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1.- INTRODUCCION

Los nematodos entomopatégenos (NEPs) son una alternativa prometedora en el
control de insectos plaga debido a su amplio intervalo de hospederos y a su forma
de buscarlos activamente (Shapiro-llan y Gaugler, 2002). Si bien, desde la década de
1980 se ha generado una gran cantidad de informacién sobre NEPs, la mayoria se
centra en las familias Steinernematidae y Heterorhabditidiae, los cuales se asocian a
sus bacterias simbiontes Xenorhabdus y Photorhabdus respectivamente; sin embargo,
en la década anterior se han reportado otros géneros de NEPs asociados a otras
especies de bacterias simbiontes, como Serratia (Picoaga et al., 2007).

Derivado de trabajos de busqueda e identificacion de NEPs, se cuenta en el
Laboratorio de Control Biol6gico del Centro de Investigacién en Biotecnologia,
Universidad Auténoma del Estado de Morelos (CEIB/UAEM), con tres géneros de
NEPs, no reportados atn en México, siendo estos Caenorhabditis brenneri, Oscheius
myriophila (Castro, 2015) y Heterorhabditidoides sp. (Castro, 2020).

Para un estudio con cepas nativas de NEPs, se deben realizar varias pruebas, ya que
la informacién resultante es de suma importancia para conocerlos mas a fondo e
incluso para poder realizar estudios que nos ayuden a comparar la actividad de estas
en condiciones de campo. Por lo tanto, el realizar producciones in vivo e in vitro, seria
muy valioso para conocer desde el ciclo de vida de las especies nativas, hasta su
capacidad reproductiva de las mismas y de este modo obtener resultados favorables

para un control de plagas.



2.- ANTECEDENTES

2.1 Nematodos entomopatogenos

Los NEPs son un grupo altamente diverso, ubicado dentro del Phylum Nematoda,
son gusanos redondos de cuerpo alargado, cilindrico y no segmentado; para crecer
mudan la cuticula, tienen simetria bilateral; son organismos microscépicos (Stock y
Goodrich, 2012).

La palabra entomopatégeno, tiene raices griegas, se compone por: entomon (insecto)
y pathos (padecer, enfermedad), y geno (engendrar, producir). Significa que causa
enfermedad a los insectos. Los NEPs son empleados en control biolégico, y se les
denomina como endoparasitarios, y estos son capaces de ocasionar la muerte de un
insecto eficientemente, lograndolo con ayuda de bacterias, las cuales, deben

transmitirse de generacién en generaciéon (Dillman et al., 2012).

2.2 Biologia de los NEPs

Los NEPs pueden medir de 0.1 mm a 2 mm, y cuentan con un tracto alimentario,
que consta de la boca, que se conecta con la cavidad bucal o estoma, el cual se une a
su vez al tubo digestivo formado por el eséfago, intestino, recto y terminando con el
ano; no presentan sistema circulatorio ni respiratorio, pero cuentan con un sistema
muscular y nervioso, (Stock y Goodrich, 2012) podemos observar las partes de NEPs

machos y hembras en la figura 1 que se muestra a continuacion.
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Fig. 1.- Partes de nematodos entomopatdgenos macho y hembra.
Los sexos generalmente estan separados. El sistema reproductor en el caso de los
machos se abre ventralmente en el recto formando una cloaca, tienen uno o dos
testiculos y una o dos espiculas esclerotizadas que son usadas como estructuras
copulatorias generalmente. En el caso de las hembras adultas, éstas tienen uno o dos

ovarios con la vulva localizada ventralmente cerca de la regiéon media del cuerpo

(Stock y Goodrich, 2012).

Los NEPs viven parasitando varios insectos de importancia econémica en la
agricultura (Bathon, 1996). Esta tiltima caracteristica hace que estos organismos sean
ideales para su uso en el Control Biolégico (CB) (Picoaga et al., 2007). Los NEPs son
seguros para el ambiente y la salud humana por lo que son una herramienta ttil en
la regulacion de poblaciones de insectos plaga (Poinar, 1989). Las etapas de vida de
los NEPs (Fig. 1) son huevo, cuatro estadios juveniles (los estadios 1, 2 y 4 viven
dentro del hospedero y el estadio 3 o juvenil infectivo o JI) y la etapa adulta (Picoaga
et al., 2007).
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Fig. 2.- Etapas de vida de los nematodos entomopat6genos.

Hay mas de 3000 asociaciones simbiéticas entre nemétodos e insectos (Poinar, 1979).
Siendo principalmente parasitos obligados y facultativos, pueden atacar estadios

biolégicos de larva, pupa, prepupa e incluso adulto de insectos (Kaya y Hara, 1981).

2.3 Conducta de NEPs

Al buscar un hospedero, pueden existir limitaciones para el NEP, ya que existen
barreras de comportamiento y ecoldgicas. Siendo de este modo, la distribucién
natural del hospedador, la mas importante (Gaugler y Campbell, 1993).
Cuentan ademas con métodos de busqueda los cuales les ayudan a llegar a su
hospedero (Lewis et al., 1992; 1993). Siendo un factor importante para el rango de
hospederos a los cuales afectan, la conducta es distinta en los JI. Sus estrategias se

clasifican en emboscadores y cazadores.

Los emboscadores, actian de una forma en la cual el NEP espera al insecto cerca o
en la superficie del suelo, y su dispersion es limitada (Molyneux y Bedding, 1984;

Alatorre-Rosas y Kaya, 1990).



Por otro lado, los cazadores son muy moviles, y buscan al insecto activamente, ya
que responden a los productos de excreciéon que dejan los hospederos, como lo es,
el diéxido de carbono (Lewis et al., 1992, 1993), ademas, estan adaptados para

parasitar especies sedentarias y subterraneas (Gaugler y Campbell, 1993).

2.4 Clasificacion de NEPs

Los neméatodos son metazoos y pertenecen al Phylum Nematoda, el cual es muy
diverso (Adams et al., 2006), a su vez pertenecen a la clase Sercementea y orden
Rhabditida, dentro del cual, se encuentra la mayoria de nematodos de vida libre,

incluyendo a Steinernematidae y Heterorhabditidae (Smart y Nguyen, 1994).

Existen 30 familias que cuentan con potencial para ser utilizadas dentro del control
biolégico, las cuales pertenecen a cuatro 6rdenes: Mermithida, Tylenchida,
Aphelenchida y Rhabditida. Siendo la dltima la mayormente estudiada, en la cual
se han estudiado diversas familias como: Mermithidae, Tetradonematidae,
Allantonematidae, Neotylenchidae, Sphaerulariidae, Aphelanchidae, Rabdithidae,
Steinernematidae y Heterorhabditidae. (De Ley y Blaxter, 2002).

De las familias mencionadas, han sido mayormente estudiadas Steinernematidae y
Heterorhabditidae, por lo tanto, existe mas informacién de estas, asi como de las
especies descritas pertenecientes a estas dos. Ademads de estas familias mencionadas,
se han reportado también especies de NEPs que pertenecen a la familia Rhabditidae

(Zhang et al., 2008; Abebe et al., 2010, Torini et al., 2015).

2.5 Ciclo de vida de NEPs



Los JI penetran en sus hospederos normalmente por los orificios naturales, es decir,
por la boca, ano o espirdculos. Una vez que llegan a la hemolinfa del insecto, liberan
sus bacterias que causan la muerte del insecto por septicemia en un periodo de
aproximadamente 48 horas. Las bacterias se multiplican, y a su vez, producen
condiciones que son favorables para la alimentacion de los NEPs, los cuales
requieren de la presencia de la bacteria simbiética para reproducirse y completar su
ciclo. Los NEPs se desarrollan hasta el estado de adultos y se reproducen dentro del
cadaver. Al terminarse los nutrientes, el ciclo termina en el estadio JI, incorporan las

bacterias y abandonan el cadaver buscando nuevos insectos hospederos (Fig. 2).
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Fig. 3.- Simbiosis nematodo-bacteria e interaccion con el insecto hospedero, modificada de

Cabello, 2006.

2.5.1 Ciclos de vida de Heterorhabditidos y Steinernematidos

Steinernema cuenta con un estadio de huevo, cuatro estadios juveniles y uno adulto,
en el cual encontramos machos y hembras (Poinar, 1993). Dependiendo del tamafio

del huésped, pueden producirse de una a dos generaciones del NEP (Smart y




Nguyen, 1994). El estadio infectivo, el cual es el tercero (JI), presenta doble cuticula,
ya que conserva la del segundo estadio, y es la tinica fase que podemos encontrar en
vida libre o fuera del insecto hospedero, hasta encontrar uno nuevo. En este estado,
el NEP no se alimenta, ya que cuenta con boca y ano cerrados, y puede sobrevivir
gracias a las reservas que acumula. Posteriormente, busca activamente a su nuevo
hospedero para reproducirse, en esto intervienen estimulos quimicos y fisicos, los
cuales los genera el insecto, como son: gradientes de temperatura, niveles de COo,
los cuales provienen de su respiracion, y otros productos de excrecion. Enseguida el
NEP entra a través de las aberturas naturales del insecto, como son, boca, ano y
espiraculos, o bien, a través de partes suaves del tegumento, ya que los JI cuentan
con un diente dorsal, con el cual son capaces de romper la cuticula y de este modo
entrar directo al hemocele (Grewal et al., 1997; Pye y Burman, 1981; Woodring y
Kaya, 1988; Kaya y Koppenhofer, 1999).

