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RESUMEN 
 

Los bosques se encuentran en continuo deterioro ambiental, el cambio climático, 

junto con otros factores de presión, influye en la presencia de brotes de plagas importantes 

como los descortezadores. De acuerdo con la NOM-019 SEMARNAT-2006 las especies 

son controladas con el derribo - descortezado de los árboles afectados y el empleo de 

insecticidas que pueden ser nocivos para el ambiente. Por lo anterior el objetivo del 

presente estudio fue identificar nematodos nativos con potencial para el control biológico 

del complejo de insectos descortezadores en la Sierra Gorda de Querétaro y en la Sierra 

Fría de Aguascalientes. En abril de 2014 y septiembre de 2015, se realizaron muestreos de 

suelo para el aislamiento de nematodos entomopatógenos. El aislamiento se realizó con 

larvas de G. mellonella como insectos trampa. Para la identificación taxonómica se usaron 

claves para género y morfometrìa para especie, asi mismo se determinò molecularmente. 

Se realizaron las pruebas de patogenicidad de los nematodos aislados sobre adultos de 

Dendroctonus frontalis. Para determinar la mortalidad de los adultos de D. frontalis, se 

utilizo el Modelo Lineal Generalizado (GLM) con distribución cuasibinomial. Tambien se 

evaluaron tres medios de cultivo para la reproducción de los nematodos aislados. Se 

aislaron un total de cinco poblaciones de nematodos, identificadas como Pristionchus 

americanus (cepas TMA2, CGA7, GMA6) y Diplogasteroides magnus (cepa MMO9) 

aisladas de la Sierra Gorda de Querétaro y Rhabditis regina (cepa AS116) aislada de la 

Sierra Fria de Aguscalientes. Se encontró que Rhabditis regina (AS116) ocasionó una 

mortalidad acumulada del 98%, Pristionchus americanus (GMA6) 95%, P. americanus 

(CGA7) 92%, P. americanus (TMA2) 87% y Diplogasteroides magnus (MMO9) 33%. Los 

tres medios permitieron la reproducción de los nematodos, destacándose la variante con 

carne para perro Cesar®, que evidenció que una fuente combinada de ácidos grasos y 

carbohidratos favoreció la reproducción. Las cepas GMA6 y AS116 son nematodos 

entomopatógenos con potencial para el control biológico de descortezadores. 
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1. INTRODUCCIÓN 
 

México es considerado un país megadiverso debido a que su situación geográfica, 

topografía y climas, factores esenciales para la existencia de numerosos ecosistemas. La 

superficie territorial del país es de 196.4 millones de hectáreas, de la cual una gran parte 

tiene potencial forestal (Camacho, 2012). De acuerdo con la FAO (2008) se estima que el 

país cuenta con 33.5 millones de hectáreas de bosques, los cuales son ecosistemas muy 

importantes debido a que producen grandes cantidades de madera y proveen de servicios 

ambientales, como suministro de agua, retención de suelos, captura y almacenamiento de 

carbono, además es hábitat de muchas especies (Durán y Poloni, 2014). 

Este tipo de ecosistemas es frecuentemente afectado por plagas y enfermedades, 

una de las plagas más importantes desde el punto de vista económico lo constituye el grupo 

de insectos descortezadores (Iñiguez, 1999). Los descortezadores se alimentan del 

cambium (tejido a partir del cual crecen los árboles), floema y la porción externa del xilema, 

provocando frecuentemente la muerte de árboles debilitados y sanos (CONAFOR, 2015). 

Dentro de los insectos descortezadores se encuentran los géneros Dendroctonus Erichson 

e Ips De Geer que son las principales plagas de los bosques de coníferas (Rivera et al., 

2009). 

A partir de 2012 la actividad de insectos descortezadores se ha incrementado en 

varios estados de la República Mexicana, entre ellos Querétaro y Aguascalientes, 

posiblemente derivado del cambio climático. En la Sierra Gorda de Querétaro, decretada 

como área natural protegida (ANP), se registró una superficie de 5441 ha afectadas por 

insectos descortezadores en 2012 (CONAFOR, 2013). La Sierra Fría de Aguascalientes, 

también decretada como ANP, durante 2012 se documento una superficie afectada por 

Dendroctonus de 1972 ha en bosques de pino (SEMARNAT, 2013). El grado de afectación 

ha implicado el uso de técnicas como derribo de árboles infestados y aplicación de 

insecticidas, procesos regulados por la Norma Oficial Mexicana NOM-019-SEMARNAT-

2006 (SEMARNAT, 2008). Sin embargo, estas técnicas de saneamiento causan daños en 

el ecosistema, contaminación de suelos y mantos acuíferos; además, el uso excesivo de 

insecticidas químicos con el tiempo desarrolla la resistencia de los insectos, los cuales 

además tienen efectos desfavorables sobre insectos benéficos, vida silvestre y la salud 

humana (Arredondo, 1999). En respuesta a esta problemática se busca generar nuevas 

alternativas que permitan cuidar el estado sanitario del bosque en forma integrada. 
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El control biológico de insectos plaga ofrece una importante opción para evitar los 

problemas causados por los insecticidas debido a que mantienen en niveles tolerables a 

los agentes destructores mediante el uso planificado y armónico de tácticas y estrategias 

preventivas, supresoras o reguladoras que son ecológica y económicamente eficientes 

además de socialmente aceptables (Coulson, 1981). 

En la actualidad se están desarrollando nuevas tecnologías con gran potencial para 

el control de insectos que se basan en la búsqueda de enemigos naturales como virus, 

bacterias, hongos y nematodos (Campos-Herrera, 2006). A los nematodos se les ha 

atribuido potencial para convertirse en uno de los principales agentes de control biológico, 

generando gran interés debido a los éxitos conseguidos en su utilización contra las plagas 

de insectos (García, 1994). Existen un gran número de asociaciones entre nemátodos e 

insectos, abarcando desde la foresis hasta el parasitismo, este último tiene efectos 

perjudiciales para el hospedante (Vázquez, 2012). Se conocen más de 30 familias de 

nematodos que parasitan a casi todos los órdenes de insectos, de las cuales sólo siete han 

sido los principales objetivos de la investigación de control biológico, Mermithidae, 

Allantonematidae, Neotylenchidae, Sphaerularidae, Rhabditidae, Steinernematidae y 

Heterorhabditidae. Los representantes de las dos últimas familias, han sido el foco principal 

de los programas de control (Lacey, 2000), ya que, ocasionan diverson efectos en los 

insectos que parasitan, en algunos casos esterilidad, reducción de fecundidad, longevidad 

y actividad de vuelo, retardan el desarrollo y originan cambios de comportamiento, 

morfológicos y fisiológicos (Kaya y Gaugler, 1993). 

El uso de estos nemátodos requiere una identificación apropiada de las especies 

nativas debido a que la supervivencia, virulencia y potencial reproductivo son características 

que dependen de la especie e incluso de la población, estando además influenciadas por 

las condiciones ambientales (Campos-Herrera, 2006), por ello el aislamiento e identificación 

de poblaciones autóctonas adaptadas a condiciones locales es considerado una parte 

esencial dentro de los estudios encaminados a su uso como agentes de biocontrol 

(Bedding, 1990). Con ello se evitan desequilibrios ecológicos que pudieran ocasionarse al 

introducir nematodos foráneos que podrían afectar otros organismos del suelo o desplazar 

parcial o totalmente a los nematodos autóctonos (Millar y Barbercheck, 2001). Por tal 

motivo, la presente investigación tuvo como principal objetivo identificar nematodos nativos 

con potencial para el control biológico del complejo de insectos descortezadores en la Sierra 

Gorda de Querétaro y en la Sierra Fría de Aguascalientes. 
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2. MARCO TEÓRICO 
 

2.1. Los bosques en México 
 

México es reconocido como megadiverso debido entre otros factores a la 

convergencia de las regiones Neártica y Neotropical, cuyo resultado es una mezcla 

compleja de elementos bióticos (Morrone, 2005). 

Los bosques de México son de los más ricos en especies del género Pinus, poseen 

más del 42% de las especies reportadas a nivel mundial (Sánchez, 2008), representan un 

recurso valioso debido a su alto valor ecológico (Cantú y González, 2002) y a los servicios 

ambientales que proveen. Este tipo de vegetación abarca diferentes ambientes ecológicos 

de la República Mexicana y su distribución altitudinal va de los 500 hasta los 4000 metros 

(Rodríguez et al, 2010). 

Los bosques se encuentran en continuo deterioro ambiental debido a múltiples 

factores como la tala ilegal (SEMARNAP, 1998), cambios de uso de suelo, 

fundamentalmente a causa de actividades agropecuarias (SEMARNAP, 1999), incendios 

forestales, construcción de caminos (INE, 1993) y ganadería (Cayuela, 2006). 

Las plagas y enfermedades son otro factor de presión que producen daños 

considerables en este tipo de vegetación (SARH, 1994). Particularmente los insectos, que 

desde el punto de vista ecológico desempeñan una fuerte influencia al permitir el reciclaje 

de nutrientes, la sucesión ecológica, el tamaño, así como la distribución y abundancia de 

los bosques (Fettig et al., 2007). Pero desde el punto de vista antropocéntrico, géneros 

como Dendroctonus e Ips se encuentran entre las plagas más importantes de los bosques 

de coníferas (Camacho, 2012). 

 

2.2. Generalidades sobre los descortezadores 
 

Tradicionalmente Scolytidae Latreille se encontraba dentro de la superfamilia 

Curculionoidea y se dividía en dos subfamilias Hylesininae y Scolytinae, con 25 tribus, 182 

géneros y alrededor de 6000 especies (Arrieta y Atkinson, 1992). Actualmente este grupo 

se reconoce como la subfamilia Scolytinae y se ubica dento de Curculionidae (Bouchard et 
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al., 2011). En México se han documentado 842 especies y 85 géneros (Ordóñez-Reséndiz 

et al., 2008). 

Este grupo de insectos se alimenta de los diferentes tejidos de las plantas (xilema, 

floema y médula de ramas), por lo que se les conoce como escarabajos descortezadores o 

barrenadores (Atkinson et al., 1986) o bien, descortezadores o ambrosiales (Borror, 1989). 

Se trata de un grupo de coleópteros estrechamente ligado a las masas forestales, 

pues representan la primera etapa en el reciclaje de la madera muerta o bien pueden 

encontrarse sobre árboles en estado de deficiencia fisiológica debida a la sequía, daños de 

lepidópteros defoliadores o por incendios. Algunas especies de escolitinos son muy 

destructivas, pues atacan árboles sanos y están consideradas como una gran amenaza 

para los bosques de coníferas (López et al., 2007). 

Los géneros Dendroctonus, Ips, Scolytus, Phloesinus y Pseudohylesinus son 

capaces de matar árboles vivos de pino, cedros y oyameles. Además, la subfamilia también 

incluye plagas de árboles frutales y ornamentales (Atkinson et al., 1986; Arrieta y Atkinson, 

1992). 

 

2.3. Especies de descortezadores en México 
 

Las infestaciones causadas por descortezadores ocasionan una significativa 

mortalidad del arbolado, lo que disminuye la superficie forestal, y ésto tiene consecuencias 

económicas para los habitantes de zonas rurales y para el sector forestal en México (Salinas 

et al., 2010). Los tres géneros de escolitinos de mayor importancia económica para nuestro 

país son Dendroctonus, Scolytus e Ips (Domínguez et al., 2008). 

Las infestaciones por descortezadores en bosques de pino, tienen registros desde 

1910 a partir de los estudios de Alfonso Herrera, pero no es sino hasta 1969 cuando se 

inició el estudio y combate formal de plagas como respuesta a los daños causados por el 

género Dendroctonus en poblaciones de pino (Islas, 1980). 

En el territorio nacional se distribuyen 12 especies de Dendroctonus, (D. adjunctus, 

D. approximatus, D. brevicomis, D. frontalis, D. jeffreyi, D. mexicanus, D. parallelocollis, D. 

ponderosae, D. pseudotsugae, D. rhizophagus, D. valens y D. vitei) varias de las cuales son 

de gran importancia económica (Zúñiga et al., 1999), y de 13 Ips (I. apache, I. bonanseai, 
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I. calligraphus, I. confusus, I. cribricollis, I. emarginatus,  I. grandicollis, I. hoppingi, I. integer, 

I. lecontei, I. montanus, I. pini, I. plastographus) (Ordóñez-Reséndiz et al., 2008). 

 

2.3.1. Dendroctonus frontalis Zimmermann 
 

Dendroctonus frontalis es un escarabajo descortezador ubicado dentro de las 

principales plagas de los pinos y está distribuida desde Estados Unidos de Norteamérica 

hasta América Central (Belice, El Salvador, Guatemala, Honduras, Nicaragua) (Billings et 

al., 2004). En México, D. frontalis está distribuido en los estados de Chiapas, Durango, 

México, Guerrero, Michoacán, Nuevo León, Oaxaca (Cibrián et al., 1995c), pero en los 

últimos años se ha reportado su presencia en Querétaro y Aguascalientes (Gijón, 2014). 

Sus principales hospedantes en México son Pinus arizonica, P. durangensis, P. 

greggii, P. maximinoi, P. oocarpa, P. pringlei, P. tecunumanni, P. teocote (Cibrián et al., 

1995c). 

Descripción. El adulto tiene una 

longitud del cuerpo va de 2.2 a 3.2 mm, son 

de color café oscuro (Figura 1). En la 

cabeza la frente es convexa, con dos 

elevaciones laterales en su porción media, 

justo por abajo del nivel superior de los ojos 

que están separados por un surco. En la 

parte superior de cada elevación y en los 

márgenes dorsales medios del surco, se 

encuentran dos gránulos prominentes que 

algunas veces están en posición media 

dorsal. El pronoto presenta la superficie lisa, con puntuaciones laterales poco abundantes 

y poco profundas. Declive elitral con pendiente moderada; setas abundantes de dos clases 

de tamaños, las más pequeñas de la misma longitud que la anchura de una interestría 

(Cibrián et al., 1995c). 

 

 

Figura 1. Vista lateral de Dendroctonus frontalis, 
colectado en la Sierra Gorda de Querétaro. 
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Ciclo de Vida. El ciclo se inicia con la emergencia de los adultos que vuelan de 

árboles infestados hacia árboles nuevos. Las hembras adultas liberan feromonas que son 

atrayentes poderosos, las cuales, junto con los olores liberados por las perforaciones 

frescas del hospedante, estimulan a los adultos de D. frontalis que se encuentran en el área 

para agregarse sobre el fuste del árbol. La hembra, después de seleccionar al hospedante 

inicia la perforación de la corteza seguida del macho posteriormente inician la construcción 

de una cámara nupcial en el floema en donde se lleva a cabo la cópula. La hembra deposita 

los huevecillos y después de 1 a 3 semanas, dependiendo de la temperatura, eclosionan 

los huevecillos y emergen las larvas que construyen galerías delgadas. El cuarto ínstar se 

dirige hacia la corteza externa en donde hace una cámara de pupación. La duración del 

período de pupa a adulto es de 15 a 30 días. El preadulto permanece en la cámara hasta 

que se presentan los procesos cuticulares de esclerosamiento y obscurecimiento. Durante 

este tiempo el preadulto cambia de color amarillo a café rojizo y finalmente a color negro. 

Cuando los adultos terminan su desarrollo en la cámara de pupación, inician la barrenación 

a través de la corteza externa, hasta hacer un orificio de emergencia al exterior (Cibrián et 

al., 1995c). 

Daños. El daño directo que ocasiona es la muerte de los árboles; los insectos 

introducen hongos manchadores de la madera que contribuyen de manera importante en 

la muerte del árbol, la cual ocurre en pocos días (Cibrián et al., 1995c). El daño que causan 

se debe principalmente a que las hembras transmiten al hongo Ophiostoma en los tejidos 

del hospedero (Pérez et al., 2009) y una vez ahí las hifas tienen la capacidad de matar a 

las células del cambium que rodean la galería, impidiendo con ello el flujo de resina y 

causando la rápida deshidratación del xilema, así como el bloqueo del agua en la traqueidas 

(López y Toledo, 2005). Los árboles más susceptibles son los dañados por incendios y 

resinación excesiva, así como los que se encuentran en sobredensidad, en sitios de baja 

productividad o aquellos de edad sobremadura (Cibrián et al., 1995c). 

