
Powiązania pomiędzy nicieniami a owadami są
w przyrodzie powszechne, a ich zakres obejmuje
różne formy przejściowe od forezy do pasożytnic−
twa. Zidentyfikowano 23 rodziny nicieni będące pa−
sożytami owadów [1]. Siedem z nich może być po−
tencjalnie wykorzystanych w biologicznym zwal−
czaniu szkodników. Są to Mermithidae i Tetradone−
matidae (rząd: Mermithida), Allantonematidae,
Phaenopsitylenchidae i Sphaeruliidae (rząd: Tylen−
chida), Heterorhabditidae i Steinernematidae (rząd:
Rhabditida). Z powodu problemów z masową pro−
dukcją oraz ograniczoną wirulencją większość ga−
tunków z tych grup nie znalazła jednak zastosowa−
nia w powszechnej praktyce; jedynie w pieczarkar−
niach, szklarniach oraz w uprawach otwartych
(zwalczanie szkodników glebowych) nicienie owa−
dobójcze znalazły swoje zastosowanie w biologicz−
nym zwalczaniu. W tym celu stosowane są głównie
gatunki nicieni reprezentujące rząd Rhabditida (ro−
dziny: Heterorhabditidae, Steinernematidae,
Allantonematidae). Gatunek Phasmarhabditis her−
maphrodita stosowany jest do zwalczania ślima−
ków, a Thripinema nicklewoodi testowany jest
do zwalczania wciornastka zachodniego, Deladenus

siricidicola do zwalczania szkodliwych błonkówek
z rzędu trzpiennik. Gatunki należące do rodziny
Mermihtida wykorzystywane są do zwalczania ka−
raczanów i komarów. 

Rodziny Steinernematidae i Heterorhabditidae
obejmują gatunki nicieni saprofagicznych przeno−
szących w swoim jelicie specyficzne bakterie sym−
biotyczne, które po przedostaniu się do jamy ciała
owada i przełamaniu obrony immunologicznej po−
wodują jego śmierć. W takim systemie nicienie są
więc tylko wektorami owadobójczych bakterii. Po−
średnio doprowadzają jednak do śmierci żywiciela i,
żerując na rozmnożonych bakteriach, rozwijają na−
stępne pokolenia.

Historia zastosowania nicieni owadobójczych
w zwalczaniu owadów datuje się od pionierskich
badań R.W. Glasera i jego współpracowników [2].
Późniejsze intensywne stosowanie środków che−
micznych spowolniło badania nad wykorzystaniem
nicieni owadobójczych w ochronie roślin. W drugiej
połowie XX wieku ponownie wzrosło zaintereso−
wanie tymi organizmami. Bioinsektycydy zawiera−
jące nicienie owadobójcze stały się ważną grupą
biologicznych środków zwalczania szkodników.
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W Europie dostępnych jest ok. 60 preparatów za−
wierających larwy inwazyjne nicieni owadobój−
czych [3]. Przeznaczone są one głównie do zwalcza−
nia ziemiórek (Sciaridae) w pieczarkarniach
i szklarniach, opuchlaka truskawkowca (Otiorhyn−
chus sulcatus L.) oraz pędraków chrabąszczowa−
tych. 

Nicienie owadobójcze mają wiele cech korzyst−
nych, które czynią z nich doskonałe czynniki biolo−
gicznego zwalczania. Są przy tym bezpieczne dla
środowiska, gdyż wprowadzanie nie powoduje
istotnych, ujemnych następstw dla organizmów sta−
łocieplnych lub zasiedlających glebę [4, 5]. 

