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RESUMEN 

 

Aedes aegypti es el vector principal de los virus dengue, chikungunya y Zika, enfermedades de 

importancia en salud pública para Colombia; las estrategias de control vectorial para estas 

enfermedades se han orientado al uso de insecticidas organofosforados y piretroides 

principalmente, lo que ha generado presión de selección constante y la aparición de poblaciones 

resistentes.  

A pesar que en la región Caribe Colombiana se han realizado a la fecha varios estudios de 

susceptibilidad a insecticidas en esta especie, se deben continuar evaluando las poblaciones ya 

estudiadas y ampliarlos a poblaciones no evaluadas aún. Teniendo en cuenta que la presión de 

selección con insecticidas ha aumentado por el incremento en la incidencia de dengue, así como 

por la reciente introducción de los arbovirus chikungunya y Zika. El presente proyecto evaluó el 

estado actual de la susceptibilidad a insecticidas organofosforados y piretroides y sus dos 

principales mecanismos de resistencia, en seis poblaciones de Ae. aegypti de la región Caribe 

Colombiana.  

Se evaluó en larvas de cada población la dosis diagnostica de temefos a través de la metodología 

OMS y en adultos las dosis diagnósticas de los insecticidas lambdacialotrina, deltametrina, 

permetrina, malatión, fenitrotión y pirimifós metíl mediante pruebas biológicas siguiendo las 

metodologías CDC y OMS; en las poblaciones donde se determinó resistencia a piretroides por la 

metodología CDC se determinó la intensidad de dicha resistencia. Para la identificación de las 

mutaciones kdr V1016I, F1534C y V410L se realizó genotipificación de los mosquitos identificados 

como fenotípicamente susceptibles o resistentes a piretroides tanto por la técnica del CDC como 

por la técnica de OMS. Se determinó las frecuencias alélicas y genotípicas de dichas mutaciones y 

se identificaron los mecanismos de resistencia metabólica, mediante la realización de pruebas 

bioquímicas para las enzimas glutatión s-transferas, esterasas y oxidasas de función mixta.  

Para los insecticidas piretroides se encontró variabilidad en el estado de la susceptibilidad de A. 
aegypti a lambdacialotrina y permetrina y susceptibilidad a deltametrina mediante la técnica CDC, 
por otro lado, mediante la técnica OMS se encontró resistencia para lambdacialotrina y 
permetrina y variabilidad en el estado de la susceptibilidad para deltametrina en las poblaciones 
de A. aegypti analizadas, para los insecticidas organofosforados se encontró susceptibilidad para 
malatión y pirimifós metíl y variabilidad en la susceptibilidad para fenitrotión mediante la técnica 
CDC, por otro lado, se encontró mediante la técnica OMS variabilidad en el estado de la 
susceptibilidad para fenitrotión y temefos y resistencia para pirimifós metíl.  
 
Se encontró aumento para las enzimas GST y OFM en las poblaciones resistentes y con modera 
resistencia para el larvicida temefos y en las pruebas enzimáticas para adultos se encontraron 
alteradas las enzimas β-esterasas, α-esterasas, OFM y GST y no alteradas pNPA esterasa y iAChE.  
Se encontraron las mutaciones V1016I, F1534C y V410L en todas las poblaciones analizadas con 
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variabilidad en las frecuencias alélicas, las cuales oscilaron entre 0,15 y 0,70 para V1016I, 0,94 y 
1.00 para F1534C y 0,05 y 0,72 para V410L. Adicionalmente se encontró asociación de las 
mutaciones V1016I, F1534C y V410L con resistencia a lambdacialotrina, deltametrina y permetrina 
establecida a través de la técnica OMS en las poblaciones de A. aegypti analizadas y se encontró 
diferencias entre el fenotipo resistente y susceptible para lambdacialotrina y permetrina 
establecida a través de la técnica OMS en mosquitos con el genotipo VI1016/CC1534/VL410 en las 
poblaciones de A. aegypti analizadas. Los resultados de la presente investigación contribuyeron al 
conocimiento acerca del estado de la susceptibilidad, así como los mecanismos causantes de la 
resistencia.  
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Resistencia a insecticidas, resistencia Kdr, Aedes aegypti, organofosforados, piretroides 
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1. INTRODUCCION 

 

El dengue, chikungunya y Zika son enfermedades del grupo de las arbovirosis, transmitidas 

principalmente por el mosquito Aedes aegypti. Estas enfermedades se han incrementado tanto en 

incidencia como en distribución geográfica, convirtiéndose en una situación epidemiológica 

compleja, determinada por la variabilidad de las condiciones ambientales y por aspectos 

demográficos y socioeconómicos que favorecen su presencia. En la actualidad no existen vacunas 

disponibles para ninguna de estas enfermedades y una de las principales formas de controlarlas es 

mediante el control vectorial (Padilla J et al; 2017) 

Las acciones de control vectorial están dirigidas a eliminar o interrumpir la transmisión de estas 

enfermedades a través de la participación comunitaria encaminada al cambio de conductas de 

riesgo y a la aplicación de productos biológicos y químicos. Sin embargo, la principal actividad es el 

control químico orientado particularmente a disminuir la densidad de los mosquitos con el fin de 

interrumpir la transmisión de la enfermedad en caso de brotes y epidemias (Padilla J et al; 2017) 

Esta presión de selección mediante el uso de estos productos químicos por parte de los programas 

de vectores, aunado a la presión de selección realizada directamente por la comunidad con la 

compra y uso de insecticidas aún en la ausencia de casos de dengue ha ocasionado el desarrollo de 

la resistencia, la cual representa una amenaza para la eficacia del control vectorial, convirtiéndose 

en una limitante para el manejo de los programas de control. 

Los dos principales mecanismos de resistencia reportados en mosquitos son: resistencia 

metabólica por niveles elevados o actividad modificada de enzimas que previenen que el 

insecticida alcance su sitio de acción y resistencia por alteración del sitio blanco de acción que se 

produce cuando una mutación modifica la proteína receptora del insecticida, generando una 

eficacia disminuida de éste. En el caso del DDT y los piretroides, las mutaciones que tienen lugar 

en el canal del sodio dependiente de voltaje confieren lo que se denomina “resistencia 

knockdown”. Las primeras mutaciones kdr identificadas en el canal de sodio dependiente de 

voltaje en poblaciones de Ae. aegypti de Asia y América fueron G923V, L982W, I1011M y V1016G 

(Brengues C et al; 2003). Más tarde, las mutaciones I1011V y V1016I fueron identificadas en 

poblaciones latinoamericanas, F1534C, S989P y D1763Y en poblaciones asiáticas, y T1520I en 

India, y recientemente, la mutación V410L fue identificada por primera vez en poblaciones de esta 

especie en Brasil (Saavedra et al; 2007, Chang et al; 2009, Yanola et al; 2011, Srisawat et al; 2012, 

Yanola et al; 2011, Kushwah et al, 2015, Collet et al; 2016, Haddi K et al, 2017)  
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Específicamente, para la Región Caribe se ha reportado resistencia a temefos en poblaciones de 

Puerto Colombia y Soledad en el departamento del Atlántico y moderada resistencia a pirimifós-

metíl en Sucre (Sincelejo), así mismo se ha registrado resistencia a lambdacialotrina, deltametrina, 

permetrina y ciflutrina en las poblaciones de Bolívar (Cartagena), Cesar (Valledupar), Córdoba 

(Montería), La Guajira (San Juan del Cesar), Magdalena (Ciénaga), Sucre (Sincelejo) y Atlántico 

(Puerto Colombia, Soledad y Barranquilla) y se ha hallado en estas poblaciones alteraciones en las 

enzimas glutatión-S-transferasas, alfa-esterasas y oxidasas de función mixta (Maestre et al; 2014) 

también recientemente, se han identificado las mutaciones Kdr V1016I (Maestre et al; 2014, 

Aguirre-Obando et al; 2017), F1534C (Atencia et al; 2016, Maestre et al; 2018) y V410L (Granada et 

al; 2018), esta última asociada con resistencia a lambdacialotrina en la población de Riohacha en el 

departamento de la Guajira.  

Por lo anterior y considerando que los programas de control departamentales y nacionales deben 

contar con elementos técnicos para la toma de decisiones en control vectorial, se desarrolló el 

presente estudio con el fin de contribuir al entendimiento del papel de las mutaciones kdr en la 

resistencia a piretroides; así como, conocer en poblaciones previamente caracterizadas si ha 

existido variación en la susceptibilidad a insecticidas, así como de los mecanismos que la expresan 

teniendo en cuenta el aumento en la frecuencia de aplicación por el aumento a su vez en los 

últimos años de la incidencia de dengue y la introducción de los virus chikungunya y Zika. 

Adicionalmente se amplió el estudio a poblaciones sin línea base y que constantemente están 

presionadas por insecticidas de acuerdo con su perfil epidemiológico para estas enfermedades. 
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2. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA  

 
El mosquito Aedes aegypti (Stegomya aegypti) (Linnaeus, 1762), es el principal vector de los virus 

dengue, chikungunya y Zika. Las enfermedades causadas por estos virus son un problema de salud 

pública de rápido crecimiento en todo el mundo, debido al aumento de la población de mosquitos, 

al aumento desordenado de los centros urbanos, e inmigración constante de la población, a 

parámetros climáticos y ambientales (Padilla J et al; 2017). 

A nivel mundial la carga del dengue ha aumentado considerablemente, se estima que se producen 

cada año 390 millones de infecciones por dengue, de los cuales 96 millones se manifiestan 

clínicamente (cualquiera que sea la gravedad de la enfermedad) (OMS, 2018).  En el 2015 en la 

región de las Américas se notificaron 2,35 millones de casos, de los cuales más de 10.200 casos 

fueron diagnosticados como dengue grave y provocaron 1.181 muertes. En el 2016 se notificaron 

más de 2.380.000 casos, de los cuales Brasil aportó aproximadamente 1.500.000 casos; es decir, 

cerca de tres veces más que en el 2014. En Colombia el dengue es considerado una enfermedad 

prioritaria de salud pública en razón a su constante transmisión, al incremento en la ocurrencia de 

brotes de dengue grave, a la circulación simultánea de los cuatro serotipos y la ocurrencia de ciclos 

epidémicos cada dos o tres años. En este país se registró en el año 2010 la epidemia más grande 

por esta enfermedad con más de 150.000 casos confirmados y 217 muertes (INS- Informe de 

evento dengue. 2017) y durante los años 2007 al 2017 se reportaron para el país 609.228 casos de 

dengue, de los cuales 119.888 (19,67%) se presentaron en los departamentos de Atlántico, Cesar, 

Córdoba, Sucre, Bolívar, Guajira, Magdalena y San Andrés y Providencia (Datos sin publicar, 

Sivigila, INS). 

Sumado a la presencia de dengue en el país, recientemente se introdujeron los virus chikungunya 

y Zika. Con respecto al virus chikungunya, los primeros casos autóctonos en el país se registraron 

en el año 2014 en habitantes del corregimiento de San Joaquín del municipio de Mahates en el 

departamento de Bolívar y a partir de este año hasta el año 2017 se presentaron 488.402 casos de 

chikungunya de los cuales 118.496 se reportaron en los departamentos de la región caribe (INS-

Informes de evento-chikungunya de 2014 al 2017). En cuanto al virus Zika el primer brote de esta 

enfermedad en el país ocurrió en el año 2015 en el municipio de Turbaco en el departamento de 

Bolívar y desde este año hasta el 2017 se notificaron 62.394 casos de los cuales la región caribe 

aportó 6.288 (INS- Informes de evento-Zika de 2017). 

La transmisión vectorial de estos arbovirus DENV, CHIKV y ZIKV depende de tres componentes, el 

huésped (en este caso el humano), el virus y el vector Ae. aegypti. Aún no existe en el mercado 

una vacuna efectiva a gran escala, ni medicamentos específicos capaces de bloquear las 

manifestaciones clínicas de estas enfermedades. En Colombia las acciones de vigilancia y control 

se han orientado al vector Ae. aegypti a través de campañas educativas dirigidas a la comunidad 
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para la eliminación de criaderos, la aplicación de insecticidas biológicos como la bacteria Bacillus 

thuringiensis variedad israellensis, reguladores de crecimiento y principalmente en el uso de 

insecticidas tales como: organoclorados, carbamatos, organofosforados y piretroides (Maestre-

Serrano 2012, Maestre-Serrano et al; 2015). La presión de selección constante por estos últimos 

ha generado la aparición de poblaciones de esta especie resistentes en diferentes regiones del 

país (Maestre-Serrano et al; 2014). La resistencia a insecticidas en mosquitos puede ser causada 

por los siguientes mecanismos: resistencia por comportamiento, resistencia por penetración 

disminuida, resistencia por alteraciones en el sitio blanco de acción y resistencia metabólica; estos 

dos últimos mecanismos son los más frecuentemente estudiados en mosquitos (Bisset J; 2002). La 

resistencia metabólica está dada por el incremento en la expresión de genes que codifican para las 

principales enzimas detoxificantes glutatión s-transferasa, oxidasas de función mixta  y esterasas 

involucradas en el metabolismos de los principales grupos de insecticidas y la resistencia por 

alteraciones en el sitio blanco de acción se debe  a mutaciones en el gen para del canal de sodio 

dependiente de voltaje, sitio blanco de acción de los piretroides y el DDT o mutaciones en el gen 

Ace-1 que codifica para la enzima acetilcolinesterasa, sitio blanco de acción de los 

organofosforados y carbamatos (Du et al; 2016). 

En Colombia hace más de una década se vigila el estado de la susceptibilidad de las poblaciones de 

A. aegypti a los diferentes insecticidas utilizados para su control. Desde el año 2004 a la fecha la 

Red Nacional para la Vigilancia de la resistencia a los insecticidas en cabeza del INS, ha evaluado 

mediante las metodologías CDC y/o OMS aproximadamente 170 poblaciones de este vector en 26 

de los 32 departamentos del país, encontrándose de manera general  variabilidad en la 

susceptibilidad a los insecticidas temefos, lambdacialotrina, deltametrina, permetrina, ciflutrina, 

etofenprox, malatión, fenitrotión, pirimifós-metíl, bendiocarb y propoxur (Informe-

epidemiologico-VRI-INS 2004-2016, Suarez et al; 1996, Anaya et al; 2007, Salazar et al; 2007, 

Maestre et al; 2009, Fonseca y Bolaños 2009, Maestre et al; 2010 a, b y c, Santacoloma et al; 2010, 

Fonseca et al; 2011, Ocampo et al; 2011, Santacoloma et al; 2012, Grisales et al; 2013, Rojas et al; 

2013, Ardila et al; 2013, Maestre et al; 2014, Conde et al; 2015, Aguirre-Obando et al; 2015), así 

mismo, se ha identificado aumento de los niveles de las enzimas detoxificantes, esterasas 

inespecificas, oxidasas de función mixta, glutatión s-transferasas y acetilcolinesterasas en 

poblaciones resistentes a través de la realización de pruebas enzimáticas (Santacoloma et al; 2010, 

Fonseca et al; 2011, Ocampo et al; 2011, Santacoloma et al; 2012, Ardila et al; 2013, Maestre et al; 

2014) y más recientemente se han identificado las mutaciones Kdr V1016I (Maestre et al; 2014, 

Aguirre-Obando et al; 2017), F1534C (Atencia et al; 2016) y V410L (Granada et al; 2018) asociadas 

con resistencia a piretroides.  

Puntualmente para la Región Caribe, Maestre et al. (2014) encontraron susceptibilidad a los 

organofosforados temefos, malatión, fenitrotión y pirimifós-metíl en poblaciones de Bolívar 

(Cartagena), Cesar (Valledupar), Córdoba (Montería), La Guajira (San Juan del Cesar) y Magdalena 

(Ciénaga), resistencia a temefos en poblaciones de Puerto Colombia y Soledad en el departamento 

de Atlántico y moderada resistencia a pirimifós-metíl en Sucre (Sincelejo). Adicionalmente, la 

mayoría de las poblaciones evaluadas registraron resistencia a la hora y a las 24 horas a los 

piretroides lambdacialotrina, deltametrina, permetrina y ciflutrina exceptuando la población de 

Ciénaga en el departamento del Magdalena, que registró susceptibilidad. En este estudio se 

identificaron por primera vez para la región caribe alteración de las enzimas GST, α-esterasas y 
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oxidasas de función mixta en las poblaciones resistentes e identificó por primera vez para 

Colombia la mutación V1016I en el canal de sodio dependiente de voltaje como mecanismos de 

resistencia a moléculas de tipo piretroide y organoclorados como el DDT. 

Atencia y colaboradores (2016), reportaron por primera vez la mutación F1534C en poblaciones de 

A. aegypti resistentes a DDT y piretroides en Sincelejo, departamento de Sucre. Más 

recientemente, Granada y colaboradores (2018), hallaron para las poblaciones de Bello 

(Antioquia), Villavicencio (Meta) y Riohacha (Guajira) las mutaciones V1016I y F1534C previamente 

reportadas en poblaciones de la región caribe, con frecuencias desde 0,04 a 0,41 para V1016I y 

056 a 0,71 para F1534C. Así mismo, registraron por primera vez para Colombia la mutación V410L 

en las poblaciones de Bello, Riohacha y Villavicencio, con frecuencias alélicas de 0,06, 0,36 y 0,46 

respectivamente. Es de resaltar en este estudio, que los mosquitos A. aegypti de Bello mostraron 

susceptibilidad a lambdacialotrina, mientras que los de Riohacha y Villavicencio mostraron 

resistencia. En estas últimas poblaciones los investigadores establecieron una asociación positiva 

entre las mutaciones V410L y V1016I y la resistencia a lambdacialotrina. Igualmente, hallaron que 

la frecuencia de la mutación F1534C fue alta en las tres poblaciones de estudio, lo que sugiere que 

esta mutación podría conferir resistencia a los insecticidas que no sean lambdacialotrina, 

particularmente los piretroides tipo I. 

De forma general todos estos estudios han permitido identificar poblaciones resistentes a varios 

insecticidas y mecanismos de resistencia basados en la expresión de mutaciones kdr y en menor 

medida alteración de enzimas de resistencia. Sin embargo, se requieren de más estudios que 

permitan entender mejor el rol que juegan las mutaciones kdr en la resistencia a piretroides; así 

como, conocer en poblaciones previamente caracterizadas si ha existido variación en la 

susceptibilidad a insecticidas, así como de los mecanismos que la expresan teniendo en cuenta el 

aumento en la frecuencia de aplicación por el aumento a su vez en los últimos años de la 

incidencia de dengue y la introducción de los virus chikungunya y Zika. Por último, se requiere 

ampliar este tipo de estudios a poblaciones sin línea base y que constantemente están 

presionadas por insecticidas de acuerdo con su perfil epidemiológico para estas enfermedades. 

Teniendo en cuenta lo anterior, el presente estudio pretende conocer: ¿Cuál es el estado actual de 

la susceptibilidad a piretroides y organofosforados y sus mecanismos de resistencia, 

específicamente mutaciones kdr y alteración de enzimas en poblaciones de A. aegypti de la región 

Caribe Colombiana? 
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3. JUSTIFICACIÓN 

 
La incidencia de dengue ha aumentado considerablemente en las últimas décadas, a nivel mundial 

se estima que se producen 390 millones de infecciones por dengue cada año (OMS, 2018), para la 

región de las Américas en la última década se notificaron más de 10 millones de casos de dengue, 

siendo Colombia el país dentro de la sub-región andina el que aportó aproximadamente el 50% de 

los casos de dengue para la sub-región (Reporte casos de dengue en la Región de las Américas de 

2008 al 2017, OMS/OPS). Adicionalmente la introducción, propagación de los virus chikungunya y 

Zika en Colombia, tuvieron un gran impacto en la población de la mayor parte del territorio 

infestado por A. aegypti. Recientemente estas infecciones iniciaron la fase endémica y 

actualmente se superponen con la transmisión persistente del dengue (Padilla J et al 2017), lo que 

ha generado en el país el aumento en la frecuencia de uso de insecticidas e impactando de forma 

negativa sobre la susceptibilidad de las poblaciones del vector. Resultados obtenidos por la Red 

Nacional de la Vigilancia de la Resistencia en cabeza del Instituto Nacional de salud demuestran 

que el fenómeno de la resistencia ha ido en aumento con el transcurso de los años en el país, tal 

es el caso del piretroide lambdacialotrina, el cual entre los años 2005 al 2011 arrojó resultados de 

susceptibilidad en las poblaciones de los departamentos de Cundinamarca y Huila y actualmente 

registra resultados compatibles con resistencia (Informe epidemiológico - VRI-INS 2004-2016). 

Adicionalmente, otros estudios han evidenciado alteración de enzimas de resistencia y la 

presencia de mutaciones tipo kdr, ayudando a entender los mecanismos causantes de la 

resistencia en las poblaciones del vector. El presente proyecto de investigación contribuye al 

conocimiento acerca del rol y la co-ocurrencia de estas mutaciones en poblaciones de A. aegypti 

de la región Caribe, dado que esto puede determinar el nivel de resistencia de una población y así 

mismo orientar la selección de los insecticidas a utilizar. 

El monitoreo de la resistencia en poblaciones de campo es indispensable para conocer el nivel de 

resistencia a los insecticidas utilizados para su control, la distribución geográfica de la resistencia a 

insecticidas y los mecanismos involucrados, para seleccionar insecticidas adecuados. El desarrollo 

de tal resistencia es un proceso complejo y dinámico que depende de muchos factores. Por lo 

tanto, su gestión requiere dos tipos de información: un programa de monitoreo para asegurar el 

nivel de resistencia de las poblaciones y un buen conocimiento de los mecanismos que causan la 

resistencia. La caracterización de los mecanismos de resistencia implicados permitirá comprender 

y predecir su impacto en las estrategias de control de vectores; mientras tanto, el monitoreo 

rutinario de la resistencia a los insecticidas en las poblaciones de vectores naturales ayudará a las 
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autoridades de salud a detectar la resistencia temprana y a mejorar la efectividad de las 

estrategias de control operacional (López-Monroy et al; 2018). 

Los resultados del presente trabajo aportan información técnica de gran importancia para los 

programas nacional, departamental y distrital de control de vectores, contribuyendo a trazar o 

elaborar estrategias para el uso correcto de insecticidas para el control de A. aegypti, única opción 

disponible hasta el momento para prevenir o controlar la transmisión de estas arbovirosis en el 

país, especialmente en la región Caribe Colombiana, donde se desarrollará el presente proyecto de 

investigación. 

El presente trabajo contribuye al fortalecimiento de las relaciones interinstitucionales entre las 

instituciones participantes que incluyen a las secretarias de salud de los departamentos de 

Atlántico, Cesar, Córdoba y los distritos de Barranquilla y Cartagena, al Instituto Nacional de Salud 

(INS), los Centros para la Prevención y Control de Enfermedades (CDC), la Universidad Simón 

Bolívar y la Universidad de Cartagena. El proyecto permite además la formación de recurso 

humano capacitado en temas relacionados con la evaluación de la susceptibilidad a insecticidas y 

mecanismos de resistencia en poblaciones de vectores de interés en salud pública. 
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4. MARCO DE REFERENCIA 

 

4.1 Características generales del mosquito A. aegypti  

 
A. aegypti es un mosquito de metamorfosis completa (holometábolo), de hábitos diurnos 

esencialmente urbanos, antropofílico y presenta transmisión transovárica y sexual del virus del 

dengue. Las hembras son las únicas que se alimentan de sangre como fuente de proteína para el 

desarrollo de los huevos, pueden producir en cada oviposición aproximadamente 200 huevos 

(Zuluaga et al; 2009). 

Durante su desarrollo ontogénico pasan por los estadios de huevo, larva, pupa y adulto. La 

temperatura óptima de reproducción del mosquito es entre 24°C y 28°C, y la humedad relativa 

hasta del 60% (Zuluaga et al; 2009). 

El huevo completa su desarrollo embrionario en 48 horas, si el ambiente es húmedo y cálido, pero 

ese tiempo puede prolongarse hasta cinco días con temperaturas más bajas. Se adhiere a las 

paredes de los recipientes, como albercas, tanques bajos, floreros, llantas y otros, que contengan 

agua limpia. Pueden soportar períodos de desecación hasta de un año, lo que representa uno de 

los principales obstáculos para el control de los mosquitos y, además, permite su transporte a 

diferentes lugares en recipientes secos (Fernández I, 1999). 

La fase de huevo dura uno a dos días; le sigue la fase de larva, cuyo desarrollo consta de cuatro 

estadios en el agua, donde se alimentan de material orgánico sumergido o acumulado en las 

paredes de los recipientes. Las larvas crecen y completan su desarrollo entre cinco y siete días, 

dependiendo de la temperatura ambiente donde se encuentren, y no soportan temperaturas 

inferiores a 10°C ni superiores a 45°C; una temperatura inferior a 13°C impide su paso al estado de 

pupa. Las larvas tienen cabeza, tórax y abdomen; su posición de reposo en el agua es casi vertical y 

su movimiento es serpenteante; son sensibles a la luz y se desplazan al fondo del recipiente 

cuando son perturbadas. En condiciones de temperatura de 24°C a 28°C, el estadio de pupa dura 

entre uno y dos días. Este es el último estadio dentro del agua, en el cual no se alimentan y se 

producen modificaciones anatómicas y fisiológicas, hasta que emergen los adultos (Reyes-

Villanueva F. 1990). 
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Fuente: Funasa (2011) Biología de vectores. Secretaria de Salud de Espiritu Santo  

Figura 1. Ciclo de vida del vector A. aegypti. 

