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Sinopse: 

Estudou-se a taxa de resistência da população de Aedes aegypti da cidade de 

Manaus, Amazonas, submetida à pressão de seleção com um biolarvicida à base 

da bactéria Saccharopolyspora spinosa, em condições de laboratório. Aspectos 

como efeitos deletérios em parâmetros do desenvolvimento e reprodutivo 

também foram analisados. 
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RESUMO 

 

O controle de mosquitos vetores com inseticidas é a ferramenta mais eficiente para 

conter a transmissão de patógenos, sendo o biolarvicida espinosade um dos agentes de 

controle mais utilizados no mundo, devido à sua alta toxicidade para insetos de 

diferentes ordens. Neste aspecto, é importante monitorar a eficácia do produto ao longo 

de gerações, para poder direcionar melhores estratégias de controle. O presente estudo 

objetivou verificar a taxa de resistência de Aedes aegypti submetido à pressão de 

seleção com o larvicida espinosade, em condições de laboratório, além de analisar os 

efeitos desta exposição em aspectos do desenvolvimento e da reprodução. A seleção foi 

realizada por seis gerações, com análises nos parâmetros biológicos das gerações F2 e 

F6. A CL50 (0,036 mg/L) utilizada nos testes, aumentou nas gerações F3 (0,114 mg/L) e 

F6 (0,101 mg/L) da população pressionada com o biolarvicida, com diferenças 

significativas entre F1 e F3 (p= 0,0019), e entre F1 e F6 (p= 0,0187). No entanto, não 

houve diferença significativa entre os valores da F3 e F6 (p>0,05). Os valores de Razão 

de Resistência (RR) obtidos neste estudo (1,1; 1,3; 2,8; 3,2) foram considerados baixos. 

O tempo médio do estágio larval e do ciclo biológico da população pressionada foram 

maiores na F6 em comparação a população controle (p= 0,0001). O peso corporal das 

fêmeas da população pressionada nas duas condições avaliadas (antes e após o repasto) 

foi inferior ao das fêmeas da população controle (p= 0,0001). A taxa de oviposição das 

fêmeas da população pressionada oriundas da F2 foi baixa em comparação à da 

população controle (p= 0,0001). Contudo, mesmo ocorrendo alteração da CL50 ao longo 

das gerações, a população ainda é considerada com baixo nível de resistência ao 

biolarvicida, de acordo com os valores de RR e os parâmetros da OMS. Portanto, novos 

experimentos são necessários para analisar a evolução da resistência, em laboratório. 

Além disso, após seis gerações, o espinosade afetou negativamente o tempo médio do 

estágio larval e do ciclo de vida de A. aegypti, demonstrando que os insetos da 

população pressionada demoraram mais tempo para se desenvolver. Além do mais, o 

peso corporal das fêmeas antes e após o repasto, bem como a fecundidade, foram 

prontamente reduzidos. Evidenciando que o larvicida afetou aspectos reprodutivos, os 

quais são relacionados a capacidade vetorial da espécie.  

Palavras chave: Suscetibilidade, Inseticidas, Arboviroses, Controle biológico. 
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ABSTRACT 

 

The control of mosquito vectors with insecticides is the most efficient tool to contain 

the transmission of pathogens, with spinosad biolarvicida being one of the most used 

control agents in the world due to its high toxicity to insects of different orders. In this 

regard, it is important to monitor the effectiveness of the product over generations to be 

able to target better control strategies. This study aimed to verify the resistance rate of 

Aedes aegypti submitted to selection pressure with larvicide spinosad under laboratory 

conditions, and to analyze the effects of this exposure on developmental and 

reproductive aspects. The selection was performed for six generations, with analyzes on 

the biological parameters of generations F2 and F6. The LC50 (0.036 mg/L) used in the 

tests increased in the F3 (0.114 mg/L) and F6 (0.101 mg/L) generations of the 

biolarvicide pressured population, with significant differences between F1 and F3 (p= 

0.0019), and between F1 and F6 (p= 0.0187). However, there was no significant 

difference between F3 and F6 values (p> 0.05). The Resistance Ratio (RR) values 

obtained in this study (1.1; 1.3; 2.8; 3.2) were considered low. The mean time of the 

larval stage and the biological cycle of the population exposed to the biolarvicida were 

higher in F6 compared to the control population (p= 0.0001). The body weight of the 

females of the population exposed to the biolarvicida in the two conditions evaluated 

(before and after the repast) was lower than the control females (p= 0.0001). The 

oviposition rate of the females of the population exposed to the biolarvicida from F2 

was low in comparison to the control population (p= 0.0001). However, even if the LC50 

changes over the generations, the population is still considered to have a low level of 

resistance to the biolarvicide, according to the RR values and WHO parameters. 

Therefore, new experiments are needed to analyze the evolution of resistance in the 

laboratory. In addition, after six generations, spinosad negatively affected the mean 

larval stage and life cycle time A. aegypti, demonstrating that the insects of the 

pressured population took longer to develop. In addition, females body weight before 

and after the meal, as well as fecundity, were promptly reduced. Evidencing that 

larvicide affected reproductive aspects, which are related to the vector capacity of the 

species. 

Keywords: Susceptibility, Insecticides, Arbovirus, Biological control. 
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1. INTRODUÇÃO  

1.1. Mosquitos e importância médica  

Os culicídeos popularmente conhecidos como mosquitos, pertencentes à família 

Culicidae, compreendem 3.563 espécies classificadas nas subfamílias Anophelinae e 

Culicinae. Estes insetos ocorrem nas cinco regiões biogeográficas do globo terrestre, 

sendo em ambientes de florestas tropicais, encontrada a maior diversidade de espécies 

(Harbach 2019; WRBU 2019). 

Muitas espécies de mosquitos são vetores de agentes patogênicos ao homem, tais 

como bactérias, vírus, protozoários e nematódeos, causadores de importantes doenças 

que acometem em torno de 60% da população humana (Ferreira e Castro 2016; Fritzell 

et al. 2018; Merle et al. 2018). Entre as principais enfermidades que afetam os 

humanos, estão a Filariose, Febre Amarela Urbana, Dengue, Febre de Chikungunya e 

mais recentemente, doença aguda contraída pelo vírus Zika, todas bem difundidas e com 

muitos casos registrados nas Américas (Ebi e Nealon 2016; Donalisio et al. 2017; 

PAHO/WHO 2019). 

Os mosquitos do gênero Aedes Meigen 1818 estão entre os principais 

transmissores de agentes etiológicos ao homem, sendo as espécies Aedes (Stegomyia) 

aegypti Linnaeus 1762 e A. (Stegomyia) albopictus Skuse, 1894 consideradas as mais 

importantes do grupo, devido às implicações na transmissão de muitos arbovírus (Vega-

Rua et al. 2014; Campbell et al. 2015; Marcondes e Ximenes 2016; Gould et al. 2017; 

Leta et al. 2018).  

No Brasil, o A. aegypti possui grande importância epidemiológica, pois é 

responsável por transmitir doenças, tais como a Dengue, Chikungunya, Zika e Febre 

Amarela Urbana, responsáveis por elevado número de internações e óbitos (Lima-

Camara 2016; SVS/MS 2019). Além de causarem prejuízos à saúde pública, essas 

enfermidades impactam a economia, resultando na diminuição da mão de obra e 

tratamento de pessoas doentes (Stahl et al. 2013; Shepard et al. 2014, 2015; Calvo et al. 

2016; Patterson et al. 2016; Loconsole et al. 2018). O vírus Zika que adentrou primeiro 

na América Central e posteriormente na América do Sul, foi registrado pela primeira 

vez no Brasil em Salvador, capital do Estado da Bahia, onde ganhou grande notoriedade 

científica, principalmente por sua relação com a microcefalia (Campos et al. 2015; 

Zanluca et al. 2015; França et al. 2016; Duarte et al. 2017; Araújo et al. 2018) e a 
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síndrome de Guillain-Barré (Araújo et al. 2016; Salinas et al. 2017; Styczynsk et al. 

2017), ambas consideradas graves. 

O número de pessoas doentes em consequência destas arboviroses tem 

aumentado muito nos últimos anos. No Brasil, por exemplo, o número de casos por 

Febre Amarela quase duplicou em quatro anos, resultando em 778 casos entre 2016, 

com 262 mortes, para 1.376 casos, incluindo 483 mortes em 2019. Entre dezembro de 

2018 a janeiro de 2019, 361 casos confirmados, incluindo oito mortes foram registradas 

em 11 municípios de dois estados do país (WHO 2019).   

De acordo com os resultados da última semana epidemiológica (50a) do 

Ministério da Saúde, o número de casos prováveis de Dengue, Chikungunya e Zika 

desde dezembro 2018 a março de 2019 foram 273.193, 15.352 e 2.344, respectivamente 

(SVS/MS 2019). Com relação ao número de doentes pela Síndrome de Guillain-Barré 

(SGB), 1.708 casos foram registrados entre janeiro e novembro de 2015 no país, 

consistindo em três vezes mais internações por SGB que em 2014 (WHO 2016; Araújo 

et al. 2016; Malta et al. 2017; Nóbrega et al. 2018). 

Neste contexto, ressalta-se alguns fatores principais de difusão de arboviroses 

como fluxo populacional constante em grandes cidades, ausência de saneamento básico 

adequado favorecendo a proliferação dos vetores, ressaltando entre estes o A. aegypti, 

além da ausência de educação em saúde nas escolas e da população em geral (Bhatt et 

al. 2013). 

1.2. Aedes aegypti: aspectos gerais  

O mosquito A. aegypti é nativo da África e, posteriormente, se propagou para os 

demais continentes por meio de navios de comércio de escravos e, recentemente esta 

espécie se encontra distribuída nas regiões tropicais e subtropicais do planeta (Kamal et 

al. 2018; Powell et al. 2018). No Brasil, este mosquito adentrou possivelmente entre os 

séculos XVI até meados do século XIX e, atualmente, é registrado em todos os estados 

e no Distrito Federal (Braga e Valle 2007; Carvalho e Moreira 2017). Em Manaus, 

capital do Estado do Amazonas, o primeiro registro foi em novembro de 1996 nos 

bairros Praça 14 de Janeiro e São José e, em 1997, estava presente em 15 Bairros, 

incluindo todo o centro da cidade. No ano seguinte, a espécie se expandiu para 21 

bairros, ocasionando consequentemente, a primeira epidemia de Dengue provocada pelo 

sorotipo 1 (Pinheiro e Tadei 2002). Alguns fatores ambientais e antropogênicos foram 

determinantes para a propagação e permanência desta espécie, além disso, a capacidade 



20 
 

dos ovos em resistir às condições adversas por um longo período, em virtude de um 

processo denominado quiescência, foi fundamental para o processo de dispersão 

(Soares-Pinheiro et al. 2017; Dickens et al. 2018). 

A espécie possui o desenvolvimento do tipo holometábolo, ou seja, passa pelos 

estágios de ovo, larva (com quatro estádios), pupa e adulto (Figura 1). O ciclo de vida 

desde o ovo até a emergência do adulto ocorre em um período de 7 a 14 dias, 

dependendo das condições climáticas, da disponibilidade de alimentos e quantidade de 

larvas presentes no mesmo criadouro (Clements 1992; Forattini 2002; Carvalho e 

Moreira 2017). 

 

Figura 1. Ciclo biológico de Aedes aegypti. Fonte: CDC (2018). 