Importancia. Anualmente miles de árboles mueren por ataques de Dendroctonus 

spp. (Miller y Borden, 2000; Gillette et al., 2001; Holsten et al., 2002; Sun et al., 2003; Diaz 

et al., 2006, Salinas et al., 2010). En los últimos años, los altos índices de infestación en 

bosques de pino han dado lugar a altos índices de mortalidad. 

En los Estados Unidos de Norteamérica se han originado pérdidas de madera 

causadas por D. frontalis hasta por 237 millones de dólares por año (Ungerer et al., 1999). 

En el año 2003, el servicio forestal del Departamento de Agricultura de Estados Unidos 
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estimó que del 15% a 30% del piñón había sido destruido en más de 1.6 millones de 

hectáreas (Fettig et al., 2006). 

2.3.2. Ips lecontei Swaine 
 

Las especies del género Ips comúnmente son consideradas como descortezadoras 

secundarias (Kolb et al., 2008) porque sólo pueden establecerse en arboles debilitados, 

derribados (Klepzig et al., 1991) o bien después del ataque de diferentes especies del 

género Dendroctonus (Fonseca et al., 2009). Pero existe evidencia de que en las últimas 

décadas algunas especies del género Ips se comportan como especies primarias, debido 

principalmente a que, con el aumento de sus poblaciones en los árboles dañados, se genera 

competencia por espacios entre ellas lo que les obliga a colonizar árboles sanos adyacentes 

(Fonseca et al., 2008). 

Ips lecontei se distribuye en el sureste de Estados Unidos de Norteámerica, 

Honduras y en México, principalmente en los estados de Chiapas, Chihuahua, Colima, 

Durango, México, Guerrero, Jalisco, Michoacán, Morelos, Nuevo León, Oaxaca y Sonora 

(Camacho, 2012). 

De acuerdo con Cibrián (1995b) sus principales hospederos son Pinus arizonica, P. 

ayacahuite var. brachyptera, P. cooperi, P. durangensis, P. engelmannii, P. leiophylla, P. 

montezumae, P. oocarpa, P. pseodostrobus.  

Descripción. El tamaño del adulto varía 

de 4 a 4.7 mm; es de color café muy oscuro 

(Figura 2). Presenta 5 espinas en el declive elitral 

y tiene como característica diagnóstica el no 

presentar un tubérculo frontal medio en los 

machos y en su lugar se encuentra un par de 

tubérculos suhmedianos sobre el epistoma, lo 

que da la apariencia de ser un tubérculo bífido 

(Cibrián et al., 1995b). 

 

Ciclo de vida. Se presentan varias generaciones por año; los estados de desarrollo 

están sobrepuestos. Al igual que otras especies del género, I. lecontei es polígamo. Hace 

Figura 2. Vista lateral de Ips lecontei, colectado en la 
Sierra Gorda de Querétaro. 
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sus galerías en forma de “Y” y en cada brazo se encuentra una hembra, las cuales 

ovipositan en ambos lados de su galería. Las larvas hacen galerías individuales, siempre 

en contacto con el cambium y el floema (Cibrián et al., 1995b). 

Daños. Esta especie normalmente infesta árboles caídos y vive en el fuste o en las 

ramas de ellos; sin embargo, cuando hay períodos prolongados de sequía, el insecto es 

capaz de infestar y causar la muerte de árboles verdes (Cibrián et al., 1995b). Lo que 

provoca la muerte del hospedero es el ataque en masa, así que para poder atacar árboles 

vivos estos deben encontrarse muy estresados y con defensas insuficientes para detener 

el ataque, o bien deben establecerse después del ataque inicial de Dendroctonus 

(Camacho, 2012). Además de causar la muerte de árboles, el insecto también introduce 

hongos que manchan a la madera y reducen su valor comercial (Cibrián et al., 1995b). 

Importancia. Las infestaciones en árboles verdes por I. lecontei ocurren cada vez 

que hay sequías prolongadas, pero una vez que pasa el efecto de la sequía las poblaciones 

de insectos descortezadores bajan y se vuelven incapaces de infestar árboles vivos; sin 

embargo, para que esto suceda transcurre un intervalo de tiempo variable; mientras tanto, 

en el monte se acumulan volúmenes que eventualmente pueden justificar la realización de 

saneamiento. Las infestaciones de I. lecontei en árboles jóvenes, se dan en grupos que 

pueden incluir varias decenas de árboles (Cibrián et al., 1995b). 

 

2.4. Métodos de control de los descortezadores 
 

2.4.1. Control legal 
 

En México existe la NOM-019-SEMARNAT-2006 que es donde se establecen los 

lineamientos técnicos para el combate y control de descortezadores, considerados como 

las plagas más importantes debido los daños que causan al arbolado y al grado de 

afectación económica que producen. Entre los géneros mencionados en la norma se 

encuentran Dendroctonus e Ips; anotando 11 especies presentes del género Dendroctonus 

y 12 del género Ips (SEMARNAT, 2008). 

La norma establece los lineamientos técnicos de los métodos que se deben cumplir 

para el manejo (combate y control) de los insectos descortezadores en plantas de las 

especies de coníferas, Quercus y Fraxinus (SEMARNAT, 2008). 
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Los métodos de combate y control se aplican cuando la Comisión Nacional Forestal 

detecta brotes activos de insectos descortezadores, es decir un grupo de tres o más árboles 

en una superficie de 1000 m2, con poblaciones de insectos descortezadores bien 

establecidas, cuya presencia puede detectarse por observar a los insectos vivos en 

cualquier estado de desarrollo debajo de la corteza (SEMARNAT, 2008). 

Los métodos de combate y control establecidos en la norma consisten en la 

remoción y destrucción de los insectos plaga, a través de actividades manuales y 

mecánicas como el derribo del arbolado, seccionado de fustes, descortezado de troncos y 

ramas; la quema, enterrado o abandono de corteza y ramas; y el control de residuos, y en 

algunos casos, la aplicación de insecticidas formulados con deltametrina y bifentrina 

(SEMARNAT, 2008). 

Las tácticas de supresión que con mayor frecuencia se utilizan son: Derribo y 

abandono, este método es aplicable en donde los árboles derribados tienen dificultad para 

ser aprovechados; en este caso sólo se derriban los árboles con infestación actual, todos 

los árboles que se corten deben caer en dirección del centro del manchón. Derribo y 

descortezado, este método involucra el trabajo de descortezar toda el área del fuste que 

fue infestada por los descortezadores, la corteza que contiene a la población de insectos 

se puede quedar sin ningún tratamiento, aunque se corre el riesgo de que aquella parte de 

la población que está como preadulto pueda salir y volar hacia otros árboles. Derribo, 

descortezado y quema de la corteza, este procedimiento es completamente eficiente para 

reducir a la población de descortezadores; es muy similar al anterior, sólo que en este caso 

se apila toda la corteza y se quema con un lanzallamas. Derribo, descortezado y aplicación 

de insecticidas, la diferencia con el anterior consiste en que a la corteza apilada se le aplica 

un producto insecticida al que se le adiciona un adherente. Derribo, aplicación de 

insecticidas y extracción, si las trozas no se descortezan, se debe aplicar un insecticida a 

la corteza del fuste; el producto a utilizar debe tener persistencia moderada y baja toxicidad 

a vertebrados. Los métodos anteriores se pueden usar en combinación, de acuerdo al 

tamaño de la infestación y a la accesibilidad a la misma (Cibrián et al., 1995a). 
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2.4.2. Control con semioquímicos 

 

Existen otros métodos de control como el monitoreo con semioquímicos que son 

compuestos aromáticos volátiles que sirven a los organismos para comunicarse, es decir, 

son sustancias que se volatizan en el ambiente en cantidades minúsculas y sirven de 

señales para transmitir información entre individuos de la misma especie la cual es recibida 

en las antenas (Price, 1997). 

Los escarabajos descortezadores producen semioquímicos denominados 

“feromonas de agregación” a través de las cuales propician un ataque masivo de individuos 

que suprime las defensas de los hospederos (Byers, 1989). Por ejemplo, las hembras de 

Dendroctonus frontalis liberan la feromona frontalina ((1S, 5R)-1,5-dimetil-6,8-dioxa-[3, 2,1]-

biciclooctano) (Kinzer et al., 1969). Para evitar la saturación de competencia intraespecífica, 

algunas liberan “feromonas antiagregantes” como indicadores de que el árbol atacado ya 

ha sido totalmente colonizado, con lo que se suspende el arribo de escarabajos al árbol. 

Tal es el caso de la verbenona (4, 6,6-trimetil-biciclohepta-3-en-2-ona) producida por D. 

frontalis, D. brevicomis y D. ponderosae (Byers, 1989; Pain y Bertram, 1995). Para el caso 

del género Ips se han utilizado feromonas como el ipsenol, ipsdienol (Miller et al., 2005) y 

cis-verbenol (Camacho, 2012). 

En los últimos años varios investigadores han evaluado concentraciones, tasas de 

liberación y formulaciones de feromonas antiagregantes y sustancias volátiles de árboles 

no hospederos que sean aplicables en condiciones de campo; el objetivo es proteger a los 

hospederos mediante la creación de un escudo aromático que engañe a los insectos en 

proceso de dispersión enviando la señal de “ocupado” u “hospedero equivocado” para evitar 

el ataque (Sánchez-Martínez et al., 2012). 

 

2.4.3. Control biológico 
 

2.4.3.1. Hongos 
 

Los microorganismos entomopatógenos considerados como insecticidas biológicos, 

se han desarrollado como una herramienta importante para el manejo integrado de insectos 

plaga en sistemas agrícolas, urbanos y forestales (Faria y Wraight, 2007). El efecto que 

tienen sobre los insectos es una infección que puede ocasionar una alta mortalidad en las 
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poblaciones de las plagas susceptibles y por tanto reducir su efecto negativo en los bosques 

o cultivos. En la actualidad ya existe un avance notable en el conocimiento del efecto y el 

uso de entomopatógenos, incluso existen productos comerciales formulados con algunas 

de las principales plagas agrícolas (Faria y Wraight, 2007); sin embargo, para insectos 

descortezadores esta línea de investigación ha sido poco estudiada. 

A nivel laboratorio, Steinwender et al. (2010) determinaron que el hongo 

entomopatógeno Beauveria bassiana provocó la muerte de 93% de las muestras del 

descortezador Ips sexdentatus en un periodo de ocho días, a la vez que no afectó a 

Thanasimus formicarius, depredador del descortezador. 

Beauveria bassiana también está asociado de manera natural y consistente con el 

descortezador Ips typographus (Landa et al., 2001). Batta (2007) desarrolló una formulación 

de B. bassiana, consistente en una emulsión invertida, la cual produjo hasta 100% de 

mortalidad sobre el descortezador del almendro S. amygdali en bioensayos de laboratorio, 

y de 81 a 86.5% de mortalidad en experimentos de campo. Según Batta (2007), mediante 

la formulación de emulsión invertida, B. bassiana fue capaz de penetrar al interior de las 

galerías de los insectos al ingresar por los orificios que Scolytus amygdali hace durante el 

ataque. 

Gijón (2015) reportó la efectividad biológica de Trichoderma spp in vitro sobre 

insectos descortezadores, mostrando un 100% de mortalidad con la cepa T01. 

 

2.4.3.2. Insectos y ácaros 
 

Los enemigos naturales de los descortezadores juegan un papel importante en su 

dinámica poblacional, al ser capaces de disminuir los niveles de población hasta valores 

más bajos de los que alcanzarían sin su presencia, ello constituye un control biológico 

natural (Viñuela et al., 1993; Viñuela et al., 2002). 

De los enemigos naturales asociados a D. frontalis y D. mexicanus, Reséndiz et al. 

(2016) mencionan que los depredadores más representativos en el municipio de Landa de 

Matamoros, Qro. fueron el escarabajo depredador Elacatis sp., seguido de Temnochila sp. 

y Leptacinus sp. Para el género Ips se señalan como enemigos naturales a especies de 

Enoclerus, Thanasimus (Miller et al., 1991), Temnochila, Elacatis, Platysoma y Tenebroides 

(Cane et al., 1990), que resultan atraídos por las feromonas secretadas por el hospedero. 
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Los depredadores resultan una de las herramientas más prometedoras en el control de 

poblaciones de descortezadores. 

Los ácaros tienen el potencial de alterar las interacciones entre los descortezadores 

y los diferentes microorganismos, por lo tanto, pueden influir en la estructura, la diversidad 

y la robustez de las comunidades de estos insectos (Hofstetter y Moser, 2014). Los ácaros 

digamáselidos se encuentran con frecuencia asociados a diferentes descortezadores 

(Lindquist, 1967), algunas especies se alimentan de estadios inmaduros de estos 

escarabajos (Chaires et al., 2015). A nivel mundial se han registrado 37 especies de ácaros 

de la familia Digamasellidae asociados a estos insectos descortezadores, estas especies 

están incluidas en cuatro géneros (Dendrolaelaps, Insectolaelaps, Longoseius y 

Multidendrolaelaps). Los digamáselidos se han encontrado en nueve especies del género 

Dendroctonus (D. adjunctus, D. aproximatus, D. brevicomis, D. frontalis, D. pseudotsugae, 

D. rhizophagus, D. simplex, D. terebrans y D. valens), ocho especies de Ips (I. bonanseai, 

I. calligraphus, I. confusus, I. cribicollis, I. grandicollis, I. pini, I. sexdentatus, I. typographus) 

(Hofstetter et al., 2015). 

2.4.3.3. Nematodos 

 

La utilización de nematodos en el control de descortezadores es prácticamente 

inexistente. Stevens y Flakes (1974) y Safranyik y Hall (1990) señalan a Parasitylenchus 

stipatus Massey y Parasitaphelenchus dendroctoni Massey como nemátodos parásitos 

internos comunes en Dendroctonus adjunctus, que frecuentemente reducen la producción 

de huevecillos de este descortezador en un 50% en hembras infestadas. 

 

2.5. Nematodos entomopatógenos 
 

Una de las asociaciones de parasitismo obligado que se han utilizado en los últimos 

años para el control biológico es con nematodos entomopatógenos. El término de nemátodo 

entomopatógeno se refiere a la habilidad que tienen de matar rápidamente al hospedero 

(Georgis y Poinar, 1994). Estos organismos mantienen una relación simbiótica con una 

bacteria, las cuales inducen la muerte por septicemia del huésped dentro de las 24 a 48 h 

posteriores a la infección (Merino y France, 2009). 
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Este tipo de nematodos tiene características excelentes que les permite ser agentes 

de control biológico, como por ejemplo buscar activamente a sus hospederos y matarlos 

rápidamente al entrar en él y liberar a la bacteria simbionte (Liu y Poinar, 2000), además 

son letales a un amplio rango de insectos de importancia económica (Bathon, 1996), siendo 

utilizados exitosamente en el control de diversas plagas agrícolas, tales como: gusanos 

cortadores, polillas, broca del café, picudos, gusano blanco, chinches, escamas, candelilla, 

entre otros (Rosales et al., 2009). Sin embargo, aunque tienen un amplio rango de 

hospederos se cree que los riesgos de las aplicaciones de nematodos son bajos para otras 

especies que no son plagas (Jansson, 1993), en parte porque los nemátodos tienen 

movilidad limitada y están restringidos a ambientes específicos, debido a su intolerancia a 

la resequedad y a otras condiciones físicas desfavorables (Georgis et al., 1991) por 

ejemplo, se demostró que Steinernema carpocapsae no tiene efecto en lombrices terrestres 

(Aporrectodea sp.) (Capinera et al., 1982). Estos nematodos se pueden producir 

masivamente y ser aplicados fácilmente (Merino y France, 2009). 

