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Maggot Therapy: basic protocol for maintenance, disinfection, transport, and application of larvae of Chrysomya megacephala (Fabricius, 
1794) (Diptera: Calliphoridae)

Abstract. Chrysomya megacephala (Fabricius, 1794) (Diptera: Calliphoridae) is an exotic blowfly in Brazil and it is considered one of the main 
species of medical-forensic importance. Their larvae have a necrophagous habit with a high forensic potential and they are also considered an 
important tool for treating chronic wounds, a technique known as maggot therapy, which is not yet routinely used in Brazil despite proven efficacy. 
In this context, the present work aims to describe a protocol for carrying out the technique, with the complete description of colony maintenance, 
preparation and disinfection of eggs, packing and transportation of larvae for use, application and removal of the larvae on patients. Thus, with 
this protocol, the maggot therapy can be disseminated and performed by other research groups.
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A utilização de larvas de dípteros califorídeos para tratamentos 
de feridas crônicas é uma técnica secular, e o primeiro relato foi 
documentado durante a Guerra Civil Americana (Whitaker et al. 
2007). Essa técnica atualmente é conhecida por terapia larval, em que 
larvas desinfectadas são postas em feridas crônicas para realização 
do desbridamento e limpeza do tecido necrosado, e assim facilita o 
processo de cicatrização (Wolf & Hansson 2005).

A terapia por desbridamento larval é comumente aplicada no 
tratamento de pé diabético em países da Europa e nos Estados Unidos 
(Whitaker et al. 2007). No Brasil esse procedimento ainda está em 
fase experimental, focado em modelos animais (Masiero et al. 2020; 
Barros et al. 2021), embora existam relatos de tratamentos de feridas 
em humanos em hospitais da rede pública no estado do Rio Grande do 
Norte (Pinheiro et al. 2015).

Para tal, Pinheiro et al. (2015) utilizaram Chrysomya megacephala 
(Fabricius, 1794), espécie promissora para o tratamento de feridas 
crônicas em humanos, uma vez que ocorrem em alta abundância no 
Brasil. As larvas são raramente associadas à miiase do tipo facultativa, 
alimentando- se apenas de tecido necrosado quando estão no paciente, 
e de matéria orgânica em decomposição quando estão no ambiente 
(Guimarães et al. 1983). Além disso, são facilmente manipuladas em 
laboratório e não associadas à miíase obrigatória (Guimarães et al. 
1983).

A realização da terapia larval necessita de padronização de 
protocolos rigorosos da criação dos insetos e desinfecção dos ovos 
(Fleischmann et al. 2004; Sherman 2009; Wang et al. 2010), uma vez que, 
devido ao hábito necrófago, os ovos e as larvas podem se contaminar 
e as larvas atuarem como vetores mecânicos de microrganismos 
patogênicos (Greenberg 1971). Este protocolo é pioneiro na descrição 
de todos os processos relacionados à terapia larval, incluindo criação, 

desinfecção e transporte de larvas de C. megacephala para utilização 
no tratamento de feridas crônicas.

Este protocolo operacional é composto por quatro etapas: 1. 
Manutenção da colônia de moscas adultas; 2. Preparo e desinfecção 
dos ovos; 3. Acondicionamento das larvas e envio para aplicação em 
hospitais; e 4. Aplicação e retirada das larvas das feridas crônicas. 
Segue a descrição cronologicamente.

1. Manutenção da colônia de moscas adultas

Para início e estabelecimento da colônia de C. megacephala, 
progenitores foram coletados em campo, utilizando armadilhas 
adaptadas de Ferreira (1978), suspensas 1,5 m acima do solo. As 
armadilhas consistiram em um tubo cônico, com aproximadamente 
50 cm de altura, 10 cm de diâmetro, composto por duas garrafas de 
Tereftalato de Polietileno transparentes (PET) de volume de 2 L. As 
extremidades foram abertas na base, a parte inferior pintada de preto. 
A parte inferior da armadilha recebeu um recipiente contendo isca de 
fígado de frango, preso à parte superior (Fig. 1). Como a parte inferior 
da armadilha permaneceu aberta, os odores eliminados pela isca 
atraíram os indivíduos adultos que, por apresentarem voo ascendente 
com fototropismo positivo, chegaram ao compartimento superior, 
permanecendo presos.