4.2 Insecticidas  
 
El concepto de plaguicida definido por El Código Internacional de Conducta Sobre la Distribución y 

Uso de Plaguicidas de la Food and Agriculture Organization (FAO) es el siguiente: “es la sustancia o 

mezcla de ellas, destinada a prevenir, destruir o controlar plagas, incluyendo los vectores de 

enfermedad humana o animal; las especies no deseadas de plantas o animales que ocasionan un 

daño duradero u otras que interfieren con la producción, procesamiento, almacenamiento, 

transporte y comercialización de alimentos; los artículos agrícolas de consumo, la madera y sus 

productos, el forraje para animales o los productos que pueden administrárseles para el control de 

insectos, arácnidos u otras plagas corporales” (FAO 1986, Al-Saleh, I 1994), por lo anterior en el 

marco de este concepto se define el término insecticida como “sustancia o mezcla de ellas, 

destinadas a prevenir, destruir o controlar insectos”. 

4.2.1 Clasificación 
 
Los insecticidas se clasifican considerando características como toxicidad aguda, la vida media, la 

estructura química y su uso. La Organización Mundial de la Salud (OMS) estableció una 

clasificación basada en su peligrosidad o grado de toxicidad aguda, la cual se define como la 

capacidad del plaguicida de producir un daño agudo a la salud a través de una o múltiples 

exposiciones, en un período de tiempo corto. Considerando su composición química los 

plaguicidas se han clasificado en diversas familias, que comprenden desde los compuestos 

organoclorados y organofosforados, hasta los compuestos inorgánicos. Sin embargo, los grupos de 

mayor uso empleados en salud pública son organoclorados (OCs), organofosforados (OFs), 

carbamatos y piretroides, sin embargo, actualmente están siendo consideradas otras alternativas 

como reguladores de crecimiento, e insecticidas microbianos (Ramírez J y Lacasaña M, 2001) 

4.2.1.1 Organofosforados 

 
Los organofosforados son todos aquellos insecticidas químicamente constituidos por ésteres de 

ácido fosfórico. Son más tóxicos para los vertebrados que los organoclorados y no son persistentes 

en el ambiente, ya que los enlaces éster son muy susceptibles a la descomposición biótica y 

abiótica. Estos insecticidas ejercen su acción tóxica a nivel del sistema nervioso inhibiendo la 
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enzima acetilcolinesterasas, dando como resultado la acumulación de acetilcolina (ACh), lo cual 

interfiere con la transmisión neuromuscular provocando una sobreexcitación de los músculos 

voluntarios y finalmente la parálisis. Dentro de este grupo se encuentran los insecticidas usados en 

salud pública, tales como: malatión, fenitrotión, clorpirifos, fentión, temefos, pirimifós metíl entre 

otros (Casida and Quistad, 1998). 

4.2.1.1.1 Malatión  

 
El malatión fue el organofosforado alifático más utilizado luego de su introducción en 1950, tanto 

en la agricultura (vegetales, frutales y forrajeros) y en salud pública, controla una amplia gama de 

insectos masticadores y chupadores en frutales, hortalizas y ornamentales, así como insectos de 

interés médico. El nombre científico de este insecticida es dietil (dimetoxitiofosforiltio) succinato o 

S-1.2-bis (etoxicar-bonil) etil 0,0-dimetil fosforoditioato, fórmula empírica C10H19O6PS2 y Peso 

molecular 330.36. Se presenta como líquido incoloro en estado puro o líquido color café oscuro a 

amarillo, con olor desagradable parecido al zorrillo. Tiene tres presentaciones concentrado 

emulsionable, polvo mojable y solución concentrada (Singh D. 2012). 

 

Figura 2. Estructura química del malatión. 

Fuente: Singh D. 2012.Química y toxicología de plaguicidas. Disponible en: Colección académica eBook (EBSCOhost). 
 

El malatión es un insecticida neurotóxico no sistémico de amplio espectro, actúa por contacto, 

ingestión e inhalación y afecta al sistema nervioso central (inhibe la enzima acetilcolinesterasa). 

Está clasificado como moderadamente peligroso para los mamíferos con una dosis letal aguda en 

ratas de 1.260 mg/kg vía oral. Los seres humanos pueden absorber el malatión por inhalación, 

ingestión o a través de la piel. Las intoxicaciones agudas se manifiestan en súbitos accesos de 

transpiración, abundante secreción de saliva, diarrea, bronquitis, infarto al miocardio y coma. La 

muerte sobreviene por paro respiratorio. Dada su alta y aguda toxicidad para el ser humano y para 

los organismos acuáticos, es necesario tomar precauciones especiales cuando se aplica. Se debe 

prestar especial atención a los residuos contenidos en las sustancias alimenticias. 

Este insecticida es ligeramente persistente en el ambiente (1 semana), su afinidad por el suelo 

varía de muy baja a moderada y puede constituir un riesgo de contaminación para las aguas 

subterráneas en sitios donde las condiciones no favorezcan su degradación. Tanto en agua como 

en suelo la degradación ocurre por una combinación de procesos biológicos y reacciones no 

biológicas mediadas por el agua (hidrólisis) (Singh D. 2012). 
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4.2.1.1.2 Fenitrotión  

 
Es poco soluble en agua, altamente soluble en alcohol, esteres, cetonas e hidrocarburos 

aromáticos, su nombre científico es O, O-dimetil O-(3-metil-4-nitrofenil) fosforotioato y su fórmula 

molecular C9H12NO5PS. Es un insecticida organofosforado y acaricida no sistémico inhibidor de la 

colinesterasa. Las reacciones metabólicas más importantes son la desulfuración de P=S 

(compuestos tiones) a P=O (compuestos oxones), la escisión del enlace P-O-arilo catalizado por el 

citocromo P-450 dependiente del sistema de monooxigenasa y la O-desmetilación catalizada por 

las glutatión S-transferasas (Singh D. 2012). 

Es un éster del ácido fosfórico, generalmente liposolubles, lo que facilita la penetración en el 

organismo. Tienen mediana tensión de vapor, favoreciendo su volatilidad, facilitando su absorción 

inhalatoria y se hidroliza fácilmente en medio alcalino. Las vías de absorción son la digestiva, 

respiratoria y cutánea y las vías de eliminación en el ser humano son a través de la orina, heces y 

aire expirado. La máxima excreción se produce a las 48 horas. Su biotransformación es a nivel 

hepático, mediante el proceso de hidrólisis, en conjugación con glutatión y oxidasas. (Singh D. 

2012). 

 

Figura 3. Estructura química del fenitrotión 

Fuente: Singh D. 2012.Química y toxicología de plaguicidas. Disponible en: Colección académica eBook  (EBSCOhost). 
 

4.2.1.1.3. Pirimifós-metíl.  

 
Es un insecticida organofosforado, su nombre científico es O-2-dietilamino-6-metilpirimidin-4-il 

O,O-dimetil fosforotioato,  su fórmula química es  C11H20N3O3PS y su peso molecular es 305.3, se 

hidroliza en medios ácidos y alcalinos concentrados; DT50 2-117 d (pH rango 4-9, más estable a pH 

7). A la luz solar, la solución acuosa tiene un DT50 de menos de 1 hora. Es usado para control de 

un amplio rango de insectos y ácaros en el campo, la industria, el hogar e invernaderos. Tiene una 

acción insecticida, acaricida, y su modo de acción es por contacto, respiratorio y translaminar, es 

Inhibidor de la colinesterasa. En cuanto a sus características físicas y químicas es un líquido color 

fresa. Su solubilidad en agua es igual a 8.6 mg/L a 20 °C. Es soluble en la mayoría de los disolventes 

orgánicos. Su presión de vapor es igual a 1.5x10-5 mm Hg a 20 °C. Esta sustancia se descompone al 

ser destilada (Singh D. 2012). 

 

https://www.google.com.co/url?sa=i&rct=j&q=&esrc=s&source=imgres&cd=&cad=rja&uact=8&ved=2ahUKEwi13qyjvqHaAhUCd98KHWVjCA8QjRx6BAgAEAU&url=https://en.wikipedia.org/wiki/Fenitrothion&psig=AOvVaw3BwSAXeXJRpt6VXpDLi9r4&ust=1522961077951743
https://www.google.com.co/url?sa=i&rct=j&q=&esrc=s&source=imgres&cd=&cad=rja&uact=8&ved=2ahUKEwi13qyjvqHaAhUCd98KHWVjCA8QjRx6BAgAEAU&url=https://en.wikipedia.org/wiki/Fenitrothion&psig=AOvVaw3BwSAXeXJRpt6VXpDLi9r4&ust=1522961077951743
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Figura 4. Estructura química del pirimifós-metíl 

Fuente: Singh D. 2012.Química y toxicología de plaguicidas. Disponible en: Colección académica eBook  (EBSCOhost). 
 
 
 

4.2.1.1.4 Temefos 

 
El nombre científico del temefos es 0,0,0,0’-tetrametil-0,0’-tio-di-p-fenileno, fórmula empírica 

C16H20O6P2S3 y Peso molecular: 466.48, se presenta en cristales blancos o incoloros. Tiene tres 

presentaciones: líquido al 50%, cápsulas de liberación lenta al 5% y granos de arena al 1%. Es un 

insecticida que interfiere en la transmisión de los impulsos nerviosos por inhibición de la 

colinesterasa, es no sistémico y actúa por contacto e ingestión. Los seres humanos pueden 

absorber el temefos por inhalación, ingestión, por la piel y por los ojos. Una característica de este 

insecticida es la baja solubilidad razón por la cual puede ser aplicado en agua de consumo sin 

riesgos de toxicidad en humanos (Singh D. 2012). 

 

 
 

Figura 5. Estructura química del temefos 

Fuente: Singh D. 2012.Química y toxicología de plaguicidas. Disponible en: Colección académica eBook  (EBSCOhost). 

 

4.2.1.2 Piretroides  

 
Son compuestos sintéticos derivados de alcaloide “Piretro” presente en las flores de las plantas 

Chrysanthemun cinerariefolium y Chrysanthemun coccineum. Los compuestos biológicamente 

activos son el resultado de la combinación de dos ácidos (pirétrico y crisantémico) y tres alcoholes 

(piretrolona, jasmolona y cinerolona). En comparación con los organofosforados y carbamatos sus 

propiedades toxicológicas y ambientales son más favorables. Todos son lipofílicos y casi insolubles 

en agua. Estas moléculas han sido objeto de múltiples modificaciones químicas, en busca de 

https://www.google.com.ar/url?sa=i&rct=j&q=&esrc=s&source=images&cd=&cad=rja&uact=8&ved=2ahUKEwi1x9ShqaLaAhUEhuAKHXL4DsgQjRx6BAgAEAU&url=https://en.wikipedia.org/wiki/Pirimiphos-methyl&psig=AOvVaw3b6y3YY9uoGVxMbDmgQ4A7&ust=1522989774739798
https://www.google.com.ar/url?sa=i&rct=j&q=&esrc=s&source=images&cd=&cad=rja&uact=8&ved=2ahUKEwi1x9ShqaLaAhUEhuAKHXL4DsgQjRx6BAgAEAU&url=https://en.wikipedia.org/wiki/Pirimiphos-methyl&psig=AOvVaw3b6y3YY9uoGVxMbDmgQ4A7&ust=1522989774739798
https://www.google.com.ar/url?sa=i&rct=j&q=&esrc=s&source=images&cd=&cad=rja&uact=8&ved=2ahUKEwi1x9ShqaLaAhUEhuAKHXL4DsgQjRx6BAgAEAU&url=https://en.wikipedia.org/wiki/Pirimiphos-methyl&psig=AOvVaw3b6y3YY9uoGVxMbDmgQ4A7&ust=1522989774739798
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mejorar su acción tóxica y estabilidad en el medio ambiente por lo que han sido clasificadas en 

cuatro categorías o generaciones. 

La primera generación con un solo piretroide, la aletrina, la cual se diferencia de la cinerina I 

porque contiene un lado en la cadena más estable y más persistente que el piretro. Es efectivo 

contra moscas y mosquitos, pero menos efectivo contra cucarachas y otros insectos. 

La segunda generación incluye: a) tetrametrina, (1965) que poseía mayor fuerza de derribo que la 

aletrina y fácilmente sinergizada, b) la resmetrina (1967) aproximadamente 20 veces más efectiva 

que el piretro en cuanto al derribo en mosca casera y no sinergizada por ningún sinergista, c) la 

bioresmetrina (1967) 50 veces más efectiva contra moscas caseras susceptibles a insecticidas y 

tampoco sinergizada, d) la bioaletrina (1969) más potente que la aletrina y fácilmente sinergizada, 

pero menos efectiva que la resmetrina y e) la fenotrina (1973). La resmetrina fue el insecticida de 

segunda generación más utilizado en forma de aerosoles para el control de insectos voladores y 

rastreros en interiores de casas. 

La tercera generación incluye fenvalerato y permetrina, los cuales aparecieron en 1972 y 1973, 

respectivamente, fueron los primeros piretroides agrícolas debido a fotoestabilidad y residualidad 

sobre las hojas de los cultivos.  

La cuarta generación comenzó en 1975 cuando se introdujo átomos de flúor a la molécula 

confiriéndole una actividad especial, dando origen a una nueva generación de piretroides usados 

en salud pública como ciflutrina y cyalotrina. A partir de estos se aislaron isómeros activos como la 

lambdacyalotrina y beta-ciflutrina. La última generación de piretroides fue introducida a partir del 

hecho que la unión éster no era indispensable para la acción insecticida, surgiendo así el 

flufenprox, silaflufen y etofenprox. 

Los piretroides y las enzimas interfieren con las funciones del sistema nervioso y actúan sobre el 

axón a nivel central y periférico mediante interacción con los canales de sodio y/o desplazando al 

ácido kainico de sus uniones especificas en los mamíferos y en los insectos. Los piretroides a 

semejanza de las piretrinas bloquean los impulsos nerviosos en el nivel de su transmisión final. Los 

efectos de estos compuestos pueden ser de 4 tipos: 1) sobre-excitación nerviosa sin contracciones 

musculares, 2) afección en los nervios motores que causan contracciones musculares, 3) 

contracciones musculares de larga duración y 4) obstrucción total del impulso nervioso. 

Los signos típicos de intoxicación por los piretroides Tipo I incluyen hiperexcitabilidad y 

convulsiones, mientras que los piretroides Tipo II causan principalmente ataxia y descoordinación. 

En insectos los efectos de los piretroides, especialmente los del Tipo I, pueden desarrollarse en 1 a 

2 minutos después del tratamiento y pueden resultar en la caída, es decir, en la perdida de la 

postura normal y de la locomoción. 

 

4.2.1.2.1 Deltametrina  

 
 La deltametrina es uno de los piretroides sintéticos más usados en todo el mundo. Mientras que, 

para los mamíferos, este insecticida es clasificado como seguro, es muy tóxico para la vida 

acuática, particularmente los peces, y por tanto debe ser utilizado con extrema precaución 
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alrededor de zonas de agua. Su nombre científico es (S)-α- cyano-3-phenoxy-benzyl (1R, 3R)-3-(2,2 

- dichlorovinyl)-2,2- dimethylcyclopropanecarboxylate, fórmula empírica C22H19Br2NO3 y Peso 

molecular: 505.21. Se presenta como líquido fluido de color ligeramente amarillo a marrón pajizo. 

Tiene una presentación: concentrado emulsionable (Singh D. 2012). 

 

Figura 6. Estructura química de la deltametrina. 

Fuente: Singh D. 2012.Química y toxicología de plaguicidas. Disponible en: Colección académica eBook  (EBSCOhost). 

 
La deltametrina es un piretroide tipo II que afecta los canales de sodio (Na+) en la membrana 

nerviosa provocando una intensa actividad repetitiva (bloqueo de la transmisión del influjo 

nervioso) y en consecuencia la muerte. Tiene acción de contacto e ingestión y también inhibe la 

alimentación. 

Está clasificado como moderadamente peligroso con una dosis letal en rata por encima de 2000 

mg/kg vía oral o dérmica. En los seres humanos el mayor riesgo se produce por ingestión y debido 

a su baja volatilidad, la inhalación del principio activo es difícil. En la piel puede provocar irritación 

pasajera. El envenenamiento por deltametrina puede provocar fuertes dolores abdominales, 

convulsiones, vómito y pérdida de conocimiento. La inhalación por aerosoles provoca vértigo, 

cefalea y tos. (Singh D. 2012). 

La deltametrina juega un papel muy importante en el control de la malaria siendo usada en la 

fabricación de mosquiteros con insecticida de larga duración. Se aplica para el control de 

diferentes insectos vectores, entre ellos: Anopheles spp. y Ae. aegypti, es el piretroide más 

utilizado solo o conjuntamente con otros insecticidas o como alternativa a alguno de ellos 

(permetrina, cipermetrina, malatión y fentión).  

La forma de aplicación de la deltametrina y otros piretroides utilizados en el control el dengue, es 

mediante aerosoles espaciales de gota de ultrabajo volumen (ULV). Para que esta aplicación sea 

efectiva, las gotas de deltmetrina deben estar en contacto con los mosquitos en vuelo o en sitio de 

reposo, desafortunadamente, esta medida ha demostrado ser inefectiva en muchos casos (Gubler, 

1989; WHO, 2002). En los últimos años se ha generado gran interés en nuevas formas de 

aplicación residual de piretroides, principalmente deltametrina, en cortinas, paredes, mosquiteros 

y otras superficies de reposo del mosquito Ae. aegypti (Karch et al; 1995; Kroeger et al; 2006). 

 

4.2.1.2.2 Lambdacialotrina 

 
Lambdacialotrina es un insecticida de amplio espectro utilizado en la agricultura para el control de 

plagas ocasionadas por insectos, su nombre químico es (RS)-α-cyano-3-fenoxibencil(1RS,3Rs)-3-

https://www.google.com.ar/url?sa=i&rct=j&q=&esrc=s&source=images&cd=&cad=rja&uact=8&ved=2ahUKEwi7zIKUqqLaAhXCmuAKHfv9DCwQjRx6BAgAEAU&url=https://es.wikipedia.org/wiki/Deltametrina&psig=AOvVaw2pUKokhRLD3xhxvJDqqcP9&ust=1522990035588692
https://www.google.com.ar/url?sa=i&rct=j&q=&esrc=s&source=images&cd=&cad=rja&uact=8&ved=2ahUKEwi7zIKUqqLaAhXCmuAKHfv9DCwQjRx6BAgAEAU&url=https://es.wikipedia.org/wiki/Deltametrina&psig=AOvVaw2pUKokhRLD3xhxvJDqqcP9&ust=1522990035588692
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[(Z)-cloro-3,3,3-trifluoroprop-1-enil]-2,2-dimetilciclopropano carboxilato. (Singh D. 2012). Es un 

piretroide sintético no sistémico, de gran capacidad de penetración, con actividad insecticida por 

contacto e ingestión, con buen efecto de choque y buena persistencia que actúa sobre el sistema 

nervioso de los insectos alternando el flujo de iones a través de la membrana nerviosa. Se ha 

observado que los piretroides que poseen un grupo α-ciano causan una mayor prolongación del 

aumento transitorio de la permeabilidad de la membrana nerviosa durante la excitación. El insecto 

que recibe una dosis suficiente entra en fase de agitación seguida de una parálisis que conduce a 

la muerte. Produce una fuerte repelencia que evita reinvasiones de insectos en el cultivo. Es activo 

sobre insectos adultos y también sobre los diferentes estados larvarios en especial de lepidópteros 

y dípteros. También proporciona un buen control preventivo de los virus de las plantas 

transmitidos por insectos.  

Se fotodegrada rápidamente y es insoluble en agua. Es prácticamente inmóvil en el suelo con una 

vida inferior a 14 días en suelos limosos y de 28 a 56 días en arcillo-limosos, con riesgo muy 

limitado de contaminar acuíferos. En suelos aerobios se degrada por vía hidrólica y axidativa 

siendo una vida media de unas tres semanas. También se dispersa y reduce por vía microbiana 

cuya eficiencia disminuye si la humedad del suelo es muy baja o temperatura superior a 35 °C. Se 

considera poco persistente, llegando a ser su persistencia de 12 semanas (Singh D. 2012). 

 

Figura 7. Estructura química de la lambdacialotrina. 

Fuente: Singh D. 2012.Química y toxicología de plaguicidas. Disponible en: Colección académica eBook (EBSCOhost). 
 

4.2.1.2.3. Permetrina.  

 
Su nombre científico es 3-Phenoxybenzyl(1RS)-cis, trans-3-(2,2-dichlorovinyl)-2,2-

dimethylcyclopropanecarboxylate, su fórmula empírica es C21H20Cl2O3 y su peso molecular 

391,29. Es un líquido viscoso, amarillo pálido, de olor característico desagradable. Soluble en 

etanol absoluto. Punto de fusión: 35°C. Densidad: 1,190 – 1,272 g/ml. Pertenece a la familia de los 

insecticidas piretroides cuyo mecanismo de acción es la neurotoxicidad por prolongación de la 

activación de los canales de sodio causando una despolarización sostenida. No surte efectos sobre 

las neuronas de mamíferos ni aves, por lo que tiene poca toxicidad en mamíferos. Se utiliza 

mundialmente como insecticida y acaricida, así como repelente de insectos y piojos. (Singh D. 

2012). 

https://www.google.com.co/url?sa=i&rct=j&q=&esrc=s&source=images&cd=&cad=rja&uact=8&ved=2ahUKEwjvpvi3x6HaAhUjSN8KHecrAIoQjRx6BAgAEAU&url=http://www.scielo.br/scielo.php?script=sci_arttext&pid=S0100-40422015000801009&psig=AOvVaw2pVm6JWGLMbUTlKtfjHj2i&ust=1522963516680058
https://www.google.com.co/url?sa=i&rct=j&q=&esrc=s&source=images&cd=&cad=rja&uact=8&ved=2ahUKEwjvpvi3x6HaAhUjSN8KHecrAIoQjRx6BAgAEAU&url=http://www.scielo.br/scielo.php?script=sci_arttext&pid=S0100-40422015000801009&psig=AOvVaw2pVm6JWGLMbUTlKtfjHj2i&ust=1522963516680058
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Figura 8. Estructura química de la permetrina. 

Fuente: Singh D. 2012.Química y toxicología de plaguicidas. Disponible en: Colección académica eBook (EBSCOhost). 

 

4.2.2 Vías de penetración 
 
La penetración de los insecticidas en los insectos puede ser por tres vías: Por ingestión 

(envenenamiento oral). Por contacto a través de la quitina conocida como envenenamiento por 

contacto. Por fumigantes a través de los espiráculos del sistema respiratorio como ocurre con el 

diclorvos o el temefos. En el envenenamiento por contacto se requiere que el compuesto químico, 

sea liposoluble para facilitar su paso a través de la quitina del insecto hasta llegar al sitio activo 

como ocurre con los insecticidas organoclorados (DDT), organofosforados (malatión), inhibidores 

de crecimiento y juvenoides. En el envenenamiento por ingestión el insecto ingiere el insecticida y 

este es absorbido por el intestino, como ocurre con Bacillus thuringiensis, donde las larvas de 

insectos ingieren los cristales, las toxinas son solubilizadas y procesadas por proteasas del 

intestino medio, generando un fragmento tóxico, el cual se une a receptores específicos en las 

células epiteliales, formando poros en la membrana plasmática, ocasionando lisis celular y, 

comúnmente, la muerte (Callaghan, 1989) 

4.2.3 Modos de acción 
 
4.2.3.1 Organofosforados y carbamatos 

 

Estos insecticidas presentan su acción tóxica bloqueando una importante enzima del sistema 

nervioso, en las uniones sinápticas: la acetilcolinesterasa (AchE).  

La (AchE) hidroliza rápidamente a la ACh (acetilcolina), lo que conlleva a la repolarización de la 

membrana o de la placa basal (en las conexiones neuromusculares) y las prepara para la llegada de 

un nuevo impulso. De tal manera que la función de la ACh depende de su rápida hidrólisis por la 

AchE, que permite la brevedad y unidad de los impulsos propagados sincrónicamente.  

Así pues, al formarse enlaces covalentes muy fuertes entre el insecticida y la AchE, esta se inhibe 

provocando la acumulación de la Ach en la unión sináptica y la interrupción de la transmisión 

normal de los impulsos nerviosos. En insectos el efecto de los organofosforados y carbamatos es 

principalmente afectar el sistema nervioso central, desde la unión neuromuscular no colinérgica 

como en mamíferos. La única sinapsis colinérgica conocida en insectos es en el sistema nervioso 

https://www.google.com.ar/url?sa=i&rct=j&q=&esrc=s&source=images&cd=&cad=rja&uact=8&ved=2ahUKEwjhnsbGqaLaAhULU98KHbPCD3wQjRx6BAgAEAU&url=https://desinsectador.com/biocidas-por-grupos/permetrina-formula/&psig=AOvVaw0mUe3x4CBmD1Q7ael2tWN9&ust=1522989867170910
https://www.google.com.ar/url?sa=i&rct=j&q=&esrc=s&source=images&cd=&cad=rja&uact=8&ved=2ahUKEwjhnsbGqaLaAhULU98KHbPCD3wQjRx6BAgAEAU&url=https://desinsectador.com/biocidas-por-grupos/permetrina-formula/&psig=AOvVaw0mUe3x4CBmD1Q7ael2tWN9&ust=1522989867170910
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central. La unión neuromuscular química transmitida en insectos es ácido glutámico (Reiner E. 

1971, Ponce et. al 2006).  

 

4.2.3.2 Piretroides 

 

Estos actúan sobre la membrana nerviosa, ocasionando interferencias que provocan cambios 

conformacionales de las proteínas en la interfase lípido-proteína. Estas alteraciones originan un 

retardo en el cierre de los canales de Na+ después de ocurrido el impulso nervioso (Zerva, 1988). 