Además, los nematodos entomopatógenos son seguros para mamíferos, 

invertebrados y plantas (Boemare et al., 1996), para comprobar que no dañan a otros 

vertebrados, Gaugler y Boush (1979) infectaron ratas en forma oral y por inyección con 

Steinernema carpocapsae las cuales no mostraron signos de patogenicidad, toxicidad o 

infección. 

 

2.5.1. Morfología 
 

Los nematodos tienen simetría bilateral, al igual que todos los animales del grupo 

bilateria son triblásticos, es decir, que poseen una tercera capa embrionaria intermedia 

llamada mesodermo que se encuentra entre el ectodermo y el endodermo (Baguñá, 2008). 

Son pseudocelomados, lo cual quiere decir que el blastocele original del embrión persiste 

como un espacio o cavidad del cuerpo, entre el tubo digestivo y la pared del cuerpo. Esta 

cavidad se denomina pseudocele, ya que carece del revestimiento peritoneal que se 

encuentra en los verdaderos celomados (Hickman, 2000). Su longitud es muy variable 

(Seijas, 2004). 

Los caracteres distintivos de este grupo son su forma cilíndrica, generalmente 

filiformes, no segmentados, rodeados de una cutícula flexible de gran importancia funcional 
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para el animal, al servir para resistir la alta presión hidrostática ejercida por el fluido de 

pseudocele. Las distintas capas de la cutícula son principalmente de colágeno, una proteína 

estructural. Sus músculos se sitúan debajo de la hipodermis y solo se contraen 

longitudinalmente, el fluido que llena el pseudocele, que baña los órganos internos 

constituye un esqueleto hidrostático que presta soporte para la transmisión de la fuerza de 

contracción muscular (Hickman, 2000). 

Su aparato digestivo está adaptado a sus hábitos alimenticios, pero el tubo digestivo 

está compuesto de boca, faringe muscular, intestino largo no muscular, un recto corto y un 

ano terminal. El alimento es succionado al interior de la faringe cuando los músculos de la 

porción anterior se contraen y abren su luz, la relajación de los músculos la cierra, 

empujando la comida hacia atrás del intestino. La defecación se efectúa mediante músculos 

que abren el ano, y la fuerza de expulsión procede de la presión del pseudocele que rodea 

las vísceras. Su sistema excretor consta de células glandulares que abren en el poro 

excretor, o un sistema de canales sin células, o con células y canales juntos (Hickman, 

2000). 

No tienen aparato circulatorio ni respiratorio pero la cavidad del cuerpo contiene 

plasma de células ameboides (Alvarado, 2012). Tienen un sistema nervioso bastante 

desarrollado. Alrededor de la faringe existe un anillo de tejido nervioso y ganglios que 

envían pequeños nervios hacia el extremo anterior y a los dos cordones nerviosos, uno 

dorsal y otro ventral. Las papilas sensoriales se concentran alrededor de la cabeza y de la 

cola. Los anfidios son órganos sensoriales complejos que abren a cada lado de la cabeza 

(Hickman, 2000). 

En los nematodos hay hembras, machos y hermafroditas. El macho es 

generalmente más pequeño que la hembra, y en su extremo posterior lleva un par de 

espinas copuladoras llamadas espículas. La fecundación es interna y los huevos se 

almacenan regularmente en el útero hasta su puesta. Después del desarrollo embrionario, 

el huevo eclosiona dando un individuo juvenil. Los cuatro estados embrionarios están 

separados por una muda de la cutícula. Muchos nematodos parásitos tienen estados 

juveniles de vida libre, otros requieren un hospedante intermediario para completar su ciclo 

vital (Hickman, 2000). 
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2.5.2. Ciclo de vida 

 

El ciclo de vida puede variar dependiendo el género del nematodo, comprenden un 

estado de huevo, cuatro estadios juveniles y un estado adulto (machos, hembras o 

hermafroditas) (Poinar, 1993). Generalmente pueden producirse dos generaciones 

completas del nemátodo (Smart y Nguyen, 1994) en el insecto huésped dependiendo de su 

tamaño. 

El tercer estadio juvenil es el infectivo, llamado en ocasiones “larvas dauer”, el cual 

presenta una doble cutícula (encerrado en la cutícula del segundo estadio), es la única fase 

del ciclo biológico del nematodo que se encuentra fuera del insecto; este estadio infectivo 

transporta la bacteria simbionte en su intestino, y es el encargado de sobrevivir en el medio 

hasta que localiza un nuevo hospedero. En este estado el nematodo no se alimenta, posee 

la boca y el ano cerrado y sobrevive de las reservas acumuladas antes de su salida del 

cadáver del insecto donde se encontraba (Merino y France, 2009). 

La localización de su huésped se produce de forma activa, salta sobre ellos o los 

persigue en respuesta a diversos estímulos físicos y químicos generados por el insecto, 

entre los que destacan los gradientes de temperatura y productos de excreción, los niveles 

de dióxido de carbono proveniente de su respiración, así como también los simbiontes 

bacterianos, pH y componentes químicos del medio, para inmediatamente penetrar a través 

de las aberturas naturales, boca y ano, espiráculos o ano través de las partes suaves del 

integumento, debido a que los juveniles infectivos poseen un diente dorsal con el cual 

pueden raspar la cutícula y entrar directamente al hemocele de ciertos insectos (Merino y 

France, 2009). 

Una vez dentro del insecto, el juvenil infectivo entra en el hemocele del 

hospedero y libera la bacteria a través del ano o la boca hacia la hemolinfa del insecto 

(Boemare et al., 1993). Las células bacterianas se multiplican rápidamente ocasionando 

la muerte del insecto huésped por septicemia, generalmente dentro de 24 a 48 h 

(Grewal, 2000). A partir de este momento y a través de la acción de las enzimas 

proteolíticas liberadas por la bacteria, se produce la destrucción total de las estructuras 

internas del insecto, lo que proporciona los nutrientes necesarios para el desarrollo del 

nematodo (Akhurst, 1982) Los juveniles infectivos se alimentan de la bacteria y tejidos 

del hospedero, mudan a la cuarta etapa y en consecuencia en machos y hembras de 
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la primera generación (Smart, 1995). Después de aparearse, la hembra pone huevos 

emergiendo la primera etapa juvenil que muda sucesivamente convirtiéndose en 

machos y hembras de la segunda generación (Smart y Nguyen, 1994). 

Los adultos de la segunda generación copulan y producen huevos a partir de los 

cuales nace el primer estado juvenil, posteriormente mudan al segundo instar, cuando 

los nutrientes del hospedero se agotan. El segundo instar deja de comer almacenando 

alrededor de 200 células de su bacteria simbiótica dentro de una porción ventricular del 

intestino, en todo el intestino o en el lumen faringeal (Boff et al., 2000). Cuando el 

nematodo muda al tercer instar retiene la cutícula del segundo instar y abandona el 

cadáver en búsqueda de nuevos hospederos (Campbell y Gaugler, 1991). 

 

2.5.3. Taxonomía 
 

Los nematodos se encuentran ubicados en el Phylum Nemata, el cual se subdivide 

en las clases Secernetea y Adenophorea (Ferris, 2008). Los nematodos entomopatógenos 

conocidos o bien los que tienen posibilidades de control biológico se encuentran en cuatro 

órdenes: Rhabditida, Mermitida, Tylenchida y Aphelenchida (Smart y Nguyen, 1994). 

Dentro del orden Rhabditida se encuentran a las familias Steinernematidae y 

Heterorhabditidae parásitos facultativos de insectos (Smart y Nguyen, 1994); 

Diplogasteridae, una familia de nematodos con interacciones “necromenic”, las cuales se 

consideran una pre-adaptación al parasitismo (Dillman et al., 2012), en donde el nematodo 

entra al insecto huésped, pero no lo perjudica sino hasta que el huésped muere, el 

nematodo avanza hasta la edad adulta mientras se alimenta de hongos y bacterias que 

proliferan en el cadáver del huésped (Rae et al., 2008), tienen abundantes genes que 

codifican para la degradación y desintoxicación, que ayudan a la supervivencia dentro de 

los cadáveres de insectos (Dieterich et al., 2008). 

La familia Steinernematidae comprende dos géneros: Steinernema Travassos, 1927 

(Hominick et al., 1997) y Neosteinernema Naguyen y Smart, 1994 (Smart y Nguyen, 1994). 

La familia Heterorhaditidae comprende el género Heterorhabditis. La familia 

Diplogasteridae comprende 28 géneros (Poinar, 1975) y la familia Diplogastridae se 

considera un posible taxón parafilético, porque muchos de los caracteres entre géneros se 

superponen, por lo tanto, para organizarla taxonómicamente, se necesitan más 
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especímenes con descripciones morfológicas detalladas y marcadores moleculares 

específicos de cada género y especie (Sudhaus y Fürst von Lieven, 2003). 

 

2.5.4. Bacterias simbiontes 

 

La relación que existe entre el nematodo y la bacteria constituye un ejemplo de 

mutualismo. La bacteria es incapaz de sobrevivir en el suelo por lo tanto requiere del juvenil 

infectivo para su protección, reside en el intestino, al carecer de habilidad de invasión es 

dependiente del nematodo, para transportarse dentro del hemocele del hospedero (Morgan 

et al., 1997; Reyes, 2003); asimismo recibe la protección del nematodo ya que éste inhibe 

las defensas antibacterianas del hospedero (Kaya y Koppenhofer, 1999). 

El nematodo recibe los beneficios de la bacteria, debido a que ésta mata al 

hospedero rápidamente y crea un ambiente favorable para el crecimiento y reproducción 

del nematodo al inhibir el crecimiento de microorganismos competidores a través de la 

producción de antibióticos (Paul et al., 1981; Richardson et al., 1988; Li et al., 1995; Hu et 

al., 1998; Reyes, 2003). La bacteria transforma los tejidos del hospedero en una fuente de 

comida para el nematodo y asimismo la bacteria sirve como fuente de alimento para el 

nematodo (Kaya y Koppenhofer, 1999). Sin la presencia de la bacteria simbiótica en el 

cadáver del insecto, los nematodos son incapaces de reproducirse (Poinar y Thomas, 1966; 

Reyes, 2003). 

2.5.5. Ecología 
 

La gran diversidad morfológica, de comportamiento y adaptaciones fisiológicas que 

tienen los nematodos les han permitido ser abundantes en prácticamente todos los hábitats 

(Roberts, 2000). Estando distribuidos prácticamente en todos los continentes (Hominick et 

al., 1996) han sido aislados en diferentes tipos de suelos desde el nivel de mar a altas 

altitudes, en hábitats naturales y agrosistemas perturbados (Kaya y Koppenhofer, 1999; 

Reyes, 2003). 

La actividad de los nematodos depende de una película de agua, aunque pueden 

encontrase en zonas áridas y polares en las cuales sobreviven a la desecación o a la 

congelación en un estado criptobiótico. La mayoría viven dentro de los espacios 

intersticiales entre las partículas del suelo u otro sustrato y es por eso que su ecología está 
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determinada por propiedades físicas tales como la porosidad, viscosidad, tensión 

superficial, difusión gaseosa y humedad (Warwick, 1984). 

Existen otros factores que influyen en su ecología, tales como el tamaño de las 

partículas de suelo, la cantidad de materia orgánica presente en el suelo, los niveles de pH 

del suelo, la radiación solar, la temperatura, humedad y oxígeno (Freckman y Baldwin, 

1990). 

 

2.6. Nematodos entomopatógenos en México 
 

Para México no hay información con respecto al potencial, identificación y 

distribución de nematodos nativos como alternativa de control de plagas forestales; sin 

embargo, existen trabajos principalmente en zonas de manejo agrícola. Los estados donde 

se ha reportado la presencia de nematodos entomopatógenos son Colima, Guanajuato, 

Hidalgo, Jalisco, Michoacán, Morelos, Nayarit, Oaxaca, Sonora, Tamaulipas, Veracruz y 

Zacatecas (Delgado- Gamboa, 2014). 

En Oaxaca Girón-Pablo et al. (2012) encontraron a Heterorhabditis mexicana, 

Steinernema carpocapsae y Steinernema feltiae en cultivos de maíz. En seis estados del 

Pacífico Centro Mexicano (Colima, Jalisco, Michoacán, Nayarit, Sinaloa y Veracruz), 

González (2006), recolectó 147 muestras de suelo de 89 localidades, con una tasa de 

recuperación del 23.8%, es decir, un total de 35 muestras positivas, 71.4% Steinernema 

spp. y 28.6%.de Heterorhabditis spp. 

En Sonora, Stock et al. (2009) aislaron una cepa de Heterorhabditis sp. en 

cadáveres de ninfas de la cigarra Dicerorpocta ornea (Hemiptera: Cicadidiae) en campos 

cultivados con esparrago en Caborca, la cual posteriormente fue caracterizada tanto 

morfológica y molecularmente como Heterorhabditis sonorensis. 

En Veracruz, en áreas de cultivo de caña de azúcar, Grifaldo- Alcántara (2011), 

recolectó un total de 18 muestras de suelo y obtuvo tres aislados de nematodos 

entomopatógenos, los cuales después de realizar la caracterización morfológica y 

molecular, señala que pertenecen a la misma especie y presentan similitud con 

Steinernema riobravis. 
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En Sinaloa, Vázquez (2012) aisló ocho poblaciones de posibles nematodos 

entomopatógenos utilizando la técnica de insecto trampa en suelos cultivados con maíz en 

el Valle de Guasave. Se identificaron molecularmente como Rhabditis rainai y Rhabditis 

blumi. 

 

2.7. Cultivo de nematodos entomopatógenos 
 

Los nematodos entomopatógenos se cultivan in vivo (en un insecto hospedero) o in 

vitro para pruebas de laboratorio o para la producción comercial (Friedman, 1990). La polilla 

de la cera Galleria. mellonella (Lepidóptera: Pyralidae), es el insecto de elección para la 

producción in vivo debido a que es muy susceptible a la infección por el nematodo y es muy 

fácil distinguir los síntomas de infección, así como su cría en el laboratorio (González, 2006). 

Gallera mellonella habita en las colmenas. Es responsable de grandes pérdidas en 

los apiarios en el mundo, causando grandes daños en climas tropicales. Bajo condiciones 

naturales las larvas se alimentan en los panales, donde se desarrollan hasta el estado 

adulto. Bajo condiciones de laboratorio las larvas son fácilmente criadas en cera y polen. 

La producción masiva de G. mellonella no necesita requerimientos especiales, pero se usa 

generalmente con fines limitados a la investigación y a microensayos. Una larva de G. 

mellonella puede producir hasta 200 000 juveniles infectivos de nematodos. Varios 

hospederos alternativos se conocen para este fin, entre ellos Spodoptera frugiperda Smith 

(Lepidoptera: Noctuidae) y Amyelios transitella Walker (Lepidoptera: Pyralidae) que han 

sido usados para la cría de nematodos de una manera económica. Para mantener una 

producción de nematodos entomopatógenos en el laboratorio, es necesaria la cría de su 

hospedero de los mismos para obtener mejores resultados (González, 2006). 

La producción in vivo a escala industrial puede ser aplicable en países 

desarrollados, porque requiere mucha mano de obra y es costoso, pero resulta en 

nematodos de alta calidad (Shapiro-Ilan et al., 2003). 

La producción in vitro es un método que se realiza en medios de cultivo sólidos y 

líquidos a pequeña o gran escala. El método y las condiciones dependen particularmente 

de cada especie. Se producen grandes cantidades de nematodos por Erlenmeyer en medio 

solido tridimensional (esponja impregnada en un medio nutritivo), los cuales pueden ser 

usados en pruebas de campo o en pequeñas parcelas experimentales (González, 2006). 
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Los métodos de medios sólidos son bajos en costos y se requiere experiencia 

limitada (pero más que en el método in vivo), y la logística de producción es flexible (Ehlers, 

2001). Para el cultivo líquido exitoso, los factores claves son medios favorables y oxígeno 

adecuado (Han, 2002). Los componentes típicos de un medio son extractos de levadura 

como una fuente de nitrógeno; una fuente de carbohidratos tal como harina de soya, 

glucosa o glicerina, lípidos de plantas u origen animal y las sales (González, 2006). 