Após a emergência, os adultos realizam a cópula e alimentam-se de substâncias 

açucaradas como as extraídas do néctar e seiva, o que constitui parte essencial da dieta 

destes mosquitos. As fêmeas realizam ainda o repasto sanguíneo, o que proporciona o 

desenvolvimento de seus ovaríolos e, consequentemente, o desenvolvimento e 

maturação dos ovos. Este comportamento hematófago ocorre ao amanhecer e pouco 

antes do anoitecer, mas pode ser realizado a qualquer hora do dia, caso o hospedeiro 

venha se aproximar de seu abrigo (Consoli e Lourenço-de-Oliveira 1994; Forattini 

2002; Lourenço-de-Oliveira 2015). 

Morfologicamente, os adultos podem ser identificados por apresentarem um 

clípeo com dois tufos de escamas branco-prateadas e o escudo ornamentado com 
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escamas branco-prateadas formando um desenho em formato de lira. Além disso, para a 

diferenciação do sexo, utiliza-se a morfologia da antena e a estrutura do aparelho bucal, 

ou seja, os machos podem ser identificados por apresentarem antenas do tipo plumosa e 

palpos longos e as fêmeas por possuírem antenas do tipo filiforme e palpos curtos 

(Harbach 2019; WRBU 2019). 

Considerando as circunstâncias enfrentadas, como a suscetibilidade de 

transmissão dos agentes patogênicos, associado aos aspectos biológicos desse artrópode 

e a grande quantidade de criadouros artificiais disponíveis, que favorece o 

desenvolvimento deste vetor, diversos métodos de manejo foram desenvolvidos para 

controle das formas imaturas e os adultos desta espécie (Braga e Valle 2007; Zara et al. 

2016; Carvalho e Moreira 2017; Silva et al. 2018). Neste sentido, torna-se relevante o 

equacionamento das estratégias de controle a serem implementadas, as quais são 

específicas para as condições locais, de onde ocorre a transmissão dos patógenos, 

considerando o foco no vetor. 

 

1.3. Métodos de controle 

 

Estudos acerca da biologia de A. aegypti, têm mostrado diversas estratégias para 

controle dos diferentes estágios do ciclo biológico deste inseto. Estas medidas 

consistem em ações educacionais, mecânicas, químicas e biológicas (Braga e Valle 

2007; Boyer et al. 2012; Baldacchino et al. 2015; Benelli et al. 2016; Achee et al. 

2019). 

As ações educacionais buscam conscientizar as pessoas sobre os locais e 

atividades que visam modificar os ambientes propícios à sobrevivência da população de 

mosquitos e podem ainda ser complementadas com outras medidas do controle 

integrado (Santos et al. 2017; Souza et al. 2018). Ações mecânicas consistem na adoção 

de práticas capazes de eliminar os mosquitos e os criadouros, reduzindo desta forma o 

contato do homem com o vetor no ambiente urbano (MS 2009; Zara et al. 2016; 

Carvalho e Moreira 2017).  

Em ações químicas, são utilizadas substâncias de origem orgânica ou inorgânica, 

sendo a estratégia mais utilizada para o controle de mosquitos vetores e insetos 

considerados pragas na agricultura. Os principais produtos químicos estão relacionados 

às classes dos organoclorados, organofosforados, carbamatos e piretróides que agem no 
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sistema nervoso central, assim como os reguladores de crescimento de insetos (IGRs) 

(Braga e Valle 2007; Boyer et al. 2012; Valle et al. 2015; Roiz et al. 2018). 

Os organoclorados foram os inseticidas mais utilizados pelos programas de 

controle da malária, durante a segunda guerra mundial. O exemplo mais conhecido 

desta classe é o DDT (dicloro-difenil-tricloro-etano), e o seu uso contínuo ocasionou 

muitos prejuízos ao ambiente, à fauna associada e aos seres humanos. Considerando 

estes resultados, o DDT foi excluído do programa de controle da malária, pelo 

Ministério da Saúde do Brasil (Bisset 2002; Moreira et al. 2012; Shaw e Catteruccia 

2018).  

Os organofosforados são os inseticidas considerados mais benéficos em relação 

aos produtos químicos da classe organoclorados, pois podem ser destruídos pela ação de 

agentes biológicos, além de não se concentrarem nos tecidos. A sua desvantagem é por 

ser quimicamente instável e desta forma precisa ser aplicado frequentemente. Além 

disso, são tóxicos para os vertebrados, mesmo em concentrações consideradas baixas. O 

grupo mais conhecido desta classe é o temefós, o qual foi utilizado durante anos no 

controle de A. aegypti em áreas urbanas (Braga e Valle 2007; Valle et al. 2015). 

Os carbamatos são compostos orgânicos, divididos em classes como inseticidas, 

herbicidas e fungicidas, sendo os principais representantes o carbaril, carbofurano, 

metiocarbe, indoxacarbe e furatiocarbe. Estes produtos sintéticos são considerados 

bastantes letais para os insetos de importância médica e agrícola, porém em decorrência 

da utilização continua, também ocasionou impacto ao ambiente, aos animais, além da 

seleção de insetos naturalmente resistentes (Bisset 2002; Moreira et al. 2012).  

Os piretróides são compostos químicos que têm origem do piretro, uma 

substância natural produzida pelas plantas do gênero Chrysanthemum. Este inseticida 

foi utilizado como alternativa ao organofosforado, pois possui eficiência no controle de 

mosquitos adultos (Nkya et al. 2013). A contaminação do meio ambiente, a eliminação 

de artrópodes aquáticos, fizeram os produtos entrarem em decadência (Devine et al. 

2008; Zara et al. 2016).  

Outra classe de inseticida são os IGRs (Insects Growth Regulators), que 

interferem na substituição do exoesqueleto. Estes produtos atuam na fase imatura dos 

artrópodes, prolongado o tempo de permanência neste estágio, impedindo desta forma a 

emergência dos adultos (Resende e Gama 2006; Braga e Valle 2007; Gilbert 2010; 

Costa e Tadei 2011, 2012; Menn 2012; Shaw e Catteruccia 2018). Alguns estudos sobre 

o efeito de IGRs foram realizados, objetivando analisar a resistência de A. aegypti frente 
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a estes compostos, associando com alguns parâmetros biológicos das populações 

utilizadas, porém alguns inseticidas desta classe ainda são utilizados como alternativas 

potenciais para o controle deste mosquito (Belinato et al. 2009; Belinato e Valle 2015). 

Em decorrência dos efeitos negativos ocasionados pelo uso contínuo e errôneo 

dos inseticidas químicos, procurou-se utilizar alternativas consideradas ecologicamente 

mais seguras e eficientes, para controlar insetos de importância médica e agrícola. Em 

meio a estas, ressalta-se os agentes bióticos, tais como algumas espécies de peixes e 

insetos predadores, além de protozoários, bactérias, fungos, crustáceos, entre outros 

(Lopes 1999; Forattini 2002; Cavalcanti et al. 2007; Darbro et al. 2011; Boyer et al. 

2012; Ferreira et al. 2015; Soares-da-Silva et al. 2015; Benelli et al. 2016; Huang et al. 

2017; Roiz et al. 2018; Seidlein et al. 2017; Thomas 2018). 

Dentre os organismos utilizados no controle biológico, a bactéria 

Saccharopolyspora spinosa Merts e Yao 1990 é uma das mais empregadas em vários 

países, incluindo o Brasil, pois possui atividade tóxica para insetos de diferentes ordens 

(Hertlein et al. 2010; Allal-Benfekih et al. 2013; Bacci et al. 2016; Dias et al. 2017; 

Raghavendra e Velamuri 2018). Este agente microbiano sintetiza nove metabólitos 

secundários (A-H e J) denominados espinosinas, sendo os compostos orgânicos A 

(componente principal) e D (componente secundário) os que possuem maior atividade 

inseticida e ainda são produzidas em grande quantidade. O produto biológico à base 

desta bactéria é designado comercialmente espinosade, o qual é constituído pelos dois 

metabólitos que apresentam maior atividade biológica (Salgado 1998; Huseyin et al. 

2005; Salgado e Sparks 2010; Dias et al. 2017).  

O modo de ação deste entomopatógeno consiste em atuar no sistema nervoso 

central das larvas dos insetos, especificamente nos receptores nicotínicos de acetilcolina 

e nos receptores do ácido gama-aminobutírico (GABA). À princípio, a toxina atua como 

agonista nos receptores nicotínicos de acetilcolina, ocasionando a abertura dos canais de 

sódio de forma permanente e, posteriormente, como antagonista nos receptores do 

GABA, promovendo o fechamento dos canais de cloro. Em virtude de ser uma toxina 

diferente que se liga em ambos receptores, esta não é reconhecida e degradada pela 

enzima acetilcolinesterase, permitindo com isso a passagem constante de cátions, 

resultando desta forma na transmissão contínua e descontrolada de impulsos nervosos, o 

que causa estremecimento, paralisia e morte do organismo (Figura 2) (Salgado 1998; 

Thompson et al. 2000; Watson 2001; Orr et al. 2009). O fato das espinosinas atuarem 

em sítios alostéricos nos receptores nicotínicos de acetilcolina, evita a ocorrência de 
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resistência cruzada com outros tipos de inseticidas que possuem modo de ação similar 

(Bacci et al. 2016; Dias et al. 2017). 

 

Figura 2. Modo de ação da bactéria Saccharopolyspora spinosa, no sistema nervoso 

central das larvas dos insetos. Silva e Gonçalves (2019). 

 

Apesar deste agente de controle ser de origem biológica, a grande preocupação 

em utilizá-lo no controle de insetos é o impacto negativo ao meio ambiente e à fauna 

associada, uma vez que o produto biológico à base desta bactéria não é seletivo e, por 

isso afeta os artrópodes benéficos que vivem nos ecossistemas terrestres e aquáticos 

(Biondi et al. 2012; Lumaret et al. 2012; Duchet et al. 2015; Lawler 2017; Mossa et al. 

2018; Monteiro et al. 2019).  

Outro aspecto relevante é a seleção de insetos naturalmente resistentes, 

desencadeada em decorrência do uso a longo prazo e de maneira improcedente deste 

biolarvicida. Este fato foi observado nas pragas agrícolas Spodoptera exigua, Tribolium 

castaneum, S. litura e Drosophila suzukii (Moulton et al. 2000; Rinkevich e Scott 2009; 

Rehan e Freed 2014; Gress e Zalom 2018) e também em populações de mosquitos, 

como o Culex quinquefasciatus Say, 1823, em condições de laboratório (Su e Cheng 

2012, 2014a, 2014b), populações de campo de A. albopictus de diferentes regiões do 

Paquistão (Khan et al. 2011) e, mais recentemente, de A. aegypti coletadas em regiões 

distintas da cidade de Vientiane, capital de Laos, situada no Sudeste Asiático 

(Marcombe et al. 2018). 

Considerando esse cenário, torna-se proeminente entender que os produtos de 

origem biológica podem também ocasionar efeitos negativos aos ecossistemas, 

principalmente quando empregados de maneira errada pelos programas de manejo. 

Além disso, a influência direta na seleção de insetos naturalmente resistentes é outro 

fator desencadeado, uma vez que o processo de resistência é considerado complexo e 
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comumente depende de múltiplos fatores (poligênicos) para aparecer (Liu 2015; Bass 

2017; Karunaratne et al. 2018). 

1.4. Resistência aos inseticidas e os mecanismos envolvidos 

Segundo a OMS (2016), a resistência é definida como a capacidade que um 

inseto tem de sobreviver a uma concentração do inseticida que é considerada letal para 

uma população suscetível. Esta característica rara presente em alguns organismos, é 

conferida por um ou mais alelos de resistência, que possibilitam a sobrevivência dos 

mesmos quando expostos a inseticidas (Feyereisen et al. 2015). Os mecanismos que 

conduzem o desenvolvimento da resistência são quatro (alterações comportamentais, 

penetração reduzida pela cutícula, resistência metabólica e alterações nas proteínas 

alvo), e estão relacionados ao polimorfismo na sequência do alelo (s) de resistência ou 

ainda por uma modificação na expressão deste (s) (Hemingway e Ranson 2000; Bisset 

2002; Brengues et al. 2003; Paiva 2006; Braga e Valle 2007; Boyer et al. 2012; Nkya et 

al. 2013). 

