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Resumo 

No Brasil o controle das formas aladas do vetor de dengue, o mosquito Aedes aegypti, é feito com inseticidas 

da classe dos piretróides.  Porém, apesar da recente utilização deste composto em escala nacional, várias 

populações do vetor já estão resistentes.  O canal de sódio regulado por voltagem, no sistema nervoso do 

inseto, é a molécula-alvo de piretróides. Investigamos, em populações brasileiras de Ae. aegypti, a 

diversidade molecular em uma região deste gene (AaNaV) com o objetivo de identificar potenciais alterações 

relacionadas à resistência.  Clonagem e sequenciamento da região genômica entre os exons 20 e 21 do 

AaNaV de indivíduos de cinco localidades distintas, confirmaram polimorfismo no íntron e em dois sítios do 

exon 20 que geram substituições sinônimas.  De acordo com estas características, as sequências foram 

agrupadas em tipos A ou B.  Observamos ainda mutações causando substituições de aminoácidos: Ile  

Met no sítio 1011 e Val  Ile no sítio 1016, somente em sequências do tipo A.  Indivíduos da cepa 

Rockefeller, referência de susceptibilidade, apresentaram apenas sequências do tipo B e os alelos selvagens 

nas duas posições, 1011 ou 1016.  Tipagem molecular por PCR alelo-específica em indivíduos de 15 

localidades revelou que a mutação Ile1011Met está disseminada por todo país, diferentemente da 

Val1016Ile, concentrada nas regiões mais ao centro.  Nas cinco localidades onde os indivíduos avaliados 

foram divididos em resistentes e susceptíveis, o alelo mutante 1016Ile esteve significativamente mais 

presente nos resistentes, principalmente quando em homozigose, indicando o caráter recessivo da mutação 

para a resistência.  Surpreendentemente, uma série de observações sugeriu a ocorrência de polimorfismo 

envolvendo uma duplicação gênica, de forma que o haplótipo duplicado estaria constituído de uma sequência 

do tipo B ligada à outra do tipo A com a mutação 1011Met.  Corroborou esta hipótese a tipagem do sítio 1011 

na prole de cruzamentos com genótipos determinados.  Finalmente, comparação entre linhagens mantidas 

na presença ou na ausência de pressão de seleção com piretróide, em laboratório, sugeriu efeitos 

pleiotrópicos negativos da resistência em aspectos do desenvolvimento e da reprodução destes mosquitos. 
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Abstract 

In Brazil, control of adults of the dengue vector, the mosquito Aedes aegypti, is performed with pyrethroid 

insecticides.  However, despite the recent implementation of this compound in national scale, several 

populations of this vector are already resistant.  The voltage gated sodium channel is the pyrethroid target 

site, in the insect nervous system.  We investigated the molecular diversity of a particular region of this gene 

(AaNaV) in Ae. aegypti Brazilian populations in order to identify potential substitutions implicated with 

insecticide resistance.  Cloning and sequencing of the genome region between the AaNaV exons 20 and 21 in 

individuals from five distinct localities, confirmed polymorphism in the intron and in two positions of exon 20, 

these latter related to synonymous substitutions.  According to these characteristics sequences were grouped 

into types A or B.  Two additional predictive substitutions were noted: Ile Met and Val  Ile, respectively, in 

1011 and 1016 sites, both only in type A sequences.  Individuals from the Rockefeller insecticide susceptible 

reference strain exhibited only type B sequences and the wild alleles on both 1011 and 1016 positions.  Allele-

specific PCR molecular typing of individuals from 15 localities showed that the Ile1011Met mutation is 

widespread throughout Brazil, whereas Val1016Ile is more proeminent toward the middle of the country.  In 

five localities typing was performed separately in susceptible or resistant individuals; the mutant 1016Ile allele 

was significantly more present in the resistant ones, especially in homozygozity, suggesting the recessive 

character of this resistant mutation.  Surprisingly, a series of observations suggested the occurrence of a gene 

duplication consisting of both type B and A sequences this last one with the 1011Met mutation.  Typing of the 

1011 site in the offspring of couples with specific genotypes corroborated this hypothesis.  Finally, 

comparisons among lineages selected or not with pyrethroid suggested negative pleiotropic effects of 

resistance on development and reproduction aspects.   
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Lista das principais siglas e abreviaturas utilizadas  

1011Ile – alelo selvagem do sítio 1011 

1011Met – alelo mutante do sítio 1011 
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Apresentação 

A investigação de alterações no gene que codifica o canal de sódio regulado por voltagem em 

Aedes aegypti (AaNaV) iniciou-se em nosso grupo em 2003, na tentativa de explorar sua diversidade em 

populações brasileiras do vetor.  Naquela época estava bem estabelecido que uma única mutação pontual, a 

Leu1014Phe, estava diretamente relacionada com a resistência a piretróide e DDT em vários insetos, 

incluindo mosquitos dos gêneros Anopheles e Culex.  Paralelamente, desenvolviam-se várias alternativas de 

diagnóstico molecular em larga escala, baseadas em PCR alelo-específica.  Nossos objetivos iniciais, que já 

nortearam, inclusive, o desenvolvimento de dissertação de Mestrado (também pelo PPGBP/ IOC/ FIOCRUZ), 

eram principalmente a busca daquela mutação e o desenvolvimento de diagnóstico em larga escala para 

identificá-la em populações brasileiras de Ae. aegypti.  Este objetivo se somava às expectativas do Laficave 

no entendimento dos mecanismos de resistência do vetor aos inseticidas.  Ia também ao encontro das linhas 

de pesquisa do LBMI, no estudo de genética de populações de insetos vetores. 

Avaliamos então a diversidade de uma região do gene AaNaV de populações do Nordeste e 

Sudeste do país, por clonagem e sequenciamento.  Observamos polimorfismo nas sequências, muito bem 

destacado na região do íntron entre os exons 20 e 21 do gene, onde se localiza a posição 1014.  De acordo 

com esta diversidade, classificamos as sequências em dois grupos de haplótipos, “A” ou “B”.  Não 

observamos a mutação Leu1014Phe, mas uma outra, a Ile1011Met.  Destacamos que indivíduos da cepa 

controle de susceptibilidade, Rockefeller, apresentam apenas sequências do haplótipo B, no qual também se 

classifica a sequência disposta no projeto genoma de Ae. aegypti.  Por outro lado, todas as sequências com 

a mutação Ile1011Met eram do grupo A.  Ao analisarmos um número maior de indivíduos de duas 

localidades, Natal (RN) e Nova Iguaçu (RJ), observamos, também por sequenciamento, que a frequência dos 

diferentes haplótipos não diferia entre estas duas regiões.  No entanto, ao compararmos estas frequências 

entre indivíduos de Natal resistentes e susceptíveis a piretróides, observamos que os resistentes 

apresentaram maior frequência de sequências com a mutação Ile1011Met e, inesperadamente, de 

sequências do tipo B.  Adicionalmente, avaliamos a atividade das enzimas envolvidas com a resistência 

metabólica nas populações estudadas. 

Nossa perspectiva era conhecer melhor a diversidade do gene AaNaV, estudando um número 

maior de populações naturais e, através de pressão de seleção com piretróide no laboratório, avaliar a 

dinâmica das frequências de seus haplótipos ao longo das gerações.  Iniciaríamos ainda investigação sobre 

o modelo de herança dos haplótipos do canal de sódio de Aedes aegypti nas populações aqui avaliadas.  Os 

resultados observados sugeriam fortemente a existência de uma duplicação do gene que codifica o canal 

sódio. 

O documento está organizado com uma introdução geral seguida da seção Resultados, 

dividida em cinco seções.  A seção 3.1 apresenta um artigo com aqueles resultados do mestrado, 

complementados com resultados obtidos no doutorado, onde foi explorada a diversidade de sequências da 

região compreendendo os exons 20 e 21 do AaNaV em populações naturais, além da avaliação de alterações 

na atividade de enzimas relacionadas à resistência.  O artigo da seção 3.2 trata da relação entre resistência a 
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piretróide e uma outra mutação, a Val1016Ile, no exon 21 do AaNaV, através da genotipagem deste sítio em 

16 populações naturais brasileiras.  Segue o terceiro artigo, seção 3.3, onde sugerimos a existência de 

duplicação gênica no AaNaV, suscitada pela frequência das classes genotípicas de populações naturais, 

somada à análise de sequenciamento de indivíduos destas populações.  Esta hipótese foi testada a partir de 

cruzamentos entre determinados genótipos.  Os resultados da pressão de seleção em laboratório são 

apresentados no quarto artigo, seção 3.4, que discute a influência da resistência a inseticida sobre o fitness 

de populações mantidas sob pressão. Parte deste artigo foi tema de outra dissertação de mestrado de nosso 

grupo, co-orientada informalmente durante este doutorado.  Concluindo, seguem-se as discussões gerais 

sobre o assunto da tese e as considerações finais. Alguns resultados que ainda não foram contemplados nos 

artigos, mas que são importantes para a discussão dos resultados aqui apresentados, estão presentes nos 

apêndices 1 e 2.  Uma listagem com os trabalhos publicados durante a vigência do doutorado, mas não 

diretamente relacionado aos objetivos gerais desta tese está apresentada no apêndice 3. 
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1 – Introdução 

1.1. O Aedes aegypti e suas arboviroses de importância sanitária 

Os mosquitos do gênero Aedes são taxonomicamente classificados na ordem Diptera, família 

Culicidae, tribo Aedini.  O gênero compreende mais de 900 espécies, distribuídas em 44 subgêneros, dos 

quais apenas nove foram encontrados nas Américas.  As espécies Aedes aegypti (Linnaeus) e Aedes 

albopictus (Skuse) pertencem ao subgênero Stegomyia, que compreende principalmente espécies 

afrotropicais, paleárticas e orientais.  A chegada destas espécies às Américas, hoje parte da fauna culicídica 

neotropical, se deu passivamente com o desenvolvimento do sistema de transporte humano (Forattini 2002). 

 

1.1.1. Ciclo de vida 

Os mosquitos são holometábolos, ou seja, sofrem metamorfose completa durante o 

desenvolvimento.  Apresentam quatro estágios: ovo, larva, pupa e adulto.  Ao eclodir do ovo, a larva 

atravessa três ecdises larvais (caracterizando os estadios larvais L1-L4) antes se tornar uma pupa.  Nestes 

estágios ocupam ecótopo aquático; os adultos passam a ocupar o ecótopo terrestre, uma vez que se tornam 

alados.  Deste modo, os mosquitos podem ser classificados como animais fundamentalmente aquáticos, uma 

vez que é neste habitat que passam a maior parte da vida vegetativa.  A postura de seus ovos também está 

sempre associada a ambientes úmidos ou alagados (Forattini 2002). 

Os adultos se alimentam de seiva vegetal e as fêmeas também se alimentam de sangue, que é 

fundamental para a produção de seus ovos.  As fêmeas de Ae. aegypti são bastante antropofílicas e realizam 

a hematofagia preferencialmente durante o dia (Scott et al. 1993).  Passados cerca de três dias (Canyon et 

al. 1999a,b), as fêmeas fazem sucessivos movimentos exploratórios e espalham seus ovos, depositando 

pequenos grupos em diferentes locais, em posturas isoladas, também referidas como “oviposição aos saltos” 

(Chadee & Corbet 1993).  Em média, uma fêmea produz 120 ovos em um ciclo gonotrófico, embora esta 

espécie não apresente concordância gonotrófica, ou seja, cada oviposição não é necessariamente precedida 

de um único repasto sanguíneo (Consoli & Lourenço-de-Oliveira 1994).  A oviposição geralmente não é feita 

na superfície da água, mas em margens úmidas de potenciais reservatórios para as larvas, sujeitos a futuros 

alagamentos.  Entretanto, como os ovos são bastante resistentes à dessecação, numerosas posturas podem 

ser feitas em áreas amplas do terreno sem que estes tenham, de imediato, condições para albergar os 

criadouros (Forattini 2002). 

O embrião do Ae. aegypti leva em média 77,5 horas para se desenvolver completamente, sob 

temperatura constante de 25ºC (Farnesi et al. 2009) mas, após este período, pode entrar em diapausa, 

permanecendo viável por até 450 dias (Leite 1942 apud Franco 1976).  Este processo é possível graças à 

resistência à dessecação proporcionada pela casca dos ovos e por uma estrutura quitinosa, a cutícula 

serosa, disposta na interface entre o embrião e o ovo (Rezende et al. 2008).  As formas aquáticas são 

bastante resistentes às adversidades do meio, sendo dotadas de grande mobilidade, locomovendo-se 

inclusive sobre substratos apenas úmidos.  O acesso ao oxigênio atmosférico é feito através do sifão 

respiratório, um apêndice do oitavo segmento abdominal, em cuja extremidade apical abrem-se os 
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espiráculos.  A larva pode respirar com o corpo pendurado para dentro da água, ao colocar a extremidade 

sifonal em contato com a superfície da água.  A alimentação envolve a coleta ativa de microorganismos e 

detritos orgânicos livres, a raspagem de partículas firmemente aderidas a superfícies e ainda a roedura de 

fragmentos de tecido vegetal e de invertebrados mortos.  Já as pupas não se alimentam (Forattini 2002).  É 

na fase aquática que o controle pelo uso de inseticidas tem maior potencial de sucesso, já que a espécie se 

cria em reservatórios antrópicos. 

A dispersão ativa do vetor varia em função da localidade, das condições climáticas e da 

disponibilidade de sítios de postura.  No Rio de Janeiro, por exemplo, experimentos de marcação e recaptura 

mostraram que fêmeas atingiram no máximo 363 m em regiões de favela, onde há muita oferta de criadouros 

(Maciel de Freitas et al. 2007) a até pelo menos 800 m em áreas onde esta oferta era escassa (Honorio et al. 

2003).  Com o acúmulo de água das chuvas, facilmente são formados ambientes propícios à oviposição, à 

eclosão dos ovos e ao desenvolvimento das formas aquáticas.  Deste modo, o acúmulo de ovos em 

determinado local e a subsequente eclosão simultânea das larvas, estimulada pela inundação dos 

criadouros, resulta no aparecimento também simultâneo, ou quase, de grande número de adultos (Forattini 

2002). 

 

1.1.2. Distribuição geográfica do Aedes 

O Ae. aegypti é natural da região afrotropical, tratando-se de mosquito classicamente tropical e 

subtropical, presente entre os paralelos 45º de latitude norte e 40º de latitude sul.  Esta distribuição 

biogeográfica faz com que seja quase cosmopolita, resultado da dispersão por meios de transporte humanos.  

Mattingly (1957) descreveu algumas formas do que Forattini (2002) chamou de Complexo Aegypti.  A forma 

típica corresponderia ao Ae. aegypti aegypti associado ao ambiente antrópico e com grau elevado de 

domiciliação; em um outro extremo estaria o Ae. aegypti formosus, silvático, até então confinado à região 

sub-Saariana.  Intermediário a estas estaria o Ae. aegypti queenslandensis, inicialmente encontrado no norte 

da Austrália.  Tais formas foram inicialmente sugeridas devido à presença de polimorfismo na coloração dos 

adultos (Mattingly 1957).  Nas Américas, não existem evidências claras que suportem a presença de 

morfotipos diferenciados de Ae. aegypti. 

As populações de Ae. aegypti mais susceptíveis a infecções experimentais com o vírus dengue 

sorotipo 2 (DENV-2) são aquelas encontradas na América do Sul, no Sudeste Asiático e em regiões do sul do 

Pacífico, ou seja, onde são encontradas as formas domésticas do vetor (Vazeille et al. 2001, 2003).  As 

formas nativas da espécie (Ae. aegypti formosus) apresentam baixa susceptibilidade à infecção experimental 

(Failloux et al. 2002).  Além disso, o Ae. aegypti urbano é infectivo somente ao produzir uma carga viral 

acentuada.  Desta forma, foi sugerido que estes mosquitos somente tenham, portanto, selecionado cepas do 

vírus que produzem alta carga viral em humanos.  Por exemplo, na Polinésia francesa, esta espécie, quando 

comparada a outras simpátricas (como Ae. albopictus e Aedes polynesiensis), requer um título maior de vírus 

para se tornar infectiva (Rodhain & Rosen 1997). 
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Vários trabalhos demonstram que a dispersão do vírus da dengue depende da estrutura 

genética da população do vetor e de sua dinâmica no espaço e no tempo (Vazeille et al. 2001, Lourenco-de-

Oliveira et al. 2003, Paupy et al. 2003).  No Brasil, as populações de Ae. aegypti são bastante heterogêneas, 

e muitas são localmente estruturadas, em maior grau que as outras já analisadas (Lourenco-de-Oliveira et al. 

2002, Ayres et al. 2003, Fraga et al. 2003, Santos et al. 2003).  Medidas de controle do vetor provavelmente 

estão, ao longo do tempo, interrompendo o fluxo gênico entre populações locais, o que também se reflete na 

alta heterogeneidade verificada na susceptibilidade a infecções experimentais ao DENV-2 e ao vírus da febre 

amarela (YFV) (Lourenco-de-Oliveira et al. 2004a).  Em certas regiões, entretanto, as populações tendem a 

ser mais homogêneas.  Este é o caso de locais densamente povoados, principalmente comunidades 

carentes, onde as populações do vetor já se estabeleceram por bastante tempo devido às condições 

altamente favoráveis de criação do mosquito, sem a necessidade de grandes deslocamentos (Lourenco-de-

Oliveira et al. 2004b). 

Com relação ao Ae. albopictus, sua origem provável é a região florestal do sudeste asiático, 

onde parece ter permanecido restrito, atingindo como limites algumas regiões da Ásia Oriental e ilhas dos 

Oceanos Índico e Pacífico (Huang 1972).  A partir da década de 1980, a espécie se difundiu rapidamente, e 

hoje está presente em todos os continentes, exceto na Austrália e na Antártica (Ayres et al. 2002).  Nas 

Américas, o primeiro registro ocorreu no Texas (EUA) em 1985 (Sprenger & Wuithiranyagool 1986), tendo 

sido encontrado pela primeira vez no Brasil na cidade do Rio de Janeiro em 1986 (Forattini 1986), 

provavelmente oriundo do Japão (Kambhampati & Rai 1991), através de migração passiva do inseto, por via 

marítima (Sant'Ana 1996). 

Vários fatores comportamentais do Ae. albopictus contribuem para o receio de que esta 

espécie seja um bom vetor de dengue, febre amarela urbana (FAU) e outras arboviroses. Um aspecto 

importante é sua grande adaptabilidade a diferentes habitats, podendo conectar o meio silvestre com o 

urbano (Consoli & Lourenço-de-Oliveira 1994).  O Ae. albopictus, embora não seja tão susceptível à infecção 

experimental pelo vírus dengue (DENV), transmite-o à prole de modo mais eficiente e os machos ainda 

podem transmiti-lo de forma venérea.  Além disto, esta espécie coloniza áreas rurais e peri-urbanas e não se 

alimenta exclusivamente do homem, podendo manter um potencial ciclo silvestre em áreas com animais 

susceptíveis, em épocas não-epidêmicas (Vazeille et al. 2003).  Quando o único vetor encontrado é o Ae. 

albopictus, podem ocorrer epidemias de dengue, como registrado no Japão (Sabin 1952), em Seychelles 

(Metselaar et al. 1980) e no Hawaii (Vazeille et al. 2003).  Contudo, no Brasil, o papel do Ae. albopictus na 

transmissão de dengue ainda não está definido, embora alguns estudos no país mostrem que este vetor é 

passível de se infectar com o DENV e transmiti-lo a sua prole (Serufo et al. 1993, Castro et al. 2004).  

Degallier et al. (2003) sugeriram que, na epidemia de dengue no Brasil ocorrida no verão de 2002, o Ae. 

albopictus não participou da transmissão para o homem, uma vez que não foram encontrados mosquitos 

infectados desta espécie.  Desta forma, Ae. aegypti ainda é considerado o vetor primário de dengue em 

situações endêmicas e epidêmicas na maior parte do mundo (Vazeille et al. 2003), apesar da falta de 
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evidências acerca da transmissão vertical do vírus neste mosquito e da grande heterogeneidade de suas 

populações no Brasil (Ayres et al. 2003, Santos et al. 2003, Lourenco-de-Oliveira et al. 2004a). 

 

1.1.3. Arboviroses que transmite no Brasil 

A dengue e sua forma mais grave, a dengue hemorrágica (DH), é uma arbovirose 

essencialmente tropical e urbana.  O agente etiológico é um vírus da família Flaviviridae, gênero Flavivirus, 

de quatro sorotipos conhecidos (DENV-1, DENV-2, DENV-3 e DENV-4) que, apesar de fortemente 

relacionados, são antigenicamente distintos.  A infecção por um destes sorotipos não oferece, portanto, 

imunidade cruzada permanente com os outros (Jacobs 2000).  A dengue é atualmente a arbovirose com 

maior incidência no Brasil.  Desde que a doença re-emergiu no país, em 1986, e até 2007, foram oficialmente 

notificados 4.559.812 casos da doença, com 493 mortes (Coelho et al. 2008).  Só o Estado do Rio de Janeiro 

contribuiu com cerca de 17% do número de casos no mesmo período (SESDEC-RJ 2009).  A Figura 1 

apresenta a série histórica do número de casos e óbitos por dengue no Brasil desde 1980. 

Depois do surto epidêmico, rapidamente contido, provocado pela introdução de DENV-1 e 

DENV-4 em Roraima, em 1981, o DENV-1 foi o único agente etiológico a circular no país até 1990.  Nesse 

ano foi detectado o DENV-2, que ocasionou manifestações hemorrágicas importantes da doença (Nogueira 

et al. 1999, Schatzmayr 2000).  A introdução do DENV-3 resultou em uma grande epidemia de dengue no 

Brasil, em 2002, com quase 800 mil notificações, correspondendo a cerca de 80% dos casos das Américas 

naquele ano.  O DENV-3 havia sido detectado um ano antes (Nogueira et al. 2001).  Nos anos seguintes, o 

vírus se espalhou pelo país causando importantes epidemias.  Em 2007, o DENV-3 foi responsável por 81% 

dos casos da doença, de forma que até metade daquele ano já havia quase mil casos de dengue 

hemorrágica, dos quais cerca de 10% foi a óbito (Coelho et al. 2008).  Em 2008, o Estado do Rio de Janeiro 

sofreu a maior epidemia de dengue da história, com mais de 248 mil casos registrados da doença (SESDEC-

RJ 2009).  O país vive no momento uma nova expansão do DENV-2, que começa a predominar em vários 

estados. 
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Figura 1 – Casos de dengue e óbitos relacionados à febre hemorrágica de dengue no Brasil.  Fontes: casos 
confirmados autóctones - série histórica de 1980 a 2007, SES/SP, dados atualizados em 14/11/2008.  Ano de 2008, 
planilha simplificada SESs/UF, atualizado em 26/12/2008.  Óbitos por febre hemorrágica de dengue - série histórica de 
1990 a 2006, planilha paralela SES, dados atualizados em 26/12/2008.  Todos os dados estão disponíveis na página 
web da Secretaria de Vigilância em Saúde [HTTP://www.saude.gov.br/svs]. 
 

 

Com relação à febre amarela urbana, o primeiro registro de uma epidemia no Brasil data de 

1685, na cidade do Recife (PE).  Nos anos seguintes, até 1692, a febre amarela atingiu a Bahia, provocando 

muitas mortes.  Registros subsequentes só existem em meados do século XIX, quando várias províncias 

distantes do litoral foram atingidas, chegando até o Planalto Central.  Desde então, o Rio de Janeiro 

enfrentou as epidemias mais graves da doença registradas no país, nos anos de 1850 e de 1928-29.  Em 

1901, o Ae. aegypti foi considerado o único vetor da doença nas Américas.  No entanto, em 1932, foi relatada 

uma epidemia em Vale do Canaã (ES), onde se reconheceu pela primeira vez o ciclo silvestre da doença, na 

ausência de Ae. aegypti (Franco 1976). 

Houve intensa vacinação nas duas primeiras décadas do século XX que, associada a 

campanhas de controle do vetor, erradicaram a febre amarela urbana do país.  Apesar da febre amarela 

silvestre não ter sido erradicada, o ciclo silvestre se manteve sob controle através da vacinação compulsória 

de habitantes e transeuntes de áreas endêmicas.  Nestas áreas, têm ocorrido pequenas epidemias 

esporádicas, principalmente durante as estações chuvosas, com picos a cada 7-10 anos (Monath 1999).  Os 

últimos casos de febre amarela urbana no país foram notificados em 1942, em Sena Madureira, AC (Nobre et 

al. 2009).  Desde então só têm sido registrados casos silvestres da doença.  A Figura 2 mostra que, no 

período entre 1980 e 2005, foram confirmados 642 casos de febre amarela, com 332 óbitos, representando 

uma taxa de letalidade de 51,7% no período. 
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Figura 2 – Casos de febre amarela urbana e óbitos relacionados à doença no Brasil.  Série histórica de 1990 a 2007.  

