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RESUMEN 
 

Las toxinas Cry son producidas por la bacteria Gram-positiva Bacillus 

thuringiensis.  Éstas proteínas con propiedades tóxicas para algunos insectos plaga son 

altamente específicas y se conocen como toxinas Cry, ya que se acumulan en forma de 

cristales.  Los bioinsecticidas con base en las proteínas producidas por B. thuringiensis 

son de los más utilizados para el control de plagas en todo el mundo desde los años 50´s.  

Su uso se ha incrementado con el cultivo de plantas genéticamente modificadas, capaces 

de producir en sus tejidos estas toxinas (plantas Bt).  El empleo de esta tecnología tiene 

muchos beneficios ya que las proteínas Cry son altamente específicas, biodegradables, 

inocuas para los humanos y efectivas contra muchas de las plagas más importantes en la 

agricultura.  Sin embargo, el desarrollo de resistencia por parte de los insectos siempre ha 

sido una preocupación asociada a su empleo.  La implementación de estrategias como los 

refugios libres de variedades transgénicas han ayudado a extender el tiempo de vida útil 

de estos cultivos, sin embargo los recientes reportes de pérdidas en la producción 

causados por casos de resistencia obligan a diseñar y emplear nuevas estrategias para 

mantener lo que hasta ahora ha sido el control de insectos plaga más amigable con el 

ambiente.  Ante este panorama, surge en un laboratorio mexicano la toxina Cry1AbMod, 

una alternativa que tiene como objetivo inicial combatir a insectos resistentes a la proteína 

convencional.  La Cry1AbMod es una variante de la proteína convencional Cry1Ab, pero 

que a diferencia de ésta, carece de 56 aminoácidos de su extremo amino terminal, región 

donde se encuentra la hélice α-1.  De acuerdo con el modelo de formación de poro, las 

nuevas toxinas no requieren de la unión al receptor de caderina, por lo que pasan 

directamente a ser activadas por las proteasas de intestino del insecto y a la formación del 

oligómero para posteriormente insertarse en la membrana del epitelio intestinal en forma 

de poro.  La Cry1AbMod se caracteriza por ser activa contra insectos que han 

desarrollado resistencia a las toxinas Cry por medio de mutaciones en su receptor 

caderina, sin embargo su espectro de acción no ha sido caracterizado.  En el presente 

trabajo se hace una evaluación por medio de bioensayos en diferentes especies de 

insectos plaga representantes del Orden Coleóptera y Lepidóptera con el objetivo de 

evaluar si el espectro de acción y la efectividad de la toxina Cry1AbMod tiene variaciones 

con respecto a la Cry1Ab.  Los resultados obtenidos no apoyan cambios en el espectro de 

acción de la Cry1AbMod en comparación con la Cry1Ab.  En lepidópteros la toxicidad de 

la Cry1AbMod es muy parecida a la Cry1Ab, no observándose cambios significativos.  Sin 
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embargo al evaluar dos diferentes poblaciones Spodoptera frugiperda provenientes de 

diferentes regiones geográficas se evidencia la variabilidad genética reflejada en la 

respuesta a las toxinas Cry1Ab.  Esto sugiere que evaluaciones de efectividad de las 

toxinas Cry previas a su uso o liberación en campo son importantes para comprobar su 

efectividad hacia las poblaciones de insectos plaga locales. 

 

Palabras clave: plantas Bt, toxinas Cry, evolución de resistencia, Cry1Ab, Cry1AbMod 
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ABSTRACT 
 

Bacillus thuringiensis, are Gram-positive bacteria, that produce crystalline 

parasporal inclusions containing insecticidal proteins called δ-endotoxins (Cry toxins).  

Each toxin kills insects with a high degree of specificity, including many important pest 

insects of crops like cotton and maize.  Nowadays,��ue to its insecticidal activity, the Cry 

toxins are used worldwide as sprays or in transgenic plants (Bt plants).  This technology 

has many advantages since Bt toxins are highly specific to their target insect, are 

innocuous to humans, vertebrates and plants, and completely biodegradable.  However 

the evolution of insect resistance to Bt plants threatens its future use.  This may represent 

the loss of an alternative of an environmentally friendly insect pest control resource.  

Refuges of plants that do not produce Bt toxins have been used successfully for delaying 

insect resistance.  However, recent reports of insect resistance to Bt crops and losses in 

production make necessary to develop new strategies to counter insect pest and delay the 

development of resistance to Bt crops.  Cry1AMod are a new Cry toxin made in a Mexican 

research laboratory that lack amino terminal end including helix α-1.  These toxins had the 

main objective to kill resistant insects affected in cadherin gene.  According to the pore-

formation model of the mechanism of action of Cry toxins, the binding of protease-

activated toxin to cadherin receptor is essential for the removal of helix α-1, which in turn 

promotes oligomerization.  Therefore, the modified Cry1AbMod toxin lacking helix α-1 

forms oligomers in the absence of cadherin, forming the pore, and causing the insect 

death.  Even though the Cry1AbMod toxin represents a high potential for its use in the 

field, the evaluation of its action spectrum remains uncharacterized.  The aim of this work 

was to evaluate the insecticidal potential of the new Cry1AbMod toxin in larvae from the 

orders Coleoptera and Lepidoptera, and compare its toxicity with the unmodified one.  The 

results obtained show no variation in the toxicity level between these two toxins among the 

different insect species analyzed.  The toxicity of the Cry1AbMod and Cry1Ab appears to 

be rather similar.  However, the two populations of Spodoptera frugiperda evaluated with 

Cry1Ab coming from different geographical areas suggest a high variability in their 

susceptibility to these toxins.  Based in these findings, it is highly recommendable to 

evaluate the real susceptibility to Cry toxins on the local insects’ pest previous to the 

application of Bt plants or Bt sprays in those particular regions. 

Key words: Bt plants, Cry toxins, resistance evolve, Cry1Ab, Cry1AbMod. 
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1. INTRODUCCIÓN 

 

Desde su empleo a nivel comercial en 1996, el área de cultivo de los organismos 

genéticamente modificados (OGM) ha aumentado.  Para el año 2009 se sembraron 134 

millones de hectáreas de plantas genéticamente modificadas (GM) de diferente 

naturaleza, lo que representó el 7% de la superficie total cultivada (OGM y 

convencionales) a nivel global (James et al., 2009).  El cultivo de variedades 

genéticamente modificadas para resistir el ataque de insectos es el de mayor extensión 

con 21,7 millones de hectáreas sembradas a nivel mundial para el año 2009, lo que 

significó el 15% de todos los cultivos biotecnológicos empleados (James et al., 2009).  Las 

plantas Bt, llamadas así por contener genes de la bacteria Bacillus thuringiensis son las 

únicas disponibles en el mercado con este fenotipo y han funcionado a los productores 

para controlar determinadas plagas (Blanco 2008). 

 

Los cultivos Bt expresan uno ó más genes codificantes para las toxinas Cry 

(llamadas así porque se encuentran en forma de cristales dentro de la bacteria) y 

presentan una gran especificidad  a las plagas que atacan (Hofmann et al., 1988).  Se han 

aislado miles de cepas de B. thuringiensis a partir de suelo, hojas e insectos en todo el 

mundo.  Cada una de las cepas es diferenciada por las características de sus proteínas 

cristalinas, las secuencias de sus genes y su espectro de acción insecticida (Carpenter et 

al., 2002).  De la mayoría de las cepas se desconoce que proteínas Cry específicas 

expresan y su espectro de acción insecticida (van Frankenhuyzen et al., 2009). 

 

Hasta el momento están descritos cerca de 204 holotipos de toxinas Cry, 

aumentado considerablemente en los últimos años (Crickmore, N., Zeigler, D.R., Schnepf, 

E., Van Rie, J., Lereclus, D., Baum, J, Bravo, A., Dean, D.H., B. thuringiensis toxin 

nomenclature http://www.lifesci.sussex.ac.uk/Home/Neil_Crickmore/Bt/; Mayo 2010), sin 

embargo, sólo unos cuantos (Cry1Aa, Cry1Ab, Cry1Ac, Cry1C, Cry1D, Cry1E, Cry1F, 

Cry2Aa, Cry2Ab, Cry3A, Cry3B y Cry34/Cry35) son utilizados a nivel comercial, ya sean 

formulados para ser asperjados en los cultivos (en forma de spray) o en plantas GM que 

expresan las proteínas Cry (plantas Bt) (Bravo, A. y Soberón, M. 2008). 
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Las toxinas más comunes en el mercado pertenecen a la familia Cry1A (James 

2009).  La toxina Cry1Ab se utiliza ampliamente como fenotipo a expresar en maíz GM 

comercial, con 17 eventos documentados hasta el momento (Base de datos de 

Biotecnología Agrícola AGBIOS www.agbios.com/dbase.php; Mayo 2010).  Esta toxina es 

específica para el orden Lepidóptera (Bravo, A. y Soberón, M. 2008), y es comercializada 

para proteger a los cultivos del barrenador europeo, Ostrinia nubilalis y del gusano 

helotero, Helicoverpa zea principalmente. 

 

El control de plagas representa uno de los mayores costos obligados de la 

producción agrícola a nivel mundial.  Descuidar el monitoreo de los insectos plaga, podría 

representar un costo en términos de cosecha del 30%, por lo que su control es de 

carácter obligado.  Los grandes productores gastan al año miles de millones de dólares, 

principalmente en insecticidas químicos (Kirsi-marja et al., 2002.) y su uso a lo largo del 

tiempo ha desencadenado una serie de problemas.  Los insectos blanco son expuestos 

repetidamente a los mismos insecticidas químicos y tienden a desarrollar resistencia, por 

lo que dosis más altas tienen que ser usadas, aumentando el costo y sobre todo los 

daños al ambiente (Bottrell y Adkisson 1977).  Los insecticidas químicos son 

inespecíficos, por lo que al ser utilizados acaban también con los organismos benéficos 

asociados al agroecosistema.  Por ello el uso de bioinsecticidas es una alternativa para 

combatir a las plagas.  Los insecticidas biológicos con base en toxinas de la bacteria B. 

thuringiensis (Bt) son biodegradables, específicos contra el insecto plaga y amigables con 

el ambiente (De Maagd et al., 2001; Bravo et al., 2007; Kumar et al., 2008). 

 

Los cultivos GM de Bt que producen proteínas cristalinas de la bacteria B. 

thuringiensis (toxinas Cry) han proporcionado una alternativa útil para el control de plagas 

(Carpenter et al., 2002).  Sin embargo el futuro de los cultivos Bt también está amenazado 

por la evolución de resistencia por parte de los insectos blanco (Tabashnik et al., 2008; 

Bravo, A. y Soberon, M. 2008). 

 

Las plantas GM que expresan las toxinas Cry fueron por primera vez 

comercializadas en el año de 1996 en medio de la controversia donde muchos científicos 

y ambientalistas advirtieron de la inminente problemática del desarrollo de resistencia 

(Bates et al., 2005), por lo que las estrategias de su manejo se convirtieron en parte del 

proceso de producción del cultivo GM. 



�
��

1.1. Toxinas Cry 

 

La bacteria B. thuringiensis (Bt) fue descubierta en Japón por el Profesor 

Shigetane Ishiwata mientras estudiaba una enfermedad en el gusano de seda a principios 

del siglo XX (Federici 2005).  La descripción de la bacteria, así como la de sus 

propiedades insecticidas fueron publicadas y dadas a conocer diez años más tarde 

cuando fue aislada en la región de Thuringia, Alemania, a la cual debe su nombre.  Hasta 

la década de los años 30´s, investigadores franceses retomaron el tema de B. 

thuringiensis como insecticida y sacaron un producto al mercado conocido como 

“sporeina” para combatir larvas de lepidópteros en los cultivos (Federici 2005). 

 

Miembro del grupo Bacillus cereus 

(Helgason et al., 2000), B. thuringiensis, 

es una bacteria Gram-positiva 

entomopatógena que produce δ-

endotoxinas en inclusiones de cristal 

durante su fase de esporulación (Bravo et 

al., 2007).  Los cristales están formados 

principalmente por proteínas con acción 

insecticida conocidas como toxinas Cry 

(por su formación en cristales) y toxinas 

Cyt (por su acción citolítica, aunque 

también se acumula en cristales) (Bravo 

et al., 2007).  Su acción insecticida es 

altamente específica, siendo inocua para 

el hombre y totalmente biodegradable. 

 

Las toxinas de Bt (Cry y Cyt) pertenecen al grupo de Toxinas Formadoras de Poro 

(TFP).  Éstas, en general, son proteínas solubles en agua que presentan cambios 

conformacionales en su estructura al insertase en la membrana celular de su hospedero 

(Bravo et al., 2007).  Existen dos grupos principales de TFP: 1) TFP-α y 2) TFP-β (Parker 

y Feil 2005).  El primer grupo tiene una parte dentro de su estructura primaria formada de 

α-hélices que son las responsables de la formación de poro.  Dentro de esta clase se 

encuentran las toxinas Cry de tres dominios (Cry-3d).  El segundo grupo donde se 

Figura 1.  Microscopía electrónica de transmisión de 
una bacteria en esporulación de Bacillus thuringiensis.  
Las �-Endotoxinas son producidas en cristales (Protein 
body, PB), a un costado de la espora (SP).  La pared 
celular eventualmente se rompe y libera tanto la espora 
como el cristal con las toxinas Cry. La célula de la imagen 
tiene un tamaño aproximado de 2 �m.  Tomado de De 
Maagd et al., 2001. 
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encuentran las toxinas Cyt, forman el poro con sus estructuras de hojas plegadas-β, que 

se asemeja a un cilindro o barril (Parker y Feil 2005).  La acción insecticida de estas 

toxinas, está asociada con cambios de pH y con la interacción de receptores específicos 

de sus hospederos (Parker y Feil 2005). 

 

1.1.1. Estructura y Clasificación de las toxinas Cry. 

 

Las proteínas Cry son definidas como cualquier inclusión proteica producida 

durante la esporulación de Bt que exhibe efectos tóxicos a organismos blanco, ó como 

cualquier proteína que tiene una secuencia similar a las  proteínas Cry conocidas 

(Crickmore et al., 1998).  Esta definición también incluye las toxinas Cyt, pero se ha 

llegado a la convención de que aquellas que tengan una relación estructural con éstas, 

conserven el prefijo “Cyt”. 

 

Actualmente las δ-endotoxinas Cry y Cyt se clasifican en Cry1 hasta Cry55; y de 

Cyt1 a Cyt2 basados en la identidad de su secuencia primaria (Crickmore et al., 1998).  

En la Figura 2 se muestra un filograma basado en la identidad de las secuencias de 

aminoácidos de las proteínas Cry tomado de la página anteriormente citada del Comité de 

Miembros de Nomenclatura de las Proteínas Cry de B. thuringiensis.  Las líneas verticales 

indican los límites en identidad que diferencia las categorías en la nomenclatura.  El 

número arábigo se designa con la primera fila que corresponde hasta un 45% de 

identidad (por ejemplo: Cry1, Cry2, etc.).  La segunda hilera cataloga a las proteínas con 

una letra mayúscula y corresponde a identidades de 45 a 78% (Cry1A, Cry1B, Cry1C…).  

