendo uma assinatura bacteriana da microbiota intestinal dos grupos 

JDG-F1, JU-F1, RPC-F1 e LAB. Por outro lado, apresentou abundância 

moderada no grupo JDG e abundância baixa/indetectável nas outras localidades 

de campo (Figura 16A; Tabela Suplementar 6). Por outro lado, a família 

Peptostreptococcaceae e o gênero Propionibacterium tiveram uma abundância 

diferencial significativa e mais elevada nos espécimes originários de campo 

(JDG, JU e RPC). Peptostreptococcaceae apresentou abundância diferencial 

moderada em LAB, estando ausente ou indetectável nos grupos F1, enquanto 

Propionibacterium obteve uma abundância diferencial significativa e elevada no 

grupo RPC-F1, estando ausente ou indetectável nos grupos LAB, JDG-F1 e JU-

F1 (Figura 16A; Tabela Suplementar 6). 

O gênero Wolbachia foi diferencialmente abundante nos períodos de 

coletas de campo (2019-1 e 2019-2) e LAB em relação a F1, no qual esteve 

ausente ou indetectável (Figura 16B; Tabela Suplementar 7). Wolbachia foi o 

único táxon a ser considerado uma assinatura da microbiota dos mosquitos de 

campo e de LAB. 

Os gêneros Ralstonia e Methylobacterium foram classificados como 

assinaturas bacterianas da microbiota de Ae. albopictus coletados durante a 

estação chuvosa (2019-1), uma vez que foram ausentes/indetectáveis no 

período de 2019-2 (Figura 16B; Tabela Suplementar 7). Já os gêneros 

Pedobacter, Cupriavidus, Reyranella, Bdellovibrio, Hydrocarboniphaga e as 
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famílias Moraxellaceae e Chitinophagaceae foram considerados assinaturas 

bacterianas exclusivas de LAB, com uma abundância diferencial moderada 

(Figura 16A e B; Tabelas Suplementares 6 e 7). Estes táxons contribuíram para 

as diferenças na diversidade e composição da microbiota entre mosquitos de 

LAB e aqueles oriundos das localidades de campo e períodos de coleta. 

             
A  
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    B 

 

 

Figura 16: Os gráficos de Volcano ilustram os resultados de ANCOM referente às localidades (A) e períodos 
(B) analisados. Taxa considerados significantes estão marcados em verde. Quanto mais ao topo e à direita 
considera-se o táxon verdadeiramente diferente, de acordo com o teste W (eixo Y) e a estatística F de clr 
(eixo X). Os nomes de taxa significativamente diferentes estão expostos nas tabelas, assim como as 
localidades associadas (A) e períodos de coleta/processamento das amostras (B). Em verde: abundância 
diferencial elevada; Em cinza: Abundância diferencial moderada; Não preenchido: Abundância diferencial 
baixa ou indetectável. *Cupriavidus e Reyranella tanto em local e período e Chitinophagaceae relacionado 
à período, tiveram uma abundância percentual abaixo de 100, mas foram considerados com uma 
abundância diferencial moderada por conta da abundância percentual nos outros grupos ser indetectável 
por sua grande maioria ser igual a 1 (Tabela Suplementar 6). 
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5.   DISCUSSÃO 

Sabe-se que a diversidade da microbiota de mosquitos pode ser 

influenciada por uma série de fatores, como vêm sendo mostrado para diferentes 

espécies de mosquitos vetores (Minard et al. 2013a; Romoli e Gendrin 2018; 

Scolari et al. 2019; Dada et al. 2021). Neste contexto, o efeito do ambiente é 

frequentemente estudado, pois este é uma fonte de microrganismos que 

colonizam os diferentes órgãos dos mosquitos (Buck et al. 2016; Thongsripong 

et al. 2017; Bennett et al. 2019a; Duguma et al. 2019). A influência do ambiente 

ocorre a partir de elementos que compõem a sua paisagem, tais como o 

criadouro larvar, fontes de alimentação açucarada e hospedeiros para o repasto 

sanguíneo de fêmeas, além da ação antrópica, temperatura e umidade (Zouache 

et al. 2011; Dickson et al. 2017; Novakova et al. 2017; Guégan et al. 2018a; 

Sarma et al. 2022).  

Assim, o presente trabalho investigou a influência da paisagem na 

estrutura da microbiota intestinal de três populações de Ae. albopictus do estado 

do Rio de Janeiro (Brasil). A diversidade bacteriana também foi determinada em 

mosquitos da geração F1 de laboratório, estabelecida a partir da coleta de ovos 

nas respectivas localidades de campo, e de uma colônia mantida há mais de dez 

anos no insetário. Os níveis de diversidade e a composição da microbiota de 

fêmeas adultas não variaram de acordo com a localidade e população dos 

mosquitos, porém diferiu em relação ao período de coleta e à origem dos insetos, 

ou seja, se foram criados em campo ou laboratório. Neste cenário, discutimos a 

abundância diferencial de táxons bacterianos entre os grupos de mosquitos e 

detectamos uma possível relação de co-exclusão entre o endossimbionte 

Wolbachia e bactérias intestinais da família Acetobacteraceae. 

Dada a importância do ambiente para a determinação da microbiota dos 

mosquitos, estudos com populações naturais de Ae. albopictus retratam a 

microbiota do hospedeiro em seu habitat natural (Romoli e Gendrin 2018) e 

permitem comparar populações de diferentes locais. Embora estudos que 

investigam a diversidade da microbiota de Ae. albopictus vêm sendo executados 

mundialmente (Minard et al. 2014; Kang et al. 2020; Lee et al. 2020; Medeiros et 
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al. 2021; Tuanudom et al. 2021), sobretudo na Ásia, Europa e Estados Unidos, 

poucos foram feitos na América Latina.  

No presente estudo, a diversidade bacteriana da microbiota intestinal não 

apresentou diferenças significativas quanto à localidade de coleta das fêmeas 

de Ae. albopictus. Esse achado contrariou nossas expectativas, uma vez que 

selecionamos locais com distintos graus de urbanização e separados por uma 

distância de 16,5 a 20km. Publicações anteriores indicaram que a microbiota de 

mosquitos coletados em diferentes áreas geográficas pode variar espacialmente 

(Bascuñán et al. 2018; Muturi et al. 2018; Duguma et al. 2019; Bogale et al. 

2020), com maior diversidade em localidades urbanas do que rurais (Akorli et al. 

2016; Thongsripong et al. 2017). Variações geográficas na composição da 

microbiota foram descritas também para populações de Ae. albopictus do Havaí 

e da China (Kang et al. 2020; Seabourn et al. 2020). Por outro lado, outros 

trabalhos apontaram para uma fraca ou nenhuma contribuição da localidade de 

coleta para os níveis de diversidade e estruturação da microbiota desses insetos 

(Novakova et al. 2017; Bennett et al. 2019a; Arévalo-Cortés et al. 2020), com 

ausência de correlação, por exemplo, entre a diversidade da microbiota de 

populações de Ae. albopictus da ilha de O’ahu (Havaí) e o nível de urbanização 

(Medeiros et al. 2021).  

Tais achados, aparentemente contrastantes, podem ser explicados tanto 

por diferenças metodológicas, quanto por variações ecológicas entre populações 

de Ae. albopictus de locais distintos. Seabourn e colaboradores (2020) 

descreveram uma diferença significativa na riqueza, mas não na equitabilidade 

da microbiota de fêmeas de Ae. albopictus entre as localidades amostradas. Já 

Lee e colaboradores (2020) não observaram diferenças significativas para as 

métricas de diversidade alfa calculadas para a microbiota de Ae. albopictus 

coletados em locais com diferentes paisagens na Malásia. Porém, ao comparar 

a diversidade beta entre as amostras, notou uma discriminação por localidade 

considerando ou não Wolbachia nas análises (Lee et al. 2020). 

Vale ressaltar que estes estudos utilizaram mosquitos inteiros, o que pode 

influenciar a diversidade bacteriana encontrada. Por exemplo, órgãos como 

intestino e glândulas salivares, apresentam microbiota distinta (Sharma et al. 

