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RESUMEN 
 

Los nematodos entomopatógenos poseen potencial como agentes ideales de 

control biológico, sin embargo, la temperatura ambiental y la poca actividad de 

agua (Aw) restringen su uso. Los objetivos del presente estudio fueron generar 

líneas tolerantes al calor y a la desecación en tres especies de nematodos 

entomopatógenos (Steinernema glaseri, Steinernema riobrave. Heterorhabditis 

bacteriophora). Los nematodos se reprodujeron en larvas de Galleria mellonella 

en laboratorio, después de una semana de almacenaje a 8º C, fueron expuestos a 

diferentes temperaturas y actividades de agua. Los tratamientos para selección 

por tolerancia al calor fueron aplicados de la F1 a la F6,  aplicando temperaturas 

de 25, 30 y 35º C por 48 h para selección por resistencia a la desecación se les 

aplicaron actividades del agua de 0.86, 0.90, 0.97 para las mismas generaciones, 

también por 48 h a medida que la Aw fue menor, la sobrevivencia de los 

nemátodos disminuyó, después de la F3 Steinernema glaseri fue el que acumuló 

más tolerancia a la desecación, seguido por Steinernema riobrave. Después de la 

generación F3, las tres especies de nematodos incrementaron su tolerancia a las 

altas temperaturas, especialmente  Steinernema glaseri y Heterorhabditis 

bacteriophora, los cuales alcanzaron sobrevivencias del 80 y 70 % a 35º C, 

respectivamente, en la F6. En la evaluación de las líneas generadas con larvas de 

segundo estadio de Phyllophaga vetula sobresalieron por su tolerancia a bajos 

Aw´s Heterorhabditis. bacteriophora y Steinernema riobrave, mientras que por su 

tolerancia a altas temperaturas sobresalieron Steinernema riobrave  y 

Steinernema glaseri. En la evaluación de las líneas generadas utilizando larvas de 

Galleria mellonella sobresalieron Steinernema riobrave y Steinernema glaseri por 

su capacidad de control a alta temperatura (35º C) mientras que Heterorhabditis 

bacteriophora y Steinernema riobrave mostraron buena capacidad de control a 

baja actividad del agua (Aw = 0.86). Tomando en cuenta su capacidad para 

controlar tanto larvas de Phyllophaga vetula como de Galleria mellonella, 

Steinernema glaseri fue el mas efectivo a altas temperaturas, mientras que 

Heterorhabditis bacteriophora tuvo mejor capacidad de control a Aw bajos. 

 
Palabras clave: Steinernema riobrave, Steinernema glaseri, Heterorhabditis 

bacteriophora, Aw. 
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ABSTRACTS 
 

Entomopathogenic nematodes possess attributes as ideal biological control 

agents, however, the ambient temperatures and low water activity (Aw) may restrict 

its use. The objectives of this study were to generate lines with tolerance to heat 

and desiccation in three entomopathogenic nematodes (Steinernema glaseri, 

Steinernema riobrave and Heterorhabditis bacteriophora). The nematodes were 

reproduced in Galleria mellonella larvae in laboratory conditions; after a week of 

storage at 8º C, the nematodes were exposed to different temperatures and water 

activities. Treatments for selection for heat tolerance were applied to from the 

generations F1 to F6, applying temperatures of 25º, 30º and 35º C for 48 h for 

selection for resistance to desiccation water activities of 0.86, 0.90 and 0.97 were 

applied for the same generations, also for 48 h as the Aw decreased, the survival 

of all nematodes was diminished, but after generation F3 Steinernema glaseri was 

the one which accumulated more tolerance to desiccation, followed by 

Steinernema riobrave. After generation F3, all nematode spcies increased their 

tolerance to high temperatures, especially Steinernema glaseri and 

Heterorhabditis bacteriophora, which in generation F6 reached 80 and 70% 

survivorship at 35º C, respectively. The evaluation of the desiccation tolerance of 

the lines, which was done on second stage Phyllophaga vetula larvae, showed 

that Heterorhabditis bacteriophora and Steinernema riobrave were the most 

tolerant to low Aw's, while for its tolerance to high temperatures excelled 

Steinernema glaseri and Steinernema riobrave. The evaluation of the lines 

generated on Galleria mellonella larvae indicated that Steinernema glaseri and 

Steinernema riobrave were outstanding by their ability to control them at high 

temperature (35º C); while Heterorhabditis bacteriophora and Steinernema 

riobrave showed good control capacity at low water activity. Taking into account 

their ability to control both Phyllophaga vetula and Galleria mellonella larvae, 

Steinernema glaseri would beas the most effective at high temperatures, while 

Heterorhabditis bacteriophora had a better capacity of control at lower Aw’s. 

 

Key words: Steinernema riobrave, Steinernema glaseri, Heterorhabditis 

bacteriophora, Aw. 
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CAPÍTULO I 

 

INTRODUCCIÓN 

 

En México son pocas las experiencias documentadas sobre el uso de nematodos 

como agentes de control biológico de insectos plaga. Los trabajos existentes se 

han enfocado a dos líneas de investigación: una que involucra la búsqueda de 

nuevos aislamientos, y otra, principalmente con plagas de suelo, que ha 

consistido en pruebas de campo para determinar la efectividad de especies de 

Steinernema y Heterorhabditis que se producen de manera comercial (Alatorre, 

1999). 

 

Los nematodos entomopatógenos (NE’s) de las familias Steinernematidae y 

Heterorhabditidae son parásitos obligados en la naturaleza, ya que requieren de 

un hospedero adecuado para completar su ciclo. Para matarlo utilizan bacterias 

que coexisten en simbiosis. El tercer estadio emerge del cadáver del hospedero y 

puede permanecer por meses en el suelo hasta que encuentra un nuevo 

hospedero (Kaya y Koppenhofer, 1996). 

 

El éxito al utilizar NE’s para controlar plagas depende de una serie de factores, 

incluyendo compatibilidad con la plaga y el ambiente, alta virulencia, persistencia 

y capacidad de búsqueda. La reproducción de los NE’s en laboratorio puede 

afectar dichos atributos debido a procesos que incluyen erosión genética, 

endogamia o selección involuntaria. Una alternativa para prevenir el deterioro de 
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dichos atributos es la formación de líneas genéticamente uniformes (Gaugler, 

2004). 

 

De acuerdo a Segal y Glazer (2000), la genética es una herramienta poderosa 

para incrementar los atributos benéficos de los NE’s. Los métodos de 

mejoramiento incluyen: selección por tolerancia a estreses, cribado de aislados 

naturales para resistencia a calor, hibridización y mutagénesis, para lo cual la 

ingeniería genética es la mejor alternativa. 

 

El futuro de los NE’s como insecticidas biológicos es excelente. Los nematodos  

tienen algunas ventajas como agentes de control sobre los plaguicidas químicos, 

no contaminan y son seguros para el medio ambiente, a tal grado que están 

exentos de registro por parte de  la Agencia de Protección del Medio Ambiente 

(APMA) de los E. U. (Cabanillas, 1999). 

 

Alatorre y Guzmán (1999), mencionan que los nematodos entomopatógenos 

tienen ciertas ventajas sobre los insecticidas químicos. Por ejemplo, estos 

organismos son ambientalmente seguros y aceptables y buscan activamente a su 

huésped; debido a esta característica, han demostrado tener una alta capacidad 

en el control de insectos barrenadores y algunas plagas del suelo. 

 

El uso extensivo de los nematodos entomopatógenos está limitado por su 

susceptibilidad a factores como la desecación, siendo una de las formulaciones 

más efectivas la que incluye a los nematodos en latencia en minerales arcillosos. 
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Si los nematodos fueran más tolerantes a la desecación, podrían prolongar su 

viabilidad por mas tiempo (Strauch et al., 2004). 

 

La baja tolerancia de los nematodos entomopatógenos a contenidos de agua 

menores a una Aw de 0.86 impide su utilización a nivel comercial y reduce su 

efectividad para el control de plagas en condiciones de campo. Por consiguiente, 

se realizó un proceso de selección de especies de nematodos por su tolerancia a 

baja actividad del agua. Además, se evaluaron dichos nematodos por su 

capacidad de control de larvas de Phyllophaga vetula bajo dos condiciones de 

humedad en experimentos de laboratorio.  

 

En la agricultura mexicana, el uso generalizado de los nematodos para el control 

de insectos se ha visto limitado, principalmente por la falta de disponibilidad en el 

mercado nacional de productos formulados a base de estos organismos 

entomopatógenos (Alatorre, 1999). 

 

El objetivo final fue producir una cepa a base de NE’s con mayor efectividad para 

el control de plagas del suelo en condiciones de baja humedad y altas 

temperaturas. 
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CAPÍTULO II 

 

OBJETIVOS 

 

2.1. Objetivo general 

 

Mejorar la tolerancia al calor y a la desecación de tres nematodos 

entomopatogenos (NE’s): Heterorhabditis bacteriophora, Setinernema riobrave y 

Steinernema glaseri.   

 

2.2. Objetivos específicos 

 

1. Generar una línea de NE’s resistentes a la desecación. 

2. Generar una línea de NE’s resistentes al calor. 

3. Evaluar la resistencia de las líneas de NE’s tolerantes a baja actividad de 

agua en larvas de Phyllophaga vetula. 

4. Evaluar la resistencia  de las líneas de NE’s tolerantes a altas temperaturas 

en larvas de Phyllophaga vetula. 

5. Evaluar la resistencia de las líneas de NE’s tolerantes a baja actividad de 

agua en larvas de Galleria mellonella. 

6. Evaluar la resistencia de las líneas de NE’s tolerantes a temperaturas altas 

en larvas de Galleria mellonella. 
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CAPÍTULO III 

 

HIPÓTESIS 

 

1. La exposición de nematodos a valores de actividad del agua (Aw) menores 

a 1.0 permitirá seleccionar individuos con mayor tolerancia a la desecación. 

 

2. La exposición del nematodo a temperaturas altas permitirá identificar 

individuos con mayores posibilidades de sobrevivir en ambientes cálidos. 

 

3. Las líneas generadas son más eficientes para el control de larvas de 

Phyllophoga vetula y Galleria mellonella bajo condiciones de alta 

temperatura y baja humedad. 
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CAPÍTULO IV 

REVISIÓN DE LITERATURA 

 

4.1. Control biológico. 

 

El control biológico clásico se define típicamente como el proceso mediante el 

cual se controla plagas no nativas con especies importadas, frecuentemente 

antagonistas del lugar de origen de la plaga (Myers et al., 1994), mientras que el 

término control biológico neoclásico se refiere a la introducción de un antagonista 

de una especie nativa (Simberloff y Stiling, 1996). 

