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RESUMO 

 

 

 

OLIVEIRA, Eliana Monteiro Soares de; D.Sc., Universidade Estadual do Norte 

Fluminense Darcy Ribeiro. Abril de 2013. Testes com coberturas para 
insetos cadáveres de Galleria mellonella infectados com 
Heterorhabditis indica LPP30 (Rhabditida). Orientador: Professora PhD. 

Claudia de Melo Dolinski. 
 

A utilização dos nematoides entomopatogênicos em diferentes cultivos como 

insetos cadáveres é uma alternativa que deve ser considerada, especialmente, 

quando o inseto praga localiza-se no solo ou em ambientes crípticos. A 

praticidade e a eficiência dos insetos cadáver já estão comprovadas, mas ainda 

há necessidade de testar estratégias de como preparar esses cadáveres em larga 

escala com baixo custo. Desta forma, objetivou-se testar diferentes coberturas 

que proporcionem maior proteção e conservação aos insetos cadáveres de 

Galleria mellonella infectados por Heterorhabditis indica LPP30. Trabalhou-se 

com 4 tipos de substâncias: pectina, carragenina, polietileno glicol, alginato de 

sódio, todos com 50 cadáveres de Galleria mellonella para determinação das 

melhores condições de concentração e secagem. Na avaliação de progênie 

utilizando armadilhas de White modificadas utilizou-se 5 tratamentos mais o 
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controle (sem cobertura), ambos com 20 cadáveres cada. Os cadáveres foram 

cobertos totalmente com filmes de pectina a 2, 4, e 6%, carragenina a 1, 2,5, e 

5%, polietileno glicol a 50, 100 e 200%, alginato de sódio a 1,5 e 3% e 

parcialmente com pectina a 6%. Dissolveu-se a pectina, a carragenina e o 

polietileno glicol em água destilada, aquecendo-se a solução em micro-ondas. 

Enquanto, o alginato de sódio foi dissolvido em água deionizada e polimerizado 

com cloreto de cálcio. As formulações foram colocadas individualmente em cada 

cadáver de G. mellonella. Testou-se a melhor condição de secagem colocando os 

cadáveres com cobertura de cada tratamento na BOD (25 0C e 100% UR) e na 

bancada sob condições de laboratório por 48 horas e verificou-se a reação 

dessas coberturas em contato com a areia. Avaliou-se progênie, infectividade dos 

juvenis provenientes dos insetos cadáveres formulados com pectina a 6%, 

carragenina a 5%, polietileno glicol a 200% e alginato de sódio a 1,5 %. As 

análises estatísticas foram feitas usando análise de variância dos resultados 

(ANOVA) e diferenças nas médias dos tratamentos foram determinadas utilizando 

o teste de Tukey em nível de 5% de significância.   Conclui-se que as formulações 

a base de pectina a 6%, carragenina a 5%, polietileno glicol a 200% e alginato de 

sódio a 1,5 % foram as que melhor propiciaram a formação da cobertura para 

proteção dos cadáveres de G. mellonella com secagem em bancada à 

temperatura ambiente e que somente a cobertura de polietileno glicol dissolveu-se 

por completo quando colocada em contato com a areia umedecida. Verificou-se 

que, os filmes elaborados com as soluções de pectina e polietileno glicol 

dissolveram totalmente durante o período de coleta dos JIs das armadilhas de 

White, enquanto que os a base de carragenina e alginato de sódio sofreram 

reidratação. Observou-se que apenas ocorreu liberação de juvenis infectantes 

(JIs) no controle e no tratamento 3 (cadáver parcialmente coberto com pectina). 

As médias de JIs dos tratamentos não diferiram, contudo diferiram quando o 

experimento foi repetido. Verificou-se que valores médios da produção de JIs do 

controle (163.326) e do cadáver parcialmente coberto (97.450) no tempo 1 não 

diferiram entre si. No entanto, no tempo 2 os valores diferem entre si sendo a 

média no tempo 1 (141.435) superior à média no tempo 2 (66.833). Ressalta-se 

que a infectividade não diferiu em ambos os experimentos. Observou-se valores 
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médios de mortalidade para o controle de 7.8 e para o cadáver parcialmente 

coberto de 8.8 no tempo 1. No entanto, no tempo 2 os valores não diferem entre 

si sendo a média no tempo 1 de 6.6 e a média no tempo 2 de 6.6 em nível de 5% 

pelo teste de Tukey. Conclui-se que possivelmente todas as coberturas 

analisadas causaram uma restrição no oxigênio dos nematoides interrompendo 

assim a reprodução e assim apesar das formulações proporcionarem uma 

cobertura protetora ao cadáver elas interferem na emergência dos juvenis. 
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ABSTRACT 

 

 

 

OLIVEIRA, Eliana Soares de Monteiro, D.Sc., Universidade Estadual do Norte 

Fluminense Darcy Ribeiro. April, 2013. Tests with coverages for insect cadaver 

Galleria mellonella infected with Heterorhabditis indica LPP30 (Rhabditida). 

Advisor: PhD Claudia de Melo Dolinski.  

 

The use of different entomopathogenic nematodes in crops such as dead insects 

is an alternative that must be considered, especially when the insect pest is 

located on the ground or cryptic. The practicality and efficiency of insect corpse 

are already proven, but there is still need to test strategies on how to prepare 

these bodies on a large scale at low cost. Thus, this study aimed to test different 

coverages that provide greater protection and conservation of the insect Galleria 

mellonella cadavers infected by Heterorhabditis indica LPP30. Worked up with 

four types of substances: pectin, carrageenan, polyethylene glycol, sodium 

alginate, all Galleria mellonella bodies 50 for determining the best conditions of 

concentration and drying. In evaluating traps White progeny using modified 5 was 

used more control treatments (no coverage), both bodies 20 each. The bodies 

were totally covered with films of pectin at 2, 4, and 6% carrageenin, 1, 2.5, and 

5% polyethylene glycol at 50, 100 and 200% sodium alginate and 1.5 to 3% and 
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partially pectin 6%. Dissolved pectin, carrageenan and polyethylene glycol in 

distilled water by heating the solution in a microwave. While sodium alginate was 

dissolved in deionized water and polymerized with calcium chloride. The 

formulations were placed individually in each body of G. mellonella. We tested 

whether the best drying condition placing the corpses with coverage of each 

treatment in BOD (25 0C and 100% RH) and bench under laboratory conditions for 

48 hours and found the reaction to such coverage in contact with the sand. It was 

evaluated progeny from the infectivity of juvenile insect cadavers formulated with 

pectin 6%, 5% carrageenin, polyethylene glycol 200% sodium alginate and 1.5%. 

The statistical analyzes were performed using analysis of variance results 

(ANOVA) and differences in treatment means were determined using Tukey's test 

at 5% level of significance. It was concluded that the base formulation and 6% of 

pectin, 5% carrageenin, polyethylene glycol 200% sodium alginate and 1.5% 

showed the best led to the formation of protective cover for the bodies of G. 

mellonella with countertop drying at room temperature and only cover polyethylene 

glycol dissolved completely when placed in contact with moist sand. It was found 

that the films prepared with the solutions of pectin and polyethylene glycol 

dissolved completely during the collection traps of IJs white, while the base 

carrageenan and sodium alginate suffered rehydration. It was observed that there 

was only release of infective juveniles (IJs) in the control and treatment 3 (body 

partly covered with pectin). The average IJs treatments did not differ, but differ 

when the experiment was repeated. It was found that the average values of the 

production of IJs control (163,326) and the body partially covered (97,450) at time 

1 did not differ. However, in the second time values which differ in the mean time 

the first (141,435) higher than the average second time (66,833). It is noteworthy 

that the infectivity was not different in both experiments. It was observed average 

mortality for the control of the body and 7.8 part 8.8 covered at one time. However, 

in the second time values which do not differ in the mean time and the mean 1 6.6 

2 6.6 time at 5% level by Tukey test. It is concluded that possibly covers all 

analyzed caused a restriction in the oxygen interrupting nematode reproduction 

and so although the formulations provide a protective covering to the body they 

interfere with emergency juveniles. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

 

O controle biológico utilizando nematoides entomopatogênicos (NEPs) 

tem apresentado bons resultados no controle de várias pragas da agricultura (Del 

Valle et. al., 2008). Os nematoides entomopatogênicos pertencentes aos gêneros 

Steinernema e Heterorhabditis são parasitas obrigatórios de insetos e são 

frequentemente usados como biocontroladores no controle biológico de pragas de 

importância econômica (Adams et. al., 2006).  

Geralmente, agentes de controle microbiano, como nematoides são 

aplicados de forma curativa para alcançar a supressão de pragas, aplicações 

profiláticas são raras. Nematoides aplicados de forma preventiva durante 

ovoposição de Synanthedon exitiosa podem reduzir os níveis de danos causados 

por insetos similar ao que é conseguido com inseticida recomendado para os 

tratamentos (Shapiro-Ilan et al.,2009). 

Ao longo dos anos foram conseguidos avanços na produção em escala 

comercial de nematoides entomopatogênicos. Contudo, o aumento na sua 

utilização em sistemas (agrícolas sustentáveis) ou nos sistemas de controle 

integrado depende de avanços tecnológicos para produzi-los produzí-los em 

escala industrial e com baixo custo de produção (Del Valle et. al., 2008). Existem 

dois sistemas na produção em massa de nematoides entomopatogênicos, que 

são: a produção in vivo e a produção in vitro em substrato sólido ou líquido. Esses 

sistemas de produção são capazes de gerar NEPs em pequena, média e larga 



2 

 

 

 

escala, mas os altos custos do processo ainda constituem um fator limitante para 

o seu uso (Del Valle et. al., 2008).  

Nas últimas duas décadas, as pesquisas referentes a métodos e 

tecnologias de aplicação destes organismos estiveram focadas nas aplicações em 

suspensão aquosa, através de sistemas de irrigação (Shields et. al., 1999). Uma 

vasta gama de tecnologia está disponível para aplicação de nematoides 

entomopatogênicos, incluindo vários sistemas de irrigação e equipamento de 

pulverização. A escolha do equipamento de aplicação, e a forma em que os 

nematoides são aplicados, podem ter um impacto substancial sobre a eficácia no 

controle de pragas. Por exemplo, os tipos de sistema de bocal ou de 

bombeamento são alguns dos parâmetros que podem afetar o desempenho do 

nematoide (Shapiro-Ilan et. al., 2006).  

A aplicação de NEPs em pomares comerciais através insetos cadáveres é 

uma alternativa que deve ser considerada, especialmente, quando o inseto praga 

localiza-se no solo ou em ambientes crípticos (Shapiro-Ilan et al., 2003 e Bruck et 

al., 2005). Contudo, danos físicos em cadáveres de insetos hospedeiros 

infectados por NEPs são frequentes durante a manipulação e aplicação desses 

para controle biológico de pragas agrícolas (Shapiro-Ilan et al., 2001). 

Lewis &. Shapiro-Ilan (2002) verificaram que os nematoides 

entomopatogênicos Heterorhabditis bacteriophora, Steinernema carpocapsae, 

Steinernema glaseri e Steinernema feltiae quando dentro do cadáver e expostos a 

congelamento ocorre uma maior sobrevida dos juvenis infectantes. Quando os 

cadáveres são congelados por dois ou três dias após a infecção, observa-se 

emergência de alguns juvenis, enquanto que quando o congelamento é entre 

cinco e sete dias após a infecção se tem um efeito negativo, não observando 

emergência dos juvenis.  

A eficiência na utilização de insetos cadáveres pode ser incrementada 

mediante coberturas protetoras, que protegem esses de danos físicos derivados 

da manipulação e aplicação e, dependendo do tipo de cobertura, podem até 

resguardar os mesmos de condições adversas do ambiente (Del Valle et. al., 

2009). Desta forma, objetivou-se com o presente trabalho testar diferentes 

coberturas que proporcionem maior proteção e conservação para os cadáveres 

de Galleria mellonella.  
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2. REVISÃO DE LITERATURA 

 

 

 

2.1.  Nematoides Entomopatogênicos 

 

Nematoides entomopatogênicos pertencem à ordem Rhabditida 

(Nematoda), na qual estão localizadas as famílias Steinernematidae e 

Heterorhabditidae. A família Steinernematidae possui dois gêneros: Steinernema 

Travassos, 1927 e Neosteinernema Nguyen e Smart, 1994, enquanto que a 

família Heterorhabditidae possui apenas o gênero Heterorhabditis Poinar, 1976.  

