



Молекулярно-генетическая природа резистентности капустной моли Plutella xylostella (Linnaeus, 1758) к пиретроидам
Резюме
Капустная моль (Plutella xylostella (Linnaeus, 1758)) является глобально значимым вредителем крестоцветных культур, вызывающим значительные экономические потери. Устойчивость к пиретроидным инсектицидам, широко используемым для ее контроля, стала серьезной проблемой. В этом обзоре обобщены молекулярные и генетические механизмы, лежащие в основе устойчивости к пиретроидам у P. xylostella, с упором на мутации в гене потенциал-зависимого натриевого канала (para), который является основной мишенью пиретроидов. В обзоре представлен анализ популяций P. xylostella из различных регионов, особенно в Азии и Австралии, где была детально изучена молекулярная природа устойчивости к пиретроидам. Молекулярные методы, включая КАСП-анализ (KASP) и генотипирование на основе классической ПЦР с последующим секвенированием ее продуктов, были использованы для выявления и характеристики частот встречаемости мутаций в гене Pxpara, продукт которого является мишенью действия пиретроидов. Среди них можно выявить несколько ключевых SNP, приводящих к заменам аминокислот: T929I, M918I, L1014F и F1020S. Было обнаружено, что они широко распространены в азиатских популяциях, с высокой частотой встречаются в Китае. Анализ литературы о механизмах устойчивости у других видов насекомых, позволил выявить мутации резистентности в тех же сайтах у широкого перечня видов, что указывает на ее общие механизмы: данные аминокислотные замены снижают чувствительность натриевого канала к пиретроидам, что приводит к устойчивости насекомых данным веществам.  
Разработка ДНК-диагностикумов на основе этих данных имеет решающее значение для эффективного управления устойчивостью и успешной борьбы с вредителями.
Molecular-Genetic Nature of Resistance of the Diamondback Moth, Plutella xylostella (Linnaeus 1758), to Pyrethroids
Summary
The diamondback moth (Plutella xylostella (Linnaeus, 1758)) is a globally significant pest of cruciferous crops, causing substantial economic losses. Resistance to pyrethroid insecticides, widely used for its control, has become a major issue. This study explores the molecular and genetic mechanisms underlying pyrethroid resistance in P. xylostella, focusing on mutations in the voltage-gated sodium channel gene (Pxpara), which is the primary target of pyrethroids.
The review involved the analysis of P. xylostella populations from various regions, particularly in Asia and Australia, where resistance to pyrethroids is prevalent. Molecular techniques, including KASP assays, PCR analysis, followed by sequencing, were employed to identify and characterize resistance-associated mutations in the Pxpara gene. 
Several key mutations in the Pxpara were identified, including L1014F, T929I, and M918I, which are associated with pyrethroid resistance. These mutations were found to be widespread in Asian populations, with high frequencies observed in China. An analysis of the literature on resistance mechanisms in other insect species revealed resistance mutations at the same sites in a wide range of species, indicating its common mechanisms.
The identified mutations in the Pxpara gene provide valuable markers for resistance detection. The development of diagnostic tools based on these findings is crucial for effective resistance management and sustainable pest control. The review also emphasizes the need for integrated pest management (IPM) approaches to mitigate the spread of resistance and reduce reliance on chemical insecticides.
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Введение
Капустная моль (Plutella xylostella (Linnaeus, 1758) — небольшая бабочка из семейства серпокрылых молей (Plutellidae), представляющая собой одного из наиболее опасных вредителей крестоцветных культур в мировом масштабе [1, 2].  Вредитель повреждает такие культуры, как капуста (включая листовую, кочанную, кольраби), китайская капуста, хрен, горчица, рапс, редис, репа, турнепс и ряд сорняков, включая пастушью сумку, латук полевой и другие [2]. Распространение этого вида охватывает все регионы, где возделываются крестоцветные растения, от Гренландии [3] до Новой Зеландии [2, 4]. Уровень вредоносности капустной моли продолжает расти. Общая стоимость наносимого ею ущерба и расходов на борьбу с ней увеличилась за 20 лет — с 1 миллиарда долларов в 1992 году [1] до 4-5 миллиардов долларов США в 2012 году [5]. В связи с этим остро стоят проблемы контроля численности вредителя на фоне возникающих в его популяциях адаптационных изменений чувствительности к пестицидам. Среди полутора десятков особо опасных вредителей из типа членистоногих, демонстрирующих повсеместную устойчивость к пестицидам, капустная моль сейчас находится на втором месте по значимости [6]. Так на 2019 год, была зарегистрирована резистентность к 96 действующим веществам инсектицидов, а к 2025 году этот показатель возрос до 104[footnoteRef:1].  [1:  Pesticide Resistance Action Committee. plutella xylostella Profile [Internet]. Available from: https://pesticideresistance.org/display.php?page=species&arId=571 (Accessed: 28.04.2025).] 

