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RESUMO 

 

Nas regiões Sul e Sudeste do Brasil, casos de malária autóctone podem ser 

encontrados próximos a fragmentos de Mata Atlântica. No estado do Espírito Santo, 

tal doença é particularmente frequente, sendo Plasmodium vivax o parasito 

comumente reconhecido como o agente etiológico das infecções humanas. Porém, 

observadas as distâncias espaciais e temporais entre os casos relatados e o 

comportamento dos insetos vetores locais, especialmente Anopheles (Kerteszia) 

cruzii, o ciclo de transmissão parece não corresponder ao ciclo tradicional da malária. 

Sendo assim, a hipótese da existência de uma zoonose, com símios infectados 

mantendo a transmissão, é estabelecida.  Considerando que há pontos obscuros em 

relação à malária-bromélia, como é chamada, a avaliação do comportamento dos 

componentes dessa cadeia de transmissão se faz necessária. No presente estudo, a 

transmissão da malária-bromélia na região rural endêmica do Espírito Santo é 

investigada com base em dois pilares principais: análise comportamental dos vetores 

do gênero Anopheles, principalmente os do subgênero Kerteszia, e a comparação do 

genoma mitocondrial completo do DNA extraído de diversos isolados de Plasmodium 

spp. que infectaram humanos, um símio do gênero Allouata e mosquitos Anopheles 

spp. da mesma região. Armadilhas luminosas com CO2 (CDC-CO2) foram instaladas 

nas áreas abertas, na margem e no interior da floresta, e armadilhas Shannon foram 

instaladas na margem da floresta para a captura dos mosquitos. O genoma 

mitocondrial dos Plasmodium spp. enontrados nos diferentes hospedeiros foi 

completamente sequenciado e comparado em uma rede de haplótipos que incluiu 

todas as sequências de genomas mitocondriais de P. vivax/simium de amostras de 

seres humanos e símios de outras regiões do Brasil. Foram capturados 1.414 

anofelinos distribuídos em 13 espécies. Anopheles (Kerteszia) cruzii Dyar&Knab foi a 

espécie mais capturada na copa das árvores e foi também o vetor com maior 

prevalência de infecção por Plasmodium vivax, de acordo com técnicas moleculares 

de PCR. A rede de haplótipos nostrou que humanos e símios da Mata Atlântica 

estavam infectados pelo mesmo haplótipo, mas alguns isolados de seres humanos 

não eram idênticos ao isolado de símio. Além disso, o DNA de plasmódios extraído 

de mosquitos revelou sequências diferentes das obtidas de simios, mas semelhantes 

a de dois isolados de seres humanos. O estudo revelou, portanto, a maior prevalência 



 
 

 
 

de infecção em A. (K.) cruzii entre os anofelinos e o comportamento acrodendrofílico 

desses vetores, principalmente dos infectados, reforçando a hipótese de que a 

presença de P. vivax nesses espécimes surja pelos repastos sanguíneos em animais 

que vivem na copa das árvores, como os símios. A comparação dos genomas 

mitocondriais dos parasitos mostra que, na Mata Atlântica e especialmente no Espírito 

Santo, parasitos com estruturas moleculares semelhantes são compartilhados por 

seres humanos e símios. A reconhecida identidade entre P. vivax e P. simium ao nível 

de espécie, o compartilhamento de haplótipos, e a participação do mesmo vetor na 

transmissão da infecção para ambas as espécies hospedeiras indica transferência 

interespécies dos parasitos. 

  

Palavras-chave: Anopheles; Plasmodium; Malária; Epidemiologia; Reação em 

Cadeia da Polimerase em Tempo Real; DNA mitocondrial; Análise de sequência, 

DNA; Zoonoses. 



 
 

 
 

ABSTRACT 

 

In the Southern and Southeastern regions of Brazil, autochtonous malaria cases can 

be found close to the Atlantic Forest fragments. In Espírito Santo state, this disease is 

particularly frequent, and Plasmodium vivax is the parasite commonly recognized as 

the etiological agent of human infections. However, when spatial and temporal 

distances between the reported cases and the behavior of local insect vectors, 

especially the Anopheles (Kerteszia) cruzii, are observed the transmission cycle does 

not correspond to the traditional cycle of malaria. Thus, the hypothesis of the existence 

of a zoonosis, with infected simians maintaining the transmission, was established. 

Considering that there are obscure aspects regarding bromeliad-malaria, as it is called, 

the evaluation of the components of the transmission cycle is necessary. In the present 

study, the transmission of bromeliad-malaria in the rural endemic region of Espírito 

Santo is investigated based on two main pillars: behavioral analysis of the Anopheles 

vectors, mainly those of the subgenus Kerteszia, and comparison of the complete 

mitochondrial genome from several isolates of Plasmodium spp. The isolates were 

infecting humans, simians of the genus Allouata and mosquitoes Anopheles spp. from 

the same region. Light CO2 traps (CDC-CO2) were installed in open areas, inside the 

forest and at its edge, and Shannon traps were installed on the edge of the forest. The 

mitochondrial genome of Plasmodium spp. found in the different hosts was completely 

sequenced and compared in a haplotype network that included all sequences of P. 

vivax/simian mitochondrial genomes from samples from humans and simians from 

other regions of Brazil. A total of 1,414 anophelines were captured from 13 species. 

Anopheles (Kerteszia) cruzii Dyar&Knab continued to be the more captured species in 

the forest canopy and was also the vector with the highest prevalence of Plasmodium 

vivax infection according to molecular PCR techniques. The haplotype network 

indicated that humans and simians of the Atlantic Forest were infected by the same 

haplotype, but some isolates of humans are not identical to the simian isolate. In 

addition, DNA of Plasmodium spp. extracted from mosquitoes presented sequences 

different from those obtained from simians, but similar to those retrieved from two 

isolates from humans. This study revealed that the acrodendrophilic behavior of 

vectors, especially those infected, reinforces the hypothesis that the presence of P. 

vivax in these specimens arises from the blood of animals that live in the top of the 



 
 

 
 

trees, such as monkeys. The comparison of the mitochondrial genomes of the 

parasites shows that, in the Atlantic Forest, especially in Espírito Santo, parasites with 

similar molecular structures are shared by humans and simians. The recognized 

identity between P. vivax and P. simium, the shared haplotypes, and the participation 

of the same vector in the transmission of the infection to both host species indicates 

interspecies transfer of the parasites. 

 

Keywords: Anopheles; Plasmodium; Malaria; Epidemiology; Real-time Polymerase 

Chain Reaction; Mitochondrial DNA; Sequence analysis, DNA; Zoonoses. 
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1 APRESENTAÇÃO  

                                                                                                                                                                                                        

A transmissão da malária nas regiões extra-amazônicas do Brasil, embora 

interrompida na década de 1960, ainda persiste em algumas áreas de florestas 

densas de Mata Atlântica, com relatos de casos caracterizados por ciclos de 

transmissão obscuros e apresentações clínicas discretas. Malária-bromélia, como é 

chamada, é particularmente frequente no estado do Espírito Santo e recebe este 

nome porque os vetores do gênero Anopheles se reproduzem nos verticilos das 

plantas da família Bromeliaceae, típicas do bioma de Mata Atlântica1. Plasmodium 

vivax é o parasito comumente reconhecido como o agente etiológico dessas infecções 

humanas. A característica distância espacial e temporal entre os casos relatados na 

região, a presença de alguns casos autóctones em humanos, comprovadas infecções 

assintomáticas e a baixa parasitemia ao microscópio tornam plausível o 

questionamento da existência de uma cadeia de transmissão tradicional. 

Uma vez que tal ciclo não corresponde ao ciclo tradicional da malária, aponta-

se a existência de uma zoonose, com símios infectados participando como 

reservatórios do parasito dentro da floresta. Frente às reflexões sobre o tema, o 

presente trabalho avalia tanto o comportamento dos vetores típicos da área de 

transmissão endêmica, como a estrutura do genoma mitocondrial dos parasitos 

encontrados infectando diferentes hospedeiros de uma mesma região. A partir do 

material coletado, faz-se a comparação das características do genoma mitocondrial 

com aquelas encontradas em outros estados do Brasil. O levantamento dessas 

informações epidemiológicas pretende contribuir para elucidação do ciclo de 

transmissão na região extra-amazônica que acontece também em estados como São 

Paulo, Santa Catarina e Rio de Janeiro. 
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2  INTRODUÇÃO 

 

2.1  A malária e seu controle 

 

A história recente brasileira aponta a malária como uma das mais importantes 

doenças enfrentadas pela saúde pública2. Acredita-se que a imigração africana 

forçada, resultante do sistema de trabalho escravo implantado pela colonização 

européia no Brasil, teve papel fundamental na disseminação da doença no país. 

Apesar das evidências de que já havia casos entre os indígenas nativos anteriormente 

a este acontecimento, a presença dos africanos recém-chegados multiplicou a 

quantidade de reservatórios humanos dos protozoários do gênero Plasmodium em 

várias regiões do país. A disseminação da doença teria se dado, portanto, onde havia 

vetores aptos a transmiti-la: os mosquitos do gênero Anopheles 2-5. 

Após o período colonial e a abolição da escravatura, o crescimento da indústria 

da borracha e os esforços para ligar o enorme território brasileiro com estradas 

trouxeram à luz ainda mais casos de malária. Isso porque trabalhadores  de todas as 

regiões adentravam os ambientes nativos ainda intocados do Brasil para cumprir suas 

funções laborais e, assim, tornavam-se infectados. Desta forma, entre os anos de 

1892 e 1906, aproximadamente 27 de cada 10.000 pessoas morreram por 

consequencia da doença na região Norte6. Segundo Griffing et al. (2015)2, apesar de 

as autoridades reconhecerem a magnitude da malária no país desde o Brasil-colônia, 

os esforços para o controle foram prejudicados pelas limitadas condições da saúde 

pública e pelo desconhecimento da biologia e da ecologia que envolviam a doença.  

Em meados dos anos de 1940, com o fim da Segunda Guerra Mundial, o Brasil 

começou a enfrentar de fato este flagelo nacional, o que foi feito a partir de múltiplos 

esforços regionais e nacionais, cada um com sucesso variável2.  Dessa forma, as 

propostas de estratégias de controle da malária evoluíram ao longo das últimas 

décadas.  

Na década de 1940, o Serviço Nacional de Malária (SNM) e a Campanha 

Nacional de Erradicação da Malária (CEM) conseguiram controlar a doença em 

grande parte do país, a partir do controle dos principais vetores pela borrifação 

intradomiciliar com diclorodifeniltricloroetano (DDT) e do desflorestamento de áreas 

de floresta urbanas. A partir de 1958, a estratégia de controle passou a ser a 
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erradicação por métodos sistematizados em conformidade com as normas 

estabelecidas pela Organização Mundial da Saúde (OMS), visando à inclusão do 

combate à doença em áreas potencialmente endêmicas onde não havia registros de 

casos7, 8. Com esses programas, a incidência da malária no país diminuiu, passando 

de quatro a cinco milhões de casos anteriores às campanhas para 52 mil casos 

confirmados em 1970, sendo a maioria proveniente da Região Amazônica3.  

Nesse período, enquanto a malária era progressivamente “encurralada” na 

Região Amazônica, as áreas de floresta densa de Mata Atlântica resistiam às medidas 

implantadas, conservando a doença de forma residual, já que essas eram eficazes 

apenas para a eliminação dos vetores com comportamento endofílico, como 

Anopheles (Nyssorhynchus) darlingi e Anopheles (Nyssorhynchus) albitarsis, ambos 

pertencentes ao subgênero Nyssorhynchus9. Embora a remoção manual das 

bromélias e o desflorestamento surtissem efeito nas áreas de floresta próximas das 

cidades, como no estado de Santa Catarina, eram ineficazes nas florestas 

exuberantes das áreas rurais3, 9.  A partir de 1970, o Programa de Erradicação da 

Malária no Brasil (PEMB) modificou sua estratégia, pois foi comprovado que as 

regiões que registravam casos não respondiam da mesma maneira, em função das 

distintas características geográficas, epidemiológicas e socioeconômicas. Assim, o 

país foi dividido em “áreas de erradicação em longo prazo”, na região Amazônica, e 

em “áreas de erradicação em curto prazo”, localizadas na região extra-amazônica10.  

São características da malária em regiões categorizadas como de 

“erradicação em curto prazo”: a distância espacial e temporal entre os casos 

registrados, a baixa exuberância dos sinais e sintomas e a pequena quantidade de 

parasitos observados à microscopia11-14. Tais características tornam difícil justificar a 

transmissão por meio de um mecanismo tradicional, baseado na relação hospedeiro-

vetor-hospedeiro. Nesses lugares, a doença é conhecida como “malária-bromélia” ou 

“malária residual de sistemas de Mata Atlântica” (RSMA). Os anofelinos responsáveis 

pela transmissão da forma RSMA da doença pertencem ao subgênero Kerteszia, 

notadamente Anopheles (Kerteszia) cruzii, mas também Anopheles (Kerteszia) 

bellator 9, 15-18. Tais vetores procriam nos verticilos das bromélias, no ambiente da 

floresta, não podendo ser atingidos pelas técnicas tradicionais de combate larvário9, 

16-19.  Além disso, A. (K.) cruzii, embora capaz de invadir o ambiente domiciliar para a 
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atividade hematofágica, mantém o ambiente silvestre como seu habitat natural20-23.  

Desta forma, a eliminação desse vetor foi efetiva nas décadas passadas. 

Em 2014, o Brasil registrou o menor número de casos de malária nos últimos 

35 anos; uma redução de 76%, ou seja, 143.250 casos. Com o objetivo de eliminar a 

doença no país, o Ministério da Saúde relançou, em novembro de 2015, o Plano de 

Eliminação da Malária no Brasil. Este plano está em consonância com as 

preconizações da OMS, cuja meta é a redução de pelo menos 90% dos casos até 

2030 e a eliminação da malária em pelo menos 35 países24. No entanto, após o 

otimismo decorrente do decréscimo no número de casos registrados até 2016, dados 

recentes apontaram o aumento em 28% dos casos em 2017, até o mês de julho25-27. 

De acordo com o Ministério da Saúde, tal mudança deve-se a supostas alterações 

climáticas e ao próprio ciclo da doença. Entretanto, diversos estudiosos do tema 

questionam tais argumentos e sugerem que uma mudança no foco das políticas 

públicas relacionadas à doença, bem como a perda de membros experientes na 

equipe técnica envolvida nas estratégias de controle, tenham contribuído para o 

desfecho inesperado25-27. 

Dados apontam os estados do Acre, Amazonas, Amapá, Pará, Rondônia, 

Roraima, Tocantins, Mato Grosso e Maranhão como aqueles que registram o maior 

número de casos autóctones do país. A maioria dos casos considerados importados, 

vindos de outros países amazônicos, africanos e do Paraguai, é registrada na região 

extra-amazônica28. Sabe-se que, por ser menos comum em tal região, a doença acaba 

resultando na morte de mais indivíduos do que na região Amazônica, pois as redes 

de saúde estão menos preparadas para receber os casos28. Estados como Santa 

Catarina, São Paulo, Rio de Janeiro e Espírito Santo também albergam casos de 

malária na forma RSMA, considerada autóctone, porém em proporção menor quando 

comparados aos casos importados28.  

 

2.2  As condições socioambientais do estado do Espírito Santo e o 

estabelecimento dos casos de malária 

 

O estado do Espírito Santo caracteriza-se por duas áreas geográficas bem 

distintas.  Ao norte da calha do Rio Doce, os relevos são mais suaves e as áreas de 

floresta mais escassas.  Nesta região, predominam atividades pecuárias e o cultivo 
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do café29.  As propriedades rurais são maiores e, por isso, o número de trabalhadores 

contratados é mais volumoso.  A intensa exploração da área rural e atividades que 

degradam os solos e águas culminaram com o esgotamento das reservas florestais e 

o assoreamento e poluição dos rios, o que acarreta períodos de seca prolongados 

com forte impacto sobre o meio-ambiente e as atividades econômicas.  Neste cenário, 

um fluxo regular de deslocamentos para a região Amazônica se tornou comum, com 

trabalhadores rurais buscando melhores condições de vida e de trabalho.  Ao sul do 

Rio Doce, o relevo é mais acidentado, com uma área montanhosa bastante extensa.  

