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RESUMO 

Em Moçambique a malária é considerada como sendo um dos mais importantes problemas de 

saúde pública, e uma das principais causas de morbilidade e mortalidade, especialmente em áreas 

remotas com pouco ou nenhum acesso a serviços públicos de saúde. O controlo vectorial da 

malaria é feito através da pulverização intradomiciliar com insecticidas residuais e distribuição de 

redes mosquiteiras impregnadas com piretróides. A susceptibilidade do Anoplehes arabiensis aos 

insecticidas piretróides, carbamato e organoclorato, foi determinada através dos testes de 

susceptibilidade da OMS, no bairro da polana caniço, cidade de Maputo. Análises bioquímicas 

foram feitas com as mesmas amostras para detectar a actividade da enzima envolvida na 

detoxificação do insecticida. No total foram colhidos no bairro da polana caniço 1870 larvas nos 

seus quatros estágios de desenvolvimento. Após os mosquitos atingirem a fase adulta, 675 fêmeas 

F1 de 2-4 dias foram usadas para os ensaios de susceptibilidade aos insecticidas, identificação 

específica da espécie por PCR e análise dos mecanismos bioquímicos envolvidos na resistência. 

Os insecticidas testados foram os piretróides Lambdacialotrina, Permetrina e Deltametrina, o 

carbamato Bendiocarbo e o organoclorato DDT. 100% das amostras analisadas por PCR, 

pertenciam a espécie Anopheles arabiensis. Os ensaios de susceptibilidade mostraram que o 

Anopheles arabiensis foi 100% susceptível ao insecticida DDT, mais apresentou uma mortalidade 

de 61% ao Lambdacialotrina, e uma mortalidade de 87% e 88% ao deltametrina e permetrina 

respectivamente. Uma mortalidade de 80.8% foi observada para carbamato bendiocarbo. 120 

amostras foram selecionadas para os ensaios bioquímicos de elevada Esterase não específica, 

Oxidase e análise da acetilcolinesterase. Nas amostras testadas para o insecticida 

Lambdacialotrina, Permetrina e Deltametrina, 13.3%, 20% e 13.3% respectivamente, apresentarm 

uma alteração na actividade da esterase. Nas amostras testadas para o carbamato bendiocarbo, a 

taxa de inibição de aceticolinesterase variou de 0 a 84%, sendo que 93% das amostras 

apresentaram uma alteração na actividade da acetilcolinesterase. Nenhuma alteração nos níveis de 

oxidase foi observado nas amostras analisadas. As alterações nos níveis das enzimas, sugerem que 

a esterase e a Acetilcolinesterase estão envolvidas na resistência dos piretróides e carbamatos no 

bairro da Polana Caniço. Estes dados, devem ser levados em consideração pelo Programa nacional 

de controlo da malária, nos seus planos de gestão de resistência aos insecticidas. 
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ABSTRACT 

In Mozambique malaria is considered one of the most important public health problems, and is a 

major cause of morbidity and mortality, especially in remote areas with little or no access to public 

health services. The control of malaria is currently by indoor residual spray with insecticides and 

pyrethroid-treated bed nets. The susceptibility of Anopheles arabiensis to pyrethroid, carbamate 

and organochlorine was determined by World Health Organization adult mosquito susceptibility 

tests in Polana Caniço location, Maputo city. Biochemical analyzes were carried out in same 

mosquitoes to detect shifts in activity of enzyme involved in insecticide detoxification. In total 

were collected in Polana caniço 1870 larvae in their four stages of development. After that, 675 F1 

females 2-4 days were used for susceptibility testing of insecticides, specific species identification 

by PCR and analysis of the biochemical mechanisms involved in resistance. The insecticides tested 

wereLambdacyhalothrin, Deltamethrin and Permethrin pyrethroids; the carbamate bendiocarb and 

DDT organoclorato.100% of the samples analyzed by PCR, belong to Anopheles arabiensis 

species. Susceptibility tests showed that 100% Anopheles arabiensis was susceptible to insecticide 

DDT, but presented susceptibility of 61% for Lambdacyhalothrin, and a mortality of 87% and 88% 

to Deltamethrin and Permethrin respectively. A mortality rate of 80.8% was observed for 

carbamate Bendiocarb. 120 samples were selected for high biochemical assays nonspecific 

Esterase, Oxidase and Acetylcholine esterase analysis. All samples tested for insecticidal Lambda-

cyhalothrin, Permethrin and Deltamethrin, 13.3%, 20% and 13.3%, respectively, of mosquitoes 

showed a change in esterase activity. All samples tested for carbamate Bendiocarb, the rate 

Aceticolinesterase inhibition ranged from 0 to 84%, and 93% of the samples showed a change in 

the activity of acetylcholinesterase. No change in oxidase levels was observed in the samples. 

Changes in enzyme levels, suggest that the Esterase and Acetylcholine esterase are involved in the 

resistance of the pyrethroids and carbamates in Polana Caniço. These data should be considered for 

the National Malaria Control Program in their resistance management plans to insecticides. 
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1. INTRODUÇÃO 

1.2. A Malária 

A malária continua a ser uma das principais causas de doenças em todo o mundo, com mais de 207 

milhões de casos e 627 000 mortes estimadas em 2012, principalmente em crianças menores de 5 

anos de idade e, predominantemente, na África (WHO, 2013). Os últimos anos têm mostrado um 

declínio na prevalência da malária, atribuído a eficientes estratégias de controlo de vectores 

implementadas em áreas endêmicas (WHO, 2011). 

Em Moçambique, a malária é ainda um problema de saúde pública, causando uma alta mortalidade 

e morbilidade e reivindicando cerca de 46% de todas as consultas externas, 33 % de todos os 

internamentos e 11% de óbitos nas enfermarias de pediatria (INE, 2013). Dados do Inquérito 

Demográfico e de Saúde de 2011 mostram que a prevalência da malária em crianças menores de 5 

anos diminui de 38,5% em 2007 para 35,1% em 2011 diagnosticado por microscopia óptica, e de 

51.5% para 38,3% diagnosticado por testes de diagnóstico rápido (PNCM, 2014). 

Em África, as espécies de mosquitos dominantes responsáveis pela transmissão dos parasitas da 

malária pertencem ao complexo Anopheles gambiae e ao grupo Anopheles. funestus (Coetze et al, 

2013). Em Moçambique, os principais vectores da malária são An. gambiaes.s., An. arabiensis e 

An. funestuss.s.. Entre as principais subespécies do complexo An. gambiae, o An. arabiensis é a 

mais frequente nas regiões sul e centro, e o An gambiae s.s é a mais frequente nas regiões centro e 

norte (Cuamba, 2003). O An merus, embora não seja comum, desempenha um papel importante 

em algumas localidades (Cuamba & Mendis, 2009). O An. funesteus s.s, está amplamente 

distribuído ao longo do país, e é o membro quase exclusivo do grupo An. funestus encontrado 

dentro das habitações (Cuamba, 2003). 

Assim como em outros países Africanos, para o controlo do vector e prevenção da malária, o 

Programa Nacional de Controlo da Malária de Moçambique (PNCM) tem priorizado medidas 

baseadas no uso de insecticidas químicos, nomeadamente a pulverização intra-domiciliária com 

insecticidas de efeito residual (PIDOM) e o uso de redes mosquiteiras tratadas com insecticidas de 

longa duração (REMILDs) (PNCM, 2014).Estes programas de controlo do vector da malária, são 

em grande parte dependentes de piretróides sintéticos, que são a única classe de insecticidas 

recomendados pela OMS para as REMILDs (Nkya et al., 2013). O DDT e o bendiocarbo, tem sido 
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usado para a PIDOM em muitos países Africanos, incluindo Moçambique (PNCM, 2014). Ambos 

o DDT e piretróides interferem nos canais de sódio regulado por voltagem, alterando o equilíbrio 

do sódio, impedindo a transmissão nervosa normal, provocando paralisia no mosquito seguida de 

morte, fenômeno conhecido por “knockdown” (kdr) (Coats, 1990), enquanto que os carbamatos 

bloqueiam a degradação do neuromediador acetilcolina por inibição da acetilcolinesterase (Fukuto, 

1990). 

Após anos de uso intensivo, a eficácia dos insecticidas está agora ameaçada pelo aumento da 

resistência em populações de Anopheles. Tal fenômeno está ocorrendo em todo continente 

Africano e se espalha em uma taxa rápida (Hargreaves et al., 2000; Casimiro et al., 2006). Em 

Moçambique, relatos de resistência a insecticidas usados na PIDOM e REMILDs em vectores da 

malária eram raros, mais a situação agora esta mudando com a ascenção de resistência a 

piretróides e carbamatos em várias regiões (PNCM, 2014). De facto, inquéritos a nível nacional 

indicaram que as espécies do complexo An.gambiae ainda estavam susceptíveis a carbamatos, 

enquanto a resistência a piretróides e DDT estava aumentando em algumas áreas (PNCM, 2014). 