O mecanismo de resistência por alterações comportamentais é retratado como o 

reconhecimento de superfícies que foram expostas aos inseticidas e, desta forma o 

inseto evita entrar em áreas com o tratamento, o que pode ocasionar a redução de 

proliferação nos locais tratados, bem como a modificação do horário de repasto 

sanguíneo (Mathenge et al. 2001; Paiva 2006; Chareonviriyaphap et al. 2013; Gómez-

Guzmán et al. 2017). Esse mecanismo é extremamente questionável, por conta de 

muitas suposições em todos os métodos utilizados para avaliar tais resultados. A 

hipótese fundamental para os que procuram compreender esse tipo de mecanismo é a 

existência de uma fundamentação genética relacionada a característica selecionada, 

onde tal comportamento é provavelmente determinado por vários genes, o que torna 

difícil que os efeitos de seleção sejam simples. Outra hipótese é relacionada a 

plasticidade genética do organismo, onde o efeito observado no inseto é uma 

consequência de alterações fisiológicas ou morfológicas de acordo com as condições do 

ambiente (Zalucki e Furlong 2017). 

A resistência por penetração reduzida é ocasionada por mudanças na 

composição proteica do tegumento do inseto, o que conduz a uma diminuição da 

entrada do inseticida. Essa modificação na composição da cutícula ou aumento de sua 

espessura, ocasionada pela crescente deposição de macromoléculas estruturais (lipídeos 

epicuticulares e/ou proteínas cuticulares) pode retardar o acesso das moléculas do 
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inseticida a seus receptores-alvo dentro das células neuronais. Isso é importante para os 

insetos, pois possibilita que as enzimas de desintoxicação tenham mais tempo para agir, 

resultando em características fenotípicas de resistência mais fortes. Estas informações, 

quando associadas com a compreensão das propriedades moleculares dos inseticidas, 

são importantes para entender como o processo de seleção de insetos naturalmente 

resistentes pode acontecer mais rápido (Braga e Valle 2007; Balabanidou et al. 2018; 

Karunaratne et al. 2018; Simma et al. 2018). 

A resistência metabólica é um dos principais mecanismos envolvidos na 

resistência a inseticidas, pois abrange várias enzimas responsáveis em eliminar 

substâncias tóxicas ou torná-las menos tóxicas ao organismo. As principais enzimas de 

desintoxicação envolvidas nesta resposta do inseto são as esterases, citocromo P450 

(P450s) e glutationa S-transferases (GSTs) (Bisset 2002; Poletti e Omoto 2003; Braga e 

Valle 2007; Liu 2015; Karunaratne et al. 2018; Valbon et al. 2019). 

Já a resistência a inseticidas por alterações no sítio-alvo, ocorrem pela 

diminuição ou dificuldade de ligação do composto com a molécula-alvo. Esta 

insensibilidade ao sítio-alvo pode ser ocasionada pelas modificações na estrutura destes 

ou uma mutação pontual de genes que codificam as proteínas-alvo que interagem com o 

inseticida. Uma vez modificadas as proteínas-alvo, estas não ocasionam o mesmo nível 

de resistência a todos os inseticidas que pertencem a um grupo específico. As principais 

alterações acontecem nos canais de sódio, nos receptores nicotínicos de acetilcolina e 

nos receptores do ácido gama-aminobutírico (GABA) (Braga e Valle 2007; Liu 2015; 

Karunaratne et al. 2018). 

Neste contexto, é relevante que a resistência aos inseticidas seja considerada um 

importante processo evolutivo, tendo como modelo os mosquitos, devido as suas 

características para uma resposta rápida, como ciclos de vida curtos, com descendentes 

abundantes e outras características inerentes. Contudo, mesmo sendo um fenômeno pré-

adaptativo, essa mutação de resistência tem implicações importantes nas funções 

fisiológicas dos insetos, em virtude da manutenção de populações resistentes no campo, 

o que ocasiona prejuízos nas campanhas de controle de vetores e na aptidão dos insetos 

que é prejudicado significativamente (Bass 2017; Viana‐Medeiros et al. 2017; 

Karunaratne et al. 2018).   
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1.5. Efeito da resistência a inseticida no fitness de insetos 

A resistência aos inseticidas conduz ainda uma série de efeitos negativos nas 

características biológicas de uma população de insetos. Esses agravos podem ser 

observados em populações submetidas ao uso contínuo de inseticidas químicos e 

biológicos (Bourguet et al. 2004; Berticat et al. 2008; Paris et al. 2011; Li et al. 2017). 

No caso dos inseticidas biológicos, observou-se que há registros de resistência de alguns 

insetos pragas agrícolas ao biolarvicida espinosade, com reflexos negativos sobre as 

seguintes características biológicas: tamanho corporal, comportamento de alimentação, 

taxa de emergência dos adultos, fecundidade, eclosão de larvas e tempo de 

desenvolvimento do inseto (Li et al. 2007; Abbas et al. 2014; Li et al. 2017; Khan 

2018).  

Em mosquitos, até o momento, não há estudos relatando efeitos negativos em 

aspectos da biologia do inseto, em decorrência da resistência ao biolarvicida espinosade. 

Todavia, o trabalho de Romi et al. (2006) ressalta que larvas de A. aegypti suscetíveis 

ao biolarvicida espinosade quando expostas a altas concentrações (1 e 500 ppm) deste 

produto, ocasionam diminuições na taxa de oviposição e viabilidade dos ovos. 

Resultados semelhantes foram registrados recentemente por Fernandes et al. (2019), 

analisando larvas de A. aegypti suscetíveis ao mesmo larvicida tratadas com diferentes 

concentrações subletais, o que resultou em adultos com intestino danificado, 

influenciando diretamente na quantidade de sangue ingerido, assim como na taxa de 

oviposição e viabilidade de ovos.  

Neste contexto, suportar a toxicidade dos inseticidas pode ser oneroso, exigindo 

energia para a alocação de recursos, garantindo a adaptação e sobrevivência do 

organismo. Vários mecanismos comportamentais, fisiológicos e genéticos são usados 

por insetos para diminuir o efeito das toxinas de agentes de controle, levando na maioria 

das vezes à resistência. Tais ações são dispendiosas e podem ainda ocasionar vários 

efeitos na aptidão do inseto (Kliot e Ghanim 2012; Bass 2017). 

Diante dos problemas gerados a partir das epidemias de Dengue, Chikungunya e 

Zika no país, é fundamental analisar aspectos relacionados à utilização de biolarvicidas, 

aplicados de maneira contínua para o controle de vetores. Considerando o cenário atual 

de resistência do A. aegypti aos inseticidas químicos é importante avaliar agentes de 

controle considerados mais eficientes, menos agressivos ao meio ambiente, à saúde 
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humana e que não levem à seleção de populações resistentes (Benelli et al. 2016; Zara et 

al. 2016; Carvalho e Moreira 2017). 

Neste sentido, alguns estudos têm ressaltado o impacto negativo ao meio 

ambiente, à fauna associada (Biondi et al. 2012; Lumaret et al. 2012; Duchet et al. 

2015; Lawler 2017; Mossa et al. 2018; Monteiro et al. 2019), além da seleção de 

populações resistentes em virtude da utilização contínua e improcedente do produto 

biológico espinosade, à base da bactéria S. spinosa, utilizado durante anos em vários 

países para o controle de insetos de importância médica e agrícola (Khan et al. 2011; Su 

e Cheng 2012, 2014a, 2014b; Rehan e Freed 2014; Gress e Zalom 2018; Marcombe et 

al. 2018). Diante disso, é fundamental analisar os efeitos de aplicações contínuas sobre 

populações selvagens de A. aegypti para melhor recomendá-lo aos programas de 

controle oficiais do governo em situações pontuais. 

Embora a resistência ao espinosade seja notificada em muitas espécies de insetos 

pertencentes a diferentes ordens, este é o primeiro estudo de pressão de seleção desse 

biolarvicida realizado em laboratório, utilizando a população de A. aegypti da cidade de 

Manaus - AM, com o propósito de analisar em seis gerações se este biolarvicida pode 

ocasionar a seleção de espécimes resistentes em curto prazo e, consequentemente, 

alterar algumas características biológicas dos mesmos.  

A avaliação do efeito subletal na população de A. aegypti submetida à pressão de 

seleção em laboratório, permitirá entender melhor a dinâmica da resistência ao 

biolarvicida espinosade, assim como os possíveis efeitos sobre os aspectos biológicos 

do mosquito, tais como a sobrevida de adultos oriundos de larvas expostas, a quantidade 

e viabilidade de ovos produzidos. Estas informações são extremamente relevantes, pois 

possibilitarão a elaboração de estratégias de controle alternativas, em um cenário que o 

inseticida empregado não apresenta mais o efeito desejado. 
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2. OBJETIVOS 

2.1. Geral 

 Avaliar a taxa de resistência da população de Aedes aegypti da cidade de 

Manaus-AM, exposta ao biolarvicida à base da bactéria Saccharopolyspora 

spinosa, em condições de laboratório. 

2.2. Específicos 

 Verificar o nível de suscetibilidade da população de A. aegypti da cidade de 

Manaus, ao biolarvicida espinosade. 

 Detectar as concentrações letais (CL50 e CL95) do biolarvicida e seus limites para 

as gerações F3 e F6. 

 Analisar a influência da pressão de seleção do biolarvicida nas características 

biológicas (taxa de oviposição, tempo médio do estágio larval, tempo médio do 

estágio de pupa, tempo de desenvolvimento do inseto e peso corporal das fêmeas 

antes e após o repasto sanguíneo), referente as gerações F2 e F6. 
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3. MATERIAL E MÉTODOS 

3.1. Coleta de ovos de Aedes aegypti em campo 

A população de A. aegypti utilizada neste estudo foi obtida a partir de ovos 

coletados em um bairro de cada uma das regiões administrativas da cidade de Manaus 

(Norte, Sul, Leste, Oeste, Centro-Sul e Centro-Oeste). A escolha de cada bairro foi feita 

levando em consideração a maior densidade vetorial, segundo os resultados do 

Levantamento Rápido do Índice de Infestação por A. aegypti (LIRAa) de 2017, 

realizado pela Secretaria Municipal de Saúde (SEMSA/Prefeitura de Manaus 2017). A 

escolha de seis pontos de coleta objetivou amostrar de maneira representativa, a 

população de A. aegypti do município de Manaus, assim como minimizar ao máximo o 

endocruzamento, fator que pode aumentar a mortalidade dos organismos durante os 

testes de laboratório com estas populações. A autorização para as coletas foi concedida 

pelo SISBIO/21264-4/2017-2018. 

