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RESUMO 

No Brasil, o predomínio de áreas florestais plantadas com Eucalyptus, de 6,9 

milhões de ha, é devido a adaptabilidade a diferentes ambientes, ao seu rápido 

crescimento e elevada produtividade. No entanto, pragas exóticas, como o 

percevejo-bronzeado Thaumastocoris peregrinus Carpintero & Dellapé, 2006 

(Hemiptera: Thaumastocoridae), presente no Brasil desde 2008, vem causando 

danos significativos na produtividade de madeira nas regiões produtoras de 

eucalipto. O parasitoide de ovos Cleruchoides noackae Lin & Huber, 2007 

(Hymenoptera: Mymaridae) foi introduzido no país em 2012, para criação e liberação 

à campo, e controle biológico clássico da população do percevejo-bronzeado. O 

objetivo deste estudo foi avaliar a qualidade de populações de C. noackae com 

diferentes gerações em laboratório e a presença de endossimbiontes, e estudar a 

dispersão do parasitoide em plantaçoes de eucalipto, visando otimizar a criação 

massal do parasitoide em laboratório e eficiência na liberação a campo. No estudo 

do controle de qualidade foram avaliados parâmetros biológicos de cinco populações 

com diferentes gerações (F13, F18, F39, F67 e F122) de C. noackae em laboratório. 

O número de ovos parasitados (9,3 a 11,9 ovos/fêmea), parasitoides emergidos 

(9,26 a 11,46 parasitoides), razão sexual (0,58 a 0,76), e longevidade de fêmeas de 

C. noackae sem experiência de parasitismo não apresentaram diferenças entre as 

diferentes populações. O período de desenvolvimento ovo-adulto, e a longevidade 

de fêmeas sem experiência de parasitismo e de machos apresentaram diferenças, e 

a capacidade de vôo das com mais gerações em laboratório foi menor. Análises 

moleculares por meio de PCR foram realizadas para a presença de 10 gêneros 

bacterianos e um microsporídio com a utilização de primers específicos. Oito 

gêneros de endossimbiontes foram presentes nas populações de C. noackae e após 

o sequenciamento foi possível identificar 99% de identidade com Wolbachia, 

Rickettsia e Serratia, havendo associação do parasitoide com essas bactérias. Em 

três talhões com plantios de eucalipto foram marcados dois quadrados concêntricos 

com distancias de 25,0 e 50,0 m do ponto central ao ponto médio de cada lado do 

quadrado, e fixados a cada 25,0 m, armadilhas adesivas amarelas, totalizando 25 

pontos e 6 distâncias (0,0; 25,0; 32,35; 50,0; 55,9 e 70,7 m). No ponto central de 

cada parcela, foram liberados 3.000 adultos de C. noackae, e após 72 h os cartões 

foram coletados e avaliados. O parasitoide C. noackae se dispersou até 70,7 m de 



distância do ponto central de liberação em 72 h, com maior captura a 25,0 m, 3,66 

adultos. Os resultados apresentados neste trabalho podem ser utilizados para o 

ajuste de técnicas e de controle da criação massal em laboratório deste parasitoide, 

e representam primeiras detecções de endossimbiontes e determinação da 

dispersão a campo de C. noackae. 

 

Palavras-chave: controle biológico; dispersão; Eucalyptus; percevejo-bronzeado. 

  



 
 

ABSTRACT 

 

The predominance of planted forests in Brazil with the genera Eucalyptus on 6.9 

million ha is due to its adaptability to different environments, rapid growth, and high 

productivity. However, exotic pests such as the bronze-bug Thaumastocoris 

peregrinus Carpintero & Dellapé (Hemiptera: Thaumastocoridae), present in Brazil 

since 2008, has been causing significant damage to wood productivity in several 

eucalyptus production regions. The egg parasitoid Cleruchoides noackae Lin & 

Huber (Hymenoptera: Mymaridae) was introduced in Brazil in 2012, for mass-rearing 

and release for the classic biological control of the population of the bronze-bug. The 

objective of this study was to evaluate the quality and the presence of endosymbionts 

of C. noackae populations with different generations in the laboratory, and to study 

the dispersal of the parasitoid in eucalyptus plantations, aiming to optimize parasitoid 

mass-rearing in the laboratory and efficiency in field release. In the study of quality 

control, biological parameters of five populations with different generations of C. 

noackae were evaluated. Biological parameters for parasitism, longevity and sex 

ratio of C. noackae did not differ among populations of this natural enemy, but its 

flight capacity decreased with the number of generations. Molecular analyses were 

performed by PCR for the presence of 10 bacterial genera and a microsporid with the 

use of specific primers. Eight genera of endosymbionts were present in the 

populations of C. noackae. After sequencing, it was possible to determine that 99% 

of identity belonged to the genera Wolbachia, Rickettsia and Serratia, with an 

association of the parasitoid with these bacteria. In three eucalyptus plots 100.0 m x 

100.0 m, two concentric squares were marked with distances of 25.0 and 50.0 m 

from the central point to the midpoint on each side of the square, and fixed yellow 

sticky traps every 25.0 m, in the trunk of the trees at 1.8 m from the ground, totaling 

25 points and 6 distances (0.0, 25.0, 32.35, 50.0, 55.9 and 70.7 m). At the central 

point of each plot, 3,000 adults of newly emerged C. noackae were released and 

after 72 h the cards were removed and evaluated. The parasitoid C. noackae 

dispersed up to 70.7 m away from the central point of release in 72 h, with greater 

capture at 25.0 m, 3.66 adults. The results presented in this work can be used to 

improve C. noackae mass-rearing techniques, represent the first detections of 

endosymbionts in C. noackae, and determine the field dispersal of C. noackae. 

Keywords: biological control, bronze-bug, dispersal, Eucalyptus, quality control. 
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INTRODUÇÃO GERAL 

Com área plantada de 9 milhões de ha, o setor florestal brasileiro é um dos 

mais desenvolvidos e competitivos do mundo (SOUZA et al., 2016), sendo o 

Eucalyptus (Myrtaceae), o gênero com maior área plantada, 6,9 milhões de ha e 

ocupando o 10º lugar no ranking mundial com áreas certificadas (IBÁ, 2020). O 

predomínio desse gênero, se deve ao seu rápido crescimento, adaptabilidade a 

diferentes condições climáticas e ambientais e atendimento aos diferentes setores 

da indústria madeireira (GARNAS et al., 2012). 

A expansão e a extensão de áreas plantadas por um longo período e com o 

mesmo material genético propiciam o desenvolvimento de espécies-praga (GARNAS 

et al., 2012). Devido ao transporte de insetos em plantas vivas e toras cortadas ser 

comum e de difícil controle (MUTITU et al., 2020), associados à globalização 

econômica que favoreceu o transporte de pessoas e mercadorias (WESTPHAL et 

al., 2008; HURLEY et al., 2016), tem se intensificado a introdução de pragas 

exóticas em plantação de eucalipto no Brasil, impactando consequentemente a 

produtividade (BARBOSA et al., 2019).   

De origem australiana, o percevejo-bronzeado Thaumastocoris peregrinus 

Carpintero & Dellapé, 2006 (Hemiptera: Thaumastocoridae), relatado no Brasil em 

2008 (WILCKEN et al., 2010), é o mais difundido no mundo, sendo relatado em mais 

de 20 países fora da Austrália (MACHADO et al., 2020). No Brasil, o percevejo-

bronzeado encontrou condições ambientais e espécies favoráveis ao seu 

desenvolvimento e reprodução incluindo as do gênero Eucalyptus spp. e Corymbia 

spp. (MACHADO et al., 2020). 

Thaumastocoris peregrinus é um inseto fitófago pequeno, de comprimento 

médio de três milímetros, corpo achatado e coloração marrom claro (CARPINTERO 

& DELLAPÉ, 2006; SOLIMAN et al., 2012). Fêmeas e machos são diferenciados 

pela observação ventral do abdômen, onde machos possuem a cápsula genital que 

se abre para a direita (MARTINEZ & BIANCHINI, 2010; NOACKAE et al., 2011; 

SOLIMAN et al., 2012). A longevidade de fêmeas e machos é de 34 e 35 dias, 

respectivamente, e cada fêmea pode ovipositar até 58 ovos a 25ºC, com período de 

pré-oviposição de 6,2 dias (BARBOSA et al., 2019). Os ovos possuem formato 

arredondado e achatado, de coloração preto brilhante e são colocados únicos ou 

agrupados sobre as irregularidades das folhas e ramos (JACOBS & NESSER, 2005) 
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e apresentam período de incubação de 6 dias (NOAK & ROSE, 2007). As ninfas 

possuem cinco ínstares e a duração do ciclo desde a eclosão do ovo até a fase 

adulta, varia de 14 a 20 dias (NOACK & ROSE, 2007; SOLIMAN et al., 2012).  

O ciclo biológico de T. peregrinus varia conforme a espécie e híbridos de 

eucalipto (SOLIMAN et al., 2012) e a temperatura reflete na taxa de reprodução 

líquida do percevejo-bronzeado, maior a 18 e 25ºC, e menor a 30ºC (BARBOSA et 

al., 2019). 

Devido a sucção do parênquima paliçádico das folhas do eucalipto 

(SANTADINO et al., 2017), o percevejo-bronzeado causa o prateamento, 

bronzeamento, e secamento das folhas (JACOBS; NESSER, 2005), redução na 

fotossíntese, produtividade (WILCKEN et al., 2010) e morte das árvores em altas 

infestações (MONTAGU et al., 2020). 

O manejo integrado de T. peregrinus é feito inicialmente com o 

monitoramento da praga, contando-se ninfas, adultos e/ou ovos de T. peregrinus a 

partir de folhas do terço médio a leste (LIMA et al., 2016). Cartões adesivos 

amarelos dispostos a 1,80 m do solo, subestimam a abundância de indivíduos, no 

entanto, devido a logística que impede de colocar a armadilha acima desta altura, é 

aceitável (MARTINEZ et al., 2010) e tem sido mais utilizado no Brasil. Estudos com 

sensoriamento remoto, no monitoramento de T. peregrinus em plantação de 

Eucalyptus tem sido realizado, com 97,7% de acurácia na detecção de talhões 

saudáveis e atacados pela praga (SANTOS et al., 2020). O nível de controle para 

tomada de decisão, ainda não foi determinado para T. peregrinus, no entanto, o 

manejo que vem sendo utilizado é com o controle químico e biológico. Devido à 

grande variedade de espécies de eucalipto que são hospedeiras da praga, reduz a 

chance do uso da resistência de plantas (NOACK et al., 2011; SOLIMAN et al., 

2012). 

O controle químico pode ser realizado com os inseticidas registrados a base 

de bifentrina (piretróide) e bifentrina (piretróide) + Acetamiprido (neocotinóide), 

produto comercial Capture® 400 EC e Sperto, respectivamente (AGROFIT, 2021).  

O controle biológico é a principal estratégia para reduzir os danos causados 

por insetos praga exóticos em plantações de eucalipto (WINGFIELD et al., 2013), 

inclusive para o percevejo-bronzeado (WILCKEN et al., 2015). Epizootias e 

predadores de ocorrência natural em campo foram relatados causando mortalidade 

de ninfas e adultos de T. peregrinus (MASCARIN et al., 2012; DIAS et al., 2014), no 
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entanto, em surtos populacionais da praga, estes últimos não são suficientes devido 

à baixa especificidade hospedeira. Estudos com produtos comerciais a base de 

Beauveria bassiana (Bals-Criv.) Vuill. (Ascomycota: Hypocreales: Cordycipitacea) e 

Metharizium anisopliae (Metsch) Sorokin (Hypocreales: Clavicipitaceae) causaram 

mortalidade de 100 e 88%, de adultos de T. peregrinus (SOLIMAN et al., 2019), 

indicando potenciais agentes de controle da praga. 

O endoparasitoide de ovos Cleruchoides noackae Lin & Huber, 2007 

(Hymenoptera: Mymaridae) é o único parasitoide disponível para utilização no 

controle biológico de T. peregrinus (Barbosa et al., 2017). Cleruchoides noackae é 

uma vespa de aproximadamente 0,5 milímetros de comprimento (LIN et al., 2007) e 

partenogênese arrenótoca (MUTITU, 2013; BECCCHI et al., 2020). A longevidade 

do adulto varia de 2 a 4 dias sem e com alimento, respectivamente (SOUZA et al., 

2016), e o período de desenvolvimento ovo-adulto de C. noackae varia de 19 a 27 

dias a 22 e 18ºC, respectivamente (MARTÍNEZ et al., 2018). A duração da cópula, 

de C. noackae, é em de média, 39 segundos (BECCHI et al., 2020) e o parasitismo 

em ovos de um a três dias de idade de T. peregrinus foi maior que 60% (BARBOSA 

et al., 2018). A razão sexual de C. noackae é tendenciosa para fêmeas, como 

observado em laboratório e campo, de 0,78 (BARBOSA et al., 2018) e 0,69 

(BARBOSA et al., 2017), respectivamente.  

O sucesso dos inimigos naturais como agentes de controle biológico está 

intimamente ligado a qualidade dos indivíduos produzidos durante o processo de 

produção massal em laboratório (GRENIER & CLERCQ, 2003; NARANJO-

GUEVARA et al., 2020), e à dispersão, à eficiência na localização e ao controle da 

praga após liberação (Van LENTEREN, 1992; Van LENTEREN e BIGLER, 2010).  