Em vectores de malária, a resistência pode ser consequência de mutações em proteínas-alvo (local 

alvo insensitivo), uma baixa penetração ou sequestro do insecticida, ou um aumento de 

biodegradação do insecticida devido ás actividades de detoxificação (resistência metabólica). A 

resistência aos piretróides basea-se principalmente na mutação kdr e resistência metabólica, apesar 

de outros mecanismos, tais como a alteração da cutícula também estarem envolvidos (Chengyuan 

et al., 2009; Wood et al., 2010; Nkya et al., 2013). Mutações kdr  e elevado nível de enzimas de 

detoxificação também conferem resistência ao DDT, enquanto que resistência a carbamatos pode 

ser conferida por mutação ace1 e detoxificação (Martinez-Torres et al, 1999; Ranson et al., 2000; 

Brooke et al., 2001).  

O uso recorrente de insecticidas no controlo do vector é acreditado como sendo a principal causa 

da resistência em Anopheles (Protopopoff et al., 2008). Concomitantemente, o uso de insecticidas 

para o controle de pragas na agricultura e a presença de poluentes em áreas urbanas e industriais 

tem jogado um papel significante na selecção da resistência aos insecticidas nos Anopheles (Nkya 

et al., 2013). De facto, muitos pesticidas usados na agricultura tem o mesmo alvo com aqueles 

usados no controlo do vector, e desta maneira pode, portanto, selecionar para mecanismos de 

resistência em mosquitos procriados em áreas de actividades agrícolas intensas (Antonio-Nkondjio 
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et al, 2011). Tais selecções cruzadas também podem ocorrer em ambiente urbanos, onde a rápida 

urbanização promove o cultivo de vegetais em pequena escala como fonte de subsistência e renda 

e tem levado a um uso descontrolado de agrotóxicos (Dinham, 2003).  

 

1.1. A Biologia da Malária 

1.1.1. O parasita 

A malária é causada pelos parasitas do género Plasmodium. Estegénero inclui cerca de 120 

espécies que infectam hospedeiros vertebrados mamíferos, aves e répteis. Contudo, as espécies P. 

vivax, P. malariae, P. falciparum,P. ovale e P. knowlegi são os únicos agentes etiológicos da 

malária humana (INS, 1990).  

O género Plasmodium obdece a seguinte classificação sistemática: Reino Protista, Filo 

Apicomplexa, classe Hematozoa, ordem Haemosporidae, familia Plasmodiidae, género 

Plasmodium (Ayala et al., 1998)  

Durante o seu ciclo de vida, o Plasmodium alterna entre dois hospedeiros: um vertebrado (por 

exemplo. o Homem) e um invertebrado (o mosquito) (figura 1.1). O ciclo de vida pode ser dividido 

em 4 fases: 

1. Fertilização: fase sexuada que ocorre no estômago do mosquito vector após uma refeição com 

sangue infectado.   

2. Esporogonia, primeira fase assexuada que ocorre na parede do estômago do mosquito.  

3. Esquizogonia hepática, segunda fase assexuada que tem lugar no fígado do hospedeiro 

vertebrado após inoculação do parasita pela refeição sanguínea do mosquito. A duração desta fase 

depende da espécie de Plasmoduim, mas dura de 5 a 7 dias para o P. falciparum 

4. Esquizogonia eritrocitária, terceira fase assexuada que ocorre nos eritrócitos do hospedeiro 

vertebrado, responsável pelos sintomas de malária. 
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Figura 1.1: O ciclo de vida do parasita da malária(www.medicinageriatrica.com.br). 

 

Durante uma refeição sanguínea, um mosquito fêmea infectado inocula esporozoítos no hospedeiro 

humano. Os esporozoítos infectam os hepatócitos e sofrem maturação que envolve multiplicação 

por mitoses sucessivas, passando a esquizontes , os quais se rompem libertando merozoítos. Após 

esta multiplicação inicial no fígado (esquizogonia exo-eritrocítica) o parasita sofre reprodução 

assexuada nos eritrócitos (esquizogonia eritrocítica). Os merozoítos infectam os glóbulos 

vermelhos que se desenvolvem em esquizontes, os quais se rompem libertando merozoítos. Alguns 

merozoítos diferenciam-se em gametócitos. Os gametócitos macho (microgametócitos) e fêmea 

(macrogametócitos), são ingeridos por um mosquito fêmea durante a refeição sanguínea. 

O ciclo esporogónico compreende a multiplicação dos parasitas no mosquito. Ainda no estômago 

do mosquito, as microgâmetas fertilizam as macrogâmetas originando zigotos. Os zigotos sofrem 

meiose e tornam-se móveis e alongados (oocinetes) os quais invadem as paredes do estômago do 

mosquito onde se desenvolvem formando oocistos. Ocorre então uma fase de multiplicação por 

mitoses sucessivas e os oocistos rompem-se libertando esporozoítos. Estes deslocam-se para as 

http://www.medicinageriatrica.com.br/
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glândulas salivares do mosquito. A inoculação dos esporozoítos  num novo hospedeiro humano 

reinicia o ciclo de vida. 

 

1.1.2. O Vector 

Os mosquitos pertencem à Família Culicidae, uma das mais importantes da Ordem Diptera, e 

caracterizam-se por ter um aparelho bucal do tipo picador- sugador alongado, constituído por 

vários estiletes protegidos por uma bainha comum. Esta morfologia permitiu a aquisição de hábitos 

hematófagos podendo alimentar-se de sangue de vários vertebrados entre os quais o Homem, 

conferindo-lhes uma grande importância médica (Richards & Davies, 1977). A subfamília 

Anophelinae inclui três géneros (Anopheles, Bironella e Chagasia) sendo o género Anopheles o de 

maior importância médica, uma vez que são os únicos mosquitos que transmitem as espécies de 

Plasmodium que infectam humanos, além de serem vectores de filarioses e várias arboviroses 

(Service, 1980).  

O género Anopheles conta com cerca de 430 espécies conhecidas das quais 70 são vectores da 

malária e destes apenas 40 possuem relevância médica (Service & Townson, 2002).   

O género Anopheles obdece a seguinte classificação sistemática: Reino Animalia, Filo Arthropoda, 

Classe Insecta, Subclasse Pterigota, Ordem Diptera, Subordem Nematocera, Família Culicidae, 

Subfamilia Anophelinae, Género Anopheles(Richards & Davies, 1977). 

 

1.1.3. Ciclo de vida do mosquito do género Anopheles 

 

O ciclo de vida de um mosquito compreende uma fase aquática e uma fase terrestre (figura 1.2). 

Os ovos demoram cerca de 1 a 2 dias a eclodir, originando larvas que irão passar por quatro 

estágios sucessivos. Após o quarto estágio, a larva sofre uma metamorfose para a pupa. Apesar da 

pupa não se alimentar, ela mantêm-se activa durante 1 a 2 dias após os quais o adulto emerge 

apresentando uma cabeça, tórax e abdómen distintos. Normalmente, o mosquito macho emergem 

cerca de 24 horas antes do mosquito fêmea. A maturação dos ovos leva geralmente 2 a 4 dias. 
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A duração do ciclo de vida do mosquito depende da espécie e das condições ambientais, em 

particular da temperatura.  

 

 

 

Figura 1.2: Ciclo de vida do mosquito do género Anopheles (www.biomedicosdaunibh.com) 

 

1.2. O Complexo Anopheles gambiae s.l 

Frequentemente, critérios morfológicos permitiram o agrupamento de populações de mosquitos 

numa determinada espécie. Contudo, subsequentes análises genéticas, moleculares e de 

cruzamentos em laboratório, revelaram que estas populações pertencem a entidades 

reprodutivamente isoladas, constituindo espécies biológicas diferentes. Estas espécies, crípticas ou 

gémeas, apesar de morfologicamente indistintas, podem apresentar grandes diferenças bio-

ecológicas e comportamentais, que influenciam o modo como transmitem a malária (Coluzzi, 

1984). Um grupo constituído por várias espécies, com ascendência evolutiva comum, tem a 

designação de complexo específico (White, 1974).  

 

O Complexo An. gambiae s.l. é composto por 7 espécies gémeas: An. gambiae sensu stricto (s.s.) 

Giles, 1902; An. arabiensis Patton, 1905; An. quadriannulatus Theobald, 1911; An. melas 

Theobald, 1903; An merus Dönitz, 1902; An. bwambae White, 1985; e An. quadriannulatusespécie 

http://www.biomedicosdaunibh.com/
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B (Hunt et al. , 1998). Este Complexo inclui os mais eficientes vectores Afrotropicais de malária, 

nomeadamente An. gambiae s.s. e An. arabiensis (White 1974; Coetzee et al., 2000). Estas são 

igualmente as espécies do complexo com maior distribuição geográfica no continente Africano. 

An. gambiaes.s. predomina em regiões húmidas, é antropofílico e repousa no interior das 

habitações (endofilia). An. arabiensis, apesar de ser também encontrado em regiões húmidas, é 

mais tolerante a regiões de savana, mais áridas e é relativamente menos antropofílico que An. 

gambiae s.s , alimentando-se também em animais domésticos. Estas duas espécies ocorrem em 

simpatria em extensas áreas da sua distribuição e as abundâncias relativas variam sazonalmente 

(White & Rosen 1973, Charlwood et al., 1995). An. quadriannulatus encontra-se restrito a zonas 

do Nordeste e Sul de África, sendo exofílico e zoofílico, bem como o único membro do complexo 

que não é considerado vector da malária. As espécies An. merus e An. melas, ocorrem nas regiões 

litorais do Este e Oeste africanos, respectivamente. Ambas estão adaptadas a ambientes de água 

salobra e apresentam também alguma tendência zoofílica e exofílica, sendo considerados vectores 

de menor importância (Lindsay et al ., 1998; Coetzee et al ., 2000).   