Para la producción in vitro a gran escala se han utilizado fermentadores que pueden 

alcanzar volúmenes de 80 000 litros, capaces de producir millares de nematodos por 

semana con el fin de ser comercializados para ser aplicados. Este método es utilizado en 

empresas de Europa, Asia y Norte América. Sin embargo, esta técnica requiere equipos 

muy especializados y costosos (González, 2006). 
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3. OBJETIVOS 
 

Objetivo general 

Identificar nematodos nativos con potencial para el control biológico del complejo de 

insectos descortezadores en la Sierra Gorda de Querétaro y en la Sierra Fría de 

Aguascalientes. 

 

Objetivos particulares 

- Aislar nematodos en suelos de boques de pino del municipio de Pinal de Amoles, 

de la Sierra Gorda de Querétaro y municipio de San Juan de Gracia de la Sierra Fría 

de Aguascalientes. 

 

- Identificar morfológica y morfométricamente a los nematodos aislados. 

 

- Caracterizar molecularmente los nematodos aislados. 

 

- Comprobar la patogenicidad de los nematodos sobre insectos descortezadores 

 

- Evaluar la reproducción in vitro de los nematodos con potencial biocontrolador 
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4. ÁREA DE ESTUDIO 

 

4.1. Estado de Querétaro 
 

La reserva de la biósfera Sierra Gorda, se ubica al norte del estado de Querétaro, 

entre los paralelos 20° 50’ y 21° 45’ de latitud norte y los meridianos 98° 50’ y 100° 10’ de 

longitud oeste, con una extensión de 383 567 ha, lo que representa el 32.02% del territorio 

total del estado (INE, 1999). 

En la parte central, que comprende los municipios: Arroyo Seco, Jalpan de Serra, 

Pinal de Amoles y Landa de Matamoros predomina el clima semicálido-subhúmedo. Las 

temperaturas mínimas se dan en los meses de diciembre y enero, las máximas en abril y 

mayo y el promedio anual varía de 13 °C en las zonas altas de Pinal de Amoles a 24 °C en 

las regiones más bajas como Jalpan; la precipitación media anual es de 883.33 mm como 

máxima y 313.31 mm como mínima. La vegetación se caracteriza por bosques y selvas en 

sus diferentes modalidades, como son bosque tropical subcaducifolio, bosque tropical 

caducifolio, bosque mesófilo de montaña, bosque de encino y bosque de coníferas (INE, 

1999). 

Para el presente trabajo los recorridos se realizaron en los municipios de Pinal de 

Amoles y Landa de Matamoros. Los predios en donde se llevaron a cabo las colectas de 

suelo fueron georeferenciados (cuadro 1). La vegetación se determinó como bosque de 

pino encino de acuerdo con la carta de uso de suelo y vegetación modificada por CONABIO 

(1998). 

 

Cuadro 1. Ubicación geográfica y nombre del predio donde se recolectaron las muestras para el aislamiento 

de nematodos entomopatógenos en Querétaro 

SITIO MUNICIPIO PREDIO PARAJE LATITUD N LONGITUD O 

1 Pinal de Amoles La Gachupina La Gachupina 21°09’13” 99°37’37” 

2 Pinal de Amoles Puerto del Judío Campo Santo 21°07’50” 99°37’46” 

3 Pinal de Amoles El Tejamanil El Tejamanil 21°07’36” 99°38’29” 

4 Landa de Matamoros Ejido el Madroño Entrada al 
Madroño 

21°16'11" 99°09'35" 
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4.2. Estado de Aguascalientes 
 

El Área Natural Protegida Sierra Fría (ANPSF), con protección del gobierno estatal 

conforme al decreto del 30 de enero de 1994, tiene una superficie de 112,090 ha (Gobierno 

del Estado de Aguascalientes, 1994). Se ubica al noroeste del estado de Aguascalientes y 

comprende parte de los municipios de San José de Gracia, Pabellón de Arteaga, Rincón de 

Romos, Calvillo y Jesús María. Es una región montañosa con un rango altitudinal que va 

de 2200 a 3050 m, recibe en promedio una precipitación anual que oscila entre los 600 y 

los 700 mm. 

Esta área natural protegida es de gran importancia a nivel estatal, ya que contiene 

90% de los bosques templados y de montaña (SEDESO, 1993) y una porción importante 

del capital natural de la entidad. El valor de esta área natural radica no sólo en su riqueza 

biológica, sino también en los servicios ecosistémicos que ofrece a la sociedad (CONABIO, 

2008). Entre estos servicios se encuentran la regulación del clima y del ciclo hidrológico, la 

conservación del suelo, el secuestro de carbono, la purificación y el escurrimiento del agua 

y, de especial importancia, la recarga de los mantos acuíferos del valle de Aguascalientes, 

entre otros. 

Los recorridos se realizaron en el municipio de San Juan de Gracia, los sitios fueron 

georreferidos (cuadro 2). La vegetación se determinó como bosque de pino encino de 

acuerdo con la carta de uso de suelo y vegetación modificada por CONABIO (1998). 

 

Cuadro 2. Ubicación geográfica y nombre del predio donde se recolectaron las muestras para el aislamiento 

de nematodos entomopatógenos en Aguascalientes 

SITIO MUNICIPIO PREDIO LATITUD N LONGITUD O 

1 San Juan de Gracia “El Huapango” 22°19’47” 102°63’58” 

2 San Juan de Gracia 
“Las Manzanillas” 

22°19’43” 102°63’35” 
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5. MATERIALES Y MÉTODOS 
 

5.1. Selección de sitios de muestreo 
 

Se realizaron recorridos en la sierra Gorda de Querétaro, en el municipio de Pinal 

de Amoles y Landa de Matamoros y en la sierra Fría de Aguascalientes, municipio de San 

José de Gracia con el propósito de seleccionar brotes activos para los sitios de muestreo. 

A través de la consulta de registros en las dependencias del sector (CONAFOR), se 

obtuvo la información de los sitios afectados en 2012 y 2013. Con el cual, se 

preseleccionaron los sitios para el muestreo y con la guía del personal técnico de la 

CONAFOR se recorrieron los parajes. Los criterios para considerar a un paraje como 

candidato a ser seleccionado para el estudio fueron los siguientes: 

- Que en el paraje mostrara daños de insectos descortezadores en el año anterior y 

el actual. 

- Que existiera el apoyo de las personas de la comunidad para minimizar los riesgos 

ante las condiciones de inseguridad. 

Una vez seleccionados los sitios, se eligieron los árboles afectados por 

descortezadores. Los síntomas asociados al ataque que se consideraron fueron los 

señalados por Bilings (1996) principalmente color del follaje (rojizo, amarillento, verde 

alimonado y café rojizo) y presencia de grumos de resina en el fuste (suaves-endurecidos 

y blancos-rosados) sin importar las dimensiones del arbolado (Figura 3a), una vez ubicados 

los árboles se removieron pequeños trozos de corteza para corroborar la presencia de 

escarabajos (Figura 3b). 



 
 

 
26 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

5.2. Muestreo de suelo 
 

La toma de muestras se realizó completamente al azar, tomando muestras de suelo 

de la periferia de los árboles con presencia de insectos descortezadores. En cada sitio se 

colectaron 24 muestras de 1 kg a una profundidad de 20-30 cm. Cada muestra se tomó con 

una pala recta que fue desinfectada con hipoclorito de sodio al 3%. 

Las muestras se mezclaron de manera homogénea para obtener una muestra 

compuesta de 1 kg por sitio (Stock et al., 1999), posteriormente se depositaron en bolsas 

de poli papel para evitar la pérdida de humedad. Se transportaron al laboratorio de Sanidad 

Forestal del Centro Nacional de Investigación Disciplinaria en Conservación y Mejoramiento 

de Ecosistemas Forestales (CENID-COMEF). Las muestras se almacenaron en una 

cámara bioclimática en oscuridad a una temperatura de 25 ºC hasta su procesamiento. 

 

5.3. Cría de Galleria mellonella 
 

Con el objetivo de contar con larvas de Galleria mellonella para el aislamiento de 

NEP, se estableció la cría en condiciones de laboratorio. Se utilizó una dieta artificial 

compuesta por 250 g de germen de trigo, 250 g de salvado de trigo, 50 ml de glicerina y 

100 ml de miel de abeja, se mezcló perfectamente y se esterilizó. 

Figura 3. Fuste de Pinus patula. (a) Grumos de resina, síntoma de ataque por descortezador. 

(b) Cambium vascular con presencia de galerías de insectos descortezadores. 

a b 



 
 

 
27 

Se colocaron cuatro recipientes de plástico de 30 x 20 cm con una capa de 5 cm 

aproximadamente de dieta y se pusieron alrededor de 60 larvas por contenedor, se ubicaron 

en una jaula de nylon con marcos de madera (Realpe, 2007) dentro de un cuarto de cría a 

una temperatura de entre 25 y 27 °C, y un porcentaje de humedad de entre 31-37%. 

Los contenedores se mantuvieron parcialmente cerrados para evitar que el alimento 

se secara, cada semana eran destapados para permitir la salida de los adultos emergidos. 

Dentro de la jaula también se colocaron esponjas humedecidas con solución azucarada 

como alimento para los adultos y trozos de esponja seca para que las hembras ovipositaran; 

cada 25 días éstas fueron retiradas y puestas en nuevos recipientes con dieta para la 

emergencia de las nuevas generaciones. 

 

5.4. Aislamiento de nematodos entomopatógenos de suelo 
 

Los nematodos fueron aislados de muestras de suelo previamente homogenizado, 

utilizando larvas de Galleria mellonera (Lepidoptera: Pyralidae) como cebos (Bedding y 

Akhurst, 1975). Las muestras de suelo fueron humedecidas con agua potable estéril 

(Campos-Herrera, 2006). 

De cada muestra de suelo se prepararon 10 réplicas en placas Petri, colocando al 

ras de la placa el suelo (Stuart y Gaugler, 1994). En la superficie se depositaron cuatro 

larvas de último estadio de G. mellonella y se incubaron en una cámara bioclimática a 24 

±3 °C, 50% de humedad relativa y en completa oscuridad (Campos-Herrera, 2006). 

Las placas se invirtieron durante los primeros tres días cada 24 h para inducir el 

movimiento de las larvas y aumentar la posibilidad de hacer contacto con los nematodos 

(Campos-Herrera, 2006). 

Las placas fueron revisadas cada 24 h durante 15 días, las larvas muertas con 

características por infección de nematodos (coloración: crema, gris, ocre, café o rojizo) 

fueron lavadas con hipoclorito de sodio 0.5% durante 10 segundos, enjuagadas tres veces 

en agua destilada estéril y depositadas individualmente en “trampa White” (Figura 4) (White, 

1927). 

Las larvas fueron inspeccionadas cada 24 horas durante 10 días. Los nematodos 

que emergieron fueron cosechados y expuestos nuevamente en una caja petri para 
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reinfectar otro grupo de cuatro larvas de G. mellonella para confirmar su patogenicidad y de 

este modo, comprobar los postulados de Koch (Salas, 2002). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

5.5. Aislamiento de nematodos entomopatógenos por 

inspección directa 
 

Adicionalmente se tomaron trozos de corteza infestada con escarabajos 

descortezadores, se colocaron en bolsas de polipapel y se transportaron al laboratorio de 

Sanidad Forestal del CENID-COMEF. El material fue inspeccionado para extraer a los 

insectos descortezadores, determinando su identidad mediante bibliografía especializada 

(Moser et al., 2005). Posteriormente se realizó una revisión visual y en microscopio 

estereoscópico para determinar si los especímenes o la corteza venían colonizados por 

nematodos. 

 

5.6. Identificación taxonómica 
 

Los nematodos aislados fueron colocados en montajes temporales y permanentes 

para su descripción morfológica y morfométrica. Para los detalles de la morfología de la 

Figura 4. Trampa White con larvas de Galleria mellonela 
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región caudal de los machos, como la presencia y disposición de las papilas genitales se 

hizo la observación de los ejemplares en un microscopio electrónico de barrido. 

 

5.6.1. Montajes temporales 
 

Se tomaron alícuotas de nematodos previamente almacenados y fueron colocados 

a baño maría de 70-75 ºC por 5-7 s y colocados en placas de agar 1% (Rosas, 2014). Se 

montaron 15 machos y 15 hembras o hermafroditas de cada aislamiento de nematodos, 

utilizando la primera generación de acuerdo con Campos-Herrera (2006). 

Para este estudio se realizaron las medidas indicadas por Ye et al. (2015): (n) 

número de ejemplares, (L) longitud total del cuerpo, (A) anchura total del cuerpo, (PE) 

distancia del extremo anterior al poro excretor, (ES) longitud del esófago, índices: a (L/A), 

b (L/ES), c (PE/ES), longitud del estoma (LE), ancho del estoma (AE), distancia del extremo 

anterior al anillo nervioso (NR), longitud de la cola (T), ancho de la cola a nivel del 

ano/cloaca (AC), ancho del cuerpo a nivel de la vulva (MBD), longitud de la espícula (SL), 

longitud del gubernáculo (GW). Las medidas variaron de acuerdo con la especie a 

determinar. 

La observación se efectuó a través de un microscopio compuesto conectado a una 

cámara digital con el programa Motic Images Plus 2.0 mL, utilizando un rango de 

magnificación de 10, 40 y 100X. 

Una vez tomadas las medidas de cada uno de los aislados de nematodos se realizó 

la media y el rango para cada una de las características consideradas, y se compararon 

con los valores generales morfométricos del género de Schulte y Poinar (1991), Herrmann 

et. al. (2006a) y Kreft (2012). 

 

5.6.2. Montajes permanentes 
 

Los nematodos obtenidos de larvas infectadas de G. mellonella se deshidrataron 

por el método de Seinhorst (1959) modificado. Los organismos se transfirieron a un frasco 

con TAF (Trietanolamina + formaldehido 40% + agua destilada) y se sometieron a baño 

maría de 73 ºC por 5-7 s, se dejaron por aproximadamente una semana. Con la ayuda de 
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una micropipeta se redujo el volumen de los frascos a la mitad y se agregó un volumen 

igual de solución A (etanol 96%: 20 ml/ glicerina: 1 ml/ agua destilada: 79 ml). Al día 

siguiente se redujo el volumen y se transfirió a una placa Petri pequeña. Las cajas se 

colocaron abiertas en un desecador con etanol 96%, se tapó el desecador y se colocó 

dentro de una estufa a 33ºC durante 12 h. 

Pasado este tiempo se redujo el volumen a la mitad y se agregó solución B (etanol 

96%: 93 ml/ glicerina; 7 ml) se tapó y colocó dentro de la estufa a la misma temperatura, 

transcurridas tres horas se agregó de nuevo solución B. Al día siguiente se sacó la caja y 

se dejó evaporar el alcohol a temperatura ambiente. Una vez evaporado, se agregó solución 

C (etanol 96%: 80ml/ glicerina: 20 ml) aproximadamente medio volumen de la caja. Se 

colocó la caja en un lugar donde permitió que el alcohol se evaporara de manera gradual. 

La caja del proceso anterior se colocó dentro de un desecador con carbonato de 

calcio durante una semana. Los nematodos fueron montados en glicerina pura deshidratada 

y las preparaciones se sellaron con anillo de cera. Los montajes fueron observados en un 

microscopio óptico y se tomaron fotografías con una cámara digital con el programa Motic 

Images Plus 2.0 mL, utilizando un rango de magnificación de 10, 40 y 100X. 

Mediante esta técnica se describió la morfología general de los nematodos y se 

determinó hasta nivel de género con el apoyo de Dr. Cristian Nava Díaz, investigador del 

Colegio de Postgraduados. 

 

5.6.3. Microscopia electrónica de barrido 
 

Para los detalles de la morfología de los ejemplares se realizó microscopia de 

barrido utilizando la técnica descrita por Robles (2013) modificada. 