Несмотря на существование альтернативных методов борьбы,  например применение энтомофагов [2, 7], культур-ловушек [8] и использование органзы для укрытия растений [9], химические методы контроля численности капустной моли всё ещё остаются самыми распространёнными. Их основу составляют использование синтетических инсектицидов (таких как фосфорорганические соединения, карбаматы, пиретроиды, авермектины, спинозины, оксидиазины, диамиды, и др.) [4, 10-15][footnoteRef:2].  Наиболее популярными из них остаются пиретроиды из-за низкой стоимости, малой токсичности для млекопитающих и быстрого действия [16]. По данным исследования The Business Research Private Ltd. мировой рынок пиретроидов в 2025 году составил 3,89 миллиарда долларов США, что составило 16% от рынка инсектицидов[footnoteRef:3].  [2:  Sukonthabhirom S. Update on DBM diamide resistance from Thailand/causal factors and learnings. IRAC. 2009. Available from: http://www.irac-online.org/wp-content/uploads/2009/09/F2F-Diamide-WG-Mtg-2011_IRACa.pdf.]  [3:  The Business Research Company. Pyrethroids Global Market Report [Internet]. 2025. Available from: https://www.thebusinessresearchcompany.com/report/pyrethroids-global-market-report (Accessed: 28.04.2025).
] 

 На сегодняшний день особую актуальность приобретает изучение генетических аспектов механизмов резистентности P. xylostella. В данном обзоре обобщены современные данные о молекулярно-генетических основах устойчивости капустной моли к пиретроидам — одной из наиболее применяемых групп инсектицидов.
Пиретроиды: общая характеристика и мишени их действия.
Пиретроиды — синтетические инсектициды, аналоги природных пиретринов. Известно несколько поколений данных соединений различающихся устойчивостью к фотоокислению и активностью [17].
Основной мишенью для пиретроидов является α-субъединица потенциал-зависимого натриевого канала, кодируемого геном para (синоним Nav) [18]. Потенциал-зависимые натриевые каналы являются интегральными трансмембранными белками, необходимыми для инициации и распространения потенциала действия в нейронах и других возбудимых клетках. Не смотря на то, что натриевые каналы млекопитающих и насекомых имеют общие основные топологические и функциональные свойства, большинство видов насекомых, в отличие от млекопитающих, несут только один ген натриевого канала. К формированию разнообразия натриевых каналов у насекомых приводят два посттранскрипционных механизма: альтернативный сплайсинг и редактирование РНК [19]. Изначально структура потенциал-зависимых натриевых каналов была описана у млекопитающих. Было показано, что они состоят из порообразующей α-субъединицы и одной или нескольких β-субъединиц. α-субъединицы имеют четыре гомологичных домена (I-IV), каждый домен имеет шесть трансмембранных сегментов. В каждом домене сегменты 1-4 (S1-S4) составляют модуль чувствительности к напряжению, тогда как S5, S6 и петля, соединяющая сегменты S5 и S6 (называемая P-областью), образуют модуль поры. Субъединицы β (β1-β4) представляют собой небольшие трансмембранные белки, которые обладают внеклеточным иммуноглобулиновым доменом, одним трансмембранным сегментом и коротким внутриклеточным С-концевым доменом [20, 21]. Коэкспрессия субъединиц β модулирует экспрессию натриевых каналов и их воротные свойства. Первый ген натриевого канала насекомых (Dmpara[footnoteRef:4]) был клонирован и секвенирован у Drosophila melanogaster. Аминокислотная последовательность белка DmPara имеет высокое сходство с α-субъединицами натриевого канала млекопитающих [22-24]. Ортологи субъединиц β млекопитающих у насекомых не обнаружены. Вместо этого неродственный белок TipE у D. melanogaster [25, 26] и его ортологи у других насекомых [27-29] способствуют надежной экспрессии натриевых каналов насекомых в ооцитах Xenopus и рассматриваются как их вспомогательные субъединицы [30]. [4:  National Center for Biotechnology Information. para paralytic [ Drosophila melanogaster (fruit fly) ] [Internet]. Available: from: https://www.ncbi.nlm.nih.gov/gene/32619 (Accessed: 22.07.2025).
] 