É comum observar a diminuição na qualidade dos insetos produzidos nas 

criações massais em laboratório ao longo das gerações. Isso ocorre principalmente 

devido ao cruzamento consanguíneo, deriva genética (LEPPLA, 2003), mutações 

deletérias e adaptação genética ao cativeiro (BIGLER, 1989; FRANKHAM et al., 

2008; TREVISAN et al., 2016), por isso é fundamental avaliar a qualidade de 

populações com diferentes gerações em laboratório, e estabelecer diretrizes à 

avaliação da qualidade de C. noackae. 

Bactérias endossimbiontes que vivem no interior do corpo ou das células de 

um ser vivo (WERREN et al., 2008), apresentam um impacto importante na ecologia, 

reprodução e comportamento do hospedeiro (MILLER & SCHNEIDER, 2012; 
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NOUHUYS, et al., 2016), e podem reduzir a qualidade dos inimigos naturais 

produzidos. Os simbiontes podem ser adquiridos do ambiente ou maternalmente a 

cada geração (MORAN, et al., 2008; PISTONE et al., 2014) e a grande maioria 

possuem efeitos benéficos ao hospedeiro (OLIVER et al., 2003; DOUGLAS, 2015; 

OLIVER & HIGASHI, 2019). No entanto, alguns podem prejudicar a capacidade de 

locomoção, sobrevivência e fecundidade dos insetos (FLEURY et al., 2000; MANN 

et al., 2017; HARUMOTO et al., 2018). Bactérias do gênero Wolbachia, infectam 

66% dos artrópodes (HILGENBOECKER et al., 2008), e influenciam na reprodução 

do hospedeiro por meio da mortalidade e feminização dos machos, manipulação da 

partenogênese e incompatibilidade citoplasmática (WERREN et al., 2008; MANN et 

al., 2017). A associação de endossimbiontes ao parasitoide C. naockae não foi 

relatada na literatura, e pode fornecer informações importantes para melhorar a 

qualidade de produção e entender a relação com seu hospedeiro T. peregrinus. 

O conhecimento da mobilidade e dispersão de parasitoides é essencial para o 

sucesso no controle biológico (POMARI-FERNANDES, et al., 2018), e auxilia na 

determinação da distribuição de pontos de liberação (MILLS et al., 2006). O vento e 

as características da vegetação são fatores que influenciam na direção e dispersão 

dos insetos, principalmente inimigos naturais diminutos (PETIT et al., 2008; 

LOWENSTEIN et al., 2019). Diferentes métodos podem ser utilizados para estudar o 

comportamento de dispersão, como o uso de armadilhas amarelas (LOWENSTEIN 

et al., 2019), ovos sentinelas (SALAZAR-MENDONZA et al., 2020) e plantas 

pulverizadas com cola (SUVERKROPP et al., 2009). 

 Nesse contexto, este trabalho teve como objetivo avaliar a qualidade e 

prospectar endossimbiontes de populações de C. noackae com diferentes gerações 

em laboratório, e estudar a dispersão do parasitoide em plantação de eucalipto, 

visando melhorias na criação massal do parasitoide em laboratório e eficiência na 

liberação a campo para o controle do percevejo-bronzeado. 
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CAPÍTULO  1 

CONTROLE DE QUALIDADE DE POPULAÇÕES DE Cleruchoides noackae 

(HYMENOPTERA: MYMARIDAE) COM DIFERENTES GERAÇÕES CRIADOS EM 

LABORATÓRIO 

 

Resumo 

O percevejo-bronzeado, Thaumastocoris peregrinus Carpintero & Dellapé, 2006 

(Hemiptera: Thaumastocoridae), nativo da Austrália, se disseminou e causa danos 

em plantação de Eucalyptus em diferentes países. Esse percevejo foi relatado no 

Brasil, pela primeira vez em 2008 e se dispersou pelo país causando perdas em 

plantação de eucalipto de empresas florestais e pequenos produtores. O parasitoide 

de ovos Cleruchoides noackae Lin & Huber, 2007 (Hymenoptera: Mymaridae), 

principal agente de controle biológico de T. peregrinus, vem sendo multiplicado em 

laboratório e liberado em áreas infestadas, por T. peregrinus, desde sua importação 

em 2012. O controle de qualidade na produção deste inimigo natural é 

imprescindível para manter sua eficiência no controle desta praga. O objetivo foi 

avaliar parâmetros biológicos de cinco populações do parasitoide C. noackae, com 

diferentes gerações (F13, F18, F39, F67 e F122) em laboratório, em ovos de T. 

peregrinus e o comportamento de vôo desse parasitoide. Os parâmetros biológicos 

parasitismo, emergência e razão sexual de C. noackae não diferiram entre as 

populações, mas o desenvolvimento, longevidade, sobrevivência e a capacidade de 

vôo foram influenciadas pelo número de gerações. Os resultados confirmam a 

hipótese de que a criação sucessiva em laboratório em ovos de T. peregrinus 

apresentam mudanças nos parâmetros biológicos e comportamentais de C. 

noackae. 

 

Palavras-chave: controle biológico; controle de qualidade; Eucalyptus spp.; 

parasitoide de ovos; teste de vôo.  

 

                                                           

1  Capítulo redigido de acordo com as normas do periódico Bulletin of Entomological 

Research. 

 



20 
 
 

 

Abstract 

The bronze-bug Thaumastocoris peregrinus (Hemiptera: Thaumastocoridae), native 

to Australian, has spread and causes damage to Eucalyptus plantations in different 

countries. This pest was first reported in Brazil in 2008 and rapidly dispersed across 

the country generating losses in eucalyptus plantations of forestry companies and 

small producers. The egg parasitoid Cleruchoides noackae (Hymenoptera: 

Mymaridae), the main biological control agent of T. peregrinus, has been multiplied in 

the laboratory and released in infested areas since it was imported from Australia in 

2012. Quality control in the production of this natural enemy is essential to maintain 

its efficiency in controlling this pest.  The objective was to evaluate biological 

parameters of five populations of the parasitoid C. noackae with different generations 

(F13, F18, F39, F67 e F122) in the laboratory, in eggs of T. peregrinus, and the flight 

behavior of this parasitoid. Biological parameters for parasitism, emergence and sex 

ratio of C. noackae did not differ among populations, but its development, longevity, 

survival and flight capacity were influenced by the number of generations. The results 

confirm the hypothesis that successive mass-rearing in the laboratory in T. 

peregrinus eggs results in changes in the biological and behavior parameters of C. 

noackae. 

 

Keywords: biological control, egg-parasitoid, Eucalyptus spp., flight-test, quality 

control.  

 

1.1 INTRODUÇÃO 

 

A área de 9 milhões de ha, sendo 6,97 milhões com espécies de Eucalyptus torna o 

setor florestal brasileiro um dos mais desenvolvidos do mundo (IBÁ, 2021). Cultivos 

florestais por longos períodos e com reduzida variabilidade genética facilitam a 

adaptação e desenvolvimento de espécies-praga (Garnas et al., 2012). O transporte 

de insetos em plantas vivas e toras de eucalipto é comum e difícil de controlar 

(Mutitu et al., 2020). Por isso, o comércio e viagens dentro e entre os países 

aumentam as chances de introduções de pragas exóticas (Meyerson e Mooney, 

2007; Hulme et al., 2009; Nadel et al., 2010). 



21 
 
 

O percevejo-bronzeado Thaumastocoris peregrinus Carpintero & Dellapé, 

2006 (Hemiptera: Thaumastocoridae), originário da Austrália, foi relatado em 2008 

no Brasil causando clorose e desfolha em plantação de Eucalyptus devido à sucção 

do parênquima paliçádico (Nadel e Noack, 2012; Wilcken et al., 2010; Santadino et 

al., 2017), redução de produtividade (Wilcken et al., 2010) e, mesmo, a morte das 

plantas (Montagu et al., 2020). 

O parasitoide de ovos Cleruchoides noackae Lin & Huber, 2007 (Hymenoptera: 

Mymaridae), encontrado inicialmente na região de Sidney, Austrália (Lin et al., 2007) 

foi importado no Brasil em 2012 para o manejo de T. peregrinus (Wilcken et al., 

2014). O parasitismo em campo e laboratório de C. noackae foi de 50 e 50% 

respectivamente, e a emergência de 53 e 52%, respectivamente (Barbosa et al., 

2017) com partenogênese arrenótoca (Mutitu et al., 2013; Becchi et al., 2020). A 

longevidade de adultos e o período de desenvolvimento ovo-adulto de C. noackae 

variou de 48 a 96 h com ou sem alimento (Souza et al., 2016) e de 19 a 27 dias a 22 

e 18ºC (Martínez et al., 2018), respectivamente. A razão sexual de C. noackae em 

laboratório (0.76) foi maior que em campo (0.65) (Barbosa et al., 2018; 2019) e, 

mesmo após sucessivas gerações em laboratório, a porcentagem de fêmeas foi 

maior que de machos (Martínez et al., 2018). 

A utilização e o sucesso dos inimigos naturais no controle biológico 

dependem da eficiência na produção massal e da qualidade dos indivíduos 

produzidos (Grenier e de Clercq, 2003; Naranjo-Guevara et al., 2020). O controle de 

qualidade é fundamental em programas de controle biológico para reduzir ou evitar a 

redução da eficiência na localização e controle da praga com qualidade aceitável e 

próxima daqueles na natureza (van Lenteren, 1992; van Lenteren e Bigler, 2010).  

A qualidade de insetos produzidos nas criações massais em laboratório pode 

diminuir ao longo das gerações, principalmente, devido a cruzamentos 

consanguíneos, deriva genética (Leppla, 2003), mutações deletérias e adaptação 

genética ao cativeiro (Bigler, 1989; Frankham et al., 2008; Trevisan et al., 2016). O 

cruzamento consanguíneo produz progênies mais homozigóticas com indivíduos, em 

geral, expressando alelos deletérios (Charlesworth, 1987; van Lenteren et al., 2003; 

van Lenteren e Bigler, 2010) que podem afetar a viabilidade, morfologia (Cassel, 

2001), longevidade, razão sexual, procura dos hospedeiros e fecundidade (Antolin, 

1999; Henter, 2003) de insetos.  
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O parasitismo, número de adultos emergidos, razão sexual, duração do ciclo, 

mortalidade e longevidade (Clarke e Mckenzie, 1992; Prezotti e Parra, 2002; van 

Lenteren e Bigler, 2010), além de testes de vôo e eficiência em semi-campo e 

campo (Dutton e Bigler, 1995; van Lenteren e Tomazini, 1999) são parâmetros 

utilizados para avaliar a qualidade de agentes de controle biológico. 

A capacidade de voar e caminhar afetam a dispersão e forrageamento do 

inimigo natural em campo e devem ser monitorados em criações massais, pois 

podem variar após gerações sucessivas (Gardner e van Lenteren 1986; Prezotti et 

al., 2002). Avaliações da eficiência do inimigo natural permitem identificar e corrigir 

erros na produção de inimigos naturais (van Lenteren e Bigler, 2010). A introdução 

periódica de indivíduos silvestres aumenta a diversidade genética e melhora a 

qualidade das criações massais de insetos (van Lenteren et al., 2003). 

A Organização Internacional de Controle Biológico (IOBC) desenvolveu 

normas para o controle de qualidade de inimigos naturais, como Trichogramma spp. 

(Hymenoptera: Trichogrammatidae), Chysoperla carnea Steph (Neuroptera: 

Chrysopidae) e Encarsia formosa Gahan (Hymenoptera: Aphelinidae) (van Lenteren 

et al., 2003). Diretrizes tem sido feitas para parasitoides como Cotesia flavipes 

Cameron (Hymenoptera: Braconidae) (Trevisan et al., 2016), Trichogramma 

pretiosum Riley (Prezotti et al., 2012), Telenomus remus Nixon (Hymenoptera: 

Platygastridae) (Queiroz et al., 2017; Naranjo-Guevara et al., 2020) e Palmistichus 

elaeasis Delvare & LaSalle (Hymenoptera:  Eulophidae) (Feltrin-Campos et al., 

2016).  

O controle de qualidade de C. noackae, em laboratório, começou a ser 

estudado no Uruguai com a avaliação da razão sexual, emergência e sobrevivência 

de duas populações, desse parasitoide, durante 30 gerações (Martínez et al., 2018). 

No entanto, isto deve ser feito por mais gerações e outros parâmetros devem ser 

incluídos na avaliação da qualidade deste inimigo natural. O objetivo foi avaliar 

parâmetros biológicos, incluindo o comportamento de vôo de indivíduos de cinco 

populações de C. noackae, com diferentes números de gerações em laboratório, 

para estudar possíveis efeitos na qualidade desse parasitoide em criações de 

laboratório.  

