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RESUMEN 

Los nematodos entomopatógenos han sido utilizados como eficientes agentes de 

control de insectos plaga. El objetivo de este trabajo fue determinar las 

concentraciones que ocasionan una mayor virulencia por parte de Rhabditis regina 

(100, 200, 400 y 800 nematodos/insecto, n/i) sobre: Galleria mellonella, Tenebrio 

molitor, Ips sp., Dendroctonus sp., Sphenarium purpurascens, Piezogaster 

indecorus y Polistes sp., evaluando el número de días que tardó Rhabditis regina 

en provocar la mortalidad total en sus hospederos. Primero se aisló el nematodo 

entomopatógeno del bosque de pino de Sierra Fría, Aguascalientes. Se realizaron 

bioensayos en laboratorio utilizando cuatro tratamientos y un control, cuyas 

concentraciones fueron de 800, 400, 200, 100 y 0 nematodos/insecto. Cada 

tratamiento tuvo cuatro repeticiones, se registró durante ocho días consecutivos el 

número de individuos muertos por caja Petri. Se determinó que R. regina provocó 

el 100% de mortalidad con las concentraciones más altas 800, 400 y 200 n/i en casi 

todos los insectos, excepto para P. indecorus que con ninguna concentración 

alcanzó la mortalidad total. Además, se registró que con la concentración de 100 

n/i, el tiempo para alcanzar la mortalidad total fue mayor e inclusive para T. molitor 

y en el caso de S. purpurascens no se presentó, mientras que el tratamiento control 

no alcanzó la mortalidad total en ninguna especie de insecto. Se observó un efecto 

significativo de la concentración de nematodos, el tiempo transcurrido y la 

interacción de los factores antes mencionados (concentraciones de nematodos × 

tiempo) sobre la mortalidad acumulada de G. mellonella, T. molitor, Dendroctonus 

sp., Ips sp., S. purpurascens, y Polistes sp. Para P. indecorus se observó un efecto 

significativo de la concentración de nematodos, el tiempo transcurrido, pero en 

comparación con las demás especies de insectos no presentó un efecto significativo 

en la interacción de estos factores. Se concluye que el nematodo R. regina tiene 

potencial para usarse en el control biológico de las siete especies de insectos.     
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I. INTRODUCCIÓN 

1.1. Insectos plaga 

El concepto de plaga tiene un sentido antropocéntrico y se aplica a cualquier 

organismo que produce un daño o reduce la disponibilidad y calidad de un recurso 

de uso humano (Rey, 1976). Los recursos abarcan plantas y animales destinados a 

fines alimenticios o provisión de materias primas, que incluso pueden repercutir en 

la salud humana (Hajek, 2004). 

Entre los organismos que pueden volverse plaga se encuentran los insectos. 

Los insectos se adaptaron para sobrevivir a pesar de los cambios hechos por el 

hombre o de los cambios ecológicos naturales (Gatehouse et al., 1992). Los 

insectos plagas causan daños relacionados con la muerte de las semillas y 

plántulas, escaso desarrollo de las raíces y partes aéreas, alteraciones morfológicas 

y fisiológicas, marchitez, debilitamiento y favorecen el acceso de fitopatógenos 

(Ríos-Rosillo y Romero-Parra, 1982). 

Los principales órdenes de insectos considerados plaga, son: Orthoptera, 

Thysanoptera, Hemiptera, Homoptera, Coleoptera, Hymenoptera, Diptera y 

Lepidoptera. Las especies de insectos plaga pueden causar daños a las plantas en 

su fase de larva, adulta o en presencia de ambas fases (Selfa y Anento, 1997). 

Los insectos que son considerados plaga están distribuidos en varios grupos 

según su estrategia de alimentación, como son: minadores, que perforan el tallo 

continuando su alimentación dentro de la planta; succionadores, que se alimentan 

de los fluidos vegetales; masticadores, que se alimentan trozando las raíces; y 

descortezadores de árboles (Coto et al., 1995). 
 

1.2. Control de insectos plaga 

 

El control de plagas se refiere a cualquier método que pueda dar lugar a la reducción 

de daños causados por ellas (Romanyk y Kadahia, 2002). Los objetivos del manejo 

y control de plagas de insectos es establecer y mantener condiciones, que impidan 

que los insectos provoquen problemas de importancia económica. Esto se logra 

evitando que se establezcan o que se diseminen, mediante la prevención o el control 
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de las infestaciones a un nivel que sea el mínimo posible, evitando afectar a otros 

seres vivos (Behle et al., 1997). 

En el control de plagas de insectos se utiliza intensamente insecticidas 

químicos porque tienen rápida acción, facilidad de aplicación, manejo y 

relativamente una larga vida útil. Sin embargo, el uso indiscriminado de estos 

insecticidas ha ocasionado severos problemas de contaminación ambiental, como 

son: impacto negativo sobre la vida silvestre (i.e. polinizadores, enemigos naturales 

y peces), calidad de agua y suelo; también han favorecido al desarrollo de 

organismos altamente resistentes (Batra, 1982). Además, afectan de forma negativa 

la salud humana (Pimentel y Lehman, 1993). Debido a lo anterior se buscan 

alternativas para evitar estos efectos negativos expuestos, como puede ser el 

control biológico. 
 

1.2.1. Control biológico. Es un sistema de manejo de plagas que utiliza técnicas y 

métodos apropiados para mantener poblaciones nocivas en niveles bajos. Se 

coordinan diversas técnicas con elementos naturales, reguladores y limitadores de 

las poblaciones existentes (Romanyk y Kadahia, 2002). 

Para el control biológico de invertebrados comúnmente se utilizan enemigos 

naturales, los cuales se clasifican en cuatro categorías: depredadores, parasitoides, 

competidores y patógenos. Estos agentes de control provienen de una gran 

variedad de grupos taxonómicos, incluyendo a los insectos, ácaros y 

microorganismos. Estos agentes de control, al pertenecer a distintos grupos poseen 

diferentes características biológicas (Bale et al., 2008). 

Las interacciones entre especies pueden generar procesos ecológicos y 

evolutivos que, en contextos geográficos y temporales, pueden causar la 

supervivencia o extinción de las especies (Connell, 1983). En el control biológico, 

una de las interacciones fundamentales es la depredación la cual consiste en el 

consumo de un organismo llamado presa por parte de un depredador. La 

depredación es la transferencia de energía de un nivel trófico a otro nivel superior, 

e indica una interacción compleja entre dos o más especies (Badii et al., 2007). 
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La patogenicidad se refiere a la habilidad de un organismo de producir 

enfermedad, en algunas ocasiones se expresa como una habilidad genéticamente 

determinada (Nicholls, 2008) y la virulencia es la capacidad relativa de un organismo 

de causar daño en un hospedero (Casadevall y Pirofski, 1999). Los patógenos son 

microorganismos parásitos, dentro de los cuales encontramos: virus, bacterias, 

hongos, nematodos y protozoos. Estos microorganismos generalmente invaden y 

se multiplican en el hospedero y se dispersan infectando otros hospederos (Nicholls, 

2008). 

La interacción entre la plaga y el enemigo natural implica una supresión de 

tipo denso-dependiente que provoca el mantenimiento de ambas poblaciones en 

equilibrio. Es decir, la interacción de poblaciones significa una regulación (Summy 

y French, 1988). 

El control biológico tiene diversas ventajas, como son: escasos o ningún 

efecto nocivo al ambiente, raros casos de resistencia, regulación de la plaga a largo 

plazo, puede eliminar por completo o parcialmente el uso de insecticidas, evita 

plagas secundarias y no provoca intoxicaciones (Summy y Frech, 1988). Entre las 

desventajas encontramos: poco conocimiento sobre los principios del método, 

reducido apoyo económico, escaso personal especializado, dificultad para aplicarlo 

en complejos de plagas, además que los enemigos naturales se incrementan con 

retraso en comparación a las plagas que atacan, por lo cual, no proveen la supresión 

inmediata que se obtiene con los insecticidas y los resultados del control biológico 

no son tan espectaculares en el corto plazo como los insecticidas (Summy y Frech, 

1988). La falta de conocimiento de la biología del enemigo natural y su falta de 

evaluación antes de su introducción en el campo podría provocar la extinción de 

especies, como fue el caso de la extinción palomilla del cocotero, Levuana 

iridescens Bethune-Baker por la introducción en 1925 del taquínido Bessa remota 

(Aldrich) en Fiji (Kuris 2003). Pese a estas desventajas, el control biológico debe 

emplearse con mayor frecuencia como parte del manejo de plagas ya que 

constantemente se incrementa la resistencia a los insecticidas químicos (Summy y 

French, 1988). 
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En los países en desarrollo, donde es altamente elevado el costo de los 

insecticidas y muy frecuente la resistencia de las plagas a los insecticidas, el control 

biológico tiene una aplicación esencial que todavía no ha sido ampliamente 

explorado (Grethead y Waage, 1983). 