Evidencias neurofisiológicas permiten clasificar los piretroides en dos grupos (Miller, 1988): 

Tipo 1: No presentan grupo α-ciano en la parte alcohólica de su estructura y actúan 

principalmente, sobre el Sistema Nervioso Periférico. Provocan descargas repetitivas en las fibras 

nerviosas a causa de la prolongación de la corriente de Na+. Como resultado no ocurre una gran 

despolarización de la membrana y no se bloquea la conducción del impulso nervioso. La 

disminución de la fase de repolarización del potencial de acción, bajo el efecto del piretroide, 

puede dar lugar a una actividad eléctrica repetitiva que origine una parálisis subsiguiente. 

Tipo 2: En su composición alcohólica cuentan con el grupo α-ciano y preferentemente actúan 

sobre el Sistema Nervioso Central. Ocasionan una despolarización de la membrana nerviosa y 

bloquea la conducción del impulso debido a una excesiva prolongación de la corriente de sodio. 

4.3 Resistencia a insecticidas 
 

Existen diversas definiciones del concepto de resistencia de acuerdo con los diferentes autores u 

organizaciones: 

La Organización Mundial de la Salud, (1957), define el fenómeno de la resistencia como: “La 

capacidad de una población de insectos de tolerar dosis de insecticidas que serían letales para la 

mayoría de los individuos en una población normal de la misma especie y se genera por presión de 

selección del insecticida sobre genes que se encuentran en bajas frecuencias” (WHO, 1957) y la  

Organización para la alimentación y la agricultura, FAO, (1970) la define como la “Respuesta 

disminuida de la población de una especie de animales o plantas a un plaguicida o agente de control 

como resultado de su aplicación” (FAO, 1970). 

En el 5to Informe de Comité de Expertos de lo OMS en Biología de los Vectores y Lucha Antivectorial 

se expresa que la resistencia es un fenómeno que aparece en intervalos de tiempo sumamente 

variables, en diferentes especies y aun en la misma especie sometida a distintas intensidades de 

aplicación de insecticidas. 

La resistencia a insecticidas se explica en base a factores multidimensionales dependientes de la 

bioquímica, fisiología, genética y ecología de los vectores teniendo en cuenta que todo esto varía 

con la especie, población y localización geográfica. Las cepas resistentes se desarrollan a través de la 

sobrevivencia y reproducción, después de la exposición a un insecticida, de los individuos que 

tienen características de resistencia. Se puede considerar que la proporción de sobrevivientes 
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refleja la presencia del gen o genes que codifican para mecanismos que confieren resistencia (Bisset 

J, 2002).  

4.4 Factores que influyen en el desarrollo de la resistencia 
 

La aparición de la resistencia está determinada por características genéticas intrínsecas de los 

vectores tales como la frecuencia y dominancia de los alelos resistentes (R), penetración, donde la 

composición del exoesqueleto llega a ser modificada inhibiendo la penetración del insecticida, 

expresividad e interacción entre los alelos resistentes (R) y selección por otros productos químicos, 

así como factores biológicos tales como ciclo de vida, número de descendientes por generación, 

aislamiento, movilidad y migración y aspectos operativos como calibración de equipos, aplicación de 

dosis subletales o excesivas de insecticida, personal poco capacitado y desarrollo de actividades no 

regulares (Bisset et al; 2002).  

Los factores más influyentes en el desarrollo de la resistencia son: frecuencia de aplicación, tasa de 

reproducción y dosis y persistencia del efecto del insecticida (Bisset et al; 2002): 

Frecuencia de aplicación: la tasa de aumento de la resistencia de cualquier población de insectos 

puede incrementarse ante una presión de selección frecuente de un mismo insecticida. 

Tasa de reproducción: especies de insectos que presentan altas tasas de reproducción y ciclos de 

vida cortos pueden desarrollar resistencia a una velocidad mayor a comparación de las especies que 

tienen una menor tasa de reproducción, debido a que los genes de resistencia pueden propagarse 

rápidamente a toda la población (IRAC, 2011) 

Dosis y persistencia del efecto insecticida: la propiedad que tienen los insecticidas para persistir en 

el tiempo depende de la química – física de estos, de su formulación y la tasa de disipación del 

insecticida en el medio ambiente, de tal manera que los insecticidas persistentes pueden estar 

proporcionando una presión de selección constante sobre las poblaciones de mosquitos en este 

caso. (IRAC, 2011). La disipación de un insecticida persistente ocurre lentamente, sin embargo, por 

algún tiempo existe una dosis efectiva pequeña, es decir una dosis sub letal que puede estar 

influyendo en el desarrollo de la resistencia. Adicionalmente se considera que un insecticida que 

persiste en el tiempo puede eliminar individuos susceptibles inmigrantes, evitando de esta manera 

que la inmigración sea efectiva (Bisset et al; 2002). 

 

4.5 Mecanismos involucrados en la resistencia 
 
Existen cuatro clases de mecanismos de resistencia de acuerdo con la categorización de Miller 

1988: resistencia por comportamiento, resistencia por penetración disminuida, resistencia 

metabólica y resistencia por modificación en el sitio químico de acción. 

4.5.1 Resistencia por comportamiento 
 
En este tipo de mecanismo el insecto no entra en contacto con el depósito del insecticida, debido 

a la modificación del comportamiento del insecto, lo cual le permite evadir los efectos letales de 

los insecticidas. 
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4.5.2 Resistencia por penetración disminuida 
 
Este tipo de mecanismo, conocido también como mecanismo físico ocurre por modificaciones en 

la composición del exoesqueleto del insecto lo cual inhibe la penetración del insecticida. Las 

propiedades del tegumento del insecto y las características moleculares del insecticida afectan la 

velocidad de penetración de este último, por ejemplo, una demorada penetración requiere un 

tiempo mayor para la detoxificación de la dosis aplicada. 

4.5.3 Resistencia metabólica 
 
El metabolismo de sustancias extrañas al organismo sucede en dos fases: un metabolismo 

primario y otro secundario.  

El metabolismo primario involucra procesos hidrolíticos, oxidativos y otros enzimáticos para 

obtener productos finales polares, o sea, solubles en agua que puedan fácilmente ser excretados a 

través de orina y heces, mientras que el metabolismo secundario involucra las reacciones de los 

compuestos anteriores con agentes de conjugación endógenos para dar origen a compuestos 

conjugados solubles en agua (Saume, 1992). 

El incremento en la expresión de genes codificadores de enzimas que metabolizan a los principales 

xenobióticos es la resistencia metabólica. Las familias de enzimas involucradas principalmente en 

la resistencia de los cuatro grupos de insecticidas son: las carboxylesterasas, las monoxidasas del 

citocromo P450 y las glutatión-s-transferasas (GST) (Hemingway and Ranson, 2000). Estas enzimas 

catalizan un gran rango de reacciones de detoxificación y constituyen la primera línea de defensa 

enzimática contra los xenobióticos, son responsables de retirar muchos productos de desecho del 

metabolismo, juegan roles esenciales en las rutas biosintéticas y están involucradas en la 

comunicación química (Scott, 1995). Las esterasas están asociadas con la resistencia a 

organofosforados, carbamatos y en menor proporción a piretroides; las monoxigenasas en el 

metabolismo de piretroides y en la activación o detoxificación de organofosforados y en menor 

proporción de metil-carbamatos; y las glutatión-s-tranferasas cuyo principal rol es el metabolismo 

del DDT a productos menos tóxicos y un rol secundario en la resistencia a organofosforados. 

4.5.3.1 Glutatión s-transferasas (GSTs) 

 
La glutatión s-transferasas (GST) es una familia de enzimas que catalizan la conjugación del 

glutatión endógeno a una variedad de compuestos electrofílicos, protegiendo las macromoléculas 

biológicas como las proteínas y los ácidos nucleicos de las consecuencias tóxicas de una reacción 

covalente con el insecticida. Estas enzimas han sido implicadas en la detoxificación y 

biotransformación de muchos xenobióticos. La conjugación incrementa la solubilidad del 

compuesto electrofílico (insecticidas), facilitando la excreción de la molécula del organismo. De los 

tipos de GSTs (microsomales y citosólicas), solo las enzimas citosólicas han sido implicadas en el 

metabolismo de los insecticidas. Este tipo de enzimas han sido encontradas tanto en plantas como 

animales, es una proteína dimérica, cada una compuesta de 2 subunidades las cuales pueden ser 

homodímeros o heterodímeros. Pueden ser clasificadas, además, de acuerdo con su estructura y 

especificidad de sustrato.  
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Esta enzima es inducible por algunos compuestos químicos, tanto en mamíferos como en insectos. 

La GST de insectos ha sido clasificada como clase theta. Se ha propuesto a esta clase como 

precursora de las clases α, μ y π, basados en la distribución aparente de esta en un rango diverso 

de organismos que incluyen bacterias, levaduras, plantas e insectos (Wilce et al; 1995). Varios 

estudios han correlacionado la resistencia a insecticidas con niveles incrementados de actividad 

GST y la producción de diferentes isoformas (Ku SS et al., 1994, Ranson et al; 2002). Las diferentes 

actividades catalíticas de GST y el número de enzima individual presente en las cepas de insectos 

susceptibles y resistentes han demostrado ser el factor responsable de la resistencia a varios 

insecticidas. 

El principal rol de las GSTs en la resistencia a insecticidas en mosquitos es el metabolismo del DDT 

a productos no tóxicos (DDE), aunque también tienen un rol secundario en la resistencia a 

organofosforados. La resistencia al DDT basada en GSTs es muy común en varias especies de 

anofelinos, reflejando el fuerte uso de este insecticida para el control de la malaria durante varias 

décadas. En Ae. aegypti al menos dos grupos de GSTs se encuentran en altos niveles en insectos 

resistentes al DDT (Lumjuan et al., 2005), mientras que en An. gambiae un gran número de GSTs 

se encuentran elevadas y algunas de ellas pertenecen a la clase delta (Ranson et al; 1997). 

Recientemente se ha secuenciado el genoma de Ae. aegypti revelando la presencia de 235 genes 

que codifican para enzimas detoxificativas de la familia de las monooxidasas del citocromo P450, 

glutatión transferasas y carboxyl/colinesterasa (Strode et al; 2008). Estos investigadores 

construyeron una matriz que contiene sondas de oligonucleótidos únicas para estos genes y 

compararon el nivel de expresión de cepas resistentes y susceptibles a insecticidas. Varios genes 

candidatos se identificaron perteneciendo la mayoría a dos familias de genes, la CYP9 P450s y las 

GSTs épsilon. 

4.5.3.2 Oxidasas de función mixta (OFM) o monooxigenasas del citocromo P450 

 
Los citocromos P450 se constituyen en una superfamilia de hemoproteínas que se encuentran en 

la mayoría de los organismos: bacterias, archaea y eucariotas. La gran diversidad de 

monooxigenasas se debe a la existencia de múltiples isoformas de P450, varios patrones de 

expresión y un amplio espectro de substratos. Las proteínas del citocromo P450 usan un amplio 

rango de compuestos exógenos y endógenos como sustratos de sus reacciones enzimáticas. Por lo 

general forman parte de cadenas de transferencia de electrones con multicomponentes, 

denominadas sistemas contenedoras de P450. La reacción más común catalizada por el citocromo 

P450 es una reacción monooxigenasa, es decir, la inserción de un átomo de oxígeno molecular (O2) 

en un sustrato orgánico (RH) a la vez que el otro átomo de oxígeno es reducido a agua. 

Para que se complete la reacción se requieren electrones, que son provistos por la coenzima 

NADPH. Las monooxigenasas P450 tienen un amplio rango de substratos, pero en general, estas 

enzimas metabolizan substratos lipofílicos para producir moléculas con mayor solubilidad en agua, 

o bien con grupos funcionales que permiten las reacciones de conjugación, promoviendo la 

excreción (Berge et al; 1998). Las monooxigenasas P450 están envueltas en el metabolismo de 

todos los insecticidas, permitiendo la detoxificación a través de la hidroxilación alifática del DDT, 

deshidroxilación aromática del carbaryl y propoxur, y la epoxidación de ciclodienos o la activación 

de organofosforados mediante reacciones de oxidación. La elevada actividad de las 
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monooxigenasas ha sido asociada con la resistencia a piretroides en An. stephensi, An. subpictus, 

An. gambiae y Cx. quinquefasciatus (Brogdon et al; 1999, Vulule et al; 1999). 

Este mecanismo de resistencia metabólica puede identificarse a través de bioensayos in vivo con 

insecticidas y PBO (butóxido de piperonilo), el cual es un inhibidor de monooxigenasas del 

citocromo P450. La reducción en la magnitud de la resistencia observada representara un indicio 

de la presencia de este mecanismo de resistencia. Estudios bioquímicos in vitro comparando 

niveles de estas enzimas en cepas susceptibles y resistentes actualmente son llevados a cabo en 

microplacas para evidenciar sobreexpresión de monooxigenasas P450, los cuales han sido 

estandarizados para diferentes especies de mosquitos vectores (Brogdon and McAllister, 1998b). 

En la mayoría de los casos donde se ha asociado la actividad elevada de las monooxigenasas P450 

con la resistencia a insecticidas se ha identificado la participación de los genes P450 

pertenecientes a la familia CYP6. En An. gambiae, Cx. quinquefasciatus se han identificado la 

sobre-expresión de uno o varios genes pertenecientes a esta familia asociados con la resistencia a 

piretroides (Nikou et al; 2003; Gong et al; 2005), así como los pertenecientes a la familia CYP4, 

CYP12 y CYP9 en otras especies de insectos. 

4.5.3.3 Esterasas 

 
Las carboxyl-esterasas son enzimas que adicionan una molécula de agua a los grupos carboxiéster, 

fosforoéster y carboxilamida. Casi todos los piretroides, fosforados y carbamatos son sustratos 

potenciales de esta enzima, pues contienen al menos uno de estos grupos. Se estima que en casi 

90% de los casos de resistencia a insecticidas organofosforados y carbamatos hay niveles elevados 

de estas enzimas (Hemingway and Ranson, 2000) y en menor proporción a piretroides. 

El papel de las esterasas como mecanismo de resistencia puede ser inferido mediante: 1) 

detección de niveles elevados de productos de la hidrólisis de insecticidas en estudios de 

metabolismo en insectos resistentes, 2) sinergismo de la toxicidad del insecticida en insectos 

resistentes mediante el uso de inhibidores de esterasas no tóxicos (TPP: 0,0,0-trifenil fosfato, DEF: 

S,S,S-tributil fosforotritioato, IBP: 0,0-bis (1-metil) s fenil metíl fosforotioato) y 3) detección de 

altos niveles de actividad de esterasas generales usando substratos simples y ensayos 

espectrofotométricos de homogenizados o tejidos de insectos (Brogdon, 1989), o bien por 

electroforesis y tinción de geles (Hemingway and Karunaratne, 1998). La sobreproducción de 

esterasas es una respuesta evolutiva contra la presión de selección por insecticidas 

organofosforados y carbamatos, su presencia se ha documentado en numerosas especies de 

artrópodos, incluyendo mosquitos, garrapatas, áfidos y cucarachas. 

El papel de las esterasas en la detoxificación de los piretroides ha sido poco estudiado, existen 

varios reportes de la actividad intensificada de las esterasas en poblaciones de mosquitos 

resistentes, entre estas Anopheles gambiae, Anopheles albimanus, Culex quinquefasciatus y Ae. 

aegypti (Rodríguez et al; 2001; Flores et al; 2013). Algunos estudios han demostrado que las 

esterasas tienen baja actividad catalítica sobre algunos piretroides, sugiriendo que los elevados 

niveles de esterasas presentes en cepas resistentes a piretroides, podría deberse a pre-selección 

con organofosforados (Rodríguez et al; 2002). La principal causa de la excesiva síntesis de 

esterasas en insectos resistentes se debe a la amplificación de genes dentro el genoma, 

transcripción sobre-regulada o expresión genética alterada. 
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4.5.4 Resistencia por insensibilidad en el sitio blanco 
 
Este tipo de resistencia se atribuye a un mecanismo en el cual los sitios blancos se alteran y 

disminuye la interacción con el toxico. Existen dos blancos principales sitios de acción de los 

insecticidas la acetilcolinesterasa (AChE) y los canales de Na+ de la membrana de las células 

nerviosas. 

4.5.4.1 Canal de sodio dependiente de voltaje (mutaciónes tipo kdr) 

 

Este canal es una proteína transmembranal que contiene alrededor de 2108 aminoácidos plegados 

en cuatro dominios homólogos e hidrofóbicos (dominio I, II, III, IV), separados por uniones 

hidrofílicas. Cada dominio se compone de seis segmentos transmembranales (S1-S6).  

 

 

Figura 9. Canal de sodio dependiente de voltaje 

Fuente: Martin y Valle. The pyrethroid knockdown resistance, Capitulo de libro Instituto Oswaldo Cruz, 2012 

 

El canal de sodio dependiente de voltaje a nivel axónico es un sitio de acción del DDT y los 

piretroides. Mutaciones no sinónimas en la proteína transmembranal reducen la unión del 

insecticida al canal, ocasionando que el canal de sodio se mantenga anormalmente abierto 

permitiendo el paso de iones Na+, generando picos de actividad repetitiva en ausencia de 

estímulos y un retardo en el regreso al estado de reposo. Dichos picos consisten en 

despolarizaciones sucesivas durante tiempos prolongados, y es la causa del fenotipo resistente 

conocido como “Kdr” (Knockdown resistance) presentes en varias especies de insectos 

(Hemingway J y Ranson. 2000, Plernsub S et al; 2016a). 

Las primeras mutaciones kdr identificadas en el canal de sodio dependiente de voltaje en 

poblaciones de A. aegypti de Asia y América fueron G923V, L982W, I1011M y V1016G (Brengues C 

et al; 2003). Más tarde, las mutaciones I1011V y V1016I fueron identificadas en poblaciones 

latinoamericanas, F1534C, S989P y D1763Y en poblaciones asiáticas, y T1520I en India, y 

recientemente, la mutación V410L fue identificada por primera vez en poblaciones de esta especie 

en Brasil (Saavedra et al; 2007, Chang et al; 2009, Yanola et al; 2011, Srisawat et al; 2012, Yanola et 

al; 2011, Kushwah et al, 2015, Collet et al; 2016, Haddi K et al, 2017) (Figura 10). 
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En cuanto a la co-ocurrencia un estudio realizado en México sugirió que la presencia de la 

mutación F1534C confirió baja resistencia a los piretroides y que esta mutación se seleccionó por 

primera vez con respecto a V1016I; este estudio también indicó que esta última mutación no 

puede seleccionarse en ausencia de F1534C y que la co-ocurrencia de estas dos mutaciones 

confiere niveles elevados de resistencia a los piretroides (Vera-Maloof et al; 2015). Sin embargo, 

con el hallazgo de una nueva mutación (V410L) para esta especie en poblaciones resistentes a los 

piretroides en México, otro estudio más reciente del mismo equipo de investigación propuso dos 

nuevos modelos: a) tanto las mutaciones V410L como V1016I podrían haber ocurrido 

independientemente en una C1534 haplotipo y luego se convirtió en un cis a C1534 por 

recombinación y b) las tres mutaciones surgieron de forma independiente a muy bajas 

frecuencias, y luego por dos eventos de recombinación se produjo en un cis-disposición (Saavedra 

Rodríguez et al; 2018). En Colombia, la mutación V419L fue identificada recientemente en co-

ocurrencia con V1016I y F1534C en poblaciones de A. aegypti resistente a lambdacialotrina; sin 

embargo, se requieren más estudios sobre la evolución de estas mutaciones para generar una 

mayor evidencia que corrobore el modelo propuesto en México (Granada et al; 2018). 

La co-ocurrencia de mutaciones kdr también se ha asociado con altos niveles de resistencia a los 

piretroides en otras poblaciones de Ae. aegypti en todo el mundo. En Asia, se ha encontrado 

V1016G con S989P en Tailandia y Malasia, V1016G y F1534C en Singapur, S989P, V1016G y F1534C 

en China, Tailandia, Myanmar, Arabia Saudita e Indonesia, y T1520I con F1534C en India (Yanola et 

al; 2011, Kawada et al; 2014, Kushwah et al; 2015, Ishak et al; 2015, Pang et al; 2015, , Li et al; 

2015, Wualiandari et a; 2015, Plernsub et al; 2016b, Al Nazawi et al; 2017). En las Américas, la co-

ocurrencia de V1016I y F1534C se ha encontrado en las islas del Caribe, México, Brasil, Venezuela 

y los Estados Unidos; en África, se ha informado la co-ocurrencia de V1016I y F1534C en Ghana 

(Kawada et al; 2014, Aponte et al; 2013, Linss et al; 2014, Alvarez et al; 2015, Chapadense et al; 

2015, Dusfour et al; 2015, Bona et al; 2016, Cornel et al; 2016). 

Específicamente, para Colombia se ha reportado co-ocurencia de las mutaciones V1016I, F1534C y 

V410L en las poblaciones de Meta, Antioquia y La Guajira (Granada et al; 2018) y co-ocurrencia de 

las mutaciones V1016I y F1534C en las poblaciones de Atlántico, Bolívar, Córdoba, Magdalena, 

Sucre, Cesar y La Guajira con un porcentaje de co-ocurrencia de homocigotos mutantes 

I1016/C1534 de 5,3% (Maestre-Serrano et al; 2018). 
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Figura 10. Posición fisiológica de las mutaciones presentes en el canal de sodio dependiente de 

voltaje en Ae. aegypti 

Fuente: Modificado de Du Y et al; 2016 
 

4.5.4.2 Resistencia por reducción de la sensibilidad de la enzima acetilcolinesterasa (AChE) 

 

El sitio de acción de los organofosforados y carbamatos es la enzima acetilcolinesterasa. La AChE 

está ubicada en la membrana postsináptica del nervio y tiene como función hidrolizar al 

neurotransmisor acetilcolina. La AChE de los insectos tiene una especificidad de sustrato 

intermedio entre la AChE de los vertebrados y la butiril-colinesterasa. La forma molecular 

predominante en insectos es un dímero globular anfifílico que se une a la membrana mediante un 

ancla glipofílica.  

Alteraciones en la AChE en insectos resistentes a organofosforados y carbamatos resulta en una 

reducción o inhibición en la sensibilidad de la enzima por estos insecticidas. La intensidad de esta 

enzima ha demostrado ser un importante mecanismo de resistencia en especies plagas y se han 

identificado al menos 5 sitios mutados en el sitio de acción de la AChE. 

Mutero y colaboradores, hallaron en el gen de la acetilcolinesterasa en Drosophila melanogaster 5 

mutaciones puntuales asociadas con la resistencia a organofosforados y carbamatos (Mutero et al; 

1994). Hasta la fecha la única aceticolinesterasa clonada en Cx. pipiens es la Ace2, la cual no está 

involucrada en la resistencia a insecticidas y está ligada al sexo, por el contrario, el gen Ace1 es 

autosómico y confiere resistencia a insecticidas (Malcolm et al; 1998). El análisis detallado de los 

perfiles de inhibición de la AChE de A. aegypti sugiere que existe un solo locus AChE en esta 

especie, por lo tanto, la resistencia basada en alteraciones de la acetil-colinesterasa podría estar 

ligada al sexo. (Vaughan et al; 1997). 

 

4.6 Tipos de resistencia  
 

4.6.1 Resistencia cruzada 
 
Es el fenómeno mediante el cual los insectos generan resistencia a un rango de insecticidas, los 

cuales, pueden ser que nunca hayan sido expuestos. La base de la resistencia cruzada es un 

mecanismo de resistencia generado por insecticidas con similares modos de acción o estructura. 

La resistencia cruzada se define como la característica por la cual  un mecanismo confiere 

resistencia a un número de químicos del mismo grupo, tal es el caso de las fosfodiesterasas que 

brindan resistencia a varios organofosforados, o a diferentes grupos, como el gen Kdr que confiere 

resistencia al DDT y a los piretroides (WHO, 1957).  

4.6.2 Resistencia múltiple 
 
Se atribuye el término de resistencia múltiple cuando dos o más mecanismos de resistencia están 

operando en el mismo insecto. Cuando dos mecanismos de resistencia actúan sobre un mismo 
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insecticida el nivel de resistencia puede ser mucho mayor que la conferida por ambo mecanismo 

independientemente. Este tipo de resistencia se encuentra a menudo en condiciones de campo, 

donde los mosquitos son expuestos simultánea o secuencialmente a diferentes insecticidas. La 

resistencia múltiple puede extenderse a grupos químicos diferentes.  

4.7 Bioensayos para la detección de la resistencia 
 
La resistencia a insecticidas puede ser investigada, mediante la utilización de pruebas de 

susceptibilidad a insecticidas, conocidas como bioensayos. El bioensayo es considerado como 

cualquier método por medio del cual, alguna propiedad de alguna sustancia o material es medida 

en términos de la respuesta biológica que produce.  

Los bioensayos dosis-respuesta a insecticidas, se basan en exponer grupos de insectos a un rango 

de dosis de insecticidas produciendo un rango de mortalidades en la muestra tratada. Al graficar 

los datos de las dosis vs las mortalidades se obtiene una curva sigmoide, la cual es transformada 

en una recta, al expresar la dosis en logaritmo y la mortalidad en unidades probit. 

La gráfica dosis-respuesta permite establecer la dosis requerida para matar a un porcentaje dado 

de individuos tratados. Generalmente las poblaciones son caracterizadas por la dosis o 

concentración letal que mata el 50% (DL50 o CL50) o 95% (DL95 o CL95) de los individuos tratados. 

