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RESUMEN 
El maíz es un cultivo de gran importancia a nivel mundial; sin embargo, adversidades 

climatológicas, enfermedades y plagas son factores que frecuentemente afectan y 

ponen en riesgo la producción de este cultivo, trayendo como consecuencia el uso 

intensivo de agroquímicos, entre estos los pesticidas de amplio espectro. El control 

biológico de plagas y en particular ofrece una alternativa ecológica al problema del 

uso de pesticidas químicos. Al respecto, los hongos (HE) y nemátodos 

entomopatógenos (NE) han sido utilizados para controlar diversos ordenes de 

insectos, como el orden Lepidoptera, al cual pertenece a la principal plaga del maíz 

el gusano cogollero Spodoptera frugiperda (J.E. Smith, 1797). Estos organismos 

pueden  ser formulados para  conservar  viabilidad (supervivencia y patogenicidad) 

hasta el momento de ser aplicados. Por lo anterior, el objetivo de la presente 

investigación fue: Desarrollar formulaciones a partir de HE y NE, y evaluar su 

efectividad para controlar al gusano cogollero en laboratorio. Se emplearon cepas 

nativas de HE y NE pertenecientes al Laboratorio de Bioinsecticidas del CIIDIR-IPN 

Unidad Sinaloa y NE provenientes  del CIIDIR-IPN Unidad Oaxaca. Los HE fueron 

encapsulados por secado por aspersión con el fin de obtener un producto en polvo. 

Las formulaciones probadas fueron: HE microencapsulados y los NE en Pellets, a las 

cuales se evaluó  la  supervivencia del agente de control y mortalidad de gusano 

cogollero, empleando un diseño experimental completamente al azar y una prueba 

de comparación de medias de Tukey a un nivel de confianza del 95 % (α=0.05).  

Esta investigación fue dividida en los siguientes estudios: a) Evaluación de la 

virulencia de Steinernema riobrave  y Rhabditis blumi  contra larvas del tercer instar 

de S. frugiperda, donde se evaluó la virulencia de los nematodos S. riobrave y la de 

un aislamiento nativo de  R. blumi. Ambos NE fueron usados a dosis de 100, 250, y 

500 juveniles infectivos (JI/mL) para inocular larvas del tercer ínstar de S. frugiperda. 

S. riobrave causó 90% de mortalidad a 500 JI/mL 96 h post inoculación, mientras que 

R. blumi no causó mortalidad de larvas a las concentraciones y tiempo de 

evaluación. b) Evaluación de la virulencia y efecto de antagonismo o sinergismo de 

Steinernema riobrave (Poinar y Raulston) y Metarhizium anisopliae  (Metschn.) 

Sorokin sobre larvas de S. frugiperda (J.E. Smith), se evaluó la virulencia del 
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nemátodo S. riobrave en conjunto con el hongo M. anisopliae para el control de 

larvas S. frugiperda. Se realizaron pruebas  para determinar el posible sinergismo o 

antagonismo entre estos organismos de control. El nemátodo fue suministrado a 

dosis de 250 JI/mL, y el hongo a una concentración de 1 x 108 esporas mL-1 , 

mientras que la combinación de ambos entomopatógenos fueron aplicados 

asperjando 1 mL, a las mismas dosis sobre larvas de tercer ínstar de S. frugiperda. 

Se evaluó mortalidad durante 7 días cada 24 h. El hongo causó una mortalidad del 

13% a las 96 h, mientras que el nemátodo mató al 80% a las 48 h. Así mismo, la 

combinación de organismos mató al 100% de larvas a las 72 h. Los resultados de 

mortalidad de larvas de tercer ínstar mostraron que fue la virulencia del nemátodo la 

principal causa de mortalidad, y no fue posible determinar sinergismo entre estos. c) 

Potencial de la formulación en pellets de Steinernema riobrave y de Acrobeloides 

camberenensis para el control de S. frugiperda, se colectaron muestras de suelo en 

campos cultivados con maíz y en las que se colocaron diez larvas de S. frugiperda 

del tercer estadio en cada muestra; se almacenaron a 25 ± 2 º durante 7 días. Los 

cadáveres de insectos se colocaron en trampa White para obtener nemátodos. 

Posteriormente estos se enfrentaron contra larvas de gusano cogollero vivos y 

muertos por congelación suministrándose 600 JI/ larva. El NE nativo fue 

caracterizado molecularmente como Acrobeloides camberenensis con un 91% de 

identidad. Los nemátodos S. riobrave y A. camberenensis se suministraron a dosis 

de 100, 250 y 500 JI/mL; se contabilizaron larvas muertas cada 24 h durante 7 días. 

Para la formulación se utilizó S. riobrave ya que el nemátodo nativo A. 

camberenensis no demostró ser efectivo para el control de S. frugiperda bajo las 

condiciones de este experimento. Para elaborar los pellets se utilizó Barro rojo (B), 

Tierra de diatomeas (TD) y Ceniza (C) en tres proporciones: 1:1:1 para el tratamiento 

1; 40% B: 40% C: 20% TD tratamiento 2 y 85% B: 10% C: 5% TD para el tratamiento 

3. Se obtuvieron pesos medios de T1:0.65g; T2:0.67g; T3=0.69g con un diámetro 

promedio de 1 cm. Se evaluó semanalmente la supervivencia y virulencia de los NE 

pelletizados. Los tratamientos 1 y 2 no fueron consistentes al fragmentarse 

fácilmente en su manipulación. El tratamiento 3 permitió obtener un pellet más 

estable, siendo el único tratamiento en el que se pudieron observar NE vivos la 
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primer semana post formulación. d) Formulación de hongos entomopatógenos para 

el control del gusano cogollero, Se evaluaron las cepas de Beauveria bassiana (B1, 

B3, B4 y B9) y las de M. anisopliae (M1 y M2) a concentraciones de 1x105, 1x106, 

1x107 y 1x108 esporas mL -1. Se seleccionó la cepa M1 a una concentración de 1x108 

esporas mL-1 debido a la efectividad mostrada. Para la microencapsulación se 

elaboró una mezcla homogénea de 4 g/L de colorante rojo, 26 g/L de gelatina bovina 

y 20 mL/L de aceite de maíz; posteriormente se adicionaron 25 mL de agua destilada 

y se agitó para elaborar una mezcla integra. La mezcla se deshidrató a 40°C durante 

24 h. posteriormente se fragmentó y tamizó a través de un tamiz número 6. Para el 

secado por aspersión, la velocidad de flujo fue de 10 mL/min y la temperatura de 

entrada en el secador fue de 130°C y de 85 °C en la salida. El hongo M. anisopliae 

(M1) causó el 100 % de mortalidad de larvas de primer instar de S. frugiperda en 48 

h a una concentración de 1x108 esporas mL-1. Este tratamiento fue seleccionado para 

el secado por aspersión, sin embargo se observó que los conidios perdieron 

viabilidad al no haber germinado a las 18 h post inoculación en PDA a 28 ºC. En 

general se considera que es necesario mejorar las formulaciones y continuar con la 

búsqueda de NE nativos con mayor virulencia sobre S. frugiperda. Además, se 

resalta el potencial de los pellets para continuar con la formulación de NE. 
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ABSTRACT 
Maize is a crop of great importance worldwide; However, climatic adversities, 

diseases and pests are factors that frequently affect and put at risk the production of 

this crop, bringing as a consequence the intensive use of agrochemicals, among 

these the broad spectrum pesticides. The biological control of pests offers an 

ecological alternative to the problem of the use of chemical pesticides. In this regard, 

fungi (EF) and entomopathogenic nematodes (EN) have been used to control various 

orders of insects, such as the order Lepidoptera, to which the main corn pest belongs, 

the armyworm Spodoptera frugiperda (J.E. Smith, 1797). These organisms can be 

formulated in order to conserve viability (survival and pathogenicity) until they are 

applied. Therefore, the objective of this research was: to develop formulations from 

EF and EN and to evaluate their effectiveness in controlling the fall armyworm in 

laboratory. Native strains of EF and EN were used, belonging to the Bioinsecticides 

laboratory from CIIDIR-IPN Sinaloa and EN coming from CIIDIR-IPN Oaxaca. EF 

were encapsulated by spray drying in order to obtain a powder product. The EN were 

formulated in and were previously reproduced in Galleria mellonella larvae. The 

formulations tested were: microencapsulated EF and Pelletized EN, which were 

evaluated determining the survival of the control agent and determining the number of 

dead fall armyworm larvae. The experiment was carried out under a completely 

randomized experimental design and a comparison test of Tukey's means was 

performed at a confidence level of 95% (α = 0.05). 

This investigation was divided into the following studies: a) Evaluation of the virulence 

of Steinernema riobrave and Rhabditis blumi against third instar Spodoptera 

frugiperda larvae, where the virulence of the S. riobrave nematode and a native 

isolation of R. blumi. Both EN were used at  100, 250, and 500 infective juveniles 

(IJ/mL) doses to inoculate third instar S. frugiperda larvae. S. riobrave caused 90% 

mortality at 500 IJ/mL 96 h after inoculation, whereas R. blumi did not cause larval 

mortality at the concentrations and time of the evaluation. S. riobrave has been 

considered viable to evaluate its effectiveness on the control of S. frugiperda in the 

field. b) Evaluation of the virulence and effect of antagonism or synergism of 

Steinernema riobrave (Poinar and Raulston) and Metarhizium anisopliae (Metschn.) 
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Sorokin on larvae of Spodoptera frugiperda (J.E. Smith), The virulence of S. riobrave 

EN and M. anisopliae EF for the control of S. frugiperda larvae was evaluated. Tests 

were performed to determine the possible synergism or antagonism between these 

control organisms. The nematode was supplied at a dose of 250 IJ/mL, and the 

fungus at 1 x 108 spores mL-1 concentration, while the combination of both 

entomopathogens were applied by spraying 1 mL at the same doses on third instar S. 

frugiperda larvae. Mortality was evaluated during 7 days every 24 h. The fungus 

caused a mortality of 13% at 96 h while the nematode killed 80% at 48 h. Likewise, 

the combination of organisms killed 100% of larvae at 72 h. The mortality results of 

third instar larvae showed that the virulence of the nematode was the main cause of 

mortality and was not possible to determine any other effect of synergism between 

these. c) Potential of the formulation in pellets of Steinernema riobrave and 

Acrobeloides camberenensis for the control of Spodoptera frugiperda, soil samples 

were collected in fields cultivated with corn and in which ten third instar S. frugiperda 

larvae were placed in each sample; were stored at 25 ± 2 ° for 7 days. Insect corpse 

were placed in a White trap to obtain nematodes. Subsequently, these were 

confronted against live death larvae and dead by freezing, providing 600 IJ/larvae. 

Native EN was molecularly characterized as Acrobeloides camberenensis with 91% 

identity. EN S. riobrave and A. camberenensis were supplied at doses of 100, 250 

and 500 IJ/mL; dead larvae were counted every 24 h for 7 days. For the formulation, 

S. riobrave was used since the native nematode A. camberenensis did not prove to 

be effective for the control of S. frugiperda under the conditions of this experiment. 

Red clay (B), diatomaceous earth (TD) and ash (C) were used to produce the pellets 

in three proportions: 1: 1: 1 for treatment 1; 40% B: 40% C: 20% TD treatment 2 and 

85% B: 10% C: 5% TD for treatment 3. Mean weights of T1 were obtained: 0.65g; T2: 

0.67g; T3 = 0.69g with an average diameter of 1 cm. Survival and virulence of the 

pelleted EN were evaluated weekly. Treatments 1 and 2 were not consistent in 

fragmenting easily in their handling. Treatment 3 allowed obtaining a more stable 

pellet, being the only treatment in which live EN could be observed the first week post 

formulation. d) Formulation of entomopathogenic fungi for the control of the fall 

armyworm, Beauveria bassiana (B1, B3, B4 and B9) and M. anisopliae (M1 and M2) 
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strains were evaluated at concentrations of 1x105, 1x106 , 1x107 and 1x108 spores 

mL-1. Strain M1 was selected at a concentration of 1x108 spores mL-1 due to the 

effectiveness shown. For microencapsulation, a homogenous mixture of 4 g/L of red 

dye, 26 g/L of bovine gelatin and 20 mL/L of corn oil was prepared; subsequently, 25 

mL of distilled water was added and stirred to make an integral mixture. The mixture 

was dehydrated at 40 °C for 24 h. subsequently it was fragmented and sieved 

through a number 6 sieve. For spray drying, the flow rate was 10 mL/min and the 

entry temperature in the dryer was 130 °C and 85° C at the exit. The fungus M. 

anisopliae (M1) caused 100% mortality of first instar S. frugiperda larvae in 48 h at a 

concentration of 1x108 spores mL-1. This treatment was selected for spray drying, 

however it was observed that the conidia lost viability because they did not germinate 

at 18 h post inoculation in PDA at 28 ºC. In general it is considered that it is 

necessary to improve the formulations and continue with the search for native NE 

with greater virulence on S. frugiperda. In addition, the potential of the pellets to 

continue with the formulation of NE is highlighted. 
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OBJETIVOS 
OBJETIVO GENERAL 
 
Formular hongos y nemátodos entomopatógenos como microencapsulados y pellets 

para el control del gusano cogollero Spodoptera frugiperda (J.E. Smith) del  maíz Zea 

mayz (L). 

 
OBJETIVOS ESPECÍFICOS 
 
1. Producir una cría axénica de Spodoptera frugiperda  

2. Aislar e identificar nematodos entomopatógenos (NE) 

3. Determinar por bioensayos el aislado de hongo entomopatógeno (HE) y 

nemátodo (NE) mas virulento contra el gusano cogollero del maíz 

4. Evaluar la infección combinada de HE y NE previamente seleccionados sobre 

gusano cogollero del maíz 

5. Formular los HE y NE mas sobresalientes 

6. Evaluar la efectividad de las formulaciones para el control de S. frugiperda en 

laboratorio 

Los resultados de este trabajo se presentan en los siguientes capítulos: 

Capitulo I: Revisión bibliográfica: El cultivo del maíz, gusano cogollero Spodoptera 

frugiperda (J.E. Smith 1797), control biológico de plagas, hongos entomopatógenos, 

nemátodos entomopatógenos, formulaciones de hongos y nemátodos 

entomopatógenos, microencapsulación por secado por aspersión y producción de 

pellets. 

Capitulo II: Primer artículo publicado en la revista Southwestern Entomologist 

reconocida por Journal Citation Reports (JCR), correspondiente a los objetivos 

especificos 2 y 3: “Evaluación de la Virulencia de Steinernema riobrave  y Rhabditis 

blumi  contra Larvas del Tercer Instar de Spodoptera frugiperda”. 
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Capitulo III: Segundo artículo sometido a la Revista Chilena de Entomología 

correspondiente al objetivo especifico 4: “Evaluación de la virulencia y efecto de 

antagonismo o sinergismo de Steinernema riobrave (POINAR Y RAULSTON) y 

Metarhizium anisopliae  (METSCHN.) SOROKIN sobre larvas de Spodoptera 

frugiperda (J.E. SMITH)”. 

Capitulo IV: Nota científica sometida a la revista Southwestern Entomologist 

reconocida por Journal Citation Reports (JCR), correspondiente a los objetivos 

especificos 2, 5 y 6: “Potencial de la formulación en Pellets de Steinernema riobrave 

y de Acrobeloides camberenensis para el control de Spodoptera frugiperda”. 

Capitulo V: Trabajo de tesis no incluido en los manuscritos para publicación en 

revistas: “Formulación de hongos entomopatógenos para el control del gusano 

cogollero”. 
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JUSTIFICACIÓN 
El maíz (Zea mayz L.) es uno de los principales alimentos a nivel mundial y ha 

jugado un importante papel en el desarrollo de las civilizaciones humanas. En 

México, el maíz es el cultivo más importante y se utiliza principalmente para la 

elaboración de alimentos, siendo el más sobresaliente la tortilla, además de servir de 

alimento para ganado.  

El estado de Sinaloa es el principal productor de maíz en el país, sin embargo, el 

cultivo se ha visto severamente afectado y su producción en riesgo debido a la 

presencia de una amplia variedad de insectos plaga, entre las cuales Spodoptera 

frugiperda es considerada la principal plaga del maíz ya que puede llegar a causar 

grandes pérdidas económicas si no se realiza un adecuado manejo de la misma. 

El uso de insecticidas químicos ha sido empleado intensivamente para controlar a 

esta y otras plagas; sin embargo, el uso indiscriminado de los mismos, ha generado 

una resistencia por parte del insecto, lo que ha conllevado a usar cada vez más 

producto, lo cual ha traído contraproducentes consecuencias a la salud humana, 

fauna benéfica y al medio ambiente. 

Debido a la problemática ocasionada por el control químico, ha surgido un creciente 

interés en el empleo de organismos que puedan desempeñarse como agentes de 

control biológico, contrarrestando así el uso de productos químicos y los efectos que 

estos generan. 

El uso de hongos y nemátodos entomopatógenos como agentes de control biológico, 

se ha incrementado debido a que poseen un intervalo de especificidad a ciertas 

especies de insectos plaga sin afectar a especies no blanco, lo que es además una 

alternativa más amigable con el ambiente. Así mismo, sus características y particular 

modo de acción sugieren potencial para ser utilizados simultáneamente como 

agentes de control combinados,. 

Sin embargo, el empleo de HE y NE se ve limitado por la formulación en la que estos 

se hayan elaborado, buscando conservar su viabilidad. Por lo que el presente 

proyecto se enfoca en tal procedimiento. 
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HIPÓTESIS 

A nivel de laboratorio al menos una formulación de hongos y nematodos 

entomopatógenos formulados en microencapsulados o pellets será efectiva para el 

control del gusano cogollero del maíz Spodoptera frugiperda. 
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INTRODUCCIÓN GENERAL 
El maíz es un cultivo de gran importancia a nivel mundial, pues además de 

proporcionar un completo aporte nutricional, es la base para elaborar distintos 

alimentos. En México, constituye el principal cultivo y es fuente de insumo para la 

ganadería y agroindustria, además de formar parte de la alimentación diaria del 

pueblo mexicano (Paliwal et al., 2001; SAGARPA, 2014). 

El estado de Sinaloa es el principal estado productor de este cultivo, ocupando los 

primeros lugares en producción de maíz grano y semilla en 2013 (SIAP-SAGARPA, 

2014). Sin embargo, dicha producción se ve en riesgo al enfrentarse a diversas 

enfermedades y plagas, siendo el gusano cogollero S. frugiperda (J.E. Smith, 1797), 

la principal plaga del maíz, llegando a causar hasta el 60 por ciento de las perdidas 

(CIMMYT, 2004; CESAVEG, 2012). 

Para el control de gusano cogollero se han empleado insecticidas químicos sintéticos 

de amplio espectro, lo que ha provocado una gran contaminación ambiental, efectos 

negativos para la salud humana y fauna benéfica, y en ocasiones sin obtener el 

control deseado  sobre  la plaga (Mahr et al., 2008; Cortez et al., 2011). Además, otra 

consecuencia grave ha sido la generación de resistencia a insecticidas químicos, lo 

que ha intensificado el uso de control químico incrementando los problemas que este 

conlleva (León et al., 2012). 