Nessa região, as atividades agrícolas são baseadas em pequenas propriedades.  O 

cultivo do café também é abundante, mas compete com os hortifrutigranjeiros e com 

monoculturas como a banana29.  A floresta, especialmente de Mata Atlântica, é mais 

exuberante e as condições climáticas mais favoráveis, com temperaturas amenas e 

chuvas frequentes devido às constantes massas de ar vindas do oceano que vão de 

encontro às cadeias de montanhas.  

Ao norte do estado são detectados os casos de malária clássica, introduzidos 

por humanos infectados em regiões endêmicas, como a Amazônia. Os casos 

verdadeiramente autóctones – malária-bromélia –, por sua vez, estão localizados nos 

municípios ao sul, onde o bioma Mata Atlântica ainda é abundante na região 

montanhosa. Os vetores como A. (N.) darlingi e A. (N.) albitarsis, responsáveis pela 

transmissão da doença na Região Amazônica, e também Anopheles (Nyssorhynchus) 

aquasalis, podem ser encontrados no norte do estado e nas áreas próximas à costa, 

respectivamente. No entanto, ao sul, exatamente onde ocorrem os casos autóctones, 

esses vetores são raramente encontrados30, 31. A infecção nessa região parece ser 

favorecida pela alta densidade de anofelinos e a ampla distribuição de A. (K.) cruzii 31. 

Anopheles (K.) cruzii, reconhecido vetor da malária-bromélia, tem sido encontrado em 

ambiente antrópico em Santa Teresa, município com maior número de casos no 

Espírito Santo. Sugere-se, portanto, que a transmissão desse tipo de malária possa 

ser um marcador de ocupação humana em áreas de Mata Atlântica anteriormente 

preservadas e que o ciclo da doença se mantenha por homens que adentram as 

florestas30. Nos últimos anos, os casos de malária-bromélia no Espírito Santo variaram 

entre 20 e 40, ano a ano, com exceção de 2008, quando foram registrados 82 casos. 

Em 2017, 28 casos haviam sido doagnosticados até julho (dados não publicados). Os 

municípios mais atingidos no estado são Santa Teresa, Santa Maria de Jetibá e 
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Domingos Martins13. Com esses números, o Espírito Santo registra as maiores 

frequências de malária-bromélia conhecidas no país.  

Sobre os agentes etiológicos, P. vivax, seguido do Plasmodium malarie, se 

destaca nas infecções humanas verdadeiramente autóctones no estado do Espírito 

Santo, segundo estudos do grupo de pesquisa da Unidade de Medicina Tropical da 

Universidade Federal do Espírito Santo14, 32. Plasmodium vivax é encontrado nos 

tóraces de diversas espécies de anofelinos presentes no bioma Mata Atlântica, 

segundo Rezende et al. (2009)30, sugerindo a importância desse parasito na cadeia 

de transmissão da malária no estado. Cabe ressaltar que registros de Plasmodium 

falciparum causando malária autóctone no Espírito Santo estão relacionados aos 

surtos na região norte do estado. Os casos detectados lá, embora também sejam 

chamados de autóctones por definição epidemiológica, são decorrentes de infecções 

trazidas de fora (especialmente da região amazônica, onde a espécie persiste), ao 

contrário do que é observado na Mata Atlântica. Portanto, no presente nível de 

conhecimento, não é plausível admitir a ocorrência de malária sintomática causada 

por P. falciparum no ambiente da Mata Atlântica, como o é para os casos causados 

por P. vivax. 

Apesar de estudos em andamento, ainda pouco se sabe sobre os fatores 

envolvidos na cadeia de transmissão da malária residual de sistemas de Mata 

Atlântica do Espírito Santo.  A existência de um reservatório dos parasitos ainda é 

uma questão a ser esclarecida, já que a incidência dos casos é baixa e a distância 

geográfica entre os indivíduos é relativamente longa. Hipóteses referentes a tal 

situação são a possibilidade da existência de portadores assintomáticos entre os 

habitantes da região ou a possibilidade da transmissão a partir de símios locais 

infectados. Estudos sistemáticos da endemia ainda são escassos, o que contribui para 

a ausência de informações a seu respeito. Com essa finalidade, desde 2001, 

investigações epidemiológicas têm sido realizadas na região.  

O quadro apresentado acima é preocupante, uma vez que o Espírito Santo foi 

considerado receptivo para transmissão da malária por Meneguzzi et al. (2006)33. 

Portanto, há a necessidade de maiores incentivos a pesquisa, de uma vigilância 

epidemiológica municipal mais efetiva, de apoio técnico e financeiro do governo do 

estado para os municípios que possuem deficiências estruturais e de apoio científico 

da Universidade e da Secretaria de Estado da Saúde. 
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2.3  Anofelinos de importância médica no Brasil 

 

No Brasil, há grande variedade de mosquitos do gênero Anopheles. 

Dependendo do clima, das temperaturas, do relevo e do nível de urbanização, o 

comportamento desses insetos muda e isso se reflete na maneira como ocorrem as 

doenças por eles transmitidas.  

Na região Amazônica, os principais vetores da malária pertencem ao 

subgênero Nyssorhynchus34, 35: 

• A. (N.) darlingi ROOT, 1926, é considerado vetor primário, altamente 

susceptível aos plasmódios humanos, responsável pela maioria dos casos de malária 

na região. Adapta-se facilmente a ambientes antrópicos e está presente em todo 

interior do território nacional, com exceção das regiões secas do Nordeste, do extremo 

sul e nas áreas de elevada altitude. Utiliza as grandes coleções líquidas para o 

desenvolvimento de suas formas imaturas, como lagoas, açudes, represas e bolsões 

formados nas curvas dos rios, onde há muito pouca correnteza. Seus criadouros são 

de águas limpas, profundas, pouco turvas e ensolaradas ou parcialmente 

sombreadas. Costuma atacar o homem dentro das casas, nas horas mais altas da 

noite36. 

• O A. (N.) aquasalis CURRY, 1932, é considerado o principal vetor na 

costa brasileira devido à sua preferência por águas salobras. É considerado um 

mosquito zoofílico e essencialmente crepuscular, atacando animais como vacas e 

cavalos, com mais intensidade que o homem. Também é um inseto exofílico, já que 

entra nas casas para picar apenas quando sua densidade está elevada, quando, 

então, passa a transmitir a malária. Sua atividade hematofágica em humanos também 

ocorre no início da noite37. 

• O Complexo albitarsis LYNCH-ARRIBÁLZAGA, 1878, reúne os anofelinos 

mais comuns e amplamente distribuídos no Brasil, não ocorrendo no ocidente sul-

americano. Seus criadouros preferenciais são coleções de água doce limpa, 

preferencialmente em campos e pastagens ensolarados ou sombreados. Em algumas 

áreas do Brasil, os mosquitos deste complexo podem entrar nas casas e se alimentar 

no homem. Contudo, na maior parte do seu território, são decididamente zoofílicos e 

exofílicos. Preferem atacar animais, como equinos, a homens e aves. São vetores 

secundários que podem passar ao papel de vetores primários de acordo com 



20 
 

 
 

mudanças no uso da terra pela população humana. O complexo é formado por várias 

espécies: A. albitarsis sensu strictu (s.s.); A. oryzalimnetes ou espécie B, 

anteriormente distinguida somente usando a técnica Random Amplified Polymorphic 

Deoxyribonucleic Acid - Polymerase Chain Reaction (RAPD-PCR), difundido no 

Paraguai e, provavelmente, possuidor da distribuição geográfica mais ampla no Brasil 

(estados da Bahia, Ceará, Espírito Santo, Mato Grosso, Pará, Paraná, Rio de Janeiro 

e São Paulo); A. marajoara ou albitarsis C, encontrada no Paraguai, na Venezuela e 

no Brasil (Amapá, Amazonas, Mato Grosso, Pará, Rondônia e São Paulo); A. 

deaneorum ou albitarsis D, distribuída no norte da Argentina e no Brasil (Estados do 

Acre, Mato Grosso, Paraná e Rondônia), A. janconnae ou albitarsis E, encontrada no 

norte do Brasil (Estados do Amapá, Pará e Roraima) e na Venezuela; A. albitarsis F, 

na Colômbia, Venezuela e Trinidad; A. albitarsis G, exclusivo do Brasil (estados do 

Amazonas, Bahia e Pará); A. albitarsis  H, também restrito ao Brasil (estados de Mato 

Grosso e Rondônia); A. albitarsis I, encontrado na Colômbia e na Venezuela. As 

mudanças no clima e na paisagem causadas pelo aquecimento global parecem 

facilitar a distribuição das espécies e, consequentemente, tornar os componentes do 

Complexo Albitarsis cada vez mais importantes como vetores da malária37, 38. 

Apesar dos Nyssorhynchus também povoarem as regiões fora da Amazônia, 

há espécies do subgênero Kertezia que ganham destaque na transmissão nos 

estados com casos de malária-bromélia. São elas: 

• A. (K.) cruzii DYAR & KNAB, 1908 é restrito ao litoral brasileiro e à 

encosta do planalto, estendendo-se do Sergipe ao Rio Grande do Sul. Deposita os 

ovos na água que se acumula na base das folhas de alguns tipos de bromélias epífitas 

e terrestres, situadas em locais protegidos de raios solares. Sua densidade 

populacional está diretamente relacionada com a abundância dessas plantas e de 

elevados índices de umidade relativa do ar provocados pelas chuvas e pela lenta 

evaporação. Esse anofelino ataca, indiscriminadamente, o homem e outros animais e 

é encontrado picando tanto de dia como à noite, com forte aumento da atividade 

hematofágica no crepúsculo vespertino e nas primeiras horas da noite. É considerado 

vetor primário e importante no Brasil nos casos conhecidos como “malária-bromélia” 

ou malária RSMA. É considerado um inseto assinantrópico39. 

• A.(K.) bellator DYAR & KNAB, 1906 é encontrado apenas no litoral, 

sendo raro dentro das matas e abundante nas áreas abertas. Seus hábitos são 
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semelhantes aos do A. (K.) cruzii; eclético quanto aos hospedeiros, exofílico e 

acrodendrófilo. Difere por preferir procriar em bromélias rupestres, epífitas ou 

terrestres, mais expostas ao sol. Ao contrário do A. (K.) cruzii, prefere as bromélias 

maiores, que permitem o acúmulo de maior quantidade de água nos verticilos de suas 

folhas. O volume de líquido aí acumulado permite o desenvolvimento larvário, apesar 

da evaporação a que é submetido em decorrência da exposição ao sol. Ataca o 

homem em elevado número ao pôr-do-sol e só transmite a malária quando se encontra 

em elevada densidade39. 

• A.(K.) homunculus KOMP, 1937 tem uma distribuição geográfica 

descontínua. Tem sido encontrado em áreas montanhosas de baixa altitude, nas 

vertentes voltadas para o mar. Destaca-se pela preferência em procriar em bromélias 

de médio e pequeno porte, sombreadas, terrestres ou epífitas, situadas em baixa 

altura. Em ambientes com elevada nebulosidade, o A. (K.) homunculus é o anofelino 

mais encontrado picando o homem dentro das casas, embora seja genericamente 

bem mais comum no ambiente silvestre. É considerado vetor secundário ou local de 

malária no sul do Brasil, tendo sido encontrado infectado com oocistos e esporozoítos 

nas glândulas salivares39. 

 

2.4  Comportamento vetorial e sua relação com a transmissão da malária-

bromélia 

 

Em relação aos cenários de transmissão de malária autóctone, o 

comportamento dos vetores pode ajudar a explicar parte da transmissão não 

tradicional. A presença de vetores competentes, sua distribuição no espaço e seu 

comportamento no ambiente parecem estar diretamente relacionados com a 

dispersão da malária autóctone. Frente à discussão sobre a malária-bromélia, são 

apresentadas nesta sessão as características vetoriais relacionadas a esta 

transmissão. 

A acrodendrofilia, característica comportamental dos mosquitos do subgênero 

Kerteszia, em especial do A. (K.) cruzii, refere-se à preferência deste vetor em praticar 

a hematofagia na copa das árvores40, descendo ocasionalmente ao solo, o que resulta 

na realização de repastos nas duas alturas da floresta. Segundo Consoli e Lourenço-

de-Oliveira (1994)40, essa preferência se explica pelo fato destes mosquitos se 
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reproduzirem dentro de bromélias localizadas sob à sombra das copas das árvores, 

protegendo-os dos raios solares e evitando a evaporação da água contida no interior 

das plantas. Rezende e colaboradores (2009)30, em estudo realizado entre 2004 e 

2005 na região montanhosa do Espírito Santo em que fizeram captura sistemática de 

anofelinos em diversos ambientes da floresta, encontraram a maior diversidade de 

espécies no peridomicílio.  Anopheles (K.) cruzii foi capturado apenas no interior da 

floresta e se mostrou acentuadamente acrodendrofílico, uma vez que 90,8% dos 

espécimes foram capturados na copa das árvores. Em um segundo momento, na 

mesma região, os autores demonstraram novamente a acrodendrofilia do A. (K.) 

cruzii, tão mais acentuada quanto mais no interior da floresta.  A razão entre 

espécimes capturados na copa e no solo foi de 799/4 no interior da floresta e de142/29 

em sua margem31. 

Os representantes do subgênero Kerteszia também possuem comportamento 

assinantrópico, ou seja, são praticamente ausentes no ambiente antrópico e 

condicionam a sua presença no domicílio exclusivamente ao repasto sanguíneo sob 

condições excepcionais, geralmente ocasionadas pela invasão do homem no meio 

silvestre. Em estudo de Guimarães et al. (2000)23, A. (K.) cruzii, foi encontrado nas 

proximidades ou dentro dos domicílios realizando a hematofagia, o que, segundo os 

pesquisadores, demonstrava certa atração dessa espécie pelo homem. Forattini et al. 

(1990)20 descreveram a capacidade do A. (K.) cruzii em migrar alternadamente entre 

o ambiente silvestre e o peridomicílio. Ainda, segundo observações de Guimarães et 

al. (2000)23, apesar de discreta antropofilia, A. (K.) cruzii se associa fundamentalmente 

com o meio silvestre já que não permanece nas residências após o repasto sanguíneo.  

O mesmo autor já havia observado estas características anteriormente41, 

corroborando o que havia sido estabelecido por Forattini et al. (1993a)21. Dessa forma, 

a presença do A. (K.) cruzii em domicílios estaria unicamente relacionada com a 

proximidade entre as habitações e o ambiente silvestre23, 42.  

 

2.5  Malária-bromélia: zoonose originada da malária símia? 

 

Nas regiões onde a transmissão de malária-bromélia desperta interesse 

especial, há dúvidas sobre a existência de possíveis reservatórios do parasito. 

Segundo Alvarenga et al. (2017)43, a elucidação da questão da presença de 
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reservatórios pode ter implicações importantes para a saúde pública, já que 

compromete o controle da malária e os esforços de erradicação.  

Os casos humanos autóctones de malária são registrados em regiões onde 

macacos também são encontrados infectados. A hipótese da participação de símios 

que tem o bioma Mata Atlântica como habitat são reforçados pelo fato de que os 

parasitos causadores da malária nesses animais possivelmente são os mesmos 

causadores da malária-bromélia humana. Em circunstâncias ecológicas favoráveis, 

os símios se tornariam reservatórios em potencial dos Plasmodium brasilianum e 

Plasmodium simium, indistinguíveis geneticamente de seus representantes humanos 

P. malarie e P. vivax, respectivamente18, 44.  

Plasmodium simium é encontrado infectando primatas não-humanos dos 

gêneros Allouata, Cebus, Sapajus e da espécie Brachyteles arachnoides das regiões 

Sul e Sudeste do Brasil cobertas por Mata Atlântica. Já P. brasilianum, que é 

geograficamente mais distribuído, pode ser encontrado em mais de 35 espécies de 

símios em países das Américas Central e do Sul, incluindo o Brasil45-48. 