 

Este tipo de control se basa en el principio, que todos los insectos son 

depredados o sirven de hospederos para otras formas de vida, por lo tanto los 

enemigos naturales de los insectos son: depredadores, parásitos o patógenos 

(Myers et al., 1994), Esta diversidad de enemigos naturales de insecto incluye 

vertebrados, así como otros invertebrados como insectos mismos, 

microorganismos y nematodos (Pedigo, 1996). 

 

Los NE’s de la familia Steinernematidae y Heterorhabditidae aumentan el número 

de opciones de control biológico de insectos, especialmente de aquellos que 

habitan en el suelo (Lacey y Goettel, 1995). 

 

El control biológico es un conjunto de teorías que tienden a hacer uso de 

organismos que causen problemas al alimento, la salud y la vivienda del hombre. 

 

6 



4.2. Los nematodos entomopatógenos (NE’s) 

 

Los NE’s son parásitos obligados de insectos (Koppenhofer y Kaya, 1997) 

considerados como agentes potenciales de control biológico (Alatorre y Kaya, 

1990; Peters, 1996). Las familias Steinernematidae y Heterorhabditidae, 

presentan actualmente un gran interés; los NE’s de estas familias están asociadas 

simbióticamente con la bacteria de los géneros Xenorhabdus y Photorhabdus, 

respectivamente (Gaugler y Kaya, 1990; Akhurst y Dunphy, 1993; Kaya y Gaugler, 

1993; Simoes y Rosa, 1996; Kaya y Koppenhofer, 1996). 

 

Los NE’s se caracterizan por: a) llevar consigo una bacteria que regurgitan en la 

cavidad del cuerpo del insecto, b) presentar un amplio rango de hospederos que 

incluyen a la mayoría de las órdenes y familias de insectos y 3) se pueden criar a 

gran escala en medios artificiales líquidos o sólidos. Además, poseen otras 

características como; eliminar a los insectos a las 48 h. de penetrar en ellos, 

sobreviven por períodos largos en condiciones de almacenaje y se aplican con 

métodos convencionales, además de persistir en el ambiente natural (Poinar, 

1990). 

 

En la actualidad, los NE’s son organismos con características propias, que se 

pueden utilizar en diversos sistemas agrícolas para el control de insectos plaga, 

con expectativas de éxito. 
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4.2.1. Distribución geográfica de los NE’s 

 

Los NE’s se encuentran en gran parte del mundo, se les ha localizado en todos 

los continentes, excepto en la Antártida (Kaya, 1987); así como de regiones sub-

árticas hasta climas tropicales (Poinar, 1990; Liu y Berry, 1995ª; Hominick et al., 

1996); en las regiones muy frías, han tenido la capacidad de establecerse en 

condiciones de temperatura bajo cero, como es el caso de algunos 

Steirnernematidos aislados de regiones de Canadá (Mracek y Webster, 1993). De 

igual manera se ha aislado de regiones áridas, como el desierto de Negev en 

Israel (Glazer et al, 1993). 

 

Los NE’s Steinernema glaseri y Heterorhabditis bacteriophora se encontraron 

muestras en España. Este es el primer reporte de la presencia de S. glaseri fuera 

de las regiones neárticas y neotropical (región Paleartica) (Agüera y Gabarra, 

1994). En este mismo país García y Palomo (1996), aislaron cinco tipos distintos 

morfológicos de steinernematidos: Steinernematidae carpocapsae, Steinernema 

filtiae y otras dos especies de género, además de Heterorhabditis bacteriophora. 

 

En estudio similar que se desarrolló en Oregón, EE.UU, se encontraron a NE’s del 

genero Heterorhabditis en 10 sitios, y a Steinernema en cinco sitios, además se 

encontró una asociación significativa entre región geográfica, hábitats, textura del 

suelo y género de nematodo recuperado. En latitudes mayores de Oregón se 

recuperó mayor cantidad de nematodo del género Heterorhabditis que de 

Steinernema, por lo que la región geográfica y la textura del suelo pueden ser los 
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factores más importantes que influyen en la distribución natural de Heterorhabditis 

spp. (Liu y Berry, 1995b). 

 

En un estudio llevado a cabo en Tennessee, EE.UU., se observo la presencia de 

H. bacteriophora y S. carpocapsae al utilizar larvas de diferentes insectos como 

cebo (Rueda et al., 1993). Mientras que en Alaska, Columbia Británica y el 

territorio de Yuko, durante los meses de verano, se encontraron a S. feltiae y 

Steinernema spp., así como H. megidis. La mayoría de los NE’s se encontraron 

en lugares donde la ingestación de insectos es visible y la influencia del hombre 

en los hábitats es substancial (suelo agrícola, poblados de árboles, etc.) ninguno 

se encontró en pastizales y selvas vírgenes (Mracek y Webster, 1993). 

 

4.2.2. Taxonomía de los nematodos 

 

La ubicación taxonómica de las familias de NE’s de acuerdo a Blaxter et al., 

(1998), es: 

Phylum                         Nematoda 

          Clase                              Secernentea 

                     Orden                                Rhabditida 

                             Suborden                   Rhabditidina 

                                         Superfamilia              Rhabditoidea 

                                                   Familia                     Steinenematidae 

                                                                                             Heterorhabditidae 

  

La familia Steinernematidae contiene al género Steinernema que presenta las 

especies; S. cubanum, S. erenarium, S. puertoricense, S. longicaudum, S. rarum, 

S. ritteri, S. scapterisci, S. carpocapsae, S. kushidai, S. riobrave, S. S. bicornotum, 
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S. ceratophrum, S. neocurtillae, S. affine, S. intermedium, S. feltiae y S. kraussei, 

además del género Neosteinernema con la especie longicurvicauda. Mientras que 

la familia Heterorhabditidae contiene al género Heterorhabditis con las especies; 

H. megidis, H. brevicaudus, H. hawaiiense, H. argentinense, H. indica, H. 

marelatus, H. bacteriophora y H. zealandica (Hominick et al., 1997). 

 

Las características principales consideradas en claves taxonómicas para la 

identificación de NE’s son: cápsula cefálica, región caudal, especula, testículos y 

gobernaculo del macho (Nguyen y Smart, 1992ª; Nguyen y Smart 1993ª; Glazer et 

al, 1993; Stock y Kaya, 1996; Nguyen y Smart 1996). 

 

Los NE’s, a menudo difieren en características biológicas y de infectividad 

generando considerable debate acerca de su estado taxonómico (Liu y Berry, 

1995a). 

 

La diversidad de géneros y especies de NE’s aumenta conforme se incrementa el 

numero de investigaciones con estos organismos, lo cual obliga a estudiosos de 

la biosistemática a desarrollar estudios, que permitan la ubicación y/o reubicación 

de los NE’s en la taxa correspondientes. 

 

4.2.3. Características morfométricas de los NE ‘s 

 

Las medias morfométricas de la especula, gobernáculo, longitud transversal del 

cuerpo, distancia desde el fin anterior al poro excreto x100 (D%), longitud de la 

especula dividida por lo ancho del cuerpo anal (SW), longitud del gobernáculo 
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dividida entre longitud de la especula (GS) de machos de los géneros 

Steinernema, Neosteinernema y Heterorhabditis de la primera generación se usan 

para identificar las especies (Nguyen y Smart, 1996). 

 

La especie S. scapterisci aislada en Uruguay de Scapterscus vicinus se distingue 

de otros miembros de su género por la presencia de una estructura prominente de 

forma elíptica asociada con el canal excretor, además de las espículas del macho 

que están punteadas (Nguyen y Smart, 1990). 

 

En la morfometría de los juveniles infecciosos de Steinernema spp., provenientes 

de cultivos in vivo, especialmente la longitud del cuerpo, varía significativamente 

con el tiempo de cosecha. Para lo cual sugiere colectar los juveniles infecciosos 

después de una semana posterior a su primera emergencia del cadáver. Es 

probable que la reducción de los juveniles infecciosos sobre el tiempo del cultivo 

in vivo esté relacionado con la disminución de reservas en el cadáver (Nguyen y 

Smart, 1995). 

 

El uso de medidas del cuerpo en nematodos cultivados  in vitro, difieren de las 

medidas originales de los cultivados in vivo, así la longitud media del cuerpo para 

S. anomali es de 1,165 mμ cultivados in vivo, contra 993 mμ cultivado in vitro; en 

S. feltiae 843 μm contra 632; en S. riobrave 602 μm contra 457 μm, para S. 

scapterisci 536 μm contra 482 μm. Se sugiere no utilizar las medidas del cuerpo 

de juveniles infecciosos cultivados in vitro para propósito de identificación o 

taxonomía (Nguyen y Smart, 1995). 

 

11 



Las hembras de Steinernema presentan seis papilas labiales prominentes, cuatro 

papilas cefálicas, y una pequeña anfidia. La cola es más corta que la mitad del 

cuerpo al ano. El macho tiene 6 papilas labiales y 4 papilas cefálicas largas, 

mismas que no están descritas para otros machos de Steinernema; presentan 11 

y 12 (si están presentes) pares de papilas genitales que no están reportadas en la 

descripción original. El tercer estado juvenil (infeccioso) tiene una cabeza lisa, 

cuerpo anillado, seis papilas labiales pronunciadas, cuatro papilas cefálicas y un 

elevado disco oral (Nguyen y Smart, 1992ª). 

 

Mientras que la especie S. neocurtillis aislado de Neocultilla hexadactyla Petra se 

distingue de otros miembros del género por características del macho del tercer 

estado juvenil de la primera generación. En el macho la distancia del extremo 

anterior al poro excretor es menor que lo ancho del cuerpo al poro excretor. La 

longitud del gobernáculo es más grande que tres cuartas partes de la longitud de 

la espícula. En los juveniles infecciosos la distancia del extremo anterior al poro 

excretor es extremadamente corta (18μm) Así, el promedio de la longitud del 

cuerpo es de 885μm (Nguyen y Smart, 1992c). 