La tercera fila asigna una letra minúscula y corresponde a identidades de 78 a 95% 

(Cry1Aa, Cry1Ab, Cry1Ac…).  La última fila incluye un número arábigo al final de la 

nomenclatura indicando más de 95% de identidad (Cry1Aa1, Cry1Aa2, Cry1Aa3…) 

(Crickmore et al., 1998).  Aunque esta clasificación lleva una tendencia evolutiva, las 

toxinas Cry se organizan en tres linajes parafiléticos diferentes (De Maagd et al., 2003): a) 

Toxinas Bin-Like.  En este grupo se encuentran las proteínas Cry35 y Cry36 agrupadas 

con las toxinas binarias de B. sphaericus Bin A y Bin B por tener alto grado de homología. 

La Cry35 se caracteriza por ser activa en forma binaria;  b) Toxinas Mtx-like, parecidas a 

las proteínas Mtx producidas por B. sphaericus.  La Cry37 y Cry23 forman una toxina 

binaria alternativa que junto con la Cry23 forman un grupo diverso donde se incluyen 

proteínas cristalinas de B. thuringiensis var. thompsoni (Cry15) y var. dakota;  c) Toxinas 
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Cry de tres dominios (Cry-3d).  Este último linaje es el más numeroso, y se caracteriza por 

sus moléculas globulares estructuradas en tres dominios unidos por enlaces simples 

(Figura 3).  Una característica distintiva de las toxinas Cry-3d es la presencia de 

protoxinas con dos diferentes tamaños.  Las protoxinas más grandes (de 130kDa) tienen 

aproximadamente el doble de tamaño que el resto (70 kDa), y se cree que la extensión C-

terminal juega un papel importante en la formación de los cristales en la bacteria (De 

Maagd et al., 2001).  Ambas variedades de protoxinas Cry-3d al ser ingeridas por el 

insecto son cortadas por las proteasas presentes en su intestino, produciendo un 

fragmento resistente a proteólisis de 60kDa (Bravo et al., 2007).  A este monómero se le 

conoce como toxina activada. 

 

Hasta el momento, se tienen determinadas las estructuras de seis proteínas Cry-

3d, encontrándose un alto grado de similitud en su estructura cuaternaria (Figura 3) que 

podría sugerir un modo de acción parecido en sus diferentes hospederos (Bravo et al., 

2007).  Se ha desarrollado una amplia línea de investigación con el fin de determinar las 

características bioquímicas de cada uno de los dominios de las proteínas Cry-3d y el 

papel que lleva a cabo en el modo de acción de la toxicidad. 

 

El Dominio I fue descrito por primera vez en la toxina Cry3Aa (Li et al., 1991).  Está 

conformado de siete alfa hélices antiparalelas.  Seis hélices anfipáticas rodean a una 

central hidrofóbica.  Cada una de las hélices anfipáticas presenta residuos polares en la 

cara externa, mientras que los residuos hidrofóbicos se orientan hacia la α-hélice central.  

La mayoría de las hélices de este dominio son mayores a 30 �, por lo que podrían ser 

capaces de atravesar la membrana celular.  Este dominio está involucrado en la 

formación de poro e inserción en membrana.  El Dominio II es el menos conservado en 

secuencia y estructura terciaria entre las toxinas Cry (De Maagd et al., 2001).  Está 

compuesto de tres hojas plegadas β antiparalelas y por tres asas.  En las asas de estas 

láminas β se observa la mayor diferencia estructural.  El Dominio II juega un papel 

fundamental en la especificidad de la toxina, donde las asas interaccionan con el receptor 

localizado en las microvellosidades de las células epiteliales del intestino medio.  Por 

último el Dominio III es un β-sándwich (Li et al., 1991), formado por dos láminas plegadas 

β antiparalelas.  Este dominio también está involucrado en la interacción con receptores 

presentes en el epitelio intestinal del insecto blanco (Bravo et al., 2005; Gómez et al., 

2001; Gómez et al., 2002b; Gómez et al., 2003). 
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El estudio de los procesos evolutivos de las toxinas Cry que culminan en 

modificaciones en sus diferentes niveles de estructura, puede ayudar a comprender su 

gran diversidad, y las razones por las que su espectro de acción es limitado (De Maagd et 

al., 2001).  En este sentido, los Dominios I y II han coevolucionado.  Existen evidencias de 

que el dominio III es una unidad evolutiva independiente dentro de las proteínas Cry, que 

ha llevado a generar nuevas toxinas donde ha existido un intercambio o sustitución del 

dominio modificando la especificidad (De Maagd et al., 2001; Bravo et al., 2007).  Esto 

podría deberse principalmente a la similitud entre los dominios, y que los genes Cry están 

contenidos en plásmidos y elementos transposones, que les facilita su movimiento en el 

genoma (De Maagd et al., 2001). 
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PROTEÍNAS Cry DE TRES DOMINIOS 

 
Figura 2.  Filograma de las Proteínas Cry que comparten la estructura cuaternaria similar de 

tres dominios.  El filograma se realizó con base en la identidad de las secuencias de aminoácidos de las 

proteínas presentadas.  Las líneas verticales indican porcentaje de identidad que va de 45, 45-78 y 78-95% de 

izquierda a derecha, y separan las diferentes categorías en la nomenclatura. 

http://www.lifesci.sussex.ac.uk/Home/Neil_Crickmore/Bt/. 
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Figura 3.  Estructura general de las toxinas Cry de tres dominios.  A pesar de que comparten 

menos de la mitad de identidad en su secuencia de aminoácidos, su estructura general es muy parecida, lo 

cual sugiere un modo de acción insecticida similar.  El Dominio I (rojo) está involucrado en la formación de 

poro e inserción en membrana, mientras que los Dominios II (verde) y III (azul) tienen regiones particulares de 

interacción con receptores secundarios, lo cual les confiere especificidad.  Tomado de Piggot y Ellar 2007. 

 

1.1.2. Empleo de las toxinas Cry como insecticidas 

 

Actualmente se conocen cerca de 204 holotipos de δ-endotoxinas Cry (Crickmore, 

N., Zeigler, D.R., Schnepf, E., Van Rie, J., Lereclus, D., Baum, J, Bravo, A., Dean, D.H., B. 

thuringiensis toxin nomenclature http://www.lifesci.sussex.ac.uk/Home/Neil_Crickmore/Bt/; 

Mayo 2010) específicos para los órdenes de insectos Lepidóptera, Coleóptera, 

Himenóptera y Díptera, aunque también se han identificado algunas que son específicas 

contra Nemátodos (Bravo et al., 2007). 
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A pesar de la gran diversidad, solo unas cuantas son utilizadas para uso agrícola, 

ya sean para ser asperjadas, ó incorporadas en el genoma de la planta (Tabla 1). 

 

CEPA Bt o 

SUBESPECIES 

ORDEN DE INSECTOS 

BLANCO 
DELTA-ENDOTOXINAS* 

kurstaki HD-1 Lepidoptera; Diptera Cry1Aa, Cry1Ab, Cry1Ac, Cry2A, Cry2B 

thuringiensis HD-2** Lepidoptera Cry1A, Cry1B 

aizawai Lepidoptera Cry1Aa, Cry1Ab, Cry1C, Cry1D, Cry1F 

entomocidus Lepidoptera Cry1Aa, Cry1B, Cry1C 

tenebrionis Coleóptera Cry3A 

israelensis Díptera Cry4A, Cry4b, Cry4C, Cry4D 

 

Tabla 1.  Lista parcial de Endotoxinas de diferentes cepas de Bt, y su espectro de 

actividad insecticida.  * Todas las endotoxinas son nombradas con el sufijo Cry por la naturaleza 

cristalina de la proteína.  **B. thuringiensis HD-2 también produce una exotoxina (secretada 

extracelularmente) que puede ser tóxica no sólo para insectos, sino para otros organismos.  Esta 

cepa no se usa comercialmente en plantas Bt. (Modificada de Carpenter et al., 2002.) 

 

Los insecticidas a base de toxinas Bt más empleados por los productores (como 

Ciobit, Condor Cutlas, Dipel, Full-Bac, Javelin, M-Peril y MVP) están compuestos de 

preparaciones espora-cristal derivados de cepas silvestres de B. thuringiensis var. 

kurstaki (Btk) que expresan las proteínas Cry1A y Cry2A.  Estos productos son útiles 

contra varios insectos que se alimentan de las hojas de la planta (Roh et al., 2007).  

También existen productos a base de toxinas como Cry1A, Cry1B, Cry1C y Cry1D, de 

cepas como B. thuringiensis var. aizawai HD137.  Éstos son eficaces contra otras plagas 

de lepidópteros.  Algunos ejemplos de productos de Bt que son efectivos contra 

coleópteros son el M-Trak, Foil y Novodor, que contienen la proteína Cry3A de B. 

thuringiensis var. San diego y B. thuringiensis var. tenebrionis, comercializados 

principalmente para combatir al escarabajo colorado de la papa, Leptinotarsa 

decemlineata (Soberón et al., 2009). 

 

Los mosquitos también se controlan con éxito con toxinas Cry (Tabla 1), y 

productos como Vectobac, Teknar, Bactimos, Skeetal y Mosquito Attack, a base de 

toxinas Cry4, Cry10, Cry11 y Cyt de B. thuringiensis var. israelensis (Bti), han sido 

desarrollados para combatir dípteros vectores de enfermedades como Aedes aegypti 
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(vector del dengue) y algunas especies de Anopheles sp. (vectores de malaria) (Soberón 

et al., 2009). 

 

Las toxinas Cry también se emplean en productos biotecnológicos.  Las plantas Bt 

expresan uno o más genes de proteínas Cry.  Los genes más usados son aquellos que 

codifican para las toxinas de la familia Cry1A, particularmente Cry1Ab y la Cry1Ac 

(Soberón et al., 2007) en algodón y maíz GM principalmente.  Estas plantas expresan 

continuamente las proteínas insecticidas a lo largo de su vida y en todos sus tejidos.  Esto 

permite un control de insectos que por sus hábitos alimenticios son pobremente atacados 

con insecticidas tipo spray como los insectos barrenadores y plagas que se alimentan de 

las raíces de las platas (Soberón et al., 2007).  El uso de estos cultivos Bt desde su 

introducción comercial en 1996, causó toda una revolución en la agricultura 

contemporánea, y cada año se emplean en más extensiones de tierra para su siembra 

(James 2009).  Su uso tiene algunas ventajas: disminuye costos con la reducción de 

aplicaciones de insecticidas químicos (nocivos para la salud humana y el ambiente) y 

permiten un control más efectivo contra plagas (Roh et al., 2007). 

 

1.1.3. Modo de acción de las toxinas Cry de tres dominios 

 

El estudio del modo de acción de las toxinas Cry se ha llevado a cabo 

principalmente en Lepidópteros (Bravo et al., 2007).  Desde hace ya varios años se ha 

documentado que las proteínas Bt son activadas por proteasas presentes en el intestino 

de las larvas (Lilley et al., 1980), y muestran una especificidad con sitios de unión en la 

membrana celular del intestino de insectos blanco (Hofmann et al., 1988; Wolfersberger 

1990). 

 

Las proteínas Cry se caracterizan por ser toxinas que provocan lisis celular en el 

epitelio intestinal de los insectos blanco por medio de la formación de poros en las 

microvellosidades apicales de la membrana celular (Bravo et al., 2007; Bravo et al., 2005; 

De Maagd et al., 2001).  Sin embargo existe otro modelo que trata de explicar la acción 

tóxica de las proteínas Cry por medio de la activación de una transducción de señales que 

provoca la muerte celular, sin la formación de poros (Zhang et al., 2006). 
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1.1.3.1. Modelo de Formación de Poro (MFP) 

 

La mayoría de las proteínas Cry-3d son producidas en inclusiones cristalinas, 

donde se encuentran como protoxinas de entre 70 y 130 kDa aproximadamente.  La larva 

ingiere los cristales y son solubilizados en el intestino debido a su pH alcalino, liberando 

las protoxinas (Bravo et al., 2007; Bravo et al., 2005; De Maagd et al., 2001; Parker y Feil 

2005; Soberón et al., 2009).  Éstas son activadas por proteasas que provocan cortes en la 

molécula, dando como resultado una toxina de tres dominios completamente activada con 

un tamaño molecular aproximado de 55 a 65 kDa (Bravo et al., 2007). 

 

La activación proteolítica involucra la pérdida de el extremo N-terminal (de 25 a 30 

aminoácidos para las Cry1, 58 para Cry3A y 49 para Cry2Aa) y aproximadamente la mitad 

del resto de la toxina con la remoción de extremo C-terminal (Bravo et al., 2007).  La 

ahora toxina Cry tiene alta afinidad hacia receptores específicos presentes en las 

microvellocidades celulares del intestino del insecto blanco (Bravo et al., 2005; De Maagd 

et al., 2001; Hofmann et al., 1988).  Se ha observado principalmente que la caderina 

funciona como receptor primario el cual al interactuar con la toxina Cry provoca un cambio 

conformacional en la proteína que se deriva en la pérdida de la α-hélice 1 en el Dominio I, 

que a su vez facilita la oligomerización y la formación de un pre-poro (Gómez et al., 

2002a). 

 

Se ha documentado que una vez formado el oligómero, éste tiene alta afinidad 

hacia receptores secundarios como las Alcalino Fosfatasas (ALP) y Aminopeptidasas N 

(APN) (discutidos más adelante) que permiten su inserción en la membrana celular (Bravo 

et al., 2004; Bravo et al., 2007).  La inserción conlleva la formación de poros que permiten 

el paso de iones y agua, proceso que provoca un desequilibrio osmótico y por lo tanto lisis 

celular y la consecuente muerte del insecto (Gómez et al., 2002a; Gómez et al., 2001).  

Aunque no es necesario que la bacteria se reproduzca para matar, se ha documentado 

que la ruptura de la membrana libera los contenidos intracelulares que proveen a la 

espora de un medio idóneo para su germinación, provocando una severa septicemia y la 

muerte del insecto (Bravo et al., 2005; De Maagd et al., 2001) (Figura 4). 
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1.1.3.2. Modelo de Transducción de Señal (MTS) 

 

Los pasos que van desde la solubilización del cristal hasta la interacción con el 

receptor caderina son los mismos que en el MFP (Figura 4).  A partir de éste punto, el 

MTS propone que la interacción con el receptor primario (caderina) provoca la activación 

de una proteína G dependiente de Mg+2 que desencadena una cascada de señalizaciones 

(Zhang et al., 2006).  La activación de una proteína G debido a este proceso, provoca la 

síntesis de Adenil Ciclasa que promueve la producción de Adenosín monofosfato cíclico 

(AMPc) intracelular.  Los altos niveles de este segundo mensajero activan la proteína 

cinasa A (PK-A) que es la causante de la muerte celular (Zhang et al., 2006).  Este 

modelo en ningún momento considera la interacción con receptores secundarios ni la 

formación de oligómeros o poros en la membrana plasmática.  Es importante mencionar 

que sus argumentos y conclusiones se basan en observaciones en modelos in vitro de 

cultivo de células HI5 que expresan el receptor caderina BT-R1, por lo que no toman en 

cuenta las características propias del epitelio intestinal del insecto. 
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Figura 4.  Modelos del modo 

de acción de las toxinas Cry 

silvestres de tres dominios.  