Após o primeiro relato de uma infecção natural de P. simium em um ser 

humano45, a identidade entre P. simium e P. vivax foi estabelecida muitas vezes: 1) 

por estudos sobre a proteína CSP no início dos anos 199049; 2) por análises 

filogenéticas baseadas no sequenciamento do gene do citocromo b do genoma 

mitocondrial50; 3) por polimorfismos de microssatélites51; 4) novamente por variações 

da CSP52 e 5) pelo sequenciamento do gene Msp-153 . Apesar das evidências, Brasil 

et al. (2017) sugeriram a utilização de dois polimorfismos de base única (SNP) para 

diferenciar P. simium de P. vivax, no contexto de sequencias completas do genoma 

mitocondrial.  

A similaridade genética entre P. brasilianum e P. malariae também vem sendo 

reforçada, inclusive por estudos recentes que sequenciaram o gene da subunidade 

ribossomal 18S DNAr48 e por pesquisadores que, além do 18S DNAr, sequenciaram 

o gene CSP e obtiveram 100% de correspondência entre as amostras humanas e 

símias54. Por microssatélites, também foi evidenciada a identidade genética entre P. 

brasilianum/P. malariae circulantes em diferentes hospedeiros55. Lalremruata et al. 

(2015)54 demonstraram que macacos infectados podem transmitir naturalmente P. 

brasilianum para humanos. Sugerem ainda que haja mudança na nomenclatura 
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dessas espécies, uma vez que a análise filogenética do estudo identificou um único 

clado monofilético, sem mutações que as diferenciassem56.  

Além da similaridade genética entre as espécies de plasmódios citadas acima, 

Duarte et al. (2008)18 apontam outras evidências sobre o papel dos símios como 

reservatórios do parasito: a) presença de parasitos e anticorpos anti-plasmódios em 

símios em área onde ocorre malária-bromélia humana; b) a grande variedade de 

vetores transmissores de malária nessas regiões; c) o destaque das infecções 

autóctones por P. vivax  e P. malariae no Espírito Santo e São Paulo; d) A. (K.) cruzii 

e Anopheles (Nyssorhynchus) evansae conseguem transmitir malária para símios e 

humanos em São Paulo e no Espírito Santo, respectivamente. Mais tarde, em 2013, 

o mesmo grupo de pesquisa revelou, em São Paulo, a presença de A. (K.) cruzii 

positivo para P. malariae em zona silvestre e A. (N.) strodei e A. (N.) trianulatus 

positivos para P. malariae nas zonas antrópicas, sugerindo que o P. malariae participa 

do ciclo de malária símia, podendo concomitantemente ser transmitido para seres 

humanos57. 

Evidências moleculares e sorológicas apresentadas por diferentes estudos 

sugerem que a malária-bromélia é altamente relacionada a atividades humanas 

realizadas perto do ambiente da floresta12, 58, 59. Além disso, a incidência da doença é 

baixa e os surtos são raros14. Considerando as características apresentadas acima e 

o fato de que os parasitos albergados por simios locais são geneticamente 

indistinguíveis daqueles encontrados no sangue humano, a hipótese de um cenário 

zoonótico para a malária-bromélia apresenta um fundamento sólido18, 60-65. A busca 

pela confirmação do argumento que pretende colocar a malária em um patamar de 

zoonose pode mudar as ações de prevenção e controle da doença, que, atualmente, 

é considerada uma antroponose pelos órgãos de saúde.  

Mesmo com a diversidade de evidências científicas que sustentam a hipótese 

de zoonose, permanece o debate sobre a direção da transferência dos parasitos. 

Costa (2014)66, quando comparou a variabilidade genética em estudos baseados na 

proteína de ligação de Duffy de eritrócitos coletada de símios da espécie Alouatta 

guariba, sugeriu que o parasito símio teria se originado de sua contraparte humana. 

Tal constatação foi reforçada por Rodrigues et al. (2014; 2018)67, 68 que encontraram 

variabilidade genética limitada entre P. simium e P. vivax. 
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2.6  Epidemiologia molecular aplicada a estudos sobre o gênero Plasmodium 

 

Nos últimos anos, observou-se um fluxo de estudos de malária que aplicam 

abordagens de epidemiologia molecular para compreender a estrutura genética e a 

diversidade das populações de plasmódios no contexto do controle e da eliminação 

da doença69. 

Estudos de prevalência e incidência, geralmente baseados em microscopia 

óptica ou em testes rápidos, vem sendo complementados por abordagens 

moleculares. Rompendo a barreira do diagnóstico laboratorial, a biologia molecular 

vai além e permite a análise do material genético dos parasitos. O sequenciamento do 

ácido desoxirribonucleico (Deoxyribonucleic Acid ou DNA) isolado de dentro ou de 

fora do núcleo, como o mitocondrial, traz informações fundamentais sobre a história 

do parasito. Com as diversas ferramentas disponíveis, autores conseguiram 

determinar a estrutura populacional de parasitos em várias regiões do globo, conhecer 

a procedência de infecções e estabelecer rotas migratórias de Plasmodium spp.67, 68, 

70, 71. 

Logo, percebe-se que a nova abordagem ultrapassa a função de agregar mais 

sensibilidade e especificidade às expectativas tradicionais dos estudos 

epidemiológicos. Isso porque é capaz de revelar dados evolutivos, origem de 

transmissão, alternância entre diferentes hospedeiros, capacidade de migração e 

dispersão das populações de parasitos, além de abrir caminhos para o 

desenvolvimento de novas drogas antimaláricas66, 72, 73. 

 

2.6.1 Detecção de DNA como recurso para diagnosticar infecções por Plasmodium 

spp. 

 

O estabelecimento de um diagnóstico de malária é difícil quando se conta 

apenas com os aspectos clínicos, especialmente nos casos de malária-bromélia. Isso 

porque geralmente os sinais e sintomas são inespecíficos e podem remeter o 

profissional de saúde a outras doenças. Altamente difundido, o exame de gota 

espessa ainda se destaca como sendo o padrão-ouro segundo o Ministério da Saúde, 

no Brasil74. A técnica é classificada como exame direto já que o microscopista 

consegue ver as formas evolutivas do parasito infectando as células sanguíneas do 
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indivíduo. Além de servir para diagnóstico humano da malária, pode ser utilizada 

também em pesquisas com símios ou outros tipos de animais de porte médio a grande 

dos quais seja possível coletar amostras de sangue fresco. Apesar da evolução dos 

métodos de diagnóstico ao longo das últimas décadas, a microscopia ainda é a técnica 

mais utilizada, especialmente nos trabalhos de campo, apesar da sensibilidade 

limitada nos casos de baixa parasitemia ou infecções mistas e da necessidade da 

microscopistas altamente capacitados para leitura das lâminas 13, 32, 75-77. 

Com o desenvolvimento das técnicas moleculares, no entanto, a capacidade 

de detecção dos parasitos aumentou consideravelmente. A clássica gota espessa é 

capaz de detectar em média 100 parasitos por mL de sangue, sendo que as maiores 

taxas são encontradas em condições de campo, dependendo das características da 

população de estudo78-81. Comparativamente, essa detecção vai de aproximadamente 

cinco a 12 parasitos por mL quando o diagnóstico é feito molecularmente82. Os testes 

moleculares conseguem detectar a presença de DNA de plasmódio mesmo em 

pouquíssima quantidade de material biológico, o que inclui material proveniente de 

insetos, como os vetores do gênero Anopheles, material de lâminas coradas com a 

técnica de gota espessa e até em saliva ou urina83-87.  

Técnicas de Reação em Cadeia da Polimerase (Polymerase Chain Reaction ou 

PCR) são amplamente utilizadas, especialmente em laboratórios de pesquisa. Pelo 

alto custo de execução e, dependendo da escolha, pela demora para obtenção do 

resultado, a utilização para o diagnóstico em pacientes se torna restrito76, 88. 

Para atender às diferentes demandas científicas, desde do final dos anos 1980, 

a tecnologia caracterizada pela amplificação de material genético de interesse contido 

na amostra vem se desenvolvendo rapidamente89. PCRs convencionais, nested-PCR, 

multiplex-PCR e PCR em tempo real são algumas das opções para atingir este 

objetivo. Por isso, são muito utilizadas para diagnosticar a presença de agentes 

infecciosos, como o da malária, e seu valor reside na alta sensibilidade. 

Pesquisadores como Kimura et al. (1997)90, Rubio et al. (1999; 2017)91, 92 e Win 

et al. (2002)93, por exemplo, desenvolveram protocolos amplamente utilizados 

baseados na amplificação de sequências de DNA para a codificação de RNA 

ribossomal (DNAr) nuclear. O alvo são os genes que originam a subunidade 18S dos 

ribossomos (18S RNAr)94. Os genes de RNAr são altamente conservados, enquanto 

os espaçadores internos tem sequências de nucleotídeos variáveis e se mostram 
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específicos para cada espécie95. Devido ao seu elevado número de cópias no genoma 

e ao mosaico de regiões conservadas e variáveis, os genes que codificam a 

subunidade 18S de RNAr se tornaram um dos melhores alvos moleculares para 

identificação e quantificação do gênero Plasmodium e suas espécies96. As funções da 

porção variável são pouco conhecidas. No entanto, o interesse por elas reside no fato 

de conterem a assinatura molecular de cada espécie e, assim, fornecem informações 

valiosas tanto para o diagnóstico quanto para a taxonomia97. Além disso, uma 

característica do gênero é ter uma sequência diferente desses genes para cada forma 

evolutiva, permitindo que também este aspecto seja estudado97.  

As reações se baseiam na detecção do gênero Plasmodium na amostra, 

seguida de detecção da espécie causadora da infecção, geralmente pela técnica de 

nested-PCR.  Por ser uma técnica demorada, em dois passos, é passível de uso 

somente com finalidade de pesquisa. Protocolos adaptados para a modalidade de 

PCR em tempo real, no entanto, trouxeram mais rapidez e praticidade ao uso desse 

importante marcador. Tais protocolos exigem apenas a preparação de uma solução, 

inserida num equipamento automatizado ligado ao computador para que, em poucas 

horas, o resultado possa ser verificado. Além disso, permite a quantificação do 

material genético do parasito contido na amostra.  

Recentemente, técnicas de amplificação de genes mitocondriais também foram 

sugeridas. Trabalhos como os de Putaporntip et al. (2011)98, Ghayour Najafabadi et 

al. (2013)99 e Isozumi et al. (2015)100 utilizaram genes de citocromo b (cyt b) e 

citocromo c oxidase III (COX III) como alvo para determinação de infecção por 

espécies diferentes de plasmódios em amostras de sangue e, também, em urina e 

saliva. Apesar de ditos mais sensíveis e específicos do que os protocolos referentes 

ao 18S RNAr, sendo, muitas vezes, feitos em apenas uma etapa75, 101, ainda não são 

amplamente difundidos.  

 

2.6.2 Marcadores moleculares e aplicações práticas nos estudos epidemiológicos 

sobre malária 

 

Nos últimos anos, o estudo minucioso do material genético dos plasmódios vem 

revelando informações como a presença de infecções mistas, a resistência dos 

parasitos a drogas e a origem geográfica e temporal de certas espécies102, 103.  
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Marcadores genéticos como os SNP, microssatélites, loci antigênicos [proteína 

principal de superfície de merozoíto 1 (MSP1), proteína de superfície de merozoíto 3-

alpha (MSP3a), proteína de superfície de merozoíto 3 beta (MSP3b), proteína 

circunsporozoíta (CSP)] e sequencias completas de genomas, como o mitocondrial, 

são amplamente utilizados66, 104-107. As diferentes classes de marcadores fornecem 

informações populacionais e evolutivas dos parasitos em diferentes escalas de tempo 

e espaço, mas também informam se novos genótipos de parasitos de alta virulência e 

resistência a medicamentos estão emergindo e se espalhando pelo mundo106, 108. 

Portanto, a escolha do marcador depende da pergunta-chave de um estudo 

epidemiológico106. 

Para medir o número de clones diferentes presentes em uma amostra, 

determinar a taxa em que novas infecções são adquiridas ou para diferenciar recaídas 

de novas infecções frente à eficácia de certas drogas, marcadores altamente 

polimórficos com alelos em frequências moderadas, como loci antigênicos e 

microsatélites extremamente diversos, são utilizados. Loci menos polimórficos ou 

neutros, tais como microssatélites com uma alta frequências de alelos e SNP, são 

mais suscetíveis às mudanças de tamanho da população e à deriva genética e, 

portanto, são adequados para medir mudanças na estrutura da população 

estudada106. 

O genoma mitocondrial, por sua vez, é o marcador de escolha para reconstruir 

as histórias evolutivas das espécies e para estudos filogenéticos. Isso porque esse 

genoma extranuclear possui alta taxa de mutação, herança materna e transmissão 

genética direta levando a ausência de recombinação66, 106, 108. Dentre as 

características peculiares do genoma mitocondrial dos parasitos da malária, se 

destacam seu tamanho pequeno (com aproximadamente 6 kilobases), o fato de ser 

haplóide e a presença de apenas três genes codificadores de proteína: citocromo c 

oxidase I (COXI), citocromo c oxidase III (COXIII) e citocromo b (cytb)108.  

A demonstração de que as sequências mitocondriais não são recombinantes 

as torna uma ferramenta de genotipagem protegida dos efeitos de diluição de 

informações pela recombinação ou seleção genética. A singularidade dessas 

sequências gera uma identificação altamente específica109. Portanto, o genoma inteiro 

se comporta como um único locus e todos os loci compartilham uma genealogia 
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comum, tornando-o ideal para estudar variações dentro de uma mesma espécie do 

gênero Plasmodium108. 

Casos que geram grandes questionamentos na comunidade científica, como a 

similaridade entre P. vivax e P. simum, vem sendo abordados sob a ótica do genoma 

mitocondrial. Baseando-se em sequências completas de 6kb isoladas de símios e 

humanos, Jongwutiwes et al. (2005)110 e Cornejo e Escalante (2006)111 demonstraram 

a identidade genética entre as duas espécies, que também são morfologicamente 

indistinguíveis. Recentemente, Brasil et al. (2017)112 e Rodrigues et al. (2018)67, 

também com amostras de primatas humanos e não humanos, sequenciaram genomas 

mitocondriais completos desses parasitos em busca de respostas sobre qual seria a 

origem das infecções na região endêmica de Mata Atlântica no Brasil. Isso porque, 

conforme descrito na sessão anterior, nessa região existem evidências que indicam 

que a malária-bromélia possa ter se estabelecido como uma zoonose. Para melhor 

compreensão do que de fato ocorre, os estudos acima citados propõem que dados 

sobre o DNA circular de mitocôndrias originadas de parasitos infectando os vetores 

responsáveis pela suposta transmissão homem-símio devam ser devidamente 

caracterizados. 

A origem geográfica de P. vivax, a espécie do gênero Plasmodium mais 

dispersa pelo mundo, também é motivo de investigação e o genoma mitocondrial 

completo ou parcial, ajuda a estabelecer a história. Analisando os haplótipos gerados 

por Cornejo e Escalante (2006)111 em conjunto com dados de outros estudos 

envolvendo amostras de todo mundo110, 113, Culleton et al. (2011)114 sequenciaram 

mais de 40 isolados africanos e conseguiram fazer diversas inferências sobre o 

assunto. A partir da alta diversidade de haplótipos encontrada, concluíram que o 

Sudeste Asiático seria o ponto de origem da espécie. Apesar dessas evidências, 

também utilizando o genoma mitocondrial do P. vivax, Liu et al. (2014)115 sugeriram 

recentemente que o parasito não surgiu na Ásia, mas que, na verdade, aquele 

continente representou um gargalo para uma linhagem que escapou da África antes 

da propagação do genótipo Duffy negativo que tornou os seres humanos africanos 

resistentes a tal espécie115. Levando em consideração a perspectiva de Culleton et al. 