Os estudos sobre taxonomia, biologia, genética, ecologia, gama de 

hospedeiros, tecnologia de aplicação em laboratório e no campo das últimas 

décadas, destacaram os nematoides do gênero Steinernema e Heterorhabditis 

como excelentes candidatos a agentes do controle alternativo de insetos pragas 

(Del Valle, 2008).  

Nematoides entomopatogênicos das famílias Heterorhabditidae e 

Steinernematidae têm sido encontrados em diversas regiões do mundo, desde 

árticos até tropicais, apresentando um vasto leque de hospedeiros (Poinar, 1990; 

Hominick et al., 1996; Adams & Nguyen, 2002). Em laboratório, colonizam mais 

de 250 espécies de insetos de aproximadamente 75 famílias pertencentes a 11 

ordens de insetos e podem infectar larvas, pupas e adultos (Poinar, 1979; Poinar 

1990; Peters, 1996).  
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Uma característica adicional que destaca os NEPs dentre os agentes do 

controle biológico é a sua capacidade de dispersão e busca do hospedeiro. Os 

NEPs são atraídos pelas atividades fisiológicas do hospedeiro, como a 

respiração, que ocasiona diferenças de CO2 (Gaugler et. al., 1989).  

Nematoides entomopatogênicos possuem atributos que os fazem agentes 

controladores de pragas de sucesso. Eles infectam seletivamente grande 

diversidade de insetos, sem causar danos às plantas e aos outros animais 

(Akhurst & Smith, 2002); são capazes de provocar morte rápida dos insetos 

pragas que lhes servem de hospedeiros (24 a 48 horas); possuem boa eficiência 

contra pragas do solo e de ambientes crípticos (Capinera & Epsky, 1992).  

A eficácia do controle de insetos pragas com NEPs depende da 

temperatura ambiental na qual eles são liberados no solo (Kaya, 1990; Grewal et 

al., 1994b). A temperatura influencia a proporção de reservas alimentares 

(lipídios, proteínas e carboidratos), utilizadas pelos nematoides para sua 

mobilidade, sobrevivência, infectividade, desenvolvimento e reprodução. A 

virulência e a reprodução de Heterorhabditis spp. é reduzida em temperaturas 

superiores a 30 ºC (Grewal et al., 1994b). Ao se incrementar a habilidade dos 

NEPs em viver e ser infectantes a temperaturas mais elevadas (35 - 40 ºC) pode-

se melhorar a sua eficácia em condições de campo e ampliar o seu uso como 

agentes do controle biológico. Para superar os efeitos prejudiciais da elevada 

temperatura sob a patogenicidade e virulência dos NEPs, vários pesquisadores 

têm desenvolvido melhoramento genético de populações para esta característica 

(Del Valle et al., 2005a). 

O controle biológico com NEPs é limitado pela sensibilidade dos 

nematoides a condições extremas (Kaya e Gaugler, 1993). A temperatura causa 

influência nos processos metabólicos, principalmente na taxa de utilização de 

reservas (lipídios, proteínas e carboidratos), na mobilidade, na sobrevivência, na 

infectividade, no desenvolvimento e na reprodução (Dunphy e Webster, 1986). 

Outro fator que influencia a atividade dos NEPs é a sua tolerância à dessecação. 

Todos os nematoides são organismos aquáticos e necessitam de uma película de 

água ao redor deles para se mover. Sob condições ambientais de baixa umidade 

a sobrevivência e mobilidade dos NEPs é negativamente afetada (Kaya & 

Gaugler, 1993). 
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Heterorhabditis baujardi LPP7 é um NEP com parâmetros biológicos 

específicos. Segundo Dias et. al. (2008), a produção de JIs de H. baujardi LPP7 

mostrou-se dependente da dose do nematoide e da massa das larvas do inseto 

utilizado, parâmetros que devem ser considerados na produção in vivo, em larga 

escala, desse NEP. Segundo Lara (2006), o nematoide H. baujardi LPP7 pode 

suportar temperaturas até 35 0C sem ser afetado em sua viabilidade, 

patogenicidade e capacidade de deslocamento até larvas de G. mellonella. As 

temperaturas superiores a 40 e 45 0C diminuem a viabilidade de nematoides, 

além de prejudicar sua patogenicidade e deslocamento. Ressalta-se que segundo 

Kaya (1990), a amplitude que permite o aproveitamento máximo das 

potencialidades dos NEPs como agentes de controle biológico é relativamente 

estreita e a sua infectividade e persistência é comprometida por temperaturas 

superiores a 30 0C e inferiores a 15 0C. Conforme Grewal (1998), à aplicação dos 

NEPs deve-se levar em conta que em geral, estes não devem ser submetidos à 

temperaturas superiores a 30 0C.   

 

2.1.1. Biologia 

 A principal via de ingresso dos NEPs nos insetos são os espiráculos. As 

vias alternativas são a cavidade oral e o ânus, mas pode haver resistências, pois 

os nematoides podem ser mastigados no processo de limpeza corporal que é 

comum a alguns insetos, como as larvas da família Curculionidae. Juvenis 

infectantes do gênero Heterorhabditis utilizam uma projeção da cutícula 

semelhante a um “dente” presente na sua parte anterior para perfurar a cutícula 

do hospedeiro, por isso são considerados mais infectantes do que os JIs de 

Steinernema (Eidt &Thurston, 1995). 

Uma vez dentro do hospedeiro, os JIs liberam parte das bactérias 

simbiontes na hemocele do inseto hospedeiro que vão causar a morte do 

hospedeiro (Poinar, 1990). As bactérias se multiplicam rapidamente causando 

septicemia e matando o hospedeiro em 24 a 48 horas (Forst e Clarke, 2002). 

Adicionalmente, as bactérias fornecem os nutrientes para o desenvolvimento e 

multiplicação dos nematoides (Forst e Clarke, 2002), além de servirem como 

defesa contra invasores secundários (Poinar, 1990). Os nematoides completam 

seu desenvolvimento e permanecem por duas ou três gerações dentro do 
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hospedeiro. Quando o alimento é esgotado, os JIs saem do hospedeiro à procura 

de novos hospedeiros (Grewal e Georgis, 1999).  

No gênero Steinernema, os JIs carregam bactérias simbiontes em uma 

vesícula localizada na região anterior do intestino, penetrando no corpo de um 

determinado hospedeiro através de suas aberturas naturais como cavidade oral, 

ânus e espiráculos (Forst & Clarke, 2002). Subsequentemente, os NEPs passam 

à hemocele, onde liberam suas bactérias simbiontes. Estas se multiplicam 

rapidamente e, após curto período, causam septicemia e morte do hospedeiro.  

O cadáver fica então tomado por uma “sopa bacteriana”, ou seja, um meio 

rico em nutrientes constituído pelas bactérias e por tecidos do inseto já 

desorganizados, dos quais os nematoides se alimentam e se desenvolvem, 

passando pelo último estádio de juvenil (J4) e se tornando adultos da primeira 

geração (machos e fêmeas). Em geral, os juvenis originados por esses adultos 

ainda têm ao seu dispor, apreciável quantidade de alimento, conseguindo 

completar o ciclo e formar os adultos da segunda geração dentro do corpo do 

hospedeiro.  

Após o surgimento e acasalamento dos adultos da segunda geração, tem-

se a formação de uma população de juvenis que se alimentam do resto do 

cadáver e depois o abandonam, passando para o solo em busca de novos 

hospedeiros. Antes dos JIs deixarem o cadáver, as bactérias simbiontes são 

apreendidas na vesícula especializada (Adams & Nguyen, 2002). 

O ciclo de vida das espécies do gênero Heterorhabditis é similar ao 

descrito para o gênero Steinernema, com a diferença de que a primeira geração 

de adultos no inseto morto compõe-se unicamente de hermafroditas, surgindo 

machos e fêmeas anfimíticos na segunda geração e, sempre, nas seguintes. 

Além disso, as bactérias simbiontes são apreendidas e armazenadas na região 

anterior do intestino dos JIs, que não possui vesícula (Adams e Nguyen, 2002). 

Para ambos os gêneros, as temperaturas na faixa de 18 - 28 ºC, o ciclo de vida é 

completado em 6 a 18 dias, dependendo também do inseto hospedeiro e da 

espécie de nematoide (Poinar, 1990; Zioni et. al., 1992).  

Os JIs são morfológica e fisiologicamente adaptados à vida-livre e 

correspondem ao terceiro estádio juvenil do ciclo de vida dos nematoides (J3). 

Durante este estádio, os nematoides não se alimentam e dependem de suas 
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reservas internas até encontrarem um novo hospedeiro. Estas reservas se 

encontram no intestino, principalmente na forma de glicogênio (Glazer, 2002). 

Esse estádio é considerado o único de vida livre dos NEPs (Poinar, 1990). 

NEPs, devido seu habitat natural ser o solo, são influenciados pelas 

características deste como tamanho dos poros, umidade, ausência de oxigênio, 

temperatura e pH (Barbercheck, 1992). Os NEPs neste estádio são mais 

resistentes devido à existência da cutícula do terceiro estádio e à do segundo 

estádio, que fica retida. Esta proteção tem um papel fundamental, pois auxilia 

contra a dessecação e o ataque de antagonistas (Poinar, 1979). 

Conforme Gaugler (1997), a estratégia dos JIs para encontrar seus 

hospedeiros é variável entre as distintas espécies de NEPs e pode ser 

classificada em “ambusher” ou “cruiser”. Os NEPs com estratégia “ambusher” 

esperam seu hospedeiro fazendo nictação, isto é, ficam eretos e apoiados em 

suas caudas, aguardando para saltar em direção ao hospedeiro quando ele se 

aproxima. Por outro lado, os NEPs com estratégia “cruiser” procuram ativamente 

seus hospedeiros, movimentando-se pelo solo, provavelmente atraídos por 

dióxido de carbono e outras substâncias químicas liberadas pelos hospedeiros. 

Os NEPs com estratégia “cruiser” são mais efetivos contra insetos de 

pouca mobilidade no solo, enquanto que os com estratégia “ambusher” são mais 

efetivos contra alvos móveis. Existem também algumas espécies com 

comportamento intermediário aos descritos anteriormente, fazendo nictação por 

algum tempo e também se movimentando no solo (Gaugler, 1997). 

 

2.2. Produção de nematoides entomopatogênicos “in vivo” e “in vitro” 

 

Nos últimos anos foram conseguidos avanços na produção em escala 

comercial de nematoides entomopatogênicos. Por outro lado, o aumento da sua 

utilização em sistemas agrícolas sustentáveis ou nos sistemas de controle 

integrado depende de avanços tecnológicos para produzi-los em escala industrial 

e a baixo custo de produção (Del Valle et. al., 2008). 

Atualmente são usados frequentemente dois sistemas na produção em 

massa de nematoides entomopatogênicos, que são a produção in vivo, nos 
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insetos cadáveres e a produção in vitro em substrato sólido ou líquido (Del Valle 

et. al., 2008).  

A produção in vivo é o método mais simples e o mais usado para 

multiplicar NEPs, e consiste na utilização de insetos hospedeiros. A técnica foi 

desenvolvida pela primeira vez por Glazer (1931), mas foi Dutky (1964) que 

obteve pela primeira vez uma grande produção de JIs em larvas de G. mellonella. 

É uma técnica simples, mas o custo de produção pode ser elevado e não permite 

uma economia de escala. O número de juvenis obtidos depende da 

suscetibilidade do hospedeiro, e da espécie de nematoide multiplicada (Molina et. 

al., 2001). A média de produção nesse hospedeiro é de 30.000 a 50.000 JIs por 

larva (Poinar, 1979), podendo chegar até 200.000 (Dutky et al., 1964). Segundo 

Dias et. al. (2008), para H. baujardi LPP7, doses de 10, 100 e 300 JIs aplicadas 

sobre larvas de G. mellonella com 100 a 300 mg são adequadas para a maior 

produção de 3.330, 4.759 e 4.749 JIs / mL.  

