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CAPÍTULO 10 

NEMATODOS ENTOMOPATÓGENOS 

Achinelly, M. F. y Eliceche, D. 

 

IMPORTANCIA DE LOS NEMATODOS COMO 

ENTOMOPATÓGENOS 

Entre las alternativas promisorias para el Manejo Integrado de Plagas 

(MIP) se encuentran los nematodos, quienes están asociados con los insectos con 

relaciones que abarcan desde fortuitas a antagonistas (Vega y Kaya, 2012). Los 

nematodos son organismos invertebrados, no segmentados, que carecen de 

apéndices, con un tracto digestivo completo, sistema reproductor bien desarro-

llado, sin sistemas respiratorio y circulatorio; sistema excretor, nervioso, y muscu-

lar muy especializados (Roberts et al., 2013). El tamaño varía en los distintos gru-

pos, pudiendo alcanzar en los nematodos parásitos de insectos una longitud de 

3-6 mm en los Rhabditidae y hasta 50 cm en los Mermithidae.  

Entre los parásitos de insectos, hay 30 familias de nematodos que están 

asociadas, siendo 7 las consideradas con potencial como agentes de control 

biológico: Mermithidae, Allantonematidae, Neotylenchidae, Sphaerularidae, 

Rhabditidae, Steinernematidae y Heterorhabditidae (Stock y Goodrich-Blair,2012). 

Algunos nematodos tienen relaciones simbióticas con bacterias que matan 

a su hospedador rápidamente recibiendo el término de nematodos entomopató-

genos (NEPs). Si bien, las especies entomopatógenas están clasificadas dentro 

de las familias Steinernematidae y Heterorhabditidae, recientemente algunos 

miembros de los Rhabditidae han sido considerados entomopatógenos: Phasmar-

habditis hermafrodita (Schneider) capaz de reducir las poblaciones de varias es-

pecies de babosas, inclusive desarrollado como un molusquicida biológico (Lewis 

y Clarke, 2012), y dos especies de Oscheius debido a su asociación con la bacteria 

entomopatógena Serratia (Abebe et al., 2010). Se ha demostrado que las asocia-

ciones de estos nematodos causan enfermedades en un insecto hospedador. Sin 

embargo, la asociación de los nematodos con bacterias patógenas parece ser for-

tuito o esporádico (Stock, 2015). 
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El uso de nematodos entomopatógenos constituye una alternativa ambien-

tal y segura para el combate de plagas en cultivos de importancia económica, 

principalmente en aquellas que habitan o pasan parte de su ciclo biológico en el 

suelo. Las infecciones por estos patógenos pueden ocasionar la caída abrupta de 

la población en un corto plazo. La introducción y liberación aumentativa es utili-

zada de manera efectiva para mejorar el control biológico de plagas agrícolas 

como medidas alternativas a los productos químicos en una gran cantidad de paí-

ses (Coupland et al., 2017). 

 

STEINERNEMATIDAE Y HETERORHABDITIDAE 

Los nematodos entomopatógenos incluyen representantes de los géneros 

Steinernema (Steinernematidae) y Heterorhabditis (Heterorhabditidae). Son pará-

sitos obligados de insectos en las redes alimentarias del suelo que se producen 

ampliamente en los ecosistemas naturales y agrícolas. Presentan una relación 

simbiótica con bacterias (Enterobacteriaceae) que causan la muerte de los insec-

tos siendo altamente patogénicos, característica que los ha convertido en agentes 

de control biológico (Lewis y Clarke, 2012; Shapiro-Ilan et al., 2012). 

Poseen una combinación casi única de atributos deseables como biorre-

guladores: 1- amplia gama de hospedantes, 2- capacidad para provocar altos ín-

dices de mortalidad, 3- ambientalmente seguros; 4- producirse a diferentes esca-

las mediante métodos in vivo e in vitro, 5- viabilidad para la elaboración de 

productos formulados y almacenamiento, 6- fácilmente aplicables con equipos es-

tándares, 7- compatibles con diversos productos químicos y otros agentes biorre-

guladores, 8- estadio infectivo de resistencia (JI) o larva dauer, que puede ser al-

macenado por largos periodos de tiempo y aplicado por métodos convencionales 

persistiendo en el ambiente natural (Vega y Kaya, 2012; Labaude y Griffin, 2018). 

Actualmente, varias especies de estos nematodos son usadas como 

insecticidas microbianos y producidos comercialmente por varias compañías 

alrededor del mundo. Existen en la actualidad más de 90 empresas dedicadas a 

la producción y comercialización de nematodos entomopatógenos entre las que 

se destacan la compañía BASF (EEUU, Australia) con su producto MileniumR y 

NemasysR; Green Spot (EEUU) y las compañías italianas Optinem Cydia 

(Agrifutur) y Bioplanet (Nemopak HB) (Coupland et al., 2017). 
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DIVERSIDAD DE ESPECIES 

Los NEPs se distribuyen en todo el mundo, con especies y grupos distinti-

vos en diferentes regiones geográficas. Hasta el momento, se han reportado en el 

mundo 90 especies de nematodos pertenecientes a la familia Steinerneatidae y 

20 a Heterorhabditidae (Labaude y Griffin, 2018). Sin embargo, no todas las 

especies se producen comercialmente para su uso en control biológico siendo 

Steinernema carpocapsae (Weiser) Wouts, Mráček, Gerdin & Bedding, Steinernema 

feltiae (Filipjev) Wouts, Mráček, Gerdin & Bedding y Heterorhabditis bacteriophora 

Poinar, las más utilizadas además de ser las más intensamente investigadas.  

 

FORMA DE ACCIÓN SOBRE LOS INSECTOS 

Los NEPs introducen una bacteria simbionte en el hemocele del insecto 

que se multiplica rápidamente generando metabolitos que matan el insecto por 

septicemia dentro de las 48 a 72 h. Las bacterias impiden la contaminación de los 

cadáveres por microorganismos y a su vez sirven como fuente de alimentos para 

los nematodos dentro de los insectos hospedadores (Vega y Kaya, 2012). Los 

nematodos especialmente las especies de Steinernema, también son capaces de 

causar la muerte de sus hospedadores en ausencia de la bacteria simbionte en 

particular a través de la liberación de toxinas que contienen una alta proporción 

de proteasas (Lu et al., 2017). 

El juvenil infectivo (JI) del nematodo o juvenil de tercer estadio es el único 

que es de vida libre. La entrada al insecto se produce a través de aberturas 

naturales y por los intersegmentos, en forma pasiva o activa con la presencia de 

un diente como ocurre en Heterorhabditidae. El ciclo de vida de los nematodos 

comprende un estado de huevo, cuatro estadios juveniles y un estado adulto 

(macho y hembra) (Vega y Kaya, 2012). En el interior del insecto, los JIs se 

alimentan de bacterias hasta llegar a la etapa adulta, dando lugar a una primera 

generación de hembras hermafroditas, seguida de una o dos generaciones de 

machos y hembras (Heterorhabditidae) o simplemente entre 1 a 3 generaciones 

de machos y hembras (Steinernematidae). En cada generación, nuevos JIs se 

producen y la reproducción de los nematodos continúa mientras el cuerpo del in-

secto siga proporcionando los nutrientes necesarios para el parásito. Dentro de 

los pocos días postinfección, los insectos parasitados liberan factores disuasorios, 
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“scavenger deterrent factors” (SDF), compuestos químicos producidos por los 

simbiontes bacterianos que disuaden a los potenciales depredadores de los 

cadáveres (Gulcu et al., 2012). Los J3 que nacen de la segunda generación de 

adultos toman la bacteria, retienen la muda del segundo estadio formando el 

estado de resistencia o larva dauer y abandonan el cadáver constituyendo los 

juveniles infectivos que se dispersarán en el suelo hasta obtener un nuevo 

hospedador (Figura 1). 