Se han descrito dos modelos: 

El Modelo de Formación de 

poro (en la ilustración, arriba) y 

el Modelo de Transducción de 

Señales (abajo); ambos 

concuerdan los primeros 

pasos del modo de acción de 

la toxina que incluye la 

solubilización de la toxina en el 

lumen intestinal de la larva (1), 

activación por proteasas 

intestinales (2), y la unión al 

receptor primario de caderina 

(3).  En el modelo de 

Formación de Poro la unión de 

la toxina activada a caderina 

provoca un corte de la hélice 

α-1 y por lo tanto la toxina se 

oligomeriza (4).  

Posteriormente el oligómero 

formado se une a un receptor secundario, como aminopeptidasa o la alcalino-fosfatasa, anclados por glycosylphosphatidylinositol (GPI) a la membrana (5).  

Finalmente la toxina se inserta a la membrana formando un poro que la desestabiliza y provoca la muerte del insecto (6). Por otro lado el Modelo de Transducción 

de Señales (en la imagen, abajo) propone que la interacción de la toxina Cry con el receptor de caderina desencadena una cascada de señales intercelulares 

mediada por una proteína G (4a), que provoca la activación de la enzima Adenilato Ciclasa (AC) y comienza a sintetizar Adenosín monofosfato cíclico  (AMPc) 

que posteriormente activa a la enzima Proteína-quinasa A (PKA) provocando la muerte celular (5a).  Modificado de Soberón, et al., 2009. 
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1.1.4. Importancia de los receptores en el modo de acción de las toxinas Cry 

 

Una de las mayores ventajas del uso de las toxinas Cry para el control de plagas 

es su alta especificidad en su acción insecticida que se limita a nivel de orden como 

categoría taxonómica.  Esta cualidad está directamente relacionada con los receptores 

específicos que requiere la toxina para actuar, siendo solo algunos insectos quienes los 

expresan, lo cual también hace imposible que pueda afectar al ser humano si las 

consume, pues no expresa los receptores necesarios para que se lleve a cabo su 

toxicidad.  El estudio bioquímico de las proteínas Cry se ha enfocado principalmente en la 

identificación de los receptores específicos que interaccionan con ellas una vez que 

fueron ingeridas por un insecto blanco.  Se han identificado dos tipos principales de 

receptores involucrados en el modo de acción insecticida de las proteínas Cry en 

lepidópteros: el receptor transmembranal de caderina y los receptores acoplados a 

membrana por medio de un grupo glicosilfosfatidil-inositol (GPI) como la Aminopeptidasa 

N (APN) y la Alcalino Fosfatasa (ALP). 

 

1.1.4.1. Receptor caderina en Lepidoptera 

 

La superfamilia de proteínas Caderina es diversa en sus funciones como en su 

expresión en diferentes organismos.  Éstas, tienen funciones relacionadas en la adhesión 

celular, en la organización citoesquelética, respuesta inmune y en procesos como la 

morfogénesis (Angst et al., 2001).  Las caderinas son glicoproteínas que se caracterizan 

estructuralmente por su composición en “microdominios” de aproximadamente 110 

aminoácidos con un enlace a calcio, también llamados repeticiones de caderina (RC).  En 

insectos esta proteína modular presenta tres dominios: un ectodominio extracelular 

formado de 11-12 RC, uno transmembranal y por último el intracelular (Vadlamudi et al., 

1995).  A diferencia de la caderina presente en vertebrados donde se encuentra 

localizada en el área baso-lateral de las membranas participando en el ensamblaje 

intercelular (Angst et al., 2001), en insectos está situada en las microvellosidades de las 

células epiteliales del intestino.  Esto sucede en lepidópteros como M. sexta, H. virescens 

y B. mori (Aimanova et al., 2006; Chen et al., 2005).  Aunque su nivel de expresión 

aumenta progresivamente con el desarrollo larval, su función intrínseca en el insecto no 

está identificada, sin embargo se propone que tiene un papel regulador en la estabilidad 

del tejido (Midboe et al., 2003) pero esto no explica su ausencia en el individuo adulto. 
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El epitelio intestinal es la zona donde actúan las toxinas Cry (Bravo et al., 1992a; 

Bravo et al., 1992b), por lo que la caderina se empezó a estudiar como probable receptor 

dentro de su acción insecticida.  Esta proteína, es el receptor primario de las proteínas 

Cry1A en Lepidópteros (Gómez et al., 2002a).  Su naturaleza como proteína capaz de unir 

a la toxina Cry1A fue por primera vez demostrada en M. sexta (Vadlamudi et al., 1993), 

posteriormente en B. mori (Nagamatsu et al., 1998), H. virescens (Gahan et al., 2001), 

Pectinophora gossypiella (Morín et al., 2003), Helicoverpa armigera (Xu et al., 2005) y 

Ostrinia nubilalis (Flannagan et al., 2005).  También ha sido identificado en el Díptero 

Anopheles gambiae donde es capaz de unir a las toxinas Cry4B y Cry11A (Hua et al., 

2008). 

 

Hoy en día, el receptor caderina es uno de los receptores de proteínas Cry más 

estudiados.  Mucho de lo que se sabe ha sido dilucidado en el modelo biológico de M. 

sexta.  El receptor de caderina de este lepidóptero se conoce como BT-R1, que es una 

glicoproteína de 210 kDa localizada en las microvellosidades del epitelio intestinal del 

insecto (Vadlamudi et al., 1993, 1995).  Sus propiedades como receptor de toxinas Cry 

fue demostrado por inmunohistoquímica y por su expresión en diversas líneas celulares 

de insectos entre ellas la de Drosophila melanogaster S2, células High Five “H5” y en la 

línea celular de mamíferos COS-7 (Keeton y Bulla 1997, Dorsch et al., 2002; Hua et al., 

2004; Zhang et al., 2005).  La interacción Bt-R1 con la Cry1A involucra al menos tres 

epítopes de unión del dominio II.  Estudios en M. sexta demostraron que existen zonas 

específicas de la proteína caderina que interactúa con otras del dominio II de la toxina.  

Estas investigaciones concluyen que la RC 7 se une específicamente al asa 2 en el 

Dominio II de la toxina, mientras que la RC 11 al asa α8 y 2 de la toxina Cry1Ab y el RC12 

se une al asa 3 del dominio II de la Cry1Ab (Gómez et al., 2001; Gómez et al., 2002b; 

Gómez et al., 2003). 

 

La importancia agronómica del receptor de caderina se hizo patente cuando se 

observó que la mayoría de los eventos de resistencia estaban relacionados con la pérdida 

de este mismo receptor (Gahan et al., 2001; Ferré y Van Rie 2002).  Muchos insectos que 

desarrollaron resistencia a las toxinas Cry presentan mutaciones en sus genes de 

caderina (Gahan et al., 2001; Morín et al., 2003; Xu et al., 2005). 
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Aunque en muchos lepidópteros se tiene documentada la importancia del receptor 

caderina dentro del proceso insecticida (Gómez et al., 2001) en otras especies se 

observan ciertas variaciones.  Por ejemplo en un estudio donde se analizaba la toxicidad 

a un organismo no blanco (B. mori) por la Cry1Aa se encontró que con la sustitución de 

un residuo en la fenilalanina (F328) por la alanina en el Domino II, por medio de una 

técnica de mutación dirigida, provocaba una reducción en la unión a caderina de B. mori, 

siendo cuatro veces menos tóxica, mientras que mantenía la toxicidad al insecto plaga 

Lymantria dispar.  Los autores sugieren que existen diferentes patrones de interacción 

receptor-ligando en las diferentes especies de insectos (You et al., 2008).  Sin embargo 

no todos los tipos de resistencia están ligados con este receptor.  En el año 2008 se 

documentó un caso de resistencia en H. zea donde cambios en las proteasas parecen ser 

la causa (Anilkumar et al., 2008). 

 

1.1.4.2. Receptores anclados a glicosilfosfatidil-inositol (GPI) 

 

La familia de enzimas aminopeptidasas N se encargan de cortar polipéptidos en 

zonas de aminoácidos neutros en su extremo terminal N.  Sus funciones varían al 

encontrarse en una gran variedad de especies.  En el caso específico del epitelio 

intestinal de lepidópteros, sus funciones se enfocan a la digestión de proteínas derivadas 

de la dieta del insecto, papel que comparte con algunas endopeptidasas y 

carboxypeptidasas.  La aminopeptidasa N (APN) fue de los primeros que se asociaron 

con las toxinas Cry (Knight et al., 1994).  En lepidópteros, este receptor se encuentra 

anclado a la membrana a través de un grupo glicosilfosfatidil-inositol (GPI), a diferencia de 

cómo se encuentra en vertebrados, donde parte de su estructura en su extremo terminal 

N es hidrófóbica y funciona como pie de anclaje a la membrana celular (Piggot y Ellar 

2007).  La glicosilación es importante en la interacción de APN-Cry.  Esto fue observado 

en la interacción de Cry1Ac con el receptor APN de M. sexta, donde el dominio III 

reconocía zonas específicas de unión de carbohidratos en aminopeptidasas N (Burton et 

al., 1999; revisado por Piggot y Ellar 2007). 

 

Numerosas proteínas Cry tóxicas hacia lepidópteros como Cry1Aa, Cry1Ab, 

Cry1Ac, Cry1Ba, Cry1C y Cry1Fa  han mostrado cierta afinidad de unión con receptores 

APN (revisado por Piggot y Ellar 2007).  De acuerdo a su identidad de secuencia y 

características bioquímicas, los receptores APN se han dividido en 5 clases.  Las toxinas 
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Cry1Aa y Cry1Ab tienen afinidad hacia los receptores APN incluidos dentro de la clase 1, 

caracterizada por una secuencia rica en treonina en su extremo terminal C.  Se cree que 

esta región tiene numerosos sitios de glicosilación del tipo que une al grupo hidroxilo 

(glicosilación-O) al igual que la clase 2, que son los receptores con el mayor número de 

sitios de glicosilación-O y que como en el caso de la Cry1Ac es necesaria la interacción 

de carbohidratos como la N-acetilgalactosamina (GalNac) para la unión con la toxina 

(Burton et al., 1999; Piggot, y Ellar 2007). 

 

La interacción de los receptores anclados a GPI con las toxinas Cry también es 

compleja (Masson et al., 1995).  Los Dominios II y III de las proteínas Cry están 

involucrados en esta relación (de Maagd et al., 1999).  En M. sexta se identificaron las 

láminas β-16 y β-22 de la Cry1Ab pertenecientes al Dominio III como zonas especificas de 

contacto con APN (Gómez et al., 2006).  Existen evidencias de su importancia como 

receptor de las toxinas Cry-3d.  El silenciamiento de la expresión de APN por medio de 

RNA de doble cadena en Spodoptera litura, provoca que la toxicidad de Cry1C disminuya 

considerablemente (Rajagopal et al., 2002).  Por otro lado Herrero et al., 2005 demostró 

que la carencia de alguno de los receptores de APN identificados en S. exigua es 

constante en fenotipos de resistencia a la toxina Cry1Ca. 

 

Otra proteína anclada a la membrana por GPI que ha sido descrita como receptora 

de las toxinas Cry es la Alcalino Fosfatasa (ALP).  Este receptor fue primariamente 

documentado en M. sexta donde se observó su interacción con la Cry1Ac, al igual que la 

actina, otro probable receptor (McNall y Adang 2003).  Jurat-Fuentes et al., 2004 identificó 

el receptor Alcalino Fosfatasa en poblaciones de Heliothis virescens (HvALP) susceptibles 

y resistentes, donde estas últimas presentaban niveles bajos de expresión de HvALP, a lo 

que le atribuían la tolerancia a Cry1Ac. 

 

La Alcalino-Fosfatasa y la Aminopeptidasa N al ser proteínas ancladas 

glicosilfosfatidil-inositol, podrían localizarse en microdominios lipídicos membranales ricos 

en colesterol y esfinjolipidos llamados balsas lipídicas (Munro 2003).  Estas balsas 

lipídicas ya están asociadas con las toxinas Cry (Zhuang et al., 2002), además de 

participar en procesos dentro de otros contextos celulares donde tienen implicaciones en 

la migración celular, apoptosis, sinapsis, organización del citoesqueleto, y transducción de 

señales (Munro 2003). 
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En el caso de los receptores en coleópteros, una metaloproteasa transmembranal 

implicada entre otros en la adhesión y fusión celular llamada “ADAM” está asociada en la 

unión con la Cry3A en Leptinotarsa decemlineata (Ochoa-Campuzano et al., 2007). 

 

Mutaciones en los genes de los receptores de caderina y los anclados a GPI 

desencadenan una menor susceptibilidad de los insectos a las toxinas Cry (Rajagopal et 

al., 2002; Jurat-Fuentes y Adang 2004; Herrero et al., 2005; Bravo et al., 2007; Soberón et 

al., 2009; Piggot y Ellar 2007), por lo que su estudio es de utilidad para prevenir y 

combatir a los insectos resistentes. 

 

1.1.5. Toxinas Cry activas contra el Orden Coleóptera 

 

Las toxinas Cry-3d incluyen proteínas que son especificas para insectos de los 

órdenes Lepidoptera, Coleóptera, Himenóptera y Díptera, e incluso para algunos 

nematodos (de Maagd et al., 2003).  El modo de acción de las toxinas Cry-3d se ha 

caracterizado extensamente para insectos Lepidópteros y Dípteros (Bravo et al., 2007; 

Gómez et al., 2007; Jimenez-Juarez et al., 2008).  Las toxinas Cry-3d comparten 

características estructurales que sugieren un patrón general en su modo de acción para 

cada uno de sus insectos blanco (Slaney et al., 1992; Bravo et al., 2007; de Maagd et al., 

2001).  La diferencia en que unas proteínas tengan acción en algunos insectos y no en 

otros varía en cada uno de los pasos de la secuencia en el proceso de acción tóxico, 

como cambios en la actividad de proteasas, unión a receptores primarios y secundarios, 

así como motivos específicos de su unión a la toxina (; Loseva et al., 2002; Purcell et al., 

1992; Gómez et al., 2007; Jimenez-Juarez et al., 2008; Luo et al., 1999). 