Se tomaron nematodos almacenados con menos de un mes de cosecha, se lavaron 

en un tamiz de 400 mallas con agua potable estéril y se transfirieron a viales de vidrio para 

fijación con glutaraldehido 3% en amortiguador de fosfatos de Sorensen pH 7.2 durante 48 

h. Transcurrido el tiempo, se transfirieron a pequeños tamices de 500 mallas y se lavaron 

dos veces con amortiguador de fosfatos de Sorensen pH 7.2 de tal manera que se eliminó 

cualquier residuo de fijador. 
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Luego se deshidrataron con etanol 30%, 40%, 50%, 60%, 70%, 80%, 90% durante 

20 minutos cada uno y en 2 deshidrataciones de etanol 100% de 15 minutos cada uno. Una 

vez esto, se secaron a punto crítico con CO2, suministrando CO2 líquido lentamente. 

Finalmente se recubrieron con oro por 15 minutos. Las fotografías se tomaron en un 

microscopio electrónico de barrido marca JEOL JSM-6390. 

 

5.7. Identificación molecular 
 

5.7.1. Extracción de ADN 

 

De cada aislado de nematodos se tomó un ejemplar hembra o hermafrodita adulto, 

se lavó en agua destilada estéril y se realizó la extracción de ADN a partir de especímenes 

individuales con el método descrito por SENASICA (2013) modificado, en el cual se 

transfirió cada espécimen en 10 µl de buffer de extracción (10 mM Tris-HCl, pH 8.0, 2.5 mM 

MgCl2, 50 mM KCl, 0.45 % Tween 20; 0.05% gelatina) sobre un cubreobjetos limpio, se 

maceró el nematodo con una aguja de insulina bajo el microscopio estereoscópico. Se 

mezcló la solución buffer de extracción-nematodo con una micropipeta y se transfirió la 

solución a un tubo de microcentrífuga estéril y se congeló a -20°C por una hora. Pasado el 

tiempo de congelación, se incubaron inmediatamente los tubos con las muestras a 60°C 

por una hora, se dio un vortex una vez durante el periodo de incubación. Se agregó 0.5 µl 

de Proteinasa K cuando faltaban 10-15 min para terminar la incubación. Después se 

incubaron a 95°C por 15 min (esto permitió la inactivación de la Proteinasa K) y se enfriaron 

a 4°C. 

La calidad y cantidad del DNA genómico se determinó por espectrofotometría 

(Orozco, 2008) en un nanodrop 2000 termo cientific. 

 

5.7.2. Amplificación de ADN 
 

En el presente estudio se utilizaron las regiones Large Subunit o LSU (subunidad 

grande) y Small Subunit o SSU (pequeña subunidad) para determinar los aislamientos a 

nivel de especie. Se utilizó la técnica de PCR (reacción en cadena de la polimerasa) para 

amplificar la región LSU o 28S del ADNr (Emelianoff et al., 2008). Se realizó el PCR en un 
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volumen total de reacción de 20 µl utilizando 2 µl de ADN genómico, 12 µl de super mix de 

Biorad®, 6 µl de agua libre de nucleasas y 1 µl de cada uno de los cebadores (391, 5’-

AGCGGAGGAAAAGAAACTAA-3’ y 501, 5’- TCGGAAGGAACCAGCTACTA-3’), el 

producto esperado fue de ~ 1072 pb. La amplificación se realizó en un termociclador T100 

marca Biorad® con el programa: desnaturalización inicial de 3 min a 94 ºC, 35 ciclos con 

desnaturalización 94 ºC por 1 min, anillamiento de 52 ºC por 1 min, extensión de 72 ºC por 

1 min y finalmente una extensión prolongada de 72 ºC por 10 min (Stock et al., 2001). 

Para amplificar la región SSU o 18S del ARNr (Floyd et al, 2002) se realizó la PCR 

en un volumen total de reacción de 20 µl , tilizando 2 µl de ADN genómico, 12 µl de super 

mix de Biorad®, 6 µl de agua libre de nucleasas y 1 µl de cada uno de los cebadores; se 

utilizaron dos pares de cebadores (SSU18A, 5’-AAA GAT TAA GCC ATG CAT G-3’ y 

SSU9R, 5’-AGC TGG AAT TAC CGC GGC TG-3’) con el programa: desnaturalización inicial 

de 98 ºC por 3 min, 26 ciclos de 98 ºC por 10 s, 52 ºC por 15 s, 72 ºC por 40 s y 72 ºC por 

10 min (Ragsdale, 2014); y (SSUF07, 5’-AAAGATTAAGCCATGCATG-3’ y SSUR26, 5’-

CATTCTTGGCAAATGCTTTCG-3’) con el programa: desnaturalización inicial de 95ºC por 

6 min, 35 ciclos de 94 ºC por 30 s, 55 ºC por 30 s, 72 ºC por 1 min y una extensión final de 

72 ºC por 10 min (Pedram, 2008). Los programas se ejecutaron en un termociclador T100 

de Biorad® y el producto esperado fue de ~ 1000 pb.  

 

5.7.3. Electroforesis 
 

Los productos de PCR se corrieron en electroforesis con geles de agarosa al 1% 

teñidos con bromuro de etidio 0.4 µg/90 ml (Orozco, 2008). Se utilizaron 7 µl de cada uno 

de los productos de PCR, 3 µl de marcador molecular 1 Kb de Promega® y 100 pb de 

Biorad®. Los geles se visualizaron en un fotodocumentador infinity-ST5 vilber loumat. 

 

5.7.4. Secuenciación de los productos de PCR 
 

Los productos de PCR se enviaron a secuenciar a servicios Macrogen Korea 

(http://www.macrogen.com/eng/) en Seoul, Republica de Korea. 

 

http://www.macrogen.com/eng/
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5.7.5. Edición de secuencias 

 

Las secuencias obtenidas se editaron con el programa BioEdit Sequence Alignment 

Editor versión 7.2.5. Las secuencias consenso se sometieron a un análisis de similitud de 

secuencias con la herramienta bioinformática BLAST (Basic Local Alignment Search Tool) 

en GenBank del National Center of Biotechnology Information 

(https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi) en donde se compararon las secuencias de este 

trabajo con las secuencias disponibles en la base de datos de nucleótidos. Se tomaron en 

cuenta las secuencias con mayor porcentaje de identidad (Robles, 2013). 

5.7.6. Análisis filogenético 
 

Se descargaron secuencias preexistentes de la base 

(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/) que estuvieran relacionadas con las secuencias de 

este estudio y que además pertenecieran a la misma región del gen amplificado. Las 

secuencias se descargaron en formato FASTA, fueron editadas y cargadas en el programa 

MEGA7 (Tamura et al., 2011), se alinearon con las secuencias obtenidas en este trabajo 

para generar el árbol filogenético mediante un análisis UPGMA. 

 

5.8. Pruebas de patogenicidad in vitro de los aislamientos de 

nematodos sobre insectos descortezadores 
 

Mediante el descortezado de trozas infestadas, se obtuviron adultos del escarabajo 

y fueron determinados taxonómicamente como Dendroctonus frontalis Zimmerman por el 

Biól. San Marino Cid en el laboratorio de Sanidad Forestal del CENID-COMEF-INIFAP. 

Se realizó un diseño completamente al azar con tres repeticiones con un tratamiento 

para cada cepa, se colocaron placas Petri con papel filtro Whatman No. 1, se inocularon los 

nematodos en dosis de 1000 juveniles infectivos/ml y se distribuyeron homogéneamente 

sobre el papel. Se colocaron 20 escarabajos por placa, teniendo un total de tres cajas por 

aislamiento más un control asperjado con agua potable estéril. Las placas Petri fueron 

incubadas a 24 ±3 °C en completa oscuridad durante un periodo de 96 h. Transcurridas 48 

y 96 h, los insectos muertos fueron lavados con hipoclorito de sodio 0.5% durante 10 s y 

disectados para corroborar la muerte por nematodos (Fan, 2000). 

https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/
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Para determinar la mortalidad de los adultos de D. frontalis, los datos de cada 

experimento se registraron como porcentaje acumulativo. El análisis de los datos se realizó 

con un Modelo Lineal Generalizado (GLM) con distribución cuasibinomial. Las diferencias 

de los tratamientos fueron estimadas mediante una prueba de comparación de medias de 

Tukey utilizando el programa STATISTICA. La variable respuesta fue el porcentaje de 

mortalidad de los insectos y como variable categórica los aislamientos y el tiempo. 

 

5.9. Reproducción de nematodos in vitro 
 

Se utilizó un diseño completamente al azar con tres tratamientos y cinco repeticiones 

por tratamiento para cada cepa de nematodo. Se realizaron tres tratamientos colocando 

alimento artificial y alimento vivo: Tratamiento 1 (agar-agar 1%+ alimento para perro marca 

Cesar®), Tratamiento 2 (agar-agar 1%+ Paté de hígado de cerdo Zwan®) y Tratamiento 3 

(larvas de G. mellonella). Para el caso de los tratamientos 1 y 2, se colocaron cinco réplicas 

en placas Petri con 20 ml de agar-agar, 3 g de alimento artificial e inoculando 100 

nematodos juveniles obtenidos por tamizado en la malla 325, (Maceto, 2009). 

En el tratamiento 3 se prepararon cinco réplicas, exponiendo individualmente en una 

cámara de infección larvas de G. mellonella con papel filtro humedecido y distribuyendo 

homogéneamente un ml de suspensión que contenía 100 nematodos juveniles; las larvas 

muertas fueron removidas y transferidas en una trampa White para colectar los juveniles 

infectivos que emergieron (Stock et al., 2008). 

En los tres tratamientos se contaron los nematodos a los tres y seis días, tomando 

como día uno la inoculación. Los tratamientos se incubaron en una cámara bioclimática 

(Alvarado, 2012). 

Para evaluar el efecto de cada uno de los tratamientos, se realizó un GLM (Modelo 

Lineal Generalizado) con distribución Poisson en el programa STATISTICA, se utilizo como 

variable de respuesta el número de nematodos obtenidos y como variables categórica el 

tipo de alimento y el tiempo transcurrido. Las diferencias de los tratamientos se estimaron 

mediante una prueba de comparación de medias de Tukey. 
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5.9.1. Conteo de nematodos 

 

Para recuperar los nematodos de los medios de reproducción del tratamiento 1 y 2, 

se colocaron en una licuadora convencional dando dos ciclos de 4 s, se filtraron en un tamiz 

de 400 mallas (Maceto, 2009) manteniendo una suspensión de 25 ml. Para el caso del 

tratamiento 3 se mantuvo el agua de la trampa White en el mismo volumen. 

Se utilizó el método de recuento por dilución (Stock et al., 2008). Se homogenizaron 

las suspensiones durante 30 s y se tomó una alícuota de 1 ml que se llevó a una cámara 

de recuento. Se contaron los nematodos vivos bajo un microscopio estereoscópico. Se 

repitió el recuento utilizando cuatro alícuotas por muestra. Se calculó la media de las 

alícuotas por muestra y se multiplicó por el volumen total de la suspensión (Coyne, 2007). 
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6. RESULTADOS 
 

6.1. Aislamiento de nematodos entomopatógenos 
 

Para el estado de Querétaro se realizaron un total de nueve muestreos en los meses 

de abril a agosto 2014 y  abril a septiembre 2015, se obtuvieron un total de 18 muestras, de 

las cuales se aislaron de suelo de bosque de pinos, cuatro cepas de posibles nematodos 

entomopatógenos (Cuadro 3). Para Aguascalientes se realizó un muestreo en el mes de 

junio 2015 debido a que durante el recorrido no se detectaron pinos por el intensivo 

saneamiento en la zona del municipio de San Juan de Gracia, se contabilizaron seis 

muestras de suelo, de las cuales se aisló una cepa con características de nematodos 

entomopatógenos (Cuadro 3). 

 

Cuadro 3. Aislamientos de nematodos de Querétaro y Aguascalientes  

ESTADO PARAJE POBLACIÓN DE 

NEMATODOS 

CÓDIGO AISLADO FECHA DE 

COLECTA 

Querétaro La Gachupina 1 GMA6 Suelo 30/junio/2014 

Querétaro Campo Santo 1 CGA7 Suelo 31/julio/2014 

Querétaro El Tejamanil 1 TMA2 Suelo 29/abril/2015 

Querétaro Entrada al 

Madroño 

1 MMO9 Insecto/Ips 

lecontei 

28/mayo/2014 

Aguascalientes Las Manzanillas 1 AS116 Suelo 23/junio/2015 
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6.2. Identificación taxonómica 
 

6.2.1. Descripción de las cepas TMA2, CGA7 y GMA6 
 

6.2.1.1. Cepa TMA2 
 

Macho. Nematodos de color blanco, parte ventral del cuerpo arqueada cuando 

mueren por calor. El cuerpo es delgado y alargado con una longitud que va de 1009 a 1353 

µm (Cuadro 4). La cutícula es anillada, con estrías longitudinales y campo lateral difícil de 

distinguir. La cabeza es ligeramente redondeada y presenta seis papilas labiales (Figura 

5c). El estoma es ancho y asimétrico, en el metastoma se observa una elevación dorsal 

sobre la que se asienta un diente en forma de garra (Figura 5a). 

La longitud del esófago es de 93 a 117.2 µm con un procorpus cilíndrico y musculoso 

que ocupa dos tercios del diámetro del cuerpo, el metacorpus es muscular de forma ovoide, 

el istmo es alargado, estrecho y no muscular, el bulbo basal de forma glandular, el anillo 

nervioso rodeando el istmo a media región. El poro excretor se ubica en la porción media 

del esófago (Figura 5a). 

Presenta una espícula en forma de hoz estrecha con una longitud de 47 a 57.4 µm, 

el gubernáculo es delgado y similar en su forma la espícula con una longitud de 21.2 a 24.3 

µm (Figura 5b). Se observan siete pares de papilas genitales distribuidas en la siguiente 

forma: dos pares precloacales y seis post cloacales. La cola es de forma cónica que se 

adelgaza progresivamente hasta terminar en forma de látigo (Figura 5d). 
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Hembra. Los ejemplares son de color blanco, largos y gruesos, que muestran forma 

de “S” al morir. Son similares al macho, pero son más grandes con una longitud total que 

va de 1256 a 1508.3 µm (Cuadro 4). La cutícula es delgada y finamente anillada, presentan 

estriación longitudinal a lo largo de todo el cuerpo. La cabeza es ligeramente redondeada, 

la región anterior tiene seis papilas labiales, cuatro papilas cefálicas y una abertura anfidial 

Espícula 
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Esófago
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X 6000    2µm 
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Figura 5. Región anterior (a y c) y posterior (b y d) de un macho de la cepa TMA2. (a)Estoma ancho con 

un diente dorsal, esófago típico rhaditoide, (b) Vista lateral de la espícula y gubernáculo, (c) Abertura del 
estoma, seis papilas labiales, (d) papilas genitales.  
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elíptica (Figura 7a). El estoma ancho y asimétrico, en el metastoma se asienta un diente en 

forma de garra (Figura 6a). 

La longitud del esófago va de 105.9 a 122.3 µm con procorpus cilíndrico y muscular, 

bulbo medio en forma ovoide, el istmo es alargado y grueso, el bulbo terminal es de tipo 

glandular (Figura 6a). El poro excretor se ubica en la parte media del esófago (Figura 7b). 

Son didélficas, anfidélficas, presentan endotoquía matricida. La vulva se encuentra 

entre el 45-52% de la longitud total del cuerpo (Figura 6b). La cola es de forma cónica que 

se adelgaza progresivamente hasta terminar en forma de látigo (Figura 7d). 
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Figura 6. Primera generación de la cepa TMA2 en microscopia de luz. (a) región cefálica de hembra 

proyectándose el estoma, un diente dorsal y bulbo esofágico, (b) Región anterior, vista lateral de la vulva. 
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6.2.1.2. Cepa CGA7 

 

Machos. La descripción coincide con las características mencionadas para la cepa 

TMA2 (Figura 8a, b, c y d). La longitud del cuerpo (987-1319.2 µm) no muestra mucha 

variación, comparados con la cepa TMA2. No solo el largo del cuerpo es muy similar, sino 

también la longitud de las espículas (45.7-57.1 µm) y el gubernáculo (20.1-23.6 µm). Los 

valores máximos y mínimos se encuentran muy cercanos entre sí (Cuadro 4). 