Devido à grande diversidade de moscas coletadas na armadilha, 
os adultos foram identificados em microscópio estereoscópico, 
através das seguintes características morfológicas: moscas grandes, 
de cor verde-metálica, com 3 listras transversais abdominais escuras, 
caliptra inferior castanho-escura, espiráculo torácico anterior escuro e 
gena amarelada, de acordo com a chave de identificação de Carvalho 
& Mello-Patiu (2008) (Fig. 2). Aproximadamente 100 machos e 100 
fêmeas de C. megacephala foram colocados em gaiolas de dimensões 
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30x30x30cm, com estrutura de acrílico e telas de nylon nas laterais, 
para formação da colônia (Fig. 1). Os indivíduos foram alimentados 
diariamente com dieta composta de 30 mL de água destilada + 10,5g 
de dieta seca, composta de 3,5 g de leite em pó integral, 3,5 g de levedo 
de cerveja e 3,5 g de farinha láctea, misturados em liquidificador e 
disponibilizados para consumo em placa de Petri (60x15mm). A adição 
da água à dieta seca possibilitou a formação de uma pasta homogênea, 
de cor amarronzada, ideal para a alimentação dos indivíduos. Além 
disso, a cada oito dias, foi adicionado à dieta pastosa 3,5 g de rúmen 
bovino (bucho) moído e sem sal, como substrato de oviposição 
para estimular a postura dos ovos, mantidos na colônia por 24h e 
posteriormente substituídas por dieta sem rúmen. Sobre os recipientes 
com dieta (com e sem rúmen) foi colocado um quarto de folha de papel 
filtro úmido e dobrado de forma sanfonada para dar suporte aos ovos. 
Este procedimento facilita o manuseio dos ovos na fase de desinfecção.

Figura 1. Modelo esquemático das etapas de coleta (A), identificação (B) e 
estabelecimento da colônia de Chrysomya megacephala (C).

Figura 2. Chrysomya megacephala em vista lateral, com destaque para os 
caracteres taxonômicos importantes na identificação da espécie. a - gena 
amarelada; b - espiráculo torácico anterior escuro, c - caliptra inferior castanho-
escuro, d - listras abdominais transversais escuras.

2. Preparo e desinfecção dos ovos de Chrysomya megacephala

Os ovos foram retirados do papel filtro e/ou meio de oviposição 
(dieta + rúmen), transferidos para uma placa de Petri e observados 
em microscópio estereoscópio para um manejo mais cauteloso e não 
inviabilizador, e estimar a quantidade de ovos presentes. A retirada da 
massa de ovos foi feita com pincel de cerdas sintéticas, redondo, nº 0 
(zero), e soro fisiológico, iniciando a separação dos ovos. Em seguida, 
os ovos foram levados para capela de fluxo laminar, embrulhados em 

gaze Rayon1 formando um “pacote” (Fig. 3), com objetivo de minimizar 
sua manipulação e aumentar a viabilidade durante o processo de 
desinfecção.

Posteriormente, o “pacote” passou por sucessivas lavagens com 
diferentes substâncias (Fig. 3). Primeiramente foi imerso em recipiente 
com 50 mL de hipoclorito de sódio à 1% por 5 minutos para dissociar 
a camada mucilaginosa que envolve os ovos, desagregando-os e 
permitindo a maior ação da substância desinfetante. Em seguida, foi 
imerso em recipiente com 50 mL de formalina a 10%, por 5 minutos, 
para desinfecção. Por último, os ovos envoltos na gaze Rayon foram 
lavados três vezes com soro fisiológico, a fim de remover possíveis 
resíduos das substâncias químicas anteriormente utilizadas.  

Cabe destacar que o soro da terceira lavagem foi reservado para 
semeio em placa de Petri com meio ágar nutriente, com auxílio de swab 
estéril (Fig. 3). A placa semeada foi incubada em estufa bacteriológica 
a ± 39°C, overnight, para observação do crescimento microbiano e 
controle microbiológico do processo de desinfecção. Caso não ocorra 
crescimento de micro-organismos na placa de Petri, as larvas recém-
emergidas serão encaminhadas para aplicação em pacientes.

Figura 3. Modelo esquemático do processo de coleta e desinfecção dos ovos de 
Chrysomya megacephala colonizados.