Fonte: MS/SVS, SES e SINAN.  Dados de 2008 atualizados em 08/01/2009.  Dados disponíveis no portal web da 

Secretaria de Vigilância em Saúde [HTTP://www.saude.gov.br/svs]. 

 

 

A dispersão e o aumento da densidade de populações de Ae. aegypti em áreas urbanas e 

semi-rurais têm ocorrido em paralelo com a disseminação de Aedes albopictus (Skuse) no país.  O nicho 

ecológico desta espécie favorece a transferência entre o ciclo silvestre de arboviroses e o ciclo urbano 

(Lourenco-de-Oliveira et al. 2004b).  A esses fatores somam-se condições precárias de moradia, deficiência 

na educação sanitária da população e outros problemas sócio-políticos das grandes cidades brasileiras.  A 

comunidade científica tem lançado vários alarmes sobre a forte tendência de re-urbanização da febre 

amarela no país (Massad et al. 2003, Codeco et al. 2004, Lourenco-de-Oliveira et al. 2004a,b). 

Existem várias outras arboviroses associadas a ciclos silváticos, podendo provocar febre e 

quadros agudos de encefalite no homem.  O Ae. aegypti é susceptível a vários arbovírus silvestres, 

endêmicos na América do Sul.  Citam-se como principais exemplos de importância sanitária no Brasil a Febre 

Mayaro (vírus MAY, Alphavirus, Togaviridae) e a encefalite equina venezuelana (vírus EEV, Alphavirus, 

Togaviridae) (Forattini 2002).  Mais recentemente, a possibilidade da entrada do vírus da febre do Nilo 

ocidental, através de aves migratórias, tem chamado a atenção das autoridades sanitárias, uma vez que o 

Ae. aegypti pode participar do ciclo desta doença (Franco 1976, Turell et al. 2001, Holick et al. 2002).  Tal 
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como ocorre com a urbanização da febre amarela, o homem contaminado no campo pode domiciliar estas 

infecções, uma vez que exista um vetor potencial em abundância.  Frente a esta situação, o controle das 

populações de Ae. aegypti é fundamental enquanto medida de saúde pública. 

 

1.2. Uso de inseticidas no combate ao Aedes aegypti no Brasil 

As primeiras medidas de controle de Ae. aegypti no Brasil estão diretamente relacionadas às 

tentativas de combate à febre amarela, desde o início do século XX (Braga & Valle 2007a).  No final da 

década de 1950, vários países da América Latina, incluindo o Brasil, foram declarados livres de infestação 

pelo Ae. aegypti.  A erradicação deveu-se a ações, em caráter militar, de eliminação de focos e uso de 

DDT(Dicloro-Difenil-Tricloroetano), inseticida recém descoberto.  Com a ausência de registros de febre 

amarela urbana, o mosquito deixou de ser considerado um problema de saúde pública no país.  Contudo, no 

final da década de 1960, o Prof Leônidas Deane, então no Instituto Evandro Chagas, no Pará, identificou um 

espécime de Ae. aegypti encontrado em Belém (Franco 1976). 

Algumas medidas emergenciais foram tomadas, mas depois de inspeção mais cuidadosa, 

constatou-se que o mosquito já se havia disseminado por toda a cidade e por diversas localidades do interior, 

indicando que a re-infestação não era tão recente. Além disso, ensaios biológicos sugeriam que uma nova 

população do vetor havia se instalado, uma vez que o mosquito exibia resistência ao DDT, tal qual as 

populações encontradas na Guiana Francesa e no Suriname, sua provável procedência (Franco 1976).  A 

partir de então, iniciou-se o uso dos organofosforados (OPs) temephos e fention, respectivamente para o 

controle de larvas e adultos.  Ainda assim, naquele período deu-se maior ênfase à profilaxia da febre 

amarela, preferencialmente por imunização em massa, e o combate ao vetor ficou em segundo plano.  

Naquele momento, e também com a dengue uma década depois, o combate ao Ae. aegypti não foi 

considerado o meio mais viável, barato e eficiente de controle da doença, bem como de bloqueio ao 

aparecimento de outras endemias.  A explosão dos casos de dengue na década de 1980 provavelmente 

refletiu a falta de controle das populações de Ae. aegypti. 

Desde a re-infestação do país por Ae. aegypti, várias estratégias de controle foram utilizadas, 

todas mal sucedidas, principalmente devido à escolha inapropriada de determinados inseticidas e à pouca 

participação da sociedade na eliminação de criadouros do vetor (Lourenco-de-Oliveira et al. 2004a).  Em 

1998 foram oficialmente iniciadas as discussões sobre a necessidade de avaliação da susceptibilidade dos 

vetores aos inseticidas no país, dando origem à criação, em 1999, da Rede Nacional de Monitoramento da 

Resistência de Aedes aegypti a Inseticidas (MoReNAa), sob coordenação da Funasa (Braga & Valle 2007b).  

Frente ao diagnóstico de resistência ao temephos de várias populações do vetor, já a partir de 2000 novas 

estratégias de controle foram adotadas.  A primeira medida implementada foi a substituição de OPs pelos 

piretróides cipermetrina e deltametrina no controle de adultos, visando diminuir a pressão seletiva sobre o 

vetor pelo emprego da mesma classe de inseticida nas diferentes fases de desenvolvimento (Braga & Valle 

2007b).  Com isto pretendia-se retardar a seleção de indivíduos resistentes (Ferrari 1996).  Neste mesmo 
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ano, o larvicida temephos foi também substituído, em alguns municípios, por Bti (Bacillus thuringiensis var. 

israelensis), um biolarvicida (Lima et al. 2003). 

Em 2002, quando já havia sido admitida a impossibilidade de erradicação do vetor, foi criado o 

Programa Nacional de Controle da Dengue (PNCD), vigente até os dias atuais, que elaborou estratégias 

permanentes de controle, visando o aumento da participação popular e o fortalecimento da vigilância 

epidemiológica, entre outros (Braga & Valle 2007b).  Em 2003 foi criada a Secretaria de Vigilância em Saúde 

(SVS), órgão diretamente ligado ao Ministério da Saúde, que passou a coordenar todas as ações de 

prevenção e controle de doenças, incluindo o PNCD (MS 2004).  Apesar dos esforços, até 2004, Ae. aegypti 

já estava presente em 3.794 municípios (SVS 2004).  Resistência ao temephos (Lima et al. 2003, Macoris et 

al. 2003, Braga et al. 2004, Montella et al. 2007) e aos piretróides cipermetrina e deltametrina (Da-Cunha et 

al. 2005, Montella et al. 2007) têm sido detectadas em várias populações desse vetor. 

 

1.2.1. DDT, piretróides e organofosforados 

Os principais inseticidas utilizados em saúde pública estão divididos em quatro classes: 

organoclorados, organofosforados, carbamatos e piretróides.  Todos estes compostos atuam no sistema 

nervoso do inseto, levando-o à morte.  Frente ao problema da resistência aos inseticidas “clássicos” e de 

pressões por produtos menos nocivos ao meio-ambiente, os biolarvicidas e os Reguladores do 

Desenvolvimento de Insetos começam a ser indicados contra larvas de mosquitos e, inclusive, para uso em 

água potável (Martins et al. 2008, Belinato et al. 2009).  Contudo, o uso dos inseticidas clássicos deverá 

provavelmente perdurar por muito tempo, devido à sua ação imediata, facilidade de aplicação e baixo custo 

(Zaim & Guillet 2002).  A estrutura química de um exemplar de cada uma das principais classes de inseticida 

utilizado em saúde pública está apresentada na Figura 3.   

Compostos organofosforados (OPs) são aqueles derivados do ácido fosfórico, desenvolvidos a 

partir de 1937.  Neste período surgiram os compostos clássicos como tetraetil-pirofosfato (TEPP) e parathion, 

entre outros mais voláteis, que foram inclusive utilizados como produtos químicos na segunda grande guerra.  

Grande parte dos OPs conhecidos entrou no mercado em meados da década de 1960 (Casida & Quistad 

1998).  Os inseticidas deste grupo são classificados em três categorias, de acordo com sua natureza 

química: os alifáticos (malathion, vapona, vidrin etc.), os aromáticos (etil e metil parathion, fenitrothion, 

temephos etc.) e os heterocíclicos (clorpirifos, clorpirifos-metil etc) (Palchick 1996, Ware & Whitacre 2004).  O 

temephos foi registrado nos EUA em 1965, e até recentemente era um dos poucos larvicidas de ação 

neurotóxica recomendado pela OMS para o controle de mosquitos em água potável (Braga & Valle 2007b).  

Os OPs têm como alvo a enzima Acetilcolinesterase nas sinapses colinérgicas (Hemingway & Ranson 2000). 

O organoclorado DDT afeta principalmente os nervos periféricos, de forma que exposição ao 

composto leva o inseto à paralisia seguida de morte.  Já os piretróides afetam ambos os nervos periféricos e 

centrais, com efeitos similares aos provocados pelo DDT, porém mais pronunciados e em menos tempo 

(Davies et al. 2007a,b).  Como discutido detalhadamente adiante, DDT e piretróides têm afinidade pela 

mesma molécula do sistema nervoso central do inseto: o canal de sódio regulado por voltagem (NaV).  A 
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interação destes compostos com o NaV provocam no inseto efeito conhecido por knockdown, que consiste de 

espasmos involuntários, culminando em paralisia subletal que, sob exposição contínua ao inseticida, leva-o à 

morte. 

Os organoclorados dominaram o mercado de inseticidas durante muitos anos e foram 

intensamente usados entre as décadas de 1940 e 1960 em programas de controle de malária, com bastante 

sucesso.  Porém, a partir dos anos 1970, começaram a sofrer restrições de uso pelas autoridades sanitárias 

de vários países, devido às suspeitas de efeitos tóxicos às pessoas e ao ambiente (Beaty & Marquardt 1996).  

Em função disto, a Organização Mundial de Saúde (OMS) organizou um comitê para rever a literatura sobre 

o assunto. No entanto, este grupo não encontrou justificativas toxicológicas ou epidemiológicas convincentes 

acerca dos efeitos adversos da exposição do DDT para controle de vetores.  Mesmo assim, sugeriu-se que 

os países que ainda usavam o produto fizessem a substituição por outros inseticidas (OMS 1995).  

Recentemente, a OMS reconsiderou o uso de DDT como principal agente intradomiciliar no controle de 

malária não apenas em áreas epidêmicas, mas também nas regiões sob constante e alta transmissão da 

doença (OMS 2006).  No Brasil, em 1985, o DDT foi banido da agricultura, mas permaneceu liberado para o 

controle de vetores, sendo também proibido para este fim somente em 1994, pela Fundação Nacional de 

Saúde.  A partir do ano seguinte, foi proibido o uso de DDT no país (Ferreira et al. 2004). 

Os piretróides formam atualmente a classe mais utilizada de inseticidas neurotóxicos.  São 

análogos sintéticos do ácido crisantêmico (tipo I) e do ácido pirétrico (tipo II), encontrados nas flores do 

Chrisanthemum cinerafolis (Davies et al. 2007b).  Estruturalmente os piretróides tipo I e II se diferenciam, 

respectivamente, pela presença ou ausência do grupamento alfa-ciano (Du et al. 2008). A produção 

comercial de piretrinas extraídas do crisântemo começou em meados do século XIX.  Contudo, somente no 

início da década de 1970 foram desenvolvidos compostos fotoestáveis, com alta atividade inseticida, baixa 

toxicidade aos mamíferos e persistência limitada nos solos.  Os primeiros a serem comercializados foram 

permetrina, cipermetrina e deltametrina, este último o inseticida mais ativo que se conhecia até aquela época.  

Nos anos seguintes foram desenvolvidos compostos mais eficazes e também ativos contra ácaros e 

carrapatos.  Em 1996, cerca de 1,5 bilhões de dólares foram gastos com o consumo de piretróide em 

agricultura, pecuária, proteção animal e saúde humana em todo o mundo (Davies et al. 2007b). 

Os primeiros casos de resistência cruzada entre DDT e piretróides foram registrados já em 

meados da década de 1970 em populações de Musca domestica na Europa.  Até 1980, já haviam sido 

identificadas mais de 200 espécies com resistência cruzada entre esses compostos (Davies et al. 2008).  

Percebeu-se a necessidade de investigar o fenômeno a fim de tentar contorná-lo.  Há perspectivas de que 

estudos de modelamento in silico do NaV, identificando os principais sítios importantes na interação de 

piretróides e DDT com o canal, têm o potencial de orientar a síntese de novos compostos mais eficazes e, ao 

mesmo tempo, mais específicos para determinadas espécies (Davies et al. 2008).  A disseminação do uso de 

mosquiteiros impregnados com piretróides e o incentivo à utilização de DDT em alguns casos, principalmente 

para combate à malária na África, impulsionam estes estudos (Hougard et al. 2003). 
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Figura 3 – Fórmula química estrutural de um representante das quatro classes principais de inseticidas utilizados em 

saúde pública: organoclorados, organofosforados, carbamatos e piretróides. 

 

 

 

1.3. Resistência a inseticidas 

A resistência aos inseticidas pode ser funcionalmente definida como a habilidade de uma 

população de insetos de sobreviver a doses de um determinado composto tóxico, letais à maioria dos 

indivíduos de uma linhagem susceptível da mesma espécie (Beaty & Marquardt 1996).  A resistência tem 

como base a variabilidade genética de populações naturais, a partir da qual, por pressão do inseticida, 

determinados fenótipos podem ser selecionados e, consequentemente, aumentarem em frequência.  A 

resistência de uma população a determinado composto pode ser avaliada através de ensaios de laboratório e 

de campo. 

A OMS recomenda bioensaios destinados a detectar e a quantificar a resistência aos 

inseticidas.  A susceptibilidade a piretróides de Ae. aegypti adultos é hoje avaliada no país através de 

ensaios do tipo “dose-diagnóstica”.  Estes consistem na exposição de fêmeas de uma população a uma 

determinada dose, suficiente para matar todos os indivíduos expostos de uma população controle, 

susceptível.  Mortalidade inferior a 80% nestes casos indica resistência da população testada.  Já para 

quantificação da resistência, os indivíduos são expostos a uma série de concentrações do inseticida, por 
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meio das quais são definidas as concentrações letais (para 50 ou 95%, respectivamente CL50 ou CL95, da 

população analisada).  A razão entre uma determinada CL e aquela equivalente da população susceptível 

(controle) é conhecida como Razão de Resistência (RR) (OMS 1981).  No Brasil encontra-se em discussão a 

aplicação de ensaios quantitativos para avaliação da resistência a piretróides de Ae. aegypti adultos.  No 

caso de larvicidas (diferentemente dos piretróides, que são usados no país apenas como adulticidas), 

atualmente no Brasil considera-se que, quando a RR é superior a 3, o controle em campo com aquele 

inseticida está comprometido - e recomenda-se substituição.  Este critério tem sido adotado recentemente no 

controle de Ae. aegypti por OPs (SVS 2006). 

A resistência a um inseticida pode resultar da seleção de um ou vários mecanismos.  Para 

tentar elucidar a natureza da resistência, muitos trabalhos têm sido feitos com a seleção, em laboratório, de 

linhagens resistentes (Kumar et al. 2002, Paeoporn et al. 2003, Rodriguez et al. 2003, Saavedra-Rodriguez et 

al. 2007, Chang et al. 2009).  Com a disponibilidade de ferramentas moleculares, tem sido usada também 

outras estratégias de estudo, onde moléculas alteradas são expressas em sistemas-modelo e o efeito do 

inseticida, avaliado.  Esta abordagem tem sido usada para a determinação de mutações no sítio-alvo do 

piretróide relacionadas à resistência (Smith et al. 1997). 

Independente do caráter mono ou polifatorial da resistência, este fenômeno pode ser 

didaticamente dividido em categorias.  A primeira pode ser chamada de resistência comportamental: o inseto 

passa a simplesmente evitar o contato com o inseticida, através de mudanças de comportamento, que 

podem estar ligadas a fatores genéticos (Sparks et al. 1989).  Uma vez que os piretróides também 

apresentam efeito de repelência, é possível que seu uso selecione este tipo de resistência.  Entre os 

artrópodes estudados em relação à resistência por alteração comportamental, os mosquitos constituem a 

maior parcela (Lockwood et al. 1984).  Existem relatos de que mosquitos anofelinos (vetores de malária) da 

região Amazônica tinham o hábito de repousar nas paredes das casas após a hematofagia, passando a não 

mais fazê-lo quando estas estavam impregnadas com inseticida (Roberts & Alecrim 1991).  Estudos neste 

sentido para populações de Ae. aegypti, infelizmente, não têm sido realizados. 

Acredita-se que determinadas alterações na cutícula reduzam a taxa de penetração do 

inseticida e que estes efeitos sejam inespecíficos, podendo produzir resistência a uma série de xenobióticos, 

mecanismo de resistência conhecido por penetração reduzida do inseticida.  Este mecanismo provavelmente 

não confere altos níveis de resistência, mas pode interagir de forma sinérgica com outros.  Não se conhece 

ainda relatos dos processos fisiológicos ou dos mecanismos moleculares que governam este tipo de 

resistência (Raymond et al. 1989, Scott 1995). 

Uma das principais formas de resistência se dá pelo metabolismo dos inseticidas, gerando o 

que se conhece como resistência metabólica.  Enzimas que são naturalmente detoxificantes podem ter sua 

atividade aumentada.  Entre as enzimas responsáveis pela resistência metabólica, as mais conhecidas são 

as Oxigenases de função mista (OFM ou P450), as Esterases e as Glutationa-S-transferases (GST) 

(Hemingway & Ranson 2000, ffrench-Constant et al. 2004).  A resistência metabólica é bastante plástica, 
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uma vez que estas enzimas têm funções parcialmente redundantes.  Adicionalmente, em todos os casos 

estas enzimas são codificadas por super-famílias gênicas (Ranson et al. 2002). 

A resistência metabólica está associada a alterações quantitativas e/ou qualitativas das 

enzimas e dos genes que as codificam (ffrench-Constant et al. 2004, Hemingway et al. 2004).  No primeiro 

caso verifica-se aumento do número de moléculas de determinadas enzimas, enquanto mudanças 

qualitativas estão relacionadas à maior afinidade pelo substrato ou à maior velocidade catalítica.  Por 

exemplo, mutações na região codificante do gene de uma determinada enzima podem levar a um aumento 

da eficiência catalítica sobre um composto específico.  Este é o caso da enzima Malaoxonase (ou Malaoxon 

esterase), a variação de uma Esterase que degrada o organofosforado malaoxon, em mosquitos dos gêneros 

Culex (Whyard et al. 1995) e Anopheles (Karunaratne et al. 2001).  Pode também haver amplificação gênica, 

de modo que uma região contendo genes de enzimas detoxificantes seja duplicada no genoma.  Desta forma 

pode ocorrer maior produção de enzimas.  Para este caso também são citadas as Esterases: o super locus 

ester, que abriga vários genes desta classe, pode ser duplicado, resultando em maor produção destas 

enzimas (Guillemaud et al. 1997, 1999).  Também pode haver superexpressão sem amplificação gênica 

concomitante.  Um exemplo ocorre com Drosophila melanogaster, que, devido à seleção da inserção de um 

elemento de transposição no promotor de um gene Oxidase de função mista (OFM ou Monoxigenase P450), 

tem sua expressão muito aumentada (Chung et al. 2007).  Em suma, em se tratando de resistência 

metabólica, distintos mecanismos moleculares podem ser selecionados para o mesmo efeito, que 

essencialmente significa maior atividade na detoxificação dos inseticidas. 

Enzimas que detoxificam xenobióticos têm papel importante na resistência de populações 

brasileiras de Ae. aegypti.  Como discutido acima, a detecção de resistência aos organofosforados no país 

em 1999 resultou na substituição dos adulticidas por compostos piretróides.  No entanto, em curto período de 

tempo foram diagnosticadas populações resistentes também aos piretróides.  Estas populações já possuíam 

um nível de Esterases elevado, o que sugeria sua participação na resistência ao temephos.  É provável ainda 

que, em algum nível, alterações no perfil de expressão destas enzimas possam conferir resistência cruzada 

aos piretróides.  Além das Esterases, foi detectado aumento da expressão de GST nas populações 

brasileiras deste vetor, a partir da implementação dos piretróides (Montella et al. 2007). 

A modificação do sítio-alvo é outro mecanismo de resistência importante.  Os inseticidas 

clássicos têm como alvo final, diferentes moléculas do sistema nervoso central: a enzima Acetilcolinesterase 

(para OPs e carbamatos), os receptores de ácido γ-amino-butírico (para ciclodienos) e o canal de sódio (para 

DDT e piretróides).  Indivíduos resistentes apresentam moléculas-alvo ainda funcionais, porém com menor 

ou nenhuma afinidade pelo inseticida.  No entanto, pouquíssimas mutações são observadas nestas 

moléculas porque, como participam de processos fisiológicos extremamente importantes, a viabilidade de 

seus portadores quase sempre é comprometida (ffrench-Constant et al. 1998, Raymond et al. 2001). 
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1.4. Canal de sódio regulado por voltagem: a molécula-alvo de piretróides e DDT 

No início da década de 1950, ou seja, poucos anos após o início da utilização do DDT como 

inseticida, foram descritas linhagens de moscas domésticas resistentes.  Estes insetos, ao serem expostos 

ao DDT, ou não sofriam paralisia seguida de morte (knockdown) ou apresentavam uma paralisia 

momentânea seguida de total recuperação locomotora.  O fenótipo ficou conhecido como kdr (do inglês, 

knockdown resistance) (Busvine 1951, Harris 1951, Milani 1954).  Desde a introdução dos piretróides, foram 

observados insetos resistentes exibindo o fenótipo kdr, por pressão seletiva exercida pelo DDT, 

caracterizando-se em resistência cruzada entre estes compostos (Hemingway & Ranson 2000).  O 

mecanismo de resistência kdr ocorre devido a uma redução na sensibilidade do alvo ao inseticida, de 10 a 20 

vezes.  Linhagens kdr de algumas espécies podem ter aumento de até 100X na resistência, efeito que é 

denominado super-kdr.  Os alelos que conferem resistência kdr e super-kdr são recessivos e podem persistir 

em baixos níveis na população (Davies et al. 2007a). 

Cerca de três décadas após a identificação do efeito kdr, estudos eletrofisiológicos em células 

ou tecidos neuronais sugeriram que os sítios de ação dos piretróides seriam os canais de sódio dependentes 

de voltagem (NaV).  Estes trabalhos indicavam que a resistência cruzada entre piretróides e DDT poderia 

estar relacionada a este canal (Pauron et al. 1989).  Paralelamente, foi clonado e sequenciado o gene 

paralytic (para) de D. melanogaster, que está no locus ligado a alterações de comportamento e paralisia a 

altas temperaturas semelhantes àquelas produzidas por piretróides e DDT (knockdown) (Loughney et al. 

1989).  Comparações com sequências de vertebrados revelaram que para é homólogo a genes codificantes 

de NaV (Loughney & Ganetzky 1989).  Em seguida, ficou também evidenciado em uma linhagem de moscas 

domésticas resistentes ao DDT, que o locus homólogo ao para estava fortemente ligado ao fenótipo kdr 

(Williamson et al. 1993) (Kniple et al. 1994).  Esta evidência se estendeu a outras espécies de insetos pragas 

ou vetores, entre elas a mosca do chifre Haematobia irritans (McDonald & Schmidt 1987), a praga do tabaco 

Heliothis virescens (Taylor et al. 1993), a barata Blatella germanica (Dong & Scott 1994) e o mosquito Ae. 

aegypti (Severson et al. 1997). 

Os canais de sódio são alvos efetivos para uma variedade de neurotoxinas produzidas por 

plantas e animais, como estratégia de defesa contra predação.  São também alvos de várias toxinas e 

fármacos aplicados aos mamíferos, de forma que muitos estudos já vinham sendo conduzidos na tentativa de 

elucidar aspectos biofísicos e bioquímicos de seu funcionamento (Goldin 2003b).  A descoberta de que 

alterações neste canal resultam em resistência ao inseticida mais usado no passado e aos que atualmente 

apresentam melhor desempenho, tem colaborado para grandes avanços no conhecimento do canal de sódio 

(ffrench-Constant et al. 1998). 