As coletas foram feitas utilizando armadilhas de oviposição, também conhecidas 

como ovitrampas (Fay e Eliason 1966). Estas consistem em vasos plásticos de coloração 

preta e formato circular, medindo 9 x 11 cm, com capacidade de 500 mL (Figura 3). No 

interior das armadilhas foram utilizadas palhetas do tipo Duratree, marca Eucatex®, com 5 

mm de espessura, 15 cm de comprimento por 3 cm de largura, colocadas verticalmente, com 

a superfície áspera do material para o lado externo, de modo a facilitar a ovipostura e adesão 

dos ovos. O principal atrativo nas armadilhas foi uma solução contendo infusão de gramínea 

(10%) (Reiter et al. 1991), com o volume total de 300 mL, obtida a partir de capim colonião 

(Megathyrsus maximus Jacq), fermentado em água de poço artesiano por sete dias em 

temperatura ambiente, com média anual de 32°C ± 10°C. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3. Ovitrampa utilizada 

para a coleta de ovos de Aedes 

aegypti. Fonte: Silva (2019). 
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As cinco semanas de amostragens foram realizadas no período entre dezembro de 

2017 e janeiro de 2018 (estação chuvosa). As amostragens foram iniciadas após o 

deferimento dos moradores no Termo de Consentimento Livre e Esclarecido - TCLE 

(Anexo 1). Trinta ovitrampas foram distribuídas em cada um dos pontos de coleta, 

perfazendo 180 armadilhas por semana. Em cada bairro foi selecionada aleatoriamente 

uma residência por quarteirão, totalizando 30 residências. A instalação das armadilhas 

foi feita no peridomicílio, ao nível do solo, abrigada do sol e da chuva, e em local com 

pouca movimentação de pessoas e animais. 

A cada sete dias, as palhetas foram substituídas e encaminhadas para o insetário do 

Laboratório de Controle Biológico e Biotecnologia de Malária e Dengue (LCBBMD), 

localizado no Campus, I do Instituto Nacional de Pesquisas da Amazônia (INPA). As 

palhetas foram armazenadas, etiquetadas por localidade e colocadas para secar (Figura 

4A). Em seguida, foi quantificado o número de palhetas positivas para a presença de 

ovos (Figura 4B), referente a cada bairro. 

 

Figura 4. Acondicionamento das palhetas em laboratório: A) Palhetas com ovos de 

Aedes spp.; B) Contagem de ovos em microscópio estereoscópico. Fonte: Silva (2018). 

 

3.2. Manutenção de imaturos de Aedes aegypti coletados nas diferentes regiões da 

cidade de Manaus, em condições de laboratório 

 Ovos da primeira e segunda semana de coleta foram imersos em bandejas de 

plástico (45x30x7,5 cm), contendo água destilada para estimular a eclosão das larvas 

(Figura 5A). As bandejas foram identificadas conforme a região de coleta. Estas larvas 

foram mantidas no insetário em condições de temperatura, umidade e fotoperíodo 

controlado (27±2°C, 80-90% e 12L:12D) e alimentadas com mistura de ração para gato 
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(Whiskas®) e roedores (Teklab global®) na proporção 1:1, triturada em partículas finas 

(Figura 5B). A água das bandejas foi trocada a cada três dias, para impedir a formação de 

película de gordura na superfície e, consequentemente, o crescimento bacteriano que pode 

ocasionar a morte das larvas. Todas as bandejas foram cobertas com tela do tipo filó para 

evitar a evasão dos mosquitos.  

Após a emergência, os adultos foram capturados com capturador de Castro e a 

identificação da espécie foi realizada utilizando caracteres morfológicos externos, 

principalmente do tórax, com auxílio de microscópio estereoscópico ZEISS Stemi 2000 50X 

e chaves de identificação propostas por Forattini (2002), Harbach (2019) e WRBU (2019). 

Os adultos machos e fêmeas da mesma localidade foram colocados para copular em 

gaiolas de papelão (17 x 20 cm) (Figura 5C). Dois copos plásticos revestidos com tiras 

de papel filtro e preenchidos com 70 mL de água destilada foram utilizados como 

substrato para oviposição. Além disso, como fonte de carboidratos foi adicionado um 

erlenmeyer contendo rolo de gaze com pedaços de algodão no centro, embebido com água 

açucarada a 12%, assim que estivesse seco o algodão era substituído. O repasto sanguíneo foi 

realizado duas vezes por semana, durante 30 minutos com a utilização de hamster 

(Mesocricetus auratus) devidamente anestesiado, conforme o procedimento aprovado pela 

Comissão de Ética no Uso de Animais do INPA (CEUA: 054/2018 – “Criação de mosquitos 

vetores, em condições de laboratório”) (Figura 5D).  

Ovos da geração F1 foram colocados para secar sobre papel absorvente, durante 

72 horas (Silva e Silva 1999) (Figura 5E) e, em seguida, foram imersos em recipientes 

contendo água destilada para a eclosão das larvas (Figura 5F). Estas foram alimentadas 

até atingirem o terceiro estádio, e utilizadas no bioensaio de concentração diagnóstica. Os 

mesmos procedimentos de criação foram realizados com A. aegypti cepa Rockefeller, 

linhagem cedida pela Superintendência de Controle de Endemias (SUCEN) do 

município de Marília, São Paulo. Estas larvas foram utilizadas como referência de 

suscetibilidade para comparação de mortalidade da população de A. aegypti coletada em 

campo. As larvas de terceiro instar proveniente da geração F54 desta estirpe foram 

separadas para realização de bioensaios quantitativos. 
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Figura 5. Criação de Aedes aegypti em laboratório: A) Palhetas com ovos imersas em 

bandeja de plástico com água destilada para obtenção de larvas; B) Criação de imaturos 

de Aedes spp.; C) Captura, identificação e inserção de adultos em gaiolas de papelão; D) 

Repasto sanguíneo com hamster anestesiado; E) Acondicionamento de papéis filtro contendo 

ovos da geração F1; F) Ovos imersos em bandeja de plástico com água destilada para eclosão 

de larvas. Fonte: Silva (2019).    

 

3.3. Bioensaios quantitativos com Aedes aegypti cepa Rockefeller 

Os bioensaios quantitativos foram realizados para detectar a estimativa das 

Concentrações Letais (CL50 e CL99) da formulação líquida do biolarvicida espinosade 

(NatularTM 20EC – 20,6% Spinosad a.i., Clarke Mosquito Control Products, Inc.). A 

primeira concentração foi utilizada no cálculo de Razão de Resistência e a última 

auxiliou como parâmetro para a obtenção da concentração diagnóstica do biolarvicida. 

Os bioensaios foram realizados conforme o protocolo da Organização Mundial de 

Saúde (WHO 2005). 

Os testes foram conduzidos com sete concentrações do biolarvicida (0,04; 0,06; 

0,08; 0,1; 0,2; 0,3 e 0,4 mg/L) avaliadas de forma a obter 50-100% de mortalidade. 

Cada concentração foi realizada três vezes, em dias diferentes e em quintuplicata, que 

correspondeu a cinco copos plásticos com 150 mL de água destilada, 20 larvas de 

terceiro estádio, a quantidade correspondente de cada concentração do biolarvicida e 

alimento para larvas. Além disso, cada bioensaio era composto de um controle negativo, 
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com as mesmas condições de água, larvas e alimento, porém sem o biolarvicida (Figura 

6). Em cada concentração foram utilizadas 360 larvas e as leituras eram realizadas em 

intervalos entre 24 e 48 horas, após aplicação do biolarvicida, com contagem de larvas 

vivas e mortas. Os recipientes foram mantidos em uma sala com temperatura de 27 ± 

2°C, umidade 80-90% e fotoperíodo de 12L:12D. 

As concentrações utilizadas em todos os bioensaios realizados nesse trabalho 

foram estabelecidas de acordo com as recomendações dos fabricantes. 

 

 

Figura 6. Disposição dos copos plástico contendo larvas de Aedes aegypti cepa 

Rockefeller na realização de um bioensaio quantitativo. Fonte: Silva (2019). 

 

3.4. Bioensaio de concentração diagnóstica com a população de Aedes aegypti 

coletada em campo  

Após constatar a estimativa da Concentração Letal (CL99) por meio dos 

bioensaios quantitativos com a cepa Rockefeller, o dobro desta concentração, referente 

ao intervalo de 48 horas, foi avaliado como concentração diagnóstica, para verificar o 

nível de suscetibilidade da população de A. aegypti da cidade de Manaus ao 

biolarvicida.  

Os bioensaios foram realizados, conforme descrito no item 3.1, porém, 

utilizando larvas de terceiro instar proveniente da geração F1 e a quantidade 

correspondente do biolarvicida (dobro da CL99). Os experimentos foram conduzidos em 
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concordância com os parâmetros estabelecidos pela OMS para testes de inseticida e de 

suscetibilidade a larvicidas bacterianos, em condições de laboratório (WHO 1981, 

2016). 

3.5. Bioensaios quantitativos com a população de Aedes aegypti coletada em campo 

O processo de criação seguiu as mesmas etapas descritas no item 2.2, porém 

foram utilizados 25 machos e 25 fêmeas da população de campo (F0) referente a cada 

um dos pontos de coleta. Os 50 mosquitos foram colocados em gaiola de papelão para 

cópula e obtenção da geração F1. As larvas de terceiro estádio desta geração foram 

utilizadas nos bioensaios quantitativos para detectar a estimativa da concentração letal 

mediana CL50, a qual foi utilizada no experimento de pressão de seleção e cálculo 

Razão de Resistência. 

Os testes foram realizados conforme descrito no item 3.1, utilizando 10 

concentrações (0,7; 0,6; 0,5; 0,4; 0,3; 0,2; 0,1; 0,08; 0,06 e 0,04 mg/L), estabelecidas de 

forma a obter mortalidade de 50-100%. 

3.6. Criação de Aedes aegypti em laboratório e exposição ao biolarvicida espinosade  

Ovos da terceira a quinta semana de coleta foram utilizados para a criação de A. 

aegypti conforme descrito no item 2.2. Entretanto, para evitar o endocruzamento, uma 

vez que adultos machos e fêmeas de localidades diferentes foram colocados em gaiolas 

de papelão para copular. Este procedimento foi realizado na população de campo (F0) 

para obtenção da geração F1 (Figura 7). Cada grupo de cruzamento foi representado por 

uma gaiola, totalizando seis gaiolas por geração. 
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Figura 7. Cruzamento realizado para a obtenção das gerações referente às linhagens do insetário espinosade e controle. F= 

Gerações; G= Gaiolas. Fonte: Gonçalves e Silva (2019). 
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Os adultos da população de campo (F0) foram alimentados com solução de água 

açucarada a 12% e as fêmeas, duas vezes por semana realizaram repasto sanguíneo, durante 

30 minutos em hamster (M. auratus) anestesiado. Após o período de oviposição, quatro 

dias em média, o papel filtro contendo ovos foi retirado e colocado para secar sobre 

papel absorvente, durante 72 horas.  

 Ovos da geração F1 foram divididos igualmente para a criação dos insetários 

espinosade e controle. Posteriormente, os ovos foram imersos em bandejas de plástico 

contendo água destilada e alimento para estimular a eclosão das larvas. Estas foram mantidas 

até atingirem o terceiro estádio e, em seguida, foram utilizadas nos bioensaios de 

pressão de seleção. A criação do insetário controle objetiva investigar a eficiência do 

esquema de cruzamento, possibilitando diminuir fatores como a endogamia e à deriva 

genética, principalmente na linhagem pressionada, mantendo um fundo genético comum para 

as linhagens provenientes dos dois insetários. Além de possibilitar que a resposta de 

mortalidade aconteça em virtude da pressão de seleção com o produto biológico.  

Os testes foram realizados em três dias diferentes, utilizando 500 larvas em cada 

dia, mantidas em recipiente contendo 1 litro de água destilada, alimento e a 

concentração letal mediana (CL50) do biolarvicida, onde ficaram expostas por 48 horas. 

Considerando todas as gerações, 1500 larvas de cada grupo de cruzamento foram 

expostas ao produto biológico. As larvas do insetário controle procedentes de cada 

grupo de cruzamento foram utilizadas como um controle negativo, as quais ficaram 

mantidas em recipientes, contendo 1 litro de água destilada e alimento (Figura 8). Os 

testes foram realizados em salas com temperaturas de 27 ± 2°C, umidade 80-90% e 

fotoperíodo de 12L:12D. 