Galleria mellonella L. (Lepidoptera: Pyralidae) conhecida como grande 

traça dos favos é um hospedeiro susceptível a nematoides entomopatogênicos 

dos gêneros Steinernema e Heterorhabditis, sendo por isso utilizada para 

multiplicação desses patógenos (Minas, 2012).  

A criação de G. mellonella em laboratório é de grande importância para a 

multiplicação de nematoides entomopatogênicos, fundamental para estudos de 

controle biológico. Em bioensaios verificou-se que o período de duração dos 

estágios imaturos é inversamente proporcional à temperatura (Cardoso et.al., 

2007). A maior sobrevivência para o estágio larval ocorreu a 32 0C; no entanto, 

para os estágios embrionários e pupal, as maiores sobrevivências foram 

registradas a 27 0C e 22 0C, respectivamente. A temperatura base para a espécie 

foi de aproximadamente 11 0C para o desenvolvimento embrionário, 8 0C para o 

estágio larval e 2 0C para o pupal (Lindegren et. al., 1993). 

As lagartas dessa espécie são também empregadas como hospedeiros 

alternativos para a criação de parasitoides e de outros inimigos naturais de pragas 

prejudiciais ao agrossistema (Rijo et. al., 1996).  

Conforme Cardoso et. al. (2007), o período de incubação varia de 6,8 (32 

oC) a 13,4 dias (22 oC), sendo decrescente com a elevação térmica, na faixa 

testada. A duração do estágio larval foi decrescente na faixa de temperatura 



9 

 

 

 

avaliada, com durações médias variáveis de 40,4 (22 oC) a 23,4 dias (32 oC). A 

maior sobrevivência foi obtida a 32 oC (96,7%), indicando ser esta a temperatura 

ideal para o desenvolvimento de larvas de mariposas da cera, por apresentar 

também a menor duração dessa fase, viabilizando sua criação em laboratório. 

Assim, pode-se utilizar a temperatura de 22 oC quando se desejar retardar a 

velocidade de desenvolvimento, aumentando o tempo de utilização das larvas em 

laboratório, sem prejuízo ao desempenho biológico do inseto. Foram registradas 

durações médias de 18,2 dias a 22 oC e 15,0 dias a 32 oC, semelhante à fase 

larval, a melhor condição térmica para o desenvolvimento de pupas, foi 32 oC, 

embora a sobrevivência tenha sido menor do que nas outras temperaturas. O 

estágio de pupa apresentou a maior sobrevivência a 22 oC, garantindo o maior 

número de adultos para o manejo das colônias nos laboratórios . 

Cardoso et. al. (2007) baseando-se nos parâmetros velocidade de 

desenvolvimento e produtividade na obtenção dos estágios de G. mellonella, 

propõem a manutenção da fase de ovo a 27 oC, com maximização tanto da 

velocidade de desenvolvimento quanto da produtividade. Em relação à larva, e 

pelos mesmos motivos a temperatura ideal é a de 32 oC. O estágio pupal, 

entretanto, pode ser mantido à temperatura de 22 oC quando se prioriza o aspecto 

produtividade de espécimes, que foi de 95,7% comparado com 71% à 

temperatura de 32 oC, ou a 32 oC quando o objetivo é a velocidade de 

desenvolvimento, 12,2 dias comparado a 18,2 dias à temperatura de 22 oC. 

As larvas de insetos são infectadas adicionando-se juvenis infectantes em 

meio aquoso a um papel absorvente ou submergindo as larvas no mesmo meio. 

Em geral são utilizados cerca de 100 JIs por larva no primeiro método e 4.000 

JIs/mL no segundo, podendo ser submersas nessa solução mais de 400 larvas 

(Shapiro-Ilan et. al., 2002). 

Segundo Poinar (1990), pode-se obter de 100.000 a 300.000 JIs por larva 

infectada. Essas larvas infectadas adquirem uma coloração característica do 

complexo nematoide-bactéria após 24 a 48 horas de infecção. Depois de ter 

completado dois a três ciclos do nematoide no hospedeiro (cerca de 5 a 10 dias), 

já não há alimento disponível e os juvenis infectantes começam a deixar os 

cadáveres em busca de novos hospedeiros. Essa etapa, chamada de coleta, 

pode ser feita em diferentes escalas, desde placas de Petri (White, 1927), até em 
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sistemas de coleta para grande volume de nematoides, como o método LOTEK 

proposto por Gaugler & Han (2002). Depois de coletados, os JIs podem ser 

armazenados em água, esponja, gel, ou em outros substratos inertes a 

temperaturas de 4 ºC a 16 ºC, por um a três meses. 

Cada espécie de nematoide possui tempo e temperatura ótimos de 

armazenamento, podendo haver queda na infectividade dos JIs. O maior custo 

nesse sistema tem sido a dieta usada na criação das larvas de G. mellonella. 

Essa dieta vem sendo modificada para que se torne mais barata viabilizando a 

multiplicação dos nematoides (Flanders, 1996; Grewal, 2002).  

A produção in vitro iniciou 30 anos antes de Dutky (1964) ter proposto a 

multiplicação in vivo. Em 1931, Glazer cultivava NEPs em bandejas cobertas com 

um meio composto por vísceras de animais e dextrose-agar. Diversos meios 

foram testados, e com a descoberta das bactérias simbiontes deixou-se de usar 

as vísceras de animais de fácil contaminação e de manuseio desagradável por 

meios mais seguros, podendo atualmente ser feito em meios artificiais sólidos ou 

líquidos.  O meio sólido de produção utilizado é feito, com o uso de esponja de 

poliuretano, embebida em meio nutritivo constituído de tecidos animais e óleo 

como substrato, para permitir a reprodução e o desenvolvimento do complexo 

nematoide-bactéria. De todas as tentativas de produção in vitro, a metodologia de 

Bedding (1981), mostrou-se a melhor, proporcionando altas produções de JIs e 

viabilizando a exploração comercial dos NEPs. As mudanças nos componentes 

de substrato vêm tornando o processo de produção de NEPs mais acessível.  

O método de multiplicação de nematoides utilizando meio sólido, apesar 

de prático, é considerado laborioso, pois precisam ser autoclavados antes das 

inoculações. Além do mais, as esponjas não são biodegradáveis e descartar 

toneladas desse material pode ser dispendioso e danoso ao ambiente. A 

vantagem desse método em relação ao método in vivo é a maior produção de JIs 

em um mesmo espaço de tempo. Visando o aumento na produção e o não uso de 

suporte, surgiu a produção de NEPs in vitro em meio líquido, utilizando 

fermentadores do tipo tanque de 3 a 10.000 L, dessa forma produções da ordem 

de 90 x103 JIs/mL tornaram-se possíveis (Minas, 2012). 

Conforme Shapiro-Ilan et. al., (2002), em estudo com Steinernema 

carpocapsae e Tenebrio molitor nematoides podem ser produzidos em massa 
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pelo método in vitro ou métodos in vivo. Na produção in vivo, de forma consistente 

altas taxas de infecção são críticas para a eficiência do processo. O número de 

insetos cadáveres exibindo sinais de infecção por nematoides aumenta com a 

concentração de nematoides e diminui com a densidade do hospedeiro por 

unidade de área. A produtividade é afetada pela densidade do hospedeiro.  

 

2.3. Heterorhabditis indica LPP30 

A linhagem LPP30 foi isolada em uma propriedade rural na cidade de 

Campos dos Goytacazes-RJ, por meio do método do inseto armadilha, na qual 

foram separadas 200 lagartas vivas de Galleria mellonella em pares e em seguida 

colocadas em eppendorf de 2 ml, previamente perfurados com o auxílio de um 

garfo aquecido por 5 vezes para proporcionar a entrada de ar. Em seguida dois 

eppendorfs foram enterrados no solo em 100 orifícios com 10 X 10 cm. Após 10 

dias os eppendorfs foram coletados e os que apresentaram lagartas com 

sintomas de infecção. As larvas foram levadas para o laboratório para isolamento 

e purificação da população em sucessivas infecções em lagartas de G. mellonella 

(Minas 2012). 

A linhagem do nematoide entomopatogênico LPP30, conforme análise 

molecular das regiões de 16S e 28S bacterianas, sequências de rDNA 18S do 

ITS1 completa, e a região rDNA ITS2 do nematoide , foi identificada H. indica 

associado a bactérias simbiontes da espécie Photorhabdus luminescens akhurstii. 

Na temperatura de 16 ºC a mortalidade das larvas de gorgulho da goiaba foi de 

10%. Por outro lado, nas temperaturas entre 20 ºC e 32 ºC foi possível observar 

as maiores mortalidades variando entre 50% e 100% (Minas, 2012).  

Heterorhabditis indica LPP30 apresentou uma produção de JIs 

expressiva, quando multiplicado em lagartas de G. mellonella, onde foram 

coletados durante 5 dias de avaliação, 1243,30 e 1296,660 de JIs em duas etapas 

do experimento. A produção dos JIs em lagartas de G. mellonella começa no 11º 

dia e se estende até o 21º dia, sendo o primeiro, segundo e terceiro dia de coleta 

os de maior produção de juvenis (Minas, 2012).  

Conforme Minas (2012), a linhagem LPP30 possui capacidade de se 

deslocar em busca do hospedeiro (Conotrachelus psidii), no sentido vertical em 

profundidades que vão de 5 cm a 20 cm, e no sentido longitudinal, até 60 cm no 
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período de tempo avaliado (15 dias) e é capaz de se reciclar e permanecer no 

solo com a população infectiva e viável por períodos de 12 meses. Ao passo que 

na ausência de hospedeiro ocorre o declínio da população infectiva.  

De acordo com Minas (2012), através de testes dos métodos de aplicação 

utilizando suspensão aquosa, esponja embebida com JIs, e inseto cadáver com e 

sem cápsula de gelatina, a linhagem LPP30 em meio líquido, se destacou na 

capacidade de causar morte em relação aos outros métodos avaliados. Quando 

foi utilizada a água como veículo de transporte foi obtido resultado superior em 

relação aos outros métodos, com mortalidade entre 86% e 87% nas áreas 

convencionais e orgânicas, respectivamente. O segundo melhor método foi a 

utilização de esponjas embebidas com nematoides ocasionando mortalidade das 

larvas de C. psidii variando entre 71% e 73% nas áreas orgânica e convencional. 

A utilização de lagartas somente infectadas também apresentou bons resultados 

entre 65% e 60% nas áreas orgânica e convencional. A metodologia, utilizando 

lagartas infectadas e protegidas por cápsula de gelatina, na situação do trabalho 

não apresentou resultado eficiente (entre 40% e 35% nas áreas orgânica e 

convencional). 

Segundo Dolinski (2007) produções variando entre 100 e 150 mil juvenis 

são encontradas para o Heterorhabditis baujardi LPP7. Desta forma, à produção 

acumulada de JIs de 1.296.660, ser expressiva, o H. indica LPP30 possui 

potencial para ser usado em controle biológico, apresentando maiores 

mortalidades nas temperaturas entre 28 ºC e 32 ºC. Ressalta-se que com 

concentração de 850 e 1000 JIs é capaz de controlar 100% das larvas de C. 

psidii., considerando tempo de exposição das larvas de C. psidii ao JIs de 

Heterorhabditis indica de 60 horas e 72 horas (Minas, 2012). 

 

2.4. Aplicação dos nematoides entomopatogênicos 

 

Os NEPs podem ser aplicados por pulverização, por irrigação e por 

cadáveres de insetos. A eficácia da aplicação demanda o desenvolvimento de 

sistemas que integrem o tipo de formulação, o equipamento e o método de 

aspersão. A dosagem correta e um tamanho adequado de gota são necessários 

para uma aplicação correta (Grewal, 2002).  
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 A microaspersão do nematoide Heterorhabditis sp. na superfície do solo 

foi mais efetiva do que quando adicionada na irrigação por gotejamento (Curran, 

1992). Estudos em campo têm mostrado a necessidade de se aplicar os NEPs 

com uma maior quantidade de água, para que os mesmos não sofram 

dessecação (Curran, 1992). O sistema de aspersão necessita que as telas e os 

filtros dos equipamentos permitam que os nematoides passem através deles. 

