
 

Centro de Investigación y de Estudios 

Avanzados del Instituto Politécnico Nacional 

Unidad Mérida 

 

Departamento de Recursos del Mar 

  

  

  

“Caracterización de asociaciones entomopatógenas 

como alternativa para el control biológico de larvas del 

mosquito Aedes aegypti en el Estado de Yucatán, 

México” 

 

  
Tesis que presenta:  

Mariana Beatriz Ávila López 

 

  

 Para obtener el grado de:  

Doctor en Ciencias   
  

En la especialidad de:   

Ciencias Marinas  
  
  

Directores de Tesis:  

Dr. Víctor Manuel Vidal Martínez 

Dr. José Quinatzin García Maldonado 

 
 

Mérida, Yucatán, México                              Marzo de 2023



 I 

 
RESUMEN 

El control biológico mediante nemátodos entomopatógenos (NEPs) ha demostrado 

un buen potencial para contribuir al control integral de las larvas del mosquito Aedes 

aegypti, que en su etapa adulta son vectores de enfermedades como Dengue, Zika 

y Chikungunya. Sin embargo, hasta el momento no hay registros de la presencia de 

NEPs ni de su capacidad infectiva contra insectos plaga en el estado de Yucatán, 

al sur de México. Los objetivos del presente estudio fueron: 1) reportar la diversidad 

de NEPs presentes en muestras seleccionadas de suelo yucateco, 2) determinar la 

capacidad infectiva de estos nemátodos contra larvas de mosquito Ae. aegypti y 3) 

identificar la comunidad microbiana presente en Ae. Aegypti muertas por la 

exposición con NEPs. Los nemátodos fueron colectados mediante la técnica de 

trampas para insectos utilizando a la polilla de la cera Galleria mellonella. Para la 

identificación de los nemátodos aislados se realizó taxonomía clásica y molecular a 

través del espaciador transcrito interno (ITS), el gen 28S del ADN ribosomal y 

análisis filogenéticos. Para los bioensayos se probaron cuatro concentraciones de 

NEPs: 1260 juveniles infectivos (JIs) por 1 larva de mosquito, 2520 JIs:1, 3780 JIs:1 

y 5040 JIs:1. Se utilizó la secuenciación de alto rendimiento del gen 16S ARNr para 

identificar secuencias del amplicón bacteriano en las larvas de mosquito infectadas 

con NEPs. Dentro de los resultados se recuperaron; Heterorhabditis indica, 

Heterorhabditis n. sp. y Metarhabditis rainai de muestras de suelo. Los tres 

nemátodos se reportan por primera vez para el estado de Yucatán, México. La 

concentración de 2520 JIs:1 produjo el 80% de la mortalidad de larvas de mosquito 

en 48 h. Los miembros bacterianos representativos del género Photorhabdus fueron 

numéricamente dominantes (74 %) en las larvas de mosquito infectadas por H. 

indica. Por otro lado, se reporta la infección mixta entre una especie de NEP y un 

nemátodo bacteriófago de vida libre en larvas de Galleria mellonella, lo que revela 

una fuerte competencia intragremial al compartir un recurso alimenticio en común. 

El nemátodo bacteriófago M. rainai fue clasificado como un cleptoparásito 

facultativo, dado que robó los recursos alimenticios previamente procesados por los 

NEPs, afectando directamente su ciclo de vida al tener que detener su desarrollo 

para salir en busca de un nuevo hospedero. 
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ABSTRACT 

 

Biological control using entomopathogenic nematodes (EPNs) has demonstrated 

good potential to contribute to the integral control of Aedes aegypti mosquito larvae, 

which as adults are vectors of diseases such as Dengue fever, Zika and 

Chikungunya. However, until now there are no records of the presence of EPNs or 

their infective capacity to kill insect plagues in Yucatán, southern México. The 

objectives of the current study were: 1) to report the entomopathogenic nematodes 

present in selected samples of Yucatecan soils, 2) to determine the infective capacity 

of these nematodes against Ae. aegypti mosquito larvae and 3) to identify the 

microbial community present in Ae. aegypti killed by exposure to EPNs.The 

nematodes were collected by the insect trap technique using the great wax moth 

Galleria mellonella. To identify the EPNs, classical and molecular taxonomy based 

on the internal transcribed spacer (ITS), 28S gene of ribosomal DNA and 

phylogenetic analysis were used. For the bioassays to determine the infectivity of 

the nematodes, four concentrations of the most frequent and abundant EPN were 

tested: 1260 infective juveniles (IJs) per 1 mosquito larvae, 2520 IJs:1, 3780 IJs:1 

and 5040 IJs:1. High-throughput sequencing of the 16S rRNA gene was used to 

identify bacterial amplicon sequences in the mosquito larvae infected with EPNs. 

Heterorhabditis indica, Heterorhabditis n. sp. and Metarhabditis rainai were isolated 

and reported for first time for Yucatán, México. The concentration of 2520 IJs:1 

produced 80% of mosquito larvae mortality in 48 h. Representative members of 

Photorhabdus genus were numerically dominant bacteria (74%) in mosquito larvae 

infected by H. indica. On the other hand, mixed infection between a EPN species 

and a free-living bacteriophage nematode in G. mellonella larvae is reported, 

revealing strong intraguild competition by sharing a common food resource. The 

bacteriophage nematode M. rainai was classified as a facultative kleptoparasite, 

since it steals resources previously processed by EPNs, affecting their life cycle by 

stoping development and pushing for searching of a new host. 
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I.INTRODUCCIÓN GENERAL 

 

Los mosquitos forman parte de los artrópodos que pueden transmitir una gran 

variedad de patógenos y parásitos que causan enfermedades de importancia 

médica. Actualmente, existen más de 4,500 especies de mosquitos en el mundo 

que están agrupados en 34 géneros dentro de la familia Culicidae (Chandra et al., 

2013). Dengue, Zika y Chikungunya, son tres arbovirosis transmitidas por mosquitos 

del género Aedes de zonas tropicales y subtropicales (Kovendan et al., 2018). 

Diversos factores como el crecimiento demográfico sin precedentes (principalmente 

en los centros urbanos de los países tropicales), el aumento del movimiento de 

mercancías y personas ha ocasionado la expansión del rango de estos vectores 

provocando un aumento alarmante de la propagación de Ae. aegypti (MacKenzie et 

al., 2004). 

El uso indiscriminado de plaguicidas químicos ha generado resistencia a insectos 

plaga, brotes de plagas secundarias, riesgo de seguridad para humanos y animales, 

así como la contaminación de las aguas subterráneas y disminución de la 

biodiversidad (Wahengbam et al., 2018). Debido a esto, se han impulsado 

estrategias de control biológico para suprimir poblaciones de organismos plaga por 

medio de sus enemigos naturales. Dentro del control biológico de insectos vectores 

se contempla el uso de organismos microbianos que incluye bacterias, hongos, 

virus, protozoarios y nemátodos entomopatógenos (NEPs) (Nawaz et al., 2016). 

Uno de los grupos que ha recibido atención por sus estrategias para parasitar 

insectos son los NEPs. A pesar de que ocho familias de nemátodos tienen potencial 

para matar insectos, no todos se clasifican como entomopatógenos. Actualmente, 

este término recae sobre tres familias: Mermithidae, Steinernematidae y 

Heterorhabditidae (Gaugler y Kaya, 1990). Sin embargo, se han observado algunas 

desventajas de usar mermítidos en control biológico de insectos plaga. Por ejemplo, 

Romanomermis culicivorax tiene dificultad al penetrar el tegumento de las larvas de 

mosquito más viejas (Peterson y Willis, 1970). En el caso de nemátodos 

pertenecientes a las familias Steinernematidae y Heterorhabditidae, su capacidad 
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infectiva contra insectos plaga está basada en su relación simbionte con bacterias 

de los géneros Xenorhabdus y Photorhabdus respectivamente. 

 Durante el ciclo de vida de los NEPs, el juvenil infectivo (JI) penetra al hospedero 

a través de orificios naturales como boca, ano y espiráculos. En el caso de 

heterorhabditidos, lo hace con la ayuda de una estructura quitinosa que simula un 

diente larval. Una vez dentro del hospedero, los juveniles infectivos migran al 

hemocele donde liberan su simbionte bacteriano (Bedding et al., 1993). La bacteria 

produce metabolitos secundarios con actividad citotóxica, antimicrobiana, 

antiparasitaria e insecticida que causan septicemia al hospedero en un periodo de 

24 a 48 horas después de la infección (Bode, 2009). 

Los NEPs se alimentan de tejidos de los hospederos y se reproducen hasta por tres 

generaciones hasta agotarse los recursos. Entonces, los JI de vida libre migran en 

busca de otro hospedero susceptible al cual parasitar (Akhurst, 1993).  A la fecha, 

se han descrito alrededor de 100 especies de Steinernema y 21 especies de 

Heterorhabditis alrededor del mundo, de las cuales 16 fueron descritas en América 

Latina (12 Steinernema y 4 Heterorhabditis) (Shapiro-Ilan et al., 2018). Los NEPs 

han sido probados en más de 170 especies de importancia agrícola y plagas 

urbanas de importancia medica (Chitra et al., 2017).  

Recientemente, se han aislado cepas de Steinernema siamkayai, Heterorhabditis 

indica, Steinernema glaseri y Steinernema abbasi los cuales fueron evaluados para 

probar su capacidad infectiva contra larvas de Aedes aegypti, Anopheles stephensi 

y Culex quinquefasciatus (Dilipkumar et al., 2019). 

El estudio de la diversidad de NEPs en México está limitada a unas pocas regiones 

en suelos cultivados y no cultivados, por lo que existen escasos reportes de NEPs 

locales. Por ejemplo, Heterorhabditis mexicana, Steinernema carpocapsae y 

Steinernema feltiae han sido reportados en suelos de Oaxaca (Girón, 2012). En 

Sonora, se aisló Heterorhabditis sonorensis de ninfas de Diceroprocta ornea 

(Homoptera: Cicadidiae) en cultivos de espárragos (Stock, Rivera-Orduño, y Flores-

Lara, 2009). La mayor diversidad de NEPs aislados en México, han sido probados 

contra plagas de importancia agrícola. (Stock, Rivera-Orduno, y Flores-Lara, 2009; 
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Salgado-Morales et al., 2019).  Además, los avances científicos están basados en 

el aislamiento e identificación de nemátodos y su simbionte bacteriano mediante 

caracteres morfológicos, morfométricos y herramientas moleculares avanzadas. Sin 

embargo, todas estas pruebas se quedan en laboratorio sin dar el siguiente paso a 

las pruebas de campo para evaluar su efecto con factores bióticos y abióticos.  

Por otro lado, la relación monoxénica entre Steinernema-Xenorhabdus y 

Heterorhabditis-Photorhabdus ha sido constantemente probada (Eivazian, 

Mohammadi, y Girling, 2017). No obstante, se han reportado bacterias como 

Providencia sp., Ochrobactrum sp., Pseudomonas sp. y Alcaligenes faecalis que 

han sido aisladas de NEPs, sin una comprensión clara de su papel en tales 

interacciones (Jackson et al., 1995; Babic et al., 2000; Gouge y Snyder, 2006). En 

insectos, la mayoría de los estudios de microbiota se han basado en la composición 

bacteriana intestinal o hemolinfa de insectos infectados (Engel y Moran, 2013). De 

hecho, se han encontrado asociaciones diaxénicas de bacterias no canónicas como 

Pseudomonas aeruginosa en los IJ de diferentes generaciones de H. indica, 

favoreciendo la infección de hospederos como Galleria mellonella, Tenebrio molitor, 

Heliothis subflexa y Diatraea magnifactella cuando se combinaron con 

Photorhabdus luminescens (Salgado-Morales et al., 2019). 

El aislamiento e identificación de complejos nemátodo/bacteria nativos del estado 

de Yucatán, podría promover el uso y desarrollo de estos organismos como agentes 

de control biológico en la región. Principalmente porque son especies adaptadas a 

las características del suelo como nutrientes, pH, textura y humedad dependiendo 

de los distintos usos de suelo de una región (Alekseev et al., 2006; Kanga et al., 

2012). La península de Yucatán tiene una superficie territorial de 39,340 km2  con 

un clima cálido-subhúmedo y temperatura media anual de 26ºC donde predominan 

las selvas secas subhúmedas (INEGI, 2015). La mayor parte de la península lo 

conforma una llanura que se formó como producto de la aparición de una plataforma 

marina compuesta por roca calcárea (que contiene cal). Por estas razones es de 

sumo interés conocer los NEPs adaptados localmente, ya que difiere de los de otras 

regiones del país por ser una placa cárstica, lo que le confiere características 
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particulares que podria determinar su diversidad nematológica. En este trabajo se 

realizaron colectas de suelo a escala regional en los diferentes usos de suelo que 

predominan en el estado (agricultura, ganadería, conservacionista y silvícola) para 

conocer la diversidad de NEPs bajo distintas condiciones. 

Justificación 

En México la información con respecto a la identificación y distribución de 

nemátodos entomopatógenos nativos es limitada. Por esta razón, el conocer la 

diversidad de los complejos nemátodo/bacteria entomopatógena localmente 

adaptados a nivel regional, permitiría la selección de aislamientos promisorios con 

mayor patogenicidad para ser utilizados en control biológico de plagas. El uso de 

estos aislamientos permitiría su evaluación en el control de vectores (como los 

mosquitos) y por tanto, en la prevencion de enfermedades vectoriales como el 

dengue. Esto contribuiría a romper el ciclo de vida del vector Ae. aegypti y a aislar 

los componentes biocidas con miras al desarrollo de bioinsecticidas.  

Hipótesis 

En la peninsula de Yucatán existen complejos nemátodo/bacteria con potencial 

entomopatógeno, especificamente aquellos que pueden matar a las larvas de Ae. 

aegypti. 

Objetivo 

Explorar y caracterizar la diversidad del complejo nemátodo/bacteria nativos del 

estado de Yucatán, y poner a prueba su patogenicidad en larvas de Ae. aegypti. 

 

Estrategia de Investigación 

La presente investigación está compuesta por cinco capítulos. El primer capítulo se 

divide en introducción y metodología general. En el capítulo dos se aborda la 

diversidad de NEPs aislados en distintas localidades del estado de Yucatán. En el 

capítulo tres se describen los resultados de las infecciones experimentales de los 

nemátodos aislados para conocer su capacidad infectiva contra larvas de Ae. 
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aegypti expuestas a diferentes concentraciones. Después de la infección, el objetivo 

fue identificar las bacterias que estuvieron presentes en la interacción nemátodo-

hospedero, lo cual se abordó en el capítulo cuatro. Por último, en el capítulo cinco 

se discutieron todos los resultados para poder integrarlos a una conclusión principal 

(Figura 1). 

 

 

Figura 1. Diagrama de flujo de la estrategia de investigación. 
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MARCO DE REFERENCIA CONCEPTUAL 

 

 Control biológico  

 

El uso intensivo e imprudente de plaguicidas químicos para controlar insectos ha 

tenido como resultado efectos adversos en salud humana, animal y en componentes 

bióticos y abióticos en los ecosistemas (Wahengbam et al, 2018). Inicialmente, sólo 

los ambientalistas protestaron contra el uso de plaguicidas, donde el trabajo de 

Rachel Carson titulado “Primavera silenciosa” publicado en 1962 fue el pionero en 

este tema. Con el fin de buscar estrategias para controlar insectos de una forma 

efectiva y amigable al medio, surge el control biológico, el cual se define como el 

uso de organismos vivos utilizados para suprimir o controlar poblaciones de 

organismos plaga (Lacey, 2015). El control biológico se clasifica en tres tipos: 1) 

clásico, que tiene como objetivo introducir enemigos naturales útiles (principalmente 

importados) en el área de la plaga para que se establezcan de forma permanente 

(Hoy, 2008a); 2) aumentativo, es la liberación periódica de un enemigo natural y se 

subdivide en dos tipos: inundativo e inoculativo, en ambos se colecta, se cria y se 

libera el organismo benéfico. La diferencia es que en el primero se liberan grandes 

cantidades de enemigos naturales para la reducción inmediata de la plaga. En el 

segundo, la liberación es periódica en intervalos de tiempos largos (6 a 12 meses) 

para obtener un control duradero y la acumulación de la población de enemigos 

naturales (Hoy, 2008b); 3) por conservación, esta estrategia se define como la 

modificación del medio o las prácticas existentes para proteger y potenciar 

enemigos naturales. La abundancia y diversidad de enemigos naturales aumenta 

en respuesta a una variedad de medidas de conservación como el proporcionar 

polen, refugios, presas y hospederos alternativos a los enemigos naturales (Begg, 

2017). México ha sido muy activo en el desarrollo del control aumentativo, 

principalmente por la liberación de la avispita Trichogramma y otros parasitoides 

para el manejo de lepidópteros en cultivos como maíz, café, tabaco, cítricos, 

ornamentales y caña de azúcar cubriendo más de 1.5 millones de hectáreas (Van 

Lenteren y Bueno, 2003). 
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Los organismos utilizados como controladores biológicos se dividen en dos grupos: 

los agentes de control biológico de invertebrados (parasitoides y depredadores) y 

los agentes de control biológico microbiano como bacterias, virus, hongos, 

protozoarios y nemátodos (donde la palabra “agente” bajo un contexto biológico se 

define como un organismo presente en el ambiente que puede producir 

enfermedad). La lista de agentes de control biológico microbiano incluye alrededor 

de 100 especies de bacterias, más de 800 especies de hongos, 1,000 especies de 

protozoarios, 1,000 virus y nemátodos de distintas familias que afectan a casi 525 

especies de insectos, entre otros (Nawaz et al., 2016; Koul 2007). 

 

Nemátodos entomopatógenos  

 

Una gran diversidad de especies de nemátodos que pertenecen a más de 30 

familias están asociadas con insectos y otros invertebrados como ácaros y 

moluscos (Poinar, 1979; Kaya y Stock, 1997). De estas, ocho familias han recibido 

mayor interés debido a su potencial como agentes de control biológico de insectos: 

Mermithidae, Tetradonematidae, Allantonematidae, Phaenopsitylenchidae, 

Sphaerulariidae, Rhabditidae, Steinernematidae y Heterorhabditidae (Kaya y Stock, 

1997). Sin embargo, se han encontrado ciertas limitaciones en el uso de nemátodos 

de algunas familias. Por ejemplo, a pesar del éxito que han tenido los mermítidos 

infectando larvas de mosquitos, se encontró que son intolerantes a los hábitats 

contaminados o con alta salinidad. Además, sólo pueden producirse in vivo 

dejándolos en desventaja comercial con Bacillus thuringiensis subsp. israelensis. 

En la actualidad, la mayoría de las investigaciones recae sobre nemátodos de las 

familias Steinernematidae y Heterorhabditidae. Steinernematidae se dividen en dos 

géneros: Steinernema (con 100 especies) y Neosteinernema (con solo una especie: 

N. longicurvicauda) (Malan y Ferreira, 2017). La familia Heterorhabditidae sólo tiene 

un género, Heterorhabditis, con veinte especies identificadas (Malan y Ferreira, 

2017). El término “entomopatógeno” se utiliza en parasitología y patología para 

referirse a microorganismos y virus que son capaces de causar enfermedades a un 

insecto hospedero. En el grupo de los nemátodos, este término ha recaído en dos 
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familias Steinernematidae y Heterorhabditidae que son vectores de bacterias que 

pertenecen a los géneros Xenorhabdus y Photorhabdus, respectivamente (Gaugler 

y Kaya, 1990). Dillman et al. (2012) propusieron criterios basados en principios 

fundamentales del estilo de vida de los ya clasificados NEPs Steinernema y 

Heterorhabditis para determinar si un nemátodo debe ser considerado 

entomopatógeno 1) los nemátodos deben estar asociados con bacterias para 

facilitar la patogénesis (su relación puede no ser obligada, pero no debe de ser 

transitoria), 2) estrategias de búsqueda y penetración activa al hospedero por parte 

de los juveniles infectivos (JIs), 3) liberación de la bacteria en el hemocele del 

hospedero, 4) muerte rápida del hospedero (entre 24 y 48 horas), proliferación 

bacteriana y reproducción de nemátodos, 5) recuperación de las bacterias 

patógenas por los JIs y 6) migración de JIs del cadáver del hospedero en busca de 

otro hospedero (Figura 2 y 3). 

 

Figura 2. Ciclo de vida de NEPs dentro del hospedero 1) los JIs entran a un hospedero por orificios 

naturales, ano o espiráculos; 2) los JIs liberan su simbionte bacteriano en el hemocele provocando 

la muerte del hospedero; 3) el nemátodo se reproduce hasta agotar los recursos del hospedero; 4) 

agotados los recursos, los JIs migran en busca de otro hospedero (tomado de Dillman et al. 2012). 
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Figura 3. Etapas de desarrollo de NEPs dentro del hospedero. A-Los nemátodos entran en el insecto 

huésped; B, C- Hembra de primera generación de Steinernematidae; D- Hembra hermafrodita de 

primera generación de Heterorhabditidae; E, F-Hembra y macho de segunda generación de 

Steinernematidae; G, H-Segunda generación de hembras y machos anfimícticos de 

Heterorhabditidae; I, J-Estadio juvenil infeccioso (IJ) de Heterorhabditidae y Steinernematidae 

(modificado de Sharma et al., 2021). 
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Por otro lado, evidencia reciente sugiere que la entomopatógenia puede no ser un 

estilo de vida exclusivo de las familias Steinernematidae y Heterorhabditidae. Por 

ejemplo, algunos estudios han reportado dos especies de Oscheius como Oscheius 

caroliniesis y Oscheius chongmingensis (Rhabditida: Rhabditidae) como 

entomopatógenas por su asociación con bacterias del género Serratia (Lisnawita et 

al 2010; Zhang et al., 2008). La discusión sobre la clasificación de O. caroliniesis y 

O. chongmingensis está muy dividida ya que en algunos trabajos se afirma que son 

entomopatógenos bajo la premisa de que son efectivos para matar insectos plaga. 

Torres-Barragan et al. (2011), mencionan que O. caroliniesis es efectivo contra G. 

mellonella (Lepidoptera: Galleridae), Helicoverpa zea (Lepidoptera: Noctuidae), 

Pieris rapae (Lepidoptera: Pieridae), Tenebrio molitor (Coleoptera: Tenebrionidae) 

y Aethina tumida (Coleoptera: Nitidulidae) ya que pudo penetrar, colonizar y matar 

a estos hospederos. Los autores mencionan que O. caroliniesis se asoció con cuatro 

especies bacterianas, una de ellas, Serratia marcescens que parece estar en la 

cutícula de los JIs proporcionando a los nemátodos un potencial entomopatógeno. 

Sin embargo, aún no queda claro la estabilidad de la relación entre O. 

chongmingensis y su simbionte bacteriano, ya que no está definido si es obligada o 

transitoria o si los juveniles en fase 3 recuperan la bacteria dentro del hospedero 

para poder salir como juveniles infectivos. 

Contrario al trabajo de Torres-Barragan (2011), en otros trabajos se considera que 

O. caroliniesis y O. chongmingensis no cumplen los criterios de un estilo de vida 

entomopatógeno, ya que si una especie de nemátodo es realmente 

entomopatógena debería mostrar una efectividad y comportamiento similar a la de 

las especies de NEPs ya establecidas. Zhang et al. (2019) evaluaron la virulencia y 

comportamiento de O. chongmingensis al exponerlos con cadáveres congelados, 

cadáveres infectados por S. carpocapsae y larvas de G. mellonella no infectadas. 

Dentro de los resultados se reportó baja virulencia (25%) en larvas de G. mellonella. 

En los ensayos de quimiotaxis, las etapas infecciosas del nemátodo prefirieron los 

olores asociados con los cadáveres infectados por S. carpocapsae que por larvas 

vivas. Además, O. chongmingensis pudo desarrollarse en cultivos bacterianos de X. 
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nematophila in vitro. Por el contrario, S. carpocapsae no pudo desarrollarse en 

Serratia nematodiphila (simbionte de O. chongmingensis). Dadas estas 

características, los autores sugieren reclasificar a O. chongmingensis ya que se 

comporta más como un carroñero que como un entomopatógeno.  

