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Após oito anos de publicação contínua 
do bolet im Hetaerina, é muito 

emocionante apresentar a vocês nosso 
primeiro número especial “Métodos de coleta, 
preservação e manejo de Odonata”. Esta é 
uma compilação de nove artigos escritos por 
odonatólogos e odonatólogas da América 
Latina, onde compartilham sua experiência no 
campo e no laboratório. 

Os bastidores da elaboração deste número 
especial incluem reuniões da equipe editorial 
para selecionar os temas centrais que deveriam 
compor o número, o convite por e-mail aos 
autores e às autoras, chamadas nas redes 
sociais para receber submissões adicionais, um 
processo rigoroso de revisão de cada uma das 
contribuições, a tradução dos artigos do 
espanhol para o português (ou vice-versa) e, 
finalmente, o design e a diagramação do 
exemplar que hoje está diante de seus olhos. 

Este número foi concebido como um 
manual de referência que poderá nos 
acompanhar e orientar em diferentes etapas de 
nos sa a t iv idade c i en t í f i ca , de sde o 
planejamento de nossas saídas de campo até a 
preparação de manuscr i tos para sua 
publicação. Trata-se de um documento sem 
precedentes em nossa região, cujo objetivo é 
promover e fortalecer o estudo das libélulas 
nos diferentes países da América Latina. Nesse 
sentido, incluímos informações detalhadas 
sobre métodos de coleta e preservação de 
odonatos em todas as fases de seu ciclo de 
vida, bem como recomendações práticas para 
encontrar diferentes famílias em campo e dicas 
para a fotografia desses insetos em ambientes 
naturais. Além disso, são apresentadas 

diretrizes para a adequada preservação de 
amostras destinadas a estudos genéticos e 
genômicos , ass im como métodos de 
conservação vol tados ao depós i to e 
manutenção de exemplares em coleções 
entomológicas e, por fim, um guia prático para 
a elaboração de figuras destinadas a 
publicações científicas. Cada capítulo mantém 
o estilo próprio de seus autores, de forma que 
a leitura se sinta como uma conversa com cada 
um deles, de preferência acompanhada de um 
bom café ou mate. 

Tanto para estudantes — tenerais que 
começam seu voo na Odonatologia — quanto 
para aqueles que já decolaram há alguns anos, 
é um privilégio ter à mão conselhos de grandes 
referências como Javier Muzón, Rodolfo 
Novelo Gutiérrez, Enrique González Soriano, 
Neusa Hamada, Cornelio Bota, Melissa 
Sánchez, Jenilee Montes, Cristian Mendoza e 
Fredy Palacino. Agradeço a cada um deles, 
ass im como a seus coautores , pelas 
contribuições que tornaram possível que este 
número especial seja hoje uma realidade. 

Da mesma forma, agradeço a Emmy 
Medina, Miguel Stand, Cristian Mendoza, 
Yesenia Vega, Diogo Vilela e José Cuéllar, que, 
paralelamente à revisão dos manuscritos do 
número regular e no âmbito de suas atividades 
cotidianas, dedicaram tempo e esforço à 
revisão das diferentes contribuições. Muito 
obrigada a Diogo e a Cristian, cujo aporte com 
as traduções dos manuscritos foi fundamental 
para ampliar o alcance desta publicação, e a 
Yesenia Vega por seu tempo e criatividade para 
desenhar e diagramar este belo número 
especial. 

APRESENTAÇÃO
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Espero que esta contribuição ocupe um lugar 
privilegiado em suas bibliotecas. Confio que, a 
partir do entusiasmo compartilhado pelo estudo 
dos odonatos, este número contribua para 
sustentar um diálogo ativo e permanente que nos 
permita aprofundar o conhecimento desses 
surpreendentes insetos e, assim, continuar 
fortalecendo a comunidade odonatológica na 
América Latina. 

Catalina María Suárez-Tovar 
Editora-chefe 
HETAERINA 

APRESENTAÇÃO
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CAPÍTULO I

Neusa Hamada, Gabriela Caroline Mendes, Myckey Gonçalves e 
Jeane Marcelle Cavalcante do Nascimento

O primeiro passo para encontrar ovos de 
qualquer inseto é obter informações sobre 

o processo de oviposição e o habitat selecionado 
pela fêmea para a postura. No caso de insetos com 
larvas aquáticas, como as libélulas, existe um 
desafio específico: identificar os locais adequados 
para a oviposição no ambiente aquático ou em sua 
proximidade. Os ovos precisam ser depositados em 
áreas que ofereçam proteção contra predadores, 
que apresentem condições ambientais favoráveis 
ao desenvolv imento embr ionár io e que 
possibilitem às larvas recém-eclodidas fácil acesso 
à água e aos recursos alimentares necessários 
(Matushkina & Lambret, 2011).

Para Odonata, existem duas estratégias gerais de 
oviposição. As espécies que possuem o ovipositor 
desenvolvido realizam a postura de forma 
endofítica, ou seja, dentro de tecidos vegetais. Esse 
tipo de oviposição é observado em espécies de 
Zygoptera, Anisozygoptera e na maioria dos 
Aeshnidae (Anisoptera). Estima-se que cerca de 
54% das espécies de libélulas adotem essa 
estratégia (Bridges, 1993). A oviposição exofítica é 
típica de muitas espécies de Anisoptera, como 
aquelas das famílias Corduliidae, Gomphidae e 
Libellulidae. Nessas espécies, o ovipositor é 
adaptado para liberar os ovos diretamente na água 
ou sobre diferentes tipos de substrato (Corbet, 
1980, 1999). Nas espécies endofíticas, o ovipositor 

é formado por três pares de valvas, duas cortantes 
e uma protetora altamente esclerotizadas e 
organizadas como serras, o que permite perfurar 
tecidos vegetais para a inserção dos ovos 
(Matushkina & Gorb, 1997; 2007). Já nas espécies 
exofíticas, a lâmina vulvar, geralmente, é associada 
a dois músculos (M4 e M7) que possibilitam 
movimentos antagonísticos da região genital, 
atuando como uma tampa móvel, por meio da 
qual os ovos são liberados (Matushkina, 2011).

Em Odonata, a oviposição endofítica é 
considerada uma característica plesiomórfica 
(Bechly et al., 2001). Nesse tipo de postura, a 
fêmea utiliza seu ovipositor, formado pelos 
apêndices genitais localizados nos 8º e 9º 
segmentos abdominais, para cortar o substrato e 
inserir os ovos nas fendas abertas. Os ovos podem 
ser dispostos em fileiras, formando padrões 
específicos, ou de forma aleatória. Estudos indicam 
que o padrão de disposição dos ovos pode 
representar uma característica diagnóstica de 
determinadas famílias (e.g. , Hellmund & 
Hellmund, 1991) ou até mesmo de alguns gêneros 
(e.g., Matushkina & Gorb, 2000). Por sua vez, na 
oviposição do tipo exofítica, os ovos são 
depositados diretamente na água ou fixados na 
superfície de plantas aquáticas, bem como em 
outros substratos, como pedras, solo ou 
aglomerados de raízes (Corbet, 1980, 1999). Os 

Métodos de coleta e preservação de 
ovos de Odonata 

H E   A E R I N A
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ovos endofíticos geralmente são alongados, 
cilíndricos ou fusiformes, um formato que facilita a 
inserção no tecido vegetal, enquanto os exofíticos 
variam de elipsoidal a esféricos, embora também 
possam existir ovos alongados (Corbet, 1999). Na 
região Neotropical, os estudos sobre oviposição 
ainda são escassos e não há informações 
consolidadas para muitos táxons. No entanto, em 
Coenagrionidae já foram registrados diferentes 
modos de postura (e.g., Querino & Hamada, 2009; 
Bentes et al., 2019). Além disso, análises recentes 
mostram que as estratégias de oviposição estão 
diretamente associadas à disponibilidade e 
heterogeneidade de microhabitats, refletindo 
efeitos da perda de cobertura florestal e podendo 
ser utilizadas como importantes indicadores de 
mudanças ambientais (Rodrigues et al., 2018; 
Calvão et al., 2019). 

Poucas espécies de Odonata têm todos os 
estágios larvais descritos (e.g., Okude et al., 2017; 
Corbet, 2002), e quando há informações, estas 
geralmente se restringem ao último estádio ou à 
exúvia (e.g., Torreias et al., 2008; Neiss & Hamada, 
2012; Mendoza-Penagos et al., 2023). Estimativas 
indicam que, no Neot rópico, as la rvas 
permanecem desconhecidas para cerca de 25% 
dos gêneros e 60% das espécies (Pessacq et al., 
2018). Análises recentes para a fauna da Colômbia 
reforçam esse panorama: das 536 espécies 
registradas no país, aproximadamente 60% não 
possuem estágio larval descrito (Bota-Sierra et al., 
2024). Coletar os ovos e criar as larvas em 
condições de laboratório é essencial para 
possibilitar a identificação e descrição de todos os 
estádios de desenvolvimento. Embora seja possível 
obter ovos por meio de indução artificial, por meio 
de estimulação da fêmea para ovipor (e.g., Bílková 
et al., 2025), incrementar o conhecimento sobre 
como e onde as posturas são realizadas é 
importante para agregar informações sobre a 
biologia e ecologia das espécies. Esses dados são 
importantes tanto para conhecer a história 
evolutiva desses organismos, quanto para embasar 

e definir estratégias de manejo para sua 
conservação (Corbet, 1999; Samways, 2024). 

A coleta e manutenção dos ovos de Odonata 
em condições de laboratório é importante, 
também, para ampliar o conhecimento sobre a 
diversidade de outros organismos associados a essa 
ordem. Na Amazônia, por exemplo, a diversidade 
e o conhecimento sobre hospedeiros de algumas 
famílias de Hymenoptera parasitóides puderam ser 
ampliados por meio da coleta em campo e 
manutenção desses ovos em condições de 
laboratório (Querino & Pinto, 2007; Querino & 
Hamada, 2009; Feitosa et al., 2016), demonstrando 
a importância desse conhecimento para subsidiar 
diferentes estudos sobre insetos aquáticos. 

1.1. HABITATS DE OVIPOSIÇÃO 
Odonata ocupa praticamente todos os tipos de 

ambientes de água doce, desde pequenos até 
grandes cursos d’água, incluindo trechos com 
águas calmas ou turbulentas, além de ambientes 
lênticos, como lagos e poças e fitotelmata. 
Fitotelmata são depósitos de água pluvial 
armazenados em cavidades e depressões de 
plantas terrestres, por exemplo, em folhas 
modificadas, axilas foliares, flores, frutos ou 
mesmo no caule da planta (Maguire, 1971) (Fig. 1). 

Nos habitats aquáticos (Fig. 2), as larvas estão 
associadas a diferentes tipos de substratos, como 
folhas de macrófitas, folhas decíduas, raízes de 
árvores e flutuantes, troncos submersos e 
sedimento, locais onde esses animais encontram 
abrigo e alimento. Em geral, a oviposição ocorre 
nesses mesmos substratos (Fig. 3). No entanto, 
alguns grupos realizam a postura em substratos 
fora da água (Fig. 4), como observado em Perilestes 
attenuatus Selys, 1886 (Perilestidae) (observação 
de G. Mendes, na presente pesquisa), Chalcopteryx 
scintillans McLachlan, 1870 (Polythoridae) (e.g., 
Guillermo-Ferreira et al., 2014) e Lestidae 
(Matushkina & Lambret, 2011). Esses substratos 
fora da água podem incluir partes de plantas semi-
aquáticas que se projetam acima da superfície da 

CAPÍTULO I: Métodos de coleta e preservação de ovos de Odonata 
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Figura 1. Habitats fitotelmáticos utilizados como criadouros por Odonata. A) Buriti (Mauritia flexuosa L.f.). B) Água acumulada nas axilas das folhas de 
buriti. C) Capemba (bráctea de palmeira). D) Casca do fruto de cupuaçu (Theobroma grandiflorum (Willd. ex Spreng.) K. Schum). E) Ouriço de castanha-do-Brasil 
(Bertholletia excelsa Bonpl.). F) Bromélia arbórea. G) Bromélia terrestre. H, I) Cavidade em tronco. J) Cavidade na raiz da árvore.

CAPÍTULO I: Métodos de coleta e preservação de ovos de Odonata 



13

Figura 2. Habitats utilizados como criadouros por Odonata. A, B) Macrófitas nas margens do riacho. C) Banco de folhas decíduas. D) Tonina fluviatilis Aubl. 
E) Pontederia crassipes Mart. F) Tronco em decomposição parcialmente submerso. G) Folhas de palmeira em decomposição. H) Raízes flutuantes de Araceae. I) 
Raízes de árvore caída. J) Sedimento e detritos em cavidade de rocha com água acumulada.

CAPÍTULO I: Métodos de coleta e preservação de ovos de Odonata 
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Figura 3. Casais de libélulas (Odonata: Zygoptera) com fêmeas em atividade de oviposição endofítica. A) Argia insipida Hagen em Selys, 1865 ovipondo 
em Tonina fluviatilis. B) Epipleoneura sp. (Protoneuridae) ovipondo em banco submerso de raízes. C, D) Epipleoneura sp. ovipondo em folhas decíduas. E) Argia 
sp. ovipondo em raízes de fundo do riacho. F) Heteragrion sp. ovipondo em folha decídua.

CAPÍTULO I: Métodos de coleta e preservação de ovos de Odonata 
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Figura 4. Fêmeas de Zygoptera (Odonata) em atividade de oviposição em troncos e galhos em ambiente terrestre situado sobre cursos d’água. A-C) 
Perilestes attenuatus Selys, 1886 (Perilestidae), D-F) Chalcopteryx scintillans McLachlan, 1870 (Polythoridae).

CAPÍTULO I: Métodos de coleta e preservação de ovos de Odonata 
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água, como descrito para algumas espécies de 
Lestidae por Matushkina & Gorb (2000), bem 
como troncos e galhos em decomposição, caso de 
Polythoridae, ou ainda troncos e galhos de plantas 
vivas, como observado por nós em P. attenuatus 
(Vídeo 1). 

1.2. OVIPOSIÇÃO E POSTURAS 
Durante a oviposição, os machos podem ou não 

realizar a guarda das fêmeas com as quais 
acabaram de acasalar. Quando realizam a guarda 
os machos podem permanecer ligados em 
‘tandem’ ou em guarda próximo delas (Waage, 
1979; Alcock, 1982; Latty, 2006). Em algumas 
espécies, as fêmeas submergem completamente 
para depositar os ovos, muitas vezes usando o 
parceiro ainda acoplado como apoio para retornar 
à superfície após a oviposição (Fig. 3B). 

O formato das posturas varia de acordo com o 
táxon. Em Aeshnidae, já foram observados dois 
padrões principais de disposição dos ovos: em 
linha reta e em ziguezague (Matushkina, 2007). O 
padrão linear é considerado característico de 
alguns Lestinae, especificamente em espécies de 
Lestes (Matushkina & Gorb, 2000). Já as posturas 
de ovos em ziguezague são observadas em muitas 
famílias de Zygoptera, por exemplo Calopterygidae 
e Coenagrionidae (Matushkina & Gorb, 2000). 
Estudos recentes indicam que, em Coenagrionidae, 
as fêmeas evitam veias foliares durante a 
oviposição, produzindo marcas causadas por 
incisões do ovipositor mesmo sem inserção de 
ovos; esse comportamento, observado tanto em 
espécies fósseis quanto atuais, persiste há pelo 
menos 52 milhões de anos (Romero-Lebrón et al., 
2023). As figuras 5 e 6, mostram posturas 
endofíticas com diferentes padrões de disposição 
de ovos observadas no Amazonas. 

A postura endofítica em substratos específicos 
exige adaptações morfológicas, como um 
ovipositor com propriedades mecânicas adequadas 
e equipado com receptores sensoriais para explorar 
locais adequados para a oviposição (e.g., 

Matushkina & Gorb, 2002). No entanto, a relação 
entre a estrutura do ovipositor em libélulas e os 
diferentes modos de oviposição ainda é pouco 
estudada (Matushkina & Lambret, 2011). 

De acordo com Matushkina & Lambret (2011), o 
grau de curvatura do abdômen nas fêmeas de 
algumas espécies de Lestes durante a oviposição 
está correlacionado com a rigidez do substrato. 
Quanto mais curvado é o abdômen, maior é a 
rigidez do material penetrado, indicando uma 
relação direta com a força necessária para a 
inserção dos ovos em tecidos vegetais. Esses 
autores observaram que, em Lestes macrostigma 
(Eversmann, 1836), na Europa, a posição da ponta 
do ovipositor durante a penetração na planta 
variava: ele podia estar localizado entre as pernas 
médias ou ligeiramente atrás das pernas 
posteriores. Esse mesmo posicionamento do 
ovipositor foi observado por nós em P. attenuatus, 
no Amazonas. Essa espécie foi registrada ovipondo 
em galhos e troncos de árvores vivas (Vídeo 1), ou 
se ja , em tec idos bas tante r íg idos . Esse 
comportamento contrasta com o observado em C. 
scintillans, cuja fêmea dobra pouco o abdômen 
durante a oviposição e utiliza como substrato 
tronco e galhos em decomposição (Vídeo 2). 

Ovos exofíticos podem ser depositados 
diretamente na água durante o voo ou enquanto a 
fêmea está pousada sobre o substrato, geralmente 
v e g e t a ç ã o . E l e s p o d e m s e r l i b e r a d o s 
individualmente, em cordões ou pequenos 
agrupamentos, ou ainda em uma grande massa de 
ovos (Fig. 7). A oviposição ocorre sobre ou na 
água, na vegetação ou no solo (Corbet, 1980).  
Fêmeas de Libellulidae, em geral, dispersam seus 
ovos durante o voo ou por meio de contatos 
intermitentes com a superfície da água. Em 
Micrathyria, além dos comportamentos citados 
acima, foram observadas fêmeas depositando ovos 
sobre ou sob folhas, ou diretamente sobre o solo 
(Förster, 1998). Fêmeas de Corduliidae, no geral, 
não entram em contato com a água: elas inserem 
seus ovos no solo, em musgos, ou em tapetes de 

CAPÍTULO I: Métodos de coleta e preservação de ovos de Odonata 
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Figura 5. Posturas endofíticas de Odonata. A) Postura de Aeshnidae (Anisoptera) em bulbo de Pontederia crassipes Mart. B) Postura de Dicteriadidae 
(Zygoptera) em folha de Thurnia sphaerocephala Körn. C-G) Posturas de Coenagrionidae (Zygoptera) em folha de T. sphaerocephala.

CAPÍTULO I: Métodos de coleta e preservação de ovos de Odonata 
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Figura 6. Posturas endofíticas de Zygoptera (Odonata) : ovos isolados (A, E, F), em grupos (B, C, G, H) e, isolados e em grupos (D) em folha de 
Thurnia sphaerocepha e Tonina fluviatilis.

CAPÍTULO I: Métodos de coleta e preservação de ovos de Odonata 
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Figura 7. Postura de Gomphidae (Odonata: Anisoptera). A) Postura sobre raízes flutuantes. B, C) Detalhes dos ovos.

vegetação flutuante. Em alguns Gomphidae, os 
ovos possuem estruturas de fixação ao substrato, 
que se tornam funcionais ao entrarem em contato 
com a água (Fig. 7). 

1 . 3 . C R I A Ç Ã O D O S O V O S E M 
CONDIÇÕES E LABORATÓRIO 

Ovos endofíticos (Fig. 8) podem ser facilmente 
coletados nos cursos d’água quando se conhece o 
habitat e o tipo de substrato utilizado para a 
oviposição (Fig. 5 e 6). Ovos depositados em 
troncos e galhos, tanto em decomposição (Fig. 8G) 
como em tecido vivo (Fig. 8A, B), devem ser 
coletados por meio de raspagem do tecido, nos 

CAPÍTULO I: Métodos de coleta e preservação de ovos de Odonata 
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Figura 8. Ovos endofíticos de Zygoptera (Odonata). A, B) Perilestes attenuatus Selys, 1886 (Perilestidae), ovos recuperados no abdômen da fêmea. C) Ovo 
de Coenagrionidae com embrião apresentando mancha ocular. D, E) Ovos de Coenagrionidae inseridos sob o tecido de folhas. F) Córion do ovo após a eclosão 
das larvas. G) Ovo de Chalcopteryx scintillans McLachlan, 1870 (Polythoridae) recuperado após a raspagem do tronco em decomposição onde fêmeas foram 
observadas ovipondo.

CAPÍTULO I: Métodos de coleta e preservação de ovos de Odonata 
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locais onde fêmeas foram observadas ovipondo. 
Fêmeas de Polythoridae (Fig. 4D) foram observadas 
utilizando o ovipositor para revolver a superfície 
de troncos em decomposição, provavelmente para 
facilitar a inserção dos ovos (Fig. 4F, Vídeo 2). Para 
grupos com fêmeas que realizam postura exofítica 
(que colocam ovos diretamente na água), uma 
alternativa é coletar fêmeas fecundadas para 
induzir a oviposição em condições de laboratório. 
Algumas espécies de Libellulidae capturadas 
durante a oviposição continuam a liberar os ovos, 
mesmo após a captura (Matushkina, 2011). Outra 
possibilidade é manter o casal em condições de 
laboratório, aguardar a cópula e, posteriormente, a 
oviposição em papel de filtro úmido (e.g., Locklin 
et al., 2012). 

As posturas devem ser mantidas em recipientes 
plásticos com água suficiente para cobri-las, e 

vedados com uma tela de malha fina presa com 
elástico (Fig. 9A), mas   se você deseja preservar os 
ovos em uma coleção, eles podem ser preservados 
em álcool 80%. Se quiser reproduzi-los para 
descrever os diferentes estágios do ciclo de vida da 
espécie, pode-se adicionar à água um antifúngico 
utilizado em aquariofilia (respeitando a diluição 
recomendada pelo fabricante) para evitar o 
desenvolvimento de fungos, um dos principais 
problemas durante a manutenção de ovos em 
laboratório. A água com fungicida deve ser trocada 
a cada dois dias, sempre observando a presença de 
larvas de primeiro estádio ou de parasitóides antes 
de remover a tela protetora. No caso de posturas 
endofíticas, recomenda-se a limpeza com um 
pincel esterilizado em água sanitária para remover 
vestígios de fungos, antes de reposicioná-los nos 
recipientes higienizados. 

Figura 9. A) Recipientes plásticos cobertos com malha fina presa com elástico utilizados para manter os ovos de Odonata em condições de laboratório. B) 
Ovos de Gomphidae com manchas oculares no final do desenvolvimento embrionário, larvas de primeiro estádio e placas plásticas com cavidades 
individualizadas contendo musgo e água usadas para manter as larvas isoladas durante o processo de criação em laboratório.

CAPÍTULO I: Métodos de coleta e preservação de ovos de Odonata 
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A duração do período embrionário varia de 9 a 
10 dias (e.g., Yoshida, 2014). Ao final desse 
período, manchas oculares pigmentadas tornam-se 
visíveis alguns dias antes da eclosão (Fig. 9B). Após 
a eclosão, as larvas recém-nascidas podem ser 
transferidas para outros recipientes plásticos ou 
individualizadas em placas com poços individuais, 
contendo um pequeno pedaço de musgo (Fig. 9B). 
Essa manipulação deve ser realizada com pipetas 
plásticas descartáveis, de modo a evitar possíveis 
injúrias nas larvas que possuem uma cutícula 
f r ág i l , pe rm i t i ndo a con t i nu idade e o 
acompanhamento do ciclo de vida (e.g., Okude et 
al., 2017). 
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CAPÍTULO II

Rodolfo Novelo-Gutiérrez

Coletar insetos aquáticos é, como se diz 
coloquialmente, “atirar no escuro”, já que 

se enfrenta um mundo no qual não se vê o que se 
vai coletar. Diferente das coletas de insetos 
terrestres/aéreos, onde é possível observar o inseto 
voando ou pousado na vegetação ou em qualquer 
outro substrato e lançar a rede sobre o alvo 
desejado, a coleta de insetos aquáticos se faz sobre 
os substratos do ambiente aquático, com a 
esperança de que “algo” apareça na rede. Isso é o 
que acontece toda vez que tentamos coletar larvas 
de odonatos. No entanto, à medida que se adquire 
experiência, pode-se saber em que ambiente, 
substrato ou área do corpo d’água há mais 
possibilidades de encontrá-las. Em geral, as 
margens dos corpos d’água, sejam lóticos ou 
lênticos, são as que abrigam a maior quantidade 
de larvas de odonatos, embora em grandes lagos e 
rios seja mais difícil encontrá-las (Tennessen, 
2019). 

2.1. COLETA DE LARVAS 
A melhor época para coletar larvas maduras de 

odonatos é durante toda a estação seca, já que, 
além de ser possível entrar nos corpos d’água, 
principalmente os lóticos, sem perigo de correntes 
fortes, também é mais fácil visualizar os diferentes 
substratos e, em geral, muitos organismos tendem a 
se concentrar em remansos e poças. 

Dependendo dos objetivos do projeto, seja para 
coleta com propósitos qualitativos (e.g., a fauna de 
odonatos imaturos de algum corpo d’água em 
p a r t i c u l a r ) o u q u a n t i t a t i v o s ( e . g . , a 
microdistribuição de algum grupo específico, ou a 
estrutura de uma comunidade), empregam-se 
diferentes tipos de equipamentos (Tabela 1). Para 
os primeiros, o mais simples e fácil de adquirir ou 
construir artesanalmente são as redes aquáticas 
tipo “D”, retangulares ou triangulares (Merritt et al. 
2008). As redes tipo D recebem esse nome porque 
possuem uma armação metálica em forma da letra 
D p r e s a a u m c a b o d e m a d e i r a d e 
aproximadamente 70 cm (Fig. 1). A parte do saco 
que se prende à armação é de tecido de algodão 
grosso e resistente ao atrito com os substratos. A 
parte inferior do saco é de malha fina e macia, 
cuja abertura pode variar entre 0,5 e 0,8 mm 
segundo os requisitos da coleta, mas quanto mais 
fina a malha, maior a probabilidade de o poro se 
saturar com o substrato, sobretudo se este for de 
areia fina ou lodo. A profundidade do saco é de 
mais ou menos 20 a 25 cm. Em geral, estão 
disponíveis comercialmente, já que são 
amplamente conhecidas e utilizadas por inúmeros 
coletores em todo o mundo. 

U m a va r i a n t e d a r e d e t i p o D, q u e 
particularmente me agrada mais, é uma rede 
retangular com armação de alumínio medindo 
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40x15 cm e o saco confeccionado em algodão 
grosso e tela de mosquiteiro (Fig. 2). A 
profundidade do saco é de 10 a 12 cm e o cabo de 
tubo de alumínio tem 70 cm de comprimento. Por 
ser de alumínio, a rede é mais leve tanto para 
carregar quanto para usar nos corpos d’água. Outra 
variante que pode ser utilizada é a rede triangular 
(Fig. 3), recomendada para pequenos riachos ou 
em espaços reduzidos onde não é possível 
introduzir as outras redes. Também são úteis 
peneiras de diferentes tamanhos, para coleta em 
espaços ainda mais restritos como os fitotelmata 
(Fig. 4). No caso de bromélias-tanque, como as do 
gênero Guzmania, é necessário esvaziar seu 
conteúdo de água em bandejas ou bacias, 
preferencialmente de plástico. 

Para amostragens quantitativas de larvas de 
odonatos pode-se empregar a rede aquática tipo D 
ou qualquer modificação dela, mas de forma 
consistente. Para esse fim, é possível padronizar o 
número de arrastos em um transecto, em uma área 
determinada, ou por tipo de substrato. Também se 
podem realizar arrastos por unidade de tempo. 
Dado que a maioria das larvas de odonatos se 
encontra nas margens dos corpos d’água, tanto 

lóticos como lênticos, este último resulta no 
melhor método de coleta. Além disso, recomenda-
s e c o m p l e m e n t a r a c o l e t a r e m ove n d o 
manualmente pedras grandes e troncos caídos 
próximos às margens. 

Outros equipamentos utilizados com este 
propósito são os amostradores Surber (Fig. 5) e 
Hess (Fig. 6). Com eles, realizam-se coletas em 
pequenas unidades de superfície conhecida. São 
uma boa opção para amostrar em substratos de 
seixos pequenos, cascalho e areia. No entanto, têm 
a desvantagem de só poderem ser usados em 
ambientes lóticos e em zonas de pouca 
profundidade e onde a corrente não seja 
turbulenta. Um método que pode ser considerado 
semiquantitativo é o uso de uma rede de corrente 
ou de “pateio” (Fig. 7), composta por dois cabos de 
madeira de aproximadamente 1,20 m cada, aos 
quais se prende uma tela de mosquiteiro de 1x1,20 
m. O uso dessa rede requer a participação de pelo 
menos duas pessoas, já que, enquanto uma segura 
a rede contra a corrente, a outra revolve o 
substrato à frente da malha, procurando cobrir 
uma área similar ou menor à superfície da rede. As 
dimensões dessa rede podem ser ajustadas 

Tabela 1. Tipos de redes e amostradores que são usados para diferentes habitats e áreas dos corpos d'água de acordo com o tipo de amostragem.

SISTEMA/HABITAT ZONA/ COMUNIDADE 
BIÓTICA AMOSTRAGEM QUALITATIVA

AMOSTRAGEM 
QUANTITATIVA

Lótico – Rios, riachos, 
riachos, quebradas, 

nascentes, etc.

A. Corredeiras

1. Bentos
Redes aquáticas (D, retangular); 
rede de varredura

a. Sedimentos Amostrador Surber y Hess
b. Vegetação aquática Redes aquáticas (D, retangular) Amostrador Surber

B. Remansos
1. Bentos

a. Sedimentos Redes aquáticas (D, retangular)
b. Vegetação aquática Redes aquáticas (D, retangular)

Lêntico – Zonas húmidas, 
lagoas, pântanos, 

charcos, etc.