 

 

 

Figura 1. Esquema general del ciclo de vida de nematodos entomopatógenos. 
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BACTERIAS ASOCIADAS A LOS NEPs 

El simbionte bacteriano es determinante para el éxito del complejo nema-

todo-bacteria. Estos son patógenos para larvas de insectos mientras que también 

mantienen una interacción mutualista con los nematodos. Los JIs se asocian con 

bacterias simbióticas del género Xenorhabdus en nematodos steinernemátidos y 

del género Photorhabdus en heterorhabdítidos. Estas son llevadas a lo largo del 

intestino (Heterorhabditidae) o en un bolsillo especial en el caso de Steinernema-

tidae. El color del cadáver es indicativo de los pigmentos producidos por el mono-

cultivo de bacterias mutualistas que crecen en los hospedadores. Insectos parasi-

tados por Steinernema spp. y las bacterias correspondientes Xenorhabdus spp. 

muestran una coloración por lo general marrón y negro, que se vuelven más oscuros 

con el tiempo, pudiéndose observar también color rosa, gris-amarillo y verde. En 

cambio, los insectos infectados por Heterorhabditis spp. y muertos debido a la bac-

teria Photorhabdus spp. por lo general tienen coloraciones que van desde rojizo-

marrón, naranja y morado, y en la oscuridad pueden tener luminiscencia (Figura 2).  

 

 

Figura 2. Larvas de Tenebrio molitor infectadas por Heterorhabditis bacteriophora SUP, un 

aislamiento nativo del cinturón hortícola platense recuperado de suelos sometidos a cultivos 
de tomate (Eliceche, 2019). La coloración de los insectos va cambiando hacia colores más 
rojizos hasta llegar finalmente al vino tinto o morado característico de la infección por los 
simbiontes bacterianos asociados a los nematodes de la familia Heterorhabditidae.  

 

Un total de 21 especies de Xenorhabdus se han descrito en asociación con 

nematodos del género Steinernema (Labaude y Griffin, 2018) y 15 especies de 

Photorhabdus en Heterorhabditis (Ruiz Machado et al., 2018).  
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ESPECTRO DE PLAGAS QUE PUEDEN CONTROLAR 

La efectividad de los NEPs como biocontroladores ha sido ampliamente 

comprobada (Batalla-Carrera et al., 2010; Campos-Herrera, 2015). La mayoría de 

las especies pueden infectar una amplia gama de hospedadores, en diversas eta-

pas de desarrollo, con diferencias en la susceptibilidad. Son capaces de infectar, 

al menos en laboratorio, insectos pertenecientes a distintos órdenes tales como 

Diptera, Lepidoptera, Isoptera, Hemiptera, Hymenoptera y Coleoptera, siendo más 

efectivos contra plagas que presentan un estado susceptible en el suelo (Labaude 

y Grifiin, 2018). La excepción la constituye Steinernema scapterisci Nguyen y 

Smart que presenta un estrecho rango de hospederos parasitando preferente-

mente grillos (Lu et al., 2017).  

Las larvas y pupas de insectos a menudo son más susceptibles a los NEPs 

que los adultos (Williams et al., 2015; Eliceche et al., 2017). Tales diferencias pue-

den resultar de varios mecanismos como variaciones en el comportamiento, en 

particular niveles de actividad más altos y conductas de evitación, sistema inmu-

nológico o barreras físicas para la penetración de nematodos como carencia de 

entradas naturales o cutícula más resistente (Labaude y Griffin, 2018).  

 

FACTORES QUE PUEDEN AFECTAR EL ÉXITO DE LOS NEPs 

EN EL CAMPO 

La viabilidad de los JIs en el campo puede ser alterada por diversos 

factores bióticos y abióticos tales como la depredación, presencia de patógenos, 

el efecto perjudicial de la luz ultravioleta, temperatura y la desecación en la 

superficie del suelo. La eficiencia del parasitismo dependerá del tipo de estrategias 

que presente la forma infectiva del nematodo en la búsqueda, persistencia y 

viabilidad para enfrentar condiciones ambientales adversas y adaptarse a los 

ciclos de vida de sus hospedadores (Agüera de Doucet et al., 1992; Agüera de 

Doucet y Bertolloti, 1996). Factores como la vegetación, las condiciones de textura 

y compactación del suelo, son importantes sobre la capacidad de movimiento de 

los nematodos (Bal et al., 2014). En general, en comparación con los suelos más 

livianos, los suelos con mayor contenido de arcilla restringen el movimiento de los 

nematodos y tienen un potencial de reducción de la aireación, lo que puede resul-

tar en una menor supervivencia y eficacia de los nematodos (Kung et al., 1991). 
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Los NEPs requieren una humedad adecuada en el suelo para sobrevivir y 

moverse, pero demasiada humedad puede causar privación de oxígeno y 

restringir el movimiento (Baimey et al., 2015). Se recomienda el riego para 

mantener la humedad y promover el establecimiento de nematodos en la 

subsuperficie del suelo. La adición de adyuvantes puede disminuir la perdida de 

humedad, en particular en el caso de la aplicación foliar de NEPs que induce un 

mayor estrés por desecación (Rezaei et al., 2015). 

La radiación ultravioleta es perjudicial para los nematodos por lo cual, es 

conveniente aplicarlos en el suelo por la tarde o temprano en la mañana. Otras 

alternativas incluyen formulados que incluyan protectores UV (Wright et al., 2005). 

El pH del suelo en la mayoría de los agroecosistemas, con un rango de 

4 a 8, es probable que no tenga efecto significativo sobre los nematodos 

entomopatógenos, pero un pH de 10 o superior posiblemente sea perjudicial 

(Kung et al., 1991). 

Las variaciones ambientales soportadas por la larva dauer pueden variar 

para cada especie de nematodo, inclusive cada aislamiento puede diferir en sus 

requerimientos y umbrales de temperatura óptima para la infectividad, reproducción, 

tolerancia a los rayos UV y a la desecación (Shapiro-Ilan et al., 2015). Estos 

parámetros pueden por tanto usarse como herramientas para mejorar la eficacia 

de NEPs como es el caso de la temperatura. Por ejemplo, el acondicionamiento 

de Steinernema carpocapsae y Heterorhabditis megidis Poinar, Jackson & Klein, 

durante tres semanas a 9 °C aumentó su eficacia contra el picudo negro 

Otiorhynchus sulcatus (Fabricius) (Guy et al., 2017).  

En los agroecosistemas, las prácticas de manejo como la labranza y el 

empleo de agroquímicos pueden tener un impacto negativo en la ocurrencia natu-

ral de NEPs (Campos-Herrera et al., 2008). Según los autores, las pasturas natu-

rales registran valores más altos de densidad poblacional de NEPs, seguido por 

cultivos orgánicos, respecto a cultivos producidos de modo convencional. Los fer-

tilizantes y plaguicidas químicos pueden tener efectos positivos, neutros o negati-

vos en los nematodos entomopatógenos. La mayoría de los fertilizantes, cuando 

se aplican a las dosis recomendadas, tienen poco impacto en su eficacia (Shapiro 

et al., 1996). No obstante, el estiércol fresco o altas tasas de fertilizantes químicos 

(p. ej. urea) pueden ser perjudiciales para la supervivencia y eficacia de nemato-

dos entomopatógenos (Shapiro et al., 1996).  
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ESTRATEGIAS DE COMPORTAMIENTO DE LOS NEPs 

Para aumentar sus posibilidades de encontrar un hospedador adecuado, 

los JIs emplean una variedad de estrategias. La larva dauer presenta diferentes 

comportamientos de búsqueda (pasiva o activa) también llamados en inglés 

ambusher o cruiser (Bal et al., 2014). Estudios realizados citan individuos del 

género Heterorhabditis con una capacidad de movimiento mayor que el observado 

para el género Steinernema. Por ejemplo, S. carpocapsae y S. scapterisci tienen 

una estrategia de "inmovilidad y espera," y tienden a permanecer cerca de la 

superficie del suelo, atentos para acechar e infectar insectos que se encuentran 

presentes en el mismo y pasan cercanos a ellos, sin existir una búsqueda activa. 