 

1.3. Nematodos 

El Phylum Nematoda es uno de los más diversos del reino animal con un número 

estimado de más de 500,000 especies (Baldwin et al., 2000). Los nematodos han 

evolucionado para vivir en diferentes ecosistemas como fitoparásitos, 

depredadores, parasitoides y de vida libre, donde se encargan de la descomposición 

de la materia orgánica (Lara et al., 2003). 

Los nematodos están presentes en el mar, en aguas dulces y en el suelo; se 

distribuyen desde regiones polares hasta los trópicos especialmente, donde existe 

alta descomposición de materia orgánica. La alimentación de los nematodos de vida 

libre consta de bacterias, levaduras, hifas de hongos y algas; las variedades 

depredadoras pueden alimentarse de insectos en estado adulto y larvas. Los de 

vida libre miden menos de 2.5 mm de largo en promedio, encontrándose otros 

microscópicos que en promedio miden 0.5 mm (Lara et al., 2003). 
 

1.3.1. Nematodos entomopatógenos. Las relaciones simbióticas entre nematodos e 

insectos son muy amplias, abarcando desde el comensalismo hasta el parasitismo. 

En las relaciones parásitas, los nematodos entomoparásitos pueden ser obligados 

o facultativos y utilizar al insecto como hospedero intermedio o definitivo (Kaya y 

Gaugler, 1993). 

Dentro de esta asociación parásita entre nematodos e insectos, 

diferenciamos a aquellos nematodos propiamente parásitos, que viven y se 

alimentan a expensas de su hospedero, produciendo diversos daños en el insecto 

y eventualmente provocando la muerte. En cambio, los nematodos 

entomopatógenos presentan una relación simbiótica con microorganismos que 

generan una rápida septicemia, es decir una infección causada por la invasión y 
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multiplicación de microorganismos en la hemolinfa del insecto, este último grupo 

teniendo un considerable potencial como bioinsecticidas (Kaya, 1993).  

Los nematodos entomopatógenos se reproducen en el cadáver del insecto y 

se alimentan de la biomasa bacteriana y de los tejidos del insecto metabolizados 

por la bacteria (Boemare, 2002). La reproducción del nematodo continua hasta que 

la reserva de alimento que proporciona el hospedero es suficiente para continuar 

con un nuevo ciclo (Adams y Nguyen, 2002).  

Las familias de nematodos entomopatógenos que han sido estudiadas son; 

Rhabditidae, Tetradonematidae, Mermithidae, Allantonematidae, Neotylenchidae, 

Sphaerularidae, Aphelenchidae, Heterorhabditidae y Steinernematidae (De Ley y 

Blaxter, 2002). 

1.3.2. Factores abióticos y bióticos sobre los nematodos entomopatógenos. La 

supervivencia y eficacia de los nematodos entomopatógenos varían frente a los 

factores abióticos. Por ejemplo, los nematodos se pueden desempeñar dentro de 

un amplio rango de temperatura (de 3 a 35°C) (Patel et al., 1997).  

La humedad extrema afecta su establecimiento, mientras que el 

desecamiento dificulta su movilidad y capacidad de búsqueda del hospedero, 

generando condiciones anaerobias que reducen su viabilidad (Ishibashi y 

Kondo,1990; Koppenhöfer y Kaya, 1997). 

Los nematodos entomopatógenos se dispersan mediante la lluvia, viento, 

suelo o por medio de los humanos e insectos (Kaya, 1990; Nguyen y Smart, 1990). 

Sin embargo, su potencial para dispersarse está limitado a metros por año (Poinar 

y Hom, 1986). Las dispersiones a largas distancias requieren ser transportados por 

los insectos hospederos (Parkman y Smart, 1996). 

En el campo, algunos organismos como hongos, bacterias, virus, protozoos 

y ácaros pueden llegar a ser antagonistas de estos nematodos entomopatógenos, 

ya que pueden actuar como depredadores o causantes de enfermedades (Kaya, 

1990; Kaya y Koppenhöfer, 1996).  
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1.3.3. Implicaciones del uso de nematodos entomopatógenos. En la década de 1930 

comenzaron los primeros programas que emplearon nematodos entomopatógenos 

contra el escarabajo japonés Popillia japónica y han sido ampliamente utilizados en 

el ámbito agrícola (Glaser,1932). 

El uso de nematodos entomopatógenos tiene varios atributos dentro de los 

cuales podemos mencionar que no provocan toxicidad significativa para 

vertebrados; se han realizado pruebas con las bacterias Xenorhabdus spp., que 

tienen asociación simbiótica con el género de nematodos entomopatógenos 

Steinernema, y la bacteria Photorhabdus spp., que tiene asociación con el género 

Heterorhabditis, para evaluar los efectos de patogenicidad sobre vertebrados, y las 

pruebas han indicado que no representan ningún peligro (Boemare et al., 1996). 

Además, no tienen importantes repercusiones a largo plazo en poblaciones de 

invertebrados no blanco. No obstante, se indica que insectos como parasitoides y 

polinizadores pueden ser susceptibles, al menos en algún momento del ciclo de 

vida; pero, a pesar de esta implicación, el beneficio del uso de nematodos 

entomopatógenos es mayor (Lemire et al.1996). 

Sin embargo, el empleo de nematodos entomopatógenos requiere de 

medidas preventivas que deben ser tomadas durante las fases de producción y 

aplicación para evitar causar daños al ambiente, como son: realizar pruebas que 

demuestren que son inocuos para los humanos, determinar el ámbito de 

hospederos antes de su liberación, así como el monitoreo del comportamiento entre 

el nematodo entomopatógeno y la plaga (Akhurst y Smith, 2002). 

En contraste con los nematodos entomopatógenos, los insecticidas químicos 

no se pueden desplazar por el agua o suelo y tienden a decaer en unos días. Los 

nematodos entomopatógenos son móviles y persistentes, ellos se reciclan dentro 

del insecto hospedero, manteniendo así su efecto a largo plazo (Selcuk et al., 2001). 

 

1.3.4. Ámbito de hospederos. En la naturaleza, el rango de hospederos de los 

nematodos entomopatógenos es limitado y restringido principalmente por las 

barreras ecológicas y el modo de infección de los nematodos sobre sus hospederos 

(Gaugler,1988). Sin embargo, puede llegar a registrarse una gran cantidad de 
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hospederos potenciales. Por ejemplo, se conoce que Steinernema carpocapsae 

infecta alrededor de 250 especies de insectos (Poinar, 1979), y a cuatro órdenes de 

insectos (Coleoptera, Hymenoptera, Diptera y Lepidoptera); en comparación, 

Steinernema feltiae se ha encontrado infectando a los órdenes Coleoptera y 

Lepidoptera (Peters, 1996). 

 La especie Heterorhabditis bacteriophora ataca a los órdenes Blattaria, 

Orthoptera, Isoptera, Thysanoptera, Homoptera, Hemiptera, Lepidoptera, 

Coleoptera, Hymenoptera y Diptera (Doucet y Gabarra, 1994). 

 Otros grupos de invertebrados que también son susceptibles a la infección 

por nematodos heterorhabditidos y steirnematidos, son algunos gasterópodos, 

miriápodos, arácnidos, crustáceos y diplópodos (Poinar, 1989). 

Aunque el ámbito de hospederos de los nematodos entomopatógenos 

incluye una gran cantidad de especies de insectos, los nematodos 

entomopatógenos que han sido comercializados solo cubren una pequeña fracción 

para el control biológico de insectos. Existe un gran interés en aislar nematodos de 

diferentes regiones del mundo para ser usados como agentes de control biológico 

en plagas de dichas regiones (Didem et al., 2006). Los nematodos nativos estarían 

mejor adaptados climáticamente al igual que la plaga y se evitaría la introducción 

de nematodos entomopatógenos exóticos en la región. Por esta razón, los 

muestreos en muchas partes del mundo se han llevado a cabo para levantar un 

inventario de los nematodos entomopatógenos presentes, los cuales serían más 

adecuados para un control biológico en sus respectivas regiones (Didem et al., 

2006). 