Por otro lado, la eficacia parasitaria de Steinernema y Heterorhabditis se caracteriza 

por sus estrategias para invadir el interior del hospedero, las cuales se clasifican en 

dos: cruceros y emboscadores. Los cruceros como Steinernema glaseri y 

Heterorhabditis bacteriophora buscan de forma activa al hospedero en el perfil del 

suelo (Lewis et al., 1992). Por el contrario, los emboscadores como S. carpocapsae 

y Steinernema scapterisci manifiestan poca movilidad y permanecen cerca de la 

superficie del suelo para poder pararse sobre sus colas y saltar de forma 

direccionada como respuesta a las señales emitidas por el huésped (Campbell y 

Gaugler, 1993). Aunque también hay especies de nemátodos como Steinernema 

riobrave y Steinernema feltiae que pueden presentar ambos comportamientos 

(Lewis, 2002). La estrategia de crucero es más efectiva contra insectos sedentarios 

que se encuentran por debajo de la superficie del suelo y los emboscadores para 

insectos móviles sobre la superficie del suelo. Por ejemplo, S. carpocapsae sería 

una mala elección para combatir larvas de escarabajo, ya que estas larvas son 

sedentarias y permanecen en el perfil del suelo. Sin embargo, S. glaseri y H. 

bacteriophora responden fuertemente a estas larvas móviles pudiendo parasitarlas 

(Georgis y Gaugler, 1991).  Si bien estos nemátodos ofrecen muchas ventajas que 

los vuelven efectivos al controlar plagas, se sabe que factores abióticos como tipo 

de suelo, humedad y temperatura pueden causar efectos negativos en su capacidad 

infectiva. Por ejemplo, S. feltiae puede infectar en un rango de temperatura de 2 a 

30C y los miembros del género Heterorhabditis son efectivos de 7 a 35C (Lacey 

et al., 2006). Koppenhöfer et al. (2006) determinaron si la emergencia de NEPs de 

los cadáveres de los insectos está influenciada por la humedad, reportando que S. 

carpocapsae emergió de cadáveres que se encontraban en suelo franco arenoso 

con humedad de 5 Mpa (muy seco) mientras que S. glaseri requería humedad 

mínima de 0.3 Mpa para emerger. Los autores mencionan que posiblemente se 

deba a que S. carpocapsae está adaptado a sentarse y esperar en la superficie de 
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suelo por su tipo de estrategia para parasitar. Por el contrario, S. glaseri busca 

activamente al hospedero en el perfil de suelo, y necesita de mayor humedad. Estos 

aspectos son importantes de valorar al elegir la cepa de NEP a utilizar, ya que el 

comportamiento y ecología de los NEPs determinara su eficacia en campo. 

 

Taxonomía de NEPs 

Steinernema y Heterorhabditis se consideran géneros estrechamente relacionados 

bajo el orden Rhabditida ya que presentan caracteristicas morfologicas similares. 

Sin embargo, se han desarrollado claves de características sistemáticas detalladas 

que actualmente se utilizan para la identificación de especies de NEPs (Poinar, 

1993).  

Familia Steinernematidae (Chitwood y Chitwood, 1937): 

La familia Steinernematidae actualmente comprende dos géneros, Steinernema 

Travassos (1927), con más de 10 especies y Neosteinernema Nguyen y Smart 

(1994), con una sola especie Neosteinernema longicurvicauda. Los rasgos de 

diagnóstico incluyen: adultos con cabeza truncada a ligeramente redonda. Seis 

labios fusionados, con puntas distintas y con una papila labial cada uno. Cuatro 

papilas cefálicas presentes y anfidios pequeños. Estoma reducido, corto y ancho, 

con paredes esclerotizadas discretas. Esófago rabditoide que se encuentra 

separado del intestino. 

El anillo nervioso que generalmente rodea el istmo o la parte anterior del bulbo 

basal. Las hembras tienen ovarios opuestos emparejados. Vagina corta y 

musculosa. Vulva ubicada cerca de la mitad del cuerpo, con o sin labios 

protuberantes. Espículas emparejadas, simétricas. Gubernáculo presente. Papilas 

genitales presentes que van de 10 a 14 pares, de los cuales de siete a 10 pares son 

pre-cloacales. Cola redondeada, digitada o mucronada, sin bursa. Juvenil infeccioso 

de tercer estadio con estoma colapsado. Cutícula anulada, campo lateral con seis 

a ocho crestas en la mitad del cuerpo. Esófago e intestino colapsados. Bolsa 

bacteriana especializada ubicada al comienzo del intestino y de forma variable. Poro 
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excretor distinto, anterior al anillo nervioso. Cola conoide o filiforme. Fásmidios 

presentes, prominentes o discretos (Figura 4). 

 

 

 

 

Figura 4. Características morfológicas del género Steinernema en vista lateral. A) todo el cuerpo, B) 

la región anterior, C) la región anterior, D) Espícula, E) cola de macho de primera generación; F) 

hembras con vulva a mitad del cuerpo, a veces con una protuberancia con o sin epiptygma, G) cola 

de la hembra de primera generación y H) la cola del juvenil infectivo. Barra de escala (en µm): A = 

320; B = 100; C = 32; D = 32; E = 65; F = 78; G = 28 y H = 90 (Tomado de Qiu et al., 2011). 
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Familia Heterorhabditidae Poinar (1976). 

 

Heterorhabditidae consta de un género, Heterorhabditis Poinar (1976), con 

Heterorhabditis bacteriophora como tipo y más de 20 especies descritas. Los rasgos 

de diagnóstico clave incluyen: adultos con seis labios puntiagudos que sobresalen 

y rodean la abertura oral. Cada labio con una papila labial terminal. Estoma corto y 

ancho, esófago de tipo rabditoide. Istmo corto, bulbo basal piriforme con vulva 

reducida. Poro excretor generalmente ubicado a nivel del bulbo basal. Hermafrodita 

(primera generación) con ovotestis. Vulva ubicada cerca de la mitad del cuerpo. 

Hinchazón post-anal presente o ausente.  Hembra anfidélfica (en referencia a las 

hembras de la segunda generación), vulva ubicada cerca de la mitad del cuerpo, 

con o sin labios protuberantes. Cola conoide; hinchazón post-anal presente o 

ausente. Bursa pelodera o leptodera. Macho (segunda generación) monórquico. 

Espículas pares, simétricas, rectas o arqueadas, con puntas puntiagudas. 

Gubernáculo delgado, alrededor de la mitad de la longitud de las espículas. Bursa 

abierta, pelodera, asistida por un complemento de nueve pares de radios bursales 

(papilas). IJ de tercer estadio envainado en cutícula de juvenil de segundo estadio. 

Cutícula de J2 con crestas longitudinales en la mayor parte de la longitud del cuerpo 

y un patrón teselar en la región más anterior. Campo lateral con dos crestas. Diente 

dorsal cuticular prominente presente. Poro excretor situado posterior al bulbo basal. 

Cola corta, conoide, estrechándose hasta una pequeña punta en forma de púas 

(Figura 5). 
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Figura 5. Características morfológicas del género Heterorhabditis. Heterorabditis floridensis n. sp. 

A, B: Regiones anterior y posterior de un hermafrodita; C: Región anterior de un macho; D: Región 

posterior de un macho mostrando espícula en vista lateral; E: Región posterior de un macho en vista 

ventral mostrando espículas, ala caudal y papilas; F: Región anterior de un juvenil infectivo; G: Cola 

de un juvenil infectivo envainado que muestra el extremo de la cutícula de la segunda etapa y el 

juvenil de la tercera etapa. Barra de escala: A-E = 50 µm, F, G = 15 (Nguyen et al., 2006). 
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Diferencias entre los géneros Steinernema y Heterorhabditis 

 

Los ejemplares adultos (1ª y 2ª generación) y juveniles infectivos de Steinernema y 

Heterorhabditis muestran algunas características morfológicas distintivas que son 

importantes desde el punto de vista taxonómico (Grewal y Nardo, 2001). Estas 

características son la longitud de la cola y la posición del poro excretor con respecto 

al anillo nervioso, ya que debe situarse anterior al anillo nervioso en Steinernema y 

posterior al anillo nervioso en Heterorhabditis y la forma de la vulva en hembras. En 

ejemplares machos, la identificacion se basa en el tamaño y forma del gubernáculo 

y espículas, presencia o ausencia de mucrón caudal, disposición de las papilas 

copulatorias y morfología del espermatozoide (Spiridonov et al., 1999). En el caso 

de los JIs, el campo lateral con apariencia de mazorca y la proyeccion cuticular que 

asemeja un diente en Heterorhabditis, asi como la forma y longitud de la cola y el 

contorno de la cabeza son algunas de las características de importancia taxonómica 

(Grewal y Nardo, 2001). 

Hoy en día, la caracterización morfológica no da resultados confiables ya que ha 

habido un aumento en el número de especies que hace obligatorio el complementar 

la taxonomía clasica con la caracterización molecular para la identificación de 

especies (Subbotin y Moens, 2006). La morfología depende completamente de las 

características externas del espécimen. Sin embargo, algunos genes tienen la 

tendencia a no expresarse en forma de fenotipo aunque poseen algunas regiones 

conservadas que son muy importantes desde el punto de vista taxonómico. Esto 

crea una demanda de identificación y validación molecular de cada especie en 

particular. Los avances en las técnicas moleculares ayudan en la identificación 

precisa y la ubicación de la especie en su posición apropiada en la clasificación. Se 

están utilizando varias técnicas moleculares para una identificación más precisa de 

NEPs, como la reacción en cadena de la polimerasa, seguido de la amplificación y 

secuenciación de los productos amplificados de las áreas conservadas (Didiza et 

al., 2021). Se utilizan ADNr 28S y 18S para comparar los taxones distantes que 

divergieron hace mucho tiempo. Además de esto, IGS, ITS1, ITS2 y ETS se están 

utilizando para comparar la filogenia de especies estrechamente relacionadas en 
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comparación con los genes de ADNr 28S y 18S (Subbotin y Moens, 2006). La 

unidad de repetición, el ADNr 18S y 28S y la subunidad II de la citocromo oxidasa 

(COII) tambien se utilizan ampliamente para la identificación de nemátodos. Hoy en 

día, regiones de importancia taxonómica que incluyen el espaciador transcrito 

interno (ITS) del ADN ribosómico (ADNr) son las más utilizadas para distinguir entre 

Steinernema y Heterorhabditis a nivel de especie (Adams et al., 1998). 

 

 Bacterias simbiontes de NEPs 

Las bacterias consideradas entomopatógenas pertenecen a siete géneros:  Bacillus, 

Paenibacillus, Brevibacillus, Serratia, Pseudomonas, Xenorhabdus y Photorhabdus 

(Glare et al., 2017). De éstas, existe un particular interés por estudiar a los géneros 

Xenorhabdus y Photorhabdus por sus metabolitos secundarios descritos como 

compuestos con actividad citotóxica, antimicrobiana, antiparasitaria e insecticida, 

que sumado a las estrategias de los nemátodos (Steinernema y Heterorhabditis) 

logran parasitar con éxito un hospedero. Por lo que al aislar una nueva cepa de 

nemátodo también se incrementa la posibilidad de descubrir nuevas toxinas para 

ser utilizadas como bioinsecticidas. Actualmente, se han identificado 26 especies 

del género Xenorhabdus (Tabla 1) (Thomas y Poinar, 1979) y 19 de Photorhabdus 

(Tabla 2) (Boemare et al., 1993). Por lo general, cada especie de Steinernema 

establece simbiosis con una sola especie de Xenorhabdus; a su vez, muchas 

especies de Xenorhabdus pueden asociarse con varias especies de nemátodos. 

Tabla 1. Lista de especies descritas del género Xenorhabdus y de su nemátodo simbionte (Tomado 

de Sajnaga y Kazimierczak, 2020). 

Especies de Xenorhabdus Especies de Steinernema Referencias 
X. beddingii  Especie no descrita Akhurst and Boemare 1988 
X. bovienii S. feltiae, S. kraussei, S. affinae, S. 

intermedium, S. weiseri, S. 

silvaticum, S. sichuanense, S. 

nguyeni, S. poinari, S. tbilisiensis, 

S. jollieti, S. puntauvense, S. 

oregeonense, S. littorale 

Akhurst and Boemare 1988 

X. budapestensis  S. bicornutum, S. ceratophorum Lengyel et al. 2005 

X. cabanillasii  S. riobrave Tailliez et al. 2006 

X. doucetiae S. diaprepesi Tailliez et al. 2006 

X. ehlersii  S. longicaudum (S. serratum) Lengyel et al. 2005 
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X. eapokensis  S. eapokensis Kämpfer et al. 2017 

X. griffiniae  S. hermaphroditum Dreyer et al. 2017 

X. hominickii  S. karii, S. monticolum  Tailliez et al. 2006 

X. indica S. thermophilum, S. abbasi Somvanshi et al. 2006 

X. innexi S. scapterisci Lengyel et al. 2005 

X. ishibashii  S. aciari Kuwata et al. 2013 

X. japónica S. kushidai Nishimura et al. 1994 

X. khoisanae  S. khoisanae, S. jeffreyense, S. 

saccharii  

Ferreira et al. 2013 

X. koppenhoeferi  S. scarabaei Tailliez et al. 2006 

X. kozodoii S. arenarium Tailliez et al. 2006 

X. magdalenensis  S. australe Tailliez et al. 2012 

X. mauleonii  Especie no descrita Tailliez et al. 2006 

X. miraniensis  Especie no descrita Tailliez et al. 2006 

X. nematophila  S. carpocapsae Poinar and Thomas 1965 

X. poinarii S. glaseri, S. cubanum  Akhurst 1983 

X. romanii  S. puertoricense Tailliez et al. 2006 

X. stockiae S. siamkayai Tailliez et al. 2006 

X. szentirmaii S. rarum  Lengyel et al. 2005 

X. thuongxuanensis  S. sangi Kämpfer et al. 2017 
X. vietnamensis  S. sangi Tailliez et al. 2010 

Esto difiere para Heterorhabditis, ya que muchas especies tanto de bacterias como 

de nemátodos pueden participar en asociaciones simbióticas (Koppenhöfer, 2007). 

En el caso de Xenorhabdus, la especie más diversa entre las bacterias (a nivel de 

subespecie) de NEPs es Xenorhabdus bovienii (Murfin et al., 2015).  

Tabla 2. Lista de especies descritas del género Photorhabdus y de su nemátodo simbionte (Tomado 

de Sajnaga y Kazimierczak, 2020). 

Especies de Photorhabdus Especies de Heterorhabditis Referencias 

P. akhurstii H. indica Fischer-Le Saux et al. 1999, 

Machado et al. 2019. 

P. asymbiotica Especie no descrita Fischer-Le Saux et al. 1999, 
Akhurst et al. 2004. 

P. australis H. gerrardi, H. indica, Akhurst et al. 2004, Machado 

et al. 2019. 

P. bodei H. beicherriana Machado et al. 2019. 

P. caribbeanensis  H. bacteriophora Tailliez et al. 2010, Machado 

et al. 2019. 

P. cinerea H. downesi, H. megidis, H. 

bacteriophora 

Tóth and Lakatos 2008,  

Machado et al. 2019. 

P. hainanensis Especie no descrita Tailliez et al. 2010, Machado 

et al. 2019. 

P. heterorhabditis H. zealandica Ferreira et al. 2014 
P. kayaii H. bacteriophora Ferreira et al. 2014 

P. khanii 

subsp. guanajuatensis 

H. atacamensis Tailliez et al. 2010, Machado 

et al. 2019. 

P. kleinii  H. georgiana, H. bacteriophora An y Grewal 2011, Machado 

et al. 2019. 

P. laumondii subsp. clarkei, 

subsp. laumondii  

H. bacteriophora Fischer-Le Saux et al. 1999, 

Machado et al. 2019. 



 19 

P. luminescens subsp. sonorensis, 

subsp. mexicana  

H. bacteriophora, H. indica, H. 

sonorensis, H. mexicana 

Orozco et al. 2013. 

P. namnaonensis  H. baujardi Glaser et al. 2017, Machado et 

al. 2019. 

P. noenieputensis  H. indica, Heterorhabditis sp. Ferreira et al 2013, Machado 

2019. 

P. stackebrandtii H. bacteriophora, H. georgiana An y Grewal 2010, Machado 

et al. 2019. 

P. tasmanensis H. zealandica, H. marelatus Tailliez et al. 2010, Machado 
et al. 2019. 

P. temperata H. megidis, H. downesi y H. 

zealandica 

Fischer-Le Saux et al. 1999, 

Machado et al. 2019. 

P. thracensis H. bacteriophora Hazir et al. 2004, Tailliez et 

al. 2010, 

En cuanto a la identificación de Xenorhabdus y Photorhabdus, se realizan análisis 

de filogenia molecular complementado con un número cada vez mayor de genes y 

secuencias genómicas disponibles para alcanzar la identificación de estas bacterias 

a nivel de especie o subespecie. Machado et al. (2019) realizaron un análisis 

filogenético con el genoma completo de dos cepas bacterianas (MEX20-17T y 

MEX47-227) aisladas del intestino de H. atacamensis y H. mexicana. La 

caracterización fisiológica indicó que ambas cepas bacterianas difirieron de todas 

las especies de Photorhabdus descritas, por lo que propone dos nuevas 

subespecies, Photorhabdus khanii subsp. guanajuatensis y Photorhabdus 

luminescens subsp. mexicana. 

Por otro lado, las interacciones entre NEPs y sus simbiontes bacterianos se han 

considerado por mucho tiempo asociaciones monoxénicas y las únicas 

responsables de la muerte de los insectos (Ogier et al., 2020). Esto es, posiblemente 

por las limitaciones de la metodología para identificar bacterias por medios de cultivo 

dependientes. Sin embargo, se han observado bacterias no identificadas en el 

espacio intercelular entre las cutículas de la segunda y tercera etapa de los estadios 

juveniles de nemátodos. Por ejemplo, Enright y Griffin (2004) encontraron una 

especie bacteriana formadora de endosporas, Paenibacillus nematophilus, 

asociada naturalmente con una cepa de Heterorhabditis megidis. Para evaluar la 

especificidad de esta asociación, se evaluó la capacidad de adherencia de los 

esporangios de tres especies de bacterias (Paenibacillus nematophilus NEM1a, 

Paenibacillus sp. NEM2 y Paenibacillus sp. NEM3) a los JIs de distintas especies 
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de nemátodo. Los autores observaron que los esporangios se adhieren únicamente 

a los JIs de Heterorhabditis y son transportados hasta entrar al hospedero donde se 

reproducen a pesar de los antibióticos liberados por Photorhabdus. Poco antes de 

que los JIs emergen del hospedero, los esporangios se reincorporan a la cutícula 

de los JIs. Del mismo modo, se encontró que los esporangios se adhieren a los JIs 

de especies de Strongylida (especies filogenéticamente cercanas a 

Heterorhabditis). Concluyeron que posiblemente se haya producido un grado de 

adaptación entre la asociación de Paenibacillus, Heterorhabditis y Photorhabdus. 

Actualmente se realizan estudios de metagenómica para el estudio de comunidades 

bacterianas que han permitido tener un panorama más claro sobre la interacción 

nemátodo-bacteria-hospedero. Ogier et al. (2020) reportaron el perfil microbiano de 

juveniles infectivos de cuatro especies de Steinernema mediante análisis de 

metagenómica utilizando dos marcadores moleculares (v3v4 y rpoB). Los autores 

identificaron más de 30 OTUs que fueron comparados con grupos taxonómicos 

aislados de cultivos dependientes (medios de cultivo con estriados de hemolinfa de 

G. mellonella previamente infectada con juveniles infectivos). Estos grupos 

taxonómicos aislados coincidieron un 70% con los OTUs identificados por 

metagenómica, donde las mayores abundancias pertenecen a los géneros: 

Stenotrophomonas, Serratia, Achromobacter, Xenorhabdus, Pseudomonas, Delftia 

y Alcaligenes. El papel que juegan estas bacterias tanto en los JIs como en el 

hospedero infectado está por definirse. Lo que está claro, es que el interés por 

estudiar estas asociaciones con herramientas moleculares de siguiente generación 

va en aumento. 

 

Diversidad de NEPs en México y su eficacia contra insectos plaga 

Desde 1998 se han realizado colectas de NEPs en diferentes estados de México 

para conocer su diversidad y eficacia contra insectos plagas (Molina-Ochoa et al., 

2003; Zepeda-Jazo et al., 2014). Los primeros estudios comenzaron con la 

evaluación de una cepa no nativa Steinernema carpocapsae Weiser, para controlar 

Zadiprion falsus Smith (Hymenoptera: Diprionidae) y Dendroctonus adjunctus 
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Blandford (Coleoptera: Curculionidae) en pinos (Alatorre-Rosas, 1971). 

Posteriormente, en Chihuahua se identificó una cepa nativa de Steinernema 

carpocapsae aislada de Cydia pomonella (Lepidoptera: Tortricidae) (Poinar, 1979). 

Dado que los NEPs son organismos de suelo extremadamente comunes, sus cepas 

han sido aisladas en todas las regiones donde alguien ha realizado un esfuerzo de 

búsqueda. En México, las especies aisladas más reportadas son H. bacteriophora, 

H. indica y H. mexicana (también Steinernema, pero la mayoría se reporta a nivel 

de género) (Figura 6). En Oaxaca es donde se ha encontrado mayor diversidad con 

cuatro especies identificadas: S. feltiae, H. mexicana, S. carpocapsae y H. indica.  

 

Figura 6. Estados de la república mexicana donde se han aislado NEPs (Bruno et al., 2020). 

Los NEPs han sido aislados de cultivos de caña de azúcar, guayaba, palmas de 

plátano, lima mexicana, maíz, sorgo, así como de césped y valles. Esto con el fin 

de encontrar enemigos naturales más eficientes para ser probados contra plagas. 
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Los NEPs de los generos Steinernema y Heterorhabditis se han explotado con éxito 

en el control de insectos plaga, principalmente en plagas de importancia económica 

como son; Diatrea saccharalis, Aeneolania albofasciata (plagas de caña de azúcar), 

Phyllophaga polyphylla (plaga de maíz), Scyphophorus interstitialis (picudo negro 

del agave) entre otras (Andaló et al., 2012) (Tabla 3). Una de las principales ventajas 

de estos nemátodos es su capacidad y estrategias de búsqueda que les permite 

llegar a puntos donde es difícil combatir con insecticidas. Un ejemplo son las ninfas 

de salivazo Aeneolamia albofasciata que recién eclosionadas inician la producción 

de saliva que las cubre por completo para darles protección contra sus enemigos 

naturales. 

 

También se han evaluado cepas de NEPs no nativas de México contra plagas de 

interés público como la mosca de la fruta Anastrepha obliqua, que causa perdidas 

considerables (10 al 25%) en la producción de mango (Aluja et al., 1994). Toledo et 

al. (2005a), evaluaron el efecto de la temperatura, la textura del suelo y la 

profundidad del hospedero sobre la capacidad infectiva de Heterorhabditis 

bacteriophora (cepa aislada en Costa Rica) en larvas de A. obliqua de tercer estadio 

inicial y tardío. Los resultados de este estudio mostraron mayor mortalidad (85%) 

en larvas de tercer estadio inicial en suelo con textura areno-arcillosa con 15% de 

humedad y con una temperatura de 24°C a una concentración letal media (CL50) de 

25  4.2 IJ/cm2. Demostrando el potencial de la cepa no nativa de H. bacteriophora 

para infectar y matar larvas de la mosca de la fruta en condiciones de laboratorio. 

A pesar de los casos de éxito de NEPs reportados contra distintas plagas, la 

mayoría han sido en condiciones de laboratorio. Pocos son los trabajos donde se 

evalúan factores químicos o físicos en relación con la capacidad infectiva de los 

nemátodos en laboratorio y que además se prueben en campo. Toledo et al. 

(2005b), probaron la capacidad infectiva de H. bacteriophora en larvas de la mosca 

mexicana de la fruta (Anastrepha ludens) en condiciones de campo y laboratorio.  