Ионная селективность натриевых каналов определяется мотивом селективного фильтра «DEKA») в аналогичных позициях доменов I, II, III и IV α-субъединицы, соответственно. Каждый сегмент S4 содержит повторяющиеся мотивы положительно заряженных аминокислотных остатков, за которыми следуют два гидрофобных остатка - датчики напряжения натриевого канала. В ответ на деполяризацию мембраны сегменты S4 движутся наружу, инициируя конформационные изменения, которые приводят к открытию пор и инактивации натриевых каналов. Короткие внутриклеточные линкеры между сегментами S4 и S5 (L45) передают движения модулей, чувствительных к напряжению, сегментам S6 во время открытия и закрытия канала. Быстрая инактивация достигается перемещением инактивационного затвора (образованного, в основном, мотивом IFM в коротком внутриклеточном линкере, соединяющем домены III и IV), который физически закрывает открытую пору (рис. 1) [19].
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Рис. 1. Структура потенциал-зависимого натриевого канала и мутации в нем, связанные с устойчивостью к пиретроидам у капустной моли, имеющие аналоги у других видов членистоногих (по материалам обзора К. Донг с соавторами [19] с изменениями и дополнениями).
В ответ на возбуждение натриевые каналы открываются (активируются) и позволяют ионам натрия поступать в клетку, тем самым деполяризуя мембрану. Через несколько миллисекунд после активации канала пора канала закупоривается, это процесс, который частично отвечает за нисходящую фазу потенциала действия [22].
Пиретроиды препятствуют закрытию натриевых каналов в мембранах нервных клеток, на тканевом уровне они нарушают функцию нерва, вызывая повторяющиеся разряды, деполяризацию мембраны и синаптические нарушения [31-33].
Механизмы резистентности к пиретроидам
 Несмотря на глобальное распространение резистентности капустной моли к пиретроидам, аллельное состояние генов – мишеней действия препарата было исследовано только в азиатских и австралийских популяциях вредителя [34-37]. Резистентность P. xylostella к этим инсектицидам может возникать за счет реализации как минимум двух механизмов - активации путей детоксикации или возникновения мутантных форм белка-мишени действия инсектицида [38-40]. У устойчивых особей мутации в лиганд-связывающем кармане делают натриевый канал устойчивым к пиретроидам [46]. 
Конкретные мутации, приводящие к резистентности к пиретроидам, были впервые описаны у устойчивого изолята из Тайваня [37]. В нем найдено две сцепленные мутации L1014F и T929I [37]. T929I - это замена треонина на изолейцин (ACC/ATC), которая происходит в середине сегмента 5 в домене II и расположена на 11 аминокислот downstream по отношению к ранее описанной у комнатной мухи мутации M918 T (super-kdr). Однако, замена T929I, присутствуя в гене как единичная мутация, вызывает низкий уровень устойчивости к пиретроидам [41], но высокий уровень устойчивости к ДДТ [42]; а, когда она сцеплена с L1014F, наблюдается аддитивное или синергическое действие этих SNP(мононуклеотидные различия, single nucleotide polymorphism) на резистентность Para к изучаемым препаратам. [43, 44]. Помимо них известно еще четыре SNP в пределах гена мишени, коррелирующих с резистентностью к пиретроидам [35]. Информация о характере замен и географическом распространении аллелей, содержащих эти замены, приведена в таблице 1.
Таблица 1. Мутации гена натриевого канала Pxpara[footnoteRef:5], обнаруженные в популяциях капустной моли [5:  National Center for Biotechnology Information. para sodium voltage-gated channel paralytic [Plutella xylostella (diamondback moth)] [Internet]. Available: https://www.ncbi.nlm.nih.gov/gene/105393902 (Accessed: 22.07.2025).
] 