2014; Tchioffo et al. 2016; Mancini et al. 2018). A carga de Wolbachia também 

varia entre os tecidos, com maior concentração nos órgãos reprodutivos 
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(Zouache et al. 2009). Aqui escolhemos determinar a microbiota bacteriana do 

intestino médio por este órgão ser a porta de entrada de patógenos provindos da 

alimentação sanguínea. Deste modo, o contato inicial de arbovírus e parasitas 

com a microbiota do mosquito hospedeiro pode definir, ao menos parcialmente, 

a infectividade destes vetores (Jupatanakul et al. 2014). 

Em Hainan (China), a diversidade da microbiota intestinal de diferentes 

espécies de mosquitos, incluindo Ae. albopictus, variou de acordo com a 

localidade, com distinção entre Ae. albopictus de uma localidade urbana e de 

uma rural (Kang et al. 2020). Por utilizar uma metodologia similar à nossa, 

acreditamos que as diferenças em nossos resultados podem ser explicadas pela 

ecologia de populações chinesas e brasileiras de Ae. albopictus. Sabe-se que 

Ae. albopictus é um mosquito frequentemente encontrado em ambientes 

urbanos na China, onde utiliza majoritariamente criadouros artificiais (Li et al. 

2014). Inclusive, é considerado vetor primário de dengue em diversas regiões 

(Wu et al. 2010; Li et al. 2014; Metelmann et al. 2021).  

Já no Brasil, Ae. albopictus é associado fortemente com a presença de 

vegetação, sendo considerado um mosquito da borda de mata (Pereira dos 

Santos et al. 2018). Apesar de nossas coletas terem ocorrido em uma floresta, 

uma comunidade carente e um bairro residencial, todos locais possuem áreas 

de vegetação. Ou seja, Ae. albopictus possivelmente faz uso de criadouros 

naturais ali presentes. Sabendo que o tipo de criadouro influencia a composição 

da microbiota de mosquitos adultos (Dickson et al. 2017), isso poderia explicar a 

similaridade que observamos entre os insetos dos diferentes bairros.  

Outra possível explicação para as diferenças entre Kang e colaboradores 

(2020) e o nosso estudo provavelmente é a distância entre as localidades 

amostradas, uma vez que o grupo chinês coletou mosquitos em pontos mais 

distantes, separados por pelo menos 47 km. Grandes escalas geográficas 

podem tornar a região de coleta um importante modulador da diversidade da 

microbiota de mosquitos (Novakova et al. 2017; Schrieke et al. 2022), pois 

favorecem diferenças climáticas. Umidade e temperatura, por exemplo, podem 

influenciar a presença e abundância de táxons bacterianos no intestino destes 

insetos (Novakova et al. 2017; Medeiros et al. 2021).   

Apesar da proximidade geográfica, temperatura e umidade provavelmente 

serem similares entre os bairros aqui amostrados, estes variaram entre os 
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períodos de coleta. Em 2019, nas localidades amostradas, a temperatura e 

precipitação foram em média 27,3ºC e 0,3 mm durante a estação chuvosa (2019-

1) e 20,3ºC e 0,1 mm durante a estação seca (2019-2). Esta hipótese climática 

poderia explicar o efeito significativo do período na diversidade da microbiota 

intestinal de Ae. albopictus: maior diversidade e riqueza de ASVs em 2019-1 do 

que em 2019-2 e maior heterogeneidade intragrupo para 2019-2. Este achado 

corrobora variações ao longo do tempo já descritas para a microbiota de 

mosquitos do gênero Anopheles  (Akorli et al. 2016; Krajacich et al. 2018; Sandeu 

et al. 2022) e Ae. albopictus (Wang et al. 2018). 

Entretanto, para os anofelinos, observou-se maior diversidade da 

microbiota durante a estação seca (Akorli et al. 2016; Sandeu et al. 2022). Isso 

poderia ser explicado por diferenças ecogeográficas, já que An. gambiae e An. 

coluzzi foram coletados em Gana e Camarões, em localidades urbanas, rurais e 

florestais (Akorli et al. 2016; Sandeu et al. 2022). Portanto, trata-se de diferentes 

espécies de culicídeos, com ecologia e criadouros distintos (anofelinos 

depositam ovos em corpos d’água no solo), oriundas de continentes variados, 

com vegetação e clima diferentes do Brasil. Para Ae. albopictus coletados na 

China, a microbiota bacteriana dos adultos e criadouros também foi instável ao 

longo do tempo, com uma ausência de estabilidade temporal entre os anos de 

2013 e 2014, principalmente em criadouros e mosquitos oriundos de habitats de 

pneus descartados (Wang et al. 2018). Assim, de forma geral, mudanças 

sazonais podem alterar a paisagem, o hábitat de mosquitos vetores e a 

diversidade bacteriana local, conferindo um caráter dinâmico à microbiota dos 

insetos de campo (Novakova et al. 2017).  

Em termos de composição da microbiota, os gêneros bacterianos 

Ralstonia e Methylobacterium foram diferencialmente abundantes entre os 

períodos de coleta, aumentando sua presença em Ae. albopictus durante a 

estação chuvosa (2019-1), assim como observado para Ralstonia na microbiota 

de An. coluzzi do Mali (Krajacich et al. 2018). Compreender quais fatores 

ambientais e sazonais influenciam a presença ou ausência de bactérias 

específicas na microbiota intestinal de mosquitos é relevante, por exemplo, para 

abordagens que visam utilizar bactérias para reduzir a transmissão de patógenos 

por mosquitos em campo, tal como a paratransgênese (Wilke e Marrelli 2015). 
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Contudo, Ralstonia foi encontrada raramente nas amostras de laboratório 

de An. coluzzi (Krajacich et al. 2018), o que se diferencia de nossos resultados, 

uma vez que este um táxon apresentou uma abundância diferencial moderada 

nas amostras F1 e LAB. De forma similar, Methylobacterium foi uma bactéria 

dominante no intestino de Ae. albopictus criados em laboratório na China (Lin et 

al. 2021), enquanto que em nosso estudo esteve ausente ou indetectável em 

mosquitos de F1 e LAB. Esta diferença pode ser explicada por se tratarem de 

populações distintas de hospedeiros, métodos diferentes de criação em 

laboratório, por exemplo, quanto à alimentação das larvas, cuja dieta pode 

impactar a composição da microbiota dos adultos (MacLeod et al. 2021). No 

estudo de Lin e colaboradores (2021) as larvas foram alimentadas com mistura 

de hidrolisado de lactalbumina, ração de rato e levedura de cerveja, enquanto 

utilizamos ração de peixe comercial.  

Além do período de coleta, notamos diferenças significativas na riqueza e 

diversidade da microbiota intestinal segundo a origem dos mosquitos: se 

coletados em campo já adultos ou se foram criados em laboratório. A maior 

diversidade e riqueza do primeiro grupo em relação ao segundo vai de encontro 

a estudos anteriores com Ae. albopictus (Hegde et al. 2018; Ranasinghe et al. 

2021; Tuanudom et al. 2021), outras espécies de mosquitos vetores (Rani et al. 

2009; Boissière et al. 2012; Hegde et al. 2018; Birnberg et al. 2021; Steven et al. 

2021) e insetos de outras ordens, como Periplanata americana, Periplanata 

fuliginosa (Tinker e Ottesen 2021) e Drosophila spp. (Brown et al. 2021). 

A queda na diversidade e riqueza em mosquitos de laboratório pode ser 

em função da dieta, que é padronizada tanto para larvas e adultos. A ingestão 

de açúcares ou sangue afeta a microbiota de Ae. albopictus criados em 

laboratório (Chen et al. 2020). Em nosso experimento, os mosquitos de 

laboratório foram alimentados estritamente com glicose 10%, enquanto os de 

campo foram processados sem qualquer tipo de alimentação. Além disso, 

apesar de termos selecionado apenas fêmeas não ingurgitadas com sangue no 

momento da coleta, não tínhamos nenhum controle a respeito da sua dieta prévia 

no campo. A alimentação de fêmeas de mosquitos em diferentes fontes 

sanguíneas pode afetar a diversidade da microbiota intestinal (Muturi et al. 2021). 

Por exemplo, Ae. aegypti de campo alimentados de sangue humano 

apresentaram uma maior diversidade e riqueza na microbiota em relação 
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àqueles que se alimentaram em fontes sanguíneas não-humanas ou não foram 

alimentados com sangue (Sarma et al. 2022). 

Sabendo que Ae. albopictus é um mosquito oportunista e com certa 

antropofagia (Kamgang et al. 2012; Faraji et al. 2014; Pereira dos Santos et al. 