En condiciones de laboratorio notaron que la infección de A. ludens se vio afectada 

por baja (6%) y alta (12-24%) humedad de suelo, obteniendo la mayor prevalencia 
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de infección (70%) con 9% de humedad a una concentración de 125 JI/cm2. En 

campo, se probaron dos concentraciones 115 nemátodos/cm2 y 345 nemátodos/cm2 

en parcelas experimentales en un huerto comercial de mango del estado de 

Chiapas, México. Dentro de los resultados se registró una mortalidad de 46.7 y 

76.1% respectivamente en A. ludens a los ocho días de infección. Por el contrario, 

en muchos casos no se evalúan las interacciones con factores ambientales, esto 

significa que las especies de NEPs con mayor eficacia en laboratorio pueden no ser 

necesariamente las más eficaces en campo. Otro de los casos donde la aplicación 

de NEPs ha sido exitosa en campo, es el realizado por Grifaldo et al. (2019) que 

aplicaron Heterorhabditis indica y Steinernema sp. en parcelas de caña de azúcar 

en Veracruz, México. Los autores realizaron dos ensayos, en el primero probaron 

ambas cepas de nemátodos con el dispersante Break-Thru® y lo aplicaron para 

controlar ninfas de salivazo pertenecientes a dos géneros Aeneolamia y Prosapia 

(Hemiptera: Cercopidae). En el segundo ensayo sólo aplicaron Steinernema sp. 

(más dispersante) en parcelas de 1 m2. La suspensión de NEPs aplicada en ambos 

ensayos fue de 66,000 JIs/m2. Los resultados demostraron que con H. indica se 

obtuvo 73% de mortalidad de las ninfas y con Steinernema sp. se alcanzó un 62%. 

La aplicación de Steinernema sp. más dispersante mantuvo baja la población de 

ninfas durante los cuatro días de la evaluación en comparación con el tratamiento 

testigo (agua + dispersante). El aditivo utilizado (Break-Thru), pudiera tener 

efectos negativos sobre la capacidad infectiva de los nemátodos. Sin embargo, en 

este estudio no se evaluó dicho efecto. Por otro lado, los autores mencionan que es 

importante estandarizar la producción masiva de nemátodos para poder hacer uso 

comercial de estas cepas. 
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Tabla 3. NEPs utilizados contra plagas agrícolas en bioensayos bajo condiciones de laboratorio. 

NEMATODO SITIO DEL 

AISLADO 

PLAGA CONCENTRACION 

DE NEMATODOS 

USADA 

MORTALIDAD 

ALCANZADA 

REFERENCIA 

Steinernema 

ralatorei 

 

Veracruz Larvas de Diatraea 

saccharalis 

200 IJ/individuo 93% a las 12 horas de 

exposición bajo 

condiciones de laboratorio. 

Grifaldo-Alcántara 

et al. (2017) 

Heterorhabditis 

indica 

Tabasco Barrenador de ramas de 

aguacate (C. aguacatae) 

2,500 IJ/mL-1  100% a las 44 horas de 

infección. 

Sánchez-Saavedra 

et al. (2012) 

H. bacteriophora 

(cepa nativa) 

S. feltiae, H. 

bacteriophora 

S. carpocapsae 

 

Oaxaca Larvas y adultos del picudo 

negro del agave 

Scyphophorus interstitialis 

4,500 y 9,000 

IJ/insecto 

90.31% (H. bacteriophora 

cepa nativa), 84.23% (S. 

feltiae), 78.23% (H. 

bacteriophora), 76.88% (S. 

carpocapsae). 

Bolaños et al. 

(2006). 

Heterorhabditis 

indica y Steinernema 

sp. 

 ninfas de salivazo 

pertenecientes a dos géneros 

Aeneolamia y Prosapia 

(Hemiptera: Cercopidae). 

 

         * 

73% (H. indica) y 62% 

(Steinernema sp), en 

condiciones de campo. 

Grifaldo-Alcántara 

et al. (2019, 2020) 

Heterorhabditis 

indica, 

Heterorhabditis sp. y 

Steinernema sp. 

Tabasco 

Michoacán 

adultos y larvas de Musca 

domestica 

1,600 IJ/ml-1. Solo H. indica alcanzo 79% 

en hembras, 35% en 

machos y 53% en larvas de 

M. domestica, bajo 

condiciones de laboratorio. 

Arriaga y Cortez-

Madrigal (2018) 
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EFICACIA DE NEPs CONTRA LARVAS DE MOSQUITO  

Se ha demostrado que los NEPs son eficaces para combatir plagas terrestres, pero 

también son efectivos para combatir plagas con ciclo de vida acuático, tal es el caso 

de las larvas de mosquito de diversos géneros (Tabla 4) (Pandii et al., 2008; 

Cardoso et al., 2015; Silva et al., 2019; Chaudhary et al., 2017; Toksoz y Saruhan, 

2018; Ansari y Hussain, 2020). Por ejemplo, Edmonds et al., (2017) demostró la 

susceptibilidad de Chironomus plumosus al ser parasitada hasta en un 80% por S. 

feltiae, S. carpocapsae, S. kraussei y H. bacteriophora en el transcurso de 4 días. 

El hecho de que los NEPs y su simbionte bacteriano sean efectivos en fase acuática 

no es nuevo, ya que Welch y Bronskill (1962), lo demostraron por primera vez 

cuando observaron que S. carpocapsae penetro la cavidad del cuerpo de larvas de 

Ae. Aegypti lo que les causo septicemia al llegar al hemocele. A pesar de que 

muchos autores refieren esta capacidad infectiva en mosquitos, existe la 

controversia de la supervivencia de NEPs en el agua. 

Sunanda et al., (2012) reportaron que S. abbasi y H. indica tienen una efectividad 

del 85 y 88% a 30°C después de 15 días de exposición. Además, H. indica puede 

conservarse en agua destilada a 8 y 30°C durante 42 días, lo que comprueba su 

efectividad y longevidad en agua. Del mismo modo, Amit et al., (2017) reporto una 

tasa de supervivencia del 77% a una temperatura de 20°C en ejemplares de H. 

indica al termino de 90 días de incubación. Cuando los nemátodos son depositados 

en contenedores de agua con larvas de moscos, estos se hunden hasta llegar al 

fondo donde se encuentran con las larvas de mosco que bucean la comida para 

atrapar pequeños organismos con su cepillo bucal. En ese momento los NEPs son 

ingeridos por las larvas de mosquito. Treviño et al., (2021) enfatiza esta estrategia 

ya que observo infectivos juveniles en la cápsula de la cabeza de Ae. Aegypti 

posterior a la exposición con NEPs. 
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Tabla 4. NEPs utilizados contra larvas de mosco en bioensayos bajo condiciones de laboratorio. 

NEMATODO SITIO DEL 
AISLADO 

PLAGA CONCENTRACION 
DE NEMATODO 

USADA 

MORTALIDAD 
ALCANZADA 

REFERENCIA 

Heterorhabditis 

indica LPP35 

Brasil Larva de Aedes aegypti 160 IJ/larva mosco 

 

            85 % 

 

 

Cardoso et al., 

(2015). 

Heterorhabditis 

indica LPP35 

Brasil Larva de Aedes aegypti 100 IJ/larva mosco              75% Silva et al (2019). 

Steinernema 

carpocapsae 

Bangkok Larva de Culex gelidus 

 

       

4,000 IJ/larva 

mosco 

 

             

63 % en 96 horas de 

infección  

 

 

Pandii et al., 

(2008). 

Steinernema 

kraussie y 

Heterorhabditis 

bacteriophora 

Pakistán Larva Aedes aegypti 

                     

100 IJ/larva mosco 

             

 100 % en 48 y 96         

horas de infección 

            

Chaudhary et al., 

(2017). 

   

                     

 

 

  

S. carpocapsae y 

H. bacteriophora 

 

Turquía Culex pipiens 1500 IJ/ml-1  86 - 100% a las 96 

y 72 horas de 

infección 

Toksoz y Saruhan 

(2018). 

H. bacteriophora 

y S. carpocapsae 

Londres Larvas de Ae. aegypti 100 IJ/larva  90-100% a las 72 

horas de infección. 

Ansari y Hussain 

(2020). 
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2.6 Patogénesis de NEPs y la Interacción con su hospedero. 

 

La mayoría de las especies de NEPs son capaces de infectar y causar 

enfermedades a una amplia gama de insectos plaga que pertenecen a distintos 

órdenes (Grewal et al., 2005; Shapiro ‐ Ilan et al., 2016). Por ejemplo, S. 

carpocapsae tiene un rango de hospederos de >200 insectos de 10 órdenes que 

han sido probados en laboratorio (Poinar, 1979). Sin embargo, hay otras especies 

de nemátodos que tienen hospederos específicos como S. scarabaei, que solo 

parasita insectos de la familia Melolonthidae (Koppenhöfer y Fuzy, 2003), y S. 

scapterisci, que es específico de Orthoptera (Nguyen y Smart, 1991).  

La patogenicidad del complejo nemátodo-bacteria está regulada por la interacción 

de tres componentes biológicos: 1) la reacción de defensa del hospedero, 2) las 

propiedades patogénicas del nemátodo y 3) la patogenicidad del simbionte 

bacteriano (Boemare et al., 1997). Cuando los juveniles infectivos de vida libre 

encuentran un hospedero, penetran por orificios naturales como boca, ano o 

espiráculos. Sin embargo, el primer obstáculo que deben pasar estos nemátodos 

son las estrategias de comportamiento que utilizan los insectos para evitar la 

entrada de patógenos. Algunas de estas estrategias son minimizar su evacuación 

de CO2, obstruir su ano con materia fecal o generan capullos impenetrables antes 

de la pupa que sirven como barreras físicas (Gaugler et al., 1994). Al llegar al 

hemocele, la segunda barrera de protección con la que se encuentra el nemátodo y 

la bacteria es el sistema inmune del insecto que combina respuestas celulares y 

humorales, donde el primer paso es la fagocitosis ocasionada por los hemocitos 

circulantes. Si el organismo invasor es grande (como los nemátodos), los hemocitos 

tienen una respuesta de encapsulación, activando una cascada de enzimas fenol-

oxidasa que cubre al invasor con una capa de melanina (Kusch y Lemaitre, 2000). 

Wang y Gaugler (1999), reportaron que S. glaseri usa una proteína de recubrimiento 

superficial (SCP3a) que destruye los hemocitos del hospedero y evita la 

encapsulación en el escarabajo japonés (Popollia japonica). Por otro lado, la 

respuesta inmune del hospedero puede reaccionar de forma diferente dependiendo 

la especie o población de nemátodos. Por ejemplo, Li et al (2007) reportaron que 
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Manduca sexta (Lepidoptera: Sphingidae) pudo resistir la infección por H. 

bacteriophora al reconocer a este patógeno como “no propio” y encapsularlo a un 

99%. Sin embargo, cuando se infectó el mismo hospedero con S. glaseri la 

encapsulación fue menor ya que el sistema inmune del insecto sólo reconoció un 

28% al patógeno.  

La lisozima y péptidos antibacterianos los produce la respuesta humoral del insecto 

y son sintetizados cuando se presenta una infección (Kusch y Lemaitre, 2000). La 

superación del sistema inmune del hospedero se lleva a cabo de varias maneras: 

los steinernemátidos pueden matar a sus hospederos sin su simbionte bacteriano, 

ya que produce proteasas que suprimen la respuesta inmune poco después de la 

invasión (Lewis y Clarke, 2012). En el caso de los heterorhabdítidos necesitan su 

simbionte bacteriano para intervenir con la defensa inmune celular al evitar la 

fagocitosis de los hemocitos (Sambeek y Wiesner, 1999). Después de vencer al 

sistema inmunológico, las bacterias producen una serie de toxinas para matar al 

insecto hospedero. Dentro de las más importantes están las toxinas de las proteínas 

Tc (complejo de toxinas), Mcf y PirAB que han sido detectadas principalmente en 

Photorhabdus y Xpt en Xenorhabdus (Tabla 5) (Sergeant et al, 2003; Hinchliffe et 

al, 2010). Por esta razón es que estas bacterias son altamente virulentas cuando se 

inyectan directamente en las larvas de insectos. Por ejemplo, Akhurst y Boemare, 

(1990) reportaron alta patogenicidad de Xenorhabdus al inyectar <100 células en 

larvas de G. mellonella. 

Tabla 5. Proteínas que codifican toxinas por las bacterias simbiontes, con capacidad insecticida 

(Hinchliffe et al, 2010; Sergeant et al, 2003). 

Toxinas insecticidas: Causa: 

TC (Tca, Tcb, Tcc, Tcd) Deterioro progresivo en las células 

epiteliales del intestino medio del insecto. 

Mcf Perdida de presión de turgencia que 

desencadena apoptosis en células 

epiteliales del intestino medio. 

PirAB Neurotoxicidad 
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Xpt (XptA1, XptA2, XptB, XptC1) Apoptosis en células 

 

El primer signo por infección de nemátodos entomopatógenos es el cambio de 

coloración en los cadáveres de insectos, producido por la bacteria asociada. Los 

insectos infectados por Steinernema adquieren coloración que va del ocre al casi 

negro y los parasitados por Heterorhabditis toman un color rojizo o naranja, donde 

se observa la emisión de bioluminiscencia (en cuarto oscuro) que es producida por 

el simbionte bacteriano del género Photorhabdus. Esta bioluminiscencia es debida 

a la enzima luciferasa, que produce una luz azul-verdosa (490 nm) (Poinar et al., 

1980). Los genes responsables de la luminiscencia de Photorhabdus son los genes 

lux (Frackman et al, 1990). Esta bioluminiscencia producida por Photorhabdus en 

los insectos parasitados por heterorhabdítidos parece impedir la actividad saprófita 

de otros invertebrados (Akhurst y Boemare, 1990). 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

Área de estudio 

La península de Yucatán tiene una superficie territorial de 39,340 km2  con un clima 

tropical-húmedo (AW) con precipitación media anual de 900-1300 mm y temperatura 

promedio anual de 25-29.6°C; 77-85.3°F donde predominan las selvas secas 

subhúmedas (INEGI, 2017). La Península de Yucatán está situada en una 

plataforma de piedra caliza hecha de carbonatos y sedimentos formados en el 

Holoceno (Herrera-Silveira y Comín, 2000). Está localizada entre los meridianos los 

87º30' y los 90º25' de longitud Oeste, y los paralelos 19º40' y 21º37' de latitud Norte, 

ocupando la porción septentrional de la Península de Yucatán. Limita al oeste y al 

suroeste, con el estado de Campeche; al norte, con el Golfo de México; y al este y 

sureste, con el estado de Quintana Roo. El estado de Yucatán esta ubicado 

geograficamente en el cinturón intertropical mundial por lo cual esta sujeto a las 

condiciones climáticas propias de esta zona (vientos alisos, nortes, ciclones, etc.). 

La división política del estado de Yucatán comprende 106 municipios, siendo Mérida 

la ciudad capital (Figura 7). 

Trabajo de campo 

Durante los meses de septiembre y octubre de 2018 (temporada de lluvias) se 

tomaron muestras de suelo de 12 localidades diferentes del estado de Yucatán 

pertenecientes a los municipios de Peto, Cantamayec, Tikuch, Cansahcab, Dzan, 

Sucila, Maxcanu, Opichen, Muna, Oxkutzcab Tunkas y Chikindzonot (Figura 7). Se 

recolectaron muestras de suelo de diferentes cultivos de naranja agria (Citrus 

aurantium) y naranja dulce (Citrus sinensis). Los nemátodos fueron recuperados 

mediante muestras de suelo a escala regional, en sitios con distintos usos de suelo 

clasificados como ganadería, silvicultura, industrial, agricultura y de conservación. 

Se colectaron 4 muestras compuestas (con 3 submuestras) de suelo por localidad; 

estas se colocaron en recipientes de plástico transparente (1 kilogramo por frasco) 

para un total de 144 muestras. Los frascos fueron etiquetados, marcados con la 

fecha, localidad y número de muestra. Cada frasco se perforó en su fondo, antes de 

tomar la muestra se excavaron 15 cm con una espátula pequeña. Al final de la 
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colecta, las muestras de suelo fueron colocadas en hieleras de unicel para su 

transporte. Las muestras de suelo en los frascos fueron llevadas al Laboratorio de 

Patología Acuática del Centro de Investigaciones y Estudios Avanzados del Instituto 

Politécnico Nacional (Unidad Mérida).  

 

 

Figura 7. Mapa del estado de Yucatán que muestra los sitios muestreados en busca de nemátodos 

entomopatógenos.  

 

 

Trabajo de Laboratorio 

El laboratorio de patología acuática cuenta con un área de bioensayos donde se 

adaptó un criadero de larvas de Galleria mellonella (considerada especie plaga de 

abejas) que fueron empleadas como insecto trampa para el aislamiento de NEPs 

(Bedding y Akhurst, 1975). Para esto, se colecto un pie de cria de larvas de G. 

mellonella en la localidad de Peto, Yucatán donde se estableció un apiario de Apis 

mellifera con el fin de atraer a su principal enemigo natural, la polilla de la cera (G. 
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mellonella) (Figura 8). Esta polilla en su fase larval destruye las colmenas para 

alimentarse de la cera, por lo que termina debilitando y matando la colmena. Una 

vez colectadas las larvas, se comenzó con establecer su ciclo de vida en laboratorio 

(Figura 9), donde su crecimiento y desarrollo ocurren a una temperatura entre 30-

37°C y con una dieta que incluyó miel, azúcar, glicerina, salvado de trigo, harina de 

trigo, levadura y arroz en polvo.  

 

 

 

Figura 8. Apiario de Apis mellifera en Peto, Yucatán donde se revisaban las colmenas para la 

colecta de larvas de G. mellonella. 
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Figura 9. Estados de desarrollo de la polilla de la cera (G. mellonella) en el tiempo; A) huevos, B) 

larvas que se desarrollan hasta en 8 estadios larvales, C) pupas y D) Adulto. 

 

Una vez que las larvas de G. mellonella llegaban al cuarto estadio larval, se 

colocaban en los frascos con tierra previamente colectados. Posteriormente, se 

utilizaron 4 larvas de G. mellonella por frasco, dejándose reposar durante 5 días a 

temperatura ambiente, hasta la aparición de cambio de color de las larvas, lo que 

indicaba una posible infección. Las larvas de G. mellonella infectadas se colocaban 

en cámaras húmedas hasta la emergencia de los juveniles infectivos (Figura 10) 

(Kaya y Stock, 1997). 
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Figura 10. Tiempos de infección de larvas G. mellonella en muestras de suelo colectadas para la 

obtención de NEPs. 
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CAPÍTULO II. BIOPROSPECCIÓN E IDENTIFICACIÓN DE NEMÁTODOS 

ENTOMOPATÓGENOS EN EL ESTADO DE YUCATÁN. 

 

INTRODUCCIÓN 

En un esfuerzo por aislar agentes entomopatógenos más eficaces se realizan 

colectas alrededor del mundo mediante la técnica de insecto trampa que consiste 

en usar a la Gallería mellonella como cebo en suelos al azar. Dicha técnica fue 

desarrollada por Bedding y Akhurst (1975), y facilita la colecta de nemátodos 

entomopatógenos para conocer su distribución geográfica. Se ha demostrado que 

los NEPs son comunes y se encuentran ampliamente distribuidos en todos los 

suelos de los continentes, incluso en el desierto (Grewal y Georgis 1999). 

Únicamente en la Antártida no existe evidencia de su existencia (Hominick, 2002). 

Es posible que muchas especies adicionales puedan ser descubiertas, debido a la 

aplicación de esta metodología práctica para encontrar especies de nemátodos 

adaptados localmente (Kaya et al., 2006).  

Los steinernemátidos son biológicamente más diversos y se han encontrado 

principalmente en países con clima templado, en comparación con los 

heterorhabdítidos que están distribuidos en los trópicos y subtrópicos. La 

supervivencia, reproducción y desarrollo de los nemátodos depende de las 

condiciones ambientales de su hábitat, ya que la cepa más adaptada al medio es la 

que tendrá mayor éxito parasitario.  

Las características del suelo como nutrientes, pH, textura y humedad asociados a 

la presencia o ausencia de NEPs, podría contribuir al entendimiento de la 

supervivencia y distribución de estos organismos (Alekseev et al., 2006; Kanga et 

al., 2012). Aunque estos factores pueden variar con la especie de nemátodo, se 

sabe que existe mayor prevalencia en suelos ácidos (Hatting et al., 2009). La mayor 

parte de la península lo conforma una llanura que se formó como producto de la 

aparición de una plataforma marina compuesta por roca calcárea (que contiene 

carbonato de calcio), lo que lo hace un suelo poco profundo (20 cm). El pH de los 



 

 36 

suelos esta entre 6.5 a 7.5 predominando el suelo arcilloso. Las características 

particulares de los suelos de la Península de Yucatán pueden determinar la 

diversidad de NEPs. Actualmente, se han reportado 100 especies del género 

Steinernema y 26 especies del género Heterorhabditis (Malan et al., 2014) los 

cuales han sido aplicados principalmente en agricultura y en el área de la salud. Sin 

embargo, los estudios de diversidad y patogenicidad de NEPs así como su bacteria 

simbionte son limitados en México. En el estado de Yucatán, no existen trabajos 

previos en los que respecta a la diversidad de estos nemátodos ni en cuanto a su 

distribución geográfica ni sobre las condiciones ambientales en las que habitan. 

Hipotesis 

La presencia o ausencia de NEPs esta determinada por las caracteristicas 

particulares de los suelos de la peninsula de yucatán.  

Objetivo general 

Explorar la diversidad de nemátodos entomopatógenos y conocer los factores que 

determinan la presencia o ausencia de estos organismos en el suelo del estado de 

Yucatán.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 37 

MATERIALES Y MÉTODOS 

Análisis de suelo 

Para los análisis físico-químicos del suelo se tomó una muestra compuesta (cuatro 

submuestras, cada una de 250 kg) las cuales se pesaron y etiquetaron. Las 

muestras fueron llevadas al  “Laboratorio de Análisis de Suelos, Plantas y Agua” 

(LASPA) de la Universidad Autónoma de Yucatán (UADY) donde se realizaron los 

siguientes análisis: tamaño de partícula con un densímetro, (Gee and Bauder, 

1986); REDOX y pH por un potenciómetro (Patrick et al., 1996) fosforo por el método 

Olsen (Kuo, 1996); materia orgánica por determinación de colorimetría (Nelson y 

Sommers, 1996) y conductividad eléctrica por potenciómetro (Rhoades 1996). Se 

utilizó la prueba t de Student para determinar las diferencias de las características 

fisicoquímicas entre las muestras de suelo NEP positivo y NEP negativo (p ≤0.05). 

Identificación morfológica de nemátodos 

La identificación de machos, hembras y juveniles fue hecha con base en las 

características morfométricas y proporciones usadas para la identificación de 

nemátodos que son L= longitud total del cuerpo; a= longitud total del cuerpo / 

anchura mayor del cuerpo; b= longitud total del cuerpo / distancia de la cabeza al 

esófago; c= longitud total del cuerpo / longitud de la cola; V= distancia desde la parte 

anterior hasta la vulva / longitud del cuerpo x 100; EP= distancia de la cabeza al 

poro excretor; NR= distancia de la cabeza al anillo nervioso; ES= distancia de la 

cabeza a la base del esófago; D% = distancia de la cabeza al poro excretor / longitud 

de la cola x 100; E% =distancia de la cabeza al poro excretor / longitud de la cola x 

100; SW% = longitud de la espícula / diámetro del cuerpo a nivel del ano x 100; 

GS% = longitud del gubernáculo / longitud de la espícula x 100 (Nguyen, 1996; 

Poinar, 1990). Posteriormente, se capturaron imágenes con la cámara del 

microscopio de luz para la identificación de las estructuras de los nemátodos. Estas 

estructuras se midieron con el programa Imagej (Abramoff et al., 2004) el cual se 

calibró con el micrómetro del microscopio. 
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Reacción en cadena polimerasa y secuenciación de NEPs 

Para la extracción de ADN, se cortaron dos nemátodos adultos en pequeños trozos 

utilizando un bisturí estéril para reducir el tiempo de lisis celular según el protocolo 

del kit DNeasy Blood and Tissue (Qiagen™). La región ITS y el gen 28S del ADN 

ribosomal fueron amplificados por la reacción en cadena de la polimerasa (PCR). 

Para la mezcla de PCR en cada tubo agregamos lo siguiente: 12,5 µl de Green 

GoTaq Master Mix (Promega, Madison, WI, EE. UU.), 1 µl de cada cebador (10 µm), 

8,5 µl de agua destilada y 2 µl de ADN genómico para un volumen final de 25 µl. 