La pendiente de la línea de respuesta obtenida mediante el programa Probit (Finney, 1971) es una 

medida de la variabilidad de la población, una recta con una pendiente alta indicará la presencia 

de una población homogénea, por el contrario, pendientes bajas indicaran heterogeneidad en la 

población. 

Los niveles de resistencia de distintas poblaciones pueden ser comparados usando esta 

metodología mediante el cálculo de la proporción de la resistencia (RR: radio de resistencia, FR: 

Fracción de Resistencia o PR: Proporción de Resistencia) que corresponde a la diferencia de la 

susceptibilidad entre una población de campo y la cepa de referencia susceptible; la cual se calcula 

mediante la relación CL50 de la población de campo/ CL50 de la cepa susceptible, también puede 

calcularse con otros valores como: CL90, CL95, DK50, TL50. 

Existen varias cepas susceptibles de mosquitos mantenidas en el laboratorio sin exposición a 

insecticidas las cuales son utilizadas como cepas de referencia en los bioensayos dosis-respuestas, 

pruebas bioquímicas y moleculares para detección de mecanismos asociados a resistencia a 

insecticidas. Para A. aegypti las cepas susceptibles más utilizadas son la Rockefeller y la cepa New 

Orleans. 

Otra finalidad de los bioensayos se refiere a la detección de mecanismos enzimáticos asociados a 

la resistencia, a través de la utilización de sinergistas, sustancias que bloquean enzimas que 

ocasionan resistencia permitiendo que el insecticida actué libremente, lo cual se ve reflejado en 

los valores de susceptibilidad en los insectos resistentes (OMS, 2017). 

 

 

 



 

33 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

5. HIPOTESIS 

 
El incremento en la frecuencia de aplicación de insecticidas químicos debido al aumento en los 

últimos años tanto de la incidencia de dengue como por la introducción de los virus chikungunya y 

Zika, ha permitido desarrollar la resistencia a piretroides y en menor medida a organofosforados 

en localidades de importancia epidemiológica de la región Caribe Colombiana, con incrementos en 

las frecuencias de mutaciones kdr y sobre actividad de enzimas asociadas con la resistencia en 

Aedes aegypti. 
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6. OBJETIVOS 

 

6.1 Objetivo general 

 
Determinar el estado actual de la susceptibilidad a insecticidas piretroides y organofosforados, así 

como los mecanismos responsables de la resistencia en seis poblaciones de A. aegypti de la región 

Caribe Colombiana durante los años 2017 y 2018.  

 

6.2 Objetivos específicos 
 

1. Evaluar a través de dosis diagnostica la susceptibilidad a piretroides y organofosforados en 

las poblaciones de A. aegypti objeto de estudio, en caso de encontrar resistencia evaluar 

la intensidad de esta. 

2. Identificar mecanismos enzimáticos de resistencia asociados a insecticidas de tipo 

piretroide y organofosforado en las poblaciones de A. aegypti objeto de estudio. 

3. Determinar el estado de las frecuencias alélica y genotípica de las mutaciones V1016I, 

F1534C y V410L en poblaciones de A aegypti objeto de estudio. 

4. Evaluar la correlación entre el fenotipo observado en los resultados de los bioensayos con 

insecticidas piretroides y los genotipos Kdr en las poblaciones de A. aegypti objeto de 

estudio. 
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7. METODOLOGÍA 

 

7.1 Área y poblaciones de Aedes aegypti objeto de estudio 
 
La Región Caribe Colombiana comprenden los departamentos de Atlántico, Antioquia (Urabá 

antioqueño), Bolívar, Cesar, Córdoba, La Guajira, Magdalena, Sucre y San Andrés y Providencia, 

esta región cuenta con una extensión de 132.297 Km2 y abarca desde el noreste del Golfo de 

Urabá hasta la península de la Guajira y desde las estribaciones de las cordilleras Occidental y 

Central, hasta las playas del mar caribe (Meisel y Pérez, 2006). Las poblaciones de A. aegypti 

objeto de estudio en el presente trabajo fueron: Barranquilla y Juan de Acosta en el departamento 

del Atlántico, Cartagena en Bolívar, Valledupar y Chiriguaná en Cesar y Montería en Córdoba 

(Figura 11).  
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Figura 11. Sitios de recolección de A. aegypti localizados en la región caribe colombiana 1. Cesar: 

a) Chiriguana, b) Valledupar; 2. Atlántico: a) Barranquilla, b) Juan de Acosta; 3. Bolívar: a) 

Cartagena; 4) Córdoba: a) Monteria. 

7.1.1 Criterios de selección de las poblaciones de A. aegypti 
 

 Presencia de casos de dengue en los últimos 5 años y de chikungunya y Zika desde su 

introducción en el país. 

 Altos niveles de infestación del vector A. aegypti 

 Fácil acceso a los sitios de muestreo.  

 Poblaciones con registro previo de línea base de susceptibilidad a insecticidas.  

 Poblaciones sin registro previo de línea base de susceptibilidad a insecticidas. 

 

7.2 Recolección de cepas parentales de A. aegypti y obtención bajo condiciones de 

laboratorio de la generación F1  
 
Las formas inmaduras de A. aegypti fueron recolectadas en diferentes criaderos tales como: 

tanques bajos, albercas, canecas plásticas/metálicas, llantas, bebederos de animales, floreros, 

entre otros (Figura 12). Para su cría y mantenimiento fueron transportadas en baldes plásticos con 

capacidad de 5 litros al insectario del Laboratorio de Salud Pública del Departamento del Atlántico 

donde permanecieron bajo condiciones controladas de temperatura (28°C ± 2°C), humedad 

relativa (60% ± 10%) y fotoperiodo (12 horas luz: 12 horas oscuridad). 
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Las larvas fueron transferidas a bandejas plásticas de 30,5 x 20 x 10 cm con agua libre de cloro y 

alimentadas diariamente con alimento triturado para perro de la marca Dog Chow hasta alcanzar 

su estadio de pupa. Posteriormente las pupas fueron separadas y transferidas a frascos 

eclosionadores hasta la emergencia del adulto. Una vez los adultos emergieron fueron liberados 

en jaulas de cría tipo Gerberg (Dimensiones: 30,5 x 30,5 x 30,5 cm). Los mosquitos macho fueron 

alimentados con solución azucarada al 10% y las hembras con fuente sanguínea cada tercer día a 

partir de sangre de ratón (Mus muscullus) (Figura 13).  

Para la obtención de los huevos de la generación F1, se introdujo en las jaulas un vaso desechable 

de 3,5 onzas con un tercio de volumen de agua libre de cloro y una toalla de papel absorbente en 

su interior para la oviposición. Estas toallas fueron retiradas cada tercer día, rotuladas con el 

nombre de procedencia de la cepa, fecha y generación filial y mantenidas en cámara húmeda 

durante 48 horas para la incubación y secado. Posteriormente, fueron almacenadas en un 

recipiente plástico hermético, hasta el momento de inundarlo nuevamente en una bandeja con 

agua libre de cloro para la obtención de larvas y mosquitos adultos utilizados en las pruebas 

biológicas (Figura 13). 

 

 

 

 

 

 

   

   
Figura 12. Recolección de formas inmaduras de A. aegypti 
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Figura 13.  Obtención de la generación F1 de A aegypti bajo condiciones ambientales controladas 

de laboratorio. a) Jaulas Gerberg para cría de adultos, b) bandejas para cría de formas inmaduras, 

c) vasos desechables para oviposturas, d) torundas de algodón para alimentación de adultos, e) 

oviposturas.  

7.3 Insecticidas, dosis y tiempos diagnósticos  
 
Los insecticidas piretroides y organofosforados, así como las dosis y tiempo diagnósticos que se 

evaluaron a través de las metodologías del CDC y OMS se observan en la tabla 1.  

Tabla 1. Insecticidas evaluados mediante las metodologías CDC y OMS 

 
Grupo Químico 

 
Insecticidas 

Dosis diagnósticas 
metodología OMS 

Dosis diagnósticas 
metodología CDC 

Dosis 
(%) 

 

Tiempo 
de 

exposició
n 

(horas) 

Concentració
n 

(µg/botella) 

Tiempo 
Diagnóstic

o 
(minutos) 

 
Piretroides 

Lambdacialotrin
a 

0,03 1 10 30 

Deltametrina 0,03 1 10 30 
Permetrina 0,25 1 15 30 

 
Organofosforado
s 

Malatión 0,8 1 50 30 
Fenitrotion 1,0 2 50 30 
Pirimifos metil 0,21 1 75* 45* 
Temefos 0,012ppm(mg/L

) 
24 - - 

a) 

b) 

e) 

c) d) 
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(*) Para pirimifos metil la concentración y el tiempo evaluado mediante la metodología CDC fue el establecido para 

Colombia por el Laboratorio de Entomología del Instituto Nacional de Salud. Las concentraciones y tiempos diagnósticos 

son los sugeridos en la guía de procedimientos de las pruebas para la vigilancia de la resistencia a los insecticidas en los 

mosquitos vectores del paludismo – segunda edición. Ginebra: Organización Mundial de la Salud; 2017.  

Las dosis diagnósticas que fueron evaluadas mediante la metodología CDC fueron preparadas y 

suministradas por la Red de la Vigilancia para la Resistencia a Insecticidas del Instituto Nacional de 

Salud. Estas se obtuvieron a partir de insecticidas grado técnico suministrados por la casa 

comercial Chem Service®; los insecticidas y su pureza se indican a continuación: malatión (99,4%), 

pirimifós-metíl (99,5%), fenitrotión (99%) y temefos (97.7%) (organofosforados) y lambdacialotrina 

(99,1%), deltametrina (99%) y permetrina (99%) (piretroides). 

Los kits OMS y los papeles impregnados con insecticida fueron importados desde la Universidad de 

Ciencias de Malasia (University Sains Malaysia), quien actualmente es una de las instituciones 

autorizadas por la OMS para su elaboración y suministro. 

7.4 Bioensayos 

7.4.1 Pruebas biológicas OMS en larvas de A. aegypti 
 
Los bioensayos para temefos fueron realizadas siguiendo la metodología recomendada por la OMS 

(1981).  

Cada prueba consistió en cuatro réplicas del tratamiento y un control. Cada réplica, así como los 

controles consistieron en un vaso de precipitado de vidrio de 150 ml provisto con 99 ml de agua 

destilada. A cada uno de los vasos tratamientos se les adicionó 1 ml de temefos a una 

concentración de 1,2 ppm para obtener una concentración final de 0,012 ppm. A los vasos control 

se les adicionó solo el diluyente, es decir 1 ml de etanol absoluto. En los dos casos la mezcla fue 

homogenizada mediante agitación manual y posteriormente fue mantenida en reposo 

aproximadamente durante 30 minutos. Transcurrido este tiempo fueron transferidos tanto a los 

vasos tratamiento como al vaso control entre 20 y 25 larvas de III estadio tardío de las cepas de 

campo y Rockefeller respectivamente, durante cada bioensayo fue controlada la temperatura de 

las soluciones (28°C ±2) para evitar la muerte de las larvas por shock térmico. La lectura de 

mortalidad fue realizada a las 24 horas post-exposición, donde se consideraron larvas muertas 

aquellas con ausencia de respuesta al estímulo dorsal, con incapacidad de ascender a la 

superficie y de llegar al fondo del vaso o con presencia de necrosamiento (OMS 1981). Todos 

los datos de la prueba se consignaron en formatos validados por el laboratorio de 

entomología médica del Instituto Nacional de Salud (Figura 14) (Anexo 1). 

 

 

 

 

 

    

Replica 1  Replica 2  Replica 3  Replica 4  

30min 
 

Control 

150 ml 

1ml etanol 

99ml 
Agua 

20-25 L III 

99ml 
Agua 

99ml 
Agua 

99ml 
Agua 

1ml 
temefós 
1,2ppm   

0,012ppm 

99ml 
Agua 
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Figura 14. Bioensayo OMS para temefos con larvas de Ae. aegypti 

7.4.2 Pruebas biológicas OMS con adultos de A. aegypti 
 
Las pruebas fueron realizadas siguiendo la metodología propuesta por la Organización Mundial de 

la Salud (OMS, 2017). Para la preparación del bioensayo fue empleado el kit de la OMS de la 

siguiente forma: los 4 tubos de exposición marcados con un punto rojo fueron cubiertos 

internamente con el papel impregnado del insecticida evaluado, los 2 tubos control marcados con 

un punto blanco fueron cubiertos con el papel control impregnando de aceite y los 6 tubos de 

mantenimiento marcados con un punto verde fueron cubiertos internamente con hojas de papel 

blanco (Figura 15).  

Cada prueba consistió en cuatro repeticiones y dos controles. Para el desarrollo de la prueba 

fueron trasferidos con un aspirador bucal a los 6 tubos de mantenimiento entre 20 a 25 hembras 

sin alimentar de 3 a 5 días de emergidas de la cepa a evaluar; transcurrida 1 hora de reposo, estos 

mosquitos fueron transferidos a los 4 tubos de exposición y a los 2 tubos control mediante el 

desplazamiento de la corredera que separaba los dos tubos. 

Finalizado el tiempo de exposición (Tabla 1), todos los mosquitos fueron trasladados a los tubos de 

mantenimiento, en los cuales permanecieron durante 24 horas, bajo condiciones controladas de 

temperatura (26±2°C) y humedad relativa (80-85%) y alimentadas con solución azucarada al 10%. 

Después de este tiempo se realizó la lectura de mortalidad, la cual consistió en contabilizar los 

individuos muertos, es decir los mosquitos que no registraron actividad biológica evidente como 

volar, caminar o alimentarse (OMS, 2017).  

Posteriormente, los mosquitos vivos (resistentes) y muertos (susceptible) fueron retirados del 

tubo de observación y empacados de forma individual en viales de 0,5 ml con un orificio en la tapa 

y dispuestos en bolsas de cierre hermético con sílica gel. Tanto el vial como la bolsa fueron 

rotulados y conservados a -70°C para la posterior genotipificación de las mutaciones V1016I, 

F1534C y V410L. 

Los controles consistieron en papeles impregnados con aceite de oliva para los insecticidas 

organofosforados y aceite de silicona para los piretroides (OMS, 2017). Los datos de cada 

bioensayo fueron registrados en formatos previamente validados por el laboratorio de 

entomología del Instituto Nacional de Salud (Anexo 2). 
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Figura 15. Tubo de exposición y de reposo, utilizados en las pruebas biológicas OMS. 

 

7.4.3 Pruebas biológicas CDC con adultos de A. aegypti  
 
Los bioensayos fueron realizados siguiendo la metodología del CDC con botellas impregnadas 

propuestas por los Centros de Control y Prevención de Enfermedades (CDC) en Atlanta, Estados 

Unidos (Brogdon y Chan 2011).  

Cada bioensayo consistió en cuatro botellas tratamientos y un control tanto para la cepa de campo 

como para la cepa de referencia Rockefeller. Para el desarrollo de las pruebas se utilizaron botellas 

de vidrio marca Wheaton transparente con tapa rosca de 250 ml de capacidad, lavadas y 

esterilizadas previamente. A cada botella se le adicionó 1 ml de la dosis diagnóstica del insecticida 

a evaluar (Tabla 1); posteriormente, la botella fue tapada y rotada en diferentes direcciones hasta 

lograr que el químico se distribuyera de manera homogénea en la superficie interna de la botella 

incluyendo la tapa. Una vez realizado este proceso las botellas fueron destapadas y se continuaron 

rotando hasta que el insecticida quedo completamente seco. Seguido a esto las botellas fueron 

dejadas durante 24 horas en un lugar oscuro protegiendo el insecticida de la degradación por 

efecto de la luz hasta la realización del bioensayo. 

Para el desarrollo del bioensayo, fueron transferidos a cada botella impregnada con un aspirador 

bucal entre 20 y 25 hembras adultas de la generación F1, de 3 a 5 días de emergidas y alimentadas 

previamente con solución azucarada al 10%; después de este procedimiento la botella fue tapada 

y dispuesta horizontalmente para realizar lecturas cada 15 minutos hasta el cumplimiento del 

tiempo diagnóstico (Tabla1). Los mosquitos fueron clasificados como fenotípicamente resistentes 

(R) o susceptibles (S) a cada insecticida piretroide evaluado basados en el tiempo diagnóstico. Los 

ejemplares fueron sacrificados en frio a -80°C y en  empacados de forma individual en viales de 0,5 

ml con un orificio en la tapa para ser dispuestos en bolsas de cierre hermético con sílica gel. Tanto 

el vial como la bolsa fue rotulada y conservada a -70°C para la posterior genotipificación de las 

mutaciones V1016I, F1534C y V410L. 

Los criterios para determinar el efecto derribe o la mortalidad de los mosquitos durante su 

exposición al insecticida, se basaron en las siguientes características observadas: mosquitos 

Fuente: (OMS, 1981) 
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incapaces de volar, de sostenerse al rotar la botella o caídos con el dorso hacia la superficie de la 

botella.  

En todos los casos se realizó corrección por fórmula de Abbott, cuando se encontró en el control 

mortalidad entre el 5% y el 20% y se invalidó el bioensayo cuando la mortalidad superó el 10%. 

Los resultados de los bioensayos fueron registrados en formatos diseñados para tal fin, donde se 

consignaron variables tales como: fecha y hora de realización de la prueba, humedad, 

temperatura, fecha de impregnación de las botellas, número de veces de utilización de las botellas 

y número de hembras introducidas por botella (Anexo 3). 

En las poblaciones donde se registró resistencia a dosis y tiempo diagnóstico a través de la 

metodología CDC, se determinó la intensidad de la resistencia mediante el desarrollo de nuevos 

bioensayos que consistieron en evaluar dos (2X), cinco (5X) o diez (10X) veces la concentración 

diagnóstica o discriminante con el fin de obtener información útil acerca de la intensidad de la 

resistencia, o la “fuerza” con que se expresa el fenotipo (o los fenotipos) de resistencia estudiados, 

información que se puede usar para la toma de decisiones operativas (OMS, 2017). 

 

 

Figura 16. Bioensayos de botellas con adultos de Ae. aegypti 

 

7.4.4 Pruebas bioquímicas para la evaluación de niveles de actividad enzimática  
 
La determinación de actividad enzimatica se realizó siguiendo la metodología propuesta por Valle  
et al (2006), la cual consistió en la medición de las densidades ópticas a longitudes de onda 
predeterminadas a través de un lector de ELISA (MultiskanTM-Thermo Fisher Scientific®). Las 
enzimas evaluadas fueron: oxidasa de función mixta, acetilcolinesterasas, α y β-esterasas, pNPA 
esterasas y glutatión s-transferasas. Las pruebas bioquímicas fueron realizadas tanto para adultos 
como para larvas, para larvas fueron evaluadas las poblaciones que durante las pruebas biológicas 
arrojaron resultados compartibles con resistencia. Para el desarrollo de esta prueba se utilizaron 
40 hembra F1, sin alimentar, de un día de emergidas y 40 larvas de III estadio tardío – IV estadio 
temprano generación F1, así como 5 mosquitos hembra y 5 larvas de la cepa Rockefeller todas 
previamente conservadas a -70°C.  
   
Conservando la cadena de frio, los mosquitos hembra/larva de las poblaciones de campo y 
Rockefeller fueron empacadas individualmente en viales de 1,5 ml y marcados del 1 al 45. Cada 
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hembra/larva fue homogeneizado en 30 μl de agua destilada durante 5 o 10 segundos con un 
macerador eléctrico y posteriormente fue adicionado 270 μl de agua destilada para un volumen 
final de 300 μl. 
 
Posteriormente, cada una de las muestras fue centrifugada a 12.000 rpm durante 60 segundos y 
distribuida por duplicado en microplacas de 96 pozos. Cabe resaltar que para las pruebas de 
acetilcolinesterasas y oxidasas de función mixta las muestras fueron servidas sin ser centrifugadas. 
 
A continuación, se describe brevemente la metodología para la evaluación de cada una de las 
enzimas. 

7.4.4.1 Evaluación de acetilcolinesterasas (ACE) 

 
Para esta prueba se prepararon dos placas, una para cuantificar la actividad total de la 
acetilcolinesterasa (AChE) en el homogeneizado de mosquito/larva y otra para medir la actividad 
de acetilcolinesterasa en presencia de un inhibidor (AChI).  
  
En la primera placa se adicionó 25 µl del homogeneizado del mosquito/larva por duplicado, 
adicionalmente se adicionó 100 µl de acetilcolina iodada como control positivo y una solución 
amortiguadora fosfato como control negativo y finalmente se adicionó en toda la placa 100 µl de 
DNTB y se realizó la lectura de las absorbancias a 405 nm durante 1 hora. 
 
En la segunda placa se adicionó 25 µl del homogeneizado del mosquito/larva por duplicado, se 
adicionó además acetilcolina iodada en presencia de propoxur y posteriormente 10 µl de DTNB en 
cada uno de los pozos de la microplaca; como control negativo se agregó 100 µl de solución 
amortiguadora de Triton/Na fosfato y finalmente se realizó la lectura de las absorbancias a 405 nm 
durante 1 hora. 

7.4.4.2 Evaluación de Oxidasas de Función Mixta (OFM)  

 
Para esta prueba, a los 20 μl de homogeneizado de mosquito/larva se le adicionó 60 μl de buffer 

fosfato de potasio, después 200 µl de TMBZ/Na acetato y 25 µl de peróxido de hidrógeno al 3% 

como sustrato. Como control positivo se adicionó 25 μl de citocromo C en una solución 

amortiguadora de acetato de sodio (250 mM, pH 5) y como control negativo se adicionó 20 μl de 

fosfato de potasio (pH 7,2 a 90nM). La incubación se realizó a temperatura ambiente y protegida 

de la luz durante 90 minutos y la lectura de las absorbancias se hizo a 650 nm. 

7.4.4.3 Evaluación de α y β esterasas  

 
Para esta prueba, a los 10 µl de homogeneizado de mosquito/larva se le adicionó como sustrato 

200 µl de α-naftíl acetato/ β- naftíl acetato según la enzima a evaluar. Como control positivo se 

utilizó 10 µl de α-naftol/ β-naftol a 0,5 µg/µl y como control negativo se adicionó 10 µl de agua. 

Después de incubar a temperatura ambiente durante 15 minutos se agregó 50 µl de Fast Blue en 

cada uno de los pozos incluyendo los controles. Luego se incubó a temperatura ambiente durante 

5 minutos y la lectura de las absorbancias se realizó a 570 nm. 

7.4.4.4 Evaluación de pNPA esterasas 
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Para esta prueba a los 10 µl de homogeneizado de mosquito/larva se le adicionó como sustrato 

200 µl de pNPA/Na fosfato. Como control negativo se adicionó 10 µl de agua y la lectura de las 

absorbancias se realizó por 2 minutos en intervalos de 15 segundos a 405 nm. 

7.4.4.5 Evaluación de Glutatión S-transferasas (GST) 

 
Se adicionó 15 µl de homogeneizado de mosquito/larva por duplicado en una microplaca, luego se 

agregó 195 µl de glutatión reducido (GSH) GSH/CDNB (0,065 g de GSH disueltos en 20 ml de buffer 

fosfato de potasio a un pH de 6,5), luego se agregó la solución de cloro-dinitrobenzeno (CDNB) 

disuelto en 1 ml de metanol. Posteriormente, se realizó la lectura de las absorbancias a 340 nm 

durante 20 minutos en intervalos de 1 minuto. 

7.4.4.6 Evaluación de proteínas totales 

 
En esta prueba, a los 10 µl de homogeneizado de mosquito/larva servida por duplicado, se le 
agregó 300 µl de protein assay (Bio Rad) en cada uno de los pozos. Como control positivo se 
adicionó 10 µl de Albumina Sérica Bovina (BSA) (1 µg/µl) y como control negativo se adicionó 10 µl 
de agua. Posteriormente, se realizó la lectura de las absorbancias a 620 nm durante 3 a 5 minutos 
(Figura 17 h). Es un procedimiento que permite determinar por colorimetría la concentración de 
solubilizado de proteína total, a partir de la adición del reactivo protein assay (Bio-Rad) en cada 
una de las muestras, con el fin de conocer si existían diferencias significativas de tamaño corporal 
entre poblaciones y realizar la corrección para los valores de densidad óptica de las enzimas 
evaluadas (Brogdon W 1984a, b).   
 

7.5 Identificación de las frecuencias alélicas y genotípicas de las mutaciones V1016I, 

F1534C y V410L y su asociación con mosquitos resistentes a piretroides 
 

A través de la técnica de reacción en cadena de la polimerasa (PCR) en tiempo real se realizó la 

detección de las mutaciones V1016I, F1534C y V410L en el gen del canal de sodio dependiente de 

voltaje.  Para esto se seleccionó entre 40 y 50 mosquitos parentales F0 de A. aegypti de cada 

población de estudio, así mismo se realizó la identificación de las mutaciones V1016I, F1534C y 

V410L a la totalidad de los mosquitos que a través de las metodologías OMS y CDC fueron 

fenotípicamente resistentes (R) y a una muestra de 30 seleccionada aleatoriamente de los 

mosquitos que fueron fenotípicamente susceptibles (S) a los piretroides lambdacialotrina, 

deltametrina y permetrina. 

La extracción de ADN se realizó empleando el Kit ExtractaTM de Quanta Biosciences. Los mosquitos 

fueron individualizados en viales estériles de 0,2 ml; a cada vial se le adicionó 25 µl de buffer de 

extracción y se incubó a 95 °C durante 30 min en un termociclador CFX 96 TouchTM Real-Time 

System C1000 de BioRad, finalizado este tiempo de incubación, se adicionó 25 µl de buffer 

estabilizador. Las muestras de ADN fueron cuantificadas en un espectofotómetro NanoDropTM 

2000/2000c ThermoFisher Scientific.  