2018), a maior diversidade e riqueza de mosquitos de campo poderia ser em 

parte explicada pela realização de repastos sanguíneos em humanos. Outra 

limitação é que não sabermos a idade dos mosquitos coletados em campo, 

enquanto mosquitos criados em laboratório foram processados com 6-7 dias de 

vida. A idade é um fator que impacta na diversidade da microbiota de Ae. 

albopictus, favorecendo táxons específicos de acordo com o estado fisiológico 

do mosquito (recém-emergido, jovem, mais velho) (Chen et al. 2020). 

A queda na diversidade da microbiota de Ae. albopictus com apenas uma 

geração em laboratório se assemelha ao visto para An. albimanus da Guatemala: 

homogeneização da microbiota intestinal de fêmeas adultas após uma geração 

em laboratório (Dada et al. 2021a) Curiosamente, isso não foi observada em An. 

atroparvus da Espanha, onde mosquitos em F2 apresentaram uma diversidade 

e riqueza superior a mosquitos coletados em campo (F0), com esta decaindo 

apenas na geração F10, se equiparando com F0 (Birnberg et al. 2021). 

Algumas ressalvas devem ser feitas a respeito dos dois trabalhos citados 

acima. Dada e colaboradores (2021a) processaram intestinos de mosquitos 

adultos em pools de três órgãos por amostra, além de compararem mosquitos 

coletados de campo de quatro localidades com seus respectivos F1. Já Birnberg 

e colaboradores (2021) utilizaram pools de vinte espécimes de mosquitos 

inteiros para a análise da microbiota e, como representação de colonização 

recente em laboratório, fez-se o uso da segunda geração (F2) em vez da primeira 

(F1). Com a ressalva da utilização de pools, a metodologia de Dada e 

colaboradores (2021a) é mais comparável à nossa, pois o uso de mosquitos 

inteiros pode influenciar a diversidade bacteriana captada, como discutido 

anteriormente (Mancini et al. 2018). Também não sabemos como o uso de F2 e 

não F1 poderia influenciar os resultados. 

No presente estudo, optamos por utilizar intestinos individualizados, visto 

que existe marcada variação individual na composição da microbiota destes 

insetos (Osei-Poku et al. 2012; Bennett et al. 2019a). Em contraste, alguns 

estudos utilizam pools, unindo mais de um inseto em uma mesma amostra 
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(Duguma et al. 2019; Birnberg et al. 2021; Lin et al. 2021; Medeiros et al. 2021). 

Embora esta prática aumente a quantidade de espécimes analisados, reduzindo 

o custo do sequenciamento por indivíduo (Dada et al. 2021b), pode afetar os 

níveis de diversidade alfa e beta em comparação ao uso de amostras 

individualizadas, por estar processando indivíduos com diferentes níveis de 

abundância para táxons específicos. Além disso, pode superestimar o core 

microbiano, incluindo táxons que estão presentes em poucos mosquitos, mas 

que por serem detectados a partir de um pool são incluídos no core (Rodríguez-

Ruano et al. 2020). 

Por outro lado, amostras de intestinos individualizados apresentam baixa 

biomassa e são mais suscetíveis aos efeitos da contaminação (Eisenhofer et al. 

2019) por microrganismos provindos do ambiente laboratorial, manipulação 

humana, contaminação cruzada e no processo de extração através de kits e 

reagentes (usualmente chamado de “kitoma”) (Salter et al. 2014; Eisenhofer et 

al. 2019; Paniagua Voirol et al. 2021). Mesmo adotando boas práticas de 

laboratório e protocolos específicos para microbiota (Eisenhofer et al. 2019; 

Dada et al. 2021b), nossos controles negativos da extração de DNA 

apresentaram sequências. Assim, aplicamos um método estatístico de 

descontaminação in silico para remover possíveis contaminantes (McKnight et 

al. 2019), como feito anteriormente em outros estudos de microbiota de 

mosquitos (Minard et al. 2015; Díaz et al. 2021b; Schrieke et al. 2022). A partir 

disso, ressaltamos a necessidade de padronização de métodos de 

descontaminação durante a análise de dados provindos de amostras de baixa 

biomassa. 

É importante ressaltar que a queda na riqueza e diversidade de laboratório 

em comparação com os insetos de campo foi observada apenas no grupo F1. 

Por outro lado, as métricas de diversidade alfa indicaram que os níveis de 

diversidade e riqueza foram similares entre os mosquitos de campo e de LAB, 

oriundos de uma colônia de laboratório estabelecida há mais de 10 anos (>F20). 

Assim, a mudança brusca de ambiente do campo para o laboratório pode 

ter ocasionado um remodelamento na estrutura da microbiota intestinal de Ae. 

albopictus, com perda de bactérias provindas do campo e manutenção dos 

táxons dominantes ou resistentes a esta mudança. Além disso, simbiontes que 

não favorecem a adaptação do hospedeiro a um novo ambiente tendem a 
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desaparecer e novos podem emergir de acordo com as condições de criação 

(Chen et al. 2020). O que vai de encontro com a teoria do holobionte, em que 

podemos considerar mosquitos e seus microrganismos simbiontes como 

entidades biológicas únicas (Zilber-Rosenberg e Rosenberg 2008). 

Adicionalmente, com o passar das gerações, o intestino provavelmente é 

colonizado por táxons bacterianos adaptados à alimentação, água de criação e 

condições de temperatura e umidade de um insetário, que são minuciosamente 

controladas. Até que com o passar das gerações, em determinado momento, 

táxons mais dominantes são deslocados desta posição, possibilitando a 

presença de outros que se adaptam gradativamente ao microambiente intestinal 

de um mosquito de laboratório, restaurando assim a diversidade inicialmente 

perdida. Estudos que comparam mosquitos de campo com suas respectivas 

colônias de laboratório por vários anos são necessários para testar essa hipótese 

e determinar quando e se a diversidade da microbiota é restaurada nas 

diferentes espécies de mosquitos. 

Um estudo comparando Ae. aegypti criados com a água do criadouro 

natural (G0) com até cinco gerações em laboratório detectaram uma queda na 

diversidade de acordo com o passar das gerações. Na terceira geração (G3) 

houve a queda mais acentuada, em função do amplo domínio do táxon 

Burkholderiales, com as duas gerações seguintes restabelecendo os níveis de 

diversidade anteriores, mas não ao de G0 (Jarusevicius 2018). Estes dados 

sugerem uma variação na diversidade, de acordo com o passar das gerações 

em laboratório, similar a hipótese que descrevemos anteriormente. 

Não obstante, apesar das diferenças nos níveis de diversidade, as 

amostras de laboratório e F1 de campo se agrupam na PCoA em um único grupo 

que se diferencia das amostras de campo (Figura 14). Isso indica que as fêmeas 

de F1 de campo possuem uma composição de microbiota mais similar às de 

laboratório do que aos insetos coletados no campo. 

Diferenças na composição da microbiota de Ae. albopictus de campo em 

relação aos colonizados em laboratório pode criar um viés nos resultados de 

experimentos de competência vetorial. Isso devido a: inviabilidade em realizar 

ensaios de infecção com mosquitos coletados no campo; a microbiota influenciar 

na competência vetorial para arbovírus (Jupatanakul et al. 2014; Hegde et al. 

2015). Principalmente em mosquitos em geração F1 que pela queda na 
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diversidade da microbiota e mudança em sua composição pode influenciar nas 

taxas de infecção, disseminação e transmissão viral. Uma alternativa para tentar 

contornar este viés pode ser a coleta de formas imaturas em campo e criação 

em laboratório com a água do criadouro natural. Esta metodologia permitiu a 

conservação da diversidade e riqueza da microbiota de An. gambiae (F10), com 

a manutenção de 50% de famílias bacterianas encontradas em mosquitos de 

campo (Akorli et al. 2019). 

Uma limitação de nosso estudo é a ausência no grupo F1 de mosquitos 

oriundos da coleta da estação chuvosa (2019-1), o que pode levantar a hipótese 

de que a queda nos níveis de diversidade pode não ter sido em função da 

mudança de campo para laboratório, uma vez que as métricas de diversidade da 

microbiota das amostras da estação seca de campo (2019-2) não foram 

significativamente diferentes do grupo F1. Porém, houve diferenças significativas 

entre os períodos e F1 para a diversidade beta (inclusive entre 2019-2 e F1), 

indicando uma mudança na composição da microbiota dos mosquitos de F1 

(com microbiota mais similar ao grupo LAB) em relação aos dois períodos de 

coleta de campo. 