El control biológico es una alternativa para el control de plagas que reduce dichos 

efectos nocivos, es altamente específico contra las plagas objetivo y amigable con el 

ambiente (Mahr et al., 2008; Nava et al., 2012). Sin embargo, el complejo de 

enemigos naturales representa un campo amplio de investigación, pues aún es poco 

conocido, por lo que hay un gran interés en desarrollar métodos de control biológico 

contra el gusano cogollero, el cual es susceptible a hongos, nemátodos y a otros 

microorganismos entomopatógenos (Ruiz et al., 2013). 

El uso de HE y NE como agentes de control biológico, ha sido empleado debido a 

sus características de reproducción, rango de hospederos y modo de acción, 

parasitando y reproduciéndose, resultando en más cuerpos infecciosos que matarán 

más insectos. Uno de los órdenes de insectos que pueden ser atacados por estos 

organismos es el orden Lepidoptera (mariposas y polillas) como lo es el gusano 
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cogollero. Estos insectos con metamorfosis completa normalmente son parasitados 

en sus estadios larvales, aunque algunos pueden ser parasitados cuando pupan o 

cuando son adultos (Mahr et al., 2008). 

Para la aplicación de estos organismos, estos tienen que colocarse en su forma 

activa en un agente portador (formulación), el cual debe desarrollarse en materiales 

que garanticen la supervivencia de estos en sus etapas infectivas por un periodo 

necesario hasta el momento de su aplicación (Hussein y Abdel-Aty, 2012) por lo que 

se deben de tomar en cuenta una serie de factores al momento de elaborar 

formulaciones, ya que dependiendo del material portador o de la especie fue el 

resultado obtenido (Miles et al., 2012). La misma especie puede tener diferentes 

resultados dependiendo de la formulación en la que se haya elaborado, o diferentes 

pueden responder de manera distinta a una misma formulación (Hussein y Abdel-Aty, 

2012). Por lo que el desarrollar nuevas tecnologías y formulaciones que favorezcan 

tanto la supervivencia como la patogenicidad de los agentes de control biológico es 

un área de oportunidad por explotar. Por lo anterior, el presente estudio tuvo por 

objetivo:  Formular microencapsulados y pellets a base de HE y NE, buscando 

mantener su  viabilidad y conservar la patogenicidad contra el control del gusano 

cogollero. 
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CAPITULO I:  

REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 
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EL CULTIVO DEL MAÍZ 

El maíz es uno de los granos alimenticios más antiguos, pertenece a la familia de las 

Poáceas (gramíneas), tribu Maydeas, y es la única especie cultivada de este género. 

Otras especies del género Zea, comúnmente llamadas teosinte y las especies del 

género Tripsacum conocidas como arrocillo o maicillo son formas salvajes parientes 

de Z. mays. Son clasificadas como del “nuevo mundo” porque su centro de origen 

está en América. 

El maíz cultivado es una planta completamente domesticada que ha vivido y 

evolucionado junto al hombre desde tiempos remotos. El maíz no crece en forma 

salvaje y no puede sobrevivir en la naturaleza, siendo completamente dependiente 

de los cuidados del hombre. 

El maíz es una de las especies cultivadas más productivas. Es una planta C4 con 

una alta tasa de actividad fotosintética. Tiene el más alto potencial para la producción 

de carbohidratos por unidad de superficie por día. Fue el primer cereal a ser 

sometido a rápidas e importantes transformaciones tecnológicas en su forma de 

cultivo, tal como se pone en evidencia en la bien documentada historia del maíz 

híbrido en los Estados Unidos de América y posteriormente en Europa. El éxito de la 

tecnología basada en la ciencia para el cultivo del maíz ha estimulado una revolución 

agrícola generalizada en muchas partes del mundo (Paliwal et al., 2001). 

El maíz, junto con el trigo y el arroz, es uno de los principales alimentos básicos del 

mundo, y su demanda continúa en crecimiento (FAO, 2002), es un cereal que a 

diferencia de otros, contiene altas concentraciones de aminoácidos esenciales que 

influye en la asimilación de proteínas. El 72 % del peso del grano corresponde al 

almidón, otros azucares como glucosa, fructosa y sacarosa oscilan del 1 al 3%, el 

contenido de proteína es de alrededor del 8 al 11%, los ácidos grasos varían del 3 al 

18%, la fibra varía de un 10 a un 15%, los minerales contenidos corresponden al 

1.3% y las vitaminas liposolubles e hidrosolubles los valores corresponden a 1 mg/kg 

y 20 µg/g, respectivamente (FAO, 1993; Benítez, 2006). 
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Morfología, crecimiento y desarrollo 

El maíz necesita de 450 a 600 mm de agua por temporada, la cual es adquirida 

principalmente de las reservas húmedas del suelo. Por cada milímetro de agua 

consumida, son producidos alrededor de 15 kg de grano. Al llegar a la madurez, cada 

planta de maíz habrá consumido 250 L de agua (Plessis, 2003). La planta del maíz 

es de aspecto robusto. Recuerda al de una caña. Tiene un solo tallo de gran longitud, 

sin ramificaciones, que puede alcanzar hasta 4 m de altura. Al hacerle un corte 

presenta una médula esponjosa. La planta tiene flores tanto masculinas como 

femeninas. La inflorescencia masculina es un espigón o penacho amarillo que puede 

almacenar de veinte a 25 millones de granos de polen. La femenina tiene menos 

granos de polen, mil como máximo, y se forman en unas estructuras vegetativas 

denominadas espádices. 

Las hojas son largas y extensas, con terminación en forma de lanza, o lanceoladas, 

de extremos cortantes y con vellosidades en la parte superior. El área total en la 

etapa de madurez puede exceder el metro cuadrado por planta. Sus raíces son 

fasciculadas, o sea, todas presentan más o menos el mismo grosor, y su misión es 

aportar un perfecto anclaje a la planta. En algunos casos pueden verse los nudos de 

las raíces a nivel del suelo (Plessis, 2003; SAGARPA, 2014). 

Etapas de crecimiento y desarrollo 

Las diferentes etapas de crecimiento duran desde que la semilla es plantada y 

alcanza a formarse una plántula visible por encima de la superficie del suelo, hasta 

cuando la planta alcanza una etapa de madurez biológica. 

Etapa de crecimiento 0; Germinación y emergencia (VE) 

Esta etapa corresponde al periodo desde que la semilla es plantada hasta la 

emergencia de la plántula. Durante la germinación, el punto de crecimiento y el tallo 

se encuentran 2 a 4 cm debajo de la superficie del suelo. En temperaturas altas, las 

condiciones de humedad propician que la plántula emerja entre 6 y 10 días, sin 

embargo, en condiciones secas o de bajas temperaturas, este proceso puede tardar 
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dos semanas más. El rango óptimo de temperatura para la germinación esta entre 20 

y 30°C, mientras que la humedad optima del suelo debe ser de aproximadamente 

60% de la capacidad del suelo (Plessis, 2003; Pioneer, 2015). 

Etapa de crecimiento 1 (Etapa V3) 

Despliegue completo de 4 hojas. El número máximo de hojas y brotes laterales esta 

predeterminado y una hoja nueva se despliega cada tres días aproximadamente. En 

esta etapa, el punto de crecimiento se encuentra todavía debajo de la superficie del 

suelo y las partes aéreas están limitadas a vainas y hojas. En esta etapa ocurre 

también el inicio de la floración. Los pelos de la raíz están creciendo de las raíces 

nodales a medida que las raíces seminales dejan de crecer. (Plessis, 2003; Pioneer, 

2015). 

Etapa de crecimiento 2 

Despliegue completo de 8 hojas. Durante este periodo, el área del follaje incrementa 

de 5 a 10 veces, mientras que la masa del tallo incrementa de 50 a 100 veces. 

Comienza la formación de mazorcas. El vástago empieza a desarrollarse desde los 

nodos debajo  de la superficie del suelo.  El punto de crecimiento en esta etapa es de 

5 a 7.5 cm sobre la superficie del suelo (Plessis, 2003). 

Etapa de crecimiento 3 (Etapa V4) 

Despliegue completo de 12 hojas. Todos los brotes se han producido y la espiga en 

el punto de crecimiento empieza a desarrollarse rápidamente. Los brotes laterales 

que llevan mazorcas se desarrollan rápidamente del sexto al octavo nodo por encima 

de la superficie del suelo y el número potencial de brotes de semillas de la mazorca 

ya se ha determinado (Plessis, 2003; Pioneer, 2015). 

Etapa de crecimiento 4 (Etapa V5) 

Despliegue completo de 16 hojas. El tallo se alarga rápidamente y la espiga está casi 

completamente desarrollada, formándose en el extremo del punto de crecimiento. 

Los estigmas comienzan a desarrollarse y a prolongarse desde la base de la 
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mazorca superior. La altura de la parte aérea de la planta es de aproximadamente 8 

pulgadas (Plessis, 2003; Pioneer, 2015). 

Etapa de crecimiento 5 (Etapa VT) 

Aparecimiento de estigmas y derrame de polen. Todas las hojas están 

completamente desplegadas y la espiga ha sido visible de dos a tres días. Los brotes 

laterales soportan la mazorca principal así como las brácteas casi han alcanzado la 

madurez. En este punto, la demanda de nutrientes y agua es alto. Además, La planta 

está cerca de alcanzar su altura máxima, inicia la liberación de polen que dura de 

una a dos semanas (Plessis, 2003; Pioneer, 2015). 

Etapa de crecimiento 6 (Fase reproductiva R1) 

Las mazorcas, los brotes laterales y las brácteas están completamente 

desarrolladas, el almidón empieza a acumularse en el endospermo (Plessis, 2003) 

Etapa de crecimiento 7 

La masa del grano continua en incremento y los azucares son convertidos en 

almidón (Plessis, 2003). 

Etapa de crecimiento 8 

Los azucares desaparecen del grano. El almidón se acumula en la corona del grano 

y se extiende hacia abajo (Plessis, 2003). 

Etapa de crecimiento 9 

Cuando el grano ha alcanzado su masa seca máxima, una capa de células negras se 

desarrolla en la base del grano. Los granos son fisiológicamente maduros y solo la 

humedad contenida debe ser reducida (Plessis, 2003). 

Etapa de crecimiento 10 
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Aunque los granos hayan alcanzado la madurez fisiológica, deben secarse antes de 

alcanzar la madurez biológica. Bajo condiciones favorables, el secado ocurre 

aproximadamente 5 % por semana hasta el nivel de 20%, después de lo cual hay 

una desaceleración (Plessis, 2003). 

Importancia del maíz 

En 2013, el total de la producción mundial de maíz superó las 4606 millones de 

toneladas (FAOSTAT, 2014). Actualmente el maíz es el segundo cultivo por su 

producción a nivel mundial, después del trigo y superando al arroz, es además el 

primer cereal en rendimiento de grano por hectárea y el segundo después del trigo 

en producción total. Es un importante alimento, tanto para los humanos como para 

los animales, además de servir como materia prima para la elaboración de diversos 

productos, ningún cultivo lo supera en la variación de ambientes en los que puede 

ser cultivado aunque la mayor parte del maíz es cultivado a altitudes medias, pero se 

cultiva también por debajo del nivel del mar en las planicies del Caspio y hasta los 

3 800 msnm en la cordillera de los Andes. Más aún, el cultivo continúa a expandirse 

a nuevas áreas y a nuevos ambientes (Paliwal et al., 2001). 

En México, el maíz es el cultivo más importante. El maíz blanco en grano se utiliza 

principalmente para la elaboración de las tradicionales tortillas y tamales, pero de él 

también pueden obtenerse aceite e insumos para la fabricación de barnices, pinturas, 

cauchos artificiales y jabones. El maíz amarillo en grano también se utiliza para 

consumo humano en una amplia variedad de platillos; sin embargo, su principal 

destino es la alimentación del ganado y la producción de almidones (SAGARPA, 

2014). 

En 2013, la superficie total sembrada de maíz fue de 8,060,789.54 ha, generando 

una producción de 35,325,272.75 t, por lo que el rendimiento alcanzado fue de 36.37 

t/ha, lo cual generó un valor de producción de $83,651,658,750 (SIAP-SAGARPA, 

2014). 



19 
 

En Sinaloa se obtienen los rendimientos más altos a nivel nacional, lo cual se explica 

por la calidad de su suelo, así como por el uso intensivo de capital, lo cual se traduce 

en utilización de maquinaria y equipo, además de asistencia técnica y semillas 

altamente productivas. Sinaloa, ocupó el primer lugar en producción de maíz grano 

en 2013, con una producción de 3,627,777.51 t, correspondiente al 10% de la 

producción nacional, generando un valor de producción de $12,026,665,110; 

además, ocupó el cuarto lugar en producción de maíz grano semilla con una 

producción de 245 t (SIAP-SAGARPA, 2014). 

Sin embargo, aun cuando la producción de maíz es elevada y la economía es 

autosuficiente en maíz blanco, no lo es en maíz amarillo, el cual es insuficiente para 

satisfacer la demanda nacional del mismo, de modo que se ha tenido que recurrir a 

la importación de maíz convirtiéndolo en el producto agrícola más importado de los 

Estados Unidos. En 2012 México importó 9 millones 515,000 t de maíz, de las cuales 

87.9% provino de EU; el resto de Sudáfrica y Brasil (FAO, 2014). 

Problemas fitosanitarios del Maíz 

El cultivo de maíz puede ser afectado por una serie de agentes patógenos, vectores 

o plagas que causan importantes daños económicos a su producción  y ponen en 

riesgo la seguridad alimentaria (Paliwal et al., 2001). Dentro de las enfermedades 

más comunes causadas por hongos destacan el carbón de la espiga Sphacelotheca 

reiliana (Khun), la Roya común Puccinia sorghi, el Tizón foliar Exserohilium turcicum, 

la Pudrición de tallo y antracnosis foliar Colletotrichum graminícola, la Pudrición de 

raíz Pythium aphanidermatum y Fusarium spp. , la Pudrición de tallo Macrophomina 

phaseolina y Fusarium spp. y las Manchas foliares o tizón Helmintosporium maydis 

(CIMMYT, 2004; SAGARPA, 2010; CESAVEG, 2012).Por otro lado, bacterias y virus 

también son causantes de enfermedades en maíz, como el achaparramiento del 

maíz Spiroplasma kunkeli y el Mosaico del maíz VMM (CIMMYT, 2004). 

Respecto a las plagas, hay una gran variedad de insectos que afectan al cultivo del 

maíz, donde los más comunes son el Barrenador del tallo Diatraea sp., la Araña roja 

Olygonychus mexicanus y Tetranichus sp, el Chapulin Sphenarium purpurascens, 
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Melanoplus differentialis y Taeniopoda eques, la Gallina ciega Phyllophaga sp., 

Cyclocephala sp., Diplotaxis sp., Macrodactylus sp. y Anomala sp., los Trips 

Frankliniella williamsi, el Gusano alfilerillo Diabrotica balteada, al Gusano trozador 

Agrotis sp., el Gusano elotero Helicoverpa zea, el Gusano soldado Spodoptera 

exigua y el Gusano Cogollero S. frugiperda (J.E. Smith, 1797), siendo esta ultima la 

plaga más importante del maíz en México, llegando a causar hasta el 60% de las 

perdidas (CIMMYT, 2004; SAGARPA, 2010; CESAVEG, 2012; León et al., 2012; 

Valdez et al., 2012). 

GUSANO COGOLLERO Spodoptera frugiperda (J.E. Smith 1797) 

El gusano cogollero es nativo de las regiones tropicales del hemisferio occidental, 

desde los Estados Unidos de América hasta Argentina y afecta a casi todas las 

zonas productoras. Es un fuerte volador, por lo cual se dispersa largas distancias 

anualmente durante el verano (Capinera, 2008; SAGARPA, 2010). Presenta 6 

estadios larvales que es cuando produce daños a los cultivos y dichas larvas, de 

hábitos gregarios y canibalísticos se establecen en el cogollo de la planta, 

alimentándose de las inflorescencias sin desarrollar de las plantas jóvenes, lo que 

genera un daño simultaneo sobre varios pliegues, pues las hojas están enrolladas en 

sí mismas, de manera que al momento del despliegue de las hojas, estas muestran 

perforaciones simétricas o desgarradas, según sea el tamaño y la población de 

larvas alimentándose. Por otro lado, si el maíz es pequeño y se suscita un ataque 

masivo, las plantas pueden ser totalmente defoliadas, y en caso de maíces grandes, 

el extremo de defoliación puede llegar hasta la permanencia de la nervadura central 

(Villa y Catalán, 2004; SAGARPA, 2010; CESAVEG, 2012). 

Ubicación taxonómica 

El Sistema Integrado de Información Taxonómica (ITIS, por sus siglas en inglés) 

clasifica a S. frugiperda (J.E. Smith, 1797) de la siguiente manera: 

Reino: Animalia 

Phylum: Arthropoda 
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Clase: Insecta 

Orden: Lepidoptera 

Familia: Noctuidae 

Género: Spodoptera 

Especie: Spodoptera frugiperda (J. E. Smith, 1797) 

Ciclo de vida 

El ciclo de vida (Fig. 1) se completa con alrededor de 30 días en el verano, 60 días 

en primavera y otoño y de 80 a 90 días en invierno. El número de generaciones 

existentes en un área varía respecto a la aparición de adultos dispersos (Capinera, 

2008). 

Figura 1. Ciclo de vida de S. frugiperda (J. E. Smith, 1797).  
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Huevos 

Los huevos son en forma de cúpula, de color blanco-cremoso y son de un tamaño 

aproximado de 0.5mm de diámetro. Esto son depositados en masa, mayormente en 

el envés de las hojas, aunque puede ser también en el haz y una vez depositados 

son cubiertos con finas escamas del adulto (Capinera, 2008; López, 2012).  

Larva 

El  estadio  larvario  incluye  por  lo  general  5  ó  6  estadios larvales (ínstars), 

distinguiéndose por el tamaño y el color de las larvas. Durante el desarrollo se 

pueden diferenciar perfectamente los ínstars a los que pertenece, debido a las 

mudas a consecuencia de cambios hormonales causantes de variaciones en tamaño, 

comportamiento y morfología (Villa y  Catalán, 2004; López, 2012). 

Primer ínstar 

Al salir de los huevos, la larvas miden aproximadamente 1.5 mm  de largo, son de 

color blanquecino, cabeza negra y prominente, y el cuerpo cubierto de pelos finos 

(López, 2012). 

Segundo ínstar 

La longitud de las larvas es de 8mm y la cabeza es de color café oscuro, al final de 

este ínstar es notable la sutura en la parte frontal de la  cabeza en forma de “Y” 

(López, 2012). 

Tercer ínstar 

Las larvas miden aproximadamente 15 mm de largo, la cabeza es de color  café  

claro, de cuerpo alargado y más robusto, presenta bandas longitudinales de color 

café claro y blanco (López, 2012). 