Dadas as diferenças bio-ecológicas existentes entre as espécies do Complexo Gambiae, a  

identificação específica é claramente uma fase crítica para qualquer programa de controlo vectorial 

que se queira efectivo (Collins et al., 2000). Uma vez que as espécies crípticas que compõem os 

complexos geralmente diferem na sua capacidade vectorial, uma identificação correcta das 

espécies é essencial para a investigação das patologias transmitidas. No caso do complexo 

Gambiae , é possível discriminar inequivocamente todas as espécies, essencialmente com recurso a 

duas técnicas. A análise citogenética permite a identificação das espécies com base em inversões 

cromossómicas paracêntricas fixas, específicas de espécie, em regra localizadas no cromossoma X 

(Coluzzi, 1968; Hunt, 1973). Mais recentemente, foram desenvolvidos métodos moleculares para 

identificação das espécies deste Complexo. Estes métodos baseiam-se essencialmente em técnicas 

de Reacção em Cadeia da Polimerase (PCR), que amplificam sequências da região intergenica 

(IGS) do DNA ribossomal os quais apresentam polimorfismos de tamanho específicos para cada 

espécie (Scott et al., 1993). 
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1.3. O Controlo da Malária 

Em 1955, a Organização Mundial da Saúde (OMS) iniciou uma grande campanha de erradicação 

da malária obtendo um grande sucesso, essencialmente em países de regiões temperadas (Beales & 

Gilles, 2002). No início de 1962, a malária foi erradicada nestes locais salvando cerca de 317 

milhões de pessoas. No entanto, as condições para a erradicação não foram encontradas em todas a 

áreas afectadas, especialmente em África, onde nunca se desenvolveram verdadeiros esforços 

continuados. Os recursos logísticos, humanos e financeiros necessários apenas foram reunidos num 

reduzido número de países, o que terá levado ao abandono do conceito de erradicação (WHO, 

2006).  

 

Actualmente o controlo da malária tem-se baseado em medidas direccionadas para o vector e no 

recurso a medicamentos anti-maláricos tanto para a cura como para a profilaxia (Cravo & Rosário, 

2002). No caso do vector, pulverizações domiciliárias com insecticidas residuais e redes 

mosquiteiras impregnadas com insecticidas constituem os dois métodos principais de intervenção 

da O.M.S. para o controlo da malária (WHO, 2006).  

 

1.3.1. Controlo Vectorial 

O principal objectivo do controlo vectorial é a redução dos níveis de mortalidade e morbilidade 

através de uma diminuição gradual da transmissão da doença (Collins et al ., 2000). Este controlo 

pode ser biológico ou químico. O primeiro envolve a redução do vector por introdução de um 

predador, competidor ou patogénio. Estas metodologias têm a grande vantagem da especificidade, 

minimizando assim o desequilíbrio ambiental (e.g. Bacillus thuringiensis) (Hemingway, 2005). O 

controlo químico envolve o uso de insecticidas de síntese química. O sucesso de ambos os tipos de 

controlo requer um bom conhecimento da biologia do vector bem como das condições locais e 

ecológicas.  
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1.3.2. Controlo vectorial químico 

Todos os insecticidas foram inicialmente desenvolvidos com fins agrícolas, tendo sido, mais tarde, 

adaptados ao uso em saúde pública (Hemingway &  Ranson, 2005). Os programas de controlo 

vectorial químico baseiam-se principalmente em quatro classes de insecticidas: organoclorados, 

organofosfatos, carbamatos e piretróides sendo preferencialmente utilizados os primeiros e os 

últimos.   

 

Os organoclorados são compostos que possuem em sua molécula um ou mais átomos de cloro, 

causamefeitos patológicos ao longo prazo interferindo nas transmissões dos impulsos nervosos. 

Esta classe de insecticidas foram desenvolvidos principalmente na segunda guerra mundial para 

proteção contra a malária, tifo e outras doenças provocadas por insectos e para o controle de pragas 

na agricultura. Incluem insecticidas como o dicloro difeniltricloroetano (DDT),  aldrin, endrin, 

hexacloro benzeno (BHC), ensossulfan, heptacloro, lindane, toxafeno. Estes compostos e seus 

análogos, pelo seu alto carácter lipofílico penetram a estrutura cuticular do insecto tendo como 

alvo os canais de sódio das membranas axonais do sistema nervoso periférico, provocando a morte 

por hiper-excitação nervosa (Narashi, 1976).  

Neste grupo alguns são considerados como poluentes orgânicos persistentes (POPs).Os POPs são 

compostos altamente estáveis e persistentes no ambiente por longo tempo, podem migrar por 

grandes distâncias causando sérios efeitos na saúde humana e animal. Podem ser gerados 

acidentalmente como produtos secundários em processos industriais e de combustão e representam 

uma classe especial de problema para a saúde e para o meio ambiente. Em humanos os POPs estão 

relacionados com mal formações congênitas, cânceres, problemas de fertilidade, psicomotores, 

diminuição da inteligência e mais suscetibilidade para doenças em geral (ANVISA, 2010). 

 
Os insecticidas piretróides são os únicos compostos licenciados pela OMS para a impregnação de 

redes mosquiteiras (ITNs) uma vez que são de acção rápida, efectiva e com uma forte acção 

excito-repelente (Chandre et al., 2000). São compostos químicos análogos estruturais das 

piretrinas, compostos activos naturais extraídos das flores de algumas espécies de crisântemo 

(Macan, 2006).  
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A lambdacialotrina e a deltametrina são dois dos piretróides mais conhecidos. Este tipo de 

insecticida não apresenta risco significativo para os mamíferos uma vez que o rápido metabolismo 

evita a sua acumulação (Macan et al ., 2006).Tal como o DDT, estes insecticidas actuam no 

sistema nervoso, modificando a cinética dos canais de sódio, o que leva à inibição tanto da 

activação como da inactivação destes canais, despolarizando a membrana neuronal e provocando a 

morte do mosquito por paralisia (Hemingway et al., 2004).  

 

1.4. Resistência aos insecticidas 

A resistência aos insecticidas é uma característica hereditária envolvendo mudanças num ou mais 

genes de um insecto (Hemingway et al., 2004). O uso extensivo de pesticidas e insecticidas na 

agricultura, em programas de controlo de vectores e a nível doméstico são considerados as 

principais causas do aparecimento de resistência em diversas espécies. De acordo com a WHO 

(1968), a resistência é definida como a “aptidão de uma população de insectos tolerar doses de um 

determinado insecticida, as quais exerceriam uma acção letal sobra a maioria dos indivíduos de 

uma população normal da mesma espécie. 

Os vectores de malária na região Africana têm vindo a apresentar estas mudanças relativamente 

aos insecticidas mais usados em programas de saúde pública. Testes de susceptibilidade ao DDT 

foram feitos em An. gambiae em 21 países sendo que em 10 destes foi observada resistência, a 

qual é acentuada nas regiões do Oeste, Centro e Sul do continente. Para a permetrina (insecticida 

piretróide) os níveis de resistência foram testados em 17 países, sendo observada em 8, sobretudo 

nas regiões a Oeste e Centro (Bagayoko et al ., 2005). Devido ao uso em larga escala na 

agricultura e também a nível doméstico, as pressões selectivas dos insecticidas contra populações 

anofelineas são quase impossíveis de controlar. 

Os mecanismos de resistência a insecticidas podem ser divididos em dois grupos principais: (1) a 

resistência metabólica que envolve alterações dos níveis ou da actividade das proteínas 

enzimáticas de destoxificação e (2) mecanismos “target site ” que impedem a ligação do 

insecticida ao seu alvo. Estes mecanismos podem actuar separadamente ou em conjunto, 

conferindo resistência a todas as classes de insecticidas. 
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Adicionalmente, muitos insecticidas, como o DDT e a permetrina, influenciam também o 

comportamento do insecto, por exemplo reduzindo as taxas de entrada dos insectos nas habitações 

e alterando o número de picadas (Mathenge et al ., 2001). Outras alterações consistem no 

desenvolvimento de cutículas mais espessas ou de estrutura alterada de modo a dificultar a 

penetração do insecticida (Apperson & Georghiou, 1975). 

A resistência aos organoclorados, organofosforados e carbamatos é conferida por um número 

limitado de mecanismos em todos os insectos analisados até o momento. Estes mecanismos 

envolvem predominantemente a desintoxicação metabólica do insecticida, antes de chegar ao seu 

local alvo, ou alterações na sensibilidade do local alvo, de modo que já não é susceptível à inibição 

do insecticida (Hemingway, 2000). 

