
 
 

  
  

 

 

DANIELE HELOÍSA PINHEIRO 

 

 

 

Interação de proteínas Cry1A com as vesículas da 

borda escovada da membrana apical (BBMVs) do 

intestino médio de Spodoptera frugiperda e Diatraea 

saccharalis e avaliação  do  tempo de cultivo sobre a 

produção de β-exotoxina em isolados de Bacillus 

thuringiensis 

 

 

 

 

 

 
 

LAVRAS – MG 

2013



 
 

 

DANIELE HELOÍSA PINHEIRO 

 

 

INTERAÇÃO DE PROTEÍNAS CRY1A COM AS VESÍCULAS DA 

BORDA ESCOVADA DA MEMBRANA APICAL (BBMVs) DO 

INTESTINO MÉDIO DE Spodoptera frugiperda E Diatraea saccharalis E 

AVALIAÇÃO DO TEMPO DE CULTIVO SOBRE A PRODUÇÃO DE β-

EXOTOXINA EM ISOLADOS DE Bacillus thuringiensis 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

Orientador 

Prof. Dr. Fernando Hercos Valicente 

 

Coorientador 

Prof. Dr. Luciano Vilela Paiva 

 

 

 

LAVRAS – MG 

2013 

 

Dissertação apresentada à Universidade 

Federal de Lavras, como parte das 

exigências do Programa de Pós-Graduação 

em Biotecnologia Vegetal, área de 

concentração em Biologia Molecular, para a 

obtenção do título de “Mestre”. 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Ficha Catalográfica Elaborada pela Divisão de Processos Técnicos da 

Biblioteca da UFLA 

 

 

Pinheiro, Daniele Heloisa. 

     Interação de proteínas Cry1A com as vesículas da borda 

escovada da membrana (BBMVs) do intestino médio de Spodoptera 

frugiperda e Diatraea saccharalis e avaliação do tempo de cultivo 

sobre a produção de β-exotoxina em isolados de Bacillus 

thuringiensis / Daniele Heloisa Pinheiro. – Lavras : UFLA, 2013. 

                  125 p. : il. 

 

                  Dissertação (mestrado) – Universidade Federal de Lavras, 2013. 

                  Orientador: Fernando Hercos Valicente.      

                  Bibliografia. 

 

                  1. Bactérias entomopatogênicas. 2. δ-endotoxinas. 3. Lagarta-do-

cartucho. 4. Broca do colmo. 5. Thuringiensina. I. Universidade 

Federal de Lavras. II. Título.   

                      CDD – 660.62 

 



 

DANIELE HELOÍSA PINHEIRO 

 

INTERAÇÃO DE PROTEÍNAS CRY1A COM AS VESÍCULAS DA 

BORDA ESCOVADA DA MEMBRANA APICAL (BBMVs)  DO 

INTESTINO MÉDIO DE Spodoptera frugiperda E Diatraea saccharalis E  

AVALIAÇÃO  DO  TEMPO DE CULTIVO SOBRE A PRODUÇÃO DE β-

EXOTOXINA EM ISOLADOS DE Bacillus thuringiensis. 

 

 

  

 

 

  

APROVADA em 19 de abril de 2013. 

 

 

Rose Gomes Monnerat Solon de Pontes        EMBRAPA CENARGEN 

 

Andréa Almeida Carneiro                              EMBRAPA MILHO E SORGO 

 

 

 

                                      

Prof. Dr. Fernando Hercos Valicente 

 (Orientador) 

 

LAVRAS – MG 

2013 

Dissertação apresentada à Universidade Federal 

de Lavras, como parte das exigências do 

Programa de Pós-Graduação em Biotecnologia 

Vegetal, área de concentração em Biologia 

Molecular, para a obtenção do título de 

“Mestre”. 



 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

À Deus, 

por me abençoar com tantas oportunidades, por estar sempre ao meu 

lado e por não me deixar desistir apesar de todas dificuldades e 

momentos difíceis, 

OFEREÇO 

Aos meus pais, Sandra e Tarley, 

por todo amor e por não  medirem esforços para que eu pudesse 

realizar mais este sonho, 

 

DEDICO 

Ao meus queridos irmãos Douglas e Daniel 

por sempre acreditarem em mim, pelo carinho, apoio, incentivo e 

palavras amigas, 

 

AGRADEÇO 

  



 
 

 

AGRADECIMENTOS 

 

Em primeiro lugar agradeço a Deus por estar sempre presente 

em minha vida e por permitir que este sonho se tornasse realidade. 

                        À Universidade Federal de Lavras pela oportunidade de estudo. 

           À Embrapa Milho e Sorgo e Embrapa Cenargen pela 

oportunidade de desenvolver este trabalho. 

Ao Conselho Nacional de Desenvolvimento Científico e 

Tecnológico (CNPq) pela concessão da bolsa. 

Ao Dr. Fernando Hercos Valicente pela orientação, confiança,    

oportunidade, apoio, paciência e pelos valiosos ensinamentos. 

À Dra. Rose Monnerat por aceitar participar da banca de defesa 

e por disponibilizar seu laboratório para que eu realizasse este trabalho. 

Ao Dr. Ubirací Gomes de Paula Lana pelas informações e por 

aceitar o convite para membro suplente na banca de defesa. 

À Dra. Andréa Carneiro Almeida pela disponibilidade, 

aceitando prontamente o convite para membro da banca. 

À toda equipe do NBA por se disponibilizarem a me ajudar 

quando  precisei em especial à Meire e Bia. 

Ao Dr. Márcio Roberto Silva por realizar as análises estatísticas 

e pela prontidão em me ajudar e sanar todas dúvidas. 

À Dra. Érica Martins por me ajudar com os experimentos, pelos 

valiosos ensinamentos e pela paciência em esclarecer todas as dúvidas. 

A todo pessoal do Laboratório de Bactérias Entomopatogênicas 

do Cenargen, Clara, Fernanda, Flávia, Lílian, Luísa, Marcelo, Elias, 

Zezinho, Paulo em especial à Carla, Cris e  Lunalva, por me receberem 



 

tão bem, pela disponibilidade em ajudar em tudo que precisei e por toda 

torcida. 

À Mayara, Andréia, Valquíria, Carla e Marla pela amizade,  

palavras de incentivo, convívio e bons momentos de discontração. 

Às minhas queridas amigas Márcia, Marlúcia, Lorena, Rosane e 

ao meu padrinho Márcio dos quais tenho grande admiração e são para 

mim um exemplo a ser seguido e mesmo estando longe sempre me 

incentivaram e torceram por mim. Agradeço pela amizade sincera e 

pelas  palavras amigas nos momentos que mais precisei. 

Aos colegas do Laboratório de Controle Biológico, André, 

Arthur, Mário, Thaís, Nate, Celso, Kátia em especial à Camila, Donald e 

Jéssika pela ajuda e participação direta na realização deste trabalho. 

À toda minha família, em especial aos meus queridos irmãos, 

que  sempre torceram por mim. 

Aos meus pais pelo amor incondicional e por fazerem o possível 

e impossível para que eu realizasse mais este sonho. 

. 

 

Muito Obrigada! 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

... Sonhe com aquilo que você quiser. 

Seja o que você quer ser, 

porque você possui apenas uma vida 

e nela só se tem uma chance 

de fazer aquilo que se quer. 

 

Tenha felicidade bastante para fazê-la doce. 

Dificuldades para fazê-la forte. 

Tristeza para fazê-la humana. 

E esperança suficiente para fazê-la feliz. 

 

As pessoas mais felizes 

não têm as melhores coisas. 

Elas sabem fazer o melhor 

das oportunidades que aparecem 

em seus caminhos. 

 

A felicidade aparece para aqueles que choram. 

Para aqueles que se machucam. 

Para aqueles que buscam e tentam sempre. 

E para aqueles que reconhecem 

a importância das pessoas que passam por suas vidas... 

 

 

 

 

Clarice Lispector



9 

 

 

 

 

              RESUMO 

 

Bacillus thuringiensis é uma bactéria entomopatogênica capaz de 

sintetizar diferentes toxinas, tais como δ-endotoxinas com atividade 

tóxica específica para  insetos e β-exotoxina. Esta bactéria é amplamente 

utilizada no controle biológico de pragas e em várias cultivares 

geneticamente modificadas através da expressão dos genes das δ-

endotoxinas que permitem as plantas   tornarem-se  tolerantes ao ataque 

de insetos. Com isto vários eventos de milho transgênicos vêm sendo 

desenvolvidos, visando o controle de insetos-pragas  como Spodoptera 

frugiperda e Diatraea saccharalis, consideradas importantes pragas 

desta cultura.  Este estudo teve por objetivo analisar a interação das 

proteínas inseticidas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac com os sítios de ligação 

do intestino médio de lagartas de  S. frugiperda e D. saccharalis e 

detectar a síntese de β-exotoxina em cepas de B. thuringiensis com 

potencial de serem utilizadas na formulação de biopestida e avaliar o 

efeito do tempo de cultivo sobre a produção desta toxina. Para o 

primeiro trabalho as proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac expressas 

separadamente em cepas recombinantes de B. thuringiensis foram 

extraídas, solubilizadas, tripsinadas e marcadas com biotina. As 

preparações de BBMVs foram extraídas a partir do intestino médio 

retirado de lagartas do terceiro estádio. Para realizar os estudos de 

ligação e competição foram realizadas incubações com a toxina 

biotinilada e preparações de BBMVs na ausência ou presença de um 

competidor. Os resultados demonstraram que todas proteínas testadas 

são capazes de se ligar aos receptores do intestino médio das lagartas de 

S. frugiperda e D. saccharalis. Não foi verificado competição entre as 

proteínas pelos receptores de ambas pragas, exceto as proteínas Cry1Aa 

e Cry1Ac que compartilham o mesmo receptor em D. saccharalis. 

Também foi observado que possivelmente haja sinergismo entre 

Cry1Ab e Cry1Ac em S. frugiperda. Para o segundo trabalho, o 

sobrenadante foi coletado de cepas de B. thuringiensis cultivadas 

durante 48, 72, 96, 120 e  144 horas, autoclavado, filtrado e testado 

contra lagartas de S. frugiperda através de bioensaios. A análise de 30 

cepas de B. thuringiensis demonstrou que 4 cepas (13,3%) apresentaram 

sobrenadantes tóxicos para S. frugiperda e portando produzem β-

exotoxina. Nas cepas que foram positivas para a presença de β-
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exotoxina incluindo os controles positivos, foi verificado que o tempo de 

cultivo exerce influência sobre a produção deste metabólito além  disso 

o  tempo de cultivo no qual é detectada a síntese da toxina é dependente 

da cepa visto que foi observado um pico de  produção de β-exotoxina a 

partir de 48, 96 e 144 horas de cultivo, de acordo  com os valores da 

mortalidade e peso médio apresentados pelas  lagartas de S. frugiperda 

nestes tempos de cultivo. 

 

Palavras-chave: Bacillus thuringiensis, proteínas Cry, β-exotoxina, 

Spodoptera frugiperda, Diatraea saccharalis, BBMVs. 
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                                          ABSTRACT 
 

 

Bacillus thuringiensis is an entomopathogenic bacterium able to produce 

various toxins such as insects specific δ-endotoxins and β-exotoxin. This 

bacterium is widely used in biological control of pest and various 

cultivars genetically modified through expression of δ-endotoxin genes 

that allow plants to become tolerant to insect attack. Many events of 

transgenic corn have been developed  aiming to control insects such as 

Spodoptera frugiperda and Diatraea saccharalis, important pests of this 

crop. This study aimed to analyze the interaction of insecticidal proteins 

Cry1Aa, Cry1Ab and Cry1Ac  with larval  midgut binding sites of S. 

frugiperda and D. saccharalis through binding and competition assays. 

In addition, it sought to detect the synthesis of β-exotoxin in strains of B. 

thuringiensis with potential use in formulating biopesticide and assess 

the effect of culture time on production of this toxin. For the first study 

proteins Cry1Aa, Cry1Ab and Cry1Ac expressed  separately in 

recombinant strains of B. thuringiensis were extracted, solubilized, 

trypsinized and labeled with biotin. The  BBMVs preparations were 

obtained from midgut extracted third instar larvaes. Binding and 

competition studies were performed through incubation biotinylated 

toxin and BBMVs preparations in the absence or presence of a 

competitor. The results showed that all proteins tested are able to  bind 

to midgut receptors  larvaes of S. frugiperda and D. saccharalis. The 

heterologous competion assay didn’t show  competition between 

proteins for  the binding site in both pests, except Cry1Aa and Cry1Ac 

proteins that share the same receptor in D. saccharalis. Also was  

observed possibly there is synergism between Cry1Ab and Cry1Ac in S. 

frugiperda. For the second study, the supernatant was collected strains 

of B. thuringiensis grown for 48, 72, 96, 120 and 144 hours, autoclaved, 

filtered and tested against larvaes of S. frugiperda by bioassays. The 

analysis of 30 strains of B. thuringiensis showed that supernatants of  4 

strains (13,3%) were toxic to S. frugiperda. Also was observed in the 

strains which were positive for the presence of β-exotoxin including 

positive controls, that cultivation time influences the production this  

metabolite in addition the cultivation time at which is detected the 

synthesis of the toxin is dependent strain wear that  was observed a peak 

production of β-exotoxin from 48, 96 and 144 hours of culture, 

according with  the values of mortality and weight presented by the 

larvae of S. frugiperda these times of cultivation. 
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Keywords: Bacillus thuringiensis, Cry proteins, β-exotoxin, Spodoptera 

frugiperda, Diatraea saccharalis, BBMVs. 
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CAPÍTULO 1 

1 INTRODUÇÃO  

Bacillus thuringiensis (Bt) é uma bactéria Gram-positiva que  

produz  durante a fase de esporulação inclusões cristalinas geralmente 

compostas de diferentes δ-endotoxinas conhecidas como proteínas Cry e 

Cyt (DE MAAGD et al., 2003).   Estas toxinas são ativas contra 

diversas ordens de insetos como Lepidoptera, Coleoptera e Diptera 

(VAN FRANKENHUYZEN, 2009) e também alguns nematóides 

(SCHNEPF et al., 1998).  

Devido à alta eficiência na redução da quantidade da praga 

alvo, especificidade além de não possuir efeito poluente ao meio 

ambiente (BRAVO et al., 2007) a utilização dos  inseticidas 

microbianos como substitutos aos produtos químicos tem se tornado  

uma alternativa viável para o controle de insetos-pragas das principais 

culturas (PARDO-LÓPEZ et al., 2013).  

As culturas Bt que também utilizam as δ-endotoxinas como 

princípio ativo  permitem  controlar de forma efetiva vários   insetos-

pragas e por isso têm sido consideradas uma das mais recentes 

conquistas biotecnológicas de sucesso, sendo o milho e o algodão as 

duas principais culturas Bt plantadas em todo o mundo (SENA et al., 

2009).  

Considerando as culturas de grande importância para o Brasil, o 

milho apresenta-se em uma posição de destaque no cenário do 

agronegócio (DOURADO NETO & FANCELLI, 2004).  Porém a 

produção deste cereal é altamente comprometida pelo ataque de insetos- 

pragas, dos quais,  Spodoptera frugiperda ( J. E. Smith) (Lepidoptera: 
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Noctuidae) é considerada a principal praga e Diatraea  saccharalis 

(Fabr. 1974) (Lepidoptera: Crambidae)  é tida como uma praga 

secundária (CRUZ et al., 2002; BUSATO et al., 2004). 

Dentre as estratégias empregadas nos programas de controle 

destes insetos, a utilização de plantas geneticamente modificadas que 

expressam genes de B. thuringiensis é bem conhecida e amplamente 

utilizada. Contudo várias cepas de B. thuringiensis com alta 

patogenicidade à S. frugiperda ou D. saccharalis vêm sendo 

selecionadas visando a sua utilização na formulação de biopesticidas 

como uma forma de também controlar estas pragas (VALICENTE & 

FONSECA 2004; DOS SANTOS et al., 2009; VALICENTE et al., 

2010; DE MACEDO et al., 2012).  

Entretanto a evolução da resistência dos insetos é a maior 

ameaça para o sucesso contínuo das δ-endotoxinas usadas nas plantas 

transgênicas ou nas formulações convencionais (FERRÉ & VAN RIE, 

2002; HIGUCHI et al., 2007). Uma alternativa para retardar este 

processo envolvendo as culturas Bt pode ser conseguido  utilizando 

combinações de diferentes tipos de genes de B. thuringiensis juntos na 

mesma planta ou em plantas diferentes em rotação (FERRÉ, 2003).   

Para que a piramidação de genes seja eficaz  um requisito chave 

é que as proteínas inseticidas difiram nos seus mecanismos  de ação, em 

particular no reconhecimento dos locais de ligação específicos do 

inseto-alvo, de modo que  as proteínas Cry a serem expressas na planta 

não devam  compartilhar os mesmos receptores (FERRÉ et al., 2008). 

Algumas cepas de B. thuringiensis produzem β-exotoxina que é 

altamente tóxica para várias ordens de insetos, ácaros, nematóides e 

também vertebrados (LECADET & BARJAC, 1981; HANSEN & 
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SALAMITOL, 2000). Assim a Organização Mundial de Saúde (OMS) 

recomenda que não se utilize cepas de B. thuringiensis que produzam β-

exotoxina na formulação de biopesticidas (WHO, 1999) fazendo-se 

necessário realizar a detecção das cepas de B. thuringiensis que 

sintetizem esta toxina. 

O tempo de cultivo do B. thuringiensis utilizado nas 

metodologias dos trabalhos para a detecção de β-exotoxina é muito 

variável,  assim sendo é importante avaliar o efeito do  tempo de cultivo 

sobre a  produção da β-exotoxina para que o sobrenadante seja coletado 

somente após a síntese e secreção da toxina pela bactéria.  

Neste contexto, o presente trabalho, teve como objetivo avaliar 

a interação das proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac de B. thuringiensis 

com os receptores presentes nas células das microvilosidades intestinais 

de S. frugiperda e D. saccharalis, além de avaliar a capacidade de 

produção de β-exotoxina por cepas de B. thuringiensis e o efeito do 

tempo de cultivo sobre a síntese deste metabólito.  
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2 REFERENCIAL TEÓRICO 

 

            2.1 Zea mays x Spodoptera frugiperda e Diatraea saccharalis 

 

Dentro da classificação botânica, o milho (Zea mays L.) 

pertencente à família Poacea (Gramineae), é uma espécie 

monocotiledônea, diplóide e alógama. Tem como ancestral Zea mays 

spp. parviglumis denominado também como teosinte e foi domesticado 

no México e América Central num período entre 7.000 e 10.000 mil 

anos atrás (DOEBLEY, 2004).  