Assim, uma solução recomendável é retirar os filtros e as telas dos equipamentos, 

após realizar a calibração necessária do equipamento. A espécie S. carpocapsae 

pode passar através de telas tão finas como 100 micrômetros de diâmetro, 

contudo espécies maiores como S. glaseri Steiner e H. megidis Poinar necessitam 

de telas com aberturas maiores (Grewal, 2002).  

Estudos com diferentes tipos de formulações têm sido testados para 

serem aplicados nos insetos cadáveres infectados com as diferentes espécies de 

nematoides entomopatogênicos para amenizar a influência de fatores abióticos 

nos JIs que estão sendo realizados. O tipo de formulação depende da forma 

como os nematoides são produzidos e a disponibilidade do material (Georgis, 

1990a).  

As formulações podem ser formadas por nematoides ativos, com 

mobilidade reduzida, ou em anidrobiose parcial (Dolinski et. al., 2006). A 

característica de anidrobiose permite gerar formulações com maior tempo de 

prateleira, como é o caso dos grânulos solúveis em água (Grewal, 2002). Existem 

também as formulações nas quais os nematoides são levados ao campo em 

insetos cadáveres (Dolinski et. al., 2006). Os cadáveres de insetos infectados 

proporcionam aos NEPs uma maior dispersão no solo, infectividade e 

sobrevivência dos JIs quando comparados à aplicação em suspensão aquosa 

(Shapiro-Ilan et al., 2003). Esta forma de aplicação de NEPs demanda baixo 

investimento e tecnologia. Larvas de Galleria mellonella podem ser criadas, 

infectadas e aplicadas pelos produtores subsuperficialmente ao solo. 

 

 

 

 

 



14 

 

 

 

2.5. Coberturas protetoras de cadáveres 

 

Danos físicos em cadáveres de insetos hospedeiros infectados por 

nematoides entomopatogênicos (NEPs) são frequentes durante a manipulação e 

aplicação desses para controle biológico de pragas agrícolas (Del Valle, 2008). 

insetos cadáveres podem ser formulados com coberturas protetoras visando 

aumentar a facilidade de manuseio e aplicação, evitando-se assim, os danos 

físicos provocados pela fricção e a ruptura dos cadáveres (Shapiro et. al., 2001). 

Adicionalmente, as coberturas podem atuar minimizando o estresse do nematoide 

gerado por condições adversas no ambiente (Hussaini et. al., 2004). Ao colocar 

cadáveres infectados no solo em vez de aplicar diretamente os nematoides 

entomopatogênicos sobre a superfície do solo, evita-se a dessecação e inativação 

pelos raios ultravioleta dos mesmos (Ansari et. al., 2009). 

Coberturas com calcário podem alterar o ambiente ao redor dos 

cadáveres, evitando a proliferação de microrganismos que compõem a biota do 

solo e pelo efeito osmótico gerado.  Enquanto, talcos comerciais contêm enxofre 

em sua composição química, de ação fungicida (Willliams & Cooper, 2004). Del 

Valle et al., (2009) em seu trabalho com cadáveres infectados  com H. baujardi 

LPP7 cobertos com calcário comercial, talco e cápsulas de gelatina, verificaram 

que o número de JIs extraídos das amostras procedentes de insetos cadáveres 

formulados com talco em pó (9721,6 ± 1382,3) e em cápsulas de gelatina (7892,0 

± 1072,4) não apresentou diferenças em relação à testemunha (6346,4 ± 1310,7), 

indicando que essas coberturas não interferem na emergência dos JIs. Contudo, 

a cobertura com calcário em pó afetou negativamente a emergência dos JIs. 

Ressalta-se ainda que uma elevada infectividade foi observada nos JIs emergidos 

das diferentes coberturas analisadas.   

 

 

2.6. Biopolímeros  

 

2.6.1. Pectina 
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A pectina é um importante polissacarídeo constituinte das paredes 

celulares de plantas, que pode ser obtida a partir de resíduos vegetais e frutas 

(Laufenberg et al., 2003; Kliemann, 2006). É formada por homogalacturona 

consistindo de alfa-D-resíduos de ácido galacturônico unidos por ligações 

glicosídicas alfa-(1,4). Em muitas pectinas ocorrem naturalmente muitos grupos 

metil esterificados. A pectina também contém um açúcar neutro (galactose e 

arabinose), estes ocorrem em cadeias ligadas a raminogalacturona, porção dorsal 

da pectina, conforme mostrado na Figura 1 (Fishman et. al., 2000). 

 

 

Figura 1: Estrutura química da cadeia de pectina em conformação cadeira. Fonte: 

Hourdet e Muller (1991). 

 

As pectinas podem geleificar através de dois mecanismos. As de alto grau 

de esterificação, ou seja, as que possuem mais de 50% de grupos carboxílicos 

esterificados requerem uma concentração relativamente alta de sólidos solúveis, 

por exemplo, a sacarose, e um baixo pH. Ao contrário, as de baixo grau de 

esterificação, ou seja, valor inferior a 50% de grupos carboxílicos esterificados 

requerem apenas a presença de cátions divalentes para haver a interação entre 

as cadeias e a formação do gel (Camargo et. al., 2007). 

Segundo Fertonani et. al., (2006), a pectina vem sendo descrita como 

uma família de oligossacarídeos e polissacarídeos. O bagaço industrial da maçã, 

depois de ser lavado visando à maximização dos compostos solúveis, fica com a 

pectina na sua forma insolúvel, como protopectina, ainda ligada à parede celular 

da fruta. 
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As substâncias pécticas são degradadas pelas pectinases, que formam 

um grupo de enzimas que hidrolisam as ligações glicosídicas ao longo da cadeia 

carbônica. Elas podem ser despolimerizantes ou desesterificantes e são 

produzidas por plantas, fungos filamentosos, bactérias e leveduras (Uenojo e 

Pastore, 2007). 

Marcon et. al., (2005), extraindo pectina da farinha da maçã, constataram 

que o aumento no rendimento era diretamente correlacionado com o aumento no 

tempo e na temperatura de extração. Ressalta-se que o processo de isolamento 

pode influenciar na estrutura e na propriedade de polissacarídeos, de modo que 

as condições de extração têm um importante efeito sobre o aspecto da pectina 

extraída da farinha de maçã.        

Fertonani et. al. (2006), constataram que o bagaço de maçã apresenta 

composição química dependente do processo de obtenção (tipo de moagem e 

processo de extração dos sólidos solúveis) e de beneficiamento (tempo e 

temperatura de desidratação). Durante o processo de extração, à medida que os 

polissacarídeos precipitáveis em álcool estão sendo extraídos, eles estão também 

sendo degradados ou desesterificados, levando à obtenção de pectinas de baixos 

pesos moleculares ou baixos graus de esterificação.  

 

2.6.2. Polietileno glicol (PEG) 

 

O Polietileno glicol (PEG) é um polímero derivado do etilenoglicol. Está 

disponível em várias massas molares, apresenta ótima solubilidade em água, é 

biodegradável e não tóxico (Harris, 1992). Pode ser classificado também como 

um surfactante não-iônico, e empregado como cossolvente para inúmeros 

fármacos (Chaudhari et. al., 2007; Chen et al., 2005).  

 

 

Figura 2: Estrutura química da cadeia de polietileno glicol. Fonte: SIGMA (2012). 
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O polietileno glicol (PEG-8000) é um polímero de condensação de óxido 

de etileno e de água e é suscetível à degradação oxidativa, na presença de ar 

(Figura 2). Minimização da exposição de PEG em níveis elevados de 

temperaturas e / ou exposição ao oxigénio, ou à adição de um antioxidante pode 

limitar a quantidade de degradação. Ressalta-se que PEGs não hidrolisam ou se 

deterioram durante o armazenamento e não suportam o crescimento de fungos 

(SIGMA, 2012). 

Segundo SIGMA (2012), o PEG-8000 é solúvel em água 

(aproximadamente 630 mg/ml, 20 °C). Contudo, é também solúvel em muitos 

solventes polares tais como acetona, álcoois e solventes clorados, sendo 

insolúveis em solventes não polares tais como os hidrocarbonetos. Soluções 

aquosas de PEG 8-000 são estáveis em temperatura ambiente. As ligações de 

PEG não são hidrolisadas sob estas condições. Ressalta-se que a dissolução 

desse polímero pode ser realizada em água morna (80-90 ° C), sem efeitos 

adversos (SIGMA, 2012).  

Segundo Korbes & Droste (2005), o polietileno glicol (PEG-8000) pode ser 

utilizado como regulador osmótico no crescimento somático durante a 

embriogênese somática na produção de células-alvo para a transformação 

genética da soja. 

O PEG tem provado ser um osmótico importante na fase de maturação 

das diferentes espécies do gênero Picea. Atua como um agente antiplasmólise 

osmótica. Suas moléculas grandes não são capazes de passar através da parede 

celular, levando a uma restrição de absorção de água e a uma redução da 

pressão de turgescência e um potencial osmótico intracelular negativo (Misra et. 

al., 1993).  

Conforme Medeiros & Kanis (2010), o PEG tem potencialidade para 

utilização na obtenção de extratos vegetais líquidos, devido à capacidade do PEG 

de reduzir a constante dielétrica do líquido extrator. Verificaram que os extratos de 

Mikania glomerata Spreng., (Asteraceae), e Passiflora edulis Sims, 

(Passifloraceae), obtidos empregando PEG apresentaram teor de marcador 

químico e eficiência de extração semelhante àqueles obtidos pelo solvente 

hidroetanólico, com a vantagem de serem isentos de etanol. 
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Segundo Misra et. al. (1993) o polietileno, por exemplo, pode ser usado 

na maturação osmótica de células embriogênicas de sementes devido ao seu 

potencial osmótico, evitando a plasmólise da célula. Conforme Korbes e Droste 

(2005), o PEG-8000 pode ser utilizado como regulador osmótico no 

desenvolvimento de embriões somáticos de soja. Ressalta-se ainda que segundo 

Medeiros e Kanis (2010), os polietilenoglicóis (PEG) são polímeros hidrossolúveis 

capazes de reduzir a constante dielétrica de solventes como a água, dessa forma 

apresenta potencialidade de utilização para obtenção de extratos vegetais 

líquidos, visto que este possui a capacidade de reduzir a constante dielétrica do 

líquido extrator. 

 

2.6.3. Carragenina 

 

A carragenina ou carragenano é um biopolímero extraído de algas 

vermelhas (Rhodophyceae) capaz de formar géis e emulsões. Existem três 

principais tipos de carrageninas que diferem apenas no número de grupos 

sulfônicos (Langendorff et. al., 2000; Lizarraga et. al., 2006; CP Kelco, 2012).  

A carragenina é extraída com água, sob condições neutras ou alcalinas a 

uma temperatura elevada. A Kappa-carragenano forma géis firmes, na presença 

de íons de potássio. A Iota-carragenano forma géis elásticos e fluidos tixotrópicos, 

na presença de íons de cálcio e a Lambda-carragenano, forma soluções viscosas 

não gelificante (CP Kelco, 2012). 

 

2.6.4. Alginato de sódio 

 

Os alginatos são substâncias naturais extraídos de algas castanhas e são 

compostas de ácido 1-4 D-manurônico (M) e ácido L-gulurónico (G) (Allen, 1963). 

Na cadeia polimérica, os monómeros são dispostos alternadamente em MM, GG 

e forma blocos MG. A composição química e sequência do M e blocos G 

dependerá da fonte biológica de crescimento, e das condições sazonais. Devido 

às suas particulares propriedades coloidais de alginatos são utilizados como 

películas biopoliméricas formando potencial para o revestimento de substâncias 

diferentes (Rhin, 2004). Para produzir o gel que é usado na formação dos filmes, 
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o alginato deve reagir com cátions polivalentes, sendo os íons de cálcio os 

agentes gelificantes mais efetivos (Allen, 1963). 

