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RESUMO GERAL 

As vespas parasitoides desempenham um papel fundamental no controle biológico. Os 
endoparasitoides de pupas Trichospilus diatraeae Cherian & Margabandhu, 1942, Pal-
mistichus elaeisis Delvare & LaSalle, 1993, Tetrastichus howardi (Olliff, 1893) (Hyme-
noptera: Eulophidae) e o parasitoide de ovos Trichogramma pretiosum Riley, 1879 
(Hymenoptera: Trichogrammatidae) são amplamente utilizados no controle populacional 
de lepidópteros considerados pragas. A diferenciação entre linhagens de parasitoides 
pode resultar em variações biológicas significativas, tais como alterações no ciclo de vida 
e no desenvolvimento dos estágios imaturos. No entanto, sua identificação morfológica 
pode ser limitada devido ao seu pequeno tamanho e à alta similaridade morfológica entre 
as espécies. Diante disso, abordagens moleculares se destacam como ferramentas com-
plementares para uma identificação rápida e precisa, garantindo a liberação segura e efi-
caz desses agentes de controle em campo. Nosso objetivo foi identificar variantes genô-
micas específicas das espécies-alvo T. diatraeae, P. elaeisis, T. howardi e T. pretiosum 
por meio do sequenciamento de genoma completo, bem como descrever o desenvolvi-
mento dos estágios larvais de duas linhagens de T. howardi. Os parasitoides foram cole-
tados de seus hospedeiros e estabelecidos em laboratório após a emergência dos adultos. 
Amostras de cada espécie foram enviadas ao Departamento de Ciências Biológicas da 
Universidade Federal do Espírito Santo (UFES) e à Coleção Entomológica de Insetos 
Entomófagos Oscar Monte para identificação morfológica. Posteriormente, amostras 
compostas por fêmeas de cada parasitoide foram preservadas em etanol absolute e envi-
adas a Empresa Agropartners Consulting. O DNA foi extraído, quantificado e sequenci-
ado na plataforma Illumina NovaSeq 6000. Ferramentas bioinformáticas foram utilizadas 
para o controle de qualidade dos dados, detecção de variantes genômicas específicas, aná-
lise de componentes principais (PCA) e classificação por máquina de vetores de suporte 
(SVM). O sequenciamento genômico gerou dados de alta qualidade para os parasitoides 
analisados, permitindo a identificação de quatro variantes específicas para T. diatraeae, 
quatro para P. elaeisis, duas para T. howardi e cinco para T. pretiosum. Adicionalmente, 
foram estabelecidas em laboratório as linhagens DO (Dourados) e LA (Ladário) de T. 
howardi, cujas fêmeas foram expostas a pupas de Diatraea saccharalis (Fabricius, 1794) 
(Lepidoptera: Crambidae) por 24 horas. Durante 20 dias, pupas parasitadas foram coleta-
das diariamente, preservadas, dissecadas e fotografadas. A determinação dos instares lar-
vais foi realizada por meio de medições morfométricas da cápsula cefálica, comprimento 
e largura corporal, seguidas de análise de componentes principais. Ambas as linhagens 
apresentaram três instares larvais, com diferenças no tempo de desenvolvimento dos ima-
turos. Este estudo contribui de forma significativa para o conhecimento biológico e mo-
lecular de parasitoides utilizados em programas de controle biológico ao facilitar a iden-
tificação em futuras coletas e subsidiar o planejamento e o monitoramento de populações 
em campo. 

PALAVRA-CHAVE: controle biológico, desenvolvimento de imaturos, parasitoides, se-

quenciamento genômico 
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GENERAL ABSTRACT   

Parasitoid wasps play a fundamental role in biological control. The pupal endoparasitoids 
Trichospilus diatraeae Cherian & Margabandhu, 1942, Palmistichus elaeisis Delvare & 
LaSalle, 1993, Tetrastichus howardi (Olliff, 1893) (Hymenoptera: Eulophidae), and the 
egg parasitoid Trichogramma pretiosum Riley, 1879 (Hymenoptera: Trichogrammatidae) 
are widely used for the population control of lepidopteran pests. Differentiation among 
parasitoid strains may result in significant biological variations, such as changes in the 
life cycle and immature development. However, their morphological identification may 
be limited due to their small size and the high morphological similarity among species. 
Therefore, molecular approaches stand out as complementary tools for rapid and accurate 
identification, ensuring the safe and effective release of these biological control agents in 
the field. Our objective was to identify species-specific genomic variants of the target 
species T. diatraeae, P. elaeisis, T. howardi, and T. pretiosum through whole-genome 
sequencing, as well as to describe the larval development of two strains of T. howardi. 
Parasitoids were collected from their hosts and established in the laboratory after adult 
emergence. Samples of each species were sent to the Department of Biological Sciences 
at the Federal University of Espírito Santo (UFES) and to the Oscar Monte Entomopha-
gous Insect Collection for morphological identification. Subsequently, samples com-
posed of females of each parasitoid species were preserved in absolute ethanol and sent 
to Agropartners Consulting Company. DNA was extracted, quantified, and sequenced on 
the Illumina NovaSeq 6000 platform. Bioinformatic tools were used for data quality con-
trol, detection of species-specific genomic variants, principal component analysis (PCA), 
and support vector machine (SVM) classification. Genomic sequencing generated high-
quality data for the analyzed parasitoids, allowing the identification of four specific vari-
ants for T. diatraeae, four for P. elaeisis, two for T. howardi, and five for T. pretiosum. 
Additionally, the DO (Dourados) and LA (Ladário) strains of T. howardi were established 
under laboratory conditions, and females were exposed to Diatraea saccharalis (Fab-
ricius, 1794) (Lepidoptera: Crambidae) pupae for 24 h. Over a period of 20 days, parasi-
tized pupae were collected daily, preserved, dissected, and photographed. Larval instars 
were determined through morphometric measurements of head capsule width, body 
length, and body width, followed by principal component analysis. Both strains exhibited 
three larval instars, with differences in immature developmental time. This study signifi-
cantly contributes to the biological and molecular knowledge of parasitoids used in bio-
logical control programs by facilitating species identification in future collections and 
supporting the planning and monitoring of field populations. 

KEYWORDS: biological control, immature development, parasitoids, genomic sequenc-

ing 
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1. INTRODUÇÃO GERAL 

O controle biológico com vespas parasitoides é uma alternativa viável e ecologi-

camente sustentável para o manejo de pragas agrícolas, ao reduzir o uso de inseticidas 

químicos e minimizar impactos ambientais (Teder & Knapp, 2019). A introdução de pa-

rasitoides além de suas barreiras biogeográficas naturais, de forma intencional ou aciden-

tal, permite que espécies se adaptem a novos ambientes (Renault et al., 2018). No entanto, 

esse processo pode levar a diferenciação de linhagens e o surgimento de espécies crípticas, 

sendo morfologicamente semelhantes, mas distintas em aspectos biológicos e comporta-

mentais, dificultando a correta identificação (Colazza & Rosi, 2001). Essas variações ge-

ralmente se associam a fatores genéticos e ambientais, especialmente em regiões tropicais 

pela alta diversidade ecológica (D’ercole et al., 2023; Struck et al., 2018). 

Vespas endoparasitoides são constantemente utilizadas como agentes de controle 

biológico ao depositar seus ovos no interior do hospedeiro. Durante o desenvolvimento, 

as larvas consomem os tecidos até à morte do hospedeiro (Wang et al., 2019).  Os para-

sitoides Trichospilus diatraeae (Cherian & Margabandhu, 1942), Palmistichus elaeisis 

Delvare & LaSalle, 1993, Tetrastichus howardi (Olliff, 1893) (Hymenoptera: Eulophidae) 

e o parasitoide de ovos Trichogramma pretiosum Riley, 1879 (Hymenoptera: Tricho-

grammatidae) são amplamente utilizados no controle populacional de lepidópteros con-

siderados pragas (Parra et al., 2024; Pereira et al., 2021). 

Trichospilus diatraeae foi registrado no sul da Índia, parasitando pupas de Dia-

traea venosata (Walker, 1863) (Lepidoptera: Crambidae). Em 1963, foi introduzido no 

Caribe para controle populações de Diatraea spp. Posteriormente, foi registrado no Brasil 

parasitando indivíduos da família Arctiidae (Lepidoptera) (Bennett et al., 1987; Paron & 

Berti-Filho, 2000). P. elaeisis é nativo da região Neotropical, com registros de parasi-

tismo em Eupseudosoma involuta (Sepp, 1852) (Lepidoptera: Erebidae) e Euselasia eu-

cerus Hewitson, 1872 (Lepidoptera: Riodinidae) em cultivos de eucalipto no Brasil (Del-

vare & LaSalle, 1993).  

O parasitoide T. howardi é originário da Ásia e foi introduzido na África do Sul 

através das Filipinas, como potencial agente de controle de Chilo partellus (Swinhoe, 

1885) (Lepidoptera: Crambidae) e Busseola fusca (Fuller, 1901) (Lepidoptera: Noctuidae) 

presentes em cultivos de milho e sorgo (Cruz et al., 2011; Kfir et al., 1993; Kfir, 2001; 

La Salle & Polaszek, 2007). No Brasil, foi registrado parasitando lagartas e pupas de 

Diatraea saccharalis (Fabricius, 1794) (Lepidoptera: Crambidae) em cultivos de cana-
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de-açúcar e milho (Cruz et al., 2011; Vargas et al., 2011; Rodrigues et al., 2021). Infor-

mações sobre as características biológicas e comportamentais dessa espécie foram relata-

das em diversos estudos, possibilitando a criação massal em laboratório e liberação em 

cultivos agrícolas e florestais (Pereira et al., 2021). Entretanto, o desenvolvimento dos 

imaturos e o número de instar larvais de T. howardi são desconhecidos. 

Assim como os eulofídeos, T. pretiosum possui ampla distribuição geográfica, 

com ocorrência na América do Norte e América do Sul, sendo um produto biológico re-

gistrado no Brasil para manejo de lepidópteros em cultivos de soja e milho (Bueno et al., 

2024; Oliveira et al., 2017; Pinto et al., 1986). Apesar de origens distintas, os parasitoides 

compartilham características comuns, como desenvolvimento gregário, alta eficiência de 

parasitismo e uma ampla gama de hospedeiros (Zaché et al., 2011; Pereira et al., 2021). 