 

1.4. El nematodo entomopatógeno Rhabditis regina 

El género Rhabditis agrupa a un conjunto de especies de nematodos depredadores, 

sus hábitos alimenticios comprenden una gran variedad de hongos y bacterias 

fitopatógenas que habitan en el suelo, así como de algunos insectos que parasitan 

el intestino de otros insectos; además tienen una gran importancia agrícola porque 

contribuyen en el ciclaje de la materia orgánica. Es un género de vida libre y la 

mayoría de las especies miden pocos micrómetros (Cepeda, 1996). 
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La distribución de la especie R. regina solo se ha reportado en Guatemala y 

México (Schulte y Poinar, 1991; Jiménez et al., 2016). 

 

1.4.1. Ciclo biológico. El nematodo entomopatógeno R. regina presenta un ciclo de 

vida basado principalmente en seis estados de desarrollo: huevo, cuatro estadios 

juveniles, conocidos también como dauer y adulto (Wouts, 1991). Los machos 

alcanzan la fase adulta en 24 h y las hembras en 30 h; en la copula el macho dobla 

el extremo de la cola alrededor de la hembra para encontrar la región vulvar, y 

posteriormente deposita una gran cantidad de espermatozoides en el receptáculo 

seminal de la hembra. Los huevos se desarrollan en el interior de la hembra y los 

juveniles después de cuatro días eclosionan en el útero, lo que provoca la muerte 

de la madre, proceso denominado endotoquia matricida (Schulte y Poinar, 1991). 

 

1.4.2. Bacterias entomopatógenas. El nematodo R. regina tiene asociaciones con 

varios géneros de bacterias, como: Alcaligenes, Serratia, Enterobacter, 

Acinetobacter, Pseudomonas, Klebsiella, Enterococus y Bacillus, que les permite 

sobrevivir en diferentes condiciones (Tambong, 2013). Los nematodos introducen 

las bacterias en la cavidad del insecto, las bacterias destruyen los tejidos internos 

del insecto y propician un medio favorable para la alimentación y reproducción del 

nematodo (Rosales et al., 1999). 

La bacteria Serratia marcescens tiene alta capacidad quitinolítica (Brurberg 

et al.,1996). Las enzimas quitinasas producidas por S. marcescens degradan la 

cutícula de quitina de los insectos (Ordentlichy et al., 1988). La bacteria S. 

marcescens provoca la muerte en gusanos cortadores de la familia de la Noctuidae 

(Nishiwaki et al., 2007). 

El nematodo R. regina tiene un estilo de vida complejo, fluctuando entre la 

vida libre alimentándose de bacterias del suelo, o con hábitos necroménicos los 

cuales consisten en la adquisición de bacterias de insectos muertos o también 

puede tener características de nematodo entomopatógeno ya que infecta 

activamente a sus hospederos principalmente con las bacterias Klebsiella sp. y 

Serratia sp. (Li et al., 2015). Esta plasticidad puede explicar por qué R. regina es 

https://es.wikipedia.org/wiki/Noctuidae
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capaz de persistir en el suelo durante largos períodos de tiempo y en condiciones 

adversas (Stasiuk et al., 2012). Parece posible que los atributos mencionados 

convierten a este nematodo como un eficiente controlador biológico en el campo. 

Aunque las bacterias que contribuyen a la muerte de insectos pueden perderse en 

condiciones de laboratorio, lo que representa una desventaja cuando se cultiva al 

nematodo R. regina para ser utilizado como controlador biológico (Jiménez et al., 

2016). 
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II. JUSTIFICACIÓN 

Los nematodos entomopatógenos pueden poseer un alto grado de patogenicidad 

sobre insectos plaga, tienen un crecimiento poblacional elevado, lo cual es 

indispensables para su producción masiva y su aplicación, además tienen una alta 

capacidad de búsqueda (particularmente a bajas densidades de la plaga); por lo 

que el uso de nematodos entomopatógenos puede resultar en un control biológico 

eficaz a largo plazo y eliminar por completo o sustancialmente el uso de insecticidas 

químicos (Bale et al., 2011). 

Debido a lo anterior, son necesarios estudios de evaluación in vitro con 

nematodos entomopatógenos para determinar sus niveles de patogenicidad en 

diferentes hospederos evitando posibles efectos negativos en insectos no blanco, 

además de encontrar cepas de nematodos entomopatógenos con un buen 

desempeño en el campo. 
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III. OBJETIVOS E HIPÓTESIS 

El objetivo general de este trabajo es determinar la patogenicidad del nematodo 

entomopatógeno Rhabditis regina en siete especies de insectos bajo condiciones 

de laboratorio. 

Los objetivos particulares, por su parte, son los siguientes:  
 

• Determinar la concentración que ocasiona una mayor virulencia de 

Rhabditis regina (100, 200, 400 y 800 nematodos/insecto) sobre los 

insectos plaga como son; los escarabajos descortezadores Ips sp. y 

Dendroctonus sp. y sobre insectos no blanco como son; larvas de los 

coleópteros y lepidópteros Galleria mellonella y Tenebrio molitor; el 

chapulín Sphenarium purpurascens; la chinche Piezogaster indecorus y 

la avispa Polistes sp. 

 

• Determinar el número de días que tarda el nematodo Rhabditis regina en 

provocar una mayor mortalidad en sus hospederos. 
 

Hipótesis 

Si el nematodo entomopatógeno Rhabditis regina tiene respuesta 

densodependiente positiva al atacar a sus insectos hospederos, entonces los 

tratamientos con altas densidades de nematodo presentarán mayor efectividad en 

tiempo para inducir la mortalidad de hospederos. 
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IV. MATERIALES Y MÉTODOS 

4.1. Sitio de estudio 

El municipio San José de Gracia (102°25' O y 22°09' N, 2050 m s.n.m.) tiene una 

superficie de 815.623 km2  y está localizado en el Área Natural Protegida Sierra Fría 

en el noroeste del estado de Aguascalientes (Arriaga, 2009). Esta zona comprende 

una región montañosa constituida por varias serranías, valles, mesetas y cañadas 

(CONABIO, 1997). 

 
Figura 1. Mapa de la ubicación del municipio San José Gracia en el estado de Aguascalientes. 

 

Es una región montañosa con un rango altitudinal de 2,200 m a 3,050 m, su 

precipitación anual oscila entre los 600 mm y los 700 mm (SEDESO, 1993). 

El clima del área es templado subhúmedo con lluvias en verano [C (w1) (b) (e) (g)] 

(Rzedowski,1978). Presenta una temperatura anual entre -3°C y 18°C, la 

precipitación anual es de 600 mm (Arriaga, 2009) 

Los principales tipos de vegetación son en su mayoría bosques de pino, las 

especies que encontramos son: Pinus leiophylla, P. teocote., P chihuahuana, P. 

https://es.wikipedia.org/wiki/Aguascalientes


14 
 

lumholtzii y P. duranguensis (Díaz et al., 2012). También se presentan otros tipos 

de vegetación como son; el bosque tropical seco, matorrales templados, áridos y 

subtropicales, chaparrales y pastizales (Díaz et al., 2012). 

 

4.2. Métodos 

4.2.1. Colecta de muestras de suelo. Se colectaron muestras de suelo durante el 

mes de junio 2015 en distintas zonas de bosques de pino del ANP Sierra Fría. En 

un radio de 50 m, se eligieron 24 puntos aleatoriamente, extrayendo en cada punto 

un cubo de 15 cm² de suelo con una pala de mano (Figura 2A).  

Las muestras de suelo se guardaron en costales etiquetados. Después, las 

24 muestras de suelo se mezclaron homogéneamente, para obtener 2 kg de suelo 

total con una textura uniforme (Figura 2B), lo anterior debido a que más del 90% de 

los nematodos entomopatógenos se encuentran en los primeros 15 cm de la 

superficie del suelo (Choo et al., 1995). 

 
Figura 2. (A) Colecta de suelo con una pala. (B) Suelo mezclado homogéneamente. 

 

La muestra de 2 kg fue transportada al laboratorio de Entomología Forestal 

del INIFAP, procurando evitar exponerlas a temperaturas elevadas. Posteriormente 

se almacenaron las muestras de suelo a una temperatura de 15°C (Stock, 1995). 

 

4.2.2. Aislamiento de nematodos entomopatógenos. Se tamizó la muestra de suelo 

completamente mezclada (Figura 3A), y se colocó en 10 vasos de plástico de 5 × 
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7 cm, saturados de suelo hasta un 90%; se hicieron orificios con una aguja en la 

tapa para permitir la ventilación. Posteriormente, se tomaron 20 larvas de G. 

mellonella del último instar, se lavaron con agua potable estéril para evitar la 

contaminación. Se colocaron cuatro larvas en cada uno de los vasos de plástico con 

suelo, se agregó vermiculita para mantener la humedad al 85% (Figura 3 B-D), y 

se incubaron a 23 °C durante 7días en oscuridad (Poinar, 1979; Hominick y Briscoe, 

1990; Glazer, 1992). 