Dentro del insecto, el JI entra en el hemocele del hospedero, liberando su bacteria
simbionte, lo cual puede ocurrir a través del ano cuando hablamos de Steinernema,
liberando a Xenorhabdus spp. (Thomas y Poinar, 1979) y por la boca si hablamos de
Heterorhabditis spp. liberando a Photorhabdus luminescens (Boemare et al., 1993) la cual
se dirige a la hemolinfa del insecto. La bacteria se multiplica rapidamente y ocasiona
de este modo la muerte del insecto por septicemia, se reporta que ocurre dentro de
las 24 a 48 horas (Grewal, 2000). Debido a cémo acttan las enzimas proteoliticas
liberadas por la bacteria, es producida la destrucciéon de las estructuras del interior

del insecto, con lo cual se obtienen los nutrientes necesarios para que se pueda

desarrollar el NEP (Akhurst, 1982).

Los JI se alimentan entonces de la bacteria y de los tejidos del hospedero, a
continuacién, mudan a la cuarta etapa y posteriormente a hembras y machos de
primera generaciéon (Smart, 1995). Los steinernematidos, al penetrar al insecto y
desarrollarse la primera generacion se dan adultos de sexos separados, los cuales se

reproducen a su vez dando lugar a una o mds generaciones, y al terminarse los



recursos alimenticios, son producidos los JI para salir en busca de un nuevo
hospedero. En el caso de los heterorhabditidos, los JI de primera generacion son
hermafroditas, para posteriormente en la segunda generacion desarrollarse machos
y hembras diferenciados (Smart y Nguyen, 1994). En la segunda generacion, los
adultos copulan y producen huevos, que a su vez dan paso al primer estado juvenil,
mudando al segundo, el cual aparece al terminarse recurso, y en los dos géneros,
éste instar deja de comer y almacena a su bacteria simbionte ya sea en una vesicula
especial o en el lumen. Al mudar al JI o tercer instar, el NEP retiene la cuticula del

instar anterior, y abandonan el cadéver en busca de un nuevo hospedero (Campbell

y Gaugler, 1991).

2.6 Bacterias simbiontes
Existe una variedad de bacterias simbiontes, asociadas a los NEPS. Los

pertenecientes a la familia Steinernematidae se asocian con la especie Xenorhabdus,
y los de la familia Heterorhabditidae, con la bacteria Photorhabdus que a su vez

cuenta con distintas especies.

2.6.1 Xenorhabdus
Se han encontrado 16 especies del género Steinernema con asociacion mutualista del

género Xenorhabdus, pertenecientes a la familia Enterobacteriaceae, a continuacién,

se muestran algunas de las asociaciones en el cuadro 1:

Especies de NEPs Especies de bacterias simbiontes
Steinernema carpocapsae Xenorhabdus nematophilus
S. feltiae X. bovienii
S. kushidai X. japonicus

Cuadro 1: Especies de NEPs pertenecientes al género Steinernema y su respectiva bacteria simbionte.



Las especies de este género son bacilos Gram negativos, anaerobias facultativas y
pertenecen a la familia Enterobacteriaceae. En estas bacterias, se produce
dimorfismo, llamados fase 1 (primaria) y fase 2 (secundaria), las cuales tienen
caracteristicas especificas, y la fase 1 produce antibiéticos (Akhurst, 1980; McInerney

et al., 1991).

Las células de la fase 1 de Xenorhabdus son las asociadas a la produccién de NEPs,
éstas son més grandes que las de fase 2, tienen cuerpos de inclusion cristalino, son
moviles y producen proteasas, lipasas y otros compuestos bioactivos (Akhurst, 1982;
Boemare y Akhurst, 1988). Estas fases pueden distinguirse utilizando la tincién con
azul de bromotimol y cloruro de trifeniltetrazolio, las células de fase 1 sembradas en
los medios de crecimiento con los colorantes, forman colonias azules con un nucleo

rojo (Kaya y Stock, 1997).

S. carpocapsae tiene asociacion mutualista con la bacteria X. nematophila. Durante su
ciclo de vida, la bacteria se encuentra en el receptaculo, la cual es una regién especial
en el intestino del NEP. El JI libera las bacterias en el hemocele del hospedero,
reduciendo de este modo las defensas de este, y suprimiendo el sistema inmune y a

su vez matarlo (Dunphy y Webster, 1984; Snyder et al., 2007).

La proteina UnA, la cual es producida por algunas cepas de X. nematophila, y evita
que los hemocitos del insecto formen capsulas o nédulos los cuales normalmente
rodearian a los NEPs y bacterias (Ribeiro et al., 1999). Las proteinas de la membrana
externa y lipopolisacaridos que son producidos por X. nematophila evitan que se
adhieran los hemocitos del insecto, inhibiendo asi la activacion de la fenoloxidasa,
la cual es una enzima importante para la respuesta inmune de insectos (Dunphy y
Webster, 1991; Forst et al., 1997). Ciertas cepas de esta bacteria inhiben la actividad
de la fosfolipasa Az (PLA2), la cual es responsable de una parte de la biosintesis de
eicosanoides (Dunphy y Webster, 1991; Park y Kim, 2000, 2003), y la ausencia de
eicosanoides produce una depresién inmunitaria severa, causando septicemia. Lo

cual a su vez conduce a una produccién en exceso de quinonas, las cuales son téxicas



para las larvas. Las especies X. nematophila, X. japonica, X. kozodoii y X. beddingii son
capaces de causar apoptosis de hemocitos de los insectos (Dunphy y Webster, 1984;
Brillard et al., 2001; Cho y Kim, 2004). En X. nematophila, se ha identificado que el
compuesto responsable de la citotoxicidad es la proteina CyA. Estas toxinas y
exoenzimas se producen en horas, y de este modo, el insecto muere dentro de las 24
a 48 horas (Khush y Lemaitre, 2000). Al agotarse nutrientes los JI se vuelven a asociar
a la bacteria y abandonan el caddver en busca de un nuevo hospedero. Otros
estudios han demostrado también que el ADN gendémico de Xenorhabdus contiene
muchos genes, los cuales estan involucrados en la sintesis de compuestos

insecticidas y antimicrobianos (Ogier et al., 2010; Chaston et al., 2011).

2.6.2 Photorhabdus

Photorhabdus es un género compuesto de tres especies: P. luminiscens, P. temperata 'y
P. asymbiotica (Joyce et al., 2006). En el caso de P. luminiscens y P. temperata, se ha
encontrado que establecen simbiosis obligada con NEPS de la familia

Heterorhabditidae (Hinchliffe et al., 2010; Rodou et al., 2010).

Las células de esta bacteria son bacilos no formadores de esporas, Gram negativos y
moviles con flagelos peritricos, ademas son anaerobios facultativos y su temperatura

Optima se encuentra entre los 37 a 38 °C.

En el cuadro 2, se muestran algunas especies de NEPs pertenecientes al género

Heterorhabditis, con su respectiva bacteria simbionte:
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Especies de NEPs

Especies de bacterias simbiontes

Heterorhabditis amazonensis

No se conoce

H. bacteriophora

Photorhabdus luminescens sub. Kayaii
P. luminescens sub. laumondii,
P. luminescens sub. caribbeanensis,
P. temperata sub. khanii,

P. temperata sub. thracensis

H. baujardi

No se conoce

H. brevicaudis

No se conoce

H. downesi

P. temperata

H. floridensis

No se conoce

H. georgiana P. luminescens sub. akhurstii
H. gerrardi P. asymbiotica kingscliffe
H. indica P. luminescens sub. akhurstii

H. marelatus

No se conoce

H. megidis P. temperata sub. cinérea
H. mexicana No se conoce

H. poinari No se conoce
H. safricana No se conoce

H. sonorensis

No se conoce

H. taysearae

No se conoce

H. zealandica

P. temperata sub. tasmaniensis

Cuadro 2: Especies de NEPs pertenecientes al género Heterorhabditis y su respectiva bacteria
simbionte.

Photorhabdus luminescens es una bacteria bioluminiscente neméatodo-simbidtica, es
gram negativa y pertenece a la familia de las Enterobacterias (Rodou et al., 2010). Al
igual que otros géneros de simbiontes de NEPs, esta bacteria presenta variacion
fenotipica. La fase 1 se ha aislado de JI e insectos con infecciones tempranas, por otra

parte, la fase 2 puede encontrarse en las altimas etapas del desarrollo de los NEPs
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tanto en cadaveres de insectos como en cultivos de la fase 1 (Akhurst, 1980). Las
células de la fase 2, son de un tamafio mas pequefio, y las colonias tienen una
morfologia distinta, ademds no cuenta con las distintas proteinas y metabolitos
secundarios que la primera (Boemare y Akhurst, 1988), ya que la variante fenotipica
llamada fase 1 o variante primaria produce colorantes, antibiéticos, lipasas,
proteasas y bioluminiscencia, por otro lado, la fase 2 o variante secundaria carece o
tiene niveles reducidos de las propiedades de la variante 1, pero ambas variantes

muestran patogenicidad (Rodou et al., 2010).