Diferentes coortes (grupos da mesma colônia obtidos em momentos 

diferentes) de laboratório de Ae. albopictus apresentaram diferenças em sua 

microbiota intestinal. Este resultado indica que o momento em que as colônias 

são criadas no insetário pode influenciar a diversidade da microbiota dos 

mosquitos, pois esta está sujeita a mudanças no microambiente do laboratório 

(Saab et al. 2020). Para testar esta hipótese, é preciso analisar a microbiota de 

mosquitos coletados em um determinado período no campo e de outros da 

mesma geração (coletados na fase de ovo) criados em diferentes momentos no 

insetário. 

Comparamos também a microbiota de fêmeas de Ae. albopictus quanto à 

população, ou seja, todas as amostras de insetos oriundos do mesmo local, 

independentemente do período de coleta ou da colonização em laboratório. 

Assim, esperávamos observar indiretamente um possível efeito da genética nos 

níveis de diversidade e composição da microbiota intestinal de Ae. albopictus. 

Porém, não encontramos diferenças na microbiota entre as populações, 

somente destas em relação ao grupo da colônia de laboratório. Isso pode ser 

explicado possivelmente por uma perda de variabilidade genética destes 
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mosquitos após a criação por mais de 20 gerações em laboratório, como visto 

para uma colônia de An. darlingi (F21) em comparação a mosquitos da mesma 

espécie coletados em campo (Conn et al. 2015). 

Contudo, não podemos afirmar que as diferenças foram causadas pela 

genética dos mosquitos, uma vez que não foram realizadas análises de 

diversidade e estruturação genética das populações estudadas. Para Ae. 

albopictus da cidade de São Paulo foram identificados dois grupos 

geneticamente distintos com pouco fluxo gênico entre si a partir da análise de 

mosquitos de dez parques urbanos com distâncias variando de 5 a 39,5 km 

(Multini et al. 2019). A aplicação de uma abordagem similar com as populações 

de Ae. albopictus do Rio de Janeiro e de LAB permitiria correlacionar melhor a 

diversidade genética destes mosquitos com a diversidade da microbiota 

intestinal. 

Uma correlação positiva entre a diversidade genética e a diversidade da 

microbiota dos hospedeiros foi observada para populações francesas e 

vietnamitas de Ae. albopictus utilizando mosquitos de campo (Minard et al. 

2015). Porém, essa correlação não se manteve em condições controladas de 

laboratório, sendo o tamanho corporal, sexo e o ambiente de criação 

determinantes da diversidade da microbiota das populações analisadas (Minard 

et al. 2018). Para testar a influência da genética na composição da microbiota, 

cepas de Ae. aegypti originadas de diferentes países e gerações em laboratório 

foram criadas no mesmo insetário e apresentaram uma microbiota similar. 

Assim, o efeito do ambiente foi mais significativo, em relação a genética, na 

definição do perfil da microbiota desses mosquitos (Dickson et al. 2018). 

Resultados similares foram encontrados para três cepas distintas de Glossina 

palpalis gambiensis criadas nas mesmas condições de laboratório (Doudoumis 

et al. 2018).  

Até mesmo para espécies distintas, composição e diversidade da 

microbiota podem ser definidas primordialmente pelo ambiente e não por fatores 

genéticos, visto que Ae. aegypti e Ae. albopictus demostraram similaridades na 

microbiota do intestino médio quando criados nas mesmas condições em 

laboratório (Lin et al. 2021). O intestino humano também segue um padrão 

similar, com a influência de fatores ambientais dominando o efeito da genética 

do hospedeiro na formação da microbiota intestinal (Rothschild et al. 2018). 
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Entretanto, não é excluído completamente o papel do genótipo do 

hospedeiro na formação da microbiota. A variação genética em genes da 

imunidade de An. gambiae foi correlacionada com a composição da microbiota 

intestinal destes mosquitos (Stathopoulos et al. 2014). Deste modo, interações 

entre o sistema imune dos mosquitos e sua microbiota ocorreriam de forma 

recíproca, em que os táxons bacterianos ativariam vias específicas da 

imunidade, enquanto o sistema imune modularia a presença destas e outras 

bactérias, modificando a composição e níveis de diversidade microbiana 

intestinal (Rodgers et al. 2017a). De forma similar, a genética de camundongos 

demonstrou influência na microbiota intestinal, visto que o core microbiano 

demonstrou-se regulado por uma complexa rede de ativação poligênica (Benson 

et al. 2010). Para D. melanogaster, um efeito gargalo induzido em laboratório 

afetou a diversidade e riqueza bacteriana da microbiota intestinal (Ørsted et al. 

2022).  

Quanto à composição taxonômica bacteriana, a microbiota de fêmeas de 

Ae. albopictus foram dominadas por quatro filos: Proteobacteria, Firmicutes, 

Actinobacteria e Bacteroidetes (Figura 15A). Estes são filos frequentemente 

dominantes na microbiota de diferentes espécies de mosquitos (Wang et al. 

2011; Minard et al. 2013a; Coon et al. 2014, 2016b; Buck et al. 2016; Strand 

2018; Scolari et al. 2019), inclusive em adultos e larvas de Ae. albopictus (Coon 

et al. 2016b; Yadav et al. 2016; Bennett et al. 2019a; Lin et al. 2021). 

Proteobacteria foi o filo mais abundante, independentemente de os mosquitos 

serem de campo ou laboratório, o que está de acordo com o descrito para 

populações chinesas de Ae. albopictus (Kang et al. 2020; Lin et al. 2021). Porém, 

este resultado diverge do observado para Ae. albopictus da Tailândia, onde a 

microbiota de espécimes de laboratório foi predominantemente dominada por 

Actinobacteria (Tuanudom et al. 2021). 

As bactérias do filo Proteobacteria são em grande parte Gram-negativas 

e possuem a capacidade de colonizar diferentes tecidos dos insetos (Jones et 

al. 2013), incluindo mosquitos do gênero Aedes (Scolari et al. 2019). Este filo 

também é dominante na microbiota intestinal de mamíferos (Ley et al. 2008), o 

que mostra sua ubiquidade na microbiota de diferentes animais. 

Diversos estudos a respeito da microbiota de mosquitos utilizando, por 

exemplo, Ae. aegypti, Ae. albopictus, Ae. koreicus, An. gambiae, Cx. 
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quinquefasciatus e Mansoni uniformis descreveram uma alta variabilidade inter-

individual (Wang et al. 2011; Boissière et al. 2012; Osei-Poku et al. 2012; Rosso 

et al. 2018; Arévalo-Cortés et al. 2020). Assim, certos táxons bacterianos podem 

estar em alta abundância em um indivíduo, enquanto são ausentes ou raros em 

outros de uma mesma espécie/população/grupo. Esta variação pode ser melhor 

notada em níveis taxonômicos inferiores (Boissière et al. 2012; Osei-Poku et al. 

2012; Arévalo-Cortés et al. 2020). Neste estudo, é notável nos níveis de família 

e gênero, mesmo considerando mosquitos do mesmo grupo. Essa variabilidade 

é difícil de ser explicada, podendo ser associada a variáveis ambientais ligadas 

ao criadouro larvar e/ou ao habitat do mosquito (Bennett et al. 2019a). 

Ainda não estão totalmente claros os efeitos da variação na composição 

da microbiota intestinal na biologia dos mosquitos. Possivelmente, esta 

heterogeneidade pode influenciar a resistência a inseticidas (Arévalo-Cortés et 

al. 2020), competência vetorial (Dennison et al. 2014) e assimilação de nutrientes 

(Guégan et al. 2020b). Por exemplo, essa variação poderia explicar por que 

alguns mosquitos expostos a um repasto sanguíneo infeccioso para um 

arbovírus não se infectam. Assim, estes insetos poderiam ter em sua microbiota 

bactérias que impactam negativamente ou positivamente o desenvolvimento de 

arbovírus no intestino médio. Neste contexto, foi visto que três cepas de Ae. 

aegypti com diferentes susceptibilidades ao DENV exibiam diferenças na 

abundância de táxons específicos de bactérias da microbiota, levantando a 

hipótese de que a variação na abundância relativa destes microrganismos 

poderia estar associada com o fenótipo de susceptibilidade ao vírus (Charan e 

Pawar 2013). 