Nicienie mogą zarażać wiele grup i gatunków
owadów, a ich skuteczność jest ograniczona ich pre−
ferencjami ekologicznymi oraz ich żywicieli —
owadów [6]. W warunkach laboratoryjnych stwier−
dzono, że ponad 250 gatunków owadów z 10 rzę−
dów jest wrażliwych na nicienie z rodzaju Steiner−
nema i Heterorhabditis. W warunkach terenowych
wysoką skuteczność nicieni uzyskano jednak tylko
w odniesieniu do nielicznych gatunków szkodni−
ków, m.in. w zwalczaniu ziemiórek [7, 8], przy
ograniczaniu chrząszczy (np. stonki ziemniaczanej)
[9], oprzędzików [10], chowacza czterozębnego
[11], poskrzypki cebulowej [12], opuchlaków [13,
14]. W grupie motyli obserwowano wysokie zaraże−
nie gąsienic bielinka kapustnika, piętnówki kapust−
nicy [15] i piędzika przedzimka [16]. Również wy−
soką wrażliwość na nicienie wykazały larwy mu−
chówek, np. połyśnicy marchwianki [17, 18] i śmie−
tek [19], a także owady żerujące w magazynach
i przechowalniach [9] oraz w szklarniach, np.
wciornastek zachodni [20]. Stwierdzono, że po−
szczególne gatunki owadobójczych nicieni prezen−
tują specyficzne preferencje przy wyborze przy−
szłych żywicieli. Na przykład Steinernema kushidai
przejawia tendencję do zarażania głównie larw Sca−
rabaeidae [21], podczas gdy bardzo słabo zaraża in−
ne grupy szkodników glebowych, a jeśli to nastąpi,
to nie jest w stanie rozpocząć w ich ciele reproduk−
cji. S. scapterisci preferuje natomiast owady z rzędu
Orthoptera [22] wykazując bardzo niską infekcyj−
ność w stosunku do wrażliwych na większość nicie−
ni larw Galleria mellonella L.

Larwy inwazyjne (J3) Steinernematidae i Hete−
rorhabditidae przenoszą w swoim jelicie bakterie
symbiotyczne, odpowiednio z rodzaju Xenorhabdus
lub Photorhabdus [23, 24]. Wszystkie dotychczaso−
we izolaty z nicieni pochodzących ze stanowisk na−
turalnych potwierdziły obecność tych bakterii. Cza−
sami stwierdzano występowanie innych bakterii, ale

okazywały się one jedynie zanieczyszczeniami [25].
Jak dotąd, wszystkie bakterie izolowane z Hetero−
rhabditis spp. zostały oznaczone jako P. temperata
lub P. asymbiotica [26]. Bakterie z rodzaju Xeno−
rhabdus związane są natomiast z nicieniami z ro−
dzaju Steinernema. W tej grupie opisano do tej pory
X. bovieni, X. poinarii, X. beddingii, X. nematophi−
la i X. japonica [27]. Z larw inwazyjnych Hetero−
rhabditis sp. czasami izolowano również bakterie
Ochrobactrum spp. [28] i Providencia rettgeri [29].
Gatunki te stanowiły jednak tylko zanieczyszczenie
występujące pomiędzy oskórkiem larwy J3, a pozo−
stającą na ciele nicienia ostatnią wylinką. 

Jedynym stadium rozwojowym nicieni z rodziny
Steinernematidae i Heterorhabditidae, które może
żyć poza owadem, jest ich trzecie stadium larwalne,
zwane larwą inwazyjną. Larwy te przystosowane są
do zmieniających się warunków środowiska zewnę−
trznego. Posiadają specyficzny, wielowarstwowy
oskórek, zamknięty otwór gębowy oraz zasklepione
jelito [30, 31]. Ich ciało wypełniają granule tłu−
szczowe, będące rezerwuarem substancji zapaso−
wych zapewniającym im przedłużoną żywotność
bez konieczności pobierania pokarmu z zewnątrz
[32]. Po zlokalizowaniu owada w glebie larwy in−
wazyjne wnikają do jego ciała poprzez naturalne
otwory (Steinernematidae), lub w niektórych przy−
padkach przez oskórek (Heterorhabditidae) [33]. Po
uwolnieniu bakterii symbiotycznych i pokonaniu re−
akcji obronnej, w jamie ciała owada następuje szyb−
ki postęp bakteriozy, prowadzący w ciągu 10–48
godzin do śmierci zarażonego owada [34, 35].
W tak zmienionym organizmie owada nicienie roz−
poczynają swój rozwój saprobiotyczny, odżywiając
się bakteriami rozmnażającymi się na tkankach
martwego owada. Pełen cykl rozwojowy nicieni
trwa od 7–10 (Steinernematidae) do 15 dni (Hetero−
rhabditidae) [36]. Po odbyciu jednego lub więcej
cykli rozwojowych i wyczerpaniu dostępnych sub−
stancji pokarmowych ciało martwego owada opu−
szczają larwy inwazyjne nowej generacji. W przy−
padku zaistnienia niekorzystnych warunków, np.
przesuszenia gleby lub niskiej temperatury, migra−
cja larw zostaje wstrzymana nawet do 50 dni [37].
U większości gatunków nicieni larwy inwazyjne są
zdolne rozpocząć aktywne poszukiwanie nowego
żywiciela bezpośrednio po wyjściu z martwego
owada. 

