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  RESUMO 

Fungos e nematoides entomopatogênicos são agentes bastante investigados para o controle 

biológico de diversas pragas, entre elas os carrapatos. O presente estudo buscou determinar a 

eficácia de fungos e nematoides, combinados ou não, contra fêmeas ingurgitadas de 

Rhipicephalus microplus em ensaios laboratoriais ou de campo. Assim, ensaios em condições 

controladas avaliaram a patogenicidade do nematoide Heterorhabditis bacteriophora HP88 

sobre fêmeas de R. microplus com diferentes níveis de ingurgitamento (150, 200, 250, 300 e 

350 mg), e sobre fêmeas provenientes de oito diferentes populações. Além disso, um estudo em 

condições de campo avaliou a eficácia de H. bacteriophora HP88 formulados em cadáveres de 

Tenebrio molitor em reduzir a população não parasitária de R. microplus em pastagens. 

Também buscou-se determinar em condições controladas uma combinação sinérgica entre 

Metarhizium spp. e H. bacteriophora HP88 sobre fêmeas ingurgitadas, além de determinar uma 

formulação multiparticulada contendo microescleródios de Metarhizium robertsii IP 146 eficaz 

em produzir conídios e, por fim, determinar em condições de campo a eficácia da combinação 

desta formulação granular com juvenis infectantes de H. bacteriophora HP88 para controlar a 

população não parasitária de R. microplus em pastagens em diferentes estações do ano (chuvosa 

ou seca). Os testes de patogenicidade do nematoide em fêmeas de R. microplus, não mostraram 

variação no percentual de controle entre os grupos com diferentes níveis de ingurgitamento 

(valores entre 98,4% e 97,5%). Também não foram observadas diferenças de suscetibilidade 

entre as fêmeas provenientes de diferentes populações (percentuais de controle entre 89% e 

99%). No teste de campo, a população não parasitária de R. microplus foi reduzida em 73,1% 

nas parcelas tratadas com H. bacteriophora HP88. Quando Metarhizium spp. foi combinado 

com H. bacteriophora HP88, todos os tratamentos reduziram os parâmetros biológicos das 

fêmeas, sendo observado apenas efeito aditivo entre as combinações. Entretanto, quando M. 

robertsii IP 146 foi combinado com H. bacteriophora HP88 em sub-doses, todos os tratamentos 

apresentaram sinergismo. O teste de campo conduzido no período chuvoso, reduziu a população 

de R. microplus nas pastagens, com eficácia de 54,09% (fungo), 38,11% (nematoide) e 46,72% 

(combinação). No período seco, somente o tratamento fúngico reduziu a população de R. 

microplus, com eficácia de 26,27%. Conclui-se que os entomopatógenos M. robertsii IP 146 e 

H. bacteriophora HP88 são agentes promissores de biocontrole da fase não parasitária de R. 

microplus, apesar da eficácia do tratamento sofrer variação de acordo com a época do ano. 

 

Palavras-chaves: carrapatos dos bovinos; controle biológico; teste de campo 
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ABSTRACT 

Entomopathogenic fungi and nematodes are biocontrol agents widely investigated for the 

biological control of several pests, including ticks. This study aimed to determine the efficacy 

of fungi and nematodes, combined or not combined, against Rhipicephalus microplus engorged 

females under laboratory and field conditions. Bioassays under controlled conditions were 

conducted to evaluate the pathogenicity of the nematode Heterorhabditis bacteriophora HP88 

against R. microplus females with different weights (150, 200, 250, 300, and 350 mg), and 

against females from eight different populations. In addition, a study under field conditions 

were conducted to evaluate the efficacy of H. bacteriophora HP88 formulated on Tenebrio 

molitor cadavers for controlling non-parasitic R. microplus on infested pastures. Likewise, a 

study was sought to determine, under controlled conditions, the synergistic combination 

between Metarhizium spp. and H. bacteriophora HP88 against R. microplus engorged females, 

as well as to determine a granular formulation containing M. robertsii IP 146 microsclerotia 

with potential to produce conidia when incubated onto different substrates. Lastly, a study was 

conducted to determine, under field conditions, the efficacy of combined granular formulation 

and H. bacteriophora HP88 infective juveniles (third stage) for controlling non-parasitic R. 

microplus population on infested pastures during different seasons of the year (wet or dry). 

Nematode pathogenicity to R. microplus females did not show variation of the percent control 

(98.4% to 97.5%) on the groups with different weights. There were also no differences on 

susceptibility of females from different populations (percent control between 89% and 99%) to 

HP88. In the field test, non-parasitic R. microplus population was reduced by 73.1% in the plots 

treated with H. bacteriophora HP88. Combined treatments with Metarhizium spp. and H. 

bacteriophora HP88 reduced biological parameters of engorged females, with additive effect 

detected. However, treatmented with M. robertsii IP 146 combined with H. bacteriophora 

HP88 sub-doses demonstrated synergism. The field test conducted in the wet season reduced 

the non-parasitic R. microplus population on infested pastures, with efficacy of 54.09% (fungus 

only), 38.11% (nematode only), and 46.72% (fungi and nematodes combined). In the dry 

period, only the fungal treatment reduced R. microplus population, with efficacy of 26.27%. 

We concluded that M. robertsii IP 146 and H. bacteriophora HP88 are promising agents for 

biological control of the non-parasitic phase of R. microplus, although the treatment efficacy 

had varied according to the wet or dry seasons. 

 

Keywords: cattle tick; biological control; field test
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CAPÍTULO 1: CONSIDERAÇÕES GERAIS 

 

1. INTRODUÇÃO 

 

Prejuízos acarretados pelos carrapatos dos bovinos, Rhipicephalus (Boophilus) 

microplus (Canestrini, 1888) (Acari: Ixodidae) são bem conhecidos pela pecuária dos países 

subtropicais ou tropicais ao redor do mundo1. Estes estão relacionados com gastos econômicos 

provenientes dos danos diretos ocasionados pela hematofagia ou suas implicações, como a 

redução da produção de carne e leite, depreciação do couro, subdesenvolvimento dos animais, 

e os danos indiretos que são provenientes da transmissão de agentes patogênicos para os 

bovinos2, 3. O controle deste parasito é frequentemente realizado com a aplicação de acaricidas 

químicos visando a fase parasitária do carrapato (larvas em alimentação, ninfas e adultos), 

geralmente sem conhecimentos técnicos e de forma incorreta, o que vem selecionando 

populações de carrapatos resistentes às bases químicas comercialmente disponíveis4-6. Nesta 

perspectiva, diferentes propostas de controle alternativo surgem para tentar amenizar o impacto 

causado por estes artrópodes, especialmente quando o principal método de redução das 

populações perde eficácia. 

A utilização de organismos vivos para suprimir populações de artrópodes que 

ocasionam perdas econômicas (controle biológico) é uma proposta inovadora e vem ganhando 

destaque visto sua aborgadem ecológica e inócua a seres humanos e outros vertebrados7. Fungos 

e nematoides entomopatogênicos são potenciais candidatos para aplicação no controle 

biológico de carrapatos. Fungos entomopatogênicos são microrganismos filogeneticamente 

diversificados, heterotróficos, eucarióticos, uni ou multicelulares, e capazes de invadir e 

colonizar diversos grupos de invertebrados, incluindo os carrapatos8, 9. Nematoides 

entomopatogênicos são organismos multicelulares que possuem habilidade de parasitar e causar 

morte em diferentes ordens de artrópodes, incluindo os carrapatos10, 11. 

Os fungos entomopatogênicos causam mortalidade a partir da fixação de conídios 

(esporos assexuais responsáveis pelo inicio da infecção) sobre a cutícula do artrópode onde 

inicia-se o processo de penetração ativa através da cutícula8, 12. O processo de germinação sobre 

a epicutícula ocorre geralmente após 18 horas de contato, seguido pela formação de apressório 

(estrutura responsável pela penetração por pressão mecânica e enzimática) sendo a ocorrência 

deste processo finalizada de 18 a 48 horas pós-contato. O fungo coloniza massivamente os 

tecidos internos do hospedeiro provocando sua morte em 3 a 5 dias pós-contato12. Os 
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nematoides entomopatogênicos após penetrar no interior do hospedeiro, causam sua 

mortalidade a partir da liberação de bactérias presentes em seu interior; estas são responsáveis 

pela produção de toxinas que provocam rápida septicemia, levando os hospedeiros à morte13, 

14. Apesar de diversos trabalhos reportarem a eficácia destes biocontroladores para o controle 

de R. microplus em condições controladas15-18, poucos estudos relatam o teste com a 

combinação de fungos e nematoides entomopatogênicos para o biocontrole de R. microplus em 

condições controladas ou de semi-campo19, 20, e nenhum foi desenvolvido em condição de 

campo até o momento. 

Sabe-se que realizar um controle efetivo de R. microplus envolve o controle dos 

estágios de ambas as fases do ciclo biológico; a fase parasitária em que os diferentes estágios 

do carrapatos sobrevivem sobre o hospedeiro, compreende 5% do total de indivíduos da 

população presente na área, enquanto a fase não-parasitária (fêmeas completamente 

ingurgitadas, larvas não-alimentadas e ovos), compreende os 95% da população que estão na 

pastagem21, 22. Apesar da maior parte da população viver na pastagem, o controle de R. 

microplus atualmente vem sendo realizado exclusivamente com enfoque em reduzir a 

população que está parasitando o hospedeiro23. O controle da fase não-parasitária no Brasil 

torna-se um problema pois não existem produtos destinados ao controle desta população 

específica, seja de forma química ou biológica23, 24.  

Neste contexto, estudos com abordagens mais ecológicas são de extrema 

importância para reduzir de forma consciente as populações de R. microplus. A  combinação 

de biocontroladores, fungos e nematoides entomopatogênicos, é bem estudada e aplicada para 

a redução de pragas com importância agrícola25-27; entretanto, pouco vem sendo relatado sobre 

a capacidade da combinação destes agentes em controlar carrapatos, especialmente o dos 

bovinos. Resultados positivos utilizando fungos e nematoides combinados para reduzir a 

população de pragas agrícolas em condições laboratoriais ou de campo vem sendo reportados28-

31. Em relação aos carrapatos, apenas um estudo realizado em condições controladas reporta o 

efeito desta combinação sobre fêmeas ingurgitadas de R. microplus32; desta forma, para melhor 

entendimento e aprimoramento desta combinação, mais estudos em condições controladas ou 

em condições naturais são importantes para elucidar o real potencial dessa abordagem no 

controle de carrapatos. 
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2. REVISÃO DE LITERATURA 

 

2.1 Rhipicephalus microplus: taxonomia, origem e distribuição geográfica 

 

Rhipicephalus (Boophilus) microplus, conhecido popularmente como o carrapato 

dos bovinos, está classificado no Filo Arthropoda, Classe Arachnida, Subclasse Acari, Ordem 

Ixodida e Família Ixodidae33. Estudos recentes envolvendo dados morfológicos, reprodutivos, 

genéticos e moleculares comprovaram a existência de um complexo de espécies de cinco 

táxons, sendo eles: Rhipicephalus annulatus, R. australis, R. microplus sensu stricto (com três 

clados)34, 35. Sua provável origem é na Índia e na ilha de Java, na Ásia. Sua distribuição para 

outras localidades ocorreu devido a expedições com finalidades exploratórias realizadas no 

século XVI, em que bovinos infestados eram transportados e comercializados, causando assim 

a dispersão desta espécie para as regiões tropicais e subtropicais do globo terrestre, situadas 

entre as latitudes de 32o Norte e 32o Sul, abrangendo a América Central, América do Sul, África 

e Ásia23 (Figura 1). No Brasil, a introdução deste ectoparasito ocorreu no século XVIII por meio 

de expedições que transportavam animais domésticos infestados; este aracnídeo encontrou aqui 

condições climáticas favoráveis, dispersou-se e estabeleceu-se em diferentes regiões do país23, 

36. 

 

Figura 1. Distribuição geográfica do carrapato bovino Rhipicephalus microplus. O espaço 

geográfico entre as linhas vermelhas situadas entre as latitudes 32o Norte e 32o Sul representam 

os locais em que o carrapato está presente. Fonte: Garcia et al.23 
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2.2 Rhipicephalus microplus: biologia, importância econômica e desafios no controle 

 

Rhipicephalus (Boophilus) microplus (Canestrini, 1888) (Acari: Ixodidae) é um 

carrapato, aracnídeo ectoparasito hematófago obrigatório de vertebrados, cujo principal 

hospedeiro são os bovinos. Este carrapato possui ciclo biológico monoxeno, e este divide-se 

em duas fases principais: uma fase não parasitária composta pelos estágios de fêmea 

ingurgitada, ovos e larvas não alimentadas, e uma fase parasitária constituída por larvas em 

alimentação, ninfas e adultos, os quais necessitam de alimentação para realização de ecdise37,38. 

A fase parasitária tem duração de 21 a 22 dias e inicia-se quando as larvas 

infestantes presentes nas pastagens entram em contato com o hospedeiro (Figura 2). Logo estas 

larvas se dispersam sobre o corpo do animal e começam uma busca por sítios ideais para 

fixação, iniciando o repasto sanguíneo39. Após ingurgitamento, ainda no hospedeiro, as larvas 

realizam o processo de ecdise, passando para o estágio de ninfa. As ninfas também realizam a 

hematofagia e logo após a ecdise, sobre o mesmo hospedeiro, dão origem a fase adulta (machos 

e fêmeas)38. Os machos continuam por cerca de dois meses sobre o animal, e dentro deste 

intervalo, permanecem fecundando as fêmeas40, 41. As fêmeas após à cópula, uma vez repleta 

de sangue, separam a parte sólida do sangue (células vermelhas, brancas e plaquetas) da parte 

líquida (plasma), que será utilizada pela fêmea em suas funções biológicas, incluindo a 

maturação dos ovos. O conteúdo não utilizado será devolvido para o bovino37, 39. 

Após o ingurgitamento, preferencialmente nas primeiras horas do dia, a fêmea de 

R. microplus se desprende do hospedeiro e cai no solo, dando início à fase não parasitária 

(Figura 2)38-40. No solo, por fototropismo negativo, a fêmea busca lugares com baixa 

luminosidade, temperaturas inferiores a 30 °C e umidade relativa (UR) superior a 80% para 

iniciar a oviposição, sendo esta etapa do ciclo biológico completamente dependente da 

temperatura e da umidade relativa; grandes variações destes fatores podem ocasionar alta 

mortalidade das fêmeas, ovos e larvas21, 42. Em média, o processo de pré-postura dura de três 

dias a cinco dias após o desprendimento da fêmea do hospedeiro, após este intervalo, inicia-se 

o período de postura que em condições controladas (27 °C e UR > 80%) tem duração média de 

15 dias, entretanto quando ocorre na natureza, pode estender-se por períodos mais longos 

devido a variações climáticas, principalmente de temperatura e umidade43. Durante o período 

de pré-postura, a locomoção realizada pela fêmea também sofre influência destas condições 

climáticas. Estudos reportam que em meses frios (inverno) o seu deslocamento é maior (120 a 

590 cm) quando comparado com o verão (28 a 84 cm)43. Em campo, condições ideais para 
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oviposição são geradas por touceiras ou estolões de capins, folhas e gravetos, que formam uma 

cobertura natural e fornecem um microclima adequado para início do processo de postura38, de 

forma que, na busca por condições ideias, as fêmeas podem se enterrar no solo ou penetrar nas 

bases das touceiras44. 

 

 

Figura 2. Esquema do ciclo biológico de Rhipicephalus microplus 

ilustrando a fase não parasitária, com ocorrência nas pastagens, e a fase 

parasitária que ocorre sobre o animal. Fonte: Garcia et al.23 

 

As espécies pertencentes à família Ixodidae destacam-se das outras famílias de 

carrapatos e de outros artrópodes por possuírem um dos maiores potenciais bióticos 

existentes45. Cada fêmea de R. microplus ovipõe aproximadamente 3.000 ovos durante seu 

período de postura (cerca de 50% de seu peso corporal)39. Levando em consideração o período 

de maturação dos ovócitos no ovário da fêmea, a oviposição nas pastagens, o tempo de 

formação das larvas em seu interior e a eclosão larval, leva em média 60 dias nos meses de 

temperatura e umidade elevada, e 120 dias em meses com temperatura e umidade baixa39. Logo 

após eclodidas, as larvas permanecem próximas aos ovos aguardando o enrijecimento de suas 

cutículas por aproximadamente sete dias. Após enrijecimento, as larvas migram para o ápice da 

vegetação por geotropismo negativo e fototropismo positivo, se aglomeram e permanecem 

viáveis por meses à espera de hospedeiros, iniciando assim a fase parasitária (Figura 3)37, 39. 
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Estas larvas utilizam mecanismos para localizar hospedeiros susceptíveis presentes no 

ambiente; elas são capazes de detectar estímulos ou bioprodutos liberados pelo hospedeiro 

como o odor, vibrações, sombreamento ou o dióxido de carbono expirado (CO2)
3 por meio do 

orgão sensorial denominado órgão de Haller presente no tarso de suas pernas dianteiras. Após 

recebido o estímulo, ficam em posição de alerta apoiando-se na vegetação com dois pares de 

pernas e agitando o terceiro par em movimento de laçadas46. Este comportamento de aglomerar 

no ápice das gramíneas, além de facilitar o acesso das larvas aos hospedeiros também evita ou 

diminui a perda de água para o ambiente e as protege contra à radiação solar40.  

 

 

Figura 3. Larvas infestantes de Rhipicephalus microplus 

presentes em pastagem de Panicum maximum BRS Quênia. 

Fonte: Arquivo próprio.  

 

Do ponto de vista econômico, R. microplus possui maior importância na região 

Neotropical, causando no mundo prejuízo estimado entre 13,9 e 18,7 bilhões de dólares 

anualmente47, 48. Somente no Brasil o prejuízo é estimado em 3,24 bilhões de dólares49 e estes 

gastos estão associados à perdas na produção de carne e leite, depreciação do couro, custos com 

medicamentos para tratamento de miíases e de enfermidades causadas por macro e 

microrganismos, além de custos com carrapaticidas químicos e mão-de-obra qualificada para 

tratamento dos bovinos23. Um dos grandes problemas do parasitismo por R. microplus é a 

transmissão dos agentes causadores da babesiose bovina ocasionada por protozoários 
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pertencentes ao gênero Babesia Starcovici, 1893 (Piroplasmida: Babesiidae) e da anaplasmose 

bovina ocasionada por bactérias pertencentes ao gênero Anaplasma  Theiler, 1910 

(Rickettsiales: Anaplasmataceae). Estas são doenças que possuem alta morbidade e, devido a 

sintomatologia similar, são agrupadas em um complexo chamado “tristeza parasitária bovina” 

que pode levar os animais parasitados a óbito23, 37. 

De modo a minimizar os problemas acarretados pelos ectoparasitos, a utilização de 

compostos químicos torna-se uma ferramenta eficaz de controle; mediante seu rápido efeito, 

sua utilização difundiu-se pelo mundo tornando o método mais utilizado para esta finalidade50. 

Entretanto, devido ao uso contínuo desses compostos, aliado a ausência de estudos prévios para 

a seleção de bases ideais e acompanhamento técnico, populações de R. microplus resistentes 

vêm sendo selecionadas4, 5. Atualmente, há diversos relatos de populações de R. microplus 

resistentes a todas as bases químicas disponíveis no mercado51, 52. Além do problema da seleção 

de populações resistentes, outros problemas são decorrentes do uso indiscriminado de 

acaricidas químicos, como a poluição do ambiente e intoxicação de animais e humanos53, 54. 

Outro fator limitante para a realização do controle do carrapato dos bovinos deve-se a sua 

dinâmica populacional; estudos comprovam que em uma área infestada por este carrapato, 

apenas 5% da população encontra-se parasitando o hospedeiro, sendo estes os estágios de larva 

em alimentação, ninfas e adultos22, 38 (Figura 4). Os outros 95% estão vivendo no ambiente, 

sendo composto por larvas não-infestantes e infestantes, fêmeas em período de pré-oviposição 

ou em oviposição, e ovos em incubação22, 38 (Figura 4).  
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Figura 4. Representação gráfica da dinâmica populacional de 

Rhipicephalus microplus e os estágios que compõem cada fase do 

ciclo biológico. Fonte: Arquivo próprio. 

 

Apesar da maior parte da população de R. microplus estar presente na pastagem, o 

seu controle atualmente vem sendo realizado exclusivamente com enfoque em reduzir a 

população que está parasitando o hospedeiro23. Este método de controle direcionado somente a 

uma fase do ciclo do carrapato torna-se um grande gargalo no seu controle efetivo, pois desta 

forma a infestação de R. microplus pode ocorrer de forma contínua, visto que o hospedeiro já 

infestado, ao ser solto em um pasto infestado (ausente de tratamento), pode reinfestar-se com 

novas larvas ao mesmo tempo em que fêmeas ingurgitadas (presentes em seu corpo) estão 

caindo ao solo, tornando assim o ciclo deste ectoparasito contínuo anualmente55. Novas 

alternativas de controle que visam controlar o carrapato na fase não parasitária ou parasitária 

vêm sendo estudadas; entre elas, pode-se citar a utilização de vacinas, uso de metabólitos de 

plantas (primários ou secundários) e o controle biológico por meio da utilização de organismos 

artropodopatogênicos, como predadores, parasitos e patógenos56, 57.  