Los cebadores utilizados en este estudio para ITS fueron el TW81 directo 5-

GTTTCCGTAGGTGAACCTGC-3, más el inverso AB28 5-

ATATGCTTAAGTTCAGCGGGT-3 (Nthenga et al., 2014). Para el gen 28S rRNA se 

utilizaron los primers 391F 5′-AGCGGAGGAAAAGAAACTAA-3′ (Nadler y 

Hudspeth, 1998) y 536R 5′-CAGCTATCCTGAGGGAAAC-3′ (García-Varela y 

Nadler, 2005). Todas las reacciones de PCR se realizaron en un termociclador 

Axygen® MaxyGene™ II. Para ITS se utilizaron las siguientes condiciones de 

amplificación: un ciclo de predesnaturalización a 94°C durante 5 min, seguido de 35 

ciclos de desnaturalización a 92°C durante 30 segundos, hibridación a 47°C durante 

45 segundos, extensión a 72 °C por 90 segundos y finalmente una extensión a 72°C 

por 10 minutos. Posteriormente, se utilizaron las siguientes condiciones de 

amplificación para la PCR 28S: un ciclo de pre-desnaturalización a 94°C durante 5 

min, seguido de 35 ciclos de desnaturalización a 94°C, hibridación a 50°C y 

extensión a 72°C por 1 minuto cada temperatura y luego una extensión final a 72°C 

por 10 minutos. Los productos de PCR se verificaron mediante electroforesis en un 

gel de agarosa al 1 % con tampón TAE 1X a 90 V durante 45 min en un sistema de 

electroforesis en gel de agarosa BioRad Sub-Cell®GT utilizando un marcador de 

ADN Promega® de 1 KB de peso molecular como referencia. Los productos de PCR 

se visualizaron en un BioDoc-It® Imager. Los productos de PCR fueron 

secuenciados comercialmente por GENEWIZ (South Plainfield, NJ, EE. UU.). 

Posteriormente, las secuencias consenso de ITS y 28S se alinearon con las 

secuencias obtenidas para cada primer usando Geneious Pro-4.8.4® (Biomatters 
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Ltd.). Las secuencias de consenso de cada nemátodo se depositaron en la base de 

datos GenBank con los números de acceso MW729401 a MW729412. 

 

Análisis filogenético de NEPs 

Las secuencias consenso del gen ITS y 28S rRNA de los especímenes fueron 

sometidas a alineamiento BLAST (Altschul et al., 1990) contra la base de datos de 

nucleótidos del Centro Nacional de Biotecnología e Información (NCBI). 

Posteriormente, las secuencias generadas en este estudio se alinearon con 

secuencias disponibles en GenBank pertenecientes a otras especies de 

Heterorhabditis. Se generaron dos conjuntos de datos, uno para ITS y otro para 

28S. Se utilizó Heterorhabditidoides como grupo externo. El alineamiento de cada 

conjunto de datos se realizó con ClustalW (Thompson, Higgins y Gibson, 1994), 

implementado en el sitio web http://www.genome.jp/tools/clustalw/, con el enfoque 

'SLOW/EXACTO' y matriz de peso 'CLUSTALW (PARA ADN)'. Los extremos de la 

alineación se recortaron para que coincidieran con la longitud de nuestras 

secuencias. El modelo de sustitución de nucleótidos se estimó con el programa 

jModelTest v2 (Darriba et al., 2012). El análisis filogenético se realizó bajo Máxima 

Verosimilitud (ML) con RAxML v. 7.0.4 (Stamatakis, 2006). Se realizó un primer 

análisis filogenético con Raxml para descartar secuencias de GenBank que 

pudieran tener problemas de identificación taxonómica en cada conjunto de datos. 

Luego, se realizó un segundo análisis filogenético con 10 repeticiones y 1000 

repeticiones de arranque para obtener la mejor hipótesis filogenética de los 

conjuntos de datos ITS y 28S. Los árboles ML se visualizaron en FigTree v.1.4.3. 

(Rambaut, 2016). La variación molecular de los conjuntos de datos de 28S se estimó 

utilizando distancias p no corregidas (distancias p) con el software MEGA v.6 

(Tamura et al., 2013). 

 

RESULTADOS 

De los 12 sitios de colecta en el estado de Yucatán, 4 resultaron positivos para NEPs 

(Cansahcab, Sucila, Tikuch y Dzan) (Figura 11). De las 144 muestras de suelo, 6 
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aislamientos resultaron positivos para nemátodos de la familia Heterorhabditidae 

(4.16%). La mayoría de los nemátodos fueron aislados de Dzan, Yucatán. Con base 

en el análisis de la secuencia de nucleótidos de 28S e ITS, concluimos que 4 

aislamientos pertenecían a la especie Heterorhabditis indica, un aislamiento a 

Metarhabditis rainai y 2 aislamientos a Heterorhabditis n. sp. 

 

 

 

Figura 11. Mapa de sitios de suelos en localidades del estado de Yucatán. Los puntos de obtención 

de muestras están señalizados según la presencia o ausencia de NEPs. Los sitios de muestreo 

marcados con rojo denotan ausencia de EPN, mientras que los sitios de muestreo marcados con 

azul, amarillo y morado fueron positivos para EPNs. 
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Análisis de suelo 

Heterorhabditis indica, Heterorhabditis n. sp. y Metarhabditis rainai se encontraron 

en suelos utilizados para agricultura y ganadería. Las características del suelo de 

las localidades donde se encontraron y no se encontraron estos nemátodos se 

presentan en la tabla 6. Aparentemente, las características relevantes para la 

presencia de nemátodos en el suelo fueron variables químicas como el potasio y el 

calcio, y el pH (Ver tabla 7). No se encontraron diferencias significativas en variables 

como P (mg/kg), % de MO y tipo de suelo entre las muestras positivas y negativas 

(P > 0,05). 
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Tabla 6. Media de los parámetros del suelo medidos con la presencia y ausencia de NEPs del estado de Yucatán 
Genero/Especie Localidad Coordenadas 

geográficas 
Tipo de suelo Materia organica 

(%) 
pH  Uso de 

suelo 
Potasio 

(Cmol(+)/kg) 
Calcio 

(Cmol(+)/kg) 
Phosphorus 

(mg/kg) 

Heterothabditis 
indica 

Cansahcab 21°9’16.02” N 
89°5’26.36” O 

 

Franco arcillo 
arenoso 

12.7 8.0 Ganaderia 1.5 53.8 133.6 

H. indica 
 

Sucila 21°8’58.98” N 
88°18’22.04” O 

 

Franco arcillo 
arenoso 

7.5 7.9 Ganaderia 2.3 24.6 89.9 

H. indica / 
Heterorhabditis 

 n. sp. 

Dzan 20°22’36.1” N 
89°27’2.6” O 

Franco arcillo 
arenoso 

5.1 7.8 Agricultura 14.7 80.2 1.6 

Heterorhabditis  n. 
sp. 

Ticuch 20°42’5.82” N 
88°6’39.07” O 

 

Franco arenoso 8.5 7.2 Ganaderia 0.3 17.0 0.02 

Sin NEPs Maxcanu 20°35’34.31” N 
89°59’15.91” O 

 

Franco arenoso 9.6 7.5 Industrial 2.5 43.3 58.6 

Sin NEPs Opichen 20°33’17.34” N 
81°51’51.50 “ 

 

Franco arenoso 9.1 7.8 Forestal 3.0 46.0 801.1 

Sin NEPs Muna 20°29’16.34” N 
89°43’36.18” O 

 

Franco arenoso 12.4 7.4 Industrial 2.2 37.8 4.1 

Sin NEPs Oxkutzcab 20°19’1.00” N 
89°25’52.79” O 

 

Arcilloso 4.8 7.4 Agricultura 1.5 15.6 38.2 

Sin NEPs Tunkas 20°54’5.45” N 
88°44’41.77”O 

 

Franco arenoso 9.5 7.8 Agricultura 1.5 52.4 2430.5 

Sin NEPs Chikindzonot 20°19’39.40” N 

88°29’23.66” O 
 

Arcilloso 5.7 7.9  Forestal 2.3 30.2 0.3 

Sin NEPs Peto 20°06’25.4” N 
88°52’45.6” O 

 

Arcilloso 8.1 7.6  Forestal 1.7 33.4 2.2 

Sin NEPs 
 

Cantamayec 20°28’38.40” N 
89°4’43.62” O 

 

Franco arenoso 0.8 7.7 Agricultura 0.5 26.1 1.3 
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. 

Tabla 7. Diferencia entre las medias de los parámetros de muestras de suelo con presencia y ausencia de NEPs. N1; total de muestras con NEPs, 

N2; total de muestras sin NEPs, T; T- student de 2 colas para comparación de medias. 

 

Parámetro Grupo 1 Grupo 2 N1 N2 Media (1) Media (2) Media (1) – Media 
(2) 

T P value 
 

Fosforo 
(mg/kg) 

NEPs Sin NEPs 16 40 70.37 417.07 -346.70 -1.95 0.0575 

Materia organica 
(%) 

NEPs Sin NEPs 16 40 8.48 7.55 0.93 0.87 0.3906 

Arena (%) NEPs Sin NEPs 
 

16 40 45.99 42.29 3.70 0.70 0.4889 

Limo (%) NEPs Sin NEPs 
 

16 40 15.63 16.45 -0.82 -0.41 0.6830 

Arcilla (%) NEPs Sin NEPs 
 

16 40 38.39 41.26 -2.88 -0.56 0.5752 

Potasio 
(Cmol(+)/kg) 

NEPs Sin NEPs 16 40 5.86 1.94 3.92 2.50 0.0247 

pH NEPs Sin NEPs 
 

16 40 7.88 7.69 0.19 2.43 0.0183 

Calcio 
(Cmol(+)/kg) 

NEPs Sin NEPs 
 

16 40 50.64 35.65 14.99 2.29 0.0337 
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Resultados taxonómicos 

En este trabajo se lograron aislar 3 distintas especies de nemátodos, la primera fue 

Heterorhabditis n. sp. que fue caracterizado por hembras amfimicticas, hembras 

hermafroditas e infectivos juveniles. Ejemplares machos no fueron encontrados a 

pesar de múltiples esfuerzos de colecta e infecciones de larvas de G. mellonella. La 

segunda especie aislada fue Metharabditis rainai la cual fue caracterizada 

morfológicamente solo por ejemplares machos, ya que no se encontraron otros 

estadios dentro del hospedero. La tercera especie identificada fue H. indica, la cual 

fue identificada molecular y filogenéticamente. No se incluye su descripción 

morfológica dado que es una especie muy bien descrita en la literatura.  

Las 3 especies registradas en este trabajo fueron corroboradas molecularmente y 

por filogenia. A continuación, se describen los estadios encontrados de cada 

especie. 

Descripción taxonómica de Heterorhabditis n. sp.:  

Familia: Heterorhabditidae, Poinar 1976. 

Género: Heterorhabditis, Poinar 1976. 

Heterorhabditis n. sp. Ávila-López, Hernández-Mena and Vidal-Martínez, 2023 (en 

revisión) (Figura 12). 

 

Diagnóstico morfológico:  

Hembra anfimíctica (tabla 8): Medidas basadas en 10 ejemplares. Hembras con una 

longitud media de 1028.00 ± 87.50 (880.00 – 1175.00) μm, 63.00 ± 10.00 (50.00 – 

80.00) μm de ancho y 199.20 ± 11.80 (182.50 −220.00) μm de longitud del esófago. 

Las hembras inmaduras exhibieron ovocitos, las hembras grávidas tuvieron huevos 

embrionados y larvas vivas. Cutícula lisa al microscopio electrónico de barrido, 

cabeza truncada, región labial con seis labios cónicos separados, cada labio con 

una papila labial terminal, con papilas cefálicas dobles muy pequeñas en la base de 

los labios observadas al microscopio electrónico de barrido (Figura 12). En vista 
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apical, la boca tenía forma hexagonal. Apertura anfidial circular. Estoma tubular en 

forma de embudo, más largo que ancho con cheilorhabdiones. Esófago musculoso 

con cuerpo cilíndrico. Istmo largo y visible. Anillo nervioso en la parte distal del istmo. 

Bulbo basal prominente con cámara de bombeo. Poro excretor a nivel de la base 

del bulbo basal. Células intestinales prominentes, especialmente entre el bulbo 

basal y el ovario anterior, y entre el recto y el ovario posterior. Luz intestinal definida. 

El aparato reproductor exhibió dos ovarios anfidelfa Vulva ubicada pasando la 

primera mitad anterior al cuerpo (V = 61.80 ± 7.70 [50.00 – 80.00%]). No se 

observaron fásmidios. Cola conoide. 

Hembra hermafrodita:  

Las hembras hermafroditas fijadas adquirieron forma de 'C'. La forma del cuerpo era 

igual al de la hembra anfimíctica, pero más grande. Cuerpo robusto, con una 

longitud corporal media de 2893.70 ± 597.00 (2200.00−3750.00) μm y un ancho de 

146.60 ± 27.90 (100.00 – 125.00) μm. El poro excretor tenía una distancia media al 

extremo anterior de 205.30 ± 33.10 (142.00 – 242.00) μm, situado a la altura de la 

base del bulbo basal. Vulva elíptica y protuberante, con distancia al extremo anterior 

de 50.70 ± 5.70 (42.10 – 61.80) μm. No se observaron fasmídios. Cerca del extremo 

posterior, la cola se ensanchaba y reducía de tamaño terminando en una punta 

afilada. Protuberancia anal presente. 

 

Infectivo juvenil:  

Cuerpo alargado, con longitud de 545.00 ± 95.00 (420.00 – 685.00) μm y ancho de 

26.00 ± 4.00 (20.00 – 35.00) μm. Región cefálica sin papilas y pequeño anfidio. 

Región labial con presencia de una protuberancia cuticular que asemeja a un diente 

dorsal con el que rompe la cutícula del huésped, con siete anillos transversales, 

seguida de una cutícula con aspecto de mazorca. Fisuras longitudinales desde el 

poro excretor. Esófago e intestino delgado. Poro excretor a nivel de la base del bulbo 

basal. No se observaron fasmídios. Cola larga y conoide. 
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Tabla 8. Morfometría de Heterorhabditis n. sp. de Tikuch, Yucatán. Medidas en μm de la siguiente 

forma: promedio ± D.S. (rango). 

 

 

 

Carácter           Hermafrodita        Hembra Infectivo juvenil 

N 10 10 10 

L 2893.70 ± 597.00 
 

1028.00 ± 87.50 
 

545.00 ± 95.00 
 

(2200.00 – 3750.00) (880.00 −1175.00) (420.00 – 685.00) 

a 20.00 ± 3.60 
 

16.80 ± 3.50 
 

20.00 ± 1.80 
 

(14.20 – 25.00) (12.20 – 21.50) (18.00 – 24.00) 

b 13.00 ± 2.20 
 

5.10 ± 0.30 
 

3.80 ± 0.30 
 

(10.40  – 16.30) (4.60 – 5.60) (3.00 - 4.40) 

c - 
 

- 
 

6.50 ± 0.90 
 

- - (5.20 − 8.90) 

v 50.70 ± 5.70 
 

(42.10 – 61.80) 

61.80 ± 7.70 
 

(50.00 – 70.40) 

- 
 

  - 

Anchura mayor del cuerpo (D) 146.60  ± 27.90 
 

63.00 ± 10.00 
 

26.00 ± 4.00 
 

(100.00 – 125.00) (50.00 – 80.00) (20.00 – 35.00) 

Longitud del estoma 12.00 ± 3.20 
 

40.60 ± 4.30 
 

- 
 

(9.00 – 18.00) (34.00 – 50.00) - 

Ancho del estoma 9.30  ± 1.60 
 

2.70  ± 0.20 
 

- 
 

(8.00− 12.00) (2.50 − 3.20) - 

EP 205.30  ± 33.10 
 

175.00 ± 19.50 
 

119.00 ± 19.00 
 

(142.00 – 242.00) (145.00 – 210.00) (85.00 – 159.00) 

NR 132.30  ± 12.00 
 

171. 30 ± 20.40 
 

98.00 ± 19.00 
 

(110.00 – 145.00) (137.50 – 170.00) (71.90 – 134.00) 

ES 221.10 ± 16.60 
 

199.20 ± 11.80 
 

143.00 ± 23.00 
 

(195.00 – 245.00) (182.50 – 220.00) (95.00 – 177.00) 
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Continuación tabla 8 

 

n= número de especímenes medidos; L = longitud total del cuerpo; a = largo total del 

cuerpo/ancho máximo del cuerpo; b = longitud corporal total/distancia desde la cabeza 

hasta el esófago; c = longitud total del cuerpo/longitud de la cola; D = mayor ancho del 

cuerpo; V= distancia de la cabeza a la vulva / longitud del cuerpo x 100; EP = distancia de 

la cabeza al poro excretor; NR = distancia de la cabeza al anillo nervioso; ES = distancia de 

la cabeza a la base del esófago. 

Carácter Hermafrodita Hembra Infectivo    juvenil 

Longitud de la cola con vaina  
 

100.70 ± 12.90  106.00 ± 11.40  66.00 ± 12.90 

(86.00 – 125.00)  (80.00 – 125.00)  (50.00 – 86.00)  

Diametro del cuerpo anal (ABD)  
 

48.60 ± 6.30  34.80 ± 8.60  18.90 ± 5.60  

(40.00 – 58.00)  (25.00 – 50.00)  (13.00 – 29.00)  

D % = EP/ES x 100  
 

- 
 

- 
 

83.70 ± 5.80  
 

- 
 

- 
 

(71.60 − 89.80)  
 

E % = EP/T x 100  
 

- 
 

- 
 

143.80 ± 20.00  
 
 

- 
 

- 
 

(109.50 − 178.80)  
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Tabla 9. Morfometría del juvenil infectivo Heterorhabditis n. sp. en comparación con otras especies de Heterorhabditis. Medidas en μm de la siguiente 

forma: promedio ± D.S. (rango). 

 

L = longitud total del cuerpo; a = largo total del cuerpo/ancho máximo del cuerpo; b = longitud corporal total/distancia desde la cabeza hasta el esófago; c = longitud 

total del cuerpo/longitud de la cola; D = mayor ancho del cuerpo; V= distancia de la cabeza a la vulva / longitud del cuerpo x 100; EP = distancia de la cabeza al 

poro excretor; NR = distancia de la cabeza al anillo nervioso; ES = distancia de la cabeza a la base del esófago; T = distancia del ano a la punta de la cola con vaina; 

ABD = diámetro del cuerpo anal; D% = distancia de la cabeza al poro excretor/distancia de la cabeza a la base del esófago x 100; E% = distancia de la cabeza al 

poro excretor/longitud de la cola x 100; AMA= H. amazonensis; BAC= H. bacteriophora; BAU= H. baujardi; DOW= H. downesi; FLO= H. floridensis; GEO= H. 

georgiana; GER= H. gerrardi; IND= H. indica; KAB= H. kankabi; MEX= H. mexicana; NOE= H. noenieputensis; SAF= H. safricana; SON= H. sonorensis; TAY= H. 

taysearae. 

ESPECIES L a b c D EP NR ES T ABD D% E% 

AMA 589 ± 12 

(567 – 612) 

26 ± 1 

(24 – 29) 

4.9 ± 0.3 

(4.4 – 5.5) 

5.5 ± 0.2 

(5.1 – 6.1) 

23 ± 1 

(20 – 24) 

107 ± 6 

(89 – 115) 

85 ± 5 

(76 – 93 ) 

121 ± 6.6 

(107 – 132) 

107 ± 5 

(98 – 115) 

14 ± 1.4 

(13 - 17 ) 

14 ± 2.7 

(83 – 92) 

100 ± 6 

(89 – 109) 

BAC 558 
(512 – 671) 

25 
(17 – 30) 

4.5 
(4 – 5.1) 

6.2 
(5.7 – 7) 

23 
(18 – 31) 

103 
(87 – 110) 

85 
(72- 93) 

125 
(10 – 139) 

98 
(83 – 112) 

- 
(-) 

84 
(76 – 92) 

112 
(103 – 130) 

BAU 551 ± 27 

(497-595) 

28 ± 1 

(26 – 30) 

4.8 ± 0.2 

(4.5 – 5.1) 

6 ± 0.3 

(6 – 6.7) 

20 ± 2 

(18 – 22) 

97 ± 3 

(91 -103) 

81 ± 3 

(75 – 86) 

115 ± 3 

(107 – 120) 

90 ± 4 

(83 – 97) 

13 ± 0.7 

(11 – 14) 

84 ± 3 

(78 – 88) 

108 ± 4 

(98 – 114) 

DOW 637 ± 32 
(588 – 692)  

35 – 4 
(29- 42)  

4.7 ± 0.3 
(4.4 – 5.3 

9.5 ± 5 
(8.5 – 10.5) 

18.2 ± 2 
(15 – 22) 

115 ± 8 
(96 – 128) 

101 ± 3 
(96 – 105) 

131 ± 4 
(126 -141) 

69 ± 4 
(62 – 74) 

12 ± 1 
(9 – 14) 

85 ± 5 
(78 — 98) 

170 ± 10 
(100 – 180) 

FLO 562 ± 24 
(554 – 609) 

28 ± 5 
(25 – 32) 

4.3 ± 2.1 
(3.9 – 4.9) 

5.6 ± 2.4 
(5.3 – 6.6) 

21 ± 5 
(19 - 23) 

100 ± 10 
(101 - 122) 

86 ± 9 
(68 - 107) 

135 ± 11 
(123- 1 42) 

103 ± 10 
(91 - 113) 

14 ± 3.7 
(12 - 16) 

81 ± 8.9 
(71 - 90) 

105 ± 10 
(95 - 134) 

GEO 598 ± 27 

(547 - 651) 

27 ± 3 

(23 - 34) 

4.7 ± 0.3 

(4.1 – 5.3) 

6.1 ± 0.4 

(5.5 – 6.9) 

22 ± 2 

(17 - 26) 

104 ± 4 

(97 - 113) 

85 ± 5 

(74 - 94) 

127 ± 7 

(110 - 139) 

98 ± 5 

(86 - 108) 

15 ± 1.5 

(13 - 17) 

- 

(70 - 93) 

107 ± 8 

(95 – 117) 

GER 604 ± 39 

(551 – 683) 

13 ± 3 

(23 - 32) 

0.21 ± 0.02 

(0.14 - 0.23) 

0.17 ± 0.03 

(0.11 – 0.21) 

23 ± 3 

(18 - 29) 

98 ± 6 

(92 - 111) 

93 ± 18 

(81 – 111) 

124 ± 5 

(110 - 130) 

102 ± 14 

(76 - 141 

15 ± 2.9 

(12 – 21) 

80 ± 0.5 

(73 - 92) 

99 ± 2 

(73 – 138) 

IND 528 ± 26 
(479 – 573) 

26 ± 4 
(25 - 27) 

4.5 ± 0.34 
(4.3 – 4.8) 

5.3 ± 0.5 
(4.5 – 5.6) 

20 ± 6 
(19 – 22) 

98 ± 7 
(88 – 107) 

82 ± 4 
(72 -85) 

117 ± 3 
(100 – 123) 

101 ± 6 
(93 - 109) 

- 
- 

84 – 5 
(79 – 90) 

94 ± 7 
(83 - 103) 

KAN 555 ± 95 
(420 – 685) 

20 ± 1.8 
(18 – 24) 

3.8 ± 0.3 
(3 – 4.4) 

6.5 ± 0.9 
(5.2- 8.9) 

26 ± 4 
(20 - 35) 

119.9 ± 19 
(85 - 159) 

98 ± 19 
(71.9 -134) 

143 ± 23 
(95 - 177) 

66 ± 12.9 
(50 - 86) 

18.9 ± 5.6 
(13 - 29) 

83.7 ± 5.8 
(71.6 – 89.8) 

143.8 ± 20 
(109.5 – 178.8) 

MEX 578 ± 23 

(530 - 620) 

26 

(23 - 28) 

4.6 

(4.2 – 5.1) 

5.9 

(5.5 – 6.3) 

23 ± 1 

(20 - 24) 

102 ± 5 

(83 - 109) 

81 ± 4 

(74 - 88) 

122 ± 27 

(104 – 142) 

90 ± 4 

(91- 106) 

15 ± 1.2 

(12- 17) 

81 ± 3 

(72 - 86) 

104 ± 5 

(87 - 111) 

NOE 536 ± 21 

(484 - 578) 

21 ± 1 

(21 27) 

4.9 ± 0.2 

(4.3 – 5.2) 

6.2 ± 0.3 

(5.5 – 6.8 

23 ± 1 

(21 - 25) 

97 ± 3 

(88 - 105) 

81 ± 6 

(69 - 96) 

106 ± 9 

(79 - 96) 

86 ± 3.4 

(78 - 95) 

14 ± 1 

(12 - 16) 

89 ± 3 

(81 - 95) 