Os mecanismos de resistência metabólicos mais comuns envolvem: esterases, glutationa S-

transferase ou mono-oxigenases Na maioria dos casos de resistência metabólica, resistências 

individuais em insectos podem ser detectadas através de um aumento nas quantidades de enzimas 

em comparação com os seus homólogos susceptíveis. Ao longo da última década, a base molecular 

destes mecanismos de resistência tem sido gradualmente elucidados, abrindo a possibilidade 

excitante de manipulação destes sistemas enzimáticos ao longo prazo para restaurar a 

susceptibilidade aos insecticidas por manipulação dos seus padrões de expressão (Hemingway, 

2000).  

 

1.4.1. Resistência Metabólica. 

A resistência metabólica a organoclorados, organofosforados, carbamatos e piretróides tem sido 

associada principalmente ao aumento da detoxificação desses insecticidas promovida por três 

principais enzimas: glutationa-S-transferases (GSTs), esterases (ESTs) e citocromo P450 (CYPs) 

(Hemingway, 2000; Perry et al., 2011).  

As GSTs são enzimas diméricas e multifuncionais que possuem função de detoxificação de vários 

xenobióticos (Prapanthadara et al., 1996). Elas promovem resistência a organofosforados, 

organoclorados e piretróides por conjugação da glutationa reduzida a estes compostos ou a 

produtos tóxicos primários do metabolismo destes insecticidas. Duas famílias de GST, 
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classificadas como I e II, são conhecidas em insectos e ambas parecem ter associação com 

resistência a insecticidas (Hemingway, 2000).  

A alta actividade de enzimas de detoxificação pode estar associada à elevação dos níveis de 

expressão dos genes que codificam estas enzimas, como por exemplo, foi descrito para linhagens 

de An. gambiae resistentes a DDT, que apresentam os genes de GSTs super expressos (Ortelli et 

al., 2003). Outro processo que pode levar ao aumento de actividade de detoxificação de inseticidas 

é o splicing alternativo, como observado para um dos genes de GST do mosquito An. gambiae, o 

gene aggst1α, que produz quatro transcritos de RNAm distintos, que geram enzimas GSTs que 

diferem em sua capacidade de metabolizar insecticidas (Ranson et al., 1997; Ranson et al., 1998). 

O aumento da actividade de enzimas de detoxificação pode ainda ser resultante de substituições de 

aminoácidos, que modificam sua afinidade pelo composto tóxico, aumentando o nível de 

resistência (Hemingway, 2000).  

 

As ESTs compreendem seis famílias de proteínas pertencentes à superfamília de α/β hidrolases que 

destroem um amplo espectro de insecticidas, por hidrolisarem as ligações ésteres destes compostos 

(Oakeshott et al., 1993). As ESTs também agem sequestrando os insecticidas mais rapidamente do 

que os metabolizam, impedindo, desse modo, que cheguem ao local de acção (Kadous et al., 

1983). Essas enzimas são importantes na resistência a insecticidas organofosforados e carbamatos, 

e em menor escala, aos piretróides. Também já foi observado que um mecanismo alterado de 

acetilcolinesterase produz um espectro amplo de resistência aos organofosforados e/ou aos 

insecticidas do tipo carbamato (SUCEN, 2001).  

 

As enzimas CYPs são hemeproteínas que utilizam o NADPH como co-substrato (Hemingway & 

Ranson, 2000). Esta complexa família de enzimas é encontrada em muitos organismos, incluindo 

insectos. Essas enzimas estão envolvidas com o metabolismo de drogas, xenobióticos e na 

detoxificação de quase todas as classes de inseticidas (Hemingway & Ranson, 2000). Elas também 

possuem um papel no metabolismo endógeno de esteróides, ácidos graxos e colesterol (Martin, 

2003). São enzimas que catalisam reacções de oxi-redução, com a utilização de oxigênio 

molecular, onde apenas um dos átomos de oxigênio é incorporado ao substrato orgânico e o outro é 

reduzido à água. 
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1.4.2. Resistência Knockdown  

 

Os canais de sódio são o local-alvo dos piretróides e de alguns organoclorados como o DDT. A 

ligação destes inseticidas mantém os canais de sódio na conformação aberta e, consequentemente, 

há uma propagação contínua do impulso nervoso, que resulta na morte do insecto por paralisia. 

Conhecido como mecanismo knockdown resistance (kdr), este tipo de resistência resulta de 

mutações pontuais no gene que codifica o canal de sódio, que alteram a sua afinidade ao 

insecticida (Soderlund, 1997; Soderlund & Knipple, 1999). Este tipo de resistência foi observado 

em várias espécies de insectos, tendo sido inicialmente descrito em Musca domestica (Soderlund 

& Knipple, 1999).  

 

No vector da malária An. gambiae s.s., foram descritas duas mutações pontuais associadas à 

resistência kdr; a primeira envolve uma mudança nucleotídica que resulta na substituição de um 

resíduo de leucina (TTA), presente no alelo selvagem, para uma fenilalanina (TTT) na posição 

aminoacídica 1014 do gene que codifica a subunidade transmembranar S6 do domínio II do canal 

de sódio. Esta mutação está bastante dispersa na África Ocidental (Yawson et al., 2004). A 

segunda é uma substituição do resíduo leucina (TTA) por uma serina (TCA) na mesma posição 

aminoacídica e foi inicialmente encontrada na África Oriental (Ranson et al., 2000). 

 

As mutações kdr não são homogeneamente distribuídas entre as duas formas moleculares (M e S) 

de An. gambiae s.s. Ambas foram encontradas inicialmente na forma S, com a mutação L1014F a 

atingir elevadas frequências em populações da África ocidental e a mutação L1014S 

aparentemente restrita a populações da África Central (em co-ocorrência com L1014F) e África 

orienta (Santolamazza et al., 2008). Em contraste, a frequência de mutações kdr na forma M 

parece ser bastante inferior, mesmo quando se estudaram populações desta forma em simpatria 

com populações da forma S que apresentam elevada frequência kdr, na África Ocidental 

(Santolamazza et al., 2008). Na África Ocidental, um estudo revelou que a mutação L1014F terá 

sido introduzida na forma M por introgressão a partir da forma S (Weill et al., 2000), embora 

origens independentes desta mutação na forma M tenham sido também observadas nos Camarões 

(Etang et al., 2009). Estudos mais recentes sugerem que as frequências kdr também estão a 

aumentar na forma M na África Ocidental. Também já foi detectada a mutação L1014S em An. 
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arabiensis no Quénia (Kulkarni et al., 2006; Mathias et al., 2011). Estes resultados sugerem uma 

rápida dispersão das mutações kdr, possivelmente associada a pressões selectivas por acção dos 

insecticidas, quer de programas de controlo quer do uso na agricultura (Diabaté et al., 2002; 

Awolola et al., 2005). Há evidências de que o uso do DDT contra pragas na agricultura na década 

de 1960 e 1970 também poderá ter contribuído para a seleção da mutação kdr nestes vectores 

(Chandre et al., 1999b; Etang et al., 2003).  

A resistência kdr em An. gambiae s.l. tem-se tornado comum em diferentes regiões de África e 

pode representar uma ameaça para a implementação bem sucedida e sustentável de programas de 

controlo. 

 

1.5. A Malária em Moçambique 

1.5.1. Espécies edistribuiçãode Vectores da Malária em Moçambique 

 

Das 422 espécies de Anopheles no mundo, em Moçambiqueforam identificadas aproximadamente 

30 espéciese 5sub-espécies. Destes somente as espécies do complexo An. gambiae s.l. e An. 

funestus s.l. transmitem o parasita da malária (INS, 1990).  

 

No país ocorrem quatro espécies biológicas pertencentes ao complexo An. gambiaes.l. 

nomeadamente: An. arabiensis,An. gambiaes.s, An. merus e An.quadriannulatus (INS, 1990). 

Estudos moleculares indicam que as espécies An. gambiae s.s, An. arabiensis e An. funestus s.s.são 

os principais vectores de parasitas da malária em Moçambique e que oAn. gambiae ocorre apenas 

na forma molecular S (Cuamba, 2003). 

O An. arabiensis encontra-se amplamente distribuído pelo País, enquanto An. gambiae s.s. é 

incomum em áreas do sul onde a precipitação é inferior a 600 mm por ano. A transição de 

vegetação de Miombo para Floresta aberta parece limitar a distribuição do An. Gambiae á sul de 

24ºS. Esta espécie é mais prevalente em direcção ao norte do país. O An. merus é encontrado a350 

Km para o interior, bem como ao longo da costa, mas no litoral sempre em áreas com vegetação de 

mangal. O An.quadriannulatus foi encontrado restrito a áreas secas a sul de 24ºS (Cuamba, 2003). 
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1.5.2. A Epidemiologia da Malária em Moçambique 

 

A malária é endémicaem todo o país, variando de mesoendêmica aholoendêmica. Moçambique é, 

no entanto, propenso a desastres naturais, comosecas, ciclonese inundaçõese estes podemcontribuir 

paraum aumento dramáticona transmissão da malária, em particular nas zonascosteirasde baixa 

altitudeeao longo dos principaisrios (Cuamba, 2003). 

A transmissão da maláriaé estávele ocorredurante todo o ano, com um pico que se estende 

deDezembro a Abril (PNCM, 2002).O Plasmodium falciparum é responsável por cerca de 90% de 

todas as infecçõesde malária, comP. malariaeeP. ovaleresponsávelpor cerca de9% e1%, 

respectivamente (PMI, 2007) . 