Las PCR se realizaron en un termociclador CFX96 Real-Time System C1000 de Bio-Rad. La 

determinación del genotipo para los locus 1016, 1534 y 410 se realizó mediante análisis de curvas 
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de melting. Para la amplificación de la mutación V1016I en el exón 21 del gen para del canal de 

sodio dependiente de voltaje, se llevó a cabo siguiendo la metodología descrita por Saavedra-

Rodríguez et al (2007; el volumen final de reacción fue de 20 µl y contenía los siguientes reactivos: 

10 μl de iQTM SYBR® Green Supermix (Bio-Rad 170-8880), 0,6 μl de cada uno de los cebadores 

V1016f, I1016f e I1016r (Tabla 2) y 3 μl de plantilla de ADN. Las reacciones de amplificación se 

realizaron de acuerdo con el siguiente perfil térmico: un ciclo inicial de desnaturalización a 95°C 

durante 5 minutos, 40 ciclos a 95°C durante 1 minuto, 60°C durante 1 minuto y 72°C durante 2 

minutos. Se realizó un ciclo final a 72°C durante 10 minutos. 

La identificación de la mutación F1534C se realizó siguiendo la metodología descrita por Yanola et 

al (2011); el volumen final de reacción fue de 20 μl y contenía: 10 μl de iQTM SYBR® Green 

Supermix (Bio-Rad 170-8880), 1 μl de cada uno de los cebadores F1534f y C1534r y 0,33 μl de los 

cebadores C1534f (Tabla 2) y 2 μl de plantilla de ADN. Las reacciones de amplificación se realizaron 

con el siguiente perfil térmico: un ciclo inicial de desnaturalización a 95°C durante 4 minutos, 35 

ciclos a 95°C durante 1 minuto, 57°C durante 1 minuto y 72°C durante 2 minutos. Se realizó un 

ciclo final a 72°C durante 4 minutos.  

La identificación de la mutación V410L se realizó siguiendo la metodología descrita por Haddi et al 

(2017) y consistió en 10 μl de iQTM SYBR® Green Supermix (Bio-Rad 170-8880), 0,1 μl de cada uno 

de los cebadores L410f y V410f, 0,2 μl del cebador L410r (Tabla 2) y 0,5 o 1,0 μl de plantilla de 

ADN. Las reacciones de amplificación fueron realizadas con el siguiente perfil térmico: un ciclo 

inicial de desnaturalización a 95°C durante 3 minutos, 39 ciclos a 95°C durante 10 segundos, 95°C 

durante 10 segundos y 60°C durante 10 segundos. Se realizó un ciclo final a 72°C durante 30 

segundos. 

Como controles positivos fueron usados mosquitos homocigoto-recesivos (mutantes) para las 

mutaciones V1016, F1534C y V410L donados por el laboratorio de entomología del CDC. 

 
Tabla 2. Secuencias de primers usados para la genotipificación de las mutaciones kdr 

Mutación Primer Secuencia (5´ – 3´) 

V1016I 

V1016(f) 5´-CGGGCAGGGCGGCGGGGGCGGGGCCACAAATTGTTTCCCACCCGCACCGG-3´ 

I1016(f) 5´-GCGGGCACAATTGTTTCCCACCCGCACTGA-3´ 

I1016(r) 5´-GGATGAACCGAAATTGGACAAAAGC-3´ 

F1534C 

C1534(f) 5´-GCGGGCAGGGCGGCG GGGGCGGGGCCTCTACTTTGTGTTCTTCATCATGTG-3´ 

F1534(f) 5´-GCGGGCTCTACTTTGTGTTCTTCATCATATT-3´ 

F1534(r) 5´-TCTGCTCGTTGAAGTTGTCGAT-3´ 

V410L 

V410(f) 5´- GCGGGCAGGGCGGCGGGGGCGGGGCCATCTTCTTGGGTTCGTTCTACCGTG-3´ 

L410(f) 5´- GCGGGCATCTTCTTGGGTTCGTTCTACCATT-3´ 

L410(r) 5′-TTCTTCCTCGGCGGCCTCTT-3′ 
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7.6 Análisis de resultados 

7.6.1 Pruebas biológicas OMS para larvas de A. aegypti 
 

Los resultados de la evaluación de la susceptibilidad de larvas de Ae. aegypti a temefos se 

interpretaron de acuerdo con los siguientes criterios establecidos por la OMS (2016): mortalidades 

entre el 99-100% indican susceptibilidad, entre el 80-98% sugiere tolerancia que necesita 

verificación y mortalidades menores al 90% indican resistencia. 

La mortalidad de la población evaluada fue calculada sumando el número total de larvas muertas 

dividido el número total de larvas expuestas en las 4 réplicas, expresándolo como porcentaje así: 

% de mortalidad observada =Total de larvas muertas/Total de larvas expuestos × 100 

Cuando en el control se registró mortalidad mayor al 10%, se invalidó el bioensayo y cuando la 

mortalidad se encontró entre el 5% y el 10% se corrigió la mortalidad observada en las réplicas 

tratamiento, aplicando la fórmula de Abbott: 

% de mortalidad corregida = (% mortalidad observada – % mortalidad control) / (100 – % 

mortalidad control) × 100. 

Se obtuvieron los promedios de porcentaje de mortalidad en cada una de las poblaciones y sus 

respectivos intervalos de confianza al 95%. Se realizó una prueba de Shapiro Wilk para determinar 

normalidad y una prueba de Kruskal-Wallis para establecer si había diferencias significativas en los 

promedios de mortalidad entre las poblaciones. Posteriormente, se aplicaron pruebas no 

paramétricas de comparación múltiple. Los niveles de significancia para cada uno de los casos se 

establecieron en p<0,05. Para el análisis de estos resultados se utilizó el programa SPSS versión 25. 

Adicionalmente se realizó una regresión lineal para analizar la relación entre la actividad 

enzimatica de cada enzima evaluada y la mortalidad a dosis diagnostica de temefos para las tres 

poblaciones fenotípicamente resistentes, utilizando el software Graphpad Prism versión 8. 

 

7.6.2 Pruebas biológicas OMS, CDC e intensidad de resistencia  
 
Los resultados de las pruebas biológicas con mosquitos adultos se clasificaron de acuerdo con lo 

establecido en la guía de la OMS (2017) donde mortalidades entre el 98-100% indican 

susceptibilidad, mortalidades entre 90-97% sugieren posible desarrollo de resistencia que necesita 

ser confirmada y mortalidades menores a 90% indican resistencia. 

Para las pruebas biológicas OMS con mosquitos adultos el porcentaje de mortalidad fue calculado 

a las 24 horas post-exposición y en el caso de los bioensayos CDC, el porcentaje de mortalidad fue 

calculado al tiempo diagnóstico establecido para cada insecticida evaluado.   

La mortalidad fue calculada sumando el número total de mosquitos muertos en todas las réplicas 

dividido el número total de mosquitos expuestos y expresándolo en porcentaje así: 

% de mortalidad observada =Total de mosquitos muertos/Total de mosquitos expuestos × 100 
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En cuanto al control si la mortalidad fue del 20% o mayor la prueba fue desechada y si fue entre 

5% y 20%, fue corregida aplicando la fórmula de Abbott así: 

% de mortalidad corregida = (% mortalidad observada – % mortalidad control) / (100 – % 

mortalidad control) × 100 

Intensidad de resistencia: Los resultados de intensidad de resistencia fueron interpretados según 

la Guía de la OMS (2017)  

7.6.3 Pruebas bioquímicas para la evaluación de niveles enzimáticos  
  
Una vez obtenidos los valores de absorbancia de las réplicas de cada mosquito, estos fueron 

procesados en bases de datos de Excel donde se calculó el promedio y la desviación estándar de 

los valores de absorbancia de las repeticiones para cada mosquito, con el fin de expresar estos 

valores en actividad enzimática los datos fueron procesados y corregidos de acuerdo con: el 

volumen de homogeneizado de cada mosquito, la cantidad de proteínas totales de cada mosquito 

y la unidad de actividad consideradas para cada enzima de acuerdo con el protocolo (Valle D et al; 

2006). 

Se determinó el punto de corte para la cepa susceptible Rockefeller a partir de la determinación 

del percentil 99 de absorbancia para cada enzima. El porcentaje de individuos de las cepas de 

campo que sobrepasaron estos puntos de corte, permitieron clasificar los niveles enzimáticos 

según el criterio propuesto por Montella y colaboradores (2007): <15% no alterada, 15-50% 

incipientemente alterada y >50% alterada. 

Se construyeron gráficos de cajas y bigotes para visualizar la distribución de los datos de cada 

población y compararla con las demás poblaciones, facilitando la comparación directa de la 

actividad enzimática entre las poblaciones, incluyendo la cepa de referencia Rockefeller. En el 

gráfico de diagrama de caja y bigotes, la línea dentro del cuadro indica la mediana, los límites del 

cuadro representan los cuartiles superior e inferior los cuales encierran la mitad central de la 

población (25%-75%) y las líneas verticales fuera de la caja exhiben los límites superior e inferior 

de la distribución. 

Una vez obtenidos los valores de actividad enzimática para cada una de las enzimas se realizó un 

análisis de varianza (ANOVA) para determinar si existían diferencias estadísticamente significativas 

y posteriormente se llevó a cabo una comparación múltiple de madias de Tukey con un nivel de 

significancia (p≤ 0,05), con el fin de identificar las poblaciones con diferencias estadísticamente 

significativas. Las comparaciones se realizaron entre los individuos de cada población contra los 

pertenecientes a la cepa de referencia Rockefeller. Los anteriores análisis se realizaron utilizando 

el software Graphpad Prism versión 8. 

Adicionalmente se realizó una regresión lineal para analizar la relación entre la actividad 

enzimatica de cada enzima evaluada y la mortalidad a dosis diagnostica para cada insecticida en 

las 6 poblaciones evaluadas, utilizando el software Graphpad Prism versión 8. 
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7.6.4 Identificación de las frecuencias alélicas y genotípicas de las mutaciones V1016I, 

F1534C y V410L 
 

Los resultados se obtuvieron usando el programa Precision Melt Analysis SoftwareTM de Bio-Rad y 

fueron interpretados de la siguiente forma: Para la mutación V1016I, un pico a 77°C  correspondió 

a un homocigoto mutante (I/I), un pico a 82°C correspondió a un  homocigoto silvestre (V/V) y dos 

picos uno a 77°C y otro a 82°C correspondió a un heterocigoto (V/I) (Figura 18 a). Para la mutación 

F1534C, un pico a 82°C correspondió a un homocigoto mutante (C/C), un pico a 78°C correspondió 

a un homocigoto silvestre (F/F) y dos picos uno a 78°C y otro a 82°C correspondió a un 

heterocigoto (F/C) (Figura 18 b). Para la mutación V410L, un pico a 80°C correspondió a un 

homocigoto mutante (L/L), un pico a 83°C correspondió a un homocigoto silvestre (V/V) y dos 

picos uno a 80°C y otro a 83°C correspondió a un heterocigoto (V/L) (Figura 18 c). 

A partir de los mosquitos parentales (F0) de las poblaciones de estudios se calcularon las 

frecuencias alélicas para I1016, C1534 y L410 utilizando la siguiente ecuación:  

                                 

                                
 

Las frecuencias genotípicas para V1016/V1016, F1534/F1534, V410/V410, I1016/I1016, C1534/C1534, L410/L410, 

V1016/I1016, F1534/C1534, V410/L410 fueron calculadas de la siguiente forma: 

                                      

                            
 

Se uso el principio de Hardy-Weinberg: p2 + 2pq + q2 = 1, donde p es el número de homocigotos 

silvestre, pq la frecuencia de heterocigotos y q la frecuencia de homocigotos mutantes.  

Homocigotos silvestres V1016/V1016, F1534/F1534, V410/V410 esperados =p2(n) 

Heterocigotos V1016/I1016, F1534/C1534, V410/L410 esperados = 2pq(n) 

Homocigotos mutantes I1016/I1016, C1534/C1534, L410/L410 esperados = q2(n) 

Se determinó si las poblaciones se encontraban en Equilibrio Hardy-Weinberg utilizando la prueba 

de Chi cuadrado 2 

 

Si el valor de 2 calculado fue < 2 tabulado (1gl) =3.84 y una P<0,05 se aceptó la Ho: la cual nos 

dice que la población de estudio se encuentra en equilibrio Hardy-Weinberg, de lo contrario si 2 
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calculado fue ≥ 2 tabulado se aceptó la Ha: la cual nos dice que la población de estudio no se 

encuentra en equilibrio Hardy-Weinberg 

Se calculó adicionalmente el coeficiente de endogamia mediante la siguiente fórmula:  

FIS = 1- (Hobs/Hexp) 

Donde: Hobs es el número de heterocigotos observados y Hexp el número de heterocigotos 

esperados, si Fis fue mayor significativamente a 0 se consideró exceso de homocigotos y si Fis fue 

menor a 0 significativamente se consideró exceso de heterocigotos en la población, con una 

significación de (p< 0,05). Adicionalmente se determinaron las frecuencias de los genotipos tri 

locus en las poblaciones de estudio y se estableció su predominancia.  

7.6.5 Asociación de las mutaciones Kdr V1016I, F1534C, V410L con resistencia a 

piretroides    
 

A partir de los mosquitos F1 expuestos a  lambdacialotrina, deltametrina y permetrina mediante 

las metodologías CDC y OMS, se probó a través de una tabla de contingencia (2 x 2) la asociación 

entre los fenotipos resistentes y susceptibles y los genotipos homocigoto mutante, homocigoto 

silvestre y heterocigoto en cada locus por separado (1016,1534 y 410) usando el software 

estadístico OpenEpi versión 3.0 (https://www.openepi.com/TwobyTwo/TwobyTwo.htm), así 

mismo, para la establecer la correlación fenotipo-genotipo tri locus se realizaron tablas de 

contingencia utilizando el Software: Graphpad Prism versión 8. 
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Figura 18. Representación de las curvas de melting para las mutaciones V1016I, F1534C y V410L 

 

 

 

 

 

 

a) Representación de las curvas de melting para la mutación V1016I 

 
Homocigoto silvestre 82°C. Homocigoto mutante 77°C. Heterocigoto 77°C y 82°C 

 
b) Representación de las curvas de melting para la mutación F1534C 

 
Homocigoto silvestre 78°C. Homocigoto mutante 82°C. Heterocigoto 78°C y 82°C 
 

c) Representación de las curvas de melting para la mutación V410L 

 
Homocigoto silvestre 83°C. Homocigoto mutante 80°C. Heterocigoto 80°C y 83°C 
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* 

 

8. RESULTADOS 

 

8.1 Pruebas biológicas OMS para larvas de A. aegypti 
 

Las poblaciones de Barranquilla (100%), Cartagena (100%) y Monteria (100%) registraron 

mortalidades compatibles con susceptibilidad al temefos; mientras que las de Chiriguaná (92%), 

Juan de Acosta (87%) y Valledupar (92%), sugirieron tolerancia que necesita verificación. Se 

encontraron diferencias significativas entre las poblaciones evaluadas, específicamente entre la 

población de Juan de Acosta y las demás poblaciones (p<0,05) (Figura 19). 

 

R
ock

ef
elle

r

Barra
nqu

illa

C
arta

ge
na

C
hiri

gua
ná

Ju
an d

e 
Aco

st
a

M
ont

ería

Valle
dup

ar
0

20

40

60

80

100

Temefos (0,012 ppm)

Poblaciones

%
 d

e
 m

o
rt

a
li
d

ad

 

Figura 19. Porcentajes de mortalidad de larvas de A. aegypti expuestas a la concentración 
diagnóstica de temefos (0,012 ppm). Asterisco (*) indica diferencias estadísticamente significativas 
(p<0,05). 
  

8.2 Pruebas biológicas OMS, CDC e intensidad de resistencia  
 

Se evaluaron mediante la técnica OMS, 589 hembras para lambdacialotrina, 596 para 

deltametrina, 576 para permetrina, 582 para fenitrotión y 574 para pirimifós-metíl. Se observó 

resistencia a lambdacialotrina y permetrina en las seis poblaciones evaluadas siendo Montería la 

más resistente con porcentajes de mortalidad de 43,3% y 24% respectivamente y Cartagena la 

menos resistente con porcentaje de mortalidad de 86,4% y 77,6% respectivamente. Así mismo, 

para deltametrina se observó susceptibilidad en las poblaciones de Juan de Acosta (98%) y 

Barranquilla (100%) y posible desarrollo de resistencia en Valledupar y Montería con porcentajes 
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de mortalidad de 96,8% y 93,2% respectivamente (Figura 20, Tabla 4). Para los organofosforados 

se observó resistencia a pirimifós metíl en todas las poblaciones donde Cartagena (71,3%) mostró 

ser la menos resistente y Valledupar (82%) la más resistente, para malatión los resultados no 

fueron incluidos debido a resultados de resistencia en todas las poblaciones evaluadas incluida la 

cepa de referencia, lo cual se asoció a problemas de calidad o conservación de los papeles  y para 

fenitrotión se encontró susceptibilidad con porcentajes de mortalidad del 100% en todas las 

poblaciones evaluadas con excepción de Juan de Acosta (75%) la cual registró resistencia.   

Adicionalmente, a través de la técnica CDC fueron evaluadas 606 hembras de A. aegypti F1 para 

lambdacialotrina, 608 para deltametrina, 608 para permetrina, 552 para malatión, 544 para 

fenitrotión y 570 para pirimifós metíl. Se observó resistencia a lambdacialotrina para las 

poblaciones de Barranquilla (79,6%), Chiriguaná (83,5%), Juan de Acosta (71,6%) y Montería (35%), 

adicionalmente se registró susceptibilidad para este mismo insecticida en las poblaciones de 

Cartagena y Valledupar con porcentajes de moralidad de 98% y 100% respectivamente. 

Igualmente, se observó para deltametrina mortalidades del 100% en todas las poblaciones 

evaluadas y resistencia para permetrina en las poblaciones de Juan de Acosta (80%), Monteria 

(69%) y Barranquilla (64%) y porcentajes de mortalidad de 100% compatibles con susceptibilidad 

en las poblaciones de Cartagena, Chiriguaná y Valledupar (Figura 21 a, b y c). En cuanto a los 

organofosforados se observó para malatión susceptibilidad del 100% en todas las poblaciones 

evaluadas, para fenitrotión se encontró susceptibilidad para Cartagena (98,6%), Chiriguaná 

(98,8%) y Juan de Acosta (100%), resistencia para Barranquilla (55%) y Valledupar (50,5%) y 

posible resistencia en Montería (90,1%), para pirimifós metíl se encontró susceptibilidad para 

todas las poblaciones evaluadas excepto Barranquilla (23%) donde el porcentaje de mortalidad 

obtenido evidenció resistencia (Figura 22 a, b y c). 
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Figura 20. Resultados de bioensayos realizados con hembras de A. aegypti F1 expuestos a 

insecticidas piretroides mediante la técnica OMS. El porcentaje de mortalidad se registró a las 24 

horas post-exposición. Criterios de interpretación recomendado por la OMS: susceptibilidad= 
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mortalidad entre 98-100%. Posible resistencia que necesita ser confirmada= mortalidad entre 90-

97%. Resistencia= mortalidad <90%.
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Tabla 4. Porcentajes de mortalidad de adultos de A. aegypti de las 6 poblaciones evaluadas para dosis diagnosticas de diferentes insecticidas 

empleando las metodologías OMS y CDC.  

 

 

(n) número de individuos evaluados % porcentaje de mortalidad, DD dosis diagnostica, TD tiempo diagnostico 

 

(

Insecticida

DD 

(ug/botella)
TD (min) (n) % (n) % (n) % (n) % (n) % (n) % (n) %

Lambdacia lotrina 10 30 100 100 103 79,61 98 100 103 83,49 102 71,56 100 35 100 100

Deltametrina 10 30 100 100 103 100 106 100 100 100 102 100 97 100 100 100

Permetrina 15 30 100 100 100 64 108 100 100 100 100 80 100 69 100 100

Malation 50 30 100 100 80 100 91 100 96 100 100 100 96 100 83 100

Fenitrotion 50 30 100 100 100 55 73 98,6 86 98,8 103 100 91 90,1 91 50,54

Pirimifos  metri l 75 45 100 100 100 100 74 100 116 100 100 100 84 100 96 100

Insecticida

Concentración 

(%)

Tiempo  

exp (hora)
(n) % (n) % (n) % (n) % (n) % (n) % (n) %

Piretroides Lambdacia lotrina 0,03% 1 100 100 100 84 88 86,36 97 58,76 101 75,24 97 43,29 81 80,24

Deltametrina 0,03% 1 100 100 100 100 91 87,91 86 86,04 112 98 103 93,2 94 96,8

Permetrina 0,25% 1 100 100 100 47 107 77,57 86 57,47 96 58,33 100 24 93 66,66

Organofosforados Fenitrotion 1.0 2 100 100 100 100 92 100 100 100 96 75 92 100 102 100

Pirimifos  metri l 21,00% 1 100 100 100 80 94 71,27 100 83 106 76,41 74 78,37 100 82

Poblaciones 

Rockefeller Barranquilla Cartagena Chiriguana Juan de Acosta Monteria Valledupar 

OMS

Piretroides

Organofosforados

CDC
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Figura 21. Resultados de bioensayos realizados con hembras de A. aegypti F1 expuestas a piretroides 

mediante la técnica CDC. El tiempo diagnóstico para los tres insecticidas fue 30 minutos. Criterios de 

interpretación recomendado por la OMS: susceptibilidad =mortalidad entre 98-100%. Posible resistencia 

que necesita ser confirmada = mortalidad entre 90-97%. Resistencia= mortalidades <90 
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Figura 22. Resultados de bioensayos realizados con hembras de A. aegypti F1 expuestos a insecticidas 

organofosforados mediante la técnica CDC. El tiempo diagnóstico para los tres insecticidas fue 30 minutos. 

Criterios de interpretación recomendado por la OMS: susceptibilidad =mortalidad entre 98-100%. Posible 

resistencia que necesita ser confirmada= mortalidad entre 90-97%. Resistencia= mortalidades <90%. 

En las poblaciones donde se evaluó la intensidad de resistencia se observaron mortalidades del 

100% al tiempo diagnóstico a la concentración (2x) dos veces la dosis diagnóstica recomendada 

para lambdacialotrina (20µg/botella) y permetrina (30µg/botella) (Tabla 3). 

Tabla 3. Porcentajes de mortalidad de A. aegypti expuestos a 1x y 2x la dosis diagnóstica de 

lambdacialotrina y permetrina 

Insecticida 
  

Población 
  

1xDD 2xDD 

10µg/botella 20µg/botella 

n Mortalidad (%) n Mortalidad (%) 

Lambdacialotrina 
(DD:10µg/botella, TD: 

30min) 

Barranquilla 103  76,61 100 100 

Chiriguana 103  83,49 100 100 

Juan de acosta 102  71,56 100 100 

Monteria 100  35,0 100 100 

Insecticida 
  

Población 
  

15µg/botella 30µg/botella 

N Mortalidad (%) n Mortalidad (%) 

Permetrina 
(DD:15µg/botella, TD: 

30min) 

Barranquilla 100  64,0 100 100 

Juan de Acosta 100  80,0 100 100 

Monteria 100 69,0 100 100 

DD: dosis diagnostica; TD tiempo diagnóstico  

 

8.3 Pruebas bioquímicas para la evaluación de niveles enzimáticos en adultos y larvas 
 

8.3.1 Pruebas bioquímicas para mosquitos adultos de A. aegypti 

Se estudiaron seis enzimas involucradas en la resistencia a insecticidas: β-esterasas, α-esterasas, 

pNPA- esterasas, Oxidasas de Función Mixta (MFO), Glutatión-S-Transferasa (GST) y 

acetilcolinesterasa insensible (iAChE).  

De acuerdo con los criterios de Montella et al (2007), la enzima α-esterasas se encontraron 

altamente alteradas para la población de Montería donde el 79% de los individuos sobrepasó el 

percentil 99 de la población Rockefeller e inalteradas en las poblaciones de Barranquilla, 

Cartagena, Chiriguaná, Juan de Acosta y Valledupar con porcentajes entre (0%-3%). Las enzimas β-

esterasas fueron encontradas altamente alteradas para la población de Monteria (97%), alteradas 

para las poblaciones de Barranquilla (31%), Juan de Acosta (45%) y Valledupar (27%) e inalteradas 

para las poblaciones de Cartagena (12%) y Chiriguaná (0%). Las enzimas pNPA-esterasas fueron 

encontradas inalteradas en todas las poblaciones evaluadas con porcentajes entre (0%-14%). Se 

encontraron oxidasas de función mixta altamente alteradas para las poblaciones de Juan de 

Acosta (92%), Montería (97%) y Valledupar (88%) e inalteradas para las poblaciones de 

c) 

c) 
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Barranquilla, Cartagena y Chiriguaná con porcentaje de (0%). En cuanto las glutatión -S-

transferasas se encontraron alteradas en las poblaciones de Barranquilla (17%), Cartagena (24%), 

Juan de Acosta (44%) y Montería (34%) e inalteradas en las poblaciones de Chiriguaná (4%) y 

Valledupar (0%). La enzima acetilcolinesterasa fue hallada inalterada para todas las poblaciones 

evaluadas con porcentajes entre (0%-6%) (Tabla 4). 