A identificação morfológica de parasitoides possui limitações pela alta diversi-

dade de espécies, tamanho corporal reduzido e a alta demanda de especialistas taxonômi-

cos, principalmente pela existência de espécies crípticas (Smith et al., 2008). Portanto, o 

sequenciamento genômico é uma ferramenta que permite a identificação e diferenciação 

de espécies, complementando dados dos aspectos biológicos das espécies T. diatraeae, P. 

elaeisis, T. howardi e T. pretiosum como agentes de controle biológico, liberado por bio-

fábricas (Frézal & Leblois, 2008; Pereira et al., 2021). 

A eficácia dos parasitoides em campo dependem da correta identificação e a com-

preensão da interação parasitoide-hospedeiro, que influencia o comportamento de busca, 

fecundidade, desenvolvimento dos imaturos, progênie e longevidade (Konopka et al., 

2018). Diante disso, compreender o desenvolvimento biológico de linhagens adaptadas a 

diferentes ambientes é fundamental para o uso desses agentes de controle biológico. A 

integração de métodos moleculares, como o sequenciamento genômico e o depósito de 

dados moleculares dos parasitoides, facilita futuras identificações, coletas e monitora-

mento de populações em programas de controle biológico. 
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2. REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

2.1 Controle Biológico 
A agricultura é a forma mais extensa do uso da terra, ocupando mais de um terço 

da massa terrestre global para produção de insumos alimentares, promovendo profundas 

alterações na estrutura e no funcionamento dos ecossistemas (Wanger et al., 2020). O 

foco extensivo em produtividade trouxe ameaças sociais, mudanças climáticas, perda da 

biodiversidade e degradação de ecossistemas naturais e artificiais (Wyckhuys et al., 2024). 

Considerando as problemáticas, cresce a demanda por práticas agrícolas sustentáveis, 

como o controle biológico pelo uso de inimigos naturais que regulam populações consi-

deradas pragas a níveis economicamente aceitáveis (Baker et al., 2020; DeBach & Schlin-

ger, 1964). 

O controle biológico pode ser classificado em quatro tipos principais: natural, de 

conservação, clássico e aumentativo. O controle aumentativo é um programa de Manejo 

Integrado de Pragas (MIP) e envolve a produção massal de inimigos naturais, como inse-

tos parasitoides, predadores, nematoides ou entomopatogênicos com liberações regulares 

em larga escala para reduzir populações em cultivos agrícolas (Van Lenteren et al., 2018). 

No entanto, a implementação dessa prática é complexa, pois depende da preservação do 

agroecossistema que favorece inimigos naturais, diminuição do uso intensivo de insetici-

das sistêmicos não seletivos e adoção da prática pelos agricultores (Bonmatin et al., 2021; 

Bueno et al., 2021; Teder & Knapp, 2019). 

O Brasil é um dos maiores produtores agrícola do mundo e o segundo maior ex-

portador de produtos agrícolas, com destaque para culturas de soja e cana-de-açúcar 

(IBGE, 2021). Para atender essa demanda, a legislação brasileira tem favorecido o regis-

tro de agentes de controle biológico (Togni et al., 2019). Entretanto, a liberação de inimi-

gos naturais no ambiente exige o registro de identificação, especificidade, avaliações bi-

ológicas e regulamentação legal para prevenir impactos ambientais negativos e manter o 

equilíbrio ecológico (Loomans, 2021). Nos últimos anos, várias espécies de parasitoides 

foram identificadas e registradas como produtos biológicos, incluindo os parasitoides T. 

diatraeae, P. elaeisis, T. howardi e T. pretiosum amplamente utilizados no controle de 

lepidópteros desfolhadores (Pereira et al., 2021). 

2.2 Características biológicas de Trichospilus diatraeae, Palmistichus elaeisis, Tetras-
tichus howardi e Trichogramma pretiosum 

Vespas parasitoides são inimigos naturais com alta diversidade e riqueza de espé-

cies, constantemente utilizadas como agentes de controle biológico ao depositar seus ovos 
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em hospedeiros, que são consumidos pelas larvas em desenvolvimento, causando a mor-

talidade do hospedeiro parasitado (Wang et al., 2019). Os parasitoides também são co-

nhecidos como indicadores de qualidade ambiental, pela suscetibilidade à fragmentação 

de habitats e perturbações ecológicas (Kruess & Tscharntke, 2000). 

Entre os principais grupos de parasitoides utilizados no controle biológico des-

taca-se a família Eulophidae, pertencente à ordem Hymenoptera, sendo altamente diversa, 

com mais de 6.500 espécies documentadas, organizadas em aproximadamente 320 gêne-

ros (Burks et al., 2025). As principais características diagnósticas incluem tarsos com 

quatro segmentos em ambos os sexos, antenas compostas de sete a nove segmentos, com 

no máximo quatro segmentos no funículo, e um gáster com pecíolo distinto, formando 

um estreitamento entre o propódeo e o gáster (Noyes, 2019).  

De acordo com a literatura, o desenvolvimento de imaturos endoparasitoides ocor-

rem no interior do hospedeiro. Os ovos são himenopteriforme, ou seja, alongados e finos, 

característicos da ordem Hymenoptera, normalmente de coloração branca ou translúcida, 

com duração de 2 dias até a eclosão das larvas. As larvas são fusiformes, e a hipótese 

inicial indicava de três a cinco instares larvais, com tamanhos variados pela competição 

de recursos e o tamanho do hospedeiro. As pupas são exaradas e possuem coloração ini-

cialmente clara e escurecimento ao final do estágio (Hanson & Gauld 1995; La Salle & 

Schauff, 1995). Os adultos são de vida livre com coloração escura e brilho metálico, pos-

sui duas setas na veia submarginal na face dorsal da asa anterior, como indicado por La 

Salle & Polaszek (2007). 

As espécies T. diatraeae, P. elaeisis e T. howardi são endoparasitoides gregários 

com comportamento primário ou hiperparasitoide facultativo associados a diferentes es-

pécies de lepidópteros (La Salle & Polaszek, 2007; Ribeiro et al., 2018). T. diatraeae é 

caracterizado por ovos hialinos e himenopteriformes, sendo alongados nas extremidades 

com período de incubação em aproximadamente 24 horas. As larvas possuem cutícula 

transparentes com segmentação do corpo bem definida e instares larvais variando de 7 a 

8 dias. A pré-pupa e a pupa possuem a cabeça, tórax e abdômen bem definidos, variando 

de 9 a 10 dias (Paron, 1999; Melo et al., 2011). 

De acordo com Bittencourt & Berti Filho, (2004), P. elaeisis possui ovos hialinos, 

tipicamente himenopteriforme e um período de incubação de 48 horas. As larvas são ápo-

des com cutículas transparentes em 12 segmentos, com quatro instares larvais variando 

entre 5 e 10 dias. As pré-pupas teve um período de duração de 24 horas, e o estágio de 

pupa com duração de aproximadamente 9 dias. 
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Uma revisão taxonômica de Hansson & Schmidt, (2020) sobre espécies europeias 

do gênero Tetrastichus Haliday, 1844, destaca os desafios da identificação morfológica 

devido a alta similaridade entre as espécies e a importância de abordagens integrativas 

moleculares. As características diagnósticas do gênero incluem uma cerda dorsal na ner-

vura submarginal da asa anterior, três cerdas de cada lado do lobo médio no mesoscuto e 

uma carena longitudinal que se divide em duas partes formando um “Y” invertido. 

A família Trichogrammatidae é representada por 89 gêneros e mais de 800 espé-

cies descritas mundialmente (Querino et al., 2009). Entre elas, T. pretiosum pode ser iden-

tificada morfologicamente principalmente por caracteres da genitália masculina, combi-

nado com o tipo de antena, asas e pigmentação do corpo (Hua et al., 2018). É uma das 

espécies mais utilizadas no controle biológico da praga Tuta absoluta (Meyrick, 1917) 

(Lepidoptera: Gelechiidae) em cultivos de tomate na região Nordeste do Brasil (Oliveira 

et al., 2017).  

O comportamento reprodutivo de T. diatraeae, P. elaeisis, T. howardi e T. preti-

osum é o sistema haplodiplóide, onde fêmeas não copuladas produzem apenas descen-

dentes machos por partenogênese arrenótoca, enquanto fêmeas fecundadas geram prole 

de ambos os sexos, influenciando significativamente as características biológicas da des-

cendência (Beserra et al., 2003; Tsutsui et al., 2014). 

Atualmente, T. diatraeae, P. elaeisis, T. howardi e T. pretiosum foram identifica-

dos morfologicamente e registrados como agentes de controle biológico. Entretanto, de 

acordo com Renault et al., (2018) espécies exóticas que foram introduzidas, seja de forma 

intencional ou acidental, podem se estabelecer e disseminar em habitats diversos. Esse 

processo pode levar a diferenciação de linhagens, comprometendo a eficiência em pro-

gramas biológicos pelas variações comportamentais (Smith et al., 2008). 

 Diante dessas limitações, ferramentas moleculares passaram a ser empregadas 

de forma complementar à identificação morfológica, suprindo lacunas decorrentes da si-

milaridade entre espécies. A presença de espécies crípticas, associada às variações intra-

específicas e às adaptações resultantes do estabelecimento em diferentes ambientes, pode 

mascarar diferenças relevantes entre populações (Smith et al., 2008; Renault et al., 2018). 

Nesse contexto, abordagens moleculares tornam-se essenciais para assegurar a correta 

identificação dos parasitoides, contribuindo para a manutenção do equilíbrio ecológico e 

para a eficácia dos programas de controle biológico (Chen et al., 2021). 