O mecanismo de gelificação é um processo de troca iônica, no qual o 

sódio do alginato é trocado com o cálcio presente no meio gelificante através de 

uma ligação química entre dois grupos carboxila presentes em resíduos de ácido 

poligulurônico adjacentes. Os íons de cálcio têm por função manter as cadeias de 

alginato juntas pelas interações iônicas após a formação de pontes de hidrogênio 

entre as cadeias, produzindo gel com estrutura de rede tridimensional (King, 

1983). 

As películas de alginato de sódio são formadas pela dispersão do pó em 

água sob agitação e com aquecimento (70 °C), sendo sua gelificação dependente 

da quantidade de cálcio presente ou adicionada ao alimento. O íon de sódio (Na+) 

do alginato sofre permutação permitindo a formação de ligações iônicas cruzadas 

com o íon cálcio (Ca+2) presente no meio gelificante. Esta permutação permite a 

formação de uma estrutura mais coesa promovendo uma fixação do filme na 

superfície do alimento. Estas coberturas são impermeáveis a óleos e gorduras 

(Whistler et.al., 1984). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



20 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

3. TRABALHOS 

 

 

 

TRABALHO 1 

 

 

 

SOLUBILIDADE DE FORMULAÇÕES PROTETORAS DE CADÁVERES 

DE Galleria mellonella INFECTADOS COM Heterorhabditis indica 

 

 

 

RESUMO 

 

 

Atualmente um dos desafios para ampliar a utilização dos nematoides 

entomopatogênicos (NEPs) é conseguir uma forma de aplicação que seja capaz 

de distribuir nematoides homogeneamente, com qualidade e quantidade e que os 
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custos do processo não sejam altos para que este fator não constitua um ponto 

limitante para uso. Nos últimos anos o uso de NEPs no controle de pragas tem 

aumentado e eles vêm demostrando seu potencial como biocontroladores de 

insetos pragas e estão sendo considerados uma ferramenta efetiva. Desta forma, 

objetivou-se testar a capacidade de dissolução das formulações feitas a partir de 

pectina, polietileno glicol, carragenina e alginato de sódio para cadáveres de 

Galleria mellonella L. (Lepidoptera: Pyralidae) infectados por Heterorhabditis 

indica LPP30 (Rhabditida: Heterorhabditidae). Foram elaboradas soluções a base 

de pectina (2, 4, e 6%), carragenina (1, 2,5, e 5%), polietileno glicol (50, 100 e 

200%) e alginato de sódio (1,5 e 3%) para produção dos filmes das coberturas. 

Dissolveu-se a pectina, a carragenina e o polietileno glicol em água destilada, 

aquecendo-se a solução em micro-ondas. Enquanto, o alginato de sódio foi 

dissolvido em água deionizada e polimerizado com cloreto de cálcio. As 

formulações foram colocadas individualmente em cada cadáver. Testou-se a 

melhor condição de secagem colocando os cadáveres com cobertura de cada 

tratamento na BOD (25 0C e 100 %UR) e na bancada em condições ambiente por 

48 horas e verificou-se o comportamento dessas coberturas em contato com a 

areia. Conclui-se que as formulações a base de pectina (6%), carragenina (5%), 

polietileno glicol (200%) e alginato de sódio (1,5 %) foram as que melhor 

propiciaram a formação da cobertura para proteção dos cadáveres de Galleria 

mellonella com secagem em bancada à temperatura ambiente e que somente a 

cobertura de polietileno glicol dissolveu-se por completo quando colocada em 

contato com a areia umedecida.  

 

 

 

ABSTRACT 

 

 

Actually one of the challenges to extend the use of entomopathogenic 

nematodes (NEPs) is to achieve a form of application to be able to distribute 

homogeneously nematodes, quantity and quality and process costs are not high 

for this factor does not constitute a limiting point for use. In recent years the use of 
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NEPs in pest control has increased and they see demonstrating its potential as a 

biocontrol of insect pests and are considered an effective tool. Thus, this study 

aimed to test the ability of dissolving formulations made from pectin, polyethylene 

glycol, carrageenan and sodium alginate for corpses of Galleria mellonella L. 

(Lepidoptera: Pyralidae) infected with Heterorhabditis indicates LPP30 

(Rhabditida: Heterorhabditidae). Were prepared based solutions of pectin (2, 4, 

and 6%), carrageenan (1, 2.5, and 5%), polyethylene glycol (50, 100 and 200%) 

and sodium alginate (1.5 to 3 %) for the production of films of toppings. Dissolved 

pectin, carrageenan and polyethylene glycol in distilled water by heating the 

solution in a microwave. While sodium alginate was dissolved in deionized water 

and polymerized with calcium chloride. The formulations were individually placed 

in each body. We tested whether the best drying condition placing the corpses 

with coverage of each treatment in BOD (25 0C and 100% RH) and on the bench 

at ambient conditions for 48 hours and found the behavior of these coverages in 

contact with the sand. It is concluded that the pectin based formulations (6%), 

carrageenan (5%), polyethylene glycol (200%) and sodium alginate (1.5%) had 

better favored the formation of protective cover for the bodies Galleria mellonella 

with countertop drying at room temperature and only cover polyethylene glycol 

dissolved completely when placed in contact with moist sand. 

 

 

 

 

1. INTRODUÇÃO 

 

 

A eficiência na utilização de insetos cadáveres pode ser aumentada 

mediante coberturas protetoras. Os insetos cadáveres com coberturas são 

protegidos de danos físicos derivados da manipulação e aplicação e, dependendo 

do tipo de cobertura, pode até resguardar os mesmos de condições adversas do 

ambiente (Hussaini et. al., 2004; Del Valle et. al., 2009). 

Os nematoides podem permanecer ativos, com mobilidade reduzida, ou 

em anidrobiose parcial às formulações. A característica de anidrobiose permite 
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gerar formulações com maior tempo de prateleira, como é o caso dos grânulos 

solúveis em água (Grewal, 2002). Existem também as formulações nas quais os 

nematoides são levados ao campo em insetos cadáveres (Shapiro-Ilan et al., 

2001).  

Segundo Georgis et. al. (1995), a aplicação dos NEPs tem contado com 

diversas formulações, incluindo carvão ativado, géis de poliacrilamida, argilas, 

esponjas de poliuretano e vermiculita, capazes de  aumentar a persistência dos 

nematoides devido a uma redução no metabolismo e imobilização, acompanhada 

ou não por refrigeração do produto ou dessecação parcial dos juvenis infectantes.  

Shapiro-Ilan et. al. (2010) trabalhando com cadáver de Tenebrio molitor 

infectados por Heterorhabditis indica Poinar e Steinernema carpocapsae 

desenvolveram uma máquina de embalagem automática, para reduzir o trabalho 

e padronizar o produto final. Concluíram que o método tem a vantagem de 

produção em massa facilitada pela máquina, mas oferece uma opção para 

aplicação manual. 

Ansari et. al., (2009) em estudos com cadáveres infectados com S. glaseri 

e H. bacteriophora utilizando uma solução de imersão de (amido de batata, água 

destilada e caolin), bentonite, terra de diatomáceas, “fuller’s earth” na cobertura, 

verificaram que o agente de imersão revestiu a superfície do cadáver infectado e 

serviu como um adesivo para o pó, o qual por sua vez, impediu os cadáveres de 

colar. Este passo de dois procedimentos se destinou a fornecer cadáveres com 

uma estrutura firme evitando a ruptura. Verificaram diferenças na ligação de pós-

inertes. No geral, a combinação caulino-amido provou ser a mais estável, além de 

ficar bem aderido aos cadáveres não sufocou os JIs. Os outros pós-inertes não 

ficaram nos cadáveres (“fuller’s earth”) ou racharam após a aplicação (terra de 

diatomáceas e bentonite). Assim, o estudo demonstrou que um revestimento de 

caulino-amido proporcionou uma maior preservação dando proteção superior aos 

cadáveres e não afetou o potencial reprodutivo e a virulência de nematoides. 

Objetivou-se determinar as melhores condições de secagem e testar a 

capacidade de dissolução das formulações feitas a partir de pectina, polietileno 

glicol, carragenina e alginato de sódio em cadáveres de Galleria mellonella L. 

(Lepidoptera: Pyralidae) infectados por Heterorhabditis indica LPP30 (Rhabditida: 

Heterorhabditidae). 
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2. MATERIAL E MÉTODOS 

 

2.1. Localização 

 

O experimento foi conduzido no Laboratório de Nematologia da 

Universidade Estadual do Norte Fluminense Darcy Ribeiro (UENF), na cidade de 

Campos dos Goytacazes, Rio de Janeiro. 

 

2.2. Nematoides entomopatogênicos e insetos cadáveres 

 

Heterorhabditis indica LPP30 foi originalmente isolado de uma lavoura 

comercial de goiaba em Campos dos Goytacazes RJ-Brasil, por meio do método 

do inseto armadilha, na qual foram separadas 200 lagartas vivas de Galleria 

mellonella em pares e em seguida colocadas em eppendorf de 2 ml, previamente 

perfurados com o auxílio de um garfo aquecido por 5 vezes para proporcionar a 

entrada de ar. Em seguida dois eppendorfs foram enterrados no solo em 100 

orifícios com 10 X 10 cm. Após 10 dias os eppendorfs foram coletados e os que 

apresentaram lagartas com sintomas de infecção. As larvas foram levadas para o 

laboratório para isolamento e purificação da população em sucessivas infecções 

em lagartas de G. mellonella (Minas, 2012). A produção dos juvenis infectantes 

(JIs) foi feita in vivo mediante a colocação dos juvenis infectantes em contato com 

as larvas de Galleria mellonella (Figura 1a e 1b). Foi utilizada uma solução 

volumétrica de JIs em água destilada, sendo colocado 0,5 mL dessa solução com 

as larvas em placas de Petri de 5 cm de diâmetro com papel filtro (Whatman Nº1) 

na base e incubadas em câmara de germinação a 25 ºC e 80 % de umidade.  

Após sete dias, os cadáveres com sintomatologia típica de infecção (Figura 1c) 

foram colocados em armadilhas de White modificadas (White, 1927) (Figura 1d).  

Os JIs foram coletados das armadilhas durante 6 dias e armazenados em água 

destilada nas garrafas de cultura de células de 250 mL por no máximo uma 

semana a 16 ºC antes da utilização.  

Os insetos cadáveres foram obtidos pela exposição de larvas no sétimo 

instar de G. mellonella a juvenis infectantes de H. indica LPP30. As larvas 
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apresentaram em média 250 mg de massa (Figura 1a). Após quatro dias, os 

cadáveres que apresentaram coloração marrom avermelhada, sintomatologia 

típica da infecção por Heterorhabditis, foram transferidos para outra placa de Petri 

com papel filtro (Whatman Nº1) na base e incubados novamente na câmara de 

germinação até o sexto dia quando receberam o filme de cobertura. 
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Figura 1: Multiplicação de Heterorhabditis indica LPP30. Galleria mellonella 

(a), infecção de Galleria mellonella (b), Armadilha de White (d). 
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2.3. Elaboração dos filmes de cobertura para os insetos cadáveres 

Foram testadas concentrações para as formulações das coberturas dos 

cadáveres utilizando 20 cadáveres para cada tratamento e quatro substâncias 

base para as formulações (pectina, carragenina, polietileno glicol e alginato de 

sódio). Ressalta-se que um grupo de 20 cadáveres foi mantido sem cobertura 

para servir de controle.  