(2011)114, a América do Sul foi considerada o local mais recentemente colonizado por 

P. vivax, já que, neste último continente, a diversidade genética observada foi 

relativamente baixa quando comparada a de outras regiões. Esses dados corroboram 
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os achados de Taylor et al. (2013)116, que geraram redes haplotípicas e árvores 

filogenéticas combinando sequências mitocondriais de novas amostras americanas 

com outras previamente sequenciadas pelo mundo.  

Acredita-se, diante do exposto, que a utilização dos marcadores moleculares 

tem potencial para melhorar a aboradagem dos casos e reduzir o risco de epidemias. 

Por isso, segundo Preston et al. (2014)109, parecem ser instrumentos valiosos para as 

instituições ligadas a programas de eliminação de malária e contenção de resistência 

a medicamentos, por exemplo, já que, numa escala global, a migração de parasitos 

ameaça a eliminação da doença e a eficácia dos tratamentos. Ao mapear as 

diferenças genômicas e disponibilizar os dados obtidos, os trabalhos que vêm 

surgindo introduzem novos conhecimentos sobre a extensão da interconexão entre 

espécies de plasmódios em todo o mundo e permitem inferências sobre as dinâmicas 

de transmissão, tratamento e prevenção da malária109. 
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3  JUSTIFICATIVA 

 

No contexto da malária, estudos entomológicos e epidemiológicos têm sido 

extremamente valorizados, uma vez que que características pontuais dos 

participantes da transmissão da doença estão sendo reveladas sob novas ópticas. O 

tradicional trabalho de campo viabiliza o contato direto dos pesquisadores com os 

objetos de estudo, promovendo, assim, maior sensibilidade quanto ao entendimento 

da dinâmica das infecções e respeito aos componentes orgânicos extraídos do 

ambiente estudado.  Completando essa abordagem, o conteúdo científico resultante 

da contínua evolução e criação de técnicas moleculares promove reflexões cada vez 

mais profundas e diversificadas tanto sobre as origens quanto sobre o futuro das 

infecções por Plasmodium spp. 

Segundo Mann et al. (2015)117, intervenções e medidas de controle só são 

eficazes quando todos os fatores envolvidos na transmissão são conhecidos com 

precisão. Sob esse ponto de vista, estudos em lugares onde ainda há dúvidas sobre 

a real origem dos casos autóctones devem buscar o máximo de detalhes, tendo em 

vista a composição do todo. A coleta sistemática de vetores in loco e a análise do 

material genético de parasitos envolvidos nas infecções podem ter enorme utilidade 

para os órgãos de saúde estabelecerem a prevenção e o controle da endemia. 

No Espírito Santo, tal quadro é registrado nos municípios da região montanhosa 

ainda coberta por floresta da Mata Atlântica. O município de Santa Teresa ganha 

destaque nos estudos desenvolvidos no estado já que, além de albergar o maior 

número de casos de malária-bromélia, é o local onde foi instalada a estação de 

captura permanente de anofelinos, pelo Núcleo de Malacologia e Entomologia do 

Espírito Santo (NEMES/SESA). A presença de plasmódios em símios, em humanos e 

em A. (K.) cruzii confere à doença evidências de zoonose, especialmente pelo dilema 

da improvável distinção entre P. vivax e P. simium e também devido à alta densidade 

de vetores sabidamente acrodendrofilicos e assinantrópicos. Neste cenário, o modelo 

de uma suposta zoonose exigiria um comportamento vetorial constante e estável, 

devendo ser avaliado repetidamente ao longo dos anos para estabelecer as 

características da transmissão. Sob a óptica dos genomas mitocondriais, já existem 

sequencias disponíveis de P. vivax/simium provenientes de infecções humanas e 

símias de outras regiões com malária-bromélia, mas não do Espírito Santo. Além 
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disso, tal espécie do parasito encontrada em mosquitos do gênero Anopheles ainda 

não teve seu genoma mitocondrial sequenciado no Brasil. A fim de verificar as 

variações genéticas entre os parasitos circulantes na região, a caracterização 

molecular de P. vivax/simium com base no sequenciamento do genoma mitocondrial 

de isolados de hospedeiros humanos e simios do estado, e, de forma inédita, dos 

vetores em uma área endêmica da Mata Atlântica brasileira parece ser altamente 

informativa. Além disso, a comparação desses com genomas já conhecidos de outras 

regiões do país possibilita a criação de redes de haplótipos e árvores filogenéticas 

que, conectando as sequencias idênticas e distanciando as diferentes, possibilita a 

visualização da distribuição do parasito desse tipo de malária no Brasil. 
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4  OBJETIVOS 

 

4.1  Objetivo geral 

 

Avaliar a atual situação do cenário de transmissão da malária na região de Mata 

Atlântica do Espírito Santo, frente à hipótese de um modelo de zoonose, a partir da 

verificação do comportameto vetorial e da comparação do genoma mitocondrial 

completo de isolados de Plasmodium spp. que infectam humanos, símios do gênero 

Allouata e mosquitos do gênero Anopheles. 

 

4.2  Objetivos específicos 

 

• Reavaliar o comportamento vetorial de anofelinos em área de malária 

residual de sistemas de Mata Atlântica no Espírito Santo; 

• Verificar a taxa de infecção por parasitos do gênero Plasmodium nos 

mosquitos fêmea coletados; 

• Determinar a sequência genômica do DNA mitocondrial completo de P. 

vivax/simium encontrado nos mosquitos coletados, em humanos e em símios 

infectados na região rural endêmica de Mata Atlântica do Espírito Santo; 

• Demonstrar a relação genética entre os DNA mitocondriais 

sequenciados dos parasitos originados dos diferentes hospedeiros e habitats, por 

meio de redes de haplótipos e árvore filogenética. 
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5  MATERIAIS E MÉTODOS 

 

5.1  Descrição da área 

 

O estudo foi realizado na área rural do município de Santa Teresa, que se 

localiza a aproximadamente 78 km de Vitória, no estado do Espírito Santo. A estação 

de captura permanente encontra-se na localidade de Valsugana Velha (19º57’58.4” S, 

40º34’45.2” W), onde foram registrados casos de malária residual de sistemas de Mata 

Atlântica no estudo de Cerutti et al. (2007)13.  

 

5.2  Coleta de anofelinos 

 

Foram realizadas capturas horárias de anofelinos em uma estação permanente 

de captura localizada na área de transmissão da malária-bromélia. Tais capturas 

foram realizadas um dia por mês, durante um ano, de junho de 2014 a maio de 2015, 

totalizando 12 coletas. Dois métodos de captura foram utilizados: 

• Armadilhas luminosas CDC com CO2 
118 que foram instaladas nas áreas 

abertas, na margem da floresta (copa e solo) e no interior da floresta (copa e solo). 

Os insetos eram atraídos pela luz e pelo CO2, e, de forma passiva, eram sugados para 

um recipiente anexo ao motor da armadilha; 

• Armadilhas luminosas de Shannon119, instaladas na margem da floresta. 

Por meio de captura ativa, os coletadores utilizavam aspiradores de borracha e 

sugavam os insetos de interesse que pousavam na tenda branca iluminada. 

As cinco armadilhas do tipo CDC foram instaladas simultaneamente, com duas 

delas sendo erguidas a 15 metros de altura na copa das árvores (na margem e no 

interior da floresta), duas erguidas a um metro do solo (na margem e no interior da 

floresta) e uma colocada no limite entre a floresta e a área próxima às habitações, no 

peridomicílio (PD). Por esse método, as capturas duraram 12 horas, sendo as 

armadilhas colocadas à noite (18:00, horário oficial brasileiro) e retiradas pela manhã 

(6:00, horário oficial brasileiro). Nas armadilhas de Shannon, os membros da equipe 

realizaram as capturas ao longo das quatro primeiras horas após o crepúsculo 

(aproximadamente de 18:00 às 22:00, horário oficial brasileiro), a cada mês.   
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5.3  Armazenamento e identificação dos insetos 

 

Os espécimes foram guardados em tubos contendo isopropanol e, 

posteriormente, foram identificados pelas chaves propostas por Consoli & Lourenço-

de-Oliveira (1994)39.  A identificação inicial foi feita pela equipe do Núcleo de 

Entomologia e Malacologia do Espírito Santo (NEMES/ES) e revisada pela equipe do 

Instituto de Medicina Tropical de São Paulo (IMT/USP). 

 

5.4  Determinação da infecção dos anofelinos 

 

O DNA para detecção de Plasmodium spp. foi obtido a partir do agrupamento 

dos mosquitos em pools (máximo de 10 amostras/pool) de tórax, abdome ou mosquito 

inteiro, dependendo do subgênero dos espécimes. Foram seccionados os do 

subgênero Nyssorhynchus e processados inteiros os pertencentes ao subgênero 

Kerteszia. O mesmo kit de extração (DNeasy Blood & Tissue Kit, Qiagen) foi utilizado, 

seguindo as orientações do fabricante. Cada pool incluía fêmeas da mesma espécie, 

coletadas em um mesmo tipo de armadilha, na mesma data.  

A detecção da presença de P. vivax ou P. malariae nos pools foi baseada no 

protocolo de nested-PCR descrito por Kimura et al. (1997)90 e modificado por Win et 

al. (2002)93. O alvo foi o gene que codifica a subunidade ribossomal 18S DNAr. A 

primeira reação foi realizada em volume final de 20 µl, contendo 0,8 µl de cada primer 

P1UP e P2 (10 µM) (Quadro 1), 0,25 µl de dNTP (20 mM mix), 2 µl tampão 10x PCR, 

0,16 µl de Taq DNA polimerase (5U/ µl) e 5 µl de DNA e foi incubada em termociclador 

“Ependorf” de acordo com o seguinte protocolo: um ciclo de 92º C por dois minutos, 

seguido de 35 ciclos de 92º C por 30 segundos, 60º C por 90 segundos e um ciclo de 

60º C por cinco minutos. O produto da primeira reação foi diluído à razão de 1:50 em 

água estéril e submetido à segunda reação com o primer P1 (gênero-específico) em 

combinação com um primer reverso espécie-específico (V1 e M1 – Quadro 1), 

testados separadamente. O volume final da reação foi de 20 µl, contendo 2 µl de cada 

primer (10 µM), 0,62 µl de dNTP (20 mM mix), 2 µl tampão 10x PCR, 0,16 µl de Taq 

DNA polimerase e 2 µl do produto da primeira reação. O protocolo da segunda reação 

foi de um ciclo de 92º C por dois minutos, seguido de 18 ciclos de 92º C por 30 

segundos, 60º C por um minuto e um ciclo de 60º C por cinco minutos. Os produtos 
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amplificados da segunda reação corresponderam ao fragmento espécie-específico do 

gene 18S DNAr de P. vivax e P. malariae, com aproximadamente 100 pares de base 

(pb).  

Em todas as reações, foi utilizado controle negativo, contendo todos os 

reagentes menos o DNA, e controle positivo, contendo DNA de plasmódio 

correspondente aos primers correlatos. A revelação foi feita por eletroforese em gel 

de agarose a 2%, sob luz ultravioleta. Em casos positivos, fragmentos do tamanho de 

100 pb eram amplificados.  

 

Quadro 1 – Sequência dos iniciadores utilizados para detecção de DNA de Plasmodium vivax e 
Plasmodium malariae na reação de nested-PCR93 (WIN et al., 2002). 
 

Iniciador Sequência (5’ – 3’) 

P1UP TCCATTAATCAAGAACGAAAGTTAAG 

P2 GAACCCAAAGACTTTGATTTCTCAT 

P1 ACGATCAGATACCGTCGTAATCTT 

V1 CAATCTAAGAATAAACTCCGAAGAGAAA 

M1 GGAAGCTATCTAAAAGAAACACTCATAT 

 
Fonte: Protocolo de PCR convencional para detecção de Plasmodium vivax e Plasmodium malariae 
por gene 18S DNAr do Instituto de Medicina Tropical de São Paulo. 

 

5.5  Amostras provenientes de seres humanos e símios 

 

Amostras de DNA extraído do sangue de 22 casos de malária causada por P. 

vivax, inicialmente detectados em gota espessa, procedentes da região endêmica, 

foram incluídas nas análises13. Além disso, também foram incluídas amostras de um 

símio do gênero Allouata infectado, coletadas em 2009 em Valsugana Velha.  

 

5.6  Amplificação por PCR e sequenciamento do genoma mitocondrial completo 

 

Seguindo o protocolo proposto por Rodrigues et al. (2014)66 houve amplificação 

do genoma mitocondrial completo (6 kb) de P. vivax/simium das 22 amostras 

provenientes de sangue humano total. Para amplificação das amostras provenientes 

de mosquitos e símio, um novo protocolo precisou ser desenvolvido. Foram 

desenhados 14 pares de primers (Pvm1F/Pvm1R a Pvm14F/Pvm14R – Tabela 1, 

Artigo 02) pelo software Primer3 para a amplificação, em 14 fragmentos, do genoma 
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mitocondrial total dos parasitos ali presentes. A reação foi feita por PCR convencional, 

usando, para cada amostra testada,0,5 uL da enzima Taq DNA polimerase (5,0 U/μl) 

(Fermentas), 2,0 ul de DNA extraído, 0,5ul de cada primer [5.0 μM], 2ul de tampão 

para a Taq DNA polimerase (com KCl), 0,6 ul de deoxirribonucleosideos (dNTP mix) 

(2,0 mM cada) e 1,6 ul de MgCl2 (25,0 mM). A reação apresentou volume final de 20ul. 

A PCR foi realizada no termociclador GeneAmp PCR 9700 (Applied Biosystems), com 

uma desnaturação inicial a 95° C por um minuto, seguida por 40 ciclos com 

desnaturação a 95° C por 15 segundos, anelamento a 60° C por 30 segundos e 

extensão a 72° C por 30 minutos. A fase final de extensão foi feita a 72° C por cinco 

minutos. Os produtos da PCR foram purificados com o kit Illustra GFX PCR and Gel 

Band Purification Kit (GE Healthcare Biosciences) e sequenciados usando BigDye kit 

(Applied Biosystems) no sequenciador de DNA ABI 3100 (Applied Biosystems), pelo 

método de Sanger120. Os fragmentos foram concatenados gerando o genoma 

mitocondrial completo pelo software DNASTAR (versão 8.1.13) e as sequências foram 

depositadas na base de dados GenBank. A probabilidade posterior Bayesiana (BPP) 

≥ 95% foi considerada significativa. A árvore de consenso foi visualizada usando o 

programa FigTree (versão 1.4.2). 

 

5.7  Considerações éticas 

 

Todos os indivíduos que participaram do estudo de Cerutti et al. (2007)13 foram 

submetidos a questionários trimestrais e assinaram o termo de consentimento livre e 

esclarecido antes do início das coletas (aprovação CEP/UFES – ANEXO C). A 

amostra de símio e as dos mosquitos foram coletadas mediante autorização do 

IBAMA/SISBIO (n° 2508929). 

 

5.8  Análise estatística 

 

Para determinar a importância e a distribuição das diversas espécies de 

anofelinos, foram feitas análises de diversidade, dominância e abundância por meio 

do índice de diversidade de Shannon e do índice de dominância de Simpson. Nas 

diversas comparações, o nível de significância considerado foi de 5%. Cálculos de 

correlação bivariada foram utilizados para determinar a relação entre a captura de 
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anofelinos, temperatura e pluviosidade (dados fornecidos pelo Instituto Capixaba de 

Pesquisa, Assistência Técnica e Extensão Rural – INCAPER), também com nível de 

5%.  