2.3 Identificação molecular de parasitoides 
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A caracterização molecular da biodiversidade é fundamental para estudos ecoló-

gicos e ambientais, principalmente em grupos de insetos utilizados como agentes de con-

trole biológico para prevenir impactos ambientais negativos (Singer et al., 2019). Com o 

avanço das tecnologias de sequenciamento genômico, foi possível sequenciar mais de 20 

milhões de pares de base em leituras de 100 pb em questão de horas. O aprimoramento 

dessa técnica permitiu resultados com alto rendimento e flexibilidade, incluindo a cons-

trução de bibliotecas genômicas por síntese, maior resolução filogenética, identificação 

de organismos, além de novas perspectivas sobre a ecologia comportamental e evolutiva 

(Cameron, 2024; DeSalle & Amato, 2004; Evans & Kitson, 2020; Imelfort et al., 2009).  

Entre os marcadores moleculares para a identificação de insetos, destaca-se a re-

gião mitocondrial COI (Cytochrome Oxidase I), amplamente utilizada em abordagens fi-

logenéticas, estudos de genética de populações e na identificação de espécies, especial-

mente em grupos com elevada similaridade morfológica (Cameron, 2024). Apesar da 

evolução tecnológica e boa capacidade discriminatória para análises taxonômicas e evo-

lutivas, a ferramenta apresenta algumas limitações, incluindo vieses taxonômicos associ-

ados à eficiência dos primers universais, que podem amplificar de forma desigual dife-

rentes grupos de insetos ou restringir a análise a regiões específicas do genoma mitocon-

drial (Kurata et al., 2024). Dessa forma, embora amplamente empregado, o COI deve ser 

interpretado de maneira cautelosa, especialmente quando aplicado isoladamente em gru-

pos taxonomicamente próximos. 

O sequenciamento Illumina possui o sistema NovaSeq 6000 que permite a geração 

de sequências de DNA em quantidades maiores e em menor tempo, com alta qualidade e 

cobertura. A biblioteca genômica é construída a partir da fragmentação do DNA permi-

tindo a detecção de variantes genômicas especificas para identificação e diferenciação 

entre espécies próximas ou crípticas (Modi et al., 2021). 

Diversos estudos demonstram a eficácia dos métodos moleculares na identificação 

de parasitoides. Calado et al., (2015) identificou polimorfismos genéticos das espécies T. 

diatraeae e P. elaeisis com marcadores microssatélites aplicados a identificação de indi-

víduos da mesma família. Além disso, foi testado diferentes métodos de extração do DNA 

para garantir a qualidade e pureza dos resultados. A utilização de técnicas moleculares 

fornece informações de processos evolutivos, diversidade genética e diferenciação entre 

as populações criadas massalmente. 

Tang et al., (2021) caracterizou o genoma mitocondrial de T. howardi pela tecno-

logia Illumina Hiseq e comparou com o genoma referência de Tamarixia radiata 



9 
 

(Waterston, 1922) (Hymenoptera: Eulophidae) para identificar relações filogenética den-

tro da família Eulophidae. Diferentes linhagens de T. pretiosum foram sequenciadas com 

o objetivo de avaliar o modo reprodutivo, além de aspectos evolutivos e ecológicos em 

comparação a outros himenópteros (Lindsey et al., 2018). Entretanto, Santos et al., (2015) 

utilizou a região ITS2 do DNA ribossômico para diferenciar molecularmente espécies do 

gênero Trichogramma. A integração de dados morfológicos e moleculares tem se mos-

trado essencial para o controle de qualidade na produção de agentes de controle biológico, 

evitando a disseminação de espécies não desejadas, contaminações cruzadas e a mistura 

de espécies morfologicamente semelhantes. 

Nesse contexto, abordagens moleculares de sequenciamento genômico surge 

como uma ferramenta complementar na identificação e diferenciação das espécies T. di-

atraeae, P. elaeisis, T. howardi e T. pretiosum. Essa estratégia permite a detecção de 

variantes específicas, que assegura a correta liberação de espécies, facilita a identificação 

de futuras coletas de parasitoides, preservando o equilíbrio ecológico (Frézal & Leblois, 

2008). 

3. OBJETIVO GERAL 

Este estudo teve como objetivo identificar variantes genômicas específicas para a 

diferenciação das espécies T. diatraeae, P. elaeisis, T. howardi e T. pretiosum por meio 

do sequenciamento genômico, além de descrever o desenvolvimento e caracterizar os es-

tágios larvais de duas linhagens de T. howardi. 

3.1 Objetivos Específicos 

1. Identificar variantes genômicas específicas de T. diatraeae, P. elaeisis, T. ho-

wardi e T. pretiosum por sequenciamento genômico, validando o método de extração de 

DNA. 

2. Depositar as sequências genômicas no banco de dados GenBank. 

3. Descrever o desenvolvimento de imaturos com o período dos estágios e o ciclo 

completo em duas linhagens de T. howardi. 

4. Caracterizar os estágios larvais por medições morfométricas da cápsula cefálica, 

largura e comprimento do corpo em duas linhagens de T. howardi. 

4. HIPÓTESES 
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1. O protocolo de extração do material genético aplicado as espécies T. diatraeae, 

P. elaeisis, T. howardi e T. pretiosum é eficiente, com amostras de alta qualidade e pureza. 

2. O sequenciamento genômico permite detectar variantes genômicas específicas para 

identificar e diferenciar as espécies T. diatraeae, P. elaeisis, T. howardi e T. pretiosum 

molecularmente. 

3. As linhagens de T. howardi apresentam diferenças comportamentais após muitas 

gerações em laboratório. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

NOTA1 

1Esta dissertação segue normas da ABNT com adaptações para as normas de trabalhos 

acadêmicos da Universidade Federal da Grande Dourados e da Revista Insects. 
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Simple Summary 

Parasitoid wasps play a fundamental role in the biological control of pests. However, their 
morphological identification can be limited due to the high morphological similarity be-
tween species. Our objective was to identify specific genomic variants of the target species 
Palmistichus elaeisis, Tetrastichus howardi, Trichospilus diatraeae and Trichogramma pretiosum 
by whole-genomic sequencing. The parasitoids were collected from their hosts and reared 
in the laboratory. Subsequently, samples composed of adult specimens were preserved in 
absolute ethanol for morphological and molecular identification. Genomic sequencing 
generated high-quality data for the four parasitoid species analyzed, allowing for the con-
sistent identification of specific genomic variants. These results provide a precise molecu-
lar tool for distinguishing parasitoids used in biological control programs. 

Abstract 

Parasitoid wasps play a fundamental role in the biological control of pests. However, their 
morphological identification may be limited due to their small size and the high morpho-
logical similarity between species. Our objective was to identify specific genomic variants 
of the target species Palmistichus elaeisis Delvare & LaSalle, 1993, Tetrastichus howardi (Ol-
liff, 1893), Trichospilus diatraeae Cherian & Margabandhu, 1942, and Trichogramma preti-
osum Riley, 1879, (Hymenoptera: Chalcidoidea) by whole-genomic sequencing. Parasi-
toids were collected from their hosts and established in the laboratory after adult emer-
gence. A sample of each parasitoid was sent to the Departamento de Ciências Biológicas 
at Universidade Federal do Espírito Santo (UFES) and “Oscar Monte” Entomophagous 
Insect Collection for morphological identification. Subsequently, samples composed of 20 
individuals were preserved in absolute ethanol for DNA extraction. The DNA was 
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extracted, quantified and sequenced on the Illumina Novaseq 6000 platform. Bioinfor-
matic tools were used for quality control, detection of specific genomic variants, principal 
component analysis (PCA), and support vector machine (SVM). Genomic sequencing gen-
erated high-quality data for the analyzed parasitoids, allowing the identification of four 
specific variants for P. elaeisis, two for Te. howardi, four for Ts. diatraeae and five for Tg. 
pretiosum. These results provide a precise molecular tool for distinguishing parasitoids 
used in biological control programs. 

Keywords: biological control; parasitoids; genomic sequencing 
 

1. Introduction 
Parasitoid wasps act as natural enemies of a wide range of arthropods, being widely 

used as biological control agents to regulate insects that cause economic damage in agri-
cultural and forestry systems [1]. In recent years, several parasitoid species have been 
identified and recorded as biological products in agricultural crops in Brazil [2,3]. Exam-
ples include the gregarious endoparasitoids Palmistichus elaeisis Delvare & LaSalle, 1993, 
Tetrastichus howardi (Olliff, 1893), Trichospilus diatraeae Cherian & Margabandhu, 1942 (Hy-
menoptera: Eulophidae), and the egg parasitoid Trichogramma pretiosum Riley, 1879 (Hy-
menoptera: Trichogrammatidae). These species are used to control various lepidopteran 
species, especially in integrated pest management programs [2]. 

Accurate identification of these species is fundamental for the success of biological 
control programs, since incorrect identification can compromise the efficiency of parasi-
toid releases and the interpretation of ecological interactions. Traditionally, insect identi-
fication is based on the description and classification of species according to observable 
external and internal characteristics [4]. However, in groups of parasitoid wasps, this ap-
proach has some limitations due to the great diversity of species, their minuscule body 
size, and the high demand for specialized taxonomic expertise [5]. 

The challenges of species identification are evident in the families Eulophidae and 
Trichogrammatidae due to the number of morphologically similar species. The family Eu-
lophidae comprises approximately 6000 described species distributed across 347 genera 
and exhibits high morphological and genetic diversity [6,7]. Species such as P. elaeisis, Te. 
howardi, and Ts. diatraeae share morphological and behavioral similarities in host selection, 
frequently parasitizing the eucalyptus brown looper Thyrinteina arnobia (Stoll, 1782) (Lep-
idoptera: Geometridae) and the sugarcane borer Diatraea saccharalis (Fabricius, 1794) (Lep-
idoptera: Crambidae) thereby contributing to insect population balance [2,8,9]. Similarly, 
Trichogrammatidae has a worldwide distribution and is represented by 89 genera and 
more than 800 described species of egg parasitoid wasps [10]. Among these, Tg. pretiosum 
can be easily confused with other species of the genus, since its identification depends on 
the combination of morphological characteristics of the male genitalia, type of antennae, 
wings and body pigmentation [11,12]. This is one of the most utilized species for the bio-
logical control of tomato leafminer Tuta absoluta (Meyrick, 1917) (Lepidoptera: Gelechi-
idae), in tomato crops in Brazil [13]. 