A. Com vegetação

1. Bentos
a. Sedimentos Redes aquáticas (D, retangular) Amostrador Hess
b. Plantas enraizadas Redes aquáticas (D, retangular) Amostrador Hess

B. Sem vegetação
1. Bentos

a. Sedimentos Redes aquáticas (D, retangular)
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segundo as necessidades de cada usuário. 

2.2. COLETA DE EXÚVIAS 
A c o l e t a d e e x ú v i a s é e m p r e g a d a 

principalmente para estudos de populações de 
odonatos (DuBois, 2015). Trata-se de um método 
relativamente simples e que não requer 
equipamentos especializados, apenas uma pinça 
entomológica plana e um frasco com álcool a 70% 
caso se queira preservá-las úmidas, ou uma 
caixinha ou recipiente caso se queira preservá-las 
secas. O procedimento consiste na busca das 
mudas do exoesqueleto deixadas pelas larvas do 
último estádio após emergirem da água para se 

transformarem em adultos. O local da busca 
dependerá do grupo em questão. Em ambientes 
lênticos, como açudes, áreas úmidas, pântanos, 
lagos e outros, as exúvias podem ser encontradas 
na vegetação ribeirinha, flutuante ou emergente. Já 
em ambientes lóticos, as exúvias podem ser 
encontradas em rochas emergentes, troncos caídos 
e na vegetação herbácea e arbórea ribeirinha, 
principalmente. Como as exúvias estão secas, 

Figura 2. Rede aquática retangular.

Figura 3. Rede aquática triangular.
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Figura 1. Rede aquática tipo “D”.
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devem ser manipuladas com muito cuidado para 
evitar que se quebrem. Por isso, recomenda-se 
umedecê-las antes de desprendê-las do local onde 
estão fixas, sobretudo quando estão presas a caules 
delgados da vegetação herbácea, pois costumam 
“abraçá-los” completamente. 

2.3. PRESERVAÇÃO DE LARVAS E EXÚVIAS 
Para obter exemplares em boas condições, a 

p r ime i ra co i sa a f aze r é man ipu lá - lo s 
adequadamente, utilizando para isso pinças suaves 
e planas que não danifiquem as larvas e as exúvias 
(Fig. 8), principalmente as de pequenos zigópteros. 
Se o objetivo é levar as larvas vivas para cultivá-las 
até a emergência do adulto, deve-se transportá-las 
em pequenos recipientes ou frascos sem água, 
apenas umedecidos e com um suporte para que a 
larva se segure e não morra por estresse. Em geral, 
uma folha úmida, um graveto ou um pouco de 
musgo é suficiente para esse propósito. Em casos 
especiais, como no caso das larvas de gômfidos, 
recomenda-se colocar um pouco de areia úmida e/
ou serapilheira úmida também. É muito importante 
evitar o superaquecimento dos recipientes, sendo 
recomendável colocá-los em uma caixa térmica 
com um pouco de gelo no fundo e isolá-los com 
uma borracha grossa, evitando o contato direto 
com o gelo, pois as larvas podem morrer por 
resfriamento. Uma vez no laboratório, deve-se 
procurar estabelecer condições ambientais o mais 
próximas possível das observadas em campo. 

Por outro lado, se o objetivo é conservá-las para 
fins descritivos, elas devem ser sacrificadas em 
campo em etanol a 96% e depois transferidas para 
etanol a 75–80%. Isso se faz porque as larvas 
recém-coletadas contêm muita água, o que vai 
diluindo o álcool, sobretudo quando várias delas 
são colocadas em um mesmo frasco. Para melhorar 
a preservação, as larvas maduras podem ser 
injetadas com etanol ainda em campo, evitando 
injetar volume excessivo para que não se 
distendam muito (Tennessen, 2019). Recomenda-se 
utilizar um frasco para espécies pequenas de 
zigópteros (e.g., Coenagrionidae, Heteragrionidae), 
outro para espécies maiores (e.g., Calopterygidae, 
Lestidae), um adicional para anisópteros pequenos 
(e.g., alguns Libellulidae, Gomphidae) e outro para 
espécies grandes (e.g., Aeshnidae), tudo com a 
finalidade de evitar que se danifiquem entre si e 
que as brânquias caudais dos zigópteros se 

Figura 4. Peneira ideal para fitotelmata.

Figura 5. Amostrador Surber.
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desprendam. Também é conveniente considerar 
levar álcool absoluto (100%) para fixar exemplares 
destinados a estudos moleculares posteriores. 

Outra alternativa consiste em transportar as 
larvas vivas e sacrificá-las em água quase fervente 
(retirando o recipiente do fogo), deixando-as 45–
60 segundos na água quente no caso de larvas 
grandes, ou 20–30 segundos para larvas pequenas. 
Depois, retiram-se da água quente e deixam-se 
esfriar à temperatura ambiente por alguns minutos, 
tomando cuidado para que não sequem. Uma vez 
resfriadas, são depositadas em álcool a 75–80% 
(Tennessen, 2019). 

Para o depósito e a guarda final em uma 
coleção, tanto de larvas quanto de exúvias, os 
exemplares devem ser colocados em frascos com 
etanol a 80%, de preferência com tampa de rosca 
e que vedem o mais hermeticamente possível para 
evitar ao máximo a evaporação do álcool. É 
necessário revisar os frascos periodicamente para 
evitar que sequem. Quando houver várias larvas 
em um mesmo frasco, recomenda-se trocar o 
álcool quando este apresentar turbidez ou 
coloração mais escura. Os dados que devem 
constar nas etiquetas que acompanham os 
exemplares coletados são: gênero e espécie; país, 
estado ou departamento, município, localidade, 
coordenadas, altitude, corpo d’água (rio, riacho, 
igarapé, fitotelma, açude, área úmida, lago etc.), 
substrato, data da coleta, coletor(es), identificador; 
data da emergência no caso de ter sido cultivada e 
a hora da emergência, se possível (Fig. 9). O ideal 
é que as etiquetas sejam feitas em papel livre de 
ácido e com impressora a laser. Para as 
emergências que ocorram no laboratório, 
recomenda-se manter o adulto teneral vivo por 
pelo menos 3–4 dias, para que se endureça e 
adquira um pouco da coloração da espécie. 
Posteriormente, o exemplar adulto pode ser 
preservado junto com sua exúvia larval no mesmo 
frasco com etanol a 80%. O mesmo pode ser feito 
se a emergência ocorrer durante o trabalho de 
campo. 

Figura 6. Amostrador Hess.

Figura 7. Rede de varredura.

CAPÍTULO II: Métodos de coleta e preservação de larvas e exúvias de Odonata 

Figura 8. Pinças planas de ponta arredondada.
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No meu caso particular, mantenho a coleção de 
larvas em gabinetes metálicos, dentro de caixas 
entomológicas sem tampa e em caixinhas de 
papelão com divisórias (Fig. 10). Os frascos são de 
vidro, com tampa de rosca e selo de polietileno 
(Fig. 11). As tampas dos frascos receberam 
etiquetas de diferentes cores de acordo com a 
família a que pertencem (e.g., azul para Aeshnidae, 
verde para Gomphidae e amare lo para 
Libellulidae, citando apenas alguns exemplos) e 
estão organizados por gênero e espécie com uma 

chave alfanumérica (Fig. 12). Dessa forma, é 
possível localizar fácil e rapidamente os 
exemplares que se precise consultar. Para isso, 

Figura 9.Etiqueta com dados para larvas em etanol.

CAPÍTULO II: Métodos de coleta e preservação de larvas e exúvias de Odonata 

Figura 10. Caixa entomológica para larvas em caixinhas de papelão 
com divisórias.

Figura 11. Frasco com tampa de rosca e selo interno de polietileno.

Figura 12. Frascos com etiquetas coloridas por família.
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organizei um arquivo no Word com a lista do 
acervo de larvas, indicando as cores, números e 
letras que correspondem a cada família, gênero e 
espécie. 
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CAPÍTULO III

Cornelio A. Bota-Sierra, Enrique González-Soriano e Rodolfo Novelo-Gutiérrez 

Ao coletar odonatos adultos é importante 
lembrar que estamos l idando com 

organismos pertencentes à linhagem que há mais 
tempo voa no planeta: os Paleópteros inventaram o 
voo há mais de 400 milhões de anos (Misof et al., 
2014) e os odonatos vêm aperfeiçoando-o desde 
então. Seus reflexos estão entre os mais rápidos da 
natureza (Combes, 2015). Isso, somado à sua visão 
aguçada e ao voo ágil, torna libélulas e 
donzelinhas animais extremamente difíceis de 
capturar. 

ARMADILHAS? 
As armadilhas utilizadas para coletar outros 

grupos de insetos não funcionam ou são pouco 
efetivas. Como as libélulas são caçadoras ativas, 
não são atraídas por nenhum tipo de isca ou 
atrativo. As armadilhas de interceptação são as que 
apresentam melhores resultados; por exemplo, as 
armadilhas Malaise montadas sobre o leito dos 
riachos (Fig. 1) têm mostrado sucesso na captura 
de espécies que de outra forma seriam raras, 
especialmente da família Gomphidae (Almeida et 
al., 2013). Em estudos nos quais essas armadilhas 
são utilizadas durante anos, foi obtida uma 
diversidade relativamente alta de libélulas (Flint, 
1996). Além disso, as redes de neblina usadas para 
capturar aves ou morcegos costumam capturar 
libélulas acidentalmente com certa frequência, 

Métodos de coleta e preservação de 
adultos da Odonata 

Figura 1. Armadilha Malaise sobre um pequeno riacho na Serrania de 
Abibe (Colômbia); espécime de Phyllogomphoides insignatus capturado 
nessa armadilha.
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particularmente no interior das florestas. 
Provavelmente, as armadilhas mais efetivas são 

as de emergência. Estas são colocadas na zona 
ripária e conduzem todos os insetos aquáticos que 
completam sua metamorfose passando à fase 
adulta terrestre para uma câmara coletora. O 
problema dessas armadilhas é que só permitem 
capturar adultos tenerais (Wolf et al., 1988). 

ENTÃO, QUAL É O MELHOR MÉTODO? 
Levando em conta a biologia das libélulas, o 

melhor método é a coleta ativa usando jamas 
(redes entomológicas aéreas, Fig. 2). Isso 
acrescenta muita emoção ao odonatólogo de 
campo, que deve ser ágil, astuto, rápido, muito 

paciente e com alta tolerância ao fracasso, pois, 
como já dissemos, as libélulas voam há 400 
milhões de anos, enquanto os odonatólogos têm, 
no máximo, um par de séculos tentando capturá-
las, de modo que muitas libélulas irão escapar. 

ONDE PROCURAR ODONATOS ADULTOS 
Normalmente, o melhor é procurá-los nos e ao 

redor dos habitats aquáticos, pelo menos no caso 
dos machos. As fêmeas podem estar nos arredores, 
caçando fora do alcance dos machos, enquanto 
adquirem energia para amadurecer seus ovos (e.g.: 
Bota-Sierra et al., 2024; Frati et al., 2016; Koch, 
2006). Recomenda-se explorar todos os possíveis 
micro-habitats da área: diferentes tipos de 
vegetação e diferentes tipos de ecossistemas 
aquáticos. Por exemplo, os afluentes dos rios 
principais podem abrigar espécies diferentes (ver 
Capítulo IX deste mesmo número para mais 
informações). 

COMO SER MAIS EFICAZ AO CAPTURÁ-
LOS? 

Algumas dicas podem ajudar, embora não sejam 
infalíveis: 

•Manter o fator surpresa, aproximando-se o 
máximo possível da libélula sem fazer movimentos 
bruscos. 

•O primeiro golpe com a jama é o mais eficaz. 
É preciso tentar ser certeiro, pois depois dele o 
odonato estará em alerta e evitará a aproximação 
da rede, ou até abandonará o local. 

•Observar o comportamento da libélula, manter 
calma e paciência. Se a espécie pousa, deixe-a 
pousar tranquila e aproxime-se com cautela. Se a 
espécie é de voo ativo, geralmente fazem circuitos, 
o que permite escolher um bom local para 
emboscá-la e lançar a rede pela parte caudal, e 
não de frente, já que, com sua excelente visão e 
agilidade, provavelmente evitará ser capturada. 

•Em muitos casos, especialmente nos 
zigópteros, os indivíduos ficam pousados no solo 
ou sobre pedras e, portanto, uma tentativa direta 

CAPÍTULO III: Métodos de coleta e preservação de adultos da Odonata 

Figura 2. Jama. A boca larga é útil para capturar com maior facilidade 
as libélulas, especialmente as voadoras ativas (e.g., Aeshnidae, alguns 
Libellulidae). Cores opacas e semelhantes às do ambiente natural. O cabo 
desmontável é recomendável para transportá-la facilmente entre locais.
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muitas vezes falha. Nesses casos, o melhor é 
aproximar-se muito lentamente e com muito 
cuidado, segurar o cone da jama com uma das 
mãos esticando-o para cima e ir se aproximando 
do inseto por cima até que, ao estar ao alcance, 
com um movimento rápido, capturá-lo sem deixar 
de esticar a rede com a outra mão. O inseto 
provavelmente voará para cima e ficará preso. 

•Muitas vezes, os locais sombreados ou a 
vegetação podem servir de esconderijo para 
esperar que a libélula se aproxime. 

•Se houver um grupo de duas ou mais pessoas, 
algumas podem atuar como observadoras 
enquanto a pessoa que tentará capturar a libélula 
se aproxima. Isso porque, ao avançar em direção 
ao alvo, é necessário desviar de galhos, pedras, 
formigueiros, serpentes etc., e é bom ter um 
observador atento aos movimentos da libélula, já 
que é comum ela mudar para outro poleiro 
próximo no momento em que se perde de vista. 
Além disso, ir acompanhado a campo é sempre 
recomendável, pois nada nos livra de um acidente. 

•Uma boa jama é essencial: um cabo de 
aproximadamente 1,30 m e uma boca de cerca de 
40 a 50 cm de diâmetro é recomendável. O cone 
da rede deve ser profundo para que os espécimes 
não escapem facilmente de seu interior (Fig. 2). 
Recomenda-se que a jama seja leve e resistente, 
pois irá bater em todo tipo de objeto em alta 
velocidade. As cores da rede devem ser discretas 
para não alertar as libélulas (preto, verde, bege). 
Dependendo do terreno e das libélulas que se 
procura, pode-se adaptar um cabo mais longo (útil 
para libélulas de voo alto, embora seja mais 
pesado e difícil de manusear, complicando o 
transporte através da vegetação) ou mais curto 
(fácil de portar e manusear, embora as libélulas 
possam escapar ao perceber a proximidade do 
coletor). 

•Se a libélula escapar, muitas vezes é proveitoso 
esperar tranquilamente no local, sem movimentos 
bruscos. Em alguns casos, após alguns minutos, a 
libélula retorna ao mesmo lugar. 

•Em casos muito extremos, como no das 
Palaemnema mexicanas, foi observado que esses 
zigópteros, uma vez que terminam sua atividade 
reprodutiva na beira dos riachos, tendem a 
agrupar-se no sub-bosque da floresta, em áreas de 
vegetação muito densa, o que torna impossível 
usar a rede. Diversas vezes os pesquisadores 
tiveram que entrar na vegetação espessa para 
coletar manualmente os indivíduos (com as 
consequentes picadas de formigas e outros bichos 
que isso implica). Parece difícil (e é), mas esse 
método também pode ser muito eficaz, como 
mostra o estudo em que cerca de 1500 espécimes 
foram marcados (Garrison & González-Soriano, 
1988). 

O QUE FAZER QUANDO AS CAPTURO? 
Os insetos tendem a escapar voando para cima, 

por isso é preciso ter cuidado ao abrir a jama. A 
melhor forma de segurar uma libélula é pelas asas, 
que são bastante resistentes (é preciso segurar 
todas ao mesmo tempo e fechá-las com os dedos 
para evitar que se quebrem quando o odonato 
tentar escapar, Fig. 3). As pernas são frágeis e se 
perdem facilmente, portanto devem ser evitadas. É 
altamente recomendável tirar fotos nas quais se 
possa observar o padrão completo de coloração 
(e.g., Fig. 3, geralmente uma foto em vista lateral, 
uma em vista anterodorsal e uma em vista 
posterodorsal), já que as cores são difíceis de 
conservar intactas; esse registro inicial pode ser 
muito útil no futuro. 

Se o objetivo for coletar o inseto depois de 
capturá-lo, recomenda-se colocá-lo em um 
envelope de papel encerado. Existem várias 
referências para esse tipo de papel; o importante é 
que ele seja repelente à água. O envelope não 
deve ser muito apertado, para não danificar o 
odonato, mas deve estar bem fechado para evitar a 
fuga. A figura 4 mostra uma forma de elaborar os 
envelopes. Também é possível comprar saquinhos 
de papel glassine de diferentes tamanhos, de 
acordo com o tamanho do odonato. Uma 
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recomendação é associar um código a cada 
envelope, para registrar os dados do espécime no 
caderno de campo, por exemplo: Envelope A: 
Ovipositando em vegetação emergente no interior 
do espelho d’água da lagoa, 5 fev/2025 – 10:32 h, 
560 m a.n.m., N 7.5321° W 75.2764°, Fazenda La 
Aurora, Fredonia, Antioquia. 

É importante transportar esses envelopes em 
caixas fáceis de abrir, impermeáveis e rígidas, para 
proteger os espécimes. Durante o trabalho de 
campo, essas caixas não devem ficar expostas ao 
sol direto. A ideia é manter os espécimes vivos nos 
envelopes por pelo menos 24 horas; isso lhes dá 
tempo para esvaziar o sistema digestivo, já que 
toda a matéria orgânica em digestão contém alta 
carga de microrganismos que podem danificar o 
espécime uma vez fixado. Assim, é importante que 
o intestino esteja o mais limpo possível antes da 
fixação. 

Se houver interesse em coletar tecidos para 
estudos moleculares posteriores, recomenda-se 
usar pinças de ponta fina e rígida para remover 
uma das pernas posteriores desde a coxa. Essa 
parte contém uma boa quantidade de músculo e, 
portanto, as extrações de DNA costumam ser bem-
sucedidas. A perna deve ser armazenada em álcool 
etílico a 96% ou em outro solvente que preserve o 
DNA. Recomenda-se usar pequenos frascos, que 
devem ser mantidos em baixas temperaturas, com 
etiquetas devidamente preenchidas, para que esses 
tecidos possam ser facilmente associados aos 
espécimes dos quais foram retirados. 

Para o sacrifício, recomenda-se usar uma seringa 
para aplicação de insulina, pois sua agulha é muito 
fina. Entre o protórax e o pterotórax, ventralmente, 
há um espaço membranoso onde deve ser inserida 
a agulha para injetar uma pequena quantidade de 
acetona. Caso não seja possível injetar os 
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Figura 3. Fotos em campo da espécie Palaemnema dentata Donnelly, 
1992, nas quais é possível observar o padrão completo de coloração. a) 
Vista anterior. b) Vista ântero-lateral. c) Vista póstero-lateral.

Figura 4. Passos para a elaboração de um envelope duplo triangular; 
as linhas tracejadas laranja indicam uma dobra suave, e as linhas tracejadas 
amarelas indicam uma dobra firme.
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exemplares com acetona, recomenda-se congelá-
los para que não percam a coloração nem se 
decomponham até que seja possível “acetona-los”. 
Após congelá-los, mas antes de injetá-los, deve-se 
esperar que descongelem para que fiquem flexíveis 
e possam ser facilmente injetados. Posteriormente, 
os espécimes devem ser submersos em um banho 
de acetona por 24 horas, com o objetivo de extrair 
os lipídios, pois, do contrário, os espécimes serão 
decompostos por bactérias. Se o organismo 
permanecer submerso por mais de 24 horas, a 
acetona pode começar a dissolver os pigmentos 
responsáveis pela coloração do odonato. Em 
seguida, é essencial secar muito bem os 
espécimes, já que a umidade associada à acetona 
pode favorecer o crescimento de fungos. 

Finalmente, os espécimes coletados devem ser 
transferidos para seus envelopes definitivos e 
depositados em coleções científicas, onde 
receberão o manejo adequado para sua 
conservação (ver Capítulo VI deste número). 
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CAPÍTULO IV

Melissa Sánchez-Herrera e Nicol Rueda-M

A biodiversidade não se limita ao número de 
espécies visíveis, mas também abrange a 

diversidade genética, um componente essencial 
para a evolução e a resiliência dos organismos. 
Enquanto na diversidade de espécies as variantes 
correspondem às diferentes espécies que 
coexistem em um habitat ou ecossistema, na 
diversidade genética as variantes são os genes, 
alelos e/ou genótipos dentro de uma única espécie 
(Futuyma & Kirkpatrick, 2023). Compreender a 
biodiversidade em seus diferentes níveis não é 
fundamental apenas para entender os padrões de 
evolução e diversificação das espécies, mas 
também para avaliar a perda de biodiversidade em 
um planeta em constante transformação devido, 
entre outros fatores, às mudanças climáticas e ao 
desmatamento. Nesse contexto, os insetos 
representam um caso preocupante, pois parecem 
estar passando por um declínio, como tem sido 
documentado nos últimos anos (Wagner, 2020). 
Entretanto, nos ecossistemas tropicais, a falta de 
programas de biomonitoramento tem limitado 
nossa capacidade de quantificar essa perda 
(Sánchez-Herrera et al., 2024). 

A análise da diversidade genética é uma 
ferramenta chave para detectar sinais precoces de 
declínio populacional, pois populações com baixa 
variabilidade genética são mais vulneráveis à 
extinção devido a efeitos como depressão 

endogâmica, redução do potencial adaptativo e 
menor resiliência frente a perturbações ambientais 
(Futuyma & Kirkpatrick, 2023). Além disso, estudos 
genéticos revelam estruturas populacionais ocultas 
que não são evidentes pela observação 
morfológica ou distribuição geográfica, o que é 
essencial para identificar unidades evolutivamente 
significativas e evitar manejos inadequados 
(Bickford et al., 2007; Struck et al., 2018). Da 
mesma forma, permitem reconstruir eventos 
demográ f i cos pas sados , como ga rga lo s 
populacionais ou expansões, associados a 
mudanças ambientais históricas ou recentes (Lowe 
et al., 2017). O estudo da diversidade genética 
também orienta prioridades de conservação, já que 
populações com maior variabilidade possuem 
maior capacidade de enfrentar mudanças 
ambientais futuras (Hedrick, 2001; Kohn et al., 
2006). Por outro lado, a análise de DNA é 
fundamental para estabelecer relações evolutivas 
entre espécies, permitindo construir filogenias mais 
robustas e compreender os processos que deram 
origem à diversidade atual (Yang & Rannala, 2012). 

As ferramentas genéticas transformaram 
profundamente o estudo da biodiversidade, 
permitindo abordar questões em múltiplas escalas. 
Uma das aplicações mais utilizadas é o uso de 
códigos de barras de DNA (DNA barcoding), que 
facilitam a identificação de espécies a partir de um 
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um fragmento padronizado do DNA, inclusive a 
partir de organismos imaturos ou de restos 
corporais. Essa ferramenta tem sido crucial para 
revelar espécies crípticas (Hajibabaei et al., 2007; 
Hebert et al., 2004; Hebert & Gregory, 2005). Em 
genética populacional e filogeografia, empregam-
se tradicionalmente marcadores mitocondriais 
(como o gene COI), microssatélites e, mais 
recentemente, abordagens genômicas de 
representação reduzida, como RADseq (Davey & 
Blaxter, 2010), além de análises de re-
sequenciamento de genomas completos (Rueda-M 
et al., 2024; Zhang et al., 2024). Esses métodos 
permitem avaliar a estrutura genética, o fluxo 
gênico, a conectividade e padrões históricos de 
dispersão. 

Na sistemática molecular, os primeiros estudos 
se baseavam em genes codificadores e íntrons 
nucleares, mas hoje são utilizadas ferramentas 
mais robustas, como os loci obtidos por técnicas 
de captura dirigida (Anchored Hybrid Enrichment – 
AHE; Lemmon et al., 2012) ou elementos 
ultraconservados (Ultra-Conserved Elements – 
UCEs; Fa i rc lo th et a l . , 2012) , a lém de 
transcriptomas, que permitem resolver relações 
evolutivas complexas e profundas (Cannon & 
Kocot, 2016). Já a genômica abriu novas 
possibilidades para investigar mecanismos 
genéticos subjacentes à adaptação e evolução dos 
organismos, especialmente frente às mudanças 
climáticas (Butlin, 2008; Feder et al., 2012; Stapley 
et al., 2010; Wellenreuther & Bernatchez, 2018). 
Finalmente, o DNA ambiental (environmental DNA 
– eDNA; Cristescu & Hebert, 2018; Pawlowski et 
al., 2021) representa uma ferramenta emergente 
para o moni toramento não invas ivo da 
biodiversidade, mas sua aplicação efetiva em 
insetos como Odonata requer validação com 
bibliotecas de genomas mitocondriais bem curadas 
ou por meio de técnicas de sequenciamento de 
genoma de baixa cobertura (genome skimming) 
(Bohmann et al., 2020; Dodsworth, 2015), que 
permitem obter sequências mitocondriais de 

maneira eficiente a partir de DNA total. Essas 
abordagens, combinadas, estão ampliando 
s igni f ica t ivamente nossa capacidade de 
documentar, compreender e conservar a 
diversidade biológica. 

Embora a qualidade do DNA geralmente 
dependa do estado de preservação da amostra, 
avanços recentes em tecnologias genômicas 
demonstraram que é possível recuperar dados 
valiosos até mesmo de espécimes de coleções 
biológicas (Heijden et al., 2024; Tims et al., 2024). 
Técnicas como o enriquecimento híbrido ancorado 
(Anchored Hybrid Enrichment – AHE) têm 
permitido gerar filogenias robustas utilizando DNA 
extraído de exemplares conservados por anos em 
condições subótimas, ampliando de forma 
significativa o valor científico das coleções 
entomológicas (Goodman et al., 2023; Nunes et 
al., 2022). No entanto, a eficiência da recuperação 
de informação genética e genômica depende em 
grande medida das práticas aplicadas durante a 
coleta e preservação inicial do material. Nesta 
nota, apresentamos uma série de recomendações 
voltadas a maximizar a integridade do tecido e a 
qualidade do DNA, com o objetivo de garantir que 
os espécimes coletados hoje possam ser úteis para 
estudos genéticos e genômicos futuros. Adotar 
boas práticas desde o campo até a curadoria em 
coleções não apenas aumenta o valor taxonômico 
e ecológico dos espécimes, mas também os 
transforma em uma fonte estratégica de informação 
para abordar questões evolutivas, sistemáticas e de 
conservação em longo prazo. 

Essas ferramentas têm sido particularmente úteis 
no estudo de insetos como os Odonata. Os estudos 
genéticos nesse grupo incluem uma variedade de 
abordagens e técnicas, desde os códigos de barras 
de DNA (Damm et al., 2010a, 2010b; Damm & 
Hadrys, 2012; Orr & Dow, 2015b, 2015a; Sanchez 
Herrera et al., 2010), genética populacional e 
filogeografia (Alvial et al., 2017; Feindt et al., 2014; 
M. K. Kohli et al., 2018; Sánchez-Herrera et al., 
2015; Sánchez-Guillen et al., 2005; Troast et al., 
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2016), até sistemática molecular (Bybee et al., 
2008, 2021; M. Kohli et al., 2021; Sanchez Herrera 
et al., 2018; Sánchez-Herrera et al., 2020; 
Standring et al., 2022; Vega-Sánchez et al., 2019, 
2024; Ware, 2008), genômica comparada 
(Futahashi et al., 2015; Sanchez-Guillen et al., 
2005; Suvorov et al., 2017; Wellenreuther, 
Tynkkynen, et al., 2010; Wellenreuther, Vercken, et 
al., 2010) e aplicações emergentes como o DNA 
ambienta l . Em genét ica populacional e 
filogeografia, marcadores mitocondriais e 
m ic ro s sa t é l i t e s f o ram t rad i c iona lmen te 
empregados, embora atualmente técnicas 
genômicas de maior resolução, como RADseq e 
sequenciamento de genomas completos, tenham 
sido incorporadas (Tolman et al., 2023, 2025). 

4 . 1 . C O N S I D E R A Ç Õ E S S O B R E A 
PRESERVAÇÃO DE AMOSTRAS 

A qualidade do DNA ou RNA extraído para 
estudos genéticos, genômicos e transcriptômicos 
depende em grande medida do estado de 
preservação das amostras. Fatores como o método 
de fixação, o tipo de tecido, as condições de 
armazenamento e o tempo decorrido desde a 
coleta influenciam diretamente a integridade do 
material genético. A seguir, descrevemos as 
práticas mais comuns para preservar espécimes de 
acordo com nossa experiência com Odonata em 
diferentes estágios de vida, juntamente com suas 
implicações para estudos moleculares (ver Tabela 
1). 

4.1.1. Adultos 
No estudo da biodiversidade de Odonata, os 

adultos são comumente coletados com redes 
entomológicas e sacrificados por congelamento ou 
imersão em etanol. Para fins taxonômicos, é usual 
injetá-los e submergi-los em acetona, já que esse 
solvente permite uma rápida desidratação e 
preserva bem a coloração, essencial para a 
identificação morfológica. Se as amostras foram 
corretamente processadas e armazenadas em 

condições estáveis em coleções biológicas, é 
possível extrair DNA de boa qualidade a partir de 
tecidos como pernas ou músculos do tórax, mesmo 
após vários anos. Essas amostras podem ser 
adequadas para ampl i f i cação de genes 
m i t o c o n d r i a i s e p a r a t é c n i c a s c o m o 
enriquecimento híbrido ancorado e elementos 
ultraconservados (Ultra-Conserved Elements – 
UCEs). 