 
Figura 3. (A) Tamizado del suelo. (B) Suelo húmedo al 85%. (C) G. mellonella en infección con el 

suelo. (D) Vasos de suelo con G. mellonella rodeados de vermiculita para mantener la humedad. 

 

Pasado el tiempo de incubación se separaron las larvas que presentaron 

síntomas de infección, como son una coloración ocre o negra, además que el cuerpo 

no presentara un mal olor. Después las larvas se lavaron con agua destilada estéril, 

y se desinfectaron superficialmente por inmersión en hipoclorito de sodio al 0.1% 

durante 30 segundos, posteriormente se enjuagaron con agua destilada estéril 

(Woodring y Kaya, 1988). 

Las larvas desinfectadas superficialmente se colocaron en cámaras blancas, 

con la cual se extraen los juveniles infectivos (JI) de nematodos entomopatógenos 

(Figura 4). Las cámaras se armaron con una base de caja Petri (15 cm de diámetro) 
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y adentro de esta contiene otra base de caja Petri de menor tamaño invertida (10 

cm de diámetro), sobre la cual se colocó un disco de papel filtro (15 cm) y encima 

de este disco se colocó una larva; finalmente se agregaron 25 ml de agua potable 

estéril. La recolección de juveniles infectivos se realizó al séptimo día (Nguyen y 

Smart, 1995). 

 
Figura 4. Recolección de juveniles infectivos JI en cámaras blancas. 

 
4.2.3. Reinfección por nematodos entomopatógenos. La muerte de las larvas G. 

mellonella se verificó que fue provocada por los nematodos entomopatógenos 

aislados por medio de los postulados de Koch (Pelczar et al., 1977). Los juveniles 

infectivos aislados de las cámaras blancas se agregaron a una caja de Petri para 

infectar a otro grupo de cinco larvas vivas del último instar de G. mellonella y así 

comprobar si estos nematodos entomopatógenos tienen el potencial de matar a las 

larvas de G. mellonella (Rueda et al.,1993; García y Palomo,1996). 

 

4.2.4. Montajes temporales e identificación. Los nematodos entomopatógenos 

obtenidos de las cámaras blancas y cámaras de reinfección se colectaron en tubos 

Falcon de 45 ml con 30 ml de agua destilada estéril. Con los nematodos obtenidos 

se realizaron 20 montajes temporales para exanimación morfométrica. La fijación 

de los ejemplares se realizó con una solución de TAF 90% + glicerina 10%. 
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Los nematodos se montaron en portaobjetos con 1 ml de fijador y 

cubreobjetos. Las preparaciones se realizaron con sellador polimérico transparente, 

se etiquetaron con el sitio de colecta y la fecha del montaje. 

 

4.2.5. Medio de cultivo. Se realizó el medio sólido de dos dimensiones (agar- hígado 

de cerdo), el cual se preparó con agar al 1% en cajas Petri o frascos de vidrio y 

encima del agar se agregó un revestimiento de hígado de cerdo ahumado y 

procesado como paté. Los medios de cultivo se incubaron durante 24 h a una 

temperatura de 15°C. Luego de este periodo se inoculó una suspensión de 1000 

nematodos (Figura 5A), esparciendo uniformemente la suspensión sobre la 

superficie del sustrato. Después de seis a siete días se obtuvieron juveniles (Figura 

5A), y al incrementar su densidad poblacional consumieron completamente el 

revestimiento de hígado de cerdo; debido a esto, cada semana se le agregó carne 

al medio de cultivo con agar 1% (Martignoni, 1979). 

 

 
 

 

 

4.3. Obtención de insectos hospederos 

4.3.1. Colecta de escarabajos descortezadores y avispas. En el bosque de pino de 

Pinalito de la Cruz (Sierra Gorda, Querétaro), se seleccionaron árboles con 

síntomas de infestación de escarabajos descortezadores (Ips o Dendroctonus sp.), 

los síntomas se manifiestan como una coloración rojiza en el dosel. Se cortaron 

Figura 5. (A) Medio de cultivo después de la inoculación. (B) Acercamiento 

del medio de cultivo después de una semana de inoculación. 
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trozos de corteza de 10 × 10cm (Figura 6) a lo largo del árbol, la corteza se guardó 

en una hielera, además se colectaron escarabajos descortezadores del mismo árbol 

y se guardaron en tubos Falcon de 100 ml. 

 

Figura 6. Pino descortezado. 
 

Para la colecta de avispas (Polistes sp.) se colocaron trampas en el bosque de pino 

de Pinalito de la Cruz (Sierra Gorda, Querétaro) de Lindgren (Figura 7), que 

consistieron en una columna formada por embudos de plástico negro que se 

colgaron de una rama o del árbol de pino (Lindgren, 1983). Las avispas se 

guardaron en bolsas de plástico. El material colectado fue transportado al 

laboratorio de Entomología Forestal del INIFAP. 

 
 Figura 7. Colecta de avispas de la trampa Lindgren. 
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4.3.2. Colecta de chapulines y chinches. En octubre de 2015 se realizaron colectas 

de chapulines (Sphenarium purpurascens) adultos en la Reserva del Pedregal de 

San Ángel, CDMX. Estas colectas consistieron en redeos intensivos. Los chapulines 

colectados fueron transportados en recipientes de plástico al laboratorio y para las 

chinches (Piezogaster indecorus) la técnica de colecta fue de forma manual. El 

material colectado fue transportado al laboratorio de Entomología Forestal del 

INIFAP. 

4.3.3. Cría del gusano de cera y el gusano de harina. Se compró un conjunto de 

machos y hembras del gusano de cera G. mellonella y el gusano de la harina 

Tenebrio molitor. Para la cría del gusano de cera se utilizó una dieta artificial, cuyos 

ingredientes fueron: miel de abeja, glicerina, levadura, cera de abejas y salvado de 

trigo (Realpe et al., 2007).   

         Para obtener un kilogramo de la dieta, inicialmente se mezclaron 464 g de 

salvado de trigo y 69 g de levadura seca. Aparte, se derritieron 67 g de cera de 

abejas y se adicionaron a la primera mezcla (Figura 8). Posteriormente se 

adicionaron 207 g de glicerina y 193 g de miel de abejas. Esta mezcla se colocó en 

bandejas de plástico multiusos de 25 × 25 × 5cm (Realpe et al., 2007). Se construyó 

una jaula en forma de cubo con marcos de madera de 50 × 50 cm (Figura 8), 

cubiertos con tela de tul para evitar la salida de adultos y llegando el momento 

ovopositaran y dieran inicio a un nuevo ciclo de vida. 

 
 Figura 8. (A)  Dieta artificial para G. mellonella. (B) Jaula para la ovoposición de los 

adultos de G. mellonella. 
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Para la cría del gusano de harina (T. molitor), en una bandeja de plástico 

multiusos de 25 × 25 × 5 cm se preparó dieta con 500 g de salvado de trigo, al cual 

se le agregan trozos de madera para la ovoposición de los adultos. Ambos gusanos 

se mantuvieron en el laboratorio del INIFAP a 25°C a una humedad relativa cercana 

al 80% (Figura 9). 

 

 
 

 

4.4. Pruebas de patogenicidad 

4.4.1. Desinfección de insectos. Después de la colecta o cría de insectos, se 

procedió a su desinfección, la cual se realizó preparando una solución de hipoclorito 

de sodio al 0.01% en la cual se sumergieron los adultos y las larvas durante 30 s; 

luego se volvieron a sumergir en un recipiente con agua potable estéril durante 30 

s, para eliminar el exceso de hipoclorito de sodio y de esa manera garantizar la 

sanidad de los mismos. 

4.4.2. Extracción de nematodos del medio de cultivo y preparación de 

concentraciones. Para extraer los nematodos se tamizó el medio de cultivo y se 

enjuagaron los nematodos con agua potable estéril para evitar residuos del medio 

de cultivo. Posteriormente se realizó un conteo de nematodos empleando el método 

de dilución que consiste en extraer una alícuota de 0.5 ml de suspensión madre del 

Figura 9. Dieta para la cría de Tenebrio molitor. 



21 
 

medio de cultivo con el cual se realizaron 3 diluciones en agua potable estéril y se 

contaron los nematodos. 

           El bioensayo se realizó siguiendo la metodología sugerida por Woodrin y 

Kaya (1988); el procedimiento consistió en preparar series logarítmicas de 

concentraciones, más un testigo con agua potable estéril. Las concentraciones 

utilizadas en este estudio fueron 100, 200, 400 y 800 nematodos por insecto (n/i), 

además del testigo. 