 

Tabla 4 Porcentaje de individuos de A. aegypti con actividad enzimatica por encima del percentil 

99 de la cepa de referencia 

Poblaciones 
α-

esterasas 
β-

esterasas 
pNPA-

esterasas 
MFO GST iAChE 

Rockefeller (p99) (16.78) (7.41) (8.66) (15.51) (3.44) (100) 

Barranquilla 0 31 0 0 17 0 

Cartagena 0 12 0 0 24 0 

Chiriguana 0 0 0 0 4 0 

Juan de Acosta 0 45 14 92 44 6 

Monteria 79 97 3 97 34 0 

Valledupar 3 27 0 88 0 0 
Los valores en paréntesis corresponden al percentil 99 para la cepa de referencia Rockefeller. Criterio de 

Interpretación según Montella et al; 2007: 

Inalterada  0% a 15%   Alterada 15% a 50%   Altamente alterada 50% a 100%   
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Figura 23. Actividad enzimatica de cada una de las poblaciones de adultos de A. aegypti evaluadas. a) α-

esterasas b) β-esterasas, c) pNPA- esterasas, d) Oxidasas de Función Mixta (OFM), e) Glutatión-S-Transferasa 

(GST) y f) acetilcolinesterasa insensible. Poblaciones: Cepa referencia Rockefeller (ROCK), Barranquilla 

(BARQ), Cartagena, (CART), Chiriguana (CHIR), Juan de Acosta (JDEA), Monteria (MONT), Valledupar (VDPR). 
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Tabla 5. Medias de actividad enzimatica y desviaciones estándar obtenidas en hembras de A. 

aegypti y comparación de medias respecto a la cepa de referencia Rockefeller (Prueba Tukey 

p≤0.05). 

  α- ESTERASA 
β - 

ESTERASA 

pNPA- 

Esterasas 
OFM GST iAChE 

POBLACIONES  DS  DS  DS  DS  DS  DS  

ROCKEFELLER 
11.710 

A 
2.083 

4.610 

A 
0.899 

2.144 

A 
1.810 

5.559 

A 
2.774 

1.241 

A 
0.667 

90.652 

A 
9.462 

BARRANQUILA 
9.229 

B 
1.869 

6.799 

B 
1.545 

4.225 

B 
0.984 

9.614 

A 
2.624 

2.704 

B 
0.855 

77.176 

A 
48.544 

CARTAGENA 
11.307 

A 
3.227 

6.159 

C 
1.241 

3.521 

C 
0.683 

10.954 

A 
1.492 

2.927 

C 
1.259 

68.573 

A 
59.253 

CHIRIGUANA 
7.873 

C 
1.752 

4.138 

A 
0.856 

2.634 

A 
0.597 

7.857 

A 
2.492 

2.202 

D 
1.003 

90.646 

A 
31.633 

JUAN DE 

ACOSTA 

11.367 

A 
2.114 

7.280 

D 
1.697 

5.548 

D 
3.106 

47.256 

B 
17.614 

3.163 

E 
1.256 

94.455 

A 
7.474 

MONTERIA 
21.166 

D 
4.591 

13.622 

E 
2.609 

4.317 

E 
3.252 

65.070 

C 
16.162 

3.099 

F 
1.316 

93.768 

A 
6.418 

VALLEDUPAR 
11.421 

A 
2.727 

6.570 

F 
1.428 

4.030 

F 
1.305 

44.347 

D 
13.838 

1.256 

A 
0.673 

88.171 

A 
8.406 

Letras diferentes indican diferencias significativas.  media y DS desviación estándar  

De acuerdo con los resultados que se muestran en la Tabla 5 y la Figura 23 se encontró que para la 

prueba enzimática α-esterasas las poblaciones de Barranquilla, Chiriguaná y Monteria son 

diferentes significativamente respecto a Rockefeller en donde solo la población de Montería 

sobrepasó los valores de la media de la actividad enzimática de la cepa de referencia. Así mismo 

para la enzima β- esterasas y pNPA- esterasa las poblaciones de Barranquilla, Cartagena, Juan de 

Acosta, Monteria y Valledupar fueron diferentes estadísticamente respecto a Rockefeller 

superando los valores de la media de la actividad enzimática de la cepa de referencia. Para 

oxidasas de función mixta se encontró diferencias significativas entre Juan de Acosta, Montería y 

Valledupar con respecto a Rockefeller sobrepasando los valores de actividad enzimática de la cepa 

de referencia. Para las glutatión-S-transferasas las poblaciones de Barranquilla, Cartagena, 

Chiriguaná, Juan de Acosta y Montería mostraron diferencias significativas respecto a Rockefeller 

sobrepasando todas las poblaciones los valores de la actividad enzimática de la cepa de referencia. 

Para acetilcolinesterasa insensible no se encontraron diferencias significativas con respecto a la 

cepa de referencia para ninguna de las poblaciones evaluadas (Figura 23).  

8.3.2 Pruebas bioquímicas para larvas de A. aegypti 

En larvas, las enzimas α-esterasas y pNPA-esterasas se encontraron inalteradas para las tres 

poblaciones evaluadas con porcentajes entre (0%-12%). Las enzimas β-esterasas fueron 

encontradas alteradas para la población de Juan de Acosta (16%) e inalterada para las poblaciones 

de Chiriguaná y Valledupar. Las oxidasas de función mixta y las glutatión -S-transferasas se 

encontraron altamente alteradas para las tres poblaciones con porcentajes entre (86%-100%). La 

enzima acetilcolinesterasa insensible fue encontrada inalterada para las poblaciones de Chiriguaná 

y Juan de Acosta y alterada para Valledupar (Tabla 6). 
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Tabla 6 Porcentaje de larvas de Ae. aegypti con actividad enzimática por encima del percentil 99 

de la cepa de referencia 

Poblaciones 
α-

esterasas 
β-

esterasas 
pNPA-

esterasas 
MFO GST iAChE 

Rockefeller (p99) (23,2) (24,8) (4.5) (0.34) (0.13) (102) 

Chiriguana 0 0 0 100 86 0 

Juan de Acosta 4 16 12 95 92 0 

Valledupar 0 0 0 100 94 16 

Los valores en paréntesis corresponden al percentil 99 para la cepa de referencia Rockefeller. Criterio de 

Interpretación según Montella et al; 2007: 

Inalterada  0% a 15%   Alterada 15% a 50%   Altamente alterada 50% a 100%   
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Figura 24. Actividad enzimática de larvas para cada una de las poblaciones de A. aegypti evaluadas a) α-

esterasa b) β-esterasa, c) pNPA- esterasa, d) Oxidasas de Función Mixta (OFM), e) Glutatión-S-transferasa 

(GST) y f) acetilcolinesterasa insensible. Poblaciones: Cepa referencia Rockefeller (ROCK), Barranquilla 

(BARQ), Cartagena, (CART), Chiriguana (CHIR), Juan de Acosta (JDEA), Monteria (MONT), Valledupar (VDPR). 
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Tabla 7. Medias de actividad enzimatica y desviaciones estándar obtenidas de larvas de A. aegypti 

y comparación de medias respecto a la cepa de referencia Rockefeller (Prueba Tukey p≤0.05). 

  α- ESTERASA 
β - 

ESTERASA 

pNPA- 

Esterasas 
OFM GST iAChE 

POBLACIONES  DS  DS  DS  DS  DS  DS  

ROCKEFELLER 
13,8 

A 
3,699 9,5 A 6,451 

2,308 

A 
0,754 

´-

1,147 

A 

1,47 
0,005 

A 
0,072 

96,08 

A 
4,172 

CHIRIGUANA 

´-

9,907 

B 

12,672 
10,78 

A 
4,653 

1,976 

A 
0,381 

3,806 

B 
1,923 

0,587 

B 
0,482 

82,09 

A 
34,133 

JUAN DE 

ACOSTA 

´-

24,82 

C 

24,109 
17,9 

B 
12,178 

3,536 

B 
1,259 

6,802 

C 
6,115 

1,045 

C 
0,832 

88,12 

A 
25,547 

VALLEDUPAR 
12,52 

A 
2,469 

12,98 

A 
2,869 

2,046 

A 
0,449 

1,647 

D 
0,65 

0,532 

D 
0,325 

134,9 

B 
86,880 

Letras diferentes indica diferencia significativa.  media y DS desviación estándar 

De acuerdo con los resultados que se muestran en la Tabla 7 y la Figura 24 se encontró para α-

esterasas que la población de Chiriguaná fue diferente estadísticamente respecto a Rockefeller a 

pesar que la media de la actividad enzimática no sobrepasaron los valores de la media de la 

actividad enzimática de Rockefeller, respecto a Juan de Acosta esta población fue 

estadísticamente significativa superando la media de la actividad enzimática respecto a 

Rockefeller y para la población de Valledupar no se encontraron diferencias significativas. Para β- 

esterasas y pNPA- esterasas la población de Juan de Acosta fue la única estadísticamente 

significativa respecto a Rockefeller a pesar que las tres poblaciones superaron la media de la 

actividad enzimatica de Rockefeller. Para OFM y GST las tres poblaciones fueron estadísticamente 

significativas respecto a Rockefeller superando la media de la actividad enzimática de la cepa de 

referencia. Para acetilcolinesterasa insensible la población de Valledupar fue estadísticamente 

significativa respecto a Rockefeller superando la media de la actividad enzimática de la cepa 

referencia (Figura 24). 

 

8.4 Identificación de las frecuencias alélicas y genotípicas de las mutaciones V1016I, 

F1534C y V410L  
 

Se identificaron las tres mutaciones en todas las poblaciones evaluadas. Para la mutación V1016I 

se encontraron los tres genotipos (VV1016, VI1016, II1016) en todas las poblaciones. El genotipo 

mutante II1016 se encontró en baja frecuencia en Barranquilla y en Valledupar, mientras que en 

Montería fue el más predominante. Del mismo modo, la frecuencia del alelo mutante I1016 fue de 

0,70 en Montería, mientras que en Barranquilla y Valledupar fue de 0,15 respectivamente y en 

Cartagena y Juan de Acosta fue de 0,16. Para la mutación F1534C fueron encontrados los tres 

genotipos (FF1534, FC1534, CC1534) en las poblaciones de Barranquilla y Juan de Acosta; mientras que 

en las poblaciones de Cartagena, Chiriguaná y Valledupar solo se encontraron los genotipos 

(FC1534, CC1534) siendo el genotipo mutante CC1534 el predominante. Cabe resaltar que el genotipo 

CC1534 fue hallado en la población de Montería con una frecuencia genotípica y alélica de 1,0 (Tabla 

8). Adicionalmente, la frecuencia del alelo mutante C1534 para las poblaciones de Cartagena, 
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Valledupar, Chiriguaná osciló entre 0,94 y 0,97 y para las poblaciones de Barranquilla y Juan de 

Acosta fue de 0,76. Para la mutación V410L fueron encontrados los genotipos (VV410, VL410, LL410) 

en todas las poblaciones, la frecuencia del genotipo mutante LL410 fue de 0,94 en Valledupar 

siendo esta la más alta, seguida de Barranquilla y Juan de Acosta con 0,78 y 0,71 respectivamente; 

así mismo, Montería con una frecuencia de 0,07 ubicándose como la más baja. La frecuencia del 

alelo mutante L410 más alta se registró en el municipio Montería con una frecuencia de 0,72, 

mientras que la más baja se registró en el municipio de Valledupar con una frecuencia de 0,05. 

Para los demás municipios las frecuencias alélicas del alelo mutante oscilaron entre 0,12 y 0,32 

(Tabla 8).   

Todos los genotipos se encontraron en equilibrio de Hardy-Weinberg para el locus 1016 con 

valores de X2 
Calc

 entre 0,00 y 3,68. Para el locus 1534 los genotipos se encontraron en equilibrio de 

Hardy-Weinberg en las poblaciones de Barranquilla, Cartagena, Chiriguaná, Juan de Acosta y 

Valledupar con valores de X2 
Calc

 entre 0,05 y 2,53. Para el locus 410 los genotipos de la mayoría de 

las poblaciones se encontraron en equilibrio de Hardy-Weinberg con excepción de Valledupar 

donde sus genotipos mostraron un X2 
Calc de 29,88 (p<0,05), lo que indica que la población no se 

encuentra en equilibrio de Hardy-Weinberg. Al determinar los coeficientes de endogamia (FIS) 

para I1016 se obtuvieron valores menores a 0 en la población de Barranquilla y Valledupar debido 

a un exceso de heterocigotos, en contraste con lo observado en las poblaciones de Cartagena, 

Chiriguaná, Juan de Acosta y Montería donde se registraron valores superiores a 0 debido a una 

deficiencia de heterocigotos. Para C1534 Se observó un exceso de heterocigotos generalizado con 

excepción de Barranquilla donde se observó deficiencia de heterocigotos. Así mismo, para L410 las 

poblaciones de Barranquilla, Cartagena y Valledupar mostraron deficiencia de heterocigotos a 

diferencia de lo observado en Chiriguaná, Juan de Acosta y Montería donde se observó exceso de 

heterocigotos (Tabla 8). 
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Tabla 8. Frecuencias genotípicas y alélicas para las mutaciones V1016I, F1534C y V410L en 

hembras de A. aegypti F0 de las poblaciones de estudio 

Poblaciones  N 

Frecuencias genotípicas 
Frecuencias 

alélicas Hardy-Weinberg  
Fis V1016I V1016I 

VV VI II V I χ2 p value 

Barranquilla 49 0,71 0,27 0,02 0,85 0,15 0,02 0,87 -0,02 

Cartagena 46 0,74 0,20 0,07 0,84 0,16 3,68 0,05 0,28 

Chiriguana 47 0,57 0,34 0,09 0,74 0,26 0,51 0,47 0,10 

Juan de acosta 48 0,75 0,23 0,04 0,86 0,16 0,88 0,34 0,15 

Monteria  43 0,09 0,42 0,49 0,30 0,70 0,00 0,95 0,00 

Valledupar 48 0,73 0,25 0,02 0,85 0,15 0,00 0,98 -0,00 

   F1534C F1534C 
χ2 p value Fis 

  

 

FF FC CC F C 

Barranquilla 49 0,10 0,29 0,61 0,24 0,76 2,53 0,11 0,22 

Cartagena 46 0,00 0,07 0,93 0,03 0,97 0,05 0,82 -0,03 

Chiriguana 47 0,00 0,11 0,89 0,05 0,95 0,15 0,70 -0,05 

Juan de acosta 48 0,04 0,44 0,54 0,26 0,76 0,80 0,37 -0,10 

Monteria  43 0,00 0,00 1,00 0,00 1,00 - - - 

Valledupar 48 0,00 0,13 0,87 0,06 0,94 0,21 0,64 -0,07 

  

V410L V410L 
χ2 p value Fis 

    VV VL LL V L 

Barranquilla 49 0,02 0,20 0,78 0,88 0,12 0,12 0,72 0,05 

Cartagena 46 0,07 0,37 0,57 0,75 0,25 0,00 0,92 0,01 

Chiriguana 47 0,09 0,47 0,45 0,68 0,32 0,28 0,59 -0,07 

Juan de acosta 48 0,02 0,27 0,71 0,84 0,16 0,03 0,85 -0,02 

Monteria  43 0,51 0,42 0,07 0,28 0,72 0,07 0,79 -0,04 

Valledupar 48 0,04 0,02 0,94 0,95 0,05 29,88 0,00 0,79 
 

VV1016/FF1534/VV410: homocigotos silvestres (susceptibles), VI1016/FC1534/VL410: heterocigotos, 

II1016/CC1534/LL410 homocigotos mutante (resistente) El Equilibrio de Hardy-Weinberg se demostró a través de 

una prueba de X
2
 (p<0,05). El coeficiente de endogamia con una prueba de (Fis). 

 

De las 27 combinaciones de genotipos (3 genotipos en 3 locus) fueron encontradas 22 

combinaciones de genotipos tri locus en 281 mosquitos recolectados en las 6 poblaciones 

evaluadas. El genotipo triple homocigoto susceptible (VV1016, FF1534, VV410) se registró solo en las 

poblaciones de Barranquilla y Juan de Acosta con frecuencias de 0,08 y 0,04 respectivamente, 

mientras que el genotipo triple homocigoto mutante (II1016, CC1534, LL410) estuvo presente en casi 

todas las poblaciones con frecuencias entre 0,02 y 0,49, siendo Barranquilla la frecuencia más baja 

y Montería la más alta, con excepción de Valledupar donde este genotipo no estuvo presente, así 

mismo el genotipo triple heterocigoto (VI1016, FC1534, VL410) estuvo presente solamente en las 

poblaciones de Chiriguaná y Juan de Acosta en bajas frecuencias 0,02 y 0,06 respectivamente. El 

genotipo homocigoto susceptible para los locus 1016 y 410 y homocigoto resistente para el locus 

1534 (VV1016/CC1534/VV410 ) fue el más frecuente para las poblaciones de Barranquilla, Cartagena, 

Chiriguaná y Valledupar con frecuencias de 0,37, 0,54, 0,43, 0,58, respectivamente con excepción 

de Juan de Acosta donde el genotipo más frecuente fue homocigoto susceptible para los locus 
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1016 y 410 y heterocigoto para el locus 1534 (VV1016/FC1534/VV410 ) con una frecuencia de 0,33 y 

Montería donde el genotipo más frecuente fue el triple homocigoto mutante (II1016/CC1534/LL410) 

con una frecuencia de 0,49 (Figura 25). 

 

Figura 25. Frecuencias de los 22 genotipos tri locus presentes en hembras de A. aegypti F0. El orden de los 

genotipos es 1016/1534/410. Alelo resistente en 1016=I, 1534=C, 410=L. El genotipo de triple resistente se 

muestra en la parte superior y el de genotipo triple susceptible en la parte inferior de cada gráfico. 
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8.5 Asociación de las mutaciones Kdr V1016I, F1534C, V410L con resistencia a piretroides    
 

Se identificó asociación significativa del alelo mutante 1534C con resistencia a permetrina para las 

poblaciones de Barranquilla OR = 3,011 (p<0,009) y Cartagena OR= 3,089 (p<0,02). Así mismo para 

la población de Chiriguaná se observó asociación del alelo 1534C con resistencia a deltametrina 

OR = 5,714 (p<0,006) y asociación de los alelos mutantes 1016I  OR = 13,92  (p<0,000); 1534C OR = 

5,014  (p<0,000) y 410L OR = 28,32 (p<0,000) con resistencia a permetrina, Y. Para Juan de Acosta 

se observó asociación de los tres alelos mutantes 1016I OR= 3,018 (p<0,009) 1534C OR= 5,143 

(p<0,003) y 410L OR= 2,784 (p<0,017) con resistencia a lambdacialotrina, igualmente se observó 

asociación de los alelos mutantes 1534C OR = 3,381 (p<0,01) y 410L OR= 2,385 (p<0,02) con 

resistencia a permetrina y respectivamente. Los resultados anteriores se relacionan con los 

resultados obtenidos durante las pruebas biológicas con la excepción de lo observado para 

deltametrina donde dichas pruebas arrojaron resultados compatibles con susceptibilidad 

(Figura20, Tabla 9). 

Para la población de Montería se encontró asociación significativa de los alelos mutantes 1016I, 

1534C y 410L con resistencia a los tres piretroides evaluados (p<0,05) y para la población de 

Valledupar se encontró asociación significativa de los alelos mutantes 1016I, 1534C y 410L con 

resistencia a lambdacialotrina y permetrina (p<0,05) y del alelo mutante 1534C con resistencia a 

deltametrina (p<0,02) (Tabla 9). 

En contraste con los resultados obtenidos a través de las pruebas OMS, se observó menor 

asociación entre los fenotipos observados y cada una de las mutaciones V1016I, F1534C y V410L 

para todas las poblaciones evaluadas durante las pruebas biológicas CDC. Se encontró para la 

población de Barranquilla una asociación significativa del alelo mutante 1534C con resistencia a 

lambdacialotrina (p<0,005) y para Montería se encontró asociación significativa de los alelos 

mutantes 1016I y 410L con resistencia a permetrina (p<0,045) (Tabla 10). A pesar de evidenciarse 

resistencia a piretroides durante las pruebas CDC en las poblaciones de Chiriguaná y Juan de 

Acosta no se encontró asociación estadísticamente significativa entre las mutaciones y el fenotipo 

para estas poblaciones (Figura21, Tabla 10)  
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Tabla 9. Asociación fenotipo - genotipo para los locus 1016, 1534 y 410 analizados por separado 

en mosquitos A. aegypti F1 de las poblaciones de estudios seleccionadas con lambdacialotrina, 

deltametrina y permetrina mediante la técnica OMS. 

 

 

Continuación tabla 9 

R S

II 0 0 0

V1016I VI 15 4 11 0.809 (0.232-2.827) 0.740

VV 28 9 19

CC 22 6 16

F1534C FC 18 5 13 0.629 (0.232-1.706) 0.361

FF 3 2 1

LL 0 0 0

V410L VL 12 3 9 0.739 (0.183-2.986) 0.670

VV 31 10 21

II 3 3 0

V1016I VI 18 11 7 1.781 (0.663-4.784) 0.249

VV 30 17 13

CC 35 22 13

F1534C FC 20 8 12 3.011 (1.278-7.09) *0.009

FF 6 1 5

LL 1 1 0

V410L VL 19 12 7 2.208 (0.822-5.93) 0.110

VV 41 18 23

II 2 1 1

V1016I VI 9 2 7 1.259 (0.345-4.595) 0.726

VV 30 8 22

CC 30 10 20

F1534C FC 8 0 8 2.5 (0.512-12.2) 0.245

FF 3 1 2

LL 2 1 1

V410L VL 8 2 6 1.444 (0.388-5.377) 0.582

VV 31 8 33

II 1 0 1

V1016I VI 15 3 12 0.518 (0.133-2.014) 0.337

VV 25 8 17

CC 22 4 18

F1534C FC 15 6 9 0.583 (0.204-1.662) 0.312

FF 4 1 3

LL 1 0 1

V410L VL 15 3 12 0.518 (0.133-2.014) 0.337

VV 25 8 17

II 2 1 1

V1016I VI 19 10 9 0.572 (0.621-3.976) 0.337

VV 32 12 20

CC 32 17 15

F1534C FC 17 6 11 3.089 (1.119-8.532) *0.025

FF 4 0 4

LL 2 1 1

V410L VL 18 9 9 1.4 (0.546-3.589) 0.482

VV 33 13 20
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Continuación tabla 9 

R S

II 12 6 6

V1016I VI 22 13 9 0.497 (0.233-1.062) 0.069

VV 28 21 7

CC 53 37 16

F1534C FC 9 3 6 4.053 (0.960-17.09) *0.042

FF 0 0 0

LL 9 6 3

V410L VL 21 13 8 0.974 (0.441-2.149) 0.948

VV 32 21 11

II 0 0 0

V1016I VI 9 4 5 3.143 (0.744-13.26) 0.105

VV 30 5 25

CC 11 6 5

F1534C FC 21 3 18 5.714 (1.497-21.81) *0.006

FF 7 0 7

LL 0 0 0

V410L VL 6 3 3 3.8 (0.695-20.77) 0.103

VV 33 6 27

II 3 3 0

V1016I VI 20 18 2 13.92  (3.134-61.84) *0.000

VV 44 16 28

CC 21 18 3

F1534C FC 33 18 15 5.014 (2.397-10.49) *0.000

FF 13 1 12

LL 4 4 0

V410L VL 17 16 1 28.32 (3.699-216.8 *0.000

VV 46 17 29

II 3 3 0

V1016I VI 26 15 11 3.018 (1.281-7.109) *0.009

VV 27 8 19

CC 35 22 13

F1534C FC 20 4 16 5.143 (1.613-16.4) *0.003

FF 1 0 1

LL 4 3 1

V410L VL 23 14 9 2.784 (1.178-6.579) *0.017

VV 29 9 20

II 0 1 0

V1016I VI 16 1 15 9 (0.869-93.17) *0.031

VV 15 0 15

CC 20 2 18

F1534C FC 9 0 9 0.0 0.253

FF 3 0 3

LL 1 1 0

V410L VL 14 0 14 3.286 (0.423-25.5) 0.233

VV 17 1 16

II 13 8 5

V1016I VI 26 17 9 1.582 (0.781-3.204) 0.201

VV 30 14 16

CC 48 32 16

F1534C FC 20 7 13 3.381 (1.279-8.934) *0.010

FF 1 0 1

LL 7 6 1

V410L VL 30 19 11 2.385 (1.111-5.116) *0.023

VV 32 14 18
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R S

II 16 12 4

V1016I VI 37 33 4 4.851 (2.312-10.18) *0.000

VV 29 7 22

CC 63 47 16

F1534C FC 15 4 11 6.457 (2.382-17.51) *0.000

FF 4 1 3

LL 11 11 0

V410L VL 36 28 8 6.019 (2.604-13.91) *0.000

VV 35 13 22

II 5 4 1

V1016I VI 16 4 12 6.571 (2.085-20.71) *0.000

VV 18 1 17

CC 29 9 20

F1534C FC 8 0 8 0.0 *0.039

FF 2 0 2

LL 5 4 1

V410L VL 18 4 14 5.5 (1.768-17.11) *0.001

VV 16 1 15

II 23 20 3

V1016I VI 29 24 5 2.99 (1.409-6.346) *0.003

VV 40 24 16

CC 70 64 6

F1534C FC 16 4 12 33 (10.51-103.6) *0.000

FF 6 0 6

LL 21 20 1

V410L VL 25 21 4 5.693 (2.27-14.28) *0.000

VV 46 27 19

II 1 1 0

V1016I VI 5 4 1 13.62 (1.56-118.8) *0.003

VV 40 11 29

CC 12 11 1

F1534C FC 23 5 18 10.8 (3.614-32.28) *0.000

FF 11 0 11

LL 1 1 0

V410L VL 5 4 1 13.62 (1.56-118.8) *0.003

VV 40 11 29

II 0 0 0

V1016I VI 3 0 3 0.0 0.517

VV 31 4 27

CC 5 3 2

F1534C FC 16 0 16 6 (1.11-32.45) *0.022

FF 13 1 12

LL 0 0 0

V410L VL 3 0 3 0.0 0.517

VV 31 4 27

II 3 3 0

V1016I VI 19 16 3 10.45 (2.928-37.29) *0.000

VV 39 12 27

CC 24 22 2

F1534C FC 25 9 16 11.78 (4.85-28.6) *0.000

FF 12 0 12

LL 3 3 0

V410L VL 19 16 3 10.45 (2.928-37.29) *0.000

VV 39 12 27

OR (CI95%) p  value
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Tabla 10.  Asociación fenotipo - genotipo para los locus 1016, 1534 y 410 analizados por separado 

en mosquitos A. aegypti F1 de las poblaciones de estudios seleccionadas con lambdacialotrina y 

permetrina mediante la técnica CDC. 