 

Las especies del nematodo S. cubana así como S. glaseri y S. anomali 

constituyen un grupo morfológicamente muy estrecho por la relación entre sus 

especies. Sin embargo, no se han observado cruzamientos fértiles entre estas 

especies. S. cubana puede ser separada de todas las especies excluyendo S. 

glaseri y S. anomali por la longitud de su cuerpo; los juveniles infecciosos miden 

1.238 mm, mientras que los infecciosos de otras especies descritas son menores 

de 1.0 mm, además de la morfología de los espiráculos (Mracek et al., 1994). 
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Los machos de S. anomali  presentan seis labios y cuatro papilas cefálicas 

prominentes, así como anfibias pequeñas. Además de presentar 11 a 14 pares de 

papilas genitales, de éstas, seis a nueve son preanales y subventrales, un par 

prenal lateral, un par anal y tres pares postanales. Las espículas poseen una 

cabeza corta de hoja delgada y fuste reducido. El fin distal es alargado con una 

apertura dorsal. El gobernáculo es más corto que las espículas, el cuneo del 

gobernáculo corto y bifurcado anteriormente. Las hembras tienen seis labios, 

cuatro papilas labiales y pequeñas anfidias, la vulva presenta un labio posterior 

engrosado. Los juveniles infecciosos poseen una cabeza lisa, anfidias 

prominentes y 4 papilas cefálicas, que no son evidentes (Nguyen y Smart, 1993b). 

 

De igual forma, las exploraciones en el microscopio electrónico revelan la 

localización del fasmido en los juveniles infecciosos  de S. glaseri, el cual se 

localiza en el 40% de la longitud posterior de la cola al ano y algunas veces esta 

cubierto por exudados (Nguyen y Smart, 1993a) 

 

El nematodo S. monticolum colectado en Corea, difiere de otros miembros del 

género por la longitud de la cola en los adultos, la forma, así como la longitud de 

la espícula y del gobernáculo del macho, además de la disposición de las papilas 

genitales. Mientras que el juvenil infeccioso se distingue de otras especies por lo 

ancho del cuerpo y el valor del radio (longitud total dividida entre el valor más 

amplio del cuerpo) (Stock et al., 1997)  

 

Un estudio con heterorhabditidos muestra que los machos de una misma 

generación presentan 950 μm de longitud, con una distancia de 152 μm a la base 
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del esófago y 150 μm al poro excretor. La longitud de la espícula es de 42 μm y 

presenta nueve pares de papilas genitales. Los juveniles infecciosos miden una 

longitud aproximada de 600 μm y mostraron los surcos longitudinales típicos en la 

exocutícula de L2 y un gancho distintivo sobre la cabeza (Glare et al., 1993). 

 

Los juveniles pre-parasíticos (J2) e invasores (J3) de la familia Heterorhabditidae 

poseen una ornamentación característica en la cutícula. En el J2 la cabeza y la 

región cervical presentan una red de surcos longitudinales y transversales que se 

extienden aproximadamente una cuarta parte de la longitud del cuerpo, a partir de 

entonces líneas continúas y surcos longitudinales se extiende hasta la cola, 

mientras que la cutícula de los J3 presentan dos crestas distintivas en la región 

lateral (Mracek et al., 1991). 

 

Por los machos de Heterorhabditis, el reflejo de los testículos y la longitud total 

son las variables que más contribuyen en la distinción entre especie, y para los 

juveniles infecciosos, las variables que más contribuyen son: la longitud de la cola 

y la longitud total. Esta característica morfométrica son provechosas y confiables 

en la identificación de especies de éste género (Stock y Kaya, 1996). 

 

El nematodo H. hawaiiense difiere de otras especies de Heterorhabditis por la 

longitud del juvenil infeccioso, y las características morfológicas de la espícula, 

gobernáculo, y bursa. La ampliación de segmentos al azar de DNA (RADP) 

muestra como esta especie presenta un patrón genérico distinto, al compararse 

con las seis especies de Heterorhabditis (Gardner et al., 1994). 
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De igual manera, H. marelatus n. sp., difiere de otras especies de Heterorhabditis 

por la longitud del juvenil infeccioso y del gobernáculo, así como la forma de la 

espícula, bursa y papilas genitales (Liu y Berry, 1996). 

 

Análisis morfológicos y morfométricos, así como de pruebas de cruzamiento 

indican que H. hepialus y H. marelatus son especies conespecíficas. No se 

presentan diferencias significativas entre estas especies, por el contrario, se 

observan similitudes en la forma, longitud y anchura de la espícula, así como el 

gobernáculo de los machos, además las pruebas de cruzamiento muestran la 

producción de progenie fértil y confirman las observaciones morfológicas y 

morfométricas. Por lo que H. hepialus se considera un sinónimo subalterno de H. 

marelatus (Stock, 1997). 

 

Si bien, el tamaño de las estructuras y regiones son importantes para la 

determinación de las especies de NE’s, no menos importantes son las 

condiciones en que se lleva acabo la morfometría, como son; el tipo de medio en 

el cual se desarrollan los juveniles infecciosos, los tiempos transcurridos después 

de la primer emergencia y después de ser colectados. Sin embargo, en la 

actualidad se requiere en la mayoría de los casos, el uso de técnicas moleculares 

como son los estudios de ADN que permitan certidumbre a los estudios 

morfométricos. 

 

4.2.4. Biología y hábitos de los NE’s 

 

Como resultado de una evolución paralela, los NE’s presentan patrones básicos de 
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similitud en su biología (Poinar, 1990). Son parásitos obligados de insectos (Figura 

1), invaden al hospedero y liberan una bacteria que se multiplica en el hemocele 

del insecto, donde posteriormente se alimentan y reproducen.  El hospedero 

muere y los nematodos se reproducen y colonizan todo el cadáver y finalmente 

salen en busca de nuevos hospederos (Jaffee, 1993). 

 

 

Figura 1. Ciclo de vida de los NE’s (Dirt Works, 2001) 

 

El ciclo de vida de los NE’s consta de: un estado de huevo, cuatro estadios 

juveniles y un estadio adulto (macho o hembra). Dicho ciclo puede proceder por 

dos rutas: 

 

a) sí los nutrientes suministrados son suficientes y la población no presenta un 

hacinamiento, los juveniles infecciosos se desarrollan hasta llegar a machos y 

hembras adultas de la primera generación. Muchos huevos de estas hembras 

adultas eclosionan y los juveniles se desarrollan a través de cada estado de vida, 
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hasta formar machos y hembras adultas de segunda generación. Este ciclo de vida 

tarda de ocho a diez días a 24° C (ciclo largo).  

 

b) si los nutrientes son insuficientes o existe un hacinamiento en la población, los 

juveniles infecciosos se desarrollan hasta llegar a ser machos y hembras adultos 

de la primera generación y los huevos producidos por las hembras dan origen  

directamente a juveniles infecciosos, este ciclo tarda de seis a siete días, por lo 

que se considera ciclo corto (Nguyen y Smart, 1992b). 

 

La duración del ciclo de vida de H. bacteriophora a 25° C, de huevo a huevo es de 

96 h el desarrollo de juveniles toma un tiempo de 48 h, con la duración de cada 

estado de 8 a 12 h la duración y proporción de los estados de desarrollo en la 

población son similares en cultivos in vivo que in vitro (Zioni et al., 1992). Los ciclos 

de vida dependen de la temperatura y no se completa a temperaturas inferiores de 

10 o 15° C o a temperaturas superiores de 35 a 37° C, siendo la óptima de 24° C 

(Nguyen y Smart, 1992b). 

 

Los NE’s viven dentro del insecto, excepto en una etapa de su vida. El único 

estado de vida libre,  que emerge de un cadáver de un insecto y entra a vivir en 

otro, es el tercer estado juvenil, conocido como juvenil infeccioso (JI) (Downes y 

Griffin, 1996).  

 

Los JI’s están  morfológica y fisiológicamente adaptados a permanecer en el 

ambiente por períodos largos sin alimentarse, mientras esperan un insecto 

hospedero. Es el único estado de supervivencia en el ciclo de vida de estos 
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nematodos, su  papel es localizar al hospedero a través de sus anfidias bien 

desarrolladas, así como de sus papilas (Poinar, 1990). Estos portan al menos al 

inicio, la cutícula del segundo estado como una vaina o funda y la bacteria 

simbionte en su intestino (Downes y Griffin, 1996). Los JI’s de S. carpocapsae 

incrementan su movilidad, al desprenderse de cutícula ante la presencia de 

hospederos y su movilidad aumenta hasta tres veces más, aunque también el 

desprendimiento puede deberse como respuesta del hospedero (Campbell y 

Gaugler, 1992).  

 

Los JI’s de S. glaseri después del primer día de emergencia son 

predominantemente machos, mientras que las proporciones de sexos de los días 

cuatro y ocho son sesgadas hacia las hembras. En tanto que la proporción de 

sexos para juveniles infecciosos de S. carpocapsae varía significativamente de 

manera opuesta, las hembras se presentan hasta en un 85 % durante el primer día 

de emergencia y el 66.97 % en la emergencia del cuarto día (Campbell y Gaugler, 

1992).  

 

En Steinernema, el JI se desarrolla dentro de hembras sexuales, nunca en 

hermafroditas, mientras que en Heterorhabditis cada JI se desarrolla dentro de 

hembras hermafroditas y nunca en hembras sexuales. Sin embargo, la segunda 

generación (progenie de la hembra inicial que dio origen al JI) comprende hembras 

y machos sexuales, en ambos géneros (Poinar, 1990). 

 

La producción de progenie dentro de los cadáveres de larvas infectadas por 

nematodos, se origina a los 14 días posteriores a la infección. Los  nematodos 
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heterorhabditidos continúan con la producción de JI’s en cadáveres de larvas de 

G. mellonella después de 15 y hasta 46 días (Mannion y Jansson, 1992a). 

 

Los NE’s presentan dos tipos diferentes de estrategia para cazar insectos, una es 

la de emboscar y otra es buscar los huespedes, las habilidades para descubrir 

hospederas son poco conocidas, a pesar de ser fundamentales en su éxito como 

agentes de control biológico en el suelo (Lewis, et al, 1992; Grewal et al, 1996; 

Kaya y Koppenhofer, 1996; Downes y Griffin, 1996; Gaugler et al, 1997).  Los 

emboscadores  como S. carpocapsae y S. scapterisci tienden a permanecer en 

posición recta sobre su cola (Campbell y Gaugler, 1992); responden pobremente a 

compuestos volátiles liberados por los hospederos, mientras que los buscadores 

de hospederos  como S. glaseri y H. bacteriophora presentan una gran movilidad y 

responden a olores del hospedero que puede localizarlo a largas distancias (Lewis 

et al, 1992). 

 

El comportamiento de los juveniles infecciosos varía de especie a especie, así por 

ejemplo S. carpocapsae tiende a  buscar insectos sobre la superficie del suelo y 

pueden ser vistos parados sobre su cola agitándose hacia atrás y hacia adelante o 

inclinándose para saltar, o se desplaza formando un puente entre partículas de 

suelo, mientras que las especies más grandes de Steinernema, como S. glaseri y 

S. anomali; así como los heterorhabditidos tienden a dispersarse a través del suelo 

en busca de sus hospederos (Poinar, 1990). 