3. Acondicionamento das larvas e envio para aplicação

Após o semeio da placa de Petri com meio ágar, a fim de obter o 
controle microbiológico da desinfecção, as larvas e ovos remanescentes 
no pacote de gaze Rayon foram acondicionados em potes coletores 
estéreis, com meio ágar nutriente (Fig. 3) para emergência e 
manutenção das larvas recém-emergidas (L1). As tampas dos potes 
foram perfuradas com agulha fina e cobertas externamente com gaze 
Rayon, presa com fita microporosa, permitindo suprimento de oxigênio 
para as larvas. Adicionalmente, os potes coletores foram armazenados 
em Becker de 1 litro coberto com plástico filme perfurado, preso 
com fita microporosa, para evitar a fuga das larvas. Os potes são 
mantidos em temperatura ambiente por aproximadamente 36 horas 
para mudarem de estádio. Por fim, as larvas L2 foram encaminhadas 
nos potes coletores, acondicionadas em caixa térmica de isopor, para 
realização da terapia larval pela equipe de enfermagem.

Devido ao rápido desenvolvimento da espécie Chrysomya 
megacephala (Barros-Cordeiro & Pujol-Luz 2010), o processo de 
desinfecção deve ser realizado pelo menos 24h a 36h antes da 
aplicação nos pacientes, pois representa o tempo necessário para a 
emergência e desenvolvimento das larvas até o estádio seguinte, (L2) 
(Barros-Cordeiro & Pujol-Luz 2010), período de vida larval ideal para 

1 A gaze Rayon, utilizada no protocolo de desinfecção, é constituída por 
malha não aderente de acetato de celulose, ideal para feridas que necessitam 
de curativos com alta absorção, sem aderir. Assegurando que o leito da ferida 
não sofra injúria pela adesão da gaze no processo de retirada das larvas, o que 
ocorre com gaze de algodão.
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realização da terapia. 

4. Aplicação e retirada das larvas de Chrysomya megacephala 
em lesões

Esta etapa é conduzida pela equipe de enfermagem, de acordo 
com parecer ético e suporte hospitalares. Inicialmente, a equipe 
responsável seleciona o paciente que possui ferida característica de 
processos crônicos (como lesão por pressão, venosas e pés diabéticos - 
exceto em feridas que sangram facilmente). Após o consentimento do 
paciente, a ferida é limpa, mensurada e suas magens são emolduradas 
por hidrocolóides para evitar a fuga das larvas (Fig. 4A) (Marcondes 
2006) e logo após, as larvas são aplicadas na ferida com auxílio de 
pipeta de Pasteur e soro fisiológico morno (Fig. 4B). A quantidade 
de larvas varia de acordo com o tamanho da ferida e percentual de 
tecido necrosado, mas recomenda-se o uso de 5 a 8 larvas por cm2 de 
tecido necrosado (Fleischmann et al. 2004). O pacote de gaze Rayon 
com larvas pode ser retirado do pote coletor e aplicado diretamente na 
ferida. Esse processo garante a manipulação mínima das larvas, já que 
as mesmas, por serem extremamente ágeis, tendem a escapar do leito 
da ferida. Após a aplicação, é realizado o curativo utilizando gazes de 
algodão e atadura de crepom em toda a ferida (Fig. 4C).

Estudos prévios indicam que a permanência das larvas no leito 
da ferida para realização do desbridamento biológico deve ser de 48 
a 96 horas (Fleischmann et al. 2004; Marcondes 2006; DeFazio et al. 
2015). Todavia, sugerimos períodos entre 24h e 48h, pois estudos 
demonstraram alta voracidade das larvas para consumir tecidos 
necrosados (Pinheiro et al. 2015). A retirada das larvas é feita pela 
equipe de enfermagem com auxílio de pinça cirúrgica, ou jato de soro 
fisiológico, efetuando a troca de todo o curativo (Fig. 4D). As larvas 
(Fig. 4D) deverão ser eutanasiadas em álcool 70% e descartadas em 
lixo hospitalar (Fig. 4E). Caso necessário, novas larvas poderão ser 
aplicadas após a retirada das anteriores. 

O desenvolvimento e padronização de protocolos de criação e 
desinfecção de ovos e larvas de mosca em condições laboratoriais 
aqui demonstrados, pode auxiliar na disseminação do uso e avanço 
da técnica, inclusive possibilitando a produção de larvas em grande 
escala e de forma eficiente. A metodologia proposta foi realizada em 
diversas aplicações da terapia larval no Rio Grande do Norte, e pode 
ser facilmente adaptada para outras espécies de dípteros necrófagos.

Figura 4. Etapas de aplicação das larvas de Chrysomya megacephala para uso 
na terapia larval. A) Moldura da ferida com hidrocoloide; B) Aplicação das larvas 
(L2) com pipeta de Pasteur; C) Realização de curativo; D) Retirada do curativo e 
das larvas; E) Descarte das larvas.
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