Due to the economic and ecological importance of these parasitoid insects, the correct 
identification of species is fundamental for the success of biological control programs. In 
this context, molecular approaches have emerged as complementary tools for the rapid 
and accurate identification and differentiation of species [14]. More consistent genetic in-
formation is available for Tg. pretiosum [15,16], whereas P. elaeisis, Te. howardi, and Ts. di-
atraeae remain underrepresented in molecular studies. 
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To date, available molecular data for these species are restricted to specific genetic 
markers, such as mitochondrial genes or ribosomal regions. Although useful, these mark-
ers may have limited resolution for distinguishing closely related species [17]. Genomic 
variants correspond to differences in the deoxyribonucleic acid (DNA) sequence among 
individuals or species and represent an important source of genetic information for com-
parative genomic analyses. These variants include single-nucleotide polymorphisms 
(SNPs), insertions and deletions (indels), and other structural differences distributed 
across the genome, which can provide higher resolution for distinguishing closely related 
taxa [18]. 

The complete mitochondrial genome of Te. howardi has been sequenced, providing 
insights into its genetic composition and phylogenetic relationships within the family Eu-
lophidae [19]. Similarly, the 28S rDNA region of Ts. diatraeae has been sequenced, with 
phylogenetic analyses corroborating its placement within this family [20]. 

In contrast, whole-genome sequencing (WGS) is a flexible high-throughput technol-
ogy that enables the generation of whole-genome data and the construction of genomic 
libraries, allowing the identification of unique regions distributed throughout the genome 
and providing a more robust alternative for the molecular identification of these parasi-
toids [21]. Furthermore, it is possible to analyze genomic variants that correspond to dif-
ferences in DNA sequences within species. Among these, the analysis of single-nucleotide 
polymorphisms (SNPs) is a powerful tool for genetic studies, evolutionary processes, and 
comparative analyses between taxa. SNPs are widely used due to their abundance in ge-
nomes and their functional relevance [18]. 

In this study, we employed Illumina NovaSeq 6000 sequencing to generate complete 
genomic data and identify polymorphic regions to differentiate species-specific genomic 
variants, thereby ensuring accurate identification for biological control programs [22]. 
Therefore, our objective was to identify specific genomic variants of the target species P. 
elaeisis, Te. howardi, Ts. diatraeae and Tg. pretiosum by whole-genomic sequencing. 

2. Materials and Methods 
The work was developed at the Laboratory of Biological Control of Insects (LECO-

BIOL) of the Federal University of Grande Dourados in the city of Dourados, state of Mato 
Grosso do Sul, Brazil, in partnership with Agropartners Consulting Company of Ara-
çatuba, São Paulo, Brazil. 

2.1. Insect Collection 

Parasitoids were collected from their hosts, and a rearing was established at LECO-
BIOL after adult emergence. The species P. elaeisis and Ts. diatraeae were obtained from 
pupae of T. arnobia in eucalyptus crops [23,24], while Te. howardi was collected in pupae 
of D. saccharalis in sugarcane stalks [25]. A sample of each pupal parasitoid was sent to the 
Departamento de Ciências Biológicas at Universidade Federal do Espírito Santo (UFES) 
for morphological identification. Following population establishment in the laboratory, 
these species were reared on alternative hosts such as Anticarsia gemmatalis (Hübner, 1818) 
(Lepidoptera: Noctuidae) and Tenebrio molitor (Linnaeus, 1758) (Coleoptera: Tenebrio-
nidae). 

Trichogramma pretiosum was obtained from eggs of Iridopsis panopla (Prout, 1932) 
(Lepidoptera: Geometridae) in eucalyptus crops [26]. The eggs were maintained under 
controlled conditions (25 ± 2 °C, 70 ± 10% relative humidity, and a 14 h photophase) until 
parasitoid emergence. Specimens were sent to the “Oscar Monte” Entomophagous Insect 
Collection, located in Campinas, São Paulo, Brazil, at the Reference Laboratory Unit for 
Biological Control of the Biological Institute under the care of Dr. Nadja Nara Pereira da 
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Silva. Subsequently, Tg. pretiosum were maintained in eggs of host Ephestia kuehniella 
(Zeller, 1879) (Lepidoptera: Pyralidae) [2]. 

2.2. DNA Extraction, Quantification and Sequencing 

Each sample consisted of a pool of 50 adult individuals of the same species preserved 
in absolute ethanol and identified as PA03 (P. elaeisis), TH04 (Te. howardi), TD01 (Ts. di-
atraeae) and TP02 (Tg. pretiosum). Genomic DNA extraction was performed using the 
DNeasy Blood & Tissue Kit (Qiagen, Hilden, Germany), following the manufacturer’s 
protocol for insects [27]. Briefly, specimens were homogenized in 400 µL of lysis buffer, 
followed by the addition of 20 µL of Proteinase K, and incubated at 56 °C for 30 min to 
promote cell digestion. After incubation, samples were centrifuged at approximately 
10,000× g for 1 min to pellet cellular debris. The supernatant containing genomic DNA 
was then transferred to a new tube and subjected to purification using a silica column 
system. 

DNA quality was initially assessed by measuring the 260/280 absorbance ratio using 
a biophotometer. DNA concentration was quantified using the Quantus™ Fluorometer 
(Promega, Madison, WI, USA) together with the QuantiFluor ® ONE dsDNA System rea-
gent (Promega, Madison, WI, USA), following manufacturer’s recommendations. 

Genomic libraries were prepared using the ABclonal Rapid Plus DNA Lib Prep Kit 
for Illumina V2 (ABclonal, Wuhan, China) and sequenced on the Illumina Novaseq 6000 
platform (Illumina, San Diego, CA, USA), using the paired-read method (PE150), target-
ing an average sequencing depth of approximately 30 × per sample. The choice of method 
was based on practicality for preparing libraries based on the selected genomic variants 
due to its high-throughput capacity and suitability for generating high-quality paired-end 
reads, enabling robust detection of genomic variation for comparative analyses among 
species, including those lacking reference genomes [28]. The resulting high-quality se-
quences were deposited in the GenBank Sequence Read Archive (SRA) under accession 
number: SRS24932171 for P. elaeisis, SRS24932172 for Te. howardi, SAMN48318921 for Ts. 
diatraeae and SRS24932169 for Tg. pretiosum. 

2.3. Bioinformatic Analysis for Variant Detection 

Raw sequencing read quality was assessed using FastQC (v0.11.8). Subsequently, 
reads were filtered and trimmed using fastp (v0.24.0) to remove adapters, poly-G tails 
associated with NovaSeq technology, and low-quality bases [29]. Reads shorter than 50 
bp after filtering were discarded and the first 10 bases from the 5′ end of each read were 
trimmed to reduce potential sequencing biases. Sequencing summary statistics, including 
the number of reads and mean read length per sample before and after quality control, 
are presented in Table 1. 

Table 1. Summary of sequencing reads and read length before and after quality control filtering. 

Sample Species Number of Reads Mean Read Length (bp) 
BJ24000564-TH04 Tetrastichus howardi 31,074,280 150 

BJ24000564-TH04_QC Tetrastichus howardi 30,943,738 140 
PA03 Palmistichus elaeisis 41,805,363 150 

PA03_QC Palmistichus elaeisis 41,693,209 140 
TD01 Trichospilus diatraeae 43,207,578 150 

TD01_QC Trichospilus diatraeae 43,040,652 140 
TP02 Trichogramma pretiosum 111,828,317 150 

TP02_QC Trichogramma pretiosum 111,157,289 140 
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In order to identify the most suitable reference genome for maximizing species dif-
ferentiation, a literature review was conducted to illustrate the phylogenetic proximity 
between the studied taxa and species with available genomic resources [30]. Based on this 
analysis, the four target species of this study (Tetrastichus howardi, Palmistichus elaeisis, Tri-
chospilus diatraeae, and Trichogramma pretiosum) were aligned against three selected refer-
ence genomes: Aphelinus certus (Yasnosh, 1963) (Hymenoptera: Aphelinidae) and Chouioia 
cunea (Yang, 1989) (Hymenoptera: Eulophidae) and Trichogramma pretiosum (GenBank as-
sembly accession GCA_000599845.3). Reference species were selected based on the avail-
ability of complete genomes in public databases and their relatively close phylogenetic 
relationship with the studied taxa. Sequences were aligned to identify the greatest number 
of common regions across the target species, considering only biallelic variants and ex-
cluding variants fixed among species, thereby enabling efficient genetic differentiation. 

Filtered sequences were aligned to the selected reference genomes using the Bur-
rows–Wheeler Aligner (BWA, v0.7.17) [31], allowing the identification of genomic regions 
shared among the studied species [16]. Alignment files were processed using BEDTools 
(v2.30.0) [32], allowing the identification of overlapping genomic intervals among the four 
target species for comparative genomic variant detection. Variant calling was performed 
using the mpileup algorithm implemented in SAMtools (v1.15) [33], retaining only bial-
lelic single-nucleotide variants (SNVs). Variants were filtered according to the following 
criteria: sequencing depth greater than 10 reads (DP > 10), absence of multi-allelic sites, 
and removal of variants that were fixed between species or lacked at least 20 base pairs of 
high-quality flanking sequence on each side, ensuring sufficient genomic context for reli-
able downstream analyses. Only variants meeting these criteria were retained, ensuring 
their applicability for genetic discrimination among the studied taxa. 

To validate the most suitable reference genome, a principal component analysis 
(PCA) was performed with two approaches: (i) using variants with a call rate above 0.5, 
and (ii) using variants present in the species of interest, enabling comparisons between 
the first principal component (PC1) observed in the sampling points of the following 
graphs. Subsequently, the selection of candidate variants was verified using the support 
vector machine (SVM) model for identification [31]. 

2.4. Principal Component Analysis, Marker Selection and Distance-Based Validation 

Principal component analysis (PCA) was performed to explore the structure of the 
data and to identify highly informative markers. Two filtering strategies were applied: (i) 
variants with call rate > 0.5, and (ii) variants shared among all four species of interest and 
without missing data across samples. Considering the small sample size (n = 4), this 
threshold corresponds to variants genotyped in at least two samples, allowing retention 
of informative loci while minimizing data loss. 