Após o tempo de exposição ao biolarvicida, as larvas sobreviventes foram 

transferidas para novos recipientes contendo água destilada e alimento, onde foram 

mantidas até atingirem o estágio adulto. Conforme a emergência, machos e fêmeas 

provenientes de cruzamentos diferentes foram colocados em gaiolas de papelão para 

copular e obter a geração F2. Esse procedimento foi repetido até a obtenção da geração 

F6 (Figura 7). 
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Figura 8. Disposição das bandejas de plástico contendo larvas de Aedes aegypti na 

realização do bioensaio de pressão de seleção. Fonte: Silva (2019). 

 

3.7. Bioensaios quantitativos com larvas de Aedes aegypti, das gerações F3 e F6, 

expostas ao espinosade e controle 

O mesmo processo de criação foi realizado conforme descrito no item 2.2; no 

entanto, utilizando 25 machos e 25 fêmeas referentes aos grupos de cruzamento das 

gerações F3 e F6 (Figura 7). Os adultos de cada geração foram colocados para copular 

em gaiolas de papelão separadas para obter a geração F1. As larvas de terceiro instar 

obtidas foram utilizadas nos bioensaios quantitativos, com o propósito de verificar a 

modificação da estimativa da CL50 e, consequentemente, a alteração do nível de 

suscetibilidade das larvas procedentes das gerações F3 e F6, em relação aos mosquitos 

pertencentes à geração F1. 

Os bioensaios foram realizados conforme descrito no item 3.1, utilizando as 

mesmas concentrações (0,7; 0,6; 0,5; 0,4; 0,3; 0,2; 0,1; 0,08; 0,06 e 0,04 mg/L), 

estabelecidas para detectar a estimativa das Concentrações Letais (CL50 e CL95), antes 

de iniciar os experimentos de pressão de seleção na geração F1. 
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3.8. Ensaios para avaliação de aspectos reprodutivo e do desenvolvimento  

3.8.1. Ciclo de vida dos mosquitos. O delineamento amostral utilizado foi 

descrito por Paris et al. (2011), Brito et al. (2013) e Tabbabi e Daaboub (2018), com 

modificações. Ovos referentes às gerações F2 e F6 foram retirados dos insetários 

espinosade e controle (Figura 9A) e imersos em recipientes contendo 1 L de água 

destilada por 24 horas para estimular a eclosão das larvas (Figura 9B). Após a 

incubação, 600 larvas de primeiro instar (L1) foram selecionadas e divididas em 30 

pools de 20 larvas, colocadas em copos com 150 mL de água destilada e 0,01 g de 

alimento (mistura de ração para gato e roedores na proporção 1:1), adicionado a cada três 

dias (Figura 9C). Os recipientes foram mantidos nos seus respectivos insetários, em 

condições de temperatura, umidade e fotoperíodo controlados (27±1°C, 80-90% e 

12L:12D, respectivamente). O tempo de desenvolvimento dos imaturos até a 

emergência dos adultos foi analisado diariamente. 

 

  

Figura 9. Criação, manutenção e análise do ciclo de vida de Aedes aegypti: A) 

Acondicionamento de papéis filtro, contendo ovos das gerações F2 e F6 expostas ao 

espinosade e indivíduos controle; B) Ovos imersos em bandeja de plástico com água 

destilada para eclosão de larvas; C) Disposição dos copos plástico, contendo larvas de A. 

aegypti para avaliação do ciclo de vida dos mosquitos. Fonte: Silva (2019). 

 

3.8.2. Tempo médio do estágio larval: foi determinado por meio da contagem 

diária de larvas que atingiram o estágio de pupa. 

3.8.3. Tempo médio do estágio de pupa: foi determinado levando em 

consideração o tempo que o inseto permanece neste estágio imaturo até a emergência do 

adulto. 
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3.8.4. Peso corporal das fêmeas antes e após o repasto sanguíneo. O desenho 

experimental proposto foi realizado conforme descrito por Belinato et al. (2009) e 

Viana-Medeiros et al. (2017), com modificações. Ovos referentes as gerações F2 e F6 

foram retirados de cada população (controle e pressionada) (Figura 10A) e imersos em 

recipientes, contendo 1 L de água destilada durante 24 horas para estimular a eclosão 

das larvas (Figura 10B). Após a eclosão, 2500 larvas de primeiro instar (L1) foram 

selecionadas e divididas em cinco grupos de 500 larvas, mantidas em recipientes 

contendo 1 L de água destilada e 0,5 g de ração, colocado a cada três dias até atingirem 

o estágio de pupa (Figura 10C). Após a emergência, 420 fêmeas e 420 machos de cada 

insetário foram capturados e divididos em dois grupos, contendo 210 espécimes de cada 

sexo, mantidos em gaiolas de papelão para copular por quatro dias (Figura 10D). Para 

saber o peso corporal das fêmeas antes e após o repasto sanguíneo, essas foram 

separadas em dois grupos, respectivamente: i) fêmeas que não realizaram o repasto 

sanguíneo e ii) fêmeas que realizaram o repasto sanguíneo em hamster anestesiado 

durante 30 minutos (Figura 10E). Posteriormente, as fêmeas de cada grupo foram 

divididas em 21 pools de 10 mosquitos e foram colocadas no freezer (-20°C) por 5 

minutos. Após este período, as fêmeas foram pesadas utilizando balança eletrônica de 

precisão - Bel Engineering Mark® M214A (Figura 10F). 

 

Figura 10. Criação dos adultos e pesagem da proporção de sangue ingerido: 

A) Acondicionamento de papéis filtro contendo ovos das gerações F2 e F6 do 

insetário espinosade e controle; B) Ovos imersos em bandeja de plástico com 

água destilada para eclosão de larvas; C) Disposição de vasilhas de plástico 

contendo água destilada, larvas e alimento; D) Gaiolas de papelão contendo fêmeas 

do grupo controle e pressionado; E) Grupo de fêmeas submetidas ao repasto 

sanguíneo e grupo de fêmeas sem repasto; F) Fêmeas de cada insetário (espinosade 

e controle) pesadas na balança analítica. Fonte: Silva (2019). 
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3.8.5. Taxa de oviposição. O delineamento amostral utilizado foi descrito por 

Martins et al. (2012) e Brito et al. (2013), com modificações. Os processos de criação, 

cópula e alimentação foram os mesmos descritos no item acima. No entanto, após a 

emergência, foram utilizados 60 fêmeas e 60 machos de cada insetário (espinosade e 

controle), os quais foram capturados e colocados em gaiolas para copular por quatro 

dias (Figura 11A). Para as fêmeas, foi oferecido um repasto sanguíneo em hamster 

anestesiado durante 30 minutos (Figura 11B). Após a alimentação sanguínea, 30 fêmeas 

de cada insetário foram capturadas e adicionadas individualmente em copos plástico de 

180 mL cobertos com tela do tipo filó, contendo 70 mL de água destilada e papel filtro 

como substrato para oviposição (Figura 11C). Os recipientes foram mantidos nos seus 

respectivos insetários durante cinco dias e após este período, as fêmeas foram 

removidas e os ovos contabilizados em microscópio estereoscópico (Figura 11D). Este 

experimento foi realizado nas gerações F2 e F6. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 10. Criação dos adultos e contagem de ovos: A) Gaiola de papelão contendo 60 

machos e 60 fêmeas; B) Fêmeas de Aedes aegypti realizando o repasto sanguíneo em 

hamster anestesiado; C) Disposição dos copos plásticos contendo água destilada, papel 

filtro e uma fêmea de A. aegypti; D) Quantificação dos ovos em microscópio 

estereomicroscópio. Fonte: Silva (2019). 
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3.9. Análise de dados 

Os dados de mortalidade foram analisados pelo teste de normalidade de 

Lilliefors (K amostras) para saber se possuem distribuição normal ou não. Para dados 

com distribuição normal, foi utilizado o teste t de Student, enquanto os que não 

apresentaram distribuição normal, foram analisados pelo teste de Mann-Whitney, com 

nível de significância de 95% (p≤0,05). Ambos os testes foram feitos com auxílio do 

programa BioEstat 5.0 for Windows (Ayres et al. 2007). 

As estimativas das concentrações letais foram obtidas a partir dos dados de 

mortalidade, submetidos à análise de Probit p<0,05 (Finney 1981), com a utilização do 

programa estatístico POLO PLUS (LeOra Software 2005). As concentrações letais 

obtidas nas gerações avaliadas, foram analisadas no teste de normalidade Lillierfors (K 

amostras) e, posteriormente submetidos à Análise de Variância (ANOVA), seguida por 

teste de Tukey (p<0,05), com auxílio do programa estatístico BioEstat 5.0 for Windows 

(Ayres et al. 2007). 

Os dados dos bioensaios, utilizando-se a concentração diagnóstica foram 

avaliados de acordo com os critérios de Davidson e Zahar (1973), Macoris et al. (2005) 

e WHO (2016), no qual ressaltam que a mortalidade de 98-100% indica suscetibilidade, 

mortalidade de 97-80% perda de suscetibilidade e inferior a 80% define resistência. 

Os valores de Razão de Resistência (RR) foram obtidos a partir da divisão entre 

a CL50 da terceira geração (F3) da população pressionada ao espinosade com a CL50 da 

cepa Rockefeller (WHO 2016), assim como a partir da divisão entre a CL50 da terceira 

geração (F3) da população pressionada pela CL50 da primeira geração (F1) obtida na 

população antes da pressão de seleção desse larvicida. O mesmo cálculo foi realizado, 

utilizando a CL50 da sexta geração (F6) da população pressionada. Conforme os 

parâmetros de Mazzarri e Georghiou (1995) e WHO (2016), o nível de resistência das 

populações são classificados em: baixo nível de resistência quando o valor é menor que 

5; resistência moderada com valores entre 5 e 10 e alto nível de resistência quando o 

valor estiver maior que 10. 

Os dados das populações controle e pressionada referente às características 

biológicas avaliadas (tempo de desenvolvimento do inseto, tempo médio do estágio 

larval, tempo médio do estágio de pupa, taxa de oviposição e peso corporal das fêmeas 

antes e após o repasto sanguíneo) foram analisados no teste de normalidade Lilliefors 

(K amostras). A partir dos testes iniciais, os dados que apresentaram normalidade, 
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optou-se por utilizar o teste paramétrico t de Student (p<0,05), enquanto os que não 

apresentaram normalidade, utilizou-se o teste não paramétrico Mann-Whitney (p<0,05). 

4. RESULTADOS 

4.1. Porcentagem de mortalidade e estimativa das CL50 e CL99 em mg/L para Aedes 

aegypti cepa Rockefeller 

 Foi observado uma relação positiva entre as concentrações utilizadas e a 

mortalidade observada, ou seja, quanto mais alta a concentração maior a mortalidade 

(Figura 12). Verificou-se ainda maior mortalidade das larvas na leitura de 48 horas, 

constatando diferença significativa entre os tempos de observação (24 e 48 horas) para 

cada concentração (p<0,05). 

 

 

Figura 11. Comparação da mortalidade entre 24 e 48 horas das larvas de Aedes aegypti 

cepa Rockefeller, nos bioensaios com o biolarvicida espinosade, em condições de 

laboratório. Letras diferentes entre as linhas (tempo de observação) indicam diferença 

significativa (p<0,05) para cada concentração de acordo com o teste de Mann-Whitney. 

 

Considerando os valores das CL50 nos dois intervalos de observação, verificou-

se que a maior toxicidade foi obtida no intervalo de 48 horas, para o qual foi verificado 

o menor valor desta concentração (p= 0,01) (Tabela 1). O mesmo resultado foi 

constatado para a CL99 (p= 0,0417). 
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Tabela 1. Estimativa das concentrações letais (CL50 e CL99) e intervalo de confiança de 

95%, no período de 24 e 48 horas para o biolarvicida espinosade com toxicidade para 

larvas de Aedes aegypti cepa Rockefeller, em condições de laboratório. 