Até o momento conhece-se apenas o NaV como a molécula-alvo dos piretróides e DDT.  Foi 

visto que, em baratas, piretróides do tipo II podem interagir com a subunidade de outro canal, o receptor de 

GABA (que é o alvo principal dos organoclorados da classe do dieldrin).  No entanto, esta interação não foi 

considerada toxicologicamente importante (Soderlund & Bloomquist 1989). 
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1.5. Estrutura, função e evolução do canal de sódio nos invertebrados 

A membrana da maioria das células é polarizada.  Isto porque, em relação ao meio 

extracelular, mantém K+ em alta concentração e Na+ em baixa, através de transporte ativo por meio de 

bombas Na+/ K+ -ATPase.  A membrana de todas as células excitáveis (neurônios, miócitos, células 

endócrinas e célula-ovo) possui canais iônicos regulados por voltagem, responsáveis pela geração de 

potenciais de ação.  Estas células respondem a mudanças no potencial da membrana, aumentando a 

permeabilidade específica a determinados íons, em intervalos da ordem de milissegundos (Randal et al. 

2000, Alberts et al. 2002). 

Os canais de sódio regulados por voltagem (NaV) são proteínas transmembranares 

responsáveis pela fase inicial do potencial de ação em células eletricamente excitáveis (Catterall 2000).  São 

membros de uma superfamília que inclui também os canais de Ca+2 (CaV) e de K+ (KV) dependentes de 

voltagem (Jan & Jan 1992).  Os NaV e os CaV são compostos por quadro domínios homólogos e os KV, de um 

tetrâmero com domínio único.  A rota evolutiva proposta assume que os CaV evoluíram dos KV por duplicação 

gênica, durante a evolução dos eucariotos multicelulares.  Já os NaV teriam evoluído a partir de uma família 

ancestral dos CaV (família CaV3) (Spafford et al. 1999).  De acordo, os quatro domínios do NaV são mais 

similares aos domínios do CaV do que entre eles próprios (Strong et al. 1993). 

No momento ainda não há consenso na literatura sobre a nomenclatura para o canal de sódio, 

seu gene e suas variações.  Em nossos trabalhos, temos adotado a convenção proposta por Goldin et al. 

(2000b), baseada em sistema numérico de classificação, de acordo com a similaridade de sequência de 

aminoácidos.  Estas orientações já vinham sendo seguidas para os canais de K+ (Chandy & Gutman 1993b) 

e Ca++ (Chandy & Gutman 1993a, Ertel et al. 2000).  Resumidamente, neste sistema, o nome de um canal 

consiste do símbolo químico (Na) com a inicial do principal regulador fisiológico (no caso, voltagem) subscrito 

(NaV).  Como os canais de sódio pertencem a uma única família, segue-se um número, que indica a 

subfamília (NaV1), acrescido de um ponto e de um segundo número, que identifica o canal (Nav1.1).  Este 

último refere-se à ordem de identificação de cada gene.  Variantes geradas por splicing alternativo recebem 

ainda uma letra em minúsculo (NaV1.1a) (Goldin et al. 2000a).  Referências à espécie precedem o símbolo 

Nav e são feitas com as iniciais do gênero e do termo específico.  Toda a grafia deve estar em itálico.  

Exemplo: gene do canal de sódio de Aedes aegypti – AaNaV. 

Um potencial de ação é iniciado pela despolarização da membrana plasmática, que é a 

mudança para um potencial menos negativo.  Um estímulo que cause despolarização em uma região da 

membrana promove a ativação (abertura) dos NaV naquela região.  Este processo permite que íons Na+ 

entrem na célula, despolarizando ainda mais a membrana.  O potencial de ação funciona em retro-

alimentação positiva, ou seja, uma vez iniciado, não necessita de estímulo adicional para continuar.  

Entretanto, um milissegundo após o canal ser ativado, o potencial da membrana ao redor do canal atinge o 

potencial de equilíbrio do Na+, inativando o canal.  Neste estado, o poro do canal continua aberto, porém 

assume conformação que impede a entrada do íon na célula.  Após milissegundos, a membrana é 

repolarizada e o canal se fecha, voltando à sua conformação de repouso (Catterall 1993, Randal et al. 2000, 
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Alberts et al. 2002).  Um esquema, apresentado na recente revisão de Davies et al. (2007b), está reproduzido 

na Figura 4.  O correto funcionamento do NaV é essencial para a transmissão do impulso nervoso; quando o 

processo é interrompido, via ação de um inseticida por exemplo, ocorre paralisia do organismo, levando-o 

eventualmente à morte. 

 

 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figura 4 – Participação do canal de sódio na geração de potencial de ação. O fluido extracelular que banha os axônios 
dos insetos possui elevada [Na+] e baixa [K+]. O oposto ocorre no meio intracelular.  No potencial de descanso (A), a 
membrana do axônio é relativamente permeável ao K+, mas não ao Na+, tornando o meio interno mais negativo que o 
extracelular.  O estímulo nervoso permeabiliza a membrana do axônio ao Na+ devido à abertura dos canais de sódio (B). 
Com isto, o meio intracelular fica transientemente positivo, desencadeando a fase de crescimento do potencial de ação 
(rising phase).  O fechamento ou inativação do canal de sódio (C) é concomitante à saída de K+ pela abertura dos 
canais de potássio, gerando uma fase de decaimento do potencial de ação.  A geração do potencial de ação ocorre 
devido à despolarização sequencial das regiões vizinhas no axônio, resultando em uma onda de despolarização ao 
longo do axônio.  Uma bomba Na+/K+ mantém o gradiente iônico através da membrana (D) e restaura o potencial de 
descanso.  Figura adaptada de Davies et al (2007b). 
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A subunidade α do NaV é a subunidade formadora do poro, sendo funcional por si só. Contudo, 

a cinética de abertura e fechamento do canal dependente de voltagem é modificada por outras subunidades 

(β em mamíferos e TipE em drosófilas) (Catterall et al. 2003).  Em mamíferos são conhecidas as 

subunidades β1, 2, 3 e 4 (Goldin 2003a, Yu & Catterall 2003).  Os sítios receptores de todos os agentes 

farmacológicos que atuam no canal de sódio estão na subunidade α.  Pelo menos seis sítios receptores 

distintos para neurotoxinas e um sítio receptor para anestésicos locais e drogas relacionadas foram 

identificados (Cestele & Catterall 2000).   

Estruturalmente, o NaV está organizado em quatro domínios homólogos (I-IV), cada qual 

contendo seis alfa-hélices transmembranares, denominadas segmentos S1 a S6, e um loop adicional entre 

os segmentos S5 e S6, o P-loop (Figura 5).  Os segmentos S4 são positivamente carregados e sensíveis às 

mudanças na corrente elétrica, de forma que se movem através da membrana para iniciar a ativação do 

canal em resposta à despolarização da membrana.  A pequena região extracelular, de ligação entre os 

segmentos III e IV, funciona como uma “porta de inativação”, dobrando-se para dentro da estrutura do canal 

e bloqueando a entrada de Na+ durante a repolarização da membrana (Narahashi 1992, Catterall et al. 2003, 

Goldin 2003).  Adicionalmente, sabe-se também que os quatro aminoácidos D, E, K e A nos P-loop dos 

domínios I, II, III e IV, respectivamente, são críticos para a sensibilidade ao Na+ (Zhou et al. 2004). 

Os quatro segmentos S5 e S6 formam o poro por onde passa o Na+, sendo os segmentos S1-

S4 a parte do canal sensível à voltagem.  As regiões de ligação entre S5 e S6 (P-loops) formam um filtro 

seletivo ao íon na porta extracelular do poro.  Em resposta à despolarização, o canal sofre uma mudança 

conformacional, permitindo o influxo do Na+ através do poro.  Durante a despolarização, a permeabilidade ao 

Na+ aumenta rapidamente e, em seguida, decai quando o canal passa aos estados inativado e não condutor, 

assim permanecendo até que a membrana seja repolarizada e o canal se feche (Catterall 2000). 

No estado fechado, os sítios de contato do inseticida com o canal estão bloqueados, o que é 

condizente com o fato de que os piretróides e o DDT têm maior afinidade pelo canal aberto, estabilizando-o 

nesta conformação (O'Reilly et al. 2006).  Assim, estes inseticidas inibem a transição do canal de sódio aos 

estados não-condutor e inativado (Davies et al. 2008).  Ao interagirem com o canal, formam uma espécie de 

cunha entre IIS5 e IIIS6, restringindo o movimento das hélices S5 e S6, que formam o poro, e prevenindo o 

fechamento do canal.  Consequentemente, a entrada de Na+ é prolongada, de forma que a mudança estável 

no potencial da membrana faz com que a célula funcione em um estado anormal de hiper-excitabilidade.  A 

amplitude da corrente de Na+ continua sem diminuir até que o nível de hiper-excitabilidade se sobreponha à 

capacidade da célula manter a atividade da bomba de sódio.  Nos insetos, este estado produz um efeito de 

incapacidade subletal, o efeito knockdown, que pode levar à paralisia e morte do inseto (Davies et al. 2007b, 

2008). 

Modelos preditivos do canal sugerem que os sítios de ligação do DDT e piretróides estão 

localizados em uma cavidade longa e estreita, delimitada pelo linker IIS4-S5 e as hélices IIS5-IIIS6, acessível 

aos inseticidas lipofílicos (O'Reilly et al. 2006).  Embora sujeitos a erros, estes modelos corroboram e 

explicam uma série de observações, levantadas na revisão de Davies et al. (2007b): i) os sítios de ligação 
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para os piretróides tipo II (que são os mais potentes) são formados durante a ativação do canal; a ligação dos 

piretróides ao canal é inversamente proporcional à temperatura, o que correlaciona favoravelmente com o 

fato de que temperaturas mais baixas prolongam o tempo de abertura do canal; ii) a ligação do canal ao 

piretróide estabiliza seu estado aberto; iii) piretróides se ligam em uma conformação “estendida”; iv) a ligação 

é dependente da estrutura; v) o DDT ocupa uma área restrita na cavidade de ligação, o que é consistente 

com sua potência inferior a dos piretróides; vi) mutação na posição 918 super-kdr (veja abaixo) tem pouco 

efeito na ligação do DDT; vii) a cavidade de ligação contém vários dos sítios onde mutações relacionadas à 

resistência a piretróides e DDT já foram descritas (linker entre IIS4-S5, hélices IIS5 e IIS6); viii) uma Ile no 

linker entre IIS4-S5 do NaV de mamíferos, em sítio homólogo ao 918 super-kdr de insetos, é responsável, em 

parte, pela baixa sensibilidade dos mamíferos aos piretróides; e ix) outros aminoácidos nestas mesmas 

hélices contribuem para seletividade de insetos e carrapatos àqueles compostos.  Ressalta-se que alguns 

aminoácidos das hélices que possuem os sítios de contato potenciais não são conservados entre artrópodes 

e os demais animais, sugerindo ser esta a grande contribuição à seletividade dos piretróides ao grupo 

(O'Reilly et al. 2006). 

Os genes ortólogos de D. melanogaster e An. gambiae compartilham em média 56-62% de 

identidade; no entanto, o cDNA do NaV destas espécies apresenta 82% de identidade mostrando que são 

genes bastante conservados (Davies et al. 2007a).  A região extrema do C-terminal do NaV é mais variável, 

mas em todos os Diptera é dominada por aminoácidos com radicais de cadeia curta (Gly, Ala, Ser, Pro) ou 

negativos (Asp, Glu), sugerindo uma função conservada neste grupo (Davies et al. 2007a).  Análise 

filogenética da sequência dos genes NaV de várias espécies de Neoptera indicou distâncias genéticas 

condizentes com aquelas estimadas para o tempo de separação entre as diferentes espécies analisadas 

(Davies et al. 2007a).  A Figura 6 apresenta o cladograma resultante desta análise. 

O gene que codifica o canal de sódio de Ae. aegypti (AaNaV) ocupa 293 kb de DNA genômico, 

e se distribui em 33 exons.  O maior transcrito observado, uma ORF de 6.441 pb, codifica 2.147 aminoácidos, 

gerando uma proteína com massa estimada de 241 kDa (Chang et al. 2009).  Comparativamente, a 

sequência genômica do canal de sódio de Anopheles gambiae (AgNaV) também é composta por 33 exons, 

gerando uma proteína com até 2.139 aminoácidos, com massa molecular calculada em 240 kDa (Zhou et al. 

2004, Davies et al. 2007a).  No entanto os introns de AaNaV e AgNaV diferem significativamente em tamanho.  

Foi ainda observada uma inserção não usual de 21 pb localizada entre as regiões de splicing alternativo (ver 

item a seguir) apenas em An. gambiae.  Os outros 32 exons se apresentaram conservados (Davies et al. 

2007a).   
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Figura 5 – Esquema da topologia transmembranar do canal de sódio regulado por voltagem. A - A unidade formadora do poro (subunidade α) consiste de uma única cadeia polipeptídica 
composta por quatro domínios homólogos (I-IV), cada qual com seis segmentos hidrofóbicos (S1-S6).  Os segmentos S5, S6 e a região de ligação entre estes (P-loop) dos quatro domínios se 
juntam, formando um poro central hidrofílico (PD, do inglês pore domain).  Os segmentos S1-S4 de cada domínio formam os quatro domínios sensores de voltagem (VSD, do inglês voltage 
sensing domain).  A ativação dependente de voltagem ocorre devido ao movimento dos quatro segmentos S4, que são carregados positivamente.  O esquema inferior representa dois dos 
quatro VSD e o canal de passagem do Na+ (PD).  Esquema adaptado de Davies et al. (2007b). B – Representação da estrutura terciária do canal. Vermelho: domínios sensores de voltagem; 
amarelo: região de ligação entre S4-S5, ciano: segmento S5, marron: P-loop, azul: segmento S6.  Cadeias laterais dos resíduos importantes na interação com piretróides estão indicadas em 
verde: Met918, Leu925, Thr929 e Leu932.  Extraída de O’Reilly et al (2006). 
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Figura 6 – Cladograma do canal de sódio em Neopteras. Análise filogenética de sequências de cDNA de canais de 
sódio de insetos do grupo dos Neoptera de diferentes ordens: Diptera (Anopheles, Aedes, Culex, Drosophila e Musca), 
Hymenoptera (Apis, Nassonia), Lepidoptera (Bombyx e Heliothis), Coleoptera (Tribolium), Phthiraptera (Pediculus) e 
Blataria (Blatella).  Foram também incluídas sequências de cDNA do canal de sódio de aracnídeos: Mesobuthus 
matensii, Varroa destructor, Boophilus microplus e Sarcoptes scabiei.  Figura extraída de Davies et al. (2007a). 
 

 
 

1.6. Diversidade do canal de sódio 

Uma grande variedade de canais de sódio foi identificada por ensaios eletrofisiológicos, 

purificação e clonagem (Goldin 2001).  Em mamíferos, são conhecidos nove genes da subunidade α do NaV, 

que codificam nove isoformas do canal, com distintas propriedades eletrofisiológicas e diferentes perfis de 

expressão dentre os variados tecidos e etapas do desenvolvimento (Goldin 2002, Yu & Catterall 2003).  

Análise filogenética revela que todos são membros de uma única família, resultante de duplicações gênicas e 

de rearranjos cromossômicos relativamente recentes.  Ao contrário dos NaV, os CaV e os KV possuem pouca 

identidade de sequência protéica e apresentam funções diversas, o que pressupõe duplicações mais antigas 

dos genes que os codificam (Catterall et al. 2003). 

Foi sugerida a existência de duas linhagens evolutivas do NaV em invertebrados, 

representadas, em D. melanogaster, pelos genes para e DSC1 (Spafford et al. 1999).  Contudo, estas duas 

linhagens não correspondem às diferentes linhagens observadas entre os vertebrados (Goldin 2002), e 
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teriam se formado depois da separação entre os dois grupos.  Nos invertebrados, o gene para de D. 

melanogaster e seus ortólogos estão relacionados com a resistência a inseticidas e com alterações do 

comportamento, sendo de fato codificantes para canal de sódio.  Além do DSC1 de D. melanogaster (Salkoff 

et al. 1987), o BSC1, seu homólogo em B. germanica (Liu et al. 2001), havia também sido identificado como 

possível gene de canal de sódio.  Sabe-se que, em B. germanica, o homólogo de para é expresso no cordão 

nervoso e em músculos, enquanto BSC1 aparece em vários tecidos, além destes: intestino, corpo gorduroso 

e ovários (Liu et al. 2001).  Entre as poucas informações existentes sobre estes genes, sabe-se que o DSC1 

contribui para o processamento de informações olfativas em Drosophila (Kulkarni et al. 2002).  Em nenhum 

caso, porém, a localização do DSC1/ BSC1 coincidiu com algum locus de manifestação de resistência a 

inseticidas (Loughney et al. 1989, Salkoff et al. 1997).  Mais recentemente, foi sugerido que DSC1 e BSC1 

representariam, na verdade, o protótipo de uma nova família de Cav, estreitamente relacionada aos NaV e 

CaV conhecidos (Zhou et al. 2004).  Portanto, até o momento está confirmada a existência de apenas um NaV 

funcional nos invertebrados ou, pelo menos, entre os insetos. 

Em sua revisão, Goldin sugere que em invertebrados deveriam existir entre dois e quatro 

genes que codificam canais de sódio (Goldin 2002) e que em insetos a diversidade de sequência encontrada 

seja resultado principalmente de splicing alternativo e de edição de RNA.  De fato, mesmo depois da 

disponibilização do genoma de uma série de insetos, não há menção à duplicidade de genes de canal de 

sódio em uma mesma espécie.  Trabalhos recentes relatam diversidade de sequência de aminoácidos e, 

consequentemente, fisiológica, atribuídas a modificações pós-transcricionais.  Estas modificações parecem 

ser tecido- e estágio-específicas, podendo, inclusive, ter efeito na susceptibilidade a piretróides (Liu et al. 

2004, Song et al. 2004, Sonoda et al. 2008).  Atualmente vários grupos estão empenhados em explorar esta 

diversidade e sua regulação molecular. 

 

1.6.1. Splicing alternativo no gene Nav 

Resumidamente, splicing alternativo é caracterizado quando, durante a transcrição, 

determinados exons são, em algumas situações, removidos junto com os introns.  Este é um mecanismo 

comum para a regulação da expressão gênica e aumento da diversidade protéica em eucariotos, podendo 

ocorrer de diferentes formas.  Exons inteiros podem ser incluídos ou excluídos (exons opcionais), as 

posições do sítio de splicing tanto a 5’ como a 3’ podem ser alteradas ou introns que seriam sujeitos à 

excisão passam a ser retidos.  Há ainda pares de exons mutuamente exclusivos, caracterizados quando dois 

exons nunca estão simultaneamente presentes no mesmo transcrito.  Splicing alternativo também introduz 

variabilidade no tamanho das regiões intracelulares do canal de sódio, que por si só podem ter impacto em 

seu funcionamento (Davies et al. 2007a).  A regulação para a remoção de um ou outro exon pode ser tecido 

e desenvolvimento (tempo) específica.  No contexto da resistência a piretróide é importante conhecer os 

sítios de splicing alternativos, para avaliar se a presença ou ausência de determinados aminoácidos 

comprometem a interação do inseticida com o NaV.  É necessário também investigar a quantidade dos 

transcritos alternativos ao longo do desenvolvimento, e nos diferentes tecidos do inseto. 
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O gene NaV contém exons alternativos e potencialmente sintetiza um grande número de 

diferentes RNAm.  As sequências de aminoácidos destas regiões de splicing, traduzidas a partir de exons 

opcionais, são conservadas e codificam domínios intracelulares do canal, sugerindo importância funcional 

nesta conservação.  Há também exons mutuamente exclusivos que, por outro lado, ocorrem na região 

transmembranar dos domínios II e III (Davies et al. 2007a).  A Figura 7-A apresenta um esquema com a 

compilação da distribuição dos exons alternativos conhecidos nos genes NaV de insetos. 

Em D. melanogaster foram identificados diversos sítios de splicing alternativo, com sete 

regiões opcionais (a, b, e, f, h, i, j) e dois pares de exons mutuamente exclusivos (c/d e k/l) (Figura 7) (Olson 

et al. 2008).  Estes mesmos sítios de splicing alternativo estão conservados no gene NaV de Musca 

domestica (MdNaV) (Lee et al. 2002).  A diversidade de transcritos do NaV geradas por splicing alternativo 

tem sido investigada em insetos de várias ordens, revelando conservação entre os insetos.  Por exemplo, no 

gene do canal de sódio do bicho-da-seda Bombyx mori (BmNaV) foram encontrados os dois pares de exons 

mutuamente exclusivos 19a/19b e 27a/27b (que correspondem, respectivamente, aos pares c/d e k/l das 

moscas), porém com algumas peculiaridades no perfil de expressão ao longo do desenvolvimento (Shao et 

al. 2008).  A complexidade de exons alternativos no gene de canal de sódio tem sido também revelada na 

barata B. germanica (BgNaV) (Liu et al. 2001, Song et al. 2004) e na mariposa Plutella xylostella (PxNaV) 

(Sonoda et al. 2008), entre outros. 

Alguns sítios de splicing alternativo parecem ser conservados entre os insetos e outros 

animais, sugerindo uma origem comum.  A expressão dos exons mutuamente exclusivos c/d e k/l em várias 

espécies (ver Figura 7) potencialmente geraria diferentes variantes (c/k; c/l; d/k; d/l), possibilitando alterações 

nas características funcionais do canal, reguláveis de acordo com o ambiente (Davies et al. 2007a).  No 

entanto, em determinadas espécies alguns exons não foram observados no genoma ou sua expressão não 

foi detectada.  Por exemplo, em relação aos equivalentes do par mutuamente exclusivo c/d de MdNaV e 

DmNaV, somente o exon d foi encontrado no AgNaV e no AaNaV (ver Figura 7).  Da mesma forma, somente o 

exon l (do par mutuamente exclusivo 27 k/l de MdNaV) foi observado no DmNaV, no AgNaV e no AaNaV 

(Davies et al. 2007a, Chang et al. 2009).  O coleoptera Tribolium castaneum também não possui os exons c e 

k, limitando seu repertório à variante d/l (Davies et al. 2007a).  Em Ae. aegypti, foram ainda observados três 

outros exons alternativos não conhecidos em outras espécies: m e n na região de ligação entre os domínios I 

e II; e f’ na região de ligação entre os domínios II e III (Chang et al. 2009). 

Ainda na Figura 7, percebe-se que a presença de três segmentos que sofrem splicing 

alternativo na região intracelular de ligação entre os domínios I-II (exons i, a, b) e II-III (exons e, f, h), aponta 

para um papel modulatório destas regiões.  Davies et al. (2007b) sugerem que estas regiões, intracelulares, 

seriam sítios de fosforilação e, portanto, responsáveis por modular a sensibilidade do canal.  Curiosamente, 

em An. gambiae, a região de splicing e não foi identificada nas sequências de cDNA ou genômica, o que 

pode ter um significado adaptativo. 

Com relação aos exons mutuamente exclusivos c/d, seus aminoácidos são altamente 

conservados, sugerindo função importante.  Compreendem parte da região crítica do sensor de voltagem do 



29 

 

domínio II (IIS4), mais a região de ligação intracelular entre IIS4-S5 e a hélice IIS5.  A ausência de um destes 

exons em algumas espécies pode ter influência direta sobre a resistência a piretróides, já que é nesta região 

que ocorre a mutação super-kdr (M918T), como será discutido adiante. 

Os exons mutuamente exclusivos k/l incluem a região sensível à voltagem do domínio III do 

NaV, tendo portanto potencial relação seletiva com as propriedades de abertura/fechamento do canal (ver 

Figura 7).  As duas variantes de barata, BgNaV1.1a1 (que contém o exon l) e BgNaV1.1b2 (que contém o exon 

k), exibiram diferentes propriedades eletrofisiológicas quando expressas em sistema heterólogo em oócitos 

da rã Xenopus laevis.  A variante BgNaV1.1b foi 100X mais resistente à deltametrina do que a BgNaV1.1a.  