The PCA was conducted using the prcomp function in R [34], based on a matrix of 
allele proportions (reference allele dosage) that was centered and scaled. The analysis was 
used in an exploratory manner to identify markers with the highest contributions to PC1, 
PC2, and PC3, which were subsequently selected for downstream analyses aimed at spe-
cies differentiation. 

To quantitatively evaluate the discriminatory power of the selected markers, pair-
wise Euclidean distances were calculated from the same scaled matrix using the dist func-
tion in R version 4.4.2 [34]. The resulting distance matrix was visualized as a heatmap with 
hierarchical clustering using the pheatmap package [35]. Subsequently, candidate vari-
ants were further evaluated using the support vector machine (SVM) model for species 
classification [36], aiming to validate their discriminatory power among the studied taxa. 

2.5. Sample Simulation 
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Considering the limited number of sequences available in the sample set of the target 
species, additional samples with similar genetic profiles were simulated to expand the test 
population and evaluate the robustness of variants for species differentiation in different 
scenarios. Sixty pure samples were simulated, with replications of the individual genetic 
profiles of P. elaeisis, Te. howardi, Ts. diatraeae and Tg. pretiosum. To evaluate the ability of 
variants to correctly identify different taxa, 18 mixed samples were generated, combining 
pairs of species in proportions of 25–75%, 50–50%, and 75–25%. 

To validate the efficiency of the selected genetic variants, the data were subjected to 
PCA with two approaches: (i) using variants with a call rate above 0.5, and (ii) using var-
iants present in the species of interest, allowing comparisons between the first principal 
component (PC1). Selected variants were validated in silico by the SVM model to predict 
species. 

3. Results 
3.1. Reference Genome 

Genome sequencing generated high-quality data for the four parasitoid species ana-
lyzed (P. elaeisis, Te. howardi, Ts. diatraeae, and Tg. pretiosum), enabling the consistent iden-
tification of genomic variants in regions shared among taxa. The quality of the obtained 
sequences and the performance of the bioinformatic analysis allowed comparisons among 
the available reference genomes (Table S1). 

The results indicate differences in performance among the evaluated reference ge-
nomes when considering variant detection and interspecies comparability (Table 2). Alt-
hough C. cunea presented the highest total number of variants (n = 24,316) and Tg. preti-
osum showed the highest number of common variants (n = 866), these results were also 
associated with a higher proportion of low-depth variants (DP < 10), which may affect the 
overall reliability of variant detection. Therefore, these metrics alone were not sufficient 
to ensure consistent discrimination among species. 

In contrast, A. certus exhibited a more balanced performance across multiple criteria, 
including a lower number of fixed variants (n = 296) and a consistent proportion of high-
quality variants, showing more consistent variant detection and alignment among allelic 
sequences across the analyzed species (Table 2). 

Table 2. Selection of variants in the common regions of the target species Palmistichus elaeisis, 
Tetrastichus howardi, Trichospilus diatraeae and Trichogramma pretiosum with reference species Ap-
helinus certus, Chouioia cunea and Tg. pretiosum (Hymenoptera: Chalcidoidea). DP (Depth): depth of 
coverage. CR (Call rate): proportion of variants correctly identified. 

Reference Total 
Indels and 

Multiallelic 
Systems 

DP < 10 Quality Fixes 
Common 

Among the 
Four 

CR > 0.5 TOP100 

Trichogramma 
pretiosum 

173,167 
57,792 

(33.34%) 
95938 

(55.35%) 
18,164 

(10.47%) 
387 (0.22%) 866 4725 0 

Chouioia cunea 192,976 
25,543 

(13.21%) 
142,469 
(73.71%) 

24,316 
(12.58%) 

299 (0.15%) 349 5247 
109 

(82 + 27) 1 

Aphelinus certus 121,009 
17,355 

(14.32%) 
86,667 

(71.52%) 
16,162 

(13.46%) 
296 (0.24%) 529 3166 

88 
(88 + 0) 1 

1 Sum of Major Components (PC1 + PC2) of common regions. 

The PCA, used here as an additional validation step, revealed clear differences 
among the evaluated reference genomes in terms of consistency and informativeness of 
variant detection. Aphelinus certus showed the highest concordance between the two 
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filtering strategies, presenting the largest number of variants simultaneously identified in 
both approaches and shared across all four species (Table 2). Among the top-ranked var-
iants contributing to PC1, 88 were common in the A. certus reference, compared to 82 for 
C. cunea and none for Tg. pretiosum, indicating greater robustness and reproducibility in 
the variants identified using A. certus. 

Furthermore, A. certus exhibited the highest average length of shared genomic re-
gions, suggesting improved continuity of aligned segments and a more reliable represen-
tation of polymorphic sites (Table 3). Overlaps as short as 1 bp may occur due to the in-
tersection of regions across species. These results, together with the quality metrics de-
scribed above, support the selection of A. certus as the most suitable reference genome for 
subsequent analyses. 

Table 3. Characterization of the number of overlapping genomic regions shared among Palmistichus 
elaeisis, Tetrastichus howardi, Trichospilus diatraeae and Trichogramma pretiosum (Hymenoptera: Chal-
cidoidea). Values correspond to the minimum, median, mean, and maximum lengths of these re-
gions expressed in base pairs (bp). 

Reference 
Number of  

Regions 
Minimum 
Length 1 

Median 
Length 1 

Mean 
Length 1 

Maximum 
Length 1 

Trichogramma pretiosum 244,745 1 16 19.23 934 
Chouioia cunea 201,397 1 17 21.64 1934 

Aphelinus certus 150,825 1 14 22.72 1132 
1 Length of overlapping genomic regions. 

3.2. Variant Identification and Differentiation 

PCA provided evidence for separation between species based on identified genomic 
variants. The first two principal components (PC1 and PC2) clearly separate the TP02 sam-
ple from the other samples with major variation along the first principal component which 
explains 51.12% of the total variation. From this separation, 15 candidate variants were 
identified as informative for species differentiation, of which 12 were able to perform this 
distinction in pairs, totaling 27 variants. In contrast, TD01 and TH04 appear closer, indi-
cating a reduced genetic distance based on the evaluated variants. The second and third 
PC projections reinforce the differentiation among the samples, with TD01 showing a 
greater separation along the PC3, which explains 15.07% of the variation (Figure 1). 

(a) (b) 
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Figure 1. Principal component analysis (PCA) based on the most informative variants. (a) Projection 
of the samples in the space formed by the components PC1 (51.12%) and PC2 (33.81%), indicating 
the separation between the species. (b) Projection of the same samples in the PC2 (33.81%) and PC3 
(15.07%) planes, reinforcing the consistency of the separation observed between the genetic groups. 

This paĴern is further supported by the Euclidean distance heatmap, which provides 
a quantitative assessment of genetic relationships among samples (Figure 2). The heatmap 
reveals shorter pairwise distances between TD01 and TH04, confirming their closer ge-
netic relationship, while TP02 exhibits greater distances in relation to the other samples, 
consistent with the separation observed in the PCA. Overall, the Euclidean distance anal-
ysis reinforces the effectiveness of the selected variants in capturing interspecific genetic 
differentiation. 

 

Figure 2. Heatmap of Euclidean distances among samples based on the selected set of informative 
genomic variants. Color intensity ranges from blue (lower genetic distance; 0) to red (higher genetic 
distance; 2.5), representing the magnitude of pairwise dissimilarity. Numerical values within each 
cell indicate the exact Euclidean distance between sample pairs. 

From this dataset, a subset of diagnostic variants was selected based on their contri-
bution to species differentiation as identified through PCA and Euclidean distance anal-
yses, as well as their allele frequency distribution among species. Table 4 summarizes 
SNPs showing species-specific paĴerns, in which the variant allele was fixed or highly 
frequent in one species while absent or rare in the others. Using this criterion, four diag-
nostic variants were identified for P. elaeisis, two for Te. howardi, four for Ts. diatraeae and 
five for Tg. pretiosum allowing their identification of each species individually. In addition 
to species-specific markers, a set of variants capable of differentiating species in pairwise 
comparisons was also identified (Table 5). These SNPs display contrasting allele frequen-
cies between species pairs, allowing discrimination between combinations of taxa rather 
than a single exclusive lineage. 

An SVM model was implemented to test the efficiency of these variants in identifying 
the target species. The performance of the model was evaluated in both pure and mixed 
samples between multiple species, demonstrating high accuracy in the identification of 
the target species. The simulation of these species showed that mixed samples were 
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positioned between their respective parental species, supporting the discriminatory ca-
pacity of the selected SNPs observed in the PCA (Figure 3). 

Each variant was analyzed considering the 50 base pair flanking sequence on each 
side of the SNP (single-nucleotide polymorphism) type variant, allowing the construction 
of species-specific probes. This flanking length was defined based on standard criteria for 
primer and probe design, as regions of 18–25 bp free of variation are generally sufficient 
for primer binding [37], and the use of ~50 bp on each side ensures adequate sequence 
context for the selection of primers with suitable physicochemical properties and efficient 
amplification. 

 

Figure 3. PCA based on simulations of mixed samples, evidencing the clear separation of pure 
samples and reinforcing the selection of informative variants. 

Table 4. Specific variants of the target species Palmistichus elaeisis (PA03), Tetrastichus howardi 
(TH04), Trichospilus diatraeae (TD01) and Trichogramma pretiosum (TP02) (Hymenoptera: Chalcidoi-
dea) that allow their individual identification. 