Sin embargo, Steinernema glaseri (Steiner) Wouts, Mráček, Gerdin & Bedding y 

Heterorhabditis bacteriophora, presentan mayor movilidad, siendo activos en la 

búsqueda de su hospedador. Algunos nematodos como S. carpocapsae pueden 

utilizar raíces de árboles como "rutas" para facilitar el movimiento a través del 

suelo (Demarta et al., 2014).  

Los JIs se alejan de los insectos muertos en una fase inicial de dispersión 

caracterizada por movimientos aleatorios y respuestas potenciales a señales am-

bientales que podrían llevarlos al hábitat de sus hospedadores tales como tempe-

ratura, vibraciones, CO2 (Torr et al., 2004).  

La dispersión de JIs es también estimulada por factores asociados con los 

cadáveres de los insectos infectados. Entre ellos están los ascarósidos, una clase 

de moléculas de señalización que regulan el desarrollo y los comportamientos so-

ciales en nematodos (Kaplan et al., 2012).  

El CO2 es atrayente para los JIs de los NEPs al igual que muchos 

odorizantes específicos del hospedador que estimulan el comportamiento de 

búsqueda de hospedadores por parte de los JIs (Dillman et al., 2012). Las raíces, 

especialmente aquellas que están siendo dañadas por insectos, pueden emitir 

volátiles que atraen a los nematodos indicando la presencia de un insecto 

hospedador (Turlings et al., 2012). Este efecto se ha demostrado para varias es-

pecies de plantas, incluidas recientemente la zanahoria, vid, fibra y caña de azúcar 

(Tonelli et al., 2016). La estimulación de la vía del ácido salicílico, una vía de 

defensa de las plantas, condujo a la atracción de nematodos entomopatógenos 

en ausencia de sus hospedadores. Estos autores sugieren que tratar los cultivos 
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con elicitores de defensa de las plantas podría ser una estrategia para aumentar 

el éxito del control biológico de los NEPs (Filgueiras et al., 2017).  

Entre los competidores más directos para los NEPs se encuentran los 

propios nematodos, ya sea otros nematodos entomopatógenos o nematodos de 

vida libre. Por ejemplo, nematodos rabdítidos se observaron en asociación 

alimentándose de cadáveres de insectos infectados por NEPs y fueron capaces 

de reproducirse en ellos ocasionando una reducción sustancial en el número de 

NEPs producidos (Campos-Herrera, 2015). La aplicación de NEPs exóticos 

además puede interferir en la eficacia de nematodos indígenas por competencia 

(Helmberger et al., 2017).  

 

DESARROLLO DE NEPs DESDE EL AISLAMIENTO HASTA SU 

FORMULACIÓN PARA LA OBTENCIÓN DE UN BIOINSUMO 

Son varias las etapas que deben pasar los nematodos entomopatógenos 

con potencial como agentes de biocontrol desde su aislamiento hasta su formula-

ción (Figura 3). Este proceso incluirá su identificación, evaluación de su patogenia, 

la búsqueda de estrategias que garanticen o mejoren su eficacia y el incremento 

de la viabilidad de los mismos en un período de almacenamiento mayor, de ma-

nera de lograr la entrega de los nematodos vivos al consumidor garantizando su 

éxito en el campo. 

 

1. Relevamiento a campo 

Los NEPs pueden encontrarse en pasturas naturales, terrenos dedicados 

a la producción, horticultura intensiva, zonas de recreación y esparcimiento. La 

búsqueda de nematodos entomopatógenos se realiza a partir de la disección de 

insectos muertos o la toma de muestras de suelo, donde se halla la forma infectiva 

del nematodo a través de la técnica de Bedding y Akhurst (1975) o trampa cebo 

(Figura 4 A-C). Esta consiste en exponer una muestra (aproximadamente, 500 cm3 

de suelo) junto a larvas de un hospedador susceptible aproximadamente, durante 

una semana a temperatura ambiente, o bien los insectos pueden colocarse en 

jaulas que son enterradas en el campo (Figura 4 B). Los insectos más utilizados 

son el lepidóptero Galleria mellonella (Linnaeus) y el coleóptero Tenebrio molitor 
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(Linnaeus). En caso de hallarse nematodos en las muestras de suelo, estos para-

sitarán los insectos, los cuales se observarán muertos pudiendo cambiar la colo-

ración a rojiza o parda, dependiendo de la especie de nematodo y su bacteria 

endosimbionte (Stock y Goodrich-Blair, 2012). 

 

 

Figura 3. Proceso de desarrollo de NEPs desde el aislamiento hasta su formulación. 

 

 

 

Figura 4. Metodología para el aislamiento de NEPs a partir de muestras del campo. 

A) Muestra de suelo; B) Trampa cebo; C) Insecto infectado.  
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Los insectos recolectados muertos procedentes de las trampas cebo con 

signos de estar parasitados por NEPs (coloración, ausencia de olor producido por 

microorganismos contaminantes, consistencia) se lavan con agua destilada y se 

colocan en la trampa de White modificada para la recuperación de las formas 

infectantes. Esta trampa consiste en una cápsula de Petri con agua destilada, 

dentro de la cual se coloca un vidrio de reloj invertido o cápsula de Petri de menor 

diámetro con un papel de filtro sobre el cual se colocan las larvas muertas 

(Figura 5 B). Las formas infectivas de los nematodos migrarán de los cadáveres 

al agua alrededor en una semana (Steinernematidae) a dos semanas 

(Heterorhabditidae) aproximadamente después de la infección (Stock y Goodrich-

Blair, 2012). Los nematodos entomopatógenos podrán también visualizarse en 

cavidad corporal si la infección es alta, dependiendo de la transparencia de la 

pared del cuerpo del insecto hospedador.  

Respecto a las muestras de suelo, es conveniente mantenerlas frescas 

durante el transporte al laboratorio y evitar la exposición a la luz solar.  

 

2. Estudio de la patogenia e identificación 

Para considerar los nematodos como agentes de biocontrol, es necesario 

que respondan a los postulados (modificados) de Koch (según Poinar, 1975):  

 

 La especie del nematodo debe estar asociada con la enfermedad del 

insecto.  

 Debe ser fácilmente aislado y obtenerse el estado infectivo. 

 El estado infectivo al estar en contacto con el hospedador debe provocar la 

enfermedad o infección.  

 

El mismo nematodo debe poder ser recuperado de las infecciones experi-

mentales del hospedador para poder repetirlas.  