 

2.3 Controle biológico e suas vertentes 

 

O controle biológico é um processo definido como a utilização de qualquer 

organismo vivo (predadores, parasitos ou patógenos) com finalidade de reduzir, controlar ou 
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suprimir populações específicas de artrópodes que sejam prejudiciais e que podem tornar-se 

pragas58. Quatro estratégias são empregadas para possibilitar a ação desses inimigos naturais 

dentro do controle biológico: 1) importação ou controle clássico, ocorre por meio da inserção 

de um antagonista natural em uma área em que a espécie invasora é exótica; 2) aumentativo, 

realizado pelo aumento da população existente de entomopatógenos no ambiente, de forma a 

limitar ou diminuir a população do artrópode-praga; 3) conservação, realizada por meio de 

modificações no manejo da área estudada visando viabilizar a permanência do inimigo natural; 

4) aplicação de pesticidas biológicos, que consiste na utilização de produtos comerciais à base 

de entomopatógenos no ambiente em que o artrópode-alvo se encontra59, 60. Todas as quatro 

formas de aplicação são inofensivas para humanos e outros vertebrados60. 

O sucesso da aplicação está intrinsecamente ligado ao conhecimento detalhado de 

diversas variáveis, como o organismo natural patogênico para a praga em questão, sua 

densidade populacional e a biologia de ambos (antagonista e artrópode-alvo); estes 

conhecimentos somados possibilitam o uso efetivo do controle biológico60. Este processo pode 

se tornar permanente assim que utilizado, devido ao estabelecimento do inimigo na população 

e possível proteção de longo prazo contra as espécies pragas61. Além de apresentar algumas 

vantagens quando comparado ao controle químico, como a dificuldade dos artrópodes em 

desenvolver resistência aos organismos utilizados para controle, o método biológico de controle 

não polue o ambiente e é inócuo aos animais vertebrados7.  

Parte do controle biológico, o controle microbiano é uma área em ascensão no 

âmbito da patologia de invertebrados, ciência com enfoque em enfermidades que acometem 

artrópodes e são ocasionadas principalmente por vírus, bactérias, nematoides e fungos 

entomopatogênicos62. Este processo se resume em utilizar patógenos como ferramenta para 

suprimir populações de artrópodes pragas. Para isso, é necessário identificar patógenos capazes 

de causar infecção e consequentemente morte à espécie alvo, além de buscar metodologias 

eficazes para a estabilização do propágulo, armazenamento sem perda de viabilidade e 

desenvolvimento de métodos de produção e distribuição economicamente viáveis60. 

 

2.4 Controle biológico de carrapatos utilizando fungos entomopatogênicos  

 

Diversos programas para controle de artrópodes em campo têm utilizado fungos 

entomopatogênicos como antagonistas de artrópodes-pragas. No Brasil, o controle microbiano 

com fungos entomopatogênicos é amplamente empregado, sobretudo para controle de pragas 
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agrícolas, sendo Metarhizium anisopliae s.l. (Hypocreales: Clavicipitaceae) e Beauveria 

bassiana s.l. (Hypocreales: Cordycipitaceae) as espécies mais utilizadas63. Entretanto, os 

fungos entomopatogênicos possuem capacidade de infectar e causar doenças não somente em 

artrópodes de importância agrícola, mas também são capazes de causar doenças em artrópodes 

de importância médica e veterinária57, 64. 

Os fungos entomopatogênicos são organismos eucariontes, heterotróficos, que 

podem ser uni ou multicelulares, e reproduzem de forma sexuada ou assexuada8. Na natureza, 

estes fungos podem ser encontrados parasitando artrópodes, habitando o solo, e no interior de 

plantas  devido sua capacidade endofítica65. Pertencem ao reino Fungi e estão distribuídos em 

dez filos; possui destaque o filo Entomophthoromycota, composto por 280 espécies, e 

Ascomycota com 64.000 espécies66, 67, sendo este último responsável por aproximadamente 

80% das doenças em artrópodes7. Entre os patógenos de artrópodes, os fungos 

entomopatogênicos destacam-se em programas de controle biológico, sendo capazes de aderir 

e infectar o hospedeiro através de sua cutícula externa8, 68.  

Os esporos produzidos de forma assexuada (conidiogênese), também chamados de 

conídios, são estruturas capazes de iniciar a infecção fúngica nos artrópodes8, 68. O processo de 

infecção inicia-se com a adesão dos conídios à cutícula do artrópode por meio de interações 

eletrostáticas69; após a adesão, ocorre o desenvolvimento do tubo germinativo e, logo após, 

ocorre a formação de uma estrutura de penetração denominada apressório12. Para conseguir 

romper a principal barreira do hospedeiro, o fungo necessita utilizar mecanismos enzimáticos 

e mecânicos12. Uma vez que o fungo realiza com sucesso a penetração através da cutícula e 

chega à hemocele, passa a desenvolver-se sob a forma de corpos hifais, passando a colonizar o 

corpo do artrópode70, 71. Após colonizar, o fungo pode matar o hospedeiro por danos acometidos 

pelo desenvolvimento das hifas em seu interior, inanição (consumo dos nutrientes necessários 

à sobrevivência do artrópode) e intoxicação72. Caso ocorra a morte do hospedeiro, o fungo se 

exterioriza sob condições apropriadas de temperatura e umidade. No ambiente externo ao 

hospedeiro, inicia-se o processo de conidiogênese, resultando na produção de novos conídios e 

reiniciando o ciclo do patógeno73, 74 (Figura 5).  
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Figura 5. Ciclo biológico de fungos entomopatogênicos pertencentes a 

ordem Hypocreales em fêmea ingurgitada de carrapato da família 

Ixodidae.  

Fonte: Artur Franco. 

 

Diversos estudos reportam a eficácia destes entomopatógenos contra carrapatos em 

laboratório, utilizando diferentes propágulos dos fungos entomopatogênicos9, 16. Entretanto, 

apesar da eficácia em laboratório ser comprovada, sob condições ideais para o desenvolvimento 

fúngico, condições climáticas frequentemente encontradas no campo podem reduzir sua 

eficácia no controle biológico de pragas. Nesta área, é necessário estabelecer formulações que 

permitam aos propágulos resistir aos efeitos abióticos extremos75. Estes limitantes são descritos 

como condições ambientais climáticas ou não-climáticas, responsáveis por reduzir a eficácia 

dos entomopatógenos em campo15, 76, tais como: radiação ultravioleta, altas temperaturas e 

baixa umidade relativa. Estes diferentes fatores de estresse podem impactar diretamente no 

desenvolvimento, na viabilidade e na virulência dos microrganismos para o controle dos 

artrópodes-pragas76-79, por ocasionarem danos celulares, interferindo em funções essenciais dos 

microrganismos80. 

A formulação é responsável por facilitar a aplicação e proteger o propágulo contra 

fatores abióticos que podem inviabilizá-lo63, propiciando a mistura de um ativo (propágulos do 

fungo) com adjuvantes, visando melhorar sua distribuição, estabilização e armazenamento.  
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Diferentes formulações contendo propágulos fúngicos vêm sendo estudadas para viabilizar o 

controle de carrapatos. Trabalhos utilizando conídios de M. anisopliae s.l. formulados em água 

com polissorbato 80 (Tween 80®), que possui a função de dissipar os conídios hidrofóbicos, foram 

as primeiras formulações a despertar o interesse de pesquisadores.  

Benjamin et al.81 realizaram um tratamento via aspersão de um bioproduto a base 

de Metarhizium anisopliae ESC 1 formulado em água sobre vegetação infestada artificialmente 

com adultos de Ixodes scapularis (Acari: Ixodidae) e após 6 dias de tratamento os carrapatos 

foram coletados e a mortalidade avaliada durante 4 semanas, obtendo no final deste período 

uma redução da população superior a 50%. Tratamentos consecutivos por aspersão contendo 

suspensão aquosa de M. anisopliae ESALQ 959 para o controle de larvas de R. microplus 

adicionadas artificialmente na vegetação foram realizados por Bittencourt et al.82 após a 

primeira aplicação o percentual de eficácia obtido foi de 17,42%, após a segunda 52,26% e na 

última aplicação 53,78%. Garcia et al.83 realizaram aspersão de conídios de M. anisopliae E9 

sobre vegetação naturalmente infestada com larvas de R. microplus, entretanto, o tratamento 

não foi eficaz em reduzir a população ambiental de larvas. 

Embora haja resultados positivos na utilização de suspensões aquosas nos ensaios 

com carrapatos, estudos vêm demonstrando que conídios quando formulados em óleo 

apresentam resultados mais promissores quando comparados aos formulados em água79, 84. 

Camargo et al.85 avaliaram o efeito de conídios do bioproduto Metarril® SP Organic (isolados 

ESALQ 1037 e ESALQ E9) formulado em 10% de óleo mineral sobre todas as fases parasitárias 

de R. microplus em bovinos estabulados infestados artificialmente, e reportaram eficácia média 

de 47,74% em relação ao grupo controle água e de 40,89% em relação ao controle óleo. Outro 

estudo realizado por Camargo et al.86 realizaram o tratamento por aspersão sobre bovinos a 

campo infestados naturalmente utilizando o mesmo bioproduto a base de conídios de M. 

anisopliae formulados em 10% de óleo mineral com adição de 1% de Tween 80® para controle 

de todas as formas parasitárias de R. microplus, obtendo após 24 dias do primeiro tratamento, 

eficácia média de 75,09% quando comparado ao grupo controle água, e eficácia de 46,59% em 

relação ao grupo controle óleo. 

Outra formulação estudada para o controle de carrapatos utiliza gel polimerizado 

de celulose como veículo. Souza et al.87 aplicou no pavilhão auricular de equídeos,  a 

formulação de conídios de B. bassiana em gel e obteve redução dos diferentes estágios em até 

80%, enquanto no grupo controle água ou gel puro a redução observada foi menor que 10%. 

Nestas pesquisas, a utilização destas tecnologias (Tween 80®; emulsão óleo-água e gel 
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polimerizado) possibilitou a obtenção de resultados positivos para a redução da população de 

carrapatos. Outras tecnologias estão disponíveis para formular os propágulos fúngicos, sendo 

elas: a) pó molhável, quando adicionado à água, forma-se uma suspensão aquosa contendo o 

ativo, aplicado por pulverização; b) iscas, neste tipo de formulação um atrativo é inserido de 

modo que ocorra a ingestão do ativo pelo artrópode-alvo; c) suspensão emulsionável, composta 

pelo ativo, um composto oleoso e um emulsificante, pronto para uso após diluição em água; d) 

grânulos, formas sólidas multiparticuladas com distribuição parcialmente uniforme que contém 

o ativo aderido a um transportador inerte ou com propriedades que favorecem a conidiogênese, 

podendo ser utilizado pelo fungo como fonte nutritiva88, 89.  

Faria e Wraight89 relatam que 62,7% dos produtos biológicos disponíveis no 

mercado mundial que utilizam fungo como ativo são à base de esporos assexuais, e destes 

41,2% são baseados exclusivamente em conídios. Outro propágulo fúngico que também merece 

destaque são os blastosporos, estruturas análogas aos corpos hifais encontrados naturalmente 

na hemocele dos artrópodes durante o processo de infecção16. Estes, possuem características 

que tornam sua utilização promissora no biocontrole de artrópodes: são capazes de induzir 

patologias em invertebrados e necessitam de menos tempo para iniciar o processo de infecção 

quando comparados com conídios; além disso, possuem menor custo de produção e tempo para 

produção em larga escala. Entretanto, apesar de não serem estruturas de resistência, 

formulações adequadas podem protegê-los contra fatores abióticos, além de melhorar sua 

eficácia em bioprodutos16, 90-92. O mesmo estudo de Faria & Wraight89 citou que apenas 4,1% 

dos micoinseticidas registrados no mundo são baseados exclusivamente em blastosporos. 

Levantamentos mais recentes mostram que no Brasil existem atualmente 82 bioprodutos 

registrados a base de entomopatógenos, e que 60% destes possuem propágulos de fungos como 

bioativo, 29% de bactérias, 10% de baculovírus e 1% de nematoides24. Para o controle de ácaros 

e carrapatos, 28 pesticidas biológicos estão disponíveis no mercado mundial, entretanto no 

Brasil não existem produtos registrados para esta finalidade24, 89. 

Algumas espécies de fungos quando cultivadas em meio líquido específico com 

relação carbono nitrogênio (C:N) de 30:1 produzem agregados de hifas melanizadas, estruturas 

que são mais resistentes a dessecação, denominadas de microescleródios93. Estes propágulos 

possuem reserva própria de nutrientes e, quando expostos à condições climáticas favoráveis, 

são capazez de produzir conídios a partir de suas hifas. Por esta característica em especial, 

tornou-se um candidato promissor para ser utilizado em testes para controle de artrópodes que 

possuem alguma fase de vida no solo94. Visto que o solo é um ambiente favorável para o 



  

 

 

32 

desenvolvimento fúngico, uma vez que encontra condições amenas de temperatura e umidade 

devido à presença da vegetação93.  

Resultados positivos vêm sendo apresentados com a utilização de formulação 

granular contendo microescleródios para o controle de carrapatos. Behle et al.94 avaliaram em 

laboratório a eficácia de formulação granular contendo microescleródios de M. brunneum para 

controle de ninfas não-alimentadas e alimentadas de Ixodes scapularis e obtiveram eficácia do 

tratamento de 56% (ninfa não alimentada) e 72% (ninfa alimentada). Assim, a utilização de 

grânulos torna-se uma estratégia ideal para controlar as fases de vida livre do ciclo do carrapato 

dos bovinos, uma vez que no ambiente estão presentes os estágios de larvas não-infestantes e 

infestantes, fêmeas em período de pré-oviposição, em oviposição e ovos em incubação. Os 

grânulos quando aplicados em ambientes com umidade e temperatura ideais, formam uma zona 

infectante contendo diversos focos compostos por conídios produzidos a partir dos 

microescleródios e, desta forma, quando qualquer estágio móvel passar, uma quantidade 

suficiente de conídios poderá aderir à sua cutícula e iniciar o processo de infecção88, 94.  

Mediante a esta perspectiva, a escolha de cada propágulo para testes em condições 

de campo e semi-campo deve ser baseada em conhecimentos prévios sobre a susceptibilidade 

do hospedeiro ao isolado/propágulo, sua virulência, e da suscetibilidade destes às condições 

ambientais.  

 

2.5 Controle biológico de carrapatos utilizando nematoides entomopatogênicos 

 

Nematoides entomopatogênicos são organismos multicelulares que possuem 

habilidade de parasitar e causar morte em diferentes artrópodes que tenham pelo menos uma 

etapa de seu ciclo biológico no solo10, 95. Eles pertencem à ordem Rhabditida (Nematoda: 

Secernentea) e são classificados em duas famílias: Steinernematidae Chitwood & Chitwood, 

1937 e Heterorhabditidae Poinar, 1976. A primeira família é composta por dois gêneros: 

Steinernema Travassos, 1927 e Neosteinernema Nguyen & Smart, 1994, enquanto a segunda 

família é formada pelo gênero Heterorhabditis Poinar, 1976.  

Os nematoides dos gêneros Steinernema e Heterorhabditis possuem, em seu 

interior, bactérias simbiontes dos gêneros Xenorhabdus e Photorhabdus, respectivamente96, 97. 

Uma vez que os juvenis infectantes de terceiro estádio (forma infectante) penetram o organismo 

do hospedeiro via aberturas naturais (abertura oral, ânus e espiráculos) ou por penetração ativa 

através da cutícula (realizada somente por alguns representantes do gênero Heterohabditis98), 
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liberam as bactérias que inicialmente produzem compostos com ação antifúngica e antibiótica, 

impedindo a competição por nutrientes com outros microrganismos99, 100. Logo após sua 

dispersão e multiplicação, estas bactérias causam, por meio da ação de toxinas, a morte do 

hospedeiro13, 14, 101. 

Em relação as fases de vida dos nematoides entomopatogênicos, existem três fases 

distintas: ovo, juvenis (J1, J2, J3 e J4) e os adultos (fêmeas, machos e em alguns casos, 

hermafroditas)101, 102. O ciclo em insetos inicia-se com a penetração dos juvenis infectantes (JIs) 

de terceiro estádio (J3), que ocorre através das aberturas naturais do hospedeiro ou de sua 

cutícula. Os JIs capazes de encontrar os hospedeiros por meio de diferentes mecanismos, como: 

identificação de produtos de excreção, níveis de CO2 e gradientes de temperatura14. Após 

localizarem o hospedeiro, penetram e alcançam a hemocele do artrópode. Uma vez sendo bem 

sucedidos, os JIs liberam as bactérias presentes em seu trato alimentar, que se multiplicam e 

juntamente com os nematoides contribuem para sobrecarregar o sistema imunológico do inseto 

e, desta forma, levando-o a morte76. Em seguida, os JIs se alimentam de tecidos e 

consequentemente das bactérias, após um tempo sofrem muda e tornam-se J4 que darão origem 

aos adultos hermafroditas (primeira geração). O adulto irá reproduzir e dar origem as próximas 

gerações; assim, estes nematoides podem completar duas a três gerações no interior do 

artrópode. Quando os nutrientes se extinguem, os J3 recentes (JIs) contendo as bactérias deixam 

o cadáver e buscam novos hospedeiros11, 101 (Figura 6-A). Entretanto, quando a penetração 

acontece nos carrapatos, ela pode ocorrer pelas duas vias: direta e indireta, mas não há produção 

de progênie (Figura 6-B). Alguns estudos reportam que após alcançar a hemolinfa do carrapato, 

os juvenis liberam as bactérias simbiontes, mas por motivos ainda desconhecidos, morrem 103. 
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Figura 6. Ciclo biológico de nematoides entomopatogênicos pertencente à família 

Heterorhabditidae em larvas de Galleria mellonella L. (A) ou em fêmea ingurgitada da 

família Ixodidae (B). Fonte: Artur Franco. 
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Entre as diversas espécies de nematoides entomopatogênicos, três comportamentos 

para realizar a busca por hospedeiros susceptíveis são conhecidos, sendo eles categorizados em: 

1) cruzador, realizam busca ativa pelo hospedeiro no ambiente, realizando pausas curtas para 

escaneamento; 2) emboscador, permanece no ambiente realizando nictação, comportamento de 

erguer o corpo apoiado sobre a porção posterior no substrato, de modo que a porção anterior 

permaneça livre “escaneando”, e quando o hospedeiro é detectado, “salta” em sua direção; 3) 

mistos, podem realizar busca ativa pelo hospedeiro ou realizar reconhecimento do ambiente por 

nictação13, 102, 104, 105. 

Sabe-se atualmente que a infecção por estes entomopatógenos ocorre em dezesseis 

espécies de ixodídeos e três de argasídeos54, 106, 107. Entre os diferentes estágios dos carrapatos, 

os mais suscetíveis para a infecção são as fêmeas ingurgitadas, seguidas pelos adultos não 

ingurgitados; por outro lado, ninfas são um pouco resistentes, enquanto larvas são mais 

resistentes que as ninfas e ovos são totalmente resistentes54, 108, 109. A utilização de nematoides 

entomopatogênicos para o controle do carrapato dos bovinos vem sendo bastante estudada; até 

o presente momento, 11 isolados foram testados, sendo cinco do gênero Steirnernema e seis do 

gênero Heterorhabditis110. Destes nematoides testados, os do gênero Heterorhabditis são os 

que apresentam melhor eficácia110. Monteiro et al.17 avaliaram em condições controladas a 

eficácia do nematoide Heterorhabditis bacteriophora HP88 em reduzir os parâmetros 

biológicos das fêmeas ingurgitadas de R. microplus e concluíram que este isolado tem alto 

potencial para reduzir diferentes parâmetros biológicos das fêmeas, além de promover 

percentuais de controle superiores a de outros isolados do gênero Heterorhabditis e 

Steirnernema. Outro estudo desenvolvido por Monteiro et al.18 complementou os resultados 

obtidos no estudo anterior, e verificou o tempo necessário para maior efetividade na redução 

dos parâmetros biológicos das fêmeas em condições laboratoriais e concluiu que 24 horas de 

exposição são necessárias para obter eficácia significativa.  

Apesar de diversos resultados promissores, especialmente em condiçoes 

laboratoriais, assim como os fungos entomopatogênicos, os nematoides também podem ser 

prejudicados pela exposição prolongada a fatores abióticos extremos, como: temperatura, 

radiação ultravioleta, umidade relativa e pH do solo10. Para diminuir esse efeito,  formulações 

adequadas podem permitir o uso efetivo desta ferramenta de controle no campo20. A utilização 

da formulação inseto cadáver (larvas de insetos infectadas com nematoides entomopatogênicos) 

tornou-se uma abordagem efetiva, econômica e simples quando comparada com outras formas 

de tratamento comumente utilizadas no campo, como as aplicações de JIs formulados em água, 
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realizada por meio de sistemas de irrigação ou uso de pulverizadores111, 112. Juvenis infectantes 

provenientes destes cadáveres infectados apresentam maior capacidade dispersiva, virulência e 

sobrevivência no solo do que os formulados em água111, 112. A aplicação da formulação inseto 

cadáver em ambientes com coberturas vegetais (por exemplo, pastagens) fornecem um 

microclima adequado para a sobrevivência dos JIs, conferindo proteção contra fatores abióticos 

estressantes113.  