 

 



23 
 
 

1.2 MATERIAL E MÉTODOS 

 

Criação de T. peregrinus e C. noackae 

O experimento foi conduzido no Laboratório de Controle Biológico de Pragas 

Florestais (LCBPF) da Universidade Estadual Paulista "Júlio de Mesquita Filho" 

(UNESP), Faculdade de Ciências Agronômicas (FCA), campus de Botucatu em 

Botucatu, São Paulo, Brasil. Ovos, ninfas e adultos de T. peregrinus foram coletados 

em plantação de eucalipto em Minas Gerais e mantidos em ramos de Eucalyptus 

urophylla var. platyphylla (Myrtaceae), retirados de plantas com três anos de idade, 

em frascos Erlenmeyer de 500 ml com água e acondicionados em bandejas 

plásticas retangular (40 cm de comprimento x 35 cm de largura x 8 cm de altura) em 

sala climatizada a 25 ± 2 ºC, UR de 60 ± 10% e fotofase de 12 h. Novos ramos 

foram colocados a cada dois dias, encostados nos antigos, para migração dos 

insetos. Tiras de papel toalha (15,0 cm de comprimento x 1,5 cm de largura) foram 

dispostas na parte superior das folhas dos ramos por 24 horas para obtenção de 

ovos de T. peregrinus (Barbosa et al., 2016).  

Cinco populações de C. noackae e com diferentes números de gerações em 

laboratório (LCBPF) foram coletados inicialmente em plantações de eucalipto 

infestados por T. peregrinus em Três Marias, (F13), Itamarandiba (F18) e Curvelo 

(F39), Minas Gerais e em Arroio dos Cachorros (F67), Rio Grande do Sul, além de 

uma população introduzida da Austrália e com 122 gerações em laboratório no Brasil 

(F122). Adultos de cada população desse parasitoide foram mantidos em frascos de 

poliestireno (7,5 cm de altura x 3,0 cm de diâmetro) com tiras de papel filtro (7,0 cm 

de altura x 1,5 cm de largura) umedecidas em solução de mel a 50% como alimento. 

Ovos de T. peregrinus com até 24 horas de idade, foram oferecidos às fêmeas do 

parasitoide e mantidos a 25 ± 2 ºC, UR de 60 ± 10% e fotofase de 12 h (Barbosa et 

al., 2017). 

 

Parâmetros biológicos de C. noackae 

Dez ovos de T. peregrinus (0-24 horas de idade) foram oferecidos por fêmea de 

cada população com diferentes gerações (F13, F18, F39, F67 e F122) de C. 

noackae, recém-emergida (acasalada e alimentada com mel 50%) a cada quatro 

horas (fase clara) e durante 12 horas (fase escura) em frasco de poliestireno (7,5 cm 

de comprimento x 3,0 cm de diâmetro) e mantidos à 25 ± 2 ºC, UR de 60 ± 10% e 
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fotofase de 12 h até a morte das fêmeas. Esses ovos foram removidos e mantidos 

em frascos de poliestireno nas mesmas condições controladas até a emergência dos 

parasitoides, os quais foram contados e sexados de acordo com a antena, filiforme 

(machos) e clavada (fêmeas) (Lin et al., 2007). O número de ovos parasitados e de 

parasitoides emergidos, a razão sexual (rs= nº de fêmeas/nº de fêmeas + nº de 

machos), período de desenvolvimento (ovo-adulto) (dias) e longevidade (h) e 

sobrevivência das fêmeas foram avaliados. Estes dois últimos parâmetros foram, 

também, avaliados para machos e fêmeas sem experiência de parasitismo em cada 

população, individualizando os mesmos em frascos de poliestireno e alimentados 

com mel 50%. O delineamento experimental foi inteiramente casualizado, com cinco 

tratamentos (cinco populações com diferentes gerações), 15 repetições, sendo a 

unidade experimental constituída por um frasco de poliestireno com uma fêmea com 

experiência de parasitismo, ou fêmea sem experiência ou um macho. 

 

Teste de vôo de C. noackae 

O teste de vôo foi avaliado em gaiola de PVC (desenvolvida por Dutton e Bigler 1995 

e adaptada por Prezotti et al. 2002). Cem ovos de T. peregrinus, possivelmente, 

parasitados e perto da emergência de C. noackae, por população (F13, F18, F39, 

F67 e F122) foram individualizados em tubos de vidro de fundo chato (2 cm diâmetro 

x 8 cm de altura) e fixados no centro da arena de cilindro de PVC (20 cm x 15 cm). O 

interior, desses tubos, foi recoberto por cartolina preta com uma faixa de 0,5 cm de 

cola entomológica a 3,5 cm da extremidade inferior (para coletar os parasitoides 

caminhadores) e com tampa de placa de Petri (15 cm de diâmetro) pincelada com a 

mesma cola (para coletar os parasitoides voadores). As arenas foram mantidas a 25 

± 2 ºC, UR de 60 ± 10% e fase clara de 24 h em câmara climatizada do tipo BOD. O 

número de parasitoides no anel de cola (“caminhadores”), na placa de Petri 

(“voadores”) e no fundo do tubo de vidro (“não-voadores”) foi avaliado e a 

porcentagem de cada categoria calculada. O delineamento experimental foi 

inteiramente casualizado, com cinco tratamentos (cinco populações com diferentes 

gerações), cinco repetições, sendo a unidade experimental constituída por uma 

arena com cem ovos parasitados. 

 

 

 



25 
 
 

Análise estatística 

Os dados de ovos parasitados, parasitoides emergidos, razão sexual e 

desenvolvimento ovo-adulto de C. noackae e de parasitoides voadores, 

caminhadores e não-voadores foram submetidos à análise de variância e as médias 

comparadas pelo teste de Tukey a 5% de probabilidade. Dados sem normalidade e 

homogeneidade de variância foram analisados por Kruskal-Wallis (p< 0,05). A 

sobrevivência dos parasitoides foi estimada por Kaplan-Meier e as médias 

comparadas pelo teste de Log-Rank. 

 

1.3 RESULTADOS 

 
Parâmetros biológicos de C. noackae 

O número de ovos de T. peregrinus parasitados pelas populações com diferentes 

gerações de C. noackae foi semelhante, de 9,33 a 11,93 (F4,74= 0,826; p= 0,513; 

Tabela 1) com até 22 ovos parasitados por fêmea desse inimigo natural. 

 

Tabela 1. Número de ovos de Thaumastocoris peregrinus (Hemiptera: 
Thaumastocoridae) parasitados e de parasitoides emergidos, razão sexual e 
duração do desenvolvimento (ovo-adulto) (dias) (Duração) (média ± EP) de 
Cleruchoides noackae (Hymenoptera: Mymaridae) com diferentes gerações em 
laboratório (25 ± 2ºC; 60 ± 10% UR e fotofase de 12 h) 

  
        

Geração 
Ovos 

parasitados 

Parasitoides 

emergidos 
Razão sexual 

Duração (dias) 

(ovo-adulto) 

F13 10,67 ± 1,54a 10,20 ± 1,49a 0,58 ± 0,05a 14,88 ± 0,12ª 

F18 9,33  ± 1,31a 9,26   ± 1,32a 0,76 ± 0,02a 14,78 ± 0,14ª 

F39 9,60  ± 1,34a 9,46   ± 1,33a 0,65 ± 0,05a 14,65 ± 0,07ab 

F67 11,86 ± 1,43a 11,26 ± 1,35a 0,69 ± 0,04a 14,42 ± 0,07b 

F122 11,93 ± 1,04a 11,46 ± 1,04a 0,68 ± 0,03a 14,36 ± 0,07b 

Médias seguidas de mesma letra minúscula por coluna não diferem pelo teste de 
Tukey (p≤ 0,05). 
 

O número de C. noackae emergidos foi semelhante entre as populações com 

diferentes gerações, 9,26 a 11,46 (F4,74= 0.583; p= 0.676; Tabela 1), com viabilidade 

acima de 95% nas populações. 
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A razão sexual de C. noackae variou de 0,58 a 0,76 nas gerações F13 e F18, 

respectivamente (F4,71= 2.009; p= 0.103; Tabela 1), com maior emergência de 

fêmeas que machos em todas as populações com as diferentes gerações. 

O período de desenvolvimento ovo-adulto de C. noackae foi menor nas 

populações com mais gerações em laboratório, F67 (14,42 dias) e F122 (14,36 dias) 

que naquelas com menor número de gerações, F13 (14,88 dias) e F18 (14,78 dias) 

(H= 22,012; d.f.= 4,74; p< 0,001; Tabela 1). 

A longevidade de fêmeas de todas as populações de C. noackae sem 

hospedeiros foi maior que a daquelas com hospedeiros (Tabela 2). A longevidade de 

fêmeas de C. noackae, com experiência de parasitismo, foi semelhante entre as 

populações com diferentes gerações, 21,6 a 36,0 h (H= 8,535; d.f.= 4,74; p= 0,074; 

Tabela 2) e sem experiência de parasitismo das populações com 67 gerações, 80,0 

h maior que a daquelas com menor número de gerações (F13, F18 e F39), 54, 44 e 

42 h, respectivamente, não diferindo da F122, 68,8 h (F= 4,335; d.f.= 4,74; p= 0,003; 

Tabela 2). A longevidade de machos de C. noackae foi maior na população com 67 

gerações, 78,9 h, que a daqueles das populações F13, F18 e F122 com 36,2, 25,8 e 

36,0 h, respectivamente, e não diferiu da F39 47,2 h (H= 20,550; d.f.= 4,74; p= 

0,001; Tabela 2). 

 

Tabela 2. Longevidade (média ± erro-padrão) (horas) de fêmeas (com ou sem 
experiência de parasitismo) e de machos de Cleruchoides noackae (Hymenoptera: 
Mymaridae) de diferentes populações e gerações multiplicadas em laboratório (25 ± 
2ºC, 60 ± 10% UR e fotofase de 24h) 

  Longevidade (Horas) 

Ger. Fêmeas com parasitismo Fêmeas sem parasitismo Machos 

F13 21,60 ± 2,20 Ca 54,13 ± 5,14 Ab 36,27 ± 5,00 Bb 

F18 31,20 ± 3,40 Ba 44,00 ± 6,91 Ab 25,87 ± 3,28 Bb 

F39 27,47 ± 3,97 Ba 42,93 ± 6,64 Ab 47,20 ± 11,71 Aab 

F67 33,07 ± 3,79 Ba 80,00 ± 10,11 Aa 78,93 ± 8,96 Aa 

F122 36,00 ± 5,58 Ba 68,80 ± 8,86 Aab 36,00 ± 5,43 Bb 

Médias seguidas de mesma letra minúscula, por coluna, ou maiúscula, por linha, não 
diferem pelo teste de Tukey ou Kruskal-Wallis (P≤ 0,05). 
 

A sobrevivência de fêmeas de C. noackae, sem experiência de parasitismo, 

com 67 e 122 gerações foi maior que a daquelas com menor número de gerações 

em laboratório (χ2= 19,468; d.f.= 4,75; p<0,001). Um total de 80% de machos de C. 
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noackae, das populações F13, F67 e F122, sobreviveram por, até, 24 h (χ2 = 27,267; 

d.f.= 4,75; p<0,001). A sobrevivência de fêmeas de C. noackae com experiência de 

parasitismo foi semelhante entre as populações com diferentes números de 

gerações em laboratório (χ2= 9,500; d.f.= 4,75 p<0,050), com mais de 80% e 50% de 

sobreviventes até 12 h e 24 h nas populações F18, F39, F67 e F122 e F122 e F67, 

respectivamente (Figura 1). 

 

Figura 1. Sobrevivência de fêmeas, com (A) ou sem (B) experiência de parasitismo, 
e de machos (C) de Cleruchoides noackae (Hymenoptera: Mymaridae) de diferentes 
gerações em laboratório (25ºC, UR 60% e fotofase de 12 h). 

 

Teste de vôo de C. noackae 

O número de parasitoides “voadores” foi maior nas populações de C. noackae com 

menor número de gerações (F13 e F18) de 68 e 63%, que com maior número de 

A B 

C 



28 
 
 

gerações (F67 e F122), 28 e 30%, respectivamente, e o daquela com 39 gerações 

semelhante às outras (F4,20= 6,340; p= 0,002; Figura 2). A porcentagem de 

parasitoides “caminhadores” foi maior nas populações com maior número de 

gerações (F67 e F122), 46 e 49%, respectivamente, que com menor número de 

gerações, F13 e F18, 20 e 23%, respectivamente (F4,20= 6,841; p= 0,001) (Figura 2). 

O número de C. noackae “não-voadores” foi semelhante entre tratamentos, com 

valores de 11 a 24% (F4,20= 0.847; p= 0,512; Figura 2). 

 
 

 
 
Figura 2. Porcentagem de indivíduos das categorias “voadores”, “caminhadores”, e 
“não-voadores” de cinco populações de Cleruchoides noackae (Hymenoptera: 
Mymaridae) com diferentes gerações em laboratório (25 ± 2ºC, 60 ± 10% UR e 
fotofase de 24 h). Barra de erros indicam média ± erro padrão. Letras minúsculas 
diferentes indicam diferenças entre tratamentos por categoria pelo teste de Tukey p 
< 0,05. 
 