Fisicamente, las bacterias en fase 1, se caracterizan por producir un pigmento rojo y
las colonias pueden absorber el rojo o azul de bromotiol del agar McConkey y del
NBTA. Las colonias en fase 2 son color amarillo y no absorben los colorantes de los
medios (Akhurst, 1980).Esta bacteria coloniza el intestino de los JI, y éstos invaden
larvas de insectos susceptibles, una vez dentro libera la bacteria (por regurgitacion)
y llega al hemocele del insecto, inhibe la inmunidad de éste y prolifera rapido,
matando al hospedero en 2 dias aproximadamente. La bacteria produce una serie de
toxinas que estan involucradas en la patogenicidad que generan contra los
hospederos (Joyce et al., 2006) y uno de los principales complejos de toxinas de P.
luminescens es el Tc, el cual se compone por tres tipos de componentes: TcA, TcB y
TcC (Bowen et al., 1998, Waterfield et al., 2001). Estudios han demostrado que la
actividad biolégica se encuentra en los componentes TccC3 y TccC5, dichos
componentes inhiben las reacciones de defensa de las células inmunes, como lo es la
fagocitosis de bacterias (Lang et al., 2010). La bacteria P. [umeniscens debe ademas ser
capaz de producir antibidticos y enzimas extracelulares que matan los insectos

(Guerra et al., 2014).
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2.6.3 Serratia spp.

La asociacion de Serratia spp. Con NEPs esta bien documentado, y distintas especies

del género producen varios factores de virulencia (Castagnola y Stock, 2014).

Serratia marcescens es una bacteria gram negativa, perteneciente a la familia
Enterobacteriaceae (Freeman, 1985), puede vivir en distintos tipos de ambiente, con
o sin oxigeno, es decir, es una bacteria anaerobia facultativa. Algo particular de la
bacteria, es la produccion de un pigmento rojo, llamado prodigiosina, el cual es un
compuesto que es derivado del pirrol (Steiner et al.,, 1994). Ademas de la
prodigiosina, esta bacteria produce lecitinasas, fosforilasas, toxinas extracelulares y

quitinasas (Escobar et al., 2001).

S. marcescens es cosmopolita, se ha encontrado en hongos Basidiomicetos y
Ascomicetos (Ordentlich, et al., 1988), caracoles, insectos, vertebrados semillas de

frijol y crustaceos, suelo, agua y plantas (Escobar et al., 2001).

Cuando infecta a un insecto, puede morir en un lapso de uno a tres dias y

proporciona a menudo, un tono rojo en los cadaveres (Boucias, 1998).

La quitina es un polimero renovable, ocupa en la naturaleza el segundo lugar en
abundancia, en primer lugar, estd la celulosa. Puede encontrarse en protozoarios,
crustaceos, insectos y hongos. Estd formada por N-acetilglucosamina (NAG), y se
unen por un enlace glicosidico B-1,4. Las quitinasas (Chi) son enzimas que

hidrolizan la quitina en el enlace glicosidico.

Tiene un sistema quitinolitico completo formado por tres clases de enzimas, que son:
endoquitinasas, exoquitinasas y quitobiasas, asi como una proteina que se une a

quitina (Brurberg et al., 1996).

Serratin marscescens es una de las bacterias con mayor capacidad quitinolitica

conocidas hasta ahora.
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Endoquitinasas: hidrolizan la quitina en los enlaces glicosidicos internos, y libera
principalmente quitobiosa (dimero de NAG) y cantidades pequefias de otros

oligosacaridos superiores.

Exoquitinasas: entre ellas se encuentran las quitobiosidasas, las cuales catalizan la
liberacién de quitobiosa a partir del extremo no reductor de la quitina; y las N-

acetilglucosaminidasas que liberan NAG a partir del extremo no reductor.

Quitobiasas: acttian sobre la quitobiosa y producen monémeros de NAG (Barboza-

Corona, et al., 1998).

En la figura 3, se muestra el sistema quitinolitico de S. marcescens, en el cual, la
quitina que esta en el medio es degradada por la endoquitinasa ChiA, la cual es
secretada por la bacteria. Rompe los enlaces internos -1,4 de la quitina y se forman
oligbmeros de N-acetilglucosamina, y éstos pasan al espacio periplasmico con la
ayuda de la proteina porina la cual se encuentra en la pared celular de S. marcescens.
Los oligémeros son degradados por ChiB, la cual es una quitobiosidasa y cataliza la
formacion de la quitobiosa. A continuacién, la quitobiosa se hidroliza por
quitobiasas formando monémeros de N-acetilglucosamina al citoplasma, siendo ahi

utilizadas como fuentes de carbono y nitrégeno (Brurberg et al., 1996).

Ezpacio periplizmico

N-Acetilzlucosamina

Fig. 4.- Sistema quitinolitico de S. marcescens.
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En el caso de Serratia entomophila, se sabe que produce proteinas Sep (SepA, SepB y
SepC), las cuales son un grupo de toxinas insecticidas similares a las toxinas

insecticidas de P. luminescens (Hurst, et al., 2000).

Ademas, con la secuenciaciéon de Serratia nematodiphila se han destacado otros
factores patogénicos de las especies de Serratin. Encontrando varias enzimas

extracelulares secretadas, tales como lipasas, proteasas y quitinasas (Kwak et al.,

2015).

Se encontré también, que la patogenicidad de S. marcescens se incrementa por una
metaloproteasa (serralisina) que secreta y la bacteria entonces, es capaz de suprimir
la inmunidad celular disminuyendo las propiedades adhesivas de las células

inmunes del insecto (Ishii et al., 2014).

2.7 Especies de NEPs nativas

Actualmente se busca utilizar especies nativas de NEP de las zonas geogréficas
donde se desea aplicar el biocontrol (Campos-Herrera et al., 2007); el uso de especies
nativas de NEPs resulta mas eficaz que el uso de especies ex6genas debido a que de
las especies nativas se espera que ya estén adaptadas a las condiciones ambientales
de esa region particular y, por lo tanto, su aplicacion deberia ser exitosa para el
control de plagas. Sin embargo, en la préctica no es sencillo usar de forma extensiva
en un aislado porque no existen sistemas unitarios de produccion a gran escala, sino
que cada especie requiere de condiciones particulares de crecimiento en los

contenedores de produccion.
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2.7.1 Cepas de NEPs nativas del estado de Morelos

El laboratorio de Control biolégico del CEIB de la UAEM cuenta con tres cepas de
NEPs: DS, MC5 y XRPC4. La cepa MC5 se aisl6 del suelo de la localidad de
Tepalcingo, la cepa DS se aislé directamente de una larva muerta de Diatraea
magnifactella en campo (Castro, 2015) y la cepa XRPC4 se aisl6 en Xochitepec (Castro,
2018). Estas especies se identificaron previamente realizando técnicas
morfométricas, morfolégicas y moleculares (Castro, 2015). La cepa DS tuvo
identidad con Caenorhabditis brenneri, la cepa MC5 mostré identidad con Oscheius

myriophila (Castro, 2015) y la cepa XRPC4 con Heterorhabditidoides sp. (Castro, 2020).

Se realizaron pruebas de patogenicidad y virulencia de las cepas con anterioridad,

y se registraron los siguientes resultados:

- Lacepa DS tuvo una CLsode 16 JI sobre larvas de Diatraea magnifactella

- La cepa MC5 tuvo una CLso de 21 JI sobre larvas de D. magnifactella (Castro,
2015).

- La cepa XRPC4 tuvo una CLso de 12 JI sobre larvas de G. mellonella y de 25 ]I

en larvas de Tenebrio molitor (Castro, 2020).

Cuadro 3.- Cepas de nematodos entomopatégenos del cepario de Control Biolégico.

Bacteria
Hospedero Distribucion geografica Referencias
simbionte

Larva de

Caenorhabditis Diatraea Costa Rica, Trinidad, Guadalupe, W. Sudhaus & K.
. Serratia
brenneri magnifactella Bangalore, Penang, Sumatra, Bali. Kiontke
Suelo de caha
EUA, China, Tasmania, Ceres Balakrishnan et
Oscheius myriophila  de aztcar en Serratia
. (Sudafrica). al.
Tepalcingo
Suelo de cana
Heterorhabditidoides Serratia
XRPC4 de aztcar de Libano E. Noujeim, et. al.
sp. (Probablemente)
Xochitepec
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2.8 Produccion de NEPs

El estudio a nivel de campo y el desarrollo de productos comerciales de nemétodos
ha sido realizado sélo en las tltimas décadas, para lo cual se han utilizado dos

métodos: produccién in vivo e in vitro.

2.8.1 Produccion de NEPs in vivo

La produccién in vivo es un proceso simple en el cual se utilizan insectos hospederos
vivos, teniendo diversas ventajas como: costos bajos para poner en marcha, muy
poco uso de tecnologia y es uno de los mas importantes por el hecho de que se
obtienen NEP de alta calidad como resultado del proceso; se utiliza como hospedero
sustituto por lo regular Galleria mellonella (Shapiro-Ilan et al., 2004), la cual es
producida comercialmente en grandes cantidades en varios paises, y es susceptible
ala mayoria de especies de nemétodos (Sdenz, 2005). Su desventaja es una eficiencia
baja ya que este método es ideal si se utiliza para la produccién a escala laboratorio,

asi como también para las pequefias cooperativas de productores (Gaugler et al.,

2000).
2.8.2 Producciéon de NEPs in vitro

Por otro lado, para la producciéon de NEPs a gran escala y menor costo existen
métodos in vitro alternativos, como son el medio de cultivo sélido y el medio de
cultivo liquido. El método de cultivo sélido ha ido modificAndose, en un inicio se
utilizaron arenas de dos dimensiones, como cajas Petri con medios de cultivo
basados en comida (como rifiones de cerdo, alimento para perro y otros productos
animales) (Hara et al., 1981), para después utilizarse un medio mejorado que incluia
extracto de levadura, caldo nutritivo, aceite vegetal y harina de soja. En la actualidad
se ha inventado un sistema de tres dimensiones, que implica el cultivo de neméatodos

en espuma de poliuretano (Bedding, 1981).
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2.9 Pruebas de produccién in vivo

Se hicieron estudios con el NEP C. brenneri, el cual ha sido cultivado in wvivo
utilizando como insecto huésped a G. mellonella, obteniendo 15 000 JI por cada larva
de G. mellonella usada, sin embargo, esta produccion de JI es baja comparada con la
produccion de otras especies de NEPs donde se han obtenido de 30 000 a 240 000 JI
(Guadarrama, 2018) por lo cual, es necesario desarrollar técnicas de cultivo mas

productivas.