Em Moçambique, a malária é ainda um problema de saúde pública, causando uma alta mortalidade 

e morbilidade e reivindicando cerca de 46% de todas as consultas externas, 33 % de todos os 

internamentos e 11% de óbitos nas enfermarias de pediatria (INE, 2013). Dados do Inquérito 

Demográfico e de Saúde de 2011 mostram que a prevalência da malária em crianças menores de 5 

anos diminui de 38,5% em 2007 para 35,1% em 2011 diagnosticado por microscopia óptica, e de 

51.5% para 38,3% diagnosticado por testes de diagnóstico rápido (PNCM, 2014). 

A incidência demalária clínicaestabelecida através dedetecção activa de casossemanaissugere queo 

risco de maláriaclínica émaiorna faixa etária entreum e trêsanos, quandoas crianças 

experimentamuma média demais de 2episódios porano.O risco demaláriacai drasticamenteapós 

aidade de 6 anos (Mabunda, 2006).  

A malária étambémum problema graveem mulheres grávidasnas zonas rurais.Aproximadamente 

20% das mulheres são parasitêmicas, e mostram uma maior prevalênciade 31% na primeira 

gravidez (Mabunda,2006). 

 

1.5.3. História do uso de insecticidas no controlo da Malária em Moçambique 

Em Moçambique, assim como em muitas outras partes do mundo, a história do controlo da malária 

começou no início do ano 1900, com a descoberta das drogas antimaláricas e a implementação de 

actividades anti-larval. A descoberta dos efeitos dos insecticiadas DDT, BHC e Deltamentrina 
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levou a um aumento considerável das actividades de controlo da malária em todo mundo 

(Molineaux & Gramiccia, 1980). 

A primeira actividade antimalárica em Moçambique iniciou em Maio de 1907, na cidade de 

Lourenço Marques, actualmente cidade de Maputo, e consistiu da aplicação de larvicidas tais como 

óleo residual que matam estágios imaturos do mosquito e, gestão ambiental para eliminação dos 

criadouros dos mosquitos (Serrão de Azevedo, 1910). 

As primeirasintervençõesde grande escalacontra a maláriacomeçaramem 1942na 

antigacapitalcolonial Lourenço Marquese consistiudaaplicação de pesticidas, utilizandoquerosene, 

piretróideselarvicidasemtodos oscriadourospermanentesidentificados. Em áreas suburbanas, os 

criadouros foram tratados usando óleo residual (Serrão de Azevedo, 1910). O uso 

deDDTeBHCcomeçouem 1946,na cidade deLourençoMarqueseáreas arredores, e mais tarde 

expandido paraJoãoBelo(actualmente cidadede Xai-Xai), cidade de Inhambane epara o vale 

doLimpopo,na regiãosul do país(Mabunda, 2006). 

Mais tarde, em meados de 1946, actividades antivectoriais foram expandidos para a cidade da 

Beira. Uma medida complementar incluindo nebulização espacial com máquina Tifa, seguindo um 

regime semanal, em áreas urbanas e suburbanas da cidade de Lourenço Marques. Estas medidas 

eram destinadas a diminuir a densidade de mosquitos vectores, bem como de outros insectos 

incômodos (Soeiro, 1959).  

Em 1948, na cidade deBeira,a segunda maior cidadesituada na regiãocentral deMoçambique, o 

DDT foi adicionadoa outras actividadesanti-maláricas. Progressivamenteo uso do DDTfoi 

expandido paraoutras cidades, comoQuelimane, Nampula ePortoAmélia(actualmente Pemba), na 

regiãonorte do país (Soeiro, 1959). 

Em 2000, oprograma Iniciativa de Desenvolvimento Espacial do Lumbombo (LSDI), introduziu o 

carbamato bendiocarbo na PIDOM na província de Maputo, devido à descobertade resistência a 

piretróides na população de An. funestus. Em 2002, foram detectados alguns níveis de resistência 

do An. funestus ao bendiocarbo, no Sul de Moçambique, e foi observado que estava em 

propagação. Com base nesta evidência, em 2005 foi reintroduzido o DDT tornando-se deste modo 

o principal insecticida utilizado parao controlo de vectoresda maláriaem Moçambique(Casimiro et 
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al., 2006). Actualmente, o País está a usar os insecticidas DDT, deltametrina, lambdacialotrina e 

bendiocarbo para a PIDOM e deltametrina para as REMILDs (PNCM, 2014). 

O perfil actual da resistência aos insecticidas em Moçambique baseia-se em dados antigos e 

escassos provenientes de inquéritos em locais isolados. Em algumas áreas na região sul do País o 

An. funestus é resistente aos piretróides, mas susceptível ao DDT. O An. gambiae é resistente ao 

DDT e o An. arabiensis é resistente aos piretróides. Em algumas áreas na região centro do País, 

concretamente na província da Zambézia o An. funestus é resistente aos piretróides mas, 

susceptível ao DDT. Na zona norte do País, o An. funestus é susceptível ao DDT e aos piretróides 

enquanto que as espécies do complexo An. gambiae foram resistentes aos piretróides e ao DDT 

(PNCM, 2014). 

Estes dados sugerem, que diferentes mecanismos estão envolvidos na resistência dos vectores An. 

gambiae e An. funestus em diferentes regiões do País, e que a distribuição da resistência aos 

insecticidas no País não é uniforme (PNCM, 2014).  
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2. OBJECTIVOS 

 

2.1. Geral 

 

 Avaliar a resistência do mosquito Anopheles gambiae s.l. aos insecticidas usados na saúde 

pública, no bairro da Polana Caniço, cidade de Maputo. 

 

2.2. Específicos 

 

 Identificar as espécies do grupo Anopheles gambiae s.l.  presentes no bairro da Polana Caniço. 

 Determinar os níveis de resistência do Anopheles gambiae s.l. aos insecticidas das classes 

piretróides,carbamato e organoclorato  

 Determinar os mecanismos responsáveis pela resistência aos insecticidas no bairro da Polana 

Caniço. 
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3. METODOLOGIA 

3.1. Área de estudo 

A colheita de amostras biológicas foi feita no bairro da Polana Caniço, cidade de Maputo. Com 

uma extensão territorial de 22,2 Km
2 

o bairro da Polana Caniço localiza-se a sudeste do município 

de Maputo, e próximo ao litoral da baía de Maputo no distrito Kamaxakeni, entre os paralelos 25° 

55’ 45” a 25° 57’00” S e 32°35’30” a 32°37’ 00” (Fig 3.1) (CMCM, 2010). Devido a sua 

localização geográfica, nas cercanias do paralelo 26°S, o bairro da Polana Caniço é marcada por 

um clima tropical húmido com chuvas predominantes na época quente(CMCM,2010). 

O bairro da Polana Caniço tem uma população de 45.528 habitantes, o que equivale a 4.7% da 

população total da cidade de Maputo, sendo que 22.322 são homens e 23.561 são mulheres 

(CMCM,2010). 

 

 

 

Figura 3.1: Localização do bairro da Polana Caniço entre os bairros da cidade de Maputo. 
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3.2. Colheita das Amostras 

As colheitas de amostras foram feitas entre Março e Junho de 2014. Os mosquitos imaturos foram 

colhidos entre as 06:00 e as 11:00 horas da manhã através da prospecção de criadouros larvares, 

com recurso a conchas e pipetas seguindo protocolos já existentes (WHO, 1975). Foram colhidas 

larvas nos seus quatro estágios de desenvolvimento, em criadouros temporários todos de água 

doce, consistindo em pequenas lagoas de água limpa e com alguma vegetação, e caminhos/ 

buracos de água em machambas.  

Após a colheita, as larvas foram transportadas em frascos marcados com a data e o local de 

colheita, para o insectário do laboratório de entomologia do Instituto Nacional de Sáude, para o 

crescimento até a fase de mosquito adulto. No insectário as larvas foram alimentadas com uma 

mistura de farinha láctea (cerelac da Nestlé) e leverina até a fase de pupa. Após esta fase, elas 

foram mantidas até à emergência dos adultos em gaiolas cúbicas (30cm por lado) numa sala de 

ambiente controlado (25-28ºC, 75-85% HR). 

 

3.3. Identificação Morfológica do Mosquitos 

Após o crescimento das larvas em insectário, os mosquitos na fase adulta foram separados 

morfologicamente em géneros e espécies segundo caracteres morfológicos das chaves de 

identificação de Gilles e De Meillon (1968) e Gillies e Coetzee (1987) se fossem Anofelinos, e 

chave publicada por Service (1990) e Gillet (1972) se fossem outros Culicídeos, respectivamente. 

De seguida, selecionou-se os mosquitos fêmeas identificados como An. gambiae s.l. para a 

realização dos testes de susceptibilidade aos insecticidas.  