Cuarto instar 
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Las larvas miden hasta 25 mm de largo, presentan unas bandas longitudinales de 

color verde claro y café claro, muestra muy notablemente 4 puntos en los últimos 

segmentos abdominales y la cabeza es de color café (López, 2012). 

Quinto instar 

La larva está en su máximo desarrollo, alcanzando de 34 a 44 mm de longitud, es 

una larva grande y robusta (López, 2012). 

Pupa 

Mayormente la pupa se desarrolla en el suelo, es café rojizo y puede llegar a medir 

hasta 18 mm de longitud; se desarrolla en  un  rango  de  temperatura  que  fluctúa  

entre  los  28  °C  y  30  °C. Este periodo puede durar de 8 a 9 días en verano y de 

20 a 30 días en Invierno (López, 2012). 

Adulto 

Son palomillas nocturnas con mucha movilidad, facilitando que se puedan desplazar 

para encontrar cultivos de los cuales alimentarse, prefieren los climas templados con  

una humedad relativa alta en el  ambiente. Los  machos, a diferencia de las hembras, 

poseen manchas de color blanco en la parte central y final de las alas anteriores. 

Viven aproximadamente 10 días en condiciones favorables y ovipositan desde los 5 

días de haber emergido de la pupa (López, 2012). 

Distribucion y control en México 

La distribución del gusano cogollero es muy amplia, encontrándose en  todas  la  

zonas  productoras  de  maíz,  sin embargo, es  más  abundante  su presencia en  

las regiones tropicales y subtropicales (SENASICA, 2009). Su presencia y daños en 

la República Mexicana se han reportado en los siguientes estados: Baja California 

Norte, Baja California Sur, Sonora, Sinaloa, Nayarit, Colima, Jalisco, Michoacán, 

Chihuahua, Durango, San Luis Potosí, Guanajuato, Tamaulipas, Hidalgo, Puebla, 

México,  Guerrero,  Veracruz,  Oaxaca,  Chiapas,  Campeche,  Quintana  Roo  y 

Yucatán (López, 2012). 
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En  Sinaloa, para el control de gusano cogollero se recurre exclusivamente a 

insecticidas químicos sintéticos de amplio espectro, con más de veinticinco años en 

el mercado, con lo que se provoca elevada contaminación ambiental con múltiples 

efectos negativos y en ocasiones sin obtener el control deseado  sobre  la plaga 

(Cortez et al., 2011). Por otro lado, el empleo descontrolado de productos químicos  

para controlar al gusano cogollero ha traído consecuencias como la generación de 

resistencia, esta se ha presentado a compuestos organoclorados, organofosforados, 

carbamatos y piretroides tanto en Estados Unidos de América como en México aun 

cuando se llevó una rotación de grupos toxicológicos por regiones (León et al., 2012). 

Otra problemática de estos hábitos descontrolados de aplicación de agentes 

químicos, ha sido la contaminación y sus efectos nocivos tanto para la salud humana 

como para la fauna benéfica, por ejemplo, los insectos polinizadores y los enemigos 

naturales de insectos plaga (Mahr et al., 2008; Cortez et al., 2011), por lo que el 

control biológico es un método de control de plagas ha sido una alternativa a estos 

métodos nocivos, pues son altamente específicos contra las plagas objetivo y 

amigables con el ambiente, pues no empeoran la contaminación del medio ambiente. 

La diferencia principal entre el control químico y el biológico, es que, dado que los 

enemigos naturales necesitan de sus hospederos para sobrevivir, el control biológico 

funciona mejor cuando hay una población pequeña de insectos plaga (Mahr et al., 

2008; Nava et al., 2012). 

En México, el complejo de enemigos naturales es escasamente conocido, sin 

embargo, hay un alto interés en desarrollar métodos de control biológico para 

controlar al gusano cogollero, el cual es susceptible a hongos, nemátodos y a otros 

microorganismos patógenos (Ruiz et al., 2013). 

CONTROL BIOLÓGICO DE PLAGAS 

El control biológico representa una alternativa al uso de insecticidas. Es la 

manipulación intencional de poblaciones de organismos benéficos vivos, llamados 

enemigos naturales, con el fin de limitar las poblaciones de insectos plaga con la 

intención, no de erradicar a los insectos plaga, pero si con la intención de 

mantenerlos a niveles de tolerancia tales que no causen daños severos. 
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Virtualmente, todas las plagas tienen enemigos naturales y con un manejo 

apropiado, estos enemigos naturales pueden controlar a dichas plagas; y aunque el 

control biológico no controlara a todas las plagas todo el tiempo, este puede ser la 

base de un enfoque llamado Manejo Integrado de Plagas, el cual combina una 

variedad de métodos de control de plagas. El control biológico puede ser efectivo, 

económico y seguro, y podría ser más ampliamente usado de lo que es hoy día 

(Mahr et al., 2008).  

Los enemigos naturales de los insectos plaga son un grupo diverso de organismos, 

incluyendo depredadores, insectos parásitos, nemátodos y una variedad de 

microorganismos entomopatógenos, estos últimos incluyen virus, bacterias, hongos y 

otros microorganismos, que aunque no son capaces de causar enfermedades 

epidemiológicas, son importantes para la supresión constante de las poblaciones de 

plagas. Un hecho muy importante es que, estos organismos patógenos son 

justamente específicos para el huésped, lo que evita que dañe a organismos no-

objetivo como los insectos benéficos, humanos, animales de crianza, vida silvestre o 

plantas (Mahr et al., 2008). 

Hongos entomopatógenos 

Los HE son un grupo de microorganismos que emplean a diferentes órdenes de 

artrópodos como hospederos para desarrollar parte de su ciclo de vida y a diferencia 

de los virus, bacterias y protistas, que deben ser ingeridos, los hongos poseen un 

modo único de infección, donde las esporas de los hongos usualmente germinan en 

el exterior de la cutícula de los insectos y sus hifas penetran a través de ella, esto es 

por qué los hongos entomopatógenos son capaces de infectar huevos (Asi et al., 

2013). Dado que no necesitan ser ingeridos para parasitar, son los únicos patógenos 

importantes capaces de infectar insectos que se alimentan de savia. Algunos HE no 

producen crecimiento superficial o producen muy poco; la mayoría son patógenos 

obligados o facultativos y algunos son simbióticos, su crecimiento y desarrollo están 

limitados principalmente por las condiciones ambientales externas, 

independientemente del hospedero, la alta humedad y temperatura adecuada 

favorecerán  la esporulación y germinación de esporas, siendo limitada su efectividad 
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en condiciones secas. Son organismos heterótrofos, que poseen células quitinasas, 

normalmente no móviles.  La dispersión de las esporas se realiza por contaminación 

ambiental a través del viento, la lluvia e incluso individuos enfermos al entrar en 

contacto con otros sanos. Normalmente son especies específicas o de amplio 

espectro de hospedantes (insectos y ácaros).El hongo sale del insecto enfermo a 

través de las aperturas (boca, ano, orificios de unión de los tegumentos y artejos) y 

en el exterior forma sus estructuras fructíferas y produce esporas. Los insectos 

enfermos no se alimentan, presentan debilidad y desorientación y cambian de color, 

presentando manchas oscuras sobre el tegumento que corresponden con las 

esporas germinadas del hongo (Mahr et al., 2008; Archuleta, 2012).  

El ciclo de la enfermedad fúngica inicia con la adhesion de la espora al cuerpo del 

insecto y sucede cuando la espora del primero es depositada en la superficie de este 

ultimo; este proceso esta mediado por la presencia de moleculas sintetizadas por el 

hongo denominadas adhesinas y ocurre en tres etapas sucesivas: la adsorcion de la 

espora a la superficie mediante el reconocimiento de receptores especificos de 

naturaleza glicoprotéica en el insecto, la adhesion o consolidacion de la interfase 

entre la espora pregerminada y la epicuticula y finalmente, la germinacion y 

desarrollo hasta la formacion del apresorio para comenzar la fase de penetracion, la 

cual inicia con un mecanismo físico-químico que consiste en la presión ejercida por 

una estructura fúngica denominada haustorio, el cual deforma primeramente la capa 

cuticular rompiendo luego las áreas  esclerosadas y membranosas de la cutícula; 

posteriormente debido a la acción enzimática – de actividades hidrolíticas tales como 

proteasas, lipasas y quitinasas-  se degrada el tejido en la zona de penetración 

facilitando la entrada del hongo; este proceso depende del grosor de la cutícula, la 

esclerotización y la presencia de sustancias antifúngicas y nutricionales. Otro 

mecanismo utilizado para penetrar al hemocele es a través de la cavidad bucal, 

espiráculos y otras aberturas externas del insecto, dado que el tracto alimenticio es 

húmedo, la espora puede germinar rápidamente en este ambiente; sin embargo, los 

fluidos digestivos pueden destruir o degradar la hifa germinativa y en algunos casos 

la digestión de estructuras fúngicas puede causar la muerte por toxicidad más que 

por micosis. Por último, la replicación en el hemocele, generalmente los hongos 
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realizan transición dimórfica de micelio a levadura y una vez que han evadido el 

sistema inmune del insecto, se produce una septicemia, induciendo a síntomas 

fisiológicos anormales como convulsiones, carencia de coordinación, 

comportamientos alterados y parálisis. La muerte sobreviene por una combinación de 

efectos que  comprenden el daño físico de tejidos, toxicosis, deshidratación de las 

células por pérdida de fluido y consumo de nutrientes (Mahr et al., 2008; Archuleta, 

2012).  

Cuando el hongo entra al cuerpo del insecto, se enfrenta al sistema inmunológico de 

este, por lo que ha tenido que desarrollar mecanismos de defensa como cambios 

estructurales en su pared celular o producción de toxinas así como de metabolitos 

secundarios; de modo que al aislarlos y probarlos contra insectos, se ha demostrado 

su poder insecticida. Cuando se forma una pared celular, este se desarrolla como 

protoplasto, evadiendo el reconocimiento por los hemocitos circulantes en el 

hemocele y una vez que el insecto no aporta más nutrientes (nitrógeno), las fases 

levaduriformes retoman su crecimiento micelial. Por último, cuando las condiciones 

de humedad y temperatura son las adecuadas, las hifas del hongo emergen 

nuevamente al exterior del cadáver del insecto, donde esporula, esperando que 

ocurra la dispersión de las esporas (Archuleta, 2012).  

Las características de la infección por el hongo pueden o no mostrar síntomas al 

inicio de la enfermedad, en algunos casos se pueden observar manchas necróticas 

en donde el hongo ha penetrado, sin embargo, al avanzar el periodo de infección los 

insectos generalmente se muestran inquietos, menos activos, presentan debilidad y 

desorientación y cambian de color, su apetito se reduce y pierden coordinación; 

cambian de color además de presentar manchas oscuras correspondientes a 

esporas germinadas. Posterior a eso el insecto muere, se endurece volviéndose 

quebradizo y se cubre de micelio, siendo la momificación la característica particular 

de infección por hongos, esto es seguido por la esporulación del hongo sobre el 

cadáver, lo cual dependerá de la humedad relativa y la temperatura, específicamente 

cuando la atmósfera está saturada el micelio emergerá a través del integumento y 
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desarrolla 10 conidióforos, si no el cadáver permanece momificado, compacto y frágil 

(Archuleta, 2012; SENASICA, 2014). 

Se han descrito entre 80,000 y 120,000 especies de hongos (Webster y Weber, 

2007), sin embargo las especies de hongos entomopatógenos que han sido usados 

para el control de insectos son pocas, entre ellas están Verticillium lecanii, Hirsutella 

thompsonii, Nomurae rileyi, Aschersonia aleyrodis, además de  los hongos 

Metarhizium anisopliae y Beauveria bassiana los cuales han sido empleados 

mayormente como agentes de control biológico de insectos plaga (Espinoza 2003; 

Mohammadbeigi y Port, 2015) 

Beauveria bassiana es un hongo de distribución cosmopolita, filamentoso de la 

división Ascomycota que afecta a más de 700 especies de insectos, descubierto por 

producir la muscardina blanca en el gusano de seda (Butt et al., 2002). 

El género Beauveria se caracteriza por sus células conidiógenas de forma globosa a 

forma de botella, las cuales sostienen los conidios originados en forma simpoidal o 

acrópeta en un raquis de apariencia en zigzag. El distintivo principal de este género 

esta en base a la morfología de los conidios, los cuales son de apariencia lisa, 

hialina, de 1.5 a 5.5 µm y de forma globosa a cilíndrica (Rehner et al., 2011). B. 

bassiana crece con facilidad en medio de cultivo, de apariencia blancuzca produce 

hifas  vegetativas en donde las células conidiógenas forman verticilos densos en 

forma de botella, de base ancha y extendiéndose en un raquis en forma de zigzag 

formando esporas asexuales llamadas conidios de apariencia globosa-elipsoidal, 

lisas y hialinas (Webster y Weber, 2007; Blond, 2012) (Fig. 2). 
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Figura 2. Micrografía de B. bassiana mostrando sus estructuras (Blond, 2012). 

Clasificación taxonómica de B. bassiana 

Reino: Fungí 

División: Ascomiceta  

Clase: Sordariomycetes  

Orden: Hypocreales  

Familia: Cordycipitaceae  

Género: Beauveria  

Especie: bassiana  

 

Metarhizium anisopliae es un hongo imperfecto, cosmopolita que presenta 

reproducción asexual. Es un hongo filamentoso causante de la enfermedad de la 

muscardina verde en insectos (Webster y Weber, 2007). En medio de cultivo crece 

lentamente mostrando columnas verdosas en forma cilíndrica, presenta micelio 

septado, esporas alargadas y se forman en cadenas originadas en fiálides cilíndricas. 
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Los conidios pueden ser hialinos o mostrar ligera pigmentación verde oliva 

produciéndose en cadenas de basipétalos compactados (Bazán, 2002; Acosta, 2006; 

Archuleta, 2012) (Fig. 3). 

  

Figura 3. Estructura morfológica de M. anisopliae (Webster y Weber, 2007). 
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Clasificación taxonómica de M. anisopliae 

Reino: Fungi 

División: Ascomycota  

Clase: Sordariomycetes  

Orden: Hypocreales  

Familia: Clavicipitaceae  

Género: Metarhizium  

Especie: anisopliae  

Nemátodos entomopatógenos 

Son gusanos pequeños que atacan y matan insectos que viven en hábitats húmedos, 

específicamente en agua y suelos húmedos; la mayoría son delgados y con una 

longitud que oscila de 400 a 1200 µm (Woodring y Kaya, 1988). No son dañinos para 

otros animales o plantas y solo unas pocas especies son reproducidas en masa y 

vendidas como control de plagas. Buscan insectos, los parasitan y entonces se 

reproducen, resultando más nemátodos parásitos que mataran más insectos.  

Aproximadamente 20 familias de nemátodos tienen especies infectivas para los 

insectos y pueden atacar en la mayoría de los órdenes de insectos, siendo los más 

comunes hospederos los órdenes Coleoptera (escarabajos), Diptera (moscas, 

mosquitos, etc), Orthoptera (saltamontes, grillos, etc), Hymenoptera (abejas, avispas, 

etc) y Lepidoptera (mariposas y polillas). Estos insectos con metamorfosis completa 

normalmente son parasitados en sus estadios larvales, aunque algunos pueden ser 

parasitados cuando pupan o cuando son adultos (Mahr et al., 2008). 

Aunque los nemátodos son organismos que viven en hábitats húmedos, hay 

especies terrestres de NE que son capaces de parasitar plagas como gusanos 

blancos, gorgojos de raíz, gusano del alambre, gusanos cortadores, moscas de los 
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hongos y gusanos en general. Además hay especies de insectos que se alimentan 

de plantas que pupan o pasan periodos de dormancia en el suelo, y estos pueden 

ser parasitados también. Algunos de ellos pueden moverse a través del agua, 

cuando llueve o con la humedad de las mañanas para depositar huevos o buscar 

hospederos; sin embargo, generalmente tienen periodos tanto parasíticos como de 

vida libre, lo que los diferencia de los microorganismos patógenos, pues son capaces 

de realizar movimientos dirigidos. La mayoría son “viajeros” que activamente buscan 

a sus hospederos (Mahr et al., 2008). 

Algunas familias como Steinernematidae y Heterorhabditidae cargan en su sistema 

digestivo bacterias mutualistas que son entomopatógenas y son esenciales para que 

los nemátodos puedan parasitar de manera exitosa. En su etapa infectiva o 

parasítica, un juvenil se colocará en el insecto adecuado y se introducirá al mismo 

por su boca, ano, aperturas respiratorias o por penetración directa de la cutícula; y 

una vez que el nemátodo se ha introducido libera a la bacteria en simbiosis que porta 

en su sistema digestivo, la cual es patogénica para el insecto, de manera que esta 

produce toxinas que matan las células del insecto; la bacteria se multiplica y el 

insecto muere, normalmente 1 ó 2 días de haber sido parasitado. Los nemátodos se 

desarrollan hasta su adultez alimentándose de las bacterias y/o del tejido del insecto 

muerto; posteriormente el adulto deposita huevos dentro del insecto, que 

posteriormente emergerán, repitiéndose este ciclo unas tres o cuatro generaciones 

dependiendo del tejido del insecto para alimentarse. Eventualmente nemátodos salen 

del insecto portando en su sistema a la bacteria en busca de nuevos hospederos. El 

beneficio de controlar plagas con NE es mayor en áreas  de humedad constante y de 

manera contraria en áreas desérticas; sin embargo, aun en condiciones húmedas, 

pueden no ser suficientes para abastecer una supresión significativa de plagas (Mahr 

et al., 2008).  
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FORMULACIONES DE HONGOS Y NEMÁTODOS ENTOMOPATÓGENOS 

Formulación de NE 

Compañías en Europa, Asia y Norte América han producido nemátodos 

entomopatógenos a gran escala utilizando biorreactores, sin embargo la utilidad de 

los mismos ha sido limitado debido a la indisponibilidad de formulaciones optimas 

(Divya et al., 2011), las cuales buscan la finalidad de elaborar productos comerciales 

a base de estos organismos; dicha producción se elabora a gran escala en cultivos 

líquidos, práctica que ha reducido los costos de producción y ha aumentado su 

aplicación en la agricultura (Hussein y Abdel-Aty, 2012).  

Una vez producidos estos tienen que colocarse en su forma activa en un agente 

portador como esponjas artificiales, aserrín, talco, turba, vermiculita, carbón activado, 

alginato de calcio, harina de trigo, fibra de coco, suspensiones acuosas, gel y 

recientemente cintas con cadáveres de insectos infectados como potencial aplicación 

de NE (Grewal et al., 2001; Divya et al., 2011; Hussein y Abdel-Aty, 2012; Rodríguez 

et al., 2012).  

La formulaciones deben desarrollarse en materiales que garanticen la supervivencia 

de los nemátodos en sus etapas infectivas por un periodo necesario para 

comercializar el producto, lo cual se ha podido lograr por inmovilización o desecación 

parcial de juveniles infectivos (JI), formulaciones que han permitido introducir 

productos a base de NE con una vida de anaquel aceptable (Hussein y Abdel-Aty, 

2012).  