 

Algunas especies de nematodos presentan como un comportamiento normal el 

saltar, sobre todo en la etapa de juvenil infeccioso, esta acción se relaciona con la 
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localización del hospedero. La dirección del salto es de acuerdo a la orientación y 

proximidad del insecto. El salto se inicia cuando el nematodo esta parado sobre su 

cola y dobla rápidamente su región anterior de su cuerpo, hasta que la cabeza 

haga contacto con la región ventral de su cuerpo y en esa posición toma el impulso 

para saltar. La fuerza generada por este mecanismo es suficiente para impulsarse 

un promedio de 4.8 + 0.8 mm (nueve veces la longitud del nematodo). Este 

comportamiento se da principalmente en nematodos emboscadores que esperan 

el paso del hospedero potencial para saltar sobre ellos (Campbell y Kaya, 1999). 

 

Los nematodos H. bacteriophora y S. glaseri son más infecciosos para larvas que 

presentan poco o nulo  movimiento por ser especies de nematodos buscadores de 

hospederos, sin embargo S. feltiae y S. riobrave poseen una estrategia intermedia 

ya que tienen la capacidad de invadir larvas con y sin movimiento, estos pueden 

levantar más del 30% de su cuerpo del sustrato (Campbell, 1997). 

 

Las tácticas que utiliza S. scapterisci para descubrir a sus hospederos parecen ser 

similares a las de S. carpocapsae, donde en gran parte los juveniles infecciosos 

emboscan al hospedero (Grewal et al., 1994). Por lo que S. carpocapsae tiene 

poca posibilidad de controlar larvas de escarabajo debido a su estrategia de 

emboscar cerca de la superficie del suelo, mientras que larvas de  escarabajos son 

sedentarias y  permanecen a una profundidad mayor en el suelo, esto hace que el 

nematodo presente una respuesta débil de reconocimiento a los escarabajos como 

hospederos, además de tener dificultad para superar la respuesta inmune del 

escarabajo, y presentar una baja reproducción en este hospedero. Por el contrario, 

H. bacteriophora y S. glaseri están ampliamente adaptados para parasitar 
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escarabajos, debido a que usan una estrategia de velocidad y responden con 

fuerza a los escarabajos, superan rápidamente la respuesta inmune y se 

reproducen bien dentro del hospedero (Gaugler et al., 1997). 

 

La habilidad de dispersión se estima como el porcentaje de nematodos que se 

desplazan a través de un sustrato de arena o sobre agar, así, la habilidad de 

dispersión de H. bacteriophora y S. carpocapsae es significativamente mayor 

cuando los nematodos son aplicados dentro de cadáveres que en suspensión 

acuosa (Shapiro y Glazer, 1996). 

 

El nematodo S. scapterisci puede ser dispersado por hospederos hasta 23 Km en 

20 meses; se dispersó hasta 60 m  y en algunos pastos 150 m en menos de un 

año (Parkman y Smart, 1996). La presencia del hospedero influye en la dispersión 

de los NE’s así, H. bacteriophora se dispersa más, en suelos infestados con larvas 

de P. japonica que en los no infestados (Schroeder et al., 1993). 

 

Por otra parte, las lombrices de tierra Lumbricus terrestres no incrementan la 

dispersión vertical de los nematodos; S. carpocapsae, S. feltiae y S. glaseri dentro 

del suelo, Inclusive se puede presentar una mayor dispersión vertical de S. glaseri 

en la ausencia de las lombrices de tierra que en presencia de ellas (Shapiro y 

Glazer, 1995). 

 

La densidad mayor de nematodos Heterorhabditis se encuentra en parcelas con 

alto grado de sombra. La mayor cantidad de nematodos es recuperada de las 

capas de suelo más profundas (15-20 y 25-30 cm), mientras que en las capas 
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superiores del suelo (5-10 cm) los nematodos se encuentran principalmente 

durante el invierno en parcelas con 75 a 100 % de sombra (Glazer et al., 1996b). 

 

El movimiento vertical de los nematodos es afectado por el tipo de suelo y por el 

aislamiento. Así, S. carpocapsae y Steinernema se localizan en suelo a 

profundidades menores de 15 cm, mientras que especies de Heterorhabditis se 

encuentran en el suelo a profundidades hasta de 35 cm. Mientras que H. 

bacteriophora se dispersa más en suelos areno-arcillo -limosos, y Steinernema se 

desplaza más en suelos arcillo- limo-arenosos (Ferguson et al., 1995). 

 

La migración de los nematodos hacia abajo es inversamente proporcional con 

relación al diámetro de la columna de suelo. Los nematodos muestran un 

geotropismo negativo, la mayor cantidad de nematodos son recuperados más del 

fondo que de la superficie. La supervivencia en suelo contenido en tubos es mayor 

con humedad entre 2-4% que a menor humedad (0.5 a 1.0 %) y se incrementa a 

mayores niveles de humedad  (4.0 -12.0%) (Duncan et al., 1996b). 

 

Los NE’s presentan aspectos biológicos y de comportamiento importantes que le 

permiten superar las adversidades del hábitat así como las del hospedero, así 

pueden esperar o ir en busca de su hospedero dependiendo de la especie de NE, 

además de acortar su ciclo de vida de acuerdo a las condiciones de alimento 

existentes. Esto hace suponer que dichos organismos se  puedan encontrar en la 

mayoría de regiones geográficas, como el semidesierto zacatecano. 
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4.2.5.  Bacterias simbiontes de NE’s 

 

Xenorhabdus (Thomas y Poinar, 1979) y Photorhabdus (Boemare et al., 1993) son 

bacterias entomopatógenas que llevan los nematodos de los géneros Steinernema 

y Heterorhabditis respectivamente, en forma simbiótica (Dowds, 1997). 

 

La bacteria Xenorhabdus produce sustancias que suprimen el desarrollo de otras 

especies de bacterias  como; Bacillus subtilis, B. thuringiensis, Enterobacter 

aerogenes, Rhizobium phaseoli y Serratia marcescens. Asimismo, algunas 

especies de bacterias del suelo son afectadas por Xenorhabdus (Genhui y 

Webster, 1991). 

 

Los NE’s se desarrollan y reproducen con otras bacterias diferentes a 

Xenorhabdus spp, así se tiene; Ochrobactrum anthropi, Paracoccus denitrificans y 

Pseudomonas aureofaciens donde los juveniles infecciosos son igual de 

patogénicos como los que se reproducen en X. nematophilus (Aguillera y Smart, 

1993).  

 

La virulencia de Photorhabdus sp., cepa K122 se evaluó al inyectar células enteras 

dentro del hemocele de las larvas de G. mellonella. La virulencia se correlacionó 

con el promedio de desarrollo de los cultivos bacterianos y  la muerte total de la 

larva, después de entrar el cultivo a la fase estacionaria. En esta fase se presenta 

la máxima producción de las exoenzimas proteasa y lipasa que son tóxicas para el 

insecto (Clarke y Dowds, 1995).  
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Al estudiar mutantes de P. luminescens que poseen una virulencia mayor  para G. 

mellonella para determinar la relación de la virulencia de la bacteria con el sistema 

antibacteriano de G. mellonella, se observó como el suero del insecto retrasó el 

desarrollo de la bacteria mutante. En parte, esto se atribuye al incremento en la 

formación de esferoplastos, que está asociada con el incremento de la sensibilidad 

a insectos aislados y a la reducción de la carga catiónica de la bacteria, que es 

independiente de la hidrofobicidad de la bacteria. El incremento de la 

hidrofobicidad del mutante  muestra un aumento de la fijación a los hemocitos del 

insecto, pero no la remoción acelerada de la bacteria en la hemolinfa (Dunphy, 

1995). 

 

La emergencia de la bacteria dentro de la hemolinfa, se presenta en  forma 

paralela con el daño del hemocito, pero no se asocia con el nivel de 

lipopolisacáridos en la bacteria, como tampoco, el promedio de emergencia con la 

virulencia. El promedio de lipopolisacáridos liberados dentro de la hemolinfa influye 

en el promedio de daño de los hemocitos (Dunphy, 1995). 

 

De las bacterias simbiontes  X. luminescens, X nematophilus y X. poinarii 

inyectadas a larvas de G. mellonella y P. japonica , la bacteria X. luminescens es la 

más patógena para ambas especies de insectos, seguida estrechamente por X. 

nematophilus , mientras que X. poinarii mostró baja patogenicidad a dichos 

insectos (Yeh y Alm, 1992).  

 

Los nematodos sin la bacteria simbionte matan larvas de Anomala cuprea, pero no 

son tan efectivos como cuando tienen su bacteria. Por otra parte, en ausencia del 
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nematodo, se demuestra que las fases de la bacteria son igualmente patógenas a 

G. mellonella al ser introducidas mediante inyección intrahemocílica (Tachibana et 

al., 1996). 

 

Las larvas muertas en campo por el nematodo H. bacteriophora y la bacteria 

simbionte P. luminescens presentan un color rojo ladrillo (Figura 2, c) y los JI’s 

emergen de los cadáveres después de tres días (Yi et al., 1995). 

 

                

Figura 2. Larvas muertas por nematodos entomopatógenos a) Steinernema 

glaseri, b) Steinernema riobrave y c) Heterorhabditis bacteriophora. 

 

Las bacterias Xenorhabdus spp., y Photorhabdus sp., al igual que sus portadores 

los NE's han evolucionado de tal forma, que se han ido adaptando a las 

condiciones donde se encuentre el hospedero, sin embargo aún con ese grado de 

adaptación, también se ha conservado la especificidad de su bacteria simbionte, 

que juega un papel importante en la infectividad de los insectos.  

 

4.2.6. Hospederos de los NE’s 

 

El rango de hospederos naturales de los NE’s de los géneros Steinernema y 

Heterorhabditis se define como el rango de insectos que las poblaciones de 

nematodos nativos usan para su supervivencia (Peters, 1996).  
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Los avances importantes del control biológico han originado un desarrollo rápido 

de Steinernema y Heterorhabditis spp., como agentes de biocontrol. Así, la 

introducción de especies de NE’s no nativos se incrementa una vez que se conoce 

el rango de hospederos  que controlan (Peters, 1996).  