 

3.4. Ensaios de susceptibilidade aos insecticidas 

 

3.4.1. Procedimento dos Testes de Susceptibilidade 

Mosquitos fêmeas adultos da espécie An. gambiae s.l. de 2 a 4 dias foram sujeitos a ensaios de 

susceptibilidade com “kits”fornecidos pela OMS (WHO, 1970). Estes foram feitos em locais livres 

de insecticidas contaminantes, temperaturas extremas, humidade, iluminação e correntes de ar. A 
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temperatura foi sempre controlada ao longo dos testes. Foi testada a susceptibilidade a 5 

insecticidas às concentrações recomendadas pela OMS: Lambdacialotrina (0,05%), Deltametrina 

(0.05%), Permetrina (0.75%) Bendiocarbo (0.1%) e DDT (4%). No interior de cada um dos tubos 

de exposição e de controlo foi introduzida uma folha de papel impregnado (com insecticida nos 

tubos de exposição e com o excipiente do insecticida nos tubos de controlo) ajustado às paredes e 

fixo por clípes. 

Em cada tubo foram expostos 15 a 25 mosquitos fêmeas adultos da espécie An. gambiae s.l. A 

exposição decorreu com os tubos na posição vertical e a ponta da grelha voltada para cima durante 

uma hora sob condições de iluminação difusa, temperatura e humidade relativa adequadas (25ºC ± 

2ºC e 70-80% HR). O número de mosquitos mortos foi registrado a cada 10 minutos até aos 60 

minutos.  

No fim do tempo de exposição, os mosquitos foram transferidos para os tubos de repouso. Os 

tubos de repouso contendo os mosquitos sobreviventes foram colocados em posição vertical 

apoiados na lâmina e sobre a grelha, situada na parte superior do tubo por 24 horas em um local 

abrigado tendo sido registadas as temperaturas máximas e mínimas. Pedaços de algodão embebido 

numa solução de glicose a 10% posicionados sobre a grelha garantiram o alimento dos mosquitos 

sobreviventes. Estes foram também protegidos de insectos predadores e mantidos em insectário.  

Para a leitura removeu se os mosquitos mortos e, os vivos foram contados por atordoamento, 

agitando ligeiramente o tubo. Após a leitura as amostras foram mantidas em laboratório, e ficaram 

preservadas a -20ºC até à identificação molecular da espécie.  

3.4.2. Interpretação dos testes de susceptibilidade 

A contagem da mortalidade para cada insecticida foi feita 24 horas após a realização do teste. Os 

indivíduos mortos nos tubos de exposição foram contados e, foi calculada a percentagem de 

mortalidade.  

Segundo a OMS (1968) uma elevada mortalidade no controlo pode dever-se a uma má 

manipulação dos insectos ou ao facto de, acidentalmente, terem entrado em contacto com o 

insecticida, ou ainda a uma exposição a condições desfavoráveis. Assim, nos casos em que tal 

aconteceu, procedeu-se da seguinte forma: para uma mortalidade superior a 20% invalidou-se o 
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teste e este foi repetido.Em casos onde os valores de mortalidade do controlo se mostrarem entre 5 

e 20%, a mortalidade registrada nos tubos expostos ao insecticida foi corrigida pela fórmula de 

Abbot (WHO, 1963).   

De acordo com a OMS, as taxas de mortalidade observadas nas exposições aos insecticidas dão 

uma indicação do estado de susceptibilidade da população em estudo, com base nos seguintes 

intervalos:  

 98 – 100%: de mortalidade indicam susceptibilidade.  

 80 – 97%: de mortalidade sugerem a possibilidade de resistência. 

 < 80%: resistência confirmada. 

 

3.5. Identificação específica das espécies do complexo An. gambiae s.l. 

Para a identificação dos membros do complexo An. gambiae s.l., procedeu-se os ensaios de PCR 

convencional. Esta técnica baseia-se em polimorfismos de tamanho de fragmentos de restrição 

específicos das espécies, localizados nos espaçadores intergénicos (IGS) do DNA ribossomal. O 

método é baseado na digestão directa de um fragmento de rDNA de tamanho variável consoante a 

espécie, amplificado por PCR, e permite uma identificação simultânea de todas as espécies do 

complexo An. gambiae s.l. 

A reacção de PCR decorreu em tubos de 0.2 ml utilizando um “primer forward” universal (UN: 5’-

GTG TGC CCC TTC CTC GAT GT-3’), comum a todas as espécies, e “primers 

reverse”específico para o An. gambiae s.s. (GA: 5’-CTG GTT TGG TCG GCA CGT TT-3’), An. 

arabiensis (AR: 5’-AAG TGT CCT TCT CCA TCC TA-3’), An. merus (ME: 5’-TGA CCA ACC 

CAC TCC CTT GA-3’), e An. quadriannulatus (QUAD: 5’-CATAATGAGTGCACAGCATA - 

3’). 

A mistura de reacção de amplificação foi preparada com 4.9µl de água esterilizada, 1.25µl de 10X 

PCR tampão, 0.5µl MgCl2 (25mM), 1.25µl 10X dNTPs (2.5 mM mix G,A,T,C), 1.0µl de “primer” 

UN, AR, GA, ME, 0.5µl de “primer” QDA, e 0.1µl de Taq DNA polimerase (5U/µl) perfazendo o 

volume total de 12.5µl.  
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Após a preparação da mistura, foi utilizado 1 asa ou pata do mosquito como DNA molde para cada 

reacção de amplificação. Adicionou-se 12.5 µl do mix a cada tubo contendo asa/pata, e levou-se 

imediatamente ao termociclador. Cada grupo de reacções de amplificação incluiu controlos 

positivos para cada espécie (composto por asas ou patas de mosquitos anteriormente identificados) 

e um controlo negativo (sem nenhuma parte do mosquito).  

O programa de PCR foi feito em termocicladores iCYCLER™ da Bio- Rad (California, USA) nas 

seguintes condições: 30 ciclos de (1) desnaturação a 95ºC durante 30 segundos; (2) 

emparelhamento a 50ºC durante 30 segundos; e (3) extensão a 72ºC durante 30 segundos.  

Realizou-se ainda uma etapa final de alongamento a 72ºC durante 5 minutos. Para conservação no 

termociclador, o programa foi concluído a uma temperatura de 4ºC. As amostras foram 

conservadas a -20ºC até à separação dos fragmentos por electroforese em gel de agarose. 

Os produtos amplificados foram separados por electroforese em gel de agarose (Promega ™, 

Madison USA) a 2.5 % com brometo de etídio (Sigma™, St Louis USA). 12 µl de cada amostra 

foi aplicado no gel correndo a 110-130V durante 60 a 90 minutos e sendo posteriormente 

visualizado e fotografado num transiluminador de luz UV (UVitec, Alfagene, UK). Foi usado 

marcador molecular 100bp DNA ladder (Fermentas, Burlington, Canada). 

 

3.6. Análises Bioquímicas 

Apenas amostras identificadas como pertencentes ao complexo An. gambiae s.l. foram analisadas 

de forma individual para os seguintes testes enzimáticos: Acetilcolinesterase (AChE), 

Acetilcolinesterase insensitivo (IAChE), Análise de elevada esterase não específica e reacção de 

Oxidase.  

Para a preparação das amostras, cada mosquito adulto foi triturado em 100 µl da solução tampão 

(KPO4). Apois a trituração, foi adicionado 900 µl da mesma solução, até perfazer o volume total 

de 1 ml. De seguida, foram realizados as análises enzimátizas acima mencionadas.  

Após as análises, as micro-placas foram preparadas para a leitura da densidade óptica em um 

espectrofotômetro acoplado a um computador. 
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As populações susceptíveis mostraram um limite superior de intervalo de absorvância para 

susceptibilidade em termos de actividade. Indivíduos com níveis acima desse limite foram menos 

susceptíveis.  

 

3.6.1  Preparação das soluções tampão 

Tampão Fosfato de potássio (KPO4) 

Para a preparação do KPO4, misturou-se 6.6 g de fostato de potássio dibásico, 1.7g de fosfato de 

potássio monobásico, e 1 litro de água. Ajustou-se o pH para 7.2. 

Tampão Acetato de sódio (NaOAc) 

Misturou-se 83 ml de 3M de NaOAc com 900 ml de água, e ajustou-se o pH até 5 com ácido 

glacial acético. O volume final foi de 1 litro. 

 

3.6.2. Análise de Elevada Esterase não Específica 

Esta análise, mede o nível de β esterase não específica presente no mosquito. 

Preparou-se o β- naftil acetato , misturando 56 mg de β- naftil acetato, 20 ml de acetona e 80 ml de 

KPO4. De seguida preparou-se a Dianisidine através da mistura de 100 mg de 0-dianisidine 

tetrazotizado e 100 ml de água. Imediatamente, colocou-se em cada poço da placa 100 µl da 

solução do mosquito triturado e, adicionou-se 100 µl de β- naftil acetato. Incubou-se a temperatura 

ambiente por 10 minutos. Apois a incubação adicionou-se 100µl de Dianisidine em cada poço. 

Incubou-se novamente por 2 minutos, e fez-se a leitura no espetrofotômetro a um comprimento de 

onda de 540nm. Usou-se β- naftil acetato como controlo positivo e o tampão KPO4 como controlo 

negativo.O limiar de resistência a 540 nm considerado para a actividade da enzima foi de 0.9. 
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3.6.3. Reacção de Oxidase 

Esta reacção, mede o nível da enzima peroxidase presente no mosquito.Preparou-se o Tetramethyl-

Benzideine (TMBZ), através da mistura de 50 mg 3.3’,5,5’- TMBZ, 25ml de Metanol, e 75ml de 

0.25M tampão NaOAc. De seguida, colocou-se 100µl do mosquito trituradoem cada poço da 

placa. Adicionou-se 200 µl de TMBZ e 25 µl de H2O2. Incubou-se por 5 minutos e lêu-se a placa 

no espetrofotômetro a um comprimento de onda de 620nm. Usou-se o Citocromo C como controle 

positivo e o tampão KPO4 como controle negativo. O limiar de resistência considerado para a 

actividade da enzima foi de 0.8. 