As sequências de genoma mitocondrial completo foram alinhadas no programa 

ClustalX (versão 2.1) e editadas manualmente no programa MEGA (versão 7.0). A 

rede de haplótipos por median-joining121 foi gerada pelo programa Network versão 4.6 

(Fluxus Technologies) com seus parâmetros padrão. Essa análise foi feita com as 

amostras sequenciadas neste estudo (29 amostras) e com mais 149 sequências 

brasileiras de genoma mitocondrial completo, tanto de P. simium (total de 10 símios) 

quanto de P. vivax (139 humanos de Mata Atlântica e de floresta Amazônica), 

disponíveis no GenBank (NCBI). Para a construção das redes de haplótipos, foram 

utilizados dois conjuntos de dados distintos: um com todas as sequências brasileiras 

e outro apenas com amostras do Espírito Santo. No caso da árvore filogenética, 

apenas o conjunto de dados completo foi utilizado. 
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6  RESULTADOS 

 

Dois artigos científicos completos com resultados deste estudo foram 

publicados nos periódicos “Memórias do Instituto Oswaldo Cruz” (MIOC; ISSN 1678-

8060/fator de impacto 2.605/Qualis CAPES B2 – Medicina II) e “Malaria Journal” (MJ; 

ISSN 1475-2875/fator de impacto 2.715/Qualis CAPES A2 – Medicina II).  

Nesta sessão, seguindo a ordem cronológica de obtenção dos resultados 

(Artigo 01, publicado no MIOC e Artigo 02, publicado no MJ), os trabalhos serão 

apresentados em português, mas as versões originais em inglês podem ser 

encontradas na sessão ANEXOS (ANEXO A e ANEXO B, respectivamente), ao final 

da tese. 

 

6.1  Artigo 01 

 

Caracterização ecológica e infecção por Anopheles spp. (Diptera: Culicidae) em 

uma região de Mata Atlântica do Sudeste brasileiro após 10 anos: o 

comportamento do vetor da malária autóctone mudou? 

Julyana Cerqueira Buery∞, Helder Ricas Rezende¤, Licia Natalɞ, Leonardo Santana da 

Silva∞, Regiane Maria Tironi de Menezesω, Blima Fux∞, Rosely dos Santos 

Malafronteɞ, Aloisio Falqueto∞, Crispim Cerutti Junior∞* 

 

∞Universidade Federal do Espírito Santo, Unidade de Medicina Tropical, Vitória, ES, 

Brasil;  

¤Secretaria de Estado da Saúde do Espírito Santo, Vitória, ES, Brasil;  

ɞUniversidade de São Paulo, Instituto de Medicina Tropical de São Paulo, São Paulo, 

SP, Brasil;  

ωSuperintendência de Controle de Endemias, São Paulo, SP, Brasil. 

*Autor correspondente 

 

RESUMO 

 

INTRODUÇÃO: No Sul e Sudeste do Brasil, casos de malária autóctone podem ser 

encontrados próximos a fragmentos de Mata Atlântica. Considerando que há pontos 
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obscuros quanto à transmissão da doença, a observação do comportamento dos 

possíveis vetores nessas regiões se faz necessária. Um estudo entomológico e de 

infecção natural foi realizado em anofelinos (Diptera: Culicidae) capturados nos 

municípios da região montanhosa do estado do Espírito Santo em 2004-2005. De 

maneira semelhante, entre os anos de 2014-2015, 12 capturas mensais foram 

realizadas, na estação de captura permanente do estudo acima citado (Valsugana 

Velha, Santa Teresa, ES). MATERIAIS E MÉTODOS: Armadilhas luminosas com CO2 

(CDC-CO2) foram instaladas nas áreas abertas, na margem da floresta (copa e solo) 

e no interior da floresta (copa e solo), e armadilhas Shannon foram instaladas na 

margem da floresta. RESULTADOS: Foram capturados 1.414 anofelinos distribuídos 

em 13 espécies. Anopheles (Kerteszia) cruzii Dyar&Knab continuou sendo a espécie 

mais capturada em CDC-CO2 instalada na copa da mata e foi também o vetor com 

maior prevalência de infecção por Plasmodium vivax, de acordo com técnicas 

moleculares de PCR. CONCLUSÃO: Em relação aos mosquitos do subgênero 

Nyssorhynchus, P. vivax foi encontrado apenas em abdomes, enfraquecendo a 

possibilidade de que tal subgênero também atue na transmissão de malária nessa 

região específica.  

 

INTRODUÇÃO 

 

Apesar de ser uma doença de grande expressão na região Amazônica, a 

malária permanece residual nas florestas de Mata Atlântica das regiões Sul e Sudeste 

do Brasil. Nessas regiões, a doença é conhecida como malária-bromélia, já que os 

vetores do gênero Anopheles se reproduzem nos verticilos das Bromeliaceae, plantas 

típicas desse bioma (Downs & Pittendrigh 1946). A presença de poucos casos 

humanos autóctones (por vezes, assintomáticos), a distância espacial entre os casos 

e a baixa parasitemia à microscopia enfraquecem a possibilidade de uma cadeia de 

transmissão tradicional. Acredita-se que o ciclo dos plasmódios se mantenha por 

reservatórios do parasito, na floresta ou na população rural, representados tanto por 

símios quanto por seres humanos, assintomáticos ou não. Estudos vêm sendo 

realizados no sentido de verificar a validade desta hipótese (Curado et al. 1997, Duarte 

et al. 2006, Cerutti et al. 2007, Meneguzzi et al. 2009, Rezende et al. 2009).  
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No que diz respeito ao vetor,  no Espírito Santo, são conhecidas 26 espécies 

de Anopheles spp., demonstrando um cenário de abundância de anofelinos (Coutinho 

1947, Andrade & Brandão 1957, Ferreira 1964, Natal et al. 2007, Sallum et al. 2008, 

Meneguzzi et al. 2009, Rezende et al. 2009, Silva et al. 2013). Sabe-se que os vetores 

de maior capacidade e competência pertencem ao subgênero Kerteszia, 

principalmente Anopheles (Kerteszia) cruzii, nos estados do Sul e Sudeste brasileiros 

(Meneguzzi et al. 2009). Porém, espécies de anofelinos envolvidas na dinâmica de 

transmissão da malária fora da Amazônia variam de acordo com as situações 

ambientais e epidemiológicas (de Pina-Costa et al. 2014). Os casos autóctones de 

malária extra-amazônica se encontram em regiões montanhosas, de temperatura 

amena, e estão associados com atividades agrícolas perto da floresta, realizadas por 

homens jovens (Cerutti et al. 2007). Adicionalmente, no entanto, há mais um ambiente 

de transmissão da malária no Espírito Santo. A região norte do estado é um cenário 

frequente de surtos da doença. Esses surtos surgem a partir de introdutores 

provenientes da região Amazônica.  

Os registros de malária autóctone por Plasmodium falciparum no Espírito Santo 

estão relacionados a esses surtos. Os casos detectados no local de cada surto, 

embora também sejam chamados de casos autóctones por definição epidemiológica,  

ocorrem no contexto de uma doença trazida do exterior, ao contrário do que é 

observado na Mata Atlântica. Portanto, no nosso atual nível de conhecimento, não é 

possível reconhecer a ocorrência de malária sintomática causada por P. falciparum 

em um ambiente de Mata Atlântica, como ocorre em relação ao P. vixax.  

Estados como São Paulo, Santa Catarina e Espírito Santo são cobertos por 

florestas ainda densas de Mata Atlântica (IESB 2007). Entre eles, o Espírito Santo é 

o que tem registrado o maior número de casos de malária-bromélia nos últimos anos. 

O bioma em questão é muito úmido, abundante em chuvas e possui vegetação que 

propicia a reprodução dos anofelinos. Além disso, a malária-bromélia já começa a 

servir como marcador biológico de atividades humanas dentro dessas florestas 

(Gomes et al. 1985, Rezende et al. 2013). Rezende et al. (2009) encontraram um 

comportamento anofélico semelhante ao esperado pela literatura na localidade de 

Valsugana Velha, no município de Santa Teresa: alta prevalência de A. (K.) cruzii em 

uma região montanhosa de Mata Atlântica, em área endêmica para a doença no 

estado do Espírito Santo. Porém, considerando-se a hipótese de um modelo de 
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transmissão típico de zoonose nesse cenário, isto demandaria um comportamento 

vetorial estável e constante. Tal comportamento, portanto, precisa ser reavaliado para 

estabelecer as características de transmissão no decorrer dos anos. 

  

MATERIAIS E MÉTODOS 

 

Descrição da área. O estudo foi realizado na área rural do município de Santa 

Teresa, que se localiza a aproximadamente 78 km de Vitória, no estado do Espírito 

Santo. A estação de captura permanente encontra-se na localidade de Valsugana 

Velha (19º57’58.4” S, 40º34’45.2” W), onde foram registrados casos de malária 

residual de sistemas de Mata Atlântica no estudo de Cerutti et al. (2007) (Figura 1). 

 

Figura 1 – Mapa político do município de Santa Teresa, com destaque para a comunidade 
rural onde as coletas foram realizadas. 
 

 
 

  Fonte: Arquivo pessoal. 
 

Coleta de anofelinos. Foram realizadas capturas horárias de anofelinos em uma 

estação permanente de captura localizada na área de transmissão da malária-

bromélia. Tais capturas foram realizadas um dia por mês, durante um ano, de junho 

de 2014 a maio de 2015, totalizando 12 coletas. Dois métodos de captura foram 

utilizados: 
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• Armadilhas luminosas CDC com CO2 (Gomes et al. 1985) que foram 

instaladas nas áreas abertas, na margem da floresta (copa e solo) e no interior da 

floresta (copa e solo); 

• Armadilhas luminosas de Shannon (Bustamante & Pires 1951), 

instaladas na margem da floresta. 

As cinco armadilhas do tipo CDC foram instaladas simultaneamente, com duas 

delas sendo erguidas a 15 metros de altura na copa das árvores (na margem e no 

interior da floresta), duas erguidas a um metro do solo (na margem e no interior da 

floresta) e uma instalada no limite entre a floresta e a área próxima às habitações. Por 

esse método, as capturas duraram 12 horas, sendo as armadilhas colocadas à noite 

(18:00, horário de Brasília) e retiradas pela manhã (6:00, horário de Brasília). Nas 

armadilhas de Shannon, os membros da equipe realizaram as capturas ao longo das 

quatro primeiras horas após o crepúsculo (18:00 às 22:00, horário de Brasília), a cada 

mês.   

Armazenamento e identificação dos insetos. Os espécimes foram guardados 

em tubos contendo isopropanol e, posteriormente, foram identificados pelas chaves 

propostas por Consoli & Lourenço-de-Oliveira (1994).  A identificação inicial foi feita 

pela equipe do Núcleo de Entomologia e Malacologia do Espírito Santo (NEMES/ES) 

e revisada pela equipe do Instituto de Medicina Tropical de São Paulo (IMT/USP). 

Técnicas moleculares. O DNA para detecção dos plasmódios foi obtido a partir 

do agrupamento dos mosquitos, em pools (máximo de 10 amostras/pool) de tórax, 

abdome ou mosquito inteiro, dependendo do subgênero dos espécimes. Foram 

seccionados os do subgênero Nyssorhynchus e processados inteiros os pertencentes 

ao subgênero Kerteszia. O mesmo kit de extração (DNeasy Blood & Tissue Kit, 

Qiagen) foi utilizado, seguindo as orientações do fabricante. Cada pool incluía fêmeas 

da mesma espécie, coletadas em um mesmo tipo de armadilha, na mesma data. A 

detecção da presença de P. vivax ou P. malariae nos pools foi baseada no protocolo 

de nested-PCR descrito por Kimura et al. (1997) e modificado por Win et al. (2002). O 

alvo foi o gene que codifica a subunidade ribossomal 18S DNAr. A revelação foi feita 

por eletroforese em gel de agarose a 2%, sob luz ultravioleta. Em casos positivos, 

fragmentos do tamanho de 100 pb eram amplificados.  

Análise estatística. Para determinar a importância e a distribuição das diversas 

espécies de anofelinos, foram feitas análises de diversidade, dominância e 
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abundância por meio do índice de diversidade de Shannon e do índice de dominância 

de Simpson. Nas diversas comparações, o nível de significância considerado foi de 

5%. Cálculos de correlação bivariada foram utilizados para determinar a relação entre 

a captura de anofelinos, a temperatura e a pluviosidade (dados fornecidos pelo 

Instituto Capixaba de Pesquisa, Assistência Técnica e Extensão Rural – INCAPER), 

também com nível de 5%. 

 

RESULTADOS 

 

Um total de 1.414 espécimes foi capturado, resultando em um conjunto de 13 

espécies. O maior número de espécimes foi coletado em abril de 2015 (341) e o menor 

número de espécimes em março de 2015 (05). Em todas as capturas, houve 

predomínio de Anopheles (K.) cruzii, totalizando 1.044 dos 1.414 mosquitos (Tabela 

1). A armadilha na qual mais mosquitos foram capturados foi a CDC com CO2 

colocada na copa das árvores, onde também o A. (K.) cruzii ganhou destaque (Figura 

3). 

 

Tabela 1 – Porcentagem das espécies de anofelinos encontradas entre junho de 2014 e maio de 
2015 na estação permanente de captura em Santa Teresa, ES. 
 

Espécies Quantidade [%] 

A. (K) cruzii 1044 73,8 

A. (N) strodei 103 7,3 

A. (N) triannulatus 84 6,0 

A. (N) evansae 
A. (K) homunculus 
A. (N) galvaoi 
A. (N) lutzii 
A. (N) albitarsis 
A. (N) argyritarsis 
A. (N) parvus 
A. (A). mediopunctatus 
A. (N) rangeli 
A. (N) lanei 

52 
39 
29 
21 
17 
09 
07 
05 
03 
01 

3,7 
2,7 
2,0 
1,5 
1,2 
0,6 
0,5 
0,4 
0,2 
0,1 

TOTAL 1414 100 
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Figura 3 – Porcentagem de espécies capturadas por armadilha, no período de junho de 2014 a 
maio  de 2015, na estação de captura permanente em Santa Teresa, Espírito Santo. 

 

 
 

  Fonte: Resultados da pesquisa. 
 

Condições climáticas. Os meses de novembro de 2014, setembro de 2014 e 

abril de 2015 apresentaram a maior frequência de captura, respectivamente (Figura 

4). Não houve captura simultânea de todas as espécies nas coletas mensais e todas 

as espécies se mostraram ausentes em pelo menos um mês ao longo do período total 

de captura. Apenas em junho de 2014 e em março de 2015, A. (K.) cruzii não foi 

capturado (Figura 4). Foram os únicos momentos nos quais deixou de ser a espécie 

predominante, dando lugar a A. (N.) strodei e A. (N.) triannulatus, respectivamente. 
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Figura 4 – Espécies que foram capturadas a cada mês de coleta, no período de junho de 2014 a 
maio de 2015, na estação de captura permanente de Santa Teresa, Espírito Santo. 
 

 
 
Fonte: Resultados da pesquisa. 

 

Uma tendência negativa foi observada para a correlação entre o número de 

anofelinos do subgênero Nyssorhynchus e a temperatura, embora sem significância 

estatística (r = - 0,04; p =0,89). Da mesma forma, uma tendência positiva foi observada 

para a correlação entre o número de anofelinos e a pluviosidade (r = 0,17; p = 0,59), 

mas não houve significância. Para o subgênero Kerteszia, a correlação entre a 

frequência de captura e temperatura (r = - 0,04; p = 0,99) ou pluviosidade (r = - 0,13; 

p = 0,68) revelou coeficientes negativos, sem significância. A temperatura média 

mensal e a precipitação em Valsugana Velha são mostradas na Figura 5. 
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Figura 5 – Dados de temperatura e precipitação em Santa Teresa, ES, entre junho de 2014 e 
maio de 2015. 
 

 
 
Fonte: Resultados da pesquisa. 

 

Distribuição espacial. Foram mais frequentemente capturados A. (N.) strodei e 

A. (N.) triannulatus na armadilha de Shannon e A. (K.) cruzii nas armadilhas CDC com 

CO2 (Figura3) localizadas nas copas das árvores. O índice de dominância de Simpson 

(D) revelou que a dominância na armadilha de Shannon (D1 = 0,227) é maior que a 

dominância dos indivíduos coletados em CDC com CO2 (D2 = 0,172) (p < 0,02), 

ambos na margem da floresta. Em relação ao cálculo do índice de diversidade de 

Shannon (H’), a diversidade de anofelinos coletados na armadilha de Shannon (H'2 = 

1,866) foi maior quando comparada àquela dos anofelinos coletados na CDC com 

CO2 na margem da floresta, próxima às áreas de habitação (H'1 = 1,734) (p = 0,004). 