 

La actividad de las toxinas Cry en coleópteros presenta algunas diferencias debido 

al ambiente intestinal de estos insectos.  Los coleópteros, a diferencia de los lepidópteros, 

presentan un pH intestinal neutro a ligeramente ácido (Purcell et al., 1992).  Las proteínas 

Cry específicas a coleópteros se disuelven a un pH muy alcalino o muy ácido (Koller et al 

1992), y al regresar a un pH neutro se precipitan (Carroll et al., 1997).  Se ha 

documentado que durante el proceso de toxicidad ocurre un evento de proteólisis 

intramolecular (activación) que dan como resultado péptidos que son solubles a un pH 

neutro y que mantienen la actividad en insectos susceptibles observándose unión a 

receptores de membrana (Carroll et al., 1997).  Se ha demostrado que algunos 
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coleópteros presentan actividad enzimática que reconoce sitios G de 

quimitripsina/catepsina que son los causantes de la activación de la Cry3A y otras toxinas 

recombinantes con estos sitios de reconocimiento (Walters et al., 2008).  De ese modo se 

entiende cómo es que las proteínas Cry tienen actividad a pesar del particular 

microambiente intestinal del coleóptero. 

 

La proteína Cry3A fue la primera toxina descrita con acción contra coleópteros y 

pertenece al grupo de toxinas Cry-3d al igual que la Cry1Ab. 

 

 

1.2. Evolución de resistencia a cultivos genéticamente modificados 

 

Una de las principales amenazas para la viabilidad agronómica de los cultivos Bt 

es el desarrollo de resistencia de las plagas a las toxinas que expresan estos cultivos GM 

(Ferré y van Rie 2002).  En condiciones de laboratorio se han podido generar poblaciones 

de insectos resistentes a las toxinas Cry-3d (revisado por Ferré y van Rie 2002).  En el 

caso de Lepidópteros basta con someter a las larvas a dosis muy altas de toxina y 

seleccionar aquellas que logran sobrevivir para seguir con la cría.  Después de 

aproximadamente 15 a 30 generaciones, según la especie, se obtienen poblaciones 

genéticamente resistentes a la toxina empleada como presión de selección.  Las rutas 

genéticas de la evolución a resistencia se han investigado, y hasta el momento se 

conocen varios mecanismos que han permitido a los insectos resistir la toxicidad de las 

proteínas Cry. 

 

1.2.1. Mecanismos de resistencia a toxinas Cry en insectos 

1.2.1.1. Cambios en la activación proteolítica 

 

La activación de la proteína Cry es de los primeros pasos necesarios para que el 

proceso de intoxicación.  Modificaciones en este aspecto impediría la correcta transición 

de la protoxina a la toxina activa.  Esto traería como consecuencia desde un desempeño 

tóxico poco eficiente, hasta la toxicidad nula.  Existen poblaciones resistentes de Plodia 

interpunctella y Heliothis virescens atribuibles a cambios en sus proteasas que impiden la 

correcta activación de las proteínas Cry (Oppert et al., 1997; Forcada et al., 1996).  Sin 

embargo estos casos han sido únicamente documentados en laboratorio y no en campo.  
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La presencia de este tipo de mutaciones en el campo sería difícil, ya que los costos 

fisiológicos para el insecto son altos.  Alteraciones en sus proteasas afecta directamente 

su capacidad de nutrición, ya que estas proteínas degradan los alimentos que consumen 

permitiéndoles absorberlos (Gassman et al., 2009). 

 

1.2.1.2. Cambios en la unión a receptores 

 

La mayoría de los insectos que desarrollan resistencia a las toxinas Cry-3d tienen 

alguna mutación en los receptores involucrados en el mecanismo de acción (Bravo y 

Soberon 2008; Caccia et al., 2010).  Plagas como S. exigua (Herrero et al., 2005), H. 

virescences (Gahan et al., 2001), Helicoverpa armigera (Xu et al 2005; Yang et al., 2007), 

Pectinophora gossypiella (Morín et al., 2003) utilizan mecanismos de evasión de la toxina 

Cry por medio de modificaciones en los receptores de estas proteínas.  En laboratorio el 

mecanismo más común de resistencia observado ha sido el desarrollo de mutaciones en 

el gen de caderina (Griffitts y Aroian 2005; Bravo y Soberón 2008), conocido como 

resistencia Modo I, caracterizado por ser un carácter recesivo, presentar una resistencia a 

determinada(s) toxina(s) Cry1A de por lo menos 500 veces mayor a una susceptible y 

reducidos niveles de unión de la toxina a preparaciones de membranas celulares del 

epitelio intestinal del insecto (Tabashnik et al., 1998).  Si consideramos que existen 

poblaciones de insectos como una de S. exigua que es resistente a las toxinas Cry por la 

ausencia del receptor aminopeptidasa N (Herrero et al., 2005), que según el modelo de 

formación de poro es un receptor secundario que facilita la inserción del oligómero a la 

membrana, podríamos hablar que se trata de una evidencia que apoya este modelo. 

 

1.2.1.3. Respuesta inmune. 

 

Al igual que todo organismo, los insectos tienen procesos celulares intrínsecos que 

les permiten defenderse de agentes extraños que pudieran causarles algún daño.  

Recientemente se documentó un mecanismo de tolerancia en insectos donde una fuerte 

respuesta inmune del insecto dirigida las proteínas Cry es suficiente para tolerar la 

toxicidad.  En Australia se documentó el caso de una población de H. armigera resistente 

a Cry1Ac, en cultivos de algodón GM que es cultivado en esta zona desde 1996 (algodón 

Ingard).  Los autores estudiaron el mecanismo de resistencia y encontraron que está 

asociada a una elevada producción intestinal de esterasa que se ha observado secuestra 
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a la protoxina ó a la toxina ya activada, impidiendo su unión a receptores (Gunning et al., 

2005).  Estudios de bioensayos arrojan una tolerancia a la toxina Cry1Ac de H. armigera 

275 veces mayor a la susceptible.  En otros casos se ha observado que la resistencia está 

relacionada con la producción de proteínas pro-coagulantes como la lipophorina en 

Ephestia. kuehniella (Mahbubur et al., 2007) y hexamerinas para Cry1Ac en H. armigera 

(Ma et al., 2005). 

 

1.2.2. Factores que influyen en el desarrollo de resistencia. 

 

A diferencia de la aplicación de insecticidas por aspersión, los cultivos Bt tienen 

algunas particularidades que se deben tomar en cuenta al hablar del potencial de los 

insectos a formar poblaciones resistentes.  Esto se debe principalmente al hecho de que 

las plagas presentes en los cultivos Bt están constantemente expuestas a una presión de 

selección ya que estos cultivos GM expresan las toxinas Cry en todos sus tejidos en altas 

concentraciones y de manera permanente.  Estas condiciones donde el empleo del mismo 

insecticida y a altas dosis, constituye una presión de selección alta que potencia el 

desarrollo de resistencia. 

 

Aunado a estas variables específicas de los cultivo Bt, existen otros factores que 

son parte del sistema que influye en el desarrollo o no de resistencia de las plagas a las 

proteínas Cry.  Estos incluyen la herencia del carácter de resistencia, la frecuencia inicial 

de alelos de resistencia, comportamiento de los insectos, interacciones multitróficas, 

prácticas del manejo de las plagas, la dinámica de las poblaciones de las plagas, y los 

costos en la viabilidad biológica de los insectos resistentes (Georghiou y Taylor 1986; 

Revisado por Gassmann et al., 2009). 

 

1.2.2.1. Factores Genéticos 

 

Los insectos que presentan resistencia a los insecticidas existen antes de que 

sean sometidos a dicho agente tóxico, a esto se le llama variabilidad genética.  En una 

población donde la diversidad genética es alta, cada individuo va a responder de manera 

diferente a algún estímulo, en este caso el estímulo es la toxina Cry.  Esto se debe a que 

la variación se da a nivel individuo.  Cada población sometida a esta presión de selección 

tendrá un comportamiento diferente dependiendo los siguientes puntos: 
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• Frecuencia inicial de alelos de resistencia. 

• Número de alelos de resistencia 

• Dominancia de los alelos de resistencia. 

 

Los alelos de resistencia están presentes en la población antes de ser expuestos a 

la presión de selección.  Su frecuencia varía de 10-2 a 10-13 (Georghiou y Taylor 1977; 

Whitten y McKensie 1982).  Afortunadamente en los casos de resistencia que se han 

documentado son de carácter recesivo, lo cual los hace más fácil de manejar (Tabashnik 

et al., 2008).  El carácter de resistencia para los insectos es muy costoso fisiológicamente 

(Gassman et al., 2009), por lo que la resistencia es inestable. 

 

1.2.2.2. Factores Ecológicos y Biológicos 

 

Antes de un estímulo de presión selectiva como es la aplicación de insecticida, los 

insectos tienen un desempeño y una adecuación que depende de las condiciones 

naturales del ambiente donde se desarrollan.  Cuando las poblaciones se sometieron a un 

agente selectivo como las toxinas Cry, sobreviven los individuos resistentes.  En general, 

en ausencia de presión de selección, los individuos resistentes tienen menos adecuación 

y capacidad biológica que aquellos que son susceptibles (Georghiou y Taylor 1986; 

Gassman et al., 2009).  Esto les da muchas desventajas que en ausencia de la presión 

selectiva tiene una repercusión directa en su desempeño biológico.  Factores ambientales 

como las bajas temperaturas en invierno, depredadores y la selección sexual, hacen 

menos probables que los individuos resistentes sobrevivan. 

 

1.2.2.3. Factores del Cultivo Bt 

 

En el caso de los cultivos Bt, el porcentaje de mortalidad está directamente 

relacionado con el nivel de expresión de la toxina Bt.  Este argumento se aplica cuando la 

resistencia es recesiva, ya que altos niveles de expresión de la toxina asegura que los 

individuos heterocigotos sean eliminados (Gould 1994; Bates et al., 2005).  De esta 

manera se disminuye la probabilidad de que se lleguen a formar más individuos 

resistentes (Roush y Daly 1990).  Para que la expresión de la toxina sea alta, ésta deber 
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ser 25 veces más de lo necesario para matar a una larva completamente susceptible 

(U.S. EPA 1998). 

 

1.3. Bioensayo 

 

La potencia de un insecticida se estima por medio de la respuesta del insecto a 

diferentes dosis de insecticida por medio de un bioensayo  Su uso requiere la 

estandarización de procedimientos para minimizar la variación y hacer comparables los 

datos (Burges y Thomson 1971). 

 

En un bioensayo un cierto número de insectos se exponen a dosis conocidas del 

insecticida y se estiman variables como mortalidad, pérdida de peso, larvas que llegan al 

tercer instar y tiempo transcurrido para la muerte del insecto. 

 

En un bioensayo se utiliza un rango amplio de concentraciones del insecticida.  La 

transformación de los valores de mortalidad a la escala probit y la dosis a logaritmo 

permiten hacer estimaciones de las concentraciones necesarias para eliminar al 50% de 

la población, llamada CL50.  Estos parámetros permiten estimar la potencia de un 

insecticida con respecto a otro en la especie de insecto evaluada. 

 

La variación natural es un factor inevitable en los bioensayos (Robertson et al., 

1995).  Los bioensayos pueden variar según la hora, la estación del año, y por la misma 

variabilidad que presentan los insectos, sin embargo nos permite hacer una evaluación 

muy precisa de la susceptibilidad de los insectos plaga (Burges y Thomson 1971).  El 

bioensayo es la principal herramienta para el monitoreo de la resistencia en los cultivos Bt 

(Tabashnik 2008), y un recurso insustituible para la evaluación de nuevos insecticidas. 

 

1.4. Especies de estudio 

 
1.4.1. Tribolium castaneum Herbst (COLEOPTERA: TENEBRIONIDA) 

 

El género Tribolium consta de 36 especies descritas.  Diez de las cuales se han 

convertido en plagas de granos almacenados (Nakakita et al., 1983 citado por Angelini y 

Jockusch 2008) entre ellas T. castaneum.  En general los Tenebriónidos están adaptados 
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a vivir en zonas áridas (Duncan FD. 2003) lo cual permite inferir que en el caso de las 

especies plaga existió una preadaptación a vivir en condiciones de poca humedad al tener 

una gran capacidad de retención de agua (Angelin y Jockusch 2008). 

 

T. castaneum tiene una distribución cosmopolita, aunque predomina en regiones 

tropicales.  Es capaz de sobrevivir en regiones frías, en el interior de los molinos, 

panaderías o lugares con calefacción.  Se alimenta de cereales quebrados o que han sido 

dañados por otros insectos, productos de la molienda de los cereales como harina, 

salvado, semillas oleaginosas y sus productos, nueces, almendras partidas, maní, 

alimentos suaves o molidos como galletas, cacao, concentrados alimenticios para 

animales, frutas secas y otros productos.  

 

Las hembras ovipositan hasta 450 huevos entre la harina o residuos de los granos.  

Los huevecillos están cubiertos por una secreción pegajosa, que permite que se adhieran 

a las superficies y facilita la infestación.  Los huevos eclosionan después de 5 a 12 días, 

dando origen a pequeñas larvas delgadas cilíndricas de color blanco, que llegan a medir 

5mm.  El ciclo completo, dependiendo de la temperatura, demora de 6 a 8 semanas y los 

adultos viven de 12 a 18 meses.  El ciclo biológico de T. castaneum a 35±37� �C y 70% de 

humedad relativa dura aproximadamente 20 días.  La temperatura para su desarrollo 

varía de 20 a 40 �C  y la humedad relativa de 30 a 90%.  A menos de 20� �C la larva se 

desarrolla pero la pupa no es capaz de transformarse en adulto (Dell´Orto H. T. et al., 

1985). 

 

1.4.2. Leptinotarsa texana Schaeffer (Coleóptera: Chrysomelidae) 

 

El escarabajo de la papa (Leptinotarsa decemlineata) es un coleóptero de la 

familia de los crisomélidos de amplia distribución mundial asociado a los lugares de cultivo 

y almacenamiento de papa, sobre los que actúa como plaga.  Mide unos 10 mm y posee 

un patrón característico de coloración sobre sus élitros amarillentos, consistente en cinco 

rayas oscuras por élitro.  En origen, la especie estaba restringida al Norte de América; no 

obstante, su área de distribución se expandió conforme lo hacía su planta hospedera. 

 

 

�
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1.4.3. Galleria mellonella L. (Lepidóptera, Pyralidae) 

 

También conocida como la polilla de la cera, G. mellonella es la plaga más 

importante de los panales de abejas.  El adulto es de color café pardo, y vive de 2 a 6 

semanas aproximadamente, dependiendo de las condiciones ambientales.  Los adultos 

emergen de la pupa y dejan el panal para aparearse.  Posteriormente las hembras se 

dirigen a un panal y depositan aproximadamente 500 huevos en las ranuras de la cera 

mientras las abejas descansan.  Las larvas emergen a los pocos días, y están 

completamente adaptadas a la vida en la colonia de abejas.  A diferencia de larvas de 

otras especies, éstas son muy rápidas en su desplazamiento, lo cual les permite 

distribuirse en todo el panal en pocas horas.  Después de unos días forman canales por 

donde se desplazan, que durante su desarrollo van haciendo más grandes hasta alcanzar 

más de 15 cm de longitud.  Esta plaga es particularmente seria en zonas con climas 

cálidos.  Su ciclo de vida se completa aproximadamente en un mes (Burges 1978). 