 

 

Continuación tabla 10 

R S

II 0 0 0

V1016I VI 16 9 7 2.065 (0.701-0.182) 0.182

VV 35 12 23

CC 27 16 11

F1534C FC 21 5 16 4.284 (1.468-12.51) *0.005

FF 3 0 3

LL 0 0 0

V410L VL 16 9 7 2.065 (0.701-6.075) 0.182

VV 35 12 23

II 4 3 1

V1016I VI 36 14 22 1.667 (0.844-3.291) 0.139

VV 60 29 41

CC 54 21 33

F1534C FC 35 10 25 1.057 (0.556-2.009) 0.865

FF 11 5 6

LL 3 2 1

V410L VL 33 14 19 1.698 (0.835-3.453) 0.141

VV 64 20 44

II 6 3 3

V1016I VI 22 7 15 1.15 (0.480-2.749) 0.753

VV 19 7 12

CC 43 16 27

F1534C FC 4 1 3 1.73 (0.173-17.38) 0.634

FF 0 0 0

LL 6 3 3

V410L VL 24 9 15 1.466 (0.620-3.465) 0.382

VV 17 5 12

II 4 3 1

V1016I VI 21 11 10 1.943 (0.824-4.581) 0.126

VV 31 12 19

CC 29 14 15

F1534C FC 23 10 13 1.073 (0.467-2.464) 0.867

FF 4 2 2

LL 4 2 2

V410L VL 24 12 12 1.222 (0.537-2.778) 0.631

VV 28 12 16

II 2 1 1

V1016I VI 21 9 12 1.246 (0.498-3.116) 0.637

VV 27 10 17

CC 24 9 15

F1534C FC 24 9 15 0.6923 (0.286-1.674) 0.413

FF 2 2 0

LL 2 1 1

V410L VL 21 9 12 1.246 (0.498-3.116) 0.637

VV 27 10 17
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8.6 Comparaciones de los genotipos tri-locus con resistencia a piretroides  
 

De 27 combinaciones de genotipos (3genotipos en 3 locus) fueron encontradas 20 combinaciones 

de genotipos tri locus en 918 mosquitos presionados con piretroides a través de la metodología 

OMS. El genotipo VV1016/CC1534/VV410 predominó en los mosquitos fenotípicamente resistentes a 

lambdacialotrina en las poblaciones de Cartagena, Chiriguaná y Valledupar, seguido del genotipo 

VI1016/CC1534/VL410; mientras que en los mosquitos resistentes a lambdacialotrina de las 

poblaciones de Juan de Acosta y Montería el genotipo predominante fue VI1016/CC1534/VL410 para 

las dos poblaciones, seguido de VV1016/CC1534/VV410 para Juan de Acosta y II1016/CC1534/LL410 para 

Montería. Cabe resaltar que para la población de Barranquilla el genotipo que predominó fue 

VV1016/FC1534/VV410, seguido de VI1016/CC1534/VL410. (Figura 26. a, b, c, d, e y f). En los mosquitos 

resistentes a deltametrina los genotipos predominantes fueron VV1016/FC1534/VV410 para la 

población de Cartagena, VV1016/CC1534/VV410 para la población de Chiriguaná, VI1016/CC1534/VV410 y 

II1016/CC1534/LL410 para Juan de Acosta, VI1016/CC1534/VL410 y II1016/CC1534/LL410 para Montería y 

VV1016/CC1534/VV410 para la población de Valledupar (Figura 26. g, h, i, j, k y Tabla 11). Los genotipos 

predominantes en los mosquitos resistentes a permetrina fueron VV1016/FC1534/VV410, 

VV1016/CC1534/VV410, VI1016/FC1534/VL410 y VI1016/CC1534/VL410 para las poblaciones de Barranquilla y 

Chiriguaná, para la población de Montería el genotipo predominante fue VI1016/CC1534/VL410, 

seguido de VV1016/CC1534/VV410 y II1016/CC1534/LL410, para la población de Cartagena fue 

VI1016/CC1534/VV410, seguido de VI1016/CC1534/VL410 para la población de Juan de Acosta fue  

VV1016/CC1534/VV410 y VI1016/CC1534/VL410 y para Valledupar fue VI1016/CC1534/VL410 seguido de 

VV1016/CC1534/VV410 (Figura 26. l, m, n, ñ, o, p y Tabla 11). 

Igualmente, fueron encontradas 15 combinaciones tri-locus en 465 mosquitos expuesto a 

piretroides a través de la metodología CDC. El genotipo VI1016/CC1534/VL410 fue el más 

predominante en los mosquitos fenotípicamente resistente para lambdacialotrina en las 

R S

II 14 10 4

V1016I VI 51 35 16 1.406 (0.768-2.571) 0.269

VV 35 20 15

CC 98 63 35

F1534C FC 1 1 0 0.302 (0.0149-6.122) 0.409

FF 1 1 0

LL 15 10 5

V410L VL 50 34 16 1.202 (0.661-2.185) 0.545

VV 35 21 14

II 11 7 4

V1016I VI 36 21 15 2.085 (1.012-4.297) *0.045

VV 14 3 11

CC 61 31 30

F1534C FC 0 0 0 1.033 (0.020-52.91) 0.987

FF 0 0 0

LL 11 7 4

V410L VL 36 21 15 2.085 (1.012-4.297 *0.045

VV 14 3 11
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poblaciones de Barranquilla, Chiriguaná, Juan de Acosta y Montería, seguido del genotipo 

VV1016/CC1534/VV410 (Figura 27. a, b, c, d y Tabla 12); así mismo, el genotipo VI1016/CC1534/VL410 fue el 

más sobresaliente en los mosquito fenotípicamente resistentes a permetrina en la población de 

Barranquilla, seguido de VV1016/CC1534/VV410 y VV1016/FC1534/VV410, para Chiriguaná los genotipos 

más predominantes fueron VI1016/CC1534/VL410 y VV1016/CC534/VV410, Juan de Acosta los genotipos 

más predominantes fueron VI1016/FC1534/VL410 y VV1016/CC534/VV410 y para Montería fueron 

VI1016/CC1534/VL410 y II1106/CC1534/LL410. (Figura 27.e, f, g y Tabla 12).  
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Tabla 11 Genotipos tri-locus en mosquitos A. aegypti F1 expuesto a insecticidas piretroides mediante la metodología OMS. Susceptibles (S) 

Resistentes (R). El orden de los genotipos se muestra para los locus 1016/1534/410. Alelo resistente en locus 1016 =I, 1534 = C, 410= L. Genotipo 

triple susceptible VV/FF/VV, genotipo triple resistente II/CC/LL. 

 

 

Población Insecticida Fenotipo N II/CC/LL VI/CC/LL II/CC/VL VI/FC/LL II/FC/VL VI/CC/VL II/CC/VV VI/CC/VV VV/CC/VL II/FC/VV VI/FC/VL VI/FF/VL VV/FC/VL II/FF/VV VI/FC/VV VV/CC/VV VV/FF/VL VI/FF/VV VV/FC/VV VV/FF/VV

R 13 0 0 0 0 0 3 0 1 0 0 0 0 0 0 0 2 0 0 5 2

S 30 0 0 0 0 0 5 0 2 0 0 4 0 0 0 0 9 0 0 9 1

R 31 1 0 2 0 0 6 0 4 3 0 0 0 1 0 1 6 0 0 6 1

S 30 0 0 0 0 0 2 0 0 0 0 5 0 0 0 0 11 0 0 7 5

R 11 1 0 0 0 0 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 7 0 0 0 1

S 30 1 0 0 0 0 4 0 1 0 0 2 0 0 0 0 14 0 0 6 2

R 11 0 0 0 0 0 2 0 0 0 0 1 0 0 0 0 2 0 0 5 1

S 30 1 0 0 0 0 8 0 0 0 0 4 0 0 0 0 9 0 0 5 3

R 23 0 1 0 0 0 7 0 1 0 0 2 0 0 0 0 8 0 0 4 0

S 30 0 1 0 0 0 6 0 0 0 0 2 1 0 0 0 8 0 0 9 3

R 40 6 0 0 0 0 12 0 0 0 0 1 0 0 0 0 19 0 0 2 0

S 22 3 0 1 0 0 4 2 2 0 0 3 0 0 0 0 4 0 0 3 0

R 9 0 0 0 0 0 2 0 0 0 0 1 0 0 0 1 4 0 0 1 0

S 30 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 3 0 0 0 2 5 0 0 13 7

R 37 3 0 0 1 0 8 0 0 0 0 8 0 0 0 1 7 0 0 8 1

S 30 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 1 3 0 0 13 12

R 26 3 0 0 0 0 11 0 1 0 0 3 0 0 0 0 7 0 0 1 0

S 30 0 0 0 1 0 4 0 1 0 0 5 0 0 0 0 8 0 0 10 1

R 2 1 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0

S 30 0 0 0 0 0 10 0 0 0 0 4 0 0 0 1 8 0 0 4 3

R 39 6 0 2 0 0 12 0 0 0 0 5 0 0 0 0 12 0 0 2 0

S 30 1 0 3 0 1 1 0 2 0 0 6 0 0 0 0 9 0 0 6 1

R 52 11 0 1 0 0 24 0 5 0 0 3 0 0 0 0 6 0 1 1 0

S 30 0 0 4 0 0 1 0 0 0 0 3 0 0 0 0 11 0 0 8 3

R 9 4 0 0 0 0 4 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0

S 30 1 0 0 0 0 11 0 0 0 0 1 0 1 0 0 8 1 0 6 1

R 68 20 0 0 0 0 21 0 3 0 0 0 0 0 0 0 20 0 0 4 0

S 24 1 0 0 0 0 0 0 0 0 1 4 0 0 1 1 5 0 0 6 5

R 16 1 0 0 0 0 4 0 0 0 0 0 0 0 0 0 6 0 0 5 0

S 30 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 1 0 0 17 11

R 4 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 3 0 0 0 1

S 30 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 2 0 0 0 0 1 0 0 14 12

R 31 3 0 0 0 0 12 0 0 0 0 4 0 0 0 0 7 0 0 5 0

S 30 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 3 0 0 0 0 2 0 0 13 12

Total 918 68 2 13 2 1 187 2 24 3 1 81 1 2 1 8 233 1 1 198 89

Monteria

Lambdacia lotrina

Deltametrina

Permetrina

Val ledupar

Lambdacia lotrina

Deltametrina

Permetrina

Chiriguana

Lambdacia lotrina

Deltametrina

Permetrina

Juan de Acosta

Lambdacia lotrina

Deltametrina

Permetrina

Genotipos

Barranqui l la

Lambdacia lotrina

Permetrina

Cartagena

Lambdacia lotrina

Deltametrina

Permetrina
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Tabla 12 Genotipos tri-locus en mosquitos A. aegypti F1 expuestos piretroides mediante la metodología CDC. Susceptibles (S) Resistentes (R). El 

orden de los genotipos se muestra para los locus 1016/1534/410. Alelo resistente en locus 1016 =I, 1534 = C, 410= L. Genotipo triple susceptible 

VV/FF/VV, genotipo triple resistente II/CC/LL. 

 

 

 

Población Insecticida Fenotipos N II/CC/LL VI/CC/LL II/CC/VL VV/CC/LL VI/CC/VL VI/CC/VV VV/CC/VL VI/FC/VL VI/FF/VL VV/FC/VL VI/FC/VV VV/CC/VV VV/FF/VL VV/FC/VV VV/FF/VV

R 21 0 0 0 0 8 0 0 1 0 0 0 8 0 4 0

S 30 0 0 0 0 5 0 0 2 0 0 0 6 0 14 3

R 36 2 0 1 0 10 1 0 3 0 0 0 7 0 7 5

S 64 1 0 0 0 12 2 0 6 0 0 2 18 1 17 5

R 17 3 0 0 0 7 0 2 0 0 0 0 4 0 1 0

S 30 3 0 0 0 14 0 0 1 0 0 0 10 0 2 0

R 26 2 0 1 0 6 0 0 3 1 1 1 5 0 5 1

S 30 1 0 0 1 8 0 0 2 0 2 0 4 0 9 3

R 20 1 0 0 0 3 0 0 6 0 0 0 5 0 3 2

S 30 1 0 0 0 7 1 1 3 0 1 1 5 0 10 0

R 65 9 1 1 0 31 2 1 1 0 0 0 18 0 0 1

S 35 3 1 1 1 14 1 1 0 0 0 0 13 0 0 0

R 31 7 0 0 0 21 0 0 0 0 0 0 3 0 0 0

S 30 4 0 0 0 15 0 0 0 0 0 0 11 0 0 0

465 37 2 4 2 161 7 5 28 1 4 4 117 1 72 20

Juan de Acosta  

Lambdacia lotrina

Permetrina

Monteria

Lambdacia lotrina

Permetrina

Genotipos

Barranqui l la

Lambdacia lotrina

Permetrina

Chiriguana Lambdacia lotrina
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Continuación figura 26 
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Continuación figura 26 

Figura 26. Representación gráfica. Número de mosquitos de A. aegypti  con cada uno de los genotipos 

tri–locus expuestos a piretroides mediante la metodología OMS. El orden de los genotipos se muestra 

para los locus 1016/1534/410. Alelo resistente en locus 1016 =I, 1534 = C, 410= L. Genotipo triple 

susceptible VV/FF/VV, genotipo triple resistente II/CC/LL. Tamaño de muestra (n). 

 

 

 

 

 

Permetrina 

  

  

  
 



 

79 
 

 

Figura 27. Representación gráfica. Número de mosquitos de A. aegypti  con cada uno de los genotipos 

tri–locus expuestos a piretroides mediante la metodología CDC,. El orden de los genotipos se muestra para 

los locus 1016/1534/410. Alelo resistente en locus 1016 =I, 1534 = C, 410= L. Genotipo triple susceptible 

VV/FF/VV, genotipo triple resistente II/CC/LL Tamaño de muestra (n). 

De las 27 combinaciones posibles de genotipo tri-locus, 20 genotipos se encontraron presentes en 

las poblaciones expuestas a lambdacialotrina, deltametrina y permetrina mediante la metodología 

Lambdacialotrina 

  

  
Permetrina 
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OMS.  Los genotipos más sobresalientes fueron VI1016/CC1534/VL410, VV1016/ CC1534/ VV410 y VV1016 

/FC1534/ VV410. Se encontraron diferencias entre el genotipo doble heterocigoto en el locus 1016 y 

410 en presencia de CC1534 y el fenotipo resistente para lambdacialotrina y permetrina (p<0,05), 

igualmente se encontraron diferencias entre el genotipo anteriormente mencionado y el fenotipo 

susceptible para deltametrina (p<0,05) (Figura 28). Se encontraron diferencia entre el genotipo 

doble homocigoto silvestre en los locus V1016L y V410L en presencia de CC1534 y el fenotipo 

susceptible a lambdacialotrina y deltametrina (p<0,05), a diferencia de lo observado para 

permetrina donde no se encontraron diferencias entre los fenotipos y el genotipo tri locus 

(p>0,05) (Figura 29). Finalmente se encontraron diferencias entre el genotipo doble homocigoto 

silvestre en los locus 1016 y 410 en presencia de FC1534 y el genotipo susceptible para 

deltametrina (p<0,05), pero no para lambdacialotrina y permetrina (p>0,05) (Figura 30) 

Mediante la metodología CDC fueron encontrados 15 genotipos en las poblaciones de 

Barranquilla, Juan de Acosta y Monteria evaluadas a los insecticidas lambdacialotrina y 

permetrina. Los genotipos más sobresalientes fueron VV1016/ CC1534/ VV410 y VI1016/CC1534/VL410. No 

se encontraron diferencias significativas entre los genotipos doble homocigoto silvestre en los 

locus 1016 y 410 en presencia de CC1534 y el genotipo doble heterocigoto en el locus 1016 y 410 

en presencia de CC1534 (p>0,05) para lambdacialotrina y permetrina en las poblaciones de 

evaluadas. (Figura 31). 
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Figura 28. Comparación de mosquitos de A. aegypti F1 con el genotipo VI/CC/VL expuestos a 

lambdacialotrina, deltametrina y permetrina mediante la metodología OMS. El orden de los genotipos se 

muestra para los locus 1016/1534/410. VI= heterocigoto 1016. CC= homocigoto mutante 1534. VL = 

heterocigoto 410. Estadísticamente significativo (p<0,05). 
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Figura 29. Comparación de mosquitos A. aegypti F1 con el genotipo VV/CC/VV expuestos a lambdacialotrina, 

deltametrina y permetrina mediante la metodología OMS. El orden de los genotipos se muestra para los 

locus 1016/1534/410. VV= homocigoto silvestre 1016. CC= homocigoto mutante 1534. VV = homocigoto 

410. Estadísticamente significativo (p<0,05). 
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Figura 30. Comparación de mosquitos A. aegypti con el genotipo VI/CC/VL expuestos a lambdacialotrina, 

deltametrina y permetrina mediante la metodología OMS. El orden de los genotipos se muestra para los 

locus 1016/1534/410. VV= homocigoto silvestre 1016. FC= heterocigoto 1534. VV = homocigoto silvestre 

410. Estadísticamente significativo (P<0,05). 
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Figura 31. Comparación de mosquitos de A. aegypti con los genotipos VV/CC/VV y VI/CC/VL expuestos a 

lambdacialotrina, deltametrina y permetrina mediante la metodología CDC. El orden de los genotipos se 

muestra para los locus 1016/1534/410. VV= homocigoto silvestre 1016. CC= homocigoto mutante 1534. VV 

= homocigoto silvestre 410 y VI= heterocigoto 1016, CC= homocigoto mutante 1534, VL heterocigoto 410. 

Estadísticamente significativo (p<0,05). 
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9. DISCUSIÓN DE RESULTADOS 

 

En Colombia desde hace más de 3 décadas se ha usado el larvicida temefos, considerado uno de 

los mejores químicos para el control de larvas de A. aegypti. El primer reporte de resistencia en 

Colombia a este larvicida se registró en la década de los 90s en la ciudad de Cali, departamento de 

Valle del Cauca (Suárez et al; 1996) y desde entonces según la red nacional de la vigilancia de la 

susceptibilidad a insecticidas en vectores de interés en salud pública (RED-VRI),  se ha reportado 

resistencia a este larvicida en aproximadamente el 70% de las poblaciones de A. aegypti que se 

han evaluado en el país (RED-VRI INS Documento Interno 2006). Estas incluyen poblaciones de los 

departamentos de Santander, Caquetá, Norte de Santander, Antioquia, Cundinamarca, Sucre, 

Meta, Nariño, Guaviare, Huila y Cauca (González et al; 2005, Anaya et al; 2007; Fonseca et al; 

2007; Salazar et al; 2007; Santacoloma et al; 2007). Puntualmente en la región caribe Colombiana 

el primer reporte se realizó en el departamento del Atlántico entre los años 2007 y 2008 , 

encontrándose moderada resistencia en los municipios de Malambo, Barranquilla, Baranoa y 

Sabanagrande y resistencia para Puerto Colombia y Juan de Acosta (Maestre et al; 2009); y el más 

reciente estudio realizado entre los años 2010 al 2012 reportó susceptibilidad para las poblaciones 

de Barranquilla (Atlántico), Valledupar (Cesar), San Juan (Guajira), Sincelejo (Sucre), Monteria 

(Córdoba) Ciénaga (Magdalena) y Cartagena (Bolívar), moderada resistencia para Soledad 

(Atlántico) y resistencia para Puerto Colombia (Atlántico) (Maestre et al; 2014).  Estos últimos 

resultados coinciden con los hallados en el presente estudio para las poblaciones de Barranquilla 

(Atlántico), Cartagena (Bolívar) y Montería (Córdoba) y difieren de los resultados encontrados para 

la población de Valledupar, la cual registró moderada resistencia. Esta variación en el estado de la 

susceptibilidad observada para la población de Valledupar, posiblemente se debe a la 

intensificación en el uso de este larvicida para el control de larvas de A. aegypti por el incremento 

de la incidencia de dengue y las epidemias por la introducción de los virus chikungunya y zika 

entre los años 2013 y 2017. En contraste, en Colombia también se ha reportado reversión de la 

resistencia a temefos en poblaciones de A. aegypti por la disminución de la presión de selección 

con este larvicida, como política pública implementada por los entes territoriales ante los 

hallazgos de resistencia. El primer reporte se realizó en la ciudad de Cali en el departamento del 

Valle del cauca (Prieto et al; 2002), más adelante se reportó en la ciudad de Barranquilla en los 

estudios realizados por Maestre et al (2009) y (2014); posteriormente, Conde et al (2015) en el 

municipio de la Dorada en el departamento de Caldas. Los resultados encontrados en el presente 

estudio para la población de Juan de Acosta también soportan este fenómeno, a pesar de no 

encontrarla susceptible, lo anterior, teniendo en cuenta que para el año 2009 (Maestre et al; 

2009) esta población registraba porcentajes de mortalidad a dosis diagnóstica de 45% mientras 

que actualmente registra porcentajes de mortalidad del 87%. Esta variación en la mortalidad 

posiblemente se debe en respuesta al cambio de uso de temefos a diflubenzuron adoptado 

aproximadamente desde el año 2015 para este municipio en el departamento del Atlántico. Los 

resultados obtenidos para la población de Chiriguaná constituyen el primer registro para esta 

población; en esta al igual que en la población de Juan de Acosta se viene usando diflubenzuron y 

se ha disminuido la presión de selección con temefos, por lo tanto, se requieren más estudios en 

el tiempo que analicen la respuesta de esta población ante la disminución de la presión de 

selección con temefos. 
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En cuanto a los resultados obtenidos en mosquitos adultos por la técnica del CDC y OMS es 

importante resaltar que ambas técnicas permiten detectar resistencia cuando está presente en las 

poblaciones analizadas; sin embargo, aunque ambas técnicas proporcionan datos en forma de 

porcentajes de mortalidad o de tiempo necesario para incapacitar a los mosquitos, los resultados 

obtenidos con la prueba CDC no son directamente comparables con los de la prueba OMS, porque 

el método CDC se basa en la proporción de mosquitos incapacitados y la prueba de la OMS mide la 

mortalidad (OMS, 2016). En Colombia la mayoría de los estudios de susceptibilidad a insecticidas 

en mosquitos adultos de A. aegypti se han realizado por medio de la técnica del CDC y en menor 

proporción por técnica de OMS, lo anterior debido a que para la realización de esta última técnica 

se requiere de la importación de los kits desde Malasia, lo cual impacta en tiempos y costos; a 

diferencia de la metodología del CDC la cual es más sencilla y rápida de realizar. Por ambas 

técnicas se han obtenido de forma general para el país, resistencia a DDT en todas las poblaciones 

de A. aegypti evaluadas, variabilidad en la susceptibilidad a piretroides y susceptibilidad a 

organofosforados en la mayoría de las poblaciones (Maestre 2012).  

En Colombia se ha registrado resistencia a lambdacialotrina en las poblaciones de Chocó, 

Antioquia, Putumayo, Atlántico, Cesar, La Guajira, Sucre, Córdoba, Bolívar, Cundinamarca, 

Santander, Caquetá, Guaviare, Meta, Casanare y susceptibilidad en las poblaciones de Antioquia, 

Cauca, Nariño, Valle del cauca, Huila, Magdalena (Santacoloma et al; 2010, Fonseca et al; 2011, 

Ocampo et al; 2011, Ardila et al; 2013, Maestre et al; 2014, Granada et al; 2018). Para 

deltametrina se ha registrado resistencia en las poblaciones de Cundinamarca, Santander, 

Atlántico, Cesar, Córdoba, La Guajira, Sucre, Bolívar y susceptibilidad en las poblaciones de 

Cundinamarca, Caquetá, Casanare, Caldas, Meta, Cauca, Nariño, Valle del Cauca, Huila y 

Magdalena (Santacoloma et al; 2010, Ocampo et al; 2011, Ardila et al; 2013, Maestre et al; 2014, 

Conde et al; 2015). Para permetrina se ha registrado resistencia en poblaciones de Chocó, 

Antioquia, Putumayo, Casanare, Atlántico, La Guajira, Córdoba y susceptibilidad en los 

departamentos de Cesar, Sucre, Magdalena y Bolívar (Fonseca et al; 2011, Ardila et al; 2013, 

Maestre et al; 2014). 