Nessa primeira fase para elaboração do filme foram testadas formulações 

com pectina de 2, 4 e 6% (p/v), com carragenina de 1, 2.5 e 5% (p/v) e com 

polietileno glicol, de 50% e 200% (p/v). A concentração de alginato de sódio foi de 

1,5 e 3% (p/v) devido a concentrações mais elevadas apresentarem dificuldade 

em dissolução (Figura 2). 
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Figura 2: Soluções utilizadas na formulação de cadáveres de Galleria mellonella 

(Pectina (a), carragenina (b) e polietileno glicol (c), alginato (d)). 
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As soluções de pectina, carragenina e polietileno glicol foram elaboradas 

em água destilada e com aquecimento em micro-ondas por 120, 90 e 60 

segundos, respectivamente. Após a mistura estar homogênea o recipiente com a 

formulação foi colocado em condições de laboratório sobre a bancada para esfriar 

até atingir temperatura ambiente (25 0C ± 2). Após a solução foi colocada sobre 

os cadáveres individualmente com o auxílio de uma pipeta pasteur (Figura 3, 4, 5, 

6). Foram usados 2 mL das soluções de pectina e carragenina e 1 mL da solução 

de polietileno glicol. A solução de alginato foi preparada em água deionizada sob 

agitação constante em chapa agitadora para depois ser utilizada no preparo do 

biofilme usando-se o cloreto de cálcio para a polimerização. O biofilme de alginato 

de sódio foi preparado com o gotejamento de 3 mL de cloreto de cálcio em 3 mL 

da solução de alginato. Após 60 segundos o filme preparado foi colocado sobre o 

cadáver e então colocado na bandeja para secar. 

Os 20 cadáveres de cada tratamento foram colocados em bandejas na 

bancada em temperatura ambiente (aproximadamente 250C), e deixados até 

secarem e desprenderem da bandeja.  
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Figura 3: Formulação para cadáveres de Galleria mellonella (pectina 2% (a), 4% 

(b), 6% (c); carragenina 1% (d), 2.5% (e), 5% (f); polietileno glicol 50% (g), 100% 

(h) e 200% (i)).  
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Na segunda fase de elaboração das coberturas testou-se duas condições 

de secagem da cobertura dos cadáveres, sendo uma em condições controladas 

usando câmara de germinação a 25 0C (BOD) e em condições de laboratório 

sobre a bancada. Utilizou-se para isso quatro tipos de soluções base (pectina, 

carragenina, polietileno glicol e alginato de sódio), as quais foram consideras mais 

adequadas na primeira fase do experimento e 50 cadáveres para cada 

tratamento. Ressalta-se que um grupo composto por 100 cadáveres sem 

cobertura foi separado para servir de controle. Foram preparadas soluções de 

pectina 6%, carragenina 5%, polietileno glicol 200% e o filme alginato de sódio a 

1.5%, segundo o explicado previamente.  

Foram levados em bandejas 50 cadáveres de cada tratamento para a BOD 

e colocados na bancada em condições de laboratório (25 0C ± 2) para secagem. 

O tempo estabelecido para ambas as condições propostas para secagem das 

formulações foi de 48 horas. Durante esse tempo realizou-se duas observações, 

durante um intervalo de 24 horas. 
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Figura 4: Teste de secagem das formulações de cadáver de Galleria mellonella 

infectados por Heterorhabditis indica LPP30 em BOD e em bancada (Controle 

(a); pectina (b); polietileno glicol (c); carragenina (d) e Alginato de sódio (e)). 
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2.4. Teste de solubilidade das películas em areia  

 

Foram avaliadas as substâncias anteriores em areia com quatro tipos 

diferentes de umidade (0%, 10%, 20% e 30%). Utilizou-se para isso 16 potes 

plásticos de 500 mL com 300 ml de areia solarizada. Foram colocados em 12 dos 

potes água destilada na proporção de 10%, 20% e 30% em grupos de 4 por cada 

tratamento. Ressalta-se que um grupo de 4 potes foi separado sem adição de 

água, somente com a umidade inicial da areia. Foram adicionados em cada pote 

10 larvas de Galleria Mellonella de cada cobertura sobre a superfície da areia 

(Figura 5a). Os 16 potes foram tampados para reduzir a perda de água (Figura 

5b). Após 48 horas foi feita a avaliação visual das coberturas. Avaliou-se também 

a infectividade dos JIs emergidos, para tal 2 dias depois adicionou-se em cada 

pote um envelope de tela medindo 5 cm de comprimento por 5 cm de largura 

contendo duas larvas de G. mellonella. Os envelopes foram colocados enterrados 

na areia (Figura 5a e 5c). As telas foram deixadas por 72 horas nos potes e 

depois levadas para a BOD. Observou-se as larvas por mais 72 horas, a fim de 

verificar a ocorrência de sintomatologia típica da infecção por H. indica LPP30. O 

teste foi repetido com 15 dias.   
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Figura 5: Potes contendo solo umedecido ou não, adicionados de 

cadáveres de Galleria mellonella infectados por Heterorhabditis indica 

LPP30 cobertos por diferentes formulações. Aspectos do experimento 

montado (a e b), envelope de tela contendo lagartas de G. mellonella 

vivas para serem usadas como iscas (c). 
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3. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

3.1. Elaboração dos filmes de cobertura para os insetos cadáveres 

  

Nosso trabalho demonstrou que as diferentes concentrações de pectina 2, 

4 e 6% (p/v), carragenina 1, 2.5 e 5% (p/v), polietileno glicol (50% e 200% (p/v)) e 

alginato de sódio a 1,5 e 3% (p/v) são capazes de proporcionar a formação de um 

invólucro ao redor do cadáver. Verificamos que as melhores concentrações foram 

pectina a 6%, carragenina a 5%, polietileno glicol a 200% e alginato de sódio a 

1.5%. As concentrações mais baixas de pectina (2%), carragenina (1%) e alginato 

de sódio (1,5%) apresentavam rachaduras e não desprendeu da superfície, o que 

dificultou a liberação do cadáver sem sofrer dano. Indicando que o uso das 

concentrações menores na formulação não é viável por não propiciar a proteção 

esperada ao cadáver  

A formulação à base de pectina 1% demonstrou alta fluidez ficando a 

maior parte sobre a superfície (Figura 6a). A formulação com pectina 3% apesar 

de mais densa que a 1%, ao ser aplicada no cadáver também escorreu  

acumulando-se na superfície suporte (Figura 6b). Já a formulação com pectina 

6% foi a mais densa das concentrações testadas e quando aplicada no cadáver 

parte da formulação permanece ao redor do cadáver possibilitando a formação do 

invólucro. Ao secar essa formulação permitiu que o cadáver se desprendesse da 

superfície, além de proporcionar uma maior rigidez a estrutura do cadáver (Figura 

6c). 

A formulação a base de polietileno glicol nas concentrações de 50 e 100% 

apesar de apresentarem a formação de uma camada na superfície mantiveram no 

seu interior a solução em seu estado líquido em contato com o cadáver (6g e 6h). 

A formulação com polietileno glicol 200% foi mais apropriada para fornecer uma 

cobertura protetora aos cadáveres, visto que material já apresentou cristalização 

nas primeiras horas após ser colocado sobre o cadáver e no fim das 48 horas o 

material encontra-se seco (Figura 6i). 

A formulação a base de carragenina 1% proporciona um fino filme sobre o 

cadáver, contudo o filme é quebradiço e não se desprendeu da superfície ao 

secar (Figura 6d). A formulação com carragenina 2,5% proporcionou uma 
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cobertura firme, porém quebradiça se desprendendo parcialmente da superfície 

(Figura 6e). O invólucro proporcionado pela formulação com carragenina 5% 

apresentou-se firme dando mais rigidez ao cadáver e se desprendeu da superfície 

após seco (Figura 6f). Ressalta-se que concentrações superiores a 5% ao serem 

aquecidas formam uma solução extremamente densa que ao esfriar a 

temperatura ambiente se solidifica rapidamente impossibilitando a aplicação nos 

cadáveres.  

Baseado nos resultados observa-se que ambas as formulações são 

capazes de formar uma cobertura no cadáver de G. mellonella quando colocados 

em condições de laboratório para secagem (Figura 7). No entanto, constatou-se 

que a película protetora não é formada quando os insetos cadáveres são levados 

a BOD por 48 horas. As formulações de pectina, polietileno glicol e carragenina 

não secam, pelo contrário se dissolvem como se pode observar nas Figuras 8b, 

8c, 8d. O filme de alginato de sódio apesar de não sofrer liquefação também não 

formou filme (Figura 8d). As coberturas de pectina, polietileno glicol e carragenina 

estavam mais fluidas que no início do armazenamento. O filme de alginato ainda 

permanecia úmido. 

Acredita-se que esse comportamento apresentado pelas coberturas é 

devido à presença de umidade dentro da câmara de germinação. Os materiais 

teriam absorvido a água presente no ambiente, o que ocasionou uma diluição dos 

filmes de pectina, polietileno glicol e carragenina e uma hidratação no filme de 

alginato de sódio. Esse comportamento pode ser devido à capacidade hidrofílica 

das soluções causando uma absorção de água e uma maior hidratação das 

mesmas impedindo a secagem do hidrogel. (Whistler et. al.; 1984; Langendorff et. 

al., 2000; Medeiros e Kanis, 2010; Camargo et. al., 2007).  

 

 

 

 

 

 

 

 



37 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 6: Formulação para cadáveres de Galleria mellonella (pectina 2% (a), 4% 

(b), 6% (c); carragenina 1% (d), 2.5% (e), 5% (f); polietileno glicol 50% (g), 100% 

(h) e 200% (i)). 
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Figura 7: Formulação de cadáver de Galleria mellonella infectados por 

Heterorhabditis indica LPP30 secos em bancada (Controle (a); pectina 6% (b); 

polietileno glicol 200% (c); carragenina 5% (d) e Alginato de sódio 3% (e)). 
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Figura 8: Formulação de cadáver de Galleria mellonella infectados por 

Heterorhabditis indica LPP30 colocados na BOD por 48 horas (Controle (a); 

pectina 6% (b); polietileno glicol 200% (c); carragenina 5% (d) e Alginato de 

sódio 3% (e)). 
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3.2. Teste de solubilidade 

 

Baseado nos resultados observa-se que a cobertura dos 10 cadáveres 

formulados a base de polietileno glicol quando em contato com o solo solubilizou-

se por completo após as 48 horas nas umidades de 10%, 20% e 30%. Essa 

solubilização em água é importante para que os nematoides permaneçam vivos, 

conforme verificou Del Valle (2008), em seus estudos com cápsulas de gelatina 

que se dissolveram para a liberação dos nematoides. 

Os 10 cadáveres que estavam no tratamento seco não apresentaram 

mudanças na cobertura. No entanto, os 10 cadáveres com coberturas a base de 

pectina, carragenina e alginato de sódio não dissolveram. Contudo, todos os 

cadáveres de ambas as formulações apresentaram uma reidratação e com 48 

horas já se detectava a proliferação de fungos. Após 5 dias foram colocadas as 

armadilhas com a larvas. No entanto, no decorrer de 10 dias não ocorreu infecção 

de nenhuma larva em nenhum dos tratamentos, incluindo a testemunha.  

A solubilização das formulações deve-se ao fato das substâncias 

utilizadas serem polímeros biodegradáveis hidrofílicos, característica essa que 

contribui para a produção de formulações ecologicamente corretas que serão 

desintegradas e não vão causar danos ao ambiente nem à saúde humana 

(Whistler et.al., 1984;Misra et. al., 1993; Camargo et. al., 2007; Lizarraga et. al., 

2006;). Desta forma, devido à sua capacidade de solubilização, poderiam ser 

possíveis matérias-primas para formulações de cadáveres, para serem aplicadas 

no controle biológico. Novos estudos, no entanto, devem ser realizados para 

possibilitar que os JIs mantenham-se vivos e infectantes.  
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TRABALHO 2 

 

 

 

EFEITO DE DIFERENTES COBERTURAS PROTETORAS EM 

CADÁVERES DE Galleria mellonella INFECTADOS COM Heterorhabditis 

indicaLPP30  

 

 

 

RESUMO 

 

 

Nematoides entomopatogênicos (NEPs), nos últimos anos demostram seu 

potencial como agentes biológicos para o controle de insetos pragas. Atualmente, 

um dos maiores problemas para a utilização dos NEPs como biocontroladores é a 

sensibilidade a condições ambientais extremas. Objetivou-se assim, desenvolver 

um invólucro que forneça proteção aos cadáveres de Galleria mellonella infectado 

por H. indica LPP30, que não afete a sobrevivência dos JIs e proporcione uma 

cobertura que forneça uma maior resistência aos fatores externos, tais como a 

dessecação e danos físicos. Foram elaboradas soluções a base de pectina a 6%, 

carragenina a 5%, polietileno glicol a 200% e alginato de sódio a 1,5% para 

produção dos filmes das coberturas. Dissolveu-se a pectina, a carragenina e o 
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polietileno glicol em água destilada, aquecendo-se a solução em micro-ondas. 