 

1.4.4. Spodoptera exigua Hubner y Spodoptera frugiperda Smith 

(LEPIDOPTERA: NOCTUIDAE) 

 

El gusano soldado, Spodoptera exigua Hubner, es una de las plagas más 

importantes a nivel mundial por su amplia distribución geográfica y sus hábitos polífagos 

afectando una amplia gama de cultivos de importancia económica (Hernández-Martínez et 

al., 2008). 

 

El gusano cogollero, Spodoptera frugiperda J.E. Smith, constituye la plaga más 

importante del cultivo del maíz en diferentes países de la región Neotropical.  En este 

cultivo causa destrozos desde la etapa de plántula temprana hasta la pre-madurez 

(Ortega 1987), por lo que las pérdidas por esta plaga son cuantiosas.  Al igual que el 

gusano soldado tiene hábitos polífagos, encontrándose en más de 80 especies de 23 

familias de plantas hospederas (Pashey 1988; Andrews 1988). 

 

En la actualidad una de las formas de combatir estas plagas es por medio de 

insecticidas químicos como metomilo, mipermetrina, y carbarilo, con los efectos al 

ambiente que lo acompañan (Hernández-Martínez et al., 2008, Monnerat et. al. 2006).  

Ante este panorama el empleo de toxinas Bt ya sea en cultivos GM o como productos de 
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aspersión son una alternativa para su control.  A pesar de que de la Cry1Ab ha resultado 

poco eficiente para el control de S. exigua (De Maagd et al., 2001), se ha visto que 

depende mucho de la variabilidad de la población ó cepa evaluada (Hernández-Martínez 

et al., 2008).  Para el caso de S. frugiperda, la información existente sobre su 

susceptibilidad a las toxinas Cry es limitada, y presenta una amplia gama de respuestas a 

estas toxinas debido a la gran diversidad genética que presenta (Monnerat et. al. 2006). 
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2. ANTECEDENTES 

 

De acuerdo con la EPA (1988), el reto consistía en mantener la susceptibilidad de 

las poblaciones controladas con plantas Bt por al menos 10 años.  Por otro lado otros 

creían que al cabo de tres años del cultivo de plantas Bt se empezarían a ver casos de 

resistencia en campo.  Pero no fue sino hasta después de 13 años de su empleo que se 

documentó el primer caso de resistencia a plantas Bt en campo (Tabashnik et al., 2008).  

El pronóstico de tiempo de vida útil de los cultivos resistentes a insectos se ha rebasado 

(Soberon et al., 2007).  A la fecha, se han documentado cuatro especies de insectos que 

que desarrollaron resistencia a las toxinas Bt en campo (Tabla 2), una a causa del uso de 

insecticidas Bt por aspersión, y tres en cultivos Bt (Van Rensburg 2007; Tabashnik et al., 

2008; Matten et al., 2008).  Kruger et al., reportó en 2009 daños en los cultivos Bt de 

maíz en Sudáfrica a causa de la inminente resistencia de Busseola fusca a la Cry1Ab.  El 

daño en los cultivos paso de 2.5% en el periodo de cosecha del 2005-2006 al 58% en el 

mismo periodo del 2007-2008.  Este hecho lleva al desarrollo de resistencia a los cultivos 

Bt a una problemática real, a diferencia de lo que se observó en el primer caso de 

resistencia documentado un año antes cuando a pesar de la presencia de poblaciones de 

H. zea resistentes a cultivos de algodón Bt en E.U.A. no se observaban daños directos en 

la cosecha (Tabashnik et al., 2008).  Otro caso reportado sobre un brote de resistencia fue 

el del gusano cogollero S. frugiperda en Puerto Rico (Matten et al 2008).  Este insecto 

desarrollo resistencia en tiempo récord al cultivo de maíz Bt que expresa la toxina Cy1F 

comercializado por Dow Agro-Sciences y Pioneer Hi-Bred International.  Este evento sólo 

llevaba 4 años de cultivarse cuando se presentaron los primeros daños por la plaga 

resistente (Matten et al 2008).  El evento fue retirado del mercado para aquel país por las 

transnacionales productoras de semillas.  Estos casos, son sin duda un llamado de 

atención y que si bien han funcionado los programas de monitoreo, el desarrollo de 

nuevas tecnologías y metodologías es prioridad.  A diferencia de los reportes de 

poblaciones resistentes para H. zea, donde éstas no representaban en el momento una 

amenaza para la viabilidad de los cultivos Bt y todas las ventajas ambientales y 

económicas de su uso (Tabashnik et al., 2008), es sólo cuestión de tiempo para que 

casos como los de B. fusca en África y S. frugiperda en Puerto Rico, se hagan globales. 
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Especie Lugar Toxina Cultivo Empleo Bt Referencia 

P. xylostella 

Filipinas, 

Hawaii, 

Florida, 

Malasia 

Dipel, 

Cry1Ca,  

Javelin, 

Cry1Aa, 

Cry1Ac 

Crucíferas 

(brócoli) 
Aspersión 

Ferré y Van-

Rie 2002 

Busseola 

fusca 
Sur Africa Cry1Ab Maíz Cultivos Bt 

Van 

Rensburg, 

J.B.J. 2007 

Helicoverpa 

zea 
E.U.A Cry1Ac Algodón Cultivos Bt 

Tabashnik et 

al., 2008 

S. frugiperda Puerto Rico Cry1F Maíz Cultivos Bt 
Matten et al., 

2008 

Tabla 2.  Casos documentados de resistencia a toxinas Cry de Bacillus thuringiensis. 

 

Las toxinas más comúnmente utilizadas en el campo pertenecen a la familia Cry1A 

(James, C. 2009), principalmente la Cry1Ab en maíz Bt (ej. evento MON 810) y la Cry1Ac 

en algodón GM (ej. evento MON531) que matan a larvas de lepidópteros.  La mayoría de 

los casos de resistencia en insectos seleccionados en laboratorio tienen modificaciones 

en sus receptores de las toxinas Cry, por lo que se piensa que en el campo es más 

probable que los insectos desarrollen resistencia por medio de este mecanismo (Ferré y 

Van-Rie 2002; Caccia et al., 2010). 

 

De acuerdo con el modelo de formación de poro, antes discutido, la unión de la 

toxina activada a la caderina es esencial para promover un último corte que resulta en la 

remoción la hélice α-1, lo cual induce la oligomerización (Gómez et al., 2002a; Soberón et 

al., 2007).  Previos ensayos de mutaciones dirigidas que resultaron en toxinas incapaces 

de oligomerizar, no afectaban la unión a caderina, sin embargo la toxicidad de la proteína 

era seriamente disminuida (Jiménez-Juárez et al., 2007), lo cual demostraba que la unión 

de la toxina al receptor de caderina no es suficiente para provocar la muerte del insecto, 

por lo que se requiere de la formación del poro.  El oligómero al formar el pre-poro es la 

etapa más importante y definitiva en la toxicidad de las proteínas Cry en lepidópteros 

(Jiménez-Juárez et al., 2007).  Por ello, los grupos de la Dra. Alejandra Bravo y del Dr. 

Mario Soberón del Instituto de Biotecnología de la UNAM (IBT) formuló y probó la 
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hipótesis que afirmaba que la carencia de la hélice α-1 en la toxina Cry1A le permitiría 

oligomerizar sin la necesidad de unión a la caderina (Soberón et al., 2007). 

 

Por medio de ingeniería genética crearon dos variantes de las toxinas Cry1Ab y 

Cry1Ac, la Cry1AbMod y la Cry1AcMod respectivamente.  Estas toxinas modificadas, 

carecen de 56 aminoácidos de su extremo amino terminal, región donde se encuentra la 

hélice α-1.  El descubrimiento publicado en la revista Science, menciona que las proteínas 

modificadas sin la hélice α-1 fueron probadas con larvas de Manduca sexta, a las cuales 

se les silenció el gen de caderina utilizando RNA de interferencia, por lo que eran menos 

susceptibles a las toxinas convencionales, pero mostraron susceptibilidad a las 

modificadas, lo cual confirmó la hipótesis (Soberón et al., 2007).  Estas toxinas también se 

evaluaron en colonias resistentes a las toxinas convencionales de Pectinophora 

gossypiella que presentan mutaciones en el gen de caderina donde se demostró que la 

toxina Cry1AbMod tenía una gran efectividad, y a pesar de su resistencia fue capaz de 

matar a esta población (Soberón et al., 2007). 

 

 
Figura 5.  Modo de acción de las toxinas Cry1AMod.  Las toxinas Cry1AbMod y Cry1AcMod 

carecen de la hélice α-1, por lo que la unión al primer receptor de caderina (que provocaba la remoción de 

dicha estructura) ya no es un paso en el modo de acción de las proteínas modificadas.  Posterior a este paso, 

el proceso de toxicidad es el mismo que el de las toxinas silvestres (Muñóz-Garay et al., 2009).  (Modificado 

de Soberón, et al., 2009). 
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Recientemente se publicó el mecanismo de acción de la nueva Cry1AbMod, donde 

fue observada una actividad muy similar a la de Cry1Ab convencional, exceptuando el 

paso de unión al receptor caderina (Muñóz-Garay et al., 2009).  Las nuevas toxinas 

Cry1AbMod y Cry1AcMod son hasta el momento las únicas en su tipo y prometen ser la 

opción ante una amenaza de resistencia por parte de los insectos plaga, sin embargo es 

necesario evaluar el espectro de acción que tienen tanto en otras plagas como en 

organismo no blanco, como parte de un protocolo de análisis de riesgo previo a una 

posible liberación comercial.  Caracterizar las toxinas puede darnos posibles medidas de 

bioseguridad y más conocimiento de su modo de acción. 

 

Especie Susceptible Resistente Referencia 

Manduca sexta + + 
Soberón et al., 2007; Muñoz-

Garay et al., 2009 

Pectinophora gossypiella + + Soberón et al., 2007 

Heliothis virescence + + Comun. Personal Dra. Bravo  

Trichoplusia ni + + Franklin et al., 2009 

Plutella xylostella + + Comun. Personal Dra. Bravo 

Helicoverpa zea + - Comun. Personal Dra. Bravo 

Diatraea saccharalis + + Comun. Personal Dra. Bravo 

Aedes aegypti - ND Muñoz-Garay et al., 2009 

Anopheles albimanus - ND Muñoz-Garay et al., 2009 

 

Tabla 3.  Especies de insectos en los que se han probado las toxinas Cry1AbMod y  Cry1AcMod. 

(+) La toxina fue efectiva. (-) La toxina no presentó efectos en el desarrollo de los insectos. (ND) No 

existen 

 

Desde que fue publicado el trabajo (Soberón et al., 2007) la Cry1AbMod y la 

Cry1AcMod se han probado en diversas plagas a nivel mundial tanto en cepas 

susceptibles como resistentes a las proteínas convencionales (Tabla 3).  En el caso de T. 

ni, se realizaron bioensayos con poblaciones resistentes y susceptibles tanto con la 

Cry1Ab convencional y la nueva Cry1AbMod (Franklin et al., 2009).  A pesar de que el 

receptor de caderina no se ha descrito para T. ni, la toxina Cry1AbMod fue más efectiva 

con la población resistente que la Cry1Ab convencional.  Paradójicamente, en la 

población susceptible la Cry1Ab tuvo un mejor desempeño que la Cry1AbMod (Franklin et 

al., 2009). 
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En el caso de la protección al ambiente un tema importante son los efectos a 

organismos no blanco.  Existen un sin número de discusiones acerca si los cultivos que 

expresas toxinas Cry de B. thuringiensis pueden dañar a organismos diferentes a las 

plagas que se pretenden controlar con su uso.  Existen varios estudios a largo plazo 

donde son evaluados efectos potencialmente negativos de los organismos genéticamente 

modificados en parasitoides, depredadores naturales (Romeis et al., 2006), polinizadores 

y mariposas (Sanvido et al., 2007).  Mucha de esta fauna juega un papel importante para 

el control natural de plagas como lo son los depredadores naturales incluyendo a los 

parasitoides, o bien tienen importancia como polinizadores, tal es el caso de las abejas y 

mariposas.  Lo importante de estos estudios es justificar que los insectos realmente se 

encuentren involucrados en el sistema agrícola y tengan un contacto directo o indirecto en 

algún nivel trófico con la toxina.  Por estos motivos el proyecto contempla realizar 

bioensayos de susceptibilidad de organismos plaga de diferentes órdenes, así como un 

representante de la fauna silvestre que se encuentra asociada al agroecosistema (Tabla 

4). 

 

Nombre común Nombre científico 

Gusano soldado Spodoptera exigua 

Cogollero Spodoptera frugiperda 

Gorgojo de la harina Tribolium castaneum 

Polilla de la cera Galleria mellonella 

Escarabajo defoliador Leptinotarsa texana 

 

Tabla 4.  Lista de insectos que serán evaluados con las toxinas Cry1Ab y  Cry1AcMod.  
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3. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

 

El principal riesgo en el empleo de los cultivos Bt es la eventual evolución de 

resistencia por parte de estos.  Lo cual limita el tiempo de vida útil de lo que hoy en día es 

el bioinsecticida con menos repercusiones ambientales que se haya empleado en la 

agricultura.  El diseño y evaluación de nuevas estrategias como la que representa la 

toxina Cry1AbMod abre la puerta a una nueva generación de insecticidas biológicos.  La 

caracterización del espectro de acción y por lo tanto de su utilidad en insectos plaga de 

importancia es parte de un protocolo de evaluación y validación de su potencial como 

insecticidas para su liberación y uso en campo. 
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4. HIPÓTESIS Y OBJETIVOS 

 

La hipótesis de este trabajo considera que la toxina Cry1AbMod al carecer de la 

hélice α-1 y por lo tanto prescindir del paso que involucra su unión al receptor caderina, 

puede desencadenar alteraciones en su espectro de acción y especificidad. 

 

Objetivo General 

 

Contribuir a la caracterización del espectro de acción de la toxina Cry1AbMod, así 

como comparar su efectividad con la toxina convencional por medio de bioensayos de 

susceptibilidad en insectos. 

 

Objetivos Particulares 

 

Evaluar la susceptibilidad de Spodoptera exigua, Tribolium castaneum, Galleria 

mellonella y Leptinotarsa texana a las toxinas Cry1Ab y Cry1AbMod, y observar si existen 

diferencias en cuanto a su toxicidad. 

 

Evaluar la susceptibilidad de dos poblaciones de S. frugiperda de diferentes 

orígenes geográficos a la toxina Cry1Ab, y observar si presentas diferencias. 