113 ± 6 

(99 - 125) 

SAF 600 ± 27 
(550 - 676) 

29 ± 2 
(21.8 – 31.8) 

4.5 ± 0.2 
(3.9 – 4.9) 

6.4 ± 0.6 
(5.4 – 7.5) 

21 ± 1 
(19 - 23) 

110 ± 4 
(103 - 122) 

93 ± 4 
(86 - 101) 

131 ± 3.7 
(125 - 141) 

93 ± 6 
(86 - 108) 

13 ± 0.6 
12 - 14 

84 ± 2.6 
(80 - 90) 

19 ± 9 
(99 - 133) 

SON 557 ± 28 
(495 - 570) 

23 ± 1.5 
(19 – 26 ) 

4.8 ± 0.4 
(4.4 – 5.4) 

5.5 ± 1 
(4 – 6.5) 

26 ± 4 
(19 - 32) 

99 ± 5 
(97 - 116) 

93 ± 4 
(87 - 98) 

119 ± 7 
(110 - 131) 

105 ± 7 
(91 - 125) 

16 ± 2 
(13 - 16) 

90 ± 8.5 
(78 - 110) 

99 ± 8 
(81 - 111) 

TAY 418 ± 38 

(648 - 736) 

21 ± 2 

(38 - 48) 

3 ± 0.2 

(78 - 120) 

7 ± 0.7 

(54 - 88) 

20 ± 2 

(85 -123) 

90 ± 9 

(20 - 29) 

74 ± 7 

(21 - 30) 

110 ± 8 

(30 - 27) 

55 ± 7 

(14 - 21) 

- 

- 

83 ± 6 

(71 - 96) 

180 ± 27 

(110 - 230) 
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Figura 12. Heterorabditis n. sp. Fotografías SEM. A, Cabeza de hembra anfimíctica con seis papilas 

labiales y un anfidio en cada lado (aumento 5000x); B, Región posterior de nemátodo hermafrodita 

que muestra el área anal y la punta de la cola (aumento de 2500x); C, Región anterior del nemátodo 

donde se observa el poro excretor en hermafrodita (aumento 1.000x); D, juvenil infectivo con 

protuberancia cuticular en forma de cuña y cutícula estriada del segundo estadio (aumento 5,000x); 

E. Región vulvar protuberante ubicada en la parte media de la hermafrodita (aumento 5.000x); F, 

Región anterior de un nemátodo envainado que muestra el cuerpo con un patrón teselado (aumento 

de 5000x) (Micrografías realizadas en el SEM del CINVESTAV, Unidad MERIDA). 
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Diagnóstico genético:  

ITS: >Heterorhabditis_kankabi_Contig_1000_ITS 
GCAGATGGATCATCGTCGATACCTTATAGGTATATGCTTTGATCACGAGA 
TGCTGATAATCATGGAATCAAGCTTGTTCTTGATTTCAGTCGGTGTCTCA 

CCCCATCTAAGCTCTCGGAGAGGTGTCTATTCTTGATTGGAGCCGATTTG 
AGTGACGGCAATGATAATTGGGTATGCTCCCGTTCGGATAAGAGCATAAG 
ACTTAATGAGCTGATCTAGGTCTGTCGCCTCACCAAAAACCCATCGATAG 
TTGGTGGCTAAGTGATGAGACTTTGTCAAAATCACTAATCTGCTATGCGG 
GGAGCCTTAATGAGTTGTTCGTGTCACTTGACCGAGACAACCGCCAGTAT 

CGATAAATCTCTTCCCAATTAACTTGTTTCTAGTAAAGGCTATTGAGTTA 
GTGGAACATTAGCCTTAGCGATGGATCGGTTGATTCGCGTATCGATGAAA 
AACGCAGCAAGCTGCGTTATTTGCCACGAATTGCAGACGCTTAGAGTGGT 
GAAATTTTGAACGCACAGCGCCGTTGGGTTTTCCCTTCGGCACGTCTGGC 
TCAGGGTTGTTTAATAGACTTCGGTATTGCTTGGAAGGCGGCAATACCGT 
GAACCAAACGGTGATAGTGTCTAGAATATGTGGTGCATGCCCCGTTACAG 
GGGAGAATGGTGGTTAAATGAATTTCTCTTAACGCCGGAGAAATATTAGG 
TTTCACTTATGGATATGCCATGTATGAAATACGACGTGGTTATATACATA 

AATCGTGTTTCCTATAAGTCTCATTATGCAACCTGAGCTCAGTCG 
28S: >Heterorhabditis_kankabi_Contig_999 

GCGAATGAAAGGGGAAGAGCCCAGCGCTGAATCTCTCGGTATGCAGCCGC 
TGAGAACTGTAGCGTATAGGTGTGACTGTCCTGCTATATTGCATTTCCGA 

AGTCTCTTTGATAGGGGCCAACATCCATAGAGGGTGCGAGACCTGTACGG 
AAAGTAGTGTAGTTGGTATGGTTACTCCTTGGAGTCGGGTTGCTTGAAAG 
TGCAGCCTAAAGTGGGTGATAAACTTCATCTAAGGCTAAATATCGACGCG 
AAATCGATAGCAAACAAGTACCGTGAGGGAAAGTTGCAAAGAACTTTGAA 

GAGAGAGTTCAAGAGAACGTGAAATCGCTGAAGTGGAACCGGAGAGAGTT 
AACATAACTTGGTAGCTATATCCTCTATGGTCGCTTAACTGTGGCTTTGG 

GGGGTGGACGCTACCTGTTGTTGCACTGACTGCGTTGATCATGCTTTCCG 
AACAATGTAGTGTTGCCCACATTGTGGTGTCTTGCTTATTGGAAGGTTTG 
TCATGGTTAACGTTAAGCCTTAGTCCCGAGGGAGTCAGTGTGAAAGTTAA 
CCACCTTTCCGACCCGTCTTGAAACACGGACCGAGGAGTGTAATTTATAC 

GCGAGTCAAAGGGATGGCAGACCCTATGGCTTAATGAAAGTAAAGGCCGG 
TTAACCGGTTGACATGGGATCCGTCTGAACTTCTTCGAAACGGAGCACCA 
TGGCCCTGTCTTGTCTGCTTGCAGATGGGCAGCGGTAGAGCGTGTAGGTT 
GCGACCCGAAAGATGGTGAACTATGCTTGAGCAGGACGAAGCCAGAGGAA 
ACTCTGGTGGAAGTCCGTATCGGTTCTGACGTGCAAATCGATCGATAGAC 

TTGGGTATAGGGGCGAAAGACTAATCGAAC. 
 

Resumen taxonómico: 

Huésped tipo: Galleria mellonella (Linnaeus, 1756) polilla de la cera (Lepidoptera: 

Pyralidae). 

Sitio de infección: Cavidad corporal de larvas de G. mellonella 
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Localidad tipo: Tikuch, Yucatán, México (20°42'5.82" N, 88°6'39.07" O). 

Otras localidades: Dzan, Yucatán, México (20°22'36.1" N, 89°27'2.6" O). 

Tipo de material: holotipo CNHE 11662; Paratipos CNHE 11663-11666 (n=5). 

Etimología: La nueva especie de Heterorhabditis descrita en esta tesis se 

presentará formalmente en un artículo científico y llevara el nombre de kankabi, 

palabra en maya que significa suelo amarillo (K'an: amarillo Kab: abajo) que hace 

referencia a un tipo de suelo de la península de Yucatán donde se aislaron los 

nemátodos. 

 

Observaciones: 

Las hembras hermafroditas exhibieron una morfología vulvar sobresaliente muy 

similar a la de Heterorhabditis mexicana. Sin embargo, H. mexicana tiene una 

longitud corporal mayor, es decir, 3516 ± 543 (2440 − 4606) µm en comparación 

con la descripción del nemátodo nativo Heterorhabditis n. sp., que tuvo 2,893.70 ± 

597.00 (2,200.00 – 3,750.00) µm de longitud. Los caracteres morfométricos de la 

nueva especie fueron similares a los de H. bacteriophora, H. baujardi, H. floridensis 

y H. indica. La longitud del cuerpo del juvenil infeccioso de Heterorhabditis n. sp. fue 

similar a la de especies como H. indica, H. noenieputensis, H. baujardi y H. 

sonorensis (tabla 9). Sin embargo, el diámetro del cuerpo a nivel de la zona anal 

solo fue similar al de H. taysearae y H. sonorensis (tabla 9).  

La longitud de la hembra hermafrodita de Heterorhabditis n. sp. fue de 2,893.70 ± 

597.00 (2,200.00 – 3,750.00) µm, y la del anfimíctico de 1,028.00 ± 87.50 (880.00 – 

1,175.00) µm, similar a la encontrada en ejemplares hembra de H. baujardi. En 

general, el esófago del nemátodo nativo fue más largo que el de otras especies 

reportadas (132.30 ± 12.00 [110.00 – 145.00] µm). La única especie similar fue H. 

baujardi (116.00 ± 10.00 [105.00 – 132.00] µm). Para Heterorhabditis n. sp., la única 

variabilidad morfológica encontrada en comparación con otras especies descritas 

fue la vulva protuberante y globosa en hermafroditas. En el caso de hembras 

anfimícticas y juveniles infectivos, no se encontraron diferencias morfológicas 

destacables. 
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Análisis filogenético de Heterorhabditis n. sp.: 

Se obtuvieron cinco nuevas secuencias del gen 28S de diferentes etapas de 

desarrollo de la nueva especie, que tenían una longitud de 868-925 pb. El análisis 

filogenético se realizó con una matriz alineada de 935 pb de longitud y que contenía 

representantes de 16 especies de Heterorhabditis, mientras que el modelo de 

sustitución estimado para esta matriz fue el GTR. 

 El árbol obtenido tenía un valor de verosimilitud de −2090,969312. En el árbol, las 

especies se distribuyeron en 4 clados principales con altos valores de soporte (figura 

13), a los que denominamos: mexicana (Bt= 98), Indica (Bt= 100), Megidis (Bt= 100) 

y Bacteriophora (Bt= 100). = 100). En el clado mexicana, Heterorhabditis n. sp., se 

anidaron con H. floridensis, H. baujardi, H. amazonensis y obviamente H. mexicana; 

en particular, la nueva especie fue agrupada como especie hermana de H. mexicana 

(Bt= 79). No hubo diferencia genética entre todos los especímenes de 

Heterorhabditis n. sp. La distancia genética entre las especies hermanas 

Heterorhabditis n. sp. y H. mexicana fue de 0.67%, y entre Heterorhabditis n. sp. y 

las demás especies del clado mexicana fue de 0.67 a 0.79%. Las distancias 

genéticas con las especies distribuidas en los otros tres grandes clados fueron las 

siguientes: 2.97% con el clado Indica; del 4.88 al 6.00 % con el clado Megidis; y de 

4.68 a 5.10 % con el clado Bacteriophaga (tabla 10). Se obtuvieron cinco nuevas 

secuencias ITS de las mismas muestras de las que se obtuvo el 28S y tenían una 

longitud de 791-801 pb. El análisis filogenético se realizó con una matriz alineada 

de 1041 pb de longitud y que contenía representantes de 17 especies de 

Heterorhabditis; el modelo de sustitución estimado para esta matriz fue el 

GTR+GAMMA+I. El árbol obtenido tenía un valor de verosimilitud de −4155,806221. 

En el árbol ITS también se observaron los mismos 4 clados principales que se 

obtuvieron con 28S (Figura 13) con altos valores de soporte: mexicana (Bt= 100), 

Indica (Bt= 100), Megidis (Bt= 100) y Bacteriophora (Bt= 100). En el clado mexicana, 

Heterorhabditis n. sp., H. floridensis, H. baujardi, H. amazonensis, H. mexicana y 

adicionalmente también se anidaron con H. taysearae. Heterorhabditis n. sp. se 

agrupó como la especie hermana del clado formado por H. mexicana + H. taysearae 

con altos valores de apoyo (Bt=97).  
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En ITS tampoco hubo diferencia genética entre los especímenes de Heterorhabditis 

n. sp. Las distancias genéticas interespecíficas fueron mayores que en 28S: entre 

Heterorhabditis n. sp. con H. mexicana y H. taysearae fue de 1.22%, mientras que 

con las demás especies del clado mexicana fue de 0.66 a 1.66%. Las distancias 

entre la nueva especie con las especies de los otros tres clados principales fueron 

las siguientes: de 9.01 a 9.43% con el clado Indica; del 20.65 al 24.66% con el clado 

Megidis; y del 21.81 al 22.03% con el clado Bacteriophora (tabla 10). 

 

Tabla 10. Distancias genéticas entre Heterorhabditis kaankabi n. sp. y las especies del género 

Heterorhabditis en los genes ribosómicos 28S e ITS. p= distancias p no corregidas (en %), N= 

número de nucleótidos diferentes (na= secuencias no disponibles en Genbank). 

 

 
 

Especies 

Heterorhabditis kaankabi n. sp. 
 

28S ITS 

 p N p N 

Heterorhabditis taysearae  na na 1.22 11 
Heterorhabditis mexicana  0.67 6 1.22 11 
Heterorhabditis floridensis  0.67 6 0.66 6 
Heterorhabditis baujardi  0.67 6 1.37 11 
Heterorhabditis amazonensis  0.79 7 1.66 15 
Heterorhabditis noenieputensis  2.92 26 9.43 83 
Heterorhabditis indica  2.92 27 9.01 79 
Heterorhabditis zealandica  5.77 51 24.66 215 
Heterorhabditis megidis  6.00 53 22.45 194 
Heterorhabditis downesi  na na 21.69 187 
Heterorhabditis safricana  5.20 46 22.03 191 
Heterorhabditis marelatus  5.20 46 21.91 190 
Heterorhabditis atacamensis  4.88 42 20.65 179 
Heterorhabditis bacteriophora  4.68 42 21.81 193 
Heterorhabditis georgiana  5.10 45 22.03 195 
Heterorhabditis beicherriana  4.95 43 22.03 195 
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Figura 13. Relaciones filogenéticas de especies del género Heterorhabditis utilizando el método de máxima verosimilitud para generar los árboles 

filogenéticos. El árbol muestra ITS en el lado derecho y 28S en el lado izquierdo. 
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Taxonomía de Metarhabditis: 

Familia:  Rhabditidae, Örley 1880. 

Género: Metarhabditis Tahseen et al., 2004 

Metarhabditis rainai (Carta and Osbrink 2005) Sudhaus 2011 

Descripción: 

Machos (tabla 11). Se midieron 10 nemátodos machos con 812.00 ± 105.00 (650.00 

– 980.00) μm de longitud corporal, 52.20 ± 7.90 (40.00 – 62.50) μm de ancho y 

169.00 ± 19.00 (140.00 −197.00) μm de longitud de faringe. Longitud del estoma 

13.80 ± 1.10 (12.50 – 15.00) μm y ancho del estoma 2.50 ± 0.10 μm. Faringe con 

cuerpo cilíndrico e istmo grande. El anillo nervioso está cerca del bulbo basal. Poro 

excretor a la altura del bulbo basal 184.00 ± 11.80 (162.00 – 202.00) μm. Un solo 

testículo retroflexo. Espículas pareadas cortas y separadas, con media de 39.70 ± 

3.90 (32.50 – 47.50) μm. Gubernáculo ligeramente curvado ventralmente, forma de 

D 21.50 ± 7.60 (15.00 – 30.00) μm de longitud. Los especímenes machos de M. 

rainai tenían una bursa pelodera abierta de forma ovalada con ocho papilas 

genitales. La configuración del patrón de las papilas fue 1+2+3+2 (Figuras 14 y 15). 

Además, presentan un par de apéndices bifurcados muy pequeños debajo de la 

espícula, justo entre las papilas siete y ocho en vista ventral superficial (Figura 14). 

 

 No se encontraron ejemplares hembras ni juveniles infectivos de M. rainai 

dentro del hospedero. 
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Tabla 11. Morfometría de Metarhabditis rainai de Tikuch, Yucatán. Medidas en μm de la siguiente 

forma: promedio ± D.S. (rango). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

n = número de especímenes medidos; L = longitud total del cuerpo; a = largo total del cuerpo/ancho 

máximo del cuerpo; b = longitud corporal total/distancia desde la cabeza hasta el esófago; D = mayor 

ancho del cuerpo; EP = distancia de la cabeza al poro excretor; NR = distancia de la cabeza al anillo 

nervioso; ES = distancia de la cabeza a la base del esófago; T = distancia del ano a la punta de la 

cola con vaina; ABD = diámetro del cuerpo a la altura del ano; D% = distancia de la cabeza al poro 

excretor/distancia de la cabeza a la base del esófago x 100; E% = distancia de la cabeza al poro 

excretor/longitud de la cola x 100; SW% = longitud de la espícula/diámetro del cuerpo a la altura del 

ano x 100; GS% = longitud gubernáculo / longitud espícula x 100. 

 

 

 

Carácter Macho 

N 10 

L 812.00 ± 105.00 
 

(650.00 -980.00) 

a 15.00 ± 3.40 
 

(11.60  – 24.50) 

b 4.70 ± 0.63 
 

(3.80 – 6.30) 

c - 
 
- 

v - 
 
- 

Anchura mayor del 
cuerpo (D) 

52.20  ± 7.90 
 

(40.00 – 62.50) 

Longitud del estoma 13.80 ± 1.10 
 

(12.50 – 15.00) 

Ancho del estoma 2.50 ± 0.10 
 

-- 

EP 184.00 ± 11.80 
 

(162.00 -202.00) 

NR 136.00 ± 10.70 
 

(115.00 – 155.00) 

Es 169.00 ± 19.00 
 

(140.00 – 197.00) 

Carácter Macho 

  Testículo retroflexo 
 
 

334.00 ± 58.70  
 

(255.00 – 450.00)  
 

Longitud de la cola sin 
vaina  
 
 

43.70 ± 4.30  

(24.40 – 37.00)  

Diametro del cuerpo 
anal (ABD)  
 

16.00 ± 1.50  

(15.00 – 19.00)  

Longitud de la espícula 
(SP)  
 

39.70 ± 3.90  
 

(32.50 – 47.50)  
 

 Ancho de la espícula  
 
 

6.70 ± 1.10  
 

(5.00 – 7.50)  
 

Longitud del 
gubernáculo  (GU)  
 

21.50 ± 7.60  
 

(15.00 – 30.00)  
 

D % = EP/ES x 100  
 

109.70  ± 8.30  
 

(96.20 – 126.30)  
 

E % = EP/T x 100  
 

- 
 
- 
 

SW % = SP/ABD x 100  
 

243.70 ± 11.40  
 

(229.00 – 258.00)  

GS % = GU/SP x 100  
 

54. 60 ± 22.00  
 

(30.70 − 87.50)  
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Comentarios de Metarhabditis rainai: 

 

Carta y Osbrink (2005) reportaron por primera vez M. rainai (población LKC20), 

nemátodos aislados de termitas subterráneas de Formosa (Coptotermes 

formosanus) colectadas en Nueva Orleans, LA, EE. UU.  

 Los autores reportaron a M. rainai con longitud corporal de 1001.00 ± 83.00 (860.00 

– 1169.00) µm. Esa longitud es mayor que la de los machos de M. rainai aislados 

en Tikuch, que fue de 812.00 ± 105.00 (650.00 – 980.00) µm. Sin embargo, el 

diámetro del nemátodo macho de la descripción original de M. rainai fue de 60.00 ± 

9.00 (48.00 – 76.00) µm, similar a la de los ejemplares de Tikuch, es decir, 52.20 ± 

7.90 (40.00 – 62.50) µm. La longitud de la espícula de la descripción original (49.00 

± 1.40 [46.00 – 52.00] µm) fue mayor que la de mis ejemplares: 39.70 ± 3.90 

(32.50−47.50) µm. Los especímenes machos de los ejemplares de Tikuch tuvieron 

alas caudales con ocho pares de papilas pedunculadas, compartiendo el mismo 

patrón papilar que la descripción original (1−2−3−2) (Figuras 14 y15). Sin embargo, 

M. rainai difirió de la descripción original al exhibir un par de apéndices papilares 

adicionales (figura 14). 

 

 

bifurcados a los lados de la espícula (fig. 5). 

 

 

 

 

 

 

Figura 14. Micrografías SEM de Metarhabditis rainai de macho. A, región posterior, vista lateral, 

papilas bursales con pequeñas papilas bifurcadas, B, vista ventral que muestra dos pares de 

pequeñas papilas en el borde posterior de la cloaca y las espículas (Micrografías realizadas en el 

SEM del instituto de Biología, UNAM). 
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Figura 15. Micrografía de luz clara. Vista ventral del ejemplar macho de Metarhabditis rainai que 

muestra ocho papilas bursales. 

 

Análisis filogenético de Metarhabditis rainai: 

Se obtuvieron cinco secuencias del gen 28S de machos de M. rainai previamente 

fotografiados y medidos, las cuales tuvieron una longitud de 850 a 854 pb. La matriz 

alineada tuvo una longitud de 954 pb y contó con representantes de 23 especies de 

diferentes géneros de Rhabditidae (Figura 16). El modelo de evolución estimado fue 

el GTR+GAMMA+I. El valor del árbol fue ln= −6334.028607. Nuestros especímenes 

estuvieron todos anidados en el mismo clado con otros especímenes de M. rainai 

previamente secuenciados y disponibles en el Genbank, donde también se 

agruparon como especies hermanas del clado formado por M. blumi + M. amsactae 

(Figura 16). Las distancias genéticas intraespecíficas entre los ejemplares de Tikuch 

y los de M. rainai del GenBank fueron nulas, mientras que con respecto a M. blumi 

y M. amsactae fue de 19.33 y 18.27%, respectivamente. Desafortunadamente, no 

fue posible secuenciar con éxito el gen ribosómico ITS para M. rainai. 
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Figura 16. Relaciones filogenéticas de especies del género Metarhabditis y otras especies de la 

Familia Rhabditidae utilizando el método de máxima verosimilitud para generar los árboles 

filogenéticos. 
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Identificación molecular y análisis filogenético de Heterorhabditis indica 

 

La comparación de las secuencias de nucleótidos con las secuencias publicadas en 

GenBank a través de BLAST nos permitió identificar molecularmente otro de 

nuestros nemátodos aislados, donde algunos de los ejemplares tuvieron un alto 

porcentaje de similitud con H. indica (99.73-100% en ITS y 99.89-100 % en 28S). 

Con respecto al análisis filogenético, el conjunto de datos ITS final constó de 57 

secuencias que representaban 17 especies, y la alineación tuvo una longitud de 

1092 pb. El modelo de sustitución seleccionado para este conjunto de datos fue 

GTR+I. Las frecuencias de nucleótidos fueron A=0,254, C=0,203, G= 0,255 y 

T=0,288. El valor de ML del árbol fue -ln= 4451.710121. El árbol filogenético 

obtenido con el conjunto de datos ITS mostró que las nuevas secuencias de este 

estudio se agruparon al clado correspondiente a H. indica (Figura 17). Todas las 

secuencias identificadas como H. indica se agruparon con otros especímenes 

secuenciados de H. indica, en un clado que también contenía a H. noenieputensis 

(Figura 17). La distancia genética entre H. indica y H. noenieputensis fue de 1 a 

1,2% (7 a 9 nucleótidos). La distancia genética intraespecífica de H. indica fue de 0 

hasta 0,4%. Para el gen 28S, el conjunto de datos constó de 45 secuencias que 

representaron 16 especies, con una longitud de 934 pb. El modelo de sustitución 

seleccionado fue GTR+G+I. Las frecuencias de nucleótidos fueron A=0,260, 

C=0,193, G=0,295 y T=0,252. El valor de ML del árbol fue -ln= 2146,711150. Las 

relaciones filogenéticas de H. indica con el gen 28S fueron prácticamente las 

mismas que las obtenidas con el ITS. Los nemátodos de Cansahcab, Dzan y Sucila 

se agruparon como H. indica, con una distancia genética interespecífica de 0,3% (3 

nucleótidos) con H. noenieputensis. La distancia genética intraespecífica de H. 

indica fue de hasta 0,2% (2 nucleótidos). 