 

3.6.4.  Análise de Acetilcolinesterase (AChE) 

Esta análise mede a quantidade de AChE presente no mosquito. 

Preparou-se o Acetylthiocholine iodide (ATCH), dissolvendo 75 mg de ATCH, 10ml de acetona e 

90ml do tampão KPO4. De seguida preparou-se o ácido Dithio-bis-2-nitrobenzoico (DTNB), 

dissolvendo 13 mg do DTNB em 100ml do buffer KPO4. 

Colocou-se 100µl da solução de mosquito triturado em cada poço da placa. Adicionou-se 100µl de 

ATCH e 100 µl de DTNB a cada poço. De seguida fez-se imediatamente a leitura (T0) no 

espetrofotômetro a um comprimento de onda de 414nm. Incubou-se a temperatura ambiente 

durante 10 minutos, e fez-se a leituta (T10) também a um comprimento de onda de 414 nm. Usou-

se o tampão KPO4 como controle negativo. 

 

3.6.5. Análise de AcetilcolinesteraseInsensitivo (IAChE) 

IAChEtem sido associado comresistência acarbamatos e organofosfatos. O propoxuré usadoneste 

ensaiopara inibir a actividadedaAChE, permitindoa detecçãodaenzima alteradaquando está 

presente. 

Preparou-se o ATCH, dissolvendo 75mg de ATCH, 21 mg de propoxur, 10 ml de acetona e 90 ml 

de tampão KPO4. De seguida, colocou-se 100 µl do mosquito triturado em cada poço da placa, e 

adicionou-se 100 µl de ATCH e 100µl de DTNB. Fez-se imediatamente a leitura (T0) da placa aum 
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comprimento de onda de 414 nm. De seguida incubou-se a temperatura ambiente durante 10 

minutos e fez-se a leituta (T10), a um comprimento de onda de 414 nm. Usou-se o tampão KPO4 

como controle negativo. A percentagem de inibição igual ou superior a 70% indicou que não 

ocorreu alteração no gene AChE, enquanto que uma percentagem inferior a 70% indicou que 

houve alteração no gene AChE. 
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4. RESULTADOS 

4.1. Colheita de mosquitos 

As colheitas larvas de mosquitos foram feitas no bairro da Polana caniço, entre Março a Junho de 

2014. Das colheitas, obteve-se 1870 mosquitos adultos que foram morfologicamente identificados 

como pertencentes ao complexoAnopheles gambiae s.l.Destes 675 fêmeas foram submetidas aos 

testes de susceptibilidade aos insecticidas. Um número mínimo de 100 amostras foi considerado 

para cada teste de susceptibilidade. 

 

4.2. Testes de susceptibilidade 

Os testes de susceptibilidade foram feitos de acordo com os critérios estabelecidos pela OMS 

(1998), onde mortalidade < 80% após 24 horas de exposição indica resistência. 

Nenhuma resistência foi observado para o DDT, tendo sido observado 100% de mortalidade após 

24 horas de exposição (Tabela 4.1).  

Uma mortalidade de 61%, 87% e 88% foi observado para ospiretróideslambdacialotrina, 

deltametrina e permetrina respectivamente, após 24 horas de exposição (Tabela 4.1). 

Uma mortalidade de 80.8% foi observado para o bendiocarbo após 24 horas de exposição (Tabela 

4.1). 

Tabela 4.1: Resultados dos teste de susceptibilidade da WHO feitos em Anopheles arabiensis de 2 

a 4 dias de idade, no bairro de Polana Caniço,  

Insecticida N % Mortalidade 

Lambdacialotrina 150 61% 

Deltametrina 100 87% 

Permetrina 150 88 

Bendiocarbo 175 80.8 

DDT 100 100 
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4.3. Identificação específica por PCR 

675 amostras de ADN, correspondendo a igual número de espécimes, foram submetidas ao PCR 

para identificação específica das espécies. Das amostras amplificadas com 

sucesso,100%pertenciam a espécie Anopheles arabiensis. 

 

4.4. Análises bioquímicas 

No total, foram selecionados 120 mosquitos anteriormente submetidos aos ensaios de 

susceptibilidade, para as análises bioquímicas Destes 90 mosquitos testados para piretróides (30 

para cada insecticida) foram analisados de forma a medir a actividade da enzima esterase e 

oxidase, e 30 mosquitos testados para o insecticida bendiocarbo foram submetidos a análise da 

actividade da enzima AChE e IAChE. 

 

4.4.1. Análise de elevada Esterase não específica 

Este ensaio, mede onível deEsterasenão-específica presente. Estas enzimastêm sido implicados 

naresistência aorganofosfatose piretróides.  

Das 30 amostras de mosquitos analisadas para o insecticida deltametrina, 4 amostras estiveram 

acima do limiar de 0.9, sugerindo um aumento na actividade da esterase com o substrato β- naftil 

acetato, com uma variação de 0.5 a 1.1 (Figura 4.1). 

Nas 30 amostras testadas para o insecticida permetrina, 3 amostras tiveram um aumento na 

actividade da esterase com o β- naftil acetato. A actividade de esterase variou de 0.4 a 1.2 (Figura 

4.1). Das 30 amostras testadas para o lambdacialotrina 4 mostraram um aumento na actividade da 

esterase com o β- naftil acetato, sendo que a actividade de esterase variou de 0.7 a 1.1 (Figura 4.1). 
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Figura 4.1: Densidade óptica da actividade da esterase em Anopheles arabiensis provenientes do 

bairro da Polana Caniço. 

 

4.4.2. Análise de oxidase 

Em todas 90 amostras testadas para a enzima oxidase, nenhuma apresentou a densidade óptica 

(OD) acima ou próxima ao limiar de 0.8. A média da OD para Lambdacialotrina, Permetrina e 

Deltametrina foi de 0.1, 0.07, 0.06, respectivamente (Fig 4.2). 
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Figura4.2: Densidade óptica da actividade da oxidase em Anopheles arabiensis provenientes do 

bairro da Polana Caniço. 
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4.4.3. Análise de Acetilcolinesterase 

30 amostras de mosquitos testados para o insecticida bendiocarbo por ensaios de susceptibilidade 

da WHO, foram submetidos a análise da Acetilcolinesterase e insensitivo Acetilcolinesterase. A 

taxa de inibição nas amostras variou de 0 a 84%, indicando que 93% das amostras testadas, tem 

alguma uma alteração no gene AChE (Fig 4.3). 

 

 

Figura4.3: Taxa de inibição de Acetilcolinesterase em Anopheles arabiensis, provenientes do 

bairro da Polana Caniço. 
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5. DISCUSSÃO 

Neste estudoforam colectadose criadoslarvas de An. arabiensis, a fim de analisaro padrão de 

susceptibilidadeda populaçãodesta espéciea uma ampla gamade inseticidas usados na saúde 

públicae identificaros principais mecanismosde resistência envolvidos.  

O nível de resistência observado em An. arabiensis para a lambdacialotrina (61%) no bairro da 

Polana caniço foi notavelmente alta, daquela observada nesta mesma área em 2006 (mortalidade 

de 100%) e 2010 (mortalidade de 94.8%) (Casimiroet al.,2006; Sibindy & Cuamba, 2010), 

sugerindo que com o tempo ocorreu uma mudança na susceptibilidade do An. arabiensis ao 

lambdacialotrina no bairro da Polana caniço. Este nível de resistência observado no estudo (61%) 

tambem foi alta em relação ao observado para o An. arabiensis em outras localidades da provincia 

de Maputo, como Bela vista, Catuane e Moamba (89%, 98%, 99% respectivamente) (Casimiroet 

al., 2006).   

Evidências de um baixo nível de resistência do An. arabiensis para o piretróide deltametrina (87%) 

foi observados no bairro da Polana Caniço. Este nível de resistência difere daquele observado em 

2006 nas localidades de Manjacaze (75%) e Mocuba (95%) (Casimiro et al., 2006) e em 2010 no 

mesmo bairro da Polana Caniço (99.2%) (Sibindy & Cuamba, 2010). 

Uma resistência de 88% foi observadopara o piretróide permetrina. Este nível de resistência difere 

do observado em estudos anterioresem 2006 (mortalidade de 100%) nas localidade de Boane, 

Catuane, Manhiça, Mocuba, Quelimane e Tete (Casimiro et al., 2006) e em 2010 (100%)  no 

mesmo bairro (Sibindy & Cuamba, 2010). 

A resistência observada para o An. arabiensis ao bendiocarbo (80,8%) no bairro da Polana caniço 

foi relativamente alta em relação ao observado em 2006 (mortalidade 100%) no mesmo bairro e 

nas localidades de Boane, Catuane, Marracuene, Ressano Garcia, Chokwé, Mafambisse, Mocuba e 

cidade de Nampula (Casimiro et al., 2006) e no bairro da Polana Caniço em 2010 (mortalidade de 

93%) (Sibindy & Cuamba 2010), sugerindo uma mudança na susceptibilidade do An.arabiensis a 

este carbamato. 