 

Con base en los resultados, proponer medidas de evaluación previas a su uso 

como insecticida de aspersión o como cultivos Bt, de manera que se garantice su 

efectividad. 
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5. MATERIALES Y MÉTODOS 

 

�-endotoxina Cry1Ab y Cry1AbMod 

 

Las bacterias Bt transfectadas con los genes de la toxina Cry1AbMod o Cry1Ab se 

cultivaron en un medio de esporulación HTC suplementado con 10 �g/ml eritromicina 

durante tres días a 30 °C.  La composición del medio HTC es la siguiente (gl-1): Bacto 

Tryptone (Difco), 5; Casamino acids (Difco), 2; KH2PO4, 3.4; MgSO4.7-H2O, 0.012; 

MnSO4 4H2O, 0.0003; ZnSO4.7H2O, 0.0028; el pH fue ajustado a 7.2.  Una vez 

esterilizado se le añadió (gl-1): (SO4).7H2O, 0.02; CaCl2.2H2O 0.147; y glucosa, 3.  La cepa 

que expresa la Cry1AbMod produce cristales bi-piramidales al igual que la Cry1Ab 

convencional. 

 

 

Bioensayos Coleópteros: L. texana y T. castaneum 

 

Cría de Insectos 

 

Las colonias de L. texana y T. castaneum usadas para estos bioensayos son 

provenientes del CINVESTAV Unidad Irapuato. 

 

Cría de L. texana 

 

L. decemlineata fue sustituido en el bioensayo por la especie cercana de L. texana 

(Jacques 1988), ya que este experimento se llevó a cabo en una zona libre de la plaga.  

La cría se mantuvo estandarizada a base de Solanum elaeagnifolium Cav. (Solanales: 

Solanaceae), el hospedero natural de este coleóptero (Cuda et al., 2002).  Las 

condiciones de cría fueron constantes para todas las etapas de desarrollo a una 

temperatura de 28±2 ºC, humedad relativa de 70±10%, y con un fotoperiodo de 16 horas 

luz. 

 

Los adultos se mantuvieron con planta fresca en contenedores rectangulares 

donde las hembras ovipositaban durante un periodo aproximado de cinco días.  Los 
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huevecillos se colectaron tres veces por semana en cajas petri, donde se conservaron en 

incubación de tres a cuatro días.  Las larvas neonatas (y hasta la fase del 4to instar) se 

mantuvieron en contenedores cilíndricos donde se alimentaban de hojas frescas, mismas 

que eran sustituidas una vez agotadas por su consumo.  Las pre-pupas se colocaron en 

contenedores con vermiculita y se incubaron en condiciones de insectario durante un 

periodo de 10 a 12 días. Una vez que el adulto emergió, se colocaron nuevamente en los 

contenedores de oviposición para completar el ciclo. 

 

Cría de T. castaneum 

 

Todas las etapas de desarrollo de T. castaneum se mantuvieron en una dieta a 

base de harina integral y levadura a una proporción de 10:1.  La dieta preparada se 

transfirió a un frasco de vidrio de 3L de capacidad, donde se conservó durante 72 horas a 

-20°C para eliminar la contaminación de otros organismos que pudieran dañar la cría.  Los 

adultos se transfirieron a la dieta en donde las hembras ovipositaban, emergían las larvas 

y se desarrollaban hasta la etapa adulta.  Cada mes se transfirieron los nuevos adultos a 

frascos con dieta nueva para recomenzar el ciclo. 

 

Bioensayo 

 

Bioensayo L. texana. 

 

Se utilizó el método de bioensayo propuesto por De León-Ibarra (De León e Ibarra 

1995.), que se basa en el factor de crecimiento de las larvas sometidas a cierta dosis de 

toxina.  El bioensayo consistió en exponer a las larvas a una dosis alta por cada toxina, ya 

que el objetivo fue observar si se presentaba o no efecto.  Se seleccionaron larvas de 3er 

instar de la cría y se colocaron en charolas de bioensayo con apartados individuales para 

evitar canibalismo durante el periodo de ayuno al que fueron sometidas por 72 horas.  

Una vez transcurrido este tiempo, todas las larvas fueron pesadas en una balanza 

analítica para registrar el peso previo al bioensayo.  Se procedió a seleccionar las larvas 

que tuvieran un peso promedio, y evitar variaciones en la respuesta al bioensayo debido a 

las diferencias de talla.  En total se utilizaron 20 larvas de 3er instar por cada toxina más 

el control (Cry1Ab, Cry1AbMod y control).  La solución espora-cristal fue diluida y 

suspendida en sacarosa al 40% y Tween 20 al 0.02%.  En el caso de la Cry1Ab 
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convencional la dilución quedó a una concentración de 1.475µg µL-1 y la Cry1AbMod a 

1.41µg µL-1.  Cada una de las larvas se alimentó con 2µL de la disolución para cada una 

de las toxinas, por lo que cada larva ingirió 2.95 µg de Cry1Ab y 2.82 µg de Cry1AbMod.  

En el caso del control, las larvas se alimentaron de una solución de sacarosa al 20% y 

Tween 0.02%. Para estimular a la larva a alimentarse de las soluciones, la gota de 2 µL 

fue colocada con la micropipeta en papel encerado (Parafilm) y acercando a la larva a la 

solución, ésta la ingería rápidamente.  Después del tratamiento, las larvas fueron 

colocadas en charolas de bioensayo con apartados individuales con trozos de planta 

fresca y colocadas en la cámara ambiental durante 72 horas con las condiciones de 

temperatura y humedad controladas (28±2 ºC y 70±10% respectivamente). 

 

Cada grupo/tratamiento fue pesado nuevamente con la balanza analítica, y se 

estimó el factor de crecimiento, que es el cociente del peso final contra el peso inicial.   

 

Análisis estadístico 

 

El factor de crecimiento de los tratamientos  fue sometido a un análisis de varianza 

(ANOVA, GraphPad InStat 3).  La comparación entre las medias permitió estimar si existió 

o no una diferencia significativa entre los tratamientos. 

 

Bioensayo T. castaneum 

 

El bioensayo cualitativo con este insecto se llevó a cabo con larvas de 3er instar.  

Los individuos se seleccionaron al azar de la cría.  El experimento consistió en colocar 

una dosis alta de cada toxina mezclada con la dieta donde posteriormente se colocaron 

las larvas.  Para preparar los tratamientos, se procedió a pesar 1.5g de harina de trigo y 

se mezcló con 0.5ml de la solución madre de cada una de las dos toxinas.  De esta 

manera el tratamiento de Cry1Ab quedó a una concentración de 1.474mg g-1 y de 1.41mg 

g-1 para la Cry1AbMod.  Una vez mezclada se dejó secar por 24 horas a temperatura 

ambiente.  La mezcolanza de la harina y la toxina dio origen a una pasta dura que se 

molió en un mortero de porcelana hasta hacerla polvo para posteriormente repartirla en 

tres tubos eppendorf de 1.5ml (0.5g de harina por tubo) para tener tres repeticiones por 

tratamiento.  Se colocaron diez larvas por cada repetición/tratamiento.  En el caso de 

control se utilizó la harina pura.  Se colocaron en condiciones de insectario a una 
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temperatura de 28±2 °C, sin fotoperiodo ni humedad relativa controlada por un periodo de 

cinco días.  Pasado el tiempo de bioensayo se observó si las larvas presentaban 

mortalidad. 

 

Bioensayos Lepidópteros 

 

G. mellonella 

 

Cría de la colonia 

 

La cría de G. mellonella se tiene estandarizada en el Insectario del Centro de 

Investigación y de Estudios Avanzados (CINVESTAV) Unidad Irapuato.  Todos los 

estadios de desarrollo de este insecto se mantienen a condiciones constantes a una 

temperatura de 28±2 ºC, humedad relativa de 70±10%, y con un fotoperiodo de 16 horas 

luz.  El ciclo de vida es de aproximadamente 25 días bajo estas condiciones.  Los insectos 

adultos se colocan dentro de un contenedor con malla donde las hembras ovipositan 

sobre toallas de papel, las cuales son retiradas y colocadas en cajas petri de vidrio 

grandes, donde emergen.  Posteriormente se colocan en un frasco de vidrio con 

capacidad de 3L con dieta a base de cereal y miel estandarizada por el mismo insectario, 

donde permanecerán hasta la formación de pupas.  Las pupas son colocadas 

nuevamente en el los contenedores con malla donde emergerán los adultos. 

 

Bioensayo 

 
Se utilizó un método de bioensayo directo, que consistió en someter a cada una de 

las larvas a un rango de dosis diferentes de las toxinas.  Se seleccionaron larvas de 3er 

instar y cada una se colocó en vasos individuales de 25mL sin ningún alimento por 

72.horas.  Una vez transcurrido este tiempo de ayuno, se les sometió al tratamiento.  

Cada una de las diferentes dosis utilizadas fueron disoluciones de la toxina con sacarosa 

al 20%.  Como control negativo las larvas fueron alimentadas con sacarosa al 20%.  Para 

el caso de las toxinas Cry1Ab y Cry1AbMod se utilizó un rango de cuatro dosis que 

consistieron en el 50, 25, 12.5 y 6.25% de las disoluciones madre.  El tamaño de muestra 

del experimento fue de 10 larvas por tratamiento/dosis y cada una de ellas fue sometida a 

2µL de su tratamiento correspondiente.  Como los resultados arrojados fueron cualitativos 
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de ausencia o presencia de efectos, no fue necesario ningún análisis estadístico adicional 

para este bioensayo 

 

Spodoptera exigua Hubner y Spodoptera frugiperda Smith 

 

Cría del gusano Soldado y Cogollero 

 

La cría del gusano soldado es proveniente del Laboratorio del Programa de 

Entomología y Acarología del Colegio de Postgraduados, Campus Montecillo, Texcoco, 

Estado México.  Los insectos en fase larvaria se colocan en vasitos con dieta artificial y se 

mantienen en una cámara de cría a 27±1 °C, humedad relativa de 70±5% y un fotoperiodo 

de 14:10 horas luz: oscuridad.  Cuando las larvas pasan a la etapa de pupas se lavan 

para retirarles la dieta.  Posteriormente se colocan en bolsas de papel de estraza No. 16.  

Los adultos se alimentan con miel de abeja al 10%.  Las hembras ovipositan por 6 días 

aproximadamente sobre el papel, y los huevos se recolectan durante este periodo cada 

24 horas.  Los huevos se mantienen húmedos en la cámara de cría hasta que emergen 

las larvas neonatas que serán utilizadas en el bioensayo.  Para S. frugiperda, se utilizaron 

dos poblaciones completamente diferentes de esta especie.  Una de ellas proviene de la 

cría mantenida por 10 años en Colegio de Postgraduados, esta población no había sido 

sometida a insecticidas con base en Bt, al igual que la segunda población proveniente del 

Instituto de Biotecnología, UNAM, la cual fue donada por el Centro Internacional de 

Mejoramiento de Maíz y Trigo (CIMMyT).  La cría de S. frugiperda es la misma que se 

describió para S. exigua. 

 

Bioensayo completo para S. exigua 

 

Se utilizó el método de bioensayo descrito por Sims (Sims et al., 1996), que 

consiste en colocar un mililitro de dieta artificial (TOBACCO BOLLWORM; SOUTHLAND 

PRODUCTS INC.) en cada cavidad de una charola de bioensayo (BIO-ASSAY TRAY 

BIO-BA-128; C-D INTERNATIONAL, INC.).  Con la dieta ya solidificada se depositó en 

cada cavidad 100�L de la toxina a la concentración deseada (la toxina se dejó secar 

completamente por veinticuatro horas antes de infestar).  Para obtener dichas 

concentraciones la toxina se diluyó en agua destilada.  Cada  disolución fue 

homogenizada con el agitador magnético.  En cada una de las cavidades se colocó una 
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larva neonata, y se cubrieron con un plástico transparente autoadherible (PULL N´ PEEL 

TAB BIO-CV-16; C-D INTERNATIONAL, INC.), el cual tiene microperforaciones que 

permiten la circulación de aire dentro de la cavidad.  Las charolas de bioensayo con las 

larvas fueron colocadas en una cámara de cría en condiciones controladas: temperatura 

de 27±1°C, humedad relativa 70±5% y un fotoperiodo de 14 horas luz.  A los seis días de 

haber infestado con larvas de primer instar a la dieta tratada con la concentración 

deseada de toxina, se evaluaron los siguientes parámetros: a) porcentaje de mortalidad b) 

porcentaje de reducción de peso respecto al testigo y c) porcentaje de larvas que 

alcanzaron el tercer instar.  Para obtener la línea base mediante el bioensayo completo, 

se evaluó una amplia gama de concentraciones para la determinación de la ventana 

biológica donde se encontrarán el cero y el cien por ciento de la respuesta.  

Posteriormente, para cubrir la gama se incluyeron concentraciones intermedias; en todas 

se realizaron cuatro repeticiones en diferentes días.  El tamaño de la muestra fue de 16 

larvas/dosis/repetición y cada repetición incluyó un testigo absoluto al cual solo se le 

aplicó 100�L de agua destilada.  La mortalidad en los tratamientos respecto al testigo se 

ajustó mediante el empleo de la fórmula de la Mortalidad Corregida de Abbott (Abbott 

1925).  El nivel máximo de mortalidad aceptable para el testigo absoluto fue de 10%, y el 

criterio para el establecimiento de un organismo como muerto fue su respuesta a un 

estimulo físico (si la larva se mueve al ser tocada con un pincel). 

 

Bioensayo completo para S. frugiperda 

 

En el caso de las dos diferentes poblaciones de gusano cogollero se utilizó un 

bioensayo similar al del gusano soldado.  Se utilizaron charolas de bioensayo individuales 

de 24 pozos, en cada uno se colocaron 35�L de la concentración correspondiente de la 

toxina Cry1Ab.  Se utilizó una gama de concentraciones de Cry1Ab diluidas en agua 

destilada (10, 50, 100, 250, 500, 1000, 2500 y 5000ng/cm2) para cada población 

evaluada.  Una vez seco el pozo se colocó una larva de primer instar.  Las charolas se 

sellaron con papel plástico, el cual permite el paso de oxígeno, y se mantuvieron a 

temperatura ambiente.  A los 7 días se evalúo la mortalidad.  El tamaño de la muestra 

para cada población fue de 24 larvas/dosis y cada repetición incluyó un testigo absoluto al 

cual solo se le aplicó 35�L de agua destilada.  Al igual que con S. exigua, la mortalidad en 

los tratamientos respecto al testigo se ajustó mediante el empleo de la fórmula de la 

mortalidad corregida de Abbott (Abbott 1925).  El nivel máximo de mortalidad aceptable 
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para el testigo absoluto fue de 10%, y el criterio para el establecimiento de un organismo 

como muerto fue su respuesta a un estimulo físico (si la larva se mueve al ser tocada con 

un pincel). 

 

Análisis estadístico 

 

El porcentaje de mortalidad, de larvas que alcanzaron el tercer instar y el de 

reducción de peso respecto al testigo se sometió a un análisis Proc Probit (Raymond, M., 

1985) en el paquete estadístico SAS (SAS 2000 System for Windows V8).  Cuando los 

respectivos límites fiduciales al 95% de los resultados obtenidos se traslaparon, no se 

consideraron significativamente diferentes. 