Enquanto, o alginato de sódio foi dissolvido em água deionizada e polimerizado 

com cloreto de cálcio. As formulações foram colocadas individualmente em cada 

cadáver. Avaliou-se progênie, infectividade dos cadáveres formulados. As 

análises estatísticas foram feitas usando análises de variância dos resultados 

(ANOVA) e diferenças nas médias dos tratamentos foram determinadas utilizando 

o teste de Tukey em nível de 5% de significância. Verificou-se que, 100% dos 

filmes elaborados com as soluções de pectina e polietileno glicol dissolveram 

totalmente durante o período de análise, enquanto os a base de carragenina e 

alginato de sódio sofreram reidratação. Observou-se que apenas ocorreu 

liberação de juvenis infectantes (JIs) no controle e no tratamento 3 (cadáver 

parcialmente coberto com pectina). As médias de JIs dos tratamentos não 

diferiram, contudo diferiram na réplica. Ressalta-se que a infectividade não diferiu. 

Conclui-se que possivelmente as coberturas causaram uma restrição no oxigênio 

dos nematoides interrompendo assim a reprodução e assim apesar das 

formulações proporcionarem uma cobertura protetora ao cadáver elas interferem 

na emergência dos juvenis. 

 

 

 

ABSTRACT 

 

 

Entomopathogenic nematodes (NEPs) in recent years demonstrate its 

potential as biological agents for the control of insect pests. Currently, one of the 

biggest problems for the use of NEPs as biocontrol is the sensitivity to extreme 

environmental conditions. The objective is thus to develop an enclosure that 

provides protection to Galleria mellonella cadavers infected by H. LPP30 indicates, 

that does not affect the survival of IJs and provides cover that provides greater 

resistance to external factors, such as desiccation and physical damage. Were 

prepared based solutions of pectin (6%), carrageenan (5%), polyethylene glycol 

(200%) and sodium alginate (1.5%) for the production of films of the covers. 

Dissolved pectin, carrageenan and polyethylene glycol in distilled water by heating 
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the solution in a microwave. While sodium alginate was dissolved in deionized 

water and polymerized with calcium chloride. The formulations were individually 

placed in each body. Evaluated progeny infectivity of cadavers formulated. The 

statistical analyzes were performed using analysis of variance results (ANOVA) 

and differences in treatment means were determined using Tukey's test at 5% 

significance level. It was found that 100% of the films prepared with the solutions 

of pectin and polyethylene glycol dissolved completely during the scan, while the 

base carrageenan and sodium alginate suffered rehydration. It was observed that 

there was only release of infective juveniles (IJs) in the control and treatment 3 

(body partly covered with pectin). The average IJs treatments did not differ, 

however, differed in the replica. It is noteworthy that the infectivity did not differ. It 

is concluded that covers possibly caused a restriction in the oxygen interrupting 

nematode reproduction and so although the formulations provide a protective 

cover to the body they interfere with emergency juveniles. 

 

 

 

1. INTRODUÇÃO 

 

A sensibilidade a condições ambientais extremas dos nematoides 

entomopatogênicos (NEPs) é um dos maiores problemas para a utilização deles 

como biocontroladores. Segundo Lara (2006), o nematoide Heterorhabditis 

baujardi LPP7 pode suportar temperaturas de até 35 0C sem ser afetado em sua 

viabilidade, patogenicidade e capacidade de deslocamento até larvas de Galleria 

mellonella. As temperaturas superiores a 40 e 45 0C diminuem a viabilidade de 

nematoides, além de prejudicar sua patogenicidade e deslocamento. Segundo 

Kaya (1990), a amplitude que permite o aproveitamento máximo das 

potencialidades dos NEPs como agentes de controle biológico é relativamente 

estreita e a sua infectividade e persistência é comprometida por temperaturas 

superiores a 30 0C e inferiores a 15 0C.  

Ansari et. al. (2009) observaram que ao colocar cadáveres infectados no 

solo em vez de aplicar diretamente os nematoides entomopatogênicos sobre a 
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superfície do solo, evita-se a dessecação e inativação dos nematoides pelos raios 

ultravioleta.  

A aplicação dos NEPs ao solo tem contado com diversas formulações, 

incluindo carvão ativado, géis de poliacrilamida, argilas, esponjas de poliuretano e 

vermiculita (Georgis et. al., 1995). As formulações podem aumentar a persistência 

dos nematoides devido a uma redução no metabolismo e imobilização, 

acompanhada ou não por refrigeração do produto ou dessecação parcial dos 

juvenis infectantes (Georgis, 1990; Georgis et. al., 1995). Formulações como as 

argilas, por exemplo, podem aumentar o tempo de atividade dos nematoides no 

solo depois da aplicação, protegendo os NEPs contra as condições adversas 

(Navon et. al., 2002). 

Conforme Shaphiro-llan et. al. (2002), as formulações que não são 

baseadas na dessecação dos nematoides, como pasta ou esponja, conseguem 

ter altas viabilidades, mas não podem ser guardadas em altas densidades, o que 

constitui uma limitação para aplicação em longa escala. 

Os NEPs, nos últimos anos têm demonstrado seu potencial como agentes 

biológicos para o controle de insetos pragas e estão sendo considerados uma 

ferramenta efetiva para ser incorporada em programas de manejo integrado de 

pragas, representando uma parte importante dos chamados biocontroladores 

(Shaphiro-llan et. al. 2002).  

Objetivou-se assim com esse trabalho desenvolver um invólucro que 

forneça proteção a cadáveres de Galleria mellonella infectados com H. indica 

LPP30 com o propósito de que forneça maior resistência às condições externas e 

mantenham sua capacidade de multiplicação, supervivência e infectividade.  

 

 

2. MATERIAL E MÉTODOS 

 

2.1. Localização 

 

O experimento foi conduzido no Laboratório de Nematologia da 

Universidade Estadual do Norte Fluminense Darcy Ribeiro (UENF), na cidade de 

Campos dos Goytacazes, Rio de Janeiro. 
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2.2. Nematoides entomopatogênicos e insetos cadáveres 

Heterorhabditis indica LPP30 foi originalmente isolado de uma lavoura 

comercial de goiaba em Campos dos Goytacazes RJ-Brasil (Minas, 2012). A 

produção dos juvenis infectantes (JIs) foi feita in vivo mediante a colocação de 

seus juvenis infectantes em contato com as larvas de Galleria mellonella. Foi 

utilizada uma solução volumétrica de JIs em água destilada, sendo colocado 0,5 

mL dessa solução com as larvas em placas de Petri de 5 cm de diâmetro com 

papel filtro (Whatman Nº1) na base e incubadas em câmara de germinação a 25 

ºC e 80 % de umidade. Após sete dias, os cadáveres com sintomatologia típica de 

infecção foram colocados em armadilhas de White modificadas (White, 1927). Os 

JIs foram coletados das armadilhas durante 6 dias e armazenados em água 

destilada nas garrafas de cultura de células de 250 mL por no máximo uma 

semana a 16 ºC antes da utilização.  

Os insetos cadáveres foram obtidos pela exposição de larvas no sétimo 

instar de G. mellonella a juvenis infectantes de H. indica LPP30. As larvas foram 

pesadas individualmente em balança analítica (Gehaka, modelo AG 200). A 

produção dos juvenis infectantes (JIs) foi realizada in vivo mediante colocação 

dos JIs em contato com as larvas, utilizando aproximadamente 100 JIs em 1 mL 

de água destilada em placas de Petri de 5 cm de diâmetro com papel filtro 

(Whatman Nº1) na base e incubadas em câmara de germinação a 25 ºC e 80 % 

de umidade. Após quatro dias, os cadáveres que apresentaram coloração marrom 

avermelhada, sintomatologia típica da infecção por Heterorhabditis, foram 

transferidos para outra placa de Petri com papel filtro na base (Whatman Nº1) e 

incubados novamente na câmara de germinação até o sexto dia quando 

receberam o invólucro.  

 

2.3. Elaboração dos filmes de cobertura para os insetos cadáveres 

 

Utilizou-se para isso quatro tipos de soluções base (pectina, carragenina, 

polietileno glicol e alginato de sódio) e 20 cadáveres para cada tratamento. 

Ressalta-se que um grupo composto por 20 cadáveres sem cobertura foi 
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separado para servir de controle. Foram preparadas soluções de pectina 6% (p/v), 

carragenina 5% (p/v), polietileno glicol 200% (p/v) e o filme de alginato de sódio a 

1.5% (p/v). 

As soluções de pectina, carragenina e polietileno glicol foram feitas em 

água destilada e com aquecimento em micro-ondas por 120, 90 e 60 segundos, 

respectivamente. Após a mistura estar homogênea o recipiente com a formulação 

foi colocado em bancada para esfriar até atingir temperatura ambiente 

(aproximadamente 250C). Após atingir temperatura de 250C a solução foi 

colocada sobre os cadáveres individualmente com o auxílio de uma pipeta (Figura 

3, 4, 5, 6). Foram usados aproximadamente 2 mL das soluções de pectina e 

carragenina e 1 mL da solução de polietileno glicol. Ressalta-se que no caso do 

tratamento da pectina utilizou-se dois sistemas para cobertura dos cadáveres. No 

primeiro, o cadáver foi totalmente coberto com a formulação e no segundo apenas 

metade do cadáver recebeu a formulação, para verificar se há interferência 

química da substância no processo de reprodução dos nematoides. 

A solução de alginato de sódio foi preparada em água deionizada sob 

agitação constante em chapa agitadora e usada no preparo do biofilme. Usou-se 

para a polimerização cloreto de cálcio. Desta forma, preparou-se o biofilme de 

alginato de sódio com o gotejamento de 3 mL de cloreto de cálcio em 3 mL da 

solução de alginato de sódio. Após 60 segundos o filme preparado foi colocado 

sobre o cadáver e então colocado na bandeja.  

Os cadáveres de todos os tratamentos já com as coberturas foram 

colocados em bandeja e deixados na bancada para secagem. Observa-se que 

como foram usados dois sistemas de cobertura com a formulação a base de 

pectina, tem-se então tratamento 1 (controle), tratamento 2 (cadáver totalmente 

coberto com pectina), tratamento 3 (cadáver parcialmente coberto com pectina), 

tratamento 4 (carragenina), tratamento 5 (polietileno glicol) e tratamento 6 

(alginato de sódio). O tempo estabelecido para a secagem das formulações foi de 

48 horas.   
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2.4. Caracterização dos insetos cadáveres 

 

2.4.1. Progênie 

 

As larvas com aproximadamente 300 mg de massa infectadas 

individualmente através da adição de 100 JIs/mL em placas de Petri (50 mm de 

diâmetro), com papel filtro (Whatman Nº1) na base e incubadas em câmara de 

germinação a 25 ºC e 80 % de umidade já cobertas e secas em temperatura 

ambiente por 72 horas foram colocadas em armadilhas de White modificadas 

(White, 1927).  Os JIs foram coletados das armadilhas a cada 24 horas ao longo 

de 10 dias e foram armazenados em água destilada nas garrafas de cultura de 

células de 250 mL a 16 ºC em câmara de germinação até a contagem dos juvenis.  

A contagem foi realizada manualmente em lupa binocular com o auxilio 

auxílio de um contador manual, feita através de 3 micro-alíquotas de 0,1 mL e foi 

estabelecido o valor médio de produção final através da seguinte equação: 

 

 

Onde, 

n1; n2; n3 : número de nematoides em cada alíquota; 

N: número de nematoides estimado para o volume inicial da solução; 

Vol (mL): volume inicial da solução. 