1.4 DISCUSSÃO 

 

O número semelhante de ovos de T. peregrinus, parasitado por fêmea de C. 

noackae das populações com diferentes gerações indica falta de efeito negativo do 

cruzamento consanguíneo durante a criação desse parasitoide por várias gerações 

em laboratório, possivelmente, sem perda de variabilidade genética, o que poderia 

resultar em efeitos deletérios na fecundidade de fêmeas desse inimigo natural 

(Henter, 2003). Isto pode ser explicado pelo fato desse efeito ser mais severo em 

espécies de adultos diploides que haplodipoides, como C. noackae com redução do 
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alelo deletério expresso pelos machos (Werren, 1993; Antolin, 1999). Além disso, o 

cruzamento consanguíneo é, freqüente, em parasitoides devido ao comportamento 

normal de acasalamento ou baixa densidade populacional, mesmo, na natureza 

(Werren, 1993). Além disso, o aumento na fecundidade é relatado na literatura 

relacionado a adaptação as condições de criação, o que matematicamente podemos 

observar para as populações de C. noackae com mais gerações (F67 e F122), 

parasitando, em média, aproximadamente 12 ovos de T. peregrinus. Os resultados 

no número de ovos parasitados por C. noackae são semelhantes aos do parasitoide 

Telenomus remus Nixon, 1937 (Hymenoptera: Platygastridae), após 35, 40 e 45 

gerações, em ovos de Corcyra cephalonica Stainton, 1866 (Lepidoptera: Pyralidae) 

sem diferenças no número de ovos parasitados (Queiroz et al., 2017). Além disso, o 

número de ovos parasitados por C. noackae, por todas as populações, maior que 

nove foi superior ao relatado para este parasitoide a 24 ºC, 7,73 ovos (Becchi, 2017). 

Isso se deve ao maior intervalo de oferta de hospedeiros às fêmeas, 24 h (Becchi, 

2017), enquanto, neste trabalho, isto foi feito de 4 em 4 horas, fase clara, e 12 h na 

fase escura. 

O número semelhante de C. noackae, emergido entre as populações com 

diferentes gerações e viabilidade acima de 95% nas populações foi semelhante ao 

observado para o parasitoide T. remus, com viabilidade acima de 98% após 

diferentes gerações em ovos de C. cephalonica (Queiroz et al., 2017). 

A razão sexual semelhante de C. noackae, entre as populações com 

diferentes gerações e maior emergência de fêmeas que machos demonstram que 

este parâmetro não afeta a qualidade desse parasitoide em laboratório, pois as 

fêmeas são responsáveis pelo aumento populacional e controle biológico da praga 

(Bueno et al., 2017; Laumann e Sampaio, 2020). Um maior número de progênie 

fêmeas foi obtido para aquelas de C. noackae acasaladas em laboratório com razão 

sexual de 0,68 no Brasil (Becchi et al., 2020) e 0,50 na África do Sul (Mutitu et al., 

2013), e em estudos de campo em Minas Gerais com 0,65 (Barbosa et al., 2017). No 

Uruguai, a razão sexual de C. noackae foi semelhante constante após diferentes 

gerações em laboratório (Martinez et al., 2018). A razão sexual do parasitoide T. 

remus, multiplicado por 35, 40 e 45 gerações em ovos de C. cephalonica, foi 

levemente tendenciosa para fêmeas, 0,56 a 0,52 (Queiroz et al., 2017), enquanto 

que para Trichogramma galloi Zucchi, 1988 (Hymenoptera: Trichogrammatidae) a 

progênie foi altamente tendenciosa para fêmeas, com razão sexual de 0,70 a 0,91, 
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em populações com 5 e 50 gerações criadas em ovos de Diatraeae saccharalis 

Fabricius (Lepidoptera: Crambidae) (Bertin et al., 2017). Isto comprova ser essencial 

avaliar a razão sexual das populações para evitar a tendencia de progênies machos 

e assegurar a manutenção da criação em laboratório e a efetividade do parasitismo 

nas liberações em campo.  

O menor período de desenvolvimento de ovo-adulto de C. noackae nas 

populações com maiores números de gerações (F67 e F122), diferença de 0,4 dias 

indica adaptação as condições de criação, que podem afetar comportamentos e a 

biologia das populações e reduzir a capacidade adaptativa as condições naturais 

(Frankham, 2008). No entanto, esse menor tempo no desenvolvimento pode reduzir 

o período de exposição do parasitoide a fatores de mortalidade bióticos e abióticos 

(Laumann e Sampaio, 2020). O período de desenvolvimento ovo-adulto de C. 

noackae é semelhante a desse parasitoide na África do Sul (Mutitu et al., 2013) e 

Brasil (Barbosa et al., 2018).  

A maior longevidade de fêmeas de C. noackae sem experiência de 

parasitismo pode estar relacionada ao maior gasto energético daquelas que 

ovipositaram em ovos T. peregrinus (Pacheco et al., 1998). Isto é um indicador de 

qualidade em laboratório, por garantir um maior período de tempo para localizarem 

os hospedeiros, ovipositarem e aumentarem sua população no campo após 

liberação (Mason, 2010; Sorensen et al., 2012; Laumann e Sampaio 2020). 

Resultados semelhantes para longevidade de fêmeas do parasitoide T. remus, 

multiplicado em ovos de C. cephalonica, não diferiram entre 35 e 45 gerações, com 

5,6 e 6,1 dias, respectivamente (Queiroz et al., 2017).  

A maior sobrevivência de fêmeas de C. noackae, sem experiencia de 

parasitismo, que as com hospedeiros e nas populações com mais gerações em 

laboratório pode ser atribuída a estratégia adaptativa quando armazenam recursos 

metabólicos e convertem em energia em períodos sem hospedeiros disponíveis (Bell 

e Koufopanou, 1986) e a mudanças genéticas, pois respostas ao longo do tempo 

são efeitos da seleção (Fry, 2003). 

A maior porcentagem de parasitoides voadores nas populações de C. 

noackae, com menor número de gerações em laboratório, F13 e F18, com, 68 e 

63%, respectivamente, indica uma maior capacidade de busca e controle do 

percevejo-bronzeado. Isso, pode ser devido a perda de capacidade de vôo após o 

condicionamento e sucessivas gerações em laboratório nas com mais gerações 
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(Naranjo-Guevara et al., 2020). A habilidade de voar e caminhar são fundamentais 

para o desempenho dos parasitoides a campo condicionando sua dispersão e 

forrageamento do hospedeiro (Gardner e Lenteren, 1986; van Lenteren et al., 2003). 

Resultados semelhantes foram relatados para Trichogramma brassicae Bezdenko 

1968 (Hymenoptera: Trichogrammatidae), com maior porcentagem de insetos 

voadores na geração com menor tempo em condições controladas (F2, 73,5%) que 

naquelas com maior (F39, 61,4%) (Dutton e Bigler, 1995). A porcentagem de 

indivíduos voadores de espécies de parasitoides de ovos como T. remus após 35, 

40 e 45 gerações, de 83, 70 e 89% de insetos voadores, respectivamente (Queiroz 

et al., 2017) e de T. pretiosum (Hymenoptera: Trichogrammatidae) com 3, 35 e 72 

gerações, entre 83 e 89% de indivíduos (Prezotti et al., 2002) foi maior que as de C. 

noackae. O maior número de parasitoides “caminhadores”, nas populações com 

maior número de gerações em laboratório, F39, F67 e F122, que as com menor 

número, F13, pode ser devido a perda de capacidade de vôo após o 

condicionamento e sucessivas gerações em laboratório (Naranjo-Guevara et al., 

2020). Isso pode reduzir o sucesso do controle biológico por indivíduos liberados a 

campo, por reduzir o raio de dispersão do parasitoide (Volpe et al., 2014). No 

entanto, a atividade de caminhamento pode ter uma importância maior na procura 

pelo hospedeiro após o parasitoide encontrar a planta (Dutton e Bigler, 1995). A 

redução da habilidade de vôo foi, também, relatada para T. remus após várias 

gerações em laboratório, com maior porcentagem de insetos caminhadores na 

população de laboratório (38,7%) que na silvestre (4,83%) (Naranjo-Guevara et al., 

et al., 2020). O percentual de parasitoides não-voadores, entre 11 a 24%, foi maior 

que o das gerações 35 (7,9%) e 72 (10%) de T. pretiosum com menor propensão ao 

vôo ou com as asas deformadas (Prezotti et al., 2002). 

Os parâmetros biológicos parasitismo, emergência e razão sexual de C. 

noackae foram semelhantes entre as populações, mas o desenvolvimento, 

longevidade e sobrevivência foram influenciadas pelo número de gerações. A 

capacidade de vôo de indivíduos das populações com 67 e 122 gerações foi menor 

que as com menos, e possivelmente, reduzirá a dispersão e busca do ovo do 

hospedeiro T. peregrinus em campo após sua liberação. Os resultados confirmam a 

hipótese de que a criação sucessiva em laboratório em ovos de T. peregrinus 

apresentam mudanças nos parâmetros biológicos e comportamentais de C. 

noackae.  
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Os índices recomendados propostos neste estudo para o controle de 

qualidade de populações de C. noackae criadas em ovos de T. peregrinus em 

laboratório são: o número de ovos parasitados ≥ 9; emergência ≥ 80%; razão sexual 

≥ 0,5 e longevidade maior que 24 e 48 h para fêmeas com e sem experiência de 

parasitismo, respectivamente.   
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CAPÍTULO 2 

ENDOSSIMBIONTES ASSOCIADOS AO PARASITOIDE DE OVOS Cleruchoides 

noackae (HYMENOPTERA: MYMARIDAE) 

Resumo 

O percevejo-bronzeado-do-eucalipto, Thaumastocoris peregrinus Carpintero & 

Dellapé (Hemiptera: Thaumastocoridae), praga sugadora de seiva das folhas de 

eucalipto, originária da Austrália, está presente no Brasil desde 2008. Este inseto 

ocasiona o prateamento ou bronzeamento das folhas, seguido de desfolha, e 

consequente redução em altura e diâmetro das árvores de eucalipto, resultando em 

menor produtividade dos planios. O controle biológico por meio do endoparasitoide 

de ovos Cleruchoides noackae Lin & Huber (Hymenoptera: Mymaridae), específico 

da subfamília Thaumastocoridae, introduzido no Brasil em 2012 tem sido uma das 

principais alternativas de manejo do T. peregrinus. Associações de parasitoides com 

bactérias endossimbiontes ou micro-organismos podem influenciar os parâmetros 

biológicos e reprodutivos dos insetos. O objetivo deste estudo foi prospectar a 

presença dos endossimbiontes Arsenophonus, Cardinium, Carsonella, Hamiltonella, 

Regiella, Rickettsia, Serratia, Sodalis, Spiroplasma, Wolbachia, e do microsporídio 

Nosema, em adultos de C. noackae provenientes do campo e da criação estoque de 

laboratório com diferentes gerações, por meio da extração e amplificação do DNA, 

com o método de reação em cadeia da polimerase (PCR) utilizando primers 

específicos. Foi visualizado os produtos de PCR por gel de agarose e as amostras 

positivas foram purificadas e submetidas ao sequenciamento. As sequências obtidas 

foram alinhadas e comparadas com as do banco de dados GenBank. Oito gêneros 

de endossimbiontes foram presentes nas populações de C. noackae e após o 

sequenciamento foi possível identificar 99% de identidade com os gêneros 

Wolbachia, Rickettsia e Serratia, havendo associação do parasitoide com essas 

bactérias. Efeitos dos endossimbiontes nos parâmetros biológicos e reprodutivos de 

C. noackae e seus efeitos na criação massal e na eficiência desse agente de 

controle biológico necessitam ainda serem investigados. 

 

Palavras-chave: Eucalyptus; percevejo-bronzeado; Rickettsia; Serratia; Wolbachia. 

                                                           
2 Capítulo redigido de acordo com as normas do periódico Journal of Insect Science. 
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Abstract 

The Eucalyptus bronze-bug, Thaumastocoris peregrinus Carpintero & Dellapé 

(Hemiptera: Thaumastocoridae), a sap-sucking pest, that originated in Australia, has 

been present in Brazil since 2008. This insect causes silvering or tanning of the 

leaves, which is followed by defoliation and consequent reduction in height and 

diameter of eucalyptus trees, resulting in productivity losses. Biological control by 

endoparasitoid of eggs Cleruchoides noackae Lin & Huber (Hymenoptera: 

Mymaridae), specific to the subfamily Thaumastocoridae, introduced in Brazil in 2012 

has been one of the main alternatives for the management of T. peregrinus. 

Associations between parasitoid and endosymbiont bacteria or microorganisms may 

influence the biological and reproductive characteristics of these biological control 

agents. The objective of this study was to evaluate the presence of endosymbionts of 

the genera Arsenophonus, Cardinium, Carsonella, Hamiltonella, Regiella, Rickettsia, 

Serratia, Sodalis, Spiroplasma, Wolbachia, and the microsporid Nosema, in adults of 

C. noackae originated from the field and mass-reared in the laboratory at different 

insect generations, through DNA extraction and amplification, with the polymerase 

chain reaction method using specific primers. Eight genera of endosymbionts were 

present in the populations of C. noackae. After sequencing, it was possible to 

determine that 99% of identity belonged to the genera Wolbachia, Rickettsia and 

Serratia, with an association of the parasitoid with these bacteria. The effects of 

endosymbionts on the biological and reproductive parameters of C. noackae on 

mass-rearing and efficiency of this biological control agent still need to be 

investigated. 

 

Key words: bronze-bug, Eucalyptus, Rickettsia, Serratia, Wolbachia. 