En este trabajo abordaremos estrategias de cultivo in vivo utilizando larvas de G.
mellonella, Tenebrio molitor y Spodoptera frugiperda; e in vitro, para lo cual es
indispensable tener la mayor informacién posible al respecto, siendo el ciclo de vida
de los NEPs importante para lograr tal objetivo, ya que los reportados son para los
NEPs de las familias Steinernematidae y Heterorhabtidiae. Al lograrse una
produccion tanto in vivo como in vitro adecuadas, se busca poder realizar pruebas
en campo, para tener mas informacién de estas especies nativas del estado de

Morelos.

18



3.- JUSTIFICACION

Los NEPs son una alternativa prometedora para el control de insectos plaga, ya que
han demostrado tener resultados favorables frente a varios de ellos en campo, y si
bien, hay informacién importante ya reportada, ésta se centra en NEPs de las

familias Steinernematidae y Heterorhabditidiae principalmente.

En el Centro de Investigacion en Biotecnologia (CEIB), especificamente, en el
laboratorio de Control Biolégico, se han realizado aislados de NEPs en diferentes
partes del estado de Morelos, y se han investigado principalmente 3 cepas
identificadas como: DS, MC5 y XRPC4. Dichas cepas, han sido identificadas
concluyendo que se tratan de las especies de NEPs: C. brenneri, O. myriophila y
Heterorhabditidoides sp. respectivamente, y su uso puede ser més prometedor incluso
que las especies comerciales. Para esto es importante complementar informacién
basica de estas cepas, para conocer caracteristicas sobre su ciclo de vida,
reproduccién in vivo e in vitro, asi como virulencia y patogenicidad sobre diferentes

especies de insectos.
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4.- HIPOTESIS

Los nematodos C. brenneri, O. myriophila y Heterorhabditidoides sp. nativos del estado
de Morelos y reportados como entomopatégenos, tendrdn al menos dos
generaciones en el interior de larvas de G. melonella, y sera posible llevar a cabo su

reproduccién in vivo e in vitro.

5.- OBJETIVO GENERAL

Caracterizar el ciclo de vida in vivo de las especies C. brenneri, O. miriophyla y
Heterorhabditidoides sp. de nematodos entomopatégenos y lograr reproducirlos in

1v0 e in vitro.

6.- OBJETIVOS PARTICULARES

- Describir el ciclo de vida de las tres especies de nematodos entomopatégenos
C. brenneri, O. miriophyla y Heterorhabditidoides sp. utilizando larvas de G.
mellonella.

- Determinar el efecto de la concentracion inicial sobre la produccién de
juveniles infectivos.

- Conocer el efecto de la temperatura sobre la reproducciéon in vivo en G.
mellonella de los NEPs.

- Propagar NEPs en larvas de G. mellonella.

- Producir nemétodos entomopatégenos in vitro utilizando diferentes medios

de cultivo.
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7.- MATERIALES Y METODOS

Propagacion de
NEPs en larvas de
G. mellonella

Monitoreo del ciclo
de vida de cepas
XRPC4, MC5 y DS

Propagacion in vivo
de NEPs en larvas
de G. mellonella

Analisis estadistico

Propagacion in vitro
de NEPs
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7.1 Galleria mellonella

Con el fin de contar en todo momento con el material necesario, se cuenta en el
laboratorio de Control Biolégico con la cria de G. mellonella, la cual se mantiene en
botes de pléstico de capacidad de 1 litro a aproximadamente 28 °C. Para su cuidado,

es importante alimentarlos con una dieta especial (Anexo 2).

7.2 Propagacion de NEPs

Para la propagacion de NEPs son empleadas larvas de G. mellonella de la cria
establecida en el laboratorio de Control biolégico del Centro de Investigaciéon en
Biotecnologia (CEIB). Se realiza la correspondiente propagacion, de la especie de

NEP segtin se vaya requiriendo, cabe destacar que en el presente trabajo se utilizan

3 diferentes cepas de NEPs, siendo éstas: XRPC4, MC5 y DS.

En el fondo de las cajas de Petri de 90x15 mm se colocé un disco de papel filtro de
poro mediano, después se colocaron cinco larvas por caja y se afladieron 100 pL de
suspension con NEPs por larva; al término de 10 dias aproximadamente las larvas
estan listas para pasarse a trampas White, que consisten en cajas de Petri con las
larvas muertas que deben pasar previamente por cloro al 5% y tres veces por agua

destilada estéril (Castillo et al., 2011).

Una vez que los NEPs se reproducen y desarrollan nuevas generaciones de JI, éstos
son depositados en frascos de cultivo Corning de 50 mL, con 20 mL de agua
destilada estéril y conservados bajo condiciones de refrigeracion a 12 + 1 °C

(Woodring y Kaya, 1988).

Para la cuantificaciéon de JI se utiliza el método propuesto por Woodring y Kaya
(1988). Para esto se homogeniza la suspension inicial contenida en los frascos
Corning para posteriormente tomar 100 pl, los cuales se depositan en una caja de

Petri. Posteriormente, se realiza el conteo de los JI vivos en un microscopio
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estereoscopico. Esto se debe repetir cinco veces y se calcula el promedio de los

conteos para conocer de este modo la concentracién de las suspensiones de NEPs.

Con la férmula de Woodring y Kaya (1988), se obtienen las diluciones requeridas

para utilizar en cada una de las evaluaciones:

A_DxC
B

Dénde:

A = Volumen de la suspensioén concentrada a ser diluida.

B = Namero de nematodos/mL en la suspensién diluida.

C = Volumen final en mililitros de la nueva dilucién.

D = Concentraciéon de nematodos deseada en la nueva dilucion.

(Woodring y Kaya, 1988).

7.3 Descripcion del ciclo de vida
7.3.1 Infeccion de G. mellonella

Para establecer el ciclo de vida general y confirmar la presencia de un ciclo de dos o
tres generaciones, se utilizaron 23 cajas de Petri de 60x15 mm con papel filtro en el
fondo previamente humedecido con 400 pL de agua destilada estéril, agregando a
cada caja de Petri 5 larvas de G. mellonella y 200 JI de cada especie de NEP por larva,
se manejaron cuatro temperaturas: 10 °C, 24 °C, 27 °C y 30 °C inicialmente, para
posteriormente enfocarnos en la de 27 °C para las 3 especies de NEPs, iniciando el
monitoreo a partir de las 8 horas de la infeccién con NEPs, después a las 12 horas y

asi cada 24 horas durante 20 dias (Saenz y Lépez, 2011).
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7.3.2 Fijaciéon de NEPs

Se tomo una caja de Petri en el horario establecido, siendo el mismo para las tres
especies evaluadas, se disectaron 5 larvas expuestas a NEPs en cajas de Petri de
90x15 mm, siendo previamente desinfectadas con cloro al 5% y agua destilada
estéril, posteriormente, los NEPs obtenidos fueron fijados con formol salino al 4% a
punto de ebulliciéon para después montarlos individualmente en un portaobjetos
agregando glicerina 1/20. Se tomaron 10 hembras y 10 machos, o bien ]Is, que se

fueron obteniendo por cada caja de Petri (Maldonado, G. S., & PE209106, P., 2009).

7.3.3 Aclaramiento de los NEPs

Para observar a detalle los NEPs obtenidos es conveniente transparentarlos después
de fijarlos, para lo cual se utiliz6 glicerina y agua a diferentes concentraciones:
1/20,1/15,1/10,1/5y1/1.

Para esto se van agregando las diferentes concentraciones a los portaobjetos, los
cuales son colocados en una placa de calentamiento, este proceso puede durar hasta

8 horas por muestra aproximadamente (Caspeta, 2010).

7.3.4 Parametros evaluados en los NEPs

Una vez que se obtuvieron los NEPs fijados y aclarados, se observaron en el

microscopio 6ptico, y se buscaron las caracteristicas mencionadas a continuacion:

J4: Inicia con el desprendimiento anterior de la cuticula, posteriormente, ésta se
rompe y el NEP sale. El ancho del cuerpo de los J4 incrementa a mayor velocidad
que la longitud, alcanzando un ancho y largo similar al del adulto, se empieza a

formar el sistema reproductor.
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Adultos: El J4 muda formando la primera generaciéon de adultos, los cuales se
caracterizan por tener 6érganos reproductivos visibles, vulva en el caso de hembras
y espicula en los machos. Los machos son generalmente mas pequefios que las

hembras.
J1: Son transparentes y se mueven lentamente.
J2: Son parcialmente transparentes por la acumulacién de nutrientes almacenados.

J3: Tiene una doble cuticula, ya que retiene la del estadio anterior y le sirve como

proteccion.

Generalmente la segunda generaciéon de hembras y machos son de menor tamarfio

que la primera (Saenz y Lépez, 2011).