	Мутация, приводящая к замене аминокислоты
	Географические точки, где найдены мутации
	Метод обнаружения
	ссылка
	Галотипы, содержащие мутации

	M918I
	КНР
	 КАСП-анализ (KASP, Kompetitive allele-specific PCR конкурентная аллель-специфичная ПЦР по конечной точке с флуоресцентной детекцией)
	[34]
	M918I,
 L1014F+M918I,
 

	
	Республика Корея
	ПАСА- генотипирование (PASA, PCR amplification of specific allele, ПЦР амплификация специфической аллели)
	[36]
	

	
	Япония
	Секвенирование по Сэнджеру
	[38]
	

	T929I
	КНР
	КАСП-анализ
	[34]
	T929I, T929I+L1014F+A1101T+P1879S

	
	
	Секвенирование по Сэнджеру
	[35]
	

	
	Республика Корея
	ПАСА-генотипирование
	[36]
	

	
	Австралия
	
	[37]
	

	
	Япония
	Секвенирование по Сэнджеру
	[38]
	

	L1014F
	КНР
	КАСП-анализ
	[34]
	L1014F,
 T929I+L1014F,
 M918I+L1014F,
 T929I+L1014F+ +A1101T+P1879S

	
	
	Секвенирование по Сэнджеру
	[35]
	

	
	Республика Корея
	ПАСА-генотипирование
	[36]
	

	
	Австралия
	ПАСА-генотипирование
	[37]
	

	F1020S
	КНР
	КАСП-анализ
	[34]
	F1020S

	
	Республика Корея
	ПАСА-генотипирование 
	[36]
	

	
	Австралия
	ПАСА-генотипирование
	[37]
	

	
	Япония
	Секвенирование по Сэнджеру
	[38]
	

	A1101T 
	КНР
	КАСП-анализ
	[39]
	A1101T,
 A1101T+P1879S.    

	
	Тайвань
	пиросеквенирование
	[45]
	

	P1879S
	Япония
	Секвенирование по Сэнджеру
	[38]
	P1879S,
 A1101T+P1879S.