O milho ocupa a terceira posição dentre os cerais mais 

cultivados no mundo, sendo superado apenas pelo trigo e o arroz.  No 

Brasil este grão é o mais cultivado com cerca de 72.979,8 milhões de 

toneladas produzidos, em uma área de aproximadamente 15.178,1 

milhões de hectares (safra 2011/2012), tornando o país o terceiro maior 

produtor mundial do grão, atrás apenas dos Estados Unidos e China 

(CONAB, 2012).  

Em torno de 70% da produção nacional de milho destina-se ao 

consumo animal na forma de ração e silagem. Os outros 30% são 

destinados à alimentação humana e atualmente também tem sido 

destinado à produção do biocombustível etanol (CONAB, 2011). 

Devido à suas inúmeras aplicações tanto na alimentação humana 

quanto animal, o milho desempenha importante papel sócio-

econômico, sendo matéria-prima impulsionadora de diversificados 

complexos agroindustriais (DOURADO NETO & FANCELLI, 2004). 

Além disso graças à sua capacidade produtiva, à composição química e 
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ao valor nutriticional, constitui um dos mais importantes cereais do 

mundo (HUANG & WEI, 2004). 

A ocorrência de pragas é um dos fatores que comprometem a 

qualidade e o rendimento da produção do milho causando danos à 

lavoura com importante impacto econômico. Dentre as pragas que 

atacam o milho, a Spodoptera frugiperda ( J. E. Smith) (Lepidoptera: 

Noctuidae) também conhecida como lagarta militar ou lagarta-do-

cartucho é considerada a mais importante, provocando prejuízos 

irreparáveis ao produtor (BUSATO et al., 2004).  

As perdas de produtividade no Brasil pelo ataque desta praga à 

cultura do milho podem variar de 17,7% a 55,6%, dependendo do 

estágio de desenvolvimento da planta e do genótipo (CRUZ, 2008). As 

lagartas  em seus estádios iniciais de desenvolvimento ao se 

alimentarem raspam as folhas  de um  lado, deixando a epiderme 

oposta intacta, a partir do segundo ou terceiro ínstar começam a fazer 

perfurações nas folhas deixando uma fileira de buracos característicos, 

se alimentando em seguida do cartucho das plantas de milho 

(VALICENTE, 2008). Assim as lagartas ao alimentarem-se das folhas, 

reduzem a área foliar afetando a capacidade fotossintética da planta, e 

consequentemente a produção. 

Diatraea saccharalis (Fabr. 1974) (Lepidoptera: Crambidae) 

popularmente conhecida como broca-da-cana é considerada a principal 

praga da cana-de-açúcar e uma praga secundária do milho. Em alguns 

lugares como  no Brasil Central tem constituído um problema sério 

para a cultura do milho. Em altas infestações, o ataque desse inseto 

pode causar perdas de até 21% na produção. Essa praga ocasiona no 

milho danos semelhantes aos vistos na cana-de-açúcar, como morte da 
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gema apical, decréscimo no desenvolvimento da planta, número de 

colmos, tamanho das espigas e enchimento dos grãos. A broca ao 

formar galerias na haste quando se alimenta do tecido da planta pode 

levar ao quebramento dos colmos. (CRUZ et al., 2002).  Os danos 

provocados pela lagarta de D. saccharalis podem ser também indiretos, 

quando os orifícios por ela formados favorecem a penetração de 

microrganismos fitopatogênicos no interior do colmo.  Quando o 

ataque é intenso, a planta pode secar precocemente e se tornar 

improdutiva (CRUZ et al., 2002).  

 

2.2 Bacillus thuringiensis  

 

As bactérias devido especialmente à sua especificidade e modo 

de ação, são os microorganismos mais relevantes do ponto de vista 

industrial e científico (FEITELSON et al., 1992). As famílias 

Bacillaceae, Paenibacillaceae, Streptococaceae e Achromobacteriaceae 

contêm as principais bactérias entomopatogênicas (ARONSON et al., 

1986).  

O agente entomopatogênico Bacillus thuringiensis destaca-se 

dentre os organismos empregados no controle biológico, por apresentar 

atividade tóxica contra diversas ordens de insetos dentre elas 

Lepidoptera, Diptera, Coleoptera, Hemiptera, Hymenoptera, 

Homoptera e Orthoptera (VAN FRANKENHUYZEN, 2009). Estando 

nelas inclusas importantes pragas agrícolas como S. frugiperda, D. 

saccharalis, Anticarsia gemmatalis (Lepidoptera: Noctuidae) e vetores 

de doenças de importância mundial pertencente aos gêneros Culex, 

Aedes e Anopheles (Diptera: Culicidae) (LERECLUS et al., 1993).  
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Atinge ainda organismos como nematóides (SCHNEPF et al., 1998), 

demonstrando então ser uma boa opção para o controle de pragas na 

agricultura e vetores de doenças (CRICKMORE et al., 2011; PARDO-

LÓPEZ et al., 2013). 

A bactéria B. thuringiensis é classificada como pertencente à 

Classe: Firmibacteria, Ordem: Eubacteriales, Família: Bacilaceae, 

Gênero: Bacillus (WHITELEY & SCHNEPF, 1986). Dentro do Gênero 

Bacillus, B. thuringiensis juntamente com B. cereus, B. mycoides, B. 

pseudomycoides, B. anthracis e B. wihenstephanensis formam o grupo 

B. cereus. Neste grupo, a maior semelhança de sequência de DNA 

ocorre entre B. anthracis, B. cereus e B. thuringiensis (HELGASON et 

al., 2000; GUINEBRETIERE et al., 2008; KOLSTO et al., 2009). B. 

thuringiensis e B. cereus apresentam características fenotípicas e 

bioquímicas comuns, mas por definição pode ser diferenciado pela 

presença de cristais (LUTHY & WOLFERSBERGER, 2000) visíveis 

em microscopia de contraste de fases (LYSENKO, 1983). 

Berliner em 1911 foi o pesquisador que descreveu pela primeira 

vez o B. thuringiensis quan do ele isolou o bacilo a partir de amostras 

de Anagasta kuehniella (Lepidoptera: Pyralidae) um inseto que se 

desenvolve na farinha de trigo. Posteriormente, ele o nomeou de 

Bacillus thuringiensis em homenagem à província Thuringia 

(Alemanha) onde foi encontrado o primeiro inseto infectado. 

 Embora esta seja a primeira descrição utilizando o nome B. 

thuringiensis não foi o primeiro isolamento deste patógeno. O biólogo 

S. Ishiwata em 1901 isolou uma bactéria esporulante que causava 

mortalidade no bicho-da-seda (Bombyx mori) (Lepidoptera: 
Bombycidae) sendo esta denominada “sotto disease”. Em 1908, 
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Iwabuchi a denominou como Bacillus sotto Ishiwata, que 

posteriormente foi considerado nome inválido, e o nome mais recente 

B. thuringiensis foi mantido (GLARE & O´CALLAGHAM, 2000).  

 O B. thuringiensis é uma bactéria Gram-positiva, catalase 

positiva, aeróbia, podendo também crescer em anaerobiose (GLARE & 

O´CALLAGHAM, 2000). O formato apresentado por suas células 

vegetativas é o de bastonete, são encontradas isoladas, aos pares ou 

formando cadeias e geralmente apresentam as medidas de 0,5 a 2,5 µm 

de largura por 3,0 a 5,0 µm de comprimento (MIRALLES & PEREZ, 

2004) além de possuírem flagelos peritríquios que permitem sua 

locomoção (GLARE & O’CALLAGHAM, 2000).   

 Estas bactérias são de ocorrência ubíquoa (KRYWUNCZYK & 

FAST, 1980) sendo encontradas no solo, água, superfície de plantas, 

insetos mortos, teias de aranha e resíduos de grãos (BRAVO et al., 

1998).  São capazes de produzir durante a fase de esporulação 

inclusões cristalinas formadas por proteínas Cry e/ou Cyt denominadas 

δ-endotoxinas (DE MAAGD et al., 2003). Estas toxinas se acumulam 

no compartimento da célula-mãe, podendo corresponder à 1/3 do total 

de proteínas encontradas na célula e são liberadas juntamente com o 

esporo após a lise celular (LERECLUS et al., 1989;   ARANTES et al., 

2002).         

 A atividade entomopatogênica desta bactéria está associada 

com a síntese destas proteínas que são altamente tóxicas e específicas 

para insetos de várias ordens e outros invertebrados (HӦFTE & 

WITELEY, 1989; GLARE & O’ CALLANGHAM, 2000).  Além das 

proteínas Cry e Cyt, B. thuringiensis pode produzir uma série de outras 

toxinas, incluindo proteínas com atividade inseticida como α-
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exotoxinas, β-exotoxinas, hemolisinas, enterotoxinas, quitinases, 

fosfolipases (HANSEN & SALAMITOU, 2000) e as VIPs (proteínas 

inseticidas vegetativas) (ESTRUCH et al., 1996). Os esporos também 

podem contribuir com a patogenicidade através da ação sinérgica 

realizada juntamente com as δ-endotoxinas (JOHNSON & 

McGAUGHEY, 1996). 

              2.3 δ-endotoxinas (Cry e Cyt) 

 

As δ-endotoxinas também conhecidas como proteínas 

formadoras de poros (TFP) produzidas pelo B. thuringiensis são 

solúveis em água e sofrem alterações conformacionais que levam à sua 

inserção ou translocamento na membrana celular do hospedeiro 

formando poros que causam a morte do inseto (PARKER & FEIL, 

2005). 

As δ-endotoxinas compreendem duas famílias multigênicas, Cry 

e Cyt, atualmente mais de 400 genes cry e 37 genes cyt já foram 

identificados. As proteínas Cry estão classificadas em 72 grupos 

organizados em diferentes subgrupos, além de existirem 3 grupos de 

toxinas Cyt (CRICKMORE et al., 2012).  

Esta classificação baseada na identidade de sequência de 

aminoácidos foi proposta por Crickmore e colaboradores (1998) sendo 

utilizada até hoje. Ela é composta por quatro estágios hierárquicos em 

função do local que essas sequências ocupam em uma árvore 

filogenética (CRICKMORE, 1998; DE MAAGD et al., 2001). 

No primeiro estágio de classificação as sequências recebem um 

número e quando essas apresentam menos de 45% de similaridade 
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genética esse número se difere (cry1, cry2, cry3.... cry72), classificando 

as sequências em 72 diferentes grupos de proteínas Cry. Esse número é 

seguido por uma letra maiúscula que separa as sequências que possuem 

até 78% de homologia (cry1A, cry1B, cry1C....). Nesta etapa, as 

sequências são divididas em classes, e quando a homologia entre as 

sequências passa a ser maior que 95% elas são dividas em um terceiro 

estágio no qual recebem letras minúsculas (cry1Aa, cry1Ab, cry1Ac...), 

sendo então, classificadas em subclasses. No quarto estágio de 

classificação as sequências voltam a receber números que representam 

a ordem de deposição (publicação) das mesmas no banco de dados 

(cry1Aa1, cry1Aa2 ... cry1Aa22) (CRICKMORE et al., 1998). 

A maior parte das cepas de B. thuringiensis são capazes de 

produzir mais de um tipo de cristal. Os cristais podem ser formados por 

diferentes proteínas Cry e/ou Cyt, como ocorre por exemplo em  B. 

thuringiensis subesp. israelenses, que  apresenta 5 genes codificadores 

de proteínas Cry e um outro gene que codifica uma citolisina, todos 

localizados em um mesmo plasmídeo de 72MDa (GONZALEZ & 

CARLTON, 1984; LERECLUS et al., 1989).  

A massa molecular das toxinas Cry varia geralmente de 40 a 

140 KDa (BRAVO et al., 2007).  As longas protoxinas Cry com massa 

molecular de 130 KDa são divididas em duas regiões distintas, a N-

terminal contendo a porção ativa e a C-terminal. A extremidade C-

terminal determina a forma da estrutura do cristal, já a porção N-

terminal está associada com a toxicidade da proteína (LI et al., 1991).  

A composição da inclusão cristaliana e as estruturas das toxinas 

determinam a forma do cristal, podendo ser bipiramidal, cubóide, 

rombóide, ovóide, esférico, retangular ou ainda sem forma definida 
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(HABID & ANDRADE, 1998).  Interações complexas como pontes de 

hidrogênio, pontes dissulfeto, hidrofobicidade mantêm as proteínas 

associadas e estáveis na inclusão parasporal (GILL et al., 1992). 

Acredita-se que esta capacidade de formar cristais das δ-endotoxinas 

pode diminuir sua susceptibilidade à degradação por proteases do 

hospedeiro (SCHNEPF et al., 1998). 

 

             2.4 Estrutura das proteínas Cry 

 

As δ-endotoxinas são classificadas em dois grupos de acordo 

com suas estruturas terciárias: as toxinas α-hélice (α-helicoidais), no 

qual a região da α-hélice forma um poro na membrana, e as toxinas β-

barril que se inserem na membrana formando um β-barril constituído 

de monômeros de grampos de folhas β-pregueadas.  As toxinas α-

hélice incluem as proteínas Cry que são formadas por três domínios, já 

as toxinas β-barril incluem as proteínas Cyt (PARKER & FEIL, 2005). 

As proteínas Cry apresentam uma estrutura terciária 

característica apesar da diferença entre as sequências dos genes que as 

codificam (DE MAAGD et al., 2001). Através da técnica de 

cristalografia de raios X foi determinada a primeira estrutura de uma 

proteína Cry (Cry3A) por Li e colaboradores (1991).  

A forma ativa de uma proteína cristal apresenta três domínios, o 

domínio N-terminal (domínio I) é composto de sete α-hélices, no qual a 

hélice central α-5 é hidrofóbica e cercada por outras seis hélices 

anfipáticas, este domínio helicoidal é o responsável pela inserção da 

proteína na membrana e formação dos poros (HOWLADER et al., 

2009). O domínio II é composto por três folhas-β antiparalelas ligadas 
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através de regiões loop expostas, com alto grau de variação entre as 

proteínas Cry, ao redor de um centro hidrofóbico (MORSE et al., 2001; 

GALITSK et al.,  2001;  BOONSERM et al.,  2006). 

O domínio III C-terminal (β-prisma) é um sanduiche de folhas-

β.  As regiões dos domínios II e III que ficam expostas estão 

relacionadas com a ligação ao receptor (BRAVO et al., 2005). 

Acredita-se que o domínio III esteja fortemente  relacionado com a 

estabilidade da estrutura proteica (DE MAAGD et al., 2001) impedindo 

que a  proteína seja degradada durante o processamento proteolítico, 

regulando as interações toxina-toxina e ainda pode estar atuando junto 

com o domínio I na formação do poro (RUKIMINI et al., 2000). 

 

 

 

Figura 1: Representação esquemática da estrutura da toxina Cry3A. O 

domínio I (região azul) é formado por sete α-hélices, o domínio II (região 

verde) consiste de três folhas-β antiparalelas ao redor de um cerne hidrofóbico, 

terminando em alças no ápice da molécula. O domínio III (região vermelha) 

corresponde à região C-terminal que possui duas folhas-β antiparalelas, 

formando um β-sanduíche. LI et al., 1991. 
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Ao realizar o alinhamento das sequências de aminoácidos de 

várias proteínas Cry com diferentes especificidades foram identificados 

cinco blocos bem conservados na região amino-terminal que codifica a 

toxina ativa, entre os quais estão presentes regiões de sequências 

variáveis (HӦFTE & WHITELEY, 1989; LERECLUS et al., 1993; 

KNOWLES, 1994; DE MAAGD et al., 2001). Posteriormente foram 

descritos mais três blocos na região da protoxina (SCHNEPF et al., 

1998).  

As relações evolucionárias entre as diferentes classes de 

proteínas Cry podem ser visualizadas através de alinhamentos das 

sequências de aminoácidos. A presença destes blocos de sequências 

conservadas sugerem que eles sejam importantes para a função 

biológica dessas proteínas, principalmente por se localizarem nas 

regiões internas da proteína e na região de contato entre domínios, o 

que permite também dizer que as proteínas Cry formam uma família de 

blocos similares com mecanismos de ação muito semelhantes 

(MONNERAT & BRAVO, 2000; DE MAAGD et al., 2001). 
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 Figura 2: Alinhamento da estrutura primária das toxinas Cry. 

Comprimentos relativos das proteínas Cry e a posição dos blocos conservados. 

Os retângulos coloridos correspondem às sequências conservadas. Domínios I, 

II e III correspondem à toxina ativa. Adaptado de DE MAAGD et al., 2001. 

 

             2.5 O modo de ação das proteínas Cry 

 

O mecanismo de ação das proteínas Cry foi determinado 

através de estudos realizados principalmente em insetos da ordem 

Lepidoptera (KNOWLES & DOW, 1993; BRAVO et al., 2007). As 

toxinas Cry nativas de B. thuringiensis que formam o corpo de inclusão 
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parasporal são produzidas em uma forma inativa como protoxinas 

(ARONSON et al., 1986). Uma vez ingeridos pelas lagartas dos insetos 

suceptíveis os cristais protéicos são solubilizados no intestino alcalino e 

as protoxinas liberadas são clivadas por proteases formando segmentos 

protéicos tóxicos (ARONSON et al., 1986; KNOWLES et al., 1994;  

BRAVO et al., 2005). 

 Assim as toxinas tornam-se aptas a serem reconhecidas  e se 

ligarem aos  receptores presentes na membrana das células do intestino 

médio do inseto, levando à formação de poros que alteram o gradiente 

iônico e osmótico causando a morte do inseto por septcemia ou 

inanição (MONNERAT & BRAVO, 2000; BRAVO et al., 2007).  

Após a ingestão dos cristais e esporos o inseto manifesta uma 

série de sintomas como perda de apetite, rejeição ao alimento, paralisia 

do intestino, vômito, diarréia, paralisia total e finalmente morte 

(ARONSON et al., 1986).  As lagartas  infectadas tornam-se mais 

lentas e também sofrem uma alteração da coloração do tegumento, 

ficam marrom-escuras e depois de mortas apresentam coloração preta, 

típica da infecção com B. thuringiensis (HABIB & ANDRADE, 1998; 

MONNERAT & BRAVO, 2000).  