Una vez aislado los nematodos se identifican taxonómicamente sobre ca-

racteres morfológicos, índices morfométricos (Hunt y Nguyen, 2016) y análisis mo-

lecular principalmente de las secuencias ITS (Maneesakorn et al., 2011). 
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La patogenia podrá evaluarse por diferentes métodos, como la técnica de 

uno en uno (one-on-one assay) donde insecto y patógeno se exponen en una 

relación 1:1, o la técnica de la cápsula de Petri (Petri dish assay) sobre un papel 

de filtro o directamente sobre un sustrato. Esta técnica, a diferencia de la anterior, 

nos permite conocer la mortalidad por superficie para una concentración. Una vez 

determinada la patogenia como la capacidad de provocar daño en un insecto, se 

puede evaluar la agresividad como el grado de daño producido calculando la CL50 

y CL90 y TL50 y TL90.  

 

3. Producción de nematodos entomopatógenos 

Un factor clave en el éxito de los NEPs como bioplaguicidas es su docilidad 

a la producción en masa. Los nematodos entomopatógenos resultan ser fácil-

mente producidos in vivo mediante la inoculación de insectos vivos e in vitro, en 

medios artificiales utilizando el cultivo de sus simbiontes bacterianos como fuente 

de alimento de los nematodos en medios sólidos o líquidos (Shapiro-Ilan et al., 

2012; McMullen y Stock, 2014). Ambas familias (Heterothabditidae y Steinerne-

matidae) pueden ser producidas por métodos de cultivo in vivo e in vitro.  

 

Producción in vivo 

En este sistema se procede a la exposición de un insecto hospedador sus-

ceptible. Como se mencionó para las trampas cebo, los más usados son las larvas 

de G. mellonella y de T. molitor. Las exposiciones se pueden hacer en cápsulas 

de Petri o recipientes plásticos con papel de filtro embebido en los juveniles infec-

tivos o en recipientes con tierra o arena durante 24 a 48 h (Figura 5 A). Posterior-

mente, los nematodos se recolectan en trampa de White modificada (Figura 5 B). 

Esta última, básicamente, consiste en una bandeja con agua, dentro de la cual se 

coloca un tamiz con papel de filtro o tissue que llegue a humedecerse por contacto 

con el agua. Sobre él se colocan los cadáveres de los insectos. Los juveniles in-

fectivos emergidos se depositarán sobre el fondo de la bandeja y podrán almace-

narse en frascos de cultivos celular hasta su uso (Figura 5 C).  

Dentro de aproximadamente 2 semanas de la infección, hasta medio millón 

de nematodos infectivos juveniles por larva de G. mellonella pueden emerger 

(Akhurst y Bedding, 1986). 
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Figura 5. Producción de nematodos entomopatógenos in vivo. A) Trampa de infección para la 

inoculación de los insectos con los NEPs; B) Trampa White para la cosecha de JIs que emergen 
de los cadáveres de insectos producto de la reproducción de los nematodos; C) Frascos de cul-
tivo celular para almacenamiento de JIs emergidos de los cadáveres de insectos infectados. 

 

Producción in vitro 

El complejo nematodo-bacteria puede mantenerse a través de medios de 

cultivo sólidos o líquidos. Varios medios de cultivo han sido testeados para el man-

tenimiento in vitro de los nematodos entre los que se pueden mencionar agar nu-

triente, agar lípido, agar hígado y riñón y, caldo nutritivo (Stock y Goodrich-Blair, 

2012; McMullen y Stock, 2014). Los cultivos deben sembrarse con la bacteria 

24 a 48 h previo a la inoculación con los juveniles preferentemente axénicos del 

nematodo. Para esto la bacteria se sembrará en los recipientes con el medio apro-

piado (cápsula de Petri para cultivos sólidos; erlenmeyer, biorreactor para cultivos 

líquidos) previamente esterilizado en autoclave durante 15 min a 121 °C y una vez 

inoculado se incubará a 28 °C durante 24-48 h (Figura 6). Transcurridas tres se-

manas, podrán recuperarse las formas infectantes de los medios de cultivo donde 

han crecido y multiplicado.  

Los requerimientos de temperatura para el almacenamiento del juvenil in-

fectivo pueden variar según la especie y origen geográfico, siendo 16 °C óptima 

para un gran número de especies. En este sentido, estudios realizados por Elice-

che (2019), determinaron que 16 °C fue la temperatura óptima para el manteni-

miento de Heterorhabditis bacteriophora aislado SUP y su bacteria endosimbionte 

en el cinturón hortícola platense. La infectividad de los JIs disminuye con la edad, 

especialmente cuando se agotan las reservas almacenadas (Eliceche, 2019).  
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Figura 6. Cría de Photorhabdus sp. en caldo nutritivo. A) 24 horas despúes de inoculado con 

la bacteria. B) 72 horas después de inoculado con la bacteria. Se observa el cambio de colo-
ración debido a la producción de pigmentos por parte de la bacteria del género Photorhabdus. 

 

4. Evaluación de calidad de NEPs durante su producción 

La calidad de NEPs producidos ha sido un tema importante para la produc-

ción biotecnológica. Los atributos biológicos de las poblaciones de nematodos 

pueden alterarse en laboratorio lo cual debe tenerse en cuenta durante su produc-

ción. El comportamiento de los JIs cambia a medida que envejecen durante su 

almacenamiento. Aunque los NEPs pueden ser mantenidos, tanto por métodos de 

cultivo in vivo como in vitro, se ha observado disminución y pérdida de la patogenia 

y longevidad de los nematodos durante los procesos de producción, desarrollo y 

formulación en laboratorio, lo cual incide en los períodos de viabilidad de los pro-

ductos a comercializar y su utilidad en las introducciones a campo para el control 

de una plaga (Flores-Lara et al., 2007). Estos inconvenientes se deben a factores 

tales como la especie de nematodo, el tipo de hospedador para la cría, el tiempo 

de almacenamiento y metodología, la especie bacteriana, temperatura, humedad, 

además de la presencia de contaminantes como coinfecciones bacterianas que 

pueden o no ser vehiculizadas por parte de los juveniles infectivos del nematodo 

al interior de los insectos durante las infecciones (Shapiro-Ilan et al., 2012).  
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5. Formulación de nematodos entomopatógenos 

La formulación de los NEPs surge como necesidad de obtener una mayor 

estabilidad, productividad e infectividad durante su multiplicación y mantenimiento 

en el laboratorio. La mayoría de las formulaciones se basan en un principio 

fundamental de conservación de los nematodos que consiste en limitar el gasto 

energético durante el almacenamiento mediante la restricción de su movimiento 

(inmovilización física) o la reducción del consumo de oxígeno por inducción de un 

estado parcial de anhidrobiosis (inmovilización fisiológica), lo cual permite 

extender la vida útil de los nematodos hasta el momento de su aplicación en el 

campo (Shapiro-Ilan et al., 2012). 

La reducción del metabolismo y la inmovilización, pueden lograrse me-

diante refrigeración, desecación parcial o ambos. Se pueden usar diversas formu-

laciones para NEPs en la aplicación en el suelo, como geles de carbón activado, 

alginato y poliacrilamida, cebos, arcilla, turba, esponja de poliuretano, vermiculita 

y gránulos dispersables en agua. Algunas formulaciones, como los cebos, tienen 

el potencial de mejorar la eficiencia de costos y también, pueden extender la acti-

vidad de los nematodos en el suelo (u otros medios) después de la aplicación, 

protegiendo a los nematodos de condiciones ambientales desfavorables (Grewal, 

2002; Navon et al., 2002). Las formulaciones que se basan en nematodos no 

desecados, como esponjas, retienen una alta viabilidad, pero no pueden enva-

sarse a altas densidades y, por lo tanto, están limitadas en su idoneidad para apli-

caciones a gran escala. Formulaciones a base de vermiculita, permiten una vida 

útil de al menos 1 mes para heterorhabditidos y de 2 a 3 meses para steinerne-

mátidos. Algunos nematodos pueden ser parcialmente deshidratados, inmoviliza-

dos en materiales arcillosos que resultan fáciles de mezclar y aplicar mientras que 

otros tienen una mayor supervivencia cuando se inmovilizan en geles de alginato. 