X 5000    5µm 

a b 

X 10 000    1µm 

X 3000    5µm 

c 

X 1000    10µm 

d 

Figura 7. Hembra de Pristionchus americanus cepa TMA2 en microscopía electrónica de barrido (a) Región 

anterior mostrando la distribución de papilas. (b) Poro excretor. (c) Región posterior mostrando ano y (d) 
Región posterior mostrando la cola en forma de látigo. 
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Hembra. La descripción de la cepa CGA7 coincide con todas las características 

morfológicas (Figura 9a, b, c y d) y morfométricas de las hembras del aislamiento TMA2, 

sin embargo, los valores máximos y mínimos de la longitud del cuerpo muestran que son 

ligeramente más largos (1187-1719.4 µm); el ancho máximo del cuerpo (90.1-142.1 µm), la 

distancia del extremo anterior al poro excretor (72.2-144.3 µm), ancho de la cola a nivel del 

ano (37.1-54.9 µm) también mostraron poca variación (Cuadro 4). 
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Figura 8. Región anterior de un macho de la cepa CGA7 (a y c). Región posterior (b y d). (a) Papilas labiales, 

(b) Disposición de papilas genitales, (c) Estoma y esófago típico de P. americanus, (d) Vista lateral de la 
espícula y el gubernáculo. 
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X 6000    2µm X 10 000    1µm 

Ano 

X 1000    10µm 

Figura 9. Hembra de la cepa CGA7 en microscopia electrónica de barrido de. (a) Papilas labiales, (b) Poro 
excretor), (c) vulva, (d) Vista ventral de la región posterior se observa el ano y la cola en forma de látigo. 
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Cepa GMA6 

6.2.1.3. Cepa GMA6 
 

Macho. Las características morfológicas son similares a las dadas para la cepa 

TMA2 y se muestran en la figura 10a, b, c y d. La longitud total del cuerpo (1102.2-1329.7 

µm) muestra que esta cepa es ligeramente más pequeña. Los valores máximos y mínimos 

de la espícula (45-56 µm) y el gubernáculo (19-24 µm) se encuentran muy próximos entre 

sí (Cuadro 4). 
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Figura 10. Región anterior (a y c), región posterior (b y d). (a) Papilas labiales y abertura del estoma, (b) 

Papilas genitales, (c) Esófago típico con procorpus, metacorpus y poscorpus, (d) Vista lateral de la espícula y 
gubernáculo en forma de hoz, cola alargada. 
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Hembra. Las características morfológicas (Figura 11a, b, c y d) y morfométricas del 

aislado GMA6 concuerdan con las hembras de la cepa TMA2, sin embargo, la longitud 

máxima y mínima del cuerpo mostro que son ligeramente más largos (1176-1608 µm); 

medidas como el ancho máximo del cuerpo (89.7-138.5 µm), la distancia del extremo 

anterior al poro excretor (89.7-138.5 µm), ancho de la cola a nivel del ano (37.7-55.9µm) 

también mostraron escasa variación (Cuadro 4). 
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anfidial 

X 5000    5µm X 10 000    1µm 

X 3000    5µm X 2000    10µm 
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Figura 11. Microscopia electrónica de barrido. (a) Región cefálica con seis papilas cefálicas y abertura anfidial 

elíptica, (b) Poro excretor, (c) Vulva y estriación longitudinal, (d) Vista ventral del ano. 
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MEDIDAS Población TMA2 Población CGA7 Población GMA6 
P. americanus RS 5140 
Herrmann et. al. (2006a) 

 Hembra Macho Hembra Macho Hembra Macho Hembra Macho 

N 15 15 15 15 15 15 * * 

(L) longitud total del cuerpo 1256-1508.3 1009-1353 1187-1719.4 987-1319.2 1176-1608 1102.2-1329.7 882-1510 938-1392 

(A) anchura total del cuerpo 92.4-138.4 72.6-122.6 90.1-142.1 71.2-123 89.7-138.5 69.8-119.6 92-141 73-125 

(PE) distancia del extremo anterior al poro 
excretor 73-142.5 65.7-124.3 72.2-144.3 65-129.4 75.9-146.7 65.2-132 * * 

(ES) longitud del esófago 105.9-122.3 93-117.2 107-121.2 92.7-115.3 109.3-123.2 92-116 101-121 90-115 

ancho de la cola a nivel del ano/cloaca 37.9-54.6 32.7-64.1 37.1-54.9 34.2-63 37.7-55.9 34.7-62.2 38-55 35-59 

longitud de la espícula * 47-57.4 * 45.7-57.1 * 45-56 * 46-57 

longitud del gubernáculo * 21.2-24.3 * 20.1-23.6 * 19-24 * 20-24 

a (L/A) 9.5-10.8 11-15.1 9.8-10.6 10.7-15.4 9.7-11.6 11.1-15.7 9.5-10.7 11.1-12.8 

b (L/ES)   8.3-12.3 11.5-16.7 8.2-12.5 11.4-15.4 8.0-13 11.9-11.4 8.7-12.4 10.4-12.1 

c (PE/ES) 0.6-1.1 0.7-1 0.6-1.1 0.7-1.1 0.6-1.1 0.7-1.1 * * 

Cuadro 4. Características morfométricas para las cepas TMA2, CGA7 y GMA6 (en µm)  
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6.2.2. Descripción de la cepa MMO9 

 

Macho. Son nematodos de color blanco, al morir por calor tienen forma de “j”. Tienen 

una longitud total del cuerpo de 1121 a 1138.2 μm (Cuadro 5) La región cefálica es 

redondeada, posee cuatro sensilas cefálicas y seis papilas cefálicas cortas y poco visibles 

(Figura 12a). Tienen una anfidia elíptica. 

Exhiben un estoma tubular más largo que ancho y en el lado dorsal del estegostoma 

presentan un diente y dentículos (Figura 12b). El procorpus ocupa dos terceras partes del 

diámetro del cuerpo, el bulbo medio con válvula (Figura 12a). El istmo es medianamente 

estrecho con el anillo nervioso por lo general en la parte media baja del istmo. Poro excretor 

al extremo de la faringe. 

Presentan un solo testículo y el par de espículas tienen forma arqueada por 

separado en forma de “Y” que tienen una longitud con un valor máximo y mínimo de 58.2-

60 µm, tiene unos pequeños tubérculos a cada lado de las espículas. El gubernáculo tiene 

forma de “reja del arado” con una longitud de 24.8-25.4 µm (Figura 12c). En el extremo 

posterior tiene nueve pares de papilas genitales, tres pares preanales y seis pares 

postanales. Tiene un par de fásmidios entre las papilas genitales. La cola es conoide más 

alargada que en la hembra. Bursa ausente. 
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 Hermafrodita. Nematodos de color blanco. Tiene una cutícula con estrías 

longitudinales, subyacidas por filas de pequeños puntos y filas de barras transversales 

(Figura 13b). Son de mayor tamaño que los machos con una longitud total del cuerpo con 

una valor máximo y mínimo de 1397 y 1432 µm (Cuadro 5). Esta población presenta una 

región cefálica redondeada, con seis papilas cefálicas y una anfidia elíptica (Figura 13a). 

El estoma es tubular más largo que ancho, en el estegostoma dorsal se presenta un 

diente y dentículos. El esófago es similar al del macho pero más alargado con una medida 

de 145-156 µm (Figura 14a). El poro excretor se encuentra al extremo de la faringe. 

Figura 12. Macho de la cepaa MMO9 en microscopia de luz. (a) Región anterior con seis papilas labiales, 

procrpus. (b) Metastoma con diente y dentículo. (c) Región posterior, espícula en forma de “Y”, gubernáculo en 
forma de reja del arado y cola conoide y alargada. 
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Son didélficas, la vulva se encuentra en el 50% de la longitud total del cuerpo con 

una visible protuberancia. Parte del oviducto está diferenciado como una espermateca, 

separado del ovario y útero por una sección estrecha (Figura 14b). Exhiben endotoquía 

matricida. La cola es relativamente corta y conoide (Figura 13d y 14d). 
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Figura 13. Microscopia electrónica de barrido de hermafrodita de la cepa MMO9. (a). Región cefálica con seis 
papilas cefálicas, (b) Cutícula con estrías y poro excreto, (c) Vista lateral del ano, (d) Cola conoide. 
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Figura 14. Hermafrodita de la cepa MMO9 en microscopia de luz (a) Región anterior, esogafo y estoma similar 

al macho. (b) Región vulvar. (c) ano (d) Cola conoide. 
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Cuadro 5. Características morfométricas para la cepa MMO9 (en µm) 

MEDIDAS Población MMO9 Diplogasteroides magnus. Kreft (2012) 

 Hembra Macho Hermafrodita Macho 

N 15 15 15 15 

(L) longitud total del cuerpo 1397-1432 1121-1138.2 1406.7 1133.3 

(A) anchura total del cuerpo 82-92 55.9-56.7 83.7 56.1 

(PE) distancia del extremo anterior al poro excretor 202-207 191.2-200.2 205.9 190.9 

(ES) longitud del esófago 145-156 128.1-129.4 147 129.2 

Distancia del extremo anterior al anillo nervioso 176-178.2 157.2-158.3 177.8 157.8 

Longitud de la cola 141.3-144.5 108.9-111.1 142.5 109.6 

Ancho de la cola a nivel del ano/cloaca 37.4-39.3 37.2-38.7 38.6 38.4 

Ancho del cuerpo a nivel de la vulva 50.9-52.3 * 51.3 * 

Longitud de la espícula * 58.2-60 * 59.1 

Longitud del gubernáculo * 24.8-25.4 * 25.2 

a (L/A) 15.5-17.1 18.22-20.9 16.9 20.3 

b (L/ES)   5-6.7 4.8-5.6 6 5.5 

c (PE/ES) 8.2-10.5 7.9-10.3 10 10.4 
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6.2.3. Descripción de la cepa AS116 

 

Macho. Son nematodos de color blanco, adoptan forma de “J” al morir. Poseen una 

longitud total del cuerpo con un valor máximo y mínimo de 1037-1603 µm (cuadro 6). La 

cutícula es ligeramente engrosada provista de pequeños puntos dispuestos en transversal 

y longitudinal. La región cefálica presenta seis papilas labiales (Figura 15a). Presenta un 

estoma tubular con paredes que difieren en longitud, tienen un collar en la faringe que 

envuelve un 59% de la longitud del estoma (Figura 16a). El esófago es típicamente 

rhabditoide, con un procorpus, metacorpus y postcorpus. 

Exhiben un testículo reflejado y dos grandes glándulas eyaculatorias que se 

encuentran ventral a los testículos (Figura 16b). Las espículas son de color amarillo- 

marrón, no fusionadas (Figura 15b y 16c), sin diferencias en su longitud (48.7-63.5 µm); el 

gubernáculo es muy curvado correspondiente al 52% aproximadamente de la totalidad de 

longitud de las espículas (Figura 16c). Presentan una bursa abierta de tipo leptoderan y 

tienen un velum rudimentario, diez pares de papilas de diferente longitud dispuestas 

radialmente, papilas 1, 2 y 3 en posición precloacal del lado ventral del cuerpo, papilas 5 y 

8 alcanzan el borde de la bursa, las papilas restantes (4, 6, 7, 9,10) levantadas en una 

posición ventral, el final de la cola sobresale más allá de la bursa. 
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Figura 15. Macho de la cepa AS116 en microscopía electrónica de barrido. (a) Región cefálica con presencia 
de bacterias, (b) Vista lateral de la espícula. 
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 Hembra. Son de color blanco, con movimientos lentos y colapsan fácilmente bajo 

el cristal del cubre objetos. Son considerablemente más grandes que los machos con un 

valor máximo y mínimo de la longitud total del cuerpo de 1119.2-2113 µm, en general los 

valores de sus características morfométricas son más elevados que en los machos (cuadro 

6). Las hembras presentan características morfológicas similares a los machos (Figura 17a 

y 18a). 

Son didélficas, anfidélficas. Además, poseen dos células grandes visibles en el 

entorno del poro cervical. La vulva se encuentra en la parte central del cuerpo (Figura 17b). 
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Figura 16. Macho de la cepa AS116 con microscopia electrónica de barrido. (a) Estoma asimétrico y 

procorpus muscular, (b) Testículo reflejado, (c) Vista lateral de la espícula y el gubernáculo. 
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Son ovovivíparas y presentan endotoquía matricida. La cola tiene una terminación en 

cúpula con un mucrón (Figura 17c y 18b) 
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Figura 18. Hembra de la cepa AS116 en microscopia electrónica de barrido. (a) Región anterior con seis 

papilas cefálicas, ((b) región posterior en forma de cúpula con mucrón. 
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Figura 17. Hembra de la cepa AS116 en microscopia de luz (a) Región anterior, estoma tubular 

asimétrico, estoma tipo rhaditoide, (b) Vista ventral de la vulva, (c) Región posterior con vista ventral 
del ano y el hinchamiento postanal. 
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Cuadro 6. Características morfométricas para la cepa AS116 (en µm). 

 

 

 

    
Rhabditis (Rhabditoides) Regina Schulte y 

Poinar (1991) 
Medidas Población AS116 

 
Hembras Machos Hembras Machos 

N 15 15 25 25 

Longitud del cuerpo  1119.2-2113 1037-1603 1 100-2115 1 035-1 620 

Anchura total del cuerpo 70.6-154.3 62.4-98.7 68-153 63-69 

Longitud de la cola 54.4-68.2 55.3-87.9 41-72 54-90 

Longitud de la espícula  
* 

48.7-63.5 
* 

50-63 

Longitud del gubernáculo  
* 

28.1-35.8 
* 

27-36 

A 
10.9-20.1 15.9-20.7 10.3-19.8 16.4- 21.2 

B 
3.4-8.1 4.3-6.2 3.5-7.6 4.0-6.0 

C 
18.9-30.2 16.1-28.6 19.8-29.3 15.5-29.5 
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6.3. Identificación molecular 
 

La identificación molecular de las cepas de nematodos TMA2, CGA7, GMA6 y 

AS116, amplificaron un producto de aproximadamente 1000 pb y 900 pb para la cepa 

MMO9 (Figura 19). 

 

 

 

Secuenciación y alineamiento 

Las cepas secuenciadas TMA2, CGA7, GMA6 y MMO9, se compararon en la base 

de datos GenBank e indicaron una homología del 99% respectivamente y para AS116 con 

el 100% (Cuadro7). 

 

 

Figura 19. Amplificación del producto de PCR. Marcadores moleculares (1 kb y 100pb), (1) Cepa TMA2 

Pristionchus americanus, (2) Cepa CGA7 Pristionchus americanus, (3) Cepa MMO9 Diplogasteroides 
magnus, (4) Cepa GMA6 Pristionchus americanus y (5) Cepa AS116 Rhabditoides regina. 
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Cuadro 7. Información de las secuencias de mayor alineación del NCBI con las cepas de nematodos aisladas 

Código de 
muestra 

Primer Región No. Accesión 
(ID) 

Descripción del 
alineamiento 

Identidad 

TMA2 SSUF07 SSU/18S KX382830 Pristionchus americanus 
18S ribosomal RNA 
gene ID: KJ704995 

 

99% 

CGA7 SSUF07 SSU/18S KX382831 Pristionchus americanus 
18S ribosomal RNA 
gene ID: KJ704995 

 

99% 

GMA6 SSUF07 SSU/18S KX382832 Pristionchus americanus 
18S ribosomal RNA 
gene ID: KJ704995 

 

99% 

MMO9 SSU18A SSU/18S KX364289 Diplogasteroides 

magnus RS1983 18S 

RNA gene ID: JQ005869 

 

99% 

AS116 391 LSU/28S KX364288 Rhabditoides regina 

DF5012 28S RNA gene 

ID: EF990726 

100% 

 

Para confirmar los alineamientos, se construyeron los cladogramas de cada una de 

las cepas, en los cuales se incluyen las secuencias de los especímenes de las poblaciones 

de nemátodos aislados y las secuencias del mismo género pertenecientes a la misma 

región del gen amplificado, incluyendo las secuencias de mayor alineación de nucleótidos 

del Genbank incluidas en el cuadro 7. 