Anopheles (Nyssorhynchus) strodei foi capturado em maior número em áreas da 

margem da floresta, seguido por A. (N.) triannulatus. A. (N.) lanei e A. (N.) rangeli 

foram capturados apenas na armadilha CDC com CO2 localizada no peridomicílio, 

enquanto A. (K.) homunculus o foi apenas nas armadilhas CDC instaladas nas copas 

das árvores.  

Taxas de infecção natural (Tabela 2). Do total de pools de espécimes 

investigados, 13 foram positivos para Plasmodium vivax. Dez pertenciam à espécie A. 

(K.) cruzii e três eram abdomes que pertenciam a espécimes do subgênero 

Nyssorhynchus (Figura 2). Como apresentado na Tabela 2, a maior parte dos 
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mosquitos infectados foi constituída por A. (K.) cruzii, capturados em armadilhas CDC 

com CO2 localizadas nas copas das árvores. A Figura 6 mostra a distribuição mensal 

da captura dos mosquitos nos quais P. vivax foi encontrado. Não houve detecção de 

infecção por P. malariae. 

 

Tabela 2 – Espécies, armadilhas e datas de coletas referentes aos mosquitos positivos para 
Plasmodium vivax na estação permanente de captura em Santa Teresa, Espírito Santo. 
 

Amostra Espécie Armadilha Data 

260a* A. (N.) lutzii Shannon Setembro 2014 

279 A. (K.) cruzii CDC copa Agosto 2014 

343 A. (K.) cruzii CDC copa Agosto 2014 

479 A. (K.) cruzii CDC copa Outubro 2014 

485 A. (K.) cruzii CDC copa Outubro 2014 

494a* A. (N.) evansae Shannon Outubro 2014 

632 A. (K.) cruzii CDC solo Novembro 2014 

633 A. (K.) cruzii CDC copa Novembro 2014 

868 A. (K.) cruzii CDC copa Fevereiro 2015 

1142 A. (K.) cruzii CDC copa Abril 2015 

1144 A. (K.) cruzii CDC copa Abril 2015 

1248 A. (K.) cruzii CDC copa Abril 2015 

1294a* A. (N.) strodei CDC peridomiciliar Maio 2015 

*a = abdômen. 
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Figura 2 – Gel de agarose corado com brometo de etídeo, fotografado pelo software 
Alpha Imager, com as 13 amostras de pools de fêmeas de anofelinos positivas para 
Plasmodium vivax. 

 

 
 
Fonte: Resultado da pesquisa. 

 

 

Figura 6 – Distribuição cronológica da captura de fêmeas de anofelinos infectadas por 
Plasmodium vivax na estação permanente de captura em Santa Teresa, Espírito Santo. 

 

 
 
Fonte: Resultado da pesquisa. 

 

 

DISCUSSÃO 
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A malária-bromélia se sobressaiu nas regiões de Mata Atlântica do Sul e 

Sudeste brasileiros após as medidas de controle implementadas pelo governo terem 

eliminado a transmissão nas áreas planas exploradas pelo homem (Barata 1998, MS 

2015). Uma vez tendo permanecido de forma residual nas áreas de eliminação, a 

malária-bromélia ou de Sistemas de Mata Atlântica passou a ser estudada com mais 

intensidade nas décadas de 1980 e 1990 (Duarte et al. 2013). Com uma compreensão 

mais consistente da ecologia dos vetores e da epidemiologia dos surtos, surgiram 

mais evidências favoráveis a um comportamento compatível com uma zoonose. A 

hipótese de zoonose pressupõe a existência concomitante de malária símia. Tal 

existência já foi comprovada no passado (Duarte et al. 2008), mas sua avaliação 

prospectiva demanda uma logística de extrema complexidade. Portanto, a avaliação 

de comportamento vetorial favorável para a transmissão da enzootia é mais viável e 

pode fornecer evidência indireta tanto da presença da infecção entre os símios quanto 

de sua fonte para a ocorrência de casos humanos. Tendo em vista a necessidade de 

um comportamento vetorial estável e constante para manutenção da malária símia, 

estudos de acompanhamento das regiões endêmicas são necessários. Além disso, 

segundo Marrelli et al. (2007), todo o território de Mata Atlântica que sobreviveu ao 

desmatamento deve ser cuidadosamente monitorado devido às mudanças ambientais 

e à possibilidade de manutenção do ciclo a partir do número elevado de indivíduos 

assintomáticos, que podem servir de reservatório do parasito naquelas regiões. 

No presente estudo, A. (K.) cruzii ainda prevalece como o principal vetor 

encontrado na estação de captura de Valsugana Velha. Entre 2004 e 2005 (Rezende 

et al. 2009), 61.2% dos 2.290 anofelinos coletados eram dessa espécie. Em 2014 e 

2015, dos 1,414 anofelinos, 73.8% eram A. (K.) cruzii. Observa-se, portanto, um 

aumento da proporção do principal vetor da malária-bromélia na fauna local. Tanto 

estudos mais antigos como os de Deane (1988), quanto estudos mais recentes como 

os de Duarte et al. (2013), Neves et al. (2013) e Kirchgatter et al. (2014) já 

demonstraram a magnitude da presença dessa espécie nas regiões de Mata Atlântica 

com floresta nativa preservada. 

Manteve-se também a distribuição do A. (K.) cruzii de dentro para fora da mata.  

Como visto em 2004 e 2005, por Rezende et al. (2009), os anofelinos dessa espécie 

apareceram em sua maioria absoluta nas copas das árvores no interior da floresta, 

enquanto que, à medida que as armadilhas iam ao encontro da margem da mata e do 
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peridomicílio, os exemplares diminuíam drasticamente. Mais perto da área de 

ocupação humana, a fauna de anofelinos era substituída por espécies como A. (N.) 

strodei e A. (N.) triannulatus. Em São Paulo, entre 2009 e 2011, esse comportamento 

também foi detectado quando comparadas áreas antrópicas e silvestres na localidade 

de Parelheiros. Lá, 438 A. (K.) cruzii foram registrados em certa área antrópica e 4.832 

na área silvestre (Duarte et al. 2013). 

O predomínio absoluto de A. (K.) cruzii na copa, observado no presente estudo, 

assinala um comportamento assinantrópico (Forattini et al. 1990) e reforça seu papel 

na transmissão da malária símia.  Entretanto, apesar de permanecer essencialmente 

na copa, alguns espécimes foram encontrados nas CDC com CO2 no solo e na 

armadilha de Shannon, o que aponta para a possibilidade da eventual descida desses 

vetores a partir de seu local preferencial nas copas, ocasião em que poderiam 

transmitir incidentalmente os parasitos para os seres humanos. Isso reforça a hipótese 

de que a malária-bromélia se mantenha na região por meio de infecção símia. Uma 

vez que o homem está presente na mata e o A. (K.) cruzii desce para se alimentar, 

cria-se a condição para os plasmódios circulantes em macacos, que estavam nas 

copas das árvores, causarem a infecção humana. 

A partir de estudos de diagnóstico morfométrico de Lorenz et al. (2012), houve 

a diferenciação entre A. (K.) cruzii e A. (K.) homunculus não prevista no estudo de 

Rezende et al. (2009). Entretanto, pode-se constatar a presença de apenas 39 A. (K.) 

homunculus durante o período de coletas entre 2014 e 2015, em contraste com 1.045 

A. (K.) cruzii, devidamente identificados. Uma das limitações deste estudo foi ter a 

identificação das espécies sido feita apenas de forma morfológica. Para minimizar a 

possibilidade de identificação incorreta, melhoramos a precisão por meio da avaliação 

inicial por entomologistas experientes e por uma revisão por outros profissionais da 

entomologia, realizada em casos de dúvida. 

Em relação à época do ano na qual a maior parte dos mosquitos foi capturada, 

diferentemente do esperado, o verão não ganhou destaque. Interessantemente, as 

estações com clima mais ameno se sobressaíram. Nos meses de setembro de 2014 

e abril de 2015, obteve-se mais sucesso nas capturas, por exemplo. Isso corrobora o 

estudo de Rezende et al. (2009) que sugeriu a adaptação dos anofelinos ao ambiente 

de temperatura amena. Houve também um alto número de espécimes coletados em 

novembro de 2014, mas, naquela ocasião, a média de precipitação foi a maior daquele 
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ano (média de 207,6 mm/mês) e, no dia da captura, a temperatura foi amena (variando 

de 19,7 a 21,3°C). Neste mês, o fator “chuva” pode ter provocado o aumento da 

proliferação dos mosquitos.  

Neste estudo, 13 pools de mosquitos foram positivos para P. vivax. Em 2004 e 

2005 (Rezende et al. 2009), obteve-se 10 pools de anofelinos infectados pela mesma 

espécie do parasito. Porém, ao contrário do que aconteceu há 10 anos, as reações 

de PCR realizadas no material das coletas de 2014 e 2015 não mostraram infecção 

nos tóraces de mosquitos do subgênero Nyssorhynchus.  Considera-se que a forma 

infectante deve chegar à glândula salivar do anofelino para que a infecção aconteça. 

Assim, a divisão em tórax e abdome durante os experimentos reforça evidências 

favoráveis à participação de outras espécies de vetores na cadeia de transmissão. 

Por ser Kerteszia um subgênero de vetor conhecido, não houve a divisão do corpo 

para execução dos experimentos, como aconteceu com os mosquitos do subgênero 

Nyssorhynchus, com o intuito de verificar a possibilidade de que esses mosquitos 

participem da cadeia de transmissão. Já que não foi detectada infecção nos tóraces 

de Nyssorhynchus como há 10 anos, sugere-se a possibilidade de que, com o passar 

dos anos, os Nyssorhynchus tenham deixado de exercer o papel de vetores 

secundários e que o A. (K.) cruzii atualmente seja o único vetor da malária-bromélia 

nessa localidade. A progressiva exploração do ambiente rural e florestal pelos 

habitantes locais pode ter tornado os eventos de transmissão mais distantes do 

ambiente antrópico, onde há maior dominância dos Nyssorhynchus. Nessas 

circunstâncias, diante da dominância dos A. (K.) cruzii, os Nyssorhynchus não têm a 

oportunidade de se infectar. O homem frequenta a floresta para limpar as nascentes 

de rios ou pegar madeira de lenha e, assim, adquire a doença. Retornando para sua 

residência, provavelmente infecta os Nyssorhynchus peridomicliares. 

Os A. (K.) cruzii infectados foram coletados em armadilhas CDC com CO2 na 

copa das árvores no interior da floresta e apenas um em CDC com CO2 localizada 

próxima ao solo, a um metro de altura. Tal fato reforça a ideia de que as infecções 

podem ocorrer em ambos os habitats, resultado do comportamento acrodendrofílico 

com eventuais descidas a alturas mais baixas, quando podem ocorrer repastos em 

hospedeiros não habituais. Esse fato também reforça a possibilidade de a doença ser 

uma zoonose em regiões como Valsugana Velha, em Santa Teresa, ES. 
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Sobre o índice de dominância de Shannon, houve maior dominância na 

armadilha de Shannon do que na armadilha CDC-CO2, ambas na margem da mata. 

Já em relação ao índice de diversidade de Simpson, a diversidade de anofelinos 

coletados com armadilha de Shannon também foi maior do que aquela observada em 

CDC-CO2, no mesmo habitat. A instalação da armadilha próxima à coleção hídrica, 

onde há criadouros de Nyssorhynchus, justificaria a maior diversidade. 

Esses dados corroboram o estudo realizado na mesma região em 2013 

(Rezende et al. 2013), quando foi observada maior dominância e diversidade de 

anofelinos em ambiente antrópico com presença de malária. Estes achados reforçam 

o papel da ocupação humana na determinação tanto da distribuição quanto do 

comportamento anofélico, uma vez que ambos os índices predominaram nas capturas 

realizadas em ambiente mais relacionado às habitações humanas. 

O estudo revela que houve pouca mudança no comportamento vetorial na 

região estudada. O A. (K.) cruzii continua sendo o anofelino mais infectado em 

Valsugana Velha e os mosquitos do subgênero Nyssorhynchus parecem não 

participar da cadeia de transmissão. O comportamento acrodendrofílico dos A. (K.) 

cruzii, principalmente dos infectados, reforça a hipótese de que a presença de P. vivax 

nesses espécimes surja pelos repastos sanguíneos em animais que vivem na copa 

das árvores, como os símios. 
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RESUMO 

 

INTRODUÇÃO: A transmissão da malária nas regiões extra-amazônicas do Brasil, 

embora interrompida na década de 1960, persiste em algumas áreas de floresta densa 

de Mata Atlântica, com relatos de casos caracterizados por ciclos de transmissão e 

apresentações clínicas peculires. A malária-bromélia, como é chamada, é 

particularmente frequente no estado do Espírito Santo, sendo Plasmodium vivax o 

parasito comumente reconhecido como o agente etiológico das infecções humanas. 

Com relação às distâncias espaciais e temporais entre os casos relatados nesta 

região, o ciclo de transmissão parece não corresponder ao ciclo tradicional da malária. 
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A existência de uma zoonose, com símios infectados participando na epidemiologia, 

é, portanto, estabelecida como uma hipótese. No presente estudo, a transmissão da 

malária-bromélia no Espírito Santo é investigada com base no genoma mitocondrial 

completo do DNA extraído de isolados de Plasmodium spp. que infectaram humanos, 

um símio do gênero Allouata e mosquitos Anopheles spp. Plasmodium vivax/simium 

foi identificado nas amostras por nested-PCR e PCR em tempo real. Após a 

amplificação, o genoma mitocondrial foi completamente sequenciado e comparado 

em uma rede de haplotipos que incluiu todas as sequências de genomas mitocondriais 

de P. vivax/simium de amostras de seres humanos e símios de outras regiões do 

Brasil. RESULTADOS: a rede de haplótipos indica que humanos e símios da Mata 

Atlântica são infectados pelo mesmo haplótipo, mas alguns isolados de seres 

humanos não são idênticos ao isolado de símio. Além disso, o DNA de plasmódios 

extraído de mosquitos revelou sequências diferentes das obtidas de simios, mas 

semelhantes a dois isolados de seres humanos. CONCLUSÕES: esses achados 

fortalecem o suporte à hipótese de que, na Mata Atlântica e especialmente no estado 

com a maior frequência de malária-bromélia no Brasil, parasitos com estruturas 

moleculares semelhantes são compartilhados por seres humanos e símios. A 

reconhecida identidade entre P. vivax e P. simium ao nível de espécie, o 

compartilhamento de haplótipos, e a participação do mesmo vetor na transmissão da 

infecção para ambas as espécies hospedeiras indica transferência interespécies dos 

parasitos. No entanto, a intensidade, a frequência e a direção desta transferência 

ainda precisam ser esclarecidas. 

PALAVRAS-CHAVE: Anopheles; Malária; Epidemiologia; Reação em Cadeia da 

Polimerase em Tempo Real; DNA mitocondrial; Análise de sequência, DNA; 

Zoonoses. 

 

INTRODUÇÃO 

 

No Brasil, a malária ocorre originalmente em todo o território nacional. No 

entanto, a região Amazônica registra 99% de todos os casos no país [1]. Desde a 

década de 1940, um programa nacional de controle manteve a transmissão da malária 

restrita à Região Norte. Consequentemente, nas décadas de 1960 e 1970, a região 
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extra-Amazônica chegou perto da completa eliminação da doença. Porém, a 

transmissão residual persistiu em certas áreas de floresta densa [2].  