Sin embargo, hay ciertas consideraciones que se deben tomar en cuenta al momento 

de elaborar formulaciones a base de NE, entre ellas es que una misma especie 

puede variar su supervivencia o su infectividad dependiendo del material que lo porte 

(Miles et al., 2012).  

Trabajos previos han demostrado que al evaluar las especies Heterorhabditis 

bacteriophora y Steinernema carpocpsae en Hydrogel, caolinita y alginato de calcio 

como medios transportadores,  encontrando que en la formulación de Hydrogel H. 
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bacteriophora presentó mayor supervivencia por periodo de tiempo (50 días) que S. 

carpocpsae y con una patogenicidad similar, induciendo ambas especies a la 

mortalidad; en la formulación de caolinita la supervivencia fue deficiente en ambas 

especies con respecto al tiempo, sin embargo la mortalidad inducida fue las más 

elevada en ambas especies  respecto a los otros dos métodos; por último, en 

alginato de calcio la especie con mayor supervivencia fue S. carpocapsae, siendo 

esta misma especie la que causo mayor mortalidad (Hussein y Abdel-Aty, 2012). 

Otros trabajos han mostrado resultados similares empleando nemátodos de los 

géneros Heterorhabditis y Steinernema (Divya et al., 2011; Grenwal et al., 2012).  

Una formulación en gránulos o pellets se ha desarrollado con la finalidad de 

favorecer tanto la supervivencia como la patogenicidad de los NE y a la vez 

presentar un nivel de agregación y compactación tal que la disolución del pellet 

suceda al tener contacto con la humedad. Esto es, gránulos capaces de disolverse 

en agua (Mendoza, 2012) 

Formulación de HE 

Los hongos empleados para el biocontrol de plagas agrícolas, una vez producidos a 

gran o pequeña escala, deben también formularse en medios que los vuelvan una 

herramienta apropiada para el control biológico, siendo capaces de portarlos y 

proporcionarles un grado de viabilidad tal, que puedan emplearse en campo 

(Pavone, et al., 2009). Algunas formulaciones se han elaborado a base de aceites de 

origen vegetal y mineral, correspondiente a algunas de las formulaciones liquidas; así 

como formulaciones solidas elaboradas con polvos, gránulos de micelio seco y de 

germen desgrasado de maíz (Pereira et al., 1990; Pavone et al., 2009; Agarwal et al., 

2012; Seye et al., 2012).  

Sin embargo, la falta de formulaciones capaces de proporcionar una viabilidad y 

eficiencia completa es un problema actual en lo que a HE se refiere, pues en este 

ámbito se han desarrollado fuertes avances en las formulaciones para bacterias 

como Bacillus thuringiensis (BT) y patógenos virales, por lo que la importancia del 

desarrollo de nuevas tecnologías y formulaciones capaces de proporcionar la 
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confiabilidad y eficiencia de empleo a los HE en campo es una realidad necesaria 

(Pereira et al., 1990). 

MICROENCAPSULACIÓN POR SECADO POR ASPERSIÓN 

La encapsulación o microencapsulación (para sustancias de bajo peso molecular) es 

el proceso de introducir sustancias bioactivas en una matriz con la finalidad de evitar 

su degradación y mejorar la actividad biológica de agentes de control biológicos. En 

el caso de microencapsulación de hongos, la sustancia bioactiva o el inoculo puede 

componerse de micelio, esporas y/o blastosporas, el cual es resguardado dentro de 

una matriz o sistema pared compuesta por una mezcla de adyuvantes, 

fagoestimulantes y adherentes con el fin de proporcionar selectividad, 

biodegradabilidad y capacidad de dirigirse a un rango estrecho de insectos blanco 

(Yañez et al., 2005; Jin y Custis, 2011).  

La microencapsulación consiste generalmente en mezclar al inoculo con la matriz, 

donde esta es agregada posteriormente a un medio de dispersión, para esto se debe 

de realizar una agitación constante con el fin de emulsificar. Posteriormente, la 

emulsificación es depositada en una solución agua-sal, formando así una solución de 

líquidos inmiscibles. La mezcla se deja reposar durante unos minutos para permitir 

que los glóbulos conteniendo el inoculo sedimenten hacia el fluido inferior el cual lo 

rodeará formando una capa encapsulante. 

El secado por aspersión (Fig. 4), es una técnica que permite tratar productos 

(algunos de ellos sensibles) a altas temperaturas con un mínimo de deterioro en las 

propiedades del producto secado, por lo que es ampliamente usado para obtener 

productos microencapsulados y para el secado de microorganismos (Fernández et 

al., 2001). 
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Figura 4. Esquema general del secado por aspersión.  

PRODUCCION DE PELLETS 

Los pellets, son sustancias acarreadoras que técnicamente construyen un ambiente 

artificial adecuado para la supervivencia de nemátodos hasta su aplicación 

(Mendoza, 2012).  Actualmente, las investigaciones se enfocan en el prolongamiento 

de la vida de anaquel de agentes de control biológico, así como su tolerancia a la 

transportación, la aplicación en campo y la mejora de su efectividad contra los 

organismos objetivo. La encapsulación en pellets, es una técnica prometedora, dada 

la estructura del formulado se facilita el almacenamiento y la transportación, y se 

logran mejoras en términos de supervivencia y viabilidad de nemátodos, ya que 

proporciona condiciones de inmovilidad, reducción de metabolismo, protección de 

rayos UV y desecación gradual con el fin de reducir el consumo de energía, además 

de buscar un nivel de agregación y compactación adecuado y que facilite la 

disolución oportuna al humedecerse. Los materiales y el procedimiento de 

elaboración del pellet son factores importantes a considerar porque de ello 

dependerá que se cree un micro-reservorio óptimo para el encapsulamiento del 

organismo. Las condiciones adecuadas recaerán en inducir un estado de 
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quiescencia (reducción de actividad metabólica) sobre el organismo, lo que puede 

prolongar la vida y mantener la infectividad hasta la aplicación del agente de control. 

El encapsulante más comúnmente empleado ha sido el alginato de calcio, sin 

embargo, otros ingredientes como bentonita, trigo glutinado, barro, almidón, entre 

otros han sido empleados como agentes encapsulantes para la formulación de los 

pellets (García, 2006; Girón, 2008; Hussein y Abdel-Aty, 2012; Matadamas et al., 

2014; Mendoza, 2012).  
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CAPITULO II:  

Artículo publicado en el Número 1, Volumen 43 de la revista Southwestern 
Entomologist. 
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Evaluación de la Virulencia de Steinernema riobrave  y Rhabditis blumi  contra 
Larvas del Tercer Instar de Spodoptera frugiperda1 

Evaluation of the Virulence of Steinernema riobrave and Rhabditis blumi 
against Third Instar Larvae of Spodoptera frugiperda1 

Héctor Alejandro Leyva-Hernández2*, Cipriano García-Gutiérrez2*,  
Jaime Ruíz-Vega3, Carlos L. Calderón-Vázquez2, Antonio Luna-González2, y  
Sergio García-Salas4  

Resumen.  Se evaluó la virulencia de los nematodos Steinernema riobrave (Poinar y 

Raulston, 1994) y la de un aislamiento nativo de  Rhabditis blumi (Sudhaus, 1974) 

contra gusano cogollero del maíz Spodoptera frugiperda (J.E. Smith).  Ambos 

nematodos fueron usados para inocular larvas del tercer instar de desarrollo 

concentraciones de 100, 250, y 500 juveniles infectivos (JI) por larva y determinar la 

mortalidad de las larvas cada 24 h durante 7 días.  El nematodo S. riobrave causó 

90% de mortalidad a  500 JI, 96 h después de la inoculación, mientras que con la 

especie R. blumi no hubo mortalidad de larvas a las concentraciones y tiempo de 

evaluación.  El nematodo S. riobrave tuvo alta virulencia, por lo que esta especie se 

consideran viable para usarse en una prueba de efectividad para el control de S. 

frugiperda en campo.  

 
________________________  
1Lepidoptera: Noctuidae 
2Instituto Politécnico Nacional. Centro Interdisciplinario de Investigación para el 
Desarrollo Integral Regional Unidad Sinaloa, Blvd. Juan de Dios Bátiz Paredes 250, 
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3Instituto Politécnico Nacional. Centro Interdisciplinario de Investigación para el 
Desarrollo Integral Regional Unidad Oaxaca IPN, Hornos No. 1003, Col. Noche 
Buena, Municipio de Santa Cruz Xoxocotlán C.P. 71230. Oaxaca, México. 
4Unidad Profesional Interdisciplinaria de Biotecnología IPN, D.R. Instituto Politécnico 
Nacional (IPN), Av. Luis Enrique Erro S/N, Unidad Profesional Adolfo López Mateos, 
Zacatenco, Delegación Gustavo A. Madero, C.P. 07738, Ciudad de México, México.  
*Autor para correspondencia:g arciaciprian@hotmail.com 
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Abstract.  The virulence of the nematode Steinernema riobrave (Poinar and 

Raulston, 1994) and the native nematode Rhabditis blumi (Sudhaus, 1974), was 

evaluated against the fall armyworm Spodoptera frugiperda (J.E Smith).  Both 

nematodes were used to inoculate third instar larvae of fall armyworm at 100, 250, 

and 500 infective juveniles (IJ) concentrations per larvae, to determine mortality every 

24 hours for 7 days.  The nematode S. riobrave produced 90% mortality at 500 IJ 

after 96 to 168 h post inoculation (p < 0.05), whereas R. blumi caused no mortality to 

larvae when inoculated at the same concentrations and evaluation times.  

Steinernema riobrave showed high virulence to the fall armyworm; therefore, this 

species was considered as a suitable pathogen to be used in efficacy tests in the field 

to control S. frugiperda.  

Introducción 

En el Estado de Sinaloa, México, se producen más de 6 millones de toneladas 

de maíz Zea mayz (Linneo, 1753) en una superficie que supera las 600,000 ha (SIAP 

2016), las cuales cada año son afectadas por el ataque del gusano cogollero del 

maíz Spodoptera frugiperda (J.E Smith), causando daños importantes al cultivo y 

bajando rendimientos en la cosecha.  Los daños que causa esta plaga cuando se 

tiene un umbral económico de 5% de infestación de larvas en campo, han conducido 

al uso intensivo de pesticidas para su control, realizando de dos a tres aplicaciones 

de distintos ingredientes activos de amplio espectro por ciclo de cultivo (Blanco et al., 

2014). 

Dentro de los métodos de control biológico, los nematodos entomopatógenos 

(NE) han sido utilizados para controlar insectos plaga de los órdenes Coleoptera, 

Diptera, Orthoptera, Hymenoptera y Lepidoptera (Mahr et al., 2008, Shapiro y Mizell 

2012).  En particular, el nematodo S. riobrave (Poinar y Raulston, 1994) ha sido 

evaluado para el control de diversas especies de insectos plaga, incluyendo a S. 

frugiperda (Caccia et al., 2014).  En el laboratorio este nematodo ha mostrado ser 

efectivo contra larvas del cuarto al quinto instar causando mortalidades del 45, 60, y 

65% a dosis de 100, 250, y 500 JI, durante 4 días de exposición (Andaló et al., 2010).  

Molina et al., (1996) usaron larvas jóvenes del segundo instar a 100 JI/mL de S. 
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riobrave, obteniendo 63.9, 75.4, 77.3, y 77.4% de mortalidad a las 48, 72, 96, y 120 

h, sugiriendo por esto su uso como bioinsecticida.  

Rhabditis blumi (Sudhaus, 1974) ha demostrado ser efectivo contra 

lepidópteros, particularmente fue evaluado sobre Artogeia rapae (Linneo, 

1758), Mamestra brassicae (Linneo, 1758), y Plutella xylostella (Linneo, 1758), 

observando mortalidad de larvas de 78 al 94%, encontrando además que P. 

xylostella resultó mas susceptible a este nematodo (Park et al., 2012).  El uso de 

estos  nematodos para el control de S. frugiperda en cultivo de maíz en Sinaloa no se 

conoce, por lo que es importante determinar qué instar es susceptible a la infección y 

su grado de virulencia contra el insecto.  

Por lo anterior, el objetivo del presente trabajo fue evaluar en el laboratorio la 

virulencia de S. riobrave y la de un aislamiento nativo de R. blumi proveniente de un 

suelo cultivado con maíz, sobre larvas del tercer instar de S. frugiperda. 

Materiales y  Métodos 

Identificación Morfológica del Aislamiento Nativo.  Rhabditis blumi fue 

aislado de suelos cultivados con maíz en Guasave, Sinaloa, empleando a Galleria 

mellonella (Linneo, 1758) como carnada (Woodring y Kaya 1988).  También se 

analizaron las características morfométricas de esta especie usando las claves 

taxonómicas de Pereira (2008).  Las fotografías de las estructuras  morfológicas 

clave del nematodo fueron tomadas con un microscopio de fluorescencia (Leica 

DM6000CS) en aumentos de 10 y 40X. 

Identificación Molecular del Aislamiento Nativo.  Se empleó la técnica de 

PCR para la identificación molecular del nematodo nativo.  Para la extracción de 

ADN se usó el kit DNAZOL® (Reagent LIFE TECHNOLOGIESTM Carlsbad, CA; para 

realizar la amplificación del segmento D2-D3 de la  subunidad grande (LSU) del gen 

28S de ADN ribosomal se usaron los  oligonucleotidos D2A y D3b (De Ley et al., 

2005).  Los productos de PCR se purificaron empleando el kit comercial Wizard® SV 

Gel and PCR Clean-Up System Promega, Madison, WI.  Los productos purificados 
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fueron secuenciados y comparados con la base de datos del GeneBank.  

Se emplearon larvas de S. frugiperda del tercer instar debido a esta etapa de 

desarrollo se encuentran en el cogollo de la planta (Ortega, 1987) y son más 

susceptibles a patógenos que larvas de etapas más avanzadas (Yu, 1982).  Además 

son más fáciles de manipular que larvas de primer o segundo instar.  Por esta razón, 

suponíamos que en este instar la larva es más evidente y puede albergar a una 

mayor cantidad de nematodos, que a la vez pueden servir como nuevo inoculo 

infeccioso en la población del insecto.  Las larvas se obtuvieron de una colonia que 

se mantuvo en el laboratorio a 80% de HR, 27-28ºC, y 16 HL hasta la generación F5.  

Las larvas fueron alimentadas con dieta artificial a base de maíz, trigo, levadura de 

cerveza, vitaminas, ácido ascórbico, ácido sórbico, y metil paraben como nutrientes, 

factores de crecimiento y conservadores (Murúa et al., 2003).  

Nematodos Entomopatógenos.  Se evaluaron los nematodos Rhabditis 

blumi (Rb) y Steinernema riobrave (Sr) (de la colección de nematodos del CIIDIR 

Oaxaca).  Estas especies fueron reproducidas in vivo usando larvas de Galleria 

mellonella (Lepidoptera: Pyralidae) del último instar, las cuales fueron mantenidas de 

forma axénica para este fin.  Los nematodos fueron colectados empleando trampas 

White (White, 1927) la cual consistió en colocar larvas infectadas sobre papel filtro en 

el interior de una tapa de caja Petri de 60 x 15 mm, después a ésta se introdujo otra 

caja de 90 x 15 mm con papel filtro y agua destilada estéril en donde los nematodos 

migraron una vez que emergieron de los cadáveres de G. mellonella.  Los 

nematodos se usaron al tercer día de haber emergido, utilizando de esta manera 

únicamente a los juveniles infectivos (JI). 

Ensayo de Virulencia.  Se individualizaron larvas de S. frugiperda en cajas 

Petri (60 x 15 mm).  Se realizaron 7 tratamientos:  Steinernema riobrave y Rhabditis 

blumi a 100, 250, y 500 JI, y como control 1 mL de agua destilada estéril.  Los JI de 

cada especie fueron suspendidos en 1 mL de agua destilada estéril y después se 

pasaron a un círculo de papel filtro de 5.5 cm de diámetro (Whatman No.1) puesto en 

el fondo de la caja Petri, previo a la colocación de las larvas (Molina et al., 1996, 

Andaló et al., 2010, Caccia et al., 2014).  Una vez inoculadas las larvas, se colocó 
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una larva/caja con papel filtro y después las cajas fueron selladas con film plástico 

para evitar su salida.  Cada caja fue una unidad experimental, 10 cajas por 

tratamiento y tres repeticiones, las que se incubaron a 23 ± 3ºC durante 7 días.  La 

mortalidad de las larvas fue registrada cada 24 h. 

Los insectos muertos se conservaron en sus respectivas unidades 

experimentales para favorecer el desarrollo de los nematodos y después se usó un 

estereoscopio a 40X para observar el grado de la infección.  Los datos de insectos 

muertos por tratamiento fueron analizados mediante el programa estadístico SAS 

System v 9.0 (Ruelas et al., 2013).  También se realizó una transformación de datos 

Arcoseno, con la finalidad de que los datos tuvieran una distribución normal.  

Después se hizo una comparación de medias de la mortalidad de larvas (Tukey α = 

0.05). 

Resultados y Discusión 

Identificación Morfológica de R. blumi.  El nematodo aislado fue identificado 

con base en su morfología: los nematodos machos presentaron una longitud media 

de 1.09 mm y el esófago de 189 µm de largo (Fig. 5A) con una espícula en la parte 

posterior (Fig. 5B).  Las hembras son de longitud media de 1.17 mm y el esófago 

mide 243 µm, con una vulva en el centro del cuerpo (Fig. 5C).  Además se observó 

que son ovíparas y con endotoquia matricida, es decir que los huevos eclosionan 

dentro de la hembra y se alimentan de las bacterias que se encuentran en el intestino 

(Fig. 6).  Estas características morfológicas y la endotoquia indicaron que se trata del 

género Rhabditis (Carta y Osbrink 2005). 
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Fig. 5.  Morfología de Rhabditis blumi:  A, parte anterior; B, parte posterior de macho 

y C, parte media de hembra.  In, intestino; Bb, bulbo; Is, Istmo; Nr, anillo nervioso; 

Crp, corpus; Sp, espícula; Eg, huevo; Vlv, vulva.  

Fig. 5.  Morphology of Rhabditis blumi:  A, anterior part; B, posterior part of male and 

C, middle part of female.  In, intestine; Bb, bulb; Is, isthmus; Nr, nerve ring; Crp, 

corpus; Sp, spicula; Eg, egg; Vlv, vulva. 
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Fig. 6. Hembra de Rhabditis blumi. Fenómeno de endotoquia matricida. Tl, cola; IJ, 

juveniles infectivos; UEg, huevos no eclosionados. 

Fig. 6. Rhabditis blumi female. Phenomenon of endotokia matricida. Tl, tail; IJ, 

infective juvenile; UEg, unhatched eggs. 