Para el caso de las cepas TMA2, CGA7 y GMA6, el árbol está basado en la región 

18S ARNr, se puede observar que las cepas se agrupan entre las secuencias ID KJ704995 

Pristionchus americanus e ID KF500237 Pristionchus maupasi (Figura 20), pero mediante 

la determinación taxonómica se ubico como Pristionchus americanus. 

El árbol filogenético del aislamiento MMO9 está basado en la región 18S ARNr, se 

observa una identidad del 100% con todas las especies expuestas, pero está agrupada con 

la secuencia con ID JX649209 Diplogasteroides magnus (Figura 21). 
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El árbol filogenético del aislamiento AS116 está basado en la región 28S ADNr, se 

aprecia un 100% de identidad con las especies, pero se agrupa en el clado con la secuencia 

ID EF990726 Rhabditoides regina (Figura 22). 

 

 

 

Figura 20. Árbol filogenético de las cepas TMA2, CGA7 y GMA6 obtenido del análisis de la 

región 18S. Los aislamientos obtenidos en este estudio se muestran en negritas. 
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Figura 21. Árbol filogenético de la cepa MMO9 obtenido del análisis de la región 18S. 

Figura 22. Árbol filogenético de la cepa AS116 obtenido del análisis de la región 28S. 
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6.4. Diagnosis 
 

Las cepas TMA2, CGA7 y GMA6 mostraron alta similitud morfométrica entre ellas, 

no se presentaron variaciones en el tamaño y forma de las espículas, así como en la forma 

del gubernáculo, la presencia y disposición de papilas genitales por lo que se consideró que 

pertenecen a la misma especie. Además, las secuencias se agruparon dentro del mismo 

clado por lo que las cepas fueron identificadas como Pristionchus americanus Herrmann, 

2006. Esta especie se distingue de las otras pertenecientes al género principalmente por la 

disposición de las papilas genitales y la longitud de los machos. 

De acuerdo a las características morfológicas como la forma del gubernáculo y su 

orientación hacia las espículas mostrándose ventralmente abierto, así como las 

características morfométricas y moleculares, la cepa MMO9 fue identificada como 

Diplogasteroides magnus Volk, 1950, ésta puede ser distinguida principalmente porque 

dentro del género el adulto presenta un estoma más corto y el lado dorsal del estegostoma 

presenta un diente grande. 

La cepa AS116 presentó la misma morfología que Rhabditoides regina Schulte y 

Poinar, 1991, ya que los machos presentan el grado de fusión de las espículas, reducción 

del velum y disposición de papilas genitales, las hembras muestran el extremo posterior en 

forma de cúpula y el comportamiento de los juveniles J3 es similar. Además, la cepa tuvo 

un 100% de identidad con la misma y se agrupó dentro del mismo clado, por lo cual se 

estableció como la misma especie. 
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6.5. Pruebas de patogenicidad in vitro de los aislamientos de 

nematodos sobre insectos descortezadores 
 

Todas las cepas de nematodos entomopatógenos evaluadas, se observo que son 

capaces de buscar y causar mortalidad a adultos de Dendroctonus. frontalis en 

comparación con el testigo. 

En los ensayos de patogenicidad in vitro se registró un efecto significativo del 

tiempo, la especie de nematodo y de la interacción tiempo × especie de nematodo, sobre 

la mortalidad de escarabajos descortezadores D. frontalis (Cuadro 8). 

 

Cuadro 8. Resultados del modelo lineal generalizado con distribución cuasibinomial que prueba el efecto del 

tiempo, especie de nematodo y su interacción (tiempo × especies de nematodo) sobre la mortalidad de 
Dendroctonus frontalis 

EFECTO g.l. DEVIANZA P 

Tiempo 1 1.75 < 0.001 

Especie de nematodo 5 10.62 < 0.001 

Tiempo × Especie de 
nematodo 

5 0.55 < 0.001 

  

 

La comparación de promedios mediante la prueba de Tukey mostró diferencias 

significativas sobre la mortalidad de D. frontalis entre las distintas especies de nematodos 

(Figura 23), excepto la especie Pristionchus americanus GMA6 y CGA7 que presentaron 

similitud entre sí (Figura 5). La especie de nematodo que presentó mayor porcentaje de 

mortalidad fue Rhabditoides regina (AS116) con 98%, seguida de Pristionchus americanus 

(GMA6) con 95%, P. americanus (CGA7) con 92%, P. americanus (TMA2) con 87% y 

Diplogasteroides magnus (MMO9) con 33%. El Control presentó un 17% de mortalidad 

natural. 

El análisis estadístico además indicó un efecto significativo entre la especie del 

nematodo y su interacción con el tiempo sobre la mortalidad de D. frontalis (Cuadro 8), con 

lo cual se puede observar en la Figura 24 que las especies D. magnus (MMO9), P. 

americanus (TMA2) y P. americanus (GMA6) presentan diferencias significativas sobre la 

mortalidad a las 48 y 96 h, en cambio las especies R. regina (AS116) y P. americanus 

(CGA7) presentan similitud en ambas horas. 
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Figura 23. Efecto de las especies de nematodos sobre la mortalidad de D. 
frontalis. Letras diferentes denotan diferencias significativas P (0.001). 
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Figura 24. Efecto de las diferentes especies de nematodos sobre la mortalidad de 
D. frontalis respecto al tiempo. En donde se comparten letras iguales no hay 

diferencias significativas de acuerdo con la prueba de Tukey (P<0.001). 
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6.6. Reproducción de nematodos in vitro 
 

Los tres tratamientos evaluados permitieron la reproducción de Pristionchus 

americanus (cepa TMA2, CGA7, GMA6), Rhadbitoides regina (cepa AS116) y 

Diplogasteroides magnus (cepa MMO9). Se evidenciaron las diferencias significativas entre 

cada uno de los tratamientos, el tratamiento 1 (agar-agar 1%+ alimento para perro marca 

Cesar®), obtuvo un promedio de 5139 nematodos/ml, el tratamiento 2 (agar-agar 1%+ Paté 

de hígado de cerdo Zwan®) 4770 nematodos/ml y el tratamiento 3 (G. mellonella) 2590 

nematodos/ml. 

En los tratamientos in vitro se registró un efecto significativo del medio, especie, 

tiempo y las interacciones medio × especie de nematodo, medio × tiempo, especie × tiempo 

y medio × especie × tiempo sobre la reproducción de nematodos (cuadro 9). 

 

 

 

 

 

 

Cuadro 9. Resultados del modelo lineal generalizado con distribución Poisson que prueba el efecto 

del medio, medio, especie, tiempo y las interacciones medio × especie de nematodo, medio × 
tiempo, especie × tiempo y medio × especie × tiempo sobre la reproducción de nematodos 

EFECTO g.l. DEVIANZA P 

Tratamiento 2 49246.48 <0.001 

Especie 4 3078.4 <0.001 

TIEMPO (DIAS) 1 4324.1 <0.001 

Tratamiento×Especie 8 14196.32 <0.001 

Tratamiento ×TIEMPO (DIAS) 2 695.09 <0.001 

Especie×TIEMPO (DIAS) 4 275.33 <0.001 

Tratamiento ×Especie×TIEMPO 

(DIAS) 

8 172.53 <0.001 
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El análisis estadístico indicó que hay un efecto significativo entre la especie de 

nematodo y el tratamiento (Cuadro 9) sobre el número de nematodos. Se puede observar 

de manera general en la Figura 25 que el tratamiento 1 tiene mayor promedio de nematodos 

respecto al tratamiento 2 y 3; en el tratamiento 1 las  cepas TMA2, CGA7 Y GMA6 presentan 

similitud, con un número promedio de 5990, 5626 y 5665 nematodos/ml respectivamente. 

Por el contrario, los aislados AS116 y MMO9 presentan diferencias significativas con un 

promedio de 3658 y 4755 de nematodos/ml respectivamente. En el tratamiento 2 las 

especies muestran similitud excepto la población AS116 con un promedio de 6632 

nematodos/ml. Finalmente, para el tratamiento 3 ninguna de las especies muestra 

diferencias significativas. 

Se presentó un efecto significativo del tratamiento y su interacción especie × tiempo 

sobre el número de nematodos (cuadro 9). De acuerdo con la prueba de Tukey, el 

tratamiento 1 presento diferencias significativas (P<0.001) en el tiempo transcurrido a partir 

de la inoculación de los nematodos únicamente en la especie P. americanus (cepa TMA2) 

con un aumento promedio de 5 000 a 7 000 nematodos en tres días. En el caso del 

tratamiento 2 y 3 no se observan diferencias significativas en cuento al tiempo (Figura 26). 
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Figura 25. Efecto de la especie de nematodo sobre el número de nematodos de cada 
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7. DISCUSIÓN 
 

7.1. Aislamiento de nematodos entomopatógenos 
 

La tasa de recuperación de nematodos fue del 17% y 22% para los estados de 

Aguascalientes y Querétaro, respectivamente. Estos valores fueron mayores a los 

obtenidos por Grifaldo- Alcántara (2011) en Veracruz, donde colectó un total de 18 muestras 

de suelo y obtuvo tres aislados del nematodo entomopatógeno Steinernema riobravis. En 

Chile, Edgington et al. (2010) obtuvo una tasa de recuperación del 7%, Uribe et al. (2005) 

en en Costa Rica el 12%, Dolinski et al. (2008) en Brasil el 12.1%, pero la recuperación fue 

más baja en comparación con Stock et al. (1999) en California con una tasa del 26.3%, y 

Girón et al. (2012) en los valles centrales de Oaxaca con 49.1%, México. Sin embargo, los 

métodos e intensidad de muestreo y los insectos cebo que se utilizaron difieren. Además, 

la ocurrencia de nematodos varía en función de diferentes factores como la textura, la 

humedad, el carbono y pH presente en el tipo de sustrato donde se aloje el nematodo 

(Lacey y Kaya 2000). 

Por otro lado, la presencia de estos nematodos en Querétaro y Aguascalientes 

confirma la distribución cosmopolita de dichos organismos, pues han sido aislados en 

suelos de una gran cantidad de países como Puerto Rico (Roman y Beauvers, 1983), Islas 

Hawaianas (Hara et al., 1991), Egipto (Shamseldeam y Abdelgawad, 1994), Italia (Deseo 

et al., 1988), Suecia (Burman et al., 1986), Suiza (Steiner, 1996), Checoslovaquia (Mracek, 

1980) y Gran Bretaña (Hominick y Briscoe,1990). 

 

7.2.  Diagnosis 
 

 Hasta hace unas décadas, la descripción de los nematodos se fundamentaba 

principalmente en caracteres morfológicos y morfométricos. Actualmente, debido a la 

dificultad de interpretar los caracteres morfológicos, a la reducción de expertos en 

taxonomía y a la aparición de nuevas herramientas para identificación, se utiliza una 

combinación de métodos que incluyen la morfología y análisis de perfiles de ADN 

(Hominick, 2002). 
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De acuerdo con los trabajos de de Andrássy (1984) y Herrmann et al. (2006a) las 

tres cepas TMA2, CGA7 y GMA6 se asemejan con la especie Pristionchus americanus, 

caracterizada por la posición de las papilas genitales y por las características morfométricas 

(Cuadro 4). La especie se aisló por primera vez en Polyphylla fullo (Coleoptera: 

Scarabaeidae) en Centerville, Massachusetts, Estados Unidos de América descrita por 

Herrmann et al. (2006a), este es el primer reporte de la especie en el Estado de Querétaro. 

En el análisis filogenético las cepas se agruparon con la especie Pristionchus maupasi, pero 

se descartó por las características morfológicas como la disposición de las papilas 

genitales, además la especie P. maupasi es un nematodo que presenta hermafroditas 

(Herrnann, 2006b) a diferencia de las cepas de este estudio que presentan sexos 

separados. 

Hasta hace unas décadas, la descripción de los nematodos se fundamentaba 

principalmente en caracteres morfológicos y morfométricos. Actualmente, debido a la 

dificultad de interpretar los caracteres morfológicos, a la reducción de expertos en 

taxonomía y a la aparición de nuevas herramientas para identificación, se utiliza una 

combinación de métodos que incluyen la morfología y análisis de perfiles de ADN 

(Hominick, 2002). Esto permitió confirmar la especie Pristionchus americanus 

Diplogasteroides magnus fue descrita por primera vez por Volk 1950, en donde aisló 

juveniles infectivos de D. magnus en Nicrophorus vespillo (L.), y en adultos de N. 

vespilloides y Geotrupes Stercorosus. Autores como Kreft (2012) y Kiontke (2001) la 

asocian con fauna europea, como Amphimallon cf. solstitiale (L.), Hoplia philanthus 

Fuesslin, Melolontha hippocastani Fabricius, M. melolontha (L.), Phyllopertha horticola (L.) 

y Anomala dubia. Sin embargo, la cepa MMO9 presenta características como la forma 

conspicua del gubernáculo y su orientación hacia las espículas en los machos, además de 

presentar hermafroditismo, lo que confirma su identidad como D. magnus. 

La cepa AS116 mostró alta similitud morfométrica y morfológica con la especie Rhabditis 

(Rhabditoides) regina descrita por Schulte y Poinar 1991, características como la reducción 

en el grado de fusión de la espícula y disposición de las papilas de la bursa en lo machos; 

final de la cola en forma de cúpula en las hembras y el comportamiento de los juveniles 

infectivos (J3) permitieron identificarla en la misma especie. Esta especie se aisló por 

primera vez en Guatemala, aislada de la cavidad del cuerpo de larvas de escarabajo 

(Scarabaeidae: Coleoptera) (Schulte y Poinar, 1991). El nematodo R. regina fue reportado 

por primera vez para México por Jiménez et al. (2016) quien realizó el primer registro de 
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ocurrencia en Phyllophaga sp. y Anomala sp. en el país. La cepa AS116 resultó 100% 

homóloga con la secuencia ID EF990726 Rhabditoides regina para la región del genoma, 

lo que ratifica lo planteado por De ley et al. (2005) mencionando que trabajar con la región 

del ADNr LSU (Large SubUnit) en nematodos, proporciona sitios, por un lado, 

suficientemente conservados en todos los clados de nematodos, pero a la vez 

suficientemente divergentes para ser utilizados como herramienta de diagnóstico 

molecular.  

 

7.3. Pruebas de patogenicidad in vitro de los aislamientos de 

nematodos sobre insectos descortezadores 
 

En el presente estudio se encontró variabilidad de respuesta en la patogenicidad de 

las diferentes especies de nematodos evaluadas sobre el escarabajo descortezador 

Dendroctonus frontalis. Se observó que las especies Rhabditoides regina (AS116), 

Pristionchus americanus (GMA6), Pristionchus americanus (CGA7), Pristionchus 

americanus (TMA2) causaron la mortalidad más alta del estado adulto de D. frontalis al 

tener respectivamente 98, 95, 92 y 87% con una dosis de 1000 juveniles/ml, asimismo que 

la especie Diplogasteroides magnus (MMO9) presentó una patogenicidad del 33%. 

Con respecto a Rhabditoides regina (AS116) y Pristionchus americanus (GMA6, 

CGA7 y TMA2) el porcentaje de patogenicidad es bastante aceptable; los resultados 

permiten ser comparados con la utilización de otros medios de control biológico del 

descortezador como lo reportado por Gijón et al. (2015) en donde el aislamiento del hongo 

nativo Trichoderma sp. demostró una efectividad del 100% en la muerte de los insectos 

descortezadores. No hay mucha información respecto al control biológico de 

descortezadores con nematodos entomopatógenos, pero las cepas AS116, GMA6, CGA7 

y TMA2 demostraron una efectividad igual o incluso mayor que la de algunos nematodos 

entomopatógenos como Steinernema carpocapsae, aislado de suelo de agave (Agave 

angustifolia Haw) en los valles centrales de Oaxaca, donde evaluaron su potencial para el 

control del picudo del agave, Scyphophorus acupunctatus Gyllenhal (Coleoptera: 

Curculionidae) que mató el 95% de larvas de tercer estadio del gorgojo 120 horas después 

de la aplicación de 1000 juveniles infectivos. Delgado-Ochica (2012) encontró que S. 

websteri a dosis de 100 juveniles infectivos por larva mató a sólo el 25% de las larvas de 

cuarto instar de picudo de la guayaba Conotrachelus psidii Marshall. Los nematodos 



 
 

 
68 

entomopatógenos Heterorhabditis bacteriophora y H. indica, que se evaluaron como 

biopesticidas contra larvas de Diaprepes abbreviatus mostraron una efectividad del 71% a 

los siete días de exposición (McCoy, 2000). 