 

 



 

 61 

 

 

Figura 17. Relaciones filogenéticas de especies del género Heterorhabditis utilizando el método de máxima verosimilitud para generar los árboles 

filogenéticos. En el lado izquierdo se muestra el árbol obtenido con ITS y en el lado derecho el árbol resultante con 28S. Las secuencias recién 

generadas están resaltadas en rojo. Los números cerca de los nodos del árbol representan los valores de soporte de arranque y la barra de escala 

indica el número de sustituciones por sitio. 
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Discusión 

Heterorhabditis n. sp., Metarhabditis rainai y Heterorhabditis indica son reportados 

por primera vez en el estado de Yucatán, México. Los hallazgos de estas especies 

de nemátodos fueron corroborados principalmente por identificación molecular y 

análisis filogenético. En el caso de Heterorhabditis n. sp, no se pudieron colectar 

ejemplares machos, por lo que la descripción taxonómica se basó en hermafroditas, 

hembras anfimicticas y juveniles infectivos se basó en el análisis molecular. En el 

caso de M. rainai, solo fue posible aislar los ejemplares machos de los cuales se 

reportaron sus caracteres morfológicos más importantes. Y en el caso de H. indica 

no se incluyó una descripción taxonómica porque es una especie muy reportada y 

ampliamente conocida, por lo que solo fue necesaria su corroboración molecular y 

filogenética. Los resultados sugieren que hay características particulares en el suelo 

de Yucatán, tales como las concentraciones de K, Ca y pH que pudieran estar 

permitiendo la presencia de estos nemátodos. 

 

Muestras de suelo 

El tipo de suelo (arena, limo, arcilla) no pareció ser tan importante como la 

composición fisicoquímica del suelo para la presencia de NEPs. Los nemátodos 

estuvieron presentes en suelos con pH alcalino entre 7,2 y 8. Se ha comprobado 

que los niveles alcalinos (10) o ácidos (5,6) reducen la supervivencia de NEPs‚ en 

comparación con valores más cercanos a la neutralidad (Plante et al., 2006). Este 

resultado coincide con lo informado por Rodríguez et al. (2009) donde se observó 

que Heterorhabditis estuvo presente en suelos con un pH alcalino en comparación 

con Steinernema.    

La concentración de potasio reportada en muestras de suelo en este estudio fue de 

0.03 a 14.70 (Cmol(+)/kg) y de 17.00 a 80.20 (Cmol(+)/kg) de calcio. Alumai et al., 

(2006) mencionaron no encontrar correlación entre la presencia de NEPs y factores 

como calcio, potasio y pH en el césped, pero que en conjunto contribuyen a la 

capacidad de intercambio catiónico del suelo. Así, aparentemente K y Ca podrían 

ser los factores que influyeron en la presencia y distribución de estos NEPs en suelo 
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del Estado de Yucatán. A pesar de que no se encontraron diferencias significativas 

entre tipos de suelo, los NEPs se encontraron más en suelos donde se realiza 

agricultura.  

En general, se ha reportado mayor incidencia de steinernematidos en cultivos 

forrajeros y cultivos industriales, en comparación con heterorhabditidos que se 

encuentran principalmente en cultivos forrajeros y árboles frutales. Esto podría estar 

relacionado con la diversidad y la densidad de las poblaciones de insectos 

asociadas con plantas cultivadas en tierras agrícolas (Helmberger et al., 2017). 

En este trabajo se clasifico el tipo de suelo en el que se encontraron NEPs, como 

suelos arenoso-arcillosos. Dolinski et al. (2008) sugieren que H. indica, junto con 

otros NEPs típicos de regiones tropicales, se pueden encontrar en ambientes con 

un porcentaje relativamente alto de arena. Yooyangket et al. (2018) reportaron 13 

aislamientos de Heterorhabditis y 14 aislamientos de Steinernema en suelos 

arcillosos del Parque Nacional Nam Nao, Tailandia. Por lo tanto, la diferencia entre 

los suelos de Yucatán y Tailandia estaría en los contenidos de arena. Si este 

contenido de arena está actuando o no como un factor limitante para la 

supervivencia de NEPs de Yucatán, debe probarse experimentalmente. De la 

misma manera, es importante extender esta investigación a nuevos puntos de 

muestreo en el estado de Yucatán probablemente sin la influencia de la agricultura 

para determinar si la baja riqueza de especies de NEPs detectada es un patrón 

regional. Esto es importante porque otros autores han señalado que los factores 

edáficos pueden influir dramáticamente en la presencia de estos organismos (Lacey 

y Kaya, 2000). 

 

Identificación morfológica, molecular y análisis filogenético de H. indica y 

Heterorhabditis n. sp. 

 

El análisis de las secuencias de nucleótidos, el análisis filogenético del 28S e ITS y 

y la morfología de los nemátodos aislados de Dzan, Cansahcab y Sucila en este 

estudio nos permitió corroborar la identificación taxonómica de dos especies de 

Heterorhabditis. 
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En el caso de la especie que denominamos Heterorhabditis n. sp., las 

características morfológicas ya habían sido descritas previamente por Ávila-López, 

(2016). Sin embargo, la descripción se quedó a nivel de género. En este trabajo se 

complementó dicha descripción con herramientas moleculares, su análisis 

filogenético y las distancias genéticas, que corroboran que este nemátodo si es una 

especie genéticamente diferente a las secuenciadas y descritas previamente. El 

caso de H. indica en el estado de Yucatán no sorprende, ya que aparentemente es 

una especie distribuida a nivel mundial (e.g. Saleh et al., 2001; Dolinski et al, 2008; 

Bruno et al, 2020) y por lo tanto bien caracterizada tanto por taxonomía clásica 

(morfología y morfometría) como molecular. El análisis filogenético posicionó a H. 

indica del estado de Yucatán dentro del grupo Indica, nombrado por Andaló, Nguyen 

y Moino, 2006 (Nguyen, Shapiro-Ilan y Mbata, 2008; Malan et al., 2014; Dhakal et 

al. 2020). Todas las especies del grupo Indica se encuentran en zonas tropicales y 

subtropicales y este grupo se divide en dos subclados: el subclado Indica 

conformado por H. indica y H. noenieputensis, y el subclado Baujardi con H. 

baujardi, H. amazonensis, H. floridensis, H. mexicana y H. taysearae (Dhakal et al., 

2020). En particular, las dos especies de NEP de nuestro estudio se asociaron 

filogenéticamente con cada uno de los subclados descritos anteriormente. 

Heterorabditis n. sp. de Dzan y Tikuch se agrupó en el subclado Baujardi, y no hubo 

diferencias intraespecíficas entre los especímenes secuenciados con ambos 

marcadores. La posición filogenética de Heterorhabditis n. sp. tiene sentido 

geográficamente, porque se agrupó con especies que han sido descritas en América 

del Norte, como H. mexicana y H. floridensis (Nguyen et al., 2004; Nguyen, Mrek y 

Webster, 2006). 

 

Competencia entre nemátodos entomopatógenos y nemátodos bacteriófagos 

de vida libre 

 

La infección mixta entre Heterorhabditis n. sp. y Metarhabditis rainai en larvas de G. 

mellonella se registra por primera vez. Este hallazgo revela una fuerte competencia 

intragremial entre estas dos especies de nemátodos, ya que una especie interviene 
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en el desarrollo y ciclo de vida de la otra. Esto se traduce en la ausencia de 

ejemplares machos de Heterorhabditis en los cadáveres. Este hecho posiblemente 

se debió a la fase de recuperación de los NEPs ya que, al no encontrarse las 

condiciones nutricionales adecuadas, indujeron la fase de juveniles infectivos para 

buscar otros hospederos. Por el contrario, cuando hay altas concentraciones de 

alimento, se induce la generación de machos y hembras (Figura 18) (Strauch y 

Ehlers 1998). 

 

 

Figura 18. Ciclo de vida del nemátodos del género Heterorhabditis dentro de larva G. mellonella. La 

imagen explica paso a paso los cambios de estadio del nemátodo desde la entrada al hospedero, 

haciendo énfasis en el estadio L3, ya que, si hay suficientes recursos dentro del hospedero, el 

nemátodo continua con su ciclo. De lo contrario, entra a la fase de recuperación donde detiene su 

desarrollo en L3 para salir en busca de otro hospedero. 
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Por otro lado, sería necesario cuantificar los nemátodos de ambos grupos, ya que 

se desconoce en qué medida los ejemplares de M. rainai desplazan a la 

descendencia de NEPs, dado que solo se encontraron ejemplares machos de los 

nemátodos bacteriófagos de vida libre (NBVL) al disectar el cadáver de larvas de G. 

mellonella. Campos-Herrera et al. (2012), describieron un conjunto de sondas que 

permitieron la cuantificación de NBVL en combinación con NEPs. Los autores 

realizaron infecciones mixtas de Acrobeloides maximum (cepa RT-1-R15C y RT-2-

R25A) y Metarhabditis rainai (PT-R14B) con Steinernema diaprepesi, Steinernema 

riobrave y Heterorhabditis en larvas de gorgojo Diaprepes abbreviatus. Entre los 

resultados se encontró que ambas cepas de A. maximum se reprodujeron 25.64% 

más que M. rainai dentro de los cadáveres. En cambio, la reproducción de S. 

riobrave disminuyó al combinarse con A. maximum (p = 0.01). 

Del mismo modo, Duncan et al. (2003) determinaron hasta qué punto los NBVL 

lograron desplazar a NEPs dentro del hospedero. Estos autores reportaron 

alteraciones en la reproducción de S. riobrave al combinarse con Pellioditis sp., ya 

que se observó una disminución del 84% en los juveniles infectivos que emergieron 

de las canales de D. abbreviatus. 

En el caso de Heterorhabditis, el juvenil infectivo que logra ingresar al huésped se 

convierte en hermafrodita, pone huevos que eclosionan dentro del útero y da lugar 

a la primera generación de juveniles. Los juveniles se desarrollan y se alimentan del 

hermafrodita hasta agotar los tejidos. Después de que el hermafrodita ha muerto, 

emergen los juveniles infectivos. Estos juveniles infectivos se convierten en una 

generación anfimíctica de machos y hembras o se interrumpen en la etapa juvenil 

infectiva (proceso llamado recuperación). Este proceso dependerá de la 

concentración de las señales alimentarias en los hospederos. 

Por ejemplo, Strauch et al. (1994) inocularon juveniles infectivos de Heterorhabditis 

spp. en medios de cultivo líquidos. Los juveniles de primera etapa se inocularon 

directamente en cultivos que contenían Photorhabdus luminescens, en 

comparación con los juveniles infectivos que se mantuvieron en ayunas durante 24 

horas. Los autores informaron que, en condiciones nutricionales favorables (en 

presencia de P. luminescens), los nemátodos se convirtieron en un 30 % en 
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hembras anfimícticas, un 38 % en machos y un 32 % en hermafroditas. En cambio, 

los nemátodos en ayunas obtuvieron una producción de 53.30% de juveniles 

infectivos, 40% de hermafroditas y 6.60% de adultos anfimícticos. Se concluyó que 

las condiciones de cultivo (en este caso la presencia o ausencia del simbionte 

bacteriano) definieron la reproducción automíctica o anfimíctica de los nemátodos 

del género Heterorhabditis. 

Todos estos hallazgos nos llevaron a preguntarnos si todas las especies de NEPs 

podrían ser susceptibles a la infección mixta con NBVL, dado que la estrategia que 

utilizan, es decir, pausar su desarrollo para buscar otros hospederos, puede influir 

en la persistencia y eficacia de la cepa de NEP utilizada en el control biológico de 

insectos plaga. 

 

Conclusiones 

Debido a que las secuencias de ADN fueron más efectivas que la morfología para 

diferenciar organismos, recomendamos que su uso para diagnosticar especies sea 

cada vez más recurrente, pero con la inclusión de análisis filogenéticos robustos y 

no solo métodos de distancia genética como el código de barras. Este estudio pone 

a disposición información morfológica y secuencias de ADN de la región ribosómica 

que sirven como carácter diagnóstico de la nueva especie. 

En resumen, se encontró una fuerte competencia intragremial entre una nueva 

especie de nemátodo nativo Heterorhabditis n. sp. y M. rainai. En este trabajo 

clasificamos a M. rainai como un cleptoparásito por sustraer los recursos de un 

cadáver parasitado por un NEPs. Además, Heterorhabditis n. sp. fue desplazado 

fuera del cadáver al tener que pausar su desarrollo para salir en busca de otro 

hospedero por falta de alimento.  

Por otro lado, se sugiere realizar pruebas de laboratorio entre diferentes especies 

de NEPs contra M. rainai para determinar qué especie es más capaz de competir 

contra NBVL y así seleccionar la cepa de NEP con mayor eficiencia en el control 

biológico de insectos plaga. 
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CAPITULO III. CAPACIDAD INFECTIVA DE NEMÁTODOS 

ENTOMOPATÓGENOS AISLADOS EN YUCATÁN CONTRA LARVAS DE 

MOSQUITO. 

 

INTRODUCCIÓN 

Durante los últimos años, varios estudios se han centrado en el aislamiento de NEPs 

nativos como herramientas de control biológico para combatir mosquitos que 

pueden transmitir enfermedades humanas importantes, como el Dengue, Zika, 

Chikungunya y la fiebre amarilla (Kovendan et al., 2018). Recientemente, Dilipkumar 

et al. (2019) aislaron Steinernema siamkayai, Heterorhabditis indica, Steinernema 

glaseri y Steinernema abbasi y evaluaron su potencial de biocontrol contra larvas 

de Ae. aegypti, Anopheles stephensi y Culex quinquefasciatus. De la misma forma, 

en Tailandia, Yooyangket et al. (2018) evaluaron la actividad larvicida de bacterias 

simbióticas pertenecientes a NEP contra Ae. aegypti y Ae. albopictus. En México 

existen muy pocos reportes de NEPs nativos. Por ejemplo, Girón et al. (2012) 

aislaron Heterorhabditis mexicana, Steinernema carpocapsae y Steinernema feltiae 

de suelos de Oaxaca. En Sonora, Stock, Rivera-Orduño y Flores-Lara, (2009) 

aislaron Heterorhabditis sonorensis (actualmente, Heterorhabditis taysearae; 

Dhakal et al., 2020) en cadáveres de ninfas de Diceroprocta ornea (Homoptera: 

Cicadidiae) en cultivos de espárrago. La mayoría de los NEPs aislados en México 

han sido probadas para el control biológico de plagas de importancia agrícola 

(Stock, Rivera-Orduño y Flores-Lara 2009; Salgado-Morales et al., 2019). 

México también tiene un problema muy importante con la capacidad insidiosa de 

Ae. aegypti por transmitir enfermedades virales como el dengue, con 268.458 casos 

en 2019 (https://www.paho.org/data/index.php/es/mnu-topics/indicadores-dengue-

es/dengue-nacional-es/ 252-dengue-pais-ano-en.html?). Las acciones oficiales 

para el control de la propagación del vector han sido la eliminación de criaderos y el 

uso de plaguicidas organofosforados y organoclorados.  

Sin embargo, un inconveniente importante de estos compuestos es que provocan 

alteraciones en el sistema nervioso, inmunológico, respiratorio, endocrino y 
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reproductivo de los humanos, además de resistencia y persistencia relacionadas 

con el medio ambiente (Blair et al., 2014). En zonas rurales y urbanas, el uso de 

dichos plaguicidas representa la principal causa de contaminación de las aguas 

subterráneas (Olvera et al., 2008). Polanco et al. (2015) informaron sobre la 

presencia de plaguicidas organoclorados como el DDT en una concentración de 16 

ppb en el acuífero del estado de Yucatán, Anillo de Cenotes. Por ello, es de suma 

importancia buscar otras alternativas ambientalmente amigables para el control del 

ciclo de vida del vector Ae. aegypti y una de estas alternativas son los NEPs. 

 

Hipotesis 

Dado que los NEPs son patógenos para los insectos, la especie más frecuente y 

abundante aislada en suelos del estado de Yucatán, debería ser capaz de producir 

una alta mortalidad (> 70%) en larvas de mosquito Ae. aegypti. 

Objetivo general 

Determinar la capacidad infectiva de H. indica (cepa aislada en el estado de 

Yucatán) contra larvas de Ae. aegypti.  
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MATERIALES Y MÉTODOS 

INFECCION EXPERIMENTAL 

Para los ensayos, utilizamos H. indica especie de NEP más frecuente y abundante 

recuperada de las infecciones por G. mellonella de muestras de suelo de Dzan. Se 

utilizaron matraces de 1,9 litros de capacidad con 400 ml de agua corriente 

burbujeada. Se determinaron cuatro concentraciones de nemátodos: 1:1.260 larvas 

de mosquito/juveniles infectivos [l/[JIs]), 1: 2.520 l/JIs, 1: 3.780 l/JIs, 1: 5.040 l/JIs y 

un testigo por concentración (larvas de mosquito sin nemátodos) con cada 

concentración replicada cuatro veces. Cada matraz de tratamiento y control 

contenía diez larvas de Ae. aegypti del tercer estadio. La infección experimental se 

replicó dos veces, con resultados muy similares. Los huevecillos de Ae. aegypti 

fueron eclosionados (Figura 19) y criados en el Laboratorio de Patología Acuática 

del Centro de Investigación y Estudios Avanzados del Instituto Politécnico Nacional 

(unidad Mérida) con huevos gentilmente donados por el Centro de Investigación Dr. 

Hideyo Noguchi y el laboratorio de Bioinsecticidas del Centro de Investigación y 

Estudios Avanzados del Instituto Politécnico Nacional, Unidad Irapuato. Las 

mortalidades de las larvas de mosquito se monitorearon cada 4 horas hasta las 48 

horas posteriores a la exposición (tiempo permitido antes de la transformación de 

las larvas en pupas). Las larvas de mosquito muertas (aquellas que no se mueven 

cuando se tocan con un pincel fino) se lavaron (tres veces) con agua destilada y se 

fijaron en DNA/RNA Shield. 

La supervivencia de Ae. aegypti se estimó a través de un análisis de supervivencia 

(estimación de Kaplan-Meier). Este análisis es un método estadístico no 

paramétrico para estimar la probabilidad de supervivencia de las larvas de mosquito 

después de la infección con H. indica a lo largo del tiempo. Para determinar la dosis 

a la que H. indica causó el 50% de la mortalidad en Ae. aegypti, se realizó un análisis 

probit siguiendo el procedimiento de Finney (1971). El software utilizado para el 
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análisis probit y de supervivencia fue MedCalc® (MedCalc Software Ltd, Ostende, 

Bélgica). 

 

FIGURA 19. Metodología para la eclosión inducida de huevecillos de Ae. Aegypti mediante una 

bomba al vacío (Metodología estandarizada en el laboratorio de Bioinsecticidas del CINVESTAV, 

unidad Irapuato). 
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RESULTADOS 

Infección experimental 

El porcentaje de los valores de supervivencia de las larvas de Aedes expuestas a 

H. indica se muestran en la Figura 20. Los valores medios de supervivencia de las 

larvas de mosquito expuestas a H. indica y sus intervalos de confianza del 95% se 

muestran en la Tabla 12. Hubo una diferencia significativa en la supervivencia al 

comparar el promedio de mortalidad de Ae. aegypti entre las diversas 

concentraciones de nemátodos y el control (estimación de Kaplan-Meier, valor P = 

0.02). La Figura 20 muestra que la mayor mortalidad (80%) en Ae. aegypti se logró 

usando 1:2,520 l/JIs y 1:3780 l/JIs después de 46 horas. La menor mortalidad 

obtenida fue del 24% para la concentración con mayor número de nemátodos 

(1:5.040 l/JI). La dosis letal (LD50) se estimó a diferentes tiempos de exposición 

(Tabla 13). La LD50 de H. indica a las 24 horas fue de 7,040 juveniles infectivos, 

con un intervalo de confianza del 95 % de 5,802 a 8,277 juveniles infectivos. 
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Figura 20. Curvas de supervivencia general de Kaplan-Meier que comparan la mortalidad de larvas 

de Aedes aegypti después de la exposición a juveniles infectivos de Heterorhabditis indica. El control 

no contenía nemátodos. Las unidades de tratamiento fueron el número de juveniles infectivos de H. 

indica por larva de mosquito. Cada tratamiento tenía 10 larvas de mosquito. 

 

Tabla 12. Valores porcentuales de supervivencia de larvas de mosquito Aedes aegypti expuestas a 

nemátodos entomopatógenos Heterorhabditis indica. Las siglas fueron las siguientes: SE = error 

estándar; Intervalos de confianza (IC) del 95 % para el control y los tratamientos (T1-T4); l/[JIs = 

larvas de mosquitos/juveniles infectivos. 

 

Factor Supervivencia % SE Intervalo de 

confianza al 95% 

Control (sin 

nemátodos) 

81.90 1.07 77.79 – 83.00 

T1 (1:1,260 l/JIs) 68.11 2.75 66.31 – 71.42 

T2 (1: 2,520 l/JIs) 20.95 2.64 19.72 – 22.16 

T3(1: 3,780 l/JIs) 47.51 2.81 45.89 – 52.22 

T4 (1: 5,040 l/JIs) 75.58 2.19 72.31 – 79.37 
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Tabla 13. Dosis letal media (DL50) de H. indica contra larvas de mosquitos en tercer estadio a 

diferentes tiempos de exposición. 

 

 

 

DISCUSION 

Nuestra hipótesis original de que H. indica sería capaz de producir un alto porcentaje 

de mortalidad (> 70%) en larvas de mosquito fue aceptada. Con esto se confirma 

que H. indica, en asociación con su composición bacteriana, fue capaz de inducir 

una mortalidad del 80% en larvas de Ae. aegypti a la concentración de 2.520 JIs/l a 

las 48 horas después de la infección. Este es el primer registro de NEPs que 

produce mortalidad en mosquitos Ae. aegypti presente en suelo del estado de 

Yucatán, y los resultados obtenidos fueron promisorios en cuanto a la patogenicidad 

de este nemátodo y su potencial como alternativa de control biológico. 

Por otro lado, es posible que el comportamiento de las larvas de mosquito pueda 

favorecer la infección. Kinney et al. (2014) describieron con precisión el 

comportamiento de las larvas de A. aegypti basándose en 3 elementos: 1) 

retorcimiento, 2) filtración estacionaria en donde se alimenta en la superficie del 

recipiente de agua y 3) ramoneo del sustrato. Como era de esperarse en los 

contenedores donde se realizaron los bioensayos, la búsqueda de sustrato aumenta 

activamente después de detectar el fondo del contenedor con escasez de alimentos. 

Por lo tanto, podría pensarse que el comportamiento de alimentación de las larvas 

de mosquito aumenta la posibilidad de infección por el nemátodo. La explicación 

anterior concuerda con Glauger (1994), quien señaló que la biología del nemátodo 

Tiempo de 
exposición 

(hr) 

DL50 (JIs/larva de 
mosquito) 

95% limites de confianza 

12 14,997 11,545-19,481 

24 7,040 5,802-8,277 

48 6,324 5,189-7,458 
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entomopatógeno y su huésped deben coincidir para provocar con éxito una 

infección. 

Los nemátodos entomopatógenos se han enfrentado principalmente a los insectos 

que habitan en el suelo y pueden persistir durante 2 o 3 semanas (Belien, 2018). 

Sin embargo, Edmunds et al. (2017) sugirió que S. feltiae, S. carpocapsae, S. 

kraussei y H. bacteriophora son capaces de matar a mosquitos Chironomus 

plumosus en su estadio larval que es acuático con menos del 20% de supervivencia 

después de cuatro días. 

 Además, los NEPs pueden aguantar en el agua a una profundidad de 30 cm hasta 

96 horas. Varios estudios demuestran que los NEPs tienen longevidad en el agua y 

aún conservan su capacidad de infectar. Por ejemplo, el juvenil infectivo de S. 

abbasi y H. indica tuvo 85,76% y 88,09% de supervivencia 30 °C después de 15 

días de exposición (Sunanda et al., 2012). Del mismo modo, H. indica puede 

almacenarse en agua destilada entre 8 y 30 °C durante 42 días, mientras que 

Steinernema bicornutum se almacena mejor a 8 °C, y su virulencia contra G. 

mellonella no se ve afectada (Hussaini et al., 2000). Después de 90 días de 

incubación bajo condiciones controladas de laboratorio, H. indica mostró una tasa 

de supervivencia del 77,29 % a temperatura ambiente (25–28 °C). De hecho, 

reportes previos sugieren que los estadios larvales infectivos de nemátodos 

entomopatógenos terrestres pueden infectar larvas de mosquitos en ambientes 

acuáticos, como es el caso de Heterorhabditis bacteriophora y Heterorhabditis 

indica infectando las larvas de Culex quinquefasciatus y Culex pipiens, 

respectivamente (Poinar y Kaul, 1982; Zohdy et al., 2013). 