Na Mata Atlântica, a malária apresenta uma incidência muito baixa, com casos 

principalmente relacionados ao Plasmodium vivax, apresentando poucos sintomas 

clínicos [1-4]. A baixa incidência e a dispersão territorial dos casos relatados fornecem 

evidências favoráveis à existência de um reservatório incógnito dos parasitos. Isso, 

por sua vez, levanta questões sobre a participação de portadores assintomáticos ou 

símios locais infectados na transmissão [5]. A similaridade genética entre P. vivax, que 

infecta humanos, e o parasito que infecta símios na Mata Atlântica, chamado 

Plasmodium simium, também dá suporte à hipótese de zoonose.  

Após o primeiro relato de uma infecção natural de P. simium em um ser humano 

[5], a identidade entre P. simium e P. vivax foi estabelecida muitas vezes: (1) por 

estudos sobre a proteína CSP no início dos anos 90 [6], (2) por análises filogenéticas 

baseadas no sequenciamento do gene do citocromo b do genoma mitocondrial [7], (3) 

por polimorfismos de microssatélites [8], (4) novamente por variações da CSP [9] e (5) 

pelo sequenciamento do gene Msp-1 [10]. Neste contexto, a evidência recente 

apresentada por Brasil et al. (2017) [11] de alguns polimorfismos de nucleotídeos 

únicos diferenciando P. simium de P. vivax não parece implicar na sua separação em 

duas espécies diferentes.  

Na região extra-Amazônica, o termo malária-bromélia refere-se à doença cujo 

vetor, conhecido como Anopheles (Kerteszia) cruzii [12], depende das bromélias como 

locais de reprodução. Evidências moleculares e sorológicas apresentadas por 

diferentes estudos sugerem que a malária-bromélia é altamente relacionada a 

atividades humanas realizadas perto do ambiente da floresta [13-15]. Além disso, a 

ocorrência da doença é escassa e os surtos são raros [16].  

Considerando as características apresentadas acima e o fato de que os 

parasitos albergados por simios locais são geneticamente indistinguíveis daqueles 

encontrados no sangue humano, a hipótese de um cenário zoonótico para a malária-

bromélia encontra forte substrato [17-23]. No entanto, mesmo com uma gama de 

investigações científicas que corroboram a hipótese de zoonose, permanece o debate 

sobre a direção da transferência dos parasitos. Por exemplo, comparando a 

variabilidade genética em estudos baseados na proteína de ligação de Duffy de 

eritrócitos coletados de símios da espécie Alouatta guariba, Costa [24] sugeriu que o 
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parasito símio se originaria de sua contraparte humana. Esta hipótese é 

adicionalmente embasada por Rodrigues et al. (2017) [25] com suporte na 

variabilidade genética limitada entre P. simium e P. vivax.  

Em seu estudo, Brasil et al. (2017) [11] sugeriram a possibilidade de usar 

polimorfismos de nucleotídeos únicos (SNPs) para diferenciar P. simium de P. vivax, 

com foco em sequencias completas do genoma mitocondrial. No entanto, a 

diferenciação entre as duas variantes da mesma espécie não é uma tarefa fácil.  

Para melhor verificar as características genéticas distintivas entre estas 

variantes, este estudo apresenta a caracterização molecular de P. vivax/simium com 

base no sequenciamento de genomas mitocondriais de parasitos isolados de ambos 

hospedeiros humanos e símios e, de maneira inédita, de mosquitos do gênero 

Anopheles, em uma área endêmica da Mata Atlântica brasileira. 

 

MATERIAIS E MÉTODOS 

 

Área do estudo. O Espírito Santo é um estado brasileiro localizado na Região 

Sudeste, com grandes áreas de floresta densa de Mata Atlântica. O trabalho de campo 

para coletar amostras de anofelinos e de símios foi concentrado em Valsugana Velha, 

distrito de Santa Teresa, que é a pricipal área com registro de malária neste município. 

Santa Teresa está localizada a 78 km da capital do Espírito Santo, Vitória (Figura 1). 

A topografia da região é irregular, com um relevo montanhoso configurado por 

elevações que atingem a altitude de 655 m acima do nível do mar e temperaturas 

médias que variam entre 15,3 e 21,0°C.  

Procedência das amostras. Foram colhidas amostras de sangue humano dos 

22 casos de malária causada por P. vivax entre 2001 e 2004, previamente detectados 

por gota espessa nas comunidades da área endêmica [16]. Quatro amostras de 

sangue humano foram coletadas dos habitantes de Santa Teresa e 18 de outros 

municípios do Espírito Santo, também cobertos pela Mata Atlântica  (Figura 1). A 

amostra de sangue do símio foi obtida de um espécime do gênero Alouatta capturado 

vivo em Valsugana Velha em 2009. Seis espécimes de mosquitos anofelinos 

infectados por P. vivax e capturados na mesma área, entre 2014 e 2015, também 

foram incluídos nas análises [um Anopheles (Nyssorhynchus) lutzi, um Anopheles 

(Nyssorhynchus) strodei e quatro Anopheles (Kerteszia) cruzii] [26].  
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Figura 1 – Mapa mostrando a área de amostragem da malária no município 
de Santa Teresa, Espírito Santo, Brasil 

 

 
 

Fonte: Arquivo pessoal. 

 

Extração de DNA e confirmação de infecção. A extração de DNA para 

confirmação da infecção nas amostras de sangue humano e do símio foi viabilizada 

pelo QIAamp Blood DNA Mini Kit, enquanto o DNA dos mosquitos foi extraído pelo 

DNAeasy Blood and Tissue Kit, ambos seguindo as instruções do fabricante (Qiagen). 

A infecção foi confirmada em todas as amostras por nested-PCR [27, 28] e por PCR 

em tempo real (adaptado de Rubio et al. [29]), com iniciadores desenhados para 

amplificar o gene da subunidade ribossomal 18S DNAr. Controles positivos e controles 

negativos foram utilizados em todas as reações. 

Amplificação por PCR e sequenciamento do genoma mitocondrial completo. O 

genoma mitocondrial completo (6 kb) de P. vivax/simium das 22 amostras de sangue 

humano foi amplificado e sequenciado seguindo o protocolo proposto por Rodrigues 

et al. (2014) [30]. Um novo protocolo teve que ser desenvolvido para realizar a 

amplificação do DNA extraído do símio e das amostras de mosquito. Quatorze primers 

(Pvm1F / Pvm1R a Pvm14F /Pvm14R- Tabela 1) projetados pelo software Primer3 

foram utilizados em uma PCR convencional. O experimento, para cada amostra, 

incluiu 0,5 μl da enzima Taq DNA polimerase (5,0 U / μl) (Fermentas), 2,0 μl do DNA 

extraído, 0,5 μl de cada primer (5,0 μM), 2,0 μl de 10 × Tampão para Taq DNA 

polimerase (com KCl), 0,6 μl do mix de dNTP (2,0 mM cada) e 1,6 μl de MgCl2 (25,0 
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mM), em um volume final de 20 μl. A amplificação foi executada no termociclador 

GeneAmp PCR 9700 (Applied Biosystems), com desnaturação inicial a 95 ° C durante 

um minuto, seguida de 40 ciclos de desnaturação a 95 ° C durante 15 segundos, 

anelamento a 60 ° C por 30 segundos e extensão a 72 ° C por 30 minutos. O passo 

final da extensão foi realizado a 72 ° C durante cinco minutos. Os produtos da PCR 

foram purificados pelo Illustra GFX PCR and Gel Band Purification Kit (GE Healthcare 

Biosciences) e sequenciados usando o BigDye kit (Applied Biosystems) no 

sequenciador de DNA ABI 3100 (Applied Biosystems). Montagens do genoma 

mitocondrial completo foram geradas usando o software DNASTAR (versão 8.1.13, 

Madison). As sequências foram depositadas no GenBank [31]. (Material Suplementar 

1: Tabela S1 – ANEXO B). 

 
Tabela 1 – Sequencia de primers para amplificação e sequenciamento do genoma mitocondrial 
completo de Plasmodium vivax/simium. (Continua) 
 

P. vivax/simium 

Primer Sequencias (5' – 3') Tamanho (pb) 

Pv mosq mt 1 
F:5'-AGCTGTAGATGGATGCTTCG -3' 

557  
R:5'-CGAATTGAAGTGTGGAGAGAA -3' 

Pv mosq mt 2 
F:5'-TTTCAAGAGTCCAAGGTTCG-3' 

577  
R:5'-TGTAACGACTTCCCCATTGT-3' 

Pv mosq mt 3 
F:5’-CGTAACCATGCCAACACATA-3´ 

555  
R:5’-CAGCCTGGGATCAAAAAGTA-3´ 

Pv mosq mt 4 
F:5’-GACCGTCAAATCCTTTTCATT-3´ 

584  
R:5´-CGAGAAGGGAAGTGTGTTTC-3´ 

Pv mosq mt 5 
F:5´-GACCGGTCAAAACGGAAT-3´ 

537  
R:5´-TTGGAGAATGTTTTGCATCA-3´ 

Pv mosq mt 6 
F:5´-TGAAAAATGTAAACCTGTAACACAA-3´ 

589  
R:5´-GTTAACGGCACACAAAATCA-3´ 

Pv mosq mt 7 
F:5´-TTCCATATAATGATGTTAATGAAGG-3´ 

544  
R:5´-ATCCATGTCAGGCGTTAAAA-3´ 

Pv mosq mt 8 
F:5´-AGATCGCGTACTTTGGACTG-3´ 

599  
R:5´-ACCTCCTCCAAATTCTGCTG-3´ 
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Tabela 1 – Sequencia de primers para amplificação e sequenciamento do genoma mitocondrial 

completo de Plasmodium vivax/simium. (Conclusão) 

 

P. vivax/simium 

Primer Sequencias (5' – 3') Tamanho (pb) 

Pv mosq mt 9 
F:5´-TGGTTCTCCAGAACTTGCAT-3´ 

609  
R:5´-TGAGCCCATACAACACTTCC-3´ 

Pv mosq mt 10 
F:5´-CCAGCATTTGGTGTTATTAGTC-3´  

R:5´-CATCCATTTAAAGCGTCTGG-3´ 
608  

Pv mosq mt 11 
F:5´-TCTTACCTATGCATTTTCTTGGA-3´ 

576  
R:5´-CAGTTGCACCCCAATAACTC-3´ 

Pv mosq mt 12 
F:5´-GCTACAGGTGCATCTCTTGTATT-3´ 

553  
R:5´-ACCATTCAGGAACAATTTGAA-3´ 

Pv mosq mt 13 
F:5´-CCCTTCTATCCAAATCTATTAAGTC-3´ 

596  
R:5´-CTGAATATTCTCTAGCACCAAATG-3´ 

Pv mosq mt 14 
F:5´-GATTACAGCTCCCAAGCAAA-3´ 

258  
R:5´-CAACTCCCTATCATGTCTTGC-3´ 

 

Análise dos dados. As sequências do genoma mitocondrial completo foram 

alinhadas pelo programa ClustalX (versão 2.1) e editadas manualmente no programa 

MEGA (versão 7.0). A p-distância genética entre as sequências também foi calculada 

no MEGA. O número de haplótipos, a diversidade de haplótipos (Hd) e a diversidade 

de nucleotídeos (Pi) foram calculados usando DNAsp (versão 5). A rede de haplótipos 

foi gerada por meio de median-joining [32] no programa Network, versão 4.6 [33], a 

partir dos parâmetros padrão. Dois diferentes conjuntos de dados foram utilizados nas 

análises da rede de haplótipos: um incluindo todas as 29 sequências de genoma 

mitocondrial de P. vivax/simium da Mata Atlântica coletadas no Espírito Santo (n = 29) 

e outro que também incluía 149 sequências de genoma mitocondrial de P. 

vivax/simium de amostras brasileiras Amazônicas e extra-Amazônicas, com 10 das 

sequências provenientes de símios e 139 de DNA mitocondrial coletado de humanos 

(mtDNA) (n = 178). Análise filogenética Bayesiana foi realizada para o conjunto de 

dados completo de P. vivax/simium (n = 178) usando o MrBayes (versão 3.2.1), com 

duas corridas de quatro cadeias, três aquecidas e uma a frio, por 7 . 106 gerações. 

Somente grupos com probabilidade posterior Bayesiana (BPP) ≥ 95% foram 

considerados significativos. A árvore de consenso foi visualizada usando FigTree 

(versão 1.4.2). Tomando o número de acesso GenBank NC_007243.1 como 
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referência, os SNP nas posições 4134 e 4468 foram observados em todas as 

sequências de mtDNA, obtidas de humanos, símios e mosquitos, para verificar se eles 

são úteis para distinguir P. simium e P. vivax. Como sugerido por Brasil et al. (2017) 

[11], P. vivax deveria ter T/A e P. simium C/G nas posições 4134 e 4468, 

respectivamente. 

 

RESULTADOS 

  

A rede compreendendo apenas amostras deste estudo (n = 29) é mostrada na 

Figura 2, enquanto a rede de haplótipos e a árvore filogenética criada usando todo o 

conjunto de dados (n = 178) são mostradas na Figura 3.  

 
Figura 2 – Rede de haplótipos de genoma mitocondrial de Plasmodium vivax/simium coletados em 
Mata Atlântica, Espírito Santo, Brasil. Aqui, 29 amostras são apresentados; 22 de humanos, seis de 
mosquitos do gênero Anopheles e uma de um símio do gênero Allouata. 
 

 
 
Fonte: Resultado da pesquisa. 

 

Entre os 22 isolados obtidos a partir de sangue humano de habitantes da Mata 

Atlântica, sete haplótipos distintos foram identificados (Figuras 2, 3A: Hap1, Hap2, 

Hap3, Hap4, Hap5, Hap6 e Hap8). Dois deles (Figuras 2, 3A: Hap1 e Hap3) foram 

compartilhados com amostras isoladas de símios. Hap3 continha SNPs idênticos aos 

das sequências de P. simium depositadas no GenBank, como mostrado na Figura 3A. 

Hap1 continha SNPs idênticos aos da sequência do isolado obtido do símio capturado 

na área de estudo. Duas outras amostras obtidas dos isolados humanos (Figura 3A: 
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Hap8) continham SNPs idênticos aos encontrados nos isolados de infecções humanas 

adquiridas na região Amazônica (P. vivax). Os quatro haplótipos restantes (Hap2, 

Hap4, Hap5 e Hap6) continham SNPs exclusivos da área deste estudo (Figura 3A, 

Tabela 2).  

 

Figura 3 – Rede de haplótipos de genoma mitocondrial e árvore filogenética de Plasmodium 
vivax/simium do Brasil. São apresentadas 178 amostras, incluindo as 29 do estado do Espírito Santo. 
A rede de haplótipos A e a árvore filogenética B tem o mesmo padrão de cor, agrupadas por 
hospedeiros: azul para casos humanos da região Amazônica; amarelo para casos humanos da Mata 
Atlântica; vermelho para símios de Mata Alântica; rosa para mosquitos Anopheles de Mata Atlântica. 
PPB ≥ 0,95 são indicados com círculos negros na árvore filogenética. 
 

 
 
Fonte: Resultado da pesquisa. 
 

Conforme demonstrado na Figura 2, três haplotipos foram identificados nos 

isolados obtidos dos anofelinos (Hap7, Hap7a e Hap8): destes, dois eram exclusivos 

do vetor (Figuras 2, 3A: Hap7 e Hap7a), enquanto o terceiro (Figura 3A: Hap8) foi 

idêntico ao haplótipo identificado nos isolados da região Amazônica, bem como em 

dois isolados humanos da área de estudo (Tabela 2). 
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Tabela 2 – SNPs do genoma mitocondrial de Plasmodium vivax/simium de amostras humanas, símias. 

e de mosquitos do Espírito Santo, Brasil 
 
*SNPs sugeridos por Brasil et al. (2007) para diferenciar P. vivax (T/A) e P. simium (C/G); ** Hap7a é 
representado como Hap7 no conjunto de dados completo com 178 amostras porque a posição 463 foi 
excluída do banco de dados completo devido a nucleotídeos ausentes em uma ou mais sequências 
neste locus. 
 

Haplótipo 

 

Amostra 

 

Fonte 

SNPs (posição baseada no número de acesso 
NC_007243.1 do GenBank) 

463 1342 3325 4134* 4468* 4511 5322 

Hap1 PsimiumES Macaco T C A C G G A 

Hap1 1312MT Humano . . . . . . . 