Trabalhos recentes demonstram a eficácia de nematoides formulados em inseto 

cadáver para controlar fêmeas ingurgitadas de R. microplus em condições controladas ou de 

semi-campo. Monteiro et al.106 avaliaram o efeito de nematoides formulados em inseto cadáver 

(H. bacteriophora HP88, Heterorhabditis indica LPP1, Steinernema feltiae SN, e S. 

carpocapsae ALL) em condições controladas contra fêmeas ingurgitadas de R. microplus e 

concluíram que os nematoides veiculados em formulação inseto cadáver são eficazes contra as 

fêmeas, com destaque para os nematoides do gênero Heterorhabditis que foram os mais 

eficazes. Monteiro et al.20 avaliaram a eficácia de quatros espécies de Heterorhabditis (H. 

bacteriophora HP88, H. baujardi LPP7, H. indica LPP1 e H. bacteriophora LPP30) contra este 

estágio da fase não parasitária de R. microplus em potes contendo Urochloa  decumbens. Dentre 

os isolados testados, os mais eficazes foram H. bacteriophora HP88 e H. baujardi LPP7; no 

dia 12 pós-tratamento, a mortalidade das fêmeas ingurgitadas atingiu 90% ou 74%, e a postura 

de ovos também foi reduzida em 97,2 e 91,9%, respectivamente.  

Além das limitações quando expostos a fatores abióticos adversos, os 

entomopatógenos ao serem utilizados como ferramenta de controle em ambientes voltados para 

setores como agricultura e pecuária podem enfrentar outros limitantes, como sua combinação 

involuntária com diferentes produtos químicos utilizados para a mesma finalidade114. Somadas 

a estas adversidades, a presença de outros entomopatógenos também pode proporcionar efeitos 

a essa combinação, sendo eles aditivo, sinérgico ou antagônico28, 29, 115. 

O efeito aditivo ocorre quando os agentes combinados atuam independentemente 

um do outro, em outras palavras, não existe interação entre eles116. Já o sinergismo ocorre 

quando a soma dos efeitos da combinação de dois agentes é superior aos efeitos individuais 

quando estes atuam sozinhos, a eficácia de um efeito sinérgico será maior do que a obtida em 

um efeito aditivo116. Antagonismo entre dois agentes ocorre quando a sua interação possui uma 

eficácia menor do que a obtida em um efeito aditivo, ocorrendo uma reação antagônica entre 

eles, reduzindo a eficácia de sua combinação116. Diversos fatores influenciam essas interações, 

como o artrópode hospedeiro, as espécies dos agentes que serão combinados, além da 
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quantidade de agentes utilizada e o tempo de aplicação dos agentes28, 29, 115. Entretanto, os 

processos que induzem o sinergismo entre diferentes agentes de biocontrole, não são bem 

conhecidos; supõe-se que um dos agentes atue como um fator estressante. No caso da 

combinação entre fungos e nematoides entomopatogênicos, o fungo atuaria como o estressor 

debilitando o hospedeiro; desta forma, tornando o hospedeiro mais suscetível a infecção pelos 

nematoides28, 29. 

Alguns atributos dos nematoides entomopatogênicos os tornam potenciais 

biocontroladores de artrópodes: sua produção possui metodologia barata e simples de ser executada, 

sendo necessário apenas um hospedeiro susceptível ou meio de cultura adequado. Sua fácil 

aplicação em campo é de simples execução, seja por aplicações de suspensões aquosas ou 

formulação inseto cadáver, não necessitando de ferramentas específicas ou onerosas para ser 

realizada. Ao ser aplicado no campo, o próprio microrganismo realiza a busca ativa pelo hospedeiro, 

no caso o artrópode-praga, além de possuir compatibilidade com outros microrganismos e diferentes 

pesticidas, alta especificidade, e por não ser capaz de infectar vertebrados13, 102. 

 

2.6 Estudos da combinação de nematoides e fungos entomopatogênicos para controle de 

artrópodes 

 

A utilização de fungos entomopatogênicos com o propósito de controlar pragas é 

uma técnica relativamente antiga quando comparada com a utilização de nematoides31. O 

primeiro relato do uso de fungo como antagonista de insetos foi em meados dos anos 1800, já 

a comercialização deste organismo como um micoinseticida é datada por volta do ano de 

1960115. A utilização de nematoides entomopatogênicos para o mesmo propósito vem sendo 

cada vez mais estudada, com alguns casos de sucesso quando aplicados em programas de 

controle biológico de pragas117. Entretanto, pouca atenção vem sendo designada ao estudo da 

combinação destes entomopatógenos para controle de artrópodes118. Atualmente, a maioria dos 

estudos que investigou a combinação de fungos e nematoides entomopatogênicos para o 

controle de artrópodes foi realizada com insetos pertencentes as ordens Coleoptera e 

Lepidoptera26, 29, 119-121. 

De forma a aumentar a eficácia do controle biológico de pragas utilizando a 

combinação de fungos e nematoides entomopatogênicos, estudos com estes entomopatógenos 

combinados para o controle de diferentes ordens de insetos vem sendo reportados. Ansari et 

al.28 em ensaios realizados em condições controladas ou em casa de vegetação observaram 
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efeitos aditivos ou sinérgicos da combinação de M. anisopliae CLO 53 com H. megidis VBM30 

ou Steinernema glaseri NC sobre o besouro Hoplia philanthus Fuesslin, 1775 (Coleoptera: 

Scarabaeidae). Em condições controladas, Shapiro et al.122 investigaram a combinação de H. 

indica ou S. carpocapsae com M. anisopliae, B. bassiana ou Cordyceps fumosorosea (= 

Paecilomyces fumosoroseus) ou com a bactéria Serratia marcescens sobre o besouro Curculio 

caryae  Horn, 1873 (Coleoptera: Curculionidae), e obteve antagonismo em todas as 

combinações de patógenos, exceto H. indica combinado com M. anisopliae ou uma das 

concentrações de S. carpocapsae associadas ao fungo ou a bactéria, para os quais foram 

observados efeitos aditivos. 

Complementando os estudos anteriores realizados em condições controladas e em 

casa de vegetação, Ansari et al.29 avaliaram em condições de campo a eficácia da combinação 

de M. anisopliae CLO 53 ou formulação comercial de H. bacteriophora para reduzir a 

população ambiental de H. philanthus, os tratamentos combinados resultaram em efeitos 

aditivos ou sinérgicos, causando percentuais de controle superiores a 95% quando os 

nematoides foram aplicados quatro semanas após o fungo. Acevedo et al.31 investigaram, em 

condições controladas, a eficácia da combinação de H. bacteriophora JPM4 com M. anisopliae 

(isolados LPP45 ou LPP39) sobre a broca-da-cana Diatraea saccharalis Fabricius 1794 

(Lepidoptera: Pyralidae) e observaram que quando os nematoides foram combinados com o 

isolado fúngico de menor virulência o tempo necessário para matar 50% (TL50) e 90% da 

população (TL90) foram os menores obtidos, sendo 1,85 ou 2,85 dias, respectivamente. 

Entretanto, os autores concluíram que apesar da mortalidade ser mais rápida com este tipo de 

combinação (nematoide virulento e fungo com menor virulência), essa combinação ocasionou 

um efeito negativo sobre a reprodução dos mesmos. Ansari et al.30 avaliaram a combinação de 

H. bacteriophora, S. feltiae e Steirnernema kraussei Steiner, 1923 (Rhabditida: 

Steinernematidae) com M. anisopliae contra o besouro Otiorhynchus sulcatus Fabricius 

(Coleoptera: Curculionidae) e obtiveram efeitos aditivos e sinérgicos nos ensaios realizados 

tanto em condições controladas quanto em casa de vegetação. 

Ansari et al.123 realizaram um estudo em condições de campo avaliando a influência 

de diferentes métodos de aplicação, combinações e dosagens de produtos comerciais à base de 

M. brunneum Met52® (=F52), H. bacteriophora (Nematop®), S. kraussei (Nemasys®) e um 

inseticida a base de organofosforado (Cyren®) para o controle do besouro O. sulcatus, 

observaram que independente do método investigado, as dosagens mais elevadas, associadas 

ou não, causaram os maiores indíces de mortalidade do besouro, com percentuais de controle 
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alcançando 100% quando S. kraussei e Met52® foram combinados. Shairra et al.124 realizaram 

um estudo em  condições controladas para avaliar a eficácia da combinação de H. bacteriophora 

HP88 e Steinernema riobrave com M. anisopliae ou B. bassiana sobre larvas de terceiro ínstar 

de Spodoptera littoralis Boisduval, 1833 (Lepidoptera: Noctuidae) e os melhores resultados 

obtidos pelas combinações de B. bassiana + HP88 e M. anisopliae + S. riobrave mostraram que 

quanto maior a concentração de esporos ou juvenis infectantes maior a mortalidade larval. 

Correa-Cuadros et al.125 avaliaram em condições controladas o efeito da combinação de M. 

anisopliae Ma9236 e B. bassiana Bb9205 com H. bacteriophora HNI0100 sobre Plutella 

xylostella Linnaeus, 1758 (Lepidoptera: Plutellidae), e observaram efeito antagônico desta 

interação nos dias 0, 2 e 4 pós-tratamento, enquanto no dia 6, efeito sinérgico foi observado nos 

tratamentos com B. bassiana + H. bacteriophora e M. anisopliae + H. bacteriophora, com 

percentuais de controle de 85% e 65%, respectivamente. 

Em condições laboratoriais, Wakil et al.25 estudaram o efeito da aplicação isolada 

ou combinada de M. anisopliae WG-02 e B. bassiana WG-11 com H. bacteriophora sobre 

diferentes ínstares larvais de Rhynchophorus ferrugineus (Olivier) (Coleoptera: Curculionidae) 

aplicados simultaneamente ou após 1 ou 2 semanas pós tratamento fúngico e observaram efeito 

aditivo ou sinérgico em todos os tratamentos combinados independente dos diferentes tempos 

de exposição, sendo os maiores graus de sinergismo obtidos sobre as larvas de menores ínstares 

utilizando o tratamento combinado de B. basssiana +  H. bacteriophora. Em ensaios a campo, 

Mc Namara et al.126 avaliaram a eficácia de um bioproduto composto por M. brunneum Met52® 

(=F52), B. bassiana, Beauveria caledonica 2c7b combinados com S. carpocapsae EN03 ou 

Heterorhabditis downesi K122 sobre o besouro Hylobius abietis Linnaeus, 1758 (Coleoptera: 

Curculionidae) e quando aplicados em sub-doses as combinações de M. brunneum + S. 

carpocapsae, M. brunneum + H. downesi e B. caledonica + H. downesi obtiveram efeito 

aditivo, com percentuais de controle de 58, 93 e 86%, respectivamente.  

Entretanto, pouca atenção vem sendo designada ao estudo da combinação destes 

entomopatógenos para controle de carrapatos. Monteiro et al. destacam 23 trabalhos realizados 

em condições de campo ou semi-campo reportando a eficácia de diferentes formulações 

contendo fungos entomopatogênicos para controlar diferentes estágios de vida de carrapatos 

seja na fase não-parasitária ou parasitária (Monteiro et al., dados não publicados).  Em relação 

aos nematoides entomopatogênicos, Monteiro et al. reportam 10 trabalhos realizados em 

condições de campo e semi-campo utilizando diferentes espécies formuladas ou não para o 

controle de carrapatos (Monteiro et al., dados não publicados). Em relação aos estudos 
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utilizando a combinação de entomopatógenos para o controle de carrapatos, alguns autores 

reportam esta combinação como promissora, visto que os estágios imaturos dos carrapatos são 

mais suscetíveis a infecções causadas por fungos, enquanto os adultos são mais susceptíveis a 

infecções causadas por nematoides127, 128.  

O Brasil possui atualmente 82 bioprodutos registrados para o controle de 

artrópodes-praga, entre eles 60% é composto por fungos e apenas 1% por nematoides; no 

entanto, nenhum destes bioprodutos está registrado para controle de carrapatos24. O biocontrole 

de R. microplus é basicamente estudado com formulações de conídios voltadas para as fases 

parasitárias85, 86. Em condições de semi-campo, novas tecnologias vendo sendo testadas para 

aprimorar o controle de carrapatos em sua fase não-parasitária; como a utilização de 

formulações granulares ou peletizadas, que podem abrir novas possibilidades para o controle 

em larga escala em pastagens24. Até o presente momento somente dois trabalhos em laboratório 

foram realizados investigando a o efeito desta combinação de fungos e nematoides 

entomopatogênicos sobre R. microplus. Monteiro et al.32 avaliaram em condições controladas 

a eficácia da combinação de M. anisopliae s.l. IBCB 116 e B. bassiana ESALQ 986 com H. 

bacteriophora HP88 ou H. indica LPP1 em reduzir os parâmetros biológicos de fêmeas 

ingurgitadas de R. microplus e observaram efeitos aditivos nos grupos combinados, com 

percentuais de controle superiores a 90% nos grupos tratados apenas com nematoides ou nos 

grupos combinados. Golo et al.129 detectaram alterações no perfil proteíco de fêmeas 

ingurgitadas de R. microplus tratadas com a combinação de M. anisopliae s.l. IBCB 116 e o 

nematoide H. indica LPP1.  

Sendo assim, o presente estudo apresenta uma avaliação desta combinação, além 

de trazer novas informações sobre a interação nematoides-carrapatos e sobre o controle de 

carrapatos em condições de campo. Mediante as prerrogativas apresentadas, torna-se de 

fundamental importância o estudo das associações de diferentes entomopatógenos para o 

controle biológico de carrapatos. 
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3. OBJETIVOS 

 

3.1 Objetivo geral 

 

Determinar a eficácia de fungos e nematoides entomopatogênicos, combinados ou 

não, contra fêmeas ingurgitadas de R. microplus em ensaios laboratoriais ou de campo. 

 

3.2 Objetivos específicos 

 

- Determinar a eficácia de H. bacteriophora HP88 sobre fêmeas ingurgitadas apresentando 

diferentes níveis de ingurgitamento; 

- Determinar a eficácia de H. bacteriophora HP88 sobre fêmeas ingurgitadas provenientes de 

diferentes populações; 

- Determinar a eficácia de H. bacteriophora HP88 formulados em cadáveres de T. molitor em 

reduzir a população não parasitária de R. microplus presente em pastagens artificialmente 

infestadas, em condições de campo; 

- Determinar uma combinação prospectiva entre Metarhizium spp. e H. bacteriophora HP88 

em condições laboratoriais; 

- Determinar uma formulação multiparticulada contendo microescleródios de M. robertsii IP 

146 eficaz em produzir conídios em condições adversas; 

- Determinar em diferentes condições climáticas (chuva ou seca) a eficácia da combinação de 

formulação multiparticulada de microescleródios de M. robertsii IP 146 e juvenis infectantes 

(terceiro estádio) de H. bacteriophora HP88 sobre população não parasitária de R. microplus 

presente em pastagens artificialmente infestadas, em condições de campo; 

- Determinar a persistência do nematoide e do fungo no solo no experimento de campo. 
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RESUMO 

Nematoides entomopatogênicos (NEPs) são organismos que possuem capacidade de 

parasitar e causar morte de diferentes artrópodes, incluindo carrapatos. O presente estudo 

avaliou, em laboratório, a patogenicidade do nematoide Heterorhabditis bacteriophora 

HP88 sobre fêmeas de Rhipicephalus microplus com diferentes níveis de ingurgitamento 

(150, 200, 250, 300 e 350 mg), e sobre fêmeas provenientes de diferentes populações (1 a 

8). Cadáveres de Tenebrio molitor colonizados por H. bacteriophora HP88 foram 

preparados, e foi avaliada a eficácia deste nematoide em reduzir a população de R. microplus 

em pastagens sob condições de campo. Os testes de patogenicidade do nematoide para 

fêmeas de R. microplus com diferentes níveis de ingurgitamento foram conduzidos em 

grupos formados por dez fêmeas ingurgitadas acomodadas em placas de Petri, contendo solo 

estéril, previamente tratado por aspersão com 3 mL de suspensão contendo 150 juvenis; 

diferentes parâmetros biológicos das fêmeas foram avaliados (peso das fêmeas e da massa 

de ovos e percentual de eclosão – para cálculo do percentual de controle). Redução (P <0,05) 

dos parâmetros biológicos avaliados foram observados em todos os grupos tratados com 

nematoides, não sendo observada grande variação no percentual de controle entre estes 

grupos (valores entre 98,4% e 97,5%). Em relação ao teste com fêmeas de diferentes 

populações, 16 grupos foram formados, 8 tratados com NEPs (conforme descrito acima) e 

seus respectivos controles. Quando comparado os dados de parâmetros biológicos das 

fêmeas dos grupos tratados com os seus respectivos grupos controle, foi observado redução 

nos parâmetros biológicos; no entanto, não foram observadas diferenças entre os grupos 

tratados, evidenciando que as populações apresentaram susceptibilidade similar ao 

nematoide (percentuais de controle entre 89% e 99%). O ensaio em condições de campo foi 

realizado em parcelas de 1 m2 de Panicum maximum expostas a condições ambientais 

naturais. Dois grupos, com 8 parcelas cada, foram formados: 1) o grupo nematoide, que 

recebeu tratamento no dia -7 por meio da aplicação de oito cadáveres de T. molitor infectados 

com H. bacteriophora HP88, e 2) o grupo controle, que não recebeu tratamento. No dia 0, 

seis fêmeas ingurgitadas foram distribuídas em cada parcela. Nos dias +42 a +63 a parte 

apical das gramíneas com a presença de larvas de R. microplus foram retiradas, 

acondicionadas em saco plástico devidamente identificado e congelados a -20°C para 

posterior contagem. A população não parasitária de R. microplus foi reduzida em 73,1% nas 

parcelas tratadas com H. bacteriophora HP88. Conclui-se que H. bacteriophora HP88 não 

apresentou diferenças de susceptibilidade em fêmeas de diferentes pesos, e de diferentes 
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populações, além de promover redução no número de larvas de R. microplus em condições 

de campo. 

 

Palavras-chave: carrapato dos bovinos, controle biológico, nematoides entomopatogênicos 

 

1. INTRODUÇÃO  

Nematoides entomopatogênicos (NEPs) pertencentes aos gêneros Heterorhabditis 

e Steirnernema (Rhabditida) são agentes de controle biológico capazes de reduzir 

populações de diferentes espécies de artrópodes pragas (Doucet et al., 1998; Ehlers, 2001; 

Kaaya et al., 2006; Noosidum et al., 2021). A associação mutualística com bactérias 

patogênicas, responsável por ocasionar rápida septicemia e morte de carrapatos infectados 

(Samish et al., 2008; Monteiro & Prata, 2015) e o fato de habitarem o solo, ambiente onde 

95% da população de carrapatos está presente, são algumas das características  que tornam 

os NEPs potenciais candidatos para o biocontrole dos carrapatos (Monteiro & Prata, 2015; 

Monteiro et al., 2020). 

Rhipicephalus microplus (Canestrini, 1888), conhecido popularmente como 

carrapato dos bovinos, é responsável por ocasionar perdas econômicas severas na pecuária 

em diferentes países. Estima-se que somente no Brasil, este parasito seja responsável por 

perdas anuais de 3,4 bilhões de dólares (Grisi et al., 2014). Essas perdas decorrem de danos 

diretos (relacionados a hematofagia e suas implicações) e indiretos (relacionados a 

transmissão de patógenos e custos de controle), ocasionando em queda de produtividade 

(carne e leite) (Furlong et al., 2004; Higa et al., 2016; Nicholson et al., 2019).  

Atualmente, o controle das populações de R. microplus vem sendo realizado 

majoritariamente por meio da aplicação de acaricidas químicos. Entretanto, o uso contínuo 

desses produtos resultou na seleção de populações de carrapatos resistentes a todas as classes 

químicas disponíveis no mercado (Reck et al., 2014); algumas populações foram registradas 
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inclusive como multirresistentes (Klafke et al., 2017). Além disso, existem preocupações a 

respeito da presença de resíduos de carrapaticidas químicos em alimentos de origem animal, 

que pode intoxicar humanos consumidores, além de contaminarem animais e o meio 

ambiente (Monteiro & Prata, 2015). Assim, é evidenciada a necessidade de desenvolvimento 

de novas tecnologias para controle de carrapatos, e nesse aspecto, o uso de agentes biológicos 

é uma alternativa que vem ganhando mais espaço na agricultura e também merece ser 

investigada para o controle de carrapatos (Kaaya et al., 2006; Monteiro & Prata, 2015).  

Diferentes estudos, em condições laboratoriais, demonstraram patogenicidade dos 

NEPs sobre fêmeas ingurgitadas de R. microplus, especialmente de NEPs do gênero 

Heterorhabditis (Monteiro et al.,  2010; 2014, Silva et al., 2012; Singh et al., 2018). Contudo, 

alguns aspectos a respeito da interação entre carrapatos e NEPs ainda não foram totalmente 

elucidados. Já foi demonstrado que alguns estágios de desenvolvimento dos carrapatos são 

mais resistentes à infecção por NEPs, sendo as fêmeas ingurgitadas a fase mais susceptível 

a infecção (Samish et al., 2008); contudo, ainda não existem dados comparando a 

susceptibilidade de fêmeas em diferentes níveis de ingurgitamento. 