Мутации L1041F и T929I встречались в различных китайских популяциях капустной моли с высокой частотой, которая мало изменялась во времени с 2010 по 2018 годы, тогда как мутации F1020S и M918I встречались редко или отсутствовали в большинстве популяций [34]. В том же исследовании при анализе разнообразия аллелей резистентности к другим инсектицидам выделилась южная популяция, которая отличалась паттерном мутантных аллелей от северной, центральной, восточной и юго-западной групп популяций. Принимая во внимание эти различия, оказалось возможным отслеживать миграции насекомых между популяциями, как фактор распространения аллелей резистентности [34].  
Все известные на данный момент мутации резистентности капустной моли к пиретроидам были обнаружены в Азиатском регионе, а три из них также найдены в Австралии. Отсутствие данных по другим территориям может быть связано, как с реальным распространением этих аллелей резистентности, так и со степенью исследованности темы. 
Учитывая возможность распространения резистентности путем миграции насекомых, нельзя исключать попадания вызывающих ее аллелей на территорию нашей страны.
Исследования других объектов свидетельствуют о том, что точечные мутации в гене натрий-калиевого насоса, приводящие к заменам аминокислот, вызывают резистентность к пиретроидам у членистоногих из различных семейств, относящихся к отрядам Blattodea, Coleoptera, Diptera, Hemiptera, Lepidoptera, Phthiraptera, Siphonaptera, Thysanoptera, Mesostigmata, Sarcoptiformes, Trombidiformes, Amphipoda. Список вредителей включает комнатную муху, тараканов, тлей, комаров, трипсов, блох, белокрылок и др. Так у комара жёлтолихорадочного, Aedes aegypti, являющегося   переносчиком лихорадки Денге, чикунгуньи, жёлтой лихорадки, вируса Зика, и некоторых других заболеваний, описано более десятка мутаций в гене натрий-калиевого насоса VSSC, вызывающих устойчивость к пиретроидам: A1007G, D1763Y, F1534C, F1534L, G923V, I1011M, I1011V, L982W, S989P, T1520I, V1016G, V1016I, V410L [46].  Частоты аллелей резистентности заметно повышаются в районах длительного массового применения препарата. Например, на юге Вьетнама фотостабильные пиретроиды 2-го поколения использовались в больших количествах на обширных территориях для борьбы с переносчиками малярии и Денге. В 
результате частота аллелей с мутацией L982W в образцах комаров, собранных там в 2006-2008 гг. составила 59,2%, F1534C - 21,7% [47]. Это означает, что даже при учете только одной мутации L982W в панмиктической популяции частота резистентных генотипов составит более 83 процентов.
У других насекомых причиной резистентности к пиретроидам наравне с мутациями в гене натриевого канала выступают механизмы метаболической детоксикации. Например, у таба́чного трипса (Thrips tabaci) выявлены мутации резистентности к пиретроидам: T929I  [48-49], K1774N, M918L [50], V1010A [51] и M918T+L1014F [51]. Кроме того, показана роль ферментов метаболической детоксикации в реализации признака резистентности [48]. В результате исследования Е. Бонэ с соавторами у Blattella germanica была установлена связь между уровнем резистентности и метаболическим профилем [52] а в исследованиях К. Донг с соавторами [22] и Дж. Приджен с соавторами  [53] найдены мутации L1014F и F1020 в гене натриевого канала.
Список примеров мутаций резистентности к пиретроидам у других видов членистоногих широк, но важно отметить независимое появление мутаций, приводящих к заменам одних и тех же аминокислот у различных видов под селективным давлением пиретроидов. В таблице 2 представлены мутации в гене Pxpara у капустной моли, имеющие аналоги у других видов. 

Таблица 2. Аналоги мутаций резистентности гена Pxpara, обнаруженные у различных видов членистоногих.
	Мутация у  Plutella xylostella
	Мутация в том же положении у другого вида
	ссылка

	
	замена
	отряд
	семейство
	вид
	

	M918I
	M918I
	Hemiptera 
	Cimicidae
	Cimex lectularius
	[54]

	
	
	
	
	Cimex hemipterus 
	[55]

	
	
	
	Aphididae
	Aphis glycines
	[56]

	
	M918T
	Mesostigmata
	Dermanyssidae
	Dermanyssus gallinae
	[57]

	
	
	Trombidiformes
	Tetranychidae
	Tetranychus evansi
	[58]

	
	
	Hemiptera 
	Aphididae
	Aphis gossypii
	[59]

	
	
	
	
	Myzus persicae
	[60]

	
	
	
	Delphacidae
	Nilaparvata lugens
	[61]

	
	
	Thysanoptera 
	Thripidae
	Thrips tabaci
	[51]

	
	
	Diptera 
	Muscidae
	Haematobia irritans irritans
	[62]

	
	
	
	
	Musca domestica
	[40]

	
	
	
	Agromyzidae
	Liriomyza huidobrensis
	[62]

	
	
	Lepidoptera 
	Gelechiidae
	Tuta absoluta
	[63]

	
	
	
	
	Phthorimaea absoluta
	[64]

	
	M918L
	Mesostigmata
	Varroidae
	Varroa destructor
	[65]

	
	
	
	Phytoseiidae
	Phytoseiulus persimilis
	[66]

	
	
	Sarcoptiformes
	Sarcoptidae
	Sarcoptes scabiei var. hominis
	[67]

	
	
	Hemiptera
	Aphididae
	Aphis gossypii
	[68]

	
	
	
	Aleyrodidae
	Rhopalosiphum padi
	[69]

	
	
	
	
	Trialeurodes vaporariorum
	[70]

	
	
	 Amphipoda
	Hyalellidae
	Hyelella azteca
	[71]