No entanto, se forem expostas a condições de 
degradação — como variações extremas de 
temperatura, umidade ou frascos mal vedados — o 
DNA pode ser comprometido. Em contextos onde 
a acetona não está disponível, tem sido testado o 
uso de etanol seguindo o mesmo protocolo de 
desidratação. O etanol absoluto (96–100%) 
preserva muito bem o DNA, porém pode tornar os 
espécimes quebradiços. O etanol a 70% representa 
um bom equilíbrio entre preservação morfológica e 
genética, sendo útil para código de barras de DNA 
e para filogenias multilocus. Da mesma forma, 
conservar amostras em etanol absoluto e 
armazená-las a –80 °C é ideal para preservar 
tecidos pequenos com DNA de alta qualidade, 
especialmente em espécies pequenas como alguns 
Coenagrionidae (por exemplo Ischnura ou 
Protoneuridae). 

Também se recomenda a remoção seletiva de 
pernas, que podem ser conservadas em etanol ou 
dimetilsulfóxido (DMSO), especialmente em 
espécies de maior por te (por exemplo, 
Polythoridae, Calopterygidae), permitindo 
conservar o exemplar morfológico sem perder 
material genético. A solução DMSO–EDTA–sal 
saturado é útil em contextos sem acesso a 
congeladores, pois estabiliza o DNA sem 
necessidade de frio. 

Para estudos genômicos, é indispensável obter 
DNA de alta qualidade. Por isso, recomenda-se 
congelar a amostra rapidamente em nitrogênio 
l íquido antes da morte do organismo e 
posteriormente mantê-la a –80 °C. Caso o 
nitrogênio líquido não esteja disponível, a amostra 
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CAPÍTULO IV: Preservação de amostras de Odonata para estudos genéticos e genômicos

Tabela 1. Resumo dos métodos de preservação mais utilizados para amostras de Odonata, detalhando o tipo de amostra, o meio de conservação 
empregado e suas aplicações em estudos genéticos e genômicos. Incluem-se recomendações para otimizar a qualidade do DNA e RNA de acordo com o tipo de 
análise, desde estudos filogenéticos e de genética populacional até técnicas avançadas de genômica, como captura de loci específicos, transcriptômica e 
montagem genômica de novo. Além disso, destacam-se considerações práticas para o manejo e armazenamento das amostras, bem como limitações associadas 
a cada método. Essas informações servem como guia para pesquisadores que buscam assegurar a integridade molecular das amostras coletadas para análises 
posteriores.

TIPO DE AMOSTRA MÉTODO DE PRESERVAÇÃO PRINCIPAIS APLICAÇÕES OBSERVAÇÕES/ 
RECOMENDAÇÕES

Adultos (inteiro) Acetona ou Etanol 70-96% Estudos genéticos 
(mitocondriais, AHE, UCE)

Acetona conserva cor; Etanol 
70% melhor equilíbrio 
preservação/fragilidade; Etanol 
96% + -80°C para DNA de 
alta qualidade

Adultos (tecidos 
específicos)

Pernas ou músculo abdominal 
em Etanol 70-96%

Estudos moleculares (genes 
clássicos mitocondriais e 
genômicos reduzidos - AHE e 
UCE-), filogenia, captura de 
genes

Remover pernas para evitar 
danos ao exemplar; útil para 
dúvidas taxonômicas

Larvas
Etanol 70% (imersão em água 
quente prévia para 
anisópteros)

Estudos moleculares, filogenia

Recomenda-se obter pata 
antes do tratamento com água 
quente para estudos 
moleculares

Amostras preservadas 
com DMSO

DMSO (na ausência de 
congelamento)

Alternativa para preservação 
de DNA em campo sem frio

Menor qualidade do que 
congelamento; útil na 
ausência de acesso ao 
congelamento

Exúvias Etanol 70-75% Identificação morfológica, 
DNA ambiental

Manter úmido para evitar 
quebras; DNA degradado 
depende do tempo e das 
condições de coleta

Amostras para DNA 
ambiental (e.g., fezes)

Etanol absoluto ou soluções 
buffer estabilizadoras

Metabarcoding, análise de 
dieta e cadeias tróficas

As amostras se degradam 
rapidamente; manter 
refrigeradas e processar 
rapidamente

Tecidos para 
transcriptômica

Preservação em estabilizador 
de RNA

Estudos de expressão gênica 
diferencial, transcriptomas

Conserva proteínas expressas e 
RNA; requer manuseio 
cuidadoso

Tecidos para genômica 
de alta qualidade

Congelamento rápido em 
nitrogênio líquido e 
conservação a -80°C (sem 
conservantes)

Assomblagens genômicas 
com long reads (PacBio, ONT) 
e Hi-C

DNA de alta qualidade é 
crítico; evitar ciclos de 
congelamento-degelo

Tecidos para Hi-C
Reticulação in situ antes da 
extração (e.g., Arima-HiC+ 
Kit) e congelamento a -80°C

Genomas cromossômicos de 
referência

Ideal usar tecido do mesmo 
indivíduo que para genômica 
long reads
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deve ser colocada imediatamente a –80 °C. Não se 
recomenda o uso de qualquer tipo de preservante, 
como DMSO ou álcool de grau molecular. 

4.1.2. Larvas 
As larvas geralmente são preservadas em etanol 

a 70%, o que mantém adequadamente sua 
morfologia externa. No caso de Anisoptera, alguns 
pesquisadores recomendam primeiro submergi-las 
em água quase fervente por menos de um minuto 
(dependendo do tamanho) para fixar proteínas, 
eliminar microrganismos e prevenir decomposição 
interna. Em seguida, devem ser secas em papel e 
transferidas para etanol a 80% (Tennessen & 
Garrison, 2022). 

Esse tratamento melhora a conservação 
morfológica interna, mas pode degradar o DNA. 
Portanto, se forem desejados estudos genéticos, 
recomenda-se remover uma perna ou tecido antes 
da escaldagem, ou preservar diretamente a larva 
em etanol absoluto ou 96%, idealmente com 
posterior congelamento. 

4.2. MATERIAL BIOLÓGICO ALTERNATIVO 
COMO FONTE DE DNA AMBIENTAL 

Exúvias: Os exoesqueletos vazios após a 
emergência são uma fonte potencial tanto para 
identificação morfológica quanto para DNA 
ambiental (eDNA). Sua preservação ideal é em 
etanol a 70–75%, o que minimiza sua fragilidade e 
facilita o manejo de estruturas diagnósticas como o 
lábio e as cerdas prementais. 

O valor genético depende do momento da 
coleta: exúvias coletadas imediatamente após a 
emergência preservam melhor o DNA, enquanto 
aquelas expostas por dias ou semanas apresentam 
maior degradação. Armazená-las em álcool 
absoluto e mantê-las a –20 °C ou –80 °C aumenta 
as chances de recuperar DNA para barcoding ou 
mesmo análises filogenéticas limitadas. 

Fezes: Representam uma fonte emergente de 
DNA ambiental e são úteis em estudos de 
metabarcoding de dieta, permitindo inferir 

interações tróficas e cadeias alimentares. Essas 
amostras devem ser processadas rapidamente após 
a coleta, pois se degradam com facilidade devido à 
sua natureza orgânica. É recomendável preservá-
las em etanol absoluto ou soluções tampão 
estabilizadoras, armazenando-as refrigeradas ou 
congeladas até a análise. 

4.3. REQUISITOS ESPECIAIS PARA 
TRANSCRIPTÔMICA E ESTUDOS DE 
EXPRESSÃO GÊNICA 

Quando se pretende real izar anál ises 
transcriptômicas ou estudos de expressão gênica 
diferencial, é fundamental preservar não apenas o 
DNA, mas também o RNA e as proteínas 
expressas. Nesses casos, os tecidos devem ser 
coletados diretamente em RNAlater® ou soluções 
similares, que estabilizam o RNA e impedem sua 
degradação. 

Esse método é compatível tanto com adultos 
quanto com larvas e permite preservar o perfil de 
expressão gênica no momento exato da coleta. 
Posteriormente, as amostras devem ser mantidas a 
–80 °C. Não devem ser expostas a etanol, acetona 
ou calor prévio, pois esses tratamentos degradam o 
RNA e alteram os perfis transcriptômicos. Essa 
estratégia é fundamental para estudos filogenéticos 
baseados em transcriptomas ou para investigar 
mecanismos de adaptação, desenvolvimento ou 
resposta ambiental. 

4.4. TÉCNICAS PARA GENÔMICA EM 
ODONATA 

A genômica se concentra em estudar a estrutura 
e a função do conjunto completo do DNA de um 
organismo. A sequência completa de DNA é 
conhecida como genoma. A geração de um 
genoma de referência de novo de alta qualidade 
envolve o uso de leituras longas (long reads) 
produzidas por plataformas de sequenciamento de 
terceira geração. Para isso, podem ser empregadas 
tecnologias como SMRT sequencing (Single 
Molecule, Real-Time sequencing) da empresa 
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Pacific Biosciences (PacBio) ou Oxford Nanopore 
Technologies (ONT) (Soto-Serrano et al., 2024). A 
primeira gera conjuntos de dados altamente 
precisos com leituras longas, com comprimentos 
médios entre 10 e 25 kb e precisão superior a 99,9 
% (Hon et al., 2020), enquanto a segunda pode 
gerar leituras >2 Mb, embora com menor precisão 
(95–99 %, dependendo da química mais recente 
—R10.4.1, Kit 14— e do uso de leituras duplex) do 
que as HiFi da PacBio (Logsdon et al., 2020). 

É importante contar com uma estimativa do 
tamanho do genoma antes de solicitar esse tipo de 
dado de sequenciamento, pois o tamanho 
genômico determinará a quantidade de dados 
necessária para um bom assembly. Essa estimativa 
pode ser obtida por meio de estudos como 
citometria de fluxo ou, na ausência de dados 
específicos, consultando o tamanho genômico de 
espéc ies p róx imas que já tenham s ido 
sequenciadas (Dominguez Del Angel et al., 2018). 
No seguinte link, é possível encontrar informações 
sobre tamanhos de genomas de animais em geral: 
https://www.genomesize.com/search.php. Uma 
forma de confirmar se o conjunto de dados possui 
cobertura suficiente para gerar o genoma completo 
é realizar uma análise do perfil genômico e da 
distribuição de k-mers, conhecida em inglês como 
k-mer spectrum ou k-mer histogram. O uso de k-
mers também permite determinar características 
como tamanho do genoma, heterozigosidade ou 
repetitividade; esse processo é conhecido como 
modelagem ou perfilamento genômico (Jenike et 
al., 2025). Mais informações sobre como realizar 
essa análise podem ser encontradas neste 
repositório do GitHub: https://github.com/
WCSCourses/K-mer_Biodiversity_Genomics_2025. 
Se o objetivo é obter um genoma de referência em 
nível cromossômico, é necessário gerar dados Hi-C 
(High-throughput Chromosome Conformation 
Capture), pois essa técnica permite identificar 
quais regiões do genoma estão fisicamente 
próximas entre si no núcleo celular (Lieberman-
Aiden et al., 2009). A tecnologia Hi-C é um 

método de ligação por proximidade que envolve a 
reticulação do DNA in situ com formaldeído, a fim 
de mapear regiões cromossômicas espacialmente 
próximas. O DNA reticulado é posteriormente 
submetido à preparação de bibliotecas para 
sequenciamento em plataformas Illumina. Esse 
enfoque permite capturar a organização 
tridimensional do genoma, possibilitando a 
geração de scaffolds de longo alcance (Burton et 
al., 2013; Zeng et al., 2024). A etapa inicial de 
reticulação é realizada no tecido (antes da 
extração do DNA) e diferentes kits podem ser 
utilizados dependendo do grupo taxonômico. Para 
odonatos, recomenda-se o Arima-HiC+ Kit, 
amplamente utilizado em outros insetos, como 
borboletas (por exemplo, Heijden et al., 2024). 

Esses dois tipos de dados exigem DNA de alta 
qualidade, portanto recomenda-se seguir as 
orientações mencionadas anteriormente no item 
“Considerações sobre a preservação de amostras”. 
Além disso, recomenda-se que ambos os tipos de 
dados provenham do mesmo indivíduo. Por 
exemplo, pode-se utilizar a cabeça de uma libélula 
para gerar os dados Hi-C e o tórax do mesmo 
exemplar para os dados de PacBio. Ao realizar a 
extração de DNA, certifique-se de minimizar os 
ciclos de congelamento-descongelamento, 
preferencialmente utilizando gelo seco o tempo 
todo para evitar descongelamento completo, e 
evite expor o DNA a extremos de pH ou altas 
temperaturas. Adicionalmente, verifique que a 
amos t ra e s t e j a l iv r e de RNA e ou t ro s 
contaminantes. 

Finalmente, é importante realizar uma avaliação 
da qualidade do DNA. Isso inclui medir pureza, 
comprimento dos fragmentos e concentração 
(Dominguez Del Angel et al., 2018). Os requisitos 
específicos devem ser consultados diretamente 
com a empresa responsável pelo sequenciamento. 
No entanto, valores gerais podem ser: 

•A pureza do DNA (medida, por exemplo, em 
Nanodrop) deve apresentar: Relação 260/280: 
>1,8. Relação 260/230: entre 2,0 e 2,2. 
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•A concentração do DNA deve ser de no 
mínimo 50 ng/μl em um volume de pelo menos 
100 μl. 

•O comprimento dos fragmentos (medido, por 
exemplo, com Femto Pulse) deve ser ≥ 30 kb. 

Um dos processos bioinformáticos mais 
ut i l izados para o assembly de genomas 
cromossômicos é o do programa Tree of Life do 
I n s t i t u t o W e l l c o m e S a n g e r ( h t t p s : / /
www.sanger.ac.uk/programme/tree-of-life/). No 
repositório do GitHub (https://github.com/sanger-
tol/genomeassembly) é possível encontrar o 
procedimento computacional. Esse fluxo utiliza 
dados HiFi, com possibilidade de integrar dados 
Illumina 10x e Hi-C. O fluxo de trabalho está 
resumido na figura 1. 

Mais recursos úteis para esse processo podem 
ser encontrados em: 

•https://github.com/sanger-tol/rapid-curation 
•h t t p s : / / p i p e l i n e s . t o l . s a n g e r . a c . u k /

curationpretext 
•https://github.com/sanger-tol/agp-tpf-utils 

•https://pipelines.tol.sanger.ac.uk/pipelines 
•https://github.com/thebgacademy 
Caso se deseje anotar o genoma de referência, 

pode ser muito útil obter dados de RNA do mesmo 
indivíduo (se possível) ou de outros indivíduos da 
mesma espécie. A anotação de um genoma 
consiste em identificar e caracterizar as regiões 
funcionais e estruturais do DNA. Geralmente, 
anotam-se genes codificadores de proteínas, 
embora também possam ser identificadas outras 
características, como RNAs não codificadores, 
sequências regulatórias ou elementos repetitivos 
(Dominguez Del Angel et al., 2018). Esse processo 
normalmente combina predições computacionais 
com evidências experimentais (por exemplo, dados 
de RNA-seq ou proteínas conhecidas) para atribuir 
funções biológicas às sequências e gerar um mapa 
funcional do genoma. Um dos softwares mais 
utilizados para realizar essa anotação é Braker3 
(Gabriel et al., 2024), e todas as instruções sobre 
como executar o processo podem ser encontradas 
no GitHub: https://github.com/thebgacademy/B3/
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Figura 1. Metáfora de construção para ilustrar o processo de montagem genômica, baseada nos protocolos descritos por The Darwin Tree of Life Project 
Consortium (2022) e Dominguez Del Angel et al. (2018). O fluxo de trabalho inclui: 1) avaliação preliminar de cobertura por meio do espectro de k-mers, 2) 
montagem de contigs com leituras HiFi, 3) filtragem e depuração, 4) scaffolding com dados Hi-C, 5) curadoria manual, 6) avaliação com métricas como N50 e 
BUSCO e 7) perfilamento do genoma (tamanho, heterozigosidade, repetitividade) por meio de uma segunda análise de k-mers.

https://www.sanger.ac.uk/programme/tree-of-life/
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https://pipelines.tol.sanger.ac.uk/curationpretext
https://pipelines.tol.sanger.ac.uk/curationpretext
https://github.com/sanger-tol/agp-tpf-utils
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https://github.com/thebgacademy/B3/blob/main/tutorial.md
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Além do Braker3, existem outros métodos de 
anotação que não requerem dados de RNA, como 
Helixer (https://github.com/weberlab-hhu/Helixer), 
que realiza a anotação de genomas por meio de 
modelos de aprendizado profundo capazes de 
predizer com alta precisão a estrutura gênica 
diretamente a partir da sequência de DNA (Holst et 
al., 2023). 
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CAPÍTULO V

Javier Muzón, María de las Mercedes Navarro e Alejandro del Palacio

LA conservação1 de odonatos em coleções, 
tanto larvas quanto adultos, enfrentou 

historicamente desafios particulares. Ao longo do 
tempo, múltiplos produtos e métodos foram 
propostos e utilizados, entre os quais cada 
especialista, de acordo com suas possibilidades e 
experiência, testou e escolheu. No entanto, não 
existe um método universalmente aceito. Algumas 
características do plano de organização corporal 
dos odonatos adultos (isto é, grau intermediário de 
esclerotização geral, pernas delgadas, asas grandes 
e membranosas, abdômen longo e policromatismo) 
dificultam sua preservação. Além disso, a 
fragilidade que as membranas articulares podem 
adquir i r ao secarem, pr incipalmente as 
intersegmentares abdominais e a do pescoço, 
contribui para que os exemplares de coleção 
tendam a se danificar, com a consequente ruptura 
ou perda de diferentes partes do corpo. 

A coloração chamativa dos adultos deve-se à 
conjunção de vários fatores: pigmentos, dispersão 
pelo efeito Tyndall em células epidérmicas, 
pruinosidade, ontogenia e cores estruturais (por 
exemplo, i r idescência ) produzidas pe la 
ultraestrutura da cutícula. As cores produzidas por 
pigmentos (amarelos, vermelhos) e pelo efeito 
Tyndall (azuis) são instáveis e tendem a se 

desnaturalizar rapidamente após a morte (Dunkle, 
1983; Westfall & May, 1996). Por sua vez, a 
conservação da pruinosidade sobre o tegumento 
depende do meio em que os exemplares sejam 
preservados (Futahashi et al., 2019). 

Às dificuldades relacionadas ao plano de 
organização dos odonatos, soma-se uma série de 
problemas associados ao contexto regional. Na 
América Latina, as coleções científicas enfrentam 
o u t r a s d i f i c u l d a d e s , c o m o a e s c a s s a 
disponibilidade de espaço e de recursos 
financeiros que permitam assegurar uma gestão 
adequada e sustentada ao longo do tempo. 

Devemos ter em mente que, uma vez coletados 
em seu habitat natural, todos os indivíduos, 
independentemente da espécie a que pertençam, 
iniciam uma valiosa etapa como exemplares de 
uma coleção científica. Manter o valor científico 
desses exemplares é a única justificativa para sua 
coleta e sacrifício. Por essa razão, uma das maiores 
responsabilidades de quem está encarregado da 
gestão e manutenção dessas coleções é garantir 
que essa nova etapa do indivíduo coletado dure o 
máximo possível, no melhor estado possível. Esse é 
um princípio ético básico que devemos respeitar 
em nossa prática profissional. Os exemplares que 
integram uma coleção científica devem ser 

Coleções científicas de odonatos: 
métodos de conservação e restauração 

1Devido ao uso confuso de termos como preservação, conservação, cura, etc., nesta contribuição seguimos a terminologia proposta pelo Comitê para a 
Conservação do International Council of Museums, ICOM (https://www.icom-cc.org/en/terminology-for-conservation).
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considerados patrimônio universal e, como tais, 
nosso dever é envidar esforços máximos para sua 
preservação. Nesta contribuição, procuraremos 
descrever os principais desafios e as boas práticas 
que as características dos odonatos impõem para 
sua melhor preservação nas coleções. 

5.1. LARVAS E EXÚVIAS 
As larvas apresentam, ao contrário dos adultos, 

menos dificuldades no momento de sua 
preservação. Com exceção de alguns grupos, como 
por exemplo Petaluridae, a maioria das larvas de 
odonatos caracteriza-se por apresentar corpo 
pouco esclerotizado e alto conteúdo de água, que 
rapidamente entra em decomposição se não for 
tratado adequadamente. No caso das larvas de 
Zygoptera, deve-se considerar ainda que suas 
brânquias caudais (epi e paraproctos quando 
adultos) podem se desprender facilmente e se 
perder. 

As coleções científicas de imaturos podem ser 
constituídas tanto por larvas quanto por exúvias. As 
exúvias, geralmente secas e quebradiças no 
momento de sua co le ta , cos tumam ser 
parcialmente hidratadas e conservadas em álcool 
etílico ou isopropílico a 70–80% para facilitar seu 
estudo posterior. A preservação de larvas, por sua 
vez, depende de outros fatores, como seu tamanho 
e idade. Embora em algumas coleções possam ser 
encontradas larvas dessecadas, inclusive montadas 
em alfinetes (Fig. 1a), é mais comum sua 
conservação em álcool etílico ou isopropílico (os 
exemplares de maior tamanho podem ser injetados 
com álcool para acelerar a fixação de seus 
tecidos). Para o armazenamento, os exemplares são 
acondicionados em frascos individuais com a 
cabeça orientada para a boca do frasco, junto a 
uma ou várias etiquetas com os dados de coleta e 
identificação (Fig. 1b). Devido à quantidade de 
água em seu corpo, e para ev i ta r seu 
deterioramento pela ação de fungos e/ou pela 
decomposição dos tecidos, é necessário renovar o 

álcool de cada frasco ao menos uma vez após 1–2 
meses da coleta. De acordo com o tamanho do 
exemplar e o volume do frasco em que se 
encontra, recomenda-se renovar o álcool 
periodicamente até que os tecidos estejam 
completamente fixados, o que pode ser observado 
quando o álcool permanece claro e límpido. 

A gestão de uma coleção de larvas pode ainda 
apresentar um inconveniente importante: as 
tampas dos frascos utilizados podem se desgastar 
ou quebrar com o tempo, o que compromete a 

CAPÍTULO V: Coleções científicas de odonatos: métodos de conservação e restauração  

Figura 1. a) Larva montada em alfinete (MACN2). b) Larva em tubo de 
ensaio (BioGeA3). c) Frasco-mãe (BioGeA). d) Larva com mandíbulas 
separadas em frasco (BioGeA).

2 MACN - Col. Museo Argentino de Ciencias Naturales, Buenos Aires, Argentina. 3BioGeA - Col. Laboratorio de Biodiversidad y Genética Ambiental, Avellaneda, 
Argentina.
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vedação e obriga a controlar periodicamente o 
nível de álcool de cada frasco. Uma forma de 
simplificar sua manutenção, além de reduzir 
custos, é usar tubos de ensaio em vez de frascos 
individuais (Navarro et al., 2024). Da mesma forma 
que nos frascos, nos tubos elas são acondicionadas 
junto com suas etiquetas, porém são tamponados 
na extremidade da abertura com algodão ou gaze 
estéril de uso médico. Esses tubos são então 
colocados em frascos de boca larga (frascos-mãe), 
com a extremidade aberta voltada para baixo, e 
adiciona-se álcool ao frasco (Fig. 1c). Dessa forma, 
o s f r a s c o s - m ã e p e r m i t e m c o n t r o l a r 
simultaneamente o nível de álcool de todos os 
tubos em seu interior. No caso de larvas de 
zigópteros, é importante acondicionar os 
exemplares separadamente para evitar confusões 
na identificação, caso as brânquias caudais se 
desprendam. 

As coleções de larvas podem estar também 
associadas a uma coleção de estruturas dissecadas 
para estudo microscópico (por exemplo, antenas, 
pernas e brânquias caudais). Essas estruturas 
podem ser montadas temporariamente em lâminas, 
em meio aquoso ou em glicerina, ou, após 
tratamento adequado (potassa, série alcoólica, 
etc.), podem ser fixadas definitivamente em resinas 
acrílicas ou bálsamo do Canadá. No caso 
particular das mandíbulas, que geralmente não são 
montadas em lâminas, pode ser necessário dissecá-
las e depois acondicioná-las em pequenos frascos 
dentro do tubo ou frasco correspondente (Fig. 1d). 

5.2. ADULTOS 
Como mencionamos anteriormente, os 

principais desafios para a preservação de 
exemplares adultos de odonatos nas coleções são a 
manutenção de sua integridade física ou estrutural 
e a preservação dos pigmentos responsáveis por 
seu padrão de coloração. As deficiências na 
preservação de odonatos, derivadas de suas 
características particulares, têm sido agravadas, 
ainda, pela aplicação de protocolos e métodos de 
preservação entomológicos de uso geral, não 

específicos para o grupo. Esse conjunto de 
inconvenientes e deficiências continua impactando 
negativamente os exemplares preservados em 
coleções, muitos dos quais necessitam de um 
cuidadoso trabalho de restauração. 

Embora nenhum desses desafios tenha sido 
satisfatoriamente superado, o desenvolvimento de 
novos protocolos de coleta e métodos de 
c o n s e r v a ç ã o e s p e c í f i c o s m e l h o r o u 
substancialmente o estado geral de conservação, 
minimizando danos, rupturas e perdas de 
exemplares. O avanço da Odonatologia, aliado ao 
surgimento de novas tecnologias e materiais, bem 
como a uma maior conscientização sobre o grau 
de toxicidade de substâncias antes de uso 
cotidiano, como o naftaleno (= naftalina) e o fenol, 
tem promovido mudanças importantes nas práticas 
de coleta e conservação de insetos em geral, e de 
odonatos em particular. 

Tratados mais amplos de entomologia, como 
por exemplo Usinger (1956), McGavin (2001) e 
Gibb & Oseto (2020), não oferecem métodos 
específicos para odonatos. Até a segunda metade 
do século passado, e na ausência do trabalho de 
um especialista, era comum aplicar aos odonatos 
as mesmas técnicas de preservação usadas em 
ordens de insetos com características morfológicas 
“semelhantes” (isto é, de tamanho médio a grande, 
medianamente esclerotizados e com asas grandes 
e membranosas). Os indivíduos eram sacrificados 
em câmaras mortíferas, geralmente com vapores de 
cianeto, éter ou acetato de etila e, uma vez secos, 
eram acondicionados em camas de algodão, em 
envelopes triangulares de papel ou espetados em 
caixas entomológicas clássicas (com ou sem tampa 
de vidro) (Fig. 2 a–c). Nesses casos, eram 
perfurados com alfinetes entomológicos na região 
dorsal ou lateral do pterotórax, mantendo as asas 
em posição horizontal em relação ao eixo 
anteroposterior do corpo (= “abertas”) ou tocando-
s e s o b r e o p t e r o t ó ra x ( = “ f e ch a d a s ” ) , 
respectivamente. 

O uso de caixas plásticas herméticas ou de 
papelão para preservar exemplares acondicionados 
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em envelopes transparentes ou triângulos de papel 
apresenta importantes vantagens em comparação 
com as caixas entomológicas clássicas utilizadas 
para exemplares montados em alfinetes, comuns 
em muitas coleções ao redor do mundo (Fig. 2 d–
e). Entre essas vantagens, destaca-se a menor 
necessidade de espaço para armazenamento (isto 
é, as caixas entomológicas podem acomodar 
poucos exemplares montados) e o custo reduzido, 
tanto pela diferença de valor entre os dois tipos de 
caixas quanto pela necessidade de dispor de 
grande quantidade de unidades no caso da opção 
por caixas entomológicas, mais onerosas. Outro 
efeito indesejado do uso de caixas entomológicas é 
o acúmulo e a mistura de fragmentos que se 
desprendem de diferentes exemplares (cabeças, 
pernas, asas, abdômens), o que em muitas ocasiões 
impede a atribuição clara e segura de cada 
fragmento a um exemplar em particular. Em 
algumas coleções, um grande número de adultos é 
conservado em álcool dentro de frascos (Fig. 2f); 
essa é uma prática desaconselhada, pois os 
exemplares descolorem-se e se desarticulam 
rapidamente. 

Com o avanço dos estudos odonatológicos, 
desenvolveram-se métodos mais específicos e 
eficientes para a preservação dos exemplares, em 
particular da sua coloração corporal. Esses avanços 
resultaram na modificação de todo o protocolo de 
coleta e conservação de adultos, desde a forma de 
sacrificar os exemplares e fixar seus tecidos até o 
método final de preservação. A partir da segunda 
metade do século passado, começou a substituir-se 
o uso de frascos mortíferos por injeção e/ou 
imersão em acetona (Beatty & Beatty, 1963; 
Garrison et al., 2006, 2010; Tennessen, 2019; 
Westfall & May, 1996, 2000; White & Morse, 
1973), bem como o uso de caixas e alfinetes 
entomológicos por contêineres herméticos de 
plástico ou papelão (Fig. 2 d–e), nos quais cada 
exemplar é colocado dentro de embalagens 
plásticas junto a um cartão contendo os dados de 

coleta e identificação (Fig. 3a). 
O uso da acetona, tanto para sacrificar os 

exemplares (injeção de acetona pura no tórax de 
modo que alcance todo o abdome) quanto para a 
fixação dos tecidos (imersão em acetona pura por 
a p r o x i m a d a m e n t e 2 4 h o r a s ) , m e l h o r a 
significativamente a preservação dos pigmentos e 
promove uma desidratação mais rápida e eficiente 
dos exemplares. No entanto, recentemente seu uso 
apresentou duas grandes desvantagens: por um 
lado, dificulta a extração de DNA e RNA para 
estudos moleculares; por outro, sendo uma 
substância precursora de drogas ilegais, sua 
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Figura 2. a) Cama de algodão (MLP4). b) Triângulos de papel (BioGeA). 
c) Caixa entomológica (MACN). d) Caixa de cartão para adultos (BioGeA). e) 
Recipiente hermético de plástico (BioGeA). f) Frasco com adultos em álcool 
(FCNyE5). 