 

 

2.1 INTRODUÇÃO 

 

O parasitoide de ovos Cleruchoides noackae Lin & Huber (Hymenoptera: 

Mymaridae), encontrado inicialmente na região de Sidney, Austrália (Lin et al., 2007) 

foi introduzido no Brasil em 2012 para o controle do percevejo-bronzeado-do-

eucalipto Thaumastocoris peregrinus (Hemiptera: Thaumastocoridae) (Wilcken et al., 
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2014). Cleruchoides noackae possui partenogênese arrenótoca (Mutitu et al., 2013; 

Becchi et al., 2020), mas a razão sexual de C. noackae em laboratório e campo foi 

de 0,76 e 0,65, respectivamente (Barbosa et al. 2018; 2019). O parasitoide C.  

noackae tem sido liberado, após criação em laboratório, de forma inoculativa em 

plantação de eucalipto infestados pelo percevejo-bronzeado, contudo, em algumas 

regiões o parasitoide não tem se adaptado por razões ainda desconhecidas.   

Bactérias endossimbiontes e outros microrganismos apresentam um impacto 

importante na evolução e ecologia do hospedeiro (Nouhuys, et al. 2016) e podem 

ser adquiridos ou transferidos passivelmente pelo ambiente ou maternalmente a 

cada geração ou por vetores como parasitoides (Jackson et al. 2004, Moran, et al. 

2008). 

Endossimbiontes primários (obrigatórios) encontram-se localizados em 

células especializadas, os bacteriócitos, e apresentam uma relação estreita com o 

inseto, sendo requeridos para sua sobrevivência e reprodução (Feldhaar, 2011), 

enquanto endossimbiontes secundários (facultativos) são encontrados em diversos 

tecidos, são transmitidos de forma vertical ou horizontal, e não são necessários a 

sobrevivência do inseto (Baumann, 2005; Kikuchi, 2009). 

A grande maioria dos endossimbiontes possuem efeitos benéficos ao 

hospedeiro, metabolizam nutrientes essenciais, como aminoácidos e vitaminas B e 

fornecem proteção contra patógenos e parasitoides devido a produção de toxina ou 

modificação do sistema imune do inseto (Oliver et al. 2003; Douglas, 2015; Oliver e 

Higashi, 2019). Outros podem influenciar na emissão de voláteis emitidos pelas 

plantas alimentadas pela praga, resultando na modificação do comportamento dos 

insetos parasitoides quanto a localização e aceitação do hospedeiro, em resposta a 

uma possível competição por recursos entre parasitoides e simbiontes no mesmo 

hospedeiro (Frago et al. 2017; Monticeli et al. 2019). Ainda, bactérias 

endossimbiontes podem reduzir o tempo de desenvolvimento dos insetos (Pistone et 

al. 2014), aumentar o parasitismo (Segoli et al. 2013; Fugihata et al., 2015), a 

resistência ao parasitismo e infecção por patógenos (Nouhuys, et al., 2016). Em 

outros casos, a presença de endossimbiontes pode prejudicar a capacidade de 

locomoção, sobrevivência e fecundidade dos insetos (Fleury et al. 2000), aumenta a 

suscetibilidade do parasitoide ao hiperparasitismo (Nouhuys et al. 2016), e causa a 

mortalidade de embriões devido a incompatibilidade citoplasmática (Mann et al. 

2017).  
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Bactérias do gênero Wolbachia influenciam no “fitness”, reprodução e 

comportamento do hospedeiro (Miller e Schneider, 2012), com rota de transmissão 

vertical ou horizontal entre gerações e espécies, respectivamente (Werren et al. 

2008; Pistone et al. 2014). Mortalidade e feminização dos machos, manipulação da 

partenogênese e a incompatibilidade de cruzamento de machos infectados com 

fêmeas não infectadas ou com fêmeas infectadas com um genótipo simbionte 

distinto são estratégias que essa bactéria utiliza para manipular a reprodução do 

hospedeiro (Werren et al. 2008; Mann et al. 2017). As do gênero Cardinium estão 

associadas a incompatibilidade citoplasmática, partenogênese e feminização em 

alguns artrópodes (Wu e Hoy, 2012). Arsenophonus, Spiroplasma e Rickettsia 

também podem manipular a reprodução dos hospedeiros (Kageyama et al. 2012; 

Nugnes et al. 2015; Gualtieri et al. 2017) causando a mortalidade de descendentes 

machos de insetos infectados (Harumoto et al. 2018). Bactérias do gênero Serratia 

são relatadas causando doenças em insetos e podem ser utilizadas para monitorar a 

atividade de oviposição de parasitoides devido a produção de pigmentos vermelhos 

de algumas raças (Jackson et al. 2004) e ainda causar a mortalidade prematura em 

hospedeiros parasitados (Jackson e McNeill, 1998). 

Em estudos com insetos da ordem Hymenoptera, na área florestal foram 

relatados a presença do endossimbionte Rikettsia na vespa-da-galha-do-eucalipto 

Leptocybe invasa Fisher & La Salle (Hymenoptera: Eulophidae) (Nugnes et al. 2015) 

e no seu parasitoide Quadrastichus mendeli Kim & La Salle (Hymenoptera: 

Eulophidae) sendo possivelmente a bactéria causadora da partenogênese telítoca 

em L. invasa e Q. mendeli (Gualtieri et al. 2017). Em pinus, as pragas Diprion pini 

Linnaeus e Neodiprion sertifer Geoffroy (Hymenoptera: Diprionidae) e seu 

parasitoide Dahlbominus fuscipennis Zetterstedt (Hymenoptera: Eulophidae) foram 

positivas à presença do gênero Wolbachia, e negativa para Cardinium (Pistone et al. 

2014). Em Anaphes nitens Girault (Hymenoptera: Mymaridae), parasitoide de ovos 

de Gonipterus platensis Marelli (Coleoptera: Curculionidae) foi detectado a 

presença de Yersinia massiliensis (Enterobacteriales: Enterobacteriaceae) (Ribeiro 

et al. 2021).  

A presença de patógenos em hospedeiros, como os microsporídios pode 

interferir na duração do desenvolvimento, na longevidade e reprodução de 

parasitoides, e consequentemente no controle biológico de pragas em campo e na 

criação massal em laboratório (Simões et al. 2012; Paes et a. 2019). No entanto, 
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não há relatos de microsporídios ou bactérias endossimbiontes no parasitoide C. 

noackae. O objetivo foi prospectar a presença de endossimbiontes dos gêneros 

Arsenophonus, Cardinium, Carsonella, Hamiltonella, Regiella, Rickettsia, Serratia, 

Sodalis, Spiroplasma, Wolbachia, e do microsporídio Nosema, em adultos de C. 

noackae provenientes do campo e laboratório. 

 

2.2 MATERIAL E MÉTODOS 

 

Local de estudo 

O estudo foi conduzido no Laboratório de Controle Biológico de Pragas Florestais 

(LCBPF) e no Laboratório de Biologia Molecular Nematologia da Faculdade de 

Ciências Agronômicas (FCA), Universidade Estadual Paulista “Júlio de Mesquita 

Filho” (UNESP), em Botucatu, São Paulo, Brasil.  

 

Obtenção das amostras 

Adultos de C. noackae, de diferentes populações e gerações, da criação estoque do 

LCBPF, coletados inicialmente em diferentes épocas e localidades em plantações de 

eucalipto (Tabela 1) foram mortos por congelamento, preservados em tubo de 

congelamento (1,8 ml) e estocados a -20ºC.  Adultos de cada população desse 

parasitoide foram mantidos em frascos de poliestireno (7,5 cm de altura x 3,0 cm de 

diâmetro) com tiras de papel filtro (7,0 cm de altura x 1,5 cm de largura) umedecidas 

em solução de mel a 50% para alimentação dos parasitoides. Ovos de T. peregrinus 

com até 24 horas de idade, foram oferecidos às fêmeas do parasitoide e mantidos a 

24 ± 2 ºC, UR de 60 ± 10% e fotofase de 12 h (Barbosa et al. 2016). Ovos de T. 

peregrinus foram coletados em plantios florestais em diferentes municípios (Tabela 

1), armazenados em frascos de poliestireno transparente, enviados para o LCBPF e 

mantidos a 24 ± 2 °C, UR de 60 ± 10% e fotofase de 12 h até a emergência de 

adultos do parasitoide C. noackae. Os indivíduos emergidos (N 50) foram mortos por 

congelamento, preservados em tubo de congelamento (1,8 ml) e estocados a -20ºC. 

 A emergência ou coleta dos adultos de C. noackae ocorreu em agosto de 

2018 no laboratório e campo, respectivamente. 

 

Tabela 1. Identificação e localização das populações (Pop.) de Cleruchoides 
noackae (Hymenoptera: Mymaridae) avaliadas 
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Pop. Geração Amostras Local 

1 128 Laboratório Sidney, Austrália 

2 20 Laboratório Três Marias – MG 

3  45 Laboratório Curvelo – MG 

4  10 Laboratório Botucatu – SP 

5  74 Laboratório Arroio dos Cachorros-RS 

6  25 Laboratório Itamarandiba – MG 

7 0 Campo Ferrugem, RS 

8 0 Campo Mogi Guaçu – SP 

9 0 Campo Três Lagoas – MS 

  

Extração de DNA genômico  

Para cada população, a extração do DNA genômico foi realizada de 50 adultos de C. 

noackae. Os indivíduos foram macerados em solução de 80μl de resina Chelex 100 

(Bio-Rad Laboratories) a 10% e 8μl de proteinase K (20 mg/ml) (Walsh et al. 

1991) e agitados por dez segundos em Vortex Bsiomixer MOD QL901 e 

minicentrífuga de bancada Ministar a 6200 rpm. As amostras foram colocadas em 

bloco térmico a 95°C por 20 min. Em seguida, foi coletado o sobrenadante para a 

realização da reação em cadeira da polimerase (PCR). 

 

Reação de PCR  

As amplificações do DNA para os diferentes endossimbiontes dos gêneros 

Arsenophonus, Cardinium, Carsonella, Hamiltonella, Regiella, Rickettsia, Serratia, 

Sodalis, Spiroplasma, Wolbachia, e do microsporídio Nosema sp. foram realizadas 

mediante ao uso de primers específicos e efetuadas em termociclador INFINIGEN 

(modelo TC-96CG) com as condições específicas para cada conjunto de primers dos 

endossimbiontes e microsporídio de interesse (Tabela 2). O mix de PCR foi 

constituído de 12,5 μl de Gotaq, 7,5 μl de água nucleasse-free, 1,0 μl de cada primer 

(foward e reverse) e 3,0 μl de DNA genômico, totalizando 25 μl por reação, enquanto 

que para o microsporídio Nosema foi de 12,5 μl de Gotaq, 5,0 μl de água nucleasse-

free, 1,25 μl de cada primer (foward e revers) e 5,0 μl de DNA genômico, totalizando 

25 μl por reação. Para a visualização dos produtos de PCR foi utilizado marcador 

molecular 100 pb (Norgen) e gel de agarose 1%, e de intercalante de DNA GelRed 
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conforme as instruções do fabricante (NeoBio). O gel de agarose foi visualizado em 

transiluminador de luz ultravioleta (Major Science). Todos os procedimentos de 

extração de DNA foram realizados no Laboratório de Biologia Molecular Nematologia 

da Faculdade de Ciências Agronômicas (FCA), Universidade Estadual Paulista “Júlio 

de Mesquita Filho” (UNESP), em Botucatu, São Paulo, Brasil. 
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Tabela 2. Primers utilizados na prospecção de endossimbiontes e microsporídios associados ao parasitoide Cleruchoides noackae 
(Hymenoptera: Mymaridae) 1F: Forward e R: Reverse. 

Endossimbionte/

microsporídio 
Primers1 Sequência 5' - 3' Ciclos 

Tamanho 

(pb) 
Referência 

Arsenophonus 

F CGTTTGATGAATTCATAGTCAAA 95ºC por (2’) seguido de 30 

ciclos: 95º C (30’’), 58º C (30’’) e 

72ºC (1’) e uma extensão final 

de 72º C por 5’ 

600 

Thao e 

Baumann, 

2004 

 

 R 

GGTCCTCCAGTTAGTGTTACCCAAC 

Cardinium 

F TACTGTAAGAATAAGCACCGGC 
95ºC por (2’) seguido de 30 

ciclos: 92º C (30’’), 57º C (30’’) e 

72º C (30’’) e uma extensão 

final de 72º C por 5’ 

900 

Zchori-Fein e 

Pearlman, 

2004 
R 

GTGGATCACTTAACGCTTTCG 

Carsonella 

F CACGTGCTACAATGAGTAAAACAA 
95ºC por (2’) seguido de 30 

ciclos: 95º C (30’’), 58º C (30’’) e 

72º C (1’) e uma extensão final 

de 72º C por 5’ 

600 
Nachappa et 

al. 2011 

R 
GGTTCCCCTACAGCTACCTTG  

Hamiltonella 

F TGAGTAAAGTCTGGAATCTGG 
95ºC por (2’) seguido de 30 

ciclos: 95º C (30’’), 58º C (30’’) e 

72ºC (1’) e uma extensão final 

de 72º C por 5’  

700 

Zchori-Fein e 

Brown, 2002 

 

 R 
AGTTCAAGACCGCAACCTC 

Regiella 

F ATCGGGGAGTAGCTTGCTAC 
94ºC por (5’) seguido de 30 

ciclos: 94º C (1’), 52º C (1’) e 

72º C (2’) e uma extensão final 

de 72º C por 5’ 

1000 
Sandström et 

al. 2001 

R 
TACGGYTACCTTGTTACGACTT 
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Endossimbionte/

microsporídio 
Primers1 Sequência 5' - 3' Ciclos 

Tamanho 

(pb) 
Referência 

Rickettsia 

F GCTCAGAACGAACGCTATC 
95ºC por (2’) seguido de 30 

ciclos: 92º C (30’’), 58º C (30’’) e 

72º C (30’’) e uma extensão 

final de 72º C por 5’ 

900 Gottlieb, 2006 

R 
GAAGGAAAGCATCTCTGC 

Serratia 

F CGCAGGCGGTTTGTTAAGTC 
95ºC por (10’) seguido de 35 

ciclos: 95º C (1’), 62º C (1’) e 

72º C (1’) e uma extensão fin al 

de 72º C por 1’ 

268 Ribeiro, 2019 

R 
CTTCAAGGGCACAACCTCCA 

Sodalis 

F ACCGCATAACGTCGCAAGACC 
94ºC por (5’) seguido de 30 

ciclos: 94º C (1’), 62º C (1’) e 

72º C (2’) e uma extensão final 

de 72º C por 5’ 

1000 

Nováková e 

Hypša, 2007 

 
R 

CTTAACCCAACATTTCTCAACACGAG 

Spiroplasma 

F GCTTAACTCCAGTTCGCC 94ºC por (5’) seguido de 30 

ciclos: 94º C (1’), 52º C (1’) e 

72ºC (2’) e uma extensão final 

de 72º C por 5’ 

800 

Montenegro et 

al. 2005 

 
R 

CCTGTCTCAATGTTAACCTC 

Wolbachia 

F CGGGGGAAAAATTTATTGCT 95ºC por (3’) seguido de 30 

ciclos: 95º C (30’’), 55º C (30’’) e 

72ºC (30’’) e uma extensão final 

de 72º C por 5’ 

700 

Heddi et al. 