Wolbachia foi uma bactéria que apresentou marcada variação entre 

indivíduos de campo. Por vezes, apresentou-se como o táxon dominante, em 

outras com uma abundância intermediária à baixa ou indetectável. Por outro 

lado, esteve ausente ou indetectável na maioria dos mosquitos de F1. Essa 

variação da abundância de Wolbachia já foi observada no intestino de fêmeas 

adultas de Ae. albopictus oriundas de diferentes países como Itália, Vietnã e 

França (Rosso et al. 2018). 

A ausência ou abundância baixa pode ser explicado pelo fato de que as 

cepas nativas de Wolbachia de Ae. albopictus (wAlbA e wAlbB) possuírem uma 

baixa densidade no intestino médio em comparação a outros tecidos (Zouache 
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et al. 2009; Minard et al. 2015; Mancini et al. 2020; Lin et al. 2021). Em 

contrapartida, ambas as cepas possuem uma densidade maior nos ovários 

(Zouache et al. 2009), o que acredita-se que seja por conta de Wolbachia e Ae. 

albopictus terem estabelecido uma relação de coevolução. A maior concentração 

da bactéria nos órgãos reprodutivos do mosquito hospedeiro confere uma 

vantagem para a disseminação do endossimbionte por incompatibilidade 

citoplasmática e transmissão materna (Dobson et al. 2002, 2004), além de 

reduzir os estímulos ao sistema imune basal, favorecendo a manutenção do 

fitness de Ae. albopictus (Molloy e Sinkins 2015). 

Essa variação interindividual na carga de Wolbachia também poderia ser 

explicada pela idade dos mosquitos de campo. Ae. albopictus mais velhos 

possuem menor densidade de ambas as cepas da bactéria (Tortosa et al. 2010; 

Calvitti et al. 2015), portanto uma baixa abundância de Wolbachia poderia 

ocorrer em indivíduos mais longevos. Além disso, fatores ambientais também 

podem afetar a abundância deste endossimbionte. Porém, não acreditamos que 

a temperatura ambiental seja um desses fatores, pois as cepas walbA e walbB 

são resistentes a altas temperaturas (Mancini et al. 2020). Ademais, não houve 

abundância diferencial de Wolbachia entre os dois períodos de coleta.  

Uma outra hipótese seria a exposição de Ae. albopictus a antibióticos em 

campo. Ae. aegypti infectados artificialmente com a cepa wAlbB exibiram uma 

redução da densidade do endossimbionte após a exposição por clortetraciclina 

em concentrações em nível ambiental (Endersby-Harshman et al. 2019). Sabe-

se que quando mosquitos realizam repastos sanguíneos em sangue humano, 

contendo antibióticos, sofrem uma disbiose em sua microbiota intestinal, que 

consiste em uma perturbação que leva a uma mudança drástica na composição 

das comunidades bacterianas (Gendrin et al. 2015). Assim, Ae. albopictus 

podem ter sido expostos a antibióticos via repasto em humanos ou devido à 

presença de antimicrobianos de origem antrópica na água de criadouro. 

A resistência a antibióticos de Wolbachia de mosquitos ainda não foi 

completamente investigada, mas dados recentes apontam para possíveis 

fenótipos de resistência em linhagens da bactéria que infectam Nasonia 

vitripennis e Brugia pahangi (Liu et al. 2014; Gunderson et al. 2020). Não 

obstante, a resistência a diferentes antibióticos, incluindo tetraciclina, foi descrita 

para diversos táxons bacterianos e fúngicos da microbiota de Ae. aegypti de uma 
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colônia de laboratório e Coquillettidia perturbans e Ochlerotatus canadensis 

coletados em campo (Hyde et al. 2019). Dentre os táxons bacterianos 

resistentes, estão alguns encontrados em nosso estudo entre os doze mais 

abundantes, como as famílias Bacillaceae, Enterobacteriaceae, e 

Xanthomonadaceae e o gênero Pseudomonas. 

A interação ecológica entre microrganismos também vem sendo apontada 

como capaz de alterar a composição da microbiota de mosquitos. Dessa forma, 

hipotetizamos que a abundância elevada da família Acetobacteraceae poderia 

explicar a ausência/redução de Wolbachia nos grupos F1 de campo. Esta família 

bacteriana mostrou abundância diferencial significativa, sendo predominante nos 

grupos F1 de campo e laboratório, de abundância moderada em mosquitos do 

Jardim Guanabara (JDG) e ausente ou indetectável nos demais grupos de 

campo.  

Acetobacteraceae compreende as bactérias do ácido acético (BAA), 

Gram-negativas aeróbias que realizam a oxidação de etanol em ácido acético, 

sendo representadas pelos gêneros: Acetobacter, Acidomonas, Asaia, 

Gluconacetobacter, Gluconobacter e Kozakia (Kersters et al. 2006). As BAA são 

frequentemente encontradas em insetos com dietas ricas em açúcar, 

colonizando diferentes órgãos e tecidos, dentre eles o intestino. A presença de 

açúcares a serem digeridos, pH ácido e a capacidade destas bactérias 

produzirem uma matriz extracelular de polissacarídeos, possibilitando o contato 

com as células epiteliais intestinais sem que o sistema imune basal seja ativado, 

favorecem a colonização deste órgão por esta bactéria (Crotti et al. 2010). 

Dentre estas bactérias, Asaia e Gluconobacter já foram encontradas em 

campo e laboratório no intestino de Ae. albopictus de diferentes populações 

(Minard et al. 2013b; Rossi et al. 2015; Muturi et al. 2017b; Chen et al. 2020; Díaz 

et al. 2021a; Pereira et al. 2021), além de outras espécies, como An. coluzzi 

(Krajacich et al. 2018), An. stephensi (Favia et al. 2007) e Ae. aegypti (Lin et al. 

2021). Considerando que colônias de laboratório são regularmente alimentadas 

com soluções açucaradas, estas podem ser uma fonte de aquisição e 

transmissão destas BAA entre os mosquitos (Saab et al. 2020). 

A presença de Asaia já foi correlacionada negativamente com Wolbachia, 

numa relação de exclusão mútua nos tecidos reprodutivos de Ae. albopictus, Ae. 

aegypti, An. gambiae e Cx. quinquefasciatus (Hughes et al. 2014b; Rossi et al. 
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2015). Essa ausência ou redução de Wolbachia na presença de Asaia pode ser 

influenciada pela dieta, estágio de desenvolvimento e inseminação ou não das 

fêmeas analisadas (Chen et al. 2020; Díaz et al. 2021a). Em nosso trabalho 

utilizamos fêmeas criadas em laboratório e alimentadas apenas com solução 

10% de glicose e, como foram mantidas junto com machos em gaiolas por 6-7 

dias, é muito provável que tenham acasalado. Outros estudos suportam esta co-

exclusão entre Wolbachia e Asaia em Ae. albopictus, além de outras envolvendo 

Wolbachia e gêneros encontrados em nosso trabalho como Acinetobacter e 

Pseudomonas (Hegde et al. 2018; Lee et al. 2020; Lin et al. 2021). Para D. 

melanogaster também há indícios de uma correlação negativa entre a cepa wMel 

de Wolbachia e Acetobacter, uma bactéria da família Acetobacteraceae 

(Simhadri et al. 2017; Rudman et al. 2019).  

Apesar da suspeita da co-exclusão entre Asaia e Wolbachia, alguns 

espécimes do grupo de laboratório (LAB) apresentam abundância considerável 

de ambas as bactérias. Acreditamos que isso seja em função do longo período 

que esta colônia está sendo mantida em laboratório, o que facilitaria o 

estabelecimento de novos táxons bacterianos na microbiota intestinal a partir 

deste ambiente e mudanças nas interações entre microrganismos, favorecendo 

o retorno de Wolbachia e outras bactérias, mesmo na presença de 

Acetobacteraceae. Esta hipótese é suportada pelos maiores níveis de 

diversidade e riqueza no intestino dos mosquitos de laboratório com sucessivas 

gerações em relação aos de uma geração F1, onde a queda na diversidade e a 

dominância Acetobacteraceae podem ter favorecido a exclusão de Wolbachia. 