  Freq GQ *   
Variants PA03 TD01 TP02 TH04 TH04 PA03 TD01 TP02 TH04 TH04 Specific 

CM037083.1_8482984 1 0 1 1 1 127 127 127 127 117 TD01 
CM037083.1_8483193 0 0 0 1 1 127 127 127 127 127 TH04 
CM037083.1_8534743 0 0 0.004 1 1 127 127 127 127 127 TH04 
CM037085.1_14072991 0.05 0.016 1 0 0 33 127 102 127 104 TP02 

CM037087.1_13816 0 0.959 0.953 1 1 24 127 127 38 15 PA03 
CM037087.1_13892 1 0.005 0.977 1 1 84 127 127 63 30 TD01 
CM037087.1_3202 0.93 0.914 0 1 0.984 70 37 127 127 127 TP02 
CM037087.1_3220 0 0.972 1 1 1 127 70 127 127 127 PA03 
CM037087.1_8678 0.965 0 0.021 0 0 127 127 126 127 127 PA03 
CM037087.1_8773 0.009 0.041 0.991 0 0 127 127 127 127 127 TP02 
CM037087.1_8956 0 0.974 1 1 1 127 127 127 127 65 PA03 
CM037087.1_9160 0.026 0 1 0 0 127 127 127 127 127 TP02 

JAJGXB010002921.1_86 0.012 0 1 0 0 127 127 127 127 127 TP02 
JAJGXB010011211.1_115 1 0 0.996 1 1 127 127 127 127 127 TD01 
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JAJGXB010011928.1_660 1 0 0.995 1 1 73 53 52 89 80 TD01 
* GQ (Genotype Conditional Quality): Represents the quality of the genotypic call, encoded with 
Phred score and calculated by the formula (10log10 (p(genotype call is wrong | site is variant))); 
Higher GQ values indicate greater confidence in the accuracy of the assigned genotype. 

Table 5. Variants for pairwise differentiation of the target species Palmistichus elaeisis (PA03), 
Tetrastichus howardi (TH04), Trichospilus diatraeae (TD01) and Trichogramma pretiosum (TP02) (Hyme-
noptera: Chalcidoidea). 

Variants PA03 TD01 TP02 TH04 TH04 
*GQ_PA0

3 
GQ_TD01 GQ_TP02 GQ_TH04 GQ_TH04 * Low * High 

CM037083.
1_8483200 

1 0 0 1 0.987 127 127 127 127 127 TD01 × TP02 PA03 × TH04 

CM037083.
1_8483224 

0 0.996 0 1 1 127 127 127 127 127 PA03 × TP02 TD01 × TH04 

CM037085.
1_14072988 

0 0 1 1 1 121 127 112 127 76 PA03 × TD01 TP02 × TH04 

CM037087.
1_15154 

0.991 0.992 0 0 0 127 127 127 127 127 TP02 × TH04 PA03 × TD01 

CM037087.
1_3238 

0.994 1 0 0 0 127 127 127 127 127 TP02 × TH04 PA03 × TD01 

CM037087.
1_3241 

0.006 1 0 1 1 127 127 127 127 127 PA03 × TP02 TD01 × TH04 

CM037087.
1_8968 

0 1 1 0 0 127 127 127 127 76 PA03 × TH04 TD01 × TP02 

CM037087.
1_9106 

1 0 1 0 0 127 127 127 127 127 TD01 × TH04 PA03 × TP02 

CM037087.
1_9133 

0.005 0 1 1 1 127 127 127 127 127 PA03 × TD01 TP02 × TH04 

JA-
JGXB010000
273.1_8514 

0 1 1 0 0 127 127 127 127 127 PA03 × TH04 TD01 × TP02 

JA-
JGXB010011

211.1_107 
1 0 0 1 1 127 127 127 127 127 TD01 × TP02 PA03 × TH04 

JA-
JGXB010012

658.1_191 
1 0 1 0 0 127 127 127 127 100 TD01 × TH04 PA03 × TP02 

* GQ (Genotype Conditional Quality): Represents the quality of the genotypic call, encoded with 
Phred score and calculated by the formula (10log10 (p(genotype call is wrong | site is variant))); 
Higher GQ values indicate greater confidence in the accuracy of the assigned genotype. * Low: con-
tains the species pairs with low frequency of the respective variant; High: shows the pairs with high 
frequency. Contributing to the differentiation between species. 

4. Discussion 
Accurate species identification is essential for effective biological control. In this 

study, we established a molecular approach based on whole-genome sequencing to iden-
tify four parasitoid species P. elaeisis, Te. howardi, Ts. diatraeae and Tg. pretiosum. The iden-
tification of species-specific genomic variants provides a new resource for the reliable 
recognition of these biological control agents. In addition, the availability of genomic se-
quences in public databases such as GenBank enables future studies comparing 
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populations from different regions, investigating phylogenetic relationships, and sup-
porting systematic and comparative analyses [4]. 

An important methodological step in this study was the selection of reference ge-
nome for specific variant detection. Among the evaluated references, A. certus showed the 
best alignment performance, allowing the identification of informative genomic variants 
based on differences in nucleotide base calls that distinguished the target species. Alt-
hough the use of a phylogenetically distant reference genome may reduce mapping effi-
ciency and the number of variants detected, the generation of species-specific reference 
genomes still requires highly validated DNA sequences, advanced bioinformatics 
knowledge, and substantial financial investment [38]. Consequently, the use of reference 
genomes from related species has become a common strategy in genomic studies of non-
model organisms when specific resources are not available [39]. Even under these condi-
tions, informative variants can still be detected, preserving biologically significant pat-
terns, such as the molecular discrimination of insects previously identified by morpholog-
ical methods [40]. 

High-quality genomic sequencing technologies enable the generation of reference ge-
nomes and population datasets, contributing to biodiversity monitoring, conservation, 
and environmental restoration efforts [41]. In biological control programs, parasitoid pop-
ulations are often multiplied for several generations in biofactories, which may lead to 
genetic changes associated with mass rearing [2]. Recent studies have shown that long-
term mass rearing can reduce genetic diversity and alter population structure, highlight-
ing the importance of genetic monitoring of biological control agents [42]. In the present 
study, the analysis of simulated mixed samples demonstrated the high accuracy of the 
selected genomic variants for species identification, even when one species represented 
only 25% of the sample and another species had 75% representation. 

There is no doubt that DNA barcoding sequencing has become a standard and effi-
cient genetic approach for species identification and biodiversity monitoring [43]. Over 
the years, molecular markers such as COI, ITS2, and 28S have been widely used in studies 
of parasitoid wasps [44–46]. Beyond their taxonomic applicability, these markers have 
also contributed to understanding processes such as speciation, gene flow, and local ad-
aptation, particularly in ITS2 regions with discriminatory potential among closely related 
species [47,48]. In addition, markers such as COI and ITS2 have proven useful in quality 
control of mass rearing by enabling the identification of parasitoid lineages and the inves-
tigation of parasitoid–host interactions, including comparisons of genes encoding venom 
proteins between populations [49,50]. Together, these studies highlight the importance of 
molecular markers for distinguishing species at both intra- and interspecific levels. 

However, sequencing small loci from informative DNA regions may limit the accu-
rate characterization of genetic and taxonomic diversity within communities [41]. In this 
context, whole-genome sequencing allows the detection of species-specific variants, such 
as SNPs and indels, providing greater resolution for distinguishing closely related or mor-
phologically similar taxa [16,21,51]. This approach also enables a more detailed investiga-
tion of the genetic bases of adaptive traits in insects, including mechanisms related to en-
vironmental adaptation and other evolutionary responses [52]. 

Furthermore, genomic datasets and publicly deposited sequences facilitate compari-
sons among lineages from different geographic regions and support the genetic monitor-
ing of parasitoid populations used in biological control programs [49,53]. Thus, the ad-
vances obtained through whole-genomic sequencing and genetic analyses in this study 
contribute directly to strengthening the scientific bases of parasitoid production, promot-
ing more efficient, reliable, and sustainable biological control programs. 
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5. Conclusions 
The combination of high-quality DNA extraction and whole-genome sequencing en-

abled the identification of species-specific genomic variants for P. elaeisis, Te. howardi, Ts. 
diatraeae and Tg. pretiosum. The approach presented here establishes a novel genomic 
methodology for the precise molecular identification of these parasitoid species, including 
mixed samples. By providing reliable genetic markers and publicly available genomic 
data, these findings open new avenues for future research and have the potential to opti-
mize the application of these species as biological control agents in sustainable agricul-
tural and forestry systems. 

Supplementary Materials: The following supporting information can be downloaded at: hĴps: 
//www.mdpi.com/article/10.3390/insects17040395/s1, Table S1: Comparative sequencing and align-
ment metrics across reference genomes for the four parasitoid species. 
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RESUMO 

O endoparasitoide gregário Tetrastichus howardi (Olliff) (Hymenoptera: Eulophidae) é 
um agente de controle biológico amplamente utilizado contra diversas espécies de lepi-
dópteros, como Diatraea saccharalis (Fabricius) (Lepidoptera: Crambidae). Apesar de 
sua relevância para programas de controle biológico, informações sobre o desenvolvi-
mento e a morfologia de seus estágios imaturos ainda são limitadas. O objetivo deste 
estudo foi descrever o desenvolvimento e caracterizar os estágios larvais de duas linha-
gens de T. howardi. O experimento foi conduzido em condições controladas (25 ± 2 °C, 
umidade relativa de 60 ± 10% e fotofase de 12 h) no Laboratório de Controle Biológico 
de Insetos da Universidade Federal da Grande Dourados. Pupas de D. saccharalis foram 
expostas às fêmeas de T. howardi durante 24 horas. Durante 20 dias, pupas parasitadas 
foram coletadas diariamente, preservadas em formol 10%, dissecadas e fotografadas. A 
determinação dos instares larvais foi realizada por meio de medições morfométricas da 
cápsula cefálica, comprimento e largura corporal, seguidas de análise de componentes 
principais (PCA). Ambas as linhagens apresentaram três instares larvais, com diferenças 
no tempo de desenvolvimento dos estágios imaturos. O ciclo de vida foi concluído em 18 
dias para a linhagem Dourados (DO) e em 16 dias para a linhagem Ladário (LA). A li-
nhagem DO apresentou as fases de ovo, três instares larvais morfologicamente semelhan-
tes, pré-pupa e pupa. A largura da cápsula cefálica, o comprimento e a largura corporal 
permitiram a caracterização dos instares larvais, embora tenham sido observadas sobre-
posições entre alguns períodos de desenvolvimento. Os resultados ampliam o conheci-
mento sobre a biologia de T. howardi e fornecem informações relevantes para programas 
de criação massal e estudos taxonômicos envolvendo estágios imaturos de parasitoides 
gregários. A caracterização do desenvolvimento imaturo contribui para a otimização dos 
sistemas de criação e para o planejamento do uso de hospedeiros parasitados em estágios 
mais resistentes de desenvolvimento, aumentando a eficiência dos programas de controle 
biológico.  
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1. INTRODUÇÃO 

A ordem Hymenoptera é uma das maiores ordem de Insecta, incluindo formigas, 

abelhas e vespas (Darshan & Hegde, 2024). Vespas endoparasitoides são agentes eficazes 

no controle biológico de insetos ao depositar seus ovos no interior do hospedeiro, as lar-

vas em desenvolvimento consomem os tecidos até a mortalidade do hospedeiro (Wang et 

al., 2019). Eulophidae é uma família altamente diversa de parasitoides, com aproximada-

mente 6.500 espécies documentadas, organizadas em aproximadamente 320 gêneros dis-

tribuídas em diversos habitats, e com alta diversidade morfológica e genética (Rasplus et 

al., 2020). Entre eles, o gênero Tetrastichus Haliday, 1844 tem sido alvo de estudos bio-

lógicos, ecológicos e comportamentais pelo potencial uso na regulação de diversos inse-

tos em ecossistemas naturais e agrícolas (Hansson & Schmidt, 2020). 