Diferenças de susceptibilidade entre populações de insetos utilizando 

entomopatógenos vem sendo relatadas desde a década de 1970, em estudos laboratoriais 

(Burges, 1971) e em condições de campo (Mcgaughey, 1985). Também existem dados na 

literatura demonstrando que existe uma grande variação na susceptibilidade de diferentes 

populações de R. microplus a infecção por fungos entomopatogênicos (Fernandes et al., 

2011; Perinotto et al., 2012; Webster et al., 2017); contudo, ainda não existem investigações 

nesse sentido, em relação a susceptibilidade de diferentes populações de R. microplus à 

infecção por NEPs.   

O uso de NEPs a campo para controle de carrapatos pode ser realizado a partir da 

aplicação no solo, uma vez que fêmeas ingurgitadas no momento da oviposição buscam 
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ambientes com alta umidade e protegido da radiação solar, características que também são 

favoráveis à sobrevivência dos juvenis infectantes (JIs) (Samish et al., 2008). Resultados 

obtidos em estudos que simulam essas condições têm demonstrado que diferentes espécies 

de NEPs foram eficazes contra fêmeas ingurgitadas de R. annulatus e R. microplus 

(Alekseev et al., 2006; Monteiro et al., 2020). Para esse tipo de aplicação, a formulação em 

inseto cadáver tem apresentado resultados interessantes. Nessa abordagem, cadáveres de 

insetos infectados por NEPs são liberados no ambiente, servindo de fonte para liberação de 

JIs no solo (Dolinski, 2006; Monteiro et al., 2014, 2020; Shapiro-Ilan & Dolinski, 2015). 

O objetivo desse estudo foi determinar em condições controladas a eficácia de H. 

bacteriophora HP88 sobre fêmeas de R. microplus em diferentes níveis de ingurgitamento e 

a susceptibilidade de fêmeas ingurgitadas pertencentes a diferentes populações. Além disso, 

o presente estudo teve como objetivo investigar a eficácia de H. bacteriophora HP88, 

veiculados em cadáveres de Tenebrio molitor (Linnaeus, 1758), sobre a fase não-parasitária 

de R. microplus, em condições de campo. 

 

2. METODOLOGIA 

 

2.1 Obtenção e manutenção de Heterorhabditis bacteriophora, isolado HP88 

O nematoide Heterorhabditis bacteriophora Poinar, 1975, isolado HP88 foi cedido 

pelo Laboratório de nematologia da Universidade Estadual do Norte Fluminense (UENF) 

Darcy Ribeiro Campos de Goytacazes, Rio de Janeiro, Brasil. O isolado foi mantido em 

garrafas de cultivo celular (40 mL), em alíquotas de 20 mL, e incubado em estufa do tipo 

B.O.D (Eletrolab®) a 18°C e multiplicados in vivo em larvas de Tenebrio molitor Linnaeus, 

1758 (Coleoptera: Tenebrionidae) de acordo com Lindegren et al. (1993) e Kaya and Stock 

(1997). 
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2.2 Avaliação da susceptibilidade de fêmeas de Rhipicephalus microplus com diferentes 

níveis de ingurgitamento à infecção por Heterorhabditis bacteriophora HP88  

 

Foram testadas fêmeas ingurgitadas de R. microplus, cepa Porto Alegre, 

provenientes de infestação artificial em bezerros mantidos na Fazenda Experimental da 

Empresa Brasileira de Pesquisa Agropecuária (EMBRAPA Gado de Leite - CEUA 11/2013). 

As fêmeas ingurgitadas foram distribuídas em cinco grupos contendo dez fêmeas 

ingurgitadas com diferentes médias de peso, a saber: 150, 200, 250, 300 e 350 mg.  Para 

cada média de peso foi formado um grupo controle e um grupo tratado e as fêmeas foram 

acondicionadas individualmente em placas de Petri (6 cm de diâmetro) preenchida com 15 

g de solo estéril. O tratamento foi realizado sobre o solo com a aplicação de 3 mL da 

suspensão de H. bacteriophora HP88, ajustada para a concentração de 150 JIs/fêmea, de 

acordo com Monteiro et al. (2013). Essa concentração foi definida por apresentar eficácia 

superior a 90% (Monteiro et al., 2010). No grupo controle foi feita a aspersão de 3 mL de 

água destilada estéril, com ausência de nematoides.tran 

Após tratamento, as placas foram mantidas em estufa do tipo B.O.D (Eletrolab®) a 

27 ± 1°C e UR ≥ 90% para acompanhamento dos parâmetros biológicos. A coleta da postura 

das fêmeas foi realizada diariamente durante 15 dias e os ovos foram acondicionados em 

tubos de ensaio de 10 mL, vedados com algodão hidrófilo e incubados nas mesmas condições 

citadas anteriormente. Após 21 dias do término da oviposição, foi feita a avaliação do 

percentual de eclosão larval por estimativa visual (Figueiredo et al., 2018). Os seguintes 

parâmetros biológicos das fêmeas foram avaliados: peso da fêmea antes da oviposição, peso 

da massa de ovos e a eclosão larval. Os valores dos parâmetros obtidos foram utilizados para 

calcular o índice de produção de ovos (Bennett, 1974), reprodução estimada e percentual de 

controle (Drummond et al., 1971). 
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2.3 Avaliação da susceptibilidade de diferentes populações de Rhipicephalus microplus 

à infecção por Heterorhabditis bacteriophora HP88  

 

Fêmeas ingurgitadas provenientes de diferentes populações foram testadas: 

populações POA (Cepa susceptível aos carrapaticidas - População 1) e Seropédica 

(População 2) foram obtidas por meio de infestações artificiais em bovinos na Embrapa 

Gado de Leite (CEUA 11/2013) e Universidade Federal Rural do Rio de Janeiro (UFRRJ - 

CEUA 23083.009241/2011-16), respectivamente. Carrapatos das outras seis populações (3, 

4, 5, 6, 7 e 8) foram obtidos por meio de coleta em bovinos naturalmente infestados, em 

propriedades rurais de diferentes localidades no Brasil (Figura 1). 

Dezesseis grupos foram formados, cada um contendo 10 fêmeas ingurgitadas. Para 

cada população testada foi estabelecido um grupo tratamento e um grupo controle. O 

experimento seguiu o mesmo delineamento mencionado no tópico 2.2. Os carrapatos foram 

tratados com a mesma concentração de H. bacteriophora HP88, e os grupos experimentais 

mantidos nas mesmas condições de temperatura e umidade relativa; a avalição da 

suscetibilidade de R. microplus ao isolado HP88 foi realizada a partir dos mesmos 

parâmetros biológicos mencionados acima.  
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Figura 1. Locais de origem das diferentes populações de Rhipicephalus microplus utilizadas 

no experimento descrito no tópico 2.3. População 1 - POA: Porto Alegre – RS; População 2 

- Cepa UFRRJ: Seropédica – RJ; População 3 - Sacramento – MG; População 4 - São 

Sebastião do Alto – RJ; População 5 - Pompeu – MG; População 6 - Lima Duarte – MG; 

População 7 - Aiuroca – MG e População 8 - Ivinhema - MS. 

 

2.4 Avaliação da eficácia de Heterorhabditis bacteriophora HP88 para controle de 

Rhipicephalus microplus em condições de campo 

 

2.4.1 Obtenção de fêmeas ingurgitadas de Rhipicephalus microplus  

 

Foram testadas fêmeas ingurgitadas de R. microplus (Cepa Gyn) obtida por meio 

de infestações artificiais em bovinos alocados em baias da Escola de Veterinária e Zootecnia 

(EVZ) da Universidade Federal de Goiás (UFG) (CEUA 032/17) (Anexo I).  
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2.4.2 Local de realização do estudo e preparação dos canteiros de Panicum maximum 

 

Os ensaios de campo foram realizados na Embrapa Arroz e Feijão, Santo Antônio 

de Goiás - Goiás, Brasil (16°30'50,1"S 49°16'33,8"O), entre os dias 22 de julho e 03 de 

outubro de 2019, durante a estação seca. O clima desta região, segundo a classificação de 

Köppen, é Aw, tropical semi-úmido, com invernos secos e frios e verões quentes e úmidos, 

com precipitação média anual em torno de 1354 mm e temperatura média anual em torno de 

23 ± 0,5 °C. As condições climáticas (temperatura máxima e mínima do ar, precipitação e 

radiação solar global) do ambiente foram obtidas diariamente pela estação meteorológica 

localizada a aproximadamente 1 km de distância do local do experimento. Os dados de 

umidade relativa do ar do interior da vegetação foram coletados pelo período da manhã a 

cada 7 dias por meio de um termohigrômetro AK28 (Akso®, São Leopoldo, RS, Brasil), 

instalado no interior das parcelas. 

Um mês antes de iniciar o experimento de campo, doze parcelas de Panicum 

maximum BRS Quênia medindo 1m2 cada (1 metro × 1 metro; largura × altura) foram 

delimitadas por uma fita de fibra de 100 m de comprimento, com uso de estacas de ferro e 

corda. Em seguida, a altura da grama foi padronizada em aproximadamente 30 cm 

(superfície do solo até o ápice das folhas). Todas as parcelas estavam em área com incidência 

direta de sol e chuva, de forma a garantir as condições ambientais mais homogêneas 

possíveis. Três semanas antes do início do experimento, as folhas mortas foram retiradas e 

as parcelas e corredores delimitados (Figura 2). A altura da vegetação e a manutenção dos 

corredores entre as parcelas foram mantidas durante todo período de experimentação. 
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Figura 2. Parcelas de Panicum maximum BRS Quênia (1 × 1 metro) em área da 

Embrapa Arroz e Feijão, Santo Antônio de Goiás - Goiás, Brasil. 

 

2.4.3 Delineamento experimental 

 

O experimento foi composto por dois grupos: 1) Grupo controle, não recebeu 

nenhum tipo de tratamento e 2) Grupo nematoide, tratado com H. bacteriophora HP88. Para 

cada tratamento, foram realizadas seis repetições. A distribuição dos grupos nas 12 parcelas 

foi realizada de forma randomizada. Para a produção e aplicação de H. bacteriophora HP88 

nos canteiros, foi utilizada a formulação inseto cadáver, utilizando larvas de T. molitor, de 

acordo com Del Valle et al. (2008) e Monteiro et al. (2014). 

Uma semana antes do experimento (dia -7), oito larvas de T. molitor infectadas com 

H. bacteriophora HP88 foram enterradas separadamente de forma aleatória (profundidade 

de 5 cm) em cada parcelas referentes ao tratamento com NEPs (Monteiro et al., 2020). O 

grupo controle foi formado por parcelas sem a adição de cadáveres de T. molitor infectados 

por NEPs. Foram formados dois grupos (tratamento e controle), cada um com 36 fêmeas 
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ingurgitadas, distribuídas homogeneamente por peso (P > 0,05). No dia 0, seis fêmeas 

ingurgitadas foram adicionadas em cada parcela. 

A partir do dia +7 até o dia +35 visitas na área de experimentação foram realizadas 

para verificar a presença de larvas de R. microplus na vegetação e coletar os dados de 

umidade no higrômetro. Nos dias +42, +49, +56 e +63, a parte apical das gramíneas com a 

presença de larvas de R. microplus foram retiradas, acondicionadas em saco plástico 

devidamente identificado, e congeladas a -20 °C para posterior contagem (Figura 3). As 

larvas foram quantificadas enquanto eram aspiradas por um aspirador de fluido cirúrgico 

(Aspiramax®, Kyoto, Japão). Para certificar a ausência total de larvas nas parcelas após o 

63º dia desde a introdução das fêmeas, foi realizada uma última inspeção nas parcelas.  

Figura 3. Larvas infestantes de Rhipicephalus microplus em uma das parcelas de Panicum 

maximum BRS Quênia. 

 

2.4.4 Características do solo 

 

Análise granulométrica e microbiológica do solo da área experimental foram 

realizadas a partir de amostras coletadas em quatro parcelas (profundidade de 10 cm), de 

modo aleatório, e armazenadas em sacos plásticos. As amostras foram identificadas, 
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transportadas e armazenadas em condição ambiente no Laboratório de Patologia de 

Invertebrados e após uma semana, enviadas ao laboratório Solo & Companhia e JEM análise 

agrícola para análise (Anexo II - III). 

 

2.5 Análises estatísticas 

 

As análises dos resultados do presente trabalho foram realizadas com auxílio do 

software R versão 3.3.2 (R Core Team, 2019). Os dados laboratoriais foram analisados com 

o pacote easyanova (Arnhold, 2013), sendo os dados de peso inicial das fêmeas tiveram 

distribuição normal e foram comparados por meio de análise de variância (ANOVA) seguida 

de Student-Newman-Keuls (SNK), e os dados de peso da massa de ovos, índice de produção 

de ovos (IPO) e o percentual de eclosão tiveram distribuição não-normal e foram analisados 

por meio do teste de Kruskall-Wallis seguido do teste de comparação de médias False 

discovery rate (FDR) (P <0,05). Para as contagens dos carrapatos no teste de campo frente 

à aplicação de nematoides comparado com o controle sem nematoides, os dados foram 

ajustados a um modelo linear generalizado (GLM) com distribuição binomial negativa 

(função log link), com o pacote ‘MASS’ (Venables e Ripley, 2002), incluindo bloco, 

tratamento, tempo (semana) e suas interações (tratamento x semana) como fatores fixos no 

preditor linear. Após análise da interação, as médias foram comparadas pelo teste de Tukey 

HSD a 5% de significância, utilizando o pacote‘emmeans’ (Lenth, 2020). 
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3. RESULTADOS 

 

3.1 Avaliação da susceptibilidade de fêmeas de Rhipicephalus microplus com diferentes 

níveis de ingurgitamento à infecção por Heterorhabditis bacteriophora HP88 

 

Não foram observadas diferenças significativas no peso médio das fêmeas antes da 

oviposição, comparando os grupos controle e tratamento, dentro da mesma classe de peso 

(150 mg - F1,18 = 0,028; P = 0,869 /// 200 mg - F1,18 = 0,1205; P = 0,7326 /// 250 mg - F1,18 

= 0,4506; P = 0,5106 /// 300 mg - F1,18= 0,1938; P = 0,6651 /// 350 mg - F1,18= 0,1589; P= 

0,6949), o que indica que as alterações detectadas estão correlacionadas com o efeito dos 

tratamentos. Foi observado que as fêmeas dos grupos tratados com H. bacteriophora HP88 

produziram menores quantidades de ovos quando comparado com o grupo controle, 

pertencente a mesma classe de peso (150 mg - χ2 = 14,3288; P = 0,0002 /// 200 mg - χ2 = 

13,8660; P = 0,0002 /// 250 mg - χ2 = 14,3288; P = 0,0002 /// 300 mg - χ2 = 14,3939; P = 

0,0001 /// 350 mg - χ2 = 14,9137; P = 0,0001). O mesmo foi observado em relação ao índice 

de produção de ovos (IPO), sendo observados percentuais superiores a 50% nos grupos 

controle e inferior a 7% nos grupos tratados (150 mg - χ2 = 14,3288; P = 0,0002 /// 200 mg 

- χ2 = 13,8660; P = 0,0002 /// 250 mg - χ2 = 14,3288; P = 0,0002 /// 300 mg - χ2 = 14,3939; 

P = 0,0001 /// 350 mg - χ2 = 14.9137; P = 0,0001) (Tabela 1). 

Em relação ao percentual de eclosão, também foram observadas diferenças 

significativas entre grupos tratados (< 40%) e controle (> 88%), dentro da mesma classe de 

peso (150 - χ2 = 10,4612; P = 0,0012 /// 200 mg - χ2 = 10,6352; P = 0,0011 /// 250 mg - χ2 

= 11,6054; P = 0,0007 /// 300 mg - χ2 = 14,3939; P = 0,0001 /// 350 mg - χ2 = 7,280; P 

=0,007). A redução na quantidade e viabilidade de ovos produzidos resultou em percentual 

de controle superior a 97% em todos os tratamentos (Tabela 1).
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Tabela 1. Peso médio de fêmeas ingurgitadas (mg), peso da massa de ovos (mg), eclosão larval (%), índice de produção de ovos (%), 

reprodução estimada e percentual de controle (%) de Rhipicephalus microplus tratados com juvenis infectantes de Heterorhabditis 

bacteriophora HP88 sob condições controladas (27±1 °C e UR ≥ 90%). 

 
(*) IPO: Índice de produção de ovos = peso da massa de ovos (g) / peso inicial da fêmea ingurgitada (g) × 100 (Bennet, 1974). 

(†) RE: Reprodução estimada = peso da massa de ovos (g) / peso inicial da fêmea ingurgitada (g) × percentual de eclosão larval × 20,000 (constante que se refere ao número de larvas por grama 

de massa de ovos de R. microplus) (Drummond et al., 1971).  

(‡) PC: Percentual de controle = RE média do grupo controle – RE média do grupo tratado / RE média do grupo controle × 100 (Drummond et al., 1971). 

Médias (± erro padrão) dentro da mesma classe de peso seguidas por letras diferentes diferem significativamente (P > 0.05).  

 

Pesos (mg) Tratamento 
Peso inicial das 

fêmeas (mg) 

Peso da massa de 

ovos (mg) 

IPO* Percentual de 

eclosão (%) 

RE† Percentual de 

controle (%) ‡ 

150 Controle 157,9 ± 4,78a 82,5 ± 2,5a 52,4 ± 1,22a 88,4 ± 5a 919569,3477  

HP88 157 ± 0,49a 6,8 ± 1,85b 4,3 ± 1,16b 21,6 ± 8,74b 18698,91789 98 

        

200 Controle 203,7 ± 0,4a 114 ± 5,37a 55,9 ± 2,59a 93,3 ± 3,19ª 1044300,442  

HP88 203,5 ± 0,49ª 12,3 ± 9,56b 6,1 ± 4,72b 21,8 ± 5,56b 26352,82555 97,5 

        

250 Controle 252,3 ± 1ª 142,8 ± 3,72a 56,6 ± 1,37a 93,1 ± 2,4a 1061381,933  

HP88 251,4 ± 0,74ª 7,5 ± 3,25b 3,0 ± 1,28b 28,9 ± 8,87b 17151,47176 98,4 

        

300 Controle 300,4 ± 0,51ª 178 ± 5,82a 59,2 ± 1,94a 96,5 ± 0,78a 1143989,344  

HP88 300,7 ± 0,54ª 8,7 ± 4,08b 2,9 ± 1,35b 35,3 ± 11,12b 20426,33854 98,2 

        

350 Controle 351 ± 3,52ª 193,9 ± 7,22a 55,2 ± 2,05a 90,1 ± 6,68a 994950,4274  

HP88 349,5 ± 1,52ª 8,3 ± 5,29b 2,3 ± 1,50b 39 ± 11,54b 18523,60515 98,1 
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3.2 Avaliação da susceptibilidade de diferentes populações de Rhipicephalus microplus 

à infecção por Heterorhabditis bacteriophora HP88 

 

Não foram observadas diferenças significativas (F15,140 = 0,9787; P= 0,4808) em 

relação ao peso das fêmeas ingurgitadas antes do início da oviposição (Tabela 2), nos grupos 

tratados e controle, nas diferentes populações, indicando que as demais alterações estão 

relacionadas aos tratamentos. Comparando cada população individualmente (tratamento e 

controle), foi observado que as fêmeas dos grupos tratamento com H. bacteriophora HP88 

produziram menor massa de ovos do que as dos grupos controle (χ2 = 128.0765; P < 0.0001). 

Uma comparação do tratamento entre as diferentes populações de R. microplus, demonstrou 

que as fêmeas dos grupos tratados (valores entre 0 e 16 mg) produziram menos ovos (χ2 = 

128.0765; P < 0.0001) do que as fêmeas do grupo controle (valores entre 97 e 117 mg) 

(Tabela 2).  

Redução do IPO nos grupos tratamento também foi demonstrado em cada 

população de R. microplus testada (χ2 = 129.9798; P < 0.0001) e também na comparação 

incluindo todas as populações (χ2 = 129.9798; P < 0.0001), com valores entre 46 e 56% nos 

grupos controles, e 0 a 7,9 nos grupos tratados. Também o percentual de eclosão apresentou 

redução na comparação individual das populações (χ2 = 76.8261; P < 0.0001) com valores 

entre 83 e 95% nos grupos controle e 0 a 64% nos grupos tratados (Tabela 2). Em todas as 

populações testadas foram observados percentuais de controle superiores a 95%, exceto na 

população 8 (89,6%).
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Tabela 2. Peso inicial de fêmeas (mg), peso da massa de ovos (mg), percentual de eclosão (%), índice de produção de ovos (%), reprodução estimada e percentual de controle 

(%) de fêmeas ingurgitadas de Rhipicephalus microplus tratadas com juvenis infectantes de Heterorhabditis bacteriophora HP88 sob condições controladas (27 ±1 °C e UR ≥ 

90%). 

 

(*) IPO: Índice de produção de ovos = peso da massa de ovos (g) / peso inicial da fêmea ingurgitada (g) × 100 (Bennet, 1974). 