La capacidad de la cepa Rhabditoides regina AS116 para causar la muerte del 

huésped se puede atribuir principalmente a su microbiota asociada (Dillman et al., 2012). 

Jiménez (2016), Tambong (2013). y otros autores reportan que las bacterias asociadas con 

R. regina son Alcaligenes, Serratia, Enterobacter, Acinetobacter, Pseudomonas, Klebsiella, 

Enterococcus, y Bacillus, pero éstas pueden variar dependiendo la cepa; mantienen 

asociaciones transitorias nematodo- bacteria, que les llevan a sobrevivir en diferentes 

condiciones (Tambong 2013). Dichas bacterias han demostrado efectividad patogénica 

contra insectos como el caso de Serratia maracescens, S. nematodiphila, y Pseudomonas 

fluorescens, que se han recuperado de la hemolinfa de insectos infectados con nematodos 

entomopatógenos. Serratia maracescens demostró una actividad altamente insecticida 

cundo fue expuesta a gusanos cortadores (Nishiwaki et al., 2007). Serratia nematodiphila 

se ha encontrado asociada con el nematodo entomopatógeno Heterorhabditidoides 

chongmingensis (Rhabditida: Rhabditidae) y fue altamente virulenta en larvas de G. 

mellonella (Zhang et al., 2008). Pseudomonas fluorescens produce cianuro de hidrógeno y 

puede causar mortalidad de los insectos mediante la inhibición de citocromo C oxidasa en 

la cadena respiratoria de la termita Odontotermes obesus (Devi y Kothamsi 2009). 

R. regina podría tener un estilo de vida complejo, fluctuando entre la vida libre 

(alimentándose de bacterias del suelo), necromenic (adquisición de bacterias de insectos 

muertos) o tener propiedades de nematodo entomopatógeno (infectando activamente 

hospederos) que se explica principalmente por asociación con Klebsiella sp. y Serratia sp. 

(Li et al., 2015).  

Las cepas Pristionchus americanus (GMA6, CGA7 y TMA2) pertenecen a un grupo 

de nematodos que presentan una interacción con otros organismos conocida como 

necromenic, que les ha permitido vivir en estrecha asociación con los escarabajos 

(Ragsdale et al., 2015), por ejemplo, P. pacificus ha sido asociado a los escarabajos 

Leptinotarsa decemlineata y Exomala orientalis. Pristionchus maupasi en Europa y P. 

entomophagus en America del Norte son predominantes en abejorros y en escarabajos del 

estiércol Geotrupes spp. (Mayer et al, 2007), P. americanus también se ha detectado en 

Polyphylla fullo (Herrmann, 2006a). D'Anna (2011) aisló P. aerivorus y P. pseudaerivorus 

de Phyllophaga en Europa. 
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En esta asociación los nematodos no se alimentan activamente, sino que invaden 

al huésped y permanecen detenidos en etapa dauer hasta la muerte del huésped y es 

cuando se reanuda su desarrollo dentro del cadáver, es decir utilizan al huésped como 

refugio, medio de transporte y se alimentan de los hongos, bacterias y otros nematodos que 

crecen en el cuerpo después de que el huésped ha muerto (Dieterich et al., 2008). Se ha 

comprobado que algunas especies de Heterorhabditis, que se clasifican como nematodos 

entomopatógenos, pueden comportarse como necromenic bajo ciertas circunstancias (San-

Blas et al., 2008). 

Aunque se considera a la mayoría de las especies de Pristionchus como necromenic 

asociadas a insectos algunos son sospechosos de ser agentes patógenos o parásitos 

débiles de su insecto huésped, como es el caso de P. aerivorus que puede causar 

infecciones letales de insectos (Chitwood, 1937). Los resultados de este estudio son prueba 

de ello. 

Durante un estudio de nematodos entomopatógenos en Carolina del Norte, Estados Unidos, 

se recuperó la especie P. aerivorus de larvas de Galleria mellonella, que murieron dentro 

de las primeras 48 horas, y donde se recuperó un alto número de nematodos cinco días 

más tarde; se planteó que esta especie podría estar asociada a bacterias 

entomopatógenas, pero no se demostró si efectivamente estas bacterias son llevadas en el 

intestino y vaciadas en el interior del insecto por los nematodos juveniles infectivos. Se ha 

demostrado que especies pertenecientes al género Pristionchus presentan asociaciones 

con bacterias entomopatógenas, como P. entomophagus recogido de Alemania de donde 

se aisló Proteus vulgaris, una bacteria que es patógena en los insectos (Rae et al., 2008). 

Las pruebas preliminares revelaron que este nematodo es capaz de infectar al menos otras 

dos especies de insectos (Helicoverpa zea y Tenebrio molitor) con un 100% de mortalidad 

(Ye, 2015).  

El alto porcentaje de patogenicidad de los nematodos de las cepas Pristionchus 

americanus TMA2, CGA7 y GMA6 evaluados en este estudio sobre D. frontalis revelan que 

son capaces de infectar a este insecto y que podrían estar asociadas a bacterias 

entomopatógenas, lo cual requiere estudios adicionales para determinar a las bacterias 

asociadas de estos nematodos.  

La cepa Diplogasteroides magnus (MMO9), con un porcentaje de mortalidad de 

33%, se consideró bajo comparado con las otras cepas de este trabajo; debido a que las 
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condiciones y la dosis (1000 juveniles/ml) fueron las mismas, los resultados pueden 

atribuirse a que esta cepa se aisló directamente del insecto descortezador Ips lecontei con 

lo que se puede inferir una asociación más directa con este escarabajo, al respecto Kiontke 

(2001) menciona que D. magnus se asocia principalmente con los escarabajos y que la 

mayoría de las especies del género viven en galerías larvales de madera que habitan 

escarabajos (Cerambycidae y Curculionidae). 

Al-own (2013) reporta la bacteria Serratia proteamaculans asociada a la hemolinfa 

de insectos infestados con D. magnus, bacteria perteneciente a un género con propiedades 

entomopatógenas (Li et al., 2015), por lo que es probable que una bacteria haya ocasionado 

la mortalidad de los insectos de D. frontalis. 

Los resultados obtenidos en este estudio revelan un porcentaje de mortalidad alto 

en adultos de D. frontalis causado por las diferentes especies de nematodos. Estos 

resultados difieren en general con los resultados que exponen otros autores como Reyes 

(2003), Vázquez (2012), Ye (2015), Delgado-Gamboa (2015) quienes encontraron la mayor 

patogenicidad de los nematodos entomopatógenos en estado de larva o pupa. Sin 

embargo, los nematodos de este estudio morfológicamente presentan un diente o 

dentículos en el metastoma dorsal, que es similiar al que se presenta en Heterorhabditis y 

que presenta una gran ventaja morfológica, ya que este diente le permite romper la cutícula 

del insecto hospedero, facilitando su entrada directa al hemocele (Alatorre, 2010). Además, 

los nematodos entomopatógenos penetran usualmente al hospedero a través de las 

aberturas naturales del cuerpo como la boca y el ano (Glazer y Salame, 2000), espiráculos 

(Triggiani y Poinar, 1976) o directamente a través de las partes suaves del integumento 

(Koppenhofer et al., 2000). 

 

7.4. Reproducción de nematodos in vitro 
 

Los tres tratamientos permitieron la reproducción de las cinco cepas de nematodos 

aislados en este estudio. Las variaciones en el número de nematodos/ml obtenidos, mayor 

en el tratamiento 1 (5139/ml) que en el tratamiento 2 y 3 (4770 y 2590 respectivamente) se 

puede atribuir a los nutrientes que componían cada uno de los tratamientos. 

El contenido lipídico del tratamiento 1 (agar-agar 1%+ alimento para perro marca 

Cesar®) 3.5% por cada 3 g, superior al paté que presenta 1.35% por cada 3 g y de Galleria 



 
 

 
71 

mellonella con 1.3% por cada larva (Melo, s.f.), en este sentido Yoo et al. (2000) enfatizaron 

la importancia de los lípidos ricos en ácidos grasos monoinsaturados para la elaboración 

de un medio de cultivo para nematodos. Los lípidos permiten la formación de la cutícula y 

son necesarios para completar el ciclo de vida de los nematodos (Ehlers, 1997). Hatab y 

Gaugler (1997) plantearon además que los lípidos metabolizados por los nematodos le 

proporcionan el 60% del total de su energía, de manera que su presencia es primordial en 

los medios de cultivo que se elaboren artificialmente para su reproducción. La composición 

de los medios tiene un efecto substancial sobre la producción de los nematodos: cuando se 

incrementa la cantidad y la calidad de lípidos aumenta la producción y calidad de los 

nematodos (Ehlers, 1997). 

Se observó que en el medio que contenían a los nematodos hubo crecimiento 

bacteriano, esto representa la gran relación que existe entre los nematodos y sus 

simbiontes, estas son las responsables de transformar el sustrato y convertirlo en una 

fuente factible para su alimentación (Forst y Clarke, 2002). Estos nematodos pueden 

además alimentarse de la biomasa bacteriana, y esto garantiza que las nuevas 

generaciones también presenten la bacteria simbionte alojada en su intestino, lista para ser 

liberada en el interior de otro insecto hospedero (Boemare, 2002). 

El promedio de producción de nematodos para el tratamiento 1 y 2 fue de 102 782 

nematodos/20 ml, 95 401 nematodos/20 ml respectivamente, sin embargo, Ortiz et al. 

(2012) afirman que estas producciones son muy variables, aunque si se comparan con otros 

estudios, la producción lograda en esta investigación es menor, ya que se han registrado 

promedios de producciones de diferentes especies como Somwong (2012) que reporta la 

reproducción del nematodo Steinernema carpocapsae en cuatro medios diferentes 

(artificiales e in vivo), en donde establece 3.038, 2.445, 2.989 y 5.547 × 105 juveniles 

infecciosos / gramo de medio, sin embargo, la adición de ingredientes y suplementos a los 

medios es lo que permite atribuir el elevado número de nematodos. 

Para el caso del tratamiento 3 in vivo se contabilizaron 51 802 nematodos/larva en 

seis días, superior a lo reportado por Realpe et al. (2007) donde la producción in vivo de 

juveniles infectivos de los nematodos utilizando la trampa White fue de 5750 juveniles 

infectivos/larva para S. colombiense y 5250 JI/larva para H. bacteriophora durante seis días. 

La producción se puede ver afectada por el tamaño, la edad y la susceptibilidad del 

insecto (en caso de ser reproducción in vivo), las condiciones ambientales y de infección 
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como inóculo, la densidad de cadáveres de G. mellonella por unidad de área (en la 

reproducción in vivo), la temperatura, el tiempo de emergencia y la duración del ciclo en el 

hospedante y por supuesto de la especie de nematodo, la aireación y la humedad 

(Somwong, 2012). 

Descriptivamente la producción de los nematodos también varió de acuerdo en la 

especie de nematodo, ya que a pesar de que el tratamiento 1 presentó mayor promedio de 

nematodos/ml, la cepa Rhabditoides regina cepa AS116 tuvo mejores resultados con el 

tratamiento 2 (véase Figura 23). Por lo anterior Gaugler y Han (2002) plantean que el 

establecimiento de los parámetros depende de la especie de nematodo por reproducir ya 

que la capacidad reproductiva y condiciones necesarias varían entre especies  
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8. CONCLUSIONES 
 

Se aislaron cinco poblaciones de nematodos entomopatógenos en la Sierra Gorda 

de Querétaro y la Sierra Fría de Aguascalientes. 

Las cepas de nematodos se identificaron taxonómica y molecularmente como 

Pristionchus americanus (cepas TMA2, CGA7, GMA6), Diplogasteroides magnus (cepa 

MMO9) y Rhabditoides regina (cepa AS116). 

Los nematodos Pristionchus americanus cepa GMA6 y Rhabditoides Regina cepa 

AS116 son nematodos entomopatógenos con potencial para el control biológico de 

descortezadores. 

 Los tres tratamientos utilizados permitieron la reproducción de las especies de 

nematodos aislados. La mayor producción de nematodos se obtuvo del medio con alimento 

para perro Cesar®. 
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ANEXO 1. Glosario 
 

Anillo nervioso: Forma parte del sistema nervioso y se encuentra rodeando al 

esófago, justo arriba del bulbo basal. 

Bulbo basal: Parte musculosa del esófago que se encarga de la succión de los 

alimentos para llevarlos al intestino. 

Campo lateral: Ornamentaciones heterogéneas que se presentan en la cutícula de 

los juveniles infectivos (JI), las cuales presentan algunas incisuras a lo largo del cuerpo, 

sirviendo además como carácter taxonómico. 

Entomopatógeno: Organismos patógenos que causan enfermedades a los 

insectos, pueden ser bacterias, hongos, virus, protozoos y nematodos. 

Espícula: Órgano genital, accesorio de penetración ubicado en el extremo de la cola 

del macho de los nematodos que desemboca en la cloaca. Son modificaciones 

queratinizadas pareadas (varillas) de la cutícula. 

Estoma: Se refiere a la boca o cápsula oral. 

Foresis: Asociacion biológica en la cual organismos pequeños se adhieren o se 

sujetan en el exterior del cuerpo de otro más grande, sin más consecuencia que el 

transporte de los primeros. 

Gubernáculo: Estructura del nematodo macho que se encarga de guiar a las 

espículas, para ayudar en la copulación. 

Hemocele: Cavidad general del cuerpo que está subdividida en tres senos 

(pericárdico, perivisceral y perineural) por donde circula la hemolinfa. 

Hemolinfa. Líquido circulatorio en los insectos. 

Hermafrodita: Organismo que reúne ambos sexos en el mismo indviduo. 

In vitro: Experimento llevado a cabo en un tubo de ensayo, o generalmente en un 

ambiente controlado fuera de un organismo vivo. 

In vivo: Experimento hecho dentro o en el tejido vivo de un organismo vivo, por 

oposición a uno parcial o muerto. 
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Istmo: Región angosta que forma parte del esófago, ubicado entre el metacorpus o 

bulbo medio y el postcorpus o bulbo basal. 

Juvenil Infectivo: Estadio larval encargado de buscar al hospedero y que está 

envuelto por la muda del Juvenil 2 y presenta grandes cantidades de reservas nutritivas. 

Metacorpus: Forma parte del corpus ubicado entre el procorpus y el postcorpus; 

también se le conoce como bulbo medio. 

Papilas genitales: Proyecciones ubicadas en la región posterior de los machos, 

cuyo número y posición es considerado como carácter taxonómico. 

Parasitismo. Proceso por el cual una especie amplía su capacidad de supervivencia 

utilizando a otras especies para que cubran sus necesidades básicas y vitales, que no 

tienen por qué referirse necesariamente a cuestiones nutricionales, y pueden cubrir 

funciones como la dispersión o ventajas para la reproducción de la especie parásita, entre 

otras. 

Patogenicidad: Capacidad de un agente infeccioso de producir enfermedad en un 

huésped susceptible. 

Poro excretor: Forma parte del sistema excretor de los nematodos, y funciona 

básicamente como osmoregulador. 

Procorpus: Primera región del esófago que se ubica en el corpus antes del bulbo 

medio. 

Septicemia: Infección en la hemolinfa causada por la invasión y multiplicación de 

bacterias y presencia de toxinas que pueden causar la muerte del insecto. 

Simbiosis: Relación estrecha y benéfica entre organismos de diferentes especies. 

A los organismos involucrados se les denomina simbiontes. 

Velum: Estructura presente o ausente en machos, transparente que parte del 

calomus y suele terminar o no en la punta de la espícula. 
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