Identificación Molecular de R. blumi.  En la caracterización molecular se 

obtuvieron productos de PCR de aproximadamente 600 pb (Fig. 7), los que se 

purificaron y secuenciaron.  La secuencia obtenida se comparó con la base de datos 

del GeneBank (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/), teniendo como resultado 
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83% de identidad con el nematodo Rhabditis blumi (número de accesión 

EU195965.1).  Una muestra de estos nematodos se encuentran fijados en formol al 

10% en la colección del laboratorio de bioinsecticidas del CIIDIR Sinaloa.  

Ensayo de Virulencia.  En la Fig. 8 se puede observar el cadáver de una 

larva de tercer ínstar de S. frugiperda infectada totalmente por juveniles de S. 

riobrave después de 168 h de la infección. 

Fig. 7.  Gel de agarosa al 1%.  Electroforesis de productos de PCR de aprox. 600 pb 

de nematodos entomopatógenos.  Carriles:  Sr, Steinernema riobrave como control 

positivo; Rb:  Aislado del nematodo Rhabditis blumi; Ctrl-: control negativo; 1kb:  

marcador de peso molecular. 

Fig. 7.  Agarose gel at 1 %. PCR products electrophoresis of approximately 600 bp of 

entomopathogenic nematodes.  Lanes:  Sr, Steinernema riobrave as positive control; 

Rb:  Isolated of Rhabditis blumi nematode; Ctrl-:  negative control; 1kb: molecular 

weight marker. 
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Fig. 8.  Cabeza (Cc) de una larva de Spodoptera frugiperda infectada con JI de 

Steinernema riobrave.  Ne, Nematodo entomopatógeno; Lg, Pata. 

Fig. 8.  Head (Cc) of Spodoptera frugiperda larvae infected with the nematode 

Steinernema riobrave.  Ne, Entomopathogenic nematode; Lg, Leg. 

La Fig. 9 muestra el porcentaje de la mortalidad de larvas del tercer instar de 

S. frugiperda causada por S. riobrave, R. blumi, y el control, a las 48, 96, y 168 h 

después de la inoculación.  En la Fig. 9 se observa que la mayor virulencia fue en 

Sr500, con mortalidad de larvas de 90% a  las 96 h después de la inoculación.  A 

partir de este tiempo hubo diferencias de mortalidad entre Sr100, Sr250, y Sr500.  La 

concentración 100 JI/mL causó una mortalidad inferior (37%) a  las 48 h.  Sr250 tuvo 

mortalidad de larvas de 61% a las 96 h, mientras que en  R. blumi, al igual que en el 

tratamiento control, no se observó mortalidad de larvas a ninguna dosis en el tiempo 

de evaluación. 

La virulencia  de S. riobrave sobre larvas de S. frugiperda en condiciones de 

laboratorio ya había sido demostrada por Molina et al., (1996), mortalidad máxima de 

79% a las 120 h a 100 JI/mL, la cual fue menor a la causada por el tratamiento Sr500 

a las 96 h en este estudio.  Esta diferencia se puede deber a la etapa de desarrollo 

de los insectos de prueba, ya que ellos emplearon larvas de segundo instar, las 

cuales se consideran más susceptibles (Fuxa et al., 1998).  
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Fig. 9.  Porcentaje de mortalidad de Spodoptera frugiperda a las 48, 96, y 168 h 

después de la inoculación con NE y agua como control.  Barras con diferente letra 

indican diferencia estadística (P = 0.05). 

Fig. 9.  Percentage of Spodoptera frugiperda mortality at 48, 96, and 168 hours post 

inoculation to treatments with NE and water as control.  Bars with a different letter are 

significantly different  (P = 0.05).  
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Evaluación de la virulencia y efecto de antagonismo o sinergismo de 
Steinernema riobrave (POINAR Y RAULSTON) y Metarhizium anisopliae  

(METSCHN.) SOROKIN sobre larvas de Spodoptera frugiperda (J.E. SMITH) 

Evaluation of the virulence and antagonism or synergism effect of Steinernema 
riobrave (POINAR Y RAULSTON) and Metarhizium anisopliae (METSCHN.) 

SOROKIN on larvae of Spodoptera frugiperda (J.E. SMITH) 

Héctor Alejandro Leyva-Hernández1, Cipriano García-Gutiérrez1, Jaime Ruiz-Vega2, 

Antonio Luna-González1, Carlos Ligne Calderón-Vázquez1, Sergio García-Salas3. 

ABSTRACT 

The virulence of the entomopathogenic nematode Steinernema riobrave (Poinar and 

Raulston, 1994) was evaluated in conjunction with the pathogenicity of the 

entomopathogenic fungus Metarhizium anisopliae (Metschn.) Sorokin, 1883 on third 

ínstar larvae of fall armyworm FAW Spodoptera frugiperda (J.E. Smith, 1797). Also, 

individual and combined trials were carried out to determine possible antagonism or 

synergism effect between these entomopathogenic organisms on this pest insect. 

Bioassays were realized using nematodes or fungi only at  dose of 250 IJ/mL and M. 

anisopliae at a dose 1 x 108 spores mL-1, and in another trial both entomopathogenics 

agents at the same dosages were used. Nematodes and fungus were simultaneously 

applied spraying a volume of 1   of each one control agents on larvae contained in a 

petri dish. The virulence and pathogenic parameters evaluated were percentage of 

larvae mortality (LM) and correspondent lethal time (LT) every 24 h during 7 days. We 

found that the fungus did not cause significant larvae mortality at 72 h, but it caused 

13% of LM at 96 h after treatment application, while the namatode alone produced 

80% of LM at 48 h post-application. In the combination fungus and nematode, 100% 

of LM was observed at 72 h post-application. These values were similar to the 

obtained  with S. riobrave when it was applied alone. These results showed that the 

main mortality cause to third-ínstar  S. frugiperda larvae was the nematode virulence, 

so that the antagonism effect between nematode and fungi was observed only for the 

nematode. However, was not possible determine any other synergism effect. 
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Key words: Metarhizium anisopliae, pathogenicity, Steinernema riobrave, virulence. 

RESUMEN  

Se evaluó la virulencia del nemátodo entomopatógeno Steinernema riobrave (Poinar 

y Raulston, 1994) en conjunto con el hongo entomopatógeno Metarhizium anisopliae 

(Metschn.) Sorokin, 1883 para el control de larvas del gusano cogollero Spodoptera 

frugiperda (J.E. Smith, 1797). Se realizaron pruebas  individuales y combinadas para 

determinar el posible sinergismo o antagonismo entre organismos entomopatógenos 

sobre larvas de tercer ínstar. El primer  bioensayo se realizó  con el nematodo  a 

dosis de 250 JI/mL, y el segundo con el hongo  a dosis de 1 x 108 esporas mL -1, y el 

tercero con la combinación de ambos entomopatógenos a las mismas dosis. 

Nemátodos y hongos fueron aplicados simultaneamente asperjando 1 mL de cada 

uno de estos agentes de control sobre larvas contenidas dentro de cajas de Petri. La 

virulencia y patogenicidad fueron evaluadas mediante los parámetros de mortalidad 

de larvas (ML) y tiempo letal (TL) correspondiente cada 24 h, durante 7 días después 

de la aplicación. El hongo solo, causó una ML no significativa del 13% a las 96 h 

después de aplicación, mientras que el nemátodo solo, causó una ML del 80% y un 

TL de 48 h. El tratamiento con los dos entomopatógenos alcanzó una ML de 100% 

un TL de 72 h. Estos resultados mostraron que la principal causa de mortalidad de 

larvas de tercer ínstar fue la virulencia del nemátodo, es por esto que el efecto de 

antagonismo entre nemátodo y hongo fue observado solo en el nemátodo. Sin 

embargo, no fue posible determinar algun otro efecto de sinergismo. 

Palabras clave: Metarhizium anisopliae, patogenicidad, Steinernema riobrave, 

virulencia.  
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Introducción 

Los insectos plaga han sido un problema fitosanitario constante en la producción de 

alimentos, y se han tratado de controlar mediante la aplicación de agentes químicos 

sintéticos (Mahr et al., 2008). Sin embargo, la utilización de estos agentes 

xenobióticos, ha generado un fenómeno de resistencia en algunos insectos (León-

García et al., 2012), lo que ha ocasionado que la presencia y sobrepoblación de 

insectos plaga sea cada vez más común en los campos de cultivo. En consecuencia, 

se han tenido que desarrollar moléculas más agresivas, aumentando las dosis y la 

frecuencia de aplicación de estos insecticidas químicos. Una alternativa a este 

problema es la utilización de agentes de control biológico como los hongos y 

nemátodos entomopatógenos, los cuales han demostrado tener un alto potencial 

para utilizarse como bioinsecticidas debido a su modo de acción (Nava-Perez et al., 

2012). Además, estos organismos son selectivos y en algunas ocasiones específicos 

contra insectos plaga sobre diferentes hospederos y etapa de desarrollo. 

El hongo entomopatógeno Metarhizium anisopliae (Metschn.) Sorokin, conocido por 

causar la enfermedad llamada muscardina verde ha destacado como un eficaz 

agente de control debido a su amplio rango de hospederos y su distribución (Tanada 

y Kaya, 1993). La aplicación individual de M. anisopliae en larvas del primer instar de 

S. frugiperda (J.E. Smith) causó 93% de mortalidad, en 72 h (García et al., 2011). En 

el caso de los nemátodos entomopatógenos, la especie Steinernema riobrave 

(Poinar y Raulston) ha confirmado su capacidad infectiva, destacando como un 

agente de control de alta virulencia contra larvas del tercer ínstar de desarrollo de S. 

frugiperda (Leyva-Hernández et al., 2018). 
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El uso combinado de hongos y nemátodos entomopatógenos para el control de 

plagas puede ser una alternativa prometedora, ya que estos podrían tener algún 

efecto sinérgico. Considerando que los entomopatógenos son selectivos y en 

algunas ocasiones específicos, es de interés buscar sinergia entre hongos y 

nemátodos, tal como Ruiz-Vega et al. (2017), quienes reportaron que la aplicación 

individual del nemátodo Steinernema glaseri (Steiner) tuvo un porcentaje de control 

de larvas de Tenebrio molitor (Linneo) estadísticamente igual al obtenido en la 

combinación hongo-nemátodo con los hongos M. anisopliae y Beauveria bassiana 

(Balsamo) Vuillemin, lo que sugiere que el nemátodo no requiere de la participación 

de otro agente de control para causar un alto porcentaje de mortalidad. Por otro lado, 

Lezama et al. (1996) encontraron que la mortalidad causada por el nemátodo 

Heterorhabditis bacteriophora (Poinar) fue igual al tratamiento donde se combinaron 

H. bacteriophora y Nomuraea rileyi (Farlow) Samson, sugiriendo que puede haber un 

efecto antagonista del nemátodo sobre el hongo, lo que indica que  H. bacteriophora 

puede interferir con la infección por el hongo N. rileyi en larvas neonatas de S. 

frugiperda. Así mismo, Molina et al. (2007) y Tarasco et al. (2011) también sugieren 

que ocurre un efecto antagonista de parte del nemátodo sobre el hongo cuando se 

lleva a cabo una aplicación simultánea de ambos entomopatógenos, ya que  el 

nemátodo se introduce al insecto durante las primeras 24 h, liberando a la bacteria 

simbionte en este tiempo, mientras que el hongo logra penetrar al insecto 

aproximadamente a las 72 h, encontrándose con una bacteria en etapa exponencial 

de crecimiento, que durante este tiempo ha producido metabolitos que inhiben el 

crecimiento de otros organismos en el hemocele del insecto infectado previamente 

por el nemátodo. 

Ansari et al. (2008) realizaron aplicaciones combinadas de los nemátodos 

entomopatógenos H. bacteriophora (1 y 2 JI/cm2 de compost ) y Steinernema feltiae 

(Filipjev) (3 y 6 JI/cm2 de compost) con el hongo M. anisopliae a una concentración 

de 1.1 x 109 esporas/L de turba, encontrando que la combinación del hongo con H. 

bacteriophora y S. feltiae causaron una mortalidad de 100% para ambas dosis de H. 

bacteriophora y de 77.5 y 85% (para las dosis de 3 y 6 JI/cm2 respectivamente) en la 

aplicación combinada con S. feltiae dos semanas después de haber inoculado el 
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hongo, el cual causó una mortalidad de 50% en la aplicación individual,  resaltando 

que estos organismos pueden lograr sinergismo cuando los insectos son tratados 

con el hongo entomopatógeno entre una y dos semanas previo a la aplicación de los 

nemátodos. 

Los trabajos previos indican que se busca lograr un sinergismo entre estos 

entomopatógenos para emplear ambos agentes en una estrategia de control más 

efectiva de diversos insectos plaga. Estos resultados hacen que el objetivo sea 

investigar si hay sinergia o antagonismo biológico entre ambos agentes al aplicarlos 

simultáneamente, por lo que  el objetivo del presente estudio fue evaluar la virulencia 

del nemátodo S. riobrave en conjunto con el hongo M. anisopliae sobre larvas del 

tercer ínstar de S. frugiperda, así como buscar  algún efecto de sinergismo o 

antagonismo entre estos dos agentes de control de esta plaga. 

Materiales y métodos 

Obtención y propagación de hongos y nemátodos. Los hongos y nemátodos 

entomopatógenos utilizados fueron identificados y caracterizados molecularmente de 

manera previa. El hongo M. anisopliae cepa M1 con número de acceso KR998522 en 

el GenBank fue proporcionada por el laboratorio de Bioinsecticidas del CIIDIR-

Sinaloa del Instituto Politécnico Nacional. El nemátodo S. riobrave proviene del 

laboratorio de Control biológico del CIIDIR-Oaxaca del Instituto Politécnico Nacional.   

Para la propagación del hongo se realizaron siembras en medio PDA por estriado y 

se incubaron a 28 °C durante 2 semanas, posteriormente se cosechó el hongo 

esporulado y se realizó una suspensión de esporas en tween al 0.01%, se realizaron 

3 diluciones seriadas y se cuantificó la concentración de esporas en una cámara de 

Neubauer. Además se realizó una prueba de viabilidad de esporas haciendo una 

siembra por extensión incubando a 28 ºC durante 18 h para ver germinación de 

esporas, para posteriormente ajustar a una concentración de 1 x 108 esporas mL -1 

viables (Cañedo y Ames, 2004). Los nemátodos se reprodujeron in vivo usando 

larvas de Galleria mellonella (Linneo) según el método de (Kaya y Stock, 1997). Los 
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cadáveres de G. mellonella se colocaron en trampas White (White, 1927) para 

obtener y cuantificar juveniles infectivos (JI).  

Prueba de tratamiento con el nemátodo. Se confrontaron larvas de S. frugiperda del 

tercer ínstar de desarrollo contra JI de S. riobrave, las larvas se colocaron de manera 

individual en cajas de Petri de 60 x 15 mm en un círculo de papel filtro estéril de 5.5 

cm de diámetro en el fondo de la caja con una porción de dieta artificial de 1 cm3 

(Murúa et al., 2003). Sobre la larva se suministró 1 mL de JI a una dosis de 250 

JI/mL, siguiendo el procedimiento de Leyva-Hernández et al. (2018). 

Prueba del tratamiento con el hongo. Para la evaluación del hongo entomopatógeno, 

las unidades experimentales se prepararon siguiendo el mismo procedimiento que en 

el bioensayo de nemátodos, aplicando por aspersión 1 mL de solución de conidios de 

M. anisoplae a una concentración de 1 x 108 esporas mL -1. 

Prueba del tratamiento con el uso combinado de nemátodo y hongo. El tratamiento 

combinado de nemátodo y hongo se aplicó suministrando ambos agentes de control 

de la forma anteriormente descrita, a la misma dosis, con un volumen final de 2 mL. 

En cada prueba se emplearon 10 larvas con 3 réplicas. Para cada tratamiento se 

determinó la mortalidad de larvas cada 24 h durante 7 d, tomando el criterio de larva 

inmóvil al contacto con un pincel. 

  Los datos de mortalidad en porcentaje se transformaron con arcoseno para que 

tuvieran una distribución normal y realizar un ANDEVA de una vía (p < 0.05) para 

determinar las diferencias entre tratamientos. Para identificar la naturaleza de las 

diferencias encontradas, se compararon las medias de los tratamientos con la prueba 

de Tukey HSD (p < 0.05). Los análisis se realizaron mediante el paquete estadístico 

SAS System v 9.0.  

Resultados y discusión 

En el tratamiento con el hongo, durante las primeras 72 h no se observó mortalidad 

de larvas de tercer ínstar; sin embargo, se tuvo una mortalidad de larvas de 13% a 

las 96 h post aplicación (Fig. 10). Este resultado pudo deberse a que en el ensayo se 
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usaron larvas del tercer ínstar, las cuales podrían ser más resistentes al hongo 

entomopatógeno y a que el tiempo de infección y signos de mortalidad en los 

insectos es más largo (Fig. 11a). Además, el hecho de que la cepa de M. anisopliae 

no fue reactivada con el insecto S. frugiperda  pudo haber sido otra causa de la baja 

mortalidad. Al respecto, otros autores sugieren que el hongo se debe aplicar en 

laboratorio y campo contra larvas de primer ínstar para lograr minimizar los daños 

que estos insectos ocasionan (Lezama et al., 1996). En el tratamiento con el 

nemátodo S. riobrave en aplicación individual, los insectos se notaron inmóviles y 

después muertos, confirmando la infección por nemátodos bajo observación en el 

estereoscopio al ver nemátodos móviles en el interior del cadáver del insecto (Fig. 

11b). Se  observó una mortalidad del 36%, 80%, 97% y 97% a las 24 h, 48 h, 72 h y 

96 h, respectivamente. (Fig. 10). En la aplicación combinada hongo-nemátodo,  se 

tuvo una mortalidad similar a la del nemátodo solo, con 33%, 83% y 100% de 

mortalidad a las 24 h, 48 h y 72 h, respectivamente (Fig. 10). Esta mortalidad de 

larvas se atribuye al efecto del nemátodo S. riobrave, ya que no se observó algún 

signo claro de infección, como fue la falta de movimiento o el micelio cubriendo el 

cuerpo del insecto por parte del hongo. Así mismo, el hongo no se observó en el 

cadáver del insecto en ninguno de los tiempos evaluados (Fig. 11c). 