Tetrastichus howardi (Olliff, 1893) (Hymenoptera: Eulophidae) é um endopara-

sitoide gregário com comportamento primário ou hiperparasitoide facultativo associados 

a diferentes espécies de lepidópteros (La Salle & Polaszek, 2007). O comportamento re-

produtivo dessa espécie foi descrito na literatura como haplodiplóide, onde fêmeas não 

fecundadas produzem apenas descendentes machos por partenogênese arrenótoca, en-

quanto fêmeas fecundadas geram descendentes de ambos os sexos, influenciando signifi-

cativamente as características biológicas da descendência (Tsutsui et al., 2014). 

De acordo com Yan et al. (2024) e Zhu et al. (2022), fatores ambientais como 

temperatura e a disponibilidade de recursos no habitat podem influenciar taxas de parasi-

tismo, desenvolvimento e o tamanho corporal de parasitoides, assim como a preferência 

e condição do hospedeiro (Barbosa et al., 2022). Informações sobre as características bi-

ológicas e comportamentais dessa espécie foram relatadas em diversos estudos, possibi-

litando a criação massal em laboratório e liberação em cultivos agrícolas e florestais (Pe-

reira et al., 2021). 

Tetrastichus howardi foi introduzido na África do Sul através das Filipinas, como 

potencial agente de controle de Chilo partellus (Swinhoe, 1885) (Lepidoptera: Crambidae) 

e Busseola fusca (Fuller, 1901) (Lepidoptera: Noctuidae). (Kfir et al., 1993; Kfir, 2001; 

La Salle & Polaszek, 2007). Nos últimos anos, T. howardi foi registrado parasitando la-

gartas e pupas de Diatraea saccharalis (Fabricius, 1794) (Lepidoptera: Crambidae) e Plu-

tella xylostella (Linnaeus, 1758) (Lepidoptera: Plutellidae), presentes em cultivos de 

couve (Brassica oleraceae var. acephala), cana-de-açúcar (Saccharum officinarum L.) e 

milho (Zea mays L.) (Cruz et al., 2011; Vargas et al., 2011; Rodrigues et al., 2021). 
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Espécies introduzidas de parasitoides podem sofrer variações associadas a fatores 

genéticos e ambientais, sendo comum em regiões tropicais pela alta diversidade ecológica 

(Struck et al., 2018). A evolução de linhagens, populações de uma ou mais espécies que 

compartilham um ancestral em comum, podem sofrer variações em aspectos biológicos, 

como o desenvolvimento, comportamento reprodutivo e ciclo de vida dependendo das 

condições ambientais (D'Ercole et al., 2023; Neto, 2019). Nesse contexto, a caracteriza-

ção dos estágios imaturos em diferentes linhagens permite selecionar linhagens mais 

adaptadas às condições ambientais e, consequentemente, planejar liberações mais efici-

entes em programas de controle biológico. Diante disso, o presente estudo tem como ob-

jetivo foi descrever e caracterizar o desenvolvimento dos estágios larvais de duas linha-

gens de T. howardi. 

2. MATERIAL E MÉTODOS 

O trabalho foi desenvolvido no Laboratório de Controle Biológico de Insetos da 

Faculdade de Ciências Biológicas e Ambientais da Universidade Federal da Grande Dou-

rados na cidade de Dourados, estado do Mato Grosso do Sul, Brasil, em ambiente contro-

lado, temperatura 25 ± 2 °C, umidade relativa 60 ± 10% e fotofase de 12 h. 

2.1 Criação de insetos 

Pupas do hospedeiro Diatraea saccharalis foram adquiridas das empresas Auca 

Controle Biológico LTDA e Biocana Controle Biológico, pesadas e utilizadas para mon-

tagem dos experimentos e criação da vespa parasitoide.  

A linhagem Dourados (DO) de T. howardi, foi coletada em pupas de D. saccha-

ralis na cidade de Dourados, MS (22º13’16”S, 54º48’2”W, 530 m) (Vargas et al., 2011) 

e estabelecida em laboratório com pupas de hospedeiros alternativos, como Anticarsia 

gemmatalis (Hübner, 1818) (Lepidoptera: Noctuidae) e Tenebrio molitor (Linnaeus, 1758) 

(Coleoptera: Tenebrionidae). A linhagem Ladário (LA) foi coletada em pupas de A. gem-

matalis na base de estudos da UFGD em Ladário, MS (19°01'07"S, 57°34'22.2"W), com 

nuances comportamentais no ciclo de vida e na progênie de fêmeas não copuladas, moti-

vando a comparação entre diferentes linhagens (Palombo et al., 2024). Posteriormente, 

foi estabelecida em pupas de A. gemmatalis e D. saccharalis. Espécimes adultos dos pa-

rasitoides foram preservados em etanol 70% e enviados para identificação na Universi-

dade Federal do Espírito Santo. O resultado da identificação morfológica coincidiu com 

T. howardi, com diferenças em características biológicas. 
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Para a multiplicação dos parasitoides, pupas de A. gemmatalis com 24 horas de 

idade foram individualizadas e expostas ao parasitismo com cinco fêmeas de T. howardi 

com 24 horas de idade em tubos de vidro (14,0×2,0cm) tampados com algodão e alimen-

tadas com mel puro, até a emergência dos adultos. 

2.2 Desenvolvimento experimental  

Para avaliar o desenvolvimento de imaturos, fêmeas de T. howardi das duas linha-

gens com 24 horas de idade, foram individualizadas em microtubos (2 mL) e alimentadas 

com mel. 120 pupas de D. saccharalis foram expostas individualmente, ao parasitismo 

durante 24 horas. As pupas foram mantidas em ambiente controlado a 25±1 ºC, 70±10% 

de umidade relativa e fotofase de 12 horas (Vargas et al., 2011). 

Durante 20 dias, pupas D. saccharalis foram retiradas diariamente e imersas em 

formol 10% para preservar o estágio do parasitoide no interior da pupa. Um total de 60 

pupas de D. saccharalis foram conservadas e avaliadas para cada linhagem de T. howardi, 

sendo realizado em triplicata (Bittencourt & Berti Filho, 2004). O controle foi com pupas 

de D. saccharalis conservadas em formol a 10% diariamente, durante 20 dias em tripli-

cata. As pupas foram recortadas ao meio com auxílio de um bisturi, o desenvolvimento 

foi observado em lupa ZEISS SterREO e cada dia foi fotografado. 

Para determinar o número de instares larvais de T. howardi, capa pupa dissecada que 

correspondia ao dia larval foi avaliada para isolar dez parasitoides imaturos de cada li-

nhagem. Posteriormente, foi realizada uma análise de componentes principais (PCA) com 

base na largura da cápsula cefálica, comprimento e largura do corpo da larva utilizando 

pacotes do RStudio versão 2024.12.1+563. O objetivo da análise estatística multivariada 

foi verificar a separação ou agrupamento que apresentam maior correlação, auxiliando na 

caracterização dos diferentes instares larvais (Araujo & Coelho, 2009). 

3. RESULTADOS 

Os estágios imaturos, ovo, larva, pré-pupas e pupas de T. howardi linhagem (DO) 

e linhagem (LA) possui diferenças na duração do ciclo de desenvolvimento. Na linhagem 

DO, os ovos são esféricos e translúcidos. As larvas eclodiram no quarto dia, sendo hime-

nopteriforme sem mandíbulas aparentes e seu comprimento variou entre 1,89 ± 0,08 mm 

e 2,38 ± 0,04 mm. Durante o estágio pré-pupa, a coloração das larvas tornou-se branca 

ou amarelada e inicia a definição corporal do adulto. As pupas são do tipo exarada e 

apresentam olhos castanho-avermelhados e segmentos corporais bem definidos, sua co-

loração é escura próximo a emergência dos adultos. O período de desenvolvimento das 
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pré-pupas foi um dia e as pupas foi de sete dias. A linhagem LA de T. howardi possui os 

mesmos padrões morfológicos, com o comprimento das larvas de 2,58 ± 0,04 mm e 3,20 

± 0,05 mm (Figura 1). O período de desenvolvimento da fase de pré-pupa e pupa foi de 

seis dias. 

 

Figura 1. Estágios imaturos de Tetrastichus howardi, linha-

gem Dourados (DO). Ovo (a), larvas (b) pupas (c). Barra de escala = 0,05 mm 

 

 

Figura 2. Estágios imaturos da linhagem 2 de Tetrastichus howardi (LA). Ovo (a), larvas 

(b) pupas e adulto (c). Barra de escala = 0,05 mm 

O desenvolvimento de T. howardi linhagem (DO) iniciou com a oviposição em 

pupas de D. saccharalis, de forma gregária, permanecendo nesse estágio até o terceiro 

dia. A eclosão das larvas ocorreu no quarto dia, e o período larval foi até o nono dia, com 

progressões nas medidas morfométricas que caracterizam os instares larvais (Tabela 1). 