1999 

 
R 

AGCTGTAATACAGAAAGTAAA 

Nosema 

F CACCAGGTTGATTCTGCC 
95ºC por (4’) seguido de 45 

ciclos: 95º C (1’), 48º C (1’) e 

72ºC (1’) e uma extensão final 

de 72 º C por 4’ 

222 
Vossbrinck et 

al. 1993 

R 
TTATGATCCTGCTAATGGTTC 
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Purificação do DNA, sequenciamento Sanger e análise 

A purificação dos produtos de PCR foi realizada utilizando o Kit de Purificação PCR 

(Cellco, Cat.DPK-106S) seguindo as recomendações do fabricante. As amplificações 

foram sequenciadas por sequenciador automático de DNA Sanger (Modelo: ABI 

3500 - Applied Biosystems) no Instituto de Biotecnologia (IBTEC/UNESP) em 

Botucatu-SP. As sequências obtidas referentes a prospecção dos endossimbiontes 

ou microsporídio foram comparadas às outras do banco de dados (GenBank, 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov) para a identificação de similaridade genética. 

 

2.3 RESULTADOS 

 

A presença de endossimbiontes secundários dos gêneros Cardinium, Carsonella, 

Hamiltonella, Rickettsia, Serratia, Sodalis, Spiroplasma e Wolbachia foi confirmada, 

com banda positiva, em todas as populações de C. noackae de laboratório ou 

campo e apenas os gêneros Arsenophonus, Regiella, e o microsporídeo Nosema 

apresentaram resultados negativos (Tabela 3 e Figura 1).  
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Tabela 3. Bactérias simbiontes e endossimbiontes celulares prospectadas nas populações com diferentes gerações (Pop.(Ger.)) 
em Cleruchoides noackae (Hymenoptera: Mymaridae). Sinal negativo: ausência no hospedeiro. Sinal positivo: presença no 
hospedeiro 

Pop.(Ger.) Arsenophonus Cardinium Carsonella Hamiltonella Regiella Rickettsia Serratia Sodalis Spiroplasma Wolbachia 
 

Nosema 
 

1 (128) - + + + - + + + + + - 

2 (20) - + + + - + + + + + - 

3 (45) - + + + - + + + + + - 

4 (10) 
- + + + - + + + + + - 

5 (74) 
- + + + - + + + + + - 

6 (25) 
- + + + - + 

 
+ + + - 

7 (0) 
- + + + - + + + + + - 

8 (0) - + + + - + + + + + - 

9 (0) - + + + - + + + + + - 
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Figura 1. Géis de agarose com produtos de reações em cadeia de polimerase 
(PCR) prospectando bactérias simbiontes em Cleruchoides noackae (Hymenoptera: 
Mymaridae). (A) Cardinium, (B) Carsonella, (C) Hamiltonella, (D) Rickettsia, (E) 
Serratia, (F) Sodalis, (G) Spiroplasma e (H) Wolbachia.   
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O sequenciamento apresentou 100% de cobertura e 99% identidade com 

gêneros Wolbachia, Rickettsia e Serratia havendo associação do parasitoide com 

essas bactérias (Tabela 4). 

 

Tabela 4. Endossimbiontes associados ao parasitoide Cleruchoides noackae 
(Hymenoptera: Mymaridae) e número de acesso 

População Endossimbiontes Número de acesso  

1, 2, 3, 5, 6, 7, 8, 9 e 10 Rickettsia sp KY799068.1  

4 Rickettsia (Bemisia tabaci) JQ305704.1  

1, 2, 3 Wolbachia sp MK462264.1  

4, 5, 6, 7, 8, 9 e 10 Wolbachia sp MF509296.1  

6 Serratia quinivorans  MK114621.1  

1, 2, 3, 4, 5, 7, 8 e 10 Serratia sp. MG557761.1  

 
 
 

2.4 DISCUSSÃO 

 

A infecção por múltiplos endossimbiontes, como observado para C. noackae é 

relativamente comum (Duron et al. 2008), no entanto, o gênero Wolbachia se 

destaca, sendo presente em 66% das espécies de artrópodes (Hilgenboecker et al. 

2008). Isso é devido a essa bactéria ser herdada maternalmente e transferida 

horizontalmente entre diferentes espécies (Werren et al. 2008; Pistone et al. 2014).   

A presença de Wolbachia nas populações de C. noackae de laboratório e 

campo foi semelhante aos nucleotídeos encontrados em Drosofila melagonaster 

Meigen (Drosophila: Drosophilidae) infectada pela bactéria, que causou a 

mortalidade nos descendentes machos devido a danos ao DNA e apoptose durante 

a embriogênese masculina (Harumoto et al. 2018). A razão sexual tendenciosa para 

fêmeas em Hymenoptera é frequente (Heimpel e Boer, 2008), como relatado para 

fêmeas de C. noackae copuladas (Barbosa et al. 2018; 2019; Becchi et al. 2020). 

Isso pode estar associado a mortalidade de machos na presença da bactéria 

intracelular como a Wolbachia, sendo necessário investigar se parasitoides não-

emergidos e mortos dentro do ovo do hospedeiro T. peregrinus, como observado no 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KY799068.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=80RNMC8P014
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_371492208
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/JQ305704.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=80RWXHZW014
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/MK462264.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=80W010N8014
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1218188119
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/MF509296.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=80W0S21T015
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1500797282
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/MK114621.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=8&RID=80V9FXT5015


51 
 
 

estudo de Becchi et al. 2020, são machos ou fêmeas, e/ou remover a bactéria para 

analisar os efeitos na viabilidade do inseto para confirmar esta hipótese. 

O parasitoide Anagrus sophiae Dozier (Hymenoptera: Mymaridae) teve maior 

sucesso reprodutivo (Segoli et al. 2013) e Asobara japônica Belokobylskij 

(Hymenoptera: Braconidae) foi mais eficiente em encontrar o hospedeiro D. 

melanogaster (Fugihara et al. 2015) quando infectados por Wolbachia. Em 

Eulophidae, a partenogênese induzida por Wolbachia foi relatada para Tetrastichus 

coeruleus Nees (Reumer et al. 2013).  Nouhuys et al. (2016) relatou o aumento na 

suscetibilidade do parasitoide Hyposoter hortícola Gravenhorst 

(Hymenoptera: Ichneumonidae) ao hiperparasitismo de Mesochorus cf. stigmaticus 

Thunberg (Ichneumonidae:Mesochorinae), na presença dessa bactéria. Por isso, a 

influência de Wolbachia em C. noackae deve ser investigada para verificar os 

efeitos, positivos ou negativos, na biologia, reprodução ou comportamento desse 

inimigo natural. 

Em Pinus, os insetos da mesma ordem que C. noackae, D. pine e N. sertifer e 

seu parasitoide D. fuscipennis foram positivas à presença do gênero Wolbachia, e 

negativas para Cardinium (Pistone et al. 2014). A densidade de bactérias no 

hospedeiro é influenciada por fatores ambientais, antibióticos e idade do hospedeiro 

(Bordenstein e Bordenstein, 2011). No estudo de Pistone et al. (2014), o aumento na 

temperatura ocasionou a eliminação de Wolbachia no hospedeiro D. pini, que 

consequentemente pode ter causado a redução no período de desenvolvimento das 

larvas e no sucesso da eclosão dos ovos. Além disso, a manipulação da 

partenogênese e incompatibilidade citoplasmática causada pela Wolbachia pode ser 

reduzida ao expor o hospedeiro em alta temperatura, devido à redução na 

sobrevivência dessa bactéria (Hoffmann, 1990).  

A análise da sequência de Rickettsia da população 4 e demais, de C. 

noackae, foi próxima da que foi relatada para cepas bacterianas associadas a 

mosca-branca Bemisia tabaci Gennadius (Hemiptera: Aleyrodidae) em Bangladsh 

(Jahan e Lee, 2012) e com o mosquito Culex pipiens Linnaeus (Diptera: Culicidae): 

na República da Korea (Maina et al. 2017), respectivamente. Bactérias do gênero 

Rickettsia estão presentes em 24% das espécies de artrópodes terrestres (Weinert 

et al. 2015). Em estudos com insetos da ordem Hymenoptera, na área florestal foi 
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relatada a presença do endossimbionte Rikettsia no hospedeiro L. invasa com 

provável transmissão vertical à progênie (Nugnes et al., 2015) e no seu parasitoide 

Q. mendeli (Gualtieri et al. 2017). A partenogênese induzida por esta bactéria foi 

relatada para os parasitoides da família Eulophidae Neochrysocharis formosa 

Westwood (Adachi-Hagimori et al. 2008) e Pnigalio soemius Walker (Giorgini et al. 

2010).  

O parasitoide Microctonus hyperodae Loan (Hymenoptera: Braconidae) 

contaminado por Serratia, ocasionou a mortalidade prematura em 72 h de 30% do 

hospedeiro Listronotus bonariensis Kuschel (Coleoptera: Curculionidae) após 

transmitir a bactéria via oviposição, quando comparado com a população sem a 

bactéria com 4% (Jackson et al. 2004).  

Não foi detectado a presença do microsporídeo Nosema em C. noackae, no 

entanto, os parasitoides utilizados no controle biológico de lagartas desfolhadoras na 

área florestal,  Trichospilus diatraeae Cherian & Margabandhu e Palmistichus 

elaeisis Delvare & LaSalle (Hymenoptera: Eulophidae) tiveram a presença do 

microsporídeo Nosema confirmada, assim como no seu hospedeiro alternativo 

Diatraea saccharalis Fabricius (Lepidoptera: Crambidae) (Paes et a. 2019), devido 

provavelmente à transmissão horizontal (Simões et al. 2012). O parasitoide Cotesia 

flavipes Cameron (Hymenoptera: Braconidae) infectado por Nosema sp, teve 

redução na habilidade de distinguir compostos voláteis liberados pela cana-de-

açúcar infestados por larvas de D. saccharalis e entre hospedeiros infectados e não 

infectados com o microsporídeo (Simões et al. 2012). 

Este trabalho é o primeiro que relata a presença de múltiplos endossimbiontes 

associados ao C. noackae, sendo os gêneros Wolbachia, Rickettsia e Serratia os 

que apresentaram 99% de identidade com as bactérias presentes no parasitoide 

após sequenciamento. A manipulação de endossimbiontes na biologia e 

comportamento desse inimigo natural precisa ser estudada para o aperfeiçoamento 

na criação massal e manejo de T. peregrinus em laboratório e campo 

respectivamente. 
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CAPÍTULO 3 

DISPERSÃO DE Cleruchoides noackae APÓS LIBERAÇÃO EM PLANTAÇÕES 

DE EUCALIPTO 

Resumo 

A liberação do parasitoide de ovos Cleruchoides noackae Lin & Huber, 2007 

(Hymenoptera: Mymaridae) como agente de controle biológico de Thaumastocoris 

peregrinus Carpintero & Dellapé, 2006 (Hemiptera: Thaumastocoridae) em 

plantações de eucalipto, tem sido realizado em diferentes regiões do Brasil e do 

mundo. O conhecimento sobre a capacidade de dispersão de parasitoides é 

indispensável para o êxito no controle biológico de pragas. O objetivo deste estudo 

foi avaliar a capacidade de dispersão de C. noackae em plantações de eucalipto, 

utilizando armadilhas adesivas amarelas. O estudo foi conduzido no município de 

Borebi, São Paulo. Em três talhões com plantação de eucalipto de 100,0 m x 100,0 

m (10,000 m²), foram marcados dois quadrados concêntricos com distâncias de 25,0 

e 50,0 m do ponto central ao ponto médio de cada lado do quadrado, e fixados a 

cada 25,0 m, no tronco das árvores a 1,8 m do solo, armadilhas adesivas amarelas, 

totalizando 25 pontos e 6 distâncias (0,0; 25,0; 32,35; 50,0; 55,9 e 70,7 m). No ponto 

central de cada parcela, foram liberados 3.000 adultos de C. noackae recém-

emergidos e após 72 h os cartões foram removidos a avaliados. O parasitoide C. 

noackae se dispersou até 70,7 m de distância do ponto central de liberação em 72 h, 

com maior captura a 25,0 m, 3,66 adultos, que a 50,0 e 70,7 m, com 1,16 adultos. 