(†) RE: Reprodução estimada = peso da massa de ovos (g) / peso inicial da fêmea ingurgitada (g) × percentual de eclosão larval × 20,000 (constante que se refere ao número de larvas por grama 

de massa de ovos de R. microplus) (Drummond et al., 1971).  

(‡) PC: Percentual de controle = RE média do grupo controle – RE média do grupo tratado / RE média do grupo controle × 100 (Drummond et al., 1971).  

Médias (± erro padrão) dentro da mesma coluna seguidas por letras diferentes diferem significativamente (P > 0.05). 

 

População Tratamento Peso inicial das 

fêmeas (mg) 

Peso da massa de 

ovos (mg) 

IPO* Percentual de 

eclosão (%) 

RE† Percentual de 

controle (%)‡ 

1 - POA Controle 208,71 ± 4,96ª 117,5 ± 5,36a 56,4 ± 2,47a 93,6 ± 3,20a 1047196,933  

 HP88 208,58 ± 4,98ª 13,7 ± 9,46cd 6,6 ± 4,67cd 25,9 ± 7,28ef 32837,9674 96,9 

        

2 - UFRRJ Controle 208,16 ± 12,66a 110,8 ± 8,67ab 52,6 ± 1,57ab 87,9 ± 3,24ac 925994,2363  

 HP88 208,95 ± 10,82a 1,1 ± 1def 0,5 ± 1,5def 5 ± 5ef 526,5677358 99,9 

        

3  Controle 208,68 ± 5,40ª 111 ± 4,05ab 53,1 ± 1,07ab 86,8 ± 3,44acd 914805,9415  

 HP88 208,67 ± 9,61ª 1,6 ± 0,9def 0,8 ± 1,3def 10 ± 8,16ef 159,3070145 99,98 

        

4  Controle 208,03 ± 14,78ª 112,2 ± 9,69a 53 ± 1,85ab 95 ± 1,15a 1023427,748  

 HP88 208,3 ± 22,13ª 4,8 ± 2,13ce 2,3 ± 1,03ce 59 ± 13,27de 27191,55065 97,3 

        

5 Controle 208,6 ± 7,17ª 97,0 ± 7,37b 46,4 ± 3,07b 90,3 ± 3,16ac 845982,575  

 HP88 209,57 ± 9,79ª 1,3 ± 1,29ef 0,8 ± 0,84ef 45 ± 45cef 5582,061069 99,3 

        

6  Controle 208,46 ± 12,67ª 105,8 ± 7,76ab 50,4 ± 1,28b 91,1 ± 2,90ab 923529,976  

 HP88 208,28 ± 11,41ª 0 ± 0f 0 ± 0f 0 ± 0f 0 100 

        

7  Controle 208,91 ± 7,21ª 108 ± 9,49ab 51,2 ± 3,52ab 83,9 ± 4,84bcd 858209,6697  

 HP88 209,27 ± 8,66ª 4,1 ± 2,74def 2,1 ± 1,39def 31,25 ± 18,75ef 12145,24606 98,6 

        

8  Controle 208,92 ± 10,09ª 111,7 ± 10,98ab 52,7 ± 3,90a 95 ± 1,02a 962470,0814  

 HP88 209,47 ± 9,76ª 16,4 ± 4,52c 7,9 ± 2,26c 64,1 ± 12,10cde 100200,4773 89,6 
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3.3 Avaliação da eficácia de Heterorhabditis bacteriophora HP88 para controle de 

Rhipicephalus microplus em condições de campo 

 

Entre os dias -10 e +63, as médias (± desvio padrão) de temperatura diária (máxima e 

mínima), precipitação, radiação solar global e umidade relativa foram: 31,82 ± 3,21 ºC e 18,47 

± 2,53 ºC, 0 ± 0 mm/dia, 17,39 ± 2,89 MJ/m2 e 23,72 ± 10,63%, respectivamente (Figura 4). 
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Figura 4. Dados climáticos da região dos experimentos coletados diariamente pela estação meteorológica ou com higrômetro. A) Temperatura 

máxima e mínima do ar (°C); B) Precipitação (mm/dia); C) Radiação solar global (MJ/m2). D) Umidade relativa do ar (%) medida por um 

higrômetro a cada sete dias no interior de uma das parcelas de Panicum maximum.  
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O solo utilizado para a realização dos ensaios de campo apresentou textura argilosa, 

sendo classificado como solo argiloso, contendo 62% de argila, 10% de silte e 28% de areia 

(Anexo II). Em relação a análise microbiológica foram detectadas bactérias do gênero Bacillus 

na quantidade de 1,2 × 106 UFC/g de solo. Fungos habitantes do solo como Fusarim 

solani, Fusarium sp., e Trichoderma sp. foram encontrados nas seguintes quantidades 1,667, 

3,667,  2,000 UFC/g de solo, e Rhizoctonia sp. com 5 UFC/100 g de solo. Os nematoides 

fitopatogênicos Helicotylenchus sp. e Heterodera glycines também foram identificados nas 

amostras de solo (198 e 11 em 200 mL de solo, respectivamente - Anexo III).  

O número de larvas de R. microplus recuperadas nas parcelas tratadas com H. 

bacteriophora HP88 foram menores em todas as coletas, quando comparadas ao número de 

larvas obtidas nas parcelas do grupo controle (P < 0,05 - Figura 5- A), o que resultou em 

eficácia de 73,1% (Figura 5- B).   
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Figura 5. Número médio (± 95% IC) de larvas recuperadas dos grupos tratado e controle durante as quatro semanas de estudo (A) e número médio 

cumulativo (± 95% IC) de larvas após 4 semanas (B). Os tratamentos foram realizados por meio da formulação inseto cadáver (larvas de Tenebrio 

molitor infectadas com Heterorhabditis bacteriophora HP88). Figura A: Médias semanais de larvas recuperadas no grupo controle e tratado; B: 

Média total de larvas recuperadas. 

Médias seguidas por letras diferentes apresentam diferença significativa entre si (P < 0.05). Na figura A, médias dos grupos controle e tratado 

foram comparadas dentro da mesma semana (mesma coleta). 
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4. DISCUSSÃO 

 

Estudos que demonstram a patogenicidade de nematoides entomopatogênicos 

em carrapatos tem sido publicados, especialmente nos últimos 10 anos, e H. 

bacteriophora HP88 tem sido apontado como um dos isolados com maior potencial 

devido a sua elevada virulência (Monteiro et al., 2010, 2012, 2014b, 2020); entretanto, 

alguns aspectos referentes à sua infecção ainda não haviam sido elucidados. No presente 

estudo, apresentamos pela primeira vez, dados a respeito da virulência desse isolado sobre 

diferentes populações de R. microplus e sobre fêmeas em diferentes níveis de 

ingurgitamento, além de demostrar a eficácia deste isolado para controle de R. microplus 

em condições de campo. 

Fêmeas com diferentes níveis de ingurgitamento (150, 200, 250, 300 e 350 mg) 

apresentaram susceptibilidade similar ao nematoide H. bacteriophora HP88. Diferenças 

de susceptibilidade à infecção por NEPs entre os diferentes estágios de desenvolvimento 

dos carrapatos são descritas na literatura, sendo as fêmeas ingurgitadas as mais sensíveis 

à infecção (Freitas-Ribeiro et al., 2005; Samish et al., 2008; Yang et al., 2013; Monteiro 

et al., 2014), seguidas pelos adultos (machos e fêmeas) não alimentados (Samish et al., 

2004, 2008), enquanto as ninfas são moderadamente susceptíveis (Kaaya et al., 2006; 

Hartelt et al., 2008; Cardoso et al., 2013). Larvas, quando comparadas com ninfas, 

apresentam maior grau de resistência natural à infecção (Kaaya et al., 2006) e os ovos são 

totalmente resistentes (Samish et al., 2004, 2008). Ao término da fase parasitária, ao se 

desprenderem do hospedeiro, as fêmeas ingurgitadas geralmente apresentam peso entre 

150 a 360 mg, sendo englobado neste intervalo as fêmeas com os maiores índices de 

eficiência reprodutiva (Borges et al., 2001; Santos & Furlong, 2002). Desta forma, o 

controle por H. bacteriophora HP88 sobre as fêmeas inseridas neste intervalo de pesos 
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reforça o potencial deste isolado como ferramenta de controle de R. microplus em sua 

fase não parasitária. 

Juvenis infectantes de H. bacteriophora HP88 realizam busca ativa por 

hospedeiros susceptíveis mediante detecção de compostos excretados (CO2, fezes, fluídos 

intestinais e ácido úrico) (Grewal et al. 1993; Wang & Gaugler, 1998; O'Hallaran & 

Burnell, 2003); entretanto, este comportamento pode ser alterado de acordo com o tipo e 

a quantidade de compostos emitidos (Lewis et al., 2006; Koppenhöfer and Fuzy, 2008). 

Um estudo conduzido com fêmeas semi-ingurgitadas e totalmente ingurgitadas de R. 

sanguineus demonstrou que fêmeas com menores níveis de ingurgitamento emitem 

menos CO2 se comparada com as maiores (Landulfo et al., 2019), desta forma, os 

resultados do presente trabalho mostram que não houve interferência na localização das 

fêmeas pelos JIs, não ocorrendo diferença de efetividade do isolado. 

Fêmeas ingurgitadas de diferentes populações de R. microplus não apresentaram 

diferença de susceptibilidade à infecção por H. bacteriophora HP88, embora diferenças 

na susceptibilidade de populações de artrópodes a agentes biológicos, incluindo vírus, 

bactérias e fungos entomopatogênicos já tenham sido documentadas na literatura 

(Mcgaughey, 1985; Moscardini, 1993; Webster et al., 2017). Em  R. microplus, já foi 

demonstrado que diferentes populações apresentam diferentes níveis de susceptibilidade 

à infecção por fungos entomopatogênicos: Fernandes et al. (2011) mostraram variação na 

susceptibilidade de larvas de R. microplus de diferentes populações à infecção pelo fungo 

Beauveria bassiana s.l., enquanto Perinotto et al. (2012) demonstraram diferenças de 

susceptibilidade de fêmeas e larvas de R. microplus de diferentes populações a B. 

bassiana s.l. (Bb 986) e M. anisopliae s.l. (959). Da mesma forma, em ensaio similar, 

Webster et al. (2017) investigaram a susceptibilidade de cepas selvagens de R. microplus 

à infecção por M. anisopliae s.l. e mostraram grande variabilidade na susceptibilidade das 
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populações ao isolado fúngico testado. Recentemente, estudos comparativos sobre a 

eficácia de seis espécies de nematoides entomopatogênicos para controlar uma população 

de R. microplus resistente e uma população susceptível à acaricidas químicos foram 

desenvolvidos em condições controladas, e em ambos estudos a eficácia do tratamento 

nas diferentes populações foram similares (Singh et al., 2018, 2019), e corroboram com 

os resultados obtidos no presente estudo. 

Em relação ao ensaio de campo, cabe destacar que o experimento foi conduzido 

no período de seca no Centro-Oeste do Brasil, (temperatura média 31,8 °C – umidade 

relativa média 23,7%). Ainda assim, foi observado que o tratamento com H. 

bacteriophora HP88 ocasionou redução do número de larvas em todas as semanas de 

avaliação, resultando em eficácia de 73%. Mesmo em condições climáticas 

desfavoráveis, os JIs de H. bacteriophora HP88 foram capazes de infectar fêmeas 

ingurgitadas de R. microplus e esta eficácia possivelmente se deve a termotolerância de 

H. bacteriophora HP88. Estudos prévios reportam a capacidade deste isolado em 

ocasionar mortalidade em diversas pragas mesmo quando expostos a temperaturas 

elavadas (ex: 35 °C) (Selvan et al., 1996; Shamseldean et al., 1996); entretanto, 

geralmente temperaturas superiores a 32 °C dificultam sua reprodução, atividade e 

viabilidade (Grewal et al., 1994). Cabe destacar que essa época do ano também é 

desfavorável para o desenvolvimento de R. microplus (fêmea ingurgitada, ovos e larvas) 

na pastagem durante a fase não parasitária (Nicaretta et al., 2021). 

A relevante eficácia da aplicação de H. bacteriophora HP88 para controle de R. 

microplus em sua fase não parasitária reforça o potencial desse isolado como agente de 

biocontrole. A virulência de H. bacteriophora HP88 para diferentes espécies de 

carrapatos tem sido documentada, incluindo registros em condições de laboratório sobre 

R. annulatus, Ixodes scapularis, Amblyomma variegatum, Dermacentor nitens e R. 
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microplus (Hill, 1998; Kaaya et al., 2006; Monteiro et al., 2014a,b) e em condições de 

semi-campo para R. annulatus e R. microplus (Samish et al., 1999; Alekseev et al., 2006; 

Monteiro et al., 2020). Monteiro et al. (2020) demonstraram que a aplicação de H. 

bacteriophora HP88 por meio de formulação inseto cadáver em vasos contendo Urochloa 

decumbens resultou em total mortalidade das fêmeas ingurgitadas dezoito dias pós 

tratamento e redução de postura de 97,2%. Em ensaio de casa de vegetação, Samish et al. 

(1999) investigaram o efeito do tratamento de nove nematoides entomopatogênicos 

pertencentes a diferentes espécies sobre fêmeas ingurgitadas de R. annulatus 

acondicionadas sobre vasos contendo solo e observaram que H. bacteriophora HP88 foi 

o terceiro isolado mais virulento (50 JIs/cm2) causando 82% de mortalidade após 14 dias 

do tratamento. Em ensaio similar, Alekseev et al. (2006) utilizaram o mesmo isolado de 

nematoide e constataram mortalidade de aproximadamente 70% de fêmeas ingurgitadas 

de R. annulatus após três dias de tratamento. Estes estudos conduzidos em condições de 

semi-campo, embora apresentem condições mais controladas corroboram com os 

resultados reportados em nosso teste de campo. 

O teste de campo do presente estudo expôs os JIs a importantes fatores que 

podem  ter limitado a eficácia dos NEPs, como o tipo de solo, e a umidade do solo. NEPs 

são organismos aquáticos e necessitam de uma película de água ao seu redor para se 

moverem (Norton, 1978), assim como o tipo de solo também pode influenciar em sua 

atividade (Kung et al., 1990; Dolinski et al., 2010). No presente estudo a ausência de 

chuva pode ter tornado o solo da região demasiadamente seco desfavorecendo a 

movimentação dos JIs; além disso, o solo argiloso da região vem sendo reportado como 

redutor da movimentação e infectividade dos JIs (Kung et al. 1990; Dolinski et al. 2010). 

No estudo de Monteiro et al. (2020), a ocorrência de precipitação durante o período de 

experimentação e o solo arenoso utilizado podem estar relacionados com a relevante 
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eficácia de HP88 (98%) no controle de R. microplus, já que JIs apresentam maior taxa de 

movimentação e infectividade em solo arenoso (Kung et al. 1990; Dolinski et al. 2010). 

Os resultados obtidos no presente estudo permitem concluir que H. 

bacteriophora HP88 não apresentou diferenças de susceptibilidade em fêmeas de 

diferentes pesos, e de diferentes populações, além de promover redução no número de 

larvas de R. microplus em condições de campo. Novos estudos abordando a combinação 

de nematoides com outros agentes biológicos, como os fungos entomopatogênicos, 

podem trazer melhorias no controle da população da fase não parasitária de R. microplus 

em pastagens infestadas. Além disso, estudos aplicando os NEPs em pastagens destinadas 

a criação extensiva de bovinos precisam ser conduzidos para determinar a eficácia do 

tratamento em reduzir a infestação de carrapatos nos animais. 
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RESUMO 

O presente estudo avaliou, em laboratório, o efeito da combinação entre fungos 

entomopatogênicos pertencentes ao gênero Metarhizium spp. (IP 46, 119, 125, 146 e 363) 

e o nematoide entomopatogênico (NEP) Heterorhabditis bacteriophora HP88 sobre 

fêmeas ingurgitadas de R. microplus. Em adição, após selecionar o isolado IP 146 

(Metarhizium robertsii) avaliou-se sua combinação em sub-doses (1 × 106 ou 1 × 107 

conídios ml-1) com H. bacteriophora HP88 (15 ou 25 NEPs/fêmea) sobre fêmeas 

ingurgitadas de R. microplus. Além disso, diferentes formulações granulares contendo 

microescleródios (ME) de Metarhizium robertsii IP 146 foram testadas sobre diferentes 

substratos para verificar a produção e a viabilidade dos conídios. Por fim, o efeito da 

combinação entre formulação granular contendo ME de M. robertsii IP 146 e juvenis 

infectantes de H. bacteriophora HP88 sobre a fase não-parasitária de R. microplus foi 

avaliado em ensaio realizado em condição de campo em diferentes estações do ano 

(chuvosa ou seca). Nos testes de combinação em laboratório, todos os tratamentos 

realizados foram eficazes em reduzir os parâmetros biológicos avaliados, sendo os 

melhores resultados obtidos pelos grupos nematoide e combinação. Em relação ao teste 

complementar utilizando sub-doses de M. robertsii IP 146 (106 ou 107 conídios mL-1) 

combinados com H. bacteriophora HP88 (15 ou 25 NEPs/fêmea), todas as combinações 

testadas apresentaram efeito sinérgico. Nos testes utilizando diferentes formulações 

granulares (101 microescleródios/mg), meio ágar-água (30 mg) ou solo não esterilizado 

(7 mg) foram utilizados como substrato para desenvolvimento fúngico nos grânulos. Nos 

grânulos cultivados em meio ágar-água, resultados semelhantes para produção conidial e 

alta viabilidade (> 85%) foram obtidos em todas as formulações testadas. No solo não 

esterilizado, a formulação multiparticulada composta por celulose, vermiculita, terra 

diatomácea e fibra vegetal foi eficaz em produzir conídios sobre este substrato. No teste 

de campo conduzido no período chuvoso, todos os tratamentos reduziram a população 

não parasitária de R. microplus presente nas pastagens, resultando em eficácia de 54,09% 

(fungo), 38,11% (nematoide) e 46,72% (combinação). No período seco, somente o 

tratamento fúngico reduziu a população não parasitária de R. microplus presente nas 

pastagens, com eficácia de de 26,27%. Conclui-se que a combinação de M. robertsii 

IP146 e H. bacteriophora HP88 em condições controladas oferece melhores resultados 

do que seus agentes utilizados isoladamente (sinergismo), a formulação multiparticulada 

selecionada foi eficaz na produção de conídios quando cultivada sobre solo não 
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esterilizado e por fim, os entomopatógenos M. robertsii IP 146 e H. bacteriophora HP88 

quando aplicados no campo atuam como agentes promissores no biocontrole da fase não 

parasitária de R. microplus, apesar da eficácia do tratamento sofrer variação de acordo 

com a época do ano. 

 

Palavras-chave: Metarhizium, Heterorhabditis bacteriophora, carrapato, campo 

 

1. INTRODUÇÃO 

 

Variáveis bióticas ou abióticas como as condições ambientais adversas1–3, 

competidores microbianos e a ecologia do hospedeiro podem ser fatores limitantes em 

programas de controle microbiano de pragas4. Esforços vêm sendo realizados para 

desenvolver ferramentas eficazes para otimizar a aplicação destes microrganismos em 

programas de controle biológico, como o desenvolvimento de metodologias inovadoras 

e de baixo custo que permitam a produção em massa destes biocontroladores5–7 e o 

desenvolvimento de soluções tecnológicas para conferir proteção contra estes fatores 

limitantes8–11, além da utilização associada de diferentes entomopatógenos12. 

Entre os agentes utilizados para o biocontrole de pragas, destacam-se os fungos 

(FEPs) e os nematoides entomopatogênicos (NEPs). No que diz respeito aos FEPs, 

espécies do gênero Metarhizium possuem patogenicidade para uma ampla variedade de 

artrópodes13, e também são os fungos mais estudados para o controle de artrópodes devido 

a sua capacidade de penetrar ativamente através da cutícula e causar mortalidade14,15. 

Metarhizium spp. são capazes de produzir diferentes tipos de propágulos como conídios 

e blastosporos16, e algumas espécies por fermentação líquida, produzem estruturas 

compostas por agregados de hifas pigmentadas conhecidas como microescleródios. Os 

microescleródios são estruturas mais resistentes a dessecação e que não apresentam 

infectividade direta aos artrópodes; entretanto, quando expostos a condições climáticas 
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favoráveis, produzem conídios que podem iniciar o processo infeccioso17. Os NEPs 

pertecentes ao gênero Heterorhabditis (Poinar, 1975) (Rahbditida: Heterorhabditidae) 

são microrganismos utilizados no controle biológico de diferentes artrópodes pragas18,19, 

e são apontados como os NEPs com maior virulência para carrapatos20–22. A infectividade 

de Heterorhabditis spp. se dá por meio da penetração dos juvenis infectantes (JIs) por 

diferentes vias; após alcançar a hemocele, os JIs liberam bactérias simbiontes 

responsáveis por ocasionar morte do artrópode por septicemia19. Ambos agentes já são 

produzidos em escala comercial e utilizados no controle de pragas em diferentes regiões 

do mundo7,23. 