Horas CL50 mg/L CL99 mg/L χ2  Slope ± SE 

 

24 

 

0,123 a 

(0,113 - 0,134) 

 

 

0,798 a 

(0,640 - 1,051) 

 

8,1424 

 

2,866 (0,106) 

 

48 

 

0,089 b 

(0,084 - 0,094) 

 

0,452 b 

(0,398 - 0,527) 

 

 

3,486 

 

3,289 (0,151) 

Legenda: CL= Concentração Letal; χ2= qui-quadrado; Graus de Liberdade (GL) - 24 

horas = 5 e 48 horas = 4; SE= Erro padrão. Letras diferentes na mesma coluna indicam 

diferenças significativas (p<0,05), de acordo com o teste t de Student. 

4.2. Concentração diagnóstica 

 A concentração diagnóstica (0,904 mg/L) do biolarvicida utilizada nos 

bioensaios foi obtida a partir do dobro da CL99 (0,452 mg/L) adquirida no intervalo de 

48 horas para a cepa Rockefeller. Após utilização da concentração diagnóstica, foi 

verificada uma mortalidade de 100% dos insetos provenientes de cada zona 

administrativa da cidade de Manaus, Amazonas. O que demonstra alto nível de 

suscetibilidade dos mosquitos ao produto biológico, independente da região amostrada. 

4.3. Porcentagem de mortalidade e estimativa da CL50 em mg/L para larvas da 

geração F1, procedentes da população de Aedes aegypti coletada em campo 

 Considerando a geração F1, observou-se uma resposta diretamente proporcional 

entre as concentrações empregadas e a mortalidade observada (%), ou seja, quanto mais 

alta a concentração, maior a mortalidade das larvas (Figura 13). Verificou-se ainda que 

os maiores valores de mortalidade foram observados no intervalo de 48 horas, 

resultando uma diferença estatística significativa (p= 0,0001) no percentual de 

mortalidade entre a leitura de 24 e 48 horas para as concentrações menores (0,04; 0,06; 

0,08), porém, essa diferença não foi observada nas demais concentrações (p>0,05).   
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Figura 12. Comparação da mortalidade das larvas de Aedes aegypti da geração F1, entre 

os intervalos de 24 e 48 horas, nos bioensaios com o biolarvicida espinosade, em 

condições de laboratório. Letras diferentes entre as linhas indicam diferença estatística 

significativa (p<0,05) para cada concentração entre os tempos de observação de acordo 

com o teste t de Student ou Mann-Whitney. 

 

Analisando os valores das CL50, constatou-se que a maior toxicidade do 

biolarvicida foi obtida no intervalo de 48 horas, para qual foi verificado o menor valor 

desta concentração (Tabela 2). Todavia, não houve diferença estatística significativa 

quando comparada as estimativas das CL50 e os respectivos intervalos de confiança, 

entre os períodos de observação (p>0,05).  

 

Tabela 2. Estimativa da CL50 e intervalo de confiança de 95%, no período de 24 e 48 

horas para o biolarvicida espinosade com toxicidade para larvas de Aedes aegypti, em 

condições de laboratório. 

Horas CL50 mg/L χ2 Slope ± SE 

24 

 

0,071 a 

(0,032 - 0,102) 

19,540 2,186 (0,134) 

48 0,036 a 

(0,019 - 0,051) 

4,831 1,956 (0,161) 

Legenda: CL50= Concentração Letal Mediana; χ2= qui-quadrado; Graus de Liberdade 

(GL) - 24 e 48 horas = 3; SE= Erro padrão. Letras iguais na mesma coluna, não diferem 

de acordo com o teste t de Student (p>0,05). 
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 Comparando a CL50 (0,036 mg/L) da população F1 do laboratório e a CL50 

(0,089 mg/L) da cepa Rockefeller, verificou-se que o valor obtido nesta última 

população foi quase três vezes maior que o valor observado para a primeira, 

constatando-se diferença estatística significativa entre os respectivos valores (p= 

0,0052). 

4.4. Nível de resistência da linhagem de Aedes aegypti exposta ao biolarvicida 

espinosade, em condições de laboratório 

 Considerando a estimativa da CL50 (0,036 mg/L) do biolarvicida utilizada em 

todas as gerações, verificou-se uma modificação no valor da concentração obtida nas 

gerações F3 e F6 de A. aegypti pressionada (Tabela 3), resultando em uma diferença 

significativa (p= 0,0019) na CL50 inicial (0,036 mg/L) observada na F1 antes da pressão 

de seleção (Tabela 2), em comparação ao valor observado na F3. O mesmo resultado foi 

averiguado entre a CL50 da F1 e F6 (p= 0,0187). Não foi contatada diferença estatística 

significativa entre F3 e F6 (p>0,05). 

Tabela 3. Estimativa da CL50 e intervalo de confiança de 95% nas gerações F3 e F6 da 

população de Aedes aegypti pressionada com o biolarvicida espinosade, em condições 

de laboratório. 

Gerações CL50 mg/L χ2 Slope ± SE  

F3 

 

 

0,114 b 

(0,104 - 0,124) 

1,736 1,977 (0,094)  

 

F6 

 

 

0,101 b 

(0,075 - 0,124) 

7,767 2,427 (0,146)  

 

 

Legenda: CL50= Concentração Letal Mediana; χ2= qui-quadrado; Graus de Liberdade 

(GL) – gerações F3= 3 e F6= 4; SE= Erro padrão. Letras iguais na mesma coluna não 

diferem de acordo com o teste de Tukey (p<0,05). 

 De acordo com o cálculo de Razão de Resistência (RR), os valores obtidos para 

a F3 da linhagem pressionada foram 1,3 e 3,2 considerando a relação com a cepa 

Rockefeller e a população F1 do laboratório, respectivamente. Por outro lado, os valores 

adquiridos na F6 da cepa pressionada foram 1,1 e 2,8 utilizando a Rockefeller e a 

população F1 mantida em laboratório, respectivamente. Conforme os parâmetros de 

Mazzarri e Georghiou (1995) e WHO (2016), a população pressionada ainda é 
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considerada com baixo nível de resistência ao produto biológico, pois apresenta valores 

menores do que 5.   

4.5. Estimativa da CL50 em mg/L do biolarvicida espinosade nas gerações F1 e F6 

da população de controle 

A CL50 obtida para a F6 da população controle foi praticamente o dobro da CL50 

inicial averiguada na F1, observando-se diferença estatística significativa (p= 0,0297) na 

comparação das estimativas das CL50 entre as duas gerações avaliadas (Tabela 4). 

Tabela 4. Estimativa da CL50 e intervalo de confiança de 95% do biolarvicida 

espinosade nas gerações F1 e F6 da população controle, em condições de laboratório. 

Gerações CL50 mg/L χ2 Slope ± SE  

F1 

 

0,036 a 

(0,019 - 0,051) 

4,831 1,956 

(0,161) 

 

 

F6 0,068 b 

(0,062 - 0,073) 

1,434 

 

2,592 

(0,143) 

 

Legenda: CL50= Concentração Letal Mediana; χ2= qui-quadrado; Graus de Liberdade 

(GL) - gerações F1= 3 e F6= 4; SE= Erro padrão. *Letras diferentes na mesma coluna 

diferem de acordo com o teste de t de Student (p<0,05). 

 

4.6. Fitness: Parâmetros de desenvolvimento 

 Tempo médio do estágio larval 

 Não houve diferença estatística significativa entre o tempo médio do estágio 

larval de A. aegypti controle e pressionado, oriundos da F2 (p>0,05) (Figura 14). No 

entanto, essa diferença foi observada nas amostras de A. aegypti procedentes da F6, com 

maior tempo médio de duração do estágio larval obtido para a linhagem pressionada (p= 

0,0001). 
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Figura 13. Tempo de médio de duração do estágio larval de Aedes aegypti oriundos das 

amostras controle e das pressionadas, procedentes da F2 e F6. Letras diferentes entre as 

colunas, indicam diferença significativa (p<0,05) entre as populações dentro de cada 

geração para o teste de Mann-Whitney. 

 

Tempo médio do estágio de pupa 

Considerando a geração F2, não foi observado diferença estatística significativa 

no tempo médio de duração do estágio de pupa entre as populações controle e 

pressionada (p>0,05) (Figura 15). Na geração F6 foi observada diferença significativa 

entre os tratamentos, com maior média de tempo no estágio de pupa para a população 

controle (p=0,0001). 
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Figura 14. Tempo médio de duração do estágio de pupa dos insetos oriundos da 

população controle e da pressionada, procedentes da F2 e F6. Letras diferentes entre as 

colunas, indicam diferença significativa (p<0,05) entre Aedes aegypti dentro de cada 

geração para o teste t de Student ou Mann-Whitney. 

 

Tempo do ciclo biológico  

 O tempo de desenvolvimento até o estágio adulto considerando a F2, foi menor 

no controle em comparação a pressionada, porém, essa diferença não foi corroborada 

pela análise estatística (p>0,05) (Figura 16). Por outro lado, essa diferença foi observada 

entre as populações da geração F6, onde a população pressionada levou até dois dias a 

mais para completar o ciclo de desenvolvimento (p= 0,0001). 
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Figura 15. Tempo de desenvolvimento de Aedes aegypti oriundo da população controle 

e pressionada, procedentes das gerações F2 e F6. Letras diferentes entre as colunas, 

indicam diferença estatística significativa (p<0,05) entre A. aegypti dentro de cada 

geração para o teste t de Student ou Mann-Whitney. 

 

4.7. Fitness: Parâmetros reprodutivos 

 Avaliação do peso corporal das fêmeas de Aedes aegypti 

 Antes do repasto sanguíneo, para as duas gerações avaliadas (F2 e F6), as fêmeas 

da população pressionada apresentaram peso médio corporal inferior ao das fêmeas da 

população controle (p= 0,0001) (Figura 17 A). Após realizar o repasto sanguíneo, 

observou-se que não houve diferença significativa entre a média de peso das fêmeas da 

segunda geração da população controle e pressionada (p>0,05) (Figura 17 B). 

Entretanto, essa diferença foi observada na sexta geração, com menor média de peso 

obtida para a população pressionada (p= 0,0040).     
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Figura 16. Peso corporal das fêmeas de Aedes aegypti controle e pressionado. A) Antes 

do repasto sanguíneo; B) após realizar o repasto sanguíneo. Letras diferentes entre as 

colunas indicam diferença significativa (p<0,05) entre as amostras dentro de cada 

geração para o teste t de Student ou Mann-Whitney. 
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Taxa de oviposição das fêmeas de Aedes aegypti do controle e da 

pressionada 

A média de ovos na F2 foi significativamente maior para as amostras controle 

em comparação às pressionadas (p= 0,0001) (Figura 18). No entanto, diferença 

estatística significativa não foi verificada entre os indivíduos de F6 (p>0,05). 

 
Figura 17. Média de ovos obtidos de Aedes aegypti controle e pressionado, 

provenientes das gerações F2 e F6. Letras diferentes entre as colunas, indicam diferença 

significativa (p<0,05) entre as amostras dentro de cada geração para o teste t de Student. 
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5. DISCUSSÃO 

 A efetividade do produto biológico espinosade para o controle de mosquitos 

pode ser explicada pela presença dos metabólitos secundários, as espinosinas A e D na 

proporção de 85:15, respectivamente. Esses metabólitos sintetizados pela bactéria S. 

spinosa, possuem elevada atividade inseticida e são produzidos em grande quantidade 

em relação aos outros compostos orgânicos produzidos (Bacci et al. 2016). 