Isto porque neste exon, na posição 1.356 do gene Nav, existe uma Ala que contribui para a baixa 

sensibilidade à deltametrina dos canais BgNaV 1.1b (o aminoácido correspondente no BgNaV 1.1a é Val) (Du 

et al. 2006).  Variações nesta posição também são encontradas entre os Diptera: exon k contém Ser em 

Drosophila e Musca ou Val em mosquitos; exon l contém Val em Drosophila, Ala em Musca ou Cys em 

mosquitos (Davies et al. 2007a). 

1.6.2. Edição de RNA no gene de canal de sódio regulado por voltagem 

A edição de RNA tem papel importante na regulação da diversidade protéica e da expressão 

gênica.  Trabalhos recentes mostram participação da edição de RNA na retirada de exons em sítios de 

splicing alternativo, no antagonismo a RNAi, na modulação do processamento de RNAm e na criação de 

novos exons (para revisão, veja Yang et al. 2008).  O processo mais comum envolve a conversão dos 

nucleotídeos adenosina (A) em inosina (I) no RNA via ação da enzima ADAR (do inglês Adenosine 

deaminase acting on RNA) (Bass 2002, Maas et al. 2003). Está bem aceito que o processo de edição de 

RNA na síntese de proteínas pré-sinápticas e de canais iônicos é fundamental para as funções normais do 

sistema nervoso.  O evento de edição de RNA mais conservado em insetos conhecido até hoje ocorre no 

gene de KV2, observado em insetos de sete ordens distintas, que leva à substituição Ile/Val em sítio 

conservado entre as espécies.  Com relação ao NaV, foi sugerido que edição de RNA seja o principal 

mecanismo regulatório que modula as funções deste canal (Liu et al. 2004).  Trabalho recente mostrou, para 

seis variantes do DmNaV originadas por splicing alternativo, que não houve alteração das propriedades do 

canal de sódio em Drosófila; foi sugerido que o papel principal na modulação das propriedades do canal seria 

exercido pela edição de RNA (Olson et al. 2008).  Dez sítios de edição de RNA A/I foram observados no 

DmNaV, com regulação sugerida ao longo do desenvolvimento (Palladino et al. 2000).  Estes sítios são 

bastante conservados em vários organismos.  Edição do tipo U/C, que é mais frequentemente encontrada em 

mitocôndrias e plastídeos de vegetais superiores, foi também observada no DmNaV e no BgNaV, promovendo 

alterações eletrofisiológicas no canal em ambos os casos (Liu et al. 2004). 

                                                
1 A denominação acima está de acordo com a nomenclatura sugerida por Goldin (2000).  No texto original esta variante 
é apresentada como BgNaV1.1 
2 A denominação acima está de acordo com a nomenclatura sugerida por Goldin (2000).  No texto original esta variante 
é apresentada como BgNaV1.2. 
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Figura 7: Posições onde ocorre splicing alternativo no gene do canal de sódio em insetos. A - Representação geral dos exons alternativos do canal de sódio de insetos. Esquema dos 
domínios I a III do gene Nav representando a disposição dos exons opcionais (laranja ou vermelho) e mutuamente exclusivos (azul).  A região dos segmentos transmembranares (S1-S6) estão 
indicadas pelas barras em preto sob o esquema.  Adaptado de Davies et al. (2007b). B - Diagrama esquemático do canal de sódio de D. melanogaster (DmNaV), indicando a posição dos 
exons alternativos, onde c/d e l/k são exons mutuamente exclusivos e os restantes, opcionais.  Esquema reproduzido de Olson et al. (2008). 
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A edição de RNA deve, portanto, gerar canais com diferentes afinidades a inseticidas.  Como 

exemplo, foi observada edição de RNA no gene que codifica o receptor GABA de D. melanogaster, alterando 

sua sensibilidade ao inseticida piretróide fipronil (Es-Salah et al. 2008).  Deste modo, parece razoável sugerir 

que pode haver seleção para o mecanismo que modula a edição de forma tempo/espaço específica, em 

resposta adaptativa à pressão exercida por inseticidas.  Em Ae. aegypti, contudo, análise recente dos 

transcritos do AaNaV de uma linhagem resistente ao piretróide permetrina, não detectou indícios de edição de 

RNA (Chang et al 2009). 

 

1.7. Mutações no canal de sódio e resistência a piretróide 

A primeira mutação identificada com ligação ao fenótipo kdr foi a substituição de uma 

leucina por uma fenilalanina (Leu1014Phe)3 no segmento S6 do domínio II do gene NaV de M. 

domestica (ver Figura 5) (Ingles et al. 1996).  A partir dessa descoberta, a sequência da região IIS6 

passou a ser estudada em uma série de insetos.  Em muitos, a mesma substituição foi observada.  

Em populações de An. gambiae foram observadas duas mutações no sítio 1014, de Leu para Phe 

ou Ser.  Estas são respectivamente encontradas em populações africanas mais a oeste e mais a 

leste, sendo por isso referidas por alguns autores como mutações w-kdr e e-kdr, de West, oeste e 

East, leste (Pinto et al. 2006).  Nesta mesma posição já foi também observada a mudança para uma 

His, em H. virescens (Park & Taylor 1999). 

Vários estudos identificaram uma série de substituições adicionais.  A maioria está 

localizada na região de ligação dos segmentos S4/ S5 e nos segmentos S5 e S6 do domínio II.  

Uma compilação das substituições observadas no NaV de várias espécies foi recentemente 

apresentada por Davies et al. (2007b) e Dong (2007) (Figura 8). 

É importante destacar que várias mutações aqui mencionadas não estão no sítio de 

ligação do inseticida, mas em regiões que regulam as propriedades de condução do Na+.  Por outro 

lado, é provável que alterações no sítio de ligação do piretróide gerem fenótipo tipo super-kdr, que 

tem efeito bem mais acentuado na resistência (Davies et al. 2007b).  Este efeito foi primeiramente 

percebido também em M. domestica (Williamson et al. 1996) e em seguida na mosca do chifre H. 

irritans (Guerrero et al. 1997).  Nestas espécies, moscas com outra mutação (Met918Thr) além da 

Leu1014Phe apresentaram razão de resistência a piretróides muito maior, ficando a Met918Thr 

conhecida como a mutação super-kdr (Jamroz et al. 1998). Vale ressaltar que esta mutação só é 

encontrada em indivíduos que possuem a Leu1014Phe.  Dessa forma, seus efeitos isolados não 

são conhecidos. 

                                                
3 A numeração indicada se refere à posição da sequência primária de aminoácidos do canal de sódio de M. domestica 
Vssc1, de acordo com convenção (Soderlund & Knipple 2003a). 
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Figura 8: Esquema representativo das posições de ocorrência de mutações no canal de sódio de insetos.  Apenas as mutações com relação confirmada com a resistência a piretróides estão 
indicadas (pontos pretos).  As mutações estão numeradas de acordo com a sequência primária do canal de sódio de M. domestica (M827I, M918T, T929I e L932F), B. germanica (E434K, 
C764K e F1519I), H. virescens (V421M) e V. destructor (L1770P).  Figura extraída da revisão de Dong (2007). 
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A Met918Thr ocorre nos exons mutuamente exclusivos c/d (figura 7-B).  Desta forma, a 

opção por um ou outro exon pode ser fundamental para a resistência a piretróide.  Para que o fenótipo de 

resistência ocorra, é necessário que ambos os exons, “c” e “d”, tenham a mutação.  Alternativamente, se 

apenas um dos exons apresentar a mutação, é necessário então que somente este seja expresso.  Este 

é o caso de M. domestica, espécie na qual o exon c contém um stop codon, de forma que todos os 

transcritos funcionais são derivados somente do exon d (Lee et al. 2002).  Portanto, em M. domestica 

uma mutação no exon d seria suficiente para assegurar que todos os canais de sódio funcionais do 

indivíduo contivessem a Met918Thr (Davies et al. 2007a).  Ou seja, esta mutação, assim como outras no 

mesmo sítio, como a Met918Val em Bemisia tabaci, deve somente ser selecionada em espécies na qual 

splicing alternativo no locus dos exons c/d produza canais funcionais a partir de apenas um destes exons 

exclusivos (Soderlund & Knipple 2003).  Em Apis melifera, Nasonia vitripennis e T. castaneum, um dos 

exons (c ou d) também não é codificado, tal qual em adultos de An. gambiae (apenas o exon d foi 

observado em cDNAs, mesmo o c sendo potencialmente transcrito).  Embora até hoje mutação 

equivalente à super-kdr não tenha sido observada em nenhum mosquito, foi sugerido que a mutação 

Leu932Phe, em associação com a mutação Ile936Val em Culex, possa ser o primeiro exemplo de super 

kdr neste grupo (Davies et al. 2007a). 

Substituições no sítio 929, no domínio IIS5, também têm envolvimento com resistência a 

piretróide.  Na Lepidoptera Plutella xylostella a substituição Thr929Ile, detectada em associação com a 

Leu1014Phe, conferiu maior resistência a piretróides (Schuler et al. 1998).  Na mesma posição, foram 

detectadas as substituições Thr/Cys e/ou Thr/Val na traça Frankliniella occidentalis (Forcioli et al. 2002) e 

na pulga Ctenocephalides felis (Bass et al. 2004).  Ainda nesta posição foi observada a substituição 

Thr/Ile no piolho Pediculus humanus capitis, neste caso acompanhada da mutação Leu932Phe (Lee et al. 

2000).  Embora muitas substituições tenham sido observadas, a relação da maioria com alteração na 

afinidade por DDT ou piretróide é apenas especulativa.  Análises computacionais recentes sugerem 

modelos tridimensionais para a região do poro do canal de sódio de Drosophila, que facilitam a indicação 

de possíveis sítios de interação do canal com outras moléculas, como os piretróides (O'Reilly et al. 2006). 

Em Ae. aegypti a clássica mutação kdr Leu1014Phe não foi observada, diferentemente de 

outros mosquitos dos gêneros Anopheles e Culex.  No domínio II do AaNaV foram reveladas alterações 

em quatro sítios distintos: 923, 982, 1011 e 1016.  Mais recentemente, identificou-se outra substituição, 

no P-loop do domínio IV: Asp1794Tyr (Tabela 1). 

Anteriormente, foi detectada a substituição Ile1011Met em populações do Nordeste e do 

Sudeste do Brasil (Martins 2005).  Na população de Natal (RN), esta substituição esteve em maior 

frequência entre os indivíduos resistentes ao piretróide cipermetrina.  Ensaios eletrofisiológicos 

observaram que indivíduos de Belém (PA), com a substituição Ile1011Met em combinação com a 

Gly923Val e uma população do vetor oriunda do Vietnam com a substituição Leu982Trp apresentaram 

menor sensibilidade a piretróides (Brengues et al. 2003).  Estes mesmos ensaios não revelaram alteração 

em população da Indonésia, com a substituição Val1016Gly (Brengues et al. 2003).  Além da Ile1011Met, 
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outra substituição neste sítio, a Ile1011Val, foi observada em populações da América Latina e da 

Tailândia (Saavedra-Rodriguez et al. 2007, Rajatileka et al. 2008).  Contudo, ensaios de pressão de 

seleção com piretróides indicaram que substituições nesta posição não devem estar relacionadas com a 

resistência a piretróide (Saavedra-Rodriguez et al. 2007).  O sítio 1016 apresentou alterações na América 

Latina, Val1016Ile, e na Ásia, Val1016Gly (Saavedra-Rodriguez et al. 2007, Rajatileka et al. 2008).  

Pressão de seleção em laboratório sobre populações de Cuba e do México elevou drasticamente a 

frequência do alelo 1016Ile em poucas gerações (Saavedra-Rodriguez et al. 2007). 

 

1.8. Justificativa 

Iniciamos no país estudo sobre a diversidade molecular do AaNaV na busca de 

característica diagnóstica que correlacionasse mutação no gene com resistência a piretróide, único 

adulticida usado no país em escala nacional.  Não encontramos a mutação classicamente associada à 

resistência a piretróides, a Leu1014Phe.  Por outro lado, identificamos grande diversidade molecular nas 

populações naturais de Ae. aegypti, e ausência de relação entre os alelos encontrados e resistência a 

piretróide, como tão bem estabelecido para outros mosquitos e insetos.  Fez-se necessário estudar um 

número maior de indivíduos e populações distintas, com diferentes níveis de susceptibilidade ao 

inseticida, na busca da relação entre variantes alélicas do AaNaV e resistência.  Adicionalmente, pressão 

de seleção com inseticida, sob condições controladas no laboratório, nos permitiu avaliar, além da 

dinâmica das frequências alélicas, o efeito da resistência no fitness do inseto ao longo das gerações.  

Embora a literatura recente corrobore nossos novos achados - forte relação entre a mutação Val1016Ile e 

a resistência a piretróide, a segregação dos alelos do AaNaV nas populações naturais tem se mostrado de 

lta complexidade.  Portanto, além do conhecimento das variedades alélicas envolvidas com a resistência, 

é também necessário compreender sua herança e dinâmica evolutiva nas populações. 
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2 – Objetivos 

 

Objetivo geral: estudo da diversidade do gene de canal de sódio em populações brasileiras de Aedes 

aegypti   

 

Objetivos específicos: 

1) Clonagem e sequenciamento da região entre os exons 20 e 21 de indivíduos de cinco 

populações distintas e da cepa referência Rockefeller 

2) Tipagem molecular dos sítios 1011 e 1016 do AaNaV, através de PCR alelo-específica, de 

indivíduos de 15 populações distintas 

3) Correlacionar os alelos mutantes com a resistência, através de comparação de frequência 

dos fenótipos moleculares dos sítios 1011 e 1016 entre indivíduos resistentes e 

susceptíveis, em cinco populações naturais 

4) Investigação de suspeita de duplicação gênica n AaNaV 

5) Estudo através de pressão de seleção em laboratório da influência da resistência a 

piretróide na dinâmica evolutiva de populações de Ae. aegypti.  
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3 – Resultados 

3.1 – Voltage-Gated Sodium Channel Polymorphism and Metabolic Resistance in Pyrethroid-
Resistant Aedes aegypti from Brazil 

 
Trabalho publicado no periódico American Journal of Tropical Medicine and Hygiene.   

Este artigo traz os resultados da nossa primeira incursão na problemática no gene do canal de sódio do 

Aedes aegypti.  A tentativa inicial foi localizar a ocorrência da mutação Leu1014Phe, classicamente 

referida como “a mutação kdr” em mosquitos, moscas e outros insetos.  Não observamos aquela 

mutação, mas apresentamos aqui o primeiro panorama da diversidade alélica da região IIS6 do AaNaV de 

populações brasileiras.  Propusemos uma classificação destes alelos, baseados na ocorrência de 

polimorfismo no íntron da região sequenciada e na presença de uma substituição (Ile/Met) no sítio 1011.  

Tentamos ainda correlacionar os diferentes tipos de sequências observados com a resistência a 

piretróide. 
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3.2 – Frequency of Val1016Ile mutation in the voltage gated sodium channel gene of Aedes aegypti 
Brazilian populations 

 
 

 

Este artigo apresenta a descoberta de mais um alelo do AaNaV em populações brasileiras, através de 

sequenciamento de DNA genômico da região IIS6, correspondendo à substituição de uma valina por uma 

isoleucina no sítio 1016.  É neste texto que apontamos evidências de que a mutação Val1016Ile está 

fortemente relacionada à resistência a piretróides em populações brasileiras de Ae. aegypti.  

 

O trabalho foi publicação no periódico Tropical Medicine & International Health. 
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3.3 – Evidência de Duplicação no Gene de Canal de Sódio Envolvido com a Resistência a Piretróides em 

Aedes aegypti 

Neste artigo sugerimos a ocorrência de duplicação no gene do canal de sódio em Ae. aegypti, 

apresentando uma série de experimentos que corroboram esta hipótese.  Este achado é inédito em 

insetos e outros invertebrados.  O manuscrito está em preparação.  
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Evidência de Duplicação no Gene de Canal de Sódio Envolvido com a Resistência a Piretróides em 

Aedes aegypti 

Running title: Duplication in the AaNaV 

Ademir Jesus Martins1, Jutta Gerlinde Birggitt Linss1, Denise Valle1, Alexandre Afranio Peixoto2 

Laboratório de Fisiologia e Controle de Artrópodes Vetores, Instituto Oswaldo Cruz – FIOCRUZ / 

Laboratório de Entomologia, Instituto de Biologia do Exército 1 and Laboratório de Biologia Molecular de 

Insetos Instituto Oswaldo Cruz – FIOCRUZ2, Av. Brasil 4365, Rio de Janeiro-RJ, 2104-900, Brazil  

 

Resumo 

Mutações no gene do canal de sódio regulado por voltagem (NaV) estão relacionadas à resistência a 

inseticidas da classe dos piretróides e DDT em uma série de insetos.  No mosquito Aedes aegypti, este 

gene apresenta polimorfismo que agrupa as sequências em tipo A ou B, de acordo com a sequência do 

íntron 20 e de apenas duas substituições sinônimas no exon que o antecede. Observamos que mutações 

relativas aos aminoácidos dos sítios 1011 (Ile1011Met) e 1016 (Val1016Ile) apareceram apenas em 

sequências do tipo A. Além disso, as duas mutações não foram observadas na mesma sequência. 

Fenotipagem molecular destes dois sítios por PCR alelo-específica demonstrou que a mutação 

Ile1011Met está amplamente disseminada, mas que a Val1016Ile é quem de fato parece estar 

relacionada à resistência a piretróides em populações brasileiras de Ae. aegypti. Curiosamente, o 

sequenciamento da região do NaV de alguns destes indivíduos, revelou a ocorrência de três haplótipos 

distintos, suscitando a hipótese da ocorrência de um polimorfismo envolvendo uma duplicação gênica 

onde o haplótipo duplicado estaria constituído de uma sequência do tipo B ligada a outra do tipo A com a 

mutação Ile1011Met. Sustentou esta hipótese a observação de excesso de indivíduos “heterozigotos”, a 

ausência de determinados fenótipos moleculares e a tipagem da prole de alguns cruzamentos.  

 

Palavras-chaves: duplicação gênica, mutação kdr, canal de sódio, resistência a inseticida, Aedes aegypti 

 

Introdução 

O DDT logrou grande sucesso em programas de erradicação de vetores e pragas no início da segunda 

metade do século passado. Contudo, seu uso foi abolido em todo o mundo devido a indícios de 

envolvimento com prejuízos ao meio ambiente e à saúde animal e humana [1]. Mesmo assim, devido à 

crescente disseminação da resistência aos inseticidas utilizados contra mosquitos vetores, entre outros 

fatores, a própria OMS recentemente voltou a recomendar o uso do DDT como principal agente 

intradomiciliar para o controle de malária, em regiões epidêmicas e em áreas endêmicas [2]. Os 

piretróides possuem mecanismo de ação semelhante ao DDT e baixo efeito residual no meio ambiente, 

representando atualmente a principal classe de inseticidas utilizada no controle de artrópodes vetores de 

importância médica e veterinária e de pragas agrícolas [3]. 
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O uso do DDT foi responsável pela erradicação do Aedes aegypti, mosquito vetor de dengue e febre 

amarela urbana, em vários países da América Latina na década de 1950 [4]. Depois da reintrodução do 

vetor no continente, organosfosforados e piretróides têm sido utilizados no controle, porém com eficácia 

reduzida devido à resistência de diversas populações a estes compostos. No Brasil, apesar da introdução 

recente de piretróides no controle de Ae. aegypti em escala nacional, várias populações têm sido 

diagnosticadas como resistentes a estes compostos [5,6]. 

Piretróides e DDT agem no sistema nervoso central do inseto, provocando rápidas contrações 

musculares involuntárias, seguidas de paralisia e morte, efeito conhecido como knockdown [7,8]. A 

molécula alvo destes compostos é o canal de sódio regulado por voltagem, composto por quatro 

domínios homólogos (I-IV), cada qual com seis segmentos hidrofóbicos transmembranares (S1-S6) [9]. O 

estudo de mutações no gene do canal de sódio regulado por voltagem (NaV) em insetos tem sido 

intensificado nas duas últimas décadas, contribuindo para o entendimento da dinâmica da resistência a 

DDT e piretróides. Este esforço visa formular estratégias para prolongar o tempo de uso destes 

importantes compostos, como também desenvolver novas drogas cujo alvo seja o canal de sódio [10,11]. 

A maioria das mutações descritas no NaV de insetos que são relevantes para a resistência ocorre na 

região IIS6 do canal, sendo a substituição Leu/Phe no sítio 1014 (de acordo com a sequência primária do 

NaV de Musca domestica) a mais usualmente referida como a mutação kdr (knockdown resistance). 

Algumas revisões recentes sobre mutações no canal de sódio e resistência a DDT e piretróides estão 

disponíveis [1,3,12]. 

Atualmente, estão identificadas algumas mutações entre as regiões IIS5 e IIS6 do gene que codifica o 

canal de sódio de Ae. aegypti (AaNaV): Gly923Val, Leu982Trp, Ile1011Met, Ile1011Val, Val1016Ile e 

Val1016Gly [13–17]. Fora do domínio II, foi observada a substituição Asp1794Tyr, apenas em indivíduos 

portadores da Val1016Gly [18]. A substituição Ile1011Met associada à baixa sensibilidade a piretróides, 

por meio de ensaios eletrofisiológicos [13], teve maior frequência entre indivíduos resistentes de uma 

população natural do Brasil [14]. Contudo, substituições no sítio 1016 (Val/Ile na América do Sul e Central 

e Val/Gly na Tailândia) parecem ser as mais importantes para o efeito kdr em Ae. aegypti [15–17]. 

Em trabalho anterior, destacamos o polimorfismo da região IIS6 do AaNaV de populações brasileiras do 

vetor, dividindo as sequências em duas categorias, A e B, de acordo com características do intron 

presente nesta região; verificamos que apenas sequências A apresentaram a substituição Ile1011Met 

[14]. Aqui aprofundamos a investigação deste polimorfismo. O sequenciamento deste domínio do AaNaV 

e a tipagem, por PCR alelo específica, de populações naturais revelou a presença de três haplótipos em 

alguns indivíduos e a ausência de indivíduos homozigotos para a mutação 1011Met. Estes dados, 

somados aos resultados obtidos em experimentos com cruzamentos, sugerem a presença de duplicação 

deste locus em indivíduos de algumas populações do vetor. O envolvimento deste evento com a 

resistência a piretróides é discutido. 
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Resultados 

Tipagem da região IIS6 do canal de sódio de populações naturais de Ae. aegypti por PCR alelo 

específica. 

A frequência dos alelos do sítio 1011 do AaNaV foi avaliada em 15 localidades distintas no Brasil, para os 

mesmos indivíduos que tiveram o sítio 1016 previamente analisado [15]. O alelo mutante 1011Met só 

esteve ausente das amostras de Boa Vista, RR. Entre as sete localidades em que as amostras foram 

separadas em resistentes e susceptíveis a piretróide, apenas em Campo Grande, MS a frequência alélica 

no sítio 1011 foi diferente entre os dois grupos (Fisher exact test, p = 0.007). Estes dados sugerem que, 

no geral, a mutação no sítio 1011 por si só deve ter pouca influência na resistência a piretróide nas 

populações aqui avaliadas. A tabela 1 mostra a frequência observada nestas populações, entre as nove 

combinações possíveis (fenótipos moleculares), considerando-se os sítios 1011 e 1016. Observamos que 

o fenótipo mais frequente entre os indivíduos resistentes foi 1011 Ile/Ile + 1016 Ile/Ile, ou seja, sem a 

mutação em 1011 e em “homozigose” para a mutação em 1016 (Tabela 1). Isto sugere que a mutação no 

sítio 1016 está mais diretamente ligada à resistência a piretróide, independente das variações no sítio 

1011. Surpreendentemente, não detectamos a mutação 1011Met em “homozigose” em nenhum indivíduo. 

Além disso, a combinação 1011 Ile/Met + 1016 Ile/Ile também não foi observada. Teste de contingência 

revelou uma distribuição não aleatória entre as mutações nos dois sítios, mesmo desconsiderando a 

ausência dos possíveis ”homozigotos” 1011 2 = 84.3; g.l. = 2; p < 0.001). A fim de melhor 

entendermos estes dados, clonamos e sequenciamos a região IIS6 de alguns indivíduos de populações 

naturais. 

 

Sequenciamento da região IIS6 do canal de sódio de Ae. aegypti. 