El siguiente paso de esta investigación es el someter a los nemátodos a exposición 

de campo para un control biológico preciso de las larvas de mosquito A. aegypti, 

especialmente en cementerios locales en criptas con floreros sombreadas ubicadas 

en cementerios de Yucatán, ya que estos lugares representan hábitats adecuados 

para las larvas de mosquito. Es importante señalar que, aun cuando los floreros no 

tienen flores, estos se llenan de agua diariamente durante la época de lluvias, 

saturándose con diferentes especies de larvas de mosquitos. La situación antes 

mencionada sobre los floreros en cementerios se ha confirmado en la Ciudad de 
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México (Díaz-Badillo et al., 2011), Campeche (Sosa-Cabrera, 2008), Argentina 

(Vezzani et al., 2007), Estados Unidos (Dhillon y Mulla, 1980) entre otros lugares en 

el mundo.  

 

CONCLUSION 

El trabajo actual demuestra que las larvas de A. aegypti pueden infectarse con H. 

indica en condiciones climáticas tropicales. También sugiere que la explicación más 

viable para la tasa de mortalidad relativamente alta fue la septicemia producida por 

el simbionte bacteriano. Sin embargo, resulta difícil desarrollar un método alternativo 

que pueda conectar nemátodos vivos con larvas de mosquitos en el campo y que 

sea económicamente viable. Por lo tanto, el siguiente objetivo debe centrarse en los 

metabolitos secundarios con actividad insecticida producidos por Photorhabdus u 

otro complejo local de nemátodos/bacterias que podrían matar las larvas de 

mosquitos. Los agentes no nativos que pueden actuar como control biológico 

(nemátodos, bacterias o sus metabolitos) deben ser tan específicos como sea 

posible para disminuir los daños potenciales que pueden causar a los insectos 

útiles, como las especies locales de abejas u otros polinizadores. 
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CAPITULO IV. COMPOSICIÓN BACTERIANA DE LARVAS Aedes aegypti 

POST-INFECCION CON NEPs 

 

 

INTRODUCCIÓN 

Las nuevas tecnologías de secuenciación ofrecen herramientas para comprender 

las estructuras y dinámicas de las comunidades microbianas. Los enfoques de 

perfiles comunitarios basados en secuencias se han aplicado a las comunidades 

microbianas que se pueden encontrar en suelos, agua dulce, agua salada, 

invertebrados etc. Los cadáveres de insectos han recibido menos atención que los 

cadáveres de vertebrados, pero también pueden albergar comunidades 

microbianas dinámicas formadas por la competencia interespecífica por los 

nutrientes (Wollenberg, 2016). Sin embargo, irónicamente, uno de los sistemas 

modelo de cadáveres de insectos mejor estudiados se destacó inicialmente por su 

aparente falta de una comunidad microbiana diversa. Las larvas de insectos 

muertas por dos géneros de nemátodos entomopatógenos son notables porque no 

se pudren (Clarke, 2014). La no putrefacción se debe a un simbionte bacteriano 

transportado dentro de los nemátodos: Xenorhabdus spp. en Steinernema y 

Photorhabdus spp. en Heterorhabditis. Estas bacterias simbiontes son liberadas por 

el nemátodo al entrar en una larva de insecto viva y contribuyen a la muerte del 

insecto y a la reproducción del nemátodo (Clarke, 2014). También producen 

antibióticos y otras moléculas que inhiben los organismos competidores (Challinor, 

2015). 

Las relaciones monoxénicas entre Steinernema-Xenorhabdus y Heterorhabditis-

Photorhabdus en cadáveres de insectos se han probado con frecuencia (Eivazian, 

Mohammadi y Girling, 2017). Sin embargo, estás relaciones están sujetas a un 

constante debate ya que se ha notado la presencia de bacterias que no son 

Photorhabdus o Xenorhabdus dentro de los cadáveres, al menos en niveles bajos. 

Por ejemplo, se han aislado bacterias como Providencia sp., Ochrobactrum sp., 

Pseudomonas sp. y Alcaligenes faecalis de NEPs, sin una comprensión clara de su 

papel en dichas interacciones (Jackson et al., 1995; Babic et al., 2000; Gouge y 
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Snyder, 2006). En insectos, la mayoría de los estudios de microbiota se han basado 

en la composición bacteriana intestinal o hemolinfa de los insectos infectados (Engel 

y Moran, 2013). De hecho, se han encontrado asociaciones diaxénicas de bacterias 

no canónicas como Pseudomonas aeruginosa en los JIs de diferentes generaciones 

de H. indica, que favorecen la infección de huéspedes como Galleria mellonella, 

Tenebrio molitor, Heliothis subflexa y Diatraea magnifactella cuando se combinan 

con Photorhabdus luminescens (Salgado-Morales et al., 2019). Es por esto 

necesario determinar cuál es la composición bacteriana en organismos infectados 

y no infectados con nemátodos entomopatógenos, y cuál es el papel relativo que 

juegan las bacterias ya reportadas en la literatura (Phtorhabdus y Xenorhabdus), 

así como las que se encuentran con menor frecuencia en la capacidad infectiva de 

los nemátodos. 

 

HIPÓTESIS 

Existen comunidades bacterianas presentes que ayudan a la muerte del hospedero 

en la interacción nemátodo entomopatógeno/insecto. 

OBJETIVO GENERAL 

Determinar la composición bacteriana presente en la infección de larvas de Ae. 

aegypti expuestas a diferentes concentraciones de nemátodos entomopatógenos.  
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MATERIALES Y MÉTODOS 

 

Aislamiento e identificación molecular de bacterias simbiontes 

 

El aislamiento e identificación de Photorhabdus se realizó en el laboratorio de 

Microbiología y Parasitología de la Facultad de Ciencias Médicas de la Universidad 

de Naresuan, Phitsanulok, Tailandia. Primero los cadáveres de G. mellonella se 

limpiaron sumergiéndolos 3 veces en etanol del 75%, posteriormente se sembró 

hemolinfa de G. mellonella infectada con NEPs en cultivo NBTA (agar nutritivo, azul 

de bromotimol y cloruro de trifenil-2,3,5-tetrazolio) (Akhurst, 1980). La colonia roja 

de Photorhabdus se aisló después de cuatro días a temperatura ambiente y se 

inoculó en caldo Luria-Bertani con agitación a 140 rpm durante 24 horas. 

Posteriormente se realizó la extracción genómica de ADN de bacterias simbiontes 

con Blood/Cell DNA Mini Kit (Geneaid Biotech Ltd., New Taipei, Taiwán) para la 

amplificación y secuenciación del gen 16S ARNr como describen Rainey et al (1995) 

y Szallas et al (1997). Para la mezcla de PCR en cada tubo, agregamos lo siguiente: 

3 μl de tampón 10x (1x), 4,2 μl de MgCl2 25 mM (3,5 mM), 0,6 μl de dNTP 10 mM 

(200 μM), 1,2 μl de cebador directo 5 μM (0,8 μM), 1,2 μl de cebador inverso 5 μM 

(0,8 μM), 0,3 μl de ADN polimerasa Taq de 2,5 unidades (0,1 U/ml), 3 μl de solución 

de ADN genómico (20–200 ηg) y 16,5 μl de agua destilada estéril con un total de 

30μl de la reacción de PCR. 

Las reacciones de PCR se realizaron en un termociclador (Applied Biosystems, 

Pittsburgh, PA, EE. UU.). El ADN se limpió según el PCR clean-up Gel Extraction 

Kit (Macherey-nagel, Düren, Alemania). La secuenciación del ADN fue analizada 

por el servicio de Macrogen Inc. en Corea. 
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Preparación de suspensión de células bacterianas y extracción de 

metabolitos secundarios. 

 

Las pruebas de células enteras y la extracción de metabolitos secundarios se 

realizaron en el laboratorio de Microbiología y Parasitología de la Facultad de 

Ciencias Médicas de la Universidad de Naresuan, Phitsanulok, Tailandia. El primer 

paso fue inocular Photorhabdus en medio 5YS (5 % (p/v) de extracto de levadura, 

0,5 % (p/v) de NaCl, 0,05 % (p/v) de NH4H2PO4, 0,05 % (p/v) de K2HPO4 y 0,02 % 

de (p/v) MgSO4.7H2O) y se incubo a temperatura ambiente durante 48 h. Luego, el 

cultivo bacteriano se centrifugó a 10 000 rpm durante 10 min y el sedimento se 

suspendió en agua destilada estéril hasta una DO600 de 1 (Metertech SP-880, 

Taiwán). 

La suspensión de bacterias se analizó a una concentración de 2 ml (DO600 = 1,0 = 

8x108 células/ml). Se usaron agua destilada y E. coli como control. Para el 

aislamiento de metabolitos secundarios, se cultivó Photorabdus en caldo LB con 

agitación a 140 rpm durante 24 h. Se usó acetato de etilo para extraer el bioactivo 

crudo a través de un evaporador de vacío tres veces (Buchi, Flawil, Suiza). El 

metabolito secundario seco se disolvió en dimetilsulfóxido (DMSO) para su posterior 

uso como larvicida de mosquitos (Ahmed, 2012). 

 

Detección de bacterias por secuenciación masiva de 16S ARNr 

 

Se realizó la extracción genómica ADN genómico de larvas de Ae. aegypti 

infectadas por H. indica (el NEP más frecuente y abundante aislado) con el kit de 

extracción de sangre y tejidos DNAeasy (Qiagen, Valencia, CA, EE. UU.). La calidad 

de la extracción de ADN se evaluó mediante electroforesis en gel de agarosa (1%). 

La amplificación de las regiones V3 y V4 hipervariables del ARNr 16S se realizó 

utilizando los cebadores y las condiciones sugeridas por Klindworth et al. 2013. Los 

amplicones se purificaron con perlas AMPure XP y se indexaron con el kit Nextera 

XT, de acuerdo con el protocolo de preparación de bibliotecas recomendado por el 

fabricante. Los productos de PCR indexados se purificaron y cuantificaron con un 



 

 81 

fluorómetro Qubit® 3.0 utilizando el kit de ensayo Qubit dsDNA HS (Life 

Technologies, Carlsbad, CA, EE. UU.). El tamaño del amplicón se verificó mediante 

electroforesis capilar en QIAxcel Advanced (QIAGEN, EE. UU.). Los amplicones 

individuales se diluyeron en Tris 10 mM (pH 8,5) y se extrajeron a concentraciones 

equimolares (4 nM). La secuenciación se realizó en CINVESTAV-Mérida utilizando 

una plataforma Illumina-Miseq (Illumina, San Diego, CA, EE. UU.), con el kit de 

reactivos MiSeq V3 (2x300), siguiendo las recomendaciones del fabricante. Para 

conocer la composición de la comunidad microbiana se procesaron fastq 

demultiplexados con el pipeline QIIME2 (2019.1) (Caporaso et al., 2010; Bolyen et 

al., 2018). La corrección de errores y la eliminación de ruido para resolver las 

variantes de secuencia de amplicón (ASV) de las lecturas de Illumina se realizaron 

con el complemento DADA2, eliminando las quimeras con el método de "consenso" 

(Callahan et al., 2016; Cadena et al., 2019). Los ASV representativos se asignaron 

taxonómicamente con el complemento clasificador de taxonomía de consenso V-

SEARCH (Rognes et al., 2016), utilizando la base de datos SILVA (v.132) como 

referencia (Quast et al., 2012). 

 

RESULTADOS 

 

Identificación molecular de simbionte bacteriano 

Las secuencias generadas se alinearon con secuencias disponibles en GenBank 

pertenecientes a otras especies de Photorhabdus (tabla 14) asociada 

simbióticamente con nemátodos del género Heterorhabditis. La primera cepa contra 

la que fue contrastada esta secuencia fue aislada en la isla de Hainan, China (cepa 

tipo C8404T).   
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Tabla 14. Búsqueda BLAST basada en 16S del simbionte bacteriano de H. indica recolectado en 

Dzan. 

 

Maxima identidad a 

BLASTN 

Numero de 

acceso 

Puntaje 

total 
Cobertura 

E 

value 
Identidad  

Photorhabdus hainanensis NR_116512.1 1104 99% 0.0 98.66% 

 

Extracción de metabolitos secundarios. 

La estandarización de la metodología para la extracción de metabolitos secundarios 

del simbionte bacteriano de H. indica concluyo con éxito. El siguiente paso era la 

caracterización de dichos metabolitos por HPLC-MS que se iba a realizar en el 

Cinvestav, Mérida. Sin embargo, por causa de la pandemia Covid-19 no se pudo 

concluir con este objetivo.  

 

Composición bacteriana de larvas de G. mellonella infectadas por NEPs 

 

Los análisis bioinformáticos de las secuencias del gen 16S ARNr indicaron que las 

larvas de G. mellonella infectadas por H. indica estaba compuesto por diecinueve 

variantes de secuencia de amplicón (ASV) correspondientes a 10 familias y 13 

géneros (Figura 21). En este grupo, Enterobacter fue el género dominante en la 

muestra (50%). Sin embargo, también se detectaron Acinetobacter (20%), 

Pseudomonas (10%), Bacillus (5%), Enterococcus (3%), Stenotrophomonas (2%) 

Photorhabdus (1,9%) y otros géneros menos abundantes (< 1%). También 

encontramos un 30% de un género sin asignar por mala calidad de muestra. 
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Figura 21. Abundancia relativa de bacterias presentes en las larvas de G. mellonella infectadas con 

Heterorhabditis indica. Los colores representan la diversidad bacteriana de los géneros presentes 

en las larvas.  

 

 

Composición bacteriana de larvas de Ae. aegypti infectadas por NEPs 

 

Los análisis bioinformáticos de las secuencias del gen 16S ARNr indicaron que el 

grupo de larvas de mosquitos infectados por H. indica estaba compuesto por veinte 

variantes de secuencia de amplicón (ASV) correspondientes a 9 familias y 12 

géneros (Figura 21). En este grupo, Photorhabdus fue el género dominante en la 

muestra (74%). Sin embargo, también se detectaron Elizabethkingia (10%), 

Pseudomonas (4%), Delftia (2%), Achromobacter (1.90%) Phreatobacter (1.60%) y 



 

 84 

otros géneros menos abundantes (< 1%). En contraste, el grupo de larvas de 

mosquitos no infectados (control) exhibió 19 ASV de 13 familias y 14 géneros 

(Figura 21). Delftia (22%), Chryseobacterium (18%), Brevundimonas (15%) y 

Flavobacterium (11%) fueron los géneros más abundantes (Figura 21). 

 

 

 

Figura 22. Abundancia relativa de bacterias presentes en las larvas de Aedes aegypti infectadas con 

Heterorhabditis indica. Los colores representan la diversidad bacteriana de los géneros presentes 

en las larvas de mosquito. Las siglas fueron las siguientes: C-Larva: larvas de mosquito del 

tratamiento de control sin nemátodos; T2-Larva: larva de mosquito del tratamiento 2 (2520 juveniles 

infectivos de H. indica por larva de mosquito). 
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DISCUSIÓN 

En la última fase de este trabajo el objetivo fue aislar una cepa bacteriana de 

Photorhabdus en medios de cultivo dependientes como el NBTA. Una vez teniendo 

la cepa se podría confirmar con secuenciación sanger y perfilar el estudio a la 

caracterización de metabolitos secundarios que junto con sus toxinas confieren la 

capacidad insecticida. Para esto se realizaron estriados de la hemolinfa de larvas 

de G. mellonella infectadas con H. indica. Aquí fue el primer reto, ya que después 

de varias inoculaciones no se lograba aislar a bacterias del género Photorhabdus. 

Por lo que una estrategia fue secuenciar la comunidad bacteriana presente en los 

cadáveres de G. mellonella, y con ayuda de herramientas moleculares de última 

generación se realizó la secuenciación masiva (Datos publicados, ver anexo). 

Finalmente se caracterizó una comunidad bacteriana dominada por Acinetobacter, 

Pseudomonas, Enterobacter, Bacillus, Stenotrophomonas y solo en 5% 

Photorhabdus. Wollenberg (2016) realizaron secuenciación de última generación 

para caracterizar la comunidad bacteriana de cadáveres de G. mellonella infectados 

por heterorhabdítidos. Los autores reportaron 3 géneros de bacterias: 

Stenotrophomonas, Enterococus y Photorhabdus. De acuerdo con sus pruebas de 

laboratorio encontraron que el antibiótico producido por Photorhabdus reducía el 

crecimiento de Enterococcus, pero no el crecimiento de Stenotrophomonas, 

enfatizando que estas bacterias afectaban negativamente el crecimiento de 

Photorhabdus.  

Después de varias inoculaciones de H. indica en larvas de G. mellonella, fue posible 

aislar el simbionte bacteriano objetivo el cual fue identificado como Photorhabdus 

hainanensis. Tailliez et al (2010) caracterizó esta cepa bacteriana 

como Photorhabdus luminescens subsp. hainanensis, posteriormente Machado et 

al (2019) propuso una nueva clasificación elevando hainanensis como género.  

Del mismo modo, el siguiente paso fue caracterizar la comunidad bacteriana 

presente en larvas de mosquitos infectadas y no infectadas por H. indica. Del mismo 

modo, se recurrió a herramientas de secuenciación de última generación. Dirksen 

et al., (2016) han realizo estudios en organismos modelo como Caenorhabditis 

elegans, donde reportaron un microbioma rico en especies pertenecientes a la 

https://doi.org/10.1601/nm.10948
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familia Enterobacteriaceae y dominada por bacterias del género Pseudomonas, 

Stenotrophomonas, Ochrobactrum y Sphingomonas. Este enfoque reciente de las 

interacciones nemátodo/comunidad bacteriana caracterizadas con herramientas 

moleculares de última generación, revela una relación compartida con bacterias no 

simbiontes. Autores como Ogier et al. (2020) nombran estas interacciones como 

patobioma que se describe como el agente patógeno que, junto con su entorno 

microbiano general, contribuye a la patogénesis. Una vez teniendo un panorama 

más amplio de toda la comunidad bacteriana presente en larvas de G. mellonella y 

Ae. aegypti el siguiente objetivo era caracterizar los metabólicos secundarios que 

libera Photorhabdus ya que estos son los que confieren la capacidad insecticida de 

la cepa. Para este objetivo se realizó el método de evaporación el cual se realizó en 

el laboratorio de microbiología de la Universidad de Naresuan, Thailandia durante 

una estancia. Posteriormente, el procedimiento se continuaría en Cinvestav Mérida, 

pero a causa de la pandemia SARS-CoV2, el ultimo objetivo no pudo ser concluido. 

 

En cuanto a la comunidad microbiana de insectos infectados con NEPs, 

constantemente se afirma que Xenorhabdus y Photorhabdus establecen una 

relación monoxénica con el hospedero. Sin embargo, hay varios informes de otras 

bacterias, como Pseudomonas aeruginosa, Ochrobactum spp. y Acinetobacter spp., 

aisladas del intestino y la superficie de Steinernema carpocapsae y Steinernema 

scapterisci (Aguillera y Smart, 1993; Lysenko y Weiser, 1974; Poinar y Thomas, 

1980). En este trabajo se identificó a Photorhabdus como el género dominante en 

asociación con otros géneros bacterianos como Pseudomonas y Delftia en el 

cadáver de G. mellonella después de la infección con H. indica.  Nuestros resultados 

son semejantes con los reportados por Walsh y Webster, (2003) quienes 

demostraron que dentro de los cadáveres de larvas de G. mellonella infectadas con 

Steinernema puede existir una población dinámica de al menos tres especies 

bacterianas en este caso, Xenorhabdus, Enterococcus y Acinetobacter. Los autores 

sugieren que dada la ruta de entrada de Steinernema hasta el hemocele es a través 

de la penetración de la pared del intestino del insecto, es razonable suponer que las 
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pequeñas perforaciones resultantes faciliten la entrada de las células de bacterias 

como Enterococcus. 

 

CONCLUSIONES 

La comunidad microbiana más representada en la infección de larvas de G. 

mellonella y Ae. aegypti fue probablemente uno de los factores que determinaron la 

mortalidad en comparación con el control (larvas de mosquito sin nemátodos). 

Principalmente, la microbiota encontrada además de Photorhabdus en ambos 

hospederos infectados eran bacterias oportunistas y posiblemente encontrando una 

entrada directa en el intestino larvario debido al daño físico generado por el 

nemátodo. Estas bacterias en asociación con Photorhabdus colonizan causando 

sepsis y muerte al hospedero. Por estas razones, es importante esclarecer el papel 

que juegan estas otras bacterias en la infección del hospedero para la elaboración 

de alternativas para combatir plagas. 
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CAPITULO V. DISCUSIÓN GENERAL 

 

En la península de Yucatán existen complejos nemátodos/bacteria con potencial 

entomopatógenico, específicamente aquellos que pueden matar a las larvas de Ae. 

aegypti. Sin embargo, al encontrar solo 2 especies, nos indica que hay una fauna 

bastante pobre de NEPs. Diversos estudios sobre diversidad y preferencia de 

hábitat de los NEPs indican que estos aspectos están relacionados con la densidad 

de población de sus posibles insectos hospederos, así como de las condiciones de 

suelo y del equilibrio dinámico de la relación hospedero/parasito (Koppenhöfer y 

Fuzy, 2006; Půža y Mràček, 2005). Aunque en este trabajo no se encontraron 

diferencias significativas importantes entre los parámetros del suelo y la presencia 

o ausencia de NEPs, no se descarta este aspecto. Además, como propone Půža y 

Mràček (2005), antes de elegir los sitios de muestreo es importante conocer la 

entomofauna presente en los cultivos o vegetación del lugar para tener un primer 

filtro de donde colectar con el fin de detectar especies de insectos que puedan 

actuar de hospederos y no buscar a ciegas. Por otro lado, Yeates (2013) menciona 

que los nemátodos son una valiosa herramienta que pueden servir como 

indicadores biológicos y ecológicos ya que presentan una distribución diferencial en 

los suelos según su grado de conservación, explotación agrícola y contaminantes 

ambientales afectando directamente a los cultivos y por consiguiente a su 

entomofauna. 

Taxonomía clásica y molecular 

Es bien sabido que, para la mayoría de los grupos de nemátodos, los machos se 

utilizan principalmente para distinguir entre especies, ya que esta etapa es la que 

presenta diferencias morfológicas cualitativas entre especies. Este es el caso de 

Heterhorabditis, donde los caracteres morfológicos de los machos han sido el 

principal recurso para describir nuevas especies ya que las hembras o las larvas 

muestran poca o ninguna diferencia morfológica con sus congéneres. En general, 

las diferencias en hembras y larvas se limitan a diferencias en los rangos de medida, 

pero estos rangos pueden generar confusión ya que varias especies pueden tener 
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rangos superpuestos, por lo que creo que es preferible utilizar alguna diferencia 

cualitativa para diagnosticar y diferenciar las especies de este grupo de nemátodos. 

La taxonomía basada en machos puede estar justificada porque puede proporcionar 

estas diferencias cualitativas, pero también puede tener sus limitaciones, ya que 

algunas diferencias observables pueden ser la variabilidad fenotípica, lo que ha 

llevado a la reciente sinonimia de algunas especies del género Heterorhabditis 

(Borkent, 2021). Aun así, considero que lo ideal en las buenas prácticas 

taxonómicas es tener el mayor número de etapas del ciclo de vida para tener datos 

comparables con otras descripciones, sin embargo, esto no siempre es posible. 

En este caso, los múltiples intentos fallidos de recuperar los machos de la nueva 

especie me llevaron a un callejón sin salida, por lo que tuve que reconsiderar mis 

opciones para describir el nuevo taxón. Tuve que regresar a los sitios de recolección 

varias veces para recolectar muestras de suelo y repetidamente cebar el suelo con 

trampas para insectos para obtener los NEPs, casi siempre con un resultado 

negativo. Adicionalmente, cada vez que volvía a las localidades, me percate con 

cierta preocupación que el entorno está cambiando rápidamente debido a la 

expansión urbana de las comunidades humanas, además de que cada vez era más 

difícil acceder a los lugares de acopio de tierras debido a la negativa de los dueños 

de los cultivos, y aunque he tratado de recuperar NEPs de lugares cercanos, a la 

fecha no lo he logrado. Cuando finalmente logre obtener infecciones con estos 

nemátodos, me sorprendió que no todas las etapas de desarrollo pertenecieran a la 

misma especie y género de nemátodo. Por ello, tras considerar que ya he realizado 

múltiples e infructuosos esfuerzos para recuperar a los machos y que el acceso a 

los cultivos se está complicando por cuestiones sociales y porque el punto de 

colecta ha sido transformado por el entorno urbano, decidí realizar la descripción de 

la nueva especie de nemátodo sin los machos. 