 

Los nematodos S. feltiae y H. heliothidis poseen un rango amplio de hospederos 

(Barbercheck y Kaya, 1990). De manera similar S. carpocapsae presenta 

hospederos de cuatro órdenes de insectos y 10 familias, entre los que destacan, 

Coleoptera (Curculionidae) y Lepidoptera. En la palomilla de la manzana Cydia 

(Carpocapsae) pomonella; S. carpocapsae es el único nematodo que se ha 

encontrado en este insecto (Peters, 1996). 

 

Los NE’s dependen de densidades altas de hospederos para su reproducción, y 

las especies que se encuentran geográficamente en distintas regiones son más 

específicas que las especies de amplio espectro. Así, la introducción de especies 

no nativas, puede tener un impacto menor sobre la fauna nativa de insectos 

(Peters, 1996).  

 

La existencia de los NE's como agentes de control natural de una gran diversidad 

de especies de insectos, muestran como estos pueden ser una alternativa más 

para reducir los problemas de plagas, que el hombre ha originado en su afán de 

lograr la "modernización agrícola". 
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4.2.7. La temperatura en el desarrollo de los NE’s 

 

La temperatura tiene efectos importantes sobre los aspectos biológicos de los NE’s 

al afectar el desarrollo, la respiración, la sobrevivencia, la dispersión, búsqueda de 

hospederos e infectividad. La temperatura óptima para la actividad de 

Heterorhabditis es de 20 a 25° C, que es similar a la óptima para la actividad de 

juveniles infecciosos de otros nematodos parásitos (Griffin, 1993). 

 

Temperaturas arriba de 30º C tienden a inhibir el desarrollo de nematodos dentro 

del hospedero, en tanto que arriba de 35º C por un largo período de tiempo es 

detrimental a los juveniles infecciosos. Generalmente, estas temperaturas no son 

comunes en el hábitat natural de nematodos en campo, a menos que el cadáver 

del hospedero se encuentre cerca de la superficie del suelo. El hábitat original de 

cepas y especies de nematodos determina la capacidad a tolerar dichas 

temperaturas (Gaugler y Kaya, 1990). 

 

La temperatura afecta la infectividad (habilidad de penetrar y elimina al insecto) de 

S. scapterisci y S. carpocapsae siendo más efectivo S. scapterisci a temperaturas 

mayores que S. carpocapsae. Así, la temperatura óptima para la penetración y 

establecimiento de S. carpocapsae en larvas de G. mellonella es de 24° C y de 32° 

C para S. scapterisci (Grewal et al., 1994). 

 

Más del 90% de la población de S. glaseri sobrevive  durante 32 semanas a 15º C 

en ausencia de algún insecto hospedero, y a medida que la temperatura aumenta 

o disminuye, la sobrevivencia decrece, mientras que S. carpocapsae se recupera 
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del suelo después de 32 semanas a 10º C, y H. bacteriophora muestra tendencias 

similares pero con un por ciento menor de sobrevivencia (Gaugler y Kaya, 1990). 

 

Los aislamientos de Steinernema spp., que fueron recuperados de tres sitios con 

gran altitud a una temperatura media baja de 13  -  14° C, se activaron bajo 

condiciones frías y produjeron JI’s a 13° C, mismos que mataron larvas de G. 

mellonella a 6° C (Mracek y Webster. 1993). 

 

4.2.8. Enemigos naturales de los NE’s 

 

La efectividad de los NE’s esta influenciada por varios factores abióticos y bióticos, 

que incluyen; textura, temperatura, humedad del suelo, hongos nematófagos y 

depredadores invertebrados (Kaya, 1990; Georgi et al. 1991; Kaya y Gaugler, 

1993). La susceptibilidad de los NE’s a organismos antagonistas  como hongos, 

bacterias, y depredadores invertebrados, puede ser un factor de mortalidad 

significativo en el suelo (Poinar, 1990;  Timper y Kaya, 1992; Koppenhofer et al, 

1996a;  Kaya y Koppenhofer, 1996; Koppenhofer et al, 1997). 

 

Los NE’s al igual que todos los organismos tienen enemigos naturales, entre los 

cuales sobresalen los hongos nematófagos, que llegan a ser parte de una cadena 

alimenticia. 

 

Los NE’s  son susceptibles a los hongos, debido a que el tercer estado juvenil 

infeccioso ocurre fuera del hospedero, donde persisten hasta encontrar un nuevo 

huésped (Koppenhofer et al., 1997). 
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Así, el hongo Arthrobotrys oligospora seguido de Monacrosporium eudermatum y 

Geniculifera paucispora suprimen al nematodo Heterorhabditis hepialus. La 

supresión de  H. hepialus es menor cuando se presentan dos o tres hongos a la 

vez que cuando se presentan solos (Koppenhofer et al., 1997). 

 

Las conidias del hongo parásito de nematodos Hirsutella rhossiliensis depositadas 

sobre la cutícula del tercer estado juvenil de S. carpocapsae y H. bacteriophora 

interfieren en la infección del nematodo sobre larvas de G. mellonella. Sin 

embargo, en S. glaseri y H. bacteriophora no se reduce la habilidad de infectar a 

las larvas del insecto (Timper y Kaya, 1992). 

 

Los hongos A. oligospora, G. paucispora, M. eudermatum, M. cionopagum  y 

Nematoctonus concurrens después de 108 horas a temperaturas de 15 a 20º C 

atrapan más del 98 % de los juveniles infecciosos de H. hepialus y S. glaseri. El 

hongo G. paucispora atrapa lentamente ambas especies de nematodos, mientras 

que N. concurrens los atrapa más rápidamente,  coloniza a los JI’s de H. hepialius 

que  mueren entre 7 y 14 días después de ser atrapados (Koppenhofer et al., 

1996a). 

 

El enemigo más estudiado de los NE’s, es el hongo H. rhossiliensis que causa una 

mortalidad mayor en S. glaseri que en H. bacteriophora. La susceptibilidad hacia el 

hongo puede estar asociada con la retención de la cutícula del segundo estado por 

H. bacteriophora (Kaya y Koppenhofer, 1996). 
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4.2.9 Competencia inter e intraespecífica en los NE’s  

 

La competencia inter-específica puede causar una extinción local de una especie 

de nematodo, por ejemplo después de una infección constante de un hospedero 

por una especie de la familia Steinernematidae excluye usualmente una especie 

de la familia Heterorhabditidae. Los mecanismos de superioridad de los 

steinernematidos se deben al bactericin producido por la bacteria Xenorhabdus, 

simbionte de los steinernematidos, que inhibe a la bacteria Photorhabdus 

simbionte de los heterorhabditidos (Kaya y Koppenhofer, 1996). 

 

Mientras que las competencias entre dos especies (intra-específica) de 

Steinernematidos muestran que ambas pueden coexistir en un hospedero, pero 

una especie eventualmente podría prevalecer en el ambiente. Sin embargo, si 

presentan estrategias diferentes de búsqueda, ambas especies pueden coexistir 

en el mismo hábitat (Kaya y Koppenhofer, 1996). 

 

La ubicación del hospedero tiene un efecto claro sobre la penetración, producción 

de la progenie y dinámica de población de las especies de nematodos; así, S. 

carpocapsae deja fuera la competencia a S. glaseri cuando el hospedero se 

deposita sobre la superficie del suelo, pero S. glaseri deja fuera de competencia a 

S. carpocapsae cuando el hospedero se deposita dentro del suelo (Koppenhofer et 

al., 1996b). 

 

Juveniles infecciosos de S. caporcapsae y S. glaseri parasitan larvas de Galleria 

mellonella y se establecen en el insecto hospedero, sin embargo, aunque ambas 
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especies producen progenie, S. carpocapsae reduce significativamente su 

progenie. La superioridad de S. glaseri se debe a un desarrollo rápido que limita a 

sus competidores de recursos alimenticios, además, la menor asociación 

específica de S. glaseri con la bacteria simbionte X. poinarii permite su desarrollo 

en cadáveres colonizados por X. nematophilus, la bacteria simbionte de S. 

carpocapsae (Koppenhofer et al., 1995). 

 

Cuando S. carpocapsae y H. bacteriophora compiten simultáneamente por la 

misma especie hospedera en cajas petri, S. carpocapsae infecta significativamente 

más larvas de G. Mellonella que H. bacteriophora. Pero si S. carpocasae se añade 

15 horas antes que H. bacteriophora, entonces S. carpocapsae es la especie 

dominante. Cuando se añade primero H. bacteriophora y después de 15 horas se 

inocula S. carpocapsae, H. bacteriophora infectan el 71% de los insectos, mientras 

que S. carpocapsae el 67% de los insectos hospederos (Alatorre y Kaya, 1991). 

 

Especies de Steinernema y H. bacteriophora no pueden coexistir cuando ambos 

se inoculan directamente dentro del hemocele de un mismo hospedero. Cuando se 

inocula Steinernema en el mismo hospedero después de H. bacteriophora, los 

steinernematidos dominan las primeras seis horas, a partir de entonces H. 

bacteriophora es la especie dominante (Alatorre y Kaya, 1991). 

 

La competencia que se da entre NE’s por un hospedero presenta respuestas 

diferentes, las cuales van desde la exclusión de una de las especies, o la 

compatibilidad, dependiendo de las especies que intervengan. 
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4.2.10. Compatibilidad de los NE’s con otros microorganismos. 

 

Las aplicaciones de H. bacteriophora combinando con Beauveria bassiana (Bals.) 

Vuillemin originan una mortalidad mayor de larvas de Spodoptera exigua, con 

relación a aplicarlos solos. Por lo que la liberación inundativa de NE’s con B. 

bassiana puede proporcionar un mayor control de insectos plaga (Barbercheck y 

Kaya, 1991). 

 

La combinación de insecticidas selectivos y NE’s en invernaderos es efectiva 

contra plagas de diferentes especies, las que se alimentan de hojas y las que se 

alimentan de raíces de las plantas. Entre las primeras se encuentran las orugas y 

los áfidos que son controlados con Bacillus thuringiensis (Bt) y plaguicidas con 

base de jabón, respectivamente. Mientras que las plagas habitantes del suelo son 

controladas con nematodos (Kaya et al., 1995). 

 

Los NE’s son compatibles con Bt o con plaguicidas jabonosos debido a que los 

nematodos no pierden su efectividad cuando la combinación se aplica 

inmediatamente. Tampoco Bt o los plaguicidas jabonosos se ven afectados por la 

presencia de nematodos y estos no reducen su efectividad contra las especies 

plaga que se desea controlar (Kaya et al., 1995). 