	
	M918V
	Hemiptera 
	Aleyrodidae
	Bemisia tabaci
	[72]

	T929I  
	T929I  
	Mesostigmata 
	Dermanyssidae
	Dermanyssus gallinae
	[57]

	
	
	Thysanoptera 
	Thripidae
	Thrips tabaci
	[51]

	
	
	
	
	Thrips palmi
	[73]

	
	
	
	
	Frankliniella occidentalis
	[74]

	
	
	
	
	Megalurothrips usitatus 
	[75]

	
	
	Hemiptera 
	Aleyrodidae
	Trialeurodes vaporariorum
	[70]

	
	
	Diptera 
	Muscidae
	Musca domestica
	[61]

	
	
	Coleoptera 
	Chrysomelidae
	Leptinotarsa decemlineata
	[76]

	
	
	
	Curculionidae
	Sitophilus zeamais
	[77]

	
	
	
	
	Sitophilus oryzae
	[78]

	
	
	
	Ptinidae
	Lasioderma serricorne 
	[79]

	
	
	Phthiraptera 
	Pediculidae
	Pediculus humanus capitis
	[28]

	
	
	Lepidoptera 
	Gelechiidae
	Tuta absoluta
	[63]

	
	
	
	
	Phthorimaea absoluta
	[64] 

	
	
	
	Noctuidae
	Spodoptera frugiperda
	[80]

	
	
	
	
	Spodoptera exigua 
	[35]

	
	T929N
	Coleoptera 
	Chrysomelidae
	Leptinotarsa decemlineata
	[76]

	
	T929C
	Thysanoptera 
	Thripidae
	Frankliniella occidentalis
	[74]

	
	T929V
	Hemiptera 
	Aleyrodidae
	Bemisia tabaci
	[81]

	
	
	Thysanoptera 
	Thripidae
	Frankliniella occidentalis
	[74]

	
	
	Siphonaptera 
	Pulicidae
	Ctenocephalides felis
	[82]

	
	
	
	
	Pulex irritans 
	[83]

	L1014F
	L1014F
	Hemiptera
	Cimicidae
	Cimex lectularius
	[54]

	
	
	
	
	Cimex hemipterus 
	[55]

	
	
	
	Aphididae
	Aphis glycines
	[56]

	
	
	
	
	Myzus persicae
	[60]

	
	
	
	
	Sitobion avenae
	[84]

	
	
	Diptera
	Muscidae
	Musca domestica
	[85]

	
	
	
	Culicidae
	Culex quinquefasciatus
	[86]

	
	
	
	
	Culex pipiens 
	[87]

	
	
	
	
	Culex modestus 
	

	
	
	
	
	Anopheles stephensi
	[88]

	
	
	
	
	Anopheles arabiensis, 
	[89]

	
	
	
	
	Anopheles gambiae
	[90]

	
	
	Lepidoptera
	Gelechiidae
	Tecia solanivora
	[91]

	
	
	
	
	Phthorimaea absoluta,
	[64]

	
	
	
	
	Phthorimaea operculella
	

	
	
	
	Tortricidae
	Cydia pomonella 
	[92]

	
	
	Coleoptera
	Chrysomelidae
	Psylliodes chrysocephala 
	[93]

	
	L1014C
	Diptera
	Muscidae
	Stomoxys calcitrans
	[94]

	
	
	
	Culicidae
	Anopheles sinensis
	[95]

	
	
	
	
	Anopheles albimanus
	[96]

	
	
	
	
	Culex pipiens pipiens
	[69]

	
	L1014H
	Diptera
	Muscidae
	Musca domestica
	[97]

	
	
	
	
	
	[98]

	
	
	Diptera
	Agromyzidae
	Liriomyza trifolii
	[99]

	
	
	Lepidoptera
	Noctuidae
	Heliothis virescens
	[100]

	
	
	
	
	Helicoverpa zea
	[101]

	
	L1014S
	Diptera
	Culicidae
	Anopheles arabiensis
	[102]

	
	
	
	
	Anopheles culicifacies
	[80]

	
	
	
	
	Anopheles gambiae
	[103]

	
	
	
	
	Anopheles parilae
	[104]

	
	
	
	