En trabajos similares a este, se ha reportado que en la combinación hongo-

nemátodo, es éste último el principal agente causal de mortalidad de insectos 

Lezama et al. (1996), Molina et al. (2007), Ansari et al. (2008), Tarasco et al. (2011) y 

Ruiz-Vega et al. (2017). En este trabajo se observó que el hongo no fue capaz de 

desarrollar micosis y causar la momificación de larvas de S. frugiperda del tercer 

ínstar (Fig. 11a). Por otro lado, el nemátodo fue efectivo por sí mismo (Fig. 11b) y 

difícilmente puede mejorarse su efectividad al ser combinado con el otro organismo 

entomopatógeno, tal y como lo señalaron Koppenhofer y Grewal (2005) y Ruiz-Vega 

et al. (2017). Sin embargo, en otro estudio se ha logrado sinergismo sobre larvas del 

gorgojo de la vid Otiorhynchus sulcatus (Fabricius) cuando los nemátodos se 

suministraron 2 semanas después a la aplicación del hongo entomopatógeno, 

logrando causar una mortalidad del 100% (Ansari et al., 2008). 
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Lo anterior sugiere que uno de los principales factores para que suceda una 

interacción sinérgica entre entomopatógenos, es que ocurra un estrés de la larva por 

una infección fúngica inicial, lo que inhibe la alimentación normal de la larva (Ansari 

et al., 2004; 2008).  En esta condición, se incrementa la emisión de CO2 por parte de 

la larva en respuesta a la colonización del hongo, lo que aumenta la eficiencia del 

nemátodo para la ubicación del hospedero (Ansari et al., 2004). Esto indica que si 

utilizamos larvas del primer ínstar  como lo hizo García et al. (2011), así como la 

aplicación diferida del nemátodo, se podría tener algún efecto sinérgico entre ambos 

agentes. 

 

 

Figura 10. Porcentaje de mortalidad de larvas de tercer ínstar de S. frugiperda a las 

24, 48, 72 y 96 h post-aplicación. Tratamientos: M. anisopliae (HE), S. riobrave (NE) 

y la combinación de ambos entomopatógenos (HE+NE), agua destilada estéril (Ctrl 

1) y Tween 0.01% (Ctrl 2). Las barras indican el promedio ± DE. Letras distintas 

indican diferencias significativas (Tukey HSD, p< 0.05). 
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Figura 11. a) Larva de S. frugiperda del tercer ínstar infectada con M. anisopliae a los 

9 días post-inoculación. b) Larva de S. frugiperda del tercer ínstar infectadas con JI 

de S. riobrave a los 9 días post-inoculación. c) Larva de S. frugiperda del tercer ínstar 

infectadas con JI de S. riobrave y M. anisopliae a los 9 días post-inoculación. (Ant: 

antagonismo NE vs HE). 
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a 
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El nemátodo S. riobrave  a una dosis de 250 JI/mL causó mortalidad de 36% de 

larvas de S. frugiperda del tercer ínstar de desarrollo, 24 h después de inoculación; 

mientras que el hongo M. anisopliae a una concentración de 1 x 108 esporas mL -1 

tuvo efecto a las 96 h causando una mortalidad del 13%. En el tratamiento 

combinado empleando ambos entomopatógenos, los porcentajes de mortalidad de 

larvas fueron similares al tratamiento donde solo se suministró S. riobrave, por lo que 

se le atribuye al nemátodo la causa principal de la muerte de larvas de tercer ínstar 

de S. frugiperda. Se pudo observar claramente un efecto de antagonismo del 

nematodo sobre el hongo en las condiciones de este estudio. Sin embargo, No 

obstante, debido a que ambos agentes de manera individual mostraron un efecto 

bioinsecticida sobre S. frugiperda, puede haber sinergia entre ellos, al aplicar primero 

el hongo y posteriormente el nematodo. 
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Potencial de la formulación en Pellets de Steinernema riobrave y Acrobeloides 
camberenensis para el control de Spodoptera frugiperda 1 

Héctor Alejandro Leyva-Hernández2, Cipriano García-Gutiérrez2*, Jaime Ruíz-Vega3. 

El gusano cogollero del maíz Spodoptera frugiperda (J.E. Smith, 1797) es la principal 

plaga económica de este cultivo (Blanco et al. 2014) Hongos (HE) y nemátodos 

entomopatógenos (NE) han demostrado potencial para combatir a este insecto plaga 

(Ruelas et al., 2013; Leyva et al., 2018), por lo que formular bioinsecticidas efectivos 

a base de estos organismos de control es todavía una meta por lograr (Pavone et al., 

2009). Al respecto, Matadamas et al. (2014) determinaron que formular NE en pellets 

mejora significativamente la supervivencia  de estos, por lo que esta formulación 

puede emplearse para la producción en masa de NE para el control de plagas. El 

objetivo del presente trabajo fue evaluar al nemátodo nativo Acrobeloides 

camberenensis (De Ley, Geraert & Coomans, 1990) como agente de control de 

S.frugiperda, además de determinar el potencial de la formulación de Steinernema 

riobrave (Poinar y Raulston, 1994) en pellets hechos con materiales granulares. El 

material biológico se obtuvo por la técnica de Beeding y Akhurst (1975) utilizando 

larvas de S. frugiperda como insecto trampa. Se colectaron muestras de suelo en 

campos cultivados con maíz y estas se llevaron al laboratorio, donde se colocaron en 

una charola de 6 L. Posteriormente se colocaron diez larvas de S. frugiperda del 

tercer estadio en cada muestra de suelo. Los recipientes se taparon y voltearon para 

almacenarse a 25 ± 2 º durante 7 días. Los cadáveres de insectos se colocaron en 

_______________________  

1Lepidoptera: Noctuidae 

2Instituto Politécnico Nacional. Centro Interdisciplinario de Investigación para el 
Desarrollo Integral Regional Unidad Sinaloa, Blvd. Juan de Dios Bátiz Paredes 250, 
Col. San Joachín Guasave, Sinaloa, México. *autor de correspondencia: 
garciaciprian@hotmail.com 

3Instituto Politécnico Nacional. Centro Interdisciplinario de Investigación para el 
Desarrollo Integral Regional Unidad Oaxaca IPN, Hornos No. 1003, Col. Noche 
Buena, Municipio de Santa Cruz Xoxocotlán C.P. 71230. Oaxaca, México. 
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una trampa White  (Woodring y Kaya, 1988), para ser observados diariamente hasta 

mostrar cambios en la coloración y observar una consistencia flácida, características 

de infección por nemátodos reportada por Poinar (1979).La presencia de los NE se 

confirmó mediante la observación de los cadáveres bajo el estereoscopio. 

Para confirmar la patogenicidad, los nemátodos obtenidos se enfrentaron contra 

larvas de gusano cogollero vivos y muertos. El enfrentamiento contra larvas muertas 

se llevó a cabo después de la muerte inducida por congelación de las larvas. Se 

colocaron 5 larvas vivas y 5 muertas por caja de Petri y se suministró 1 mL con 600 

nemátodos. La identificación de los NE se basó en la metodología reportada por De 

Ley et al. (2005). Para evaluar al NE se realizó un ensayo donde se distribuyeron 

aleatoriamente larvas de gusano cogollero: Los nemátodos S. riobrave y A. 

camberenensis a dosis de 100, 250 y 500 Juveniles Infectivos/mL) y agua destilada 

estéril como control. Cada tratamiento fue suministrado agregando 1 mL de la 

suspensión de NE, usando el mismo volumen de agua en el control (Molina et al., 

1996; Andaló et al., 2010; Caccia et al., 2014). 

Se realizaron 3 replicas y 10 repeticiones por replica, donde cada repetición constó 

de una larva de tercer ínstar dentro de una caja de Petri de 5cm de diámetro con 

papel filtro donde se colocó 1 cm3 de la dieta artificial.  

Se conto el numero de larvas muertas cada 24 h durante 7 días, observando 

cambios en movimiento, turgencia y coloración. Para evaluar la mortalidad de larvas 

se realizó una análisis de varianza (ANDEVA) de una vía con un 95% de confianza 

(α=0.05) con el programa SAS. Las diferencias de tratamientos se estimaron 

mediante una prueba de comparación de medias de Tukey HSD. Para la formulación 

de NE, se utilizó al nematodo  S. riobrave ya que el nemátodo nativo A. 

camberenensis no demostró ser efectivo en el ensayo de confrontación (Fig. 1A) 

para el control de S. frugiperda bajo las condiciones de este experimento. S. riobrave 

fue propagado en laboratorio empleando la técnica de Woodring y Kaya (1988) y 

después se ajustó la concentración de estos para llegar a 500 juveniles infectivos (JI) 

por cada 200 µL (Cortés et al., 2016). Para elaborar los pellets (formulado granular) 

se definieron los materiales y las proporciones a utilizar para el material encapsulante 
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de la pelletización: Barro rojo (B), Tierra de diatomeas (TD) y Ceniza (C). Esto con el 

propósito de dar más estabilidad a la mezcla, pues la TD tiende a la 

descompactación, de modo que los materiales B y C son  una alternativa económica 

y de fácil adquisición para resolver este problema. El barro y la ceniza se tamizaron 

empleando tamices número 100 y 200, de una luz de malla de 149 y 75 µm, 

respectivamente (Bustamante, 2016). Una vez que los NE fueron aclimatados a 

temperatura ambiente se llevó a cabo la pelletización de manera mecánica. El 

tratamiento 1, se elaboró mezclando 20 g de cada uno de los ingrediente, teniendo 

un total de 60 g. El tratamiento 2, se elaboró mezclando 20 g de B, 20 g de C y 10 g 

de TD, obteniendo un total de 50 g. Por último, el tratamiento 3 estuvo compuesto de 

42.5g de B, 5 g de C y 2.5 g de TD que al final sumaron 50 g de la mezcla. Estas 

mezclas se emplearon para la elaboración de pellets por la técnica de pelletización 

en un Vortex (marca Labnet). Se obtuvieron pellets un peso medio de T1= 0.65g; T2= 

0.67g; T3=0.69g, y un diámetro promedio de 1 cm, los cuales se almacenaron en 

cajas multipozos a temperatura ambiente. Para determinar la efectividad del NE se 

hicieron ensayos con tres repeticiones con tres larvas de S. frugiperda del tercer 

ínstar por repetición. Se adicionó un pellet por larva, las cuales estuvieron confinadas 

individualmente en una caja de 24 multipozos con tapadera, al cual se le colocó 

papel filtro en el fondo. Se instaló además un testigo con agua destilada estéril. Se 

evaluó semanalmente la supervivencia y virulencia de los NE pelletizados, la primer 

semana de evaluación se pesaron los pellets y posteriormente se diluyeron en 10 mL  

de agua (Cortés et al., 2016) tres pellets de cada tratamiento, para aplicar a larvas de 

S. frugiperda del tercer instar. 

Los tratamientos 1 y 2 no mostraron consistencia en la formación del pellet, al 

descompactarse o fragmentarse aun cuando se tuvo cuidado en su manipulación. El 

tratamiento 3 permitió obtener un pellet más estable (Fig. 1B). En la evaluación de la 

supervivencia, se encontró que en la primer semana solo en el tratamiento 3 se 

pudieron observar NE vivos en los pellets (Fig. 1C) en la primer semana después de 

haber sido sometidos a este proceso, además de ser el tratamiento en el que los 

pellets no se fragmentaron al manipularse, esto pudo deberse a una tasa de 

deshidratación más lenta debido a las proporciones de los ingredientes. El contenido 
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de arcilla (barro) fue mayor en este tratamiento (85%), por lo que el nemátodo pudo 

permanecer en un ambiente hidratado durante más tiempo debido a una 

deshidratación más lenta (Kuwatra y Ripke, 2003) No obstante, tanto en la segunda 

como en la tercera semana no se observaron nematodos vivos en ninguno de los 

pellet, lo que sugiere continuar con experimentos para determinar los materiales y 

proporciones óptimas para la formulación hasta tener las combinaciones más 

consistentes para una mayor sobrevivencia e infectividad de los nemátodos. 

 

 

Fig. 1.  (A), Porcentaje de mortalidad de Spodoptera frugiperda 48 horas después de 

la inoculación con los NE S. riobrave (Sr) y Acrobeloides camberenensis (Ac) y Agua 

destilada estéril como control. Barras con diferente letra indican diferencia estadística 

(P = 0.05). (B) Pellet consistente de tratamiento 3. (C) Nemátodo vivo (NEV) 1 

semana post formulación. 

Fig. 1.  (A) Percentage of Spodoptera frugiperda mortality at 48 hours post inoculation 

to treatments with EN S. riobrave (Sr) and Acrobeloides camberenensis  (Ac) and 

sterile distilled water as control. Bars with a different letter are significantly different  

(P = 0.05). (C)  (B) Consistent pellet of treatment 3. (C) Alive nematode (NEV) 1 week 

post formulation. 
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CAPITULO V:  

Formulación de hongos entomopatógenos para el control del gusano cogollero   
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Introducción 

En el presente capitulo se presenta el trabajo realizado y correspondiente a la 

evaluación de la virulencia de cepas nativas de hongos entomopatógenos y la  

formulación por microencapsulación del hongo sobresaliente. 

MATERIALES Y MÉTODOS 

Establecimiento de una cría axénica de Spodoptera frugiperda J.E. Smith en 
laboratorio 

Para el establecimiento de la cría de S. frugiperda J.E. Smith se colectaron larvas en 

cultivos de maíz establecidos en el valle de Guasave, para esto se colocaron de 

manera individual  (dado el hábito de canibalismo), las cuales fueron alimentadas con 

una dieta artificial y después fueron confinadas en una cámara de cría previamente 

desinfectada con hipoclorito de sodio al 0.5% para evitar la contaminación de las 

larvas por algún contaminante biológico.  

Elaboración de dieta artificial 

La dieta artificial se elaboró según la metodología de Hernández  et  al.,  (1989)  y  

por  Murúa  et  al., (2003) suministrando los requerimientos nutricionales de los 

insectos a base de ingredientes disponibles en el mercado (Tabla 1). 

 

Tabla 1. Componentes de dieta artificial para alimentar larvas  de S. frugiperda. 
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Una vez que las larvas alcanzaron el estadio de pupa, se colocaron en una jaula para 

evitar la perdida de adultos. Posterior a la emergencia estos se colocaron en parejas 

para la copula. Las hembras ovipositaron las masas de huevecillos y se trasladaron a 

cajas de Petri para favorecer la eclosión. Las larvas que eclosionaron se colocaron 

en contenedores de plástico y se repitió la misma técnica, con el fin de obtener 

distintas generaciones. 

Bioensayos de los aislados de HE más virulento para gusano cogollero 

Se emplearon cepas nativas de hongos entomopatógenos pertenecientes a la 

colección de cepas de HE del Laboratorio de Bioinsecticidas del CIIDIR-IPN Unidad 

Sinaloa. 

Se estableció un pie de cría de G. mellonella que sirvió para emplearse como 

hospedero para HE. Para la alimentación de este insecto se elaboró una dieta 

artificial, la cual fue suministrada a las larvas de G. mellonella con el fin de que se 

alimentaran  hasta llegar al estado adulto, donde una vez que ovipositaron los 

huevecillos se colocaron en una dieta nueva para que eclosionaran las larvas y 

continuaran su desarrollo. Dicho proceso se repitió “n” veces hasta alcanzar una 

población elevada del insecto (Vázquez, 2012). 

Multiplicación de HE 

Para la reproducción de HE se tomó como fuente de inoculo los aislados de 

Beauveria bassiana y  Metarhizium anisopliae del laboratorio de Bioinsecticidas. Con 

ayuda de un asa de transferencia o aguja entomológica se tomaron cuerpos 

infectivos de ambas especies para  resembrarse en caja Petri con medio de cultivo 

PDA acidificado con ácido láctico para evitar contaminación bacteriana. Una vez 

realizada la siembra, las cajas Petri fueron incubadas a 28 °C por un periodo de 7 a 

18 días hasta observar crecimiento del hongo. 

Evaluación de cepas de HE  
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Se evaluaron cuatro aislados de Beauveria bassiana y dos de Metarhizium anisopliae 

provenientes del Laboratorio de Bioinsecticidas del CIIDIR-Sinaloa. Los aislados 

fueron seleccionados por sus antecedentes infectivos en otras especies de 

lepidópteros (Heliothis virescens) y por haber demostrado el mejor crecimiento radial 

cuando se sometieron a un gradiente de incremento de temperatura en condiciones 

de laboratorio (Acuña, 2015; Ruelas et al., 2013). Todos los aislados han sido 

previamente caracterizados morfológica y molecularmente por Archuleta (2012). 

Los bioensayos fueron realizados según la metodología empleada por Ruelas et al. 

(2013), los aislados de B. bassiana (B1, B3, B4 y B9) y los de M. Anisopliae (M1 y 

M2) fueron crecidos en cajas de Petri con medio PDA y se incubaron durante 14 días 

a 28 ºC hasta su esporulación. Posteriormente estos se utilizaron para inocular larvas 

de G. mellonella con la finalidad de reactivar su virulencia. Posteriormente  se 

suspendieron 1x108 conidios mL -1 en 1 mL de solución estéril de Tween 80 al 0.01% 

y se inocularon 3 larvas (individualizadas en cajas de Petri de 35 mm de diámetro 

con dieta artificial) por aislado añadiendo 100 µL de la suspensión de esporas a cada 

larva y después se incubaron en una cámara de cría a 28 ± 2 ºC a una humedad 

relativa del 75% hasta que se produjo infección por el hongo. Una vez que las larvas 

de G. mellonella  mueran por efecto del hongo, se espera su esporulación de donde 

se colectaron nuevamente esporas para realizar su transferencia a cajas de Petri con 

medio PDA acidificado con ácido láctico para evitar contaminación bacteriana, estas 

se incubaron a 28 ± 2 ºC a una humedad relativa del 75% durante 14 días hasta su 

esporulación. Estos aislados fueron nuevamente resuspendidos en solución de 1x108 

conidios mL -1 en 1 mL de solución estéril de Tween 80 al 0.01%. 

Una vez resuspendidas las esporas de los hongos reactivados, se aplicaron los 

tratamientos a larvas de gusano cogollero. Para determinar la virulencia de los 

aislados se realizó un diseño completamente al azar, se emplearon 3 replicas por 

tratamiento, 10 larvas de gusano cogollero del tercer ínstar individualizadas con dieta 

artificial por réplica y se inocularon por inmersión en suspensión de esporas (4 

concentraciones de esporas por aislado de hongo: 1x105, 1x106, 1x107 y 1x108 

esporas mL -1). Como control se empleó la misma metodología de inoculación por 
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inmersión en una solución de Tween 0.01% sin hongo. Los insectos inoculados se 

colocaron en dentro de una caja de Petri con un papel filtro humedecido con 300 µL 

de agua destilada estéril y se incubaron a 28 ± 2 ºC. Las larvas se observaron 

diariamente para realizar en conteo de larvas vivas y muertas. Las larvas muertas se 

retiraron y desinfectaron superficialmente con hipoclorito de sodio al 0.5% durante 5 

minutos y posteriormente se enjuagaron con agua destilada estéril para remover los 

agentes desinfectantes de la superficie; Las larvas desinfectadas se colocaron en 

cajas de Petri con papel filtro humedecido con agua destilada estéril, por último, se 

incubaron a 28 ± 2 ºC por una semana hasta la esporulación del hongo. 

Para determinar la mortalidad de los tratamientos se empleó la fórmula de Abbott:  

MC=% mortalidad de tratamiento - % mortalidad testigo 

100 - % mortalidad testigo 

Se realizaron evaluaciones diariamente hasta que muriera el 100% de la población, 

determinando así el tiempo letal 50 TL50 de los tratamientos (Cañedo y Ames, 2004). 