De igual manera, la interacción entre Bt y H. bacteriophora o S. glaseri causa un 

incremento en la mortalidad de larvas de Cyclocephala hirta y  C. pasaedenae, lo 

cual debe considerarse en el control mas efectivo de larvas de coleopteros 

(Koppenhofer y Kaya, 1997). 
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4.3. Ciclo de vida y conducta de la Phyllophaga 

 

La mayor parte de los estudios realizados en México con las especies de 

Phyllophaga (sensulato) están enfocados hacia el conocimiento de la morfología, 

taxonomía y distribución de los adultos (Figura 3), y con mucha menor frecuencia 

de los estados inmaduros. Sólo se tienen datos completos o parciales del ciclo de 

vida de diez de las 369 especies de Phyllophaga Harris, 1827 que han sido 

registradas en la República Mexicana (Morón et al 1999). Se han descrito las 

larvas de 16 especies de este género (Morón 1986, Ramírez–Salinas y Castro-

Ramírez 1998, Morón et al. 1999, Aragón y Morón 2000, Ramírez–Salinas y 

Castro. 2000). Rodríguez del Bosque (1988) publicó datos sobre diversos 

aspectos de la biología, ecología y hábitos de Phyllophaga crinita (Burmeister) en 

el norte de Tamaulipas, donde esta especie presenta un ciclo de vida anual. 

Morón y colaboradores (1996) refieren que el ciclo de vida de P. (Triodonyx) 

lalanza Saylor es anual y que los huevos son puestos entre julio y principios de 

agosto, las larvas se desarrollan entre agosto y enero, las pupas se forman entre 

febrero y abril, mientras que los adultos se encuentran entre abril y junio. 

Villalobos (1998) observó que P. (Phytalus) trichodes (Bates) requiere de dos 

años para completar su ciclo vital, mientras que P. (Phyllophaga) misteca (Bates) 

lo desarrolla en un año. Ramírez–Salinas y Castro-Ramírez (2000) publicaron 

observaciones comparativas sobre los ciclos vitales de P. (Phyllophaga) 

menetriesi (Blanchard), P. (Phyllophaga) tenuipilis (Bates), P. (Phyllophaga) 

ravida (Blanchard), P. (Phyllophaga) testaceipennis (Blanchard), P. (Chlaenobia) 

tumulosa (Bates) y P. (Phytalus) obsoleta (Blanchard), pero no detallaron la 

duración de las etapas larvarias. Se han realizado escasas observaciones sobre 
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la actividad de los adultos y los hábitos de alimentación de las larvas, sobre todo 

cuando se registraron daños importantes en los cultivos agrícolas. Sin embargo, 

para desarrollar un método de control adecuado para las plagas agrícolas es 

importante conocer el ciclo de vida de la especie causante del problema. Uno de 

los principales problemas de la agricultura para el estado de Puebla son los daños 

ocasionados por la gallina ciega. Por ejemplo, Aragón y Morón (1998), registraron 

poblaciones de hasta 122 larvas por m² de P. vetula dañando el cultivo de maíz, y 

confirmaron que P. ilhuicaminai es una de las especies que más daño ocasiona 

en el cultivo de flores de “estatis” (Limonium sinuatum [L.]); y Nochebuena (2004), 

además menciona refiere que la especie más abundante en cultivos de maíz para 

localidades cercanas a la ciudad de Puebla es P. ravida. 

 

 

Figura 3. Ciclo de vida anual de la “gallina ciega” (Phyllophaga sp.) (Tomado de 

Entomology, 2000) 
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4.3.1. Taxonomia de Phyllophaga  

De acuerdo a Morón (1986): 

 

Reino: Animal 

Clase: Insecta 

Orden: Coleoptera 

Familia: Melolonthidae 

Subfamilia: Melolonthinae 

Tribu: Melolonthini 

Subtribu: Rhizotrogina 

Genero: Phyllophaga 

Especie: spp. 
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CAPÍTULO V 

 

MATERIALES Y MÉTODOS 

 

5.1. Área de estudio 

 

El presente estudio se llevó a cabo en el laboratorio de Control biológico 

perteneciente al Centro Interdisciplinario de Investigación para el Desarrollo 

Integral Regional (CIIDIR) IPN Unidad Oaxaca, que se encuentra ubicado en el 

municipio de Santa Cruz Xoxocotlán, Oaxaca (México). Las coordenadas 

geográficas del CIIDIR son: 17º 02’ de latitud norte y 96º 44’ de longitud oeste con 

respecto al meridiano de Greenwich, y se encuentra a una altitud de 1,550 msnm 

(INEGI, 2001). 

 

La colecta de la gallina ciega se realizó en  los terrenos de la población de 

Rancho Quemado, Cuilapam de Guerrero, Oaxaca. Utilizando una pala cuadrada 

y una charola de 40 x 50 x 10 cm  con tierra húmeda, en la cual las larvas se 

trasladaron al laboratorio. Posteriormente se le sembraron semillas de Maíz; las 

larvas permanecieron almacenadas de dos a tres semanas en recipientes con 

tierra húmeda a los cuales se les sembraron semillas de maíz para que se 

alimentaran de las raíces de las plántulas (Figura 4). 
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Figura 4. Colecta de la gallina ciega P. vetula. 

 

5.2. Crianza del nematodo 

 

Los nematodos se reprodujeron en laboratorio utilizando Galleria mellonella, 

fueron inoculadas, al paso de 48 h la larva muerta se colocó en cámara húmeda, 

después de cinco días los nematodos que emergieron fueron cosechados para la 

siguiente generación. 

 

La infección de ambos, esteinermatidos y heterorhabditidos es iniciada por la 

penetración del tercer estadio juvenil (J3) al hospedero, estado infectivo que está 

adaptado tanto morfológica como fisiológicamente para permanecer en el medio 

ambiente durante largos períodos, sin alimentarse. Dentro de las adaptaciones 

morfológicas se menciona el aparato digestivo el cual no es funcional, la boca y el 

ano están cerrados. La bacteria simbiótica (Xenorhabdus spp.; Phorhabdus sp.), 

juega un papel nutricional importante dentro del hospedero, además de matar 
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rápidamente al insecto, permite a los nematodos explotar un amplio rango de 

hospederos. Esto ha despertado el interés en el desarrollo de estos nematodos 

como agentes de control biológico (Gorsuch, 1982). 

 

5.3. Mantenimiento de la colonia de Galleria mellonella 

 

La reproducción de los nematodos entomopatógenos fue in vivo, utilizando como 

hospedero a la palomilla de la cera, la cual fue colectada en el apiario de la 

escuela secundaria Técnica Nº.14 de Reyes Mantecón, Oax., en estado de larva 

de tercer estadio. 

 

Posteriormente se colocaron en paneras (recipientes de plástico de 30 cm de 

largo x 20 cm de ancho x 15 cm de profundidad) a cuya tapa se le hicieron 

pequeñas perforaciones para permitir el intercambio gaseoso (Figura 5), las 

cuales contenían la siguiente dieta: 

 

 

Miel de abeja 97.5 ml

Glicerol  120 ml

Salvado estéril 37.5 g

Cereal de arroz (cereal infantil 1ª 

etapa) 300 g

Levadura 75 g

(Tomado de Ibarra, 1998) 
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Forma de preparación de la dieta: 

1. Se mezcló el cereal de arroz con el salvado estéril. 

2. Se agregó la levadura y se mezcló bien. 

3. Una vez hecha la mezcla de los ingredientes secos se agregó poco a poco 

el glicerol, mezclándose bien (de preferencia hacerlo con la mano). 

4. Una vez hecho esto se agregó la miel (siempre al final) y se terminó de 

mezclar hasta homogeneizar perfectamente (Figura 6). 

5. En ocasiones se le agregó a la dieta restos de panales de apiario para 

facilitar la adaptación de la larva y obtener mejores resultados.  

 

 

Figura 5. Paneras donde se criaron las larvas de G. mellonella 
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Figura 6. Dieta homogenizada para larvas de G. mellonella 

 

Las larvas ya dentro de la panera siguieron alimentándose hasta llegar al estado 

adulto (palomilla); en esta etapa se les colocaron servitoallas pegadas al interior 

de la tapa para que ovipositaran sobre ellas; posteriormente se recortaron los 

fragmentos de servitoalla que contenían huevecillos colocándose en dietas 

frescas para que eclosionaran y siguieran su desarrollo, obteniéndose de esta 

manera grandes cantidades de larvas para utilizarse como hospedero en la 

reproducción de los nematodos. De las larvas obtenidas algunas se apartaron 

para continuar con el ciclo y mantener la colonia de G. mellonella.  

 

5.4. Nematodos 

 

Se utilizaron tres especies de nemátodos: H. bacteriophora, S. riobrave y S. 

Glaseri Los juveniles infectivos fueron sometidos a diferentes niveles de 

desecación y temperatura. 
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5.5. Procedimiento experimental 

 

5.5.1. Tratamiento térmico 

 

Para evitar la pupación, a la galerias antes de aplicar los nematodos se les dio un 

tratamiento térmico (Figura 7). Para el tratamiento térmico se utilizó agua 

destilada, vasos precipitados, termómetro, estufa y pinzas. El  agua destilada se 

calentó hasta llegar a 56º C, luego se introdujeron larvas de Galleria mellonella 

durante 15 segundos, y después se les aplicó agua fría por un minuto. 

 

 

Figura 7. Agua destilada para tratamiento térmico. 

 

5.5.2. Cosecha de los nemátodos 

 

10  larvas de G. melonella fueron infectadas por medio de la aplicación de 200 

NE’s infectivos juveniles por caja Petri de 90 mm de diámetro, forradas de papel 
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filtro. Después de ser infectadas, las larvas muertas, fueron transferidas a papel 

filtro (trampas de emergencia), las cuales se construyen colocando cajas de Petri 

de 60 mm, dentro de cajas de Petri de 90 mm, que contienen agua destilada 

(Figura 8). Los nematodos fueron almacenados a 15º C y se utilizaron menos de 

tres semanas después en los bioensayos.  

 

 

Figura 8. Trampa White. 

 

5.5.3 Generación de líneas tolerantes a la desecación. Experimento 1 

 

Los niveles de desecación se obtuvieron aplicando distintas concentraciones de 

poliethylen glicol (PEG 8000) por cada 10 ml de agua destilada se aplicaron 3, 5 y 

7 g de PEG 8000 para obtener 0.97, 0.90 y 0.86  para obtener valores de Aw, 

respectivamente (Figura 9)  manteniéndola por 48 h, después se evaluó el 

porcentaje de sobrevivencia o la capacidad de infección de los nematodos. La 

progenie producida fue sometida a los mismos tratamientos de desecación por 
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seis ocasiones más, con lo cual se obtuvo una línea de nemátodos tolerantes a la 

desecación por cada especie en estudio.  