Para el caso de los organofosforados se ha registrado susceptibilidad a malatión en poblaciones de 

los departamentos de Cauca, Huila, Nariño, Valle del cauca, Antioquia, Chocó, Putumayo, 

Casanare, Atlántico, Cundinamarca, La Guajira, Cesar, Sucre, Córdoba, Magdalena, Bolívar, 

Santander, Caldas (Ocampo et al; 2011, Fonseca et al; 2011, Ardila et al; 2013, Maestre et al; 2014, 

Conde et al; 2015). Para Fenitrotión se ha registrado resistencia en poblaciones de los 

departamentos de Cauca, Huila, Nariño, Valle del Cauca, Chocó, Putumayo, Antioquia (Ocampo et 

al; 2011, Fonseca et al; 2011) y susceptibilidad en poblaciones de los departamentos de Casanare, 

Caldas, Atlántico, Cesar, Guajira, Sucre, Córdoba, Magdalena y La Guajira (Ardila et al; 2013, 

Maestre et al; 2014, Conde et al; 2015). Por último, para pirimifós metíl se ha registrado moderada 

resistencia en poblaciones del departamento de Caldas y Sucre y susceptibilidad en poblaciones de 

los departamentos de Atlántico, Cesar, La Guajira, Córdoba, Magdalena y Bolívar (Maestre et al; 

2014, Conde et al; 2015). 

Los resultados del presente estudio coinciden y en algunos casos difieren de estos estudios 

previos. Puntualmente con respecto a los antecedentes de las poblaciones trabajadas en este 

estudio se encontró que para la lambdacialotrina se mantuvo la resistencia en las poblaciones de 

Barranquilla y Monteria con respecto al estudio de Maestre et al; 2014; sin embargo, para la 
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población de Valledupar y Cartagena este último reportó resistencia y moderada resistencia 

respectivamente y en el presente estudio se encontró resistencia por técnica de OMS y 

susceptibilidad por CDC en ambas poblaciones. Para el caso de permetrina se mantuvo la 

resistencia entre los resultados obtenidos por Maestre et al (2014) y los obtenidos en el presente 

estudio para las poblaciones de Barranquilla y Montería; sin embargo, para las poblaciones de 

Cartagena y Valledupar Maestre et al (2014) reportó susceptibilidad, mientras que en el presente 

estudio se reportó resistencia por OMS y susceptibilidad por CDC. Para deltametrina Maestre et al 

(2014) reportó resistencia para la población de Barranquilla; sin embargo, los resultados del 

presente estudio registran susceptibilidad por ambas técnicas, para el caso de las poblaciones de 

Montería y Valledupar este mismo estudio reporta resistencia para ambas poblaciones y en el 

presente estudio se reporta susceptibilidad por técnica CDC y moderada resistencia por OMS. Por 

último, para la población de Cartagena Maestre et al; 2014 reportó moderada resistencia y en el 

presente estudio se observó resistencia por técnica de OMS y susceptibilidad por medio de la 

técnica del CDC.   

Al comparar los resultados del organofosforado malatión con el estudio de Maestre et al (2014) se 

encontró que éste reportó susceptibilidad para Barranquilla, Montería, Valledupar y Cartagena, lo 

que coincide con lo reportado en el presente estudio por técnica CDC para las mismas 

poblaciones. Sin embargo, para el caso del fenitrotión el estudio de Maestre et al (2014) reportó 

susceptibilidad en todas las poblaciones y el presente estudio registró susceptibilidad por OMS y 

resistencia por CDC. Cabe aclarar que los resultados por esta última técnica se obtuvieron a dosis y 

tiempo diagnóstico establecidos por el CDC; sin embargo, al observar los resultados a tiempo 

diagnóstico establecidos por el INS hubiesen sido compatibles con susceptibilidad. En el caso del 

pirimifós metíl Maestre et al (2014) registró susceptibilidad en todas las poblaciones mientras que 

en el presente estudio se encontró resistencia por OMS y susceptibilidad por CDC.  

En Colombia el uso de los piretroides para el control de A. aegypti ha sido más reciente en 

comparación con los organofosforados; sin embargo, los piretroides han mostrado niveles de 

resistencia más altos a pesar del mayor tiempo de uso de los organofosforados. Entre los 

piretroides, la lambdacialotrina y la deltametrina han sido los que más frecuentemente se han 

usado para el control de esta especie de mosquito; sin embargo, la lambdacialotrina en 

comparación a la deltametrina es el piretroide que más registros de resistencia tienen en el país 

como lo demuestran resultados de investigaciones previas y los obtenidos en este estudio. La 

resistencia observada en poblaciones de A. aegypti a permetrina tanto en investigaciones previas 

(Ardila et al; 2013, Maestre et al; 2014) como en el presente estudio, constituyen una evidencia de 

resistencia cruzada a DDT ó a otros piretroides, esto si se tiene en cuenta que este insecticida no 

ha sido usado para el control de esta especie en el país. Este fenómeno también se ha reportado 

para otros piretroides como el etofenprox en poblaciones de A. aegypti en los departamentos de 

Antioquia, Chocó y Putumayo (Fonseca et al; 2011) y para alfacipermetrina en una población del 

departamento del Atlántico en la región Caribe Colombiana (Maestre et al; 2017).  

La resistencia al DDT es generalizada en Colombia y puede estar relacionada con la fijación de 

alelos resistentes y la eliminación de alelos susceptibles como consecuencia de la aplicación de 

este organoclorado por más de cinco décadas en el país (Fonseca et al; 2009). El DDT y los 

piretroides tienen el mismo mecanismo de acción, el cual consiste en el retraso en el cierre del 

canal del sodio y la repolarización de la membrana (Zlotkin et al; 1999). La modificación de este 
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sitio blanco debido a la presencia de mutaciones en el gen para, conlleva a la aparición de 

resistencia tanto al DDT como a los piretroides. De esta manera, la presión de selección con DDT 

que durante tantos años presentaron las poblaciones de A. aegypti de Colombia, podría haber 

generado resistencia cruzada con los piretroides, esto último, en concordancia con los resultados 

de resistencia para lambdacialotrina, permetrina y en algunas poblaciones a deltametrina 

obtenidos en las poblaciones objeto de estudio en el presente proyecto.  

La resistencia a piretroides está dada principalmente por mutaciones kdr; sin embargo, se ha 

demostrado también resistencia cruzada entre este tipo de moléculas y los organofosforados. 

Rodríguez et al (2003) encontró que la presión durante cinco generaciones con malatión en larvas 

de A. aegypti de Cuba, no seleccionó una alta resistencia para ese insecticida, pero si para 

piretroides como deltametrina y lambdacialotrina, lo cual estaría apoyando esta idea. De manera 

similar Tikar et al (2009) mostraron que la selección de resistencia a temefos en larvas puede 

generar resistencia cruzada con el piretroide permetrina en adultos. En los resultados obtenidos 

en el presente estudio se encontró resistencia a temefos, lambdacialotrina y permetrina en la 

población de Juan de Acosta, lo cual podría estar relacionado con la anterior idea teniendo en 

cuenta que el temefos en este municipio ha sido usado por más de tres décadas para el control de 

Ae. aegypti (Maestre et al; 2009).  

En la región Caribe no existen antecedentes de evaluación de enzimas en larvas de A. aegypti, los 

resultados del presente estudio constituyen el primer reporte para esta región en el país. En 

cuanto a la actividad enzimática para larvas de A. aegypti algunos estudios asocian la actividad 

incrementada en las enzimas esterasas con la resistencia a temefos en A. aegypti de Venezuela 

Mazarri y Georghiou (1995), Tailandia (Saelim et al; 2005) y Brasil (Marcoris et al; 2003) y otros 

asocian la resistencia a temefos con un incremento en las enzimas esterasas, oxidasas de función 

mixta y GST (Braga et al; 2005, Boyer et al; 2006). En el presente trabajo se observó niveles 

alterados de GST y OFM para las poblaciones en las que se observó en las pruebas biológicas 

moderada resistencia como Valledupar (92%), Chiriguaná (92%) y resistencia como fue el caso de 

Juan de Acosta (87%); sin embargo, no se encontró correlación estadísticamente significativa 

(p<0.05) entre estas dos variables.   

En cuanto a la actividad enzimatica en adultos de esta misma especie solo existe un estudio en la 

Región Caribe Colombiana ya que la mayoría de estos han sido realizados con poblaciones de esta 

especie en otras regiones del país, en los que se ha encontrado principalmente alteración en 

oxidasas de función mixta y esterasas inespecíficas en las poblaciones de Antioquia, Choco, 

Putumayo, Cauca, Valle del Cauca, Nariño, Huila, Santander, Meta y Casanare (Santacoloma et al; 

2010, Fonseca et al; 2011, Ocampo et al; 2011, Ardila et al; 2013). Mientras que en el estudio 

realizado en la Región Caribe se reportó α-esterasas y OFM alteradas en la población de 

Valledupar; OFM alteradas en Ciénaga; y GST alteradas en Sincelejo. En las poblaciones de 

Cartagena, Monteria, Barranquilla, San Juan, Puerto Colombia y Soledad no se encontró alteración 

en las enzimas evaluadas. Con respecto a esta investigación los resultados del presente estudio 

coinciden en encontrar OFM altamente alteradas en la población de Valledupar y reporta por 

primera vez para esa misma población β-esterasas alteradas, así como en Monteria α-estarasas, β-

esterasas, OFM altamente alteradas y GST alteradas; en Barranquilla β-esterasas y GST alteradas y 

en Cartagena GST alteradas. Probablemente esto se debe al aumento en la presión de selección 

que se ha ejercido en los últimos años como producto de las acciones integradas de control 



 

89 
 

realizadas para dengue, chikungunya y zika que pudieron haber alterado las enzimas en las 

poblaciones que anteriormente no se encontraban alteradas. Sin embargo, tanto en el estudio 

realizado por Maestre et al (2014) como en el presente no se encontró correlación 

estadísticamente significativa entre los niveles enzimáticos y la resistencia a los insecticidas 

evaluados. Este resultado nos permite pensar que, aunque existe un incremento a nivel 

enzimático en estas poblaciones fenotípicamente susceptibles estas enzimas no se relaciona con el 

fenotipo expresado para ninguno de los insecticidas evaluados, por lo tanto, es probable que esta 

actividad enzimática sea un efecto fisiológico no relacionado independiente del estado de 

susceptibilidad de estas poblaciones, como lo reporta Fonseca et al (2009) para la población de 

Putumayo donde los niveles de GST fueron elevados pero no se correlacionaron con el fenotipo de 

susceptibilidad determinado para los insecticidas evaluados en ese estudio.  

En cuanto a las esterasas los estudios realizados a la fecha han evaluado las β-esterasas 

encontrándola sobreexpresadas en poblaciones resistentes a los organofosforados y piretroides 

(Ocampo et al; 2011, Fonseca et al; 2011, Santacoloma et al; 2010) o inalterada en poblaciones del 

Casanare resistentes a DDT y piretroides (Ardila et al; 2013). Respecto a la α-estarasas solo existe 

el estudio de Maestre et al (2014) en el que se encontró la enzima α-estarasas alterada, por lo 

tanto, el presente estudio amplia la información relacionada con esta enzima en el país.    

En diferentes países, también se ha informado la alteración de las enzimas α-esterasa, β-esterasa y 

oxidasas de función mixta en poblaciones resistentes a organofosforados, carbamatos y moléculas 

de tipo piretroide (Montella et al; 2001; Harris et al; 2010, Polson et al; 2011, Flores et al; 2005; 

Rodríguez et al; 2004, Flores et al; 2006, Rodríguez et al; 2010 Álvarez et al; 2013). 

No hay estudios en Colombia que incriminen la enzima acetilcolinesterasa insensible como un 

mecanismo de resistencia a los organofosforados y carbamatos en A. aegypti. Estudios realizados 

por Grisales et al. (2013) encontraron resistencia a temefos en una población de A. aegypti en la 

ciudad de Cúcuta (RR: 15X) sin evidencia de aumento de enzimas o la presencia de 

acetilcolinesterasa insensible. En cuanto a la enzima pNPA esterasas estas se encontraron 

inalteradas en todas las poblaciones evaluadas. En Colombia no existe a la fecha estudios que 

documenten sobre la actividad de las pNPA esterasas como un mecanismo de resistencia a los 

insecticidas en poblaciones de A.aegypti.  

Las mutaciones Kdr son el principal mecanismo implicado en la resistencia a DDT y piretroides. En 

Colombia la primera mutación Kdr reportada en poblaciones de A. aegypti fue V1016I identificada 

en las poblaciones de Puerto Colombia, Soledad, Barranquilla, Valledupar, San Juan, Sincelejo, 

Monteria, Ciénaga y Cartagena pertenecientes a la Región Caribe, en estas poblaciones la 

mutación V1016I fue hallada con frecuencias entre 0,07 y 0,35, la frecuencia más baja fue 

encontrada en Ciénaga y las más altas en las poblaciones de Soledad, Monteria y Barranquilla con 

frecuencias de 0,35, 0,33 y 0,32 respectivamente (Maestre et al; 2014). En concordancia, en el 

presente estudio la frecuencia alélica más alta para esta mutación se registró en la población de 

Monteria con una frecuencia de 0,70, observándose un incremento  importante en la frecuencia 

en esta población de 0,33 a 0,70 con respecto al reporte previo realizado  por Maestre et al. 

(2014), también se evidenció aumento en la frecuencia para Cartagena de 0,09 a 0,16 y 

disminución de la frecuencia para las poblaciones de Barranquilla y Valledupar de 0,32 y 0,27 

respectivamente a 0,15 para las dos poblaciones. La baja frecuencia en esta mutación puede estar 
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relacionada con la presencia de otras mutaciones como F1534C y V410L. V1016I también ha sido 

reportada en poblaciones del departamento del Quindío en baja frecuencia alélica (0,02-0,05) 

(Aguirre-Obando et al; 2015).   

La mutación F1534C fue identificada por primera vez en Colombia en el departamento de  

Sincelejo (Sucre) en la región Caribe Colombiana (Atencia et al; 2016); así mismo, fue identificada 

en las poblaciones de Puerto Colombia, Soledad, Barranquilla, Valledupar, San Juan, Sincelejo, 

Monteria, Ciénaga y Cartagena donde fue encontrada en frecuencias entre 0,47 y 0,88, 

adicionalmente en este estudio se evidenció un porcentaje de co-ocurrencia de homocigotos 

mutantes I1016/C1534 de 5.3% y una correlación positiva significativa entre la frecuencia del 

genotipo I1016 y la resistencia a permetrina, lambdacialotrina, ciflutrina, pero no a deltametrina. 

En este mismo estudio no se  encontró correlación significativa entre el genotipo 1534 y los cuatro 

piretroides evaluados (Maestre et al; 2018). Con respecto a esta investigación se observó en el 

presente estudio un incremento en las frecuencias alélicas de esta mutación para las poblaciones 

analizadas al pasar en la población de Barranquilla de 0,74 a 0,76, Cartagena de 0,86 a 0,97, 

Montería de 0,88 a 1,00 y Valledupar de 0,82 a 0,94; lo anterior, en razón probablemente a la 

presión constante con insecticidas piretroides para el control de dengue, chikungunya y zika que 

se ejerció en las poblaciones evaluadas durante el tiempo entre los dos estudios. Las poblaciones 

de Juan de Acosta y Chiriguaná que no tenían reportes previos para esta mutación también 

arrojaron frecuencias altas (0,76 y 0,95 respectivamente), las cuales también se han reportado 

previamente en otras poblaciones del país como Villavicencio, Riohacha y Bello con frecuencias de 

0.63, 0.71 y 0.56 respectivamente (Granada et al;2018). En estas últimas poblaciones también fue 

identificada por primera vez para Colombia la mutación V410L con frecuencias de 0,46, 0,30 y 0,06 

respectivamente. Es de resaltar en este estudio, que los mosquitos de A. aegypti de Bello 

mostraron susceptibilidad a lambdacialotrina, mientras que los de Riohacha y Villavicencio 

mostraron resistencia. En estas últimas poblaciones los investigadores establecieron una 

asociación positiva entre las mutaciones V410L y V1016I y la resistencia a lambdacialotrina. En el 

presente estudio se identificó por primera vez la mutación V410L para las poblaciones objeto de 

estudio con frecuencias entre 0,05 para la población de Valledupar y 0,72 para Monteria. Se 

observó que las frecuencias de la mutación V1016I fueron muy similares a las encontradas para la 

mutación V410L para todas las poblaciones evaluadas, lo cual coincide con lo encontrado por 

Granada et al (2018) para las poblaciones de Bello, Villavicencio y Riohacha.  

Recientemente, Haddi et al (2017) Informaron la presencia de la mutación V410L en mosquitos 

resistentes de Brasil y esta mutación, sola o en combinación con la mutación F1534C, incrementó 

fuertemente la resistencia a los piretroides de tipo I y II; lo anterior, concuerda con lo encontrado 

en el presente estudio donde V410L y F1534C se asociaron con la resistencia a permetrina a través 

de la técnica OMS para la población de Juan de Acosta, así mismo, se encontró asociación de las 

tres mutaciones V1016I, F1534C y V410L con resistencia a lambdacialotrina y a diferencia de esto 

no se encontró asociación a deltametrina con ninguna de las tres mutaciones, este último 

resultado coincide  con lo reportado por Maestre et al. (2018) para la  mutación V1016I quienes 

encontraron una correlación positiva significativa entre la frecuencia del genotipo I1016 y la 

resistencia a permetrina, lambdacialotrina y ciflutrina, pero no a deltametrina. 

Para la población de Barranquilla, se evidenció una fuerte asociación de F1534C con resistencia a 

permetrina a través de la técnica OMS mientras que para lambdacialotrina no se encontró 
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asociación con ninguna de las tres mutaciones. Para la población de Chiriguaná, se encontró 

asociación de F1534C con resistencia a deltametrina mediante la técnica OMS y asociación de las 

tres mutaciones con resistencia a permetrina. Para la población de Montería se encontró 

asociación de las tres mutaciones con resistencia a través de la técnica mencionada anteriormente 

para los tres insecticidas evaluados y para la población de Valledupar se encontró asociación de las 

tres mutaciones con la lambdacialotrina y permetrina, mientras que para deltametrina la única 

mutación asociada con este insecticida fue F1534C.  

Recientemente estudios realizados en México, proponen para explicar la evolución de las 

mutaciones V1016I, F1534C y V410L  tres modelos secuenciales,  el primer modelo sugiere la 

aparición de F1534C primero con bajos niveles de resistencia y luego la aparición de V1016I 

proporcionando niveles más alto de resistencia, el segundo modelo desafía el primer modelo en el 

que V410L y V1016I podrían haber ocurrido de manera independiente en un haplotipo C1534 y 

luego se convirtió en cis a C1534 por recombinación y finalmente un tercer modelo alternativo el 

cual asume que las tres mutaciones se produjeron independientemente en frecuencias bajas y que 

por dos eventos de recombinación se produjeron en una disposición cis. (Saavedra-Rodríguez et al; 

2018) Teniendo en cuenta los modelos anteriores y los resultados obtenidos en el presente 

trabajo es posible pensar que el surgimiento de V410L y V1016I no se da de manera independiente 

teniendo en cuenta que las frecuencias alélicas observadas para las poblaciones evaluadas son 

muy similares. 

De forma general se observa que la mutación V1016I no se encontró asociada a resistencia por 

deltametrina en las poblaciones de Cartagena, Chiriguaná, Juan de Acosta y Valledupar. Por otro 

lado, en el presente estudio se observó la mutación F1534C fuertemente asociada con resistencia 

a piretroides a diferencia de lo reportado por Maestre et al. (2018), donde no se encontró 

correlación significativa entre F1534C y los piretroides. 

Es importante resaltar que al contrastar los resultados obtenidos mediante las técnicas OMS y CDC 

con los obtenidos en la genotipificación se observa concordancia entre los resultados OMS y la 

asociación fenotipo genotipo y discordancia entre algunos de los estados de susceptibilidad de la 

técnica CDC y la asociación fenotipo genotipo. 

En cuanto a la relación fenotipo-genotipo 1016/1534/410 en el presente estudio se estableció la 
relación del genotipo VI1016/CC1534/VL410 con resistencia a lambdacialotrina y permetrina, estos 
resultados concuerdan con los estudios realizados por Haddi et al. (2017) en una cepa de A. 
aegypti de Brasil resistente a piretroides donde se demostró que V410L sola o en combinación con 
C1534C reduce la sensibilidad de los canales de sodio a los piretroides tipo I (permetrina) y a los 
piretroides tipo II (lambdacialotrina y deltametrina). Adicionalmente, estos resultados apoyan 
además la idea de que la presencia heterocigotos en VI1016 y VL410 en un genotipo son suficientes 
para lograr resistencia a deltametrina (Saavedra-Rodríguez et al; 2018). La presencia de 
combinaciones de mutaciones afecta sinérgicamente la sensibilidad del canal de sodio a los 
insecticidas piretroides. Estos hallazgos sugieren que las interacciones de múltiples mutaciones 
pueden jugar un papel en la respuesta del canal de sodio de los insectos a los insecticidas (Liu et 
al; 2015) 
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9. CONCLUSIONES  

 

Para los insecticidas piretroides se encontró variabilidad en el estado de la susceptibilidad de A. 
aegypti a lambdacialotrina y permetrina y susceptibilidad a deltametrina mediante la técnica CDC, 
por otro lado, mediante la técnica OMS se encontró resistencia para lambdacialotrina y 
permetrina y variabilidad en el estado de la susceptibilidad para deltametrina en las poblaciones 
de A. aegypti analizadas. 
 
Para los insecticidas organofosforados se encontró susceptibilidad para malatión y pirimifós metíl 
y variabilidad en la susceptibilidad para fenitrotión mediante la técnica CDC, por otro lado, se 
encontró mediante la técnica OMS variabilidad en el estado de la susceptibilidad para fenitrotión y 
temefos y resistencia para pirimifós metíl.  
 
Se encontró aumento para las enzimas GST y OFM en las poblaciones resistentes y con modera 
resistencia para el larvicida temefos; por otro lado, en las pruebas enzimáticas para adultos se 
encontraron alteradas las enzimas β-esterasas, α-esterasas, OFM y GST y no alteradas pNPA 
esterasa y iAChE.   
  
Se encontraron las mutaciones V1016I, F1534C y V410L en todas las poblaciones analizadas con 
variabilidad en las frecuencias alélicas, las cuales oscilaron entre 0,15 y 0,70 para V1016I, 0,94 y 
1.00 para F1534C y 0,05 y 0,72 para V410L.  
  
Se encontró asociación de las mutaciones V1016I, F1534C y V410L con resistencia a 
lambdacialotrina, deltametrina y permetrina establecida a través de la técnica OMS en las 
poblaciones de A. aegypti analizadas. 
 
Se encontró diferencias entre el fenotipo resistente y susceptible para lambdacialotrina y 
permetrina establecida a través de la técnica OMS en mosquitos con el genotipo VI1016/CC1534/VL410 
en las poblaciones de A. aegypti analizadas. 
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Anexo 2 Formulario para pruebas de susceptibilidad de adultos de Ae. aegypti a insecticidas 

metodología OMS 

PRUEBAS  DE SUSCEPTIBILIDAD DE LARVAS DE Aedes aegypti  A INSECTICIDAS 

Departamento:  _______________ Localidad:___________

Fecha de prueba: ____________ Responsable:____________

Tipo de Insecticida:__________________ insecticida:____________ Concentración:___________

Temperatura del agua:

Humedad Relativa:

Nº de larvas Mortalidad % % Mortalidad Nº de

Beaker Insecticida Expuestas a 24 horas Mortalidad Abbot Pupas

1

2

3

4

Control 

1

2

3

4

Control 

1

2

3

4

Control 

1

2

3

4

Control 

Mortalidad corregida de Abbot: (% de mortalidad expuestos-%mortalidad control)/(1-%Mortalidad control)

OBSERVACIONES___________________________________________________________

___________________________________________________________________________

___________________________________________________________________________

___________________________________________________________________________
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Anexo 3 Formulario para pruebas de susceptibilidad de adultos de Ae. aegypti a insecticidas 

metodología CDC 

 

                      

PRUEBAS  DE SUSCEPTIBILIDAD DE ADULTOS DE 

      Aedes aegypti a  INSECTICIDAS -OMS

Departamento:  _______________  Localidad:___________________________

Fecha de prueba: ____________  Responsable:_________________________________

Tipo de Insecticida:__________________ insecticida:____________  Concentración:___________

Fecha de Impregnación del papel: ________________

Uso del papel:_________

Temperatura: _________________ Humedad Relativa:___________

Tubo Nº Mosquitos Derribados Muertos % % Mortalidad

Expuestos 1 hora a 24 horas Mortalidad Abbot

1

2

3

4

Control

Control

Mortalidad corregida de Abbot: (% de mortalidad expuestos-%mortalidad control)/(100-%Mortalidad control)

OBSERVACIONES___________________________________________________________

___________________________________________________________________________

___________________________________________________________________________
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Departamento:  _______________  Localidad:____________________________

Fecha de prueba: ____________  Responsable:__________________________

Tipo de Insecticida:__________________ insecticida:____________  Dosis:___________

Número de  uso de la botella:_________ Número de Répetición:______________

Hora  de  realización de la Prueba:_______________________

Temperatura:_________________ Humedad Relativ a:________________________

BOT  1 BOT 2 BOT 3 BOT 4 Total total

Mort 

corregidaT

D

Mort 

corregida 

1H 

Mort 

corregida 

24H

Tiempo V M V M V M V M Mort. % V M V M

0

15

30

45

60

75

90

105

120

Mortalidad corregida de Abbot: (% de mortalidad ex puestos-%mortalidad control)/(100-%Mortalidad control)X100

COMENTARIOS: _____________________________________________________________

_____________________________________________________________

PRUEBAS  DE SUSCEPTIBILIDAD DE ADULTOS DE MOSQUITOS A  INSECTICIDAS METODOLOGÍA CDC

    Control (-) 
 Control (+)
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