Zdolność szybkiego reagowania nicieni na obe−
cność owada w glebie ma bezpośredni wpływ na
skuteczność infekcji. Zidentyfikowano wiele czyn−
ników wpływających na zdolność odnalezienia
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owada przez nicienie owadobójcze. Obserwowano
silne reakcje nicieni na wzrastający gradient CO2
[38, 39], temperatury [40] oraz na obecność treści
jelitowej owada lub jego odchodów [41]. Również
obecność w środowisku korzeni roślin oraz bakterii
symbiotycznych nicieni powodowała znaczne zmia−
ny w zachowaniu się badanych larw inwazyjnych
[42, 43]. 

Wiele owadów zasiedlających środowisko gle−
bowe prezentuje zachowania utrudniające ich odna−
lezienie przez larwy inwazyjne. Na przykład wyso−
ki współczynnik defekacji larw żukowatych zmniej−
sza możliwość ich zarażenia poprzez odbyt, termity
natomiast budują ściany oddzielające je od zarażo−
nych choć żywych jeszcze współmieszkańców [44].
Owady posiadają również naturalne struktury (np.
błona perytroficzna w jelicie środkowym owadów,
sita chitynowe w przetchlinkach lub filtry w otwo−
rze gębowym), które utrudniają nicieniom wniknię−
cie do jamy ciała. 

W wyniku rozpoznania obcego ciała (tj. larwy
inwazyjnej nicienia i bakterii) w ciele owada nastę−
puje zwykle reakcja odpornościowa. Po wniknięciu
do wnętrza żywiciela i uwolnieniu bakterii symbio−
tycznych następuje odpowiedź układu odpornościo−
wego owada. Polega ona na interakcji czynników
humoralnych i komórkowych [45]. Aby zinaktywo−
wać ciało obce lub patogena system obronny owada
ma do dyspozycji wszystkie klasy hemocytów, które
tworzą otoczkę wokół ciał obcych [34]. Przełamy−
wanie obrony owada następuje w wyniku wspólne−
go działania nicieni i bakterii. Wspólnie produkują
one enzymy dezaktywujące białka owadzie o wła−
ściwościach bakteriobójczych i bakteriostatycz−
nych, które uwalniane są w trakcie reakcji humoral−
nej. W ten sposób bakterie bez przeszkód mogą za−
cząć produkować toksyny zabijające owada [46]
oraz substancje podobne do antybiotyków uniemoż−
liwiające zasiedlenie martwych tkanek owada przez
konkurencyjne patogenny [47].

Niektórzy badacze [48] zauważyli silną reakcję
immunologiczną pędraków Popillia japonica New−
man prowadzącą od inkapsulacji do melanizacji ni−
cieni. Nicienie owadobójcze zdolne są jednak do
uniknięcia rozpoznania ich przez system obronny
owada jako czynników nieswoistych, ale mecha−
nizm tego zjawiska nie został jeszcze dokładnie po−
znany. Prawdopodobnie jest on związany ze specy−
ficznymi cechami białek oskórka nicieni, które tłu−
mią reakcję humoralną pędraków P. japonica i ni−
szczą hemocyty [49]. Dodatkowo stwierdzono, że

larwy S. glaseri, które początkowo zostały inkapsu−
lowane w pędrakach P. japonica, zdolne są uwolnić
się i rozwijać dalej [50]. Stwierdzono również, że
larwy inwazyjne Heterorhabditis spp. unikają inka−
psulacji w ciele larwach koziółkowatych poprzez
zrzucenie oskórka larwy J3 w trakcie penetracji
[51]. 

Optymalny rozwój większości gatunków nicieni
owadobójczych przebiega w temperaturze
20–25°C [52], choć aktywność larw inwazyjnych
jest zróżnicowana w szerokim zakresie temperatur
12–32°C [53]. Niska temperatura gleby silnie ogra−
nicza możliwość zastosowania nicieni owadobój−
czych, ich zdolność przemieszczania się i patoge−
niczność również ujemnie wpływają na aktywność
ich bakterii symbiotycznych [54]. 