Sequenciamento confirmou polimorfismo na região IIS6 do AaNaV de cinco populações brasileiras. A 

Figura 1 mostra os haplótipos obtidos, cujas sequências foram submetidas ao GeneBank (accession 

number XXXXXX...). As sequências foram classificadas como A ou B, de acordo com as diferenças 

observadas no intron existente nesta região (ver [14] para maiores detalhes). Observamos a substituição 

Ile1011Met em todas as populações avaliadas, enquanto Val1016Ile não foi detectada nas populações do 

Nordeste (Maceió, AL e Fortaleza, CE). Ambas as mutações só estavam presentes em sequências do 

tipo A. Não foi observada nenhuma sequência com mutação nos dois sítios. Deste modo, foram 

observados apenas quatro haplótipos (1011Ile + A + 1016Val, 1011Ile + A + 1016Ile, 

1011Ile + B + 1016Val e 1011Met + A + 1016Val) entre os oito possíveis considerando-se o tipo de 

sequência (A ou B) e os sítios 1011 (Ile/Met) e 1016 (Val/Ile) (Tabela 2). Além disso, o haplótipo 

1011Met + A + 1016Val só apareceu em indivíduos que possuíam também o haplótipo 

1011Ile + B + 1016Val e seriam, portanto, classificados como “heterozigotos”. De fato, tipagem de 

diversas populações naturais revelou a ausência de indivíduos “homozigotos” para a mutação 1011Met 

(ver acima). Curiosamente alguns indivíduos apresentaram três haplótipos, sendo em todos os casos: 

1011Ile + A + 1016Ile, 1011Ile + B + 1016Val e 1011Met + A + 1016Val (Tabela 2). Vale ressaltar que 
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para os indivíduos sequenciados foram utilizadas fêmeas sem o abdômen para evitar eventual 

amplificação de contaminação por espermatozóides armazenados na espermateca e que nenhuma 

evidência de contaminação foi observada nos controles negativos dos PCRs destes indivíduos. Além 

disso, a última coluna da Tabela 2 apresenta os “genótipos” que seriam esperados através da tipagem 

(ver acima) do intron e dos sítios 1011 e 1016. Em todos os indivíduos testados a tipagem por PCR alelo-

específica confirmou os resultados do sequenciamento (dados não mostrados). 

A existência de três alelos em um único indivíduo sugere a presença de uma duplicação gênica nesta 

região. Contudo, análise das sequências do projeto genoma de Ae. aegypti indicam que a linhagem 

Liverpool apresenta apenas uma cópia do canal de sódio, representada pelo haplótipo 

1011 Ile + B + 1016 Val. Isto sugere que esta duplicação não ocorre em todos os indivíduos desta 

espécie sendo, portanto, um caráter polimórfico. Nas amostras que analisamos, foram detectados 

indivíduos “homozigotos” para os haplótipos 1011Ile + B + 1016Val, 1011Ile + A + 1016Val e 

1011Ile + A + 1016Ile, todos "selvagens" na posição 1011. Contudo, o haplótipo 1011Met + A + 1016Val 

("mutante" na posição 1011) não foi detectado em “homozigose”, mas sempre em associação com o 

haplótipo 1011Ile + B + 1016Val, sugerindo que a duplicação envolva estas variantes (Tabela 2). A Figura 

2 apresenta um esquema dos haplótipos de AaNaV em populações brasileiras segundo esta hipótese. 

Para testá-la, tipamos a prole de alguns cruzamentos de parentais com determinadas combinações. 

 

Cruzamentos para testar a hipótese de duplicação. 

Para testar a hipótese de duplicação realizamos  cruzamentos de indivíduos com fenótipo molecular 

conhecido, determinando as frequências das variantes no sítio 1011 na prole. Inicialmente foi avaliada a 

prole F1 de quatro casais, onde um dos parentais era “selvagem” (1011 Ile/Ile) e o outro “heterozigoto” 

nesta posição (1011 Ile/Met). Tipagem da prole destes casais revelou que a hipótese de duplicação não 

pôde ser rejeitada nas quatro famílias analisadas (Tabela 3). Já nas famílias #3 e #4, o parental portador 

da mutação Met pode ser tanto um heterozigoto para a duplicação (Ile/Ile_Met) ou heterozigoto para 

haplótipos não duplicados, pois cerca de metade dos indivíduos de suas proles era Ile/Ile (Figura 3). 

Sendo assim estes dois últimos cruzamentos não são informativos.  

Contudo, uma vez que toda a prole das famílias #1 e #2 foi diagnosticada como Ile/Met, seu parental 

portador da mutação era necessariamente homozigoto para a duplicação (Ile_Met/Ile_Met) (Figura 3). 

Tipagem da prole F2 de um cruzamento da família #1 (#1.1) e de outro da família 2 (#2.1) revelou 

segregação em proporção aproximada de 3 Ile/Met: 1 Ile/Ile (Tabela 4), reforçando a hipótese da 

duplicação. 

 
Discussão 
Splicing alternativo e edição do RNA são fontes de diversidade no canal de sódio de insetos [19]. A 

regulação pós-transcricional permite que diversos transcritos sejam produzidos pela combinação de 

diferentes exons alternativos e de sítios editados, o que pode ser regulável de acordo com diferentes 
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estímulos ao longo do desenvolvimento ou condições ambientais. No entanto, na única linhagem de Ae. 

aegypti para a qual se tem informações sobre a expressão do gene do canal de sódio completo, não há 

relato de nenhuma variedade de splicing alternativo ou de edição de RNA correlacionada com a 

resistência a piretróide [18]. 

Uma outra possível fonte de diversidade molecular seria a ocorrência de polimorfismo envolvendo 

duplicações gênicas. Contudo, de nosso conhecimento, ainda não foi descrito nenhum caso de 

duplicação recente no gene que codifica o canal de sódio de insetos. Acreditava-se que haveria um gene 

adicional de canal de sódio em insetos (DSC1 em D. melanogaster e BSC1 em B. germanica), porém 

análises mais recentes apontaram-no como sendo mais próximo evolutivamente e funcionalmente aos 

canais de cálcio [20]. 

Exemplos de duplicação em genes associados com resistência a inseticida já foram observados em 

mosquitos. O caso mais clássico é o dos genes de Esterases, enzimas envolvidas com a resistência a 

organofosforados, super-expressas em linhagens resistentes de Culex. Esta super-expressão pode 

resultar de duplicação de genes de dois tipos de Esterases (que os autores chamam de A e B), ou de 

apenas um deles (Esterase B) [21,22]. O primeiro evento descrito neste contexto foi a amplificação do 

gene Esterase B1 em mosquitos da Califórnia [23]. Foi também observado que ocorre variação no 

número de cópias deste gene e que, quanto maior a amplificação, maior a taxa de resistência a 

organofosforados [24]. Verificou-se, com uma linhagem de laboratório, que exposição ao inseticida 

resultou em aumento do número de cópias do gene. No entanto, não é esperado que este aumento do 

número de cópias seja indeterminado, uma vez que a amplificação gênica gera um alto custo evolutivo, 

pelo menos neste caso [25]. Desta forma, é provável que o número de cópias deste gene seja reduzido 

na ausência de pressão pelo inseticida, principalmente em função de taxas altas de recombinação 

desigual naquele locus [24]. 

Duplicação gênica associada à resistência também foi observada em outra enzima relacionada à 

resistência a inseticida, Oxidase de função mista (MFO ou P450). Dois genes desta classe (CYP6P9 e 

CYP6P4) estavam super-expressos em linhagens de Anopheles funestus resistentes a piretróide, em 

função de duplicação gênica, in tandem, localizada em um QTL (rp1) responsável por 87% da variação 

genética para resistência a piretróide. Além disso, nestes genes foram observados SNPs que servem 

como marcadores para a resistência [26]. 

Duplicações em genes que codificam enzimas envolvidas com resistência metabólica são de certa forma 

esperadas, uma vez que estas enzimas são componentes de famílias supergênicas de vários genes 

parálogos, geralmente organizados em clusters no genoma [27]. Estas famílias gênicas têm evoluído 

rapidamente, de forma que poucos ortólogos estão sendo identificados entre os insetos [28]. No genoma 

de Ae. aegypti foram identificados pelo menos 26, 160 e 49 genes de GST, MFO e Esterases, 

respectivamente, o que representa um aumento total de 36% no número destes genes, quando 

comparado a An. gambiae [29]. Além disso, no caso das enzimas envolvidas com a resistência 

metabólica, a duplicação gênica pode ser seletivamente vantajosa, aumentando a capacidade 
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detoxificante do organismo. Ao mesmo tempo, novas funções poderiam ser geradas pelo acúmulo de 

substituições nos genes duplicados [30]. Eventos como estes estariam mais “livres” de ocorrer, já que o 

sistema de detoxificação enzimática é redundante, pois conta com a presença de várias enzimas de 

funções semelhantes. Desta forma, o acúmulo de alterações que resultassem em perda da função 

original, tenderia a não comprometer de forma significativa o metabolismo do organismo [31].  

Em contrapartida, eventos de duplicação gênica nas moléculas que atuam como alvos dos inseticidas 

neurotóxicos seriam menos comuns. Isto porque, no geral, estas moléculas apresentam atividades muito 

específicas e essenciais, bastante conservadas ao longo da evolução. O aumento do número de cópias 

destas moléculas tenderia a comprometer as funções neurológicas do organismo, evento conhecido 

como dosage-balance hypothesis [32]. Como exemplo, foi identificada uma linhagem de Culex pipiens 

com dois genes para a enzima Acetilcolinesterase, alvo de organofosforados e carbamatos. Esta 

linhagem apresenta atividade da enzima 60% aumentada; apesar de gerar resistência, esta duplicação 

está associada a um elevado custo em outros aspectos do valor adaptativo [33,34]. Por outro lado, em 

outras populações de Culex pipens, a insensibilidade da Acetilcolinesterase a organofosforados e 

carbamatos ocorre devido à uma mutação no gene ace-1. Contudo, devido ao alto custo no valor 

adaptativo, a frequência do alelo mutante tende a diminuir rapidamente na ausência de inseticida [35,36]. 

No entanto, foram descritas linhagens de Culex nas quais teria havido uma duplicação recente, há menos 

de 40 anos, do gene ace-1, de forma a coexistirem no mesmo cromossomo, duas cópias, com e sem a 

mutação. Este fenótipo molecular “heterozigoto” para a mutação é resistente e tem um menor custo em 

outros aspectos do valor adaptativo [37], sugerindo assim um mecanismo que pode favorecer a 

ocorrência de duplicações em genes que codificam alvos de inseticidas.  

DDT e piretróides têm como alvo o canal de sódio regulado por voltagem (NaV), codificado por um gene 

de cópia única. Esta molécula é componente estrutural das membranas dos axônios, com função 

fisiológica fundamental na transmissão do impulso nervoso, possuindo arquitetura altamente complexa e 

evolutivamente conservada [39]. Mutações gênicas pontuais, bem como eventos pós-transcricionais na 

expressão do NaV estão diretamente relacionados à resistência àqueles compostos [3]. Neste trabalho, 

apresentamos resultados que indicam a ocorrência de uma duplicação gênica do NaV em populações 

brasileiras de Ae. aegypti. Observamos a presença de três haplótipos em alguns indivíduos de 

populações naturais. A exemplo do que verificamos para AaNaV, recentemente, foram detectados 

espécimes de Anopheles gambiae com três alelos do gene ace-1, o que também foi interpretado como 

evidência da ocorrência de uma duplicação [38]. Além disso, observamos também a ausência de algumas 

combinações genotípicas e a segregação dos haplótipos de acordo com a existência de mais de um 

locus, reforçando assim a hipótese de duplicação. 

 

Na avaliação do envolvimento de mutações no AaNaV com a resistência, Saavedra-Rodriguez et al [17] 

analisaram a prole F3 de um casal parental ♀1011 Ile/Met + 1016 Ile/Ile (da população de Isla Mujeres) X 

♂1011 Ile/Ile + 1016 Val/Val (da linhagem controle de susceptibilidade New Orleans), discriminando-os 
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como resistentes ou susceptíveis a piretróide, com bioensaios. Foi observada associação altamente 

significativa do alelo 1016 Ile com a resistência. No entanto, o mesmo não foi verdade para o alelo 

1011Met. Este resultado foi inesperado, mesmo que o alelo 1011Met não tivesse relação com a 

resistência: como estes sítios estão distantes em cerca de apenas 300pb, e considerando o genótipo da 

fêmea parental, esperava-se que metade dos alelos que contêm a 1016 Ile também apresentassem a 

1011Met. Com esta pequena distância entre os sítios, seria improvável que ocorressem taxas de 

recombinação tão altas de forma que, em apenas três gerações, aqueles dois sítios segregassem 

independentemente. Por outro lado, estas observações podem ser explicadas se assumirmos a 

ocorrência de duplicação na fêmea parental. Para tanto, por exemplo, esta fêmea deveria possuir um 

haplótipo duplicado com mutação em ambos os sítios (1011 Met + 1016 Ile_1011 Met + 1016 Ile) e outro 

não duplicado com mutação apenas no sítio 1016 (1011 Ile + 1016 Ile), sendo este último aquele 

selecionado para a resistência. Desta forma, o haplótipo com mutação no sítio 1011 segregaria 

independente daquele envolvido com a resistência. 

No trabalho aqui apresentado, porém, não foi observada qualquer sequência com mutação em ambos os 

sítios, como no exemplo sugerido acima para o haplótipo duplicado. Contudo, vale salientar que existe 

uma série de diferenças na diversidade destas sequências  entre as populações aqui avaliadas e outras 

localidades. Por exemplo, no sítio 1011 existe outra variação, a substituição Ile1011Val [16,17], que não 

observamos em nossas amostras. Além disso, a mutação Ile1011Met ocorreu em “homozigose” 

(1011 Met/Met) com alta frequência em várias localidades da América Latina [17], enquanto nenhum 

indivíduo com esta característica foi observado na amostragem aqui apresentada. É necessário portanto 

aprofundar a investigação da distribuição das variações encontradas neste locus. 

Nossa hipótese é que, pelo menos nas populações aqui avaliadas, a mutação no sítio 1011 ocorra 

apenas em sequências do tipo A no haplótipo que contém a duplicação, e que este haplótipo não 

apresente a mutação no sítio 1016. Além disso, o gene duplicado estaria em desequilíbrio de ligação com 

outra sequência do tipo B, portanto, sem mutação nos sítios 1011 e 1016 (Figura 2). Corroboram esta 

hipótese a alta frequência de “heterozigotos” A/B, a ausência de indivíduos 1011 Met/Met e de indivíduos 

1011 Ile/Met + 1016 Ile/Ile, além dos fenótipos observados nas proles dos cruzamentos aqui realizados. 

Está registrado que Ae. aegypti foi erradicado do Brasil no final da década de 1950, em grande parte, 

pelo uso de DDT [4]. Alguns anos mais tarde, houve nova infestação do vetor a partir de uma ou mais 

populações resistentes àquele inseticida. Talvez a população invasora (que se acredita seja um misto de 

introduções a partir de países das Américas Central e da Ásia [40]) tivesse a mutação Ile1011Met, que 

teria se disseminado por todo país. Uma possibilidade que pretendemos investigar é que a mutação 

Ile1011Met esteja envolvida na resistência a DDT e que seja remanescente da época em que este 

inseticida era empregado. 

Classificamos as sequências da região IIS6 do AaNaV em tipos A ou B de acordo com a sequência e o 

tamanho do íntron e de duas substituições sinônimas no exon 20 [14], valendo ainda ressaltar que as 

mutações Ile1011Met e Val1016Ile ocorrem exclusivamente nas sequências do tipo A [14,15]. Com os 
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dados disponíveis até então não é possível determinar a rota evolutiva do surgimento da duplicação no 

AaNaV. Algumas pistas sugerem que sequência do tipo B seja a ancestral. A linhagem Rockefeller, 

utilizada normalmente como controle de susceptibilidade em ensaios com inseticidas, mantida há pelo 

menos cinco décadas em laboratório, só apresentou sequências do tipo B [14]. Outra evidência pode ser 

encontrada na comparação de sítios polimórficos na região codificando o domínio IIS6 do canal entre Ae. 

aegypti e outras espécies de mosquitos. Alinhamento da região correspondente ao exon 20 do NaV entre 

sequências de Ae. aegypti do tipo A  e B com sequências de Aedes vexans, Aedes cinereus, Aedes 

albopictus, Ochlerotatus fluviatilis, Culex pipiens e Culex quinquefasciatus, revelou que a sequência de 

Ae. aegypti do tipo B compartilha com aquelas espécies as duas substituições sinônimas no exon 20 

acima mencionadas (posições 26 e 89, ver material suplementar S1). Contudo, não é possível descartar a 

hipótese de que a sequência do tipo A seja a ancestral.  

Concluindo, este trabalho apresentou as primeiras evidências genéticas da ocorrência de duplicação no 

gene de canal de sódio em algumas populações brasileiras de Ae. aegypti, vetor de dengue e febre 

amarela urbana. Além disso, embora indivíduos “homozigotos” 1011 Met/Met já tenham sido observados 

em outras regiões da América Latina [17], nas populações aqui avaliadas esta mutação parece estar 

exclusivamente associada à duplicação. O conhecimento da dinâmica dos genes de resistência a 

inseticidas em populações de mosquitos contribuirá para a elaboração de melhores estratégias de 

controle destes vetores. 

Materiais e métodos 
Mosquitos. Indivíduos da linhagem Rockefeller mantidos no laboratório foram utilizados como controle de 

susceptibilidade a inseticida e referência para os alelos "selvagens" do AaNaV. Tipagem por PCR para o 

sítio 1011 e sequenciamento foram realizados nos mesmos indivíduos analisados em trabalho anterior 

[15]. Os cruzamentos foram realizados entre indivíduos da linhagem Rockefeller e R1, esta última 

provinda do grupo selecionado por pressão com o piretróide deltametrina por nove gerações [41], seguida 

de mais três gerações sem a pressão de seleção. Criação e manutenção das colônias foram feitas de 

acordo com [42]. 

Análises moleculares. Tipagens individuais foram realizadas por PCR a partir de DNA genômico extraído 

de fêmeas sem o abdômen, de forma a evitar possível amplificação de espermatozóides contidos na 

espermateca, como previamente descrito [14,15]. As reações de PCR foram realizadas com o kit GoTaq 

(Promega) contendo os primers específicos e 0.5 µL do DNA genômico, em 12.5 µL de reação. Para 

amplificação da região contendo o íntron entre os exons 20 e 21, que permite a classificação das 

sequência em tipo A ou B (veja [14]), foi utilizado 1 µM dos primers foward (5’-

AGGCTGACTGAAAGTAAATTGG-3’) e reverse (5’-CAAAAGCAAGGCTAAGAAAAGG-3’). As condições 

de desnaturação, anelamento e extensão foram respectivamente, 94ºC/ 30", 60ºC/ 1' e 72ºC/ 45", em 30 

ciclos. Para a tipagem do sítio 1011 foram utilizados 0.24 µM do primer forward (5’-

GTCCTGTATTCCGTTCTTTTT-3’) e 0.12 µM de cada um dos primers reversos, específicos para o alelo 

"selvagem" Ile (5’-GCGGGCTACTTACTACTAGATTTACT-3’) e "mutante" Met (5’-
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GCGGGCAGGGCGGCGGGGGCGGGGCCTACTTACTACTAGATTTGCC-3’) como descrito por [17]. As 

condições de desnaturação, anelamento e extensão foram respectivamente, 94ºC/ 30", 57ºC/ 1' e 

72ºC/ 45", em 30 ciclos. O fenótipo molecular dos indivíduos para o sitio 1016 está apresentado em [15]. 

A região IIS6 do AaNaV foi clonada e sequenciada em indivíduos de populações brasileiras da região 

Centro Oeste (Uberaba, Cuiabá e Aparecida de Goiânia) e Nordeste (Maceió e Fortaleza), sob as 

condições idênticas àquelas descritas anteriormente [14]. Estes indivíduos são oriundos de coletas 

previamente descritas [15]. Foram sequenciados de seis a oito clones de cada indivíduo. Com esta 

metodologia, a probabilidade de que sejam seqüenciados clones de apenas um haplótipo em um 

indivíduo heterozigoto é de cerca de 3%. 

Cruzamentos. Foram realizados cruzamentos com quatro casais individuais entre “homo” (1011 Ile/Ile) e 

“heterozigotos” (1011 Ile/Met) no sítio 1011 para genotipagem da prole F1. Com esta F1 foram feitos novos 

cruzamentos para tipagem da F2 subsequente. A frequência fenotípica dos indivíduos, obtida a partir de 

PCR alelo-específico para o sítio 1011, foi utilizada para testar as hipóteses levantadas, acerca de uma 

possível duplicação gênica. Os parentais 1011 Ile/Ile e 1011 Ile/Met são provenientes das colônias 

Rockefeller e R1 [41], respectivamente. Para montagem dos casais foram reunidos um macho e uma 

fêmea virgem com, pelo menos, três dias pós-emergência em adulto em um tubo cônico de 50 mL forrado 

internamente com papel filtro e telado em sua abertura. Um algodão embebido em solução açucarada foi 

continuamente mantido sobre a tela para alimentação dos mosquitos. A alimentação sanguínea foi 

oferecida às fêmeas por meio de camundongos anestesiados colocados sobre a tela, no mínimo três dias 

após a formação do casal. O estímulo à postura dos ovos foi feito individualmente para cada fêmea, como 

descrito em [43]. Após a postura das fêmeas, os mosquitos foram mantidos congelados a -20oC até a 

extração de DNA. 
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Tabela 1 – Frequência fenotípica, considerando os sítios 1011 e 1016 do AaNaV em populações de Ae. aegypti do Brasil. 
 

 
 
Os indivíduos genotipados são os mesmos apresentados em Martins et al. (2009b), aqui sendo considerados os sítios 1011 e 1016. 
# Algumas populações estão divididas quanto ao status de resistência a piretróide: resistentes (R) ou susceptíveis (S).  
*média das frequências de indivíduos R e S, excluindo-se as populações Maceió e Fortaleza, que não apresentaram variação no sítio 1016. 
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Tabela 2 – Sequenciamento da região IIS6 do AaNaV de diferentes indivíduos de diferentes populações 
brasileiras de Ae. aegypti. 

1011  Ile Met Ile Met Ile Met Ile Met Fenótipo molecular

+ + + + + + + + 

Intron  A A A A B B B B 

+ + + + + + + +  
1016  Val Val Ile Ile Val Val Ile Ile

UB04 X X Ile/Ile + AB + Val/Val

UB08 X X Ile/Met + AB + Val/Val

UB10 X X X Ile/Met + AB + Val/Ile

UB-S25 X X Ile/Ile + AA + Val/Ile

UB-S26 X X Ile/Ile + AA + Val/Ile

UB-R1 X Ile/Ile + AA + Ile/Ile

UB-R3 X Ile/Ile + AA + Ile/Ile

UB-R10 X Ile/Ile + BB + Val/Val

UB-R11 X X Ile/Ile + AB + Val/Ile

UB-R13 X X X Ile/Met + AB + Val/Ile

UB-R20 X Ile/Ile + AA + Ile/Ile

UB-R22 X Ile/Ile + AA + Ile/Ile

UB-R26 X Ile/Ile + AA + Ile/Ile

CB01 X X Ile/Ile + AB + Val/Ile

CB02 X Ile/Ile + AA + Val/Val

CB03 X X Ile/Ile + AB + Val/Val

CB04 X X Ile/Ile + AB + Val/Val

CB07 X X Ile/Ile + AB + Val/Val

CB08 X X Ile/Ile + AB + Val/Val

CB12 X X Ile/Ile + AB + Val/Val

CB-R16 X X Ile/Ile + AB + Val/Val

CB-S15 X X Ile/Met + AB + Val/Val

AG01 X X Ile/Ile + AA + Val/Ile

AG02 X X X Ile/Met + AB + Val/Ile

AG04 X X Ile/Met + AB + Val/Val

AG05 X X Ile/Met + AB + Val/Val

AG06 X X Ile/Met + AB + Val/Val

AG07 X X X Ile/Met + AB + Val/Ile

AG08 X X Ile/Met + AB + Val/Val

AG09 X X Ile/Met + AB + Val/Val

AG10 X X Ile/Met + AB + Val/Val

AG11 X X Ile/Met + AB + Val/Val

AG12 X X Ile/Met + AB + Val/Val

MA02 X X Ile/Met + AB + Val/Val

MA07 X Ile/Ile + BB + Val/Val

MA09 X Ile/Ile + BB + Val/Val

HJ21 X X Ile/Met + AB + Val/Val

HJ22 X Ile/Ile + AA + Val/Val

HJ23 X Ile/Ile + BB + Val/Val

HJ28 X X Ile/Ile + AB + Val/Val

F
or

ta
le

za
(1011 + intron + 1016)

Haplótipos (1011 + intron + 1016)

Localidade
U

be
ra

ba
C

ui
ab

á
A

pa
re

ci
da

 d
e 

G
oi

ân
ia

M
ac

ei
ó

 
 
 
A identificação das amostras corresponde à localidade de coleta: UB, Uberaba; CB, Cuiabá; AG, 
Aparecida de Goiânia; MA, Maceió e HJ, Henrique Jorge (bairro de Fortaleza). Os haplótipos indicam a 
combinação do sítio 1011 (Ile ou Met) + categoria de sequência de acordo com o intron (A ou B) + sítio 
1016 (Val ou Ile). O “X” marca os tipos de haplótipos encontrados em cada indivíduo. A última coluna 
indica a classificação genotípica dos indivíduos determinada por PCR alelo-específico. 
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Figura 1 – Diversidade de sequências em uma região do canal de sódio regulado por voltagem observadas em populações brasileiras de Aedes aegypti. 