Ao longo dos anos, diferentes bioformulações contendo entomopatógenos como 

ingrediente ativo vêm sendo desenvolvidas para viabilizar o contato de agentes 

infecciosos com os artrópodes que habitam ambientes sobre ou abaixo do solo24. Fêmeas 

ingurgitadas de Rhipicephalus microplus (Canestrini, 1888) (Acari, Ixodidae), importante 

ectoparasito de bovinos25, após o término de sua fase parasitária, se desprendem de seus 

hospedeiros e buscam microambientes com temperaturas amenas e umidade elevada para 

realizarem oviposição iniciando a sua fase não parasitária; estes ambientes são também 

propícios para a sobrevivência dos FEPs e NEPs8,9,26. Partindo deste princípio, é de grande 

importância o desenvolvimento de estratégias que utilizem a capacidade infectiva de 

ambos os organismos para controlar os diferentes estágios de vida de R. microplus 

presentes no solo8,9,22,26. Altos níveis de infestações são frequentemente encontrados nos 

bovinos, estes indivíduos não representam toda a população de R. microplus na área. 

Estimativas apontam que apenas 5% dos carrapatos parasitam o gado, enquanto 95% 

estão dispersos nas pastagens27,28. 

Apesar dos resultados promissores empregando estes biocontroladores de forma 

isolada, poucos estudos são desenvolvidos avaliando a combinação entre FEPs e NEPs 
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no controle de carrapatos29,30. Essa combinação entre diferentes agentes de controle 

biológico tem sido utilizada como um método de otimização de resultados, visto que as 

aplicações combinadas de entomopatógenos pode ser uma alternativa para aumentar a 

eficácia dos agentes de biocontrole11. A maioria dos estudos que vem sendo conduzidos 

investigam a combinação sobre insetos de importância agrícola, especialmente das ordens 

Coleoptera e Lepidoptera11,31–35. Neste contexto, até o momento, nenhum estudo foi 

conduzido para investigar o efeito da combinação destes microrganismos formulados para 

controlar a fase não parasitária do carrapato bovino em condições de campo.  

Desta forma, este estudo teve como objetivo determinar uma combinação eficaz 

entre fungos e nematoides entomopatogênicos sobre fêmeas ingurgitadas de R. microplus. 

Em segundo lugar, o presente estudo buscou selecionar uma formulação granular 

contendo microescleródios de M. robertsii IP 146 que permita a esporulação fúngica em 

solo não esterilizado, e determinar a eficácia da aplicação combinada da formulação 

granular e juvenis do nematoide H. bacteriophora HP88 contra R. microplus durante a 

fase não parasitária. Em paralelo, também foi investigado a persistência do nematoide e 

do fungo no solo. 

 

2. METODOLOGIA 

 

2.1 Origem dos carrapatos 

 

Fêmeas ingurgitadas de R. microplus (Cepa Gyn) foram obtidas de infestações 

artificiais em bovinos (protocolo CEUA/UFG N° 032/17). As fêmeas ingurgitadas 

recuperadas da infestação foram selecionadas de acordo com sua integridade, mobilidade 

e ingurgitamento. As fêmeas foram pesadas e distribuídas por peso da forma mais 

homogênea possível entre os grupos tratamento e controle (P > 0,05). 
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2.2 Fungos e nematoides entomopatogênicos 

O isolado de Heterohabditis bacteriophora HP88 utilizado no presente estudo 

foi selecionado devido sua alta virulência para fêmeas ingurgitadas de R. microplus21. 

Este isolado foi cedido pela Dra. Cláudia Dolisnki, do laboratório de Nematologia, da 

Universidade Estadual Norte Fluminense Darcy Ribeiro, Campos dos Goytacazes, Rio de 

Janeiro, Brasil e mantido no Laboratório de Patologia de Invertebrados (LPI) por meio de 

multiplicação em larvas de Tenebrio molitor (Linnaeus, 1758) (Coleoptera: 

Tenebrionidae)36,37. As suspensões de nematoides foram preparadas com dez alíquotas de 

10 µL retiradas de frasco de cultura de células de 40 mL, contendo 20 mL de suspensão 

aquosa. Em seguida, foi realizada contagem em microscópico óptico e calculado o 

número médio de JIs por amostra, e na sequência, foi realizado o ajuste para as 

concentrações testadas. 

 Os isolados de Metarhizium spp. (Tabela 1) foram obtidos a partir de coleção 

fúngica mantida no LPI. Foram cultivados em placas de Petri (90 × 15 mm) contendo 

meio batata dextrose ágar (Difco®, Maryland, EUA) acrescido de extrato de levedura 

(0,1%) (Difco®, Maryland, EUA) a 27 ± 1 ºC e umidade relativa (UR) ≥ 90% por 15 dias 

com fotoperíodo de 12 h. 

 

 Tabela 1. Isolados de fungos entomopatogênicos investigados no presente estudo e sua 

origem. 

 

IP: Instituto de Patologia Tropical e Saúde Pública, Universidade Federal de Goiás, GO, Brasil. 
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Os conídios foram removidos da superfície do meio de cultura com uma espátula 

e suspensos em 10 mL de solução Tween 80 0,01% (Sigma Chemical CO.®, St. Louis, 

EUA). As suspensões foram agitadas em vórtex, filtradas com gaze estéril, quantificadas 

e ajustadas para 5 × 107 conídios mL-1. 

Para a produção de microescleródios, os conídios foram inoculados em meio 

líquido com relação carbono-nitrogênio (C:N) de 30:1 de acordo com Mascarin et al.5. 

Metarhizium robertsii IP 146 foi cultivado em frasco Erlenmeyer (250 mL) contendo 1,5 

g de extrato de levedura, 53,5 mL de meio basal (Tabela 2), 36,5 mL de solução de glicose 

(7,3% p/v) e 10 mL de suspensão de conídios, totalizando 100 mL/frasco de acordo com 

Mascarin et al.5. Os frascos foram selados com tampões de algodão hidrofílico e agitados 

a 250 rpm por 4 dias em temperatura ambiente. Em seguida, a biomassa foi quantificada 

e utilizada em 104 microescleródios mL-1. 

 

Tabela 2. Fórmula molecular, componentes e quantidade (g/L) de reagentes que 

compõem o meio basal, utilizado para desenvolver o meio de cultura para produzir 

microescleródios. 

 

 

2.3 Combinação de diferentes espécies de Metarhizium com Heterorhabditis 

bacteriophora HP88 contra fêmeas ingurgitadas de Rhipicephalus microplus sob 

condições controladas 

 

 

Fórmula molecular Componentes P.A. Quantidade (g/L) 

C6H12O6 Glucose 200 

KH2PO4 Fosfato de potássio 4 

CaCl2.2H2O Cloreto de cálcio 0,8 

MgSO4.7H2O Sulfato de magnésio 0,6 

FeSO4.7H2O Sulfato ferroso 0,1 

MnSO4.H2O Sulfato de manganês (II) 0,016 

ZnSO4.7H2O Sulfato de zinco 0,014 
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Os ensaios foram compostos por 12 grupos: um grupo controle tratado com 

apenas solução Tween 80®; cinco grupos tratados com conídios dos isolados de 

Metarhizium spp. (IP 46, 119, 125, 146 ou 363); um grupo tratato com juvenis infectantes 

do nematoide H. bacteriophora (HP88), e os grupos tratados com a combinação dos 

isolados de Metarhizium spp. e H. bacteriophora HP88 (HP88 + IP 46, 119, 125, 146 ou 

363). 

Para avaliar os efeitos dos diferentes tratamentos, cada grupo foi composto por 

10 fêmeas previamente homogeneizadas por peso. Em seguida, cada fêmea foi colocada 

individualmente em poços de placas de cultura de células de 12 poços (Kasvi®, São José 

do Pinhais - Paraná, Brasil). Cada poço continha duas folhas de papel de filtro no fundo. 

No grupo tratado com H. bacteriophora HP88, alíquotas de 200 µL da suspensão 

contendo 50 JIs/fêmea foram pipetadas nas folhas presentes no fundo dos poços.  

No grupo tratado com fungos, 10 mL das suspensões (1 × 107 mL-1 conídios/mL) 

foram distribuídos igualmente em 10 tubos Eppendorf de 1,5 mL (individualizados para 

cada tratamento); posteriormente, as fêmeas foram imersas na suspensões por 3 minutos 

e, a seguir, transferidas para os poços. Para os grupos das combinações, foram utilizados 

os mesmos métodos dos grupos tratados com nematoides e fungos isoladamente. O grupo 

controle foi imerso em 1 mL de solução 0,01% de Tween 80® e, a seguir, transferido para 

os poços. Após o tratamento, as placas foram incubadas a 27 ± 1 ºC e UR ≥ 90% para 

oviposição. A massa de ovos de cada fêmea foi colhida diariamente e colocada em tubo 

de ensaio de 10 mL vedado com tampão de algodão hidrofílico e incubado a 27 ± 1 ºC e 

UR ≥ 90%. Os seguintes parâmetros biológicos foram investigados: peso da fêmea antes 

da oviposição (mg), peso da massa de ovos (mg), peso residual da fêmea (mg) e 

percentual de eclosão larval. O percentual de eclosão das larvas foi estimado visualmente 

com uso de um estereomicroscópio a cada dois dias e avaliado com percentuais variando 
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de 0 a 100% com 5% de intervalo conforme relatado por  Fernandes et al.34 e Bernardo et 

al.15. Os dados coletados foram usados para calcular o índice de produção de ovos (IPO)39, 

índice nutricional (IN)39 e o percentual de controle (PC%)40. Os experimentos foram 

realizados em três ensaios independentes. 

 

2.4 Metarhizium roberstii IP 146 combinado com Heterorhabditis bacteriophora HP88 

para controle de fêmeas ingurgitadas de Rhipicephalus microplus sob condições 

controladas 

 

Para avaliar o efeito de subdoses de M. robertsii IP 146 combinado com H. 

bacteriophora HP88 sobre as fêmeas ingurgitadas, a mesma metodologia do teste 2.3 foi 

utilizada, com adaptação do número de unidades experimentais utilizadas (n=40) e das 

concentrações de ambos entomopatógenos: 106 ou 107 conídios mL-1 e 15 ou 25 JIs/fêmea, 

asociados ou não. 

 

2.5 Desenvolvimento fúngico de diferentes formulações granulares em meio ágar-

água ou solo não esterilizado 

 

Diferentes combinações de excipientes (Tabela 3) foram selecionadas a partir de 

resultados preliminares reportados por Santos et al.10 e Fernandes et al.41. Estes foram 

utilizados para determinar a produção e a viabilidade dos conídios produzidos sobre os 

grânulos cultivados em meio ágar-água ou a quantificação das unidades formadoras de 

colônias derivadas do desenvolvimento fúngico dos diferentes grânulos cultivados em 

solo não esterilizado, de acordo com a metodologia adaptada de Jackson and Jaronski42 e 

Paixão43. 
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Tabela 3. Descrição dos excipientes e microescleródios de Metarhizium robertsii IP 146 

das diferentes formulações granulares testadas. 

 

 

Amostras de solo foram coletadas na Faculdade de Agronomia da Universidade 

Federal de Goiás (16°35'37.0"S 49°16'53.2"O) e armazenadas em sacos plásticos. As 

amostras foram levadas para o Laboratório de Patologia de Invertebrados, pesadas e 

utilizadas nos ensaios.  

Os excipientes das diferentes formulações (Tabela 3) foram pesados e 

misturados com os microescleródios cultivado sob condições apresentadas no tópico 2.2. 

Diferentes pesos e volumes entre as formulações foram distribuídos devido a necessidade 

de formar uma massa homogênea que atravessasse uma malha de 1mm para formação 

dos grânulos. Após processo de passagem na malha, as diferentes formulações foram 

submetidas a um processo de secagem em leito fluidizado (Labmaq®, São Paulo, Brazil) 

durante 25 minutos, até obterem umidade de aproximadamente 5% (Fig. 1). 

 

Formulações Descrição  

1 16 g celulose + 4g terra diatomácea + 20 mL suspensão 

2 8g celulose + 8g vermiculita + 1g SiO2 + 20 mL suspensão 

3 16g celulose + 4g terra diatomácea + 2g SiO2 + 25 mL suspensão + meio 

4 8g celulose + 8g vermiculita + 1g SiO2 + 1g fibra vegetal + 25 mL 

suspensão 

5 8g celulose + 8g vermiculita + 2g terra diatomácea + 1g fibra vegetal + 

20 mL suspensão + meio 

6 6g SiO2 + 6g fibra vegetal + 20 mL suspensão  

7 16g celulose + 2g fibra vegetal + 20 mL suspensão + meio 

8 16g vermiculita + 25 mL suspensão + meio 

9 20 mL suspensão + meio 



  

 

 

92 

 

Figura 1. Etapas de produção de grânulo contendo biomassa de M. robertsii IP 146: A) 

Preparo da biomassa em laboratório, contando com as etapas de quantificação dos 

microescleródios produzidos com diferentes excipientes; B) Processo de granulação por 

passagem em malha de 1 mm e secagem dos grânulos em leito fluidizado. 

 

Para realização dos testes em meio ágar-água e solo não esterilizado, triplicatas 

de cada placa contendo o meio ágar-água (2g de ágar em 100 mL de água destilada) ou 

5g de solo não esterilizado previamente pesados, foram utilizadas. Os substratos foram 

distribuídos em placas de Petri (60 × 15 mm) e utilizados para avaliação do 

desenvolvimento fúngico. No teste em meio ágar-água, 30 mg (101 microescleródios/mg) 

das diferentes formulações foram distribuídas sobre o substrato, e em seguida as placas 

foram incubadas em câmara climatizadora com 27 ± 1 ºC e UR ≥ 90% por 10 dias. Nos 

testes em solo não esterilizado, 7 mg (101 microescleródios/mg) das formulações foram 

distribuídas sobre a superfície das amostras de solo colocadas em placas e acondicionadas 

em câmara climatizada a 27 ± 1 ºC e UR ≥ 90% por 10 dias.  

Após o décimo dia, os grânulos presentes nas placas foram coletados com uso 

de espátula e despejados em tubos de ensaio de 50 mL contendo 10 mL de água destilada 

estéril com Tween 80® a 0,01%. Os tubos contendo a mistura de solo + grânulos e água 
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(Tween 80® 0,01%) ou grânulos oriundos do meio ágar-água + água foram agitados em 

vortex por 1 minuto. Após agitação, para os testes contendo solo, alíquotas de 100 µL de 

cada tubo contendo os diferentes tipos granulares foram pipetadas em 900 µL de água 

destilada armazenada em Eppendorf de 1,5 mL. Desta forma diluída em 10-1, alíquotas 

de 50 µL foram pipetadas no centro de Placas de Petri (90 × 15 mm) contendo meio CTC 

(39 g/L BDA; 1 g/L extrato de levedura; 0.5 g/L cloranfenicol; 0.001 g/L tiabendazol e 

0.25 g/L cicloheximida)44, e em seguida a alíquota foi espalhada com auxílio de alça de 

Drigalski previamente esterilizada. As placas foram incubadas a 27 ± 1 ºC e UR ≥ 90% 

durante 7 dias.  

Para os testes dos grânulos crescidos sobre o meio ágar-água, a produção 

conidial das diferentes formulações foi quantificada com auxílio de câmara de Neubauer, 

enquanto para a realização do teste da viabilidade conidial, as diferentes suspensões foram 

ajustadas para 1 × 106 conídios mL-1. Em seguida, alíquotas de 20 µL foram pipetadas no 

centro de placas de Petri (55 × 15 mm) contendo 8 mL de BDAL com adição de 0.002% 

(p/v) de benomil de acordo com Braga et al.45 e Milner et al.46. As placas foram incubadas 

a 27 ± 1 ºC e UR ≥ 90% por 24 h. Após esse período, os conídios germinados foram 

quantificados e a partir destes foi calculada a germinação relativa de acordo com Braga 

et al.45 ou a quantificação de unidades formadoras de colônias (UFC) em placas contendo 

meio CTC (Fig. 2). Os experimentos foram realizados em três ensaios independentes.  
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Figura 2. Representação gráfica dos processos dos testes utilizando grânulos de 

microesclerodios com diferentes excipientes. A) Produção e viabilidade de conídios 

produzidos a partir dos grânulos de microescleródios de M. robertsii IP 146 distribuídos 

sobre meio ágar-água e B) Unidades formadoras de colônias a partir dos conídios 

produzidos dos grânulos de microescleródios de M. robertsii IP 146 sobre solo não 

esterilizado.  

 

2.6 Combinação de Heterorhabditis bacteriophora HP88 com Metarhizium robertsii 

IP 146 para controle da fase não-parasitária de Rhipicephalus microplus em 

condições de campo com diferentes condições climáticas 

 

Os testes em condições de campo foram compostos por quatro grupos: 1) grupo 

controle, sem aplicação de entomopatógenos; 2) grupo tratado com suspensão aquosa do 

nematoide H. bacteriophora HP88; 3) grupo tratado com fungo em formulação granular 

contendo microescleródios de M. robertsii IP 146 e 4) a combinação de ambos 

tratamentos, nematoide e fungo (HP88 + IP 146). 

 

2.6.1 Produção da formulação inseto cadáver, da suspensão de nematoides e da 

formulação granular 

 

A produção de cadáveres infectados por NEPs foi realizada com a utilização de 

cinco grupos contendo 80 larvas de T. molitor acondicionadas em placas de Petri (150 × 

25 mm), contendo duas camadas de papel filtro (J Prolab®, São José dos Pinhais, Paraná, 



  

 

 

95 

Brasil) acondicionadas no fundo da placa. Cinco mL da suspensão estoque de nematoides 

foram distribuídos nos papeis filtro. Após distribuição, as placas foram seladas com 

Parafilm® e incubadas a 27 ± 1 ºC e UR ≥ 90%. Após o quarto dia, larvas com sinais de 

infecção por Heterorhabtidis (coloração avermelhada) foram transferidas para placas de 

Petri (150 × 25 mm) contendo duas camadas de papel filtro, com ausência de qualquer 

fonte de água e incubadas novamente sob as mesmas condições. Após permanecer em 

incubadora por mais quatro dias, as placas foram removidas e as larvas distribuídas sobre 

canos de PVC acondicionados ao fundo de bandejas de plástico com água destilada. Após 

o nono dia, a suspensão contendo os juvenis infectantes foi coletado e a concentração 

ajustada para 50 JIs/cm2 de acordo com a metodologia reportada no tópico 2.2; em 

seguida, foram distribuídos em borrifadores manuais plásticos para serem dispersos no 

campo. 

Em relação aos grânulos com fungo, a formulação de número 5 foi selecionada 

para os testes no campo com base nos resultados em laboratório. Sua produção foi 

realizada de acordo com a metodologia reportada no tópico 2.5. Para o tratamento 

utilizando a formulação multiparticulada em ambos os períodos estudados foram 

produzidos 160g de grânulos com 3,75 × 102 ME/g. 

 

2.6.2 Condições climáticas 

 

Os estudos foram desenvolvidos entre 05 de janeiro e 09 de abril de 2021 

(período chuvoso) e 06 de julho a 21 de outubro de 2021 (período seco). A temperatura e 

umidade relativa do ar no interior da vegetação foram coletadas diariamente com 

utilização de um HOBO® data logger U12 durante todo o experimento. As condições do 

ambiente foram capturadas diariamente pela estação meteorológica localizada em 
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16°28'00"S e 49°17'00"O (aproximadamente 1 km de distância do local de 

experimentação). 

 

2.6.3 Preparação das parcelas 

 

Os experimentos foram realizados em área da Embrapa Arroz e Feijão – Goiânia 

– Goiás, Brasil, em um anexo pertencente a Embrapa Gado de Leite, localizada nas 

coordenadas 16°30'50.1"S e 49°16'33.8"O. Com antecedência de um mês para início do 

experimento, trinta e duas parcelas contendo Panicum maximum BRS Quênia (oito para 

cada tratamento) foram cortadas e padronizadas em 30 cm de altura, da superfície do solo 

até o topo das folhas. As parcelas foram preparadas em uma área com incidência direta 

de sol e chuva, com o intuito de tornar homogênea a exposição às condições ambientais 

entre todas as parcelas. Três semanas antes do início do experimento, foi realizada a 

distribuição das parcelas referente ao grupo controle e dos diferentes tratamentos, que 

foram distribuídos de forma randomizada. As parcelas foram delimitadas com auxílio de 

fita métrica de 100 m, estacas de ferro e barbante, com área de 1m2 (Fig.3 A e B). Análise 

granulométrica e microbiológica do solo foram realizadas a partir da coleta de três 

amostras em pontos distintos com profundidade de 10 cm, posteriormente elas foram 

armazenadas em sacos plásticos, identificadas e encaminhadas para análise no 

Laboratório Solo & Companhia e JEM análise agrícola (Anexo II - III). 
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Figura 3. Área contedo as parcelas de 1 m2 de Panicum maximum BRS Quênia utilizadas no 

teste de campo em área da Embrapa Arroz e Feijão, Santo Antônio de Goiás - Goiás, Brasil. 

Localização: 16°30'50.1" S e 49 °16'33.8" O. A) teste realizado no período chuvoso e B) 

teste realizado no período seco. 