 

 

Figura 9. Larvas de G. mellonella inoculada con NE’s a un Aw de o.86. 

 

5.5.4. Generación de líneas con Tolerancia al calor. Experimento 2 

 

Los niveles de tolerancia a calor se aplicaron exponiendo a los nematodos a 

temperaturas de 25, 30 y 35° C por un período de 48 h. utilizando dos Estufas 

Marca BOEKEL Scientific Modelo 136400 y Marca RIOSSA Modelo EC – 33 

(Figura 10); después se evaluó el porcentaje de sobrevivencia y capacidad de 

infección de los nematodos por un procedimiento semejante al descrito 

anteriormente. Al cabo de seis ciclos, se obtuvo una línea de nemátodos tolerante 

a temperaturas altas para cada una de las especies de nematodos en estudio. 
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Figura 10. Aplicación de tratamiento de calor para el proceso de selección  

 

5.5.5. Experimentos para la evaluación de la tolerancia adquirida 

 

Estos experimentos se realizaron en laboratorio, aplicando condiciones de baja 

humedad o alta temperatura a las líneas generadas. En estos dos experimentos 

se evaluaron tres tratamientos, uno por cada especie de nematodo de las líneas 

generadas, más un testigo (Cuadros 1 y 2). Se utilizó un diseño experimental 

completamente al azar con cuatro repeticiones. Durante tres días, se contaron las 

larvas muertas por tratamiento. Después de transformar los datos de porcentaje 

de sobrevivencia, por medio de arco seno, se realizó el análisis de varianza para 

la comparación de medias, aplicando la prueba de Tukey al 0.05 de probabilidad. 
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Cuadro 1. Líneas de nematodos tolerantes evaluados a una temperatura de 35º 

C, utilizando larvas de G. mellonella y de P. vetula. 

 

Tratamiento Nematodo 

1 

2 

3 

4 

H. bacteriophora 

S. riobrave 

S. glaseri 

Ninguno 

 

Cuadro 2. Líneas de nematodos tolerantes evaluados a una Aw de 0.86, utilizando   

larvas de G. mellonella y de P. vetula. 

 

Tratamiento Nematodo 

1 

2 

3 

4 

H. bacteriophora 

S. riobrave 

S. glaseri 

Ninguno 

 

5.5.5.1. Evaluación de la tolerancia a baja Aw.  Experimento 3 

 

Por medio de la adición de agua destilada, se consiguió un porcentaje de 

humedad de 17.5 % en la caja petri, equivalentes a un Aw de 0.86 (Figura 11). 

Posteriormente se aplicaron 10 larvas de Galeria mellonella de tercer estadio o de 

Phyllophaga vetula de segundo estadio por caja y 200 nematodos por caja (Figura 

12). 
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Figura 11. Grafica que relaciona la actividad de agua con el porcentaje de 

humedad en caja petri. 

 

 

Figura 12. Larvas de P. vetula expuestas a líneas de nematodos tolerantes a un 

Aw de 0.86. 
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5.5.5.2.  Evaluación de la tolerancia a temperaturas altas. Experimento 4 

 

Procediendo de manera similar a lo realizado en el experimento 3, se evaluó la 

tolerancia de las líneas generadas sometiéndolas a una temperatura de 35º C 

durante 72 hrs.  
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CAPÍTULO VI 

 

RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

6.1. EXPERIMENTO 1. Generación de las líneas resistentes a alta 

temperatura 

 

6.1.1. Heterorhabditis bacteriophora 

 

En los bioensayos realizados con el nematodo H. bacteriophora, se observó que 

desde la F3 comenzó a adquirir tolerancia, y al llegar a la F6  alcanzó un 70% de 

sobrevivencia a 35º C, pero el tratamiento a una temperatura de 30º C alcanzó un 

100% de tolerancia (Figura 13). 

 

La temperatura tiene efectos profundos sobre los aspectos biológicos de los NE’s 

al afectar el desarrollo, la respiración, la sobrevivencia, la dispersión, búsqueda de 

hospederos e infectividad. El rango de temperatura óptima para la actividad de 

Heterorhabditis es de 20 a 25° C, que es similar a la óptima para la actividad de 

juveniles infecciosos de otros nematodos parásitos (Griffin, 1993). Otra fuente 

reporta que temperaturas superiores de 35 a 37° C interrumpen el ciclo de vida, 

siendo la óptima de 24° C (Nguyen y Smart, 1992b). Sin embargo, de acuerdo al 

presente estudio, debido a la resistencia adquirida, el nematodo fue todavía muy 

efectivo a 30º C. 

 

De acuerdo a Selvan et al. (1996), los nematodos H. bacteriophora expuestos a 
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una temperatura subletal de 35º C durante 3 hrs, con un período de adaptación de 

1 – 2 h. a 25º C, son capaces de matar a los insectos hospederos a temperaturas 

de 35 y 40º C, lo cual es otro soporte que avala los resultados logrados con 

respecto a adquisición de tolerancia a altas temperatura de H. bacteriophora. 

0

20

40

60

80

100

120

F1 F2 F3 F4 F5 F6

Generación

P
or

ce
nt

aj
e 25

30
35

     Tº

 

Figura 13. Porcentaje de sobrevivencia del nematodo H. bacteriophora a 

diferentes temperaturas 

 

6.1.2. Steinernema riobrave 

 

La realización del experimento con el nematodo S. riobrave, fue algo tolerante ya 

que al llegar a la F6 se observa que tiene una tolerancia de 35º C, pero en el 

transcurso del experimento de la F1 a la F6 hubo una ganancia de tolerancia de 

43% de sobrevivencia a comparación de una temperatura de 30º C que tuvo una 

ganancia de 70% (Figura 14). 
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Los nematodos de la familia Steinernematidae  tienen un límite de 

aproximadamente 35º C para poder realizar su ciclo de vida y pueden tener  

resistencia a temperaturas inferiores a 10º C (Kaya y Gaugler, 1993). 

 

Este nematodo tiene una gran capacidad de sobrevivencia, más del 80 % de la 

población de S. glaseri sobrevive expuestas a una temperatura de 10º C durante 

un largo período pero al incrementar la temperatura el nivel de sobrevivencia 

disminuye significativamente (Gaugler y Kaya, 1990). 
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Figura 14. Porcentaje de sobrevivencia del nematodo S. riobrave a diferentes 

temperaturas 

 

6.1.3. Steinernema glaseri 

 

En los bioensayos realizados con el nematodo S. glaseri se observó una alta 

capacidad de tolerancia a temperaturas de 35º C, ya que obtuvo porcentajes de 

sobreviviencia muy altos (84 % de sobrevivencia) al compararlos con los dos 
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nematodos anteriormente evaluados, pero también se observó que a una 

temperatura de 30º C alcanzó un  100% de sobrevivencia (Figura 15). 

 

Dada su mayor masa corporal, este nematodo tiene una gran capacidad de 

sobrevivencia. Más del 90% de la población de S. glaseri sobrevivió  durante  32 

semanas a 15º C en ausencia de algún insecto hospedero, pero a medida que la 

temperatura aumentó, la sobreviviencia  disminuyó (Gaugler y Kaya, 1990). 
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Figura 15. Porcentaje de sobrevivencia del nematodo S. glaseri a diferentes 

temperaturas 

 

6.2. EXPERIMENTO 2. Generación de líneas tolerantes a la desecación 

 

6.2.1. Heterorhabditis bacteriophora  

 

En la Figura 16 se observó que la generación F1, a una Aw de 0.86, se logró 

alcanzar un porcentaje de 20 máximo, a medida de que se avanzan las 
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generaciones ocurre una decadencia en menos de 20 % para la F4 no ocurriendo 

en las demás. 

 

En la dosis 0.90 se mantiene constante la sobrevivencia mientras crece la 

generación hasta la F2, en F3 y en la F4 disminuye hasta alcanzar la máxima de 

38 % en F6, para la dosis de 0.97 mantiene un 60% para todas las generaciones 

(Figura 16). 

 

Los nematodos H. bacteriophora para su sobrevivencia debe de ser de alta 

humedad relativa equivalente al 100% de actividad de agua (Aw), la sobrevivencia 

se afecta con una humedad relativa muy baja, no existe una sobrevivencia al 0.85 

(Forschler y Gardner 1991). 
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Figura 16. Porcentaje de sobrevivencia del nematodo H. bacteriophora a 

diferentes Aw 
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6.2.2. Steinernema riobrave. 

 

En la grafica del porcentaje de sobrevivencia del nematodo Steinernema riobrave 

a diferentes Aw se observó que en la F2 tiene un aumento de sobrevivencia mayor 

a 20 % pero a medida que pasaron las generaciones de la F3 y F4 se sigue 

manteniendo en un 20 % de sobrevivencia, pero al llegar a la F5 y F6 aumentó la 

sobrevivencia ≥ 30 % todos sometidos a una actividad de agua muy baja de 0.86, 

a comparación de una actividad de agua de 1.0 que mantiene su nivel de 

sobrevivencia del 100 %, pero a menor actividad de agua reduce su nivel de 

sobrevivencia (Figura 17). 

 

Los nematodos entomopatógenos tienen un  nivel de sobrevivencia a una 

humedad relativamente alta, pero a medida que se le baja la humedad el nivel de 

sobrevivencia disminuye, el nematodo S. riobrave puede sobrevivir a un 30% de 

humedad (Forschler y Gardner, 1991). 
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Figura17. Porcentaje de sobrevivencia del nematodo S. riobrave a diferentes Aw 
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6.2.3. Steinernema glaseri 

  

Se observó que a un Aw = 0.86 no hubo sobrevivencia de nematodos de la F1 y 

F2, pero al someterlos a diferente actividad de agua pasando a la F3 se observó 

un incremento de tolerancia del 20 %, al pasar a la F4 disminuyo la tolerancia a 

un 15 %, en la F5 se observó que hay un incremento al igual que la F6 hasta 

llegar a nivel de tolerancia a la desecación 43 % de sobrevivencia (Figura 18). 

 

El S. glaseri presentó mayor mortalidad a una humedad del 20 % que equivale a 

una Aw de 0.9 (Sosa y Hall, 1989). 

 

Shetlar et al., (1988) demostraron que hay una reducción en la mortalidad de S. 

glaseri cercana al 50 % cuando la humedad se reduce de un 40% a un 25%. 