 

              2.5.1 Solubilização 

 

A partir do momento em que as larvas dos insetos se alimentam 

dos cristais, eles passam por um processo de solubilização, que ocorre 

em  pH alcalino geralmente em torno de 9,5 no lúmen do  intestino 

médio da maioria dos insetos suceptíveis,  permitindo assim que as 

proteínas  que formam o cristal sejam dissociadas (KNOWLES, 1994). 
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Entretanto a proteína Cry3A que é toxica para crisomelídeos é 

solúvel tanto em pH em torno de 3,5 a 4,2 quanto em  pH acima de 9,5,  

permanecendo inativa em pH neutro (KOLLER et al., 1992), sugerindo 

então que outros fatores presentes no conteúdo intestinal  também 

devem atuar na solubilização do cristal (MONNERAT & PRAÇA, 

2006). 

A maioria das δ-endotoxinas são sintetizadas na forma inativa 

de protoxinas com massa molecular variando em torno de 130-140 

KDa. Elas tornam-se ativas a partir da clivagem em regiões específicas, 

por proteases intestinais das larvas dos insetos, liberando um ou mais 

fragmentos tóxicos de aproximadamente 60-70 KDa  que são 

relativamente  resistentes à proteólises posteriores (ARONSON et al., 

1986; HӦFTE & WHITELEY, 1989; LERECLUS et al., 1989; 

BRAVO et al., 2007).  

Durante esta digestão, as protoxinas tem uma porção da 

extremidade N-terminal removida (25-30 aminoácidos para a toxina 

Cry1, 58 resíduos para Cry3A e 49 para Cry2Aa) e aproximadamente 

metade da proteína restante da extremidade C-terminal, no caso de 

longas protoxinas Cry (BRAVO et al., 2007). 
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Figura 3: Esquema representativo da clivagem de algumas protoxinas 

Cry por protease. As caixas brancas representam a protoxina e as caixas 

listradas representam a toxina ativa. Setas sólidas mostram os sítios de 

clivagem nas extremidades amino-terminal e carboxi-terminal das proteínas 

ativadas e as setas listradas mostram as clivagens intramoleculares das toxinas 

ativas. Bravo et al., 2007. 

 

 

 Diferenças significativas na fisiologia do intestino e 

consequentemente uma variação na atividade proteolítica entre as 

diferentes ordens de insetos, têm um papel importante na 

especificidade das toxinas. Como exemplo, temos que as proteases 

digestivas de Coleoptera são principalmente cisteíno e aspártico-

proteases enquanto em Lepdoptera e Diptera contitui-se de serino-

proteases (DE MAAGD et al, 2001). 

Uma hipótese sugerida para explicar o mecanismo de resistência 

desenvolvido pelos insetos está relacionado com as proteases 

envolvidas na ativação das protoxinas  e com o grau de solubilidade 

das proteínas Cry que podem variar devido à diferenças presentes no 

intestino dos insetos (ARONSON et al., 1991; McGAUGLEY & 
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WHALON, 1992; KELLER et al., 1996; OPPERT et al., 1997; LI et 

al., 2004). 

Uma protoxina pode se tornar ativa contra lepidópteros ou 

dípteros dependendo do tipo de combinação de enzimas proteolíticas 

presentes no extrato intestinal do inseto o qual ela é submetida. Este 

fato foi demostrado após o tratamento de uma proteína de 130 KDa  de 

B. thuringiensis sorovar aizawai, com atividade tóxica para  

lepidópteros e dípteros, com o extrato do intestino médio de Pieris 

brassicae.  A toxina, após o tratamento, mostrou-se tóxica para larvas 

de P. brassicae e Aedes aegypti. Entretanto, quando ativada com 

proteases do intestino de A. aegypty, a toxina ativa apresentava 

toxicidade apenas para larvas de dípteros (HAIDER & ELLAR, 1989). 

 

           2.5.2 União aos receptores 

 

As proteínas Cry uma vez ativadas se ligam a receptores 

específicos encontrados nas microvilosidades apicais das membranas 

das células colunares do intestino médio dos insetos susceptíveis e  a 

união a estes sítios é uma etapa determinante da especificidade assim 

como da toxicidade das proteínas Cry (DE MAAGD et al, 2001). 

A ligação das toxinas Cry ao intestino dos insetos envolve dois 

passos, um reversível e outro irreversível, sendo portanto bifásica.  Na 

primeira etapa ocorre o reconhecimento do receptor que é reversível e 

pode levar à dissociação do complexo toxina-receptor, na segunda 

etapa, ocorre a inserção da toxina na membrana apical da célula 

tornando a ligação irreversível (VAN RIE et al., 1990; SCHENEPF et 

al., 1998). 
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São conhecidos quatro tipos de receptores proteicos envolvidos 

no complexo processo de ligação das proteínas Cry1 às 

microvilosidades da membrana apical das larvas de Lepidoptera. Uma 

aminopeptidase-N (APN) e uma fosfatase alcalina (ALP), estando 

ambas ligadas à membrana por uma âncora de glicosilfosfatidilinositol 

(GPI), uma proteína do tipo caderina (CADR) e um glicoconjugado 

(GCR) de 270KDa  (BRAVO et al., 2007; PIGOTT & ELLAR, 2007; 

SOBERÓN et al., 2009).   

Alguns trabalhos sugerem que glicolipídeos ou proteínas 

intracelulares, tais como V-ATPase subunidade A e actina também 

podem atuar como moléculas receptoras (McNALL & ADANG, 2003; 

GRIFFITS et al, 2005; KRISHNAMOORTHY et al., 2007; 

BAYYAREDDY et al., 2009). 

 

FFFf

 
Figura 4: Moléculas receptoras de proteínas Cry1A. CADR (caderina), 

APN (aminopeptidase-N), ALP (fosfatase alcalina) GCR (glicoconjugado). 

BRAVO et al., 2007. 
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As proteínas caderinas constituem uma superfamília de 

glicoproteínas envolvidas no contato intracelular. A primeira proteína 

caderina demonstrada como sendo capaz de interagir com toxinas Cry 

foi a BT-R1, uma glicoproteína de 210 kDa identificada em BBMVs de 

Manduca sexta (VADLAMUTI et al., 1993). A partir da clonagem e 

análise da sequência do receptor BT-R1 foi demonstrado que as 

caderinas são proteínas transmembranas com um domínio 

citoplasmático e um domínio extracelular com várias repetições de 

caderina, apresentando 12 repetições no caso deste receptor específico 

(VADLAMUTI et al., 1995).                                                                             

Desde então, outras caderinas de lepidópteros foram 

identificadas e todas têm provado possuir uma organização de domínio 

semelhante, dentre elas os receptores BtR175 de Bombyx mori e 

HevCaLP de Heliothis virescens (GAHAN et al., 2001;  MORIN et al., 

2003; WANG et al., 2005; FLANNAGAN et al., 2005).     

Enquanto as caderinas clássicas encontram-se principalmente 

dentro de junções envolvidas na adesão célula-célula (ANGST et al., 

2001), as proteínas caderinas de lepidópteros foram identificadas na 

membrana apical das células colunares do epitélio do intestino médio  

(AIMANOVA et al., 2006), local alvo das toxinas Cry (CHEN et al., 

2005).  

A interação das proteínas Cry com a CADR é uma interação 

complexa que envolve três epítopos da CADR correspondentes às 

regiões extracelulares denominados CR7, CR11 e CR12, em que 

CR12 é proximal ao domínio de membrana da caderina. 

Estes epítopos da proteína CADR  interagem com as alças expostas 2, 3 

e α-8 do domínio II da toxina, promovendo uma clivagem proteolítica 
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adicional da extremidade N-terminal, e também da hélice α-1 do 

domínio I (GÓMEZ et al., 2002; ATSUMI et al., 2008). 

 A clivagem da hélice α-1 expõe regiões hidrofóbicas do 

domínio I, e foi levantada a hipótese de que a clivagem desta hélice é 

necessária para desencadear a formação da estrutura oligomérica do 

pré-poro da toxina antes da inserção na membrana (GÓMEZ et al., 

2002; PACHECO et al., 2009; ARENAS et al., 2010). 

Os receptores do tipo APN e ALP são proteínas ancoradas a 

GPI e estão localizados no interior de plataformas de lipídeos (Lipid 

Rafts) que constituem pequenos domínios na membrana celular. Essas 

estruturas apresentam altas concentrações de colesterol e 

glicoesfingolipídeos e provavelmente estão envolvidas em vias de 

transdução de sinal (GRIFFITS et al., 2005).  

As aminopeptidases N (APN) são exopeptidases e atuam no 

intestino larval de lepidópteros juntamente com endopeptidases e 

carboxipeptidases digerindo as proteínas derivadas da dieta do inseto 

(WANG et al., 2005).  Além de serem estudadas pelo seu papel na 

digestão, as APNs têm sido amplamente estudadas como receptores das 

toxinas Cry de B. thuringiensis, uma vez que foi mostrado que as 

proteínas Cry podem se ligar a APN (KNIGHT et al., 1994;  

SANGADALA., 1994). Muitos tipos diferentes de APNs foram 

isoladas e caracterizadas com isso as  APNs dos vários grupos de 

insetos lepidópteros foram classificadas dentro de cinco grupos: APN1, 

APN2, APN3, APN4 e APN5 (HERRERO et al., 2005).  

Vários estudos  têm relatado  que as ALPs também funcionam 

como receptores das toxinas Cry, no qual  foi demonstrado   que a 

proteína ALP pode atuar como um receptor de Cry1Ac em M. sexta 
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(SANGADALA et al., 1994; McNALL & ADANG, 2003) e H. 

virescens (ENGLISH & READDY., 1989; JURANT-FUENTES & 

ADANG, 2004) e como um receptor Cry11Aa em Aedes aegypti 

(FERNANDEZ et al., 2006). 

A interação da proteína Cry com a APN ocorre através da alça-3 

exposta  do domínio II e a interação com a ALP é estabelecida através  

da folha-β 16 do domínio III (MASSON et al, 1995; PACHECO et al, 

2009; ARENAS et al., 2010). 

As ALPs, APNs e CADR  interagem de modo consecutivo com 

diferentes estruturas da toxina ao longo do mecanismo de ação das 

proteínas Cry. Em larvas de lepidópteros as toxinas ativas Cry1A 

primeiramente se ligam aos receptores ALP e APN através de uma 

interação de baixa afinidade (MASSON et al., 1995; PACHECO et al., 

2009; ARENAS et al., 2010). A interação com ALP e APN concentra a 

toxina ativada nas microvilosidades da membrana das células do 

intestino médio tornando-as aptas a se ligarem através de uma interação 

de alta afinidade com os receptores CADR (VADLAMUDI et al., 

1995; GÓMEZ et al., 2006; PACHECO et al., 2009; ARENAS et al., 

2010).  

  Após a toxina ativa se ligar à CADR ocorre sua primeira 

mudança conformacional, no qual a região N-terminal da proteína 

incluindo a α-hélice 1 é exposta e clivada por proteases da membrana 

promovendo a oligomerização das toxinas Cry (na forma de um 

tetrâmero)  que corresponde à estrutura chamada pré-poro  (GÓMEZ et 

al., 2002; ATSUMI et al., 2008).  

A estrutura oligomérica Cry apresenta maior  afinidade pelos 

receptores ALP e APN, assim o oligômero se liga à estes receptores e 
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em seguida  ocorre a inserção da toxina ativa na membrana de forma 

irreversível induzindo a abertura ou formação de poros que provocam 

uma quebra no balanço osmótico da célula e consequente lise celular 

(PARDO-LÓPEZ et al., 2006; ARENAS et al., 2010; PARDO-LÓPEZ 

et al., 2013).  

 

        

Figura 5: Representação esquemática do mecanismo de ação das 

toxinas Cry em Lepidoptera no nível molecular. 1- A protoxina após ser 

ingerida pelo inseto é solubilizada no lúmen do intestino médio das larvas 
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devido ao elevado pH e às condições de redução, posteriormente é  ativada por 

proteases do intestino, gerando o fragmento de toxina.  2- A toxina Cry 

monomérica liga-se aos receptores ALP e APN, numa interação de baixa 

afinidade, a toxina fica então localizada em estreita proximidade com a 

membrana. 3- A toxina Cry monomérica se liga ao receptor CADR numa 

interação de alta afinidade e esta interação induz a clivagem proteolítica da 

extremidade N-terminal da toxina, incluindo a hélice α-1 do domínio I. 4- A 

toxina Cry clivada torna-se capaz de formar um oligômero com as outras 

toxinas constituindo uma estrutura de pré-poro. 5- A estrutura oligomérica Cry 

liga-se com alta afinidade aos receptores ALP e APN. 6- O pré-poro insere-se 

na membrana promovendo a formação de poros. PARDO-LÓPEZ et al., 2013. 

 

 

2.6 Aplicações das toxinas do Bacillus thuringiensis na agricultura 

 

As proteínas inseticidas de B. thuringiensis constituem o 

princípio ativo de muitos biopesticidas e de culturas geneticamente 

modificadas que expressam os genes responsáveis pela codificação 

destas toxinas (culturas Bt).  Para o controle de pragas da ordem 

Lepidoptera, as classes de proteínas Cry1 e Cry2 de B. thuringiensis 

têm sido usadas tanto nos inseticidas biológicos quanto em plantas 

transgênicas (SCHNEPF et al., 1998; FERRÉ et al., 2008). 

Os biopesticidas dentro do contexto do controle biológico têm 

assumido uma importância crescente nos programas de manejo 

integrado de pragas (MIP) atuando como uma importante ferramenta, 

especialmente em um momento que muito se debate sobre a produção 

integrada visando uma agricultura mais sustentável (HIGUCHI et al., 

2007).  

As formulações baseadas em B. thuringiensis têm sido 

utilizadas no campo ao longo dos últimos 50 anos e ocupam uma 

posição de destaque, representam cerca de 90% dos biopesticidas totais 
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utilizados (ALI et al., 2010) e 2% de todo mercado inseticida (BRAVO 

et al., 2011).  

Diferentes produtos a base de Bt foram desenvolvidos para o 

controle de insetos na agricultura e também contra espécies de 

mosquitos. A maioria destes produtos baseiam-se na preparação de 

cristais e esporos derivados de algumas cepas do tipo selvagem, tais 

como B. thuringiensis var. kurstaki (Btk) HD1 ou HD73, B. 

thuringiensis var. aizawai HD137, B. thuringiensis var. san diego e B. 

thuringiensis var. tenebrionis (SOBERÓN et al., 2009)  

 Produtos à base de  Btk são eficazes no controle de vários 

lepidópteros que se alimentam de folhas e que são considerados  

importantes pragas de culturas ou desfolhadoras florestais. Os 

biopesticidas baseados em Bt aizawai são especialmente ativos contra 

larvas de lepidópteros que se alimentam de grãos armazenados. Já 

aqueles  baseados em Bt tenebrionis ou Bt san diego são adequados 

para pragas de coleópteros. Finalmente, os produtos à base de Bt 

israelensis são utilizados para o controle de mosquitos que são vetores 

de doenças humanas como a dengue e malária (SOBERÓN et al., 

2009). 

Várias cepas de B. thuringiensis com alta patogenicidade à S. 

frugiperda ou D. saccharalis vêm sendo selecionadas visando a sua 

utilização na formulação de biopesticidas como uma forma de também 

controlar estas pragas (VALICENTE & FONSECA 2004; DOS 

SANTOS et al., 2009; VALICENTE et al., 2010; DE MACEDO et al., 

2012). 

No entanto alguns insetos-pragas têm sido reconhecidos por 

apresentarem resistência a cepas de B. thuringiensis após repetidas 
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aplicações das toxinas Cry tanto no campo quanto em  laboratório.  

Este é um problema crucial a ser superado para garantir a eficácia dos 

biopesticidas e poder continuar fazendo o seu uso (HIGUCHI et al., 

2007).  

As culturas transgênicas expressando as proteínas inseticidas de 

B. thuringiensis utilizadas comercialmente são consideradas uma das 

mais bem sucedidas conquistas biotecnológicas recentes (FERRÉ, et 

al., 2008, SENA et al., 2009), devido aos bons resultados em termos de 

controle dos insetos-alvo, redução no uso de inseticidas químicos e 

segurança ambiental (DE MAAGD et al., 1999; BETZ et al., 2000;  

FERRÉ & VAN RIE, 2002). 

 Atualmente, as mais importantes culturas Bt são a soja, milho, 

algodão e canola. Em 1996, a primeira cultura transgênica expressando 

genes de B. thuringiensis para proteínas que conferem resistência a 

insetos foi liberada comercialmente e desde então muitas outras 

culturas Bt foram engenheiradas e rapidamente adotadas em todo o 

mundo, só em 2012, foram plantados cerca de 60 milhões de hectares 

de transgênicos Bt (JAMES, 2012).  

Várias cultivares de milho-Bt são plantadas em todo o mundo e 

a maioria delas expressam a proteína Cry1Ab para o controle da D. 

saccharalis e mais recentemente o milho expressando Cry1Fa foi 

introduzido para o controle de Spodoptera spp. (FERRÉ  et al., 2008). 

O milho-Bt expressando Cry1Ac também comercializado controla 

pragas de lepidópteros como Helicoverpa virescens e Ostrinia nubilalis 

(CHRISTOU et al., 2006). As mais recentes gerações  comerciais de 

milho-Bt expressam uma série de toxinas incluindo a toxina binária 

Cry34Ab/Cry35Ab e Cry3Bb para controlar pragas de coleópteros, tais 
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como Diabrotica virgifera e também Cry1A, Cry2Ab e Cry1F para o 

controle de pragas de lepidópteros incluindo S. frugiperda 

(CHRISTOU et al., 2006).  

 As plantas transgênicas que expressam genes para proteínas 

inseticidas de B. thuringiensis oferecem ações de longo prazo e 

preventivas contra várias espécies de insetos-pragas.  Porém uma das 

principais ameaças da ampla adoção destas culturas é a evolução da 

resistência dos insetos, como uma resposta à forte pressão de seleção 

que é imposta às populações de insetos (FERRÉ & VAN RIE, 2002).  