Populacje nicieni owadobójczych są narażone na
działanie wielu organizmów współwystępujących
z nimi w glebie. Należą do nich pasożytnicze i dra−
pieżne grzyby i nicienie, roztocze, owady i bakterie.
Dokładny przegląd tych zagadnień przedstawiono
w szerszym opracowaniu pod redakcją Gauglera
[25]. Stwierdzono, że naturalni wrogowie nicieni
zdolni są obniżyć liczebność larw inwazyjnych,
a wykazały to szczegółowe doświadczenia laborato−
ryjne, gdyż w glebie sterylizowanej obserwowano
dłuższą żywotność larw w porównaniu z glebą nie−
sterylizowaną [55, 56]. Do najważniejszych czynni−
ków patogenicznych dla owadobójczych nicieni na−
leżą jednak grzyby pasożytnicze, które są szeroko
rozpowszechnione w glebie. Można je sklasyfiko−
wać w dwóch grupach: (1) grzyby zasiedlające ni−
cienie przez strzępki (hyphae) [57] oraz (2) grzyby
infekujące przez spory przylegające do oskórka ni−
cieni [58]. 

Aktualną systematykę grzybów pasożytujących
na nicieniach przedstawił Barron [59], a ich przed−
stawiciele należą do wszystkich klas. Najwięcej
znanych gatunków należy do klasy grzybów niedo−
skonałych — Deuteromycota, spośród których moż−
na wymienić Cylindrocarpon destructans, Hirsutel−
la rhossiliensis, Paecilomyces lilacinus, P. nostoco−
ides, Pochonia chlamydosporia, Verticilium lepto−
bactrum i V. suchlasporium. Niektóre grzyby pato−
geniczne wykazują wąską specyficzność, inne po−
siadają szeroki krąg żywicieli. 

Z S. glaseri wyizolowano grzyby drapieżne z ga−
tunków Arthrobotrys oliogospora, A. bactyloides,
Monacrosporium ellipsosporum i M. cionopagum
[60]. Ich szkodliwość przejawia się m.in. w znaczą−
cym zmniejszeniu zdolności penetracji larw inwa−
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zyjnych do gąsienic owadów [61]. Roztocze i sko−
czogonki, żywiąc się nicieniami również mogą sil−
nie redukować ich populację. Stwierdzono, że roz−
tocze z rodzaju Macrocheles żerują na S. carpoca−
psae [1], a Epsky i wsp. [62] wykazali, że w warun−
kach laboratoryjnych roztocze z rodziny Mesostig−
matidae zdolne są do całkowitego wyniszczenia S.
carpocapsae. 

Stosunkowo rzadko izolowano z nicieni owado−
bójczych mikrosporydia [63]. Veremtchuk i Issi [64]
dowiedli, że Nosema menuili i Pleistophora schu−
bergi mogą być patogeniczne dla nicieni. 

Choć powszechnie nie są znane bakterie powo−
dujące choroby u owadobójczych nicieni, to jednak
ostatnie badania potwierdziły ich występowanie.
Wyizolowano przetrwalniki bakterii Paenibacillus
sp., które przytwierdzone były do oskórka larwy in−
wazyjnej Heterorhabditis sp. opuszczającej martwą
gąsienicę G. mellonella [65]. 

Nicienie owadobójcze mogą mieć pośredni
wpływ na inne organizmy glebowe. Liczne badania
laboratoryjne i szklarniowe wskazują, że zalewowe
stosowanie nicieni owadobójczych może ograniczać
populacje nicieni fitopatogennych [66], np. S. car−
pocapsae i S. riobrave proponowane są jako nema−
tocyd przeciwko mątwikom, do stosowania na traw−
nikach. Obniżenie liczebności populacji mątwików
(nicieni fitopatogennych) było tłumaczone ich
współzawodnictwem z nicieniami owadobójczymi.
Ostatnie badania tej kwestii wskazują na allelopa−
tyczne interakcje zachodzące między nicieniami fi−
topatogennymi i owadobójczymi [67]. 

Nicienie owadobójcze mogą powodować krót−
kotrwałe lub długotrwałe epizoocje w populacjach
żywicieli [6]. Epizoocje takie rozwijają się zwykle
wtedy, kiedy populacja żywicieli osiągnie bardzo
wysokie zagęszczenie. W wyniku masowych infek−
cji następuje załamanie liczebności owadów. 

W warunkach naturalnych nicienie napotykają
na opór środowiska limitujący ich aktywność [68,
69]. Obecność zwalczanego szkodnika oraz innych
owadów zasiedlających glebę, ich zachowanie
i kondycja również wpływa na aktywność nicieni,
a przez to na efektywność zabiegu zwalczającego
szkodnika. 
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