Por un lado, opté por utilizar las etapas de vida que se confirmó pertenecen a la 

nueva especie. La descripción de la nueva especie en base a hembras y larvas no 

ha sido fácil, ya que como mencioné anteriormente, no existe mucha diferencia 

morfológica entre una especie y otra en estos estadios. Sin embargo, he logrado 

rescatar que la nueva especie tiene un vulva ligeramente protuberante y globosa. 
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En cuanto al resto de caracteres y medidas morfométricas, es difícil encontrar 

diferencias precisas, ya que no existen papilas ni ornamentaciones que caractericen 

a las nuevas especies ni rangos de medidas que no se solapen con otras especies. 

Por lo tanto, prácticamente estas etapas no son útiles para la diferenciación a nivel 

de especie. 

Por otro lado, también recurrí al uso de secuencias de ADN para realizar el 

diagnóstico de la nueva especie. El uso de secuencias de ADN para la descripción 

de especies no es nuevo ya que generalmente se utiliza para confirmar las 

diferencias entre especies, reforzándolas con el uso de distancias genéticas y con 

análisis filogenéticos (Nguyen et al., 2004; 2006) pero rara vez se han utilizado 

explícitamente en la asignación de una especie nueva sin los rasgos morfológicos 

clave. Sin embargo, aunque el uso de estas secuencias como parte de la 

identificación de especies no es un enfoque nuevo (Hibbett et al., 2011; Renner, 

2016; Fernandez-Triana, 2022), recientemente se ha generado un gran revuelo 

porque Sharkey et al. (2021) optaron por describir muchas especies nuevas 

basándose casi exclusivamente en códigos de barras de ADN, que se utilizan 

explícitamente como diagnóstico de dichas especies. Este tipo de enfoque se 

conoce como "Taxonomía Turbo", que puede definirse brevemente como la 

descripción rápida de muchas especies en documentos "rápidos" (Butcher et al. 

2012; Fernandez-Triana, 2022). Aunque el enfoque de Sharkey et al (2021) ya ha 

sido ampliamente discutido en varios artículos (e.g. Fernandez-Triana, 2022), donde 

hay comentarios tanto positivos como negativos sobre esta forma de hacer 

taxonomía, particularmente pienso que es una buena aproximación, cuando la 

descripción de ciertos grupos de especies es difícil; por ejemplo, cuando hay un 

grupo muy diverso y hay que describir un gran número de especies en poco tiempo; 

cuando no se encuentren diferencias significativas en la morfología (en el caso de 

especies crípticas); cuando hay gran variación fenotípica; o como en este caso, 

donde no se dispone de todos los estadios del ciclo de vida con las características 

morfológicas clave para la caracterización e identificación específica ya que algunos 

estadios de vida pueden no ser diagnosticables (como larvas y hembras de 

Heterhabditis) (Hebert, 2003). 
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En particular, no se realizó taxonomía turbo, ya que en esta tesis no se pretende 

describir una gran cantidad de especies, además de que se reportan características 

morfológicas en la descripción de la especie nueva. Lo que sí se rescató del estudio 

de Sharkey et al (2021) fue el uso explícito de secuencias para la identificación de 

especies, ya que, a falta de machos para encontrar diferencias robustas, se 

incluyeron las secuencias de la región ribosomal del ADN nuclear como parte del 

diagnóstico de la nueva especie. A diferencia de Sharkey et al (2021), en lugar de 

utilizar la subunidad I de la citocromo oxidasa, que es el gen de "codificación de 

barras de ADN" preferido, se utilizaron dos marcadores ribosómicos moleculares 

(ITS y 28S) que se han utilizado ampliamente en este grupo de nemátodos porque 

son muy efectivos para diferenciar especies (Subkrasae et al., 2022). Además, no 

solo me limite a colocar la secuencia explícitamente en el texto, ya que también se 

agregó información de los análisis filogenéticos y las distancias genéticas entre las 

especies del género Heterorhabditis. 

 

En cuanto a las filogenias, estas me sirvieron para conocer las afinidades 

filogenéticas de Heterorhabditis n. sp., y pude observar que la nueva especie anida 

en un clado donde se han descrito la mayoría de las especies en América, y con el 

cual tiene poca diferenciación genética en el gen 28S (0.67-0.79), y que esa 

diferenciación fue mayor en la región ITS (0.66-1.66). La diferencia entre regiones 

muy probablemente se debió al hecho de que 28S tiene una tasa de sustitución de 

nucleótidos más lenta en comparación con ITS (Sharkey et al., 2021). A pesar de 

esto, ambos marcadores presentan diferencias que son confiables para discriminar 

entre especies estrechamente relacionadas debido a que el ADN no se ve afectado 

directamente por la variación fenotípica intraespecífica o por el medio ambiente. Por 

lo tanto, enfatizo que dado que las larvas y hembras de los nemátodos en cuestión 

no tuvieron diferencias morfológicas que fueran fácilmente diagnosticables, 

considero que las secuencias de ADN deben incluirse en el diagnóstico de la 

especie porque representan una evidencia más confiable sobre la presencia de una 

nueva especie. 
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Competencia entre NEPs y NBVL 

 

Las interacciones multitroficas que ocurren en el suelo como asociaciones 

competitivas son necesarias para mejorar la eficiencia y persistencia de NEPs 

(Stuart et al., 2015). Actualmente, existen registros de la interacción de NEPs 

compitiendo por recursos contra NBVL, adoptando estrategias como carroñeros 

para asegurar su supervivencia, pero no está claro el rol que juega cada grupo 

dentro del hospedero. Campos-Herrera et al., (2012) estudiaron la competencia 

entre 2 especies de NEPs (H. megidis y S. kraussei) y 2 especies de NBVL del 

género Oscheius parasitando una larva de insecto. Dentro de los resultados 

encontraron que la interacción entre estos 2 grupos de nemátodos dependía del 

número de infectivos juveniles que lograban entrar al hospedero y de la combinación 

de especie de nemátodo. 

Por otro lado, los NBVL pueden facilitar el establecimiento de NEPs al alimentarse 

de competidores microbianos endógenos del hospedero, permitiendo que el 

complejo nemátodo/simbionte bacteriano pueda desarrollarse dentro del insecto, 

siempre y cuando el inoculo de infectivos juveniles no sea demasiado bajo como 

para no permitir una colonización exitosa. 

Cambiando de escenario, también pudiera pensarse que en este trabajo M. rainai 

tomo el papel de entomopatógeno causando enfermedad a las larvas de G. 

mellonella y Heterorhabditis n. sp. actuó como carroñero al aprovecharse de los 

recursos del cadáver del insecto. Blanco-Pérez et al (2019), evaluó la eficacia de 

NEPs como carroñeros al competir con otros nemátodos y hongos saprófagos con 

el fin de determinar el impacto posterior de la descendencia de NEPs. Estos autores 

usaron larvas vivas y congeladas de G. mellonella expuestas a H. bacteriophora y 

S. feltiae en combinación con el NBVL Oscheius onirici y Aspergillus flavus. Dentro 

de los resultados más relevantes reportaron que S. feltiae logro reproducirse en G. 

mellonella muerta por congelación, incluso en presencia de organismos saprofitos. 

Sin embargo, H. bacteriophora surgió de una de 192 larvas muertas por congelación 

y en cantidades bajas, demostrando la incapacidad de esta especie para actuar 

como carroñeros. En esta tesis se encontró que M. rainai interfirió en el ciclo de vida 
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de Heterorhabditis n. sp. dentro de larvas de G. mellonella. Se ha observado que 

los heterorhabdítidos se ven más afectados con la presencia de NBVL dentro del 

cadáver, en comparación con steinernemátidos que presentan un porcentaje de 

reproducción más alto (San-Blas y Gowen, 2008). En cuanto a que no se 

encontraron ejemplares machos de Heterorhabditis n. sp., existen trabajos donde 

se observa que los machos de Steinernema matan o dañan físicamente nemátodos 

competidores de su misma especie u otra especie cuando hay demasiada densidad 

dentro del hospedero que pudiera amenazar su progenie (Kapranas et al., 2016). 

Es posible pensar que los machos de M. rainai actuaron de igual manera para 

asegurar su prevalencia. Sin embargo, sería interesante realizar infecciones 

controladas con ambos grupos para evaluar sus capacidades de competencia por 

los recursos. 

 

Infección experimental de NEPs contra mosquitos 

 

Los resultados demostraron que las larvas de Ae. aegypti fueron susceptibles a H. 

indica (y sus bacterias) recuperadas del estado de Yucatán a una concentración de 

2,520 nemátodos por larva de mosquito. Se esperaba que un mayor número de 

nemátodos produjera una mayor mortalidad. Sin embargo, la concentración de 

5.040:1 alcanzó solo el 25% de mortalidad en larvas de mosquito. Una posible 

explicación del mal desempeño de altas concentraciones de nemátodos en la 

producción de mortalidad de larvas de mosquitos es la competencia intraespecífica 

por nutrientes y espacio, lo que a su vez reduce su infectividad y supervivencia 

cuando aumenta la concentración de nemátodos. Este es un proceso observado 

previamente por Sen-Selvan, Campbell y Gaugler (1993), quienes compararon el 

efecto del aumento de S. carpocapsae y H. bacteriophora en larvas de G. mellonella. 

Los autores informaron que cuando aumentó el número de nemátodos por huésped, 

disminuyó el porcentaje de penetración. Ciertamente, nuestros resultados sugieren 

que el uso de concentraciones de nemátodos tan altas como 5,040 JIs/l no es 

efectivo ni económicamente factible. Sin embargo, ahora que se ha establecido la 

concentración de nemátodos más efectiva para producir mortalidad de larvas de 
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mosquitos (2.520 JIs/I), la siguiente tarea será disminuir el número de JIs que 

mantienen el mismo nivel de mortalidad. 

En cuanto a la mortalidad de larvas de mosquitos, Peschiutta, Cagnolo y Almirón, 

(2014) reportaron la susceptibilidad de Ae. aegypti a H. bacteriophora, obteniendo 

un 84% de mortalidad a una concentración de 750 JIs por larva de mosquito. 

Nuestros resultados contrastan con los reportados en H. bacteriophora, ya que una 

menor concentración de nemátodos fue suficiente para obtener una alta mortalidad 

en Ae. aegypti. Consideramos que los resultados aquí obtenidos son promisorios 

ya que la cepa de H. indica del estado de Yucatán produjo un alto nivel de mortalidad 

en condiciones ambientales tropicales normales con respecto a la temperatura 

(>29.6°C; >85.3°F), CaCo3 (408 ppm) y pH (6.88) en comparación con los de 

Peschiutta, Cagnolo y Almirón, (2014) desarrollados en condiciones de laboratorio 

a 26°C. Sin embargo, el porcentaje de mortalidad alcanzado con H. indica del estado 

de Yucatán fue superior al obtenido por Pandii et al. (2008) quienes probaron la 

capacidad infectiva de S. carpocapsae y H. indica (cepa Local Tai) en Culex gelidus, 

obteniendo una mortalidad del 63% y 13%, respectivamente, a una concentración 

de 4.000 JIs por larva de mosquito. Claramente, se necesitan bioensayos 

adicionales donde se expongan las larvas de mosquito a concentraciones más bajas 

de H. indica, así como la valoración de las especies de nemátodos ya reportadas 

del estado de Yucatán. Aunque en este trabajo no evaluamos las respuestas 

fisiológicas de las larvas de mosquito a la infección por H. indica, se sabe que los 

NEPs puede causar mortalidad al suprimir la respuesta inmune de los insectos al 

reducir el número de hemocitos y los niveles de fenoloxidasa (Lalitha et al., 2018). 

 

Las diferencias en la composición bacteriana de las larvas de Ae. aegypti 

 

Las secuencias de ARNr 16S permitieron una amplia comparación de la 

composición bacteriana de las larvas de Ae. Aegypti por lo que se pudieron 

observaron varias diferencias entre los dos tipos de muestras (controles e 

infectadas). Sin embargo, la principal diferencia fue que Photorhabdus fue el género 
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dominante en las larvas de mosquitos infectados, representando el 74 % de la 

composición microbiana total. Por lo tanto, sugerimos que el simbionte bacteriano 

Photorhabdus, muy probablemente transportado por H. indica, pudo infectar a las 

larvas de Ae. aegypti; algo que no sucedió en las larvas de mosquito no infectadas. 

Además, el género Elizabethkingia también se encontró como parte de la 

comunidad microbiana de las larvas de mosquito infectadas por NEPs. Boissière et 

al (2012) informaron que Elizabethkingia spp. estaba presente en el 68% de los 

mosquitos Anopheles gambiae recolectado en Camerún. Es muy probable que 

algunas especies de Elizabethkingia sean simbiontes de mosquitos, ya que se han 

encontrado a lo largo del ciclo de vida de Ae. aegypti (Coon et al., 2014). 

Solo cuatro géneros se compartieron entre el control y las larvas de mosquitos 

infectados: Acinetobacter, Flavobacterium, Delftia y Pseudomonas. Jiménez et al. 

(2016) reportaron especies de Pseudomonas y Delftia, que forman parte de la 

microbiota de NEPs en especies como Rhabditis regina, con capacidad de causar 

mortalidad en Phyllophaga sp., Anomalla sp. y G. mellonella. Otro género bacteriano 

encontrado en la microbiota de larvas de mosquito infectadas por H. indica fue 

Achromobacter que, a pesar de presentar una abundancia relativamente baja 

(1.90%), aparentemente también podría ser patógeno para los insectos. Por 

ejemplo, Poinar y Thomas (1966) aislaron Achromobacter nematophilus del 

nemátodo Neoplectana sp. al tiempo que demostraron su patogenicidad en larvas 

de Galleria mellonella. 

Mediante secuenciación de alto rendimiento, fue posible identificar géneros 

bacterianos con baja abundancia relativa (<1,2 %) como Flavobacter, 

Stenotrophomonas, Acinetobacter, Lysinibacillus, Taibaiella y Paenibacillus. 

Algunas de estas bacterias han sido reportadas como de baja patogenicidad para 

las larvas de mosquitos, especialmente las de los géneros Lysinibacillus y 

Paenibacillus (Rojas-Pinzón y Dussán, 2017). Cambón et al. (2020) mencionaron 

que la microbiota 'normal' del huésped puede estar presente sin causar daño, pero 

en condiciones de estrés específicas, como la infección con NEPs, estas bacterias 

oportunistas podrían manifestarse si se suprime el sistema inmune del huésped. En 

el presente estudio se desconoce el papel que juegan estas bacterias durante el 
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proceso de infección de las larvas de mosquito o su interacción con la capacidad 

inmune de estas larvas. Por ello, sería pertinente realizar experimentos sobre las 

infecciones por simbiontes bacterianos de H. indica y otras bacterias consideradas 

entomopatógenas, para formular asociaciones bacterianas con mayor capacidad 

patógena. Esta es una vía de investigación interesante ya que podría 

proporcionarnos nuevas interacciones de bacterias y nemátodos que actúen en 

condiciones ambientales reales contra las larvas de mosquitos. 

 

CONCLUSIONES GENERALES 

 

1. El análisis de las secuencias de nucleótidos, el análisis filogenético del ITS y 

la morfología de algunos nemátodos aislados de Dzan, Cansahcab y Sucila 

en esta tesis nos permitió corroborar la identificación taxonómica de 

Heterorhabditis n. sp., Heterorhabditis indica y Metarhabditis rainai. 

2. Se reporta una fuerte competencia intragremial entre una nueva especie de 

nemátodo nativo Heterorhabditis y M. rainai el cual clasificamos como 

cleptoparásito por sustraer los recursos de un cadáver parasitado por NEPs. 

3. Los nemátodos bacteriófagos de vida libre (FLBN) pueden interferir en la 

reproducción de EPN cuando compiten por el mismo hospedero. Ambos 

grupos de nemátodos pueden actuar como carroñeros facultativos como 

estrategia de supervivencia. 

4. Los NEPs se encontraron en suelos donde se realiza agricultura y ganadería 

y se clasificaron como suelos arenoso-arcillosos. 

5. La cepa local de H. indica en asociación con sus bacterias simbiontes tienen 

la capacidad de inducir una mortalidad del 80% en larvas de Ae. aegypti.  

6. Las concentraciones más altas de nemátodos (3,780 – 5,040 n/mL) no fueron 

efectivas para producir una mayor tasa de mortalidad de larvas de mosquitos. 

7. La alta mortalidad de Ae. aegypti aparentemente estuvo relacionada con 

bacterias del género Photorhabdus, ya que este fue el endosimbionte 
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numéricamente dominante en comparación con otras bacterias no 

simbióticas reportadas en este trabajo.  

8. En la comunidad bacteriana presente en las larvas de mosquito infectadas 

por H. indica, se identificaron 20 OTUS pertenecientes a 12 géneros. Los 

géneros dominantes fueron: Photorhabdus, Elizabethkingia, Pseudomonas, 

Delftia y Stenotrophomonas.  

9. La comunidad bacteriana presente en las larvas de mosquito control (sin 

nemátodos) presentó 19 OTUS pertenecientes a 14 géneros: Delftia, 

Chryseobacterium, Brevundimonas, Flavobacterium, y Aquabacterium. 

10. Aun cuando los NEPs y/o sus asociaciones bacterianas simbióticas aparecen 

como herramientas de biocontrol muy prometedoras para matar larvas de 

mosquitos, es importante tener mucho cuidado con la liberación de estos 

organismos al medio ambiente, incluso si son nativos. Esto es especialmente 

importante para una región como el estado de Yucatán, donde las abejas 

nativas (e introducidas) son insectos importantes relacionados con la 

polinización de plantas silvestres, y la apicultura es una actividad económica 

importante en el campo. Por lo tanto, se deben realizar más estudios para 

determinar la susceptibilidad de los insectos benéficos como las abejas 

europeas y las abejas sin aguijón como las Meliponas ante los NEPs y las 

toxinas liberadas por sus bacterias simbiontes. 
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Abramoff, M.D., Magalhães, P.J. y Sunanda, R.J. 2004. Image processing 

with ImageJ, Igitur Archief - Utrecht Publishing and Archiving Service. 

Adams, B.J., Burnell, A.M. y Powers, T.O. 1998. A phylogenetic analysis of 

Heterorhabditis (Nematoda:Rhabditidae) based on internal transcribed spacer 1 

DNA sequence data. J. Nematol. 30:22-39.  

Ahmed N. 2012. Isolation and identification of secondary metabolites 

producing organisms from marine sponge. Discovery; 10:14-17. 

Akhurst, R.J. (1980) Morphological and functional dimorphism in 

Xenorhabdus spp. bacteria symbiotically associated with the insect pathogenic 

nematodes Neoaplectana and Heterorhabditis. J. Gener Microbiol, 121, 303-309. 

Akhurst, R.J, Boemare, N.E. (1988). A numerical taxonomic study of the 

genus Xenorhabdus (Enterobacteriaceae) and proposed elevation of the subspecies 

of X. nematophilus to species. J. Gener. Microbiol, 134: 1835–1845. 

Akhurst, R.J. y Boemare, N.E. 1990. Biology and taxonomy of Xenorhabdus. 

In: Gaugler, R. and Kaya, H.K. (eds) Entomopathogenic Nematodes in Biological 

Control. CRC Press, Boca Raton, Florida, pp. 75–90.  

Akhurst, R.J. 1993. Bacterial symbionts of entomopathogenic nematodes the 

power behind the throne, In: Bedding, R., Akhurst, R., Kaya, H. (Eds.), Nematodes 

and the Biological control of Insect Pests. CSIRO Publications East, Melboune, 

Australia, pp. 127-135. 

Alatorre-Rosas, R. 1971. El uso de Neoaplectana dutkyi Jackson, 1965 (DD-

136) Nematoda, Neoaplectanidae en la lucha contra algunas plagas de insecto. 

Bachelor's thesis, Universidad Autónoma de México, Mexico City, Mexico. 



 

 99 

Alekseev, E., Glazer, I. y Samish, M., 2006. Effect of soil texture and moisture 

on the activity entomopathogenic nematodes against females Boophilus annulatus 

ticks. Biocontrol 51, 507–518.  

Altschul, S., Gish, W., Miller, W., Myers, E. y Lipman, D. 1990. Basic Local 

Aligment Search Tool. J. Mol. Biol. 215, 403-10. https://doi.org/10.1016/S0022-

2836(05)80360-2. 

Aluja, M. 1994. Bionomics and management of Anastrepha. Annu Rev 

Entomol. 39: 155–178. 

Alumai, A., Grewal, P.S., Hoy, C.W. y Willoughby, D.A., 2006. Factors 

affecting the natural occurrence of entomopathogenic nematodes in turfgrass. Biol. 

Control. 36, 368-374. https://doi.org/10.1016/j.biocontrol.2005.08.008. 

Amit, U. P., Vijaya, L. K., Sunanda, B. S. y Vinod, P. 2017. Effect of 

Temperature on Longevity of Entomopathogenic Nematode, Heterorhabditis indica 

Poinar. Int J Curr Res, 9(11), 61084-61086.  

An, R. y Grewal, P.S. 2011. Photorhabdus luminescens subsp. kleinii subsp. 

nov. (Enterobacteriales: Enterobacteriaceae). Current Microbiology, 62: 539–543. 
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: INEGI, c2017.  

Jackson, T., Wang, H., Nugent, M.J., Griffin, C.T., Burnell, A.M. y Dowds, 

B.C.A., 1995. Isolation of insect pathogenic bacteria, Providencia retfgeri, from 

Heterorhabditis spp. J. Appl. Bacteriol. 78, 237-244. https://doi.org/10.1111/j.1365-

2672.1995.tb05022.x. 

Jiménez, C.J.G., Canales, L.J., Lara, R.N., Rosenblueth, M., Martínez, R.E. 

y Contreras, G.J., 2016. Microbiota from Rhabditis regina may alter nematode 

entomopathogenicity. Parasitol. Res. 115, 4153-4165. 

https://doi.org/10.1007/s00436-016-5190-3. 

Kanga, F., Waeyenberge, L., Hauser, S. y Moens, M. 2012. Distribution of 

entomopathogenic nematodes in Southern Cameroon, Journal of Invertebrate 

Pathology, 109(1), 41-51. https://doi.org/10.1016/j.jip.2011.09.008. 

Kapranas, A., Maher, A.M., Griffin C.T., 2016. Higher relatedness mitigates 

mortality in a nematode with lethal male fighting. J. Evol. Biol. 29, 344-351.  

https://doi.org/10.1007/s00436-016-5190-3
https://doi.org/10.1016/j.jip.2011.09.008


 

 111 

Kaya, H.K. y Stock, S.P. 1997. Techniques in insect nematology, In: Lacey L. 

A. (Eds.), Manual of techniques in insect pathology. Academic Press, London, pp. 

281-324. https://doi.org/10.1016/B978-012432555-5/50016-6. 

Kaya, H. A., Alumai, M.M., Choo, H.Y., Torre, M., Fodor, A., Ganguly, S., 

Hazir, S., Lakatos, T., Pye, A., Wilson, M., Yamanaka, S., Yang, H., Ehlers, R. 2006. 

Status of entomopathogenic nematodes and their symbiotic bacteria from selected 

countries or regions of the world. Biol. Control. 38. 134-155. 

https://doi.org/10.1016/j.biocontrol.2005.11.004. 

 

Kinney, M. P., Panting, N. D. y Clark, T. M. 2014. Modulation of appetite and 

feeding behavior of the larval mosquito Aedes aegypti by the serotonin-selective 

reuptake inhibitor paroxetine: shifts between distinct feeding modes and the 

influence of feeding status. J Exp Biol, (6): 935–

943.  https://doi.org/10.1242/jeb.094904 

 

Klindworth, A., Pruesse, E., Schweer, T., Peplies, J., Quast, C., Horn, M. y 

Glöckner, O. 2013. Evaluation of general 16S ribosomal RNA gene PCR primers for 

classical and next-generation sequencing-based diversity studies. Nucleic Acids 

Res. 41 (1)  https://doi.org/10.1093/nar/gks808. 

 

Koppenhöfer, A.M. y Fuzy, E.M. 2003. Steinernema scarabaei for the control 

of white grubs. Biol. Control. 28:47–59. 
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