Nos últimos anos, pelo menos quatro casos de resistência a 

plantas Bt foram documentadas, Helicoverpa zea ao algodão-Bt 

expressando Cry1Ac nos Estados Unidos (TABASHNIK et al., 2008), 

S. frugiperda ao milho-Bt expressando Cry1F em Porto Rico 

(STORER et al., 2010), Busseola fusca ao milho-Bt  expressando 

Cry1Ab na África do Sul (VAN RENSBURG, 2007) e Pectinophora 

gossypiella ao algodão-Bt expressando Cry1Ac na Índia (BAGLA, 

2010).  

Em condições de campo três pragas de insetos lepidópteros 

apresentaram resistência também a produtos formulados de B. 

thuringiensis,  Plodia interpunctella, Plutella xylostella e Trichoplusia 

ni (MCGAUGHEY, 1985; TABASHNIK, 1994; JANMAAT & 

MYERS, 2003).  

O tempo que os transgênicos Bt permacem resistentes aos 

insetos é um importante aspecto que é avaliado e testado no mercado 

(ALI  et al. 2010). Para impedir a seleção da resistência ou atrasá-la 

será necessário elaborar e desenvolver pesquisas, visando a construção 

de culturas transgênicas, mas empregando estratégias  eficazes, como o 
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empilhamento de genes, a fim de  evitar o desenvolvimento de 

resistência cruzada, caso contrário serão pouco valorizadas se os 

importantes insetos-pragas se tornarem resistentes após poucos  anos 

(ALI et al., 2010).  

A partir de uma perspectiva de monitoramento da  resistência, 

as toxinas que utilizam os mesmos locais de ligação para exercer as 

suas ações tóxicas não podem ser utilizados como substitutos ou 

complementos um do outro (HERNÁNDEZ & FERRÉ, 2005). 

Seguindo este preceito diferentes estratégias têm sido utilizadas para 

retardar ou minimizar o aparecimento de resistência,  algumas delas  

são baseadas na utilização de mais de uma toxina Cry sejam nas 

formulações de biopesticidas  ou através do uso de plantas diferentes 

em rotação ou combinadas na mesma planta através da piramidação de 

genes (FERRÉ, 2003).  

 Outro artifício utilizado consiste na denominada “Estratégia de 

Refúgio Alta Dose” que implica no plantio de uma porcentagem 

significativa de plantas não-Bt próximas das culturas-Bt que expressam 

uma alta dose da toxina Cry. Os refúgios de plantas não-Bt destinam-se 

a manter uma população de insetos susceptíveis. Os insetos 

susceptíveis às toxinas Cry acasalam com os indivíduos resistentes que 

são potencialmente selecionados nas plantas-Bt produzindo então 

descendentes suscetíveis devido à característica recessiva dos alelos de 

resistência (TABASHNIK et al., 2008). 

O mecanismo mais comum de resistência às toxinas de B. 

thuringiensis é a redução da ligação da toxina às células do intestino 

médio, que em diferentes espécies de insetos resistentes incluem 

mutações nos receptores das toxinas Cry tais como CADR, ALP, APN 
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ou mutações no transportador ABCC2 (HERRERO et al, 2005; 

GAHAN et al., 2010; JURAT-FUENTES et al., 2011;  BAXTER et al., 

2011). 

Um total de 13 países plantaram culturas geneticamente 

modificadas  com duas ou mais características em 2012. Cerca de 43,7 

milhões de hectares, o equivalente a 26% dos 170 milhões de hectares 

das culturas transgênicas  foram empilhados em 2012, acima dos 42,2 

milhões de hectares, ou 26% dos 160 milhões de hectares em 2011.  

(ALI et al., 2012). Dentro deste grupo está incluído as culturas 

transgênicas com mais de um gene de B. thuringiensis desenvolvidas  

para  o controle de insetos-pragas.  

A variedade de milho transgênico SmartStax (Monsanto, Dow e 

MI AgroSciences, IN) lançada no mercado em 2010, contendo seis 

genes de resistência a insetos ativos contra pragas do milho como 

lepidópteros, coleópteros e nematóides, (Cry34Ab1 + Cry35Ab1, 

Cry3Bb1, Cry1F, Cry1A.105 e Cry2Ab2) e dois genes que dão 

tolerância a herbicidas (glifosato e glufosinato de amônio)  exemplifica 

bem a nova tendência entre os transgênicos que consiste na tecnologia 

de empilhamento de genes visando retardar a 

evolução da resistência devido ao uso de uma combinação de toxinas 

com diferentes mecanismos de ação (PARDO-LÓPEZ et al., 2013). 

A necessidade do desenvolvimento de plantas transgênicas Bt 

resistentes aos insetos-pragas torna imprescindível a elaboração de 

estratégias de manejo da resistência, tais como a piramidação de genes 

(RENA et al., 2004; SENA et al., 2009) para isso o conhecimento dos 

receptores compartilhados  pelas diferentes toxinas de  Bt é crucial para 
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a concepção de um adequado empilhamento de genes (FRUTOS et al., 

1999; PIGOTT & ELLAR, 2007; BRAVO & SOBERON, 2008). 

 

              2.7 β-Exotoxina 

 

         As β-exotoxinas, também denominadas thuringiensinas, são 

toxinas não proteicas,  termoestáveis, secretadas no meio de cultura 

durante a fase vegetativa ou início da fase de esporulação. Existem dois 

tipos de β-exotoxina, a toxina do tipo I e do tipo II. A β-exotoxina I é 

um análogo do ATP formada por adenina, ribose, glicose e ácido 

fosfoalárico com massa molecular de 701Da (FARKAS et al., 1969).   

Esta toxina age inibindo a atividade da RNA polimerase através 

da competição com o ATP pelos sítios de ligação e consequentemente 

interfere na síntese de RNA (LECADET & BARJAC, 1981) sendo 

particularmente ativa contra espécies de dípteros, coleópteros e 

lepidópteros. A β-exotoxina I pode ter efeitos contra organismos não-

alvo incluindo espécies de insetos benéficos como Apis mellifera 

(CANTWELL et al., 1964) e outros invertebrados como  ácaros e 

nematóides (BOND et al., 1971) além de ser tóxica também para 

vertebrados. Sua toxicidade afeta a muda e pupação dos insetos e em 

doses subletais apresentam efeitos teratogênicos e mutagênicos 

(IGNOFFO & GREGORY, 1972;  LECADET & BARJAC, 1981).  

        A β-exotoxina do tipo II  foi inicialmente isolada e 

parcialmente caracterizada a partir da estirpe HD-12 (B. thuringiensis 

subsp. morrisoni sorotipo 8ab) através de HPLC, esta toxina   é um 

análogo do UTP e sua toxicidade é maior que a do tipo I, 

principalmente para coleópteros (LEVINSON et al., 1990).  
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Até agora, os mecanismos de regulação e determinantes 

genéticos envolvidos na produção de thuringiensina têm sido pouco 

claros. Alguns autores acreditam que a β-exotoxina atuaria como um 

sinal molecular dentro do microrganismo para o controle da transcrição 

de genes da esporulação (KLIER et al., 1973; JOHNSON et al., 1975, 

1978). 

Contudo devido ao padrão de ocorrência da produção de β-

exotoxina foi sugerido  que um único gene pode estar envolvido, e cada 

exotoxina pode ser o produto de uma única reação enzimática, a partir 

de moléculas precursoras presentes tanto em cepas de B. thuringiensis 

produtoras de β-exotoxina quanto aquelas que não sintetizam a β-

exotoxina. Estes  precursores que estariam  intimamente envolvidos no 

controle da transcrição do gene de esporulação, e não a  β-exotoxina 

em si, visto que  isto não exigiria que a β-exotoxina fosse produzida 

por todas cepas de B. thuringiensis  (LEVINSON et al., 1990).  

Poucos estudos têm sido realizados com o objetivo de  

desvendar os mecanismos de regulação e determinantes genéticos 

envolvido na produção de  β-exotoxina I. No entanto foi possível 

identificar  um  locus que  abriga dois genes, berA e berB, que 

possivelmente são responsáveis pela codificação de transportadores 

ABC necessários para síntese de β-exotoxina I (ESPINASSE et al., 

2002a). Em um outro trabalho foi demonstrado através da 

caracterização e análise transcricional de um grupo de genes 

denominado sigW-ecfXecfY, que eles são essenciais  para produção de 

β-exotoxina I em B. thuringiensis subsp. thuringiensis cepa 407-1 

(ESPINASSE et al., 2004). 
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A produção de β-exotoxina I está frequentemente associada à 

presença de plasmídeos que carregam genes cry (plasmídeos cry). 

Alguns estudos realizados com cepas de B. thuringiensis capazes 

sintetizar  β-exotoxina I propõe que há uma forte associação entre os 

elevados níveis de produção de β-exotoxina I e a capacidade de 

produzir proteínas Cry (ESPINASSE et al., 2002b).  

Isto ocorre, provavelmente,  pois  tanto  a   capacidade de 

secretar β-exotoxina I como a capacidade de produzir cristais foram 

transferidos em conjunto em B. cereus e  B. thuringiensis por 

conjugação (LEVINSON et al., 1990). Foi relatado em cepas que 

perderam a   capacidade de sintetizar toxinas cristal devido à perda do 

plasmídeo cry também tornaram-se incapazes de secretar β-exotoxina I, 

embora as cepas parentais tivessem a capacidade de produzir elevadas 

quantidades  deste composto  (OZAWA & IWAHANA, 1986).  

Uma associação  entre alguns determinantes que aumentam a 

produção de β-exotoxina I e os genes cry1B e VIP2 foi encontrada em 

cepas que sintetizam este composto, o que sugere que estes genes estão 

geralmente localizados no mesmo plasmídeo (ESPINASSE  et al., 

2002b).  A presença do gene cry1B e a produção de β-exotoxina foi 

também relatada por Perani e colaboradores (1998), porém sem 

estabelecer uma  relação estatística entre a capacidade de produzir este 

metabólito e a presença dos genes da subfamília cry1B. 

A  produção do tipo I da β-exotoxina  é  uma propriedade de 

uma estirpe de B. thuringiensis contudo uma forte correlação entre a 

sua produção ou falta de produção é encontrada com o tipo de 

sorovariedade.  Uma estirpe particular pertencente às sorovariedades  

thuringiensis ou darmstadiensis tem maior chance de produzir este 



47 

 

 

 

metabólito do que uma estirpe pertencente à outras sorovariedades e 

possivelmente esta associação entre a produção de β-exotoxina I por  

determinadas sorovariedades têm uma relação com o  

o perfil plasmidial e o sorotipo (HERNÁNDEZ et al., 2003).  

Por causa da toxicidade da β-exotoxina em mamíferos, a OMS 

recomenda que as cepas de B. thuringiensis que produzem β-exotoxina  

não devam ser utilizadas para o controle de insetos, ou pelo menos que, 

os produtos comerciais a base de B. thuringiensis devam ser livres 

desta toxina (WHO, 1999).  

A detecção de β-exotoxina é assim um passo importante no 

desenvolvimento e na produção de biopesticidas baseados em B. 

thuringiensis (MAC INNES, 2009). Bioensaio de toxicidade constitui o 

método tradicional para a detecção de β-exotoxina mas vários novos 

métodos têm sido descritos para a detecção de β-exotoxina, dentre eles 

HPLC de fase reversa (RP-HPLC) é provavelmente o mais largamente 

utilizado.  

Embora o limite de detecção do método de RP-HPLC seja bom 

e seja um procedimento relativamente rápido (GOHAR & PERCHAT, 

2001), não avalia a toxicidade direta da β-exotoxina e há um risco de 

obter falsos negativos (HERNÁNDEZ et al., 2001) visto que  esta 

técnica detecta apenas um tipo de β-exotoxina, demonstrando assim a 

importância de se realizar os bioensaios para avaliação quanto a 

produção desta toxina por cepas de B. thuringiensis.  

Além disso a detecção de β-exotoxina através de bioensaios é 

relativamente simples e não exigem equipamentos de alta tecnologia, 

se mostrando extremamente viável para ser utilizado em países do 

terceiro mundo que  buscam  estratégias de baixa tecnologia para 
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verificar se cepas  de B. thuringiensis locais produzem β-exotoxina e,  

portanto, se podem ser utilizadas na formulação de biopesticidas (MAC 

INNES, 2009). 
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            CAPÍTULO 2 

 

 

Interação de proteínas Cry1A com as vesículas da borda escovada 

da membrana apical (BBMVs) do intestino médio  de Spodoptera 

frugiperda e Diatraea saccharalis. 

 

            RESUMO 

 

A utilização a longo prazo das toxinas Cry de Bacillus thuringiensis 

presentes nos  biopesticidas ou nas culturas transgênicas pode ser 

comprometida pela evolução da resistência dos insetos-alvo.  Entre 

todos os mecanismos de resistência às toxinas Cry o mais comum é a 

redução da ligação das toxinas às células do intestino médio do inseto, 

assim  a piramidação de genes utilizada nas culturas Bt consiste em uma 

estratégia  interessante a ser adotada para realizar  o manejo de 

resistência, mas para que ela seja eficaz é necessário que as toxinas 

combinadas tenham modos de ação diferentes e não se liguem aos 

mesmos receptores no intestino médio do inseto. Sendo assim o objetivo 

deste trabalho foi avaliar a ligação das proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e 

Cry1Ac de B. thuringiensis aos  receptores da membrana intestinal de 

Spodoptera frugiperda e Diatraea saccharalis e determinar se estas 

proteínas compartilham os mesmos receptores. Para isto as proteínas 

Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac expressas em cepas recombinantes de B. 

thuringiensis foram purificadas através de gradiente de sacarose, 

solubilizadas, ativadas com tripsina e biotiniladas para realização de 

ensaios de ligação e ensaios de  competição homóloga e heteróloga. No 

presente trabalho verificamos através dos ensaios de ligação que as três 

proteínas avaliadas são capazes de se ligarem aos receptores do epitélio 

intestinal tanto de S. frugiperda quanto de D. saccharalis através de 

ligações inespecíficas, no entanto não foi verificado uma correlação 

entre a interação das proteínas Cry1A às BBMVs com a toxicidade visto 

que estas proteinas não causaram mortalidade significativa  nas lagartas 

de  ambos  insetos-pragas testados. Não foi observado  o 

compartilhamento  de receptores  pelas proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e 
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Cry1Ac em  S. frugiperda e  D. saccharalis, exceto Cry1Ac e Cry1Aa 

que competem pelos sítios de ligação em D. saccharalis.  Um possível 

efeito sinérgico entre as toxinas  Cry1Ab e Cry1Ac em S. frugiperda foi 

constatado. 

 

 

Palavras-chave: Bacillus thuringiensis, BBMVs, Proteínas Cry, 

Spodoptera frugiperda, Diatraea saccharalis. 
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ABSTRACT 

 

 

The long-term use of Cry toxins of Bacillus thuringiensis present in 

biopesticides and transgenic Bt crops may be compromised by the 

development of target insect resistance. Among all the mechanisms of 

resistance to Cry toxins the most common is reducing the binding of the 

toxin to midgut cells of the insect, thereby pyramiding genes used in Bt 

crops consists an interesting strategy to be adopted to realize the 

management of resistance but for it to be effective it is necessary that the 

combined toxins have different modes of action and not bind to same 

receptors in the insect midgut. Therefore the objective of this study was 

to evaluate the binding of proteins Cry1Aa, Cry1Ab and Cry1Ac from 

B. thuringiensis to the  intestinal membrane receptors Spodoptera 

frugiperda and Diatraea saccharalis and determine whether these 

proteins share the same receptors. For this purpose proteins Cry1Aa, 

Cry1Ab and Cry1Ac expressed in recombinant strains of B. 

thuringiensis were purified by sucrose gradient, solubilized, 

biotinylated, activated with trypsin for performing binding assays,  

homologous and heterologous competition assays. In the present study 

we verified through binding assays which evaluated the three proteins 

are able to bind to the receptors of the intestinal epithelium of both S. 

frugiperda as D. saccharalis through nonspecific bindings, however 

there wasn’t a correlation between the interaction of  proteins Cry1A 

with BBMVs and  toxicity since these proteins did not cause significant 

mortality in larvae of both insect pests tested. There wasn’t  sharing of 

receptors by protein Cry1Aa, Cry1Ab and Cry1Ac in S. frugiperda and 

D. saccharalis except Cry1Ac and Cry1Aa that compete for binding 

sites on D. saccharalis. A possible synergistic effect between Cry1Ab 

and Cry1Ac toxins in S. frugiperda was found. 

 

 

Keywords: Bacillus thuringiensis, BBMVs, Cry proteins, Spodoptera 

frugiperda, Diatraea saccharalis. 

 

 

 

 



69 

 

 

 

1 INTRODUÇÃO 

 

A bactéria entomopatogênica Bacillus thuringiensis (Bt) é 

bastante conhecida por sua capacidade de produzir proteínas inseticidas 

na forma de cristais chamadas δ-endotoxinas durante a fase de 

esporulação (DE MAAGD et al., 2003). 

 A atividade inseticida destas proteínas tem sido amplamente 

estudada em insetos lepidópteros, demonstrando que o cristal após ser 

ingerido pelo inseto suceptível é solubilizado e em seguida a protoxina 

liberada é processada por proteases do intestino transformando-se em 

uma forma ativa. A toxina ativada se liga à receptores específicos das 

vesículas da membrana da borda escovada (BBMVs)  das células do 

intestino médio e  formam poros que geram um desequilíbrio osmótico e 

iônico   causando a morte do inseto (ARONSON et al., 1986; 

KNOWLES et al., 1994;  BRAVO et al., 2007). 

Várias culturas transgênicas expressando os genes das proteínas 

inseticidas de Bt foram desenvolvidas,  proporcionando assim uma 

forma eficaz de controlar os insetos- pragas na agricultura e reduzindo o 

uso de agrotóxicos aplicados no campo. Desde 1996 quando ocorreu a 

primeira liberação comercial de uma cultura Bt muitas outras foram 

desenvolvidas e rapidamente adotadas em todo o mundo. Só em 2012 

foram plantados cerca de 60 milhões de hectares de culturas Bt (JAMES, 

2012).  