Em comparação, a linhagem (LA) apresentou um desenvolvimento mais acelerado, com 

a) b) c) 

a) b) c) 
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um período larval mais curto, iniciando no sexto dia e encerrando-se no oitavo, com a 

fase de pré -pupa e pupa se estendendo até o décimo quinto dia (Figura 3). 

 

Tabela 1. Caracterização do desenvolvimento de imaturos de Tetrastichus howardi, li-

nhagem Dourados (DO) e linhagem Ladário (LA) pelo período larval com as médias da 

cápsula cefálica, largura e comprimento do corpo (mm ± erro padrão). 

Figura 3. Ciclo de desenvolvimento completo da linhagem (LA) de Tetrastichus howardi. 

A caracterização dos estágios larvais das duas linhagens de T. howardi foi reali-

zada com base nas medições da cápsula cefálica, largura e comprimento pela análise PCA, 

indicando três agrupamentos distintos que caracterizamos como instares larvais. As setas 

indicadas nas análises, destacam a contribuição das variáveis morfométricas na separação 

Linhagem 
Período larval 

(dias) 
Cápsula cefálica 

(mm) 
Largura 
(mm) 

Comprimento 
(mm) 

DO 

4 0,16 ± 0,00 0,49 ± 0,02 1,89 ± 0,08 
5 0,18 ± 0,01 0,60 ± 0,01 2,22 ± 0,05 
6 0,19 ± 0,01 0,95 ± 0,03 1,89 ± 0,08 
7 0,18 ± 0,01 0,68 ± 0,02 2,30 ± 0,06 
8 0,18 ± 0,00 0,62 ± 0,02 2,38 ± 0,04 
9 0,19 ± 0,00 0,56 ± 0,02 2,03 ± 0,07 

LA 
6 0,19 ± 0,01 0,73 ± 0,02 2,58 ± 0,04 

7 0,16 ± 0,01 0,96 ± 0,02 3,20 ± 0,05 

8 0,19 ± 0,01 0,88 ± 0,02 3,10 ± 0,03 
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dos grupos. Na linhagem DO, o primeiro instar é representado pela menor medida da 

cápsula cefálica no quarto dia, com progressão na largura e comprimento corporal. No 

sexto dia, houve um crescimento significativo na largura corporal das larvas, com au-

mento das demais variáveis indicando a troca de instar. O terceiro instar pode ser carac-

terizado pelo maior comprimento das larvas, com variações nas medidas de cápsula cefá-

lica e largura pela sobreposição entre os dias 5, 7, 8 e 9 (Figura 4). 

A linhagem (LA) de T. howardi indica o primeiro instar na menor medida da lar-

gura e comprimento corporal no sexto dia de desenvolvimento. No entanto, a progressão 

dos estágios larvais não foi claramente identificada pela medição da cápsula cefálica ao 

longo dos dias, apenas consideramos o agrupamento entre as três variáveis. Larvas do 

sétimo dia apresentaram um crescimento significativo na largura e comprimento corporal, 

diferenciando o segundo agrupamento. No oitavo dia, houve uma diminuição nas medidas 

de largura e comprimento corporal em relação ao dia anterior (Figura 5). 

Figura 4. Número de estágios larvais de Tetrastichus howardi (DO) determinado pela 

largura da cápsula cefálica, comprimento e largura corporal pelos dias larvais, usando o 

método de componentes principais (PCA). 
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Figura 5. Número de estágios larvais de Tetrastichus howardi (LA) determinado pela 

largura da cápsula cefálica, comprimento e largura corporal pelos dias larvais, usando o 

método de componentes principais (PCA). 

4. DISCUSSÃO 

A caracterização dos estágios imaturos de T. howardi entre diferentes linhagens 

contribui para o conhecimento biológico da espécie e permite planejar liberações mais 

eficientes para programas de controle biológico. Além disso, identificar corretamente as 

fases de desenvolvimento permite selecionar o estágio mais adequado para o transporte 

de hospedeiros parasitados. A fase de pupa é a mais indicada, por ser mais resistente ao 

estresse físico e às variações ambientais (Parra, 2002). 

A caracterização morfológica dos ovos recém depositados de T. howardi são di-

ferentes aos da espécie Tetrastichus giffardianus Silvestri, 1915 (Hymenoptera: Eulophi-

dae), estes sendo alongados, ligeiramente cilíndricos com uma área central opaca, mos-

trando as larvas em desenvolvimento, enquanto os ovos de T. howardi são esféricos e 

transparentes nas duas linhagens observadas (Fernandes et al., 2019). As larvas de T. ho-

wardi são do tipo himenopteriforme, sem a presença de um apêndice caudal cuja função 

é a locomoção na hemolinfa do hospedeiro, reduzindo a mobilidade das larvas e conse-

quentemente diminuindo a competição de recursos (Harvey et al., 2013). O mesmo pa-

drão foi observado na espécie Aphaereta pallipes (Say, 1836) (Hymenoptera: 
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Braconidae), sendo uma característica evolutiva que facilita o hábito gregário de parasi-

toides (Pexton & Mayhew, 2004).  

Os três instares larvais de T. howardi foram caracterizados pelas variáveis morfo-

métricas. Apesar de estudos anteriores sugerirem que há uma progressão clara dessas me-

didas ao longo dos instares (Pezzini et al., 2017; Tormos et al., 2009), os resultados obti-

dos neste estudo revelaram uma sobreposição entre as médias na linhagem 1. A variação 

no comprimento corporal pode estar associada a diversos fatores, como a quantidade de 

recursos internos da pupa hospedeira, desenvolvimento assíncrono entre as larvas e a fi-

siologia do hospedeiro. A cápsula cefálica é uma medida confiável e estável para deter-

minação dos instares larvais (Dyar, 1890), entretanto, houve sobreposições entre as mé-

dias das linhagens de T. howardi. Essa ausência de padrão pode estar relacionada à com-

petição intraespecífica, posicionamento dos ovos ou o desenvolvimento assíncrono entre 

os indivíduos (Fernandes et al., 2019; Shi et al., 2015). 

As pré-pupas são caracterizadas pela redução do movimento e pigmentação ocular. 

As pupas apresentam as características dos adultos em formação, com dimorfismo sexual 

pouco visível, semelhante às da espécie T. giffardianus e Diachasmimorpha longicaudata 

(Ashmead, 1905) (Hymenoptera: Braconidae) (Fernandes et al., 2019; Paladino et al., 

2010).  

O desenvolvimento de T. howardi é semelhante ao da espécie Tetrastichus giffar-

dianus descrita por Fernandes et al., (2019). Inicia o ciclo na fase de ovo, passa por três 

ínstares larvais semelhantes, um estágio pré-pupal e um estágio de pupa até a emergência 

dos adultos. Entretanto, a duração em dias de cada fase possui variações, tanto entre as 

espécies do gênero quanto entre as linhagens DO e LA. A linhagem LA apresentou maior 

duração na fase pupal, característica que pode favorecer o planejamento de liberações em 

campo pela maior resistência a fatores externos (Parra, 2002). No registro de ocorrência 

da espécie T. howardi parasitando pupas de D. saccharalis no Brasil, a duração do ciclo 

de vida foi de 25,5 ± 3,2 dias, considerando as mesmas condições de temperatura, umi-

dade relativa e fotoperíodo do presente estudo (Cruz et al., 2011). O menor período de 

desenvolvimento observado provavelmente se deve a diferentes linhagens do parasitoide 

com diferenciações de comportamentos. 

5. CONCLUSÃO 
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As duas linhagens de T. howardi apresentam três instares larvais. As diferenças 

no desenvolvimento entre as linhagens evidenciam variações biológicas relevantes. A li-

nhagem Ladário (LA) apresentou um menor período de desenvolvimento ovo-adulto, 

com maior comprimento das larvas. Em contrapartida, a linhagem Dourados (DO) teve 

um ciclo larval mais longo, refletindo um desenvolvimento mais lento nas mesmas con-

dições ambientais. Essas variações entre linhagens demonstram a importância de consi-

derar aspectos biológicos e caracterizar instares larvais, afim de otimizar as condições de 

criação massal e permitir o planejamento de liberações com maior eficiência.  
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6. CONSIDERAÇÕES FINAIS  

A combinação da extração de DNA de alta qualidade e do sequenciamento de genoma 

completo permitiu a identificação de variantes genômicas específicas para Trichospilus 

diatraeae, Palmistichus elaeisis, Tetrastichus howardi e Trichogramma pretiosum. A 

metodologia empregada estabeleceu uma ferramenta molecular precisa para a identifica-

ção dessas espécies de parasitoides, incluindo amostras mistas, fornecendo marcadores 

genéticos confiáveis e dados genômicos que poderão subsidiar futuras pesquisas e apri-

morar a utilização desses agentes em programas de controle biológico. 

Além disso, a caracterização do desenvolvimento imaturo de duas linhagens de T. 

howardi demonstrou a ocorrência de três instares larvais em ambas as linhagens, bem 

como diferenças biológicas relevantes relacionadas ao tempo de desenvolvimento e ao 

crescimento larval. A linhagem Ladário (LA) apresentou menor período de desenvolvi-

mento ovo-adulto e maior comprimento larval, enquanto a linhagem Dourados (DO) apre-

sentou desenvolvimento mais lento sob as mesmas condições ambientais. Essas informa-

ções ampliam o conhecimento sobre a biologia de linhagens de uma mesma espécie e 

fornecem subsídios para o aprimoramento de sistemas de criação massal e para o plane-

jamento mais eficiente de liberações em programas de controle biológico.
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7. ANEXOS 

1. Desenvolvimento de imaturos de Tetrastichus howardi da linhagem DO em pupas de 

Diatraea saccharalis. Barra de escala = 0,05 mm 
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2. Desenvolvimento de imaturos de Tetrastichus howardi da linhagem LA em pupas de 

Diatraea saccharalis. Barra de escala = 0,05 mm  
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3. Desenvolvimento pupal de Diatraea saccharalis como testemunha. Barra de escala = 

0,05 mm 
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