4MLP - Col. Museo de La Plata, La Plata, Argentina. 5FCEyN - Col. Facultad de Ciencias Exactas y Naturales, UBA, Buenos Aires, Argentina.
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comercialização e posse começaram a ser 
fortemente reguladas nos países da região. Isso 
trouxe grandes dificuldades tanto para a aquisição 
quanto para o transporte durante viagens de 
campo. Por esses motivos, nos últimos 10–15 anos, 
o uso da acetona tem sido gradualmente 
abandonado. Atualmente, alguns especialistas 
injetam os exemplares recém-coletados com etanol 
e os colocam por vários dias em sacos com 
fechamento tipo zip-lock ou caixas herméticas 
com sílica-gel granulada (Fig. 3b–c) para sua 
desidratação em ambiente refrigerado. Em todo 
caso, a preservação dos pigmentos responsáveis 
pela coloração sofre diversas alterações devido a 
uma grande quantidade de variáveis que podem 
afetar simultaneamente sua estabilidade. Por 
exemplo: a idade do exemplar, a substância 
escolhida para conservar/fixar os tecidos, sua 
qualidade química, grau de diluição, tempo de 
exposição do exemplar à substância, temperatura, 

exposição prolongada à luz solar, entre outros 
fatores. A potencial disparidade de resultados deve 
ser considerada ao examinar os exemplares, sendo 
necessário e recomendável adotar cautela na 
avaliação e descrição dos padrões de coloração. 

Uma característica especial que os adultos, 
machos em maior intensidade, podem apresentar é 
uma cobertura esbranquiçada e levemente 
azulada, distribuída em diferentes partes do 
tegumento, principalmente no pterotórax e 
abdômen. A pruinosidade, que reflete os raios UV, 
deve-se à deposição de uma camada de ceras (= 
pruína) composta principalmente por metilcetonas 
e aldeídos de cadeia longa, insolúvel em etanol 
(Futahashi et al., 2019). Como a pruína é secretada 
gradualmente, sua extensão permite inferir a idade 
do exemplar. 

A evolução dos métodos de conservação de 
odonatos pode ser observada ao visitar coleções 
científicas mais antigas, nas quais se encontram 
exemplares sacrificados e preservados de maneiras 
muito diversas: câmaras mortíferas, etanol, 
ace tona , camas de a lgodão , enve lopes 
triangulares, espetados em caixas entomológicas 
ou em embalagens transparentes com cartões de 
cartolina. 

A gestão eficiente de uma coleção científica de 
odonatos adultos requer considerar, além das 
questões derivadas da utilização de uma técnica 
ou protocolo de conservação específico, ações de 
conservação preventiva, a serem realizadas tanto 
durante a coleta dos exemplares quanto no local 
de armazenamento da coleção. Quanto a este 
último, independentemente do método de 
preservação utilizado na coleta, é fundamental que 
a coleção esteja protegida da incidência direta de 
luz solar, da umidade e da atividade de fungos e 
outros insetos, como tesourinhas e psocópteros. É 
altamente recomendável que as caixas para 
armazenamento dos espécimes sejam herméticos 
ou, pelo menos, que fiquem guardados em 
armários fechados, dispondo-se de sílica-gel para 
reduzir a umidade. 
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Figura 3. a) Envoltórios plásticos para adultos em recipientes 
herméticos de plástico (BioGeA). b) Envelope de papel pergaminho vegetal 
(BioGeA). c) Exemplares em envelopes de papel pergaminho vegetal 
desidratando em saco zip-lock com cristais de sílica (BioGeA). 
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5.2.1. Boas práticas para a conservação de 
espécimes adultos 

Ações de preservação preventiva em 
exemplares recém-coletados  

A) No momento da coleta

1. Guardar cada exemplar em um envelope 
de papel vegetal (Fig. 3b), etiquetá-lo 

provisoriamente e mantê-lo vivo em local fresco 
por várias horas até que evacue o sistema 
digestivo. Recomenda-se conservar no mesmo 
envelope os pares coletados em tandem ou em 
cópula, rotulando o envelope com uma indicação 
precisa do tipo de condição (tandem ou cópula). 
Os adultos tenerais (recém-emergidos) devem ser 
mantidos vivos em câmaras ventiladas até a 
finalização do processo de esclerotização do 
tegumento; caso isso não seja possível, 
recomenda-se conservá-los diretamente em álcool 
a 70–80%.

2. Injetar cada exemplar (entre as coxas II e 
III) com acetona, álcool etílico ou 

isopropílico para reduzir ácidos graxos e promover 
a desidratação. O líquido injetado deve penetrar 
no abdome sem danificá-lo; para isso, deve-se 
proceder com muito cuidado, utilizando seringas 
de 0,3 a 1 mL.

3. Acomodar as estruturas. Recomenda-se 
orientar os exemplares sempre da mesma 

forma para facilitar estudos posteriores. Por 
exemplo, é aconselhável posicionar a cabeça de 
lado, esticar as pernas para frente, dispor as asas 
juntas, tocando-se sobre o tórax, manter o abdome 
reto, sob as asas, e, no caso dos machos, 
posicionar a lígula (Zygoptera) ou a vesica 
spermalis (Anisoptera) fora da fossa genital (sem 
separá-la do exemplar). 

4. Voltar a guardar o espécime no mesmo 
envelope.

5. Guardar o envelope com o exemplar em 
uma caixa hermética ou saco com 

fechamento tipo zip-lock, contendo grânulos de 
sílica-gel, por vários dias, idealmente em ambiente 
refrigerado, para retardar os processos de 
degradação e evitar a decomposição (Fig. 3c). 
Recomenda-se colocar na mesma caixa os 
exemplares coletados na mesma localidade. Se, 
em vez de álcool + sílica-gel, for utilizada acetona 
pura, os envelopes devem ser armazenados em um 
frasco de boca larga, totalmente imersos em 
acetona pura por 24 horas, sendo retirados em 
seguida e secos ao ar. Quando a acetona começar 
a apresentar coloração amarelada ou turvação, é 
hora de renová-la. No caso da sílica, o uso 
prolongado provoca sua hidratação, sendo 
necessário renová-la periodicamente. Cristais que 
mudam de cor ao se hidratar permitem determinar 
corretamente o momento da substituição.

6. Com o objetivo de facilitar futuros estudos 
moleculares, recomenda-se separar, no 

momento da captura (e antes de injetar o 
exemplar), pernass ou músculo torácico em frascos 
especiais com álcool absoluto. Esses frascos devem 
ser mantidos a frio e etiquetados de modo a 
assegurar sua rastreabilidade, relacionando a 
amostra de tecido ao exemplar coletado. Os 
frascos, corretamente rotulados, podem integrar 
uma coleção voucher conservada em freezers ou 
ultrafreezers, de forma conexa à coleção principal. 

B) No laboratório 

1. Tra n s p o r t e d o s e x e m p l a r e s p a r a 
embalagens definitivas: desde a segunda 

metade do século passado, os odonatos adultos 
são conservados dent ro de embalagens 
transparentes juntamente com um cartão (papel 
cartão, cartão fino, ou papel grosso) (Beatty & 
Beatty, 1963). Tanto o material das embalagens e 
dos cartões quanto suas dimensões podem variar 
de acordo com a disponibilidade ou a preferência 
do especialista.
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 6A acetona é um composto inflamável e tóxico que pode degradar rapidamente certos tipos de plástico. Deve ser usada com cautela em áreas bem ventiladas. É 
aconselhável testar os plásticos a serem utilizados com uma gota de acetona e observar sua reação.
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Embalagens (“envelopes”): antes de escolher as 
embalagens definitivas, é muito importante 
considerar o tipo de material, suas dimensões e o 
tipo de fechamento. Desde os primeiros envelopes 
de celofane utilizados para a conservação de 
odonatos adultos (Beatty & Beatty, 1963), foram 
testados diferentes materiais, como tereftalato de 
polietileno (PET), papel glassine, polipropileno, 
polietileno, entre outros, cada um apresentando 
resultados distintos quanto à estabilidade e à 
interação com os exemplares (Blades et al., 2017). 
Por outro lado, embora vários materiais sejam 
seguros para os exemplares, alguns podem reagir 
com produtos químicos usados nas coleções, 
como o poliestireno exposto à naftalina (Simmons, 
1999). Plásticos que contêm cloro podem liberar 
compostos extremamente corrosivos ao envelhecer, 
como o policloreto de vinila (PVC), sendo seu uso 
desaconselhado. De modo geral, qualquer plástico 
que apresente mudanças de cor, superfície rachada 
ou outra deformação deve ser imediatamente 
retirado da coleção. Idealmente, podem ser 
utilizados envelopes de polietileno (sem butil-
hidroxitolueno ou BHT) com fechamento tipo zip-
lock; porém, considerando que uma coleção pode 
conter centenas ou milhares de exemplares, seu 
custo pode ser proibitivo para muitos países da 
região. A escolha do material e das dimensões da 
embalagem definitiva geralmente será feita com 
base na oferta do mercado e nas possibilidades 
orçamentár ias de cada ins t i tu ição e /ou 
odonatólogo. 

Cartões: o uso de embalagens definitivas requer 
que os exemplares sejam armazenados junto a um 
cartão de papelão ou papel mais grosso (como 
papel-cartão ou cartolina). As dimensões ideais dos 
cartões a serem colocados junto ao exemplar 
dependerão do tamanho das embalagens 
disponíveis. Podem ser utilizados cartões de 
arquivo de cartolina de 127 x 77 mm disponíveis 
no mercado, ou outras dimensões caso várias 
sejam impressas em uma mesma folha.

2. Rotulagem definitiva: o valor científico de 
um exemplar depende em grande parte 

dos dados coletados junto a ele. As etiquetas, no 
caso de exemplares montados ou conservados em 
álcool, ou os cartões, no caso de exemplares 
armazenados em embalagens definitivas, devem 
conter informações precisas e verídicas que 
facilitem tanto seu armazenamento quanto estudos 
posteriores. 

Durante a coleta, os indivíduos devem ser 
etiquetados com um mínimo de informações que 
relacionem inequivocamente o exemplar a um 
evento de coleta específico (localidade + data + 
coletor). Essas informações serão posteriormente 
incluídas nas etiquetas definitivas. Vários autores 
(González Peña, 1995; Márquez Luna, 2005; 
Triplehorn et al., 2005) sugerem que a etiqueta/
cartão colocado junto aos exemplares conservados 
deve conter os seguintes dados:

•Identificação taxonômica do exemplar: deve 
incluir o nome científico, o autor da espécie 
segundo as normas da Comissão Internacional de 
Nomenclatura Zoológica, o nome da pessoa que 
realizou a identificação e a data da determinação. 

•Sexo. 
•Localidade: deve ser o mais detalhada 

possível, do geral ao específico. Podem ser 
incluídos detalhes que facilitem a localização (por 
exemplo, a X km ao S de XX na rota XX). 

•Coordenadas geográficas: registradas via GPS 
ou carta geográfica. 

•Data da coleta: para evitar confusões, 
recomenda-se utilizar números romanos para os 
meses e quatro dígitos para o ano. 

•Nome da pessoa que coletou: seguido da 
abreviatura “col.” 

•Dados adicionais: podem incluir o método de 
coleta, habitat, se foram coletados em tándem ou 
cópula, etc. 

•Outros dados: etiquetas de tipos; informações 
de propriedade, indicando o nome da instituição 
ou pessoa proprietária da coleção. Em geral, as 
principais coleções científicas depositadas em 
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museus utilizam etiquetas de cores diferentes para 
identificar exemplares-tipo, sendo comum o uso de 
etiquetas vermelhas para holótipos (Fig. 4). 

•É fundamental que, ao adicionar novas 
etiquetas/cartões, as originais sejam preservadas. 

As etiquetas/cartões podem ser escritas à mão 
com canetas de traço fino, embora seja 
recomendável imprimi-las em papéis de alta 
qualidade, livres de ácidos. No caso de exemplares 
conservados em líquidos, as etiquetas devem ser 
escritas em papel de algodão, com tintas indeléveis 
ou impressas, e colocadas dentro do recipiente do 
exemplar. 

3. Armazenamento em recipientes herméticos 
definitivos dentro de armários ou sistemas 

de estantes que garantam escuridão e controle de 
umidade (Fig. 5a–c): Os envoltórios definitivos são 
colocados nos recipientes em posição vertical, 
organizados de acordo com o critério estabelecido 

pela pessoa responsável pela curadoria da coleção. 
O número de identificação deve permanecer 
visível para facilitar a localização do exemplar. 

Uma desvantagem do uso de recipientes 
plásticos é que certos materiais podem reagir 
quimicamente com pesticidas utilizados na 
fumigação das coleções. Por exemplo, o 
paradiclorobenzeno (PDB), empregado como 
pesticida em coleções entomológicas por sua 
capacidade de repel i r inse tos como os 
derméstidos, pode interagir negativamente com 
alguns tipos de plástico, como certos acrílicos ou 
poliestireno. Essas reações podem causar 
embaçamento, manchas, deformações e, 
eventualmente, a degradação do material plástico 
( G l o t z h o b e r, 1 9 9 3 ) . Pa r a e v i t a r e s s e s 
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Figura 4. Exemplares-tipo e suas etiquetas (NK7).

Figura 5. a) Armário metálico com recipientes herméticos (BioGeA). 
b) Armário de madeira com caixas entomológicas (MACN). c) Sistema de 
estantes móveis com assistência mecânica (MACN). 

7NK - Col. Museum für Naturkunde, Berlim, Alemanha.
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inconvenientes, sugere-se o uso de cânfora como 
repelente alternativo.

4. Inserção de informações: O material que 
ingressa na coleção deve conter a maior 

quantidade possível de dados, desde o momento 
da coleta até seu estudo posterior. Recomenda-se 
registrar os dados sempre seguindo os mesmos 
critérios, por exemplo: utilizar o formato dia / mês 
(em algarismos romanos) / ano para as datas, e 
registrar os nomes colocando primeiro o 
sobrenome seguido da inicial do nome. É 
importante manter essa consistência em todos os 
registros e estabelecer outros critérios conforme 
necessário.

5. Catalogação: A cada exemplar deve ser 
atribuído um número de identificação 

único e consecutivo, de acordo com os registros 
existentes. Esse número permite acessar todas as 
informações disponíveis sobre o exemplar, 
portanto não deve ser reassinado a outro exemplar.

6. Atualização da base de dados: As bases de 
d a d o s d e s e m p e n h a m u m p a p e l 

fundamental na gestão e no acesso às informações 
das coleções científicas, já que esses dados podem 
ser fonte primária para pesquisas. O design da base 
de dados deve preferencialmente seguir um padrão 
amplamente aceito (DGRU, 2023). Todo o material 
deve ser inserido na base de dados, que deve ser 
atualizada com a maior frequência possível. 
Recomenda-se realizar cópias de segurança 
periódicas para evitar perda de informações. 

Ações de conservação curativa e/ou 
restauração em exemplares antigos

A) Exemplares montados em alfinetes em 
caixas entomológicas8

1. Controle de fungos. Se for detectada a 
presença de fungos nos exemplares, estes 

podem ser pincelados com álcool ou acetona. 
Preventivamente, os exemplares podem ser 
colocados no freezer (-18 °C) por 24 horas para 

impedir a proliferação de fungos. É importante 
considerar que a presença de fungos indica 
excesso de umidade na caixa ou recipiente, devido 
a algum defeito no mesmo ou à hidratação 
excessiva da sílica.

2. Amolecimento do exemplar. Em alguns 
casos, pode ser necessário amolecer o 

exemplar para expor a genitália secundária 
masculina, mudar a orientação de cercos, 
paraproctos ou epiprocto, ou para retirar o alfinete 
e alterar o modo de armazenamento. Embora cada 
especialista tenha seu próprio protocolo, é comum 
o uso do método da câmara úmida. Se houver 
pouco tempo disponível, costuma-se submergir o 
exemplar em água quente até que as membranas 
amoleçam, para depois montá-lo em madeira balsa 
e ajustar as estruturas a serem estudadas com 
alfinetes. Recomenda-se um banho de álcool antes 
da água quente. Depois de acondicionado, o 
exemplar deve ser desidratado montado em 
acetona, álcool ou sílica-gel.

3. EEstruturas soltas dentro da caixa 
entomológica. Se forem observadas 

estruturas soltas (e.g., cabeça, pernas, asas, 
segmentos abdominais) e somente se não houver 
dúvidas sobre a qual exemplar pertencem, elas 
podem ser coladas com cola plástica em cartões 
adicionais, que devem ser colocados no mesmo 
alfinete que sustenta o exemplar (Fig. 6). No caso 
de peças muito pequenas, como lígulas, vesículas 
genitais ou cercos, é conveniente guardá-las em 
pequenos frascos com tampa perfurável de 
borracha, cortiça ou material similar, fixando-os no 
mesmo alfinete do exemplar.

4. Estruturas que se separam ou quebram 
durante o estudo. Nesses casos, deve-se 

proceder da mesma maneira descrita no ponto 
anterior (3).

B) Preparação de exemplares para estudos 
de ultraestrutura com microscopia eletrônica 
de varredura (MEV) 
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 8Em algumas coleções, provavelmente para economizar etiquetas, os espécimes foram agrupados, com apenas o primeiro espécime de cada grupo portando 
uma etiqueta. Por esse motivo, deve-se ter extremo cuidado ao remover espécimes de caixas entomológicas organizadas dessa maneira.
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O processo começa com o amolecimento inicial 
da peça a ser estudada, mediante imersão em uma 
solução de hidróxido de potássio (KOH) a 10% 
dentro de um tubo de ensaio; isso facilita a 
extrusão de estruturas membranosas. 

Depois, a peça é transferida para um recipiente 
com água destilada a temperatura constante entre 
80 e 90 °C em banho-maria, o que evita artefatos 
provocados por aquecimento brusco. O tempo de 
exposição varia entre 5 e 15 minutos, dependendo 
do grau de esclerotização da peça. 

A p ó s a t i n g i r o e s t a d o a d e q u a d o d e 
amolecimento e/ou limpeza, a amostra pode ser 
conservada em frascos com acetona, etanol ou 
glicerina, conforme os requisitos das técnicas 
posteriores (microscopia óptica, microscopia 
eletrônica de varredura e ponto crítico). 

Para o estudo de caracteres por MEV utilizando 
secagem por ponto crítico, recomenda-se seguir o 
protocolo de del Palacio et al. (2017). 

Outras boas práticas 

A) Exemplares-tipo 
Os exemplares-tipo, tanto primários (holótipo, 

síntipos, lectótipo e neótipo) quanto secundários 
(parátipos e paralectótipos), são os de maior valor 
taxonômico em uma coleção científica e, por isso, 
sua conservação deve ser pr ior i tár ia . É 
recomendável que exemplares-tipo, especialmente 
os primários, sejam depositados em coleções 
per tencentes a ins t i tu ições públ icas de 
reconhecida trajetória, para garantir maior 
continuidade em seu cuidado.

B) Rastreabilidade 
Desde o momento da coleta, os exemplares 

passam por múltiplas situações e tratamentos que 
podem afetar severamente sua integridade 
estrutural. É fundamental que os responsáveis pelo 
cuidado desses exemplares adotem sempre as 
medidas de segurança necessárias para garantir a 
rastreabilidade de cada estrutura ou peça. 

Por exemplo: o lábio dissecado de uma larva 
para estudo microscópico, a vesícula genital de um 
macho dissecada para estudo ultraestrutural, 
tecidos removidos para estudos moleculares, partes 
do corpo que se desprendem acidentalmente, etc. 
Sempre devem ser escolhidas práticas que 
garantam que qualquer peça possa ser associada 
de forma inequívoca ao exemplar ao qual 
pertence. 
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CAPÍTULO VI

Andrea Licet Diago Vargas, Fredy Palacino Rodríguez e María Cristina Gallego Ropero

As coleções biológicas são repositórios 
valiosos de biodiversidade e conhecimento, 

que fornecem informações cruciais para pesquisas 
em diversos campos, incluindo saúde pública, 
mudanças climáticas, conservação, distribuição, 
comportamento e interações das espécies com 
seus ambientes (Pyke & Ehrlich, 2010; Suarez & 
Tsutsui, 2004). Nos últimos anos, os espécimes 
depositados em coleções biológicas também têm 
sido uma importante fonte de informação genética 
e têm sido usados em estudos moleculares para 
apoiar a identificação de espécies e compreender 
suas relações evolutivas (Yeates et al., 2016). A 
preservação das coleções biológicas deve ser 
prioridade para as instituições que as abrigam, já 
que guardam a memória da história natural e 
fazem parte do patrimônio biológico da 
humanidade (Crisci & Katinas, 2017). 

Em países que abrigam fauna megadiversa, as 
coleções biológicas são cruciais porque também 
abrigam a história biológica de uma ampla amostra 
da biodiversidade do planeta. Na Colômbia, por 
exemplo, as coleções biológicas ajudaram a 
expandir o conhecimento sobre vários grupos 
taxonômicos, como a ordem Odonata. A pesquisa 
nesse grupo tem se mantido em constante 
crescimento nas últimas décadas (Palacino-
Rodríguez et al., 2022), incluindo a descrição de 
muitas espécies novas e novos registros a partir do 

trabalho com mais de 12.000 exemplares em 
diversas coleções do país (Bota-Sierra et al., 2024). 

Existem múltiplos métodos para a montagem e 
preservação de espécimes ou partes de espécimes 
em coleções biológicas. Por exemplo, nas seções 
entomológicas dessas coleções, por décadas, 
seguiu-se uma metodologia padrão de montagem 
em alfinete (Borror & White, 1970), a qual, com o 
tempo, se diversificou e até mudou para alguns 
grupos de insetos, entre eles os Odonata. 
Atualmente, os espécimes de odonatos são 
depositados em envelopes plásticos (Murillo & 
Lezama, 2008; Ramírez, 2010), com uma etiqueta 
de papel opalina que deve incluir informações 
taxonômicas e de coleta (Ramírez-Mesa & Bernal, 
2006) (ver artigo de Muzón et al. neste número 
especial). No entanto, algumas coleções mais 
antigas ainda podem incluir odonatos montados 
em alfinete (Fig. 1), o que representa dois 
problemas importantes para uma coleção 
biológica. Por um lado, é uma montagem que 
ocupa muito espaço; por outro, aumenta a 
exposição dos indivíduos a danos estruturais 
durante a manipulação. Levando em conta que as 
coleções biológicas exigem espaço e preservação 
da integridade dos espécimes, é recomendável 
substituir a montagem em alfinete pelos envelopes 
usados atualmente para Odonata. 

Para realizar essa mudança, é necessário relaxar 

Dicas para a manutenção de 
exemplares em coleções de Odonata
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os músculos dos espécimes por 15 a 45 minutos 
(dependendo do tamanho) em banho-maria. O 
banho-maria é uma técnica comumente utilizada 
em entomologia para aquecer insetos de forma 
suave e controlada, sendo muito útil para relaxá-
los durante a montagem. A técnica consiste em 
depositar vários odonatos de tamanho semelhante, 
secos, em um recipiente (por exemplo, uma 
bandeja). Este recipiente é colocado dentro de 
outro recipiente maior com 2/3 de água. Este 
último é aquecido para que o calor se transfira de 
forma indireta, evitando um aquecimento brusco 
que possa danificar os espécimes. A água deve ser 
aquecida lentamente, usando um fogão elétrico ou 
placa aquecedora, para evitar que entre em 
ebulição violenta (Fig. 2). É ideal manter a 
temperatura da água entre 40 °C e 50 °C. 

O tempo de exposição varia entre 15 e 30 
minutos, dependendo do tamanho do odonato. 
Posteriormente, com cuidado, retira-se o alfinete, 
dobram-se as asas e deposita-se o espécime em um 
envelope provisório de papel manteiga. 
Imediatamente, esses envelopes devem ser 
colocados em um forno de secagem a 30 °C por 

72 a 96 horas. Ao retirar os envelopes do forno, 
eles devem passar por “quarentena” de duas a 
quatro semanas, verificando continuamente os 
espécimes sob o estereoscópio para assegurar que 
estejam secos e livres de fungos. Após esse 
período, os espécimes podem ser organizados nos 
envelopes de f in i t ivos para ingresso em 
“quarentena” por mais um mês. Caso haja algum 
problema com a secagem, o procedimento deve 
ser repetido; caso contrário, os exemplares podem 
retornar à coleção. 

Outro aspecto relevante durante a transição do 
alfinete para o envelope é garantir que a 
informação original das etiquetas esteja disponível 
junto aos espécimes. Para isso, no início do 
processo, deve-se fazer uma cópia fiel das 
informações em etiquetas provisórias que 
acompanharão os exemplares durante todo o 
procedimento. Além disso, deve-se gerar um 
backup digital das informações, caso ainda não 
exista, e imprimir os dados nas novas etiquetas de 
opalina. Adicionalmente, é recomendável que, 
antes de iniciar o processo, sejam tiradas 
fotografias incluindo os espécimes com as 
etiquetas originais. Posteriormente, dependendo do 
grau de preservação das etiquetas originais, estas 
podem ser depositadas junto aos espécimes, nos 
envelopes definitivos que serão armazenados na 
coleção. 

6 .1 . PRAGAS MAIS COMUNS EM 
COLEÇÕES DE ODONATA 

As coleções devem ser revisadas continuamente 
em busca de fungos ou outros tipos de pragas (Fig. 
3). Caso surjam fungos, eles podem contaminar e 
deteriorar um grande número de espécimes em 
pouco tempo (Simmons & Muñoz-Saba, 2005; 
Arenas-Castro et al., 2016; Carrillo-Chávez et al., 
2024). Embora os estudos sobre os fungos que 
afetam coleções entomológicas sejam escassos, até 
o momento sabe-se que os gêneros Aspergillus, 
Mucor e Chaetomium spp. são frequentes em 
coleções de história natural, afetando a estrutura 
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Figura 1. Odonatos antigos da Coleção de Entomologia do Museu de 
História Natural da Universidade de Cauca montados em alfinete.
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corporal dos indivíduos (Sapaat et al., 2022). Dessa 
forma, embora não haja informações específicas 
para odonatos, esses grupos de fungos podem 
causar deterioração na cabeça, tórax e abdômen. 

Em caso de contaminação por fungos, as caixas 
que contêm esses espécimes devem passar por um 
processo de limpeza externa, utilizando álcool 
96% e Lysol® (ou semelhante). Posteriormente, 
cada exemplar deve ser examinado no 
estereoscópio para detectar a presença e a 

localização dos fungos. O tratamento para 
indivíduos com fungos inclui submergir os 
espécimes em álcool 96% por alguns minutos e, 
em seguida, secá-los em forno de secagem a 30 °C 
por pelo menos 24 horas. Após a secagem, é 
importante revisar novamente no estereoscópio por 
vários dias e aplicar cuidadosamente um 
antimicótico, como Isoconazol® 1% (Cultid et al., 
2012), usando um pincel, depositando uma gota 
nas áreas afetadas, ou injetando Lysol® (Brown, 
2015) com uma seringa de insulina, dependendo 
do tamanho do indivíduo. Por exemplo, em 
espécimes grandes, como aqueles das famílias 
Aeshnidae ou Libellulidae, pode-se aplicar até 0,5 
mL de Lysol® distribuídos no tórax e abdômen, 
enquanto em indivíduos pequenos das famílias 
Coenagrionidae, Lest idae, Platyst ict idae, 
Polythoridae, Calopterygidae, entre outras, pode-se 
injetar entre 0,1 e 0,2 mL. Posteriormente, os 
indivíduos devem passar por “quarentena” em 
local com temperatura ambiente e revisão contínua 
por pelo menos um mês. Se houver novo 
aparecimento de fungos, o processo de limpeza 
deve ser repetido; caso contrário, os espécimes 
podem retornar à coleção. 

Outros organismos que atacam os espécimes de 
coleção são os psocópteros (ordem Psocoptera), 
pertencentes à família Liposcelidae (Fig. 4), que 
podem des t ru i r ca rac te res taxonômicos 
importantes para a identificação e, devido ao seu 
pequeno tamanho, escondem-se em fissuras, 
dificultando seu controle (Chin, 2010). Podem ser 
reconhecidos por sua coloração amarela 
translúcida, podendo ou não ter asas, e 
movimentarem-se rapidamente sobre a superfície 
do espécime. São considerados indicadores de 
áreas com alta umidade, já que sua dieta inclui 
principalmente mofo, que prolifera nessas 
condições (Strag, 1998). 

Também existem pequenos insetos que perfuram 
os espécimes, tornando seu exoesqueleto 
quebradiço (Sapaat et al., 2022), como, por 
exemplo, coleópteros das famílias Anobiidae, 
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Figura 2. a) Montagem de banho-maria caseiro. b) Detalhe do banho-
maria usado para relaxar os músculos nos odonatos.

a)

b)
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Lyctidae e Dermestidae (Fig. 5), que se alimentam 
dos exemplares ou dos materiais utilizados na 
coleção (Simmons & Muñoz-Saba, 2005). 
Geralmente, são responsáveis pelos danos nos 
insetos montados durante sua fase larval (NPS, 
2008) e sua presença é notória, pois abaixo dos 
espécimes encontram-se seus excrementos em 
forma de aglomerados de pó fino de cor preta, 
além das pupas (Sapaat et al., 2022). É importante 
observar essas partículas, pois podem acumular-se 
dentro dos envelopes dos odonatos ou sob os 
montagens e indicam que é necessário um 
processo rápido de limpeza para evitar a 
propagação dessas pragas. 

Dessa forma, se algum desses organismos for 
encontrado, o controle deve ser feito submetendo 
a caixa entomológica a –30 °C por um período de 
96 a 120 horas, a fim de eliminar ninfas e adultos 
(Murillo & Lezama, 2008). Em seguida, deve-se 
usar Paradiclorobenzeno (PDB), comercialmente 
conhecido como Naftalina®, que deve ser 
colocado em um pequeno recipiente dentro da 
caixa entomológica fechada. Os vapores 
produzidos atuam como inseticida, ajudando a 

controlar os ovos (Murillo & Lezama, 2008). 
Pos te r io rmente , é necessá r io moni to ra r 
constantemente a coleção para evitar nova 
infestação e aplicar mais naftalina quando 
necessário. 