Formulación del HE más sobresaliente 

Previo a la microencapsulación de HE, se realizó una propagación de estos por 

fermentación difásica. Se empleó arroz quebrado comercial como sustrato, el cual 

fue lavado tres veces con agua potable para posteriormente aplicarle 130 ppm de 

antibiótico (tetraciclina y furazolidona, 2 pastillas de cloranfenicol L-1 de agua) y se 

dejó reposando durante 30 min. Posterior al tiempo de reposo se eliminó el exceso 

de agua. Una vez que el sustrato estuvo preparado, se colocaron 300 g de este en 

bolsas autoclavables y se esterilizaron por un periodo de 15 min a una temperatura 

de 120 °C, posteriormente se dejaron enfriar a temperatura ambiente por un periodo 

de 24 h. 

Para la inoculación de los HE, empleando un asa bacteriológica, se realizó un 

raspado en la superficie de los cultivos en cajas de Petri y se colocó en un tubo de 

ensaye con 20 mL de agua destilada estéril y 0.5% de dispersante. Posteriormente, 
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la suspensión se mezcló en 1L de agua destilada y esterilizada con antibiótico y 

posteriormente se agitó constantemente durante 24 h para enfriar y homogenizar la 

suspensión con los cuerpos infectivos. Una vez homogenizada la suspensión, se 

agregarán 10 mL de esta en cada bolsa con sustrato previamente preparado, a una 

concentración de 1 x 106 esporas mL -1, y una vez realizada la inoculación las bolsas 

se homogenizaron e incubaron a 28 ± 1°C por un periodo de 16 ± 2 días removiendo 

las bolsas cada cuatro días hasta la germinación y desarrollo del hongo. 

Tras la producción de HE, se elaboró la matriz encapsulante basándose en el 

método propuesto por  Rosas et al. (2004). Para esto, inicialmente se elaboró una 

mezcla homogénea en seco de 4 g/L de colorante rojo, 26 g/L de gelatina bovina y 

20 mL/L de aceite de maíz; posteriormente se adicionaron 25 mL de agua destilada y 

se agitó para elaborar una mezcla integra. La mezcla se deshidrató a 40°C durante 

24 h y una vez completado el proceso, esta fue desmoronada manualmente y 

después fue tamizada a través de un tamiz número 6 con el fin de obtener gránulos 

uniformes. Los gránulos fueron almacenados herméticamente a temperatura 

ambiente hasta su utilización.  

Para el secado por aspersión, los hongos deben de estar en una suspensión liquida 

para posteriormente introducirlos en un secador por aspersión con el fin de obtener 

un producto en polvo. La velocidad de flujo fue de 10 mL/min y la temperatura de 

entrada en el secador fue de 130°C y de 85 °C en la salida (Fernández et al., 2001).  

Evaluación de  la efectividad de la formulación de HE en laboratorio 

Una vez formulado el hongo, se procedió a determinar porcentaje de viabilidad de 

esporas para determinar viabilidad post formulación. 

Para la realización del bioensayo en laboratorio se emplearon los insectos de S. 

frugiperda (L) de tercer instar criados en laboratorio, garantizando sus condiciones 

sanitarias y un desarrollo homogéneo. La inoculación del hongo formulado se llevó a 

cabo por aspersión (Chernaki et al., 2007), diluyendo en agua destilada esteril 

previamente el formulado hasta ajustar una concentración de 1x108 esporas mL -1. 
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Posteriormente se pasaron a incubación a temperatura constante de acuerdo a los 

requerimientos del hongo (1 o 2) por emplear y se observaron diariamente. Se llevó 

el control de la mortalidad de un tratamiento testigo aplicando agua destilada estéril 

(Padilla, 2017). 

Se realizaron tres repeticiones, empleando 10 larvas del tercer ínstar por tratamiento. 

El número de larvas se determinó cada 24 h y se calculó el porcentaje de mortalidad 

a los 3, 5, 7 y 9 días post-inoculación (Céspedes et al., 2008). 

Para determinar la mortalidad de los tratamientos se empleó la fórmula de Abbott:  

MC=% mortalidad de tratamiento - % mortalidad testigo 

100 - % mortalidad testigo 

Análisis estadístico 

Para evaluar la mortalidad de larvas se realizó una análisis de varianza (ANDEVA) 

de una vía con un 95% de confianza (α=0.05) con el programa SAS. Las diferencias 

de tratamientos se estimaron mediante una prueba de comparación de medias de 

Tukey HSD. 

 

  



84 
 

RESULTADOS Y DISCUSIONES 

Establecimiento de una cría axénica de S. frugiperda J.E. Smith en laboratorio 

Se inició la cría del insecto colectando en campo masas de huevos y larvas de 

diferentes estadios. Las larvas fueron individualizadas debido a su hábito de 

canibalismo y se alimentaron con dieta merídica (Fig. 13 A) para completar su ciclo. 

Sin embargo, las diferencias de estadios entre las larvas propició a que las mas 

avanzadas pasaran a pupar (Fig. 13 B), quedando el resto todavía en estado de 

larva. Se obtuvieron adultos del insecto donde todos fueron colocados juntos para 

favorecer la copula y la ovipostura (Fig. 13 C).  La dieta fue suministrada de nuevo 

una vez que las larvas la consumían por completo o si la dieta anterior se mostraba 

oscura, seca o endurecida.  

 

Figura 13. Larva con dieta merídica (A), pupas (B) y huevecillos (C) de S. frugiperda.  

Posterior a las oviposturas, la eclosión de larvas fue variable. Algunas masas de 

huevecillos no eclosionaron y mostraban huevecillos necrosados. 

Se logró obtener una primer generación de 126 larvas, las cuales se individualizaron 

al llegar al tercer ínstar, y de manera paralela fueron depositadas más masas de 

huevecillos. Las larvas fueron colocadas en una cámara de cría en donde se 

estableció una temperatura constante de 28 ºC. La cría de S. frugiperda se mantuvo 

de manera satisfactoria. 

A B C 
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Bioensayos del aislado de HE más virulento para gusano cogollero 

Para llevar a cabo la selección del mejor aislado de HE, fue necesario primero 

establecer la cría del insecto G. mellonella, el cual también se utiliza en los 

experimentos con NE. 

Las cepas seleccionadas B1, B3, B4, B9, M1 y M2 fueron resembradas previo a los 

bioensayos en medio PDA (Papa Dextrosa Agar) con el fin de trabajar con material 

propio, y una vez que las cepas habían esporulado se procedió con los ensayos de 

reactivación en larvas de G. mellonella. Para la reactivación se emplearon dos larvas 

de la palomilla de la cera G. mellonella por cada cepa. El ensayo fue llevado a cabo 

según la metodología antes mencionada, obteniendo como resultado la siguiente 

información: 

Hongo 
 
G. mellonella 

B1 B3 B4 B9 M1 M2 

Larva 1 ✓ ✕ ✕ ✓ ✕ ✕ 
Larva 2 ✓ ✕ ✕ ✓ ✕ ✕ 
Tabla 2. Primer ensayo de reactivación de HE en G. mellonella: ✓ Insecto micosado; 

✕ Insecto no-micosado. 

Una vez realizado este experimento, se procedió a hacer un nuevo ensayo de 

reactivación conservando las cepas que mostraron micosis en el insecto y 

cambiando el origen de las cepas B3, B4, M1 y M2 ya que no mostraron crecimiento 

alguno sobre el insecto, lo cual podría deberse a una pérdida de viabilidad al haber 

sido resembradas en medio PDA durante un tiempo prolongado. 

La repetición del ensayo mostró lo siguiente: 

Hongo 
 
G. mellonella 

B1 B3 B4 B9 M1 M2 

Larva 1 ✓ ✕ ✕ ✓ ✕ ✓ 
Larva 2 ✓ ✕ ✕ ✓ ✕ ✓ 
Tabla 3. Segundo ensayo de reactivación de HE en G. mellonella: ✓ Insecto 

micosado; ✕ Insecto no-micosado. 
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Al haber obtenido la reactivación de B1, B9 y M2, se procedió a la reactivación de 

hongos en larvas de S. frugiperda, sustituyendo una vez más el origen de las cepas 

que no mostraron micosis en los insectos. Los resultados de la reactivación de HE en 

larvas de S. frugiperda se muestran en la siguiente tabla: 

      Hongo 
G. mellonella B1 B3 B4 B9 M1 M2 

Larva 1 ✓ ✕ ✕ ✓ ✓ ✓ 
Larva 2 ✓ ✕ ✕ ✓ ✓ ✓ 
Tabla 4. Primer ensayo de reactivación de HE en S. frugiperda: ✓ Insecto micosado; 

✕ Insecto no-micosado. 

Con el fin de reactivar las cepas aun faltantes de B3 y B4, se realizó un ensayo más 

de reactivación en larvas de S. frugiperda, cambiando una vez mas el origen de las 

cepas antes mencionadas. Sin embargo, el resultado obtenido fue el siguiente: 

      Hongo 
G. mellonella B1 B3 B4 B9 M1 M2 

Larva 1 ✓ ✕ ✕ ✓ ✓ ✕ 
Larva 2 ✓ ✕ ✕ ✓ ✓ ✕ 
Tabla 5. Segundo ensayo de reactivación de HE en S. frugiperda: ✓ Insecto 

micosado; ✕ Insecto no-micosado. 

Los resultados obtenidos en este ultimo ensayo, al ser repetitivo el comportamiento 

de las cepas (B1, B9 y M1) se procedió a hacer un bioensayo de virulencia en larvas 

del tercer y cuarto ínstar de S. frugiperda con el fin de seleccionar la cepa que fue 

empleada para la microencapsulación. 

El ensayo de virulencia se llevó a cabo utilizando los hongos desarrollados en los 

cadáveres de los insectos micosados en el segundo ensayo de reactivación de HE 

en  S. frugiperda. Se llevó a cabo el procedimiento indicado en la parte de materiales 

y métodos, con una diferencia, en lugar de utilizar una concentración de 1x109 

esporas mL -1 como lo indica el procedimiento, se utilizó una concentración de 1x107 

esporas mL -1. Lo anterior se realizó debido a que al cosechar el hongo del insecto, 

las concentraciones obtenidas en cada cepa fueron las siguientes: 
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B1: 6x107 esporas mL -1; B9: 9.675x107 esporas mL -1 y M1: 6.79x108 esporas mL -1 

Por lo tanto, las concentraciones no pudieron alcanzar la esperada, y la forma de 

homogenizar la concentración en todos los casos fue dejarlo a un valor de 1 x 107 

esporas mL -1.  

Una vez uniformizada la concentración de esporas, se llevó a cabo la inoculación de 

larvas. Se realizó un diseño completamente al azar, empleando 5 réplicas por 

tratamiento, 1 larva de gusano cogollero del tercer o cuarto ínstar por replica y se le 

suministró 100 µL de la suspensión de esporas reactivadas en el pronoto a cada 

larva. Como control se empleó el mismo volumen de solución de Tween 0.01% sin 

hongo. A ninguna larva se le suministró dieta artificial con el fin de potenciar el efecto 

de los tratamientos. Se observó el estado de las larvas a las 24, 48, 72 y 96 h post-

inoculación, obteniendo los siguientes resultados 

 Tratamiento 
 
              

 h 
Replica 

Control B1 B9 M1 

24 48 72 96 24 48 72 96 24 48 72 96 24 48 72 96 

Larva 1 ✓ ✓ ± ✕ ✓ ✓ ± ✕ ✓ ± ✕ ✕ ✓ ± ✕ ✕ 
Larva 2 ✓ ✓ ± ✕ ✓ ✓ ± ✕ ✓ ± ✕ ✕ ✓ ± ✕ ✕ 
Larva 3 ✓ ✓ ± ✕ ✓ ✓ ± ✕ ✓ ± ✕ ✕ ✓ ± ✕ ✕ 
Larva 4 ✓ ✓ ± ± ✓ ✓ ± ✕ ✓ ± ✕ ✕ ✓ ± ✕ ✕ 
Larva 5 ✓ ✓ ± ✕ ✓ ✓ ± ✕ ✓ ± ✕ ✕ ✓ ± ✕ ✕ 
Tabla 6. Bioensayo de virulencia de HE en larvas de  S. frugiperda: ✓ Insecto con 

movilidad; ±   Insecto con poca movilidad; ✕  Insecto muerto. 

Las larvas que se vieron afectadas a las 48 h fueron las inoculadas con B9 y M1, 

mostrándose inactivas, es decir, mostraban disminución en la movilidad pero seguían 

con vida. A este tiempo, las larvas tratadas con el control y B1 mostraban un 

comportamiento normal. Sin embargo a las 72 h se observó que las larvas de B9 y 

M1 habían muerto, mientras que las larvas en el control y en B1 seguían con vida 

pero con poca movilidad. A las 96 h, todas las larvas habían muerto, excepto una 

larva perteneciente al tratamiento control. A la par, se realizó una prueba de 

viabilidad de esporas, para lo que se realizó una primer dilución 10-1 de la 
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suspensión de esporas cada cepa. Se tomaron 100 µL de las diluciones y se 

colocaron por triplicado en cajas con PDA. Se observó la germinación de esporas a 

las 18 h obteniendo como resultado un 96% de viabilidad de esporas para B1, 98% 

para B9 y 99% para M1.  

Una vez determinada la mortalidad de larvas con respecto al tiempo y encontrar 

resultados similares, se procedió a observar las larvas bajo el estereoscopio con el 

fin de determinar si había indicios de crecimiento del hongo a las 96 h post-

inoculación. Los resultados fueron los siguientes: 

      Tratamiento 
 
Replica 

Control B1 B9 M1 

Larva 1 ✕ � ✓ � 
Larva 2 � � � � 
Larva 3 � � � � 
Larva 4 � � � � 
Larva 5 � � � � 
Tabla 7. Crecimiento de HE en larvas de  S. frugiperda: ✓ Insecto con micelio; 

✕  Insecto sin micelio. 

A las 96 h se observó crecimiento del hongo B9 en todas las larvas, siendo en la 

larva 2 y 4 en donde se observó un mayor crecimiento de hongo (Fig. 14). En el resto 

de larvas de B9 (Fig. 15) y en las larvas 1 y 2 de M1 (Fig. 16) el desarrollo del hongo 

fue moderado.  

 

Figura 14. Larva 2 (A) y Larva 4 (B) de  S.  frugiperda inoculadas con el hongo B9. 

Se observa desarrollo de micelio. 

A B 
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Figura 15. Larva 1 (A), Larva 3 (B) y Larva 5 (C) de  S. frugiperda inoculadas con el 

hongo B9. Se observa desarrollo moderado de micelio. 

Figura 16. Larva 1 (A) y Larva 2 (B) de  S. frugiperda inoculadas con el hongo M1. Se 

observa desarrollo moderado de micelio. 

Después del análisis de los resultados obtenidos, se decidió repetir los ensayos de 

virulencia con algunas diferencias en los ensayos con el fin de determinar DL50 y 

TL50. Los ensayos realizados posteriormente consistieron en suministrar una 

concentración de 1x105, 1x106 y 1x107 esporas mL -1 de la cepa B9, se emplearon 10 

larvas de tercer ínstar por tratamiento incluido el tratamiento control, el cual consistió 

de suministrar Tween al 0.01%.A todas las larvas se les suministró dieta artificial. La 

razón de suministrar dieta fue considerando que las larvas en campo siempre se 

están alimentando, además de reducir la probabilidad de muerte por inanición, pues 

como se observó en el ensayo anterior, las larvas en los tratamientos control y con 

A B 

C 

A
B 

B 



90 
 

hongos murieron todas al mismo tiempo y a ninguna se le había suministrado 

alimento. 

Se realizó un primer ensayo con la cepa B9 bajo las características antes 

mencionadas y se observó que en ninguno de los casos las larvas murieron. Todas 

completaron el resto de estadios larvales pasando al estadio de pupa y 

posteriormente emergieron los adultos, por lo que se decidió repetir el ensayo de 

reactivación de cepas en insectos, para posteriormente resembrar las cepas 

nuevamente y después realizar la prueba de virulencia de la cepa aquí probada –B9- 

y las otras cepas faltantes. 

 Se realizó un ensayo de reactivación de las cepas B1 y B9, la cepa M1 no se pudo 

reactivar debido a la perdida de la cepa en cajas Petri, por lo que se procedió a 

resembrar cajas con medio PDA a partir de hongo M1 procedente de insectos 

micosados de experimentos anteriores para que una vez desarrollado el hongo en 

caja, almacenar ejemplares de la cepa y con el resto reactivar la cepa en larvas. 

El ensayo de reactivación de B1 y B9 consistió en cosechar todas las esporas 

posibles de una caja Petri por cepa y este hongo cosechado suspenderlo en una 

solución de Tween 0.01%, para posteriormente sumergir larvas de S. frugiperda en la 

suspensión de hongos y de esta forma inocular al hongo en el insecto. Se inocularon 

10 larvas por cepa, de las cuales a la mitad se le suministró dieta artificial y al resto 

no se le suministró dieta con el fin de observar si ocurrían diferencias en la 

mortalidad y en la aparición de micosis, los resultados fueron los siguientes: 

A los 5 días post inoculación se pudo observar que la cepa B1 ocasionó muerte y 

micosis a más insectos (Fig. 17) y en menos tiempo que B9 (Tabla 8). 

            Cepa 
Alimento B1 B9 

Sin dieta Muerte y micosis 5 de 5 Muerte y micosis 5 de 5 
Con dieta Muerte 5 de 5; Micosis 2 de 5 Muerte  2 de 5; Micosis 1 de 5 

Tabla 8. Mortalidad y micosis de larvas en ensayo de reactivación de cepas. 
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Figura 17. Larva micosada en ensayo de reactivación de cepas. 

El resultado obtenido indica que la cepa B1 fue más eficiente en términos de 

mortalidad, cabe mencionar que en el campo las larvas están en constante 

alimentación, por lo tanto la condición de HE + alimento es importante, siendo la 

cepa B1 la que mostró mejores resultados. Sin embargo, B1 fue un hongo que desde 

el inoculo fue mejor en ciertos aspectos, pues había muchas esporas al momento de 

usarlo;  B1 y B9 fueron sembradas al mismo tiempo. Sin embargo, B1 creció mejor y 

más rápido, además de haber matado y micosado al insecto mejor que B9. Por otro 

lado, la cepa B9 que a pesar de que en cantidad de esporas se encontraba en 

desventaja  con B1 presento un crecimiento no muy bueno, mostró resultados muy 

similares a B1, por lo tanto y con el fin de seleccionar a la mejor cepa, fue necesario 

realizar un ensayo de virulencia. 

Se realizó una prueba de virulencia con la cepa B1 y B9, ambas cepas se llevaron a 

la concentración de 1x105, 1x106 y 1x107 esporas mL-1 consistiendo estas tres 

concentraciones en tres tratamientos para determinar DL50 y TL50 y se aplicó un 

tratamiento control, el cual solo consistió en una solución Tween 0.01%, la cual fue la 

base para las suspensiones de hongos de los tratamientos antes mencionados. El 

ensayo consistió en suministrar dieta artificial a 10 larvas de tercer ínstar de S.  

frugiperda para posteriormente ser suministrados los tratamientos por inmersión. Las 

larvas se desinfectaron previamente con hipoclorito de sodio al 0.1% y un lavado a 

chorro de agua destilada estéril. Después de la aplicación de cada tratamiento las 
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larvas se individualizaron con dieta para su evaluación. El ensayo se mantuvo en 

observación y se registraron datos de mortalidad de larvas cada 24 h. 