Las unidades experimentales consistieron en cajas Petri con papel filtro 

Whatman, con el objetivo mantener la humedad. En cada caja Petri se colocaron 

cinco insectos adultos o larvas; se realizaron cuatro repeticiones por cada 

tratamiento para un total de 20 unidades experimentales (Cuadro 1). 

 

Cuadro 1. Descripción de los tratamientos de patogenicidad de Rhabditis regina sobre cada uno 
de los insectos. 
 

 

4.4.3. Bioensayo. Una vez conociendo las respectivas concentraciones y 

preparadas las unidades experimentales, se procedió a inocular los nematodos con 

una micropipeta para cada concentración según el tratamiento. Las unidades 

experimentales fueron incubadas a 25°C. Las evaluaciones de la mortalidad se 

realizaron diariamente durante ocho días; para comprobar la muerte de los insectos 

por nematodos se colocaron cámaras blancas y se hicieron disecciones de los 

insectos infectados. 

 

Concentración de 

nematodos / insectos (n/ i) 

Insectos 

blancos 

Total, de 

nematodos 

Unidades 

experimentales  

800 5 4000 4 

400 5 2000 4 

200 5 1000 4 

100 5 500 4 

0 5 0 4 
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4.5. Análisis estadístico 

Para determinar el efecto de las concentraciones de nematodos entomopatógenos 

y el tiempo que pasa a partir del contacto sobre la mortalidad de los insectos, así 

como la interacción entre ambas variables (concentración de nematodos × tiempo), 

se realizó un modelo lineal generalizado (GLM; distribución de error tipo binomial y 

función de ligamiento logit) (Crawley, 2007). Los análisis se realizaron con el 

programa estadístico R versión 3.1.2. (R Core Team, 2015). Si las pruebas 

resultaran significativas, se realizaron pruebas de comparación múltiple de Tukey 

(Zar, 1984). 
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V. RESULTADOS 

Se encontró que el nematodo Rhabditis regina es capaz de causar mortalidad en 

todos los insectos evaluados. Por otro lado, se observó un efecto significativo de la 

concentración de nematodos, el tiempo transcurrido y la interacción de los factores 

antes mencionados (concentraciones de nematodos × tiempo) sobre la mortalidad 

acumulada de Galleria mellonella (Cuadro 2) (Lepidoptera), Tenebrio molitor 

(Coleoptera) (Cuadro 3), Dendroctonus sp. (Coleoptera) (Cuadro 4), Ips sp. 

(Coleoptera) (Cuadro 5), Sphenarium purpurascens (Orthoptera) (Cuadro 6), y 

Polistes sp. (Hymenoptera) (Cuadro 7). Para Piezogaster indecorus se observó un 

efecto significativo de la concentración de nematodos, el tiempo transcurrido, pero 

en comparación con las demás especies de insectos no presentó un efecto 

significativo en la interacción de estos factores (Cuadro 8). 

 

5.1. Pruebas de patogenicidad in vitro 

5.1.1. Mortalidad en G. mellonella. Para las larvas de G. mellonella, desde el primer 

día de inoculación se obtuvó la mortalidad acumulada total (100%) con una 

concentración de 800 n/i, mientras que para las concentraciones de 400 n/i y 200 

n/i esto se observó en el cuarto y quinto día la mortalidad acumulada total, 

respectivamente, y para el caso de 100 n/i ocurrió en el séptimo día (Figuras 10). 

R. regina provocó mayor virulencia contra este insecto, ya que llegó a la mortalidad 

acumulada total más rápido en comparación con el resto de los insectos evaluados. 
 

Cuadro 2. Resultados del GLM (distribución de error tipo binomial y función logit) para probar el 

efecto del tiempo transcurrido, concentración de nematodos entomopatógenos y su interacción 

(tiempo × concentración) sobre la mortalidad acumulada del lepidóptero en G. mellonella. 

 

 
 

 

 

 

 

Efecto g.l. Devianza g.l. 
Residual 

Devianza 
Residual P 

Tiempo 7 140.223 152 22.619 <0.001 

Concentración 1 33.859 151 106.364 <0.001 

Tiempo × 
Concentración 7 18.878 144 14.981 <0.001 
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Figura 10. Porcentaje de mortalidad de la larva de cera G. mellonella inoculados con cuatro 

concentraciones (100, 200, 400 y 800) del nematodo entomopatógeno R. regina; en los promedios 

que comparten letras no hay diferencias significativas de acuerdo con la prueba de Tukey (P < 0.05). 

 

 
 
Figura 11. (A) Larva de G. mellonella. (B) Transcurridos 7 días, los nematodos entomopatógenos 
acabaron con el 90% del cuerpo de la larva. 
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5.1.2. Mortalidad en T. molitor, Ips sp. y Dendroctonus sp. Se observó para las 

especies de coleópteros, que la concentración de 100 nematodos por insecto (n/i) 

causó la mortalidad acumulada total del (100 %) en el octavo día (Figuras 14 y 16), 

excepto para la larva de T. molitor la mortalidad al octavo día fue de un 80 % (Figura 

12). Por otra parte, la concentración de 200 n/i causó la mortalidad acumulada total 

en el séptimo día para estas tres especies de coleópteros; mientras que, la 

concentración de 400 n/i alcanzó la mortalidad total de T. molitor y Dendroctonus 

sp. al séptimo día (Figuras 12 y 14), a diferencia de Ips sp. que la alcanzó un día 

antes (sexto día) (Figura 16). Para la concentración más alta de 800 n/i, la 

mortalidad acumulada tota se alcanzó en el cuarto día para el escarabajo Ips sp., a 

diferencia de T. molitor y Dendroctonus sp. en lo cuales ocurrió hasta el sexto día 

(Figuras 12 y 14). 

 
Cuadro 3. Resultados del GLM (distribución de error tipo binomial y función logit) para probar el 

efecto del tiempo transcurrido, concentración de nematodos entomopatógenos y su interacción 

(tiempo × concentración) sobre la mortalidad acumulada de T. molitor. 

 

Efecto g.l. Devianza g.l. 
Residual 

Devianza 
Residual P 

Tiempo 1 76.666 158 66.137 <0.001 

Concentración 1 35.692 157 40.974 <0.001 

Tiempo × 
Concentración 1 26.728 156 8.964 0.002 
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Figura 12. Porcentaje de mortalidad del gusano de harina T. molitor inoculados con cuatro 

concentraciones (100, 200, 400 y 800) del nematodo entomopatógeno R. regina; en los promedios 

que comparten letras no hay diferencias significativas de acuerdo con la prueba de Tukey (P < 0.05). 

 
Figura 13. (A) Larva de T. molitor. (B) Emergencia de nematodos en la parte anterior de la larva de 
T. molitor. 
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Cuadro 4. Resultados del GLM (distribución de error tipo binomial y función logit) para probar el 

efecto del tiempo transcurrido, concentración de nematodos entomopatógenos y su interacción 

(tiempo × concentración) sobre la mortalidad acumulada del escarabajo Dendroctonus sp. 

 

Efecto g.l. Devianza g.l. 
Residual 

Devianza 
Residual P 

Tiempo 1 89.511 158 65.122 <0.001 

Concentración 1 43.288 157 46.223 <0.001 
Tiempo × 
Concentración 1 32.335 156 10.952 <0.001 

 
Figura 14. Porcentaje de mortalidad del escarabajo descortezador Dendroctonus sp. inoculados con 

cuatro concentraciones (100, 200, 400 y 800) del nematodo entomopatógeno R. regina; en los 

promedios que comparten letras no hay diferencias significativas de acuerdo con la prueba de Tukey 

(P < 0.05). 
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Figura 15. (A) Escarabajo adulto de Dendroctonus sp. (B) Emergencia de nematodos 

entomopatógenos R. regina del tórax del escarabajo. 

 
 
Cuadro 5. Resultados del GLM (distribución de error tipo binomial y función logit) para probar el 

efecto del tiempo transcurrido, concentración de nematodos entomopatógenos y su interacción 

(tiempo × concentración) sobre la mortalidad acumulada del escarabajo Ips sp. 

 

Efecto g.l. Devianza g.l. 
Residual 

Devianza 
Residual P 

Tiempo 1 104.553 158 56.783 <0.001 

Concentración 1 42.648 157 61.905 <0.001 
Tiempo × 
Concentración 1 23.413 156 19.235 <0.001 
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Figura 16. Porcentaje de mortalidad del escarabajo descortezador Ips sp. inoculados con cuatro 

concentraciones (100, 200, 400 y 800) del nematodo entomopatógeno R. regina; en los promedios 

que comparten letras no hay diferencias significativas de acuerdo con la prueba de Tukey. 