 

Para todos los bioensayos fue utilizada la misma toxina tanto de Cry1Ab y 

Cry1AbMod. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



�
���

6. RESULTADOS 

 

Bioensayos Coleópteros 

 

L. texana 

 

Durante el periodo de 72 horas en el que las larvas se mantuvieron dentro de la 

cámara ambiental después del tratamiento con las toxinas, se observó un comportamiento 

normal con respecto al testigo sin tratar.  Las larvas se alimentaron regularmente de las 

hojas de S. elaeagnifolium.  Cuando se realizó el ANOVA por la prueba de Tukey, el test 

estimó una ligera diferencia significativa en el factor de crecimiento de los tratamientos 

con respecto al testigo.  De los resultados se puede inferir que las larvas tuvieron una 

ligera reducción en su peso comparado con el control.  La prueba se ajustó a una 

distribución normal, y con un valor de P=0.0079.  La diferencia que la prueba ANOVA 

estimó es tan pequeña que en términos biológicos no es significativa, y mucho menos a 

una concentración tan alta como a la que fueron sometidas las larvas de este insecto.  

Los insectos ingirieron 2.95 µg de Cry1Ab y 2.82 µg de Cry1AbMod, concentraciones muy 

altas, y ninguna de las dos toxinas tuvo efectos biológicamente significativos en el 

coleóptero.  Las larvas siguieron bajo observación hasta completar su desarrollo a la 

etapa adulta, a la cual llegaron sin problemas. 

 

Bioensayo T. castaneum 

 

Después de los seis días en la cámara de insectario, las larvas de T. castaneum 

se observaron sin ninguna alteración con respecto al testigo.  En cada 

tratamiento/repetición se observó un cero por ciento de mortalidad.  A pesar de que las 

larvas fueron sometidas a una alta concentración de toxina, ésta no tuvo efecto alguno 

observable. 
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Bioensayos Lepidópteros 

 

G. mellonella 

 

A pesar de que las larvas de este lepidóptero fueron alimentadas directamente con 

la toxina, llegando a ser la más alta de casi 3 µg, éstas no presentaron mortalidad ni 

efectos adversos observables en su desarrollo con respecto al testigo sin tratar.  Tanto la 

Cry1Ab como la Cry1AbMod fueron incapaces de causar efecto alguno observable en la 

población de G. mellonella. 

 

S. exigua 

 

Para el caso del gusano soldado (S. exigua) no se encontraron diferencias 

estadísticamente significativas entre la toxicidad de la Cry1Ab y la Cry1AbMod.  En todos 

los parámetros evaluados los valores obtenidos tanto de LC50 como de LC95 en ambas 

toxinas no difieren al mantenerse uno a otro dentro de los límites fiduciales calculados 

(Tabla 5).  Dado lo observado en laboratorio y lo arrojado por la prueba probit, se puede 

concluir que no existe evidencia sólida para argumentar que las proteínas evaluadas 

tienen una toxicidad diferente real.  Tanto la Cry1Ab y la Cry1AbMod mostrando altos 

niveles de toxicidad para esta población de gusano soldado, a diferencia de lo 

documentado por otros autores. 

 

Para fines agronómicos y de control de plagas, los valores más significativos son 

los niveles de toxicidad tomando en cuenta los resultados obtenidos para LC95.  

Considerando este nivel de respuesta (el 95% de los individuos tratados), tanto la toxina 

Cry1Ab como la Cry1AbMod son igualmente efectivas contra el gusano soldado. 

 

Las concentraciones de toxina necesaria para provocar alteraciones en el 

desarrollo son mucho menores que las necesarias para provocar la muerte de la larva 

(Tabla 5).  Un parámetro útil para estimar las afectaciones en el desarrollo de las larvas es 

observando cuántas de éstas llegaron a un tercer instar sano después del tratamiento.  

Algunos autores consideran que una vez que la larva alcanzó el tercer instar en su 

desarrollo, la larva tiene más probabilidad de sobrevivir pese a que fue expuesta a un 

agente tóxico.  Si bien este parámetro ayuda a la interpretación de los datos, existen otras 
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variables que se deben considerar, como el tiempo transcurrido en la medición de los 

resultados y las propias de la técnica del bioensayo utilizado. 

 

En el laboratorio se observó que el principal efecto de las toxinas fue la de 

reducción de peso en las larvas respecto al testigo sin tratar, afectando a la gran mayoría 

de los individuos expuestos.  La reducción en peso y talla fue directamente proporcional a 

la concentración de toxina.  Las larvas sometidas a las dosis más altas morían, ó 

presentaban una reducción mayor del 90% de su peso y talla con respecto del testigo sin 

tratar.  A pesar de ello, algunas larvas en estas condiciones sobrevivían y lograban 

completar su desarrollo hasta la etapa adulta si ya no eran expuestas a la toxina.  Este 

tipo de observaciones son muy importantes al analizar el comportamiento de estas toxinas 

en el campo.  A pesar de que se habla de resistencia en campo, es muy poco probable 

que tengan un adecuación al medio que les permita sobrevivir, además de estar 

expuestos permanentemente a la toxina, lo cual disminuye aun más la probabilidad inicial. 
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Tabla 5. Análisis probit sobre la mortalidad, pérdida de peso e inhibición del desarrollo en S. exigua por el efecto de la toxina 

Cry1Ab y Cry1AbMod. 

* Dosis Estimada al respectivo 50% y 95 % para: 
CL50, concentración a la cual muere el 50% de la población evaluada. 
IP50, concentración a la cual el 50% de los organismos evaluados se ven afectados en su peso. 
ID50, concentración a la cual el 50% de los organismos evaluados no llegaron al 3er instar sano. 
CL95, concentración a la cual muere el 95% de la población evaluada. 
IP95, concentración a la cual el 95% de los organismos evaluados se ven afectados en su peso. 
ID95, concentración a la cual el 95% de los organismos evaluados no llegaron al 3er instar sano. 
¤ Toxicidad Relativa = DE50 (95) más alto observado con la toxina 1/ CL50 (95) respectivo con la toxina 2. 
 

ESPECIE PARÁMETRO TOXINA na PENDIENTE 
(± ESb) 

DE50* ng cm-2 
(95% LC50) 

DE95* ng cm-2 
(95% LC95) 

P > χ2 TR50
¤ TR90

¤ 

S. exigua 

Mortalidad 
 

Cry1Ab 448 1.2 ± 0.09 28 
(21.8-38.3) 

663 
(402-1,275) <.0001 1.9 3.3 

Cry1AbMod 448 0.9 ± 0.08 51 
(37-71) 

2256 
(1184-5382) <.0001 1 1 

         
 

Pérdida de 
peso 
 

Cry1Ab 448 1.2 ± 0.08 2.8 
(2.2-3.6) 

67 
(45-109) <.0001 1 2.4 

Cry1AbMod 448 0.95±0.071 3 
(2-4) 

165 
(104-297) <.0001 1 1 

         
 

Larvas 3er 
instar 
 

Cry1Ab 448 1.35 ± 0.1 8 
(6 -11) 

148 
(92-277) <.0001 1.9 1.5 

Cry1AbMod 448 1.42±0.1 15 
(11-19) 

215 
(143-366) <.0001 1 1 
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S. frugiperda 

 

Como se puede observar en la Tabla 6 la población proveniente del IBT no mostró 

susceptibilidad alguna a la toxina Cry1Ab.  Los valores de LC50 son tan altos, que en 

términos de su viabilidad para aplicarlo como insecticida para esta población de cogollero 

sería inútil.  Dentro de sus bajos niveles de susceptibilidad es importante notar que 

existen diferencias claras en ambas poblaciones, siendo la proveniente del CP la que 

obtuvo niveles menores comparados con los vistos con la población del IBT.  En términos 

de susceptibilidad, estos datos nos hablan de que existe una variabilidad intraespecífica 

en la respuesta dentro de la misma especie de S. frugiperda para la toxina Cry1Ab.  Para 

un estudio subsecuente valdría la pena analizar el comportamiento de estas poblaciones y 

otras al ser sometidos a la toxina Cry1AbMod, pero por lo hasta ahora observado, 

probablemente no existan diferencias significativas. 

 

Tabla 6. Análisis probit sobre la mortalidad, en S. frugiperda por el efecto de la 

toxina Cry1Ab de las poblaciones del Instituto de Biotecnología, UNAM, y del Colegio de 

Postgraduados campus Montecillo. 

 
 
*  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
*Dosis Estimada al respectivo 50% para 
d LC50, concentración a la cual muere el 50% de la población evaluada. 
 Toxicidad Relativa = DE50 más alto observado con la toxina 1/ CL50 respectivo con la toxina 2. 
IBT. Instituto de Biotecnología. UNAM 
 

 

 

 

 

 

 

Población TOXINA na PENDIENTE 
(± ESb) 

DE50* ng cm-2 
(95% LC50

d) P > χ2 TR50
¤ 

IBT Cry1Ab 408 0.4± 0.12 
837101 
(52838-

22284232) 

<.000
1 1 

CP Cry1Ab 408 0.97 ± 0.21 3944  
(2293-9251) 

<.000
1 212 
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7. DISCUSIÓN 

 

La proteína Cry1AbMod es una toxina nueva con alto potencial de empleo para el 

control de insectos plaga.  El evaluar si presenta cambios en su espectro de acción entre 

los diferentes órdenes de insectos es necesario para conocer las consecuencias de su 

modificación directamente en bioensayos con insectos.  Mientras el modo de acción de 

las toxinas Cry no se conozca a detalle para todos los insectos y para todas las toxinas, 

es importante observar su toxicidad de forma directa, además de que el uso del bioensayo 

es una herramienta muy útil para establecer su efectividad y predecir su desempeño en 

campo. 

 

Respuesta a las toxinas Cry1Ab y Cry1AbMod en los Coleópteros evaluados 

 

De las pocas toxinas Cry evaluadas para el control de plagas del Orden 

Coleóptera, la más efectiva es la Cry3Aa (van Frankenhuyzen 2009).  En el caso de la 

Cry1Ab, aunque se creía que los efectos en coleópteros serían marginales, no se habían 

reportado datos precisos con bioensayos in vivo para sustentar esta hipótesis.  Los 

coleópteros evaluados en este trabajo (L. texana y T. castaneum) no presentaron 

mayores afectaciones por parte de una dosis diagnóstica de ninguna de las toxinas 

evaluadas.  La toxina Cry1Ab se ha documentado extensamente como tóxica para 

insectos del orden Lepidóptera.  Estudios en el modo de acción de las toxinas Cry en 

coleópteros mencionan que lo más probable es que la toxina Cry1Ab no pueda ser 

reconocida por las proteasas naturales de los coleópteros, ya que se ha observado que 

existe un sitio de reconocimiento de la proteasa quimotripsina/catepcina G en el dominio I 

de la Cry3A, lo cual le permite ser activada e intoxicar a coleópteros (Walters et al., 2008).  

En el Orden Coleóptera se ha documentado la presencia de receptores específicos para 

las toxinas Cry, y se sabe que la toxina Cry1Ab no puede unirse a la membrana del 

epitelio intestinal de estos insectos (Bravo et al., 1992).  La toxina Cry1AbMod tampoco 

mostró tener ningún efecto en L. texana y T. castaneum, por lo que su diferencia a nivel 

molecular en el Dominio I con respecto a la Cry1Ab convencional no es la indicada para 

extender su espectro de acción en este Orden de insectos.  Otro dato importante es que 

el pH ácido que presenta el intestino de coleópteros puede impedir la solubilización y 

subsecuente activación de la toxina Cry1Ab que normalmente si pasa a pH alcalino, como 
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se presenta en lepidópteros (De Maagd et al., 2001).  Por lo tanto la Cry1AbMod no ve 

afectado su espectro de acción en coleópteros, y sigue presentando las mismas limitantes 

que la Cry1Ab convencional para ser tóxica en este orden de insectos, que son la 

ausencia de condiciones adecuadas para su activación y de receptores específicos de 

unión. 

 

Susceptibilidad de los lepidópteros evaluados con la Cry1Ab y Cry1AbMod 

 

Uno de los insectos lepidópteros más complejos en su respuesta a toxinas Cry es 

G. mellonella.  Hacia la tercera parte del siglo pasado existieron algunos estudios que 

analizaban la posibilidad de emplear a B. thuringiensis para el control de esta plaga que 

afecta severamente a los apicultores al causar daños importantes en sus panales de 

abeja (Burges y Bailey 1968; Vankova et al., 1974; Bosgelmez et al., 1983).  B. 

thuringiensis var galleriae o mejor conocido en aquellos tiempos como “serotipo V” era la 

más efectiva para el control de esta plaga (Burges y Bailey 1968), sin embargo mostraba 

una toxicidad marginal para otras plagas de mayor interés por lo que se dejó de 

comercializar, además de que presentaba algunos problemas técnicos en su empleo para 

combatir a la plaga (Burges 1978).  Actualmente se sigue considerando a la cepa de B. 

thuringiensis var galleriae como efectiva contra este lepidóptero, sin embargo se ha 

observado que G. mellonella tiene un armamento inmunológico bioquímico que atenúa la 

infección cuando la concentración de espora-cristal es insuficiente y que resultan como 

catalizadores de la toxicidad a concentraciones altas (Dubovskiy et al., 2008).  En el 

presente trabajo tanto la Cry1Ab como la Cry1AbMod no presentaron actividad en contra 

de G. mellonella aun cuando la concentración más alta fue de 2.8µg.  En el caso de la 

cepa documentada como activa contra esta plaga se tendría que investigar cuáles son las 

toxinas que presentan actividad contra el insecto, aunque algunos reportes mencionan 

que adicional a la toxina Cry existen otras moléculas secretadas por la bacteria como la 

metaloproteasa de zinc (InhA) que complementan la toxicidad de B. thuringiensis para G. 

mellonella (Fedhila et al., 2002).  A pesar de que la polilla de la cera G. mellonella 

pertenece al Orden Lepidóptera y que las toxinas Cry1A son ampliamente conocidas por 

su actividad en estos insectos, ni la Cry1Ab y la Cry1AbMod mostraron actividad alguna, 

lo cual indica que cada insecto tiene una respuesta diferencial a las toxinas Cry 

dependiendo de factores tales como la presencia de receptores específicos, la edad de 

las larvas, ya que larvas más jóvenes son en general más susceptibles (Bosgelmez et al., 
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1983), la solubilización de las toxinas y en algunos casos la presencia de moléculas 

complementarias que potencian la actividad tóxica. 

 

Consecuencias de la variación genética entre las poblaciones de 

lepidópteros en sus niveles de susceptibilidad a las toxinas Cry. 

 

Estudios previos documentaron que la toxina Cry1Ab carece de actividad tóxica en 

el gusano soldado S. exigua (Luttrell et al., 1999; MacIntosh et al., 1990; Moar et al., 1990; 

Visser et al., 1990), sin embargo, otros autores encontraron una toxicidad que van de 

niveles moderados a altos dependiendo de la población evaluada (Chambers et al., 1991; 

de Maagd et al., 2000; Hernández-Martínez et al., 2008).  Estos datos respaldan el hecho 

de que algunas plagas de insectos aún siendo de la misma especie, presentan niveles de 

respuesta variables para un mismo agente tóxico, en este caso en específico hacia las 

toxinas Cry evaluadas.  Otros autores han documentado esta variabilidad intraespecífica 

en diversas especies (Monnerat et. al. 2006; Hernández-Martínez et al., 2008). 