Estes níveis de resistência aos piretróides e carbamato ainda não tinha sido relatado no bairro da 

Polana Caniço. Este facto indica que a resistência do An. arabiensis em Moçambique esta 
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aumentando ao longo do tempo e se expandindo para áreas onde esta espécie era completamente 

susceptível. 

O An. arabiensis foi susceptível ao DDT (100%), no bairro da Polana Caniço. Este resultado é 

similar ao que foi observado em 2006 (100%)nesta mesma área e,nas localidades de Bela Vista, 

Boane, Catembe, Manhiça, Ressano Garcia, Mocuba, (Casimiroet al., 2006) e em 2010 (99.8%) no 

bairro da Polana Caniço(Sibindy & Cuamba, 2010), sugerindo que neste bairro não ocorreu uma 

mudança na susceptibilidade do An. arabiensis ao DDT. 

Actualmente, o PNCM está a usar os insecticidas DDT, deltametrina, lambdacialotrina e 

bendiocarbo para a PIDOM e o deltametrina para as REMILDs. O PNCM, pretende, como 

medidas a curto prazo, distribuir REMILDs para atingir cobertura universal e expandir a PIDOM 

para áreas selecionadas. Uma vez que os piretróides são os insecticidas de eleição na impregnação 

das redes mosquiteiras, a cobertura universal com REMILDs poderá aumentar a pressão de 

selecção dos vectores locais aos piretróides no bairro da Polana caniço, uma vez que nos últimos 

anos este bairro foi pulverizado (PIDOM) com o piretróide deltametrina. 

Em Moçambique,em 1993, o DDT,foisubstituído pelo piretróidelambdacialotrina no entanto, a 

resistência ao lambdacialotrina apareceu rapidamente e, em 2000, o piretróidefoi substituído 

pelocarbamato bendiocarbo. Mas devido a resistência ao bendiocarbo, o DDT foire-introduzido 

noprogramada PIDOM em 2006, e tornou-se oprincipalinsecticidautilizado para o controlode 

vectores da malária. A selecção doDDT comoo insecticidade escolha foibaseada em evidências, 

tendo em conta o elevado nível de susceptibilidadedos principais vectores da malária a este 

insecticida(Casimiro et al., 2007).Desde 2009, os insecticidas lambdacialotrina, deltametrina, 

bendiocarbo e DDT tem sido usado na PIDOM em diferentes áreas no País. Portanto, era esperado 

quea pressão de selecçãodevido aospiretróides usadosna PIDOMreduzisse significativamente. 

O aumento do nível de resistência observado neste estudo sugere que a fonte desta pressão da 

selecção não é somente devido a PIDOM, mais também poderá ser devido a utilização de 

pesticidas na agricultura. Em Moçambique, a urbanização esta se espalhando de forma dramática 

em torno das grandes cidades, e diversas áreas mostram uma intensa actividade agrícola 

potencialmente afectando o índice de resistência dos vectores da malária aos insecticidas.No bairro 

da Polana caniço muitas familias tem pequenas machambas, onde os insecticidas são usados no 
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controlo de pragas.Em Tanzânia, populações de An. gambiae de áreas de agricultura intensa foram 

encontrados altamente resistentes a piretróides (Dongus et al, 2009).  

O facto de nenhuma resistência ter sido observada para o DDT, exclui apresençada 

mutaçãokdrnesta população, uma vez queconfereresistência cruzada com os piretróides (Ranson et 

al., 2000). Portanto, omecanismoderesistência aospiretróidesnesta populaçãoé provavelmente é 

causado pelo mecanismo de resistência metabólica como foi observado nos resultados dos ensaios 

bioquímicos deste estudo. 

Na maior parte dos Países Áfricanos devido a resistência aos piretróides, os programas de controlo 

da malária usam o bendiocarbo como uma solução alternativa e complementar para a pulverização 

intradomiciliar (Protopopoff et al, 2013). Este facto não seria recomendável para o bairro da 

Polana Caniço, visto que observou-se uma tendência para a resistência ao bendiocarbo. No 

entanto,porque o An. arabiensis ainda é totalmentesensível ao DDT, o controlo desta espéciecom 

este insecticida ainda é possível no bairro da Polana Caniço.Contudo, umacompanhamento 

permanentedo estado desusceptibilidadeda população deAn. arabiensis ao DDT neste bairroé 

fundamental para garantirumcontrolo bem sucedidodesta espécie. 

O aumento da actividade da esterase observado em Polana Caniço, sugere que esta 

enzimadesempenha umpapel importantenaresistência aos piretróides neste bairro. Esta achado 

discorda com Casimiro (2006), que não observou nenhuma acção desta enzima no mesmo bairro. 

O baixo nível de actividade da oxidase observado no bairro da Polana Caniço, sugere que esta 

enzima não esta envolvida na resistência do An. arabiensis aos piretróides. Este facto, discorda 

com o observado por Casimiro (2006), que reportou níveis elevados deenzima do citocromo 

P450monooxigenase em o An. arabiensis no mesmo bairro. 

A altataxa de inibição por propoxur observada para AChE, sugere que o mecanismo de resistência 

AChE poderá estar envolvida, na resistência do An. arabiensis ao carbamato bendiocarbo no bairro 

da Polana caniço. No estudo feito no mesmo bairro por Casimiro (2006)foiobservado uma baixa 

actividade da enzima AChE. 

A resistência observada aos piretróides e carbamatos na Polana Caniço, é um desafiopara as 

estratégiasde gestão da resistência,tal como a rotaçãode insecticidas aplicadas em Moçambique.O 
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objectivodestaestratégiaconsiste em reduzira pressão deselecçãocausada porum insecticida, de 

modo que ele possa ser reutilizadonofuturo. Isto nãoserá possível para ospiretróides e carbamatos 

no bairro da polana caniço, devido ao facto da resistência a estes insecticidascontinuarem a 

aumentar. Por sua vez, este estudo irá ajudar o PNCM, a fazer uma gestão racional da resistência 

aos insecticidas. 
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6. CONCLUSÃO 

 O Anopheles arabiensis foi a única espécie do complexoAnopheles gambiae s.l. encontrado no 

bairro da Polana Caniço. 

 O Anopheles arabiensis é completamente susceptível ao DDT, mais éresistente ao 

Lambdacialotrina e ao Bendiocarbo. Uma baixa resistência foi observada para os piretróides 

Deltametrina e Permetrina. 

 Os mecanismos bioquímicos esterase e acetilcolinesterase estão envolvidos na resistência do 

Anopheles arabiensis aos piretróides e carbamatos no bairro da Polana Caniço. 

 O níveis de resistência aos piretróides e carbamato observado no bairro da Polana Caniço é um 

forte indicador que a resistência do Anopheles arabiensis em Moçambique esta aumentando ao 

longo do tempo, e se expandindo para áreas onde esta espécie era completamente susceptível. 
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RECOMENDAÇÕES 

 

 No âmbito de maneio da resistência, o insecticida DDT parece ser o mais aconselhado para a 

PIDOM no bairro da Polana Caniço, enquanto se espera pela regressão da resistência aos 

piretróides e carbamato. 

 Porque os insecticidas deltametrina, lambdacialotrina, e bendiocarbo são usados actualmente 

pelo PNCM na PIDOM, os mecanismos de resistência a estes insecticidas devem ser 

cuidadosamente monitorados e estratégias de maneio de resistência devem ser desenvolvidas 

de modo a reduzir a selecção de níveis mais elevados de resistência aos piretróides e 

carbamatos no bairro da Polana Çaniço. 

 Embora os ensaios bioquímicos forneceram indicações sobre os potenciais mecanismos 

envolvidos na resistência aos piretróides e carbamatos, mais estudos de resistência devem ser 

feitos para elucidar e completar estes mecanismos. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

50 
 

LIMITAÇÕES 

 

 Indisponibilidade de alguns reagentes para as análises bioquímicas de resistência pelas 

empresas fornecedoras. 

 Ausência de outras espécies vectores de malária no local de estudo. 
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ANEXOS   

Tabela 2: Resultados da análise da elevada Esterase não especifica.  

Insecticida Número de mosquitos Número de mosquitos 

Deltametrina 

3 0.5 

7 0.7 

16 0.9 

3 1.0 

1 1.1 

 

Permetrina 

3 0.4 

3 0.5 

5 0.6 

3 0.7 

7 0.8 

6 0.9 

1 1.0 

1 1.1 

1 1.2 

 

Lambdacialotrina 

1 0.7 

11 0.8 

14 0.9 

3 1.0 

1 1.1 
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Tabela 3: Resultados da análise de Oxidase 

Insecticida Número de mosquitos Absorvância a 620 nm 

Deltametrina 

4 0 

18 0.1 

6 0.2 

2 0.3 

 

Permetrina 

3 0 

6 0.05 

3 0.06 

8 0.07 

8 0.1 

2 0.2 

 

Lambdacialotrina 

12 0.05 

10 0.06 

6 0.07 

2 0.08 

 