Neste cenário, os mecanismos moleculares bacterianos que favorecem a 

presença ou a ausência de determinados táxons microbianos ainda necessitam 

ser investigados. 

Entretanto, frisamos que não é possível assumir que as sequências que 

detectamos referentes à família Acetobacteraceae são de Asaia, uma vez que o 

fragmento amplificado do gene 16S rRNA de 240bp não discrimina os gêneros 

Asaia, Gluconobacter e Gluconacetobacter. Ademais, Chouaia e colaboradores 

(2010) demonstraram que diferentes cepas de Asaia podem colonizar uma 

mesma espécie de mosquito, incluindo Ae. albopictus (Chouaia et al. 2010). 

Deste modo, a correta identificação e a caracterização genética das BAAs são 
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necessárias para se investigar melhor a interação destes microrganismos com 

diferentes cepas de Wolbachia. 

Apesar da heterogeneidade individual, as fêmeas de Ae. albopictus 

analisadas, apresentam uma microbiota core composta pelas famílias 

Enterobacteriaceae, Halomonadaceae, Moraxellaceae, Pseudomonadaceae e a 

ordem Actinomycetales. Enterobacteriaceae é um grupo também presente na 

microbiota de An. gambiae, An. coluzzi, Cx. nigripalpus,Cx pippiens, Ae. aegypti, 

Ae. koreicus, Ae. triseriatus, Ae. vexans (Boissière et al. 2012; Gimonneau et al. 

2014; Dickson et al. 2017; Muturi et al. 2017b; Alfano et al. 2019; Duguma et al. 

2019), além de outros insetos (Chandler et al. 2011; Gupta et al. 2012; Minard et 

al. 2019; Moro et al. 2021). Esta família reúne gêneros bacterianos 

frequentemente associados à Ae. albopictus, tais como: Enterobacter, Klebsiella 

e Pantoea. (Valiente Moro et al. 2013; Wang et al. 2018; Chen et al. 2020; 

Seabourn et al. 2020). 

Outra família integrante da microbiota core foi Halomonadaceae, que já 

foi detectada também na microbiota de Cx. tarsalis, Cx. quinquefasciatus e Ae. 

aegypti (Duguma et al. 2015; Ramos-Nino et al. 2020). Em nosso trabalho, teve 

como gênero representativo Halomonas, encontrada anteriormente em elevada 

abundância relativa na microbiota intestinal de Ae. albopictus coletados em 

campo nos Estados Unidos (Hegde et al. 2018). Este gênero de bactérias é 

considerado halotolerante, ou seja, sobrevive em ambientes com alta 

concentração salina (Chen et al. 2017). Isto pode ser considerado uma vantagem 

em detrimento de outras bactérias na água do criadouro larvar quando esta 

apresenta uma salinidade elevada. Ademais, seria interessante investigar 

melhor os aspectos bioquímicos do intestino de mosquitos, como a concentração 

salina neste tecido e associação com a proliferação de bactérias específicas, tais 

como Halomonas spp. 

As famílias Pseudomonadaceae e Moraxellaceae tiveram como gêneros 

mais representativos em nosso trabalho Pseudomonas e Acinetobacter, 

respectivamente. Apesar de não terem apresentado uma abundância dominante, 

foram constantes em quase todas as amostras intestinais analisadas. Estas 

bactérias são comumente encontradas no core de diferentes espécies de 

mosquitos vetores, como Ae. aegypti, Anopheles spp. e Ae. albopictus (Rani et 

al. 2009; Wang et al. 2011; David et al. 2016; Tchioffo et al. 2016; Yadav et al. 
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2016; Rosso et al. 2018). Sua ampla distribuição, que vai além do intestino 

médio, indica que Pseudomonas e Acinetobacter podem ser bactérias que fazem 

parte da pan microbiota, que consiste na microbiota compartilhada por diferentes 

espécies de mosquito, independentemente da origem geográfica (Guégan et al. 

2018b). 

Pseudomonas pode ser adquirida horizontalmente através do ambiente, 

via alimentação de mosquitos no néctar de plantas, onde já foi encontrada 

(Álvarez-Pérez et al. 2012). Uma vez adquirida, Pseudomonas coloniza o 

intestino dos mosquitos, aumentando sua abundância em resposta à 

alimentação sanguínea (Chen et al. 2020; Muturi et al. 2021), pois resiste ao 

estresse oxidativo ocasionado pela ingestão de heme das hemácias (Wang et 

al. 2011). Assim, se sobressai sobre outros táxons sensíveis a essa mudança 

bioquímica drástica do ambiente intestinal durante a digestão do sangue. 

Em nosso trabalho, Pseudomonas não foi uma bactéria dominante, 

apesar de muito disseminada, o que vai de acordo com a variabilidade na 

abundância desta bactéria vista na microbiota intestinal de outras populações de 

Ae. albopictus. Por exemplo, foi um táxon dominante em uma população deste 

mosquito da Itália (Rosso et al. 2018). Além disso, por interagir com outros 

microrganismos no intestino, Pseudomonas é considerada uma hub-bacteria, 

que se define por uma bactéria que está fortemente interconectada com as 

outras, tendo um papel importante para a comunidade bacteriana local (Hegde 

et al. 2018; Brinker et al. 2019), possivelmente estabelecendo correlações 

positivas com outros táxons como a produção metabólitos necessários para a 

sobrevivência de bactérias específicas. 

Pseudomonas foi descrita na água de criadouro e em todas as fases de 

desenvolvimento de Ae. koreicus (Alfano et al. 2019), levantando a hipótese de  

transmissão transtadial, pois esta bactéria foi encontrada nos túbulos de 

Malpighi. Deste modo, resistiria ao remodelamento do tecido intestinal que 

ocorre durante a metamorfose da fase de pupa para o adulto, como foi descrito 

em An. stephensi (Chavshin et al. 2015). A transmissão transtadial, somada à 

facilidade de cultivo e de manipulação genética, fazem de Pseudomonas uma 

candidata para abordagens de paratransgênese (Raharimalala et al. 2016). Em 

nosso estudo apenas analisamos a microbiota intestinal de fêmeas adultas, 

porém seria interessante investigar a sua presença em estágios imaturos, 
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machos e na água de criadouro dos locais amostrados, reforçando a sua 

associação com Ae. albopictus. 

O gênero Acinetobacter não é encontrado apenas no intestino de 

mosquitos, mas também em criadouros e fontes alimentares, tais como 

hospedeiros vertebrados e plantas (Minard et al. 2013a). A alimentação 

açucarada é uma via de transmissão horizontal desta bactéria para mosquitos, 

uma vez que já foi encontrada em néctar floral (Fridman et al. 2012). Sua 

abundância em diferentes espécies de plantas variou entre 40-90%, o que 

possibilita que Acinetobacter seja adquirido mais comumente por machos do que 

por fêmeas (Fridman et al. 2012). Diferentes espécies deste gênero foram 

detectadas em Ae. albopictus coletados em campo, em Madagascar. Os dados 

deste estudo indicam que Acinetobacter pode estar envolvido com funções 

importantes para a fisiologia de Ae. albopictus, como a digestão sanguínea e a 

assimilação de açúcares provenientes do néctar adquirido, além disso ocorre um 

sinergismo com Asaia. Alguns isolados de Acinetobacter, como A. lwoffii 

apresentaram uma maior presença de plasmídeos em relação a cepas de 

referência, o que levanta a hipótese de que estes podem conter informações 

genéticas relacionadas à simbiose com Ae. albopictus (Minard et al. 2013b).  

Já a ordem Actinomycetales compreende bactérias vulgarmente 

conhecidas com “actinomicetos”. São largamente distribuídas pelo ambiente, 

sendo encontradas principalmente em solos, mas também em ecossistemas 

aquáticos (Srinivasan et al. 1991; Colquhoun et al. 1998; George et al. 2012; 

Chaudhary et al. 2013). Esta foi a ordem bacteriana mais abundante na água de 

criadouro de duas espécies de mosquitos vetores de malária na Colômbia: 

Anopheles nuneztovari e An. darlingi. Apesar de também estar presente na 

microbiota de larva e adultos, sua abundância relativa era mais reduzida 

(Bascuñán et al. 2018). Actinomycetales também foi detectada em recipientes 

de armazenamento de água doméstica, além de compor a microbiota bacteriana 

de larvas de Ae. aegypti que lá se criavam (Dada et al. 2014).  