Outro aspecto importante nos espécimes de 
uma coleção biológica é que os indivíduos estejam 
completos e em boas condições. Frequentemente, 
em odonatos, estruturas como o abdômen sofrem 
rupturas e a cabeça ou as pernas se desprendem, 
mesmo em indivíduos depositados em envelopes 
definitivos. É necessário manter essas estruturas no 
lugar, pois são importantes para a identificação dos 
exemplares e para a coesão estrutural de cada 
espécime. Para unir partes ao corpo, podem ser 
usadas pinças de ponta plana ou aguda, além de 
cola branca (por exemplo, Gel Shellac®), esmalte 
incolor e um estereoscópio para posicionar com 
maior precisão as partes ou estruturas (Murillo & 
Lezama, 2008). 

Os conselhos compartilhados neste documento 
ajudarão a controlar organismos prejudiciais aos 
espécimes em coleções biológicas e contribuirão 
para reduzir o impacto de pragas sobre os 
exemplares, além de preservar sua integridade. 
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CAPÍTULO VII

Cristian Camilo Mendoza-Penagos e Jair da Costa Miranda-Filho

A documentação visual em publicações 
científicas representa um componente 

fundamental para a comunicação de resultados em 
taxonomia (Holzenthal, 2008). As imagens, sejam 
fotografias ou ilustrações digitais, não só 
complementam as descrições textuais, como 
também permitem uma representação precisa de 
caracteres morfológicos e ajudam a otimizar o 
espaço em publicações onde as limitações 
editoriais são frequentes (Bevilaqua, 2020). Essa 
necessidade é particularmente evidente quando os 
caracteres diagnósticos são complexos e as 
descrições textuais parecem insuficientes ou 
suscetíveis a interpretações subjetivas, fazendo 
com que ilustrações e fotografias sejam elementos 
indispensáveis em descrições taxonômicas e 
chaves de identificação (Coleman, 2006). 
Inclusive, quando executadas com maestria 
técnica, essas representações visuais transcendem 
sua função utilitária para se tornarem expressões 
simultâneas de valor estético e científico (Vitor & 
Martins, 2020). 

Ao longo da história, as descrições taxonômicas 
evoluíram paralelamente aos avanços tecnológicos, 
transformando substancialmente os métodos de 
ilustração científica (Lomar, 2019). Com a 
implementação do sistema de classificação 
proposto por Linneu (1735), as primeiras 
descrições de seres vivos careciam de suporte 

visual ou se limitavam a caracterizações textuais 
lacônicas (Holzenthal, 2008). Posteriormente, 
foram incorporadas ilustrações manuais de 
estruturas-chave, inicialmente esquemáticas e 
depois com maior detalhamento artístico 
(Coleman, 2003). Atualmente, a crescente 
sofisticação da fotografia científica tem levado ao 
substituição de desenhos por fotografias ou 
desenhos digitais (Riedel et al., 2013). Um grande 
número de t écn ica s d i g i t a i s f ac i l i t a a 
documentação de espécimes com uma precisão 
morfológica sem precedentes e a uma velocidade 
maior, permitindo o processamento de múltiplas 
imagens e reduzindo o tempo de criação 
(Tereshkin, 2013). 

Diversas técnicas permitem a obtenção de 
f o t o g r a f i a s d i g i t a i s , c o m o o u s o d e 
estereomicroscópios, o acoplamento de câmeras 
digitais a estúdios fotográficos, ou mesmo métodos 
mais avançados, como a microscopia eletrônica 
(Del Palacio et al., 2017). Independentemente do 
método escolhido, a produção de imagens digitais 
requer etapas que garantam resultados de alto 
impacto (Bevilaqua, 2020), incluindo a preparação 
prévia do material ou da estrutura a ser analisada. 

A preparação do material biológico varia em 
função do grupo a ser tratado ou da estrutura 
específica que se deseja documentar (Garrison, 
2021; Del Palacio et al., 2017). Portanto, trata-se 

Guia para a preparação de imagens 
de Odonata para publicações 
científicas
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de um procedimento particular para cada grupo de 
estudo e, como tal, devem ser seguidas as 
recomendações específicas para sua preservação e 
estudo posterior. Aspectos como estruturas 
internas, clareamento e dissecação, bem como o 
posicionamento para captar vistas específicas, 
fazem parte desta etapa. Para a obtenção de 
fotografias digitais, recomenda-se assegurar que as 
imagens sejam registradas em formato RAW, e é 
sempre necessário realizar ajustes ou tratamentos 
que melhorem a qualidade final da imagem. 
Formatos sem perda de informação, como TIFF, 
preservam a qualidade original, enquanto 
ferramentas de software especializado facilitam a 
edição posterior das imagens para publicação 
(Caruso & Postel, 2002). Modificações de tamanho, 
resolução, cor, contraste e até limpeza da imagem 
fazem parte desse pós-processamento, considerado 
fundamental nos resultados de qualquer pesquisa 
taxonômica. É importante destacar que esses 
tratamentos não permitem modificações ou 
manipulações que alterem o conteúdo original da 
imagem, pois isso é considerado fraude (Corl et al., 
2002; Cromey, 2010; Blatt & Martin, 2013). 

A composição de pranchas taxonômicas requer 
atenção meticulosa a aspectos como escalas, 
rotulagem e consistência visual (Bevilaqua, 2020). 
Geralmente, essas pranchas são compostas por um 
arranjo de fotografias ou ilustrações que, em 
conjunto, apresentam informações visuais 
relacionadas às descrições textuais. Portanto, 
devem mostrar a aparência real dos organismos, 
i n c l u i n d o c o r e s , t e x t u r a s , s u l c o s o u 
ornamentações. Além disso, essas figuras são um 
componente obrigatório na seção de resultados das 
publicações taxonômicas (Solomon, 2009). 

Em Odonata, os caracteres diagnósticos das 
larvas estão principalmente presentes nas peças 
bucais, no abdômen e nos seus segmentos apicais, 
enquanto nos adultos se concentram nas estruturas 
reprodutivas (como os cercos e a lígula genital dos 
machos, o pronoto e o ovipositor das fêmeas) e nas 
asas (Lencioni, 2005, 2006; Garrison et al., 2006, 

2010; Hamada et al., 2014). Por isso, é 
fundamental realizar um registro visual adequado 
dessas estruturas. Essas imagens não apenas 
detalham características essenciais para diferenciar 
espécies, mas também permitem construir bancos 
de dados que funcionam como ferramentas de 
estudo para pesquisadores. Dado que, em muitos 
casos, não há acesso direto aos exemplares-tipo, as 
i m a g e n s a d q u i r e m va l o r a i n d a m a i o r, 
especialmente em estudos de morfologia, 
sistemática ou revisões taxonômicas. 

Os métodos de preparação são essenciais para 
obter imagens publicáveis de alta qualidade. Esses 
procedimentos incluem processos padronizados de 
relaxamento e posicionamento que permitem 
documentar caracteres normalmente ocultos em 
material preservado, mantendo a integridade do 
espécime para estudos futuros (Calvert, 1931). 
Esses protocolos, combinados com técnicas 
modernas de fotografia digital, garantem que as 
imagens atendam aos requisitos técnicos das 
publicações especializadas (Coleman, 2003). 
Nesse contexto, o objetivo deste documento é 
fornecer um guia que sirva como base para a 
obtenção de imagens de qualidade para 
publicações científicas, a partir de indivíduos 
previamente coletados, e sua posterior edição no 
programa Adobe Photoshop (Adobe, 2022). 

7.1. MATERIAIS E EQUIPAMENTOS 
NECESSÁRIOS 

Para o acondicionamento das amostras 
biológicas, tanto em fase adulta quanto larval, 
recomenda-se o uso dos seguintes materiais: álcool 
e gel antisséptico a 70%, frascos de vidro, placas 
de Pe t r i , r e s i s t ênc ia e lé t r i ca , a l f ine te s 
entomológicos, lápis, seringas de insulina, pinças 
de ponta macia, pincéis, pipetas, tubos tipo Falcon 
e Eppendorf, além de blocos de balsa e 
poliestireno (Fig. 1 a–l). 

As imagens apresentadas neste guia foram 
obtidas utilizando dois estereomicroscópios com 
sistemas de captura diferentes. O primeiro, um 
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Leica M205A equipado com uma câmera Leica 
DFC450, permite a captura de imagens 
individuais, exigindo ajustes manuais de foco entre 
cada tomada. Essas imagens foram posteriormente 
combinadas por meio do sof tware l ivre 
CombineZP para gerar um único arquivo com foco 
estendido, que finalmente foi editado no Adobe 
Photoshop CC 2022.

O segundo equipamento, um Nikon SMZ25 
acoplado a uma câmera DS-Fi3, possui um sistema 
automatizado de captura multifocal que permite 
obter imagens em diferentes profundidades e gerar 
automaticamente um arquivo final com foco 
composto. A aquisição das imagens foi gerenciada 
pelo software correspondente a cada equipamento. 
No entanto, na ausência de um equipamento tão 
específico, um bom estereomicroscópio com 
câmera acoplada — mesmo sem capacidade de 
foco múltiplo — pode ser altamente eficaz. 

O pós-processamento das imagens — que 
incluiu ajustes de nitidez, cor, limpeza do fundo e 
montagem das pranchas finais — foi realizado no 
Adobe Photoshop CC 2022. Todas as edições 

foram feitas em um notebook Asus Vivobook, com 
sistema operacional Windows 10, 16 GB de RAM, 
placa gráfica NVIDIA GeForce RTX3050 e 
processador Intel Core i7. 

7 . 2 . A C O N D I C I O N A M E N T O D O 
MATERIAL BIOLÓGICO 

7.2.1. Fase adulta 
A preparação do material adulto difere 

significativamente daquela requerida para larvas 
ou exúvias. No caso dos adultos, que geralmente 
são preservados secos, é comum que os 
exemplares apresentem posturas inadequadas ou 
estruturas comprimidas devido ao processo de 
coleta e secagem. Essas condições dificultam a 
observação e documentação de caracteres 
morfológicos essenciais. 

Adultos secos requerem procedimentos 
específicos de reidratação e amolecimento das 
a r t i c u l a ç õ e s , a f i m d e p e r m i t i r s e u 
reposicionamento e facilitar o acesso visual a 
estruturas diagnósticas, como a genitália ou os 
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Figura 1. Materiais utilizados para o acondicionamento de amostras biológicas: a) frasco de vidro; b) alfinetes entomológicos; c) resistência elétrica; d) 
cápsula de Petri; e) lápis; f) seringa de insulina; g) pinças de ponta macia; h) pincel e pipetas; i) tubo tipo Falcon; j) tubos tipo Eppendorf; k) baldes de balsa; 
l) balde de poliestireno.
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cercos. Por essa razão, antes de iniciar qualquer 
sessão fotográfica, é indispensável acondicionar 
cuidadosamente o material, garantindo que as 
estruturas relevantes estejam visíveis e em posições 
anatomicamente corretas. 

A seguir, descrevem-se os passos recomendados 
para o acondicionamento de exemplares adultos 
preservados secos, com ênfase em técnicas de 
amolecimento, manipulação controlada e fixação 
temporária das estruturas, tudo orientado para 
maximizar a qualidade e a utilidade das imagens 
obtidas. 

Passo 1. Limpeza do espécime. Com a ajuda de 
um pincel fino, limpar cuidadosamente todo o 
indivíduo com o objetivo de remover qualquer 
resíduo proveniente de procedimentos anteriores 
(Fig. 2). Este procedimento deve ser realizado com 
extrema precaução, utilizando um pincel de ponta 
arredondada com calibre inferior a 0,5. Deve-se ter 
cuidado especial ao passar pelas pernas e pela 
cabeça, pois são as estruturas mais frágeis e 
suscetíveis a se desprender. 

Passo 2. Amolecimento das estruturas. 
Amolecer as estruturas é essencial para posicionar 
corretamente o espécime. Para isso, podem ser 
utilizados diferentes métodos: 

•Câmara úmida (sem aquecimento): coloca-se 
uma camada de papel absorvente no fundo de um 
recipiente hermético, como uma caixa plástica 
(por exemplo, as utilizadas para armazenar sorvete) 

ou uma caixa de Petri. O papel deve estar bem 
umedecido, mas sem excesso de água. Sobre esse 
fundo úmido, pos ic iona-se o exemplar, 
preferencialmente sobre uma base de balsa ou 
poliestireno expandido, e fecha-se o recipiente 
para manter um ambiente úmido. O tempo 
necessário varia conforme o estado de conservação 
da amostra, seu tamanho e a rigidez do 
exoesqueleto. Caso o inseto permaneça por mais 
de 24 horas, é necessário adicionar algumas gotas 
de fenol para evitar a proliferação de fungos 
(Hamada et., 2014). Esta técnica é uma das mais 
utilizadas, pois é pouco invasiva e evita danos 
estruturais ao espécime. 

•Câmara com resistência elétrica ("rabo 
quente"): outra opção consiste em utilizar uma 
resistência elétrica de imersão dentro de um 
recipiente profundo com água, sem deixá-la ferver. 
Após aquecer a água, retira-se o equipamento (Fig. 
3, passo 1). O exemplar é colocado sobre uma 
base de madeira tipo balsa, que pode ser 
sustentada por uma estrutura flutuante de 
poliestireno expandido (Fig. 3, passo 2). O 
conjunto deve permanecer equilibrado dentro do 
recipiente e ser coberto com uma caixa de Petri, 
formando uma câmara de ar quente (Fig. 3, passos 
3–5). Após alguns minutos, o exemplar apresentará 
articulações suficientemente flexíveis. Com o 
auxílio de alfinetes entomológicos, as estruturas 
podem ser fixadas na posição desejada para 
secagem posterior. 

•Aplicação direta com amoníaco ou óleo de 
banana: método útil quando não é necessário 
amolecer todo o espécime, mas apenas uma 
estrutura específica, como os cercos ou a lígula 
genital. Com uma seringa de insulina, aplica-se 
uma pequena alíquota de amoníaco ou óleo de 
banana diretamente sobre a estrutura. Aguarda-se 
entre t rês e cinco minutos, ver i f icando 
periodicamente — com a ponta de um alfinete e 
extrema cautela — se a estrutura já está 
suficientemente mole para manipulação. Após o 
procedimento, é necessário lavar a estrutura com 
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67

álcool e, em seguida, realizar um banho em 
acetona ou álcool acima de 70%. 

Passo 3. Posicionamento anatômico. Com a 
ajuda de alfinetes entomológicos, posicionar 
cuidadosamente todas as estruturas do espécime, 
especialmente aquelas relevantes para a 
determinação taxonômica (Fig. 4). Como regra 
geral e por segurança, recomenda-se capturar 
primeiramente uma imagem do hábito completo 
com escala, pois o espécime pode sofrer danos 
durante o processo. Em seguida, devem ser 
fotografadas as principais regiões e estruturas: 
cabeça em vista dorsal e frontal, pronoto em vista 
lateral e dorsal, pterotórax, asas, cercos, lâmina 
vulvar (fêmeas) e hamuli (machos). 

Passo 4. Projeção de estruturas internas. Para 
projetar estruturas internas, como a genitália dos 

machos, é necessário que as áreas adjacentes 
tenham sido previamente amolecidas com um dos 
métodos citados (câmara úmida, aquecimento, 
amoníaco/óleo de banana). Uma vez que a 
flexibilidade adequada seja alcançada, procede-se 
à extrusão cuidadosa da estrutura. 

Com um alfinete entomológico de ponta fina, 
ligeiramente angulado, realiza-se um movimento 
de pressão e arraste desde a base interna da 
abertura genital para fora. O alfinete deve ser 
colocado logo abaixo ou ao lado da estrutura, 
exercendo pressão suave e orientada no sentido 
anteroposterior, acompanhando a linha natural de 
dobramento da vesícula ou da lígula (Fig. 5). É 
fundamental evitar movimentos bruscos ou muito 
verticais, que podem causar rupturas. 

Depois que a estrutura estiver parcialmente 
projetada, pode-se utilizar um segundo alfinete 
para fixá-la na posição estendida, garantindo 
visibilidade total para secagem (Fig. 5 a–c). É 
importante verificar simetria e naturalidade antes 
da fixação final. 

Passo 5. Secagem e fixação. Uma vez que as 
estruturas tenham sido corretamente posicionadas 
e fixadas com alfinetes entomológicos, procede-se 
à secagem do espécime para garantir que 
mantenha a forma desejada durante as sessões 
fotográficas. Esse processo pode ser realizado de 
duas formas: 

•Secagem em temperatura ambiente: colocar o 
exemplar dentro de um recipiente hermético com 
algumas pérolas de sílica gel. Deixar repousar por 
pelo menos 24 horas, permitindo que a umidade 
seja absorvida gradualmente, sem alterar o 
posicionamento das estruturas. 

•Secagem em estufa: caso se disponha do 
equipamento, colocar o espécime em uma estufa a 
uma temperatura de 40 °C, durante um período de 
8–12 horas. Essa opção permite uma fixação mais 
rápida, mas deve ser monitorada com atenção para 
evitar danos causados pelo excesso de calor. 

Passo 6. Revisão do espécime e registro 
fotográfico. Uma vez seco o espécime e retirados 
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Figura 3. Etapas para o amolecimento por câmara úmida usando uma 
placa de Petri.
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os alfinetes, considera-se que o preparo está pronto 
para a etapa de revisão e obtenção da imagem. 
Esta etapa consiste em observar cuidadosamente as 
estruturas posicionadas com o auxílio de uma lupa 
multifocal ou de um estereomicroscópio com 
câmera acoplada. 

Nesta fase, realiza-se uma verificação final do 
posicionamento morfológico, seguida da captura 
fotográfica das estruturas relevantes sob critérios 
taxonômicos. As imagens obtidas devem refletir 

com clareza os caracteres d iagnóst icos 
previamente definidos, permitindo sua correta 
interpretação e documentação científica (Fig. 6 a–
d). 

7.2.2. Fase larval 
A preparação do material em fase larval 

apresenta algumas diferenças em comparação com 
a dos adultos. A conservação em álcool é vantajosa 
para os estágios larvais, com exceção das exúvias 
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Figura 4. a) Posicionamento anatômico com ajuda de alfinetes. b-d) Separação do cerco e do paraprocto (ce: cerco; p: paraprocto).

Figura 5. Extração da genitália masculina. a) Alfinete entomológico com a ponta angulada para facilitar a projeção; b) alfinete reto fixando a estrutura 
projetada; c) estrutura fixada após a secagem.
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(exoesqueleto), que são mais frágeis e suscetíveis a 
danos. Em ambos os casos, é necessária cautela na 
manipulação. 

As características diagnósticas das larvas 
encontram-se principalmente nas peças bucais, o 
que eventualmente exige a realização de 
dissecações que podem danificar o espécime se 
não forem executadas com cuidado. Por essa 
razão, recomenda-se iniciar a documentação 
fotográfica com imagens do hábito, tanto em vista 

dorsal quanto ventral, seguidas pelos apêndices 
caudais — particularmente delicados em 
Zygoptera devido à sua forma laminar —, pelas 
ornamentações laterais ou dorsais do corpo e, por 
último, pelas peças bucais. 

A seguir, descrevem-se os passos recomendados 
para o acondicionamento de larvas ou exúvias, 
com ênfase na manipulação cuidadosa, na 
estabilização do espécime e na documentação 
morfológica prévia à dissecação. 
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Figura 6. Processo de secagem e análise fotográfica. a) Estuda; b) espécime em secagem; c, d) posicionamento e análise fotográfica.
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Passo 1. Transferência do espécime para a placa 
de Petri. Retirar a larva ou exúvia com extremo 
cuidado do tubo Eppendorf, utilizando pinças de 
ponta macia ou, preferencialmente, a ponta de um 
pincel fino (Fig. 7, passo 1). O conteúdo do tubo 
(incluindo o álcool) deve ser vertido juntamente 
com o exemplar em uma cápsula de Petri para 
evitar a desidratação. 

Passo 2. Aplicação do meio de estabilização. 
Cobrir o espécime com uma pequena quantidade 
de gel antisséptico (pode-se util izar gel 
desinfetante comercial para as mãos, desde que 
seja transparente), em quantidade suficiente para 
formar uma matriz semissólida que facilite sua 
manipulação (Fig. 7, passo 2–3). Esse meio permite 
fixar o corpo sem exercer pressão sobre a amostra, 
facilita a projeção tridimensional de estruturas 
como pernas, abdômen e peças bucais, e reduz o 
reflexo nas imagens. 

Passo 3. Posicionamento e fotografia do hábito. 
Utilizando alfinetes entomológicos ou estiletes de 
ponta fina, orientar cuidadosamente o exemplar 
em vista dorsal e centralizá-lo dentro da placa de 
Petri (Fig. 7, passo 4). Esse posicionamento permite 
registrar uma imagem geral do hábito, que serve 
como referência morfológica antes de realizar 
qualquer dissecação. Recomenda-se capturar 
primeiro as vistas dorsal e ventral do hábito, pois 
as manobras de dissecação posteriores podem 
danificar estruturas delicadas (Fig. 7, passo 5). 

Passo 4. Imersão em álcool líquido. É 
importante cobrir completamente o gel com álcool 
líquido, de modo que o meio gelatinoso se torne 
praticamente imperceptível. Recomenda-se que a 
concentração do álcool seja a mesma do gel 
previamente utilizado, para evitar reações 
químicas ou alterações no espécime (Fig. 7, passo 
4). 

Passo 5. Documentação morfológica detalhada. 
Com a ajuda de uma lupa multifocal ou 
estereomicroscópio com câmera acoplada, 
observar e fotografar as estruturas dissecadas de 
acordo com os critérios taxonômicos estabelecidos 

(Fig. 7, passo 5). 
Passo 6. Dissecação das estruturas bucais e 

caudais. Com o espécime já estabilizado, proceder 
à dissecação e separação das peças anatômicas 
menores, começando pelas estruturas bucais: 
mento, pré-mento, mandíbulas, galeolacíneas. Em 
seguida, separar as lâminas caudais (uma lateral — 
preferencialmente a esquerda — e a mediana), 
cuidando para não alterar a posição do restante do 
corpo (Fig. 7, passo 6). 

7.3. AQUISIÇÃO DE FOTOGRAFIAS 
DIGITAIS 

Esta seção oferece recomendações para a 
captura eficiente de imagens digitais de espécimes, 
com o objetivo de otimizar a qualidade da 
documentação morfológica e reduzir o tempo de 
edição posterior. São descritas as vistas e estruturas 
essenciais que devem ser registradas (hábito, 
cabeça, protórax, tórax, lígula genital e cercos), 
bem como considerações prát icas sobre 
iluminação, foco e enquadramento. 

Dependendo do equipamento óptico disponível, 
existem duas estratégias principais para obter 
imagens completamente nítidas e de alta 
resolução: a composição multifocal (focus 
stacking), recomendada quando o sistema óptico 
não possui módulo de foco automático e a captura 
deve ser feita plano por plano; e o montagem por 
seções do hábito, útil quando o tamanho do 
exemplar excede o campo de visão disponível e é 
necessário unir várias imagens parciais. 

A seguir, são descritos os passos detalhados para 
cada um desses procedimentos. 

7.3.1Composição multifocal 
A menos que o estereomicroscópio possua 

configurações específicas para capturar múltiplos 
planos de foco e combiná-los automaticamente em 
uma única imagem final, este procedimento deve 
ser realizado por meio de programas externos que 
permitam a técnica conhecida como focus 
stacking. Essa técnica é empregada para gerar 
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imagens completamente nítidas mediante a 
combinação de várias fotografias feitas em 
diferentes profundidades de campo. Para ilustrar 
esse procedimento, pode-se utilizar o software livre 
CombineZP, disponível para download no seguinte 

link: https://combinezp.software.informer.com/. A 
seguir, descrevem-se os passos necessários para 
realizar a composição multifocal com esse 
programa.
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Figura 7. Preparação de larvas ou exuvias antes da fotografia: 1) transferência; 2) aplicação de gel; 3) posicionamento; 4) aplicação de álcool líquido; 5) 
registro com estereomicroscópio; 6) peças bucais.

https://combinezp.software.informer.com/
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Passo 1. Iniciar um novo projeto. Clicar no 
menu localizado na parte superior esquerda da 
janela New (Fig. 8a). 

Passo 2. Abrir-se-á uma janela na qual será 
necessário navegar pelo computador até encontrar 
a pasta que contém as imagens a serem 
empilhadas. Em seguida, selecionar todas as 
imagens de interesse, clicando com o botão 
esquerdo do mouse ou mantendo pressionada a 
tecla Ctrl enquanto se selecionam os arquivos 
desejados. Por fim, clicar no botão Abrir (Fig. 8b). 

Passo 3. Uma vez carregadas as imagens, 
selecionar o método de empilhamento. O 
CombineZP oferece vários métodos, cada um com 
algoritmos distintos que geram resultados 
específicos. Também existe uma opção que aplica 
automaticamente todos os métodos disponíveis. 
Para isso, clicar na segunda caixa de opções 
localizada no menu superior esquerdo. No menu 

suspenso, selecionar All methods (Fig. 8c) e, em 
seguida, clicar no botão verde GO (Fig. 8d). O 
processo iniciará automaticamente. 

Passo 4. Salvar a imagem resultante: Clicar no 
menu Save (Fig. 8e), indicar o nome do arquivo 
final e salvar (Fig. 8f). A imagem pode ser salva em 
diferentes formatos; recomenda-se utilizar o 
formato JPG. Após esse passo, abrir-se-á uma 
janela para selecionar a qualidade de salvamento; 
recomenda-se escolher 100%. 

7.3.2. Montagem por seções do hábito 
Los casos em que não seja possível capturar o 

hábito completo do espécime em uma única 
imagem, seja por limitações de aumento, 
enquadramento ou distância de trabalho do 
equipamento, recomenda-se fazer uma série de 
fotografias por regiões, assegurando uma leve 
sobreposição entre cada segmento. 
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Figura 8. Composição multifocal em CombineZP no Photoshop.
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Essa abordagem é aplicável tanto a adultos 
como a larvas, permitindo obter uma imagem 
composta do corpo inteiro com boa resolução. As 
imagens parciais devem ser posteriormente unidas 
em um software de edição, como o Photoshop. 

A seguir, descrevem-se os passos para montar 
corretamente essas regiões, mantendo proporções 
e continuidade visual. 

Passo 1. Abrir o Adobe Photoshop e acessar o 
menu superior. Selecionar o caminho: Arquivo > 
Automatizar > Photomerge (Fig. 9a-c). 

Passo 2. Na janela emergente do Photomerge, 
clicar em Explorar (Fig. 9d) e localizar no 
computador a pasta que contém as imagens do 
hábito previamente capturadas. Selecionar os 
arquivos e clicar em Aceitar (Fig. 9e). 

Passo 3. Depois de carregar as imagens, verificar 
se a opção “Disposição: Automática” está marcada 
(por padrão) e garantir que as caixas “Mesclar 
imagens” e “Corrigir distorção geométrica” 
estejam desativadas, para evitar alterações na 
estrutura do exemplar. Em seguida, clicar em OK 
para iniciar a montagem automática (Fig. 9f). 

Passo 4. O programa alinhará e distribuirá as 
imagens em camadas independentes, de acordo 
com as coincidências encontradas entre as áreas 
sobrepostas (Fig. 9g). 

7 . 4 . P Ó S - P R O C E S S A M E N T O D E 
FOTOGRAFIAS 

Nesta seção, são explicadas as etapas 
posteriores à captura das imagens, com foco na 
melhoria da qualidade visual, padronização do 
formato e preparação das lâminas finais para sua 
inclusão em publicações científicas. Para isso, será 
utilizado o software Adobe Photoshop como 
ferramenta principal. Para aqueles que não estão 
Famíliarizados com seu uso, a interface pode 
parecer intimidadora devido à grande quantidade 
de menus e ferramentas disponíveis. No entanto, 
ao posicionar o cursor do mouse sobre cada 
ferramenta, o software exibe uma breve descrição 
de sua função e, em alguns casos, até exemplos 

ilustrativos. 

A p a r ê n c i a g e r a l d o s o f t w a r e e 
configurações iniciais 

Ao iniciar o Photoshop, a tela principal 
apresenta os seguintes elementos (Fig. 10): uma 
barra de menus na parte superior (a), seguida pelo 
painel de controle (b). No lado esquerdo encontra-
se a barra de ferramentas (c), enquanto no lado 
direito estão os painéis de funções relacionados à 
edição, ajustes e camadas (d). 

A. Edição e ajustes básicos 
Passo 1. A imagem deve ser importada pelo 

menu Arquivo > Abrir > OK (Fig. 11a‒b). 
Recomenda-se trabalhar com arquivos em alta 
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Figura 9. Montagem de imagens com Photomerge no Photoshop. 
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resolução (preferencialmente em formato TIFF ou 
PNG) para conservar o máximo nível de detalhe 
possível. 

Passo 2. Inclui correções de cor, brilho, 
contraste e nitidez para melhorar a visibilidade dos 
detalhes morfológicos. Aqui, apresentam-se duas 
formas de realizar essas correções. 

•Primeiro método. Por meio dos ajustes da 
janela de opções, após selecionar a imagem. Antes 
de aplicar qualquer modificação, recomenda-se 
duplicar a camada original para não trabalhar 
diretamente sobre ela. Para isso, selecionar a 
camada a ser duplicada (Fig. 12a‒b) e arrastá-la até 
o ícone de nova camada (Fig. 12c). Uma vez 
selecionada a nova camada, acessar o painel 
Ajustes (Fig. 12d), onde serão exibidas várias 
opções de edição. Ao selecionar Brilho/Contraste 
(Fig. 12e), abrir-se-á um painel de propriedades 
que permite ajustar esses parâmetros manualmente 
(Fig. 12f). 