A aplicação das δ-endotoxinas tem contribuído substancialmente 

para melhoria da produtividade do milho durante a última década devido 

ao controle de várias pragas de lepidópteros como Spodoptera 
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frugiperda e Diatraea saccharalis, através do desenvolvimento do 

milho-Bt   transgênico (UPADHYAY et al, 2012). 

 No entanto, o desenvolvimento de resistência às toxinas de B. 

thuringiensis pelas populações de insetos ameaça a eficácia dos 

biopesticidas e culturas Bt (FERRÉ & VAN RIE, 2002; HIGUCHI et al. 

2007). Desta forma a utilização de combinações das toxinas de B. 

thuringiensis tanto nas formulações de pesticidas biológicos como nas 

culturas transgênicas para o controle de insetos-pragas têm sido proposto 

como uma estratégia eficiente para aumentar a gama de insetos-alvos e 

retardar o aparecimento de insetos resistentes (FERRÉ, 2003). 

A redução da ligação das toxinas Cry aos receptores do  

intestino médio é o principal mecanismo de resistência às toxinas de B. 

thuringiensis nos insetos (BAXTER et al., 2011). Assim o estudo  da 

ligação das proteínas Cry  aos receptores e o conhecimento do  

compartilhamento do  receptor entre diferentes toxinas do Bt é crucial 

para a concepção de uma adequada piramidação de genes (PIGOTT & 

ELLAR, 2007; BRAVO & SOBERON, 2008).  

Desse modo o presente trabalho teve como objetivo avaliar as 

interações das toxinas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac de B. thuringiensis 

com os  sítios de ligação do intestino médio de lagartas de S. frugiperda 

e D. saccharalis e determinar  através de ensaios de competição se estas 

proteínas partilham os mesmos receptores. Esses resultados serão úteis 

ao elaborar estratégias de piramidação de genes para o desenvolvimento 

de milho-Bt visando o  manejo  de resistência de S. frugiperda e D. 

saccharalis às proteínas Cry.  
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2 MATERIAL E MÉTODOS 

 

 

2.1 Criação de Spodoptera  frugiperda e Diatraea  saccharalis 

 

             A criação de D. shaccaralis e S. frugiperda foi realizada no 

Laboratório de Controle Biológico da Embrapa Milho e Sorgo 

(CNPMS). Os insetos foram criados em BOD sob as condições de 25°C, 

UR 70% e fotofase de 14 horas. As S. frugiperda foram alimentadas 

com dieta artificial modificada por Valicente e Barreto (1999), contendo 

os seguintes componentes por litro de dieta: grãos de feijão cozido 

(123,6g), gérmen de trigo (59,3g), levedo de cerveja (38,0g), ácido 

ascórbico (3,82g), nipagin (2,36g), ácido sórbico (1,23g), ágar (15,35g), 

formaldeído (3,1g), ácido fosfórico (0,131ml) e ácido propiônico 

(1,3ml). As D. shaccaralis foram alimentadas com dieta articial 

constituída por cloreto de colina (0,8g), sacarose (108,0g), farelo de soja 

(160,0g), gérmen de trigo (36,0g), nipagim (9,2g),  ágar (24,0g),  

solução vitamínica (12,0ml), vita gold (0,8ml), ampicilina (2,0ml), 

formol (2,0ml) descrita por Hensley e Hammond (1968) com algumas 

modificações.  

 

2.2 Extração, purificação e solubilização das proteínas 

 

Para a síntese das proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac 

empregadas neste trabalho foram utilizadas as cepas recombinantes de 
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B. thuringiensis S2211 (Cry1Aa), S2210 (Cry1Ab) e S2209 (Cry1Ac) 

pertencentes ao banco de Bacillus spp. entomopatogênicos da Embrapa 

Recursos Genéticos e Biotecnologia. Essas cepas foram cultivadas a 

28°C e 200rpm por 72 horas em meio de esporulação (8g/L de caldo 

nutriente; 0,25g/L de MgSO4.7H2O; 1g/L de KCl; 0,002g/l de 

MnCl2.H2O; 0,0732g/L de Fe(SO4).7H2O; 0,0056% de H2SO4 (v/v); 

0,098g/L de CaCl2) (LERECLUS et al., 1995), contendo 10µg/ml de 

eritromicina.  

Os esporos e cristais foram centrifugados, primeiramente por 

três vezes a 10000rpm e 4°C (Jouan BR4i) por 10min, com tampão 

contendo 0,3M de NaCl e 0,01M de EDTA (pH 8.0), e em seguida com 

tampão contendo PMSF a 1mM. O sobrenadante foi descartado e o 

sedimento recuperado com tampão TTN (20mM de tris, 300mM de 

NaCl, 0,1% de triton x-100, pH 7.2) e centrifugado a 10000rpm a 4°C 

por 10min. O procedimento foi repetido três vezes e após esta etapa o 

material foi sonicado com três pulsos de um minuto, com intervalos 

iguais de um minuto, a 15W (VirSonic CelDisrutter 16-850).  

A purificação das proteínas Cry das cepas recombinantes foi 

realizada por meio de gradiente de sacarose de acordo com o protocolo 

descrito por Thomas & Ellar (1983).  Posteriormente, foram recuperadas 

com adição de triton 1% (v/v) e PMSF 1mM e solubilizadas em tampão 

alcalino de carbonato de sódio a 50mM (pH 10.5) com 0,2% (v/v) de β-

mercaptoetanol por duas horas a 37°C com agitação constante de 60rpm. 

Depois deste processo, a amostra foi centrifugada por 5min a 14000rpm.    

Em seguida, a proteína solúvel foi quantificada com Protein 

Assay (Bio Rad) pelo método de Bradford (BRADFORD, 1976). Para 

observação da integridade e massa molecular das proteínas foi feito um 
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gel desnaturante de poliacrilamida (SDS-PAGE) a 12%, de acordo com 

Laemmli (1970).  Alíquotas de 20µl das proteínas foram misturadas à 

7,5µl de tampão de amostra de proteína 4X (250mM Tris-HCl, pH 6.8, 

40% Glicerol, 0,14mM SDS, 10% β-Mercaptoetanol, 0,1% Azul de 

Bromofenol) fervidas a 100°C por 5min e aplicadas em gel de 

poliacrilamida SDS-PAGE 12%. Foram aplicados 7,5µl do marcador de 

proteína (marcador de massa molecular Rainbow- GE
®
).  

A eletroforese foi realizada em um aparelho de eletroforese 

vertical (Hoefer miniVE-Amersham Pharmacia), contendo tampão de 

corrida 1X (Tris-base, glicina, SDS 10%),  a voltagem  constante de 

120V, por aproximadamente 3hs. O gel foi corado com 20ml de solução 

corante Comassie blue (40% metanol e 25% de Comassie blue 250-G) e 

descorado com água destilada  por 16hs até visualização dos perfis 

proteicos das cepas. 

 

2.3 Ativação das proteínas com tripsina 

  

 As proteínas purificadas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac foram 

quantificadas pelo método de Bradford e em seguida incubadas com a 

enzima tripsina durante duas horas a 37°C com leve agitação para que 

fossem ativadas, tornando-se aptas a se ligarem aos receptores dos 

insetos. A quantidade de tripsina utilizada variou de acordo com a 

concentração das proteínas em uma proporção de 10:1 de 

proteína:enzima, respectivamente. Para inativação da enzima foi 

adicionado PMSF a 1mM, e em seguida centrifugado a 10000rpm por 

10min e o sobrenadante coletado. Para observação da integridade das 
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proteínas e sua massa molecular foi feito um gel de poliacrilamida 

(SDS-PAGE) a 12%. 

 

2.4 Biotinilação das proteínas 

 

As proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac foram biotiniladas com 

auxílio do Kit ECL Protein Biotinylation System (Amersham) de acordo 

com as recomendações do fabricante com algumas modificações. Para 

isto, 500µg das proteínas foram incubadas com 10µl de biotina e tampão 

bicarbonato 1X (Amersham) para um volume final de 500µl durante 

uma hora à temperatura ambiente. 

 Em seguida, a coluna Sephadex G25 (Amersham) foi bloqueada 

com 5ml de PBS 1X (8x 10
-4

g/ml de NaCl, 1,44 x 10
-4

g/ml de Na2HPO4, 

0,2 x 10
-4

g/ml de KCl, 0,24 x 10
-4

g/ml de KH2PO4) contendo  BSA 1% 

(m/v) e lavada com 20ml de tampão bicarbonato 1X. As proteínas 

ligadas com a biotina foram adicionadas à coluna e eluídas pela adição 

de 10ml de tampão bicarbonato 1X. A partir disso, dez frações contendo 

1ml de solução foram coletadas e as proteínas de cada fração 

quantificadas como descrito anteriormente.  

Após esse processo as proteínas da fração ou frações contendo 

as proteínas biotiniladas foram submetidas a eletroforese em gel 

desnaturante de poliacrilamida (SDS-PAGE) a 9%. O gel foi utilizado 

para transferir as proteínas para membrana de nitrocelulose (Hybond 

ECL - Amersham). A transferência foi realizada à corrente constante de 

350mA em sistema submarino (Hoefer) por 1h em tampão de 

transferência [Tris-base 25mM, glicina 192mM e metanol  20% (v/v)]. 
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 A membrana foi incubada por 16hs a 4°C com PBS 1X para 

que fosse renaturada. Em seguida, a membrana contendo as proteínas 

biotiniladas  foi incubada com streptavidina conjugada com peroxidase 

(Amersham) diluída 1:4000 em 40ml de PBS 1X por 1h  e revelada com 

o auxílio do Kit Super Signal Chemiluminescence Substrate (Pierce) de 

acordo com as especificações do fabricante.  

 

2.5 Extração das “Brush Border Membrane Vesicles” (BBMVs) 

 

As BBMVs foram obtidas a partir de intestinos médios de S. 

frugiperda e  D. saccharalis de quarto estádio de desenvolvimento. Os 

intestinos foram retirados com auxílio de pinças e tesoura entomológica, 

lavados e conservados em solução tampão MET (manitol 200mM, DTT 

1mM e Hepes-Tris 1mM, pH 7.4) a -80°C.  

Um grama dos intestinos foram submetidos a nove pulsos a 

2250rpm em um aparelho homogeneizador “blender-polytron” (Glass-

Col
® 

Terre Haunt USA) juntamente com 10ml de tampão de 

homogeneização contendo 300mM de manitol, 17mM de Tris-HCl, 

10mM de Hepes, 5mM de EGTA, 2mM de DTT, 1mM de                                  

EDTA e 1mM de PMSF, pH 7.4. Adicionou-se 10ml de solução gelada 

de MgCl2 a 24mM e a mistura foi incubada em gelo por 15min. A reação 

foi centrifugada a 4500rpm por 15min a 4°C. O sobrenadante foi 

transferido para outro tubo e centrifugado novamente a 10000rpm por 

1hr e 30min a 4°C. O sobrenadante foi descartado e o sedimento 

ressuspendido  em 2,5ml de tampão de homogenização e 5ml de MgCl2 

a 24mM, incubado no gelo por 15min e centrifugado a 4500rpm durante 

15min a 4°C.  O sobrenadante coletado foi novamente centrifugado a 
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15000rpm por 40min e o sedimento ressuspendido em 1ml de tampão de 

homogeinização. As BBMVs purificadas foram quantificadas pelo 

método de Lowry (LOWRY et al., 1951), divididas em pequenas 

alíquotas e armazenadas a -80°C. 

 

2.6 Ensaio de ligação 

 

O ensaio de ligação foi realizado como descrito por Aranda et al. 

(1996)  com algumas modificações e caracterizou-se pela ligação das 

proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac às BBMVs extraídas do intestino 

médio de S. frugiperda e  D. shaccaralis. Cada toxina biotinilada 

(50nM) foi incubada com 10µg de BBMVs em 100µl de tampão de 

ligação [PBS 1X (pH 7.4) - Tween 20  0,1% (v/v)] à temperatura 

ambiente durante 1hora.  

As proteínas não ligadas às BBMVs foram removidas no 

processo de centrifugação por 10min a 14000 rpm. As BBMVs foram 

lavadas três vezes no tampão de ligação e ressuspendidas em 10µl de 

PBS 1X - Tween 20 0,1%  e 3µl do tampão de amostra Laemmli 4X 

[Tris-HCl 0,125M (pH 6.8), SDS 4% (m/v), glicerol 20% (v/v), 2-

mercaptoethanol 10% (v/v), Azul de Brofenol 0,01% (m/v)]. Em 

seguida, as amostras foram fervidas por 3min e aplicadas em gel 

desnaturante de poliacrilamida (SDS-PAGE) 9%. 

 O gel foi utilizado para transferir as proteínas para membrana 

de nitrocelulose (Hybond ECL - Amersham). A transferência foi 

realizada à corrente constante de 350mA em sistema submarino (Hoefer) 

por 1hr em tampão de transferência [Tris base 25mM, glicina 192mM e 

metanol  20% (v/v)]. A membrana foi incubada por 16hs a 4°C com 
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PBS 1X para que fosse renaturada. Em seguida, a membrana contendo 

as ligações das toxinas marcadas com as BBMVs foi incubada com 

streptavidina conjugada com peroxidase (Amersham) diluída 1:5000 em 

40ml de PBS 1X por 1h e revelada com o auxílio do Kit Super Signal 

Chemiluminescence Substrate (Pierce) de acordo com as especificações 

do fabricante.  

 

2.7 Ensaio de competição  

 

O ensaio de competição foi realizado como descrito por 

Fernandez et al. (2006) com algumas modificações e caracterizou-se 

pela ligação e competição das proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac aos 

receptores extraídos do intestino médio de S. frugiperda e D. 

saccharalis. Uma  toxina biotinilada (50nM) foi incubada com 10µg de 

BBMVs e com 5000nM de uma  proteína não biotinilada  em 100µl de 

tampão de ligação [PBS 1X (pH 7.4),  Tween 20  0,1% (v/v)] à 

temperatura ambiente durante uma hora. Inicialmente, a proteína 

Cry1Aa marcada foi incubada separadamente com as proteínas  Cry1Aa, 

Cry1Ab e Cry1Ac não-biotiniladas, constituindo assim três ensaios. O 

mesmo foi feito com as proteínas Cry1Ab e Cry1Ac marcadas. 

 As proteínas não ligadas às BBMVs foram removidas no 

processo de centrifugação (10min a 14000rpm). As BBMVs foram 

lavadas três vezes no tampão de ligação e ressuspendidas em 10µl de 

PBS 1X e 3µl de tampão de ligação Laemmli 4X [Tris-HCl,125M pH 

6.8, SDS 4% (m/v), glicerol 20% (v/v), β-mercaptoethanol 10% (v/v), 

Azul de Brofenol 0,01% (m/v)]. Depois, as amostras foram fervidas por 

3min e aplicadas  em  um gel desnaturante de poliacrilamida (SDS-
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PAGE) a 9%. O gel foi utilizado para transferir as proteínas para uma 

membrana de nitrocelulose (Hybond ECL - Amersham), como descrito 

acima. O processo de lavagem e revelação da membrana foi o mesmo 

descrito no ensaio de ligação. 

 

           2.8 Bioensaios com as proteínas purificadas 

 

As cepas recombinates de B. thuringienis expressando as 

proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac foram cultivadas  por 72hs em 

meio de esporulação (LERECLUS et al., 1995) a 28°C e 200rpm. A 

partir da cultura bacteriana os cristais foram extraídos, solubilizados e as 

proteínas solubilizadas ativadas com tripsina como descrito 

anteriormente para que pudessem ser utilizadas nos bioensaisos.  Para os 

bioensaios seletivos alíquotas de 100µl contendo 5000ng de cada  

proteína foram aplicadas uniformemente sobre a superfície de pedaços 

da  dieta artificial com 1cm
3
  distribuídas em 24 copos plásticos no qual 

foi  colocado uma lagarta de 2 dias de idade/primeiro ínstar. A  

mortalidade foi avaliada após 7 dias. 
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3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

             3.1 Purificação e solubilização das proteínas  

 

O perfil das proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac solúveis em 

gel de poliacrilamida SDS-PAGE 12% (Figura 6) apresentou bandas de 

130 KDa  compatíveis com o tamanho esperado destas proteínas,  

estando, portanto, de acordo com o relatado em outros trabalhos  

(HӦFTE & WHITELEY, 1989; SCHNEPF et al., 1998; SHARMA et 

al., 2011, BRAVO et al., 2011).  

 

 

 

 

                                                 

                              

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 6: Perfil proteico obtido das proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac solúveis em 

SDS-PAGE a 12%. 1: marcador de  massa molecular Rainbow da GE; 2: proteína 

Cry1Aa solúvel; 3: proteína Cry1Ab solúvel e 4: proteína Cry1Ac solúvel. 
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3.2   Ativação das proteínas com tripsina 

  

  As proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac após serem ativadas 

com tripsina apresentaram massa molecular de aproximadamente 65 

KDa (Figura 7).  Hӧfte & Whiteley 1989, Van Rie et al., 1990 e  Bravo 

et al., 2007 descrevem  que  essas proteínas ativas apresentam tamanho 

de cerca de 65 KDa condizendo com os resultados encontrados. 

  A proteína Cry1Ab tripsinada produziu três polipeptídeos,   um  

com cerca de  65 KDa e outros dois  com massa molecular entre  38 e 24 

KDa, já a proteína Cry1Ac ativada com tripsina apresentou dois 

polipeptídeos de  aproximadamente 65 KDa e 38 KDa. A presença de 

outras bandas após a ativação das proteínas Cry1Ab e Cry1Ac com 

tripsina pode estar associada com a degradação das proteínas visto que o 

procedimento de ativação foi realizado sem a presença de inibidores de 

proteases o que pode ter contribuído para degradação das mesmas.  

  O tempo de incubação da proteína com a tripsina e a proporção 

entre a concentração das proteínas Cry e a concentração   da enzima 

também pode ter contribuído para que fossem gerados estes 

polipeptídeos com peso molecular abaixo de 65 KDa. Resultados 

parecidos foram encontrados por Miranda et al. (2001) ao clivar a 

proteína Cry1Ab com tripsina utilizando a proporção de 1:1 

(tripsina/protoxina) no qual foram  produzidos fragmentos  62 e 33 kDa.   
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Figura 7: Ativação das proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac com 

tripsina em SDS-PAGE 12%. 1: marcador de  massa molecular Rainbow da 

GE; 2: proteína Cry1Aa ativada; 3: proteína Cry1Ab ativada e 4: proteína 

Cry1Ac ativada. 