 
Figura 17. (A) Escarabajo adulto de Ips sp. (B) Emergencia de nematodos entomopatógenos R. 

regina de la parte anterior del abdomen. 
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5.1.3. Mortalidad en S. purpurascens. En cuanto al chapulín, la concentración de 

100 n/i únicamente alcanzó el 35% de mortalidad; mientras que, en las 

concentraciones de 200, 400 y 800 n/i, la mortalidad acumulada total del (100%) se 

presentó en el octavo, séptimo y sexto día, respectivamente (Figuras 18). 

 

Cuadro 6. Resultados del GLM (distribución de error tipo binomial y función logit) para probar el 

efecto del tiempo transcurrido, concentración de nematodos entomopatógenos y su interacción 

(tiempo × concentración) sobre la mortalidad acumulada del chapulín S. purpurascens. 

Efecto g.l. Devianza g.l. 
Residual 

Devianza 
Residual P 

Tiempo 1 76.625 158 57.096 <0.001 

Concentración 1 34.037 157 42.588 <0.001 
Tiempo × 
Concentración 1 22.202 156 11.835 <0.001 

 
Figura 18. Porcentaje de mortalidad del chapulín S. purpurascens, inoculados con cuatro 

concentraciones (100, 200, 400 y 800) de nematodos entomopatógenos R. regina; en los promedios 

que comparten letras no hay diferencias significativas de acuerdo con la prueba de Tukey (P < 0.05). 
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Figura 19. (A) Chapulín adulto de S. purpurascens. (B) Emergencia de nematodos en el abdomen. 

(C) Coloración rojiza de S. purpurascens debido al ataque de R. regina. (D) Ingreso de nematodos 

al ojo de S. purpurascens. 

 

 

5.1.4. Mortalidad en Polistes sp. Se observó que para la avispa con la concentración 

de 100 n/i, alcanzó una mortalidad acumulada total (100%) hasta el séptimo día; 

con las concentraciones de 200 y 400 n/i se registraron en el sexto día con un 

comportamiento similar, y finalmente en el quinto día con la concentración de 800 

n/i se alcanzó el 100% de mortalidad (Figura 20).  

 
Cuadro 7. Resultados del GLM (distribución de error tipo binomial y función logit) para probar el 

efecto del tiempo transcurrido, concentración de nematodos entomopatógenos y su interacción 

(tiempo × concentración) sobre la mortalidad acumulada de la avispa Polistes sp. 

 

Efecto g.l. Devianza g.l. 
Residual 

Devianza 
Residual P 

Tiempo 1 105.857 158 73.332 <0.001 

Concentración 1 74.481 157 31.376 <0.001 
Tiempo × 
Concentración 1 35.797 156 38.683 <0.001 
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Figura 20. Porcentaje de mortalidad de la avispa Polistes sp. inoculados con cuatro concentraciones 

(100, 200, 400 y 800) del nematodo entomopatógeno R. regina; en los promedios que comparten 

letras no hay diferencias significativas de acuerdo con la prueba de Tukey. 

 
Figura 21. (A) Adulto de Polistes sp. (B) Emergencia de nematodos R. regina de la cabeza y el tórax.  
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5.1.5. Mortalidad en P. indecorus. La chinche no alcanzó el 100% de mortalidad 

acumulada en ningún tratamiento. En las concentraciones de 100 n/i y 200 n/i no 

presentó mortalidad; en contraste, la concentración de 400 n/i alcanzó el 20% de 

mortalidad y la de 800 n/i llegó al 60% de mortalidad acumulada (Figuras 22). Las 

chinches infectadas por R. regina presentaron coloración rojiza y emergencia de 

estos nematodos en el cuerpo del insecto (Figura 23). 
 

Cuadro 8. Resultados del GLM (distribución de error tipo binomial y función logit) para probar el 

efecto del tiempo transcurrido, concentración de nematodos entomopatógenos y su interacción 

(tiempo × concentración) sobre la mortalidad acumulada de la chinche P. indecorus. 

 

Efecto g.l. Devianza g.l. 
Residual 

Devianza 
Residual P 

Tiempo 1 26.754 88 4.9235 0.026 

Concentración 1 5.849 87 20.9050 <0.001 
Tiempo × 
Concentración 1 5.830 86 0.0191 0.889 

 
Figura 22. Porcentaje de mortalidad de la chinche P. indecorus, inoculados con cuatro 

concentraciones (100, 200, 400 y 800) del nematodo entomopatógeno R. regina; en los promedios 

que comparten letras no hay diferencias significativas de acuerdo a la prueba de Tukey. 
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Figura 23. A) Chinche adulta de P. indecorus. B) Coloración rojiza de P. indecorus debido al ataque 

de R. regina.C) Emergencia de nematodos del torax. D) Emergencia de nematodos del abdomen. 

 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
El patrón general que se observó fue que R. regina provocó el 100 % de mortalidad 

con las concentraciones más altas (800, 400 y 200 n/i) en casi todos los insectos, 

excepto para P. indecorus, que con ninguna concentración alcanzó la mortalidad 

del 100%. Además, se observó que cuando se inoculó una menor concentración 

(100 n/i) en los insectos mayor fue el tiempo para lograr una mortalidad del 100%, 

e inclusive en T. molitor solo se alcanzó una mortalidad del 80% y para el caso de 

S. purpurascens tan solo fue del 35%, mientras que para el tratamiento control la 

mortalidad fue menor al 20 % para todas las especies de insectos. Se observó que 

generalmente a medida que la concentración es más alta, se llega a la mortalidad 

total en menor tiempo. 
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VI.DISCUSIÓN 
 

Los resultados obtenidos incrementan el ámbito de hospederos de Rhabditis regina 

en condiciones de laboratorio, ya que provocó altas mortalidades en la mayoría de 

los insectos. Se determinó que los órdenes de insectos más susceptibles al ataque 

por Rhabditis regina fueron: las larvas del lepidóptero (Galleria mellonella), los 

coleópteros (Dendroctonus sp., Ips sp. y Tenebrio molitor), el himenóptero (Polistes 

sp.), el ortóptero (Sphenarium purpurascens) y el hemíptero (Piezogaster 

indecorus).  

La eficiencia del nematodo R. regina es influenciada por sus 

concentraciones, debido a que una gran cantidad de nematodos entomopatógenos 

provocan de manera más rápida la muerte de los insectos, además de una mayor 

mortalidad. Estos resultados posiblemente se deben a que los nematodos 

entomopatógenos penetran en el cuerpo de los insectos con individuos suficientes 

para causar una fuerte infección en breve tiempo (Schmidt y AII,1978). 

 

6.1. Mortalidad en los insectos 

6.1.1. Larvas G. mellonella y T. molitor. Se encontró que R. regina mostró una alta 

eficiencia para el control de larvas G. mellonella, en comparación con las demás 

especies de insectos a las cuales se le realizaron las pruebas de patogenicidad, ya 

que desde el primer día de inoculación con una concentración de 800 n/i se obtuvo 

la mortalidad total (Figura 10). 

Los resultados observados en G. mellonella son similares a los encontrados 

por Tambong et al., (2014), en donde probaron cepas de la bacteria Serratia 

marcescens aisladas de nematodos entomopatógenos Rhabditis sp. para 

determinar su patogenicidad, encontraron que todas las cepas del género Serratia 

fueron potencialmente patógenas contra larvas de G. mellonella, provocando la 

muerte en 48 h. Sin embargo, los hallazgos de este estudio no apoyan las 

conclusiones obtenidas por Schulte y Poinar (1991) que realizaron pruebas de 

patogenicidad con R. regina en condiciones de laboratorio en donde los juveniles 

infectivos provocaron del 30% al 40% de mortalidad de G. mellonella después de 

70 días. En contraste, este estudio desde el primer día de inoculación se obtuvo la 
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mortalidad total con una concentración de 800 n/i, mientras que para las 

concentraciones de 400 n/i y 200 n/i esto se observó en el cuarto y quinto día, 

respectivamente y para el caso de 100 n/i ocurrió en el séptimo día (Figura 10). 

En comparación con la larva del escarabajo T. molitor al sexto día se alcanzó 

el 100% de mortalidad con una concentración de 800 n/i, al séptimo día con la 

concentración de 400 n/i y 200 n/i y con 100 n/i tan solo se llegó a un 80% de 

mortalidad (Figura 12). Aunque ambas especies (G. mellonella y T. molitor) fueron 

probadas en estadios de larva, hay grandes diferencias en cuanto a los días que 

llegan al 100% de mortalidad, la principal diferencia podría ser que T. molitor tiene 

una capa de cutícula muy gruesa que dificulta la entrada del nematodo y esto podría 

retardar la mortalidad de esta larva; en comparación con G. mellonella que tiene 

una cutícula más delgada (Koppenhöfer et al., 2000). 