 

2.6.4 Tratamento e recuperação de larvas nas parcelas  

 

A formulação granular contendo microescleródios de M. robertsii IP 146 foi 

aplicada dez dias antes da distribuição das fêmeas (dia -10) nas parcelas referentes a este 

tratamento ou da combinação entre entomopatógenos, através de aplicação manual de 10g 

(distribuídos da forma mais homogênea possível), sendo utilizada a dose de 3,75 × 102 

ME/g. 

As suspensões aquosas com H. bacteriophora HP88 foram aplicadas oito dias 

após a aplicação fúngica (dia -2) nas parcelas referentes aos tratamentos com nematoide 

ou sua combinação com fungo. A concentração utilizada foi de 50 JIs/cm2. No dia zero, 

cinco fêmeas ingurgitadas foram distribuídas em cada parcela, referente aos diferentes 

tratamentos e grupo controle (ausente de tratamento). 

Foram realizadas visitas semanais às parcelas entre os dias +7 ao +28 (período 

chuvoso) ou +7 ao +35 (período seco) para coletar as informações climáticas aferidas 

pelo HOBO U12®. A recuperação das larvas referentes aos diferentes tratamentos foram 
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realizadas semanalmente entre os dias +35 ao +85 (período chuvoso) e +42 ao +98 

(período seco). As coletas foram realizadas por meio da deposição de flanelas de cor 

branca (1,0 × 1,0 m) sobre cada uma das parcelas por um período de 15 minutos (Fig. 4). 

Em seguida, elas foram removidas, embaladas em sacos plásticos previamente 

identificados e acondicionadas a - 20° C para posterior contagem das larvas. As larvas 

foram quantificadas com a utilização de um aspirador de fluido cirúrgico e secreções 

(Aspiramax®, Kyoto, Japão). 

 
 

Figura 4. Parcelas de Panicum maximum BRS Quênia com a presença de flanelas 

utilizadas para recuperar larvas de Rhipicephalus microplus na área da Embrapa Arroz e 

Feijão, Santo Antônio de Goiás - Goiás, Brasil. 

 

2.6.5 Persistência fúngica no solo 

 

A quantificação de propágulos fúngicos viáveis nas parcelas tratadas com 

formulação granular foi acessada através de unidades formadoras de colônias (UFC). 
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Amostras de solo das parcelas tratadas com fungo foram retiradas de três pontos distintos 

(profundidade de 10 cm), a cada duas semanas de experimento (dia +10, +23, +38, +52, 

+ 66 e + 88) e armazenadas em tubos tipo Falcon de 50 mL devidamente identificados; 

em seguida, foram acondicionados em caixa térmica e encaminhados para o Laboratório 

de Patologia de Invertabrados para processamento das amostras. Do total coletado, cinco 

gramas de solo foram misturados com 10 mL de água destilada estéril em tubos tipo 

Falcon de 50 mL; desta mistura, uma diluição de 1:10 foi preparada e alíquotas de 50 µL 

foram coletadas com auxílio de pipetador automático e distribuídas no centro de placas 

de Petri (90 × 15 mm) contendo meio CTC44. Após pipetagem as alíquotas foram 

espalhadas com auxílio de alça de Drigalski previamente esterilizada. Em seguida, as 

placas foram devidamente identificadas e incubadas a 27 ± 1 ºC e UR ≥ 90% durante 7 

dias. Após desenvolvimento das colônias a presença de M. robertsii foi confirmada por 

análise microscópica47. 

 

2.6.6 Persistência de nematoides no solo 

 

Amostras de solo das parcelas tratadas com nematoides foram coletadas e 

armazenadas nas mesmas condições citadas no tópico 2.6.5. Para isolar os NEPs do solo, 

a técnica inseto-armadilha foi utilizada e para cada amostra 10 larvas de T. molitor foram 

adicionadas sobre 5g de solo depositado no fundo de placas de Petri (60 × 15 mm). Após 

realizada esta etapa as placas foram incubadas a 27 ± 1 ºC e UR ≥ 90% durante 7 dias. 

Após o sétimo dia, as larvas mortas com sintomas de infecção foram desinfectadas 

superficialmente com solução de hipoclorito de sódio a 0,1%, colocados em placas de 

Petri (150 × 25 mm) contendo as duas camadas de papel filtro e incubados em câmara 

climatizada a 27 ± 1 ºC e UR ≥ 90%. Após três dias, os cadáveres foram transferidos para 

armadilhas de White (White, 1927) para a coleta dos JIs. Em seguida, a presença ou 



  

 

 

100 

ausência dos JIs foi confirmada por meio da pipetagem de alíquotas da suspensão com os 

JIs vivos sobre lâminas e posterior visualização em microscópio óptico. 

 

2.7 Análises estatísticas 

 

As análises laboratoriais conduzidas no presente estudo foram realizadas no 

software R versão 4.1.0 (R Core Team, 2019), pacote easyanova48. A normalidade dos 

dados foi checada com o teste de Shapiro-Wilk. Dados laboratoriais com distribuição 

normal foram analisados através do teste Análise de variância (ANOVA) seguido do teste 

de comparação de médias Student-Newman-Keuls (SNK). Nos ensaios somente os dados 

de peso inicial das fêmeas e a viabilidade fúngica das diferentes formulações 

apresentaram distribuição normal. Dados laboratoriais com distribuição não-normais 

foram analisados através do teste Kruskal-Wallis seguido do teste de comparação de 

médias False discovery rate (FDR). O peso da massa de ovos, eclosão larval, índice de 

produção de ovos, índice nutricional e o desenvolvimento fúngico sobre solo não 

esterilizado apresentaram distribuição não-normal. Os dados referentes à densidade de 

fungo no solo (UFC/g) foram ajustados a um modelo linear generalizado misto com 

transformação de log10(x+1) para fins de normalização dos dados e com o fator tempo 

como variável aleatória. Avaliou-se neste modelo os efeitos temporal, da estação 

climática, do tratamento aplicado e as possíveis interações desses fatores na persistência 

do fungo no solo. Para os testes de campo, os dados de contagem de larvas de carrapato 

foram ajustados com um modelo linear generalizado (GLM) seguindo uma distribuiçao 

de quasi-Poisson (função de ligação log), incluindo os efeitos fixos de bloco, estação 

climática, tempo de avaliação após a aplicação dos bioagentes, tratamentos com os 

bioagentes sozinhos ou em combinação e as possíveis interações desses fatores. Depois 

disso, a análise foi realizada separadamente dentro de cada estação climática (úmida ou 
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seca) para avaliar o efeito dos tratamentos ao longo do tempo sobre o nível populacional 

de larvas no capim. Após essas análises, as médias foram comparadas pelo teste de Tukey 

HSD a 5% de significância, utilizando o pacote ‘emmeans’49. 
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3. RESULTADOS 

 

3.1 Combinação de diferentes espécies de Metarhizium com Heterorhabditis 

bacteriophora HP88 contra fêmeas ingurgitadas de Rhipicephalus microplus sob 

condições controladas 

 

O peso inicial das fêmeas foi distribuído de forma homogênea entre os diferentes 

tratamentos (F11,328 =0,6259; P=0,8066) (Tabela 4). As fêmeas de todos os grupos 

tratados produziram menor quantidade de ovos do que as fêmeas do grupo de controle 

(F11,327 =59,2274; P< 0,001). O peso da massa de ovos variou de 5,23 mg (HP88) a 97,08 

mg (IP 125) para os grupos tratados, enquanto no grupo controle o peso médio da massa 

de ovos foi de 127,35 mg (χ²= 213,6815; P<0,001) (Tabela 4). 

Em relação a eclosão larval, todos os grupos tratados tiveram valores inferiores 

aos observados no grupo controle (χ²= 87,2048; P<0,001). Os valores do índice de 

produção de ovos (IPO) e do índice nutricional (IN) foram inferiores em todos os 

tratamentos em relação ao grupo controle (χ²= 216,1101; P<0,001; χ²= 73,6668; P <0,001; 

respectivamente) (Tabela 4).  

O percentual de controle (PC%) dos grupos tratados com fungo variou de 42,74 

(IP 125) a 58,19% (IP 146), enquanto no grupo tratado com nematoides o PC foi de 

97,34% (HP88). Em relação aos grupos tratados com fungos e nematoides combinados, 

os resultados variaram entre 94,51 (HP88 + IP 46) e 98,88% (HP88 + IP 146) (Tabela 4).
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Tabela 4. Parâmetros biológicos de fêmeas ingurgitadas de Rhipicephalus microplus tratadas com diferentes isolados de Metarhizium spp. (1 × 107 

mL-1 conídios/mL) combinados ou não a Heterorhabditis bacteriophora HP88 (50 JIs/fêmea) ou tratadas com água destilada (controle). As fêmeas 

foram incubadas em temperatura ótima (27 °C) e umidade relativa ≥ 90%. 

 
(*) IPO: Índice de produção de ovos = peso da massa de ovos (g)/ peso inicial da fêmea (g) × 100 (Bennet, 1974). 

(**) IN: Índice nutricional: peso da massa de ovos (g)/ peso inicial da fêmea (g) – peso final da fêmea (g) × 100 (Bennet, 1974). 

(†) RE: Reprodução estimada = peso da massa de ovos (g)/ peso inicial da fêmea ingurgitada (g) × percentual de eclosão larval × 20,000 (constante que se refere ao número de larvas por grama 

de massa de ovos de R. microplus) (Drummond et al., 1971). 

(‡) PC: Percentual de controle = RE média do grupo controle – RE média do grupo tratado/ RE média do grupo controle × 100 (Drummond et al., 1971). Médias (± erro padrão) na mesma 

coluna seguidas de letras diferentes diferem significativamente (P < 0,05).

 

Tratamentos Peso inicial das 

fêmeas (mg) 

Peso da massa 

de ovos (mg) 

Eclosão larval 

(%) 

IPO* IN** RE† Percentual de 

controle 

(n=30)‡ 

Controle 234,73 ± 7,80a 127,35 ± 5,37a 

 

92,76 ± 0,79a 

 

53,55 ± 1,36a 

 

82,22 ± 1,14a 994138,26 - 

IP 46 232,75 ± 7,84a 

 

63,44 ± 8,76c 

 

75,18 ± 4,12b 28,16 ± 3,72c 

 

46,07 ± 6,65bc 457653,81 53,96 

IP 119 235,36 ± 8,90a 

 

66,5 ± 7,84c 

 

79,80 ± 2,67b 

 

29,33 ± 3,66c 

 

58,76 ± 9,20bc 465954,91 53,13 

IP 125 253,22 ± 7,43ª 97,08 ± 8,49ab 

 

73,50 ± 3,63bc 38,06 ± 2,49b 64,54 ± 3,03cde 569193,63 42,74 

IP 146 235,31 ± 7,52ª 75,7 ± 6,85bc 

 

66,54 ± 4,39bd 33,01 ± 2,89bc 63,02 ± 3,11b 415629,76 58,19 

 

IP 363 235,73 ± 7,66ª 76,76 ± 5,39bc 

 

74,83 ± 4,72b 33,38 ± 2,35bc 52,46 ± 5,12bd 533902,23 46,29 

HP88 234,89 ± 7,67a 

 

5,23 ± 2,36d 

 

38,64 ± 7,95de 2,18 ± 0,94d 

 

23,97 ± 6,50e 26463,26 97,34 

 

HP88 + IP 46 235,82 ± 7,54a 

 

11,50 ± 2,81d 

 

45,62 ± 7,05de 4,71 ± 1,15d 

 

44,13 ± 8,22bd 54549,51 94,51 

HP88 + IP 119 234,70 ± 7,72a 

 

8,77 ± 3,48d 

 

33,08 ± 6,92e 3,73 ± 1,53d 

 

31,23 ± 11,28e 30173,11 96,96 

 

HP88 + IP 125 253,78 ± 8,62a 

 

17,04 ± 4,94d 

 

25,83 ± 6,25e 6,76 ± 1,94d 

 

43,60 ± 9,20be 47055,24 95,26 

HP88 + IP 146 234,78 ± 7,92a 5,14 ± 2,02d 24,54 ± 5,20e 2,45 ± 0,98d 29,64 ± 9,64de 11132,72 98,88 

 

HP88 + IP 363 236,62 ± 7,79a 8,59 ± 2,70d 51,43 ± 6,43cde 3,52 ±1,07d 29,80 ± 6,72de 29546,02 97,03 
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3.2 Metarhizium roberstii IP 146 combinado com Heterorhabditis bacteriophora HP88 

para controle de fêmeas ingurgitadas de Rhipicephalus microplus sob condições 

controladas 

 

Em relação ao peso inicial das fêmeas, não houve diferenças significativas entre 

os tratamentos (F8,351 =0,0958; P=0,9993) (Tabela 5). O peso médio da massa de ovos 

foi menor nas fêmeas tratadas com fungo (106 ou 107 conídios mL-1) com valores de 95,67 

ou 73,29 mg, respectivamente, ou em suas respectivas combinações com as diferentes 

concentrações de juvenis infectantes (15 ou 25), com valores variando de 42,35 (107 + 

25) a 57,42 mg (107 + 15), quando comparados com o grupo controle (124,12 mg) (χ²= 

123,7785; P<0,001) (Tabela 5). 

Redução na eclosão larval dos ovos foi observada nos grupos tratados com fungo 

107 conídios mL-1 e nematoides, 15 JIs, com valores de 81,15 ou 87,10%, 

respectivamente, ou em todas as combinações entre os entomopatógenos com valores 

variando de 72,29 (106 conídios mL-1 + 25 JIs) a 84,31% (107 conídios mL-1 + 25 JIs), 

quando comparados com o grupo controle (92,87%) (χ²= 30,5985; P= 0,0002) (Tabela 

5). Os valores do índice de produção de ovos foram menores nos tratamentos com fungo 

(106 ou 107), com valores de 40,49 ou 32,9%, respectivamente, ou em suas combinações 

com as diferentes concentrações de juvenis infectantes (15 ou 25), com valores variando 

de 18,14 (107 + 25) a 25,33% (106 + 15), quando comparados com o grupo controle 

(54,78%) (χ²= 150,2266; P<0,001) (Tabela 5). Em relação ao índice nutricional, 

percentuais inferiores foram observados nos grupos tratados com fungo (106 ou 107) com 

valores de 59,74 ou 48,51%, respectivamente, ou nas combinações com as diferentes 

concentrações de nematoides (15 ou 25), com valores variando de 26,66 (107 + 25) a 37,46 

(106 + 15), quando comparados com o grupo controle (χ²= 157,2538; P<0,001) (Tabela 

5). 
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O percentual de controle (PC%) dos grupos tradados com as diferentes 

concentrações fúngicas (106 ou 107) foi de 31,37 e 43,66%, respectivamente; os valores 

dos grupos tratados com as diferentes concentrações de juvenis (15 ou 25) foram de 8,49 

ou 7,16%, respectivamente. Nas diferentes combinações, resultados promissores foram 

obtidos com percentuais variando de 57,77 (106 + 15) a 71,84% (107 + 25) (Tabela 5).
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Tabela 5. Parâmetros biológicos de fêmeas ingurgitadas de Rhipicephalus microplus tratadas com Metarhizium robertsii IP 146 (106 ou 107 conídios 

mL-1) combinados ou não a Heterorhabditis bacteriophora HP88 (15 ou 25 juvenis infectantes/fêmea) ou tratadas com água destilada (controle). 

As fêmeas foram incubadas em temperatura ótima (27 °C) e umidade relativa ≥ 90%. 

 
(*) IPO: Índice de produção de ovos = peso da massa de ovos (g)/ peso inicial da fêmea (g) × 100 (Bennet, 1974). 

(**) IN: Índice nutricional: peso da massa de ovos (g)/ peso inicial da fêmea (g) – peso final da fêmea (g) × 100 (Bennet, 1974). 

(†) RE: Reprodução estimada = peso da massa de ovos (g)/ peso inicial da fêmea ingurgitada (g) × percentual de eclosão larval × 20,000 (constante que se refere ao número de larvas por grama 

de massa de ovos de R. microplus) (Drummond et al., 1971). 

(‡) PC: Percentual de controle = RE média do grupo controle – RE média do grupo tratado/ RE média do grupo controle × 100 (Drummond et al., 1971). Médias (± erro padrão) na mesma 

coluna seguidas de letras diferentes diferem significativamente (P < 0,05).

 

Tratamentos Peso inicial das 

fêmeas (mg) 

Peso da massa 

de ovos (mg) 

Eclosão larval 

(%) 

IPO* IN** RE† Percentual de 

controle 

(n=40)‡ 

Controle 225,87 ± 6,47a 124,12 ± 4,63a 92,87 ± 2,42a 54,78 ± 1,31a 76,57 ± 1,57a 1019867,702 - 

106 222,44 ± 4,89a 95,67 ± 6,25b 85,79 ± 3,05ab 40,49 ± 2,95b 59,74 ± 3,82b 699919,6378 31,37 

107 226,87 ± 5,27a 73,29 ± 5,63c 81,15 ± 4,04b 32,95 ± 2,51bc 48,51 ± 3,08c 574527,9412 43,66 

15 JIs 228,72 ± 6,03a 118,34 ± 6,89a 87,10 ± 2,96b 52,11 ± 2,67a 72,59 ± 3,29a 933277,9323 8,49 

25 JIs 228,13 ± 6,16a 117,06 ± 5,58a 89,35 ± 2,32ab 52,08 ± 2,35a 72,64 ± 2,59a 946854,2951 7,16 

106 + 15 JIs 227,06 ± 6,01a 57,34 ± 8,50cd 74,14 ± 4,95b 25,33 ± 3,73cd 37,46 ± 4,89cd 430713,2302 57,77 

107 + 15 JIs 228,10 ± 6,06a 57,42 ± 7,94cd 75,69 ± 4,98b 23 ± 3,43cd 37,34 ± 4,84cd 379261,4986 62,81 

106 + 25 JIs 226,94 ± 7,02a 44,72 ± 9,10cd 72,29 ± 5,35b 19,24 ± 3,68cd 31,65 ± 5,21cd 328472,9939 67,79 

107 + 25 JIs 227,47 ± 5,80a 42,35 ± 8,48d 84,31 ± 3,31b 18,14 ± 3,47d 26,66 ± 4,58d 287188,6975 71,84 
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3.3 Desenvolvimento fúngico de diferentes formulações granulares sobre meio ágar-

água ou solo não esterilizado 

 

Conídios produzidos pelos grânulos aplicados sobre meio ágar-água exibiram 

alta viabilidade (> 85%) e não foram observadas diferenças entre os grupos (F8,17 = 

1,5381; P= 0,2164); da mesma forma, a produção de conídios de todas as formulações 

não diferiram quando comparadas entre si (χ²= 5,6464; P= 0,6868) (Fig. 5-A). 

Em relação aos testes de produção de conídios conduzidos em solo não 

esterilizado, as formulações 1 e 5 produziram mais colônias quando comparadas as 

demais (χ²= 34.1017; P< 0,001); obtendo respectivamente uma produção de 1,09 × 104 e 

1,75 × 104  unidades formadoras de colônias por grama de solo (Fig. 5-B). 
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Figura 5. Desenvolvimento fúngico de diferentes grupos de formulações granulares de 

Metarhizium robertsii IP 146 em meio ágar-água ou solo não esterilizado. A) Média da 

produção de conídios (± erro padrão) de diferentes formulações granulares esporuladas 

em meio ágar-água; B) Unidades formadoras de colônia por grama de solo (± erro padrão) 

de diferentes formulações granulares esporuladas em solo não esterilizado. Barras (± erro 

padrão) seguidas por letras diferentes diferem significativamente entre si (P < 0,05). 

 

3.4 Combinação de Heterorhabditis bacteriophora HP88 com Metarhizium robertsii 

IP 146 para controle da fase não-parasitária de Rhipicephalus microplus em 

condições de campo com diferentes condições climáticas 

 

O solo utilizado para a realização dos ensaios de campo apresentou textura 

argilosa, sendo classificado como solo argiloso, contendo 62% de argila, 10% de silte e 

28% de areia (Anexo II). A análise microbiológica detectou bactérias do gênero Bacillus 

na quantidade de 1,2 × 106 UFC/g de solo. Fungos habitantes do solo como Fusarim 

solani, Fusarium sp., e Trichoderma sp. foram encontrados nas seguintes quantidades 

1,667, 3,667, 2,000 UFC/g de solo, e Rhizoctonia sp. com 5 UFC/100g de solo. 
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Nematoides fitopatogênicos foram identificados na amostra como Helicotylenchus sp. e 

Heterodera glycines nas quantidades de 198 e 11, respectivamente, em 200 mL de solo 

(Anexo III). 

A persistência do fungo não foi influenciada pela combinação com o nematoide, 

mas foi bastante afetada pela estação chuva/seca (F= 7,06, P= 0,0083), particularmente 

pela estação úmida (verão), onde foi encontrado maior UFC de Metarhizium do que o 

experimento realizado na estação seca (inverno). Invariavelmente, o fungo sozinho ou 

aplicado junto com o nematoide exibiu diminuição drástica na persistência, conforme 

observado pelo número de UFC recuperadas do solo ao longo do tempo de amostragem 

(F= 80,65, P <0,0001) (Fig. 6). 