También, se ha comercializado una formulación líquida que contiene nematodos 

no desecados concentrados y que mantiene una alta viabilidad, pero debe apli-

carse dentro de las 48 a 72 h de la recepción (Shapiro-Ilan et al., 2012). 

Es esencial que se realice previamente un estudio de preformulación de la 

cepa de nematodo que se esté empleando, donde se definan sus requerimientos 

específicos de temperatura, humedad, oxígeno y compatibilidad con otros exci-

pientes (Womersley y Smith, 1981).  
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Kaya y Nelsen (1985) emplearon la técnica de encapsulación en una matriz 

polimérica de alginato de calcio. El método se empleó no solo para encapsular a 

los nematodos sino también con las semillas, para el control profiláctico de las 

plagas. Este material es biodegradable, lo cual permite el escape de los 

nematodos de las cápsulas. Los nematodos formulados de esta forma probaron 

ser estables durante 8 meses en envases cerrados a 4 °C y durante 3-4 meses a 

temperatura ambiente. Una alternativa más avanzada técnicamente es el uso de 

cápsulas rellenas de nematodos incluyendo atrayentes y estimulantes de 

alimentación para una plaga determinada (Shapiro-Ilan et al., 2012). Mason et al. 

(1998) desarrollaron un gel de alginato de calcio con la peculiaridad de hacerlo 

comestible a las larvas mediante la incorporación de extracto de levadura. Las 

larvas que se alimentaron del gel se infestaron rápidamente con los nematodos. 

Por otra parte, Lello et al. (1996) desarrollaron una formulación para la aplicación 

foliar de los nematodos entomopatógenos por atomización, mostrando varios ni-

veles de efectividad contra las plagas ensayadas. 

El empleo de las arcillas ha sido común en formulaciones agroquímicas, 

por lo cual Bedding formuló una capa de nematodos entre dos capas de arcilla. 

Estas arcillas (atapulgita y tierra de diatomeas), al tener propiedades adsorbentes, 

propician la remoción del exceso de agua superficial y provoca una parcial deshi-

dratación de los nematodos (Bedding, 1991).  

Hasta el momento, la formulación más lograda ha sido con gránulos dis-

persables en agua (Silver et al., 1995). Para esto se emplea un proceso de granu-

lación húmeda convencional, común en la obtención de granulados para la elabo-

ración de tabletas de uso farmacéutico. Los gránulos formados se envasan y la 

matriz granular permite el acceso de oxígeno a los nematodos durante el almace-

namiento y el transporte. Los nematodos en esta forma y bajo determinados regí-

menes de temperaturas, comienzan un proceso de deshidratación fisiológica y en-

tran en un estado anhidrobiótico. Los JIs contenidos en los gránulos, una vez 

rehidratados en agua o suelo húmedo durante 72 h, probaron ser igualmente efi-

caces contra insectos plaga y superiores a nematodos sin rehidratar.  
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TECNOLOGÍA DE APLICACIÓN DE LOS NEPS 

El JI es la única etapa de vida libre en el suelo y es, generalmente, la forma 

de aplicación de estos organismos en el campo como agentes de biocontrol en 

solución acuosa o en algún tipo de formulación como las mencionadas en el punto 

anterior. Sin embargo, para mejorar la eficiencia es posible la aplicación de 

cadáveres infectados por los NEPs (Del Valle et al., 2008; Shapiro-Ilan et al., 2012) 

u hospedadores de insectos vivos preinfectados (Gumus et al., 2015). Los ensayos 

en invernaderos indicaron una supresión de plagas superior mediante la aplicación 

de nematodos en cadáveres en relación con suspensiones acuosas de JIs (Shapiro-

Ilan et al., 2003). La supresión de plagas observada en las aplicaciones de 

cadáveres podría deberse a los metabolitos presentes en estos que mejoran la 

dispersión e infección (Shapiro-Ilan et al., 2002). Los cadáveres infectados pueden 

recubrirse con una formulación protectora para facilitar el almacenamiento y la 

aplicación evitando la ruptura o adherencia. En este sentido, el uso de insectos con 

cuerpo duro como por ejemplo T. molitor, puede ser una altenativa para asegurar la 

persitencia y viabiliad de los NEPs en el campo (Shapiro-Ilan et al., 2003). 

Existe una amplia gama de tecnología disponible para la aplicación de ne-

matodos entomopatógenos en el suelo, desde simples regaderas o rociadores para 

uso en parcelas pequeñas o huertas, hasta aplicaciones aéreas en campos de gran-

des dimensiones. Otros métodos utilizados en la aplicación del suelo incluyen varios 

sistemas de irrigación tales como la sobrecarga, microjet, canales de irrigación, pi-

vote central, y goteo, así como diversos equipos de pulverización o inyección. En 

general, se puede esperar que las poblaciones de nematodos permanezcan lo su-

ficientemente altas para proporcionar un control efectivo de plagas durante 2 a 8 

semanas después de la aplicación al suelo (Shapiro-Ilan et al., 2012). En este 

mismo sentido Eliceche et al. (2016) observó la persistencia de los JIs luego de su 

aplicación en cultivos del Cordón Hortícola Platense durante un mínimo de ocho 

meses, aunque no se determinó el número de JIs que sobrevivieron.  

Existen diferentes alternativas para la utilización de NEPs en poblaciones 

naturales de insectos: 1- la introducción y colonización del nematodo, el cual se 

libera en un ambiente en el que no se encuentra presente, de manera de estable-

cerse con el tiempo. 2- las liberaciones inoculativas, donde los nematodos se in-

troducen en una etapa del ciclo vital con el objetivo de aumentar la densidad del 
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patógeno que se encuentra presente en el ambiente de manera de inducir una 

epizootia natural favoreciendo su establecimiento. 3- las liberaciones inundativas, 

buscando inducir la epizootia en un corto plazo, de manera similar al accionar de 

un insecticida químico, sin importar que el organismo se establezca o no 

(Lecuona, 1996).  

 

SITUACIÓN EN LA ARGENTINA 

Si bien los nematodos entomopatógenos son comercializados en varios 

países de América Latina, Europa, Japón y Estados Unidos para el control de pla-

gas en la agricultura, la situación en la Argentina es diferente, sin existir registros 

de bioinsumos basados en nematodos entomopatógenos, que puedan responder 

a las necesidades propias del país como tipo de plagas, clima, costos de 

producción, disponibilidad en el mercado. Dentro de este contexto, y con el 

objetivo de aislar estos patógenos como potenciales controladores se realizaron 

varios estudios en la Argentina. Las investigaciones se han orientado 

principalmente a la biología y ecología (Agüera de Doucet y Bertolotti, 1996; 

Agüera de Doucet y Laumond, 1996; Giayetto et al., 1998; Doucet et al., 2008; 

Eliceche et al., 2012; Achinelly et al., 2013; Del Valle et al., 2013; 2014; Salas 

et al., 2013; Eliceche et al., 2016; Cagnolo y Gonzalez, 2017; Eliceche et al., 

2017), patogenia sobre artrópodos en laboratorio y a campo (Agüera de Doucet y 

Laumond, 1996; Giayetto y Cichón, 2006; Doucet et al., 2008; Caccia et al., 2014; 