7.4 Propagacion in vivo

Se utilizaron larvas de G. mellonella para la propagacién de NEPs. Estas fueron
pesadas para comprobar que su peso sea similar. Una vez que se pesaron las larvas
de G. mellonella, se colocaron en filtro en una caja Petri de 60x15 mm, afiadiendo una
larva por caja e infectando con 100, 500 y 1000 JI (unidad experimental) de las tres
diferentes especies evaluadas, se colocaron en trampas White a los 4 dias de su

infecciéon y se mantuvieron a 27 °C en una incubadora (Woodring y Kaya, 1988).

Se utilizaron 5 larvas por tratamiento, con sus respectivas 5 repeticiones, y se
realizaron conteos de NEPs cada 48 horas durante 37 dias, la evaluaciéon fue
acumulativa, es decir, se fue colectando el agua de las trampas White para llenarlas
nuevamente con agua estéril limpia, la cual fue el medio para ir realizando el conteo

de JIs obtenidos a lo largo del experimento.
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7.4.1 Analisis estadistico

Los datos fueron transformados y posteriormente, se procesaron los resultados con
un andlisis de varianza y una comparacién multiple de medias Tukey utilizando el

paquete estadistico SAS 9.1.

7.5 Propagacion in vitro
7.5.1 Medio sdlido bidimensional

La bacteria fue criopreservada inicialmente, de este modo puede ser inoculada a un

medio s6lido, del mismo modo los NEPs deben desinfectarse superficialmente.
Se utiliz6:
Agar Luria Bertani:

- 5 gramos de extracto de levadura
- 10 gramos de peptona
- 10 gramos de NaCl

- 12 gramos de agar

Se colocaron los NEPs obtenidos de trampas White en un tubo de centrifuga de 1.5
mL. Se tomaron 100 pL de la solucién stock y se colocaron en una caja de Petri
formando varias gotas. Con ayuda de un estereoscopio se contaron los NEPs en cada
gota y esto se repitié 5 veces, para saber la concentracion en los 100 pL evaluados de
la solucién madre. Se colocaron los tubos Eppendorff de 1.5 mL en una
microcentrifuga por 7 minutos a 2500 rpm. Los NEPs se concentrardn en el fondo
del tubo, y de este modo se retir6 el sobrenadante y se colocé 1 mL de solucion de
cloro 0.5% Después de esto se colocé nuevamente en la microcentrifuga a 2500 rpm
por 7 minutos, se quité nuevamente el sobrenadante y se enjuagé con 1 mL de agua
destilada estéril, repitiendo 2 veces. Los NEPs obtenidos de esta sanitizacion

superficial se inocularon al medio sélido.
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Estos NEPs desinfectados se afiadieron al medio sélido 24 horas después de la

bacteria y se mantuvieron en incubacién durante 5 dias a 27 °C (Cocom, 2014).

8.- RESULTADOS Y DISCUSION

Los intervalos de temperatura tanto para la supervivencia, infecciéon y desarrollo de
NEPs varian dependiendo la especie (Fernandez et al., Saunders y Webster, 1999). El
ciclo de vida de NEPs y su produccién in vivo, ha sido estudiado bajo diferentes
condiciones de temperatura principalmente, asi como también se ha demostrado
que, la humedad es otro factor importante para la supervivencia e infectividad del
NEP, ya que necesitan de una pelicula de agua a su alrededor para el movimiento y
la infectividad (Grant y Villani, 2003; Koppenhofer y Fuzy, 2007; Morton, 2009).

En el presente trabajo se evaluaron distintas temperaturas, pero presentamos
resultados obtenidos con la de 27 °C, que fue la mas favorable para las especies
estudiadas, y a continuacién se presentan los referentes al ciclo de vida y

propagacién de cada una de ellas.

8.1 Ciclo de vida de Heterorhabditidoides sp.

Para monitorear el ciclo de vida del NEP Heterorhabditidoides sp. (cepa XRPC4), se
utilizaron 10 JIs y se mantuvieron a una temperatura de 10 °C inicialmente,
temperatura a la cual las larvas de G. mellonella tardaron un mayor tiempo en ser
infectadas, algunas incluso al dia 15 atn seguian vivas.

Esto podria deberse a la temperatura y a la cantidad de JIs que fueron utilizados, ya
que la CLso de esta cepa es de 12 JI por larva de G. mellonella (Castro, 2020). Ademas,
Castro en el 2020, realiz6é un monitoreo de ciclo biol6gico en el cuél observé hembras,
machos y JI a la temperatura de 25 °C, y tnicamente a esta temperatura pudo

observar NEPs machos, esto a partir del dia 20 después de la infeccién, entonces, la
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temperatura es un factor importante para el desarrollo del NEP asi como también el

namero de JI iniciales para infectar las larvas de G. mellonella.

Posteriormente, se decidi6 utilizar 200 JIs por cada larva de G. mellonella para
mantener el experimento a una temperatura de 27 °C.

Se decidi6 realizar con esta cantidad inicial, por los resultados que se fueron
presentando con las distintas cantidades utilizadas anteriormente, ademads, Sdenz y
Luque en el 2000, realizaron un monitoreo de Steinernema feltiae Filipjev utilizando
larvas de G. mellonella, utilizando 50 larvas de G. mellonella expuestas a 8000 JI en
cajas Petri de 100 x 15 mm, a una temperatura de 20 °C. Para establecer que tanto
influia la temperatura, Sdenz y Luque expusieron los JI a temperaturas de 10; 15; 20;
24; 30; 33; 35 y 37 °C y después de 2 dias, se disectaron larvas diariamente hasta
observar completo el ciclo de vida, asimismo observaron que la temperatura
también influye en la relaciéon de sexos de la primera generacién de adultos, para lo
cual utilizaron las temperaturas de 15, 24 y 30 °C. Con base a estos resultados,
determinaron que las temperaturas 6ptimas fueron 15, 20 y 24 °C, ya que en ellas se
pudieron observar ambas generaciones del ciclo de vida.

Por lo tanto, esta informacién fue importante para continuar con esta parte del
proyecto, la cual nos indic6 que, de acuerdo a la informacién revisada en otros
trabajos, la temperatura es una variable de suma importancia, por lo cual, establecer
esta informacién es un paso de gran peso en la presente investigacién. Estableciendo
que la temperatura de 27 °C fue la 6ptima para esta especie de NEP, y fue la utilizada

para las demés de igual forma, mostrando los resultados a continuacién (Cuadro 4):
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Cuadro 4.- Los resultados del desarrollo de Heterorhabditidoides sp., donde se determinaron las
medidas de largo y ancho en las diferentes etapas de desarrollo (media + DE) y se observé la n
respectiva en cada caso (N/V: no aplica).

Promedio * D.E.
Horas Etapa n
Largo (um) Ancho (um)
8 NA NA NA NA
12 NA NA NA NA
24 NA NA NA NA
48 NA NA NA NA
7 J3 585 +32.73 36.42 +2.11 7
J4 7375 +19.36 58.75 + 1.93 4
96 Hembra 1016.66 +44.72 66.66 + 5.47 10
120 J4 737.5 +85.87 55 +9.48 4
Hembra 1130 + 74.16 79 +4.47 5
144 Hembra 1062.5 +107.36 76.87 +7.43 8
Macho 880 + 174.64 56.25+1.93 4
J2 400+ 0 25+0 1
J3 620 +22.36 37+2.23 5
168 J4 700+ 0 45+0 1
Hembra 1140+ 127.14 74+9.3 5
Macho 857.5+6.12 425+2.04 2
J2 450+ 0 25+0 1
J3 600 + 40.82 37.5+2.04 2
192 J4 633.33 +20.41 41.66 +2.04 3
Macho 787.5+37.08 50+3.16 4
Hembra 1025 +115.72 69.16 +4.15 6
J1 380+0 20+0 1
J2 425 +20.41 25+0 2
216 J3 652.5 +2.04 41 +0.81 2
J4 850+ 0 35+0 1
Macho 733.33 +20.41 41.66 +2.04 3
J4 750+ 0 55+0 1
240 Hembra 1062.5 + 48.74 71.25+1.93 4
Macho 850+ 0 45+ 0 1
J1 350+0 20+0 1
J2 400+ 0 25+0 1
264 J3 515 +28.57 20+0 2
Hembra 1050 + 53.45 65 + 5.34 6
Macho 900 +0 50+ 0 1
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Se pudieron observar NEPs a partir de las 72 horas, a partir de las cuales se fueron
observando los distintos estadios, observando adultos a partir de las 96 horas
iniciado el experimento, y a su vez, pudimos observar machos hasta las 144 horas,
aunque en menor proporcion en la mayoria del tiempo. Si bien, pudimos observar
las distintas etapas en el transcurso de las horas, las cantidades fueron variando,
pero siempre coincidiendo en observar cada una de ellas. Con lo cual, podemos
asumir que hay minimo dos generaciones de NEPs en el interior de las larvas de G.

mellonella.

A continuacién, pueden observarse algunas etapas correspondientes a esta especie
de nematodo en particular (Figura 5), resaltando principalmente un macho y una
hembra, asi como un posible J3, ya que es posible que, por su tamafio y

caracteristicas, pertenezca a esta etapa de desarrollo.
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Fig. 5.- (A) Macho. (B) Juvenil infectivo. (C) Hembra gravida observados a distintos objetivos (40 x y
100 x).

Con esto pudimos observar las distintas etapas y caracteristicas de ellas a lo largo

del desarrollo del NEP.
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8.2 Ciclo de vida de Oscheius myriophila
Se realiz6 el monitoreo del ciclo de vida de la cepa MC5, utilizando la temperatura
de 27 °Cy con un in6culo de 200 JI por larva de G. mellonella.

Se pudo observar que al dia 4 el 100% de las larvas infectadas habian muerto (cuadro

5):

Cuadro 5.- Porcentaje de mortalidad de larvas de G. mellonella infectadas con JI de la cepa MC5.

Dias posteriores a la inoculacién % de mortalidad
1 0
2 20
3 80
4 100

Se pudieron observar a partir del dia 2, NEPs pequefios al interior de la larva de G.
mellonella.

A la par, se fue sembrando una pequenia cantidad de hemolinfa en cajas con medio
LB, y con esto se pudo corroborar la razén de la mortalidad de las larvas, ya que,
aunque a partir de las 8 horas se pudo encontrar una minima cantidad de JI dentro,
fue hasta el dia 4 en el que se pudo observar el crecimiento de una bacteria en el
medio de cultivo, lo cual coincide con el tiempo en el que el 100 % de las larvas
mueren.

Se realizaron trabajos de fijacion y aclaramiento de los NEPs observados en el
interior de las larvas, los resultados se presentan a continuacion:

A las 8 horas, se observaron larvas J3 y midieron 550 um de largo y 30 um de ancho,

de igual forma se observaron a las 12 horas, y se encontraron J3, asimismo, a las 48
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horas se vi6 1 J1, el cual al analizarlo se encontré que mide entre 200 y 220 pm de
largo, y 20 pm de ancho, sin 6rganos visibles y transparente.

A las 72 horas se observaron ]2, algunos con doble cuticula, y midieron entre 450 y
40 pm de ancho y largo, respectivamente.

En las préximas horas, es decir, a las 96, se apreciaron J3 y J4, de 550 - 40 um y 650 -
45 pm respectivamente, cabe mencionar que se observé la presencia de bacterias en
su interior, a lo largo de su intestino, y la hemolinfa proveniente de estas larvas al
sembrarse en medio LB tuvo crecimiento bacteriano de su simbionte.

A las 120 horas, pudieron observarse hembras con una longitud de entre 1100 pm
de largo y 70 pm de ancho, ademas se obervaron huevos en el interior de la hembra,
y los machos midieron entre 1000 pm de largo y 40 pm de ancho, siendo este tiempo
el adecuado para la primera generacion de adultos.

El andlisis a las 144 horas di6 como resultado la aparicién de hembras gravidas con
medidas de 1300 pm de largo y 90 um de ancho, ademaés de J1 de entre 250 pm de
largo y 20 pm de ancho, sin poder apreciarse 6érganos visibles en su interior.

A las 168 horas pudimos observar J1, J2 y J3, los tamafios fueron de 250 - 20 pm, 380
- 25 pm y 550 - 40 um respectivamente, ademés de observarse bacterias en su
interior.

En el siguiente periodo de observaciéon hubo J4 y adultos en su mayoria, siendo las
medidas de estos entre 600 pm de largo y 50 pm de ancho.

Asi, a las 216 horas transcurridas se podian ver practicamente todos los estadios de
los NEPs y hembras de 900 pm de largo y 60 pm de ancho, es decir, un poco mas
pequeiias que las observadas al dia 5.

Se observaron durante 3 periodos mas, es decir, a las 240 horas, 264 y 288. Se
encontraron J1, J2, ]3, J4 y adultos oscilando las medidas mostradas a continuacion:
J1: 250 - 20 um; J2: 300 - 30 pmy; J3: 550 - 30 um y J4: 700 - 40 um, Hembras gravidas
oscilaron entre los 1000 pm de largo y 80 um de ancho y los machos entre 900 y 55

um. Esta informacion se resume en el cuadro 6 que se muestra a continuacion:
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Cuadro 6.- Los resultados del desarrollo de O. myriophila, donde se determinaron las medidas de
largo y ancho en las diferentes etapas de desarrollo (media + DE) y se observo la n respectiva en cada

caso (N/V: no aplica).

Promedio + D.E.
Horas Etapa n
Largo (um) Ancho (um)

8 J3 526.66 + 20.54 38.33 £2.35 3
12 J3 535 +11.18 35.75 £ 3.76 4
24 NA NA NA NA
48 J3 525 +20.61 33.83 +3.43 6
72 J3 510 + 28.86 37 £3.16 7
96 J4 608 + 30.22 42.6+2.24 5
120 J4 610 £ 26.07 43.6 +1.95 5

Hembra 1090 + 48.98 78 £6.78 5

144 Hembra 1320 +52.38 90 +3.16 5
J1 256 + 25.76 22 +1.89 5

J1 250 +18.97 22 +2.44 5

168 ]2 386 + 64.37 28 £6.78 5
J3 582 + 38.67 43 +5.09 5

192 J4 615 + 35.93 40.8 £3.43 6
Hembra 850 + 44.72 68 +2.44 5

216 Hembra 906 + 33.82 65+ 3.16 5
240 Hembra 990 + 66.33 75+4.47 5
J1 240 + 27.56 22+2.44 5

J3 516.66 + 23.57 35+2.88 6

264 J4 576 +22.44 56 +5.09 5
Hembra 980 + 24.49 80+3.16 5

Macho 850 + 54.77 56 + 8.60 5

288 J4 620 + 40 55+3.16 5
Hembra 1008.33 + 53.35 83.33 £2.35 6

Todos los estadios fueron observados sin utilizar colorantes, y fueron analizados con

ayuda de un microscopio 6ptico.

Los diferentes estadios tienen caracteristicas particulares, pero a continuacion se

muestran todos los observados (Figura 6):
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Fig. 6.- Desarrollo de O. myriophila. (A) J1. (B) J2. (C) J3. (D). J4. (E) Hembra con endotokia matricida.
(F) Hembra con huevos en su interior. (G) Macho con rayos y espicula visibles.

Los adultos, tanto machos como hembras, fueron observados a 100 x y se pudieron
observar hembras grévidas, y a su vez, machos en menor proporciéon. Las hembras
tienen la vulva situada en la parte media del cuerpo y los machos son de menor

tamaio.
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Se observo la primera generacion de adultos a los 5 dias de la inoculaciéon y la

segunda generacion a los 9 dias, cabe recalcar que el tamafio es distinto entre una y

otra, siendo que los adultos de la segunda generacién son mas pequefios que los de

la primera.

Sdenz y colaboradores, realizaron una comparacién con distintas temperaturas,

siendo la 6ptima para ellos la de 24 °C, para Steinernema feltiae, y a esta temperatura,

su ciclo fue de 8 dias en promedio.

8.3 Ciclo de vida de Caenorhabditis brenneri

De igual forma se realiz6 el seguimiento del ciclo con C. brenneri, a la temperatura

de 27 °C, los resultados se presentan en el cuadro 7.

Cuadro 7.- Los resultados del desarrollo de C. brenneri, donde se determinaron las medidas de largo
y ancho en las diferentes etapas de desarrollo (media + DE) y se observé la n respectiva en cada caso

(N/V:no aplica).

Promedio * D.E.
Horas Etapa n
Largo (um) Ancho (um)

8 NA NA NA NA
12 NA NA NA NA
24 NA NA NA NA
48 NA NA NA NA
72 J3 466.66 + 20.41 28.33 +2.04 3
96 J4 625 +20.41 32.5+2.04 2
120 J4 616 +20.42 48.33 £8.5 3
144 J4 666.6 + 57.73 55+10.8 6

Hembra 981.1 + 87.57 79.44 +9.84 9

168 J3 537 +21.68 32+3.31 10
Hembra 1200 +0 800 1

J3 550+ 0 300 1

192 J4 766.6 + 41.57 66.6 + 4.67 3
Hembra 990 + 58.10 78 £11.66 5

J1 250+0 15+0 1

216 J4 800 + 34.35 58.33 £9.42 6
Hembra 966.66 + 41.57 63.33 +4.71 3

J1 270+0 20+0 1

240 J3 543.33 40+1.1 3
J4 737.5 +20.49 46.25+4.14 4

Hembra 960 +73.32 64 +4.89 5
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En esta especie no pudimos observar machos, pero observamos que hubo
reproduccién a lo largo de los dias, el desarrollo del NEP fue avanzando y de igual
forma se observé mas de una generacion en el interior de las larvas de G. mellonella

Fig. 7.- Desarrollo de C. brenneri. (A) Hembra gravida. (B y D) J3 con doble cuticula. (C) Hembra con
endotokia matricida.

La primera generacidn de adultos pudo observarse a partir de las 144 horas de infeccién de las
larvas, variando a lo largo de su desarrollo la cantidad de demas etapas de desarrollo, pero
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también pudimos observar, que, a partir de las 192 horas, a pesar de observar hembras, éstas
fueron de menos tamanfo que las observadas inicialmente.

Esta especie en particular, fue la que menor tamafio presentd de las estudiadas en el presente
trabajo, lo cual pudo ser una razén por la cual no observamos tan facilmente las diferentes etapas
al momento de observarlas al microscopio.

8.4 Propagacion in vivo de Heterorhabditidoides sp.

Continuando con la investigaciéon presente, el NEP utilizado para los primeros
experimentos en la propagacion in vivo fue Heterorhabditidoides sp., utilizando larvas
de G. mellonella, las cuales fueron previamente pesadas, oscilando sus pesos entre
0.20 y 0.30 gramos, cada larva fue infectada con 50 JI y los conteos de NEPs se

realizaron cada 48 horas, a partir del dia 5 después de la infeccion.

Los NEPs obtenidos hasta el dia 29 se muestran a continuacién (Figura 8):

Heterorhabditidoides sp. [50]

9000
8000
7000
6000
5000
4000
3000
2000
1000

Numero de NEPs

Dias

Fig. 8.- Ntumero de NEPs producidos por larva de G. mellonella a 27 °C al dia 29 con 50 ]I con su
respectiva desviacién estandar.

La mayor cantidad de NEPs producidos fueron al dia 9, como puede observarse en

la figura 14, con 4220 NEPs por larva, siendo la temperatura de 27 °C.

Factores como lo son la temperatura, aireacion y humedad, los cuales, con factores

ambientales comunes, puedes afectar el rendimiento de produccién, y
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especialmente la temperatura, afecta debido a que de ésta depende la duracion del
ciclo de vida segin Grewal y colaboradores (1997), ademads afirman que la

temperatura esta relacionada con el clima de donde son originarios los NEPs.

Shapiro-Ilan y colaboradores (2014) afirman también que el rendimiento de JI por
huésped entre las distintas especies de NEPs es inversamente proporcional al
tamario de ]I, sin embargo, algunas especies simplemente cuentan con capacidades
reproductivas muy altas, como por ejemplo, Heterorhabditis indica y Steinernema
riobrave, que en G. mellonella alcanza un rendimiento de mas de 300, 000 JI por larva
en el caso de S. riobrave (con una longitud corporal de 662 mm en promedio por JI),
y en el caso de S. glaseri alcanza un rendimiento que no excede los 50, 000 JI en el
mismo hospedero, en este caso con un tamafio de JI promedio, de 1133 mm, segin
Gretwal y colaboradores (1994).

Asimismo, se continué con el monitoreo para obtener mas datos de la reproducciéon
de NEPs de esta cepa a las distintas temperaturas e indculo por larva de G. mellonella,
con el fin de establecer las condiciones correspondientes.

Se realizé un monitoreo de produccién, utilizando ahora 100 JI por larva de G.

mellonella, durante 19 dias, manteniendo las larvas a una temperatura de 30 °C.
El ntimero de JI producidos fue monitoreado, obteniendo una mayor produccién al

dia 19 con un promedio de 4036 JI. A continuacién, en la figura 9, se muestra la

gréfica con los resultados:
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Fig. 9.- Numero de NEPs producidos por larva de G. mellonella a 30 °C al dia 19 con 100 ]I con su
respectiva desv. estandar.

Posteriormente, se repitio el experimento utilizando 100 JI en larvas de G. mellonella
a una temperatura de 30 °C, las larvas fueron pesadas inicialmente. Las condiciones
a las cuales se realiz6 inicialmente no fueron las 6ptimas, debido a una falta de
humedad considerable, a consecuencia de la alta temperatura a la cual fueron
expuestos (30 °C), y si bien, la humedad en extremo tampoco favorece la movilidad

de los NEPs, la falta de ella también es perjudicial (Koppenhofer y Fuzi, 2007).

La temperatura afecta en gran medida la actividad de los NEPs (Kaya, 1990). Se
reporta que la exposicion de estos a temperaturas extremas (<0 °C o > 40 °C) es letal

para la mayoria de las especies de NEPs segtin Brown y Gaugler (1996).

El monitoreo se realizé durante 26 dias (Figura 10), observando una mayor cantidad
de NEPs producidos al dia 21, siendo esta de 8023, por otro lado, la produccién total
de NEPs a lo largo de los dias fue de 56, 715 aproximadamente, enseguida se puede

observar la grafica de produccion:
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Fig. 10.- Nimero de NEPs producidos por larva de G. mellonella a 30 °C al dia 26 con 100 JI.

Ademas, se realiz6 un conteo de punto final utilizando 5 larvas de G. mellonella
infectadas con 500 ]I, a tres diferentes temperaturas, siendo éstas: 20 °C, 27 °C y 30

°C; los resultados se muestran en el cuadro 8:

Cuadro 8.- Numero de NEPs producidos en larvas de G. mellonella, 21 dias después de la infeccién
con Heterorhabditidoides sp. a tres diferentes temperaturas, promedio y desviacion estandar, ademas
de prueba Tukey (letras iguales indican que no hay diferencias significativas).

Nuamero de JI [500] en 5 larvas de G.

Temperatura mellonella
Promedio * Desv. Std.
20 °C 17716 + 2273.3577 B
27 °C 31858 £799.7534 A
30 °C 6020 + 532.4158 C

Para el analisis de datos, se realizé una transformacién (método de raiz cuadrada).
Se puede obervar que hubo diferencias significativas en cada uno de los tratamientos
evaluados, siendo el de 27 °C el que tuvo un mayor nimero de NEPs resultantes.
Cabe recalcar que en un inicio se planeaba analizar la produccién con una
temperatura més (24 °C) el cual es un tratamiento que permitiria observar un

panorama més amplio respecto a produccion in vivo.
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Ademas, se presentaron algunos problemas en cuanto a la humedad adecuada, esto
especialmente con la temperatura a 30 °C, ya que al evaporarse el agua radpidamente,
los NEPs pudieron tener dificultades para su movimiento y por lo tanto, problemas
al momento de infectar a las larvas de G. mellonella, por lo cual se repeti6 el

experimento.

Cuadro 9.- Numero de NEPs producidos en larvas de G. mellonella, 21 dias después de la infeccién
con Heterorhabditidoides sp. a cuatro diferentes temperaturas, promedio y desviacion estandar (letras
iguales indican que no hay diferencias significativas)

Nuamero de JI [500] en 5 larvas de G.

Temperatura mellonella
Promedio * Desv. Std.
20 °C 17716 + 2273.3577 A
24 °C 17150 £ 8879.9164 A
27 °C 31858 £799.7534 A
30 °C 16216 £ 5416.2307 A

Los resultados se presentan a continuaciéon (cuadro 7), ya que se realizé la
propagacién de punto final con las temperaturas de 24 °C y de 30 °C para obtener

una mayor informacién en cuanto a la produccién respecto a la temperatura.

Debido a los resultados obtenidos, se decidié realizar un andlisis de la tasa de

produccioén utilizando la siguiente férmula:

_Pr

Rf =
fPi

En dénde:
Rf = Indice o tasa de produccién.
Pf = Poblacién final (Promedio de JI producidos)
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Pi = Poblacién inicial
De este modo obtuvimos los siguientes resultados (Cuadro 10):

Cuadro 10.- Tasa de produccién obtenida al dia 21 para las 4 temperaturas utilizadas con una
concentracion inicial de 500 JI, con su respectivo promedio y desviacion estandar (letras iguales
indican que no hay diferencias significativas).

Repeticion 20 °C 24 °C 27 °C 30 °C
1 32.4 16.25 65.87 22.5
2 41.86 28.2 62.04 47.5
3 32.04 58.45 63.24 27.3

Promedio + Desv. Est. | 3543 +454 A | 343+17.75A 63.71+159 A | 3243 £10.83 A

Las temperaturas 6ptimas para supervivencia, infeccién y reproduccién varian entre
las diferentes especies y cepas de NEPs segtin Grewal y colaboradores (1994), asi
como segun Hazir y colaboradores (2001). Asi como hay neméatodos tolerantes al
calor, los hay tolerantes al frio, manteniendo su eficiencia (Shapiro-Ilan et al., 2012).
Es por eso, que es importante conocer los rangos que cada cepa tolera, para de este
modo tener una referencia inicial, ya que las cepas utilizadas en este trabajo, al ser
nativas de Morelos, es posible que presenten temperaturas similares para su 6ptimo

aprovechamiento.

Con la informacion obtenida hasta este punto, se decidi6 realizar una propagacion
in vivo con distintas concentraciones iniciales, siendo de 100, 500 y 1000 JIs (figura

11). Los resultados se muestran a continuacion:
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Fig. 11.- Ntmero de JIs producidos por larva de G. mellonella a 27 °C al dia 30 con 3 distintas

concentraciones iniciales.

Y los resultados se presentan en el cuadro mostrado a continuacién (cuadro 11):

Cuadro 11.- Numero de NEPs producidos en larvas de G. mellonella durante 24 dias con
Heterorhabditidoides sp. a 3 diferentes concentraciones de JI a una temperatura de 27 °C, promedio y
desviaciéon estandar, ademas de prueba Tukey, p=0.28 y C.V.= 23.10 (letras iguales indican que no
hay diferencias significativas).

Concentracion de J1 Numero de JI por larva
27 °C Promedio % desv. Est.
[100] 13541 + 487243 A
[500] 19792 £3269.13 A
[1000] 14266 +9286.69 A

Los resultados finales se conoceran madas adelante, pero mientras tanto, no se

observan diferencias significativas en los obtenidos hasta este punto.
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8.5 Propagacion in vivo de Caenorhabditis brenneri

Propagacién in vivo con distintas concentraciones, pero utilizando G. mellonella
fueron realizadas también con la cepa DS, a la cual pertenece el NEP Caenorhabditis

brenneri, y se observan a continuacion:
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Fig. 12.- Numero de JIs producidos por larva de G. mellonella a 27 °C al dia 30 con 3 distintas
concentraciones iniciales.

Y los resultados se muestran en el cuadro 12.

Cuadro 12.- Numero de NEPs producidos en larvas de G. mellonella durante 24 dias con
Caenorhabditis brenneri a 3 diferentes concentraciones de JI a una temperatura de 27 °C,
promedio y desviacién estandar, ademas de prueba Tukey, p=0.18 y C.V.= 22.40 (letras
iguales indican que no hay diferencias significativas).

[100] 6584 + 1776.70 A
[500] 9546 +4679.01 A
[1000] 5356 +1712.40 A
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De igual forma, los resultados no son definitivos, ya que atn falta monitorear la

produccion hasta el agotamiento de recursos para los NEPs.

8.6 Propagacion in vivo de Oscheius myriophila

Asimismo, se realizaron pruebas de produccion in vivo utilizando la especie Oscheius
myriophila (cepa MC5), para lo cual se utilizaron larvas de G. mellonella que fueron
pesadas previamente, eligiendo larvas con pesos entre 0.20 y 0.30 gramos, las cuales
fueron colocadas en cajas petri con su respectivo circulo de papel filtro de forma

individual.

Cada larva fue infectada individualmente con 1000 JI de la cepa MC5 y los conteos
fueron realizados cada 48 horas a partir del dia 4 después de la infeccién, durante
este tiempo se mantuvieron a una temperatura de 30 °C y con humedad constante,
para lo cual fueron envueltos con papel Parafilm, y de este modo tratar de conservar

al maximo la humedad dentro de la caja de Petri.

Se monitore6 también el tiempo en el que las larvas murieron, encontrandose que
con esta especie y con estas condiciones de temperatura y concentracion de NEPs
murieron al dia 4 a partir de la infeccion, motivo por el cual fue el dia de inicio de

conteo de NEPs y realizandose hasta el dia 20 después de la infeccion.

La gréfica con el niimero de NEPs producidos se muestra a continuacién (Fig. 13):
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Fig. 13.- Ntumero de NEPs producidos por larva de G. mellonella a 30 °C al dia 20 con 1000 JI.

Como se puede observar en la gréfica, el dia con mayor produccién de NEPs fue el
18 a partir de la infecciéon, ya que al momento de realizar el conteo se encontré la
cantidad en promedio de 9372 NEPs por larva de G. mellonella. Para las 48 horas
siguientes, el numero de NEPs disminuy6 bastante, por lo cual, su monitore6 fue
tnicamente al dia 20. Cabe mencionar que la cantidad total de la produccién a lo

largo de los 20 dias, fue de 34937 aproximadamente.

Asimismo, se realiz6 también un monitoreo con concentracién inicial variada para
conocer un poco mas acerca de esta especie estudiada y cémo influye la
concentraciéon inicial en la tasa de reproduccién, siendo algunos parametros

importantes para el estudio de esta y las distintas cepas en el presente trabajo.
Los resultados de este experimento se muestran a continuacion:

Se utilizo la especie Oscheius myriophila (cepa MC5) infectando larvas de G. mellonella,
para lo cual se pesaron previamente y sus pesos elegidos fueron entre 0.20 y 0.30
gramos, cada larva fue colocada en una caja Petri de 60 x 15 mm y asimismo
infectada con 1000 JI y los conteos de NEPs se realizaron cada 48 horas, a partir del

dia 8 después de la infeccion, las cuales se mantuvieron a una temperatura de 27 °C.
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Los resultados se muestran a continuacion (Fig. 14):

Oscheius myriophila [1000]

Numero de JI

40
Dias

Fig. 14.- Numero de JI producidos por larva de G. mellonella a 27 °C al dia 39 con 1000 JI.

El monitoreo se realiz6 durante 39 dias, observando una mayor cantidad de ]I

producidos al dia 6, siendo esta de 8304 y dando un total de 48496 + 15058.9197

(promedio + desv. Est.) JI obtenidos.

Asimismo, se realiz6 la misma metodologia con una concentracién inicial de 500 JI,

obteniendo los resultados de la figura 15:
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Fig. 15.- Ntmero de JI producidos por larva de G. mellonella a 30 °C al dia 37 con 500 JI.

El monitoreo se realizé durante 37 dias, observando una mayor cantidad de JI
producidos al dia 6, siendo esta de 5208 y dando un total de 36058 + 4917.4399

(promedio + desv. Est.) JI obtenidos.

Se realiz6 también la evaluacion con la concentracion inicial de 100 JI, siendo esta la

menor, a continuaciéon, podemos observar la gréfica con los resultados (Fig. 16):

Oscheius myriophila [100]
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Fig. 16.- Ntumero de JI producidos por larva de G. mellonella a 27 °C al dia 37 con 100 JI.

Monitoreando durante 37 dias la produccién, se observé una mayor cantidad de ]I
producidos al dia 14, siendo esta de 9 490 y dando un total de 59 165 + 12503.9874

(promedio + desv. Est.) JI obtenidos con el in6culo de 100 JI iniciales.
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Podemos observar los resultados en la figura 17 mostrada a continuacién:

Oscheius myriophila
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Fig. 17.- Ntmero de JIs producidos por larva de G. mellonella a 27 °C al dia 37 con 3 distintas
concentraciones iniciales, durante 37 dias + DE.

A continuacion, se observa un cuadro con los resultados obtenidos con el
procedimiento descrito anteriormente, comparando las distintas concentraciones

iniciales para infectar las larvas (Cuadro 13).

Cuadro 13.- Numero de NEPs producidos en larvas de G. mellonella durante 37 dias con Oscheius
myriophila a 3 diferentes concentraciones de JI a una temperatura de 27 °C, promedio y desviaciéon
estdndar, ademas de prueba Tukey (letras iguales indican que no hay diferencias significativas).

Concentracion de JI Namero de JI por larva
27 °C Promedio * desv. Est.
[100] 59165 £ 12503.98 A
[500] 36058 +4917.43 AB
[1000] 48496 +15058.91 B

De los resultados obtenidos se pueden observar distintas cuestiones, que coinciden
con diversos autores, ya que, si hablamos de produccién, las cantidades obtenidas
se encuentran dentro de las medias reportadas por diversos autores, como Realpe y
colaboradores, que en el 2007 encontraron en un estudio de produccién con larvas

de G. mellonella que se pueden obtener un promedio de JI de 86 250 para Steinernema
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colombiense y de 78 750 para Heterorhabditis bacteriophora, que si bien, son valores
ligeramente elevados al compararlos con los obtenidos en este proyecto, también se
han reportado valores de entre 30 000 y 240 000 JI por larva para distintas especies
de NEPs (Lindergreen, et al., 1993).

Ademas de que autores como Ortiz y colaboradores (1994) mencionan que las
producciones pueden variar mucho entre si, y la disminucién de esta, puede ser
causada por diversos factores, entre los que encontramos la edad, tamafio, asi como
también la susceptibilidad del insecto hospedero que se esté utilizando, y las propias

condiciones ambientales e incluso el in6culo utilizado (Boff, et al., 2000).

Es importante recalcar también, que las temperaturas 6ptimas para supervivencia,
infeccion y reproduccion pueden varias entre las diferentes especies y cepas de NEPs

segin Grewal y colaboradores (1994), asi como segtin Hazir y colaboradores (2001).

Lo cual coincide con lo observado en este trabajo, dependiendo de las condiciones
de humedad, temperatura y concentracién de inéculo se observé una menor o

mayor produccion de JI.

Si bien, se sabe que asi como hay nematodos tolerantes al calor, los hay tolerantes al
frio, manteniendo su eficiencia (Shapiro-Ilan et al., 2012), es un parametro que se
debe evaluar para conocer mejor a la cepa con la cual estamos trabajando. Es por
eso, que es importante conocer los rangos que cada cepa tolera, para de este modo

tener una referencia inicial.

8.7 Propagacion in vitro en medio s6lido bidimensional

Los resultados obtenidos en esta parte del Proyecto no fueron favorables, ya que si
bien, se realizaron diversas propuestas y mejoras a la metodologia utilizada,
recordemos que al trabajar con nematodos entomopatégenos nativos, no hay

suficiente informacion acertada para el correcto desarrollo de la misma.
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Variables como la temperatura jugaron un papel fundamental para que los
resultados no fueras los esperados, por lo cual, es importante probar con distintos
medios de cultivo y formas de desinfeccién que no afecten a los nemétodos e

impidan su reproduccion correcta de forma in vitro en un futuro.

52



9.- CONCLUSIONES

La cantidad de JI producidos a pesar de ser relativamente pequena se
encuentra dentro de las medias producidas en especies de NEPs distintas a
las utilizadas en este trabajo.

El in6culo de menor cantidad de JI (100) sobre G. mellonella fue el que mayor
produccion presento.

Los primeros dias son en los que mayor produccién se presenta, es decir,
entre el dia 6 y 14, dependiendo del inéculo inicial utilizado.

Si es posible que se desarrollen méds de 2 generaciones de nematodos
entomopatoégenos al interior de larvas de G. mellonella.

La temperatura es de especial importancia tanto para el desarrollo como para
la reproduccion de NEPs.
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10.- PERSPECTIVAS

Monitorear la produccién in vitro con distintos métodos y/ o variantes del que
utilizamos en el presente trabajo.

Llevar un control sobre mortalidad de los JI almacenados de las distintas
cepas, para conocer mas acerca de estos.

Llevar a cabo produccién in vitro al menos con 2 distintos métodos para poder
cuantificar y calcular que tan rentable y viables son los NEPs producidos por

los distintos métodos tanto in vivo, como in vitro.
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12.- ANEXOS

Dieta de G. mellonella

- Miel de abeja 97.5mL

- Glicerol 120 mL

- Salvado de trigo (estéril) 375¢g

- Cereal de arroz 300 g

- Levadura 75g
Procedimiento:

1. Mezclar el cereal de arroz con el salvado estéril.

2. Agregar levadura y mezclar muy bien (Mezclar antes la miel con la glicerina
y agregar a la mezcla).

3. Alos ingredientes secos agregar poco a poco la mezcla del glicerol con miel,
utilizando las manos.

4. Mezclar hasta obtener una mezcla homogénea.
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