•Segundo método. Utilizando o filtro Camera 
Raw. Com a camada duplicada selecionada (Fig. 
13a‒b), ir ao menu Filtro (Fig. 13c) e selecionar a 
opção Filtro Camera Raw (Fig. 13d). Isso abrirá um 
novo painel onde é possível acessar múltiplos 
parâmetros de edição. Neste caso, selecionar a aba 
Básico (Fig. 13e), que habilita controles de 
exposição, contraste, altas luzes, sombras, brancos, 
pretos, textura e claridade, entre outros (Fig. 13f). 

Passo 3. Remover o fundo da imagem, 
preservando a escala de medida como uma 
camada independente. A seguir, detalham-se os 

subpassos recomendados: 
•Passo 3.1. Duplicar a camada original e isolar 

a escala (Fig. 14). Selecionar a camada original e 
duplicá-la (Fig. 14a–b). Com a ferramenta Marco 
Retângular (Fig. 14c), delimitar a área da escala 
(Fig. 14d). Cortar a seleção com Ctrl + X e colá-la 
com Ctrl + V; isso criará uma nova camada 
contendo apenas a escala. 

•Passo 3.2. Remover o fundo da escala. Com a 
nova camada selecionada (Fig. 15e), usar a 
ferramenta Varinha Mágica (Fig. 15f) para 
selecionar a escala. Em seguida, ir ao menu 
Selecionar e escolher Inverter (Fig. 15g). 
Pressionar Delete para remover o fundo, deixando 
a escala com fundo transparente (Fig. 15h). 

•Passo 3.3. Selecionar e isolar o exemplar. 
Voltar à camada duplicada original (Fig. 16i). 
Ativar a Varinha Mágica (Fig. 16j) e usar a opção 
Selecionar Sujeito (Fig. 16k). Depois, no menu 
Selecionar, escolher Inverter (Fig. 16l) para 
selecionar o fundo e pressionar Delete. 

•Passo 3.4. Combinar camadas e adicionar 
fundo branco. Selecionar ambas as camadas 
(escala e exemplar) mantendo a tecla Ctrl 
pressionada, clicar com o botão direito e escolher 
Combinar Camadas (Fig. 17m-n). Por fim, criar 
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Figura 10. Tela principal do Photoshop. 

Figura 11. Abertura de arquivo e mapeamento de perfil de cor no 
Photoshop.
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uma nova camada na parte inferior (Fig. 17o) e 
preenchê-la com a cor desejada (por exemplo, 
branco) como fundo base para a imagem editada. 

B. Construção da composição final 
Nesta seção, descreve-se o procedimento para 

criar uma prancha final desde o início e exportá-la 
no formato adequado. Os passos detalhados na 
seção anterior podem ser repetidos para preparar 
cada uma das imagens que serão incluídas. 
Recomenda-se organizar as imagens em pastas 
independentes e atribuir um nome claro a cada 

arquivo, de acordo com a estrutura representada. 
Esse tipo de organização facilita o processo de 
edição e montagem da prancha. 

Passo 1. Configuração inicial do documento. 
Para começar, deve-se criar um novo arquivo no 
Photoshop. Ir ao menu superior Arquivo > Novo 
(Fig. 18a). Na janela que se abre, definir o nome 
do arquivo (Fig. 18b), o tamanho da tela (neste 
exemplo, 17 × 25 cm; Fig. 18c-d), a resolução 
(300 ppp; Fig. 18e-f), o modo de cor (CMYK ou 
RGB, conforme as especificações editoriais; Fig. 
18g) e o fundo personalizado da tela (branco ou 
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Figura 13. Correção de imagem com o filtro Camera Raw no Photoshop.

Figura 12. Ajuste de brilho e contraste usando o painel de configurações no Photoshop.
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Figura 15. Remoção do fundo da camada da escala no Photoshop.

Figura 14. Duplicação de camada e isolamento de escala no Photoshop.
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transparente; Fig. 18h). Em seguida, clicar em Criar 
(Fig. 18i). Esses parâmetros devem ser ajustados de 
acordo com as normas da revista para a qual o 
trabalho será enviado. 

Passo 2. Importação de imagens. Com o 
documento aberto, importar todas as imagens 
previamente editadas que se deseja incluir na 
prancha. Recomenda-se organizar cada imagem 

em pastas ou grupos no painel de camadas (lado 
direito; Fig. 19a), o que permite trabalhar de forma 
ordenada. 

Passo 3. Ajuste de guias de composição. Para 
facilitar o alinhamento de imagens e textos, ir ao 
menu Visualizar e ativar a opção Réguas. Em 
seguida, clicar sobre as réguas (localizadas nas 
bordas superior e esquerda da interface) e arrastar 
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Figura 17. Combinação de camadas e criação do plano de fundo final no Photoshop.

Figura 16.  Seleção e isolamento da cópia principal no Photoshop.
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para a tela para criar guias horizontais ou verticais. 
Isso permite manter uma disposição limpa, 
proporcional e estruturada na prancha final (Fig. 
20). 

Passo 4. Incorporação de elementos gráficos e 
texto. Com todas as imagens posicionadas, 
podem-se adicionar anotações como setas ou 
letras de identificação (Fig. 21a). Para isso, utilizar 
a ferramenta Linha para os indicadores e a 
ferramenta Texto horizontal para as letras ou 
números (Fig. 21b). É importante usar uma 
tipografia clara (como Arial ou Times New Roman), 
em tamanho adequado e com cor de alto contraste 
(preto ou branco, conforme o fundo) (Fig. 21c). 

Passo 5. Salvamento no formato adequado. 
Após finalizar a composição da prancha, 
recomenda-se salvar o arquivo em duas versões 
pelo menu Arquivo > Salvar como (Fig. 22a–b): 
primeiro, selecionar o local desejado. Em seguida, 
escolher o formato .PSD (Fig. 22c) para conservar 
as camadas e permitir edições futuras, ou 
selecionar o formato .TIF (Fig. 22d) para gerar a 
versão final de alta qualidade, seguindo as 

especificações editoriais. Prancha finalizada. 

7.5. CONSIDERAÇÕES FINAIS 
Este guia é uma proposta orientadora e de forma 

alguma deve ser interpretado como uma norma 
obrigatória. Seu propósito é servir como uma 
ferramenta útil, especialmente para aqueles que 
estão dando seus primeiros passos na edição de 
imagens para publicações científicas de caráter 
taxonômico. Embora existam características 
d iagnós t i cas e s senc ia i s que devem se r 
representadas com precisão, o produto final 
também reflete a criatividade e o estilo de cada 
pessoa e, como resultado do processo, podemos 
obter figuras completas e organizadas (e.g., Fig. 
23). Tenham paciência e confiem no processo: a 
habilidade melhora com a prática. O mais 
importante é começar. Além disso, existem 
inúmeros recursos online (como vídeos e fóruns 
especializados) que podem complementar e 
enriquecer essa experiência. 

Sabemos que existem diversas formas de gerar 
i lus t rações que acompanham descr ições 
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Figura 18. Criação de um novo documento com os parâmetros de tamanho, resolução, modo de cor e plano de fundo no Photoshop.
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Figura 20. Criação de guias para alinhar os elementos na tela no Photoshop. 

Figura 19. Importação e organização das imagens editadas no painel de camadas no Photoshop.
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Figura 21. Adição de elementos gráficos e texto na composição no Photoshop. 

Figura 22. Salvamento do arquivo em formatos editáveis e de alta qualidade no Photoshop.
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taxonômicas. Neste guia, optamos por focar na 
fo tog ra f i a , dev ido à sua p ra t i c idade e 
acessibilidade. Ilustrações realizadas por meio de 
técnicas de desenho ou representação gráfica 
exigem conhecimentos e habilidades específicas 
que merecem ser abordadas em profundidade. Um 
passo a passo dessas técnicas ultrapassaria o 
propósito deste guia e poderia causar confusão. 
Acreditamos firmemente que essas técnicas 
merecem um guia especializado próprio.
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CAPÍTULO VIII

Jenilee Montes-Fontalvo, Yusdiel Torres-Cambas e Khristian Venegas-Valencia

A fotografia, entendida como a arte e a 
técnica de capturar um instante no tempo, 

constitui uma ferramenta de grande valor no 
estudo da biodiversidade. Além de sua função 
estética ou comunicativa, permite registrar eventos 
biológicos, apoiar processos de identificação 
taxonômica e facilitar a análise comportamental, 
especialmente em grupos de fauna de difícil 
observação direta. Nesse sentido, a fotografia de 
natureza pode cumprir duas funções: o avanço do 
conhecimento científico e a divulgação da ciência. 

No caso particular das libélulas, sua diversidade 
morfológica, seus intensos padrões de coloração e 
suas complexas interações ecológicas as tornam 
um grupo atraente para fotógrafos de vida 
selvagem. Ao longo do tempo, tem sido possível 
documentar comportamentos reprodutivos, 
padrões de voo interessantes e estruturas 
diagnósticas de alta relevância taxonômica graças 
ao uso sistemático de imagens em campo. 

O crescente interesse pelo estudo das libélulas 
em diferentes regiões, especialmente em contextos 
tropicais, onde ainda existe um alto número de 
espécies pouco conhecidas, evidencia a 
necessidade de aprimorar e padronizar o uso da 
fotografia como ferramenta complementar em 
trabalhos de campo. No entanto, muitas espécies 
de libélulas representam desafios técnicos 
importantes devido à velocidade de seu voo. Ainda 

assim, com planejamento adequado e a aplicação 
de certos princípios logísticos, é possível obter 
imagens úteis tanto para fins científicos quanto 
educativos. 

Esta nota pretende ser um ponto de partida para 
pesquisadores , es tudantes e natural is tas 
interessados em iniciar-se na fotografia de 
libélulas. Com base na experiência de biólogos em 
t rabalho de campo, apresentam-se aqui 
recomendações vol tadas a maximizar o 
aproveitamento das saídas fotográficas, com o 
objetivo de gerar materiais valiosos para o estudo, 
conservação e divulgação deste grupo de insetos 
tão representativo dos ecossistemas aquáticos. 

8 . 1 . T I P O S D E F OTO G R A F I A D E 
NATUREZA 

O desenvolvimento de técnicas fotográficas 
especializadas para o estudo da fauna requer 
considerar as particularidades de cada grupo 
taxonômico, seus padrões comportamentais e os 
objetivos específicos de cada pesquisa. Essa 
consideração sugere a necessidade de estabelecer 
marcos metodológicos claros que orientem a 
seleção de técnicas fotográficas de acordo com o 
propósito do estudo. Enquanto alguns trabalhos 
priorizam a documentação de comportamentos e 
contextos ecológicos, outros exigem a captura 
precisa de características morfológicas para fins 

Fotografia em ambientes naturais: 
Odonata
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taxonômicos. Nesse sentido, deve-se considerar 
uma diferenciação conceitual que reconheça a 
diversidade de propósitos e públicos que possam 
se beneficiar do registro fotográfico de espécies 
si lvestres, abordando dois enfoques que 
contribuem de maneira complementar para o 
conhecimento integral do grupo biológico de 
interesse, neste caso os odonatos. Esses dois 
enfoques são: a fotografia documental-artística e a 
fotografia técnico-taxonômica. A primeira contribui 
para a compreensão, apropriação e conservação 
biológica a partir da divulgação, enquanto a 
segunda fornece ferramentas visuais necessárias 

para complementar uma pesquisa científica 
rigorosa. Na fotografia documental-artística, a 
composição deve alcançar um equilíbrio entre o 
apelo visual e o valor informativo. Mais do que um 
simples retrato do inseto, busca-se capturar 
momentos que contem uma história: voos em 
andamento (Fig. 1 e 2), interações como tandem, 
acasalamento ou oviposição (Fig. 3, 4 e 5A-B), ou 
comportamentos singulares em seu ambiente 
natural (Fig. 6). Fundos atraentes e cores 
contrastantes destacam o animal e dão dinamismo 
à imagem (Fig. 1 e 2), enquanto elementos do 
habitat, como vegetação aquática ou superfícies de 
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Figura 1. Macho de Scapanea frontalis (Libellulidae) em voo. Foto tirada em um riacho de montanha do Parque Nacional Alejandro de Humboldt, no 
nordeste de Cuba. Os machos dessa espécie são territoriais e realizam voos repetidos ao longo dos riachos, elemento comportamental que facilita a captura de 
fotos de libélulas em voo. A imagem aplica a regra dos terços ao posicionar o sujeito principal no terço superior direito, o que reforça a direção do movimento e 
adiciona dinamismo à composição. O fundo desfocado (bokeh) contribui para isolar visualmente o indivíduo e destacar os detalhes de sua morfologia. Autor: 
Yusdiel Torres-Cambas | Equipamento utilizado: câmera Canon EOS R5, lente Canon RF 100–500mm f/4.5–7.1L IS USM | Distância focal: 500 mm, abertura: f/
7.1, velocidade do obturador: 1/2000 s, ISO 3200. Imagem original processada no Adobe Lightroom para reduzir ruído. Instagram: @ytcambas, 
@libelulasdecuba.

https://instagram.com/ytcambas
https://instagram.com/libelulasdecuba


85

de água (Fig. 4), ajudam a contextualizar a cena. A 
regra dos terços é frequentemente aplicada para 
posicionar o espécime em pontos de tensão visual, 
por exemplo, sugerindo a direção do voo (Fig. 1), 
permitindo ao mesmo tempo que o ambiente 
forneça significado e profundidade à composição. 

A iluminação natural é preferível. Como aponta 
Nieto (2015), a luz natural proporciona a 
qualidade tonal mais adequada para revelar 
texturas e cores sem alterar o contexto natural do 
animal. Em situações de luz insuficiente, pode-se 
utilizar flash de preenchimento difuso, mantendo 
uma potência baixa para não modif icar 
excessivamente o ambiente natural. 

Por sua vez, a fotografia técnico-taxonômica 
constitui uma ferramenta fundamental para a 
identificação e classificação científica de espécies. 
Esse enfoque fotográfico prioriza a precisão 
documental sobre a estética, buscando capturar 
com máxima c la reza as ca rac te r í s t i cas 
morfológicas diagnósticas necessárias para a 
determinação taxonômica. O objetivo principal é 
gerar registros visuais que permitam a identificação 
precisa das espécies. A identificação de odonatos 
requer a observação detalhada de características 
morfológicas, como a coloração do corpo, a forma 
dos olhos e a conformação de certas estruturas 
abdominais. Essas imagens devem servir como 
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Figura 2. Macho de Macrodiplax balteata (Libellulidae) chegando a um poleiro às margens de uma lagoa costeira no norte de Cuba. A imagem foi 
capturada no instante do pouso, após ter focado previamente o poleiro e em seguida fotografado em rajada. O espécime costuma abandonar e retornar ao 
mesmo poleiro repetidamente, o que permite antecipar sua trajetória. A leve falta de nitidez no corpo, causada pelo movimento, contribui para transmitir a 
sensação de dinamismo. A composição da imagem destaca o contraste cromático entre o fundo verde-amarelado e o corpo do inseto, o que reforça sua presença 
no enquadramento. Autor: Yusdiel Torres-Cambas | Equipamento utilizado: câmera Canon EOS R5, lente Canon RF 100–500mm f/4.5–7.1L IS USM | Distância 
focal: 500 mm, abertura: f/6.7, velocidade do obturador: 1/1000 s, ISO: 800. Imagem processada no Adobe Lightroom. Instagram: @ytcambas, 
@libelulasdecuba.

https://instagram.com/ytcambas
https://instagram.com/libelulasdecuba
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material de referência para pesquisadores, 
facilitando a comparação morfológica e a 
construção de chaves taxonômicas. 

A fotografia com enfoque técnico apresenta, 
portanto, uma série de parâmetros a serem 
seguidos, derivados dos caracteres taxonômicos 
mais importantes para identificar uma libélula. É 
necessária uma profundidade de campo ampla (f/
11–f/16) para garantir que todas as estruturas 
relevantes estejam em foco simultaneamente. A 
iluminação deve ser uniforme e controlada, 
utilizando frequentemente sistemas de flash 
múltiplo ou softboxes para eliminar sombras que 
possam ocultar detalhes morfológicos importantes. 
A distância focal deve ser selecionada de acordo 
com a estrutura a ser documentada; por exemplo, 
objetivas macro de 60–100 mm são úteis para 

detalhes em estruturas como cabeça e tórax. No 
entanto, quanto maior for a abertura (> f/11), é 
possível obter vistas completas. Uma boa fotografia 
requer precisão no foco e a eliminação de 
qualquer elemento que possa distrair da 
informação relevante do espécime (Nieto, 2015), 
aspecto fundamental na fotografia taxonômica, 
onde são necessários detalhes morfológicos 
minuciosos. 

Antes de iniciar uma saída de campo para 
fotografar, deve-se definir qual será o nosso 
objetivo. Isso determinará quais elementos técnicos 
devem ser considerados e, consequentemente, 
qual será o equipamento necessário para alcançar 
tal objetivo. Uma fotografia técnico-taxonômica 
ideal para odonatos seria aquela que incluísse as 
seguintes vistas: 

CAPÍTULO VIII: Fotografia em ambientes naturais: Odonata

Figura 3. Casal de Heteragrion breweri (Heteragrionidae) em tandem. A fotografia foi tirada na localidade de Remanso, departamento de Guainía, 
Colômbia. Autora: Jenilee Montes | Equipamento utilizado: Câmera Nikon 7500. Lente macro Sigma 105 mm | Distância focal: 105 mm, abertura: f/5.6, 
velocidade do obturador: 1/60 s, ISO 250. Sem edição. Instagram: @jenileemontes.

https://instagram.com/ytcambas
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• Vista dorsal: captura a coloração e os padrões 
do tórax e abdômen, sendo essencial para a 
identificação de muitas espécies. O espécime 
deve ser posicionado de forma que o plano 
dorsal fique paralelo ao sensor, minimizando a 
distorção da perspectiva (Fig. 7A). 
• Vista lateral: fundamental para documentar o 

perfil da cabeça, a forma do tórax e do abdômen. 
Essa vista é particularmente importante para 
distinguir espécies com diferenças sutis na 
coloração do tórax e abdômen, bem como nas 
proporções dos cercos (Fig. 7B). 

• Vista frontal: essencial para capturar a forma e 
a separação dos olhos compostos, assim como 
outros caracteres em estruturas da cabeça 
importantes, como peças bucais, fronte, entre 
outras (Fig. 7C). 
Adicionalmente, cada série fotográfica técnica 

deve ser acompanhada de metadados completos: 
coordenadas GPS, data, hora, condições 
ambientais e observações sobre comportamento. 
Essas informações contextuais são fundamentais 
para a validade científica do registro fotográfico e 
sua util idade em estudos posteriores de 
distribuição e ecologia. Também é imprescindível 
considerar o dimorfismo sexual e as diferentes 
variações morfológicas das espécies a serem 
fotografadas, além de incluir uma foto do tipo de 
habitat onde o espécime foi encontrado (Fig. 7D). 

8.2. O EQUIPAMENTO 
A fotografia de libélulas em seu ambiente 

natural exige um equilíbrio entre conhecimento 
técnico e sensibilidade estética. Escolher o 
equipamento adequado é o primeiro passo para 
obter imagens nítidas, bem expostas e que 
capturem a beleza e o comportamento desses 
insetos fascinantes. A seguir, exploram-se os tipos 
d e c â m e ra s , l e n t e s e a c e s s ó r i o s m a i s 
recomendáveis, assim como alguns conceitos 
fundamentais de fotografia aplicados à natureza.

8.2.1. TIPOS DE CÂMERA E TAMANHO DO 
SENSOR 

O tamanho do sensor de uma câmera tem 
impacto direto na qualidade da imagem e na forma 
como funcionam outros elementos, como o foco e 
a profundidade de campo. Os sensores mais 
comuns são: 

•Full frame ou formato completo (35 mm de 
largura): oferecem maior qualidade de imagem, 
melhor desempenho em condições de pouca luz e 
menor profundidade de campo para a mesma 
abertura (Fig. 8 e 9A). São ideais para capturar 
detalhes sutis e desfoques suaves do fundo (bokeh) 

CAPÍTULO VIII: Fotografia em ambientes naturais: Odonata

Figura 4. Casal de Ischnura ramburii (Coenagrionidae) em cópula 
sobre a vegetação da margem de uma poça localizada na região centro-
leste de Cuba. A imagem documenta um comportamento reprodutivo 
característico dos zigópteros, no qual o macho segura a fêmea pelo tórax e 
ela curva o abdômen para formar a “roda copulatória”. A fotografia foi 
realizada com luz natural abundante, o que permitiu selecionar uma 
abertura intermediária (f/5.6) em vez da máxima abertura da lente (f/2.8), 
alcançando assim uma maior profundidade de campo que favorece o foco 
simultâneo de ambas as libélulas. Autor: Yusdiel Torres-Cambas | 
Equipamento utilizado: câmera Canon EOS R5, lente macro Canon RF 100 
mm f/2.8L IS USM | Abertura: f/5.6, velocidade do obturador: 1/1000 s, ISO: 
640. Imagem processada no Adobe Lightroom. Instagram: @ytcambas, 
@libelulasdecuba. 

https://instagram.com/ytcambas
https://instagram.com/libelulasdecuba
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(e.g., Fig. 1 e 2), mas os equipamentos costumam 
ser mais caros e pesados. 

•APS-C: mais compactos e leves, com um “fator 
de corte” que amplia o campo efetivo das lentes 
(Fig. 8). Isso pode ser útil em fotografia macro, pois 
permite aproximar-se mais do animal sem perder 
qualidade. É uma excelente opção para quem 
busca um bom equilíbrio entre qualidade, 
tamanho e preço. 

•Micro 4/3: sensores ainda menores, mas 
integrados em corpos muito compactos. Embora 
tenham menor capacidade de captar luz em 
condições de baixa luminosidade, oferecem maior 
profundidade de campo e dobram o alcance 

efetivo das lentes em comparação ao formato 
completo, o que é especialmente útil em fotografia 
macro (Fig. 9B). Na prática, isso significa que uma 
lente de 90 mm (Fig. 9D) se comporta como uma 
de 180 mm em formato completo, permitindo 
aproximações mais extremas sem sacrificar 
conforto ou portabilidade. 

8.3. O TRIÂNGULO DE EXPOSIÇÃO: 
ABERTURA, VELOCIDADE E SENSIBILIDADE 
ISO 

Capturar uma imagem corretamente exposta 
envolve dominar o triângulo de exposição (Fig. 
10), composto por três variáveis:

CAPÍTULO VIII: Fotografia em ambientes naturais: Odonata

Figura 5. A) Fêmea de Coryphaeschna adnexa (Aeshnidae) em processo de oviposição em uma poça temporária localizada na região centro-leste de Cuba. 
A imagem documenta o momento em que ela insere os ovos na vegetação aquática flutuante, claramente visível no entorno. Autor: Yusdiel Torres-Cambas | 
Equipamento utilizado: câmera Canon EOS R5, lente Canon RF 100–500 mm f/4.5–7.1L IS USM | Distância focal: 500 mm, abertura: f/7.1, velocidade do 
obturador: 1/1000 s, ISO: 800. Imagem processada no Adobe Lightroom. Instagram:@ytcambas, @libelulasdecuba. B) Casal de Neoneura confundens 
(Protoneuridae) em processo de oviposição; o macho segura a fêmea pelo protórax durante todo o processo, enquanto ela deposita os ovos em um tronco que 
sobressai de uma poça. Fotografia tirada no departamento de Córdoba, Colômbia. Autora: Jenilee Montes | Equipamento utilizado: Câmera Nikon 7500. Lente 
macro Sigma 105 mm | Distância focal: 105 mm, abertura: f/3.5, velocidade do obturador: 1/80 s, ISO 800. Sem edição. Instagram: @jenileemontes.

A B

https://instagram.com/ytcambas
https://instagram.com/libelulasdecuba
https://instagram.com/ytcambas
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•Abertura (f/): determina quanta luz entra pela 
lente. Uma abertura ampla (número f/ pequeno, 
como f/2,8) deixa passar mais luz e produz menor 
profundidade de campo, isolando o animal do 
fundo (e.g., Fig. 6). Uma abertura fechada (f/11 ou 
mais) aumenta a profundidade de campo, útil 
quando é necessário manter todo o animal em 
foco, especialmente em fotografias macro. 

•Velocidade do obturador: controla o tempo 
que o sensor recebe luz. Para congelar o voo de 
uma libélula ou evitar o desfoque causado pelo 
movimento do animal ou do fotógrafo, recomenda-
se uma velocidade rápida (1/1000 s ou mais) (e.g., 

Fig. 1 e 2). Em condições de pouca luz ou para 
animais estáticos (e.g., Fig. 6), a velocidade pode 
ser reduzida se se utilizar tripé ou flash (Fig. 9F e 
9H). 

•ISO: é a sensibilidade do sensor à luz. ISOs 
baixos (100–400) produzem imagens mais limpas, 
mas exigem mais luz. Aumentar o ISO permite 
fotografar em sombra ou com velocidades mais 
altas, embora possa introduzir ruído digital. Em 
softwares como Adobe Lightroom, Topaz DeNoise 
AI ou DxO PureRAW, esse ruído pode ser corrigido 
eficazmente com algoritmos de redução que 
preservam os detalhes da imagem, permitindo 

CAPÍTULO VIII: Fotografia em ambientes naturais: Odonata

Figura 6. Macho de Telebasis dominicana (Coenagrionidae) predando uma mosca em um riacho de montanha no sudeste de Cuba. A foto foi feita em 
vista frontal, focando exclusivamente a cabeça do indivíduo para destacar o comportamento de predação. Como a cena ocorreu em um ambiente sombreado 
dentro de uma floresta tropical úmida, utilizou-se iluminação artificial com flash e difusor, o que permitiu obter uma imagem nítida (apesar da baixa 
velocidade do obturador) e bem iluminada. Essa técnica contribuiu para ressaltar os detalhes morfológicos e documentar com clareza o comportamento 
observado. Autor: Yusdiel Torres-Cambas | Equipamento utilizado: câmera Canon EOS R5, lente Canon RF 100 mm f/2.8L MACRO IS USM | Abertura: f/5.6, 
velocidade do obturador: 1/125 s, ISO: 800 | Iluminação: Flash Godox V860III-C com difusor AK. Imagem processada no Adobe Lightroom. 
Instagram:@ytcambas, @libelulasdecuba.

https://instagram.com/ytcambas
https://instagram.com/libelulasdecuba
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resultados limpos mesmo em condições de luz 
desfavoráveis. 

A reprodução cromática precisa é fundamental 
na fotografia técnico-taxonômica. Deve-se 
empregar um balanço de brancos calibrado e, 
preferencialmente, incluir cartões de cores padrão 
nas tomadas de referência (Fig. 9G). A exposição 
deve ser conservadora, priorizando a retenção de 
detalhes em altas luzes em vez de contraste 
dramático, já que a informação morfológica em 
estruturas claras, como asas e padrões de 
coloração, é essencial para a identificação. 

8.4 . DISTÂNCIA FOCAL, FOCO E 
PROFUNDIDADE DE CAMPO 

A distância focal das lentes macro típicas varia 
de 60 mm a 180 mm (Fig. 9D). Para que uma lente 
seja considerada macro, deve ser capaz de 
alcançar uma ampliação de pelo menos 1:1; ou 
seja, projetar no sensor uma imagem do animal em 
tamanho real. Lentes mais longas, como 
teleobjetivas, permitem fotografar a maior 
distância, algo fundamental quando os odonatos 
são tímidos (Fig. 9B). No entanto, isso também 
pode reduzir a profundidade de campo, tornando 

CAPÍTULO VIII: Fotografia em ambientes naturais: Odonata

A

DC

B

Figura 7. A) Vista dorsal de Heteragrion sp. (Heteragrionidae) macho tirada no departamento de Guainía, Colômbia. Autora: Jenilee Montes | 
Equipamento utilizado: Câmera Nikon 7500. Lente macro Sigma 105 mm | Distância focal: 105 mm, abertura: f/3.6, velocidade do obturador: 1/40 s, ISO 400. 
Sem edição. Instagram: @jenileemontes. B) Vista lateral de Heteragrion sp. macho tirada no departamento de Guainía, Colômbia. Autora: Jenilee Montes | 
Equipamento utilizado: Câmera Nikon 7500. Lente macro Sigma 105 mm | Distância focal: 105 mm, abertura: f/3.6, velocidade do obturador: 1/25 s, ISO 640. 
Sem edição. Instagram: @jenileemontes. C) Vista frontal de Heteragrion sp. fêmea tirada no departamento de Guainía, Colômbia. Autora: Jenilee Montes | 
Equipamento utilizado: Câmera Nikon 7500. Lente macro Sigma 105 mm | Distância focal: 105 mm, abertura: f/4.9, velocidade do obturador: 1/30 s, ISO 640. 
Sem edição. Instagram: @jenileemontes. D) Exemplo de fotografia de paisagem. Foto tirada na localidade de Remanso, departamento de Guainía, Colômbia.  
Nicolas Latorre @nofakoguainia.

https://instagram.com/ytcambas
https://instagram.com/ytcambas
https://instagram.com/ytcambas
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mais difícil manter todo o corpo do animal em 
foco. Nesses casos, é necessário um controle 
preciso do foco, além do uso de aberturas mais 
fechadas e boa iluminação para compensar a 
perda de luz e manter a nitidez desejada. 

A profundidade de campo (a faixa da imagem 
que aparece nítida) é particularmente reduzida na 
fotografia macro. É essencial aprender a focar com 
precisão nos olhos ou em pontos-chave do animal 
e decidir se se prefere um fundo suave ou maior 
nitidez em todo o corpo. 

8.5. EQUIPAMENTO ESPECIALIZADO 
PARA FOTOGRAFIA MACRO 

Para obter imagens de alta qualidade na 
fotografia de odonatos, recomenda-se o seguinte 
equipamento especializado: 

•Lentes macro reais (1:1): permitem focar a 
curtas distâncias e capturar detalhes minuciosos. 
As lentes de 90–105 mm oferecem um excelente 
equilíbrio entre distância de trabalho e facilidade 
de uso (Fig. 9D). 

