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cies de las familias Culicidae y Simuliidae a partir de 
dosis relativamente bajas cuando son ingeridas por 
estadios larvales de insectos susceptibles, y a partir 
de ellas se han diseñado diferentes productos formu-
lados, disponibles comercialmente para su uso tanto 
doméstico como a mayor escala. Existen algunos 
reportes sobre algunas otras especies bacterianas 
que han presentado cierta toxicidad contra algunas 
especies de mosquitos; sin embargo, la información 
es escasa. Por otro lado, Wolbachia pipientis Hertig, 
α-proteobacteria, endosimbionte obligatoria, identifi-
cada originariamente en ovarios de mosquitos del 
género Culex, tiene la capacidad de manipular la 
sexualidad y/o la reproducción de los insectos, por lo 
que se está estudiando como posible agente de con-
trol de poblaciones de mosquitos. Adicionalmente, a 

Una alternativa al uso de insecticidas sintéti- nivel mundial se está analizando la posibilidad de 
cos para el control de poblaciones de mosquitos manipular la microbiota presente en los sistemas 
vectores de diversas enfermedades lo constituyen digestivos de mosquitos ya sea para incorporar molé-
algunos grupos de bacterias. Entre ellas, las bacte- culas tóxicas contra los mismos, o para la elimina-
rias entomopatógenas, tales como Bacillus thurin- ción de aquellos microorganismos indispensables 
giensis subsp. israelensis Goldberg y Margalith (Bti) y para la digestión de nutrientes necesarios para el 
Lysinibacillus sphaericus (Meyer y Neide) han sido desarrollo del insecto. En este capítulo se analizan 
las más estudiadas y son ampliamente utilizadas en las características principales de cada uno de estos 
los programas de control de estos vectores. Estas grupos bacterianos exclusivamente para su aplica-
bacterias son específicamente tóxicas contra espe- ción en el manejo de poblaciones de mosquitos.

Bacterias como agentes de control biológico 
de poblaciones de mosquitos
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Bacterias Entomopatógenas: Bacillus thuringiensis

Bacillus thuringiensis Berliner comprende un 
grupo de bacterias aeróbicas, Gram positivas forma-
doras de esporas y capaces de formar cristales de 
naturaleza proteica durante la esporulación, en la 
fase estacionaria de su ciclo celular (Fig. 1). La forma-
ción de esta inclusión cristalina, llamada cristal o 
cuerpo paraesporal, constituye la principal diferencia 
fenotípica de esta bacteria con respecto a otras espe-

cies del género Bacillus. Fue caracterizada inicial-
mente como patógena de insectos del orden Lepi-
doptera, aunque posteriormente se demostró su toxi-
cidad contra insectos de otros ordenes como Coleop-
tera, Diptera, Hemiptera, Hymenoptera, y otros, así 
como de nematodos, ácaros y otros invertebrados 
(Vega y Kaya, 2012; Adang et al., 2014).

Figura 1. Bacillus thuringiensis subsp. israelensis. Cortesía del Dr. Brian Federici, Universidad de California, Riverside, USA. A) Esporangio, Sp: espora, 
PB: cuerpo paraesporal, E: exosporio. B) Detalle de las proteínas Cry que componen  el cuerpo paraesporal.
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En particular, B. thuringiensis subsp. israe-
lensis, aislada en 1976 en el desierto de Negev en 
Israel, fue la primera subespecie de esta bacteria 
que demostró presentar actividad tóxica contra lar-
vas de dípteros (Federici et al., 2010), a pesar de que 
han sido aisladas otras subespecies mosquitocidas 
tales como B. thuringiensis subsp. medellin (Orduz et 
al., 1992), B. thuringiensis subsp. jegathesan (Kawa-
lek et al., 1995), B. thuringiensis subsp. fukuokaen-
sis (Yu et al., 1991) y otras que no han sido desarrolla-
das para su uso comercial.

Bti posee ocho plásmidos entre los que se 
encuentra un megaplásmido de aproximadamente 
128 Kb denominado pBtoxis, que ha sido completa-
mente secuenciado y donde se localizan los genes 
codificantes de las proteínas (o δ-endotoxinas) que 

forman el complejo cuerpo paraesporal (Berry et al., 
2002). Estos genes se expresan comúnmente en la 
fase estacionaria del ciclo celular de la bacteria, sien-
do dependientes de la esporulación y sus productos 
son acumulados en la célula madre formando una 
inclusión cristalina que representa entre el 20 al 30 
% del peso seco de un cultivo esporulado. El cristal de 
Bti está formado por cuatro proteínas Cry (Cry4Aa, 
Cry4Ba, Cry11Aa, Cry10Aa); dos proteínas citolíticas, 
también llamadas Cyt (Cyt1Aa y Cyt2Ba) y algunas 
otras proteínas vinculadas con la toxicidad, la forma-
ción y mantenimiento de la estructura del cristal y en 
la mejora de la viabilidad celular. La mayor parte de 
estas proteínas actúan a nivel del intestino medio, 
cuando el cristal ingresa al sistema digestivo del 
insecto (Berry et al., 2002; Ben-Dov, 2014).