 

Palavras-chave: controle biológico; dispersão em campo; Eucalyptus spp.; 

Hymenoptera; Mymaridae; parasitoide de ovos. 

 

Abstract 

The release of the egg parasitoid Cleruchoides noackae (Hymenoptera: Mymaridae) 

as a biological control agent for Thaumastocoris peregrinus (Hemiptera: 

Thaumastocoridae) in eucalyptus plantations, has been carried out in different 

regions of Brazil and the world. Knowledge about the ability of parasitoids to disperse 

                                                           
3 Capítulo redigido de acordo com as normas do periódico BioControl 
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is essential for successful biological pest control. The objective of this study was to 

evaluate the dispersion capacity of C. noackae in eucalyptus plantations, using 

yellow sticky traps. The study was conducted in the Borebi, São Paulo. In three 

eucalyptus plots 100.0 m x 100.0 m (10,000 m²), two concentric squares were 

marked with distances of 25.0 and 50.0 m from the central point to the midpoint on 

each side of the square, and fixed yellow sticky traps every 25.0 m, in the trunk of the 

trees at 1.8 m from the ground, totaling 25 points and 6 distances (0.0, 25.0, 32.35, 

50.0, 55.9 and 70.7 m). At the central point of each plot, 3,000 adults of newly 

emerged C. noackae were released and after 72 h the cards were removed and 

evaluated. The parasitoid C. noackae dispersed up to 70.7 m away from the central 

point of release in 72 h, with greater capture at 25.0 m, 3.66 adults, than at 50.0 and 

70.7 m, with 1,16 adults. 

 

Keywords: biological bronze-bug, control, dispersal, Eucalyptus spp., egg parasitoid. 

 

3.1 INTRODUÇÃO 

 

Pragas exóticas de origem australiana, tem danificado plantações de 

Eucalyptus (Myrtaceae) no Brasil (Barbosa et al. 2019). O percevejo-bronzeado-do-

eucalipto Thaumastocoris peregrinus Carpintero & Dellapé, 2006 (Hemiptera: 

Thaumastocoridae), detectado em 2008 no país (Wilcken et al. 2010), se 

estabeleceu devido ao ambiente favorável, a alta capacidade reprodutiva e 

desenvolvimento em diferentes espécies de eucalipto (Soliman et al. 2012). De 

hábito alimentar sugador e gregário, o percevejo-bronzeado causa o bronzeamento, 

redução na área fotossintética, desfolha, redução na produtividade de eucalipto 

(Jabobs e Nesser 2005; Wilcken et al. 2015) e morte das árvores em altas 

infestações (Montagu et al. 2020). 

O controle biológico de T. peregrinus com o parasitoide de ovos Cleruchoides 

noackae Lin & Huber (Hymenoptera: Mymaridae) tem sido uma das principais 

alternativas ao elevado custo do controle químico e restrições da certificação 

florestal (Zanuncio et al. 2016; Barbosa et al. 2017a). O parasitismo de C. noackae 

em ovos de T. peregrinus, com um a três dias de idade foi superior a 60% (Barbosa 
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et al. 2018), o que demonstra sua eficiência para o controle da praga. Cleruchoies 

noackae possui partenogênese arrenótoca, mede aproximadamente 0,5 milímetros 

de comprimento (Lin et al. 2007; Mutitu et al. 2013; Becchi et al. 2020) e sua 

longevidade varia entre 2 a 4 dias sem e com alimento, respectivamente (Souza et 

al. 2016).  

A presença de C. noackae como agente de controle de T. peregrinus já foi 

registrada em vários países, como Brasil (Barbosa et al. 2017), Uruguai (Martínez et 

al. 2018) e África do Sul (Mutitu et al. 2013) demostrando sua adaptação em 

diferentes regiões, entretanto, sua capacidade de vôo na busca do hospedeiro é 

desconhecida, e como indicativos qualitativos de seu uso como inimigo natural 

(Gardner e Lenteren 1986) deve ser investigada. 

O estudo da mobilidade e dispersão de inimigos naturais é fundamental no 

sucesso do controle biológico de insetos-praga (Pomari-fernandes et al. 2018), por 

fornecer informações a respeito de seu raio de ação e auxiliar na determinação da 

distribuição de pontos de liberação (Akey 1991; Mills et al. 2006). Informações sobre 

a dispersão desses agentes de controle são escassos, pela dificuldade na detecção 

do deslocamento desses pequenos organismos em campo (Godfray 1994; Mills et 

al. 2006), no entanto, a utilização de ovos sentinelas (Salazar-Mendonza et al. 

2020), armadilhas adesivas (Lowenstein et al. 2019) e plantas pulverizadas com cola 

(Suverkropp et al. 2009) são metodologias que podem ser aplicadas para esses 

insetos. 

Fatores bióticos e abióticos, como abundância do hospedeiro, características 

da vegetação, vento e direção dos inimigos naturais no campo, são os principais 

fatores que influenciam na dispersão de inimigos naturais (Petit et al. 2008; 

Lowenstein et al. 2019; Salazar-Mendoza et al. 2020), e não há na literatura relatos 

ou estudos com este parâmetro para o parasitoide C. noackae. 

O objetivo deste trabalho foi avaliar a capacidade de dispersão de C. noackae 

após sua liberação em plantações de eucalipto, utilizando armadilhas adesivas 

amarelas. 

 

3.2 MATERIAL E MÉTODOS 
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Criação do hospedeiro Thaumastocoris peregrinus 

Ovos de T. peregrinus foram obtidos da criação estoque do Laboratório de 

Controle Biológico de Pragas Florestais (LCBPF), da Faculdade de Ciências 

Agronômicas da Universidade Estadual de São Paulo (FCA/UNESP), campus de 

Botucatu. Os insetos foram mantidos em ramos de Eucalyptus urophylla var. 

platyphylla (Myrtaceae), provenientes de plantação com cinco anos de idade, em 

frascos Erlenmeyer de 500 ml com água e acondicionados em bandeja plástica 

retangular (40 cm de comprimento x 35 cm de largura x 8 cm de altura). Tiras de 

papel toalha (1,5 cm de largura x 15,0 cm de comprimento) foram dispostos sobre 

ramos por 24 horas para obtenção dos ovos do percevejo-bronzeado. A criação de 

T. peregrinus foi mantida em laboratório a 24 ± 2 ºC, UR de 60 ± 10% e fotofase de 

12 h (Barbosa et al. 2016). 

 

Criação do parasitoide Cleruchoides noackae 

Os parasitoides foram obtidos da criação estoque do LCBPF e mantidos em 

frascos de poliestireno transparente (7,5 cm de altura x 3,0 cm de diâmetro) com 

tiras de papel filtro (7,0 cm de altura x 1,5 cm de largura) umedecidas em solução de 

mel a 50% para alimentação dos insetos. Ovos de T. peregrinus, com 24 h de idade, 

obtidos da criação do percevejo-bronzeado, foram oferecidos ao parasitoide na 

proporção de 10:1 (ovos:fêmea) no frasco. A criação de C. noackae foi mantida em 

laboratório a 24 ± 2 ºC, UR de 60 ± 10% e fotofase de 12 h (Barbosa et al. 2017b). 

 

Dispersão de Cleruchoides noackae em plantação florestal de Eucalyptus spp.  

O estudo foi conduzido na Fazenda Ipiranga (22°32'19.85"S, 48°55'30.69"W, 

616 metros acima do nível do mar) no município de Borebi, São Paulo, Brasil, 

pertencente a empresa Bracell. Antes da instalação do experimento foram realizadas 

avaliações preliminares da área durante um mês para confirmação da ausência do 

parasitoide C. noackae utilizando-se armadilhas adesivas amarelas fixadas no 

tronco das árvores a 1,8 m acima do solo (Martinez et al. 2010; Wilcken et al. 2015). 

Três talhões (9, 19 e 21), com parcelas de 100,0 m x 100,0 m (10,000 m²), afastadas 

a mais de 500 m entre si, foram estabelecidas em plantação de Eucalyptus grandis x 

Eucalyptus urophylla, com espaçamento 2 x 3 m e idade de 2 anos (Figura 1). 
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Figura 1. Talhões 9, 19 e 21 selecionados na fazenda Ipiranga, município de Borebi, 
São Paulo, Brasil. 
 

Em cada parcela foram marcados dois quadrados concêntricos cuja distância 

do ponto central ao ponto médio de cada lado do quadrado foi de 25,0 e 50,0 m. Em 

cada lado do quadrado os pontos foram fixados igualmente distantes a cada 25 m, 

dessa forma, em cada um dos quadrados haviam 8 e 16 pontos marcados. No 

centro da parcela também foi instalado um ponto, totalizando 25 pontos por parcela 

e 6 distâncias (Figura 2 e Tabela 1). O exemplo esquemático abaixo foi adaptado de 

SALAZAR-MENDONZA et al., 2020. 
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Figura 2. Exemplo esquemático, distribuição e número de pontos, símbolos e 
distâncias na parcela para avaliação da dispersão de Cleruchoides noackae 
(Hymenoptera: Mymaridae) com cartões amarelos adesivos. Adaptado de 
SALAZAR-MENDONZA et al., 2020. 
 

Em cada ponto foi fixado um cartão adesivo amarelo, com área de captura de 

12,5 x 10 cm, em ramos da árvore, dispostos a 1,80 m metros acima do chão, 

devidamente identificados. Os parasitoides foram acondicionados em potes plástico 

transparente e transportados em caixa térmica até as áreas de liberação. Após a 

instalação de todos os cartões, 3.000 mil adultos de C. noackae (< 24 horas de 

idade e alimentados com solução de mel 50%) foram liberados em cada parcela, no 

ponto central, fixando o pote plástico na árvore a 1,80 m acima do solo. Após 72 

horas de liberação foi realizada a coleta dos cartões, embalando-os com filme 

plástico transparente para conservação dos insetos, e levados para o Laboratório de 

Controle Biológico de Pragas Florestais (LCBPF) para contagem e sexagem dos 

Símbolo Distância (m) 
Número de 

pontos/parcela 
Número de pontos total 

 0,00 1 3 

 25,00 4 12 

 35,35 4 12 

 50,00 4 12 

 55,90 8 24 

 70,70 4 12 
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parasitoides com o auxílio de microscópio estereoscópico. O número de parasitoides 

coletados em cada distância e a porcentagem de parasitoides recapturados nas 

armadilhas amarelas adesivas, foram calculados pela fórmula N = (número de 

insetos capturados * 100) / número de insetos liberados. 

O delineamento estatístico foi em blocos casualizados, com 6 tratamentos 

(distâncias de 0,0; 25,0; 35,35; 50,0; 55,9 e 70,7 m) e 3 repetições (parcelas). Os 

valores de número de parasitoides coletados em cada distância foram transformados 

em raiz de x + 0,5 e comparados por Anova – Holm-Sidak com nível de significância 

igual a 0,05. A construção dos mapas de dispersão de C. noackae após liberação foi 

realizada utilizando o método de estimação geoestatístico por Krigagem simples em 

cada parcela amostral. As latitudes, longitudes e o número de parasitoides coletados 

em cada ponto nas armadilhas adesivas foram considerados como eixos x, y e a 

variável resposta Z, respectivamente. O mapa gráfico populacional foi gerado 

utilizando o software Surfer® 18. 

Os dados climatológicos do dia da liberação (Tabela 1) e os outros dois dias 

(Anexo 1) foram obtidos da estação climatológica da empresa. 

 

Tabela 1. Dados climatológicos referente ao horário aproximado de liberação do 
parasitoide Cleruchoides noackae (Hymenoptera: Mymaridae), em cada talhão, no 
dia da liberação (13 julho de 2020). Dados completos dos demais horários e dias no 
Anexo 1. 

Talhão Hor. 
1T (ºC) 
máx. 

2T (ºC) 
min. 

3UR 
(%) 

máx. 

4UR 
(%) 
mín. 

5Vel. 
vento 
(m/s) 

6Dir. 
vento 

(º) 

Chuva 
(mm) 

9 
08:00 19.8 18.1 74 66 0.8 277 0 

09:00 18.4 17.7 78 71 1.2 275 0 

19 
10:00 18.1 16.9 79 73 0.1 291 0 

11:00 18.9 16.9 79 70 0.8 270 0 

21 
12:00 20.5 18.9 71 65 1.3 268 0 

13:00 22.3 20.5 66 60 1.1 276 0 
1Temperatura máxima = T (ºC) máx.; 2Temperatura mínima = T (ºC) máx.; 3Umiade 
relativa máxima = UR (%) máx.; 4Umiade relativa mínima = UR (%) mín.; 
5Velocidade do vento = Vel. vento (m/s); 6Direção do vento = Dir. vento (º). 
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3.3 RESULTADOS 

 
 Nas avaliações prévias de cada talhão não foram capturados C. noackae e T. 

peregrinus nos cartões amarelos fixados na área. O parasitoide C. noackae se 

dispersou entre 0 e 70,7 m de distância do ponto central de liberação em 72 h, com 

maior captura a 25,0 m, com 3,66 adultos, que a 50,0 e 70,7 m, com 1,16 adultos 

(F5,74 = 3,019; P = 0,016; Figura 3). 