 

 

  As protoxinas solubilizadas no lúmen do intestino médio dos 

insetos são clivadas por proteases intestinais tornando-se ativas. Esta 

etapa do mecanismo de ação é necessária para que posteriormente a 

toxina ativada possa passar por complexos eventos sequenciais de 

ligação com diferentes receptores do intestino  que levam à sua  inserção 

à membrana e à formação de poros. Portanto, foi utilizado tripsina para 

simular in vitro o que naturalmente ocorre no intestino dos insetos de 

forma que  as protoxinas Cry fossem ativadas.  
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  Ferreira et al. (1994) demonstrou que  S. frugiperda, assim como 

em muitas outras espécies de lepidópteros como  D. saccharalis, 

apresenta  inúmeras   enzimas intestinais do tipo serino-proteinases, das 

quais  tripsina e quimotripsina são particularmente predominantes. 

Vários trabalhos têm demonstrado que as serina-proteinases são 

determinantes para o potencial inseticida das proteínas Cry por afetar a 

sua solubilização e ativação (HAIDER et al., 1986; OPPERT, 1999; 

LIGHTWOOD et al, 2000; MIRANDA et al., 2001).  

  Diferenças na síntese de proteases intestinais entre populações 

de insetos resistentes e susceptíveis explica em alguns casos o 

surgimento de resistência às proteínas Cry em populações de insetos 

como relatam alguns estudos (KELLER et al., 1996; OPPERT et al., 

1997; LI et al., 2004, RODRIGUEZ-CABRERA et al., 2011 ) 

demonstrando a importância desta etapa no mecanismo de ação das 

proteínas Cry. 

 

           3.3 Biotinilação das proteínas 

 

A análise do filme fotográfico marcado com as proteínas 

tripsinadas e biotiniladas revelou a presença de fortes bandas  com  cerca 

de 65 KDa para as proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac (Figura 8). 

Esses resultados demonstram que as proteínas se ligaram à biotina além 

do que mantiveram-se  íntegras  após passarem pelo processo de 

biotinilação e que o tamanho esperado das proteínas está de acordo  com 

os encontrados em outros trabalhos (HӦFTE & WHITELEY., 1989; 

BRAVO et al., 2007). 

 



83 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 8 – Biotinilação das proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac 

(SDS-PAGE a 9%). 1: proteína Cry1Aa ativada e biotinilada, 2: proteína 

Cry1Ab ativada e biotinilada, 3: proteína Cry1Ac ativada e biotinilada, 4: 

marcador Biotinylated High range (BioRad). 

 

 

            3.4  Ensaio de ligação  

 

As membranas contendo as BBMVs das populações de S. 

frugiperda e D. saccharalis apresentaram ligações quando submetidas à 

marcação com as proteínas tripsinadas e  biotiniladas Cry1Aa, Cry1Ab e 

Cry1Ac (Figura 9).  Estes resultados indicam que possivelmente o 

intestino médio das lagartas destas duas populações  de insetos 

apresentam receptores para as proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac e 

que estas  toxinas são capazes de se ligarem à estes  receptores.  
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Figura 9: Ensaio de ligação das proteínas ativadas e biotiniladas 

Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac aos possíveis receptores intestinais de populações 

de S. frugiperda e D. saccharalis. Os sinais positivos indicam ocorrência de 

ligação das proteínas aos possíveis receptores. 

 

Resultados semelhantes foram encontrados por Rang e 

colaboradores (2004) no qual demonstraram através de ensaios de 

ligação que Cry1Ab e Cry1Ac ligam-se  às  BBMVs de S. frugiperda e 

de D. saccharalis. De Macedo  et al. (2012) também relataram  que as 

BBMVs de D. saccharalis apresentaram ligações quando submetidas à 

marcação das proteínas biotiniladas Cry1Aa, Cry1Ab, Cry1Ac.  

Ensaio de Ligação 

1Aa 1Ab 1Ac 

S. frugiperda 

D. saccharalis 

+/+ +/+ +/+ 
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Aranda et al. (1996)  mostraram que as toxinas biotiniladas 

Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac foram capazes de ligar-se ao longo das 

microvilosidades do intestino médio de S. frugiperda quando colocadas 

em contato com seções do tecido intestinal confirmando, portanto, os 

resultados encontrados com os ensaios de ligação deste trabalho. 

Foram observadas diferenças significativas na intensidade de 

marcação nas ligações das proteínas Cry às BBMVs. A afinidade de 

ligação, concentração dos sítios de ligação e a irreversibilidade da 

ligação têm sido demonstrados como fatores críticos na determinação da 

atividade e especificidade inseticida (LEE et al., 2006) e podem estar 

relacionados com esta diferença no grau de marcação visualizada nos 

ensaios de ligação. Além do que a afinidade de ligação pode ser 

influenciada pela conformação que ambos polipeptídeos envolvidos na 

interação se encontram. 

Bravo e colaboradores (2007) descreveram em um modelo para 

o mecanismo de ação das toxinas Cry1A que os receptores caderina, 

aminopeptidase N e fosfatase alcalina, desempenham um papel 

fundamental na interação das proteínas Cry1A com o intestino médio de 

lagartas de Lepidoptera, assim é possível que estes receptores estejam 

envolvidos na ligação das toxinas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac às 

BBMVs de S. frugiperda e D. saccharalis. 

APN e caderina já foram identificados como possíveis 

receptores para as toxinas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac em diferentes 

espécies de lepidópteros, além destes receptores ALP também foi 

relatado como um possível receptor envolvido no reconhecimento da 

proteína Cry1Ac (PIGGOT & ELLAR, 2007).   
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A redução nos níveis da expressão dos genes dos receptores 

fosfatase alcalina e caderina foi detectada respectivamente em lagartas 

de S. frugiperda resistentes à Cry1F e lagartas de D. saccharalis 

resistente à Cry1Ab quando comparado com lagartas susceptíveis 

(JURAT-FUENTES et al., 2011; YANG et al., 2011) demonstrando 

assim a associação deste receptores com proteínas Cry1.  

Para determinar os prováveis receptores envolvidos na ligação 

das proteínas Cry1Aa e Cry1Ab e Cry1Ac às BBMVs  de D. saccharalis 

e S. frugiperda ensaios de ligação para determinação do tamanho dos 

receptores  e ensaios enzimáticos deverão ser realizados  posteriormente. 

 

           3.5 Ensaios de Competição 

 

A expressão de   múltiplas toxinas Cry com diferentes  modos 

de ação  têm sido sugerido para  previnir  ou  retardar o aparecimento de 

resistência nas culturas transgênicas Bt e ampliar a gama de insetos 

controlados por esta tecnologia (CHRISTOU et al., 2006; BRAVO & 

SOBERÓN, 2008; ALI et al., 2010).  

Uma vez que grande parte dos casos de resistência ocorrem 

devido à  alterações nos receptores das toxina Cry, para garantir a 

eficácia da piramidação de genes nas  culturas Bt é recomendável que  

as toxinas utilizadas não devam competir pelos   receptores (LEE et al., 

2006). Assim compreender os padrões de ligação das toxinas Cry às 

BBMVs dos insetos é importante para realizar as escolhas das melhores 

combinações das toxinas a serem utilizadas no desenvolvimento da 

cultura Bt.  
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   Figura 10: Ensaio de competição homóloga e heteróloga das proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e 

Cry1Ac aos receptores intestinais de populações de S. frugiperda. Os sinais positivos indicam 

que não ocorreu competição entre as proteínas testadas, enquanto os sinais negativos indicam 

ocorrência de competição entre as proteínas. 
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   Figura 11: Ensaio de competição homóloga e heteróloga das proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e 

Cry1Ac aos receptores intestinais de populações de D. saccharalis. Os sinais positivos indicam 

que não ocorreu competição entre as proteínas testadas, enquanto os sinais negativos indicam 

ocorrência de competição entre as proteínas. 
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Nos ensaios de competição homológa a adição de um excesso 

das proteínas não biotiniladas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac, não reduziu a 

ligação das respectivas proteínas homólogas biotiniladas, indicando que 

a maioria das ligações foi inespecífica. Aranda et al. (1996)  apresentou 

resultados semelhantes, demonstrando que a ligação da proteína Cry1Ab 

às BBMVs de S. frugiperda foi  inespecífica, entretanto  Sena et al. 

(2009) observaram  que esta proteína  se liga de forma   específica.  As 

três toxinas ligam-se  especificamente aos receptores  de  S. frugiperda e 

D. saccharalis segundo Rang et al. (2004). 

 Os resultados obtidos com os ensaios de competição heteróloga 

demonstram que não houve competição entre as proteínas pelos 

receptores, exceto entre as toxinas Cry1Ac e Cry1Aa em D. saccharalis, 

visto que as proteínas marcadas foram capazes de se ligar aos receptores 

mesmo na presença de outra proteína heteróloga não biotinilada.   

O mesmo não foi verificado por Rang et al. (2004) que 

demonstraram   em populações de S. frugiperda e D. saccharalis que as 

proteínas Cry1Ab e Cry1Ac competem pelo mesmo sítio de ligação, 

diferindo portanto dos resultados encontrados neste trabalho. Contudo 

resultados semelhantes foram relatados  por Aranda et al. (1996),  

através de ensaios de competição heteróloga realizados com BBMVs de  

S. frugiperda e as toxinas  Cry1Ab e  Cry1Ac mostraram  que a ligação 

da  toxina Cry1Ac biotinilada às BBMVs não foi afetada pela presença 

de um excesso de 1000 vezes da toxina nativa Cry1Ab, sugerindo que 

ambas as toxinas têm diferentes sítios de ligação. Fiuza (2009) 

demonstrou que também não houve competição entre as proteínas 

Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac  pelos receptores de populações resistentes e 

susceptíveis de Anticarsia gemmatalis. 
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 Karim et al. (2000), Estela et al. (2004) e Gonzáles-Cabrera et 

al. (2006) demonstraram  que as proteínas Cry1Aa, Cry1Ac e Cry1Ab 

compartilham o mesmo sítio de ligação respectivamente em populções 

de Helicoverpa zea, Plutella xylostella e Pectinophora gossypiella/H. 

zea. Em algumas outras espécies de lepidópteros testadas, foi verificado 

que Cry1Ac e Cry1Ab compartilham o mesmo receptor (FIUZA et al., 

1996; HERRERO et al., 2001; JURAT-FUENTES & ADANG, 2001). 

Monnerat et al. (2006) demonstraram, através de  ensaios de 

ligação realizados com as toxinas  Cry1Ba, Cry1Ca, e Cry1Da, que 

diferentes populações de  S. frugiperda, provenientes do Brasil, México 

e Colômbia apresentaram diferenças quanto à capacidade de ligação às 

BBMVs e especificidade da ligação e  estas variações encontradas  

puderam ser  associados com a variabilidade genética verificada   entre 

as populações de insetos. A variabilidade genética existente entre as 

populações de S. frugiperda e D. saccharalis utilizadas nestes trabalhos   

podem portanto explicar as diferenças encontradas nos resultados. 

Quando as proteínas não biotiniladas competem com as 

proteínas biotiniladas pelo receptor, não há marcação do filme 

fotográfico ou a marcação é menos intensa, visto que  por  elas estarem 

em maior concentração se ligam primeiro aos sítios de ligação 

impedindo a ligação das proteínas marcadas, isto    foi observado 

quando o ensaio foi realizado com a proteína Cry1Ac biotinilada e 

Cry1Aa não marcada e as BBMVs de D. saccharalis, demonstrando que 

provavelmente elas competem pelo mesmo receptor. O 

compartilhamento de receptores por estas proteínas têm sido 

demonstrado em várias espécies de  lepidópteros (ESCRICHE et al, 

1997; LUO et al., 2006; SHARMA et al., 2011). 
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Ao incubar a proteína biotinilada Cry1Ac e a proteína não 

marcada Cry1Ab juntamente com as BBMVs de S. frugiperda foi 

verificado um aumento na intensidade da banda, isto ocorreu  pois 

possivelmente há sinergismo entre essas duas toxinas. Este  resultado 

condiz com os obtidos por Sharma et al. (2010) no qual foi verificado 

através de bioensaios  com insetos de uma população de Chilo partellus  

que estas proteínas apresentam atividade tóxica  cinco vezes maior  

juntas quando comparado à sua utilização isolada, indicando que elas 

têm efeito sinérgico contra larvas  de C. partellus.   

Da mesma forma, Lee et al. (1996) demonstrou que as toxinas  

Cry1Aa e Cry1Ac apresentaram  atividade  sinérgica  contra lagartas  de  

Lymantria dispar, aumentando em  4,9 vezes sua toxicidade quando os 

insetos foram alimentados com a  mistura das proteínas e, neste caso, foi 

verificado que a combinação das duas toxinas levou  também à uma  

maior formação de poros do que as toxinas individuais, demonstrando 

portanto a possibilidade de interação  sinérgica entre  proteínas Cry1A 

potencializando sua atividade tóxica.   

Estes resultados do compartilhamento dos sítios de ligação de 

BBMVs do intestino médio de D. saccharalis pelas toxinas Cry1Aa e 

Cry1Ac e o possível efeito sinérgico entre as toxinas Cry1Ab e Cry1Ac 

em S. frugiperda, serão úteis para trabalhos visando o desenvolvimento 

de estratégias de gestão da resistência em milho transgênico Bt no 

futuro. 
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            3.6 Ensaios de toxicidade com as proteínas purificadas 

 

Os bioensaios seletivos com as proteínas purificadas e ativadas 

com tripsina Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac não causaram mortalidade 

significativa tanto em lagartas de S. frugiperda quanto de D. saccharalis 

mesmo utilizando uma alta dose da proteína (5000 ng/cm
2
), embora 

tenha sido verificado a ligação das proteínas às BBMVs destes insetos.  

Resultados semelhantes foram encontrados por Bohorova et al. 

(1997) em um trabalho no qual foi avaliado a susceptibilidade das 

principais pragas do milho à diferentes proteínas Cry1, foi verificado 

que as proteínas Cry1Ab e Cry1Ac causaram baixa  taxa  de mortalidade 

sobre lagartas de  S. frugiperda e D. saccharalis.  

Aranda et al. (1996)  ao utilizarem  as toxinas Cry1Aa, Cry1Ab 

e Cry1Ac em bioensaios com S. frugiperda, demonstraram que estas 

proteínas não foram tóxicas para esta espécie,  apresentando  CL50 

superior a 2000 ng/cm
2
.  Foi observado que estas proteínas se ligaram às 

microvilosidades apicais de seções do tecido do intestino médio de S. 

frugiperda e, portanto, assim como neste trabalho não houve uma 

correlação estrita entre a capacidade de ligação e a toxicidade destas δ-

endotoxinas.  

Sugeriram ainda  que nesta espécie de inseto há pelo menos dois 

tipos de ligação das toxinas Cry com as microvilosidades apicais do 

intestino médio, uma delas é uma interação não específica, 

enquanto que a outra é altamente específica e saturável, e apenas 

esta última está correlacionada com a toxicidade,  condizendo com os 

resultados obtidos neste trabalho visto que as proteínas testadas se 

ligaram de forma inespecífica. 
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O mecanismo de ação das proteínas Cry1 geralmente aceito é 

um processo composto por duas etapas, primeiro a etapa reversível que 

envolve a ligação específica das proteínas aos receptores da membrana 

escovada e posteriormente uma etapa irreversível que envolve uma 

mudança conformacional da proteína que leva à sua inserção na 

membrana celular e formação de poros (VAN RIE et al., 1990; 

SCHENEPF et al., 1998) o qual tem  sido diretamente relacionada com a  

toxicidade das δ-endotoxinas (IHARA et al., 1993, 2008; LIANG et al., 

1995; RAJAMOHAN et al., 1996).  

Assim é possível que as proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac 

tenham se ligado aos receptores de S. frugiperda e D. saccharalis mas 

como a primeira etapa é reversível, ou seja, a ligação pode ser desfeita, 

houve o desligamento da proteína do sítio de ligação do receptor 

interrompendo o mecanismo de ação  e consequentemente impedindo 

que estas proteínas exerçam alguma atividade tóxica no inseto. Contudo, 

estudos mais aprofundados devem ser realizados para confirmar esta 

hipótese. 

A  ligação das toxinas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac às vesículas 

da  membrana da borda escovada de  S. frugiperda e D. saccharalis 

apesar de ser uma  etapa necessária  não foi suficiente para conferir 

atividade inseticida. Demonstrando que em alguns modelos, os efeitos in 

vivo das toxinas Cry não estão necessariamente relacionados à 

capacidade inicial de reconhecimento e ligação aos receptores, mas sim 

ao caráter irreversível da ligação. 

Dos Santos et al. (2009) verificaram que as proteínas Cry1Aa e 

Cry1Ab foram mais tóxicas para  lagartas de S. frugiperda quando 
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comparadas com  a proteína Cry1Ac e toxicidade semelhante para 

Cry1Ab foi constatada  por   Sena et al. (2009). 

Através de bioensaios realizados com as proteínas Cry 

individuais e lagartas de D. saccharalis, observou-se que a CL50 das 

proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac foram 222, 327 e 610 ng/cm
2  

respectivamente (De MACEDO et al., 2012). Wu et al. (2009) 

verificaram que Cry1Aa apresentou maior toxicidade  que Cry1Ac sobre 

D. saccharalis, diferentemente  Tan et al. (2011) demonstraram   que 

Cry1Ac foi a proteína mais tóxica seguida de Cry1Aa e Cry1Ab.   

As variações na susceptibilidade às δ-endotoxinas observadas 

entre este e os demais trabalhos relatados pode estar relacionada com o 

fato de terem sido utilizadas diferentes populações de insetos.  Monnerat 

et al. (2006) ao analisarem populações de S. frugiperda nativas do 

México, Brasil e Colômbia quanto à susceptibilidade à Cry1B, Cry1C e 

Cry1D verificaram que o   grau de tocixidade destas proteínas variou 

entre as  populações de insetos e isto foi  associado com a alta 

variabilidade genética encontrada  entre as lagartas. 