Genes  cry

La primer secuencia nucleotídica determina-
da para un gen cry fue publicada en 1985, a partir de 
DNA de la cepa HD1 de la subespecie kurstaki (Vega y 
Kaya, 2012). Höfte y Whiteley (1989) presentaron un 
sistema de nomenclatura basado en homologías de 

secuencias y espectro de acción insecticida de las 
proteínas codificadas por los genes cry (Tabla 1). Sin 
embargo, este criterio de clasificación presentó algu-
nos inconvenientes ya que no existe una relación sim-
ple entre secuencia y espectro insecticida.

Tabla 1. Clasificación de las proteínas Cry según Höfte y Whiteley (1989).

Proteína

CryI

CryII

CryIII

CryIV

CryV

CryVI

Morfología del cristal

Bipiramidal

Cúbico

Romboidal

Amorfo

Amorfo

Alargado

Taxones blanco con actividad tóxica demostrada

Lepidoptera

Diptera - Lepidoptera

Coleoptera

Lepidoptera

Coleoptera

Nematodo

Para solucionar este problema, Crickmore et 
al. (1998), introdujeron un nuevo sistema de nomen-
clatura basado en las secuencias completas deduci-
das de aminoácidos de las proteínas cristal, obteni-
das a partir de las secuencias nucleotídicas determi-
nadas por medio de la secuenciación de sus genes 
correspondientes. Inicialmente el sistema clasificó 
169 secuencias en 28 clases Cry y 2 clases Cyt, en 
base a un árbol filogenético. El nombre de cada 
toxina está caracterizado por 4 rangos dependiendo 
de su posición en la filogenia, por ejemplo Cry1Aa1 

(Crickmore et al., 1998). Como resultado de los 
programas de selección de nuevas cepas de B. 
thuringiensis se ha logrado secuenciar nuevos genes 
codificantes de toxinas insecticidas, confirmando 
claramente que las proteínas cristal se agrupan en 
forma independiente de otro tipo de toxinas, como 
las Cyt y, dentro de esa agrupación, se dividen en 
grupos con homologías diferentes. Actualmente la 
base de secuencias cuenta con más de 750 genes 
cry agrupados en 74 tipos diferentes (Crickmore et 
al., 2014).

Los distintos tipos de proteínas Cry son 
secuencialmente muy diferentes, a pesar de ello 
cuando se las compara por medio de alineamientos 

de sus secuencias aminoacídicas se puede detectar 
la presencia de cinco bloques de secuencias conser-
vadas en la mayoría de ellas (Adang et al., 2014) y 

Proteínas Cry
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tanto su estructura tridimensional como su modo de 
acción es sumamente similar; aun así, son extrema-
damente específicas en cuanto a su toxicidad. En la 

Tabla 2 se detallan las toxinas Cry con actividad mos-
quitocida que se conocen hasta la fecha.

Tabla 2. Toxinas Cry con actividad tóxica contra mosquitos. 

Toxina Subespecie y/o Cepa

Especie blanco con actividad tóxica demostrada

Cry1Ab7
Cry1Ca2
Cry2Aa1
Cry2Aa2
Cry2Aa4
Cry2Ab1
Cry4Aa1
Cry4Ba1
Cry4Ba2
Cry4Cb1
Cry10Aa1
Cry11Aa1
Cry10Aa2
Cry11Ba1
Cry11Bb1
Cry16Aa1
Cry19Aa
Cry19Ba1
Cry20Aa1
Cry24Ca1
Cry27Aa1
Cry30Fa1
Cry30Ga1
Cry32Ba1
Cry32Ca1
Cry32Da1
Cry39Aa1
Cry44Aa1
Cry48Aa1+Cry49Aa1
Cry52Ba1
Cry54Aa1
Cry56Aa1
Cry69Aa1

Bt aizawai Ic1
Bt aizawai 7.29
Bt kurstaki HD-1
Bt kurstaki HD-1
Bt kenyae HD-549
Bt kurstaki HD1
Bt israelensis
Bt israelensis 4Q2-72
Bt israelensis
Bt HS18-1
Bt israelensis
Bt israelensis ONR-60A
Bt israelensis
Bt jegathesan 367
Bt medellin
Cb malaysia Ch18
Bt jegathesan 367
Bt higo
Bt fukuokaensis
Bt FCC-41
Bt higo
Bt Mc28
Bt HS18-1
Bt
Bt
Bt
Bt aizawai
Bt entomocidus INA288
Ls IAB59
Bt BM59-2
Bt BtMc28
Bt Ywc2-8
Bt sichuansis Mc28
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Existen dos grupos de estas proteínas, uno 
formado por moléculas de alta masa molecular relati-
va (M ), como las Cry4, Cry10 y otras, de alrededor de r