 

Figura 3. Número médio de Cleruchoides noackae (Hymenoptera: Mymaridae) 
capturado nas diferentes distâncias do ponto de liberação. Barra de erros indicam 
média ± erro padrão. Letras minúsculas diferentes indicam diferenças significativas 
entre as distâncias pelo teste de Holm-Sidak < 0,05. 

 

 O número total e a porcentagem de recaptura de C. noackae nos talhões 9, 19 e 

21 foram 35 (1,16%), 65 (2,16%) e 45 (1,5%) insetos, respectivamente (Figuras 4). 

Nas distâncias de 0,0; 25,0; 35,3; 50,0; 55,9 e 70,7 foram capturados 6, 44, 21, 14, 

46 e 14 parasitoides, respectivamente, totalizando 145 indivíduos coletados nas 

armadilhas adesivas amarelas, com taxa de recaptura de 1,61% dos 9.000 

parasitoides liberados. 

 Neste trabalho foi observado uma relação entre a direção eólica e a dispersão 

do parasitoide, independente da velocidade do vento, com maior captura de C. 

noackae na direção 277º e 291º (sentido Oeste e Noroeste) no talhão 9 e 19, 

respectivamente, no horário aproximado de liberação (Tabela 1; Figuras 4). No 
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talhão 21, a direção do vento mudou para 268º, entre Sudoeste e Oeste, e 

posteriormente variou de 114º a 180º, entre Leste e Sul, sendo possível notar a 

captura e dispersão mais uniforme de C. noackae dentro do talhão (Figura 4). 
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Figura 4.   Mapa e gráfico do número de Cleruchoides noackae (Hymenoptera: Mymaridae) capturados nas diferentes distâncias 
do ponto de liberação nos talhões 9, 19 e 21.   
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3.4 DISCUSSÃO  

 
 A maior captura de C. noackae a 25 m, que a 50,0 e 70,7 m, pode estar 

relacionado ao seu tamanho, pois parasitoides pequenos sempre se dispersam 

em pequenas distâncias, a não ser que sejam levados pelo vento (Lowenstein 

et al. 2019). A redução no número de insetos recuperados nos pontos mais 

distantes ocorre porque à medida que o parasitoide se afasta do ponto de 

liberação, a área a ser explorada aumenta, assim como o risco de mortalidade 

e o gasto energético (Bueno et al. 2012), no entanto, este último não resulta na 

redução da reprodução (Lowenstein et al. 2019). Na literatura a dispersão de 

parasitoides em campo varia de 2,7 a 65 m por dia (Petit et al. 2008). O 

parasitoide de Homalodisca vitripennis Germar (Hemiptera: Cicadellidae), 

Gonatocerus ashmeadi Girault (Hymenoptera: Mymaridae), se dispersa no 

mínimo até 47 m/dia na presença de alta densidade do hospedeiros em áreas 

urbanas, com grande diversidade de plantas exóticas (Petit et al. 2008), 

enquanto que Trissoulcus japonicus Ashmead (Hymenoptera: Platygastridae), 

parasitoide de Halyomorpha halys (Hemiptera: Pentatomidae) se dispersou 

entre 5 a 50,0 m e 4 a 40,0 m de distância do ponto de liberação coletados em 

armadilhas amarelas em cultivos de amora e avelã, respectivamente 

(Lowenstein et al. 2019). Comumente os parasitoides utilizam pistas químicas 

do habitat para localizar seus hospedeiros (Finidori-Logli et al. 1996), e 

orientam-se inicialmente em resposta aos estímulos fornecidos pela planta ou 

pelo hospedeiro (Boethel e Eikenbary 1986).  

 A recaptura de C. noackae nas diferentes distâncias do ponto de 

liberação, entre 0 e 70,7 m, como observado em todos os talhões avaliados, é 

importante para otimizar o programa de controle biológico de T. peregrinus. A 

dispersão dos parasitoides pode variar em função das características da 

própria espécie (Stinner et al. 1974; Lowenstein et al. 2019), além do estágio 

de crescimento da cultura (Nogueira de Sá et al. 1993) e arquitetura da planta 

(Gontijo et al. 2010) onde os parasitoides são liberados. A capacidade de 

dispersão do parasitoide Telenomus remus Nixon (Hymenoptera: 

Platygastridae), parasitando ovos de Spodoptera frugiperda J. E. Smith 

(Lepidoptera: Noctuidae) foi influenciada pelo estágio de desenvolvimento do 
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milho, com maior dispersão na fase inicial, devido a restrição na dispersão 

quando as plantas estavam altas (Salazar-Mendoza et al. 2020). A dispersão 

de T. japonicus em plantas de amora, com folhagem expostas ao sol e calor, 

pode ter limitado a dispersão desse parasitoide quando comparada com 

culturas na sombra, e a grande quantidade de folhas em pomares de avelãs 

afetaram o forrrageamento e sua dispersão (Lowenstein et al. 2019). As 

condições ambientais como temperatura, umidade e vento podem interferir na 

capacidade de busca hospedeira e dispersão (Biever 1972; Cave 2000), mas 

neste trabalho, a direção do vento foi um dos fatores mais importantes na 

direção de dispersão de C. noackae em plantação de eucalipto. 

A influência da direção do vento na dispersão de C. noackae não foi 

observada para o G. ashmeadi parasitoide de H. vitripennis, devido as 

características da vegetação e a densidade de hospedeiros no local em que foi 

avaliado (Petit et al. 2008). Em outros estudos, já foram relatadas a influência 

das condições eólicas no comportamento de dispersão dos insetos após 

liberações experimentais (Fink e Volkl 1995; Weisser et al. 1997). A dispersão 

de C. noackae até longas distâncias do ponto de liberação nos talhões com 

eucalipto de 2 anos de idade, pode ter ocorrido pois o espaço aberto entre 

plantas, significa que o vento dentro da cultura é maior (Suverkropp et al. 

2009).  

Este estudo é o primeiro que avaliou a capacidade de dispersão de C. 

noackae em plantação de eucalipto após liberação inoculativa, e pode ser 

utilizado como base para empresas e pequenos produtores estabelecerem 

pontos de liberação em plantios infestados pela praga, sendo recomendado a 

liberação a cada 25,0 m como estratégia para o controle biológico de T. 

peregrinus. 
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ANEXO 1. Dados climatológicos da fazenda Ipiranga, Borebi-SP. 

Data Horário 
T (ºC) 
máx. 

T (ºC) 
mín. 

UR (%) 
máx. 

UR (%) 
mín. 

Vel. do 
vento 

Dir. do 
Vento 

Chuva 
(mm) 

13-jul-20 08:00:00 19.8 18.1 74 66 0.8 277 0 

13-jul-20 09:00:00 18.4 17.7 78 71 1.2 275 0 

13-jul-20 10:00:00 18.1 16.9 79 73 0.1 291 0 

13-jul-20 11:00:00 18.9 16.9 79 70 0.8 270 0 

13-jul-20 12:00:00 20.5 18.9 71 65 1.3 268 0 

13-jul-20 13:00:00 22.3 20.5 66 60 1.1 276 0 

13-jul-20 14:00:00 25.1 22.3 61 52 0.7 273 0 

13-jul-20 15:00:00 27.1 24.7 56 46 0.8 245 0 

13-jul-20 16:00:00 28.7 27.1 48 38 1.9 212 0 

13-jul-20 17:00:00 29 27.6 44 38 2.1 186 0 

13-jul-20 18:00:00 29 27.2 47 38 1.6 114 0 

13-jul-20 19:00:00 29 28.4 44 40 1.1 170 0 

13-jul-20 20:00:00 28.7 26.9 45 38 1.5 149 0 

13-jul-20 21:00:00 26.9 24.7 53 44 0.3 167 0 

13-jul-20 22:00:00 24.8 23.1 58 52 0.2 152 0 

13-jul-20 23:00:00 23.2 22.4 61 58 0.3 176 0 

14-jul-20 00:00:00 22.9 21.8 63 59 0.3 142 0 

14-jul-20 01:00:00 21.8 21.4 65 63 0.4 153 0 

14-jul-20 02:00:00 21.9 21.5 64 62 0.5 155 0 

14-jul-20 03:00:00 21.7 20.6 68 63 0.1 147 0 

14-jul-20 04:00:00 20.6 19.9 72 68 0.2 124 0 

14-jul-20 05:00:00 20.2 20 72 70 0.2 151 0 

14-jul-20 06:00:00 21.7 20.2 70 65 0 107 0 

14-jul-20 07:00:00 21.2 20.9 69 68 0.1 150 0 

14-jul-20 08:00:00 21.3 20.6 74 67 0 114 0 

14-jul-20 09:00:00 20.6 18.5 80 74 0 148 0 

14-jul-20 10:00:00 19.1 17.9 84 79 1 80 0 

14-jul-20 11:00:00 19.2 17.8 84 80 0 35 0 

14-jul-20 12:00:00 22.6 19.2 80 67 0.4 4 0 

14-jul-20 13:00:00 23 21.4 73 69 1.8 337 0 

14-jul-20 14:00:00 25 23 69 64 1.1 345 0 

14-jul-20 15:00:00 25.5 24.2 66 62 1.6 328 0 

14-jul-20 16:00:00 26.2 25.1 64 59 0.9 329 0 

14-jul-20 17:00:00 27.1 25.1 64 56 0.8 353 0 

14-jul-20 18:00:00 28 25.8 61 52 0.8 347 0 

14-jul-20 19:00:00 27 24.9 63 55 0.6 332 0 

14-jul-20 20:00:00 25.3 24.5 66 61 0.8 309 0 

14-jul-20 21:00:00 24.5 22.7 71 66 0.2 340 0 

14-jul-20 22:00:00 22.7 21 79 71 0.3 350 0 
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14-jul-20 23:00:00 21 20.2 82 79 0.4 357 0 

15-jul-20 00:00:00 20.2 19.1 84 81 0.4 18 0 

15-jul-20 01:00:00 19.2 18.6 85 83 1 330 0 

15-jul-20 02:00:00 18.6 17.7 86 85 1.2 344 0 

15-jul-20 03:00:00 17.7 16.8 87 85 1.4 345 0 

15-jul-20 04:00:00 16.8 15.9 88 86 0.9 338 0 

15-jul-20 05:00:00 15.9 15.3 91 89 1.5 348 0 

15-jul-20 06:00:00 15.3 14.6 92 91 1.5 349 0 

15-jul-20 07:00:00 14.6 14 93 92 1.7 342 0 

15-jul-20 08:00:00 14 13.8 94 93 2.3 344 0 

15-jul-20 09:00:00 14 14 93 93 2.2 346 0 

15-jul-20 10:00:00 14.1 14 93 92 1.9 344 0 

15-jul-20 11:00:00 14.6 13.8 92 88 1.6 355 0 

15-jul-20 12:00:00 16.6 14.6 88 79 2.6 359 0 

15-jul-20 13:00:00 18.8 16.6 79 71 1.7 9 0 

15-jul-20 14:00:00 21.2 18.8 72 63 1.1 357 0 

15-jul-20 15:00:00 22.4 20.9 65 59 2.1 15 0 

15-jul-20 16:00:00 23.6 22.2 61 55 2.2 360 0 

15-jul-20 17:00:00 24.8 23.3 57 52 1.3 20 0 

15-jul-20 18:00:00 25.3 24.7 54 50 1.4 348 0 

15-jul-20 19:00:00 25.2 24.5 53 51 1.6 341 0 

15-jul-20 20:00:00 24.6 23.4 57 51 1.6 325 0 

15-jul-20 21:00:00 23.4 21.1 64 57 0.9 339 0 

15-jul-20 22:00:00 21.1 19.7 67 64 1 360 0 

15-jul-20 23:00:00 19.7 18.7 68 65 1.2 359 0 
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CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 
- Os resultados obtidos no controle de qualidade de cinco populações de C. 

noackae, parasitoide de T. peregrinus, com diferentes gerações confirmaram a 

hipótese de que a criação sucessiva desse inimigo natural em laboratório promove 

mudanças nos parâmetros biológicos e comportamentais de C. noackae, 

principalmente na longevidade e capacidade de vôo. 

- Este é o primeiro relato de múltiplos endossimbiontes em C. noackae. Em todas as 

populações de laboratório e de campo foram encontrados oito gêneros de bactérias 

endossimbiontes, e após o sequenciamento foi possível identificar 99% de 

identidade com os gêneros Wolbachia, Rickettsia e Serratia. As influências dessas 

bactérias nos parâmetros biológicos e reprodutivos de C. noackae necessitam ainda 

ser investigadas, e podem servir no desenvolvimento de estratégias de controle 

biológico de T. peregrinus. 

- Com base nos resultados da capacidade de dispersão de C. noackae, empresas e 

pequenos produtores podem ajustar a estratégia de liberação e estabelecer pontos 

de liberação em plantações infestados pela praga, sendo recomendado a liberação a 

cada 25,0 m. 

- As informações e resultados obtidos neste trabalho podem servir para o 

aprimoramento da criação massal desse parasitoide em laboratório e na eficiência 

da liberação para o manejo do percevejo-bronzeado a campo. 
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