Hap1 1565MT Humano . . . . . . . 

Hap1 VC57MT Humano . . . . . . . 

Hap1 OJA51_MT Humano . . . . . . . 

Hap1 ACC54_MT Humano . . . . . . . 

Hap1 SV555_MT Humano . . . . . . . 

Hap2 JSB62_MT Humano . G . . . . . 

Hap2 RO54_MT Humano . G . . . . . 

Hap3 GAB847_MT Humano . . T . . . . 

Hap3 /1272MT Humano . . T . . . . 

Hap3 1411MT Humano . . T . . . . 

Hap3 1760MT Humano . . T . . . . 

Hap3 1451MT Humano . . T . . . . 

Hap3 FW63MT Humano . . T . . . . 

Hap3 143MT Humano . . T . . . . 

Hap3 111MT Humano . . T . . . . 

Hap3 AJR54_MT Humano . . T . . . . 

Hap4 ALNL53MT Humano . . T T . . C 

Hap5 MA5M61_MT Humano . . T T . . . 

Hap6 761MT Humano . . T . A . . 

Hap7a** 479mosq Mosquito A . . T A C . 

Hap7 485mosq Mosquito . . . T A C . 

Hap7 632mosq Mosquito . . . T A C . 

Hap7 343mosq Mosquito . . . T A C . 

Hap7 260mosq Mosquito . . . T A C . 

Hap8 1294mosq Mosquito . . . T A . . 

Hap8 40MT Humano . . . T A . . 

Hap8 103_03MT Humano . . . T A . . 
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A divergência genética dentro dos haplótipos obtidos na Mata Atlântica é muito 

baixa, com apenas sete SNPs identificados a partir de um trecho de DNA de 5590 pb 

(distância p máxima 0,1%) (Tabela 2). Entre estes, três SNPs foram encontrados na 

região não codificadora do genoma mitocondrial, um SNP dentro da sequência do 

gene CYTB (mutação sinônima) e três SNPs dentro da sequência do gene COX1 (uma 

mutação sinônima e duas não sinônimas). As sequências COX3 foram conservadas 

em todas as amostras da Mata Atlântica. Além disso, tanto a diversidade de haplótipos 

(Hd) quanto a diversidade nucleotídica (Pi) foram baixas para as amostras desse 

bioma (Tabela 3). Curiosamente, mesmo os isolados de símios se apresentando mais 

geograficamente distribuídos do que os isolados de mosquitos, tiveram menor Hd e Pi 

(Tabela 3).  

Os dois SNPs sugeridos por Brasil et al. (2017) [11] não se mostraram úteis 

para distinguir P. simium de P. vivax, ao menos para as amostras deste estudo. Isto 

porque alguns haplótipos apresentaram sequências diferentes das propostas como 

distintivas entre P. simium e P. vivax. Mais especificamente, eles mostraram uma 

combinação destas sequências (Tabela 2: Hap4, Hap5, Hap6). A árvore filogenética 

(Figura 3B) também mostrou que os isolados extraídos de humanos, mosquitos e 

símios não eram reciprocamente monofiléticos e algumas dessas sequências 

mantiveram-se agrupadas com alto suporte estatístico (BPP ≥ 95%). A rede de 

haplótipos mostrou um relacionamento reticulado entre haplótipos, sem evidência de 

isolamento de qualquer haplótipo e com apenas uma ou duas etapas de mutação 

conectando todas as sequências das amostras da Região da Mata Atlântica. 

 
Tabela 3 – Número de haplótipos, diversidade de nucleotídeos e diversidade de haplótipos em genomas 
mitocondriais de Plasmodium vivax/simium amostrados de diferentes hospedeiros em regiões 
amazônicas e extra-amazônicas, no Brasil. 
 

Fonte dos isolados 
Número dos 

isolados 
Número dos 
haplótipos 

Diversidade 
nucleotídica 

(Pi) 

Diversidade 
haplotípica (Hd) 

Humanos (Amazônia) 139 69 0.00047 0.880 

Humanos (Mata Atlântica) 22 7 0.00023 0.771 

Mosquitos 6 3 0.00011 0.600 

Símios 11 2 0.00003 0.182 

Total 178 76 0.00051 0.907 

 

DISCUSSÃO 
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Plasmodium vivax é um protozoário de distribuição cosmopolita, causando 

infecções em populações em diferentes continentes. Seu similar sul-americano, o P. 

simium, é o agente etiológico da malária em símios que habitam a Mata Atlântica [34]. 

Vários estudos sugeriram que P. vivax e P. simium são a mesma espécie, com base 

em suas semelhanças genéticas [5-10]. Em algumas áreas, incluindo a do presente 

estudo, tanto símios quanto humanos estão infectados por este agente, tornando 

plausível a hipótese de zoonose. Os resultados do presente estudo, mostrando uma 

diversidade haplótipica em uma situação de baixa divergência genética no Espírito 

Santo, indicam a heterogeneidade dos isolados obtidos de diferentes hospedeiros e 

fortalecem a compreensão de que P. vivax e P. simium são a mesma espécie com 

pequenas variações genéticas. Além disso, estes resultados corroboram os achados 

de Costa (2014) [35] e Rodrigues et al. (2017) [25], cujas análises filogenéticas de 

amostras de diferentes regiões do mundo indicaram uma recente transferência do 

parasito dos humanos para os símios do Novo Mundo. 

Entre os oito haplótipos identificados na área de estudo, dois eram comuns aos 

humanos e aos símios com base em sequências depositadas no GenBank, bem como 

naquela obtida a partir do símio local. Esse achado representa evidência de 

transmissão do parasito de um hospedeiro para outro. Ao mesmo tempo, tal 

compartilhamento não pôde ser confirmado para os demais haplótipos, já que as 

sequências eram claramente distintas. Quatro dos haplótipos obtidos de humanos 

eram exclusivos da área de estudo e os dois restantes eram compatíveis com aqueles 

considerados próprios da região Amazônica [25]. A inclusão de amostras obtidas a 

partir de mosquitos para a comparação das sequências mitocondriais nunca foi 

realizada antes no Brasil, apesar de ter sido anteriormente sugerida por Brasil et al. 

(2017) [11]. Curiosamente, os resultados deste estudo não foram consistentes com 

Rodrigues et al. (2017) [25], que sugeriram que dois SNPs eram distintos entre a 

malária da Mata Atlântica (C/G) e da região Amazônica (A/T). Em vez disso, o DNA 

extraído de mosquitos coletados na  estação de captura permanente dentro da floresta 

de Mata Alântica do Espírito Santo revelou os nucleotídeos A/T nestes loci. Esses 

mesmos SNPs também foram propostos por Brasil et al. (2017) [11] como distintivos 

entre P. vivax e P. simium. No entanto, os resultados atuais demonstram que os SNPs 

não conseguiram distinguir as duas linhagens no Espírito Santo, já que não foram 

conservados em pelo menos três amostras de seres humanos na área de estudo  
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(Tabela 2). Além disso, foi demonstrado que os isolados de diferentes hospedeiros 

compartilham haplótipos e não há evidências de monofilia entre amostras humanas e 

simianas.  

Os mosquitos responsáveis pela transmissão da malária no sistema de Mata 

Atlântica pertencem ao subgênero Kerteszia, com a espécie Anopheles (Kerteszia) 

cruzii [26, 36, 37] sendo a mais abundante. Espécimes de espécies do subgênero 

Nyssorhynchus também foram capturados na região, mostrando-se infectados por P. 

vivax/simium recuperado do sangue contido no abdômen [26]. Embora seja possível 

que os mosquitos do subgênero Nyssorhynchus estejam sendo infectados durante o 

repasto de sangue humano, o papel deles como vetores é improvável. O fato de que 

o haplótipo 8 foi obtido de seres humanos e de apenas um pool de Anopheles 

(Nyssorhynchus) strodei capturado perto das moradias sugere que os mosquitos 

foram infectados pelos seres humanos acidentalmente. O haplótipo 8 tem sequências 

idênticas às consideradas específicas para a região Amazônica. Dois outros 

haplótipos (Hap7 e Hap7a), obtidos de outros mosquitos, apesar de estarem 

intimamente relacionados com os da região Amazônica, também têm SNPs distintos, 

o que os torna exclusivos para os mosquitos da área de estudo (Figuras. 2, 3, Tabela 

2). 

O estudo tem algumas limitações. O DNA do parasito foi obtido de seres 

humanos, do símio e dos mosquitos em diferentes períodos, impedindo assim 

conclusões em relação à possível circulação de todos os haplótipos com a mesma 

magnitude ao mesmo tempo. Além disso, apenas uma única amostra proveniente de 

símio estava disponível, impedindo a determinação da diversidade dos haplótipos que 

infectam esse hospedeiro (Figura 2). A rede de haplótipos construída com os dez 

símios da Mata Atlântica revelou dois diferentes haplótipos compartilhados com seres 

humanos na área deste estudo (Figura 3A: Hap1 e Hap3). Araújo et al. (2013) [38] 

destacam a aparente escassez da malária simiana na região Amazônica, atribuindo o 

fato a dificuldades para se capturar primatas não humanos e obter amostras de boa 

qualidade. As mesmas dificuldades são aplicáveis às condições da Mata Atlântica.  

A diversidade genética encontrada no presente estudo é maior do que a 

relatada por Brasil et al. (2017) [11]. A presença de sequências identificadas em 

isolados obtidos de mosquitos e compartilhadas por dois isolados de seres humanos, 

mas diferentes daquelas obtidas de símios no Espírito Santo, indica que o ciclo de 
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transmissão da malária residual é complexo e não pode ser adequadamente verificado 

apenas por alguns estudos com poucas amostras. Os dados sugerem que a 

transferência interespécies dos parasitos já ocorreu no passado ou ainda está 

ocorrendo. Contudo, a intensidade, a frequência e a direção desta transferência ainda 

precisam ser esclarecidas.  

O mérito do presente estudo, semelhantemente ao de Brasil et al. (2017) [11], 

é documentar a presença do mesmo parasito em hospedeiros humanos e símios. 

Encontrar o mesmo parasito em duas espécies hospedeiras é necessário, mas não 

suficiente, para confirmar uma zoonose. O processo de verificação de um ciclo 

zoonótico demandaria a demonstração de diferentes diversidades genéticas dos 

parasitos entre hospedeiros e uma estimava do tempo para o antepassado comum 

mais recente por análise filogenética de espécimes isolados de ambos os 

hospedeiros.  

Tal abordagem foi realizada para analisar a transmissão de Plasmodium 

knowlesi, quando foi visto um maior número de genótipos nas infecções em símios do 

que nas infecções em humanos [39]. Além disso, o tempo para o antepassado comum 

mais recente com base na análise de mtDNA revelou que a espécie seria derivada de 

uma população de parasitos ancestral, que existia antes da colonização humana no 

sudeste da Ásia [39]. Ambas as  descobertas foram capazes de apoiar a hipótese de 

uma zoonose real, apontando para uma transferência recente dos parasitos para a 

população humana. No caso do P. vivax/simium, no entanto, a evidência aponta para 

a direção oposta.  

Aqui, a diversidade haplotípica é menor entre os simios e as análises 

filogenéticas indicam uma transferência recente das espécies dos humanos para os 

símios [25, 34]. Consequentemente, o presente estudo, tal como o estudo de Brasil et 

al. (2017) [11], não é suficiente para determinar definitivamente como a transferência 

ocorre na Mata Atlântica, impedindo qualquer conclusão em relação a um ciclo 

zoonótico. Ao incluir mais amostras de símios e vetores, todos obtidos no mesmo 

período, estudos futuros devem viabilizar uma compreensão mais profunda do ciclo 

de transmissão singular desta doença endêmica. 

 

CONCLUSÃO 
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O sequenciamento do genoma mitocondrial completo de P. vivax/simium em 

uma área da Mata Atlântica no Brasil revelou oito haplótipos, dois dos quais foram 

compartilhados por hospedeiros humanos e símios. Curiosamente, os outros seis 

haplótipos eram distintos, abrigando sequências exclusivas originadas de infecções 

humanas na Mata Atlântica ou idênticas às da região Amazônica. Tais resultados 

indicam a possibilidade de um ciclo zoonótico, mas, dada a diversidade observada 

nos haplótipos, mais estudos são necessários para estabelecer melhor a dinâmica da 

transferência de parasitos entre humanos e símios. 

 

ABREVIATURAS 

  

DNA: ácido desoxirribonucleico; PCR: reação em cadeia da polimerase; SNP: 
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7  CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 

Durante o presente estudo, diferentes aspectos da transmissão da malária da 

região endêmica do Espírito Santo foram abordados. As distintas técnicas e a 

variedade de informações se completam quando o conjunto de resultados é 

observado. Desde a coleta dos insetos até a análise computacional das sequências, 

a preocupação com a elucidação da cadeia de transmissão esteve presente.  

A primeira publicação científica mostra que houve pouca mudança no 

comportamento do vetor na região estudada. Anopheles (Kerteszia) cruzii permanece 

sendo o mosquito com maior evidência de infecção natural em Valsugana Velha e 

mosquitos do subgênero Nyssorhynchus não parecem participar da cadeia de 

transmissão. O comportamento acrodendrofilico de A. (K.) cruzii, particularmente 

daqueles infectados, fortalece a hipótese de que a presença de P. vivax/simium nos 

espécimes resulta da hematofagia em animais que vivem na copa das árvores, como 

os símios. 

Paralelamente, o sequenciamento do genoma mitocondrial completo de P. 

vivax/simium nessa mesma área da Mata Atlântica no Brasil revelou oito haplótipos, 

dois dos quais foram compartilhados por hospedeiros humanos e símios. 

Curiosamente, os outros seis haplótipos eram distintos, abrigando sequências 

exclusivas provenientes de infecções humanas na Mata Atlântica ou idênticas àquelas 

da região Amazônica. Tais resultados indicam a transferência dos parasitos entre 

hospedeiros símios e humanos, embora a intensidade, a frequência e a direção desta 

transferência permaneçam a ser determinadas. Assim, dada a diversidade observada 

nos haplótipos, mais estudos são necessário para que se possa conhecer melhor a 

dinâmica da transferência de parasitos entre humanos e simios. 
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8  CONCLUSÕES 

 

• Anopheles (Kerteszia) cruzii continua sendo a espécie de anofelino mais 

capturada (73,8%), especialmente nas armadilhas localizadas nas copas das árvores; 

• Anopheles (Kerteszia) cruzii permanece sendo o mosquito com maior 

evidência de infecção natural (10 em 13 infectados, ou 76,9%), com exemplares 

positivos para presença de P. vivax/simium encontrados tanto em armadilha de copa 

quanto nas próximas ao solo; 

• Mosquitos do subgênero Nyssorhynchus não parecem participar da 

cadeia de transmissão já que, ao contrário de 10 anos atrás, os resultados recentes 

não mostraram evidências de DNA de Plasmodium spp. em seus tóraces.  

• Pela primeira vez, mediante desenvolvimento de protocolo específico, 

sequências de genomas mitocondriais completos dos P. vivax/simium encontrados 

nos mosquitos da Mata Atlântica brasileira foram publicadas e estão disponíveis no 

GenBank; 

• O sequenciamento dos genomas mitocondriais completos de P. 

vivax/simium da Mata Atlântica do Espírito Santo revelou oito haplótipos, dois dos 

quais foram compartilhados por hospedeiros humanos e pelo símio; 

• Os outros seis haplótipos eram distintos entre si e agrupavam 

sequências exclusivas de infecções humanas de Mata Atlântica ou eram idênticos aos 

da região Amazônica; 

• Parece haver a possibilidade de um ciclo zoonótico no estado do Espírito 

Santo. Porém, frente à diversidade haplotípica observada, mais estudos, que incluam 

amostras de simios e vetores obtidas em um mesmo período de tempo, são 

necessários para esclarecer a dinâmica da transferência dos parasitos entre 

hospedeiros. 
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