Os actinomicetos possuem propriedades antimicrobianas, sendo muitas 

vezes estudados para o isolamento destas moléculas a fim de produzir 

antibióticos (Chaudhary et al. 2013). Além disso, podem ter atividade larvicida, 

resultando em altas taxas de mortalidade contra Cx. quinquefasciatus e 

An.stephensi, porém baixas contra Ae. aegypti (Pathalam et al. 2017). Uma nova 
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espécie, do gênero Streptomyces, demonstrou recentemente atividade larvicida 

contra Ae. albopictus, sendo um potencial biolarvicida para utilização em controle 

biológico (Dahmana et al. 2020). 

Outras abordagens devem ser aplicadas para a identificação taxonômica 

de actinomicetos, uma vez que os fragmento sequenciados do gene 16S rRNA 

dificilmente chegam ao nível de espécie, principalmente em uma ordem tão 

diversa como Actinomycetales. Assim, isso possibilitaria a distinção entre 

espécies com potencial larvicida e os simbiontes de mosquitos. Outra 

abordagem seria investigar possíveis relações de amensalismo na microbiota 

intestinal de mosquitos, através de interações entre actinomicetos e outras 

bactérias por conta de sua capacidade de secretar antimicrobianos. 

Devido às diferenças na diversidade e composição da microbiota entre 

Ae. albopictus de laboratório e campo, também definimos a microbiota core 

destes grupos. No primeiro, esta foi composta apenas pela família 

Acetobacteraceae além dos táxons já mencionados no core geral de Ae. 

albopictus. Já para os mosquitos do campo, a microbiota core foi composta 

também pelas famílias Vibrionaceae, Bacillaceae, Propionibacteriaceae, 

Sphingomonadaceae e Streptococcaceae  

Os gêneros Propionibacterium (Propionibacteriaceae) e Streptococcus 

(Streptococcaceae) são comumente associados à pele humana (Grice e Segre 

2011) e já foram detectados na microbiota de Ae. aegypti coletados em campo 

alimentados de sangue humano (Sarma et al. 2022). Além disso, Streptococcus 

foi identificado na microbiota de Anopheles de campo na Tailândia (Tainchum et 

al. 2020), enquanto Propionibacterium esteve presente em diferentes espécies 

de mosquitos coletadas em Illinois (Estados Unidos) e em Ae. albopictus de 

Madagascar (Minard et al. 2014; Muturi et al. 2017b).  

Em laboratório, a presença de Propionibacterium em fêmeas adultas de 

Ae. albopictus pareceu estar correlacionada ao repasto sanguíneo em linguiças 

suínas (Chen et al. 2020). Assim, é razoável hipotetizar que este táxon, assim 

como Streptococcus, possam ter sido adquiridos via contato de Ae. albopictus 

de campo com hospedeiros vertebrados, enquanto não foram detectados em 

mosquitos de laboratório com uma geração F1 e com sucessivas gerações LAB 

devido à alimentação exclusiva de açúcar. Porém, Propionibacterium ocorreu em 

alguns indivíduos de campo RPC-F1, o que pode ser explicado pela hipótese 
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desses mosquitos entrarem em contato com materiais manipulados pelas mãos 

humanas, transferindo Propionibacterium para a microbiota intestinal desses 

insetos. 

A família Vibrionaceae teve como gênero mais representativo Vibrio, com 

a maioria das sequências sendo associada à Vibrio metschnikovii (dados não 

mostrados), uma bactéria detectada na microbiota de An. gambiae e que é capaz 

de secretar compostos voláteis que atraem as fêmeas para sítios de oviposição 

(Lindh et al. 2008b). Não obstante, trata-se também de um patógeno oportunista 

capaz de causar, mesmo que raramente, doenças em humanos (Konechnyi et 

al. 2021). A presença desta bactéria na microbiota intestinal de Ae. albopictus 

em uma abundância dominante reforça o conceito de que mosquitos podem 

conter o chamado “patobioma”, que consiste no conjunto de microrganismos 

potencialmente patogênicos integrados ao ambiente intestinal e os demais 

microrganismos componentes da microbiota (Vayssier-Taussat et al. 2014). 

Bacillaceae foi uma das doze famílias mais abundantes na microbiota 

intestinal dos diferentes grupos de Ae. albopictus, sobretudo do campo, e 

comumente é encontrada em associação com este mosquito (Valiente Moro et 

al. 2013; Yadav et al. 2016; Chen et al. 2020; Juma et al. 2020). Diferentes 

espécies do gênero Bacillus são cultiváveis em laboratório (Valiente Moro et al. 

2013). Esta variedade de espécies de Bacillus é encontrada em diferentes 

espécies de mosquitos vetores, sendo capazes de serem utilizados como 

inseticidas, impactar na fertilidade e estarem presentes nos diferentes estágios 

de vida de um mosquito (Minard et al. 2013a). 

Sphingomonadaceae também está entre as doze famílias mais 

abundantes na microbiota de Ae. albopictus, cujo gênero mais representativo é 

Sphingomonas, um táxon amplamente distribuído no ambiente (Vaz-Moreira et 

al. 2011), capaz de metabolizar diversas fontes de carbono e sobreviver com 

poucos nutrientes (White et al. 1996; Abraham e Jacobs-Lorena 2004). Estas 

características poderiam favorecer a colonização do intestino de diferentes 

populações de Ae. albopictus por Sphingomonas e outros integrantes desta 

família (Valiente Moro et al. 2013; Minard et al. 2014; Mancini et al. 2018; Guégan 

et al. 2020a; Seabourn et al. 2020; Lin et al. 2021; Scolari et al. 2021), assim 

como de outros mosquitos vetores (Terenius et al. 2012; Villegas e Pimenta 

2014; Straub et al. 2020). Além disso, Sphingomonadaceae poderia estar 
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envolvida no metabolismo nutritivo destes insetos, uma vez que é capaz de 

degradar carboidratos oriundos de diferentes tipos de plantas (Minard et al. 

2015). 

Xanthomonadaceae também é amplamente encontrada na microbiota de 

diferentes populações de Ae. albopictus (Valiente Moro et al. 2013; Chen et al. 

2020; Juma et al. 2020; Seabourn et al. 2020; Scolari et al. 2021) e de mosquitos 

de forma geral (Boissière et al. 2012; Akorli et al. 2019; Caragata et al. 2022). O 

gênero Stenotrophomonas, incluso nesta família, foi detectado com uma 

abundância diferencial elevada na microbiota de fêmeas de Ae. albopictus de 

campo JU e moderada nos outros locais de campo (JDG e RPC) (Figura 16A). 

Tanto Xanthomonadaceae, quanto Sphingomonadaceae mostraram influência 

na interação entre fêmeas de Ae. aegypti e a água de criadouro, podendo ser 

táxons considerados indicadores de oviposição (Mosquera et al. 2022). Assim, 

podemos esperar que ambas tenham um papel importante no ciclo de vida dos 

mosquitos, sendo necessários mais estudos a respeito da sua presença em 

diferentes criadouros e da interação com os hospedeiros. 

Ao comparar nosso estudo com outros que descreveram a microbiota de 

populações brasileiras de Ae. albopictus (Minas, Santa Catarina e Rio de 

Janeiro), observamos a presença de Pseudomonas e Acinetobacter  na 

microbiota de todas, independentemente da colonização em laboratório ou 

localidade geográfica (Pereira et al. 2021), assim como foi detectado em nossa 

análise de abundância relativa.  

A ordem mais abundante encontrada nas três populações foi 

Ricketsialles, que foi associada à Wolbachia (Pereira et al. 2021). Este resultado 

difere do nosso pela abordagem metodológica utilizada por Pereira e 

colaboradores (2021), em que fizeram uso de amostras contendo abdômens de 

Ae. albopictus, processando assim além do intestino, órgãos reprodutivos que 

possuem a maior concentração de Wolbachia (Zouache et al. 2009). 

Também foi observado que a localidade não influenciou na riqueza da 

microbiota das diferentes populações (Pereira et al. 2021), contudo é importante 

salientar que foram utilizados mosquitos em F2, como observamos em nossos 

resultados há uma perda da heterogeneidade da microbiota intestinal em F1, o 

que pode influenciar no impacto da localidade nesta condição. Portanto, análises 

de diversidade com populações de campo de Ae. albopictus de diferentes 
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estados devem ser conduzidas, para verificar o efeito da localidade em uma 

escala geográfica maior. 