 
Parte das regiões correspondentes aos exons 20 e 21 e a posição do intron entre eles estão representados. A e B indica o tipo de intron observado, como relatado anteriormente 
[14]. Os aminoácidos nos sítios 1011 e 1016 estão em negrito. As sequências nucleotídicas do genoma de cada um dos haplótipos estão disponíveis no Genebank: 
1011 Ile + B + 1016 Val (#.......), 1011 Ile + A + 1016 Val (#.......),1011 Met + A + 1016 Val (#.......) e 1011 Ile + A + 1016 Ile (#.......).. TIGR = sequência da linhagem Liverpool, projeto 
genoma de Aedes aegypti (Vector Base). 
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Figura 2 – Esquema representativo dos haplótipos sugeridos para o AaNaV observados em populações brasileiras. 

 
 
As caixas azuis representam os exons 20 e parte do 21, com o intron entre eles, que classifica os haplótipos como B (verde) ou A (laranja). Os sítios 1011 e 1016 estão 
representados com aminoácido selvagem (preto) ou mutante (vermelho). De acordo com nossa hipótese, há uma duplicação em algumas populações, composta pelos haplótipos 
1011 Ile + B 1016 Val e 1011 Met + A 1016 Val. A linha preta tracejada no haplótipo duplicado sugere que as regiões estão ligadas, mas não define qual sequência estaria a 3' da 
outra. 
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Tabela 3 - Frequência fenotípica do sítio 1011 de AaNav na F1 dos cruzamentos individuais de quatro casais Aedes aegypti Ile/Ile X Ile/Met. 

Cruzamento 

F1 observada                           
(n) 

 Hipóteses (&) 

 sem duplicação  com duplicação 

 possib: 1  possib: 2  possib: 3 

Ile/Ile Ile/Met   Ile/Ile Ile/Met p   Ile/Ile Ile/Met p   Ile/Ile Ile/Met p 

#1 (♀ Ile/Met x ♂ Ile/Ile) 0 20  10 10 ***  0 20 ns  10 10 *** 

#2 (♀ Ile/Met x ♂ Ile/Ile) 0 20  10 10 ***  0 20 ns  10 10 *** 

#3 (♀ Ile/Met x ♂ Ile/Ile) 8 12  10 10 ns  0 20 **  10 10 ns 

#4 (♀Ile/Ile X ♂ Ile/Met) 9 9   9 9 ns   0 18 ***   9 9 ns 

(&) O cálculo do número esperado em cada genótipo (possib 1, 2 e 3) foi feito de acordo com as possibilidades da constituição haplotípica 
dos parentais e da F1 (veja figura 3).  Probabilidade obtida através do teste exato de Fisher (ns = não significativo, ** <0.01 e ***<0.001). 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figura 3 – Possíveis haplótipos determinantes dos genótipos parentais e da F1 dos cruzamentos apresentados na Tabela 3, considerando a posição 1011 do AaNav. 
Diagrama representativo das frequências de haplótipos (em preto) e como seriam seus respectivos genótipos detectados por PCR (em vermelho), com as hipóteses de 
segregação na F1 sem (possib 1) e com (possib 2 e 3) duplicação do sítio 1011.  
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Tabela 4 - Frequência dos fenotípos moleculares do sítio 1011 na F2 de cruzamentos das famílias #1 e #2 
testando a hipótese de duplicação gênica 

cruzamentos (F1) 

F2 (n) 

observado  esperado 

Ile/Ile Ile/Met   Ile/Ile Ile/Met p 

#1.1 (♀ Ile/Met x ♂ Ile/Met) 5 25  8 22 ns 

#2.1 (♀ Ile/Met x ♂ Ile/Met) 7 23   8 22 ns 

O número esperado de representantes em cada fenótipo na F2 considerou a constituição haplotípica da 
prole F1, de acordo com a hipótese de ocorrência da duplicação (veja Tabela 3 e Figura 3), sendo, 
portanto, 0.25 Ile/Ile e 0.75 Ile/Met (0.50 de Ile/Ile_Met + 0.25 de Ile_Met/ Ile_Met). Probabilidade obtida 
através do teste exato de Fisher (ns = p>0.05). 
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3.4 – Effect of pyrethroid selection under laboratory conditions of a natural Aedes aegypti 

population on development, longevity and reproduction 

 

Este artigo apresenta o estudo do efeito pleiotrópico da resistência a inseticida sobre outros parâmetros 

adaptativos do inseto.  O texto encontra-se em fase final de preparação. 
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Abstract 

Aedes aegypti dispersion is a major reason for increasing dengue transmission in South America. In 

Brazil, control of this mosquito strongly relies on the use of pyrethroids and organophosphates against 

adults and larvae, respectively. In consequence, many Ae. aegypti field populations are insecticide 

resistant. Resistance has a high adaptive value in the presence of insecticide treatment. However some 

selected mechanisms can influence important biological processes, leading to a high fitness cost in the 

absence of insecticide pressure. In order to investigate the fitness cost of insecticide resistance, we 

observed some life table parameters of a population kept in the laboratory for nine generations, selected 

or not with pyrethroid in the adult stage. Larval development, adult longevity, amount of ingested blood, 

egglaying and egg viability were negatively affected in the pyrethroid selected group. However, from the 

fifth generation on the resistance status of the selected group did not increase. Our results suggest the 

selection process caused the accumulation of alleles with negative epistatic effects on viability. 

Additionally, cross resistance to the organophosphate temephos was verified in the group selected with 

pyrethoid. Our data corroborate the hypothesis that insecticide resistance is associated to a high fitness 

cost. 

 

1. Introduction 

 

Insecticide resistance is one of the major obstacles in the attempt to control disease vectors and 

agricultural pest insects. The continuous insecticide pressure can select insect populations with 1) an 

altered integument, less permissive to the insecticide penetration, 2) modifications in the structure or 

expression level of naturally detoxifying enzymes, 3) mutations in the insecticide target molecules, in the 

central nervous system, that hamper interaction with the insecticide, or 4) behavioral changes, such as 

avoiding contact with the insecticide (Hemingway and Ranson, 2000). While some modifications 

conferring a selective advantage spread quickly in a given population under insecticide pressure, they can 

be associated with a high fitness cost. It is assumed that, in general, genes that rapidly increase in 

frequency as a consequence of adaptation to a new environment should have a fitness cost in the original 

population habitat (Fisher, 1958; Holloway et al., 1990; Carrière et al., 1994). This is probably the 
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consequence of reallocation of resources, affecting physiologic and reproductive processes (Davies et al., 

1996). 

Since the vectorial capacity of an insect is estimated through biological (development and reproduction), 

ecological and behavioral parameters (Lourenço-de-Oliveira, 2005), insecticide resistance can interfere 

with the vectorial capacity of species involved in pathogen transmission. Mebrahtu et al. (1997), working 

with Aedes aegypti specimens resistant to the pyrethroid permethrin, observed changes in the fecundity 

rate, time elapsed between blood meal and egglaying and in the amount of time dedicated to oviposition, 

when compared to susceptible specimens. DDT selection of Ae. aegypti also resulted in the decrease of 

egg production, hatching rate and larvae survival (Abedi and Brown, 1961). Controlled insecticide 

selection in the laboratory would enable the study of resistance dynamics and its related mechanisms and 

allow anticipating, for instance, the effect of introducing a new insecticide in the context of a control 

program (Mckenzie and Batterham, 1998). 

Brazil presents a growing number of dengue cases, mainly due to the low efficacy of actions against its 

vector, presently resistant to organophosphates and pyrethroids in many localities (Lima et al., 2003; Da-

Cunha et al., 2005; Montella et al., 2007). Reports of Ae. aegypti pyrethroid resistance in the country point 

to metabolic and target site resistance mechanisms (Montella et al. 2007; Martins et al. 2009). In order to 

investigate both resistance dynamics and resistance effects on insect viability, we quantified several 

developmental and reproductive parameters in a field Ae. aegypti population that was exposed to 

controlled pyrethroid selection in the laboratory through several generations. 

 

2. Materials and Methods 

 

2.1. Mosquito populations 

 

The Rockefeller (Rock) strain, established in 1959 in the Rockefeller Institute (New York, NY), was used 

as a control of vigor, fecundity and insecticide susceptibility (Hartberg and Craig, 1970). Controlled 

pyrethroid selection, in the laboratory, was performed with mosquitoes collected at Natal, RN, Northeast 

Brazil, in 2005. Different developmental and reproductive parameters, related to mosquito vectorial 
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capacity, were evaluated in several groups deriving from Natal population (see below, "Selection"), at F1, 

F3, F6 and F9 generations. 

 

2.2. Mosquitoes rearing 

 

After allowing Ae. aegypti eggs to hatch during 24 hours, around 500 larvae were transferred to plastic 

basins (27 X 19 X 7 cm) filled with 1L of dechlorinated water. Larvae were fed with 0.5g of cat food 

(Friskies, Purina/ Camaquã/RS), added each third day. Larvae were kept in BOD incubators at 28±1°C. 

Under these conditions all larvae develop into pupa in 5-6 days. Pupae were transferred to carton cages 

(17 cm diameter X 18 cm high) and resulting adults were fed ad libitum with 10% (w/v) sugar solution. 

Adults were kept under 25±2°C and 70±10% rh. Adult females were fed on anesthesized guinea pigs. 

Three days after the blood meal, oviposition cups, covered internally with a filter paper and partially filled 

with water, were introduced in the cages to receive oviposition. Two days later oviposition cups were 

removed from the cages and eggs were stored for further use up to six months after drying. 

 

2.3. Pyrethroid selection 

 

Pyrethroid selection started with F1 mosquitoes from Natal, RN, in bioassays performed with deltamethrin 

impregnated glass bottles, according to a slight modification of CDC procedure adopted in our laboratory 

(Da-Cunha et al., 2005). The amount of insecticide was frequently calibrated to produce mortality rates 

around 50%, as indicated below. Only females, 3-5 days old, were exposed to the pyrethroid. These 

females were already inseminated by non-selected males (see Discussion). Bioassays and selection 

consisted of 1 hour exposure to the impregnated bottles, followed by a 24-hour recovery period, in 

recipients free of insecticide. Surviving (resistant) females were then transferred to carton cages, in three 

distinct lineages of 200 females each, named R1-R3. During the selection procedure, throughout 

generations, each R lineage remained isolated from the others. Control group, non pyrethroid-selected, 

reared from Natal F1 mosquitoes, was also prepared. Three control lineages, named S (S1-S3), also 

consisting of 200 females each and reared in the same conditions of R group, except for the deltamethrin 
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selection, were established. As for R lineages, there was not exchange of specimens among S ones. In 

both S and R groups, 200 females were used to start every new generation for each lineage. In all 

lineages and for each generation, three weekly blood meals were offered, in order to ensure eggs 

production. 

 

2.4. Insecticide resistance bioassay 

 

The susceptibility deltamethrin status of R and S lineages was compared using impregnated bottles 

exactly as described above for the R group selection at the F3, F4, F5, F8 and F9 generations. Rockefeller 

mosquitoes were included for comparison in bioassays with F8 and F9. At least three deltamethrin 

impregnated bottles (1.5 μg/bottle at F3 and 3.0 μg/bottle afterwards) were used for each lineage. Each 

bioassay was repeated at least three times. 

 

Dose-response bioassays with the organophosphate temephos were also performed with S and R L3 

larvae at the F9 generation, according to Lima et al. (2003). Briefly, for each bioassay larvae were exposed 

to a series of 7-9 insecticide concentrations prepared in 100 mL in plastic cups, with four replicas per 

concentration and 20 larvae per replica. Bioassays for each lineage were performed four times. The 

resistance ratios (RR95) were calculated by comparison with Rockefeller values, obtained by linear 

regression of mortality rates transformed by Probit analysis with the software Polo-PC (LeOra Software, 

Berkeley, CA). 

 

2.5. Development and longevity evaluation assays 

 

The following assays were performed at least twice with the indicated generations of R and S groups. In 

every case assays were conducted in parallel with Rock mosquitoes, as an internal control. 

Kinetics of larval development. Eggs were immersed in water during 24 hours to induce hatching. 

Duplicate samples of 200 larvae each were carefully transferred to plastic basins containing 1 liter of 
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dechlorinated water and reared as detailed above. Pupae were daily scored and transferred to cages. The 

cumulative rate of pupae formed up to the 6th day after larva hatching was evaluated. 

Sex ratio. The sex of adults resulting from the assay described above was monitored and the numbers of 

females and males were compared. 

Adult longevity. Adult longevity was monitored in duplicate samples of 100 couples each. Comparisons of 

female or male survivorship were performed 30 and 60 days after adult emergence. 

Blood meal size. For each group, three pools of 10 non-blood fed females were weighed in an analytical 

balance (APX – 200, Denver Instrument). Anesthetized guinea pigs were offered to five-day old adult 

females during 30 minutes. Additional pools of blood fed females were then weighed and the weight ratio 

between pools of the same samples, before and after feeding, was calculated. 

 

2.6. Evaluation of reproductive aspects 

 

Several parameters were considered: a) the ratio of egglaying females; b) the number of eggs per female 

and c) the egg hatching rate. Oviposition of adult females, three days after blood meal, was individually 

stimulated, in 6 cm diameter Petri dishes, covered with a wet filter paper, as described elsewhere 

(Valencia et al., 1996). The number of egglaying females was registered 24 hours later. Seven days after 

the end of oviposition, 10 Petri dishes, deriving from individual females, were randomly chosen. Hatching 

was stimulated by immersion of the filter papers in organic matter rich water (Farnesi et al., 2009), during 

24 hours. 

 

2.7. Statistical analysis 

 

Lineages within each group S (S1-3) and R (R1-3) were compared by ANOVA, followed by Bonferroni 

multiple comparison test. Since in many circumstances no significant differences among S or among R 

lineages were observed, in some cases, in order to better display the results, data are presented for 

pooled S and R groups. When there were no significant differences among lineages of each group, in 

order to better display the results, data from groups S or R were pooled. Comparisons among R and S 
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groups and Rockefeller were made through ANOVA, followed by Tukey's multiple comparison test, except 

for the comparison of egg numbers, performed with the non-parametric Kruskal-Wallis test. Numbers of 

female and male adults were compared by Fisher’s exact test. Analyses were performed utilizing the 

GraphPad Prism version 5.00 for Windows (GraphPad Software, San Diego California USA, 

www.graphpad.com). 

 

3. Results 

 

3.1. Pyrethroid selection and resistance evaluation 

 

Aedes aegypti adult females from Natal, RN were selected with 1.5 µg deltamethrin / bottle from F1 (48% 

mortality) to F3 (20-34% mortality). Deltamethrin dosage was then increased to 3.0 μg / bottle. At the 

beginning of the selection procedure, R groups' survival of subsequent generations tended to increase 

after exposure to the same pyrethroid dosage, as expected. Surprisingly, from F5 on, this trend was 

reversed (Figure 1). On the other hand, S females tended to become progressively more susceptible to 

deltamethrin (Figure 1). The independent lineages of S (S1, S2 and S3) and R (R1, R2 and R3) groups 

followed the same tendency within each group. From F5 on, the survival rate was significantly different 

between S and R groups (Supplementary Table S1). 

 

3.2. Development and longevity of laboratory selected groups 

 

Dynamics of larval development. Time needed to complete larval development was progressively 

increased over generations in the R group. Figure 2 presents the rate of pupa formation at the 6th day after 

egg hatching throughout generations. There is a significant progressive delay in larval development of R 

lineages (up to two days until pupa formation, see Supplementary Figure S1). At the end of the selection 

process (F9), a total of respectively 79 and 11% of pupae were formed in S and R groups at the 6th day 

after hatching. 
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Sex ratio. The observed sex ratio was in accordance with 1:1 expected values in all groups and 

generations evaluated (Supplementary Table S2). 

Adult longevity. In all cases, including Rockefeller strain, females lived longer than males. In the F9 

generation a tendency of reduction in the R females longevity was observed (Supplementary Figure S2). 

Comparisons among Rock, S and R groups were performed at 30 and 60 days after adult emergence 

(Table 1). At the 30th day, all groups were equivalent up to F6. Difference between S and R lineages was 

significant only for F9 females. By contrast, at the 60th day, the higher survival rate of Rock specimens 

compared to S and R groups was evident in all generations. In this case a lower survival rate of R 

females, compared to S ones, was also observed from F6 on (Table 1).  

Blood feeding. The amount of ingested blood varied significantly between S and R groups since F3 (Table 

2 and Supplementary Figure S3). 

 

3.3. Oviposition and egg viability of laboratory selected groups 

 

The rate of egglaying females was lower in S and R groups since F1 generation, when compared to Rock. 

Additionally, in the R group the proportion of these females decreased along the selection process (Figure 

3). If only F9 generation is considered, a decrease of roughly 20 and 45% is noted for groups S and R, 

respectively, when compared to Rockefeller (Table 3). The number of eggs laid was also significantly 

affected in the R group, differing from Rock values at F6 and F9 generations (see Figure 4 and 

Supplementary Table S3). In the F9 generation, when compared to Rock, a reduction of 22.6% in the 

number of eggs per female was noted in the R group, contrasting with a 6.8% reduction in the S group 

(Table 3). Eggs viability profile presented the same tendency (Figure 5), with a significant reduction 

(roughly 30%) for R group at F9 generation (Table 3). 

A general decline in the performance of nearly all parameters evaluated was noted for both S and R 

groups at the end of the selection process (F9). In all cases, a decrease was more prominent for R group 

(Table 3). Larval development was the most affected aspect: on the 6th day after larval hatching 

approximately 10% of pupae were observed in the R group, against 90 and 70% specimens in the 

Rockefeller strain and S group, respectively. 
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3.4. Resistance to organophosphate of laboratory selected groups 

F9 larvae from R and S groups were submitted to dose response bioassays in order to quantify resistance 

to temephos. Resistance ratios (RR95) of 26.0 and 15.6 were estimated for R and S groups, respectively, 

suggesting selection with the pyrethroid deltamethrin resulted in cross resistance to the organophosphate. 

 

4. Discussion 

 

Investigations regarding fitness cost, or life history, are generally performed through comparisons, under 

controlled laboratory conditions, of biological parameters, such as developmental kinetics, fecundity, or 

even growing rates (Foster et al., 2003). In the present work we investigated the effects of insecticide 

resistance over Aedes aegypti fitness. In order to accomplish that, we compared strains, derived from one 

field population, selected or not with pirethroid during nine generations in the laboratory. A series of life 

table parameters related to the vectorial capacity were evaluated, regarding larval development, 

reproduction and longevity. The Rockefeller strain, kept for decades under laboratory conditions, 

employed as a reference, exhibited the better performance, a reflex of its adaptation to confined 

conditions. 

Duration of the mean development time along generations is a primary aspect of fitness in disseminating 

mosquito populations (Charlesworth, 1980). In the presence of natural predators or parasites, every delay 

of development has a potential to reduce the survival rate of larval instars (Agnew and Koella, 1999). We 

observed a progressive delay in the larval development of the pyrethroid selected group (R) from F1 to F9. 

Changes in the development dynamics were also observed in the Lepidoptera Spodoptera exigua 

selected with the pyrethroid fenvalerate (Brewer and Trumble, 1991). Accordingly, development of two 

Cydia pomonella (Lepidoptera: Tortricidae) strains, selected in the laboratory with the pyrethroid 

deltamethrin or with the Insect Growth Regulator diflubenzuron, was delayed when compared to the 

susceptible lineage (Bouvier et al., 2001). 

Longevity reduction, mainly in females, was observed in the pyrethroid exposed (R) group along the 

selection procedure. This is a relevant issue, since adult female longevity is one major aspect of mosquito 
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vectorial capacity. No differences in longevity were observed in some strains of the malaria vectors 

Anopheles gambiae and Anopheles stephensi exhibiting γ-HCH and dieldrin resistance (Rowland, 1991a). 

The amount of ingested blood directly influences the number of eggs deposited by females, and this is an 

important parameter regarding species dissemination. In addition, the blood meal size should determine 

the ingested parasite load. A significant reduction of the ingested blood was observed in the pyrethroid 

selected R lineages at the F9 generation, compared to both Rockefeller and S group. Interestingly, Corbel 

et al. (2004) reported that the amount of blood ingested by the main malaria vector, An. gambiae, was 

inversely proportional to the cypermethrin sub-lethal dosage employed. 

A reduction in the number of egglaying females was noted for R group, suggesting either a lower fecundity 

rate or, alternatively, decreased egglaying ability. Mebrahtu et al. (1997) observed that the rate of 

inseminated Ae. aegypti females of a field permethrin resistant population was lower when compared to a 

susceptible field strain. Additionally, resistant females took longer to lay their eggs. Lower insemination 

rates observed for γ-HCH and dieldrin resistant An. gambiae and An. stephensi females were attributed to 

a lower activity of resistant males (Rowland, 1991b). 

As mentioned above, a smaller proportion of group R (F9) females were able to lay eggs in one 

gonotrophic cycle. Besides, group R females tended to produced eggs with lower viability. There is a 

series of reports describing reduction in the number of eggs laid by insecticide resistant strains derived 

from controlled selection experiments. This is the case of fenvalerate resistant Spodoptera exigua (Brewer 

and Trumble, 1991), deltamethrin and diflubenzuron resistant Cydia pomonella (Bouvier et al., 2001) and 

DDT resistant Ae. aegypti (Abedi and Brown, 1961). Mebrahtu et al. (1997) also detected reduced larval 

hatching rate of Ae. aegypti derived from permethrin resistant specimens. 

We described a series of changes in the development and reproduction of an Ae. aegypti field population 

further selected with the pyrethroid deltamethrin for several generations. This population was collected on 

2005 at Natal, RN, a municipality at Northeast Brazil. Insecticide resistance monitoring performed in 2004, 

when temephos was routinely used, revealed RR95 of 18.6 for this organophosphate at that locality 

(Montella et al., 2007). Controlled pyrethroid selection, in the laboratory (group R) resulted in temephos 

RR95 of 26.0. Group S, reared in parallel, but without insecticide selection, revealed a 60% lower RR95, of 

15.6. At the locality of Natal temephos was replaced by Bti in the course of 2005 and resistance 
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monitoring was repeated in 2007, when a temephos RR decrease, to 10.4, was detected (Lima, personal 

communication). Taken together, our data strongly suggest that pyrethroid selection induced cross 

resistance to the organophosphate temephos probably due to an increase in the activity of metabolic 

resistance mechanisms, putatively ased on detoxifying enzymes. Interestingly, several natural Brazilian 

Ae. aegypti populations, exposed to organophosphates for three decades, developed cross resistance to 

pyrethroids, probably due to the increase in the activity of Esterases and Glutathione-S-transferases 

(Montella et al., 2007). 

Our results suggest a correlation between the acquired pyrethroid resistance and a significant reduction in 

various aspects of the fitness of the resistant populations. However, we also observed that from the F5 

generation on the mortality after insecticide exposure tended to increase, in contrast to other reports 

dealing with Ae. aegypti pyrethroid selection especially when measured in the larval stage (Mebrahtu et 

al., 1997; Urmilla et al., 2001; Kumar et al., 2002; Rodríguez et al., 2005; Saavedra-Rodriguez et al., 

2007). In fact, Kumar et al. (2002) working with insecticide selection for 40 generations observed high 

resistance levels only when Ae. aegypti larvae, but not adults, were employed. It should also be noted that 

in our experiment only adult females were submitted to deltamethrin selection. Therefore, it is possible that 

susceptible males with putative higher mating success might have potentially contributed to the 

maintenance of susceptible alleles during the selection process decreasing its efficiency.  Nevertheless, 

the decrease in general fitness of the selected strains suggest an accumulation of deleterious effects due 

to pleiotropy of the resistant alleles or by a hitch-hiking effect (Maynard-Smith and Haigh, 1974). 