•Teleobjetivas (300–500  mm): embora não 
sejam macro reais, permitem fotografar odonatos 

em voo ou a distância sem perturbá-los, 
especialmente útil com espécies tímidas ou em 
ambientes abertos (Fig. 9C). Combinadas com 
câmeras de sensor recortado ou Micro 4/3 (Fig. 
9B), proporcionam maior alcance efetivo, embora 
com menor capacidade de foco a curtas distâncias. 

•Flash externo e difusores: o flash é essencial na 
fotografia macro para compensar a pouca luz ao 
usar aberturas pequenas ou velocidades altas. No 
entanto, o uso direto pode produzir reflexos e 
sombras. Difusores (Fig. 9E) suavizam a luz do 
flash, imitando condições naturais e melhorando a 
modelagem de formas e texturas (e.g., Fig. 6). 

•Tripés: embora limitem a mobilidade, os tripés 
(Fig. 9H) são úteis para fotografar odonatos 
pousados, especialmente nas horas mais frescas do 
dia, quando os insetos estão menos ativos. Ajudam 
a estabilizar a câmera, permitem trabalhar com 
velocidades mais lentas e facilitam o foco preciso. 

•Câmeras sem espelho (mirrorless): essas 
câmeras modernas oferecem vantagens como 
menor peso, foco preciso em modo manual e telas 
articuladas que facilitam composições em ângulos 
baixos, muito úteis ao trabalhar próximo ao solo 
ou sobre corpos d’água (Fig. 9A e 9B). 

8.6. QUANDO FOTOGRAFAR LIBÉLULAS? 
O conhecimento da história natural dos 

odonatos é fundamental para obter boas 
fotografias. Fotografamos melhor aquilo que 
conhecemos bem, por isso, antes de sair para o 
campo, é recomendável revisar a lista de espécies 
possíveis na localidade de estudo e consultar a 
literatura sobre seus hábitos e habitats. Isso ajuda a 
planejar de maneira mais eficiente as jornadas de 
coleta e fotografia. 

As libélulas apresentam regulação sazonal e 
dependem da luz solar para se movimentar (Corbet 
1999). Dependendo da região, é necessário 
considerar a estação do ano e as condições 
climáticas antes de planejar a saída. Em regiões 
tropicais, o ciclo de vida é influenciado 
principalmente pela variação sazonal das chuvas, 

CAPÍTULO VIII: Fotografia em ambientes naturais: Odonata

Figura 8. Comparação relativa do tamanho de sensores em câmeras 
digitais: Full frame (35 mm), APS-C e Micro 4/3. O sensor Full frame 
equivale ao tamanho do fotograma de filme tradicional de 35 mm, 
enquanto os sensores APS-C e Micro 4/3 são progressivamente menores. 
Essa diferença influencia fatores como a profundidade de campo, o 
desempenho em condições de pouca luz e o alcance efetivo das objetivas.
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enquanto em regiões temperadas as variações de 
temperatura desempenham papel mais importante. 
A sazonalidade também varia com latitude e 
altitude. Na América Central e no Caribe, por 
exemplo, o clima é predominantemente tropical, 
com estação seca aproximadamente de novembro 
a abril e estação chuvosa de maio a outubro. Na 
região Andina, os climas são variados conforme a 
altitude, com estações menos marcadas em áreas 
equatoriais e, em altiplanos, alternância de estação 
seca e chuvosa semelhante à do Caribe. Na zona 
tropical da América do Sul, incluindo Amazônia e 
partes da Colômbia, Brasil e Venezuela, ocorrem 
estações secas e chuvosas, com precipitações 
abundantes quase durante todo o ano na bacia 
amazônica. Já nas regiões temperadas, como o 
Chile central, sul do Brasil, Uruguai e norte da 
Argentina, as estações são mais definidas, sendo 
primavera de setembro a novembro, verão de 
dezembro a fevereiro, outono de março a maio e 
inverno de junho a agosto. Na região sul do 
continente, incluindo a Patagônia e o sul do Chile 
e Argentina, o clima varia entre frio temperado e 
subpolar, com estações bem marcadas. Essas 
informações são importantes, pois indicam os 
períodos do ano e do dia com maior atividade de 
libélulas e ajudam a organizar o cronograma de 
trabalho em campo. É igualmente relevante ter em 
mente que o equipamento fotográfico pode 
superaquecer, devendo-se controlar a exposição 
direta ao sol. 

8.7. ONDE FOTOGRAFAR LIBÉLULAS? 
Como sabemos, as libélulas habitam diferentes 
tipos de ambientes, lênticos, lóticos e fitotelmatas, 
sendo por isso importante, para a fotografia, a 
busca por esses microhabitats. Nesses locais, os 
adultos geralmente exibem padrões de voo e não 
se afastam muito dos lugares de oviposição ou 
reprodução. Observar sua atividade por algum 
tempo ajuda a identificar se a libélula segue um 
trajeto definido, o que permite prever seus pontos 
de pouso e se antecipar à sua rotina, aumentando 

as chances de capturá-la no momento mais 
adequado. 

8.8. FOTOGRAFAR LIBÉLULAS EM VOO 
Fotografar libélulas em voo requer paciência, 

observação e preparação técnica cuidadosa, pois 
sua velocidade, pequeno tamanho e trajetórias 
imprevisíveis tornam a tarefa um grande desafio. 
Para aumentar as chances de sucesso, é importante 

CAPÍTULO VIII: Fotografia em ambientes naturais: Odonata

Figura 9. Exemplo de equipamentos utilizados na fotografia de 
libélulas. A) Câmera Canon EOS R5 de formato completo (full frame), útil 
para capturar imagens com alta resolução e bom desempenho em baixa 
luz. B) Câmera OM System OM-1 Mark II com sensor Micro 4/3, ideal por 
sua leveza e aumento efetivo na fotografia de fauna. C) Teleobjetiva Canon 
100–500 mm, útil para captar libélulas em voo ou à distância. D) Objetiva 
macro 90 mm f/3.5, adequada para capturar detalhes finos de indivíduos 
pousados. E) Difusor para macrofotografia, que suaviza a luz do flash. F) 
Flash externo, essencial para iluminar sujeitos pequenos. G) Cartões de 
cores que permitem criar fundos estéticos e controlados. H) Tripé robusto, 
útil para estabilizar o equipamento em tomadas de alta precisão.
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estudar seu comportamento, identificar áreas de 
patrulha frequentes e posicionar-se à altura do 
inseto, aproveitando a luz suave da manhã ou da 
tarde para evitar sombras duras e realçar detalhes. 
É fundamental, ainda, usar velocidades de 
obturação rápidas (mais de 1/2500  s), aberturas 
amplas e foco contínuo para congelar o 
movimento, ajustando o ISO conforme a luz 
disponível. Câmeras sem espelho (mirrorless) 
oferecem vantagens importantes graças ao 
autofoco rápido e disparo contínuo, embora tanto 
sensores recortados quanto full frame possam ser 
úteis dependendo das condições e do estilo 
almejado. 

8.9. COMO CONSEGUIR FOTOS MAIS 
ARTÍSTICAS E PROFISSIONAIS? 

O componente artístico de uma imagem 
depende muito da forma como se escolhe compor 
a cena. Um ângulo baixo, alinhado ao plano de 
voo ou repouso da libélula, gera um efeito mais 

imersivo e respeitoso com o animal. O fundo 
também é fundamental: cores suaves, uniformes ou 
contrastantes com o corpo do inseto o destacam 
sem distrair. Além disso, deixar espaço na direção 
para onde a libélula se move ou olha cria 
equilíbrio visual e tensão narrativa na imagem. O 
uso deliberado do desfoque (bokeh) pode 
transformar uma fotografia técnica em uma obra 
com valor estético. 

Para obter imagens nítidas, é essencial controlar 
os fatores técnicos mencionados anteriormente. 
U s a r u m a v e l o c i d a d e d e o b t u r a ç ã o 
suficientemente alta evita o desfoque causado pelo 
movimento. O ISO deve ser mantido o mais baixo 
possível para reduzir o ruído, embora em 
condições de sombra ou céu nublado possa ser 
aumentado moderadamente, especialmente com 
câmeras de bom desempenho em sensibilidades 
altas. Uma boa iluminação natural, difusa ou 
lateral, ajuda a destacar detalhes sem superexpor 
as asas ou o corpo do animal. Além disso, escolher 
um fundo com cores uniformes e afastadas do 
animal facilita o foco e permite que a libélula se 
destaque com maior nitidez na composição. 

8.10. OUTROS ASPECTOS IMPORTANTES 
Com base em nossa experiência em campo, 

listamos uma série de aspectos importantes a 
serem considerados para otimizar a experiência 
fotográfica. 

1. Coletar e fotografar? Se a jornada 
fotográfica também incluir a coleta de 

espécimes, deve-se ser prático quanto à 
quantidade de equipamento a carregar. As libélulas 
e x i g e m a g i l i d a d e p a ra c a p t u ra , s e n d o 
recomendável uma seleção ótima dos acessórios 
realmente úteis. 

2. Companhia! É importante, tanto para a 
coleta quanto para a fotografia, ter um 

companheiro de apoio. Durante a fotografia macro 
é fácil que os espécimes saiam do campo de visão, 
por isso ter alguém atento ao deslocamento dos 
indivíduos pode ser de grande ajuda. Um 
companheiro também pode detectar qualquer 

CAPÍTULO VIII: Fotografia em ambientes naturais: Odonata

Figura 10. Triângulo de exposição fotográfica, que representa a 
relação entre os três parâmetros fundamentais: abertura do diafragma, 
velocidade do obturador e sensibilidade ISO. Cada um influencia a 
quantidade de luz que chega ao sensor, mas também afeta outras 
características da imagem: a abertura modifica a profundidade de campo, 
a velocidade do obturador controla a nitidez do movimento e o ISO 
influencia o nível de ruído digital. O equilíbrio entre esses três elementos 
é essencial para obter imagens corretamente expostas e com o efeito 
visual desejado. 
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perigo. 

3. Cor da roupa: a cor das roupas usadas em 
campo pode influenciar na aproximação 

de alguns insetos. Recomenda-se usar cores 
neutras ao fotografar libélulas. O branco, por 
refletir a luz, pode dificultar chegar perto o 
suficiente para fazer uma boa fotografia macro. 

4. Proteger a câmera: equipamentos 
eletrônicos podem ser afetados pelo clima. 

É indispensável ter um kit de limpeza e proteção 
contendo panos, líquidos para limpeza óptica, 
pincéis e sopradores para evitar que a poeira 
prejudique o sistema. Em ambientes de alta 
umidade, usar bolsas secas ou caixas herméticas 
com sílica gel ou arroz ajuda a controlar a 
umidade. 

5. Um disparo não é suficiente: o modo 
contínuo é um dos melhores aliados na 

fotografia de libélulas, tanto pela velocidade de 
voo quanto para focar todas as estruturas. Para isso, 
existe a técnica de stacking (empilhamento de 
fotografias), que consiste em formar uma única 
imagem a partir de várias, usando programas como 
Helicon Focus e Zerene Stacker. 

6. Fazer backups: ao final de cada campanha, 
é recomendável baixar as fotos dos cartões 

das câmeras. Organizar pastas por dia facilita o 
trabalho de edição posterior. Se possível, subir as 
fotos para armazenamento digital ou fazer cópias 
em diferentes discos rígidos, evitando a perda de 
informações. Em campo, os equipamentos estão 
constantemente expostos a riscos. 

7. A fotografia de campo não deve ser 
considerada apenas para lugares inóspitos, 

preservados ou distantes. A experiência fotográfica 
pode ser realizada até próximo de casa. Cada 
fotografia pode ser interessante e valiosa para o 
reconhecimento da diversidade desses e de outros 
insetos.

CAPÍTULO VIII: Fotografia em ambientes naturais: Odonata

CONSIDERAÇÕES ÉTICAS ANTES 
DE FAZER FOTOGRAFIAS 

Tudo vale quando se trata de conseguir 
uma foto “incrível”? Quando a edição se 
torna excessiva? Justifica-se causar um dano 
irreparável a um animal apenas para 
fotografá-lo? Quando se ultrapassa o limite 
eticamente correto? 

A primeira consideração ética está 
relacionada com o impacto que a fotografia 
pode ter sobre os indivíduos e seu 
ambiente. Mover um animal, alterar seu 
habitat ou provocar comportamentos 
antinaturais contradiz a própria essência da 
fotografia de natureza: documentar a 
realidade como ela é. 

Por outro lado, embora a edição digital 
seja uma ferramenta útil para otimizar 
aspectos técnicos como luz ou contraste, o 
limite ético é ultrapassado quando a 
verdade é distorcida. Eliminar ou adicionar 
elementos, exagerar cores ou modificar o 
contexto pode transformar uma fotografia 
documental em uma imagem enganosa. 

Fotografar implica interagir com o 
ambiente e, portanto, exige respeito. Cada 
imagem deveria nascer da admiração, não 
da exploração. 

A L G U N S F O T Ó G R A F O S D E 
LIBÉLULAS E OUTROS INSETOS QUE 
PODEM SERVIR DE INSPIRAÇÃO:

Instagram 
•John y Kendra Abbott: @abbott.nature  
•Adolfo Cordero: @adolfo_cordero 
•Filip Van Boven: @filip_vanboven 

Facebook 
•Dennis Paulson 
•Erland Refling Nielsen. 
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CAPÍTULO IX

Enrique González-Soriano, Javier Muzón, Cornelio A. Bota-Sierra,  
Diogo Vilela e Jenilee Montes-Fontalvo

Ao tomarmos conhec imen to de s sa 
convocatória da SOL para o número 

especial, nos pareceu uma excelente ideia que a 
próxima edição do nosso boletim Hetaerina fosse 
dedicado a compartilhar experiências sobre os 
diferentes métodos de coleta e preservação de 
Odonata. Entretanto, alguns de nós pensamos que, 
embora a coleta e a preservação de libélulas sejam 
aspectos importantes, um ponto que talvez 
pudesse ser igualmente relevante e útil é: “E onde 
diabos tenho que ir procurar meus exemplares se 
eu quiser ter um inventário odonatofaunístico mais 
ou menos completo?” 

Por esse motivo, nos propusemos a compartilhar 
em conjunto nossas experiências adquiridas ao 
longo de anos durante nossas atividades de coleta. 
A ideia central é que, baseados em algumas das 
recomendações compartilhadas, outros colegas 
que estejam iniciando no campo da odonatologia 
possam maximizar seus próprios esforços para que, 
ao final, resultem em uma coleta mais bem-
sucedida. Por razões óbvias de espaço e da 
experiência dos autores, não esperamos cobrir 
todos os táxons do Neotrópico (que aqui tratamos 
em nível de famílias), mas sim alguns daqueles que 
consideramos de maior interesse por sua posição 
taxonômica ou por seu papel ecológico. 

Acreditamos que, com certa experiência de 
campo, pode-se chegar inclusive a “prever” quais 

grupos de odonatos podemos esperar encontrar a 
priori em um determinado micro-habitat. Para dar 
um exemplo: se decidirmos coletar em algum lago 
ou açude localizado em um ambiente aberto, com 
pouca vegetação nas margens e flutuante, de 
início, não esperaríamos encontrar exemplares de 
Calopterygidae, nem de Heteragrionidae, nem de 
Polythoridae. Em contrapartida, a experiência nos 
levaria a pensar que, predominantemente, 
deveríamos esperar encontrar algumas espécies de 
Libellulidae de afinidade lêntica (Erythrodiplax, 
Micrathyria, Dythemis, Orthemis, Perithemis, entre 
outros), ou Coenagrionidae como Ischnura ou 
Acanthagrion, ou até mesmo Lestidae nas margens 
desses corpos d’água. 

Enfim, esperamos que essas recomendações 
sejam úteis aos jovens que iniciam no campo da 
Odonatologia para que possam tirar o maior 
proveito de seus esforços de coleta. As famílias 
estão organizadas de acordo com a lista mais 
recente de Paulson et al. (2025) sobre a Lista 
Mundial de Odonata, embora com pequenas 
modificações nessa ordenação feitas pelos autores 
do texto. 

Atenciosamente e com carinho: Jenilee Montes, 
Cornelio Bota, Diogo Vilela, Javier Muzón e 
Enrique González.

Onde encontrar odonatos na região 
Neotropical? Algumas dicas

H E   A E R I N A
ISSN: 2711-2152 (online)
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LISTA DE TÁXONS

9.1. SUPERFAMÍLIA LESTOIDEA 

9.1.1. Família Lestidae 
É uma família grande que, no Neotrópico, está 

representada por dois gêneros e cerca de 53 
espécies (Garrison et al., 2010); sendo um deles 
(Archilestes Rambur, 1842) restrito ao continente 
americano. 

Onde procurar por eles? Os Lestidae são 
organismos fundamentalmente de águas lênticas. 
Entretanto, o gênero Archilestes inclui espécies que 
vivem em águas correntes, principalmente em 
zonas de remanso (e.g., Archilestes grandis 
(Rambur, 1842) ou até mesmo em trechos de 
corrente mais rápida, como Archilestes latialatus 
Donnelly, 1961. As espécies de Lestes Leach in 
Brewster, 1815 vivem, em sua maioria, nas 
margens de lagoas e açudes, tanto temporárias 
quanto permanentes, bem como em lagos e 
lagunas. Os adultos costumam pousar na 
vegetação que se projeta a partir das margens 
desses corpos d’água e, em alguns locais, podem 
ser muito abundantes nesse tipo de hábitat.

9.1.2. Família Perilestidae 
Os representantes dessa família exclusivamente 

americana possuem abdômens longos, que medem 
até o dobro do comprimento das asas, o que os 
diferencia de outros representantes com abdômens 
l ongos , como o s P ro toneu r i dae . E s t ão 
representados pelos gêneros Perilestes Hagen in 
Selys, 1862 e Perissolestes Kennedy, 1941, com 21 
espécies, distribuídas do México até a Bolívia e o 
Brasil. 

Onde procurar por eles? Os Perilestidae não 
são fáceis de visualizar em campo porque, além de 
habitarem zonas sombreadas das florestas 
neotropicais, também podem se confundir com a 
vegetação pela forma como se penduram na ponta 
das folhas, com o abdômen levemente curvado 
dorsalmente a partir do segmento 7. Não são 

voadores muito ágeis e preferem riachos pequenos, 
embora também possam ser encontrados em 
córregos mais caudalosos. Algumas espécies são 
muito boas em se camuflar, por isso é 
recomendável explorar paredes cobertas de musgo 
próximas a cachoeiras ou barrancos próximos a 
riachos. Foi assim que encontramos alguns 
exemplares de Perilestes solutus Williamson & 
Williamson, 1924 no Parque Nacional da Chapada 
dos Guimarães, no estado de Mato Grosso, Brasil 
(Vilela et al., 2024). 

9.2. SUPERFAMÍLIA PLATYSTICTOIDEA

9.2.1. Família Platystictidae 
Os Platystictidae são um grupo de zigópteros 

tropicais representados na América pelo gênero 
Palaemnema Selys, 1860 e 43 espécies. 
Geralmente são encontrados associados a florestas 
tropicais úmidas. No entanto, poucas espécies, 
como Palaemnema domina Calvert, 1903, também 
invadiram as florestas tropicais secas estacionais. 

Onde procurar por eles? Os adultos são 
encontrados ao longo de riachos e rios, pousados 
na vegetação das margens e em locais sombreados 
(daí o seu nome comum em inglês: shadow 
damselflies). Palaemnema paulicaxa Calvert, 1931, 
ao que parece, também se reproduz em pequenos 
fios d’água, assim como Paraphlebia Selys & 
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Figura 1. Palaemnema paulicaxa. Espécie endêmica do México. 
Barranca de Metlac, Veracruz, México. Foto: Enrique González.
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Hagen, 1861 (Fig. 1). Um traço peculiar de 
algumas espécies desse gênero refere-se ao fato de 
que sua atividade reprodutiva ocorre nas primeiras 
horas da manhã, chegando a começar antes 
mesmo do nascer do sol (González-Soriano et al., 
1982). Por isso, a busca por adultos pode ser bem-
sucedida já no início do dia: as primeiras cópulas 
ocorrem entre 05:50 e 06:00 h. Após o meio-dia, 
os adultos se refugiam no sub-bosque da floresta, 
onde permanecem imóveis pelo resto do dia — e é 
nesse ambiente que podem ser encontrados. No 
entanto, muitas vezes a vegetação herbácea torna 
difícil sua captura com puçás, de modo que, com 
muita paciência e alguma destreza, eles podem até 
ser coletados com a mão. 

9.3. SUPERFAMÍLIA CALOPTERYGOIDEA

9.3.1. Família Philogeniidae 
Esta família é endêmica do Neotrópico e é 

formada pelos gêneros Archaeopodagrion 
Kennedy, 1939 e Philogenia Selys, 1862, que 
juntos reúnem cerca de 45 espécies (Bota-Sierra et 
al., 2019). Os Archaeopodagrion tem distribuição 
restritamente andina e ocorrem na Colômbia e no 
Equador. Por sua vez, o gênero Philogenia possui 
uma distribuição mais ampla, ocorrendo desde a 
América Central até a Amazônia (Dunkle, 1986). 

Onde procurar por eles? Estão sempre 
associados a florestas bem conservadas, onde 
habitam riachos, geralmente em nascentes e, às 
vezes, em pequenos córregos. Embora a maioria 
das espécies de Philogenia seja andina e 
igualmente especializada em ambientes florestais, 
di ferentemente de Archaeopodagrion , os 
indivíduos desse gênero podem ser encontrados no 
sub-bosque, não necessariamente próximos aos 
corpos d’água. Já foram observados, inclusive, 
depositando ovos em áreas de pouca correnteza de 
riachos e córregos. Os indivíduos de Philogenia, 
apesar de apresentarem tamanhos relativamente 
grandes (cerca de 6 cm), podem ser difíceis de 
observar devido à sua coloração escura, que os 

ajuda a se camuflar no sub-bosque, onde 
permanecem quase imóveis. Geralmente, as 
populações de Philogenia são abundantes — se 
avistar um espécime e ele escapar, não se 
desespere: é altamente provável que encontre 
outros.

9.3.2. Família Dicteriadidae 
Composta por apenas dois gêneros monotípicos, 

com distribuição principalmente amazônica: 
Dicterias atrosanguinea Selys, 1853 e Heliocharis 
amazona Selys, 1853 — esta última estendendo-se 
até Misiones, na Argentina (Bybee et al., 2021). 

Onde procurar por eles? Os adultos de H. 
amazona pousam horizontalmente e com as asas 
abertas, de maneira semelhante aos anisópteros ou 
aos Megapodagrionidae. Preferem clareiras 
ensolaradas na vegetação da floresta, próximas às 
margens de riachos, sendo comum vê-los 
pousados em folhas relativamente altas, a cerca de 
quatro metros do solo (Dunkle, 1991). Em 
observações realizadas no estado do Pará (Brasil), 
machos de D. atrosanguinea foram encontrados 
pousados na vegetação marginal de riachos, onde 
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Figura 2. Dicterias atrosanguinea macho em seu habitat, em um 
riacho no estado do Pará, Brasil. Foto: Adolfo Cordero-Rivera.



99

permaneceram imóveis por longos períodos (Fig. 2 
e 3). Alguns estavam a menos de 50 cm de 
distância uns dos outros, sem interagir, exceto 
quando iniciavam interações agonísticas, voando 
em círculos até as copas das árvores. Também 
interagiam brevemente com machos de outras 
espécies. As fêmeas foram observadas em 
diferentes contextos: uma pousada em um local 
ensolarado da floresta e outra capturada em 
tandem com um macho. Os machos apareciam 
nos riachos apenas em dias ensolarados; em dias 
nublados, desciam do dossel brevemente ou 
pousavam em árvores da floresta, mantendo-se 
alertas a qualquer aproximação. Não foi observado 
comportamento de cópula e oviposição, exceto 
por um casal em tandem (Vilela et al., 2018). 

9.3.3. Família Heteragrionidae
Família muito diversa, de distribuição 

neotropical, que compreende quatro gêneros e 
cerca de 76 espécies. Os Heteragrionidae habitam 
florestas tropicais úmidas, incluindo florestas 
mesófilas de montanha.

Onde procurar por eles? Heteropodagrion 
Selys, 1885 é pouco conhecido e apresenta hábitos 
especiais. Pode ser encontrado na floresta tropical 
ao longo de pequenos riachos com cascatas. É 
comum observá-lo voando no sub-bosque próximo 
ao solo, o que, aliado à sua coloração escura, 
torna sua detecção extremamente difícil (Pérez-

Gutiérrez & Montes-Fontalvo, 2011). De modo 
geral, os indivíduos desse gênero se camuflam na 
vegetação e só são vistos quando mudam de um 
pouso para outro, sendo necessário caminhar 
lentamente para registrá-los. Fêmeas foram 
observadas ovipositando em musgo aderido a 
troncos próximos aos corpos d’água. Experiências 
com Heteragrion alienum Williamson, 1919 no 
México mostram que os machos se posicionam na 
vegetação que cresce às margens de riachos e 
pequenos rios florestados, aguardando a chegada 
das fêmeas. Seu pico reprodutivo ocorre à tarde, 
após as 14:00 h, estendendo-se até as 17:00 h 
(González-Soriano & Verdugo-Garza, 1982). O 
local preferido pelas fêmeas para depositar os ovos 
são folhas caídas que flutuam e se acumulam em 
pequenas poças formadas em riachos de corrente 
lenta. Heteragrion albifrons Ris, 1918 é 
comumente encontrado pousado no sub-bosque, 
sobre herbáceas próximas a riachos sombreados e 
até mesmo em locais com escorrimentos de água 
(González-Soriano, 1997) (Fig. 4). A recém descrita 
Dimeragrion baniwa Mendoza-Penagos et al., 2023 
foi encontrada em áreas sombreadas da vegetação 
marginal de riachos de primeira ordem. Sua 
coloração escura dificulta a observação em campo, 
mas nas populações observadas, os machos eram 
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Figura 3. Dicterias atrosanguinea macho. Foto: Adolfo Cordero-Rivera.

Figura 4. Heteragrion mantiqueirae pousado sobre uma folha de 
Dicksonia sp. na Mata Atlântica brasileira. Foto: Frederico Lencioni.
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mais visíveis em áreas ensolaradas devido ao 
brilho da pruinescência pterotorácica e à faixa 
cremosa na face. Os machos se posicionavam 
sobre folhas e arbustos com as asas abertas e 
apresentavam compor tamento te r r i to r ia l 
pronunciado. Não foi observada conduta 
reprodutiva nem oviposição, mas eles eram mais 
ativos patrulhando áreas com águas lentas e 
pequenos açudes, onde o substrato consistia 
principalmente de raízes e pouca matéria orgânica. 
A presença de fêmeas próximas a esses locais 
sugere que esse é o micro-hábitat propício para 
reprodução e oviposição (Mendoza-Penagos et al., 
2023). 

9.3.4. Família Polythoridae 
São zigópteros que variam de corpo pequeno 

(22–34 mm) (Chalcopteryx Selys, 1853) a muito 
robusto (39–65 mm) (e.g., Polythore Calvert, 1917). 
Na América Latina, estão distribuídos em sete 
gêneros, totalizando cerca de 58 espécies 
(Sánchez-Herrera et al., 2020). 

Onde procurar por eles? São habitantes de 
pequenos riachos e rios no interior de florestas 
tropicais. A maioria das espécies ocorre em riachos 
de corrente rápida em áreas montanhosas, embora 
algumas também possam ser encontradas em 
riachos de corrente mais lenta (igarapés) na região 
amazônica. Experiências com Cora marina Selys, 
1868 mostram que as fêmeas ovipositam em 
madeira podre de troncos caídos que se projetam 
da água, em locais sombreados. Os machos se 
concentram ao redor desses locais, porém em 
baixas densidades (González-Soriano & Verdugo-
Garza, 1984). Em Chalcopteryx scintillans 
McLachlan, 1870, o comportamento territorial 
inclui disputas aéreas, nas quais os machos 
realizam exibições de ameaça e perseguições 
mútuas em voos ascendentes e oscilantes. Durante 
o cortejo, o macho exibe suas asas para a fêmea, 
que responde “flutuando” à sua frente. Após a 
cópula, o macho realiza novamente o voo de 
cortejo sobre um tronco caído no riacho, enquanto 

a fêmea deposita os ovos e ele permanece atento, 
pousando nas proximidades e voando ao redor 
dela (Guillermo-Ferreira et al., 2014) (Fig. 5 e 6). É 
comum que os Polythoridae voem em direção ao 
dossel ao perceberem a presença humana; às 
vezes, a melhor estratégia é encontrar um 
esconderijo e esperar calmamente até que eles 
retornem.
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Figura 5. Macho e fêmea de Chalcopteryx scintillans em seu hábitat 
na Chapada dos Guimarães, Brasil. O macho realiza comportamento de 
guarda enquanto a fêmea oviposita no tecido do tronco. Foto: Adolfo 
Cordero-Rivera. 

Figura 6. Hábitat de Chalcopteryx scintillans em um riacho de 
correnteza rápida na Chapada dos Guimarães, Brasil. Foto: Adolfo Cordero-
Rivera. 
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9.3.5. Família Amphipterygidae
Os Amphipterygidae são representados na 

América pelo gênero Amphipteryx Selys, 1853. São 
zigópteros de distribuição restrita ao sul do México 
e a alguns países do norte da América Central. 
Estão associados a florestas úmidas, como bosques 
de neblina ou florestas altas perenifólias. 

Onde procurar por eles? Os adultos ocorrem 
geralmente nas laterais de pequenas cascatas, 
pousados na vegetação que se projeta próxima a 
paredes verticais umedecidas pelo orvalho da 
queda d’água ou ao longo de pequenos riachos. 
São zigópteros que se movimentam pouco, sendo 
encontrados pousados na vegetação às margens 
desses corpos d’água. 