Em um outro trabalho foi constatado que a atividade tóxica  de 

Cry1Ac e  Cry1F sobre várias  isofamílias de lagarta do cartucho 

provenientes de lavouras de milho dos EUA, Porto Rico e México 

apresentou  diferenças  (BLANCO et al. 2010). Rio-Diez et al. (2012) 

também demonstraram que houve  diferença  na  toxicidade das 

proteínas  Cry1Ab e Cry1Ac entre   populações  de S. frugiperda 

coletadas em   plantações de milho e arroz na Colômbia,  as lagartas do 

cartucho do  arroz foram mais susceptíveis à ambas δ-endotoxinas, e  

nas duas populações analisadas a  toxicidade de Cry1Ab foi maior  que 

de Cry1Ac. 
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Huang et al. (2008) detectou variações significativas nas 

concentrações letais da proteína Cry1Ab entre populações de D.  

saccharalis provenientes  do Texas e da  Lousiana (EUA).  

As populações por serem provenientes de regiões geográficas 

distintas provavelmente são geneticamente diferenciadas fazendo com 

que elas apresentem também variações quanto à susceptibilidade às  δ-

endotoxinas. Estes resultados divergentes da toxicidade das proteínas 

Cry demonstram a importância em se avaliar a susceptibilidade dos 

insetos-pragas da região geográfica o qual se busca controlar para 

garantir o sucesso do uso de biopesticida a base de B. thuringiensis ou 

cultura Bt,  de forma que sejam escolhidas as toxinas mais eficientes 

visando reduzir o número dos insetos-pragas e realizar  o manejo da 

resistência. Sugerindo, portanto, que cada toxina particular de B. 

thuringiensis a ser expressa no milho-Bt deve ser cuidadosamente 

selecionada visto que a atividade tóxica das proteínas  Cry são difíceis 

de serem  generalizadas para uma determinada espécie de inseto.   
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        4   CONCLUSÕES 

 

As proteínas  Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac de B. thuringiensis se 

ligam às vesículas da membrana da borda escovada (BBMVs) de S. 

frugiperda e D. saccharalis de forma inespecífica. 

As proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac não apresentaram 

toxicidade para as populações de S. frugiperda e D. saccharalis 

avaliadas. 

Não foi encontrado uma correlação entre a capacidade de ligação 

das toxinas Cry1A às BBMVs e a atividade tóxica contra S. frugiperda e 

D. saccharalis. 

 As toxinas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac não competem pelos 

mesmos sítios de ligação nos receptores das populações de insetos 

testadas, exceto as  proteínas Cry1Aa e Cry1Ac que compartilham  os 

mesmos sítios de ligação em  D. saccharalis. 

As toxinas Cry1Ab e Cry1Ac possivelmente agem de forma 

sinérgica em  S. frugiperda . 

Este trabalho fornece dados que serão relevantes  para posteriores  

trabalhos visando a elaboboração  de estratégias de gestão resistência em 

milho transgênico Bt. 
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                             5  PERSPECTIVAS 

 

 Realizar novos ensaios de ligação e competição para confirmar 

os resultados obtidos neste trabalho. 

             Identificar os possíveis   receptores envolvidos na ligação das 

proteínas Cry1Aa, Cry1Ab e Cry1Ac às BBMVs de S. frugiperda e D. 

saccharalis.  
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CAPÍTULO 3 

 

 

Avaliação do tempo de cultivo sobre a produção de β-exotoxina em 

isolados de  Bacillus thuringiensis. 

 

 

 

RESUMO 

 

Bacillus thuringiensis é uma bactéria Gram-positiva, entomopatogênica 

amplamente utilizada no controle biológico de insetos-pragas  entretanto 

algumas cepas produzem β-exotoxina que é tóxica tanto para insetos 

como para vertebrados e muito persistente no ambiente. Por isso foi 

proibido o uso de cepas de B. thuringiensis que produzam este 

metabólito na formulação de biopesticidas de acordo com 

recomendações da Organização Mundial de Saúde. O objetivo deste 

trabalho foi caracterizar cepas de B. thuringiensis quanto à capacidade 

de sintetizar β-exotoxina e avaliar se o tempo de cultivo influencia a 

produção desta toxina. Para isso, uma alíquota de 10µl de cada cepa foi 

inoculada em 10ml de meio LB com sais  e  incubado a 28°C e  200rpm 

por 16hs.  Este pré-inóculo foi vertido em 50ml de meio LB com sais  de 

modo que a concentração inicial da cultura fosse 10
6
 células/ml e  

incubado a 28°C e 200rpm. Os tempos de cultivo para cada cepa foram 

48, 72, 96, 120 e 144hs. Após o cultivo a cultura foi centrifugada a 

10000rpm por 10min e o sobrenadante autoclavado a 121°C por 20min e 

filtrado. Para os bioensaios foram aplicados 165µl do sobrenadante 

sobre um pedaço de dieta com 1cm
3
 e oferecido a 40 lagartas de 

Spodoptera frugiperda de 2 dias de idade,  por repetição foram 

utilizadas 10 lagartas sendo que cada tratamento constituiu-se de 4 

repetições. A avaliação do número de lagartas mortas e o peso foi 

realizado 8 dias após a montagem do bioensaio.  Seis cepas incluindo os 

controles positivos foram capazes de produzir β-exotoxina, as cepas 

HD-125, 462A e T-10 a partir de 96hs de cultivo, as cepas  344 e T-09   
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a partir de 144hs e a cepa 566 a partir de 48hs.  Demonstrando que o 

tempo de cultivo afeta a produção desta toxina e o tempo no qual é 

detectada a presença da β-exotoxina nos sobrenadantes através dos 

bioensaios é variável em função da cepa de B.  thuringiensis. 

  

Palavras-chave: Bacillus thuringiensis, β-exotoxina, Bioensaio, Tempo 

de cultivo, Sobrenadante bacteriano. 
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ABSTRACT  
 

 

Bacillus thuringiensis is a Gram-positive entomopathogenic bacteria 

widely used in biological control of insect pests however some strains 

produce β-exotoxin which is toxic either  to vertebrates as insects and  

very persistent in the environment. So it was forbidden to use strains 

that produce this metabolite in the formulation of biopesticides in 

accordance with recommendations of the World Health Organization 

The purpose of this study was to characterize strains of B. thuringiensis 

for the ability to synthesize β-exotoxin, and assess whether the culture 

time influences the production of this toxin. For this, an aliquot of 10μl 

from each strain was inoculated into 10ml of  LB medium with salts and 

incubated at 28°C, 200rpm for 16 hours. This pre-inoculum was poured 

into 50ml of LB medium with salts, so that the initial concentration of 

the culture was 10
6
 cells/ml and incubated at 28°C and 200rpm. The 

culture times for each strain were 48, 72, 96, 120 and 144 hours. After 

growing the culture was centrifuged at 10000rpm for 10min and the 

supernatant autoclaved at 121°C for 20 minutes  and filtered. For 

bioassays 165μl of the supernatant was applied on each piece diet with 

1cm
3
  and offered to 40  Spodoptera frugiperda 2 days old, for repeat 

were used 10 larvae and each treatment consisted of 4 replications. The  

evaluation of the number of dead larvae and the weight was conducted 8 

days after to mount the bioassay.  Six strains including positive controls, 

were able to produce β-exotoxin, the strains HD-125, 462A and T-10 

from 96 hours of cultivation, strains 344  and   T-09 from 144 hours and 

strain 566 from 48 hours. Demonstrating that the cultivation time affects 

the production of this toxin and the time in which it is detected the 

presence of β-exotoxin in the supernatants through bioensaiso is variable 

depending on the strain of B. thuringiensis. 

 

 

Keywords: Bacillus thuringiensis, β-exotoxin, Bioassay, Time 

cultivation, bacterial supernatant. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

A bactéria Bacillus thuringiensis é  um patógeno de insetos que 

produz diferentes δ-endotoxinas  capazes de  matar seus hospedeiros 

(DE MAAGD et al., 2003) representando assim  uma alternativa viável 

para o controle de insetos-pragas na agricultura e vetores de  doenças de 

grande  importância na  saúde pública (CRICKMORE et al., 2011). O B. 

thuringiensis vem sendo usado como um agente de controle biológico a 

mais de 50 anos e representam aproximadamente 90% do total de 

biopesticidas e cerca de 2% do total do mercado inseticida (ALI et al., 

2010; BRAVO et al., 2011).  

Contudo, algumas cepas de B. thuringiensis produzem β-

exotoxina, uma toxina termoestável secretada no meio de cultura, 

inespecífica e com amplo espectro de ação podendo assim ter efeitos 

prejudiciais sobre organismos não-alvo incluindo vertebrados 

(IGNOFFO & GREGORY, 1972; BERLITZ et al., 2006). Por causa de 

sua toxicidade aos vertebrados, a maioria das formulações comerciais de 

biopesticidas são preparadas a partir de cepas de B. thuringiensis que 

não produzem β-exotoxina de acordo com recomendações da 

Organização Mundial de Saúde (WHO, 1999). Portanto, a detecção da 

síntese de β-exotoxina é uma importante etapa no desenvolvimento e 

produção de biopesticidas à base de B. thuringiensis (MAC INNES & 

BOUWER, 2009). 

Vários países do terceiro mundo estão buscando estratégias de 

baixa tecnologia para caracterizar cepas de B. thuringiensis locais 

quanto à produção de β-exotoxina visando a formulação de 
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biopesticidas, assim sendo, os bioensaios por poderem ser realizados 

com equipamentos de baixa tecnologia têm se mostrando uma 

alternativa viável para esta finalidade além de permitir avaliar a 

toxicidade direta da β-exotoxina e detectar também a β-exotoxina do 

tipo II (HERNÁNDEZ et al., 2001; MAC INNES & BOUWER, 2009).  

 Entretanto, como não há um tipo de bioensaio geralmente aceito 

ou padrão, há muita variação com relação ao tempo de cultivo do B. 

thuringiensis utilizado na metodologia dos vários trabalhos que buscam 

caracterizar as cepas quanto à capacidade de produzir β-exotoxina. 

Deste modo é importante avaliar se o tempo de cultivo influencia a 

síntese da β-exotoxina para que possa obter resultados confiáveis e não 

falsos negativos. 

Desta maneira, o presente trabalho teve como objetivo avaliar a 

capacidade de produzir β-exotoxina por diferentes cepas de B. 

thuringiensis e o efeito do tempo de cultivo sobre a produção desta 

toxina. 
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2 MATERIAL E MÉTODOS 

 

 

2.1 Cepas bacterianas 

 

Neste estudo foram utilizadas 32 cepas bacterianas cujos 

complexos esporo/cristal causam  mortalidade  superior à 75% em S. 

frugiperda, sendo estas pertencentes à coleção de B. thuringiensis da 

Embrapa Milho e Sorgo (CNPMS), provenientes de coletas realizadas 

em diferentes locais do Brasil e também cepas pertencentes ao Institut 

Pauster (Paris, França) e ao United States Departament of Agriculture 

(USDA) (Columbus, OH). 

 

2.2 Cultivo dos isolados bacterianos 

 

 Inicialmente foi preparado um pré-inóculo adicionando 10µl 

das cepas de B. thuringiensis em 10ml de meio LB acrescido dos sais 

MgSO4, FeSO4, ZnSO4 e MnSO4, feito  de acordo com Valicente & 

Barreto (2003).   Após serem cultivadas à 28°C e 200rpm  por 16hs foi 

realizada a contagem do número de células através da  visualização em  

microscópio de contraste de fases.  Uma alíquota do pré-inóculo foi 

acrescentada à 50ml de meio LB com sais de modo que a concentração 

inicial fosse de 1x10
6 

células/ml e cultivado durante 48, 72, 96, 120 e 

144hs  sob  as mesmas condições citadas acima.   Posteriormente, a 

cultura foi centrifugada à 10000rpm por 10 min, o sobrenadante 
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aquecido a 121°C por 20min,  filtrado (filtro TPP - 0,22 µm) e  

armazenado à -20°C até o uso. 

 

            2.3 Bioensaios 

 

Copos plásticos de 50ml contendo pedaços de dieta artificial a 

base de feijão, gérmen de trigo e farelo de soja com aproximadamente 

1cm
3
  foram banhadas com 165µl do sobrenadante da cultura bacteriana 

das cepas citadas anteriormente. Após a evaporação do excesso de 

umidade, 40 lagartas de S. frugiperda com dois dias de idade foram 

acondicionadas individualmente nos copos, perfazendo desta forma 4 

repetições por tratamento com 10 unidades experimentais por repetição. 

Este procedimento foi realizado igualmente para a testemunha, 

substituindo o sobrenandante bacteriano por água destilada autoclavada 

sobre a dieta e o controle positivo foi realizado com as cepas HD-125 e 

T-09 que são capazes de produzir β-exotoxina. 

Os copos foram colocados em suportes de isopor e 

acondicionados em sala aclimatizada (26±2°C, 70±10 de UR e fotofase 

de 12hs). A avaliação da mortalidade e a pesagem das lagartas foram 

feitas 8 dias após a montagem do bioensaio. As médias e erros-padrão 

da mortalidade e peso das lagartas foram calculadas para cada 

tratamento. Nos biensaios, os sobrenadantes das culturas foram 

considerados tóxicos, ou seja, com a presença de β-exotoxina quando a 

mortalidade foi igual ou superior à 50%  e/ou quando o 

desenvolvimento das lagartas foi anormal.  

 

 



115 

 

 

 

             2.4 Análise estatística 

 

O delineamento experimental utilizado foi o inteiramente 

casualizado para comparação das médias de mortalidade e peso das 

lagartas de S. frugiperda, e delineamento experimental inteiramente 

casualizado em esquema fatorial (época x cepas) para avaliar a interação 

das cepas e tempo de cultivo sobre a taxa de mortalidade e peso médio 

das lagartas. Os dados coletados para porcentagem de mortalidade foram 

submetidos à transformação arcsen√% antes de realizar as análises 

estatísticas visando normalizar os dados. Os dados com taxa de 

mortalidade iguais a zero (0) antes da transformação arcsen√% foram 

substituídos por 1/(4n), sendo “n” o número de lagartas que geraram 

cada taxa de mortalidade. Essa transformação foi necessária para 

diminuir um pouco mais a variabilidade dos dados. As médias foram 

comparadas pelo teste t de Student a 5% de probabilidade (p < 0,05) 

utilizando o programa SISVAR. 

 

            2.5 Extração de DNA 

 

O DNA das cepas de B. thuringiensis foi extraído e purificado 

de acordo com Shuhaimi (2001), com algumas modificações.  As cepas 

foram plaqueadas em meio LB sólido e mantidas à temperatura de 30°C 

por aproximadamente 16hs. Com o auxílio de uma alça, toda massa 

celular foi raspada e transferida para um microtubo e ressuspendida em 

700µl de solução tampão (50mM Glucose, 25mM Tri-HCl e 10mM 

EDTA, pH 8.0) e lisozima na concentração de 20mg/ml, sendo levado 
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ao banho maria a 37°C por 30min. Adicionou-se 25µl de SDS 10% e 

5µl de proteinase K (20mg/ml) à solução e incubou por 1h à 60°C. 

Após este período 500µl de fenol/clorofórmio/octanol (25:24:1) 

foram adicionados seguido de centrifugação por 2min a 13000rpm, 

posteriormente 300µl do sobrenadante foram transferidos para um novo 

tubo e acrescentado o mesmo volume de acetato de potássio 3M e 600µl 

de álcool isopropanol e centrifugado a 13000rpm por 10min. O 

sobrenadante foi descartado e o pellet lavado com 300µl de etanol 70% 

e novamente centrifugado a 13000rpm por 5min. O pellet foi então seco 

e ressuspendido em 150µl de água. 

A qualidade do DNA foi observada através de corrida 

eletroforética em gel de agarose 1% e quantificado através do Nanodrop 

(ND-1000 V3.1.2). Após esses processos as amostras foram diluídas 

para concentração de 10ηg/µl a partir da solução concentrada e  

armazenadas a -4°C. 

 

2.6 Caracterização molecular 
 

Nas reações de amplificação foram utilizados primers 

específicos para os genes cry1B e vip2 descritos na literatura (CERÓN et 

al., 1994, HERNANDÉZ et al., 2009). 

As reações de PCR foram preparadas para um volume final de 

20µl, consistindo de 30ng de DNA purificado, 3mM de MgCl2, tampão 

10X (20mM de Tris e 50mM de KCl), 250µM de dNTP, 20µM de cada 

primer e 2U de Taq DNA Polimerase. As amplificações foram efetuadas 

em termociclador Veriti
® 

96-Well Thermal Cycler (Applied 

Biosystems). 
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Tabela 7- Primers usados na caracterização molecular das cepas de B. thuringiensis 

Primer Referência Sequência (5’- 3’) pb Tm (°C) Controle 

cry1B Céron et al., 

1994 

F-TGTAGCTGGTACTGTATTG 

R-CTTCATCACGATGGAGTAA 

367 55 1644 

Vip2 Hernandéz et al., 

2009 

F-GATAAAGAAAAAGCAAAA 

GAATGGGRNAARRA 

R-CCACACCATCTATATACAG 

TAATATTTTCTGGDATNGG 

845       55                 1657 

 

 

Os produtos da amplificação foram separados em gel de agarose 

1%. Após a eletroforese ser realizada a 110V durante uma hora, 

visualizado sob luz ultravioleta e fotografado no equipamento  Kodak 

Gel Logic 200 Imaging System. 
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3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

              3.1 Identifição das cepas produtoras de β-exotoxina e caracterização 

molecular 

Uma seleção de 32 cepas pertencentes à coleção de B. 

thuringiensis da Embrapa Milho e Sorgo (CNPMS) foram submetidas à 

análise da produção de  β-exotoxina através de bioensaios com lagartas  

de S. frugiperda. Para isto foram utilizadas lagartas de primeiro ínstar 

visto que a CL50 desta toxina é mais baixa para S. frugiperda deste 

estágio de desenvolvimento, permitindo que o bioensaio fosse mais 

sensível para a detecção da β-exotoxina (HORNBY & GARDNER, 

1987). 

 Os sobrenadantes de seis cepas, T-10 (Bt darmstadiensis), 344, 

566 e 462A incluindo os controles positivos HD-125 (Bt tolworthi) e T-

09 (Bt tolworthi), foram tóxicos para S. frugiperda mesmo após a 

autoclavagem, demonstrando que estas cepas são capazes de sintetizar  

β-exotoxina (Tabela 2). 