 

2.4.2 Patogenicidade dos JIs emergidos dos insetos cadáveres 

 

As larvas com aproximadamente 300 mg de massa infectadas 

individualmente através da adição de 100 JIs/mL em placas de Petri (50 mm de 

diâmetro), com papel filtro (Whatman Nº1) na base e incubadas em câmara de 

germinação a 25 ºC e 80 % de umidade já cobertas e secas em temperatura 

ambiente por 72 horas foram colocadas em armadilhas de White modificadas 

(White, 1927).  Os JIs foram coletados das armadilhas e foram utilizados no 

preparo de uma solução volumétrica para avaliação da patogenicidade. 
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A patogenicidade dos JIs foi avaliada após cada tratamento em larvas de 

sétimo instar de G. mellonella, para qual foram utilizadas 10 larvas por tratamento 

com 5 repetições. As infecções foram feitas com 100 JIs/mL de cada tratamento e 

a mortalidade foi avaliada 72 horas depois da infecção e sintomatologia típica da 

infecção por H. indica LPP30 confirmada sete dias depois (Lara, 2006).  

 

 

2.5. Análise estatística 

 

As análises foram feitas usando análises de variância dos resultados 

(ANOVA) com Sistema de Análises Estatísticas (Universidade Estadual de 

Viçosa, 1997). Diferenças nas médias dos tratamentos foram determinadas 

utilizando o teste de Tukey em nível de 5% de significância. 

 

 

3. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

Foi observado produção de progênie somente no controle (tratamento 1) 

e nos cadáveres parcialmente coberto com pectina (tratamento 3). Acredita-se 

que isso pode ter ocorrido devido à influência dos químicos ou devido à restrição 

de oxigênio que as coberturas podem ter causado.  

A formulação a base de pectina (cadáver totalmente e parcialmente 

coberto), e a base de polietileno glicol dissolveram-se totalmente ao fim do 

período de observação. Observa-se que apesar da cobertura a base de 

carragenina sofrer reidratação e amolecimento e a cobertura a base de alginato 

de sódio sofrer uma reidratação elas não se dissolveram. Ressalta-se que foi 

detectado a presença de fungos nas coberturas a base de carragenina e alginato 

de sódio. Os cadáveres dessecados com 72 horas após adição da cobertura 

possibilitou observar a presença de adultos e hermafroditas no interior. Contudo, 

a maior parte já se encontrava morta. 

O polietileno glicol pode ter influenciado negativamente a sobrevivência 

de JIs devido à sua capacidade de criar um potencial osmótico, efeito também 

observado por Andrén e Lagerlöf (1983) para o calcário. As formulações com 
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calcário aplicadas aos oito dias após a infecção afetaram mais os JIs, talvez em 

consequência do menor período entre formulação e o início da emergência de JIs. 

A menor concentração de calcário em torno dos cadáveres formulados na forma 

aquosa resultou no incremento de JIs emergidos. Aparentemente, o potencial 

osmótico é amenizado através do tempo e quando diluído. Portanto, em 

aplicações a campo, deve-se observar as características físico-químicas dos 

solos, pois as coberturas utilizadas nos cadáveres poderão ser influenciadas por 

elas (Barbercheck, 1992) 

Segundo Kung et. al., (1990) as concentrações mais elevadas dos 

agentes de imersão geraram um revestimento mais espesso nos cadáveres, que 

pode ter resultado em níveis de oxigênio reduzido, diminuindo a sobrevivência 

dos nematoides. 

Conforme Shapiro-Ilan et. al. (2001), o cadáver revestido com 

formulações a base de pó demonstrou ser um mecanismo protetor para melhorar 

armazenamento e aplicação. Com coberturas de argila, glúten, lignina e amido em 

larvas de G. mellonella infectadas com H. bacteriophora Hb, encontraram maior 

tolerância à dessecação e sobrevivência de JIs quando foram formulados aos 

quatro dias em relação aos formulados aos oito dias. Verificaram que em parte 

das formulações que aderiram ao cadáver a reprodução do nematoide foi 

insuficiente ou completamente deficiente.  

Del Valle (2009) em seus estudos com cobertura de insetos cadáveres 

verificou que as diferentes formulações testadas (talco, cápsula de gelatina e 

calcário calcítico) não apresentaram diferenças significativas quanto ao número 

de JIs emergidos quando formulados aos quatro dias após a infecção das larvas 

de G. mellonella. No entanto, houve diferenças estatísticas entre os tratamentos 

quando as coberturas foram aplicadas oito dias após a infecção. Del Valle (2009) 

constatou que cápsulas de gelatina protegem os cadáveres e não afetam 

emergência.  

Shapiro-Ilan et. al. (2010) trabalhando com cadáver de Tenebrio molitor 

infectados por Heterorhabditis indica Poinar e Steinernema carpocapsae e 

utilizando uma máquina de embalagem automática, desenvolvida para reduzir o 

trabalho e padronizar o produto final verificaram que após a exposição a uma 

agitação mecânica os cadáveres S. carpocapsae com fita foram mais resistentes 
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à ruptura do que cadáveres sem fita. Entretanto, cadáveres de H. indica não 

foram afetados por agitação mecânica (com ou sem fita). H. indica quando 

testados contra os insetos pragas (Diaprepes abbreviatus (L.), Aethina tumida 

Murray) verificaram que ambos os tratamentos com fita e sem fita causaram 

reduções significativas na sobrevivência do inseto em relação ao controle, e não 

houve diferenças detectadas entre os tratamentos. Concluíram que o método da 

fita adesiva tem a vantagem de produção em massa facilitada por uma máquina 

de embalagem automática, mas adicionalmente, oferece uma opção para 

aplicação manual. 

Shapiro-Ilan et. al. (2010), desenvolveram uma nova formulação e um 

sistema de embalagem para os cadáveres infectados. O sistema apresentou 

potencial para uso no controle de pragas e demonstrou que existe potencial para 

a utilização de uma formulação para aplicação de cadáveres infectados com 

nematoides.  

Ansari et. al. (2009) verificaram que a virulência dos JIs produzidos a 

partir de cadáveres formuladas formulados não era significativamente diferente da 

virulência dos JIs obtidos a partir de cadáveres não formulados.  
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Figura 1: Número médio de juvenis infectantes de Heterorhabditis indica LPP30 

emergidos de insetos cadáveres formulados com diferentes coberturas (média). 

Médias seguidas de letras diferentes na mesma coluna são estatisticamente 

diferentes pelo teste de Tukey (P < 0,05). Nas demais coberturas não foi 

observado juvenis emergidos.  
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Conforme pode-se observar na Figura 1 os valores médios da produção de 

JIs do controle (163.326) e do cadáver parcialmente coberto (97.450) no tempo 1 

não diferiram entre si. No entanto, no tempo 2 os valores diferem entre si sendo a 

média no tempo 1 (141.435) superior à média no tempo 2 (66.833). 

A massa das Galleria mellonella utilizada nos experimentos ficou (0.227186 

± 0.001254) e (0.223342 ± 0.001378) para o primeiro e para o segundo 

experimento, respectivamente. Observa-se que as massas dos experimentos 

diferiram estatisticamente entre si. Segundo Dias et. al. (2008), testaram 

diferentes massas das larvas de G. mellonella, e observaram que as produções 

de JIs/ml das massas 150, 200 e 300 mg não diferiram entre si (939, 2.009 e 

3.455, respectivamente). Na réplica, as produções em larvas com massas de 200 

e 300 mg foram maiores e não diferiram entre si, contudo diferiram da massa 150 

mg (5.305, 6.407 e 810, respectivamente) (F = 3,21; GL = 3; P < 0,05). Como 

esperado, a maior produção foi nas larvas de maior massa (300 mg), 

provavelmente devido ao maior conteúdo celomático e disponibilidade de 

nutrientes, e portanto menor competição intraespecífica. 

Molina et al., (2004) demonstraram que não só o tamanho, mas também 

as espécies de nematoides entomopatogênicos afetam a produção de JIs. Os 

presentes resultados vêm dar suporte adicional a essas assertivas e permitem 

afirmar que, para H. baujardi LPP7, doses de 200 a 300 JIs aplicadas sobre larvas 

de G. mellonella com 200 a 300 mg são adequadas para a maior produção de JIs 

/ml. 

Segundo Molina e Lopez (2002), a produção de JIs é diretamente 

proporcional ao tamanho do hospedeiro. Flanders et al., (1996), trabalhando com 

H. bacteriophora Oswego, obtiveram o dobro da produção de JIs em larvas 

maiores (300- 400 g), comparada às produções obtidas em larvas menores (100 - 

200 g).  
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Figura 2: Porcentagem de mortalidade das larvas no sétimo instar de Galleria 

mellonella infectadas com Heterorhabditis indica LPP30. Tratamento 1 (controle) e 

tratamento 3 (cadáver parcialmente coberto com pectina). 
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Com relação a patogenicidade não verificou-se diferença estatística, como 

pode ser observado na Figura 2, os valores médios da mortalidade do controle 

(7.8) e do cadáver parcialmente coberto (8.8) no tempo 1 não diferiram entre si. 

No entanto, no tempo dois os valores não diferem entrei si sendo a média no 

tempo 1 (6.6) superior à média no tempo 2 (6.6) ao em nível de 5% pelo teste de 

Tukey. 

Uma elevada infectividade às larvas de G. mellonella foi observada nos 

JIs emergidos das diferentes coberturas analisadas. Não foram observadas 

diferenças significativas nas porcentagens de infecções provocadas pelas 

coberturas testadas. Estes dados sugerem que os tratamentos de cobertura 

podem afetar o número de JIs que emergem, mas não há efeito sobre a 

patogenicidade dos mesmos (Del Valle, 2009).  

Conclui-se assim, que os materiais utilizados na produção de JIs do 

nematoide Heterorhabditis indica LPP30 não atenderam satisfatoriamente ao 

objetivo, visto que não permitiram que ocorresse liberação dos JIs. Observa-se 

que no caso da pectina provavelmente a restrição de oxigênio pode ter 

influenciado na liberação dos juvenis, visto que o cadáver coberto parcialmente 

apresentou liberação enquanto no coberto totalmente não foi observado juvenil 

emergido. No entanto, para as demais coberturas avaliadas o processo de 

reprodução pode ter sido afetado pela ausência de oxigênio ou por interferência 

de alguma substância química.  
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4. RESUMO E CONCLUSÕES 

 

Nematoides entomopatogênicos, nos últimos anos demonstraram seu 

potencial como agentes biológicos para o controle de insetos pragas. A utilização 

em pomares comerciais como insetos cadáveres é uma alternativa que deve ser 

considerada, especialmente, quando o inseto praga localiza-se no solo ou em 

ambientes crípticos.  

Atualmente um dos desafios para ampliar a utilização dos nematoides 

entomopatogênicos é conseguir um sistema de produção que seja capaz de gerar 

NEPs em pequena, média e larga escala onde os processos não sejam de alto 

custo para que esse fator não constitua um fator limitante para o uso.  

Desta forma, objetivou-se com o presente trabalho testar diferentes 

coberturas que proporcionem maior proteção e conservação para os cadáveres 

de Galleria mellonella infectados por Heterorhabditis indica LPP30. 

Avaliou-se 4 tipos de formulações base (pectina, carragenina, polietileno 

glicol e alginato de sódio) a fim de elaborar um filme para cobertura para 

proporcionar maior proteção aos insetos cadáveres. Avaliou-se a melhor 

concentração de cada formulação, o melhor local para secagem e o 

comportamento dos filmes na presença de umidade e o efeito de cada cobertura 

nos juvenis infectantes. Utilizou-se para isso cadáveres de Galleria mellonella 

infectados por Heterorhabditis indica LPP30. Verificou-se que as melhores 

concentrações para elaboração do filme foi pectina 6%, carragenina 5%, 

polietileno glicol 200% e alginato de sódio 1.5 % com secagem em bancada. 
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Observou-se que quando em contato com a areia somente o polietileno glicol 

dissolveu, no entanto quando os cadáveres ficaram nas armadilhas de White os 

filmes de pectina também dissolveram. Ressalta-se que apenas no controle e no 

cadáver parcialmente coberto com pectina ocorreu liberação de Juvenis 

infectantes. Conclui-se assim, que os materiais utilizados na produção de JIs do 

nematoide Heterorhabditis indica LPP30 não atenderam satisfatoriamente ao 

objetivo, visto que não permitiram que ocorresse liberação dos JIs.  
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