Algunas características defensivas de las larvas están estrechamente 

vinculadas a la edad y a la proximidad de la pupación (Koppenhöfer y Fuzy, 2006); 

por ejemplo, destaca la respuesta inmune asociada a la edad, donde los estadios 

iniciales del insecto poseen una respuesta de anticuerpos más baja que los estadios 

maduros (Koppenhöffer y Fuzy, 2006). Los estadios más desarrollados de insectos 

pueden eliminar patógenos invasores de manera más eficiente, en comparación con 

estadios de larva (Koppenhöfer y Fuzy, 2004). 

La mortalidad de las larvas debido al nematodo R. regina coinciden con los 

obtenidos por Nuñez, (2008), que muestra que la bacteria Serratia entomophila 

asociada con el nematodo R. regina es patógena hacia larvas de escarabajos plaga 

del género Phyllophaga. Aún falta realizar estudios amplios que tomen en cuenta 

todas las características morfológicas, fisiológicas, conductuales y la respuesta 

inmune en estadios de larva, para diseñar estrategias y combatir a un insecto plaga 

en estadios iniciales. 

 

6.1.2. Escarabajos descortezadores. Los coleópteros del género Dendroctonus e 

Ips son descortezadores que infestan bosques de pino (Turchin et al., 1991). Estos 

escarabajos atacan y matan a los árboles tanto en forma individual, en grupos, o 

incluso en grandes epidemias, donde una vez iniciado el ataque pueden 
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permanecer por años. En los bosques naturales de México, el ataque por 

descortezadores ha causado la pérdida de aproximadamente 400,000 m3 de 

madera por año durante los últimos 20 años (Cibrián y Cibrián, 1998). 

Hay evidencia limitada del uso de nematodos entomopatógenos para el 

control de escarabajos descortezadores en los bosques de pino, esta investigación 

encontró que las especies de coleópteros Ips sp. y Dendroctonus sp., con la 

concentración de 100 n/i de R. regina, tuvieron la mortalidad total en el octavo día. 

Por otra parte, la concentración de 200 n/i causó la mortalidad total en el séptimo 

día; mientras que la concentración de 400 n/i alcanzó la mortalidad total de 

Dendroctonus sp. al séptimo día, a diferencia de Ips sp. que la alcanzó en el sexto 

día. Para la concentración más alta de 800 n/i, la mortalidad total se alcanzó en el 

cuarto día para el escarabajo Ips sp., a diferencia de Dendroctonus sp. en lo cuales 

ocurrió hasta el sexto día (Figuras 14 y 16). Los resultados son similares con 

Kepenekci y Atay, (2014), reportan que el nematodo entomopatógeno nativo de 

Turquía Heterorhabditis bacteriophora a 25°C y con una concentración de 1000 

juveniles infectivos, mostró un potencial para el control de larvas del escarabajo 

Dendroctonus micans provocando una mortalidad del 94.04%. 

El control de estos escarabajos se ha realizado mecánicamente; el método 

consiste en el derribo del arbolado plagado, eliminando la corteza, así como ramas 

afectadas y posteriormente la quema el árbol. Este método es muy efectivo, pero 

hay el riesgo de provocar incendios, principalmente en el periodo de sequía, 

afectando un número mayor de árboles que ni una epidemia provocaría (Rodríguez., 

1990).  

También se han utilizado insecticidas; pero el problema con estos agentes 

químicos es que son efectivos para controlar a los escarabajos descortezadores por 

un lapso corto provocando altas mortalidades en las plagas, pero algunos individuos 

con características favorables sobreviven a los tratamientos y posteriormente logran 

desarrollar niveles de resistencia más altos. Además, los insecticidas tienen efectos 

negativos en el suelo, agua, y al entrar en contacto con el aire liberan gases tóxicos 

al ambiente (Monzón, 2001). Por tales implicaciones, el uso de R. regina se propone 

para combatir esta plaga; además, es uno de los primeros reportes en México del 
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combate de estos escarabajos descortezadores con nematodos entomopatógenos, 

teniendo resultados positivos. 

El escarabajo Hylobius abietis es un coleóptero de la familia Curculionidae 

que provoca daños muy importantes a las coníferas tanto en el norte (Petersson y 

Orlander, 2003) como en el sur de Europa (Fraysse y Saintonge, 1996).  

Los nematodos Steinernema carpocapsae y Heterorhabditis downesi se 

aplicaron a 150 hectáreas en el bosque de Coillte (Irlanda), donde en cada árbol se 

dispersaron 3.5 millones de nematodos. Se observó una reducción del escarabajo 

H. abietis del 37% con la especie de nematodo S. carpocapsae y una reducción del 

70% con H. downesi (Dillon et al., 2008). 

 

6.1.3. El chapulín S. purpurascens. El orden Orthoptera ha llegado a ocupar una 

gran importancia en México, debido a que se ha convertido en una plaga que 

provoca pérdidas económicas entre el 20% y 30% de la producción agrícola cuando 

no se realizan acciones de control (SAGARPA, 2012). Entre las especies que han 

llegado a tener gran importancia económica destacan: S. purpurascens, S. 

mexicanum, Melanoplus spp., Taeniopoda eques y Brachystola magna, afectando 

en el Altiplano y Norte de México una superficie territorial de 300,000 ha 

aproximadamente (Fontana et al., 2008). 

El chapulín con la concentración de 800 n/i obtuvo una mortalidad del 100% 

al sexto día (Figura 18). Mahar et al., (2006) reportan que las especies de 

nematodos entomopatógenos S. carpocapsae, S. feltiae, H. indica y H. 

bacteriophora con la concentración más alta evaluada de (200 JI/ml) resultaron ser 

las especies de nematodos más eficientes para el control de la langosta del desierto 

Schistocerca al décimo día. 

 

6.1.4. La avispa Polistes sp. Las avispas juegan un papel importante en los bosques 

de pino ya que son los polinizadores principales de las plantas con flores; también 

reducen la cantidad de muchas especies de insectos plaga. Las avispas Polistes 

canadensis y P. erythrocephalus son enemigos naturales de Erinnys una polilla que 

afecta las plantaciones de yuca (West-Eberhard, 2006).  
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Las avispas Polistes sp. son esenciales para el funcionamiento del 

ecosistema, pero también pueden convertirse en insectos plaga como sucedió en 

1988 que se introdujo en las islas Galápagos la especie P. versicolor y para 1991 

se había convertido en una plaga debido a que se alimentaba de las abejas nativas 

interrumpiendo el ciclo de la polinización de las flores (West-Eberhard, 2006).  

El nematodo R. regina podría ser un potencial controlador biológico para 

Polistes sp., ya que mostró una mortalidad acumulada del 100% en las cuatro 

concentraciones empleadas (Figura 20). Ulu et al. (2015) evaluaron diferentes 

especies de nematodos entomopatógenos contra el himenóptero Hoplocampa flava 

L. en condiciones de laboratorio. La especie más patógena fue Heterorhabditis 

bacteriophora con la concentración de 15 JI /larva alcanzó una mortalidad del 90%; 

en comparación con nuestros resultados, no se requirió una elevada concentración 

de nematodos entomopatógenos para provocar altas mortalidades en Polistes sp. 

ya que con la concentración más baja de 100 n/i al séptimo día se presentó el 100% 

de la mortalidad total. 

 

6.1.5. La chinche P. indecorus. El hemíptero fue la única especie que no presentó 

100% de mortalidad en ninguna de las concentraciones de R. regina (Figura 22), 

esto podría deberse a que su cutícula es muy gruesa en comparación con las demás 

especies de insectos evaluadas en este estudio. Como indican Koppenhöfer y Fuzy 

(2004), el grosor de la cutícula desempeña un papel importante en la susceptibilidad 

de los insectos al ataque de nematodos entomopatógenos. Además, P. indecorus 

posee un aparato bucal chupador con estilete que podrían dificultar o impedir la 

penetración de los nematodos a través de la boca, aunque aún no existen 

evidencias concretas (Eidt y Thurston, 1995). 

En la chinche P. indecorus las concentraciones de R. regina de 400 n/i y 800 

n/i únicamente provocaron una mortalidad del 20% y 60% respectivamente (Figura 

22). Los hallazgos de este estudio son consistentes con Márquez et al., (2005) que 

evaluaron cepas aisladas de nematodos entomopatógenos del género 

Heterorhabditis en donde se muestra una patogenicidad creciente con respecto al 
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incremento en la concentración entre 3000 y 6000 juveniles infectivos sobre la 

chinche hedionda Scaptocoris talpa (Hemiptera: Cydnidae). 