Resultados similares son encontrados por (Jackson, 2003), quienes mencionaron 

que los nematodos aplicados en condiciones de alta humedad, permanecen más 

estables que en condiciones de poca humedad. 
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Figura 18. Porcentaje de sobrevivencia del nematodo S. glaseri a diferentes Aw 
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6.3. Experimento 3. Evaluación de la capacidad de control de larvas de 

Phyllophaga vetula de las líneas generadas  

 

6.3.1 Evaluación a temperatura alta (35º C) 

 

El análisis de varianza mostró diferencias altamente significativas para 

tratamientos, pero también un alto coeficiente de variación (Cuadro 3). Este pudo 

haber sido causado, además del error experimental, por la alta gama de 

mecanismos de defensa que tienen las larvas de escarabeidos. Algunas barreras 

físicas incluyen el integumento, el cual se endurece con la edad de la larva; 

placas criba bloqueando los espiráculos, así como el tamaño de los nemátodos 

con relación al orificio de entrada (Gaugler y Molloy, 1981). Por medio de 

mecanismos fisiológicos, la larva puede destruir al nemátodo invasor con enzimas 

digestoras o por encapsulación melanótica (Jackson y Brooks, 1989). 

 

 Cuadro 3. Análisis de varianza del experimento con larvas de P. 
vetula a 35º C   

Fuente de Grado de Suma de Cuadrados Valor F Prob>F 
variación Libertad Cuadrados medios   

(F.V) (G.L) (S.C) (C.M)   
            
Tratamientos 3 9615 3205 9.71 0.0007
            
Error 16 5280 330     
            
Total 19 14895       
        
r2 =0.645519   C.V. 59.56       
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La prueba de Tukey indicó que los nemátodos S. glaseri y S riobrave tuvieron el 

mismo porcentaje de mortalidadl a 35º C, superando significativamente a H. 

bacteriophora; el testigo mostró mortalidad baja (Cuadro 4).  

 

Al parecer la temperatura de 35º C fue muy alta, porque la temperatura óptima 

para la actividad de Heterorhabditis es de 20 a 25° C, que es similar a la óptima 

para la actividad de juveniles infecciosos de otros nematodos parásitos (Griffin, 

1993). 

 

Los efectos directos de la temperatura sobre la Phyllophaga vetula, estos se 

consideraron bajos, dada la mortalidad no significativa del testigo. Morón et al. 

(2003) cultivaron cinco especies de Phyllophaga a una T = 26 ± 2º C, considerada 

cercana a la óptima, lo cual indicó que 35º C fue una temperatura no muy alta 

para P. vetula.  

 

Cuadro 4. Mortalidad de P. vetula por especie de 
nematodo a 35º C. 

  

Tratamientos   % de mortalidad* 
  

   
 

Nematodo     
     
Steinernema glaseri  66 a 
     
Steinernema riobrave  66 a 
     
Heterorhabditis bacteriophora  24 b 
     
Testigo     6 b 
*Valores con la misma letra en la columna son 
estadísticamente iguales (Tukey, 0.05). 
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6.3.2. Evaluación con baja actividad de agua (Aw de 0.86) 

 

El análisis de varianza mostró diferencias altamente significativas para 

tratamientos, pero con un coeficiente de variación relativamente alto para 

condiciones de laboratorio (Cuadro 5).  

 

 Cuadro 5. Análisis de varianza del experimento con larvas de P. 
vetula a un Aw de 0.86. 

  

Fuente de 
Grado 
de Suma de  Cuadrados Valor F Prob>F 

variación Libertad Cuadrados medios     
(F.V) (G.L) (S.C) (C.M)     
            
Tratamientos 3 4740 1580 33.26 0.0001 
            
Error 16 760 47.5     
            
Total 19 5500       
r2= 0.86181818 C.V. = 27.56810     

 

 

El nematodo con más porcentaje de mortalidad y con baja actividad de agua fue 

H. bacteriophora., seguido por S. riobrave. (Cuadro 6). En este caso el testigo no 

fue afectado, por lo cual el nivel de Aw aplicado no fue extremo. Morón et al. 

(1999) cultivaron cinco especies de Phyllophaga a 70 ± 5% de HR, lo cual 

equivale a un Aw de 0.98. , por lo que P. vetula estuvo sujeta a un estrés osmótico 

moderado a 0.86 de Aw. S. glaseri el menos efectivo; ha presentado alta 

mortalidad en otros estudios a una humedad del 20 %, la que equivale a una Aw 

de 0.90 (Sosa y Hall, 1989). 
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Cuadro 6. Mortalidad de P. vetula por especie de 
nematodos a un Aw de 0.86. 

Tratamientos % de mortalidad*  
   

Nematodo    
    

Heterorhabditis bacteriophora 42 a 
     
Steinernema riobrave  30 ab 
     
Steinernema glaseri  28 b 
     
Testigo   0 c 
*Valores con la misma letra en la columna son 
estadísticamente iguales (Tukey, 0.05). 

 

 

6.4. EXPERIMENTO 4. Evaluación de la capacidad de control de las líneas 

generadas en larvas de Galleria mellonella  

 

6.4.1. Evaluación a alta temperatura (35º C) 

 

El análisis de varianza mostró diferencias altamente significativas para 

tratamientos, pero el coeficiente de variación tuvo valores bajos, propios de 

experimentos de laboratorio (Cuadro 7). Cuando las larvas de Galleria mellonella 

prefieren temperaturas cálidas (> de 27º C); las mayores a 46º C son letales para 

el desarrollo de todas sus etapas larvarias Tew, J (2000). 

 

Las condiciones óptimas de temperatura para el cultivo de galeria son de 25º C 

(Kaleli et al., 2007), lo cual implica que 35 º C fue una temperatura excesiva para 

esta especie.  
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 Cuadro 7. Análisis de varianza del experimento con larvas de  
G.mellonella a un temperatura de 35º C. 

  

Fuente de Grado de Suma de Cuadrados Valor F Prob>F 
variación Libertad cuadrados medios     

(F.V) (G.L) (S.C) (C.M)     
            
Tratamientos 3 32973.75 10991.25 199.84 0.0001 
            
Error 16 880 55     
            
Total 19 33853.75       
        
R2 = 0.974006   C. V. 11.45359     

 

Tanto S. riobrave como S. glaseri lograron un 100% de mortalidad a alta 

temperatura, seguidos por H. bacteriophora., el cual mostró también buena 

capacidad de control (Cuadro 8). 

 

Shapiro-Llan et al. (2005) detectaron al nematodo S. riobravis  como el más 

tolerante a calor y a deficiencias de oxígeno. Los menos tolerantes fueron H. 

bacteriophora y S. carpocapsae. Este último solo ha resistido seis h a 35° C en 

otros estudios (Cheng y Hou, 1997). Incluso las temperaturas moderadas (25º C) 

han logrado eliminar a los nemátodos dentro de los cadáveres de galerias 

después de 28 días (Gaugler et al, 1997). 

Cuadro. 8. Mortalidad de G. mellonella por especie de 
nematodos a una 35º C. 

Tratamientos   % de mortalidad*   
    
Nematodo     
     
Heterorhabditis bacteriophora 58 b 
     
Steinernema riobrave  100 a 
     
Steinernema glaseri  100 a 
     
Testigo     1 c 
*Valores con la misma letra en la columna son 
estadísticamente iguales (Tukey, 0.05). 
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6.4. 2. Evaluación con baja actividad de agua (Aw de 0.86) 

 

Al utilizar larvas de galerias se obtuvieron coeficientes de variación bajos en el 

análisis de varianza (Cuadro 9), lo cual podría atribuirse a una mayor 

susceptibilidad de mellonella a los nemátodos bajo condiciones de estrés 

osmotico. Las condiciones óptimas de humedad para el cultivo de galerias son de 

60 % de HR (Kaleli et al., 2007); la equivalencia de 60% de humedad es de un Aw  

= 0.975 

 

 Cuadro 9. Análisis de varianza del experimento con larvas de 
G. mellonella a un Aw de 0.86. 

  

Fuente 
de 

Grado 
de Suma de Cuadrados Valor F Prob>F 

variación libertad Cuadrados medios     
(F.V) (G.L) (S.C) (C.M)     

            
Modelo 3 32180 10726.66 204.32 0.0001 
            
Error 16 840 52.5     
            
Total 19 33020       
r2 = 0.974561   C.V. = 10.81446     

 

 

Tal como se observó en el cuadro 9, también en el cuadro 10, se observaron altos 

porcentajes de mortalidad, llegando a 98 % en H. bacteriophora como en S. 

riobrave, lo cual confirma la aseveración anterior. 

 

El nemátodo S. glaseri mostró el menor porcentaje de mortalidad al igual con los 

resultados obtenidos por de Brown y Gaugler (1997), quienes encontraron que la 

emergencia de estos nematodos fue mas afectada que la de H. bacteriophora 

bajo condiciones de baja humedad relativa (75 %). 

60 



Cuadro 10 Mortalidad de G. mellonella por diferentes 
nematodos a un Aw de 0.86. 

Tratamientos   % de mortalidad*   
Nematodo     
     
Heterorhabditis bacteriophora 98 a 
     
Steinernema riobrave  98 a 
     
Steinernema glaseri  72 b 
     
Testigo     0 c 
*Valores con la misma letra en la columna son 
estadísticamente iguales (Tukey, 0.05). 
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CAPÍTULO VIII 

 

CONCLUSIONES 

 

La disminución de la actividad del agua (Aw) redujo proporcionalmente la 

sobrevivencia de los nematodos H. bacteriophora, S. riobrave y S. glaseri, siendo 

el S. glaseri el que incremento mayormente su tolerancia a la desecación seguido 

por S. riobrave. 

 

En las tres especies de nematodos se incremento su tolerancia a altas 

temperaturas, específicamente S. glaseri y H. bacteriophora, incrementaron su 

sobrevivencia de 80 y 70 % a 35º C, respectivamente, en la F6. 

 

En la  evaluación de las líneas generadas con gallina ciega sobresalieron por su 

tolerancia a bajos Aw´s H. bacteriophora y S. riobrave, mientras que por su 

tolerancia a altas temperaturas sobresalieron S. glaseri y S. riobrave. 

 

En la evaluación de las líneas de nematodos generadas con Galleria mellonella 

sobresalieron Steinernema glaseri y Steinernema riobrave por su capacidad de 

tolerancia a alta temperatura; Heterorhabditis bacteriophora y Steinernema 

riobrave fueron los que más incrementaron su capacidad de tolerancia a baja 

actividad del agua. 
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S. glaseri resultó ser la más efectivo para infectar larvas de Phyllophaga vetula y 

Galleria mellonella a altas temperaturas, mientras que H. bacteriophora presentó 

mayor capacidad para infectar gallina ciega y galerias a mayor desecación.  
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