	Anopheles sacharovi
	[105]

	
	
	
	
	Anopheles sinensis
	[104]

	
	
	
	
	Anopheles vagus
	[104]

	
	
	
	
	Culex pipiens pallens
	[106]

	
	
	
	
	Culex pipiens pipiens
	[107]

	
	L1014W
	Diptera
	Culicidae
	Anopheles sinensis
	[108]

	F1020S
	F1020S
	Blattodea 
	Ectobiidae
	Blattella germanica
	[53]


Независимое возникновение мутаций, приводящих к заменам одних и тех же аминокислот в составе белков у резистентных к пиретроидам представителей различных таксонов говорит о важности указанных в таблице аминокислотных остатков в структуре белка и его способности связываться с лигандом (пиретроидом). Для выявления этих мутаций  необходимо создание и использования ДНК-диагностикумов, упрощающих процесс экологического мониторинга. 
Для выявления механизмов резистентности у описанных выше мутантов было предпринято молекулярное моделирование на основе рентгеноструктурного анализа.  предсказывает взаимодействие пиретроидов с линкерной спиралью, соединяющей сегменты S4 и S5 в домене II (IIL45) и спиралями IIS5 и IIIS6 (треугольник IIL45-IIS5-IIIS6). Интересно, что остатки (M918), (T929), экспонируются в интерфейсе между линкерной спиралью IIL45 и трансмембранными спиралями IIS5 и IIIS6, другие мутации kdr, такие, как L1014F, расположены далеко от сайта 1. Первоначально предполагалось, что эти мутации влияют на действие пиретроида аллостерически, препятствуя изгибным движениям спиралей S6, которые необходимы для открытия канала [109]. Однако позже предположили, что существует второй сайт связывания пиретроида, образованный спиралями IL45, IS5 и IIS6.
В работе С. Шен с соавторами описаны диагностические системы для выявления всех отображенных в таблице 2 мутаций. Они основаны на ПЦР в реальном времени с системой генерации флуоресценции КАСП. Авторы проанализировали аллельный состав изучаемого гена в популяциях капустной моли в различных частях Китая и показали высокую частоту мутаций L1041F и T929I и низкую частоту всех остальных [34]. Результаты исследований других китайских коллег на основе секвенирования ампликонов целевого гена согласуются с данными Шен и свидетельствуют о том, что в Китае популяции P. xylostella харатеризуются исключительно высокой частотой (более 88.67%) мутаций T929I и L1014F гена Pxpara [35].  Россия и Китай имеют обширную сухопутную границу. Капустная моль относится к трансграничным мигрирующим видам насекомых вредителей. Соответственно, с высокой вероятностью можно ожидать приток аллелей с мутациями L1041F и T929I на территорию нашей страны. Поэтому применение молекулярной диагностики с целью выявления этих SNP исключительно важно для выбора адекватных средств защиты растений на нашей территории.
Помимо мутаций генов мишеней действия инсектицидов в формировании резистентности участвуют механизмы детоксикации действующих веществ. Остановимся подробнее на них.
Механизмы детоксикации пиретроидов у капустной моли. 
Механизмы детоксикации пиретроидов задействуют различные биохимические и физиологические процессы, направленные на снижение токсичности инсектицидов и выведение их из организма. В детоксикации пиретроидов у насекомых участвуют несколько ключевых ферментов. Цитохром P450 (CYP) - монооксигеназы играют ведущую роль на начальных этапах метаболизма пиретроидов. Они осуществляют гидроксилирование молекул, что делает последние более полярными и подготовленными к дальнейшей конъюгации [110-111]. Глюкуронилтрансферазы (UGTs) конъюгируют гидроксильные метаболиты пиретроидов с глюкуроновой кислотой, что повышает их растворимость в воде [112]. Глутатион-S-трансферазы (ГST) участвуют в детоксикации путём конъюгации с глутатионом [113]. Поскольку некоторые пиретроиды являются эфирами, в их гидролизе могут участвовать эстеразы, разрушающие эфирные связи, что снижает активность инсектицида [114].
Таким образом, процесс детоксикации у насекомых обычно включает первичное гидроксилирование ферментами P450, конъюгацию гидроксильных метаболитов с глюкуроновой кислотой, выведение полученных водорастворимых соединений из организма [111, 114].
Эти механизмы позволяют насекомым развивать резистентность к инсектицидам, если активность указанных ферментов повышается в результате генетических изменений [114].