Bactérias cultiváveis da microbiota intestinal de Ae. albopictus de uma 

colônia de laboratório e de campo em Pernambuco (Recife) foram identificadas 

através da técnica de MALDI-TOF (Gonçalves et al. 2019). Mosquitos de 

laboratório apresentaram cinco isolados que foram identificados como Rahnella 

aquatilis, em nosso estudo apesar de ter sido detectada com uma baixa 

abundância relativa, o gênero Rahnella apresentou uma abundância diferencial 

elevada e moderada nos grupos de laboratório F1 e de sucessivas gerações LAB 

respectivamente. 

Apenas em mosquitos de campo foram identificados quatro isolados que 

foram atribuídos a Bacillus cereus (Gonçalves et al. 2019). Curiosamente, a 

família Bacillaceae foi associada ao core de campo em nosso estudo, o que pode 

indicar que bactérias do gênero Bacillus que colonizam o intestino de Ae. 

albopictus podem não se adaptar tão bem em ambientes laboratoriais. 

Ademais, os gêneros Ewingella, Pantoea e Klebsiella foram isolados tanto 

de mosquitos de campo quanto da colônia de laboratório (Gonçalves et al. 2019). 

Estes gêneros fazem parte da família Enterobacteriaceae, que foi um dos táxons 

integrantes da microbiota core geral segundo nossos resultados. 

Uma limitação geral em nosso estudo foi a de investigar apenas a 

microbiota bacteriana. A microbiota intestinal de mosquitos é formada também 

por vírus comensais, fungos e protozoários, sendo apontados como 

microrganismos negligenciados no estudo do microbioma destes insetos 

(Guégan et al. 2018b).  

No que diz respeito à influência de fatores ambientais na diversidade 

destes microrganismos em Ae. albopictus, o viroma de mosquitos criados em 

laboratório apresentou uma menor riqueza e diversidade em relação aos 

coletados em campo (Shi et al. 2020). Além disso, a composição do viroma de 

mosquitos adultos variou entre as estações (inverno e primavera x verão e 

outono), com uma maior riqueza de espécies virais associada às estações de 

inverno e primavera (He et al. 2021).  

Em relação a microbiota fúngica, um estudo verificou que as condições 

ambientais de um determinado local podem ser fatores importantes para a 

formação da microbiota fúngica e detectou uma variação inter-individual na 
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composição das comunidades de fungos em Ae. albopictus (Luis et al. 2019). 

Outra abordagem fazendo uso de larvas de quarto estágio de Ae. albopictus 

verificou que o criadouro tem grande importância na formação da microbiota, 

com grande parte dos fungos detectados na água de criadouro sendo 

encontrados no intestino de larvas, que possuíam uma diversidade maior em 

relação a carcaça das fases imaturas (Tawidian et al. 2021). 

Ademais, Seabourn e colaboradores (2020) detectaram que Ae. 

albopictus infectados com Ascogregarina, um protozoário parasita que pode 

fazer parte de todo o ciclo de vida de um mosquito, apresentam variações na 

composição de sua microbiota bacteriana, o que demonstra que a protozoários 

podem estabelecer interações com táxons bacterianos e moldar o perfil da 

microbiota de mosquitos (Seabourn et al. 2020). 

Estes exemplos demonstram resultados que podem ser mais bem 

investigados fazendo o uso da metodologia de nosso estudo, verificando o efeito 

de locais com diferentes paisagens, colonização em laboratório e diferentes 

períodos de coleta no viroma e microbioma de eucariotos (fungos e protozoários) 

para mosquitos de diferentes espécies, buscando assim compreender os 

principais fatores que modulam a microbiota de mosquitos como um todo e não 

apenas a bacteriana. 

 

6.  CONCLUSÕES 

•  A diversidade da microbiota intestinal de Aedes albopictus foi influenciada 

majoritariamente pela origem (campo x laboratório) e período de coleta. 

Localidade e população não contribuíram significativamente para as diferenças 

observadas. 

•  Houve uma queda significativa na diversidade e riqueza das 

comunidades bacterianas intestinais de Aedes albopictus com apenas uma 

geração de colonização em laboratório (F1) das três populações que foram 

coletadas. 

•  Mosquitos Aedes albopictus de laboratório F1 agruparam com mosquitos 

da colônia de laboratório com sucessivas gerações em relação a composição da 
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microbiota intestinal, demonstrando um remodelamento na estrutura da 

microbiota de campo após uma geração de criação em laboratório. 

•  Houve variação a nível individual quanto a abundância de táxons dentre 

os grupos utilizados no estudo. Acetobacteraceae e Wolbachia apresentaram 

uma possível relação de co-exclusão, em que o primeiro táxon foi dominante nos 

grupos de laboratório de uma geração F1 e de várias gerações LAB, enquanto 

foi ausente ou indetectável em campo, o segundo foi ausente ou indetectável em 

F1 e esteve presente com abundância variada em grupos de campo. 

•  Cinco táxons (Enterobacteriaceae, Pseudomonadaceae, Moraxellaceae, 

Halomonadaceae e Actinomycetales) fizeram parte da microbiota core geral de 

Aedes albopictus. Enquanto Sphingomonadaceae, Bacillaceae, 

Propionibacteriaceae, Streptococcaceae e Vibrionaceae foram associados ao 

core de mosquitos coletados em campo. Um único táxon, Acetobaceraceae, foi 

considerado integrante do core de mosquitos criados em laboratório, excluindo 

os táxons do core geral. 

•  A partir dos resultados de ANCOM, identificaram-se táxons considerados 

assinaturas de acordo com a localidade e período de coleta. Acetobacteraceae 

foi considerada uma assinatura bacteriana para os grupos de mosquitos de 

laboratório (F1 e LAB), Propionibacterium foi considerado uma assinatura das 

três localidades de campo (RPC, JU e JDG) e exclusivamente de RPC-F1. 

Ralstonia e Methylobacterium foram assinaturas referentes a estação chuvosa 

(2019-1), enquanto Wolbachia foi considerada uma assinatura bacteriana para 

ambos os períodos de coleta e também da colônia de laboratório (LAB). 

7. PERSPECTIVAS 

•  Investigar a estrutura genética das três populações coletadas em campo, 

através do sequenciamento por ddRAD-Seq, fazendo uso de carcaças de Ae. 

albopictus armazenadas a -30°C. 

 

•  Investigar a presença de Asaia nas amostras de JDG, JU, RPC, LAB e 

F1 utilizando PCR com iniciadores específicos para este gênero. No caso de 

uma amplificação, os amplicons seriam sequenciados pelo método de Sanger 
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para confirmar a identificação taxonômica das sequências referentes à família 

Acetobacteraceae encontradas em nosso estudo. 

 

•  Verificar a partir de qual geração em laboratório Ae. albopictus recupera 

seus níveis de diversidade para se tornarem equivalentes aos de mosquitos de 

campo, utilizando mosquitos de laboratório LAB como grupo controle. 
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8. ANEXOS 

Tabela Suplementar 1: Resultados da descontaminação por microDecon. 

 

Tabela Suplementar 2: Comparações pareadas significativas para o Índice de 

Faith. 

 

Tabela Suplementar 3: Comparações pareadas significativas para a Riqueza 

(ASVs). 

 

Tabela Suplementar 4: Comparações pareadas significativas para o Índice de 

Shannon. 

 

Tabela Suplementar 5: Comparações pareadas significativas para o Índice de 

Pielou. 

 

Tabela Suplementar 6: Abundâncias percentuais de táxons por grupo de acordo 

com a variável local. 

 

Tabela Suplementar 7: Abundâncias percentuais de táxons por grupo de acordo 

com a variável período. 

 

O material Suplementar estará disponível para os integrantes da banca 

examinadora via um arquivo ZIP, enviado individualmente para cada integrante. 

 

Para os demais leitores, o acesso será via o link abaixo via Google Drive: 

https://docs.google.com/spreadsheets/d/1T3Ah8ut1OQwZiAF4jyhJjhK4O

RfIXyZP/edit?usp=sharing&ouid=104921477035119624266&rtpof=true&sd=tru

e 
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