Several mechanisms can contribute to the establishment of a resistant population and as a consequence 

the deleterious effects associated with this resistance might differ among natural populations. Therefore, 

the life-trait parameters we studied here should also be analyzed in individuals from natural populations 

with different susceptibility status for distinct insecticides. This analysis might contribute to our  

understanding of this phenomenon, as well as the evolution of insecticide resistance. 

.
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Table 1 - Adult longevity of an Aedes aegypti field population submitted to controlled selection in the 
laboratory. 
 

 

generation 

 days after adult emergency 

  30th day  60th day 

   Rock S R  Rock S R 

males 

F3 
 

60.4±3.06a 58.5±2.06a 58.5±4.06a  
15.6±3.61a 5.71±1.34b 2.6±1.23b 

F6 
 

64.0±2.62a 58.6±1.59a 57.2±2.57a  
22.4±3.90a 12.3±1.04b 8.7±1.40b 

F9 
 

64.3±10.27a 61.9±2.52a 51.7±2.48a  
28.4±8.12a 9.8±3.20b 8.7±2.22b 

females 

F3 
 

82.5±1.29a 85.7±2.51a 84.1±1.53a  
30.6±5.62a 15.7±1.82b 6.5±2.96b 

F6 
 

81.4±2.96a 74.4±2.10a 65.4±5.18a  
35.7±1.83a 21.6±2.11b 8.6±1.74c 

F9 
 

81.6±2.17a 81.2±2.11a 61.9±1.59b 
 

40.0±1.21a 22.9±2.65b 8.9±1.09c 

          
Values represent percent survival rate ± standard error, 30 or 60 days after adult emergence.  Rock, R 
and S refer, respectively, to Rockefeller and groups derived from Natal, RN population selected or not with 
deltamethrin throughout generations. In each generation, values followed by the same letter do not differ 
significantly (p>0.05, ANOVA followed by Tukey's Multiple Comparison Test). 
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Table 2 - Increase of Aedes aegypti adult females weight after a blood meal; comparison of groups 
exposed (R) or not (S) to pyrethroid selection and the reference strain, Rockefeller (Rock). 
 

  Rock  S  R 

Generation  n weight ratio  n weight ratio  n weight ratio 

F1 
 

3 1.9 ± 0.18 a 
 

9 1.7 ± 0.12 a 
 

6 1.6 ± 0.09 a 

F3 
 

6 1.7 ± 0.04 a 
 

18 1.4 ± 0.04 b 
 

18 1.3 ± 0.03 c 

F6 
 

6 2.0 ± 0.04 a 
 

17 1.8 ± 0.02 a 
 

18 1.3 ± 0.04 b 

F9 
 

3 2.2 ± 0.02 a 
 

15 2.0 ± 0.08 a 
 

15 1.4 ± 0.03 b 

 
Ratios were obtained by comparison of females weight after and before the blood meal, in all cases. 
Values indicate mean and standard error. (n) represents the number of 10-female pools employed in each 
case. Values obtained for the different groups at each generation were compared; values followed by the 
same letter do not differ significantly (p>0.05, ANOVA, followed by Bonferroni's Multiple Comparison Test). 
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Table 3 - Comparison of development, longevity and reproduction parameters obtained for the Aedes aegypti reference strain Rockefeller, and a field population kept for 9 
generations in the laboratory with (R) or without (S) exposure to the pyrethroid deltamethrin. 
 

 Rock X selected lineage (F9)   average reduction (%) 

parameter Rock S R   S R 

larval dev rate1  89.9 ± 14.30 a 70.9 ±11.86 a 9.4 ± 2.92 b   21.1 89.5 

♂ longevity rate 30th day2  64.3 ± 14.53 a 61.9 ± 6.16 a 51.7 ± 6.08 a   3.7 24.4 

♀ longevity rate 30th day2  81.6 ± 3.07 a 81.2 ± 5.16 a 61.9 ± 3.91 b   0.5 24.1 

bloodmeal engorg3  2.2 ± 0.04 a 2.0 ± 0.33 a 1.4 ± 0.10 b   10.0 40.0 

rate of egglaying ♀4  100 ± 0 a 81.7 ± 2.89 b 55.0 ± 5.00 c   18.3 45.0 

eggs/female5  92.3 ± 24.03 a 86.0 ± 37.96 a 71.4 ± 46.43 b   6.8 22.6 

eggs viability rate6  96 ± 1.0 a 92 ± 4.7 a 67 ± 17.4 b   4.2 30.2 

 
All values represent the mean ± standard deviation of the considered parameter. In the first block ("Rock X selected lineage"), R and S represent values obtained after 9 
generations of mosquitoes selected or not with deltamethrin, respectively.  
Same letters indicate non significant differences (ANOVA, p>0.05). Comparisons considered each parameter independently. The last columns ("average reduction") compare S 
and R groups with the Rockefeller strain. 
(1) Larvae development is the rate of pupae formed up to the 6th day after larval hatching. 
(2) Longevity is represented by the mean survival rate at the 30th day after adult emergency. 
(3) Blood meal engorgement refers to the females’ weight after/ before bloodfeeding. 
(4) Percentage of blood fed females that laid eggs. 
(5) Mean number of eggs laid by bloodfed females. 
(6) Rate of L1 larvae hatching. 
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Supplementary Table S1 – Survival comparison of Aedes aegypti females from groups R and S after 
exposure to deltamethrin at the indicated generations of laboratory selection. 
 

Generation t df p 

F3 0.980 4 0.3828 

F4 1.481 4 0.2128 

F5 9.128 4 0.0008 

F8 10.32 4 0.0005 

F9 8.105 4 0.0013 

    
Test t comparison for the rate of survival females 24 hours after exposure to impregnated bottles with 
3.0µg deltamethrin. t = t value; df = degrees of freedom; p = probability. This test was performed with 
pooled lineages from both groups S (S1, S2 and S3) and R (R1, R2 and R3). 
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Supplementary Table S2 – Aedes aegypti sex ratio of control (S) or deltamethrin exposed (R) groups under laboratory conditions, throughout generations. 
 

 F1 F3 F6 F9 

  ♀ ♂ p ♀ ♂ p ♀ ♂ p ♀ ♂ p 

Rock 
88 80 0.7434 88 90 1.000 108 98 0.6934 89 108 0.364 

97 99 1.000 97 93 0.9183 103 102 1.000 87 96 0.6758 

S1 
118 113 0.8524 97 102 0.8411 95 106 0.6187 99 110 0.6247 

93 114 0.3251 98 122 0.2935 106 98 0.7664 97 102 0.8411 

S2 
 -  -  - 95 111 0.4901 106 105 1.000 80 100 0.342 

 -  -  - 95 113 0.4324 81 122 0.0464* 89 90 1.000 

S3 
100 124 0.2979 89 106 0.4175 123 120 0.9279 97 94 0.9185 

103 124 0.3475 101 114 0.5627 99 97 1.000 100 87 0.5348 

R1 
 -  -  - 105 105 1.000 88 108 0.3627 84 94 0.6715 

 -  -  - 75 131 0.0072** 90 109 0.3664 80 85 0.8258 

R2 
74 86 0.576 91 117 0.2384 86 114 0.1924 77 96 0.3326 

140 167 0.2936 113 108 0.8491 95 104 0.6891 100 109 0.6956 

R3 
111 101 0.6976 116 108 0.7768 86 114 0.1924 89 91 1.000 

87 107 0.3602 98 128 0.1868  -  -  - 77 93 0.4472 

 
Number of females and males obtained from S1-S3 and R1-R3 lineages and from Rockefeller strain (Rock). For every lineage, each line shows an independent assay. p = 
probability for Fisher’s exact test; * = p<0.05; ** = p<0.01; - = not done. 
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Supplementary Table S3: Number of eggs per Aedes aegypti female of a field population kept in the 
laboratory for 9 generations with (R) or without (S) exposure to the pyrethroid deltamethrin. Rockefeller (Rock) 
mosquitoes are included as a control lineage. 

Generation 
Median number eggs 

Difference in rank sum for Dunn's Multiple 
comparison Test 

Rock S R Rock Vs S Rock Vs R S Vs R 

F1 109.5 105.5 111.0 1.370 -2.247 -3.617 

F3 105.5 98.0 92.5 -1.066 1.402 2.467 

F6 123.0 113.5 88.5 8.582 27.02** 18.43* 

F9 93.5 80.0 76.0 10.07 21.22* 11.14 

      
Comparison of number of eggs among pooled S and R lineages and with Rockefeller strain (Rock). Groups 
were compared two by two with the non parametric ANOVA Dunn's Multiple comparison Test. *p<0.05; 
**p<0.01 
 
  

Figures 
 
 
 
 
 
 

 
 

 
Figure 1: pyrethroid survival rate dynamics of an Aedes aegypti field population submitted to controlled 
selection in the laboratory. R lineages (R1, R2 and R3) represent adult females selected with deltamethrin at 
each generation (1.5 μg/bottle at F3 and 3.0 μg/bottle afterwards); S lineages (S1, S2 and S3) were reared in 
parallel, without insecticide selection. Rockefeller strain was exposed to the same bioassay at F8 and F9 
generations. Vertical bars represent the standard deviation. 
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Figure 2 

Figure 2: larval development dynamics of an Aedes aegypti field population submitted to pyrethroid selection 
in the laboratory. Dotted lines are regression of mean rate of pupae formation at the 6 th day after larva 
hatching for pooled lineages of R and S, respectively selected or not with deltamethrin. Rockefeller was used 
as environment control (regression in blue line). Values for linear regression analysis are: Rock (β =-1.565, r2 
= 0.285, p > 0.05), S (β =-2.817, r2 = 0.6095, p < 0.0001) and R (β =-9.434, r2 = 0.8217, p < 0.0001). Vertical 
bars for each symbol represent the standard error. Legends as in Figure 1. 
 

 
 
 
 
 

 
Figure 3: egglaying females of an Aedes aegypti field population submitted to pyrethroid selection in the 
laboratory. Rate was calculated considering all blood-fed females. Mean number with standard error of 
egglaying females from R and S lineages , selected or not with deltamethrin, respectively, are represented. 
Stars: Rockefeller (Rock). Lines indicate linear regression analysis for Rock (β =-0.0996, r2 = 0.0332, 
p > 0.05), and pooled S (β = 1.136, r2 = 0.0691, p > 0.05) and R (β =-2.228, r2 = 0.4114, p < 0.05) lineages. 
Legends as in Figure 1. 
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Figure 4: number of eggs per egglaying female of an Aedes aegypti field population submitted to pyrethroid 
selection in the laboratory. White, grey and black bars indicate respectively Rock, S and R females. Vertical 
bars represent the standard error. Values significantly or highly significantly different from Rock are indicated 
by (*) or (**), respectively. 
 
 

 

 
 
Figure 5: egg viability of Ae. aegypti resulted from selection with or without pyrethroid pressure in the 
laboratory.  Mean egg hatching rate with standard error are represented for each S (S1, S2 and S3) and R 
(R1, R2, R3) lineages. Rockefeller (Rock) strain was used as the assay conditions and environment control.  
Dotted lines are the linear regression curves for polled S and R lineages and Rock strain. Values for linear 
regression analysis are: Rock (β =-0.1644, r2 = 0.2748, p > 0.05), S (β =-0.5666, r2 = 0.5212, p < 0.05) and R 
(β =-3.854, r2 = 0.8998, p < 0.0001). Legends as in Figure 1. 
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Supplementary Figure S1: dynamics of Ae. aegypti pupae formation along the days. Mean rate with 
standard error of pupae formation in R and S lineages, kept in laboratory with and without selection pressure 
with pyrethroid, respectively. Rockefeller strain (Rock) was used as the control for rearing and environmental 
conditions. The panels (A-C) represent the dynamics of the analyzed generations. 
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Supplementary Figure S2: Longevity of Ae. aegypti adults resulted from selection with or without pyrethroid pressure in the laboratory. Mean rate with 
standard error of alive females (panels A – C) and males (panels D-F) along two months under laboratory conditions for each analyzed generations are 
represented: R and S lineages, kept in laboratory with and without selection pressure with pyrethroid, respectively.  Rockefeller strain (Rock) was used 
as the control for rearing and environmental conditions. 
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Supplementary Figure S3: Blood meal ingestion of Ae. aegypti adults resulted from selection with or without pyrethroid pressure in the laboratory. Mean with standard error 
proportion of weigh after and before blood ingestion for R and S lineages, kept in laboratory with and without selection pressure with pyrethroid, respectively.  Rockefeller strain 
(Rock) was used as the control for rearing and environmental conditions. 
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4 - Discussão 

4.1 - Mutação kdr em Ae. aegypti e seu diagnóstico molecular 

Nos dias atuais, os piretróides formam a classe de inseticidas globalmente mais 

utilizada, devido à combinação de fatores como atividade inseticida, fotoestabilidade, baixa 

toxicidade aos mamíferos e persistência limitada no solo (Soderlund 2008).  A deltametrina chegou 

a ser considerada o inseticida mais potente na época de sua invenção (Davies et al. 2007b).  No 

Brasil, o uso de piretróides foi somente introduzido em âmbito nacional no controle de Ae. aegypti 

no início dos anos 2000, enquanto alternativa de controle dos adultos, já que grande parte das 

populações do vetor no país estavam resistentes aos organofosforados (Braga e Valle 2007b).  

Inicialmente foi utilizada a cipermetrina, sendo substituída logo em seguida pela deltametrina.  No 

entanto, poucos anos depois da introdução dos piretróides em escala nacional, foram detectadas 

populações resistentes por todo o país (da-Cunha et al. 2005; Montella et al. 2007).  Este rápido 

surgimento da resistência pode ser atribuído: 1) à resistência cruzada, pelo intenso uso de 

organofosforados nas três décadas anteriores, selecionando aumento da expressão de enzimas 

detoxificantes; 2) à rápida seleção, causada pelo uso do piretróide, para aumento na expressão ou 

na metabolização das enzimas detoxificantes; e 3) ao aumento da frequência de mutações no gene 

que codifica o canal de sódio, comprometendo a sensibilidade do sítio alvo dos piretróides. 

Os resultados aqui discutidos apontam para a importância da mutação Val1016Ile do 

canal de sódio na resistência a piretróides, devido à maior frequência do alelo mutante entre os 

indivíduos resistentes.  A população de Foz do Iguaçu, amostrada em locais estratégicos, nos focos 

que receberam tratamento intensificado, apresentou a maior frequência do alelo 1016 Ile (73%) 

entre as localidades avaliadas.  Bioensaios com papel impregnado com piretróide indicaram razão 

de resistência de 42,4, a maior já detectada pelo laboratório (Giglio e Lima, comunicação pessoal).  

Além disso, entre outubro de 2006 e julho de 2007, Foz do Iguaçu foi a localidade com o maior 

LIRAa (índice de amostragem que avalia a densidade populacional de Ae. aegypti), entre as 61 

cidades brasileiras investigadas quanto à densidade de mosquitos, ficando ainda entre as dez 

primeiras cidades com maior incidência de casos de dengue (Coelho et al 2008). 

Os trabalhos mais recentes que tratam da relação entre mutação no AaNaV e 

resistência a piretróide apontam alterações no sítio 1016 como responsáveis pelo fenótipo kdr em 

Ae. aegypti, Val Ile na América Latina e Val Gly na Tailândia (Saavedra-Rodriguez et al. 2001; 

Rajatileka et al. 2008).  Outra substituição, fora da região IIS6, foi identificada em linhagem com 

razão de resistência a piretróide de 190 vezes.  Esta linhagem, originária do Taiwan e mantida sob 
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pressão de seleção no laboratório, também apresenta a substituição Val1016Gly (Cheng et al. 

2009). 

Ensaios nossos, ainda em andamento, revelaram que uma linhagem homozigota para 

o alelo mutante 1016Ile é, no mínimo, 100 vezes mais resistente do que a linhagem susceptível 

Rockefeller.  Além disso, híbridos 1016 Val/Ile resultantes do cruzamento entre Rock e aquela 

linhagem 1016 Ile/Ile não são resistentes, indicando o caráter recessivo da mutação.  Este aspecto 

também foi percebido pelos cruzamentos realizados por Saavedra-Rodriguez et al. (2007) e estão 

de acordo com trabalhos mais antigos, nos quais o fenótipo kdr tem sido apontado como recessivo 

(veja revisão em Davies et al., 2007b). 

O alelo mutante 1016Ile ainda não está presente em todo o país.  Contudo, sua 

disseminação parece estar ocorrendo de forma bastante acelerada: 1) na coleta realizada em Nova 

Iguaçu em 2003 a mutação Val1016Ile não havia sido identificada (seção 3.1).  Nova coleta, 

realizada no final de 2008 naquela localidade, detectou o alelo 1016 Ile em 62,5% dos indivíduos 

analisados; 2) em coletas realizadas nas regiões Norte e Nordeste entre 2003 e 2007 esta mutação 

não foi observada em nenhuma localidade (ver seção 3.2); hoje este cenário parece ser diferente. 

Das três populações do Nordeste avaliadas mais recentemente (coletas realizadas em 2008/2009), 

uma apresentou o alelo mutante 1016Ile, ainda que em baixa frequência (7%); 3) em uma localidade 

da região Centro-Oeste, a frequência deste alelo aumentou de 13,1% em 2006 para 20% em 2008 

(Belinato e Brito, comunicação pessoal).  Esta rápida disseminação da mutação pelo país 

certamente é fruto da forte pressão de seleção por piretróide, devido à intensificação do controle 

das formas adultas com o inseticida nas grandes epidemias mais recentes, entre 2005 e 2008 (ver 

Apêndice 2).   

É esperado que alelos raros, ainda que com alto valor adaptativo, aumentem de frequência 

lentamente nas gerações subsequentes à sua introdução na população, principalmente se este alelo for 

recessivo para o fenótipo selecionado (Ridley 2006).  Uma vez que o alelo 1016Ile, que confere resistência e 

tem caráter recessivo, parece estar aumentando de frequência rapidamente nas populações brasileiras, seu 

valor adaptativo deve ser extremamente alto.   

Com base no perfil das frequências alélicas do sítio 1016 apresentado na seção 3.2, e nas 

observações acima, é tentador sugerir que a mutação Val1016Ile esteja se espalhando no Brasil a partir de 

poucas introduções originadas de países vizinhos.  Contudo não podemos excluir a possibilidade de que esta 

mutação tenha surgido independentemente mais de uma vez.  Foi sugerido que, em An. gambiae, a mutação 

kdr (Leu1014Phe) surgiu pelo menos quatro vezes de forma independente (Pinto et al. 2007).  Uma vez que 

alterações no canal de sódio são pouco permissivas para suas funções fisiológicas, devem ser raros os sítios 

que, estando alterados, possibilitem o desenvolvimento do indivíduo (ffrench-Constant et al. 1998).  Como os 

mosquitos podem produzir várias gerações sucessivas em curto espaço de tempo; na presença de uma forte 



98 

 

pressão de seleção a favor do alelo, esse tenderia a aumentar rapidamente em frequência, mesmo 

recessivo, como foi o caso do exemplo de Nova Iguaçu.  É possível que estejamos observando o início de 

uma rápida expansão do alelo 1016Ile nas populações brasileiras de Ae. aegypti. 

Um cenário passível de ser considerado é, de um lado, a redução do valor adaptativo, 

na ausência de aplicação de inseticidas, do homozigoto mutante (que seria o resistente) e, de outro 

lado, o grande tamanho das populações do vetor, suficiente para que o alelo mutante não seja 

perdido por deriva gênica.  Deste modo, mesmo que a aplicação de inseticida seja interrompida e 

que a mutação tenha custo evolutivo relativamente alto quando em homozigose, uma vez que o 

alelo esteja presente na população de uma dada área, seria necessário um número muito grande de 

gerações até que fosse eliminado, já que estaria “escondido” da seleção natural nos heterozigotos.  

Estes, por sua vez, poderiam introduzir o alelo mutante em outras áreas por migração.  No Brasil a 

situação é bastante preocupante: pode-se pensar na hipótese de suspensão do controle com os 

adulticidas piretróides, e na intensificação do controle larvar; porém muitas populações estão 

resistentes aos organofosforados, usados contra as larvas.  De fato, os adulticidas são somente 

indicados em situações emergenciais, com epidemia constatada.  Contudo, ações particulares de 

associações de moradores e condomínios residenciais utilizam continuamente este tipo de 

“controle”, que acaba trazendo mais danos que benefícios. 

Estamos convencidos que o valor adaptativo da mutação Val1016Ile é alto nas 

populações naturais de Ae. aegypti, frente à pressão com piretróide.  A avaliação periódica da 

frequência do alelo mutante em populações brasileiras do vetor seria, sem dúvida, uma importante 

ferramenta para o monitoramento da resistência. 

Na tentativa de definir uma ferramenta molecular para diagnóstico e determinação de 

frequência das mutações na região IIS6 do AaNaV, ao longo do nosso trabalho testamos uma série 

de primers específicos para amplificação das variantes dos sítios com mutação.  O melhor método 

avaliado foi a PCR alelo-específica (AS-PCR) apresentada por Saavedra-Rodriguez et al. (2007), 

procedimento no qual a adição de uma cauda CG de tamanho diferenciado para cada primer 

específico (veja seções 3.2 e 3.3) amplifica produtos facilmente diferenciáveis por eletroforese ou 

por curva de dissociação.  Embora este método tenha sido bem sucedido em nosso laboratório, 

temos como perspectiva imediata adequá-lo para avaliações em larga escala, de forma a incluir 

estes testes na rotina do monitoramento da resistência.  De início, pretendemos eliminar a etapa de 

eletroforese, substituindo-a pela análise de curva de dissociação via PCR em tempo real. A 

eletroforese, apesar de pouco onerosa, oferece risco de acidente com produtos químicos (como 

acrilamida e brometo de etídio), demanda tempo equivalente ao da amplificação e está mais sujeita 

a erros de leitura e interpretação. 
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Outras técnicas, não baseadas em amplificação alelo-específica, têm sido utilizadas 

com sucesso na detecção de mutações no canal de sódio.  A técnica HOLA (Heated Oligonucleotide 

Ligation Assay, para detalhes veja Black et al. 2006) revelou alta especificidade na detecção dos 

alelos nos sítios 1011 (Ile, Met e Val) e 1016 (Val, Ile e Gly) em populações tailandesas de Ae. 

aegypti (Rajatileka et al. 2008) e do sítio 1014 de Culex quinquefasciatus do Sri Lanka (Wondji et al. 

2008), com discriminação visual de hetero e homozigotos para cada sítio.  Wondji et al. (2008) 

compararam a especificidade da HOLA com o pirossequenciamento, metodologia relativamente 

recente que surge como mais uma alternativa para detecção da mutação kdr.  Naquele trabalho, o 

diagnóstico da Leu1014Phe em Cx. quinquefasciatus revelou maior especificidade com o 

pirossequenciamento. 

Bass et al. (2006) compararam as metodologias descritas na literatura - 1) PCR alelo-

específica, 2) HOLA, 3) SSOP-ELISA (Sequence Specific Oligonucleotide Probe – Enzyme-Linked 

ImmunoSorbent Assay) e 4) PCR-Dot Blot - com duas outras, baseadas em fluorescência, 

apresentadas em seu trabalho: 1) TaqMan probes e 2) HRM (high resolution melt).  Foram 

comparadas a eficiência e a especificidade destas metodologias na detecção da mutação kdr por 

meio de avaliação de quase uma centena de indivíduos da espécie An. gambiae.  Foram 

considerados não somente o desempenho dos métodos, como a facilidade do protocolo 

experimental, o custo monetário e questões de biossegurança relativas aos reagentes.  Concluiu-se 

que o método com melhor sensibilidade e especificidade foi a Taq-Man em tempo real (TaqMan 

probes).  Contudo, os autores advertem que esta técnica foi a mais onerosa, sugerindo que, para 

redução do custo, o investigador poderia adaptar o ensaio para um termociclador convencional.  