Исследования механизмов детоксикации пиретроидов у капустной моли немногочисленны. В некоторых работах, где изучали насекомых из резистентных популяций в Китае, отмечен повышенный уровень активности ферментов P450-минооксигеназы, глутатион-трансферазы [115-116]. Другие китайские исследователи не обнаружили значимой роли механизмов детоксикации у исследованных ими популяций вредителя [117]. Транскриптомный анализ, проведеннный американскими исследователями, указывает на участие Р450-монооксигеназ в процессе детоксикации пиретроидов у капустной моли [118]. Роме того, у P. xylostella выявлена роль карбоксилэстеразы в исследуемом процессе [119]. С. Сонода [38] в своей статье отмечает, что повышение экспрессии генов, ответственных за детоксикацию более выражено в лабораторных культурах, нежели в полевых изолятах, где изменчивость среди отдельных особей сильно варьировала.
Таким образом, гены детоксикации на данный момент являются менее надежным инструментом мониторинга резистентности капустной моли к пиретроидам ввиду противоречивости данных различных авторов.
Важность молекулярной диагностики резистентности вредителей к пиретроидам для снижения рисков для здоровья человека.
Молекулярная диагностика популяций вредителей на предмет резистентности к пиретроидам важна и с точки зрения минимизации вреда для здоровья работников сельского хозяйства.
Хотя считается, что пиретроиды обладают сравнительно низкой токсичностью для человека на всех стадиях его онтогенеза благодаря низкой кожной абсорбции и быстрым превращением в нетоксичные метаболиты, применение препаратов в отношении резистентных вредителей не только экономически нецелесообразно, но и влечет определенные риски для здоровья людей. Так, современные данные показывают, что высокие концентрации пиретроидов, попадая в организм человека через контакт с кожей, дыхательные пути, пищу или воду, оказывают неблагоприятное воздействие на фертильность, иммунную, сердечно-сосудистую систему, проявляют нефро- и гепатотоксичность [120]. При профессиональном контакте основным путем попадания пиретроидов в организм человека является всасывание через кожу. Роль вдыхания гораздо менее важна, но увеличивается, когда пиретроиды используются в замкнутых пространствах. Основным побочным эффектом воздействия на кожу является парестезия, предположительно из-за гиперактивности кожных чувствительных нервных волокон [121]. 
Заключение
Капустная моль (лат. Plutella xylostella (Linnaeus 1758)) является одним из наиболее вредоносных насекомых из отряда чешуекрылые, угрожающих крестоцветным растениям по всему миру. Пиретроиды входят в число наиболее распространенных пестицидов для борьбы с ней, благодаря их дешевизне и высокой скорости действия. Основной мишенью для пиретроидов является α-субъединица потенциал-зависимого натриевого канала, кодируемого геном Pxpara. Именно в этом гене обнаружены мутации, приводящие к резистентности вредителя к данному инсектициду. Детальный анализ распределения мутаций и их встречаемости в разных группах насекомых позволяет выделить нуклеотидные замены, перспективные для создания молекулярных маркеров резистентности к пиретроидам. При этом сами диагностические системы, вероятнее всего будут видоспецифичными, а алгоритм их создания и конкретные нуклеотидные замены, подлежащие обнаружению будут универсальны для набора видов. Диагностические системы должны стать важным инструментом экологического мониторинга резистентности, развитие которой происходит с высокой скоростью [122]. Кроме того, важно понимать, что применение пестицида в отношении популяции, в которой достаточно высока частота аллелей резистентности к нему, повлечет дальнейший рост этой частоты и увеличение вероятности распространения устойчивых генотипов в результате миграций насекомых. 
Таким образом, в настоящее время создание отечественных диагностических систем для выявления аллелей резистентности является крайне актуальной и вполне реализуемой задачей, поскольку изменчивость гена мишени на молекулярном уровне детально изучена.
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