Durante 9 días el ensayo de virulencia no mostró efecto alguno de los hongos sobre 

las larvas. Hasta esta etapa del ensayo todas las larvas lograron sobrevivir, algunas 

alcanzaron a pupar y otras se encontraron en pre-pupa. Este resultado es similar al 

antes obtenido en el ensayo de virulencia de la cepa B9, donde se pensaba que la 

falta de mortalidad se debió a una falla en la conservación de los aislados de HE; sin 

embargo, este ensayo partió de una nueva reactivación de cepas y aun así no se 

pudo determinar mortalidad en ninguno de los casos, por lo que se decidió continuar 

con los ensayos de virulencia a partir de las siguientes consideraciones: 1. Los 

ensayos fueron realizados con larvas del tercer ínstar, a estas se les aplicaron los 

tratamientos con HE y se les suministró dieta artificial, sin embargo, la dieta contiene 

metil paraben como agente conservador por su acción antifúngica y el tratamiento de 

HE sobre la larva es de aplicación tópica, estos factores pueden ser determinantes 

para la posible inefectividad de los HE, pues el hábito del insecto es colocarse por 

encima y dentro de la dieta para alimentarse; por otro lado, 2. Al ir avanzando los 

estadios larvales de los insectos, la resistencia de estos a los agente de control 

incrementan, por lo tanto, se pueden realizar pruebas de virulencia en estadios 

larvales 1 y 2, con el fin de determinar cual es la cepa más virulenta, su DL50 y el 

TL50. 

Es importante resaltar que a pesar de que las cepas de hongos son 

entomopatógenas, como se demostró en los ensayos de reactivación de cepas, se 

deben realizar nuevos ensayos de virulencia con HE considerando las potenciales 

causas antes mencionadas. Se estima que el realizar las pruebas en estadios más 

tempranos puede ser favorable.  

Por lo  tanto, se realizó un ensayo con larvas de primer instar de GC siguiendo la 

metodología especificada para el objetivo 2. Se utilizaron las cepas de HE (B1, B9 y 

M1) con base a los resultados previamente obtenidos.  
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El ensayo de virulencia arrojó resultados favorables, mostrando una mortalidad de 

100% en 3 de los tratamientos a las 48 h (Fig. 18) y que además mostraron ser 

estadísticamente iguales a otros 7 tratamientos. Los tratamientos de B1 1x106, B9 

1x108 y M1 1x108 esporas mL-1 causaron una mortalidad de 100% a las 48 h post 

inoculación; sin embargo, no mostraron diferencia estadística significativa con otros 

tratamientos, los cuales, a pesar de no alcanzar el 100% de mortalidad, lograron 

causar la muerte de larvas desde un 55.56% hasta 88.89%. 

El hongo M. anisopliae es un hongo previamente reportado como agente de control 

para otros lepidópteros (Asi et al., 2013) y para S. frugiperda (Lezama et al., 2005; 

García et al.,2011), además de que el aislado M1 en experimentos previos ha 

demostrado tener un crecimiento radial eficiente aun cuando se han elevado las 

temperaturas de crecimiento (Ruelas et al., 2013), lo cual es de valiosa 

consideración, pues el método de formulación del hongo fue por secado por 

aspersión y fue expuesto a altas temperaturas por un corto periodo de tiempo. 

Además, es un hongo que por su naturaleza es fácil de manipular y se puede 

producir una gran cantidad de esporas en un periodo de 15 días (García et al., 2011). 

Por otro lado, el hongo B. bassiana en este experimento no alcanzó la esporulación 

completa a los 15 días, contrario a lo reportado por García et al. (2011) y se dificulta 

su manipulación por la adherencia que tienen al material empleado para cosechar las 

esporas.  Por lo anterior, se empleó el tratamiento M1 1x108 esporas mL -1, el cual 

causó una mortalidad de 100% a las 48 h.  
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Figura 18. Mortalidad de larvas de S. frugiperda 48 h después de tratamiento con 

hongos entomopatógenos. 

 Formulación del HE sobresaliente 

Una vez  que el hongo fue evaluado pre-formulación, se llevó a cabo una 

microencapsulación por secado por aspersión del tratamiento 1 x 108 esporas mL -1, 

seleccionando del bioensayo de virulencia de hongos entomopatógenos. 

Del proceso de secado, el resultado fue un producto humedo y pegajoso (Fig. 19), es 

decir, un secado ineficiente. Esto se ha reportado por Largo et al. (2015), quienes 

han reportado que el proceso de secado por aspersion puede producir productos 

pegajosos, lo cual pude generar adherencia de particulas en la pared interna de la 

camara de secado, creando aglomeraciones y un bajo rendimiento del producto final. 

Lo anterior, pudo deberse al uso de gelatina bovina, pues como sugieren (Madene et 

al., 2006), las proteinas proporcioann viscosidad a la mezcla. Por otro lado, una 

alternativa a esto podría ser la utilziación de carbohidratos, como la maltodextrina, la 
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cual reduce la viscosidad y aumenta la solubulidad de la mezcla (Guevara y Jimenez, 

2008). 

 

Figura 19. Producto de secado por aspersión del hongo M. anisopliae. 

En el caso de la viabilidad de esporas, se pudo observar que se redujo drasticamente 

la germinación de esporas despues del tratamiento por el secado por aspersión (Fig. 

20). Lo anterior pudo deberse a que se llevó a cabo un secado a una temperatura de 

entrada muy alta (130 ºC), lo que puede causar una baja viabilidad en conidios (Jin y  

Custis, 2011) 
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Figura 20. Esporas de M. anisopliae antes y después de formulación por secado por 

aspersión. (Izquierda) esporas pre-formulación germinadas 18 h después de 

incubación a 28ºC en medio PDA. (Derecha) esporas post-formulación sin germinar 

18 h después de incubación a 28 ºC en medio PDA. 

Evaluación de  la efectividad de la formulación de HE en laboratorio 

La evaluación del hongo formulado no se pudo llevar a cabo debido a la pérdida de 

viabilidad de esporas en el proceso de secado por aspersión 
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DISCUSIONES INTEGRADORAS 

En el presente trabajo se aislaron dos poblaciones de nemátodos entomopatógenos 

en el valle agrícola de Guasave. De acuerdo a los resultados de caracterización 

molecular, uno de los NE corresponde a la especia Rhabtidis blumi con un 83% de 

identidad, confirmando la presencia de esta especie en la región (Vázquez, 2012). 

Según sus características morfológicas, como la ubicación de una espícula en la 

parte posterior, longitud media (1.09 mm) y la longitud del esófago (189 µm)  de los 

machos; y hembras con una longitud media de 1.17 mm, un esófago de 243 µm, con 

una vulva en el centro del cuerpo, además de presentar el fenómeno de endotoquia 

matricida son indicadores de que este aislado pertenece al género Rhabditis (Carta 

and Osbrink, 2005).  

Por otro lado, se encontró que el segundo asilado correspondió a la especie 

Acrobeloides camberenensis con un 91% de identidad según la caracterización 

molecular. Los promedios de longitud (1.19 mm), esófago (226 µm) y espícula en 

machos, más la longitud (1.17 mm), esófago (238 µm) y una vulva ubicada en el 70% 

de la longitud total de la hembra confirma que el aislado corresponde al género 

Acrobeloides (Holovachov et al., 2009). 

R. blumi había sido antes reportado como agente entomopatógeno de otros 

lepidópteros por Park et al. (2012), mostrando mayor efectividad al causar 

mortalidades de 78 al 94% en Plutella xylostella. Este insecto mostró ser muy 

susceptible en dicha evaluación, lo cual no corresponde a lo encontrado en este 

estudio, ya que R. blumi no fue capaz de controlar efectivamente a larvas de tercer 

ínstar de S. frugiperda a los tiempos y dosis evaluadas (10, 250 y 500 JI/mL durante 

7 días). Lo que también contrasta con lo reportado por Vázquez (2012), quién 

encontró que R. blumi causó un 93 % de mortalidad de larvas de tercer instar de S. 

frugiperda a las 48 h. Estas diferencias se atribuyen a lo reportado por Cimen et al. 

(2016), quienes mencionan que los nemátodos tienen una variación en el rango de 

hospederos y en infectividad. Así mismo, Shapiro y McCoy (2000) señalan que un 

factor critico es la selección del aislado o la especie apropiada de NE para que 

ocurra un control exitoso sobre insecto blanco. 
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Acrobeloides camberenensis no ha sido reportado como un organismo 

entomopatógeno, sino como un nemátodo de vida libre (De Ley et al., 1999), sin 

embargo en este estudio logó causar un 13.3, 3.3 y 10 % de mortalidad de larvas a 

los 7 días  post inoculación (a dosis de 100, 250 y 500 JI/mL respectivamente) en 

larvas de tercer ínstar de S. frugiperda, la cual no fue significativa para considerar a 

este nemátodo como un agente de control con potencial bioisnecticida para el control 

del gusano cogollero. Anteriormente se ha reportado un fenómeno similar, sugiriendo 

que ocurre una competencia entre nemátodos entomopatógenos y nemátodos de 

vida libre. Campos et al. (2012) evaluó al nemátodo entomopatógeno Rhabditis rainai 

y el nemátodo de vida libre Acrobeloides máximum, donde este último logó causar 

mortalidad en larvas del coleóptero Diaprepes abbreviatus, siendo A. maximum el 

causante de la mortalidad mas elevada en este insecto plaga. Lo anterior sustenta 

que el nemátodo A. camberenensis encontrado en nuestro trabajo, ya que pertenece 

al mismo género que la especie reportada por Campos et al. (2012) haya tenido la 

capacidad de causar mortalidad en larvas de S. frugiperda aun tratándose de un 

nemátodo de vida libre.  

Por otro lado, el NE S. riobrave causó mortalidades sobresalientes en todos los 

tiempos y dosis evaluadas, por lo que se seleccionó como el NE más virulento. Lo 

anterior confirma la efectividad de S. riobrave, que había sido demostrada con 

anterioridad en otros trabajos (Molina et al., 1996; Shapiro and McCoy, 2000; Shapiro 

and Mizell, 2012). 

El hongo M. anisopliae (M1)  fue determinado como el HE más virulento debido a que 

causó mortalidad de 100% a las 48h post inoculación en larvas neonatas de S. 

frugiperda, lo que contrasta con lo reportado por Padilla (2017), quien encontró que 

la cepa M1 logró causar mortalidad de 90% hasta las 96 h en larvas de tercer instar 

de Heliothis virescens. Sin embargo, esta diferencia se puede atribuir a que en el 

presente estudio se utilizaron larvas de primer ínstar, ya que conforme la larva va 

desarrollándose, pasando de un instar a otro, va adquiriendo resistencia, siendo cada 

vez, menos susceptible a agentes patógenos (Fuxa et al. (1998). 
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Respecto a la evaluación combinada de hongo y nemátodo entomopatógeno, se 

encontró que el hongo logró causar 13 % de mortalidad de larvas a las 96 h post 

aplicación. Este resultado contrasta con lo encontrado en el bioensayo de virulencia 

de HE, sin embargo, en el ensayo de aplicación combinada se usaron larvas del 

tercer ínstar, las cuales, según Fuxa et al (1998) podrían ser más resistentes al 

hongo entomopatógeno que las larvas de primer instar empleadas en el ensayo de 

virulencia en este mismo estudio. A su vez, el nemátodo S. riobrave causó una 

mortalidad del 36%, 80%, 97% y 97% a las 24 h, 48 h, 72 h y 96 h, respectivamente. 

La mortalidad causada en el presente estudio resultó ser superior a la reportada por 

Molina et al. (1996), quienes lograron obtener mortalidades de 6.7, 68.2, 72.9, 77.7 y 

79.3 % a las 24, 48, 72, 96 y 120 h respectivamente sobre larvas de tercer ínstar de 

S. frugiperda.  

 En la aplicación combinada se tuvo una mortalidad similar a la del nemátodo en 

aplicación simple, causando 33%, 83% y 100% de mortalidad a las 24 h, 48 h y 72 h, 

respectivamente. Los anterior se atribuye al nemátodo S. riobrave, ya que se observó 

que el hongo no fue capaz de desarrollar micosis y causar la momificación de larvas 

de S. frugiperda del tercer ínstar. 

Lo anterior ha sido previamente reportado por Lezama et al. (1996), Molina et al. 

(2007), Ansari et al. (2008), Tarasco et al. (2011) y Ruiz-Vega et al. (2017), donde el 

nemátodo entomopatógeno fue el principal agente causal de mortalidad de insectos. 

Koppenhofer y Grewal (2005) y Ruiz-Vega et al. (2017) sugieren que este fenómeno 

se debe a que la efectividad del nemátodo difícilmente puede mejorarse aun siendo 

combinado con otro agente de control. Molina et al. (2007) y Tarasco et al. (2011) 

mencionan que esto se debe a que el nemátodo coloniza al insecto dentro de las 

primeras 24 h, liberando a la bacteria simbionte, la cual limita el desarrollo del hongo  

mediante la síntesis de metabolitos secundarios de actividad microbiana. Así mismo, 

Lezama et al., (1996) sugiere que ocurre un efecto antagonista de parte del 

nemátodo, donde éste interfiere en la capacidad de infección del hongo. 

Sin embargo, otros autores reportan sinergismo entre hongos y nemátodos 

entomopatógenos cuando los nemátodos fueron suministrados posteriormente a los 
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hongos. Sugiriendo que la infección de parte del hongo causa un estrés sobre la 

larva, inhibiendo sus hábitos alimenticios, y de este modo, incrementando la emisión 

de CO2 facilitando al nemátodo ubicar al hospedero (Ansari et al., 2004; 2008). 

Por otro lado, la formulación del hongo resultó en un producto de secado ineficiente y 

una baja viabilidad de esporas post formulación. Largo et al. (2015) reportaron 

resultados similares, al obtener un producto húmedo debido a aglomeraciones de 

material causada por el contenido de materiales que generaron adherencia en la 

cámara de secado. También, la baja viabilidad de esporas post formulación obtenida 

concuerda con lo mencionado por Jin y Custis (2011), quienes atribuyen este 

resultado a las altas temperaturas de entrada en el secador por aspersión, lo que 

corresponde a un parámetro empleado en este estudio, donde se trabajó con una 

temperatura de entrada de 130 ºC. 

En relación a la formulación del nemátodo, los pellets elaborados con el mayor 

contenido de barro (85 %) mostraron ser más consistentes al no fragmentarse con la 

manipulación. Además, se logró observar supervivencia de nemátodos una semana 

post formulación, en el pellet con las proporciones 85 % barro, 10 % ceniza y 5 % 

tierra de diatomeas. Los resultados de supervivencia de nemátodos y de estabilidad 

del pellet formulado se atribuye a la proporción de barro usada, ya que éste funciona 

como una puzolana natural y además, reduce la tasa de deshidratación del pellet 

(Kuwatra and Ripke, 2003), lo cuál se traduce en una condición no estresante para el 

nemátodo. Cortés et al. (2016) reportaron resultados similares a los de este trabajo, 

observando supervivencia del nemátodo Steinernema glaseri 8 días post 

formulación, lo cuál fue atribuido a la capacidad de retención de la humedad en el 

pellet, lo que a su vez, fue considerado como un factor determinante para mejorar la 

estabilidad de almacenamiento. 
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CONCLUSIONES GENERALES 

 Dos poblaciones de nemátodos entomopatógenos, pertenecientes a la misma 

comunidad del valle agrícola del municipio de Guasave fueron aisladas e 

identificadas como Rhabditis blumi  y Acrobeloides camberenensis con un 83 y 91 % 

de certeza respectivamente.  

Los nemátodos Rhabditis blumi y Acrobeloides camberenensis demostraron ser 

patogénicos sobre larvas de S. frugiperda. Cabe resaltar que A. camberenensis no 

había sido previamente reportado como agente causal de muerte de insectos, menos 

específicamente de S. frugiperda. Sin embargo, los NE nativos no mostraron efectos 

significativos en la mortalidad de larvas de tercer ínstar de S. frugiperda a dosis de 

100, 250 y 500 JI/mL en los 7 días de le evaluación de este estudio. Sin embargo,  

no se descartan como posibles agentes de control de otros insectos. 

Por otro lado, el nematodo S. riobrave, en todas las dosis evaluadas (100, 250 y 500 

JI/mL) tuvo virulencia superior a el resto de los tratamientos con los nemátodos 

nativos, los cuales no mostraron diferencia significativa respecto al control en 

ninguna etapa del experimento. De este modo, se confirmó la efectividad de S. 

riobrave como agente de control de S. frugiperda, y la concentración de nematodos 

que se sugiere para futuras formulaciones y ensayos es la de 250 JI/mL, esto  debido 

a la efectividad mostrada en todos los tiempos de evaluación. 

El hongo más virulento fue Metarhizium anisopliae (cepa M1) causando el 100 % de 

mortalidad de larvas de primer instar de S. frugiperda en 48 h. 

El hongo M. anisopliae y el nemátodo S. riobrave se usaron de manera combinada 

para infectar larvas de S. frugiperda, teniendo como resultado que en la aplicación 

simultánea de ambos organismos entomopatógenos, es el nemátodo el principal 

agente de control. Aunque no se pudo observar un efecto de sinergismo entre 

organismos de control, se propone seguir trabajando con la combinación de estos 

organismos y se sugiere que el hongo entomopatógeno puede infectar los primeros 

ínstares de desarrollo del insecto, el cual ha sido demostrado es mas susceptible, 
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para que posteriormente el nemátodo pueda atacar a las larvas que sobrevivan al 

ataque del hongo. 

El hogo entomopatógeno Metarhizium anisopliae (M1) a una concentración de 1x108 

esporas mL -1 fue encapsulado por el método de secado por aspersión. Sin embargo, 

se observó que los conidios perdieron viabilidad después del proceso del secado por 

aspersión al no haber germinado a las 18 h post inoculación en PDA a 28 ºC, por lo 

que no se llevaron a cabo los ensayos de patogenicidad post formulación. 

En relación a la pelletización, el tratamiento con proporciones de 85, 10 y 5 % de 

barro, ceniza y tierra de diatomeas respectivamente fue el que logró la mejor 

estabilidad de pellet. Además en estas proporciones se logró obtener una 

supervivencia de S. riobrave de una semana post formulación. Sin embargo, la 

evaluación de patogenicidad de los nemátodos pelletizados no resultó favorable, al 

no haber causado muerte en larvas de S. frugiperda, lo que sugiere que la 

infectividad de los nemátodos se vio afectada, por lo que es necesario evaluar 

diferentes proporciones de materiales y/o diferentes ingredientes para mejorar la 

supervivencia y la viabilidad de los nemátodos.  
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