Del Valle et al., 2016; 2017; Eliceche et al., 2015; 2016; 2017) variabilidad intra-

específica (Agüera de Doucet et al., 1992; 1996; Achinelly et al., 2017a), 

caracterización de NEPs y sus simbiontes bacterianos (Caccia et al., 2017; 

Cagnolo et al., 2016; Eliceche et al., 2018), descripción de nuevas especies de 

NEPs (Agüera de Doucet, 1986; Agüera de Doucet y Doucet, 1990) y evaluación 

de NEPs sobre fitonematodes (Caccia et al., 2012; 2018; Del Valle et al., 2013; 

2014). Siete especies del género Steinernema han sido aisladas: S. carpocapsae, 

S. feltiae, S. diaprepesi Nguyen y Duncan, S. glaseri, S. ritteri de Doucet y Doucet, 

S. rarum (de Doucet) Mamiya, y S. scapterici. Los aislamientos han sido 

reportados para las provincias de Córdoba, Santa Fe y Buenos Aires (Agüera de 

Doucet, 1986; Agüera de Doucet y Doucet, 1990; Agüera de Doucet, 1995; Stock, 

1992; 1993b; 1995; Lax et al., 2011; Cagnolo et al., 2016; Caccia et al., 2017; 
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Bertolotti y Cagnolo, 2019). Respecto al género Heterorhabditis varias poblaciones 

de H. bacteriophora se han registrado en la Argentina en las provincias de 

Córdoba, Neuquén, Río Negro, Mendoza, Santa Fe, La Pampa y Buenos Aires 

(Stock 1993a; Agüera de Doucet y Bertollotti, 1996; Agüera de Doucet y Laumond, 

1996; Giayetto et al., 1998; Giayetto y Cichon, 2006, Doucet et al., 2008; Eliceche 

et al., 2012; Del Valle et al., 2013; Cagnolo et al., 2016; Eliceche et al., 2017; 

Bertolotti y Cagnolo, 2019); Heterorhabditis argentinensis Stock, 1993 aislado en 

la provincia de Santa Fe (Stock 1993a) fue considerado sinónimo de 

H. bacteriophora por Nguyen y Hunt (2007). En este sentido, el análisis molecular 

de H. argentinensis determinó un 99 % de similitud con poblaciones de 

H. bacteriophora aisladas de la provincia de Buenos Aires (Achinelly et al., 2017a).  

 

USO DE NEPs PARA EL CONTROL DE 

INSECTOS PLAGAS AGRÍCOLAS 

Los ensayos de patogenia utilizando NEPs (Steinernematidae y 

Heterorhabditidae) demostraron un gran espectro hospedador con especies de 

insectos susceptibles de importancia para la agricultura en la Argentina 

pertenecientes a 8 órdenes y 32 familias (Tabla 1 y 2). La susceptibilidad fue 

evaluada en larvas de varias especies de lepidópteros plaga (Agüera de Doucet y 

Giayeto, 1994; Agüera de Doucet et al., 1999; Achinelly et al., 2011; Gianfelici et al., 

2014). Estudios realizados por Gianfelici et al. (2014), con aislamientos de S. rarum 

(OLI) y H. bacteriophora (N4 y N82) produjeron parasitismo superior al 75 % en 

larvas de la oruga de las leguminosas Anticarsia gemmatalis Hübner y el barrenador 

del brote Crocidosema aporema (Walsingham) utilizando concentraciones de 50 y 

500 IJs/larva de insecto. Los tres aislamientos fueron capaces de completar el ciclo 

en ambos hospedadores y produjeron juveniles infectivos. Adultos de A. gemmatalis 

también fueron observados susceptibles a S. rarum (NOE) con una alta tasa de 

mortalidad del 80 % con 500 IJs/adultos según Cagnolo et al. (2011). Una 

mortalidad superior al 90 % fue obtenida para Spodoptera frugiperda (Smith) y 

Helicoverpa gelotopoeon (Dyar) utilizando una concentración cercana a 3 JIs/larva 

para S. diaprepesi (Caccia et al., 2014).  

Los estudios en laboratorio con H. bacteriophora (VELI) demostraron la 

susceptibilidad de lepidópteros con más del 80 % de parasitismo en G. mellonella, 
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S. frugiperda e Hylesia nigricans Cramer provocando mortalidad entre 48 h 

(57,14 %) a 72 h (42,85 %) después de la exposición (Achinelly et al., 2011; 

Salas et al., 2013).  

Respecto al parasitismo en coleópteros los resultados obtenidos por 

Del Valle et al. (2017) confirmaron que S. rarum CUL y H. bacteriophora SMC fueron 

patogénicos contra larvas de primer y segundo estadio de Diloboderus abderus 

Sturm, siendo mayor la mortalidad en L1 y a su vez causada por H. bacteriophora 

con un 95 % respecto de la L2 (45 %). H. bacteriophora mostró una mayor 

capacidad reproductiva que S. rarum por lo cual los autores consideraron esta 

especie con mayor potencial para uso como agentes de control biológico de 

Diloboderus abderus. 

Heterorhabditis bacteriophora SUP, aislado en suelos de cultivos de 

tomate en el cinturón hortícola platense fue efectivo contra larvas, pupas y adultos 

en coleópteros. Parasitismo y mortalidad fueron registrados en el escarabajo de 

la savia Lobiopa insularis (Laporte), un herbívoro generalista de la familia 

Nitidulidae plaga del cultivo de frutilla. La mortalidad en laboratorio fue mayor en 

las larvas y pupas con un 79 % y 63 %, respectivamente, que en los adultos con 

un 10 % (Eliceche et al., 2017). La introducción a campo de H. bacteriophora SUP 

mediante la inoculación de juveniles infectivos en condiciones semiexperimentales 

para controlar este coleóptero, aportó buenos resultados acerca de su dispersión. 

Las evaluaciones mostraron que después de siete meses los JIs se distribuyeron 

casi de manera uniforme sobre una superficie de 200 m2. Dicha distribución fue 

influenciada por el sistema de riego (Eliceche et al., 2016).  

Este mismo aislamiento se evaluó en condiciones de laboratorio y campo 

contra el gorgojo plaga de las solanáceas Phyrdenus muriceus (Germar). La eva-

luación en condiciones de laboratorio arrojó porcentajes de mortalidad en larvas, 

pupas y adultos de 87, 70 y 40 %, respectivamente, con una concentración de 5.000 

JIs/insecto. Los estadios de larva temprana de los gorgojos se encuentran dentro 

de la base del tallo de las plantas, mientras que las larvas tardías y pupas transcu-

rren en el suelo, lo cual favorecería el control con NEPs. Considerando las metodo-

logías de aplicación utilizadas para otros entomopatógenos, dos aplicaciones con-

secutivas fueron realizadas a campo en cultivos de berenjena con el fin de 

contrarrestar los factores de mortalidad que impone el ambiente, conllevando a una 

reducción sustancial del inóculo aplicado. Las evaluaciones realizadas mostraron 
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un efecto control sobre P. muriceus, tras una segunda aplicación consecutiva de JIs 

obteniendo una reducción significativa del daño entre las parcelas tratadas y los 

testigos. Estas diferencias detectadas sumadas a la colecta de adultos de P. muri-

ceus infectados con H. bacteriophora, indicarían que el nematodo fue responsable 

de la reducción en las poblaciones de P. muriceus y en el daño foliar observado. 

 

USO DE NEPs CONTRA NEMATODOS PARÁSITOS DE PLANTAS 

El control de nematodos parásitos de plantas mediante el uso de nematodos 

entomopatógenos se inició recientemente en la Argentina. La eficacia de estos varió 

en función de las interacciones entre especies de fito y entomonematodos, 

simbiontes bacterianos, el cultivo, forma de aplicación y condiciones ambientales. 