9.3.6. Família Thaumatoneuridae 
Os Thaumatoneuridae, ou “cavalinhos das 

cascatas”, são zigópteros neotropicais habitantes 
de florestas úmidas (bosques de neblina, florestas 
altas e médias sempre-verdes). Os indivíduos dessa 
família ocorrem em habitats pouco usuais, já que, 
ao contrário de outros zigópteros, vivem 
exclusivamente em zonas de orvalho de cascatas e 
em pequenos escorrimentos de água. A família é 
composta por dois gêneros e 16 espécies, com 
distribuição mesoamericana.

Onde procurar por eles? Os adultos de 
Thaumatoneura McLachlan, 1897 estão associados 
a zonas de orvalho próximas a cascatas (Calvert, 
1915); os adultos de Paraphlebia vivem próximos 
aos fios de água e pequenos riachos (Fig. 7). Os 
adultos geralmente se movimentam muito pouco e 
passam a maior parte do dia pousados na 
vegetação do sub-bosque. Uma peculiaridade de 
várias espécies de Paraphlebia e Thaumatoneura é 
que os machos apresentam dois morfotipos de 
coloração, fenômeno pouco comum dentro da 
ordem Odonata, sendo mais comum em fêmeas 
(González-Soriano & Córdoba-Aguilar, 2003). 

9.3.7. Família Megapodagrionidae 
Inclui atualmente os gêneros Megapodagrion 

Selys, 1885, Allopodagrion Förster, 1910 e 
Teinopodagrion De Marmels, 2001, que juntos 
reúnem 29 espécies restritas aos trópicos da 
América. Teinopodagrion conta com 25 espécies 
conhecidas e está bem distribuído ao longo da 
Cordilheira dos Andes (De Marmels, 2002). Seu 
limite austral de distribuição ocorre na selva da 
província de Misiones e nas últimas porções de 
yungas das províncias de Salta e Jujuy, na 
Argentina (Muzón et al., 2023). 

Onde procurar por eles? Algumas espécies, 
como T. oscillans (Selys, 1862), apresentam alta 
fidelidade aos territórios e concentram-se próximas 
aos riachos, sendo encontradas em média a menos 
de três metros da água, pousadas em galhos altos 
(entre 10 e 12 metros de altura) (Palacino-
Rodríguez et al., 2024). Quanto aos locais de 
oviposição, foram registradas fêmeas de T. curtum 
(Selys, 1886) realizando oviposição endofítica na 
face superior das folhas, próximas a corpos de 
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Figura 7. Habitat característico de Paraphlebia hyalina e Palaemnema 
paulicaxa. Barranca de Metlac, Veracruz, México. Foto: Enrique González.
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água corrente. Uma part icularidade dos 
Teinopodagrion é o hábito de pousar sobre pedras 
e m c o r r e d e i r a s , c o m a s a s a s a b e r t a s , 
comportamento semelhante ao de alguns 
Progomphus Selys, 1854 (Gomphidae). Eles 
tendem a ser mais abundantes em dias 
ensolarados, sendo de difícil observação em dias 
nublados. Embora os adultos de Teinopodagrion 
geralmente não sejam muito avistados, suas 
populações podem ser localmente numerosas, de 
modo que ao registrar um indivíduo é provável 
encontrar vários outros nas proximidades. Em 
relação às larvas, algumas espécies, como T. 
caquetanum De Marmels, 2001 (Pérez, 2007), 
desenvolvem-se em pequenos riachos com leitos 
arenosos que apresentam compostos ferrosos, 
conferindo-lhes uma coloração semelhante à 
terracota. 

9.3.8. Família Mesagrionidae 
Esta família, recentemente proposta com base 

em evidências moleculares, inclui apenas a 
espécie Mesagrion leucorrhinum Selys, 1885 
(Bybee et al., 2021). 

Onde procurar por eles? Os Mesagrionidae 
ocorrem no sub-bosque, principalmente próximos 
a cascatas (Fig. 8). Embora ainda seja necessário 
esclarecer os detalhes de sua biologia reprodutiva, 
presume-se que a oviposição aconteça sobre 
superfícies rochosas molhadas pelo respingo das 
quedas-d’água. As larvas apresentam camuflagem 
eficiente graças à coloração semelhante à das 
rochas, musgos e detritos onde se encontram 
(Pérez-Gutiérrez & Montes-Fontalvo, 2011). Os 
adultos possuem voo muito suave e suas 
populações costumam ser abundantes.

9.3.9. Família Calopterygidae 
É uma família com ampla distribuição mundial. 

No Neotrópico, está representada por cinco 
gêneros e 68 espécies (Bota-Sierra et al., 2019). O 
gênero Hetaerina Hagen in Selys, 1853 é um 
representante emblemático na América Latina, 

caracterizado pela mancha de cor vermelho-
carmim na base das asas dos machos. 

Onde procurar por eles? São habitantes de 
águas lóticas (Fig. 9), algumas espécies 
especializadas em florestas, outras em áreas 
abertas. Os machos costumam ser facilmente 
detectáveis sobre o leito de rios ou riachos. No 
caso de espécies de áreas abertas, como H. occisa 
Hagen in Selys, 1853 e H. cruentata (Rambur, 
1842), as fêmeas também são facilmente 
observáveis. Já em espécies de floresta, como H. 
duplex Selys, 1869, H. caja (Drury, 1773) e H. 
capitalis Selys, 1873, as fêmeas podem ser mais 
difíceis de encontrar, pois costumam forragear 
dentro da mata, afastadas dos corpos d’água (Bota-
Sierra et al., 2024). Sua espécie de distribuição 
mais austral é H. rosea Selys, 1853, que alcança o 
limite sul de distribuição nos riachos da região da 
Pampa ondulada, na província de Buenos Aires 

CAPÍTULO IX: Onde encontrar odonatos na região Neotropical? Algumas dicas

Figura 8. Habitat utilizado por Mesagrion, Heteropodagrion, 
Heteragrion, Polythore e Cora, entre outros (Anorí, Antioquia, Colômbia). 
Foto: Cornelio Bota.
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(Argentina). Em H. rosea, evidências indicam que 
os machos com asas mais pigmentadas vencem 
mais disputas territoriais, independentemente do 
tamanho corporal. Diferentemente de outras 
espécies de Hetaerina, os machos de H. rosea não 
exibem comportamento de “lek” (em que os 
machos se agrupam em um local específico para se 
exibir e competir entre si, a fim de atrair as fêmeas 
para o acasalamento). Em vez disso, defendem 
recursos importantes para as fêmeas, como locais 
com substrato adequado para o desenvolvimento 
das larvas (Guillermo-Ferreira & Del Claro, 2011). 
O gênero Ormenophlebia Garrison, 2006 é 
bastante difícil de coletar, pois exige florestas 
muito bem conservadas, preferencialmente em rios 
pequenos e de correnteza rápida. Os adultos são 
voadores velozes e extremamente ariscos, 
geralmente pousam a quatro ou cinco metros de 
altura e, ao menor distúrbio, fogem para o dossel. 
O gênero Mnesarete Cowley, 1934 é comum em 
riachos dentro das florestas amazônicas, 
apresentando comportamento semelhante ao de 
Hetaerina. De fato, algumas hipóteses filogenéticas 
sugerem que ambos constituem um único gênero 
(Standring et al., 2022). 

9.4. SUPERFAMÍLIA COENAGRIONOIDEA

9.4.1. Família Protoneuridae 
Os membros desta família correspondem a 

zigópteros de corpo delicado e asas estreitas. Sua 
classificação é considerada controversa, mas 
aparentemente a maioria dos protoneurídeos está 
estreitamente relacionada, formando um grupo 
monofilético (Pessacq et al., 2025). No Neotrópico 
existem aproximadamente 13 gêneros e 121 
espécies (Pessacq, 2025 com. pess.). A maioria das 
espécies está associada a florestas, embora 
algumas, de ampla distribuição, tenham se 
adaptado bem a condições de áreas abertas e 
muito ensolaradas, como a amplamente distribuída 
Protoneura cara Calvert, 1903. O representante 
mais austral é Peristicta forceps Hagen in Selys, 
1860, encontrado nas margens sombreadas dos 
riachos que formam o delta do rio Paraná, na 
Argentina e no Uruguai (Muzón et al., 2015). 
Pode-se dizer que os protoneurídeos são os 
campeões em manter voos sustentados dentro dos 
zigópteros, pois os machos permanecem por 
longos períodos batendo as asas vigorosamente 
enquanto patrulham os corpos d’água. Quando 
pousam, geralmente o fazem na ponta de 
pequenas folhas, com a cabeça voltada para a 
margem. 

Onde procurar por eles? Em muitas espécies, os 
machos podem ser observados patrulhando rios e 
riachos em áreas de remanso e até mesmo em 
lagoas (Protoneura aurantiaca Selys, 1886; 
Epipleoneura Williamson, 1915), onde são muito 
abundantes. Em algumas espécies de Protoneura e 
Neoneura Selys, 1860 (e.g., P. cara e N. amelia 
Calvert, 1903), já foi registrado que os machos 
formam “agregações”, aéreas de acasalamento 
semelhantes a alguns dípteros — um fenômeno 
único dentro de Odonata (González-Soriano, 
2001). Também é comum observar oviposições 
comunais, com vários pares em tandem, 
depositando ovos no mesmo galho. Muitas 
espécies apresentam colorações escuras que, 
somadas ao hábito de voar rente à água em 
ambientes florestais, tornam sua detecção bastante 
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Figura 9. Habitat de Hetaerina sp. e Mnesarete sp. na Chapada dos 
Guimarães, Brasil. Foto: Adolfo Cordero-Rivera.
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difícil. Por exemplo, Psaironeura angeloi 
Tennessen, 2016, que possui uma pequena 
mancha branca na extremidade do abdome, pode 
ser confundida com um pequeno díptero ou até 
mesmo com um fragmento de detrito preso em 
uma teia de aranha. As Drepanoneura voam muito 
próximas à superfície da água e podem lembrar 
insetos aquáticos patinadores (Gerridae). Durante o 
período de cheia das florestas amazônicas, 
algumas das espécies mais raras do grupo foram 
observadas voando entre o dossel inundado (e.g., 
Proneura prolongata Selys, 1889, Fig. 10). Por isso, 
sempre que houver a oportunidade, vale a pena 
explorar esses ambientes singulares de canoa.

9.4.2. Família Coenagrionidae 
La Família más diversa de Odonata a nivel 

mundial. En el Neotrópico se encuentran 68 
géneros y 556 especies (Bota-Sierra et al., 2019). 

Onde procurar por eles? Esta enorme família 
colonizou praticamente todos os corpos de água 
doce, embora sua origem esteja aparentemente 
ligada às águas lênticas (Willink et al., 2022). Na 
região Neotropical, vários gêneros muito diversos, 
c o m o A r g i a R a m b u r , 1 8 4 2 , v i v e m 
fundamentalmente em águas lóticas. Outros, como 
Leptagrion Selys, 1876, Bromelagrion De Marmels, 

2005, e membros da subfamília Pseudostigmatinae 
(que reúne as chamadas “libélulas helicóptero” e 
inclui algumas das maiores espécies de odonatos 
do mundo, dos gêneros Megaloprepus Rambur, 
1842, Mecistogaster Rambur, 1842 e Pseudostigma 
Selys, 1860), possuem habitats larvais muito 
especializados e se desenvolvem em fitotelmata, 
como bromélias (Fig. 11), umbelíferas, entrenós de 
taquaras e ocos de árvores. Por isso, para registrar 
essas espécies não devemos esquecer de levantar a 
cabeça e explorar o dossel. Os Coenagrionidae 
ocupam a maioria dos ambientes, sendo mais 
diversos em terras baixas, mas com alguns grupos 
especializados nos topos das montanhas, como os 
gêneros Mesamphiagrion Kennedy, 1920, 
Oreiallagma von Ellenrieder & Garrison, 2008, 
Oxyallagma Kennedy, 1920 e Protallagma Kennedy, 
1920, que podem ser encontrados em altitudes 
superiores a 3000m. (Bota-Sierra, 2014; Fig. 12). 
A lguns Coenagr ion idae , como I schnura 
Charpentier, 1840 e Telebasis Selys, 1865, tendem 
a ocorrer de forma bastante previsível, pois 
habitam principalmente ecossistemas aquáticos 
lênticos (Fig. 13). São componentes importantes 
dessas comunidades, utilizando esses ambientes 
para se al imentar, copular e oviposi tar. 
Diferentemente de muitas libélulas, os Ischnurinae 
são espécies não territoriais e frequentemente são 
e n c o n t r a d o s e m g r a n d e s p o p u l a ç õ e s , 
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Figura 10. Floresta inundada na Amazônia colombiana, habitat de 
Proneura prolongata. Foto: Cornelio Bota.

Figura 11. Bromélia terrestre do gênero Guzmania, habitat de 
Oreiallagma oreas. Detalhe das exúvias. Fotos: Cornelio Bota.
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especialmente os machos, que voam em torno da 
vegetação herbácea nas margens de poças e 
brejos. São espécies obrigatórias em ecossistemas 
lênticos, inclusive naqueles que sofreram 
antropização. Hynes (1970) encontrou que 
espécies de “Agrion” e Ischnura podem sobreviver 
em águas bastante anóxicas, já que escalam a 
vegetação aquática onde a saturação de oxigênio é 
maior (Osborn, 2005). 

9.5. SUPERFAMÍLIA AESHNOIDEA 

9.5.1. Família Austropetaliidae 
EEsta família reúne anisópteros de tamanho 

médio a grande (57–86 mm), que se distinguem 
por apresentar de cinco a sete manchas vermelhas 
na margem anterior das asas. Embora também 
estejam presentes na região australiana, nas 
Américas estão representadas por oito espécies: 
sete delas agrupadas no gênero Phyllopetalia Selys, 
1858, e a restante no gênero monotípico 
Hypopetalia McLachlan, 1870. 

Onde procurar por eles? Todas são endêmicas 
das florestas temperadas de Nothofagus e da mata 
valdiviana da Argentina e do Chile. As larvas vivem 
em habitats semiterrestres, bem como em 
pequenos riachos sombreados, com abundante 
cascalho e matéria orgânica no interior das 
florestas, além de fendas em pequenas cachoeiras. 
Seu período de voo é curto, sendo mais provável a 
sua observação na primavera. São espécies pouco 
frequentes, cuja coleta exige paciência. Os adultos 
são velozes e podem voar alto no dossel da 
floresta. Há registros de sua captura em armadilhas 
Malaise instaladas em corredores naturais dentro 
da mata, próximos a riachos.

9.5.2. Família Aeshnidae 
Trata-se de uma grande família com distribuição 

mundial, habitando diferentes tipos de corpos 
d’água. Nas Américas estão representados 20 
gêneros e cerca de 152 espécies (Garrison et al., 
2006). 

Onde procurar por e le s? Podem se r 
encontrados em praticamente todos os tipos de 
habitats aquáticos, desde o nível do mar até o topo 
das montanhas. Geralmente, são mais comuns em 
corpos d’água lênticos, embora algumas espécies, 
como certas Rhionaeschna Forster, 1909 e 
Oplonaeschna Selys, 1883, ocorram em habitats 
lóticos. Poucas espécies vivem em riachos ou rios 
estreitos e encachoeirados, como o gigantesco 
Anax walsinghami McLachlan, 1883. São 
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Figura 12. Turfeiras de Sphagnum nos páramos colombianos, habitat 
de Mesamphiagrion, Oxyallagma, Sympetrum, Rhionaeschna e 
Erythrodiplax. Foto: Cornelio Bota. 

Figura 13. Áreas úmidas da Orinoquia colombiana, habitat de 
múltiplas espécies de Libellulidae e Coenagrionidae, como Telebasis e 
Ischnura. Foto: Cornelio Bota. 
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excelentes voadoras e costumam pousar apenas 
em condições climáticas adversas, geralmente em 
rochas ou barrancos, onde algumas espécies se 
camuflam entre os líquenes e musgos. Algumas são 
crepusculares, como as Triacanthagyna e as 
Gynacantha. É um dos grupos mais difíceis de 
capturar devido ao voo rápido e à ampla área que 
percorrem. Por isso, recomenda-se planejar uma 
emboscada: prever o trajeto provável do indivíduo, 
esconder-se e aguardar para lançar a rede no 
momento certo. Alguns Aeshnidae, como 
Coryphaeschna Williamson, 1903, podem ser 
coletados longe da água, em áreas abertas onde 
aparentemente há concentração de presas — por 
exemplo, árvores em floração que atraem 
polinizadores. Nesses locais, podem ser 
observados caçando em grupo e voando como 
“falcões” (González-Soriano, 1997). Sua captura é 
difícil e requer paciência. 

9.6. SUPERFAMÍLIA PETALUROIDEA 

9.6.1. Família Petaluridae 
Esta família está representada na região 

Neotropical apenas por Phenes raptor Rambur, 
1842 (Phenes é um gênero monotípico), uma das 
poucas espécies da ordem Odonata com larvas 
terrestres (Garrison & Muzón, 1995; Baird, 2013). 
Trata-se de uma das maiores espécies de odonatos 
neotropicais, sendo a de maior tamanho que 
habita a Patagônia. Os machos distinguem-se 
facilmente pela morfologia de seus apêndices 
anais, onde cercos e epiprocto são de grande 
tamanho e formam um sistema de acoplamento 
infalível, que impede as fêmeas de se libertarem 
com facilidade — característica da qual 
provavelmente deriva seu nome. 

Onde procurar por eles? Esta espécie é 
endêmica das florestas temperadas de Nothofagus 
e da mata valdiviana da região austral do Chile e 
da Argentina, aproximadamente até os 44°S. Suas 
larvas já foram encontradas sob troncos, a vários 
metros de distância de algum tipo de ambiente 

úmido (como riachos, filetes d’água, lagos, poças, 
vegas, turfeiras ou mallines). Embora outras 
espécies da família tenham sido registradas em 
turfeiras ou áreas encharcadas com musgos, as 
larvas de P. raptor foram encontradas em habitats 
estritamente terrestres e em ambientes saturados de 
água. Os adultos possuem voo rápido, não são 
comuns, e podem ser observados em clareiras no 
interior da floresta, às vezes também no dossel (Fig. 
14–15).

9.7. SUPERFAMÍLIA GOMPHOIDEA 

9.7.1. Família Gomphidae 
Esta é uma família muito diversa. No continente 

americano habitam cerca de 34 gêneros e 355 
espécies (Garrison et al., 2006), e na região 
neotropical existem pouco mais de 286 espécies 
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Figura 14. Córrego em uma clareira de floresta temperada de 
Nothofagus (Puerto Ramírez, Palena, Região dos Lagos, Chile). Foto: Javier 
Muzón.
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(Novelo et al., 2018). 
Onde procurar por eles? Nossa experiência 

geral indica que, no Neotrópico, a maioria das 
espécies de Gomphidae habita águas lóticas. 
Entretanto, certos gêneros, como Aphylla Selys, 
1854, parecem ser exclusivos de águas lênticas, 
onde podem ser encontrados desde lagoas 
temporárias com vegetação marginal até nas 
margens de alguns lagos. Podemos encontrar 
Gomphidae pousados nas margens de riachos e 
rios, sobre vegetação pendente junto às bordas dos 
corpos d’água (e.g. Phyllogomphoides Belle, 1970), 
ou ainda sobre rochas expostas que emergem do 
curso d’água (Erpetogomphus Hagen in Selys, 
1858; Progomphus Selys, 1854) em áreas abertas. 
Em locais mais sombreados, alguns Epigomphus 
Hagen en Selys, 1854 podem ser encontrados 
pousados próximos a pequenos riachos de fluxo 

lento que percorrem o sub-bosque da floresta. Em 
todos os casos, não são organismos fáceis de 
coletar, a menos que se tenha certa experiência. 
Em alguns casos, também é recomendável 
procurá-los nas primeiras horas da manhã, na 
vegetação herbácea próxima a rios e riachos em 
áreas abertas. Para informações mais específicas 
sobre os diferentes habitats larvais das espécies 
neotropicais, sugerimos consultar Novelo et al. 
(2018). 

9.8. SUPERFAMÍLIA CORDULEGASTROIDEA

9.8.1. Família Neopetaliidae 
Esta família monotípica inclui Neopetalia 

punctata (Hagen in Selys, 1854), espécie endêmica 
da região austral do Chile e da Argentina, que se 
distingue por apresentar cinco manchas vermelhas 
na margem anterior das asas. As fêmeas 
apresentam o esterno do 10º segmento abdominal 
expandido em uma p laca semic i rcu la r, 
provavelmente associada a um modo de 
oviposição no substrato. 

Onde procurar por eles? Neopetalia punctata 
habita florestas temperadas de Nothofagus e a 
mata valdiviana da Argentina e do Chile, até 
aproximadamente os 43°S (Fig. 14). Suas larvas 
vivem em riachos de pouca correnteza e rica 
presença de matéria orgânica, em remansos e 
áreas encharcadas dentro de ambientes florestais. 
Os adultos podem ser encontrados voando sobre 
riachos ou pousados na vegetação ribeirinha.

9.8.2. Família Cordulegastridae 
Esta é uma família de afinidade neártica, 

embora uma espécie pareça se estender até a 
América Central: Cordulegaster diadema Selys, 
1868. 

Onde procurar por eles? Os Cordulegastridae 
restringem-se a zonas elevadas na região 
neotropical; no México, podem ser encontrados 
entre aproximadamente 1.000 e 3.000 m de 
a l t i tude , v ivendo em pequenos r iachos 
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Figura 15. Floresta temperada de Nothofagus e Alerce (Fitzroya 
cupressoides) (Puerto Ramírez, Palena, Região dos Lagos, Chile). Foto: 
Javier Muzón. 
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sombreados , de pouca pro fundidade e , 
preferencialmente, com fundo arenoso. Os adultos 
podem ser observados voando nas bordas de 
florestas, em áreas relativamente abertas, durante 
atividades de forrageio. 

9.9. SUPERFAMÍLIA LIBELLULOIDEA 

9.9.1. Família Synthemistidae 
O gênero Gomphomacromia Brauer, 1864 

(anteriormente considerado integrante de 
Corduliidae ou como gênero incertae sedis dentro 
de Libelluloidea) é o único representante da família 
Synthemistidae na região Neotropical. É composto 
por quatro espécies de anisópteros pequenos (35–
42 mm), distribuídos ao longo dos Andes, desde a 
Colômbia até a Patagônia. As fêmeas se 
caracterizam por apresentar o ovipositor com a 
lâmina vulvar expandida e dividida em dois 
lóbulos, associados ao modo de oviposição no 
substrato. 

Onde procurar por eles? Na Patagônia, ocorrem 
G. paradoxa Brauer, 1864 e G. chilensis Martin, 
1921, que habitam florestas de Nothofagus e mata 
valdiviana até aproximadamente os 45°30’S, em 
áreas encharcadas e com abundância de musgos. 
Suas larvas são difíceis de observar, pois costumam 
se esconder em zonas lamacentas, ou entre a 
camada de musgo e o leito de cascalho por onde 
corre a água. Os adultos geralmente voam e 
pousam próximos a esses ambientes úmidos (Figs. 
1 6 – 1 7 ) . N a C o l ô m b i a , p o p u l a ç õ e s d e 
Gomphomacromia fallax McLachlan, 1881 
apresentam picos sazonais e podem ser 
abundantes em clareiras de florestas alto-andinas 
durante a estação seca.

9.9.2. Família Libellulidae 
A segunda família mais diversa de Odonata a 

nível mundial. No Neotrópico, existem cerca de 
400 espécies distribuídas em 50 gêneros. Habitam 
praticamente qualquer corpo de água doce do 
mundo e até mesmo águas com alguma salinidade. 

Onde procurar por eles? A maioria das espécies 
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Figura 16. Área alagada em uma clareira de floresta temperada de 
Nothofagus (Puerto Ramírez, Palena, Região dos Lagos, Chile). Foto: Javier 
Muzón. 

Figura 17. Área alagada em uma clareira de floresta temperada de 
Nothofagus, onde a camada de musgo foi retirada para expor o cascalho 
abaixo. Foto: Javier Muzón. 
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neotropicais habita corpos d’água lênticos, 
incluindo algumas poucas em fitotelmata, como 
Erythrodiplax bromelicola Westfall, 2000 e E. 
laselva Haber, Wagner & de la Rosa, 2015, em 
b r o m é l i a s . N o e n t a n t o , g ê n e r o s c o m o 
Brechmorhoga Kirby, 1894, Macrothemis Hagen, 
1868, Elasmothemis Westfall, 1988 e Oligoclada 
Karsch, 1890 ocorrem em ambientes lóticos. Entre 
os Libellulidae de ambiente lótico, destaca-se 
Elasmothemis cannacrioides (Calvert, 1906), que 
apresenta um comportamento de oviposição único 
dentro da família: as fêmeas depositam filamentos 
de ovos aderidos a raízes flutuantes, de forma 
semelhante a alguns Corduliidae (González-
Soriano, 1987). Embora, em geral, sejam mais 
ativos por volta do meio-dia, algumas espécies, 
como Tholymis citrina Hagen, 1867, são 
crepusculares — sendo necessário procurá-las nas 
primeiras horas da manhã ou ao entardecer. Certos 

gêneros, como Diastatops Rambur, 1842 e 
Zenithoptera Selys, 1869, podem ser observados 
frequentemente voando ou patrulhando a 
vegetação de lagoas; são fáceis de localizar pelo 
colorido particular das asas, mas possuem voo ágil. 
Sua maior atividade ocorre ao meio-dia, quando 
pousam voltados para o corpo d’água, recebendo 
radiação direta e utilizando as asas como “painéis 
solares”. Os Libellulidae costumam ser difíceis de 
coletar, pois são voadores ágeis e possuem 
altíssima capacidade de perceber movimentos no 
entorno. Algumas espécies formam enxames de 
caça em áreas abertas e voam alto, como 
Macrothemis, Tramea Hagen, 1861, Tauriphila 
Kirby, 1889, Miathyria Kirby, 1889 e Pantala 
Hagen, 1861, entre outros (González-Soriano, 
1997). Para capturá-los, recomenda-se o uso de um 
puçá de cabo mais longo e muita paciência. Por 
outro lado, em diversas espécies de Libellulidae 

CAPÍTULO IX: Onde encontrar odonatos na região Neotropical? Algumas dicas

Tabela 1. Resumo das famílias, micro-hábitats e abundância de odonatos no Neotrópico.

Família HÁBITAT COLECCIÓN RAREZA
Lestidae Ln1, LnT, Lo2, Lo3 F R, A, OA
Perilestidae Lo3 F R y OA
Platystictidae Lo2, Lo3 M, D R y OA
Philogeniidae Lo3 F, M R y OA
Dicteriadidae Lo3 F R y E
Heteragrionidae Lo3 F, M R y OA
Polythoridae Lo3 M R y OA
Amphipterygidae Lo3 M R y E
Thaumatoneuridae C, AE F R y E
Megapodagrionidae Lo3 F R y E
Mesagrionidae Lo3 F, M R y OA
Calopterygidae Lo1, Lo2 Lo3, Variable Variable
Protoneuridae Ln2, Lo1, Lo2, Lo3, Ph Variable Variable
Coenagrionidae Ln1, Ln2, LnT, Lo1, Lo2, Lo3, Ph Variable Variable
Austropetaliidae Lo3, C M, D R y E
Aeshnidae Ln1, Lo2, Ph, Cr Variable Variable
Petaluridae Tr, AE M, D R y E
Gomphidae Ln1, Ln2, Lo1, Lo3 M, D Variable
Neopetaliidae Lo3, AE F R y E
Cordulegastridae Lo2, Lo3 D E
Synthemistidae Lo3, AE F R y OA
Libellulidae Ln1, Ln2, LnT, Lo1, Lo2, Lo3, Ph, S, Cr, AE Variable Variable

Habitat – Ln1: lêntico (poças e/ou lagoas rasas); Ln2: lêntico (lagos); LnT: lêntico temporal; Lo1: lótico (rios); Lo2: lótico (riachos e/ou córregos em áreas 
abertas); Lo3: lótico (riachos e/ou córregos em áreas florestadas); LoT: lótico temporal; Fi: fitotelmata; C: cachoeiras; AE: áreas encharcadas (geralmente 
associadas a riachos ou ribeiros); Tr: terrestre (larvas); S: ambientes salobros e manguezais; Cr: hábitos crepusculares. Coleta – F: fácil; M: moderadamente 
difícil; D: difícil. Raridade – C: comum; R: rara; A: abundante; OA: ocasionalmente abundante; E: escassa ou pouco abundante.
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territoriais, os machos preferem realizar voos 
curtos, retornando sempre ao mesmo poleiro. Esse 
comportamento é especialmente comum em 
gêneros como Micra thyr ia K i rby, 1889, 
Erythrodiplax Brauer, 1868, Erythemis Hagen, 
1861, Orthemis Hagen, 1861, Libellula Linnaeus, 
1758, Cannaphila Kirby, 1889 e Perithemis Hagen, 
1861, entre outros. 

CONSIDERAÇÕES FINAIS
Este trabalho reúne experiências de campo e 

conhecimentos acumulados por diversos 
especialistas, com o objetivo de oferecer um guia 
prático sobre os habitats mais adequados para a 
coleta de Odonata no Neotrópico. Ao integrar 
informações ecológicas, comportamentais e 
taxonômicas, busca-se otimizar os esforços de 
amostragem, especialmente para pesquisadores 
que estão iniciando no estudo desta ordem. As 
recomendações aqui apresentadas não apenas 
facilitam a localização de exemplares das 
diferentes famílias e gêneros em seus respectivos 
micro-hábitats, como também promovem uma 
abordagem mais estratégica e eficiente para o 
estudo da biodiversidade odonatológica da região, 
incentivando, ao mesmo tempo, sua pesquisa e 
conservação. 
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