170 kDa que poseen una región C-terminal conser-
vada, de aproximadamente la mitad de la secuencia 
completa y que participa en la formación de la estruc-
tura tridimensional a través de enlaces disulfuro inter 

e intramoleculares. A su vez, estos enlaces disulfuro 
son responsables de la solubilización de estas proto-
xinas a pHs altamente alcalinos. Las proteínas Cry de 
baja Mr, tales como las Cry11 de Bti o Cry2, Cry19 y 
otras de diversas subespecies son de alrededor de 
70 kDa, no poseen el dominio C-terminal y por lo 
tanto requieren asistencia durante el proceso de cris-

a: Especies presentes en Argentina.



254

S E C C I O N 5 C O N T R O L D E P O B L A C I O N E S D E M O S Q U I T O S

talización. De manera tal que por ejemplo, la pro-
toxina Cry11Aa se organiza en un operón con las 
proteínas adicionales P19 y P20 que juegan un papel 
fundamental en la promoción de la formación del 
cristal y la mejora de la viabilidad celular, probable-
mente actuando como chaperonas (Berry et al., 
2002; Ben-Dov, 2014). 

El nivel de toxicidad de las protoxinas Cry 
dependerá directamente de la capacidad del insecto 
blanco de activarlas a través del clivado por medio de 
proteasas presentes en el intestino medio. La estruc-
tura tridimensional de una proteína Cry activa (Cry3A) 
fue determinado por primera vez por medio de crista-
lografía por rayos X por Li et al. (1991) a partir de B. 
thuringiensis subsp. tenebrionis, determinando la 

presencia de tres dominios. Esta estructura básica 
ha sido descripta también para las proteínas Cry4A y 
Cry4B (Boonserm et al., 2005; 2006), así como para 
otras toxinas de esta familia. El dominio I, de la región 
N-terminal, está compuesto por siete a-hélices, de 
las cuales una de ellas se encuentra completamente 
rodeada de las otras seis. El dominio II, está formado 
por tres láminas b antiparalelas que rodean un cen-
tro hidrofóbico y tres bucles (loops) que exponen sus 
superficies en la región de los vértices, estas regio-
nes expuestas de la toxina serían responsables de la 
unión al receptor presente en el insecto blanco. El 
dominio III está formado por dos láminas antipara-
lelas (Fig. 2).

Figura 2. Estructura tridimensional de proteínas Cry. Proteína cristalizada Cry4Aa (PDB: 2C9K). Cry10Aa y Cry11Aa modelado teórico obtenido por 

medio del programa Phyre2 (Kelley et al., 2015). Visualizados en UCSF Chymera (Pettersen et al., 2004).

Basándose en la estructura de tres dominios 
de las proteínas Cry1Aa y Cry3A se ha sugerido que 
las hélices del dominio I serían responsables de la 
formación del poro en la membrana intestinal por 
analogía con la estructura principal en la formación 
de poros de membrana en las toxinas de difteria y 
colicina A. El dominio II cumpliría una función impor-
tante en la unión al receptor y el dominio III jugaría un 
papel crítico en la integridad estructural de la toxina, 
así como también estaría involucrada en la unión al 
receptor y a la formación del poro (de Maagd et al., 
2003). Investigaciones recientes indican que los 
poros formados por las toxinas de B. thuringiensis 
son el resultado del ensamble de moléculas de toxi-
na agrupadas con una estequiometría constante, al 
menos bajo condiciones experimentales determina-
das. Estas estructuras oligoméricas se formarían 
después de la unión al receptor y antes de la inser-
ción a la membrana y esto ocurriría de forma similar 
en las distintas toxinas Cry a pesar de la baja simili-

tud de sus secuencias (Likitvivatanavong et al., 
2006; Adang et al., 2014).

Se ha demostrado que las toxinas activas 
Cry4 y Cry11A se unen a las regiones apicales de las 
microvellosidades de las células del intestino medio, 
así como en los ciegos gástricos y en la región 
posterior del estómago en larvas de Anopheles 
(Cellia) gambiae Giles, estas toxinas así como la pro-
teína activa Cry4Aa se unen también a las microvello-
sidades de las células del intestino medio de Aedes 
aegypti. En particular, la actividad mosquitocida 
específica de las toxinas activadas Cry4Aa y Cry4Ba