 Neste estudo, observou-se alta mortalidade em 24 horas, todavia, a ação efetiva 

do espinosade para larvas de A. aegypti cepa Rockefeller foi maior no intervalo de 48 

horas, uma vez que os menores valores de CL50 ocasionaram maior mortalidade 

cumulativa. Esses resultados corroboram os observados, em laboratório, por Santos et 

al. (2019) que analisaram a toxicidade do espinosade em larvas de A. aegypti e por 

Jiang e Mulla (2009) e DeLisi et al. (2017) em larvas de Cx. quinquefasciatus. Estes 

dados confirmam os observados por Hertlein et al. (2010) em larvas de diferentes 

espécies de mosquitos de importância médica e Khan et al. (2011) em larvas de A. 

albopictus.  

O maior percentual de mortalidade das larvas dos culicídeos no intervalo de 48 

horas, pode ser atribuído a ação gradual do biolarvicida comparado a determinados 

inseticidas químicos sintéticos procedentes de classes distintas, utilizados no controle 

larval de mosquitos vetores (Khan et al. 2011). Esta mortalidade cumulativa é devido a 

vários fatores que abrangem desde a lenta penetração das toxinas através da cutícula, 

quantidade de toxinas ingeridas e o mecanismo de ação único do larvicida (Salgado 

1998; Salgado e Sparks 2005; Orr et al. 2009). 

 A CL50 (0,123 mg/L) obtida neste estudo para a Rockefeller em 24 horas, é 

considerada maior do que os valores encontrados para cepas de referência suscetíveis 

em outros trabalhos. Isso pode ser constatado no trabalho de Dias et al. (2017), no qual 

detectaram para a mesma cepa, a CL50=0,023 mg/L do espinosade em 24 horas, assim 

como por Su et al. (2019) que detectaram a CL50= 0,0104 mg/L do mesmo produto em 

24 horas para uma população de referência suscetível de A. aegypti. Além disso, o valor 

da CL50 (0,089 mg/L) para a cepa suscetível obtida em 48 horas neste estudo, é também 

superior aos valores observados em outros trabalhos, como constatado na revisão de 

Hertlein et al. (2010) que ressaltam seis trabalhos, nos quais analisaram a toxicidade do 

espinosade em larvas suscetíveis de A. aegypti, demonstrando variação desta 

concentração entre 0,01 e 0,06 mg/L.       
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A diferença nos valores de CL50 pode ser atribuída as diferentes formulações 

utilizadas, apresentando concentrações distintas de ingrediente ativo e compostos 

inertes, que podem influenciar diretamente na potência e na eficácia do efeito residual 

do agente de controle (Hertlein et al. 2010). Além do mais, essa discrepância pode ser 

atribuída as diferenças nos protocolos de teste utilizados em laboratório, que se 

diferenciam desde o número de larvas utilizadas até o tempo de exposição destas ao 

produto, demonstrando que tais fatores podem influenciar diretamente nos resultados, o 

que dificulta a comparação dos dados (Dias et al. 2017; Moyes et al. 2017). 

Neste estudo, o protocolo de teste (WHO 2005) e a formulação (Natular – 

concentrado emulsionável) utilizados foram os mesmos empregados por Del Rio-

Galvan et al. (2016) e Días-Martínez et al. (2016). Pode-se observar que a estimativa da 

CL50 (0,123 mg/L) obtida em 24 horas para a cepa de referência Rockefeller, é próximo 

dos valores 0,193 e 0,12 mg/L observados respectivamente, no mesmo intervalo de 

tempo por esses autores, que utilizaram uma população de A. aegypti referência em 

suscetibilidade. Esses achados evidenciam que a utilização de um único protocolo 

padrão pode promover a comparação dos resultados entre diferentes populações 

suscetíveis ao produto em questão, de maneira mais fidedigna. 

A mortalidade de 100% no bioensaio com a concentração diagnóstica do 

biolarvicida, evidencia que o A. aegypti da cidade de Manaus são suscetíveis ao agente 

de controle. É importante ressaltar que a concentração diagnóstica obtida neste estudo, 

foi estimada pela utilização da cepa Rockefeller como referência de suscetibilidade, 

devido A. aegypti ser utilizado no Programa Nacional de Monitoramento da Resistência. 

Por ser mantida em condições de laboratório há anos, esta linhagem é utilizada como 

padrão em vários trabalhos (Mazzarri e Georghiou 1995; Canyon 1999; Campos e 

Andrade 2001; Belinato et al. 2009; Brito et al. 2013; Macoris et al. 2014; Viana-

Medeiros et al. 2017). 

 A alta suscetibilidade de A. aegypti da cidade de Manaus pode ser explicada pelo 

fato do espinosade ainda não ser utilizado no programa de controle deste mosquito, na 

região. Esses dados podem ainda demonstrar que os experimentos de pressão do 

biolarvicida foram realizados desde o início com insetos suscetíveis. Neste sentido, a 

evolução para um processo de resistência na linhagem pressionada pode acontecer como 

uma resposta natural, onde os alelos de resistência serão selecionados e os indivíduos 

que os possuem sobreviverão e passarão para seus descendentes, aumentando suas 

frequências na população. 
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A detecção da concentração diagnóstica depende da escolha do fator de 

multiplicação (2, 3 ou 4) para obter a discriminação desejada (Macoris et al. 2005; 

WHO 2016). Neste estudo, o menor fator de multiplicação (dobro da CL99) foi 

suficiente para ocasionar 100% de mortalidade de A. aegypti. Diante destes resultados, a 

concentração pode ser recomendada como parâmetro para uso dos programas de 

controle da cidade de Manaus, e no monitoramento anual da taxa de suscetibilidade de 

A. aegypti oriundo do campo, quando esse produto biológico for empregado 

efetivamente em campanhas de controle. 

Comparando com a cepa Rockefeller, as CL50 obtidas nos intervalos de 24 e 48 

horas para A. aegypti, da cidade de Manaus foram menores no mesmo período de 

observação. Isso pode ser explicado pelo background genético destes mosquitos, sendo 

que a primeira linhagem é oriunda do município de Marília, São Paulo, mantida há mais 

de 50 anos no laboratório (Dias et al. 2017), enquanto a segunda é proveniente da 

cidade de Manaus, Amazonas. Alguns estudos ressaltam que o background genético é 

uma característica importante nas linhagens de mosquitos, pois estas podem apresentar 

respostas de suscetibilidade diferentes frente ao inseticida em questão (Marcombe et al. 

2018; Su et al. 2019). Apesar da diferença, as duas linhagens são consideradas 

suscetíveis ao biolarvicida e os valores adquiridos para cada população mostram apenas 

variações de concentrações letais em populações suscetíveis (Hertlein et al. 2010; Dias 

et al. 2017). 

Neste estudo, o valor da CL50 (0,071 mg/L) obtido em 24 horas para a geração 

F1 da população coletada em campo, é próximo do valor (0,069 mg/L) encontrado no 

mesmo período por Marcombe et al. (2018) em larvas de A. aegypti coletadas em 

Vientiane, Laos - Ásia, tratadas com o espinosade em laboratório. Por outro lado, o 

valor da CL50 (0,036 mg/L) de 48 horas encontrado neste estudo, foi quase três vezes 

menor que o valor (0,0853 mg/L) observado por Santos et al. (2019) no mesmo 

intervalo, utilizando uma população de A. aegypti coletada em diferentes bairros da 

cidade de Uberlândia, Minas Gerais, e exposta ao espinosade no laboratório. Embora 

ocorram variações de CL50, todas as populações são suscetíveis, conforme a razão de 

resistência baseada na linhagem de referência, demonstrando novamente que 

populações de origens distintas apresentam variações quanto à sensibilidade ao produto 

em questão. 

Os bioensaios quantitativos realizados para a obtenção das CL50 nos dois 

intervalos de observação (24 e 48 horas) são considerados testes iniciais para confirmar 
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o período correto do registo de mortalidade. Comparando as CL50 obtidas nos dois 

períodos, foi observado uma sobreposição no intervalo de confiança, indicando que as 

diferenças encontradas não foram significativas, possibilitando manter a CL50 (0,036 

mg/L) de 48 horas como ideal para o experimento de pressão do biolarvicida. 

A modificação no valor da CL50 ao longo das gerações do experimento com o 

espinosade, pode ser atribuída a perda de suscetibilidade. Apesar desta mudança, a 

linhagem ainda é caracterizada com baixo nível de resistência, uma vez que os valores 

obtidos na Razão de Resistência (RR50) são considerados baixos. Esses resultados 

corroboram com os observados por Su e Cheng (2012), onde pressionaram uma 

população de Cx. quinquefasciatus com o espinosade por 17 gerações e verificaram 

mudanças no valor da CL50 e CL90 nas gerações iniciais (F3, F5, F7 e F9), demonstrando 

a perda de suscetibilidade. No entanto, os valores de RR50 e RR90 se apresentaram 

baixos, mostrando que A. aegypti ainda estava com baixa resistência, apresentando 

resistência moderada somente a partir da geração F11. 

É importante ressaltar que o parâmetro RR utilizado neste estudo foi analisado 

de acordo com as recomendações de Mazzarri e Georghiou (1995) e WHO (2016). No 

entanto, outros protocolos de Razão de Resistência também são utilizados como 

parâmetros para diagnosticar o nível de resistência de mosquitos, como observados nos 

trabalhos de Khan et al. (2011), Su e Cheng (2012, 2014a, 2014b) e Viana-Medeiros et 

al. (2017). A diferença de protocolos empregados para caracterizar populações 

pressionadas com inseticidas em laboratório, dificulta a comparação dos resultados. 

Demonstrando desta forma, a necessidade da padronização de um único documento para 

ser utilizado como referência em estudos de monitoramento da resistência, de modo a 

viabilizar a comparação dos resultados entre os diferentes trabalhos. 

Neste estudo, os resultados obtidos ao longo de seis gerações do experimento de 

pressão deste biolarvicida espinosade, demonstram que é necessário aumentar o número 

de gerações A. aegypti para detectar a característica de resistência moderada ou 

completa deste mosquito da cidade de Manaus. Essas informações podem ser 

evidenciadas em amostras de Cx. quinquefasciatus pressionadas com o espinosade, 

onde a resistência moderada ao produto foi observada apenas na geração F11, enquanto a 

característica de altamente resistente foi constatada na geração F37 (Su e Cheng 2014b). 

Este achado assemelha-se ao observado em uma população de mosca-das-frutas 

(Ceratitis capitata) pressionada com o espinosade em laboratório, que apresentou níveis 
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moderados e altos de resistência nas gerações F25 e F29, respectivamente (Ureña et al. 

2019).  

Analisar a eficiência do agente de controle, antes de sua aplicação em operações 

de campo, é aconselhável para explorar o potencial desenvolvimento de resistência e 

estratégias de manejo antes que a resistência ocorra em populações de mosquitos 

selvagens (Dias et al. 2017; Marcombe et al. 2018). A seleção controlada de inseticidas 

no laboratório permite o estudo da dinâmica de resistência, assim como os seus efeitos 

sobre vários parâmetros adaptativos. Tais respostas norteiam aspectos relacionados a 

correta utilização do inseticida, a possível exclusão deste em programas de manejo ou 

ainda a indicação em situações específicas, isto é, onde não foi utilizado anteriormente, 

além do monitoramento devido a seu uso excessivo. 