 

Figura 6. Persistência fúngica de solo tratado em duas estações do ano (seca ou chuvosa) 

somente com formulação granular de Metarhizium robertsii (FEP) ou combinado ao 

nematoide Heterorhabditis bacteriophora HP88 (NEP). Box plot de unidades formadoras 

de colônias (UFC) de M. robertsii por grama de solo obtido após aplicação fúngica em 

condições de campo. As caixas mostram a mediana, 25º e 75º percentis, enquanto as 

barras de erro mostram 10º e 90º percentis, e as médias (n = 8) são os losangos negros. 
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Entre os dias -10 e +84 (período chuvoso), as médias semanais (± desvio padrão) 

de temperatura diária (A) e umidade relativa do ar (B) do interior da parcela foram 23,88 

± 4,08 ºC e 86,09 ± 25,47%, respectivamente (Fig. 7). Em relação aos dados climáticos 

do ambiente, as médias semanais de temperatura diária (máxima e mínima) (A), 

precipitação (B) e radiação solar global (C) foram 29,39 ± 2,15 ºC e 19,09 ± 1,15 ºC, 5,39 

± 9,81 mm/dia, 18,71 ± 5,06 MJ/m2, respectivamente (Fig. 8).  

 

Figura 7. Dados climáticos de experimento conduzido no período chuvoso coletados ao 

longo de 14 semanas por data logger HOBO® presente no interior de uma parcela presente 

em área pertencente a Embrapa Arroz e Feijão, Santo Antônio de Goiás - Goiás, Brasil. 

A) temperatura do ar (°C); B) umidade relativa do ar (%).
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Figura 8. Dados climáticos do ambiente (período chuvoso) coletados diariamente pela estação meteorológica pertencente a Embrapa Arroz e Feijão, 

Santo Antônio de Goiás - Goiás, Brasil. A) Temperatura máxima e mínima do ar (°C); B) Precipitação (mm/dia); C) Radiação solar global (MJ/m2).
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Os diferentes tratamentos realizados no período chuvoso (fungos e nematoides 

entomopatogênicos ou sua combinação) foram eficazes em reduzir a população não 

parasitária de R. microplus na segunda e na terceira semana (Fig. 9), com exceção do 

tratamento utilizando somente nematoide que apresentou redução significativa somente 

na segunda semana (Fig. 9). Entretanto, a análise dos dados acumulados (somátório de 

carrapatos em todas semanas de avaliação) mostrou que todos os tratamentos reduziram 

a população não parasitária de R. microplus presente nas pastagens, resultando em 

eficácia de 54,09% (fungo), 38,11% (nematoide) e 46,72% (combinação) (Fig. 10).
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Figura 9. Impacto de tratamento realizado no período chuvoso com fungo (FEP) e nematoide entomopatogênico (NEP) aplicados isoladamente ou 

em combinação na população de  larvas de carrapatos recuperadas de pastagens. Os segplots representam a média (± erro padrão, n = 8) para cada 

semana de avaliação. Médias seguidas por letras diferentes dentro da mesma semana diferem significativamente entre si (P < 0,05) com base no 

teste Tukey HSD. 
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Figura 10. Impacto de tratamento realizado no período chuvoso com fungo (FEP) e nematoide entomopatogênico (NEP) aplicados isoladamente 

ou em combinação na população de larvas de carrapatos recuperadas de pastagens. Os segplots representam a média (± erro padrão, n = 64) de 

carrapatos recuperados para cada tratamento ao longo de todas as semanas de avaliação. Médias seguidas por letras diferentes diferem 

significativamente entre si (P < 0,05) com base no teste Tukey HSD. 
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Entre os dias -10 e +98 (período seco), as médias semanais (± desvio padrão) de 

temperatura diária (A) e umidade relativa do ar (B) do interior da parcela foram 

respectivamente, 25,34 ± 11,35 ºC e 64,38 ± 24,47%. (Fig. 11). Em relação ao ambiente, 

as médias semanais (± desvio padrão) de temperatura diária (máxima e mínima) (A), 

precipitação (B) e radiação solar global (C) foram 32,44 ± 3,04 ºC e 16,74 ± 3,70 ºC, 1,45 

± 5,41 mm/dia, 17,21 ± 5,3 MJ/m2, respectivamente (Fig. 12). 

 

 

Figura 11. Dados climáticos de experimento conduzido no período seco coletados ao 

longo de 16 semanas por data logger HOBO® presente no interior de uma parcela presente 

em área pertencente a Embrapa Arroz e Feijão, Santo Antônio de Goiás - Goiás, Brasil. 

A) temperatura do ar (°C); B) umidade relativa do ar (%).
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Figura 12. Dados climáticos do ambiente (período seco) coletados diariamente pela estação meteorológica pertencente a Embrapa Arroz e Feijão, 

Santo Antônio de Goiás - Goiás, Brasil. A) Temperatura máxima e mínima do ar (°C); B) Precipitação (mm/dia); C) Radiação solar global (MJ/m2). 
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A prevalência de juvenis infectantes de H. bacteriophora HP88 foi reduzida ao 

longo do tempo independente do tratamento (somente nematoides ou sua combinação 

com o fungo) (Fig. 13). Diferença significativa no percentual de larvas de T. molitor 

infectadas por H. bacteriophora HP88 foi observada somente no dia +24, com maior 

número de larvas infectadas no tratamento combinado (NEP + FEP) (Fig. 13). 

 

Figura 13. Percentual de larvas de Tenebrio molitor infectadas por H. bacteriophora 

HP88 (± erro padrão, n=10) depositadas sobre solo proveniente de diferentes parcelas 

(n=8) tratadas no período seco com juvenis infectantes de H. bacteriophora HP88 (NEP) 

ou sua combinação com formulação granular de M. robertsii IP 146 (FEP). Barras 

seguidas por letras diferentes no mesmo dia de avaliação diferem significativamente entre 

si (P < 0,05). 

 

Em relação ao experimento conduzido no período seco, não foi observada 

redução significativa das larvas em nenhuma das semanas de avaliação por nenhum 

tratamento (Fig. 14). Entretanto, quando os dados de larvas recuperadas ao longo de todas 

as semanas de avaliação foram acumulados, somente o tratamento fúngico causou 

redução significativa na população não parasitária de R. microplus presente nas 

pastagens, o que resultou em eficácia de 26,27% (Fig. 15). 
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Figura 14. Impacto de tratamento realizado no período seco com fungo (FEP) e nematoide entomopatogênico (NEP) aplicados isoladamente ou em 

combinação na população de  larvas de carrapatos recuperadas de pastagens. Os segplots representam a média (± erro padrão, n = 8) para cada semana 

de avaliação.  
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Figura 15. Impacto de tratamento realizado no período seco com fungo (FEP) e nematoide entomoatogênico (NEP) aplicados isoladamente ou em 

combinação na população de larvas de carrapatos recuperadas de pastagens. Os segplots representam a média (± erro padrão, n = 72) de carrapatos 

recuperados para cada tratamento ao longo de todas as semanas de avaliação. Médias seguidas por letras diferentes diferem significativamente 

entre si (P < 0,05) com base no teste Tukey HSD. 
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4. DISCUSSÃO 

 

Poucos estudos relataram o uso de fungos e nematoides entomopatogênicos para 

o biocontrole de carrapatos até o momento29,30,50. A maioria dos estudos que realizaram 

o uso combinado de fungos e nematoides tiveram como foco o controle de insetos das 

ordens Coleoptera e Lepidoptera51–54. Neste sentido, este é o primeiro estudo que testou, 

em condições de campo, a combinação de fungos e nematoides entomopatogênicos para 

o controle da fase não parasitária de R. microplus em pastagens artificialmente infestadas. 

A virulência de M. robertsii IP 146 contra fêmeas ingurgitadas de R. microplus 

foi demonstrada no presente estudo, e destacou o seu potencial promissor como agente 

de biocontrole em relação aos demais isolados fúngicos testados. Bernardo et al.15 

também investigaram a virulência de M. robertsii IP 146 para fêmeas ingurgitadas de R. 

microplus em condições controladas, e reportaram percentual de controle de 70,97% ou 

97,95% em tratamento com conídios e blastosporos, respectivamente. Além de M. 

robertsii IP 146, o tratamento com H. bacteriophora HP88 indicou que este nematoide é 

um agente de biocontrole promissor, uma vez que foi capaz de reduzir o potencial biótico 

de fêmeas ingurgitadas de R. microplus. Esses dados corroboram com as informações da 

literatura de que H. bacteriophora HP88 é um isolado altamente virulento para fêmeas 

ingurgitadas de R. microplus em condições laboratoriais21,30,55. 

Os grupos tratados com Metarhizium spp. combinado com H. bacteriophora 

HP88 foram altamente virulentos contra fêmeas ingurgitadas de R. microplus sob 

condições controladas; no entanto, nenhuma interação sinérgica foi observada devido à 

alta eficácia obtida no grupo tratado utilizando somente nematoides, o que está de acordo 

com os resultados relatados por Monteiro et al.30. Este estudo realizado em condições 

controladas avaliou a combinação da cepa HP88 (H. bacteriophora) ou LPP1 (H. indica) 

com IBCB 116 (M. anisopliae) ou ESALQ 986 (Beauveria bassiana) contra fêmeas 
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ingurgitadas de R. microplus e obtiveram mais de 90% de percentual de controle em todos 

os grupos tratados apenas com nematoides ou nos grupos tratados com os 

entomopatógenos combinados. Esses estudos demonstram a compatibilidade entre 

nematoides e fungos entomopatogênicos para controle de carrapatos, assim como outros 

estudos também demonstraram para controle de Hoplia philanthus (Coleoptera: 

Rutelidae)11; Hylobius abietis (Coleoptera: Curculionidae)56 e Curculio caryae 

(Coleoptera: Curculionidae)57. 

Fungos e nematoides testados em concentrações inferiores resultaram em efeito 

sinérgico em todas as combinações realizadas. De fato, o sinergismo observado a partir 

da combinação de FEP e NEP para controle de insetos vem sendo reportado em estudos 

desenvolvidos em condições controladas, de semi-campo e campo. Casos de sucesso vêm 

sendo relatados em ensaios laboratoriais e em casa de vegetação com M. anisopliae CLO 

53 combinado com H. megidis ou Steinernema glaseri para controlar H. philanthus; além 

de estudos em condições de campo testando o mesmo isolado fúngico combinado com H. 

bacteriophora para o controle da mesma praga. Em todos esses casos foi possível 

observar um aumento da eficácia11,33. Os mecanismos envolvidos nas interações 

sinérgicas entre fungos e nematoides entomopatogênicos permanecem obscuros, mas 

existe a hipótese de que o fungo atue como um estressor, afetando a homeostase e 

enfraquecendo o hospedeiro, o que torna o artrópode mais vulnerável à infecção por 

nematoides11,56. Além disso, os hospedeiros infectados com fungo liberam mais CO2; 

curiosamente, os nematoides usam esse biomarcador para encontrar suas presas e 

parasitá-las34. Simultaneamente, outros fatores são relatados como capazes de influenciar 

o efeito obtido pela combinação de agentes biológicos, já que diversas variáveis podem 

induzir a ocorrência de sinergismo, como particularidades do hospedeiro alvo, as espécies 

entomopatogênicas combinadas, e o seu tempo de aplicação (simultâneo ou sequencial)51. 
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As diferentes formulações granulares cultivadas em meio ágar-água 

apresentaram resultados semelhantes quanto à produção conidial e viabilidade fúngica, 

indicando que os grânulos são eficazes na produção de conídios em condições adequadas 

de temperatura e umidade relativa3,16,42. Por outro lado, algumas formulações granulares 

cultivadas em solo não esterilizado demonstraram maior produção de conídios do que 

outras. A formulação à base de celulose microcristalina (CM), terra diatomácea (TD), 

vermiculita (VMC) e fibra vegetal foi capaz de produzir conídios em número 

significativamente maior do que as demais formulações testadas. Este resultado pode 

estar relacionado com a alta capacidade desses compostos em reter água em quantidade 

adequada ao desenvolvimento do fungo. A capacidade higroscópica de CM58, TD59 e 

VMC60 é bem conhecida e sua associação com fibra vegetal, nas proporções testadas, 

pode ter garantido condições favoráveis para que o fungo esporulasse em solo não 

esterilizado, uma vez que a umidade é fundamental para a produção, germinação e 

persistência ambiental de fungos entomopatogênicos61. Neste sentido, a conidiogênese 

nos grânulos contendo microescleródios no microambiente onde a praga alvo habita, deve 

levar em consideração um fator crucial, como: a necessidade de haver um alto percentual 

de umidade relativa do ar. Em cenários com baixa umidade, o protagonismo dos 

carregadores ou aditivos utilizados na formulação, podem executar um papel crucial na 

absorção de água a partir da umidade do ar ambiente, permitindo assim a esporulação 

fúngica mesmo em condições ambientais adversas3. 

Nos testes de campo, a persistência fúngica sofreu um declínio significativo ao 

longo do tempo, com grande variação entre as estações seca e chuvosa. Esta redução é 

um comportamento típico em fungos entomopatogênicos1; entretanto, uma redução 

drástica foi observada no período seco (inverno), que é caracterizado por temperaturas e 

umidades frequentemente mais baixas. Além disso, a ausência de chuva, a baixa umidade 
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relativa do ar e alta radiação solar são fatores comuns nesta estação na área estudada e 

podem reduzir a persistência de fungos entomopatogênicos1–3. Desta forma, a baixa 

recuperação de M. robertsii IP 146 das parcelas neste período pode ser explicada pela sua 

exposição a estes fatores climáticos adversos, pois ao decorrer do experimento o 

tratamento ficou exposto a alta radiação solar, com média de 17,21 ± 5,3 MJ/m2, umidade 

relativa do ar a 64,38 ± 24,47% e ausência de chuva. Com a ausência de chuva o solo 

tornou-se seco, podendo ter comprometido a germinação e a esporulação do fungo. No 

período chuvoso (verão), caracterizado por clima úmido e quente, o fungo se beneficiou 

das condições climáticas, principalmente da alta umidade do ar encontrada neste período, 

com média de 86,09 ± 25,47%. Além disso, a temperatura média de 23,88 ± 4,08 °C e a 

precipitação de 5,39 ± 9,81 mm/dia podem ter favorecido o desenvolvimento fúngico 

sobre os grânulos de microescleródios. Alta radiação solar foi observada em ambos 

períodos estudados; entretanto, este efeito deletério no período chuvoso pode ter sido 

minimizado com maior eficiência pela presença da vegetação abundante, diferente da 

época seca em que a cobertura da vegetação é reduzida. 

Na estação chuvosa, todos os tratamentos ocasionaram redução do número de 

larvas de R. microplus nas pastagens. Embora a persistência fúngica na estação seca tenha 

sido reduzida, a formulação granular de M. robertsii IP 146 reduziu a população não 

parasitária de R. microplus. Uma possível explicação para este resultado seria a tolerância 

natural que este isolado possui para as condições climáticas encontradas no centro de 

Goiás, pois este isolado é nativo da região e também devido à proteção oferecida pelos 

componentes da formulação granular contra os fatores ambientais adversos3.  

A persistência dos JIs aplicados nas pastagens no período seco também sofreu 

declínio significativo ao longo do tempo. No campo, a persistência, a sobrevivência e o 

desenvolvimento dos JIs dependem diretamente de fatores abióticos, como a umidade 
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relativa do ar, a textura do solo e em especial a temperatura62,63. As condições climáticas 

severas enfrentadas durante o período seco de experimentação e o solo argiloso, com 

pouca aeração, como o encontrado no local de experimentação, pode ter dificultado a 

locomoção e sobrevivência dos juvenis64,65. Desta forma, estes fatores podem ter 

influenciado negativamente a eficácia dos JIs no campo e limitado o controle de R. 

microplus nas pastagens. Entretanto, embora a persistência dos JIs não tenha sido avaliada 

no período chuvoso, redução de 38,11% da população não parasitária de R. microplus foi 

observada neste período nos tratamentos com JIs. Então, sugerimos que a ocorrência de 

chuva, torna o solo úmido, e aumenta a umidade relativa do microambiente; além disso, 

a cobertura da vegetação confere maior proteção dos JIs conta a radiação solar direta, 

proporcionando aos JIs melhor locomoção e sobrevivência resultando no sucesso da 

infecção. 

Estudos têm demonstrado que a dinâmica populacional de R. microplus vem 

sofrendo interferência do aumento da temperatura global ao longo dos anos66. Carneiro 

et al.67 estudaram a dinâmica populacional de R. microplus na década de 1990 na mesma 

localidade onde o presente estudo foi conduzido, e reportaram três gerações anuais deste 

carrapato. Nicaretta et al.66 em estudo recente desenvolvido nesta mesma região 

reportaram a ocorrência de cinco gerações anuais de R. microplus, sendo três registradas 

no período chuvoso e duas no período seco.  

Os resultados dos testes conduzidos em campo no período chuvoso ou seco são 

de extrema relevância, uma vez que o controle da população não parasitária de R. 

microplus nas pastagens pode resultar em redução de milhares de larvas nas gerações 

seguintes. Desta forma, com os resultados reportados no presente trabalho, pode-se 

concluir que a combinação de M. robertsii IP 146 e H. bacteriophora HP88 em condições 

controladas oferece melhores resultados do que seus agentes utilizados isoladamente 
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(sinergismo), a formulação multiparticulada composta por celulose, vermiculita, terra 

diatomácea e fibra vegetal  foi eficaz na produção de conídios quando cultivada sobre 

solo não esterilizado e por fim, os entomopatógenos M. robertsii IP 146 e H. 

bacteriophora HP88 quando aplicados no campo atuam como agentes promissores no 

biocontrole da fase não parasitária de R. microplus, apesar da eficácia do tratamento sofrer 

variação de acordo com a época do ano. Novos estudos utilizando formulações com 

componentes protetores para os entomopatógenos podem trazer melhorias nos resultados 

obtidos no campo, além disso, estudos aplicando fungos e nematoides, combinados ou 

não, em pastagens destinadas a criação extensiva de bovinos precisam ser conduzidos 

para determinar a eficácia do tratamento em reduzir a infestação de carrapatos nos 

animais. 
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CAPITÚLO 4: CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 

Os resultados deste trabalho demonstram o protagonismo do controle biológico 

utilizando fungos e nematoides entomopatogênicos, combinados ou não, sobre a fase não 

parasitária de Rhipicephalus microplus. A demanda nacional por um método eficaz para 

reduzir a população não parasitária de R. microplus é urgente, não somente pelos 

prejuízos ocasionados anualmente pelo parasitismo deste carrapato, mas também pela 

demanda por métodos mais ecológicos que vem crescendo entre a população brasileira. 

Embora atualmente no mercado brasileiro dos biológicos não exista um produto 

comercial voltado para o controle de carrapatos, diversas pesquisas relacionadas a 

redução da população de vida livre de R. microplus presente nas pastagens vem sendo 

realizadas para alcançarmos um produto biológico eficaz em seu controle.  

Sabe-se que as condições climáticas são fatores que podem influenciar 

diretamente no sucesso da utilização dos entomopatógenos em campo, no presente 

trabalho esta premissa foi confirmada quando as formulações foram testadas em 

diferentes épocas do ano; a aplicação no período chuvoso alcançou eficácia superior do 

que quando o tratamento foi realizado no período seco. Nestas situações, utiliza-se de 

métodos tecnológicos que concedam proteção contra os fatores climáticos deletérios aos 

entomopatógenos, como o uso de formulações.  

A proposta de formular os biocontroladores demonstrou ser promissora, mas 

pode ser melhorada de forma a conferir maior eficácia aos entomopatógenos utilizados. 

Ainda existem perguntas a serem respondidas, como se a aplicação da formulação 

granular ou dos juvenis infectantes irá reduzir o número de carrapatos sobre os animais. 

Entretanto, mediante aos resultados relatados, destaca-se a inovação deste método 

biológico para tratamento em pastagens infestadas de carrapatos e a eficácia obtida, sendo 

este um estudo pioneiro a utilizar essa  metodologia em testes de campo. Além disso, vale 
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ressaltar a importância de realizar mais estudos com foco na fase livre de R. microplus, 

pois estes atuam justamente sobre uma das grandes lacunas do controle de R. microplus, 

que é a ausência de produtos para tratamento sobre as pastagens. 

A descoberta de conhecimentos relacionados a interação patógeno-hospedeiro é 

de extrema importância para viabilizar novas formas de controlar populações de 

artrópódes-pragas. Desta forma, o presente trabalho elucidou com sucesso alguns 

aspectos referentes à infecção por fungos ou nematoides entomopatogênicos sobre a fase 

não parasitária de R. microplus. 

A execução desta tese foi importante por consolidar parcerias entre diferentes  

instituições, como a Embrapa Arroz e Feijão, Gado de Leite e Meio Ambiente, por meio 

da colaboração de analistas e pesquisadores destas instituições. Também foi importante 

por contribuir com a operacionalização da colônia de carrapatos com bovinos 

artificialmente infestados do Laboratório de Patologia de Invertebrados e Laboratório de 

Biologia, Ecologia e Controle de Carrapatos da UFG, resultando em dados mais 

confiáveis obtidos por meio da utilização de cepa local. 
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ANEXO I – Parecer Comissão de ética no uso de animais/CEUA  
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ANEXO II – Análise físico-química do solo utilizado nos testes de campo 
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ANEXO III – Análise microbiológica do solo utilizado nos testes de campo 
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