 

En este trabajo se observó una alta actividad tanto de la Cry1Ab como de la 

Cry1AbMod en la población de gusano soldado evaluada.  Algunas evaluaciones llevadas 

a cabo en las mismas condiciones en poblaciones diferentes afirman que la variabilidad 

genética es causa importante del espectro de respuesta observado (Hernández-Martínez 

et al., 2008).  Es precisamente en la variabilidad genética de poblaciones de insectos en 

donde podemos basar los niveles de respuesta encontrados en las poblaciones evaluadas 

en el presente trabajo.  Nuestra población de S. exigua es altamente susceptible a las 

toxinas Cry1Ab y Cry1AbMod.  A pesar de la diferencia a nivel molecular existente entre 

estas toxinas, la población de gusano soldado expuesta a ellas no presentó diferencias 

significativas al traslaparse los límites al 95% de confiabilidad de los valores obtenidos 

para LC50 y LC95. 

 

Al igual que S. exigua, en el gusano cogollero S. frugiperda se han documentando 

diferencias en sus niveles de susceptibilidad a numerosas toxinas Cry debido a la 

variabilidad genética presente entre poblaciones de diferentes regiones geográficas 

(Monnerat, R. et. al. 2006).  La variabilidad de respuesta observada puede explicarse 

debido a las diferencias genéticas adquiridas a lo largo de procesos evolutivos 

alopátricos.  Los resultados aquí obtenidos refuerzan este argumento.  Si bien ninguna de 
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las poblaciones evaluadas presento altos niveles de susceptibilidad a la Cry1Ab, dentro 

de sus bajos valores de respuesta se encontraron diferencias estadísticamente 

significativas que pueden estar ligadas directamente a la variabilidad genética presente en 

cada población.  La población proveniente del Colegio de Postgraduados campus 

Montecillo presentó valores LC50 mucho más bajos para la Cry1Ab que aquellos 

observados con la población proveniente del Instituto de Biotecnología de la UNAM. 

 

El papel de los receptores en la especificidad de las toxinas Cry 

 

A diferencia de G. mellonella, en S. frugiperda se ha podido predecir la presencia 

del receptor caderina por medio de los bancos de genes disponibles (Piggot y Ellar 2007), 

y aunque no se ha comprobado su intervención en el modo de acción de las toxinas Cry 

en la especie, es muy probable lo haga ya que se ha visto que la esta toxina puede unirse 

sus membranas celulares del epitelio intestinal (Luo et al., 1999).  Sin embargo, diversos 

autores han documentado algunos casos dónde aún con la unión de la toxina Cry al 

epitelio intestinal, el insecto no presenta susceptibilidad (Liang et al., 1995).  Por lo tanto 

la unión a la membrana no es garantía de toxicidad y su evaluación por bioensayos es 

crucial. 

 

El mecanismo de acción de la toxina Cry1AbMod ha sido caracterizado 

recientemente (Muñoz-Garay et al., 2009).  La toxina modificada tiene un mecanismo 

similar al de la toxina convencional, excepto la unión al receptor caderina.  Esta proteína 

al no requerir de la unión al receptor primario, puede formar oligómero al ser activado por 

las proteasas y unir con receptores secundarios para posteriormente formar poros en la 

membrana y la subsecuente muerte del insecto.  Si bien la toxina Cry1Ab no presentó 

altos niveles de toxicidad en el gusano cogollero, la diferencia observada entre las 

poblaciones es evidente (Tabla 6).  La variabilidad genética así como la afinidad de los 

receptores membranales al ligando (en este caso la toxina) puede explicar los niveles de 

susceptibilidad relativos.  Sería interesante hacer evaluaciones futuras con S. frugiperda 

empleando la toxina Cry1AbMod, sin embargo con lo hasta ahora observado es poco 

probable que existan diferencias en su toxicidad más allá a las observadas con la Cry1Ab. 

 

El presente trabajo es una prueba de la especificad que las toxinas Cry presentan 

en su espectro de acción.  Como se ha observado en el estudio en su mecanismo de 



�
���

acción en los diferentes órdenes de insectos, existen ciertas limitantes que les impiden ser 

generalistas.  Esto indica que el actual uso de las proteínas insecticidas de B. 

thuringiensis tiene muchas ventajas con respecto a medidas de bioseguridad, al ser inerte 

para organismos no blanco como completamente biodegradable  (Kumar et al., 2008).  

Aunque en algunos casos se ha visto toxicidad por algunas proteínas Cry entre órdenes 

de insectos, esto no amenaza la seguridad en su empleo, ya que los niveles de 

susceptibilidad en insectos no blanco (cuando los presentan) es muy bajo (van-

Frankenhuyzen 2009). 

 

En el caso específico de la toxina Cry1AbMod, se comprobó que la modificación 

que presenta no es suficiente para atacar insectos como los coleópteros probados en este 

estudio.  La ausencia de la hélice α-1 del extremo terminal N, no desencadena una 

alteración significativa en la acción insecticida de esta proteína, ó si sucede, no es 

cualitativamente percibido en la toxicidad contra estos insectos por medio de un 

bioensayo.  Estadísticamente el comportamiento de la variedad silvestre y la modificada 

fue igual en el caso de los organismos evaluados de este orden.  El espectro de acción de 

la Cry1AbMod no se ve alterado.  Es importante destacar el papel que juegan los 

receptores secundarios como la Aminopeptidasa N y Alcalino Fosfatasa en la 

especificidad.  Si bien la unión de la proteína Cry al receptor caderina se vuelve un paso 

prescindible para la Cry1AbMod, la interacción con los receptores secundarios se 

convierte en una etapa crucial en la especificidad de la acción tóxica de estas proteínas.  

Anteriormente se pensaba que la unión al receptor caderina era fundamental en la 

especificidad de las toxinas Cry, al estar ausente en algunas poblaciones de insectos 

resistentes. 

 

Evaluación y monitoreo de la susceptibilidad de insectos a las toxinas Cry. 

 

Para fines agronómicos, tomar en cuenta los valores obtenidos por los ED95 son 

determinantes para la toma de decisiones en el control de plagas.  En laboratorio se 

observó la respuesta de las larvas de S. exigua desde tres puntos de vista: la mortalidad, 

la pérdida de peso, y la etapa de tercer instar sano.  El evaluar estos tres parámetros nos 

permite observar de una manera más completa los efectos de las toxinas en las larvas. 
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Aunque la respuesta de mortalidad es la más esperada en campo, una importante 

reducción de peso en las larvas limita mucho su adecuación al ambiente, y por 

consecuencia su nivel de sobrevivencia al encontrarse en condiciones hostiles como 

temperatura variable, depredadores, parasitoides y respuestas químicas de defensa por 

parte de la planta (Hernández-Martínez et al., 2008).  Una larva que disminuya su peso en 

un 90% es poco probable que sobreviva bajo estas condiciones, por lo que estimar las 

concentraciones que logran esta respuesta puede ser útil para conocer su posible 

comportamiento en campo.  En este caso, las toxinas Cry1Ab y Cry1AbMod muestran una 

inhibición de desarrollo importante en las larvas de Lepidópteros evaluadas, por lo que 

debe ser tomado en cuenta como uno de los efectos principales de las toxinas Cry.  Cabe 

mencionar que no todas las toxinas matan con reducción de peso (Hernández-Martínez et 

al., 2008), por lo que evaluar este parámetro depende del efecto de la toxina en el insecto. 

 

Los insectos resistentes son los que desarrollan menor susceptibilidad a las 

toxinas Cry (Tabashnik et al., 2009) de la que tenían inicialmente.  Sin embargo el costo 

de ser resistente es muy alto (Gassman et al., 2009), y puede tener efectos en su 

adecuación al medio ambiente.  La reducción de peso, puede ser considerado como un 

fenotipo que pueden presentar los insectos resistentes, sin embargo también tienen 

desventajas claras al desenvolverse en un ambiente hostil como el presente en los 

campos de cultivo. 

 

Uso de la toxina Cry1AbMod para el control de insectos plaga y como 

estrategia de control del desarrollo de resistencia. 

 

Actualmente la principal estrategia de manejo de resistencia es el empleo de 

refugios libres de plantas Bt que van del 5 al 20% del total de área cultivada (Tabashnik et 

al., 2008).  Ésta requiere el cultivo de la variedad no transgénica, para mantener las 

poblaciones de insectos susceptibles, coadyuvando al libre entrecruzamiento de insectos 

resistentes (recesivos) y susceptibles (dominantes).  Sin embargo estudios recientes han 

demostrado que para algunas plagas, el movimiento entre las plantas de las larvas puede 

hacer menos eficiente esta estrategia (Bates et al., 2005).  Por ello es necesario 

implementar otras medidas de control y prevención de la resistencia de insectos a los 

bioinsecticida con base en Bt.  La inclusión de las plantas Bt al Manejo Integrado de 

Plagas ha sido un propuesta que en muchos casos ha sido fructífera (Kos et al., 2009).  
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En este sentido, la implementación de insecticidas con base en Cry1AbMod para el 

control de algunos lepidópteros puede ser una estrategia exitosa, ya que la mayoría de los 

eventos de resistencia conocidos involucran mutaciones en el gen de caderina, receptor 

que esta nueva toxina no requiere para provocar la muerte del insecto. 

 

Muchos creen que con el solo hecho de plantar cultivos Bt no es necesario un 

seguimiento, evaluación e implementación de otras medias de control.  Sin embargo, para 

poder mantener esta tecnología es necesario de otros métodos que deben ir de la mano 

de los cultivos Bt como el empleo de cultivos GM con altos niveles de expresión de toxina, 

expresión simultánea de varios genes Bt (eventos piramidales), control biológico con 

depredadores naturales y ahora las toxinas modificadas como la Cry1AbMod (Bravo y 

Soberón 2008, Kos et al., 2009). 

 

Detallar el conocimiento en el mecanismo de acción de acción de las toxinas Cry 

permitirá mejorar el control biológico que hasta el momento ha sido exitoso con el uso de 

B. thuringiensis,  El diseño de toxinas con características novedosas como la Cry1AbMod 

capaz de actuar contra insectos resistentes (Soberón et al. 2007) son el tipo de 

alternativas que se debe desarrollar para su uso en el futuro del control de plagas en la 

agricultura. 

 

Por años la estrategia de control de plagas en los cultivos a nivel mundial ha sido 

el uso de insecticidas químicos (Kirsi-marja et al., 2002).  Los efectos adversos en el 

ambiente y en la salud humana, así como bajas en su rentabilidad por el desarrollo de 

resistencia por parte los insectos ha obligado la búsqueda de nuevas alternativas eficaces 

y amigables con el medio ambiente.  La historia se repite con el uso de toxinas Cry en los 

cultivos Bt. 

 

Estudios de evolución de resistencia in vitro y búsqueda de nuevas toxinas 

con potencial insecticida 

 

En estudios futuros sería interesante comparar la acción conjunta de Cry1Ab y 

Cry1AbMod con aquella presentada de manera individual por cada toxina.  Esto tendría 

impactos positivos en el campo, y con insectos que han desarrollado resistencia por 

medio de mutaciones en el gen de caderina.  Al igual, es necesario investigar en 
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condiciones de laboratorio el probable desarrollo de resistencia de insectos a la toxina 

Cry1AbMod, por medio de selección artificial, y evaluar qué tipo de mecanismos podrían 

utilizar los insectos para evadir la toxicidad de esta nueva toxina.  Adelantarnos a lo que 

podría pasar en campo es una ventaja que tenemos para la prevenir y asegurar el control 

de plagas. 

 

Hasta el momento, más de 124 holotipos de toxinas Cry de 174 documentadas 

han sido probadas en una cantidad muy pequeña de órdenes de insectos (van-

Frankenhuyzen 2009), por lo que los recursos disponibles de toxinas Cry es inmenso, y es 

necesario más investigación sobre sus espectros de acción y evitar la dependencia de 

unos cuantos tipos de toxinas Cry empleadas en la actualidad.  Otro aspecto importante 

en considerar es la variación intraespecífica presente en la respuesta a las toxinas Cry.  

Esto es una razón de peso para evaluar y utilizar las toxinas de Bt en concordancia los las 

especies de insectos plaga presentes en determinada región geográfica.  La introducción 

de cultivos Bt debe estar respaldada por estudios de susceptibilidad de las poblaciones de 

insectos plaga locales, y garantizar su efectividad antes de su liberación al campo. 

 

El perfeccionamiento del conocimiento en el modo de acción de las toxinas Cry en 

las diferentes especies, así como en el grado de variabilidad genética (como sus 

consecuencias en su respuesta) contribuye al correcto manejo y monitoreo de estos 

insecticidas en el campo ya sea en cultivos Bt o como bioinsecticidas en formulaciones de 

aspersión. 
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8. CONCLUSIONES 

 

El espectro de acción de la toxina Cry1AbMod no fue modificado con respecto a la 

toxina Cry1Ab convencional en los organismos analizados en este estudio, sin embargo 

tiene un gran potencial al poseer una gran actividad en contra insectos resistentes 

derivados de mutaciones en el gen caderina por lo que su subsecuente liberación en 

campo puede mejorar el desempeño de este insecticida con plagas que hasta el momento 

la toxina convencional tiene niveles de respuesta moderados. 

 

El uso de la toxina Cry1Ab en conjunto con la Cry1AbMod en campo podría ser 

utilizado para mejorar el control integrado de plagas y el manejo de resistencia, ya que los 

organismos que lleguen a desarrollar cierta tolerancia a la Cry1Ab pueden ser eliminados 

con la Cry1AbMod, previniendo y aplazando la evolución de resistencia a estas toxinas al 

ser las mutaciones en el gen de caderina el modo más común de resistencia. 

 

La variabilidad genética generada por procesos evolutivos alopátricos debido al 

cultivo de plantas de interés agronómico en diferentes latitudes donde las mimas plagas 

coevolucionan con su hospedero, debe ser evaluada antes del uso o introducción de 

cultivos GM que expresen toxinas Cry para comprobar su efectividad con las poblaciones 

de insectos plaga locales y su inocuidad en organismos no blanco. 

 

El efecto que las toxinas Cry tiene sobre el desarrollo y peso de los insectos es 

una característica importante a evaluar, al ser ésta una característica que muchas de las 

toxinas Cry provocan y que en campo tiene consecuencias deseadas contra las plagas. 

 

Evaluar en condiciones de laboratorio los probables mecanismos de evasión a la 

toxicidad de la Cry1AbMod por medio de selección artificial de poblaciones resistentes es 

una tarea importante para continuar con el estudio y prevención de la evolución de 

resistencia de los insectos a toxinas Cry. 

 

Es necesario caracterizar el mecanismo de acción de las toxinas Cry en insectos 

de importancia agronómica, así como explorar la diversidad de toxinas Cry disponibles y 

hasta el momento no evaluadas. 
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