 No presente estudo, o A. aegypti pressionado com espinosade em F6, apresentou 

aumento no tempo médio do estágio larval e do ciclo de vida. Estes resultados 

corroboram os achados por Li et al. (2017), no qual verificaram que Frankliniella 

occidentalis (Thysanoptera: Thripidae) resistente ao espinosade, apresentou efeitos 

deletérios significativos na duração do desenvolvimento larval, no ciclo biológico, 

longevidade dos adultos e fecundidade. O mesmo resultado foi constatado por Khan 

(2018), analisando o efeito da resistência ao espinosade em vários aspectos do 

desenvolvimento e da reprodução da Musca domestica (Diptera: Muscidae), em 

condições de laboratório. 

 Nos mosquitos, o tempo de desenvolvimento é um aspecto fundamental para a 

densidade populacional. Cada atraso no desenvolvimento, reduz as chances de 

sobrevivência dos imaturos, uma vez que estes podem facilmente virar alvos na 

presença de predadores naturais e parasitas. Além de serem eliminados tanto pela 

remoção de criadouros, quanto por falta de alimento em virtude da baixa eficiência em 

competir com espécimes suscetíveis, ocasionando desta forma, a diminuição de 

gerações e, consequentemente, da população de adultos (Agnew e Koella 1999; 

Bourguet et al. 2004; Rivero et al. 2010; Van Uitregt et al. 2012; Belinato e Martins 

2016). 

 Os efeitos subletais de inseticidas sintéticos no tempo de desenvolvimento das 

larvas de mosquitos são relatados em diversos estudos, os quais ressaltam que os 

imaturos são incapazes de evitar os efeitos tóxicos em um criadouro contendo 

inseticida, como os adultos fazem em campo (Chareonviriyaphap et al. 2013; Rahim et 

al. 2017; Tabbabi e Daaboud 2018), demonstrando que a sobrevivência do inseto 
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depende especialmente de fatores genéticos, condições ambientais e as interações entre 

eles (Grech et al. 2007; Kliot e Ghanim 2012).  

 A diferença de um dia a mais no tempo médio do estágio de pupa observado na 

sexta geração controle, provavelmente está atribuída a determinadas características 

fisiológicas de cada linhagem. Apesar deste resultado, o achado demonstra que não 

ocorreu influência direta no tempo de desenvolvimento destes insetos, ou seja, 

considerando desde a imersão dos ovos na água até a emergência dos adultos, uma vez 

que o maior tempo do ciclo biológico foi obtido para os insetos provenientes da 

população pressionada.  

O baixo peso das fêmeas antes e após o repasto sanguíneo, observado na 

segunda e sexta geração de A. aegypti pressionado, corrobora os dados observados por 

Fernandes et al. (2019) em que verificaram larvas de A. aegypti tratadas com o 

biolarvicida espinosade produzem adultos com intestino médio danificado, o que 

ocasiona consequentemente, fêmeas com peso inferior, fecundidade reduzida e apoptose 

no intestino médio, diminuindo a proliferação de células-tronco e o número de células 

enteroendócrinas. 

 Os efeitos deletérios sobre os vários aspectos reprodutivos, podem ser atribuídos 

a má formação do intestino médio durante o desenvolvimento. Fêmeas adultas com 

intestino médio danificado têm sua digestão sanguínea e absorção de nutrientes 

prejudicadas e seus efeitos negativos parecem afetar a ativação do ovário em mosquitos 

hematófagos, que dependem da digestão de sangue e assimilação de nutrientes para 

desencadear a produção de ovos (Briegel 1990; Attardo et al. 2005; Blanford et al. 

2011; Gulia-Nuss et al. 2011; Sugiharto et al. 2016; Fernandes et al. 2019). 

A quantidade de sangue ingerido é certamente um parâmetro essencial em 

relação à capacidade vetorial e à aptidão geral, pois influencia diretamente na 

quantidade de agentes patogênicos adquiridos e transmitidos, bem como no número de 

ovos colocados nos criadouros (Martins et al. 2012; Viana-Medeiros et al. 2017; Wen et 

al. 2018). Neste último aspecto, o sucesso reprodutivo da espécie está diretamente 

relacionado tanto ao número de descendentes obtidos, quanto às chances de 

sobrevivência destes em um ambiente considerado extremo, devido à presença de 

diversos fatores bióticos e abióticos (Clements 1992; Forattini 2002). 

 Neste estudo, a maior taxa de oviposição observada na segunda geração da 

população controle em comparação à população pressionada, assemelha-se com os 

resultados observados em outros trabalhos, nos quais verificaram que fêmeas maiores e 
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suscetíveis a inseticidas tendem a ingerir mais sangue e colocar mais ovos (Blackmore e 

Lord 2000; Belinato et al. 2009, 2012; Belinato e Valle 2015). No entanto, a ausência 

de diferença significativa entre as médias de ovos obtidas para as duas populações da 

sexta geração, possivelmente está relacionada ao processo de adaptação dos insetos 

oriundos da linhagem pressionada, como uma resposta de diminuir os prejuízos na 

aptidão, garantindo desta forma, o sucesso reprodutivo da espécie frente a exposição 

contínua ao biolarvicida. 

 Apesar de vários estudos ressaltarem que os aspectos biológicos dos insetos são 

afetados de forma negativa em decorrência dos inseticidas, a literatura mostra que a 

resistência a determinado produto químico ou biológico não, necessariamente, ocasiona 

efeitos deletérios na aptidão. Isso foi observado em uma população de Chrysoperla 

carnea (Neuroptera: Chrysopidae) resistente ao espinosade, que apresentou maior taxa 

de emergência de adultos, fecundidade e na eclosão de larvas; e menor duração do 

estágio larval, do estágio de pupa e no tempo de desenvolvimento em comparação com 

a população suscetível (Abbas et al. 2014).  

É essencial levar em consideração que as características biológicas dos insetos 

quando avaliadas em laboratório, subestimam a extensão dos efeitos em termos de 

resistência ou suscetibilidade. Em campo, onde as condições são mais rigorosas, como 

mudanças drásticas de temperatura, umidade, nutrição, competição e até mesmo 

predação, podem desencadear consequências mais severas, em virtude da compensação 

de resistência aos inseticidas (Kishony e Leibler 2003; Hardstone et al. 2009; Belinato e 

Martins 2016). Apesar desses fatores, uma análise detalhada em laboratório sobre o 

efeito da resistência na biologia de A. aegypti, pode contribuir diretamente para o 

desenvolvimento de novas estratégias de controle, assim como para o manejo da 

resistência desse mosquito em campo. 
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6. CONCLUSÕES 

A concentração diagnóstica (0,904 mg/L) do larvicida mostrou-se efetiva para A. 

aegypti, demonstrando que pode ser recomendada para uso nos programas de controle, 

para monitorar anualmente o nível deste mosquito. 

 As alterações no valor da CL50 ao longo das gerações de A. aegypti, demonstra a 

perda de suscetibilidade da população pressionada ao larvicida, tanto na geração F3 

como na F6. Logo, mais experimentos são necessários para analisar a evolução da 

resistência, em condições de laboratório.  

Após seis gerações, o espinosade afetou negativamente o tempo médio do 

estágio larval e do ciclo de vida de A. aegypti, demonstrando que os insetos desta 

população demoraram mais tempo para se desenvolver. Além disso, o peso corporal das 

fêmeas antes e após o repasto, bem como a fecundidade, foram prontamente reduzidos. 

Evidenciando que o larvicida afetou aspectos reprodutivos, os quais são relacionados a 

capacidade vetorial da espécie. 
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8. ANEXO 

 

Termo de Consentimento Livre e Esclarecido 

Projeto de Pesquisa: Monitoramento da resistência e efeitos em parâmetros biológicos 

de Aedes aegypti Linnaeus, 1762 (Diptera: Culicidae), exposto ao biolarvicida 

espinosade, em condições de laboratório, Manaus, Amazonas, Brasil 

 

 

Caro morador, 

 A Dengue, Chikungunya, Zika e Febre Amarela Urbana são doenças importantes 

transmitidas por mosquitos, sendo Aedes aegypti o principal transmissor desses vírus 

nas Américas. Com o objetivo de aprofundar os estudos envolvendo o controle destes 

insetos, será realizado um projeto de pesquisa com o objetivo de analisar a resistência 

destes mosquitos ao larvicida biológico espinosade, objetivando melhorar as ações de 

controle. 

Dessa forma, pedimos que leia com atenção os itens abaixo com relação às 

etapas do projeto: 

01 – Do Estudo 

Esse estudo será realizado nas seis zonas administrativas da cidade de Manaus 

(Norte, Sul, Leste, Oeste, Centro-Sul e Centro-Oeste), onde alunos de mestrado do Instituto 

Nacional de Pesquisas da Amazônia (INPA) e Agentes de Combate a Endemias da 

Prefeitura Municipal, devidamente identificado, visitarão as residências durante o 

trabalho de pesquisa. As casas visitadas receberão armadilhas para captura de ovos de 

A. aegypti. O monitoramento das armadilhas será semanal, por um período de quatro 

semanas e após este tempo serão recolhidas e encaminhadas para o Laboratório de 

Controle Biológico e Biotecnologia da Malária e Dengue do INPA para a realização dos 

estudos. 
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Esse estudo é uma parceria entre o Instituto Nacional de Pesquisas da Amazônia, 

Fundação de Vigilância em Saúde do Estado do Amazonas (FVS/AM) e a Secretaria 

Municipal de Saúde (SEMSA). 

02 – Das Armadilhas 

As armadilhas instaladas nas residências serão do tipo ovitrampa, especialmente 

desenvolvidas para a captura de ovos do mosquito transmissor dos vírus 

Dengue/Chikungunya/Zika. 

A armadilha é composta por um recipiente plástico de cor preta e formato 

circular, medindo 10 cm de diâmetro e 12 cm de altura, com capacidade de 500 mL. No 

interior da armadilha será adicionado uma palheta de madeira do tipo Duratree, marca 

Eucatex®, com cinco mm de espessura, 15 cm de comprimento por três cm de largura, 

colocadas verticalmente e uma solução que serve como atrativo para o mosquito, obtida a 

partir de capim colonião (Megathyrsus maximus Jacq) fermentado em água de torneira por 07 

dias em temperatura ambiente. A armadilha é um método de monitoramento e controle de 

mosquitos, pois retira ovos do ambiente e não possui material tóxico que apresente risco 

à saúde de pessoas ou animais.  

Importante: deve-se evitar mexer na armadilha ou mesmo impedir que crianças 

e animais se aproximem para garantir o perfeito andamento do projeto. Somente os 

pesquisadores responsáveis pela pesquisa, os Agentes de Endemias ou os Técnicos da 

Secretaria de Saúde farão a instalação e retirada das armadilhas. 

03 – Dos Responsáveis 

Qualquer dúvida em relação ao projeto ou relacionado às armadilhas, por favor, 

entre em contato com: William Ribeiro da Silva; Thamiles das Chagas Gonçalves; Dr. 

Wanderli Pedro Tadei; ou Dra. Rosemary Aparecida Roque. 

04 – Da Declaração 

a) Declaro para os devidos fins que recebi informações a respeito do projeto, 

sendo estas explicitadas neste documento por mim assinado; 

b) Declaro que, para participar deste projeto, nenhum tipo de gratificação ou 

pagamento em dinheiro me foi oferecido, sendo de livre e espontânea vontade a minha 

participação e de minha família; 
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c) Declaro que tenho o direito de me retirar desse estudo a qualquer momento, 

sem qualquer tipo de retaliação ou danos. 

d) Declaro que, uma vez lido e assinado o presente termo, cumprirei todas as 

recomendações com relação ao cuidado com as armadilhas. 

e) Comprometo-me a avisar aos responsáveis pelo estudo, qualquer problema 

com relação ao funcionamento das armadilhas. 

 

Local: Data: 

Nome do morador (legível): 

 

Assinatura do MORADOR: 

 

Assinatura do ENTREVISTADOR: 

Obrigado por sua participação!!!! 

 