En este sentido, Caccia et al. (2012) observaron una reducción del factor de 

reproducción cuando evaluaron el efecto de aislamientos de S. rarum y 

H. bacteriophora contra el nemátodo fitófago Nacobbus aberrans (Thorne, 1935) en 

plantas de tomate, de 57 y 53 % respectivamente bajo condiciones de invernadero.  

La estrategia de aplicar cadáveres de insectos infectados con nematodos 

entomopatógenos fue probada por Del Valle et al. (2013), sobre el parasitismo de 

Meloidogyne incognita (Kofoid y White, 1919) en plantas de pimiento y calabaza. 

Los tratamientos incluyeron los insectos T. molitor y G. mellonella parasitados por 

NEPs. En cultivos de pimiento la utilización de cadáveres infectados con T. molitor 

y el aislado H. bacteriophora Rama Caída afectó la cantidad de huevos. En 

calabaza varios tratamientos con cadáveres infectados resultaron exitosos en una 

disminución en el número de agallas y masas de huevos. En el mismo sentido el 

uso de macerados de cadáveres infectados de G. mellonella por H. bacteriophora 

y S. rarum causó una disminución significativa en la cantidad de agallas y masas 

de huevos en plantas de pimiento parasitadas por M. javanica (Treub, 1855) (Del 

Valle y Doucet, 2014). El uso de los sobrenadantes de las bacterias endosimbiontes 

asociadas a los nematodos como Xenorhabdus sp. LB aislado de Steinernema sp. 

y Photorhabdus sp. CBA de H. bacteriophora fueron efectivos contra la 

reproducción de poblaciones de Meloidogyne hapla (Chitwood) y N. aberrans en 

plantas de tomate (Caccia et al., 2018).  
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CONCLUSIONES 

El desarrollo y éxito de un bioplaguicida en base a NEPs requiere una pro-

ducción a gran escala, que permita la obtención de grandes cantidades de nema-

todos para su aplicación a campo, que a su vez conserven la virulencia y tengan 

un bajo costo económico durante su producción. Por otra parte, la utilización de 

cepas nativas adaptadas a las condiciones ambientales y climáticas locales ofrece 

ventajas claras para el manejo de plagas locales desde el punto de vista de la 

adaptabilidad y la compatibilidad ecológica. En este sentido se esperaría que las 

especies nativas tengan más probabilidades de sobrevivir después de la liberación 

en un área objetivo determinada favoreciendo su uso como agentes de control 

biológico respecto a cepas importadas, cuya introducción en los ecosistemas na-

tivos a su vez, representa un riesgo, a causa de su potencial impacto sobre espe-

cies no blanco. Hasta la fecha, no existen en Argentina, productos basados en 

nematodos entomopatógenos. La falta de legislación con respecto a la regulación 

y los requisitos de registro de diferentes grupos de productos biológicos, el desa-

rrollo de criterios o recomendaciones de políticas para los estudios a campo o la 

liberación de productos biológicos nuevos, limitaron el desarrollo de estos produc-

tos en la Argentina. Sin embargo, en 2013 fue creado el Comité Asesor sobre 

Bioproductos de Uso Agrícola (CABUA), en el área del Comité Asesor Nacional 

de Biotecnología (CONABIA), con el objeto de brindar asesoramiento técnico so-

bre los requisitos de calidad, eficacia y bioseguridad que necesariamente deben 

tener los bionsumos a ser utilizados, así como para establecer un marco regulato-

rio apropiado para su uso, manejo y disposición en el ecosistema. En este marco 

se vienen desarrollando políticas que promueven la búsqueda, uso y producción 

de bioproductos, la preparación de planes de control, el Manejo Integrado de Pla-

gas y la necesidad de comercialización a nivel nacional. 

Aunque se ha realizado un extenso estudio sobre los entomonematodos 

en la Argentina, el futuro de estas investigaciones aún debe involucrar más ensa-

yos a campo, y mejoras en las técnicas de producción en masa junto a la determi-

nación de nuevos aislamientos, especialmente en aquellas regiones geográficas 

donde aún no han sido detectados.  
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Tabla 1. Innsectos plaga de importancia agrícola susceptibles a aislamientos argentinos de NEPs (Steinernematidae). (Adaptada de Achinelly et al., 2017b). 

*infectados en condiciones naturales. 

Rango Hospedador Nematodo Aislamiento Referencias 

COLEOPTERA COCCINELIDAE Eriopis connexa S. rarum NOE Doucet et al., 2008 

   S. feltiae LCHOR Doucet et al., 2008 

  Hippodamia convergens S. rarum NOE Doucet et al., 2008 

     S. feltiae LCHOR Doucet et al., 2008 

 CRHYSOMELIDAE Chrysodina sp. S. rarum NOE Doucet et al., 2008 

     S. feltiae LCHOR Doucet et al., 2008 

 CURCULIONIDAE Rhigopsidius piercei S. rarum ACAB, NOE Doucet et al., 2008 

  Naupactus cinereidorsum S. rarum NOE Doucet et al., 2008 

     S. feltiae LCHOR Doucet et al., 2008 

 MELOIDAE Epicauta adspersa S. rarum NOE Doucet et al., 2008 

     S. feltiae LCHOR Doucet et al., 2008 

 MELYRIDAE Atylus astromaculatus S. feltiae LCHOR Doucet et al., 2008 

 SCARABAEIDAE Cyclocephalla signaticolis S. carpocapsae*  Stock, 1995 

   S. feltiae*  Stock, 1995 

  Diloboderus abderus S. carpocapsae*  Stock, 1995 

   S. feltiae*  Stock, 1993b; 1995 

 TENEBRIONIDAE Tenebrio molitor S. rarum ACAB, NOE, OLI Doucet et al., 2008 

  

 

S. feltiae LCHOR 

Doucet et al., 2008 

 
Doucet et al., 2008 

 
Doucet et al., 2008 

    Alphitobius diaperinus S. rarum  CUL Del Valle et al., 2016 

continúa en la página siguiente 
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Rango Hospedador Nematodo Aislamiento Referencias 

DIPTERA TRYPETIDAE Ceratitis capitata S. rarum ACAB, NOE Doucet et al., 2008 

      S. feltiae LCHOR Doucet et al., 2008 

HYMENOPTERA NABIDAE Nabis sp. S. feltiae LCHOR Doucet et al., 2008 

LECANIDAE Ceroplastes grandis S. rarum NOE Doucet et al., 2008 

    S. feltiae LCHOR Doucet et al., 2008 

PENTATOMIDAE Dichelops furcatus S. rarum NOE Doucet et al., 2008 

  S. feltiae LCHOR Doucet et al., 2008 

  Nezara viridula S. rarum OLI Doucet et al., 2008 

FORMICDAE Acromyrmex lundi S. rarum NOE Doucet et al., 2008 

ISOPODA ARMADILLIDIIDAE Armadillium vulgare S. rarum OLI Doucet et al., 2008 

LEPIDOPTERA NOCTUIDAE Anticarsia gemmatalis S. feltiae LCHOR Doucet et al., 2008 

   S. rarum NOE, OLI Doucet et al., 2008; 
Gianfelici et al., 2014 

  Spodoptera frugiperda S. feltiae LCHOR Doucet et al., 2008 

   S. rarum NOE Doucet et al., 2008 

   S. diaprepesi SRC Caccia et al., 2014; Del Valle 
et al., 2014 

  Rachiplusia nu S. rarum NOE Doucet et al., 2008 

   S. feltiae LCHOR Doucet et al., 2008 

  Heliothis sp. S. feltiae LCHOR Doucet et al., 2008 

   S. rarum* NOE Doucet 1986; Doucet et al., 

2008 
   Helicoverpa gelotopoeon S. diaprepesi SRC Caccia et al., 2014 

 PIERAUSTIDAE Laxostege bifidalis S. rarum NOE Doucet et al., 2008 

continúa en la página siguiente 
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Rango Hospedador Nematodo Aislamiento Referencias 