Devido ao seu largo espectro de atividade, em muitos países, a 

presença de  β-exotoxina em produtos comerciais que utilizam esporos e 

cristais de B. thuringiensis como componentes ativos é proibida por lei 

(WHO, 1999) sendo portanto,  necessário identificar as cepas capazes de 

produzir esta toxina.  Através dos bioensaios foi possível caracterizar as 

cepas de B. thuringiensis quanto à capacidade de secretar β-exotoxina 

no meio de cultura,  permitindo assim  completar a caracterização destas 

cepas de B. thuringiensis que apresentam grande potencial para serem 

utilizadas no controle biológico de S. frugiperda. 
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            Tabela 7-  Resultados dos bioensaios para detecção de β-exotoxina e caracterização molecular  

Detecção da presença (+) ou ausência (-) de  β-exotoxina e dos genes cry1B e vip2  em cepas  da coleção de 

B. thuringiensis da Embrapa Milho e Sorgo (CNPMS). *Porcentagem de mortalidade de S. frugiperda obtida 

através de bioensaios seletivos realizados com o complexo esporo/cristal das respectivas cepas de B. thuringiensis 

de acordo com VALICENTE & FONSECA, 2004. 

     Genes    
      

Identificação da Cepa              Origem Bioensaio

s        

cry1B vip2 

 

Mortalidade (%)* 

      
HD-125 (Bt tolworthi) USA +

 
- + - 

T-07 (Bt aizawai) França - + - 80,8 
T-09 (Bt tolworthi) França + + - 95,8 

T-10 (Bt darmstadiensis) 

dadaddarmstadiensis) 

França + - - 77,9 
344 Paraná-BR + + - 100 

348B Paraná-BR - - - 100 
348L Paraná-BR - - + 100 
426 Ceará-BR - - - 100 
460 Paraná-BR - - - 100 

462A Paraná-BR + - + 100 
474 BR - - + 100 
566 Paraná-BR + - - 100 

701B São Paulo-BR - - - 100 
1109N Goiás-BR - - + 100 
1119C Goiás-BR - - + 100 
1131C Goiás-BR - - + 100 
1132E Goiás-BR - - + 100 
1139K Goiás-BR - - + 100 
1145B                      Goiás-BR - - + 100 
1148F Goiás-BR - - + 100 

1355SLO BR - - + 100 
1357 BR - - + 100 

1438H Sergipe-BR - - + 100 
1604D Amazonas-BR - - - 100 
1626C Maranhão-BR - - - 100 
1641 Paraná-BR - + - 100 
1644 Paraná-BR - + + 100 
1646 São Paulo-BR - + + 100 
1648 São Paulo-BR - + - 100 
1656 Alagoas-BR - + + 100 
1657 Minas Gerais-BR    

BRBBMGMMGB

R 

- - + 100 
1658 São Paulo-BR - + - 100 



120 

 

 

 

 

As cepas que produziram β-exotoxina representam apenas 13,3% 

do número total dos cepas analisadas. Epinasse et al. (2002a) 

encontraram uma frequência semelhante (9%) de  cepas  cujos 

sobrenadantes foram tóxicos para Anthonomus grandis (Coleoptera: 

Curculionidae). Mas provavelmente um número maior de cepas de B. 

thuringiensis produtoras de β-exotoxina I seriam identificadas se fosse 

utilizado HPLC visto que o limite de detecção desta molécula utilizando 

este procedimento é mais elevado (GOHAR & PERCHAT, 2001). 

Assim, análises através de HPLC poderão ser realizadas posteriormente 

para confirmar os resultados obtidos com os bioensaios. 

Os bioensaios de toxicidade com insetos consistem em um 

método tradicional para detecção da β-exotoxina, através deste 

procedimento é possível avaliar a toxicidade direta deste metabólito, 

permite detectar também a β-exotoxina do tipo II, além do que não exige 

equipamentos sofisticados e de alto custo para sua execução 

(HERNÁNDEZ et al., 2001; MAC INNES & BOUWER, 2009) 

demonstrando assim a viabilidade  e importância em se utilizar os 

bioensaios nas pesquisas envolvendo a detecção de cepas produtoras de 

β-exotoxina. 

Ao contrário do que ocorre com as δ-endotoxinas os 

determinantes genéticos envolvidos na síntese da β-exotoxina não são 

bem conhecidos, apresentando poucas informações a seu respeito 

(KUZINA et al., 1993; ESPINASSE te al., 2002b, ESPINASSE et al. 

2004).  Isto torna especialmente difícil encontrar uma relação direta 

entre a presença de um gene específico envolvido na via metabólica da 

β-exotoxina e a capacidade de produzí-la pelo B. thuringiensis.             
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Contudo, acredita-se que um ou vários genes contidos nos plasmídeos 

que carregam os genes cry controlem a produção ou secreção de β-

exotoxina I (HERNÁNDEZ et al., 2003). Estes genes atuariam como 

elementos regulatórios  mas   não  seriam diretamente os  responsáveis 

pela biossíntese da molécula, os genes para a síntese de β-exotoxina I 

são provavelmente cromossômicos ou estão localizados em outros 

plasmídeos (ESPINASSE et al., 2002b). 

Nós verificamos que o gene cry1B foi detectado em 9 cepas,  

correspondendo portanto a 28% do total de cepas analisadas, dentre 

estas, apenas  duas cepas também  produziram β-exotoxina, T-10 e 344.  

E foram 17 cepas (52%) que amplificaram o gene vip2 durante a PCR, 

incluindo as cepas, HD-125 e 462A que sintetizaram β-exotoxina.  

Em um trabalho realizado por Espinasse et al. (2002a) foi 

verificado que todas cepas capazes de produzir altas quantidade de  β-

exotoxina I apresentaram amplificação dos genes  cry1B e vip2  

indicando que existe uma forte associação entre a produção de níveis 

elevados de  β-exotoxina I e a presença desses genes  numa dada  estirpe  

e sugerindo que cry1B, vip2 e os determinantes genéticos da  β-

exotoxina I estão localizados no mesmo plasmídeo. Tal associação com 

o gene cry1B foi também  relatada por Perani et al. (1998), mas esses 

autores não encontraram uma relação estatística entre a capacidade de 

produzir este metabólito e a presença deste  gene.  

 

3.2 Influência do tempo de cultivo sobre a produção de β-exotoxina 

 

 Os dados referentes ao peso médio e porcentagem de 

mortalidade das lagartas de S. frugiperda obtidos com os bioensaios 
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mostraram que a produção da β-exotoxina foi detectada a partir de 96 

horas de cultivo nas cepas HD-125, 462A e T-10, de acordo com os 

parâmetros estabelecidos. Em cada uma das cepas a partir deste tempo, 

no geral foram observados os maiores valores de mortalidade e menores 

pesos médios das lagartas de S. frugiperda, que foram semelhantes entre 

si e diferentes da testemunha. As cepas 344 e T-09 causaram a maior 

taxa de mortalidade e menor peso médio com 144hs de cultivo no qual 

foi detectada a presença da β-exotoxina. Já na cepa 566 foi detectada a 

presença da β-exotoxina em todos tempos avaliados como pode ser 

observado na tabela 3.  

Estes resultados demonstram que geralmente a detecção da β-

exotoxina foi possível em fases mais tardias de desenvolvimento, em B. 

thuringiensis, que é considerado um patógeno de insetos, a capacidade 

de produzir níveis elevados de β-exotoxina I durante a fase estacionária 

pode ter uma contribuição significativa para determinar os efeitos 

inseticida das cepas bacterinas (ESPINASSE et al., 2002a) que podem 

conferir vantagens evolutivas às cepas hospedeiras. 
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Tabela 3- Médias e erros-padrão dos pesos e mortalidades das lagartas 

de S. frugiperda submetidas aos sobrenadantes bacterianos de B. 

thuringinensis.                

                                      Médias ± erros-padrão a p≤ 0,05% 

    

 

Tratamentos Mortalidade (%) Peso médio das lagartas(mg) 

Água 2,50±5,00  a 45,35±1,37 d 

T-09 48hs 2,52±5,00 a 34,77±7,53 c 

T-09 72hs 2,52±5,00 a 36,29±2,13 c 

T-09 96hs 3,02±6,00 a 36,13±3,11 c 

  T-09 120hs 23,00±12,49 b 14,40±11,24 b 

  T-09 144hs 61,75±9,03 c 1,07±0,29 a 

 

 

Água 2,50±5,00 a 45,35±1,37  b 

T-10 48hs 5,00±5,77 a 37,45±12,5 b 

T-10 72hs 2,50±5,00 a 40,49±11,35 b 

T-10 96hs 17,50±9,57 a 3,60±1,86 a 

  T-10 120hs 65,00±12,90 b 1,65±0,33 a 

  T-10 144hs 55,00±26,45 b 2,62±1,41 a 

   

Água 2,50±5,00 a 45,35±1,37 c 

HD-125 48hs 19,01±32,01 a 28,85±13,00 b 

     HD-125 72hs 20,50±8,24 a 29,42±4,06 b 

     HD-125 96hs 68,50±15,91 b 1,52±0,37 a 

   HD-125 120hs 63,75±11,47 b 1,58±1,11  a 

   HD-125 144hs 59,75±14,85 b 1,30±0,39 a 
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Médias seguidas pela mesma letra na coluna  não diferem  entre si pelo 

teste t de Student a 5% de probabilidade.  

 

Não é possível afirmar que nos tempos de cultivo no qual não foi 

detectada a produção de  β-exotoxina nas cepas que foram positivas para 

este metabólito
 
através dos bioensaios, realmente não houve a sua 

síntese uma vez que pode ter havido a produção mas as quantidades de 

β-exotoxina foram abaixo do limite de toxicidade detectável contra S. 

frugiperda  em nossas condições de teste.  

Água 2,50±5,00 a 45,35±1,37 d 

344 48hs 19,25±16,66 ab 39,32±3,67 d 

344 72hs 32,50±14,59 bc 25,39±9,96 c 

344 96hs 17,50±15,00 ab 15,42±6,42 b 

 344 120hs 10,01±11,54 ab  18,67±7,71 bc 

 344 144hs 50,25±25,74 c 1,98±0,86 a 

 

   

Água 2,50±5,00 a 45,35±1,37 c 

566 48hs 83,75±6,23 c  1,29±0,66 a  

566 72hs 47,00±8,86 b 4,12±1,16 b 

566 96hs 58,00±5,41 b 1,14±0,36 a 

 566 120hs 55,00±19,14 b 3,84±2,64 b 

 566 144hs 85,00±12,90 c 1,17±0,44 a 

   

Água 2,50±5,00 a 45,35±1,37 b 

462A 48hs 10,00±8,16 a 61,81±19,10 c 

462A 72hs 5,00±5,77 a 50,28±17,98 bc 

       462A 96hs 56,25±17,01 b 4,10±3,30 a 

  462A 120hs 67,50±16,58  b 1,19±0,52 a 

  462A 144hs 72,50±17,07 b 1,01±1,37 a 
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BEKHEIT et al. (1993) ao avaliar o sobrenadante do meio 

cultivado com B. thuringiensis quanto à presença de β-exotoxina em 

diferentes tempos de cultivo, variando de 6 à 66 horas após a 

inoculação, demonstrou um aumento crescente nos níveis de β-

exotoxina produzida, sendo que os  maiores valores foram encontrados 

com 66 horas de cultivo. Deste modo, o fato da β-exotoxina ser 

detectada em tempos tardios de cultivo na maioria das cepas avaliadas 

neste trabalho se deve provavelmente ao acúmulo desta toxina no meio 

de cultivo até atingir um nível no qual os seus efeitos puderam ser 

constatados nos insetos.  

 Apesar de o sobrenadante destas cepas em alguns tempos não 

causarem altas porcentagens de mortalidade nas largartas de S. 

frugiperda foi verificado a inibição do crescimento normal e lenta 

movimentação das lagartas. Estes sintomas são típicos de 

envenenamento por β-exotoxina como descrito em diversos estudos 

(BOND & BOYCE, 1971; EPINASSE et al., 2002b). 

Nas cepas que foram positivas para produção de  β-exotoxina 

através dos bioensaiso foi verificado que o tempo a partir do qual é 

iniciada a síntese ou secreção deste metabólito é influenciada pelo 

tempo de cultivo e é variável em função da cepa bacteriana, como pode 

ser observervado nas tabelas 4 e 5. Provavelmente esta diferença entre 

os tempos de crescimento no qual é constatada a presença da β-

exotoxina esteja relacionada com o início do processo de esporulação 

que também pode ser variável entre as cepas. 
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Tabela 4- Média das taxas de mortalidade de S. frugiperda por cada tempo de cultivo  

 

Tempo de 

cultivo 

  Cepas    

 T-09 T-10 462A HD-125 344 566 

48hs 2,52   Aa 5,00   Aa 10,00 Aa 19,01 Aa 19,25 ABa 83,00 Bb 

72hs 2,52   Aa 2,50   Aa 5,01   Aab 20,50 Abc 32,50 BCcd 47,00 Ad 

96hs 3,02   Aa 17,50 Aa 56,25 Bb 68,50 Bb 17,50 ABa 58,00 Ab 

120hs 23,00 Ba 65,00 Bb 67,50 Bb 63,75 Bb 10,01 Aa 55,00 Ab 

144hs 61,75 Ca 55,00 Ba 72,50 Bab 59,75 Ba 50,25 Ca 85,00 Bb 

 

Médias seguidas pela mesma letra, maiúscula na coluna e minúscula na linha, não diferem  

entre si pelo teste t de Student a 5% de probabilidade. 

 

Através da observação dos resultados da análise estatística 

apresentados na tabela 4 foi possível constatar que houve interação entre 

cepa e tempo de cultivo (p < 0,00001), dessa forma não é possível 

explicar a influência das cepas nas taxas de mortalidade de forma 

independente do tempo de crescimento. Em geral os sobrenadantes das 

cepas com menor tempo de cultivo provocaram as menores taxas de 

mortalidade, provavelmente pois nos primeiros tempos a síntese ou 

secreção de β-exotoxina ainda não havia iniciado ou as quantidades 

produzidas foram baixas,  mas as cepas 344 e 566 fugiram à essa regra.  

A cepa 344 causou a menor taxa de mortalidade no tempo de 

120hs, apesar de a maior taxa de mortalidade  ter continuado a tendência 

semelhante das demais cepas no tempo de 144hs. A cepa 566 causou as 

menores taxas de mortalidade nos tempos de 72, 96 e 120hs e as maiores 

taxas de mortalidade nos tempos de 48 e 144hs, contudo apresentaram 

porcentagens de mortalidade geralmente acima de 50% indicando a 

presença da β-exotoxina no sobrenadante bacteriano em todos os tempos 
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de cultivo. Em cada tempo de cultivo, aparentemente a cepa 566 sempre 

causou a maior taxa de mortalidade. Mas as demais cepas tiveram 

comportamento inconstante, dependendo do tempo de cultivo em 

questão. 

 

Tabela 5- Médias dos pesos das lagartas de S. frugiperda por cada tempo de cultivo  

 

Tempo de 

cultivo 

  Cepas     

 566 344 HD-125 T-09 T-10 462A  

48hs 1,29   Aa 39,32   Cc 28,85   Bb 34,77  Cbc 37,45  Bbc 61,81  Cd  

72hs 4,12   Aa 25,39   Bb 29,42   Bbc 36,29  Ccd 40,49  Bde 50,28  Be  

96hs 1,14   Aa 15,42   Bb 1,52     Aa 36,13  Cc 3,60    Aa 4,10    Aa  

120hs 3,84   Aa 18,67   Bb 1,58     Aa 14,40  Bb 1,65    Aa 1,19    Aa  

144hs 1,17   Aa 1,98     Aa 1,30     Aa 1,07    Aa 2,62    Aa 1,01    Aa  

 

            Médias seguidas pela mesma letra, maiúscula na coluna e minúscula na linha, não diferem entre 

si pelo teste t de Student a 5% de probabilidade. 

 

Na Tabela 5, cujos dados foram submetidos ao teste t de Student 

(p ≤ 0,05), notamos que também houve interação entre cepas e tempo de 

cultivo na determinação do peso médio (p < 0,00001). Na cepa 566, as 

médias de peso foram baixas e iguais entre si, independente do tempo de 

cultivo. Nas cepas 344, HD-125, T-09 e 462A, o tempo de cultivo por 

144hs sempre apresentou a menor média de peso e  em todas cepas, os 

tempos de cultivo por 48hs ou 72hs  foram os que apresentaram  maior 

média de peso.    

No tempo de cultivo por 48hs, a cepa 566 foi a que apresentou a  

menor média de peso enquanto a 462A obteve a maior média de peso. 

Para o tempo de cultivo  por 96hs, as cepas 566, HD-125, T-10 e 462A 
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tiveram as menores médias de peso enquanto as cepas 344 e T-09 

apresentaram as duas maiores médias. Quando as cepas foram crescidas  

por 120hs, as menores médias de peso foram observadas nas cepas 566, 

HD-125, T-10 e 462A, já  as cepas 344 e T-09 apresentaram as maiores 

médias de peso. Todas as cepas apresentaram médias de peso baixas e 

semelhantes entre si no tempo de cultivo por 144hs.    

Os resultados que encontramos demonstram que é aconselhável   

prolongar o tempo de cultivo dos cepas bacterianas para realizar a 

detecção da β-exotoxina  visto que para a maioria das cepas avaliadas  a 

β-exotoxina  foi constatada em fases mais tardias de cultivo. 
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4 CONCLUSÕES 

 

 

As cepas de B. thuringienis 344, 566, 462A e T10 produzem β-

exotoxina. 

 

A produção de β-exotoxina é influenciada pelo tempo de cultivo. 

 

O tempo no qual é detectada a presença da β-exotoxina nos 

sobrenadantes através dos bioensaiso é variável entre as  cepas de B. 

thuringiensis.  
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5 PERSPECTIVAS 

 

Avaliar outras cepas da coleção de B. thuringiensis da Embrapa 

Milho e Sorgo (CNPMS) potenciais para serem utilizadas na formulação 

de biopesticidas, quanto a capacidade de produzir β-exotoxina. 

 

Avaliar as cepas de B. thuringiensis através de procedimentos 

baseados em HPLC para confirmar os resultados obtidos com  os  

bioensaios e determinar a quantidade de β-exotoxina produzida nos 

diferentes tempos de cultivo. 
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