 

6.2. Elementos condicionantes de la infección de R. regina 
 
La condición hermafrodita del género Rhabditis podría provocar un porcentaje de 

mortalidad alto, aun utilizando concentraciones bajas de nematodos (Carta y 

Osbrink, 2005); esto implica que pueden reproducirse por sí mismos, por lo que un 

solo nematodo se requiere para causar la muerte al insecto hospedero e iniciar de 

nuevo su ciclo de vida (Kaya y Koppenhöfer, 1999).  

Se ha registrado que la eficiencia de los nematodos entomopatógenos para 

infectar a su hospedero se ve reducida arriba de los 30ºC y abajo de los 15ºC 

(Molyneux,1985; Kaya, 1990; Kung et al., 1991). En general la mortalidad de los 

insectos debido a la infección por nematodos entomopatógenos se reduce en 

temperaturas frías por la disminución de la habilidad del nematodo para moverse 

(Griffin y Downes, 1991). Las pruebas de patogenicidad sobre los distintos insectos 

se realizaron a una temperatura de 25ºC, la cual se considera óptima para que R. 

regina se desempeñara de manera eficiente, lo que podría explicarnos porque 

provocó mortalidad en los siete insectos en las diferentes concentraciones. 

La mortalidad de los siete insectos debido a R. regina apoyan aún más la 

idea de que en una caja Petri las condiciones físicas son ideales y el contacto 

hospedero-nematodo está asegurado (Gaugler et al., 1997), lo cual puede ser 

totalmente diferente con la aplicación de los nematodos entomopatógenos en 

campo, lo cual se explicará en los siguientes apartados. 

Algunos de los factores que también afectan la eficiencia de los nematodos 

entomopatógenos, es que los insectos han evolucionado con diferentes tipos de 

conductas que reducen la probabilidad de ser infectados; algunas de estas 

conductas reducen la probabilidad de ser encontrados o la penetración de los 

nematodos al cuerpo del insecto (De Bach, 1964). Otra conducta puede ser la que 

se observó en S. purpurascens y P. indecorus, que tuvieron una mayor producción 

de defecación, lo que podría reducir la infección por la vía del ano (De Bach, 1964). 

También una baja liberación de CO2 disminuye las señales químicas de los 
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nematodos para encontrar a su hospedero. Principalmente esto se ha documentado 

en larvas de lepidópteros y escarabajos (Tanada y Kaya, 1993). 

La formación de cubiertas protectoras y el movimiento de los insectos evita 

la infección de los nematodos entomopatógenos (Koppenhöfer et al., 2000); en este 

estudio se observó que la larva G. mellonella formó una gran cantidad de capullos 

de seda que probablemente usó como barreras físicas. Algunas conductas de 

evasión de los insectos pueden reducir el contacto con los nematodos como ocurrió 

con S. purpurascens, P. indecorus y Polistes sp. que movían de manera constante 

sus patas y alas. 

En condiciones naturales, los factores abióticos juegan un papel importante 

en el desempeño de R. regina; principalmente, la desecación, radiación solar, y las 

temperaturas extremas afectan a los nematodos entomopatógenos (Gaugler et al., 

1997). 

Los nematodos entomopatógenos cuando son introducidos en ecosistemas 

naturales se enfrentan a la depredación y parasitismo por la fauna endémica 

(Ishibashi y Kondo 1987). 

En condiciones de laboratorio no existen factores bióticos que limiten el 

crecimiento poblacional de R. regina, como son colémbolos y ácaros que son sus 

principales depredadores (Epsky et al., 1988). También los nematodos del género 

Rhabditis son susceptibles a la infección por protozoos intracelulares (Poinar,1988). 

Algunos hongos también pueden atacar a los nematodos entomopatógenos, no 

obstante, la cutícula de los nematodos actúa como una barrera contra la invasión 

de hongos (Kaya, 1990). 

 

6.3. Ventajas y desventajas del uso de nematodos entomopatógenos 

Los nematodos entomopatógenos tienen baja toxicidad para organismos 

vertebrados; están exentos de registro en los EE. UU. por la EPA (US Environmental 

Protection Agency), además de que existen muchas especies comercialmente 

disponibles, y pueden ser aplicados con equipo convencional y tienen la capacidad 

de ir en búsqueda de su hospedero (Ramos-Rodriguez et al., 2006). 
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Los pesticidas químicos no se pueden desplazar por el agua o en el suelo y 

tienden a decaer en unos días. Los nematodos entomopatógenos son móviles y 

persistentes, ellos se reciclan dentro del insecto hospedero, manteniendo así su 

efecto a largo plazo. (Ralf-Udo, 2001). 

Los nematodos entomopatógenos pueden ser aplicados en conjunto con 

otros pesticidas biológicos y/o químicos, fertilizantes, mejoradores del suelo y 

frecuentemente son más económicos mezclarlos con estos insumos para su 

aplicación (Cuthbertson et al., 2003). No obstante, algunos pesticidas pueden 

reducir la infectividad y la supervivencia de los nematodos como lo determinaron 

Fedoroko et al., (1977) al exponer con el insecticida oxamilo al nematodo 

Steinernema carpocapsae lo que provocó el incremento en su mortalidad. 

Dentro de los atributos negativos, se encuentra el amplio ámbito de 

hospederos, el cual puede incluir a insectos benéficos que están relacionados con 

el insecto plaga; además tienen limitada tolerancia a condiciones ambientales como 

son: requerimientos de humedad, tiempo corto de almacenamiento y altos costos 

en comparación con los pesticidas químicos (Kaya, 1993). 

 

6.4. R. regina como agente de control biológico de plagas de insectos 
 
Como se determinó en este estudio y en otros trabajos científicos citados a lo largo 

de este texto, se plantea que el efecto de los nematodos está fuertemente 

relacionado entre la interacción del nematodo entomopatógeno y la especie de 

insecto. Se considera a R. regina como un buen candidato para el control de 

cualquiera de los insectos evaluados, a excepción de P. indecorus, debido a su baja 

o nula mortalidad con las concentraciones evaluadas. 

El uso de concentraciones altas aumenta su eficiencia, en comparación con 

otras especies de nematodos entomopatógenos. Conocer esta interacción entre 

nematodo-hospedero facilitaría la selección del mejor nematodo entomopatógeno y 

su inclusión como controlador biológico. 

En México, el empleo de nematodos entomopatógenos para el control de 

plagas en sistemas agrícolas y forestales es limitado, se requieren más estudios 

que demuestren la eficiencia en el control de diferentes órdenes de insectos plaga 
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ya que el éxito de su regulación depende del conocimiento de la taxonomía, 

biología, ecología y conducta (Nicholls, 2008). 

El uso de estos nematodos entomopatógenos debe ser extendido a distintas 

áreas, con el fin que sean ampliamente investigados y utilizados. Se sugiere seguir 

con los estudios de aislamiento, cultivo, capacidad de búsqueda, dispersión, 

persistencia en diferentes sustratos, patogenicidad en condiciones de laboratorio, 

invernadero y aplicación en campo, así como determinar los factores bióticos y 

abióticos que interviene en la patogenicidad de R. regina. 
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VII. CONCLUSIONES 

Dados los resultados obtenidos y la discusión se formulan las siguientes 

conclusiones: 

1. El nematodo entomopatógeno Rhabditis regina es capaz de matar a los 

insectos plaga como son; los escarabajos descortezadores Ips sp. y 

Dendroctonus sp. y también a los insectos no blanco como son; larvas de los 

coleópteros y lepidópteros Galleria mellonella y Tenebrio molitor; el chapulín 

Sphenarium purpurascens; la chinche Piezogaster indecorus y la avispa 

Polistes sp. 

 

2. La mortalidad en los hospederos depende de la concentración de 

nematodos: para G. mellonella, T. molitor, Dendroctonus sp., Ips sp., S. 

purpurascens y Polistes sp. la concentración de 800 n/i fue la que ocasionó 

mayor virulencia en menor tiempo, seguida de las concentraciones de 400, 

200 y 100 n/ i. 

 
3. La chinche P. indecorus fue la única especie que presentó una menor 

mortalidad del 60% y el 20%, con las concentraciones de 800 y 400 n/i 

respectivamente, y nula mortalidad con las concentraciones de 200 y 100 n/i. 

 
 

4. Este estudio mostró que R. regina es candidato para ser una agente de 

control biológico contra los insectos evaluados. 
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