Desta forma, ao invés da leitura em tempo real, o produto seria lido ao término da reação em um 

fluorímetro, o que resultaria em pouca redução de sensibilidade e especificidade.  Os outros 

métodos foram bastante adequados, ainda que inferiores ao TaqMan probes.  A SSOP-Elisa foi o 

método com melhor relação custo-benefício para diagnóstico rápido e em larga escala, 

recomendado para laboratórios com poucos recursos. 

Com relação às outras técnicas acima discutidas, em princípio acreditamos que 

metodologias baseadas em hibridização, como HOLA, SSOP-Elisa e PCR-Dot Blot, apresentam 

muitas etapas adicionais (e, consequentemente, maior susceptibilidade a erros de manipulação) e 

não trariam vantagens significativas sobre a especificidade da PCR alelo-específica que temos 

utilizado. 

Independente desta discussão, é importante destacar que, em relação à resistência de Ae. 

aegypti a piretróides, apesar de termos mostrado fortes evidências de envolvimento da mutação Val1016Ile, 

sua detecção não deveria ser o critério exclusivo de avaliação das populações.  A correlação entre 
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estimativas da frequência de mutações kdr e indicação de resistência a DDT/ piretróide, deve ser precedida 

de ensaios biométricos, funcionais, sob risco de adoção de estratégia equivocada (Brooke, 2008).  Deve-se 

considerar em primeiro lugar o resultado dos bioensaios que avaliam diretamente o efeito do inseticida sobre 

o inseto.  Vale lembrar também que outras causas de resistência devem ser consideradas, como o perfil de 

alteração nas enzimas relacionadas à resistência metabólica (GST, MFOs e Esterases). 

 

4.2 – Duplicação gênica e seus possíveis efeitos na resistência e em outros parâmetros adaptativos 

Foi demonstrado, por meio de análises genômicas, que genes parálogos evoluem mais rapidamente 

do que ortólogos, ou seja, há uma evolução acelerada em genes duplicados, explicada por um 

afrouxamento da seleção purificadora, por seleção positiva, ou pela combinação de ambos.  Embora 

a duplicação gênica produza genes redundantes, há várias citações de benefícios imediatos da 

duplicação, como por exemplo, resistência de células tumorais a quimioterápicos e de 

microorganismos a antibióticos; e na diminuição de sensibilidade a condições adversas, como 

limitações nutricionais, exposição a toxinas, metais pesados e a temperaturas extremas 

(Kondrashov et al. 2002).  Como discutido na seção 3.3, o efeito da duplicação de genes que 

codificam Esterases tem sido observado na resistência de Cx. pipiens a organofosforados 

(Tabashnik 1990; Raymond et al. 1998; Guillemaud et al. 1999).  Nestes casos, a duplicação 

assume um efeito dose-dependente, ou seja, quanto maior número de cópias destas enzimas, maior 

a eficiência de detoxificação do inseticida.  No caso do canal de sódio, sugerimos que a duplicação 

possa ter permitido o acúmulo de mutações sem inviabilizar o indivíduo, uma vez que a cópia 

original estaria presente. 

Apresentamos aqui fortes evidências da ocorrência de duplicação no AaNaV, em 

caráter polimórfico, amplamente disseminado em populações brasileiras.  Sugerimos ainda que a 

mutação no sítio 1011 ocorra somente no haplótipo duplicado, que é ainda formado por sequências 

do tipo A e B (1011Met + A + 1016Val _ 1011Ile + B + 1016Val).  No momento, estamos conduzindo 

ensaios de quantificação do número de cópias do exon 20 em cada indivíduo, por PCR em tempo 

real, além de cruzamentos adicionais que serão objeto de tipagem molecular para observação das 

frequências.  Estes experimentos nos ajudarão a compreender melhor a dinâmica evolutiva do gene 

de canal de sódio do mosquito Ae. aegypti e suas relações com a resistência a inseticida. 

Como discutido acima, a mutação no AaNav mais importante para a resistência kdr 

está no sítio 1016.  No entanto, a mutação Ile1011Met deve ter algum efeito na resistência em 

populações nas quais o alelo 1016Ile não está presente.  Aedes aegypti foi erradicado do país no 

final da década de 1950, em grande parte em consequência do uso de DDT e, alguns anos mais 

tarde, houve nova infestação do vetor a partir de população(ões) resistente(s) àquele inseticida 
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(Franco 1976).  Talvez a população invasora que se disseminou por todo país (que, de acordo com 

Bracco et al. 2007, é originária da América Central e da Ásia,) tivesse a mutação Ile1011Met.  

Pretendemos analisar a suscetibilidade ao DDT daquela linhagem gerada por pressão de seleção 

com piretróide (grupo R).  A sugestão é que a mutação Ile1011Met possa ser remanescente da 

época em que teria sido vantajosa frente ao ambiente tratado com aquele inseticida. 

Considerando nossa hipótese de que a mutação Ile1011Met está presente apenas no 

haplótipo duplicado (seção 3.3), no grupo R este haplótipo deve ter se fixado, ou se aproximado da 

fixação: todos os indivíduos foram genotipados como “heterozigotos” no sítio 1011 e no íntron entre 

os exons 20 e 21 (1011 Ile/Met + A/B).  A ausência de indivíduos com fenótipo “homozigoto” 

1011 Met/Met nos grupos selecionados é reforço adicional à nossa hipótese de duplicação.  Além 

disso, os resultados com a tipagem da prole dos cruzamentos apresentados no artigo da seção 3.3 

mostraram que o genótipo potencial 1011 Met/Met não seria letal).  De fato, se este fosse o caso, 

nos grupos selecionados R e S (seção 3.4), esperaríamos, além de maior frequência de 

heterozigotos (1011 Ile/Met), também de homozigotos sem a mutação (1011 Ile/Ile).  Contudo, 

apenas “heterozigotos” (1011 Ile/Met) foram observados no grupo R (Apêndice).  É provável, 

contudo, que outros haplótipos, distintos daqueles que observamos em nosso trabalho, existam.  

Saavedra-Rodriguez et al (2007) observaram indivíduos “homozigotos” para a mutação no sítio 

1011 (1011 Met/Met), resultando em fenótipos moleculares que não encontramos (como discutido 

no artigo apresentado na seção 3.3). 

De acordo com Kimura & King (1979), a duplicação gênica cria condições mais 

permissivas para a ocorrência de mutações deletérias recessivas, em comparação com sequências 

presentes em cópia única.  Desta forma, mutações que apresentam algum comprometimento na 

viabilidade poderiam ter se fixado, caso tenham sido essenciais para adaptação a alguma condição 

particular no passado.  Isto poderia explicar a diminuição da sobrevivência do grupo R quando 

exposto ao inseticida, a partir da geração F5 (seção 3.4): digamos que, nas primeiras gerações sob 

seleção, a mutação presente no haplótipo duplicado tenha sido importante para a sobrevivência dos 

indivíduos.  Sua frequência teria aumentado no grupo R, até a fixação.  Ou seja, até que todos os 

indivíduos fossem homozigotos para a duplicação.  Em paralelo, aumentaria também a intensidade 

dos efeitos negativos desta característica em outros aspectos da fitness do grupo R (seção 3.4).   

Antes da introdução de inseticidas contra uma população de insetos, alelos de 

resistência em geral estão em baixa frequência.  Com o uso do inseticida, estes genes tornam-se 

adaptativamente favoráveis e rapidamente se espalham na população.  Segundo Clarke (1997), a 

incorporação destes novos alelos no genoma resulta em uma desestruturação de complexos 

gênicos co-adaptados, podendo ter consequências pleiotrópicas em diversas características 
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fenotípicas.  Observações realizadas em nosso laboratório com populações de campo deram 

reforço a nossa hipótese de que o haplótipo duplicado poderia estar interferindo negativamente em 

outros parâmetros adaptativos.  Fortaleza e Maceió foram as populações com maior 

comprometimento em aspectos relacionados ao desenvolvimento e à reprodução (Ribeiro 2008).  

Estas localidades foram também as duas com maior frequência do fenótipo molecular 1011 Ile/Met 

entre os indivíduos resistentes a piretróide (respectivamente, 75 e 67%, veja tabela 1 da seção 3.3).  

É provável que parte destes indivíduos 1011 Ile/Met sejam homozigotos para a duplicação, 

principalmente em Fortaleza, que teve frequência mais alta.  Sugerimos, portanto, que o haplótipo 

duplicado pode fornecer algum nível de resistência a piretróide, mas que, em homozigose, pode 

comprometer outros aspectos da fitness da população, devido a efeitos pleiotrópicos. 

Linhagens mantidas em laboratório recebem alimentação em quantidade ideal, estão 

submetidas a alterações ambientais mínimas, e praticamente não precisam disponibilizar recursos 

energéticos contra predação, competição ou infecções por parasitas.  Já populações de campo 

estão sujeitas a enfrentar todas estas adversidades.  Portanto, fatores genéticos que diminuam o 

sucesso do indivíduo na presença destes fatores devem ser muito mais percebidos em linhagens de 

laboratório, criadas sob condições permissivas.  Em termos quantitativos, em cativeiro, o acúmulo 

de tais alelos deletérios só teria efeito negativo depois de limiar muito superior àquele enfrentado 

por populações de campo.  Talvez por isso não tenhamos observado o haplótipo duplicado 

associado à mutação 1011Met nas populações naturais em frequência tão alta como no laboratório. 

Por exemplo, algumas linhagens de campo de Cx. quinquefasciatus resistentes a 

organofosforados perderam a resistência na ausência do inseticida.  No entanto uma delas, quando mantida 

em laboratório também sem contato com inseticida durante um ano e meio, manteve os mesmos níveis de 

resistência (Raymond et al. 1993).  Ou seja, ao contrário do campo, fatores deletérios pleiotrópicos à 

resistência não foram suficientes para interferir com a viabilidade daquela linhagem no laboratório, indicando 

que o custo evolutivo da resistência depende do ambiente.  Em outro exemplo, estudos com o pulgão Myzus 

persicae demonstraram que indivíduos resistentes a piretróide, portadores da mutação kdr (neste caso a 

Leu1014Phe), apresentavam menor resposta ao feromônio de alarme.  Da mesma forma, linhagens kdr de 

M. domestica, diferentemente de indivíduos susceptíveis, não mostraram preferência quando expostas a um 

gradiente de temperatura (Foster et al. 2003).  Uma série de trabalhos do grupo francês do Laboratoire 

Génetique et Environnment, Montpellier, demonstra que o mesmo caráter que conferiu resistência a OP a 

linhagens de Cx. pipiens, a presença de duplicações em genes Esterases, reduziu outros aspectos da fitness 

(como discutido no artigo da seção 3.4). 

Em uma revisão que aborda aspectos ecológicos e genéticos da resistência, Roush e 

McKenzie (1987) sugeriram que este caráter, em populações de campo, deve ser preferencialmente 

monogênico, e que se instala em decorrência da seleção de alelos que conferem vantagem frente à 
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pressão exercida pelo inseticida.  Se estes alelos forem relativamente raros na população, a 

probabilidade de que estejam incluídos em uma amostragem levada ao laboratório (para 

experimentos de seleção) é baixa.  Como conseqüência, a resistência selecionada em laboratório a 

partir de pequenas amostragens iniciais seria poligênica, com a participação de vários genes, cada 

qual contribuindo com menor ou maior parcela do fenótipo da resistência (Wilson, 2001).  Em nosso 

caso, a mutação Ile1011Met do canal de sódio estava presente em alta frequência em nossa 

amostragem inicial da população de Natal.  Ainda assim, outros fatores devem ter sido selecionados 

durante o processo de manutenção em cativeiro.  Uma evidência indireta foi a alteração da razão de 

resistência ao organofosforado temephos, inseticida de outra classe de inseticida, com alvo distinto 

dos piretróides: houve aumento da resistência no grupo R e diminuição no grupos S (seção 3.4).  

Neste caso, a participação da resistência metabólica é provável, de forma que alterações nas 

enzimas detoxificantes podem levar à resistência cruzada entre compostos de classes diferentes 

(Hemingway 2004). 

Há outra questão importante a ser considerada: uma vez que a resistência tenha se 

disseminado, a pressão contínua com inseticida pode favorecer mutações (modificadores) em 

outros loci ou no mesmo locus que amenizem os efeitos deletérios do novo alelo, até que os 

genótipos resistentes sejam tão bem adaptados (ou quase) quanto os susceptíveis em ambiente 

livre de inseticida.  Por exemplo, foi observada a seleção de um gene “modificador” que reduziu os 

efeitos negativos da resistência na ausência de inseticida em uma população de campo de Lucilia 

cuprina resistente (Clarke 1997).  Portanto, seria potencialmente ingênuo o argumento de que 

populações de mosquitos altamente resistentes tenderiam sempre a ter a capacidade vetorial 

comprometida e, consequentemente, ser menos importantes em um ciclo de transmissão de 

doenças. 

Dada a crescente perda de vidas humanas pela dengue no país nas duas últimas 

décadas, muito devido ao fracasso no controle de populações do vetor, atualmente temos a certeza 

de que as estratégias de controle do Ae. aegypti devem ser fruto da interação entre os cientistas e 

as autoridades sanitárias, baseadas na investigação científica multidisciplinar, e em aspectos 

sanitários e educativos.  Contudo, esta sugestão já havia sido plantada por Antonio Golçalves 

Peryassu e Oswaldo Cruz há 100 anos (Lourenço-de-Oliveira 2009).  O uso de inseticida deve 

perdurar ainda por muito tempo como uma das ferramentas mais importantes no controle de 

mosquitos, sendo os piretróides aqueles com maior custo-benefício no combate às formas aladas, já 

que possuem efeito rápido e menor acúmulo residual no ambiente.  No Brasil, por exemplo, gastou-

se cerca de 39.963 quilos de ingrediente ativo de piretróides no ano de 2007 (Ima Braga, 

comunicação pessoal).  Para evitar que percamos mais esta ferramenta devemos monitorar e 
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compreender a dinâmica evolutiva dos mecanismos de resistência nas populações de Ae. aegypti 

de localidades estratégicas. 

Ao longo de nosso trabalho, evidenciamos modificações no gene que codifica o sítio 

alvo de piretróides que provavelmente estão correlacionadas com a resistência àqueles compostos.  

Além disso, tentamos compreender o grau de comprometimento da capacidade vetorial de 

populações resistentes.  Observamos um complexo polimorfismo no gene de canal de sódio entre 

as populações de Ae. aegypti investigadas, de forma que ficou claro o envolvimento de algumas 

variedades com a resistência.  Nesta busca, obtivemos forte evidência da ocorrência de um 

polimorfismo envolvendo uma duplicação gênica, que pode também estar relacionada com a 

resistência.  Estes achados criaram novas perspectivas de investigação sobre o entendimento da 

rota evolutiva da resistência em populações naturais, o que certamente aumentará nossas chances 

de intervir com sucesso no controle de mosquitos vetores por meio do uso de inseticidas. 
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5 - Conclusões 

- Confirmamos polimorfismo no gene AaNaV, que codifica o canal de sódio regulado por voltagem 

em populações brasileiras do vetor Ae. aegypti.  As sequências foram separadas em dois tipos, A e 

B, de acordo com a sequência do íntron entre os exons 20 e 21 e com substituições sinônimas no 

exon 20.   

 

- Confirmamos também que nenhuma sequência do tipo B apresentou mutação em ambos os sítios 

1011 e 1016.  Além disso, a cepa Rockefeller, controle de susceptibilidade e vigor, apresenta 

apenas sequências do tipo B. 

 

- Detectamos a mutação Val1016Ile, associada apenas a sequências do tipo A, e mostramos 

indícios de sua forte associação à resistência à piretróide.  Apesar de não ter sido detectada em 

todas as localidades analisadas, há evidências de que esteja se espalhando rapidamente pelo país. 

 

- Confirmamos a presença da mutação Ile1011Met no Brasil, ausente de apenas uma entre as 17 

localidades avaliadas.  Em todos os casos, esteve presente em sequências do tipo A de indivíduos 

que também possuem sequência do tipo B.  Esta mutação parece conferir alguma resistência a 

piretroíde, porém com alto custo evolutivo em outros parâmetros adaptativos. 

 

- Sugerimos a ocorrência de duplicação na região estudada do AaNaV, de forma que o haplótipo 

duplicado (1011Met + A + 1016Val_1011Ile + B + 1016Val) seja um caráter polimórfico.  Esta 

hipótese foi apresentada a partir das observações: 1) indivíduos com três alelos, 2) excesso de 

“heterozigotos” 1011 Ile/Met + A/B, 3) ausência de indivíduos classificados com “homozigotos” 

1011 Met/Met em populações brasileiras, 4) ausência do fenótipo molecular 

1011 Ile/Met + 1016 Ile/Ile e 5) resultado de frequência fenotípica da prole de cruzamentos. 
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Apêndice 1 

Algumas considerações adicionais sobre os experimentos de pressão de seleção em laboratório 

Na seção 3.4 observamos que o grupo R, mantido sob pressão de seleção por piretróide, 

apresentou o fitness bastante comprometido com relação ao controle Rock e ao grupo S, mantido sob as 

mesmas condições, mas sem inseticida.  Avaliação da atividade das enzimas envolvidas com a resistência 

metabólica, ao longo das gerações, não revelou qualquer tendência (dados não mostrados).  Com relação a 

alterações no AaNaV, a população de Natal, a partir da qual foram estabelecidas as linhagens R e S, não 

apresenta a mutação Val1016Ile, mas somente a Ile1011Met (vide Martins et al. 2009a, seção 3.1).  Para 

avaliação preliminar da dinâmica dos alelos de AaNaV nos grupos selecionados, indivíduos dos grupos R e S 

foram tipados ao longo das gerações, quanto à categoria de sequência de acordo com o intron (A ou B) e ao 

sítio 1011 (metodologia descrita na seção 3.3). 

A frequência inicial de indivíduos com fenótipo molecular do tipo A_B na população de Natal 

(F0), de 93,3%, alcançou 100% no grupo R já na geração F3, assim se mantendo até a F9.  Ou seja, todos os 

indivíduos do grupo R avaliados foram tipados como A_B.  Ao contrário, no grupo S, a frequência de A_B 

havia diminuído, chegando a 64,3% na geração F9 (Figura A1-A).  A partir daí, embora os grupos S e R 

continuassem sendo mantidos separadamente, a pressão de seleção com inseticida, em R, foi interrompida.  

Na geração F12 a frequência de A_B continuou em 100% para o grupo R e foi de 85,2% no grupo S.  De 

acordo com nossa hipótese de ocorrência de duplicação gênica (seção 3.3), o haplótipo duplicado é 

caracterizado pelo fenótipo molecular A_B, em análise de PCR.  Portanto, os indivíduos com este fenótipo 

podem ser homozigotos, contendo dois haplótipos duplicados; ou heterozigotos, contendo um duplicado e 

outro do tipo A ou B.  Contudo, vale lembrar, que nem todos os indivíduos tipados como A_B  possuem 

necessariamente o haplótipo duplicado, já que há indivíduos portadores de uma sequência do tipo A e outra 

do tipo B.   

Uma forma mais precisa para avaliação da frequência do haplótipo duplicado pode ser tida 

pela tipagem do sítio 1011, já que todas as sequências com a mutação Ile1011Met estão no haplótipo 

duplicado (1011Met + A + 1016Val_1011Ile + B + 1016Val).  Os indivíduos portadores de pelo menos um 

haplótipo duplicado deveriam ser tipados, portanto, como A_B, para o tipo de sequência, e Ile_Met para o 

sítio 1011.  A frequência do fenótipo molecular 1011 Ile/Met na população original (F0) era de 85,0%, 

chegando a 100% no grupo R na F6 e assim se mantendo até a F12.  Ou seja, a partir da geração F6 todos os 

indivíduos tipados do grupo R eram portadores do haplótipo duplicado.  Por outro lado, sua frequência 

diminuiu no grupo S, já que a frequência do fenótipo molecular 1011 Ile_Met variou aproximadamente entre 

62 e 78% neste mesmo período (Figura A1-B).  O aumento da frequência do haplótipo duplicado no grupo R 

e sua diminuição no grupo S sugere correlação deste haplótipo com a resistência, ainda que moderada, ao 

piretróide e/ou com alteração no fitness do inseto.  
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Figura A1 – Tipagem molecular dos grupos selecionados. Frequência dos fenótipos moleculares de indivíduos dos 

grupos sob seleção, mantidos na presença (R) e ausência (S) de pressão com piretróide ao longo de nove gerações 

sucessivas (veja seção 3.4).  O quadrado pontilhado em vermelho compreende as gerações sob seleção com piretróide.  

A partir da geração F9 os grupos R e S foram mantidos sem inseticida.  A – Frequência dos fenótipos moleculares 

considerando-se o tipo de sequência, sendo estes representados por indivíduos com haplótipos somente do tipo A (A) 

ou B (B) e por aqueles que apresentam os dois haplótipos (podendo incluir ou não a duplicação) (A_B).  Foram 

utilizados para F0: 15 machos da população original de Natal; F1, machos R (29 R1 e 24 R3) e S (20 S3); F3: machos R 

(24 R1 e 20 R3) e S (20 S1 e 20 S3); F6: machos R (15 R1) e S (15 S3); F9: machos R (15 R1) e S (18 S1); F12: R (R1 – 

10 machos e 11 fêmeas) e S (S1 – 10 machos e 17 fêmeas).  B – Frequência dos fenótipos moleculares considerando-

se o sítio 1011, caracterizados por aqueles com haplótipos sem a mutação (1011Ile) ou com pelo menos um haplótipo 

com mutação (1011Ile_Met, que é o haplótipo duplicado).  Foram utilizados para F0: 20 machos da população original de 

Natal; grupo R: R1 (14 machos F6: 20 machos F9 e 10 machos mais 14 fêmeas F12) e grupo S: indivíduos do grupo S1 

(15 machos F6) e S3 (19 machos F9 e 15 machos mais 18 fêmeas F12). 
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Apêndice 2 

Índice de seleção a favor do alelo mutante 1016 Ile 

Na seção 3.2 apresentamos evidências da relação da mutação Val1016Ile com a resistência a 

piretróide.  Embora a mutação 1016 Ile não tenha sido observada na amostra de 2003 de Nova Iguaçu, foi 

encontrada com uma frequência de 62,5% em 2008.  A partir destes dados, simulamos a dinâmica da 

frequência dos alelos do sítio 1016 e a seleção natural a favor do alelo mutante.  O coeficiente de seleção 

pode ser expresso como o índice que representa a redução no valor adaptativo, relativa ao melhor genótipo. 

Em nosso caso, o melhor genótipo seria o 1016 Ile/Ile e segundo Saavedra-Rodrigues et al 

(2007) esta mutação é recessiva.  Para obtermos uma estimativa preliminar do coeficiente de seleção contra 

os outros genótipos na população de Nova Iguaçu assumimos que: 1) o tempo de geração de Ae. aegypti é 

de aproximadamente um mês em condições naturais, resultando em cerca de 60 gerações entre as duas 

amostragens de Nova Iguaçu; 2) a frequência inicial do alelo 1016Ile foi de 0,01 (embora esta mutação não 

tenha sido observada na amostra de 2003); 3) ao longo deste tempo a seleção tem sido contínua e 

constante; 4) os efeitos de deriva e migração podem ser desprezados.  

Foi utilizada a fórmula p' = p(1-s) / (1-p2s-2pqs) (Haldane 1924 apud Ridley 2006) para cálculo 

da frequência do alelo dominante de uma característica recessiva, uma geração seguinte, sob impacto da 

seleção natural.  Na fórmula, p e q correspondem, respectivamente, à frequência inicial do alelo dominante 

(1016 Val) e recessivo (1016 Ile); p’ à frequência do alelo dominante após uma geração; e s, o coeficiente de 

seleção.  Como ilustrado na figura abaixo, o coeficiente de seleção encontrado, de 0,65 contra os genótipos 

homozigotos e heterozigotos para o alelo 1016 Val explicaria a variação de freqüências entre as coletas de 

2003 e 2008 em Nova Iguaçu.  Isto significaria que, em condições naturais e com o uso de inseticidas, 

1016 Val/Val e 1016 Val/Ile têm em média cerca de 35% de chances de sobrevivência, em relação a 

1016 Ile/Ile. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura A2 – Estimativa da frequência dos alelos do sítio 1016 na localidade de Nova Iguaçu entre as coletas de 2005 e 

2008.  Símbolos abertos e fechados representam, respectivamente, os alelos selvagem (1016 Val) e mutante (1016 Ile).  

A linha pontilhada indica a frequência do alelo 1016 Ile na 60a geração (0,625). 
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