LEPIDOPTERA PIERIDAE Colias lesbia S. rarum NOE Doucet et al., 2008 

     S. feltiae LCHOR Doucet et al., 2008 

 PYRALIDAE Galleria mellonella S. rarum NOE, OLI Doucet et al., 2008 

   S. carpocapsae PAMPA, Stock, 1995 

   S. scapterici COLON Stock, 1995 

   S. diaprepesi SRC Lax et al., 2011; Del Valle 
et al., 2014 

   S. ritteri 
 

Doucet y Doucet, 1990 

   S. feltiae LCHOR, ISABEL Doucet et al., 2008;  

Stock, 1995 
  Diatraea sacharalis S. rarum NOE Doucet et al., 2008 

     S. feltiae LCHOR Doucet et al., 2008 

  TORTRICIDAE Crocidosema aporema S. rarum OLI Gianfelici et al., 2014 

ORTHOPTERA GRYLLOTALPIDAE Scapteriscus borellii S. scapterici*   Stock, 1992 
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Tabla 2. Insectos plaga de importancia agrícola susceptibles a aislamientos argentinos de NEPs (Heterorhabditidae) (Adaptada de Achinelly et al. 2017 b). 

*infectados en condiciones naturales. 

RANGO HOSPEDADOR NEMATODO AISLAMIENTO REFERENCIAS 

  COCCINELIDAE Hippodamia convergens H. bacteriophora Nq Giayetto y Cichón, 2006 

COLEOPTERA CRHYSOMELIDAE Diabrotica speciosa H. bacteriophora RIV Doucet et al., 2008 

  Plagiodera erythroptera H. bacteriophora RIV Doucet et al., 2008 

  Xanthogalleruca luteola H. bacteriophora 
BIODIV., Nq, INTA A-V, 
INTA 11-12, ROCA 

Giayetto y Cichón, 2006 

 CURCULIONIDAE Pantomorus leucoloma H. bacteriophora RIV Doucet et al., 2008 

  Rhigopsidius piercei H. bacteriophora ACAB Doucet et al., 2008 

  Naupactus xanthographus H. bacteriophora RIV Doucet et al., 2008 

   Graphognathus leucoloma H. argentinenins*  Stock, 1993a 

 MELYRIDAE Atylus astromaculatus H. bacteriophora RIV Doucet et al., 2008 

 NITIDULIDAE Lobiopa insularis H. bacteriophora VELI Achinelly et al., 2013 

 PLATYPODIDAE Platypus sulcatus H. bacteriophora 
BIODIV., Nq, INTA A-V, 
INTA 11-12, ROCA 

Giayetto y Cichón, 2006 

 
SCARABAEIDAE Diloboderus abderus H. bacteriophora VELI 

Camino et al., 2013 
H. bacteriophora   

 TENEBRIONIDAE Tenebrio molitor H. bacteriophora VELI Salas et al., 2013 

    Alphitobius diaperinus H. bacteriophora SMC Del Valle et al., 2016 

DIPTERA TRYPETIDAE Ceratitis capitata H. bacteriophora ACAB Doucet et al., 2008 

continúa en la página siguiente 
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RANGO HOSPEDADOR NEMATODO AISLAMIENTO REFERENCIAS 

HEMIPTERA CERCOPIDAE Zulia entreriana H. bacteriophora RIV Doucet et al., 2008 

 CICADELLIDAE Empoasca sp. H. bacteriophora RIV Doucet et al., 2008 

   Edwarsiana crataegi H. bacteriophora BIODIV., INTA A-V, INTA 
11-12 

Giayetto y Cichón, 2006 

 MARGARODIDAE Icerya sp. H. bacteriophora RIV Doucet et al., 2008 

 MEMBRACIDAE Ceresa sp. H. bacteriophora RIV Doucet et al., 2008 

  PENTATOMIDAE Piezodorus guildini H. bacteriophora RIV Doucet et al., 2008 

HYMENOPTERA FORMICDAE Acromyrmex lundi H. bacteriophora Biodiv., Nq, INTA A-V, Giayetto y Cichón, 2006 

INTA 11-12, ROCA 

LEPIDOPTERA DANAIDAE Diogas erippus H. bacteriophora RIV Doucet et al., 2008 

 NYMPHALIDAE Agraulis vanillae H. bacteriophora RIV Doucet et al., 2008 

 NOCTUIDAE Anticarsia gemmatalis H. bacteriophora RIV, N4, N82 Doucet et al., 2008 

     Gianfelici et al., 2014 

  Heliotis sp. H. bacteriophora* RIV Doucet y Doucet, 1986 

  Spodoptera frugiperda H. bacteriophora RIV, VELI Doucet et al., 2008 

     Camino et al., 2013 

   Spodoptera praefica H. bacteriophora RIV Doucet et al., 2008 

 PIERIDAE Colias lesbia H. bacteriophora RIV Doucet et al., 2008 

 

PYRALIDAE Galleria mellonella H. bacteriophora VELI, RIV,OLI, RN, BIODIV, Achinelly et al., 2011; 
Giayetto y Cichón, 2006 

Nq, INTA A-V, INTA 11-12, 
ROCA 

continúa en la página siguiente 
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RANGO HOSPEDADOR NEMATODO AISLAMIENTO REFERENCIAS 

LEPIDOPTERA PSYCHIDAE Oiketicus kirbyi H. bacteriophora RIV Doucet et al., 2008 

   O. platensis  H. bacteriophora BIODIV., Nq Giayetto y Cichón, 2006 

 SATURNIIDAE Automeris coresus H. bacteriophora RIV Doucet et al., 2008 

  Rothschildia jacobaeae H. bacteriophora RIV Doucet et al., 2008 

   Hylesia nigricans H. bacteriophora VELI Camino et al., 2013 

 SPHINGIDAE Phlegetonthius sextapaphus H. bacteriophora RIV Doucet et al., 2008 

 TORTRICIDAE Crocidosema aporema H. bacteriophora N4, N82 Gianfelici et al., 2014 

  Cydia pomonella H. bacteriophora BIODIV., RIV, Nq, INTA A-
V, INTA 11-12, ROCA 

Doucet et al., 2008; Giayetto 

y Cichón, 2006 

    
Grapholita molesta  H. bacteriophora BIODIV., Nq, INTA A-V, 

INTA 11-12, ROCA 
Giayetto y Cichón, 2006 
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Los cambios tecnológicos que acompañaron a la producción hortícola y las 
consecuencias de ese manejo impactaron negativamente en diversos 
niveles de la producción. Uno de los problemas a resolver es el de las plagas 
y enfermedades. Para diseñar sistemas hortícolas sustentables, el control 
biológico es una alternativa viable que se presenta como un desafío en 
nuestro país. 

Este libro compila escritos y trabajos específicos de destacados especialistas 
argentinos relacionados con alternativas biológicas para el control de 
plagas en cultivos hortícolas. 

Creemos que estas páginas son un aporte para el perfeccionamiento en 
técnicas de manejo más sustentables con ejemplos concretos para el 
control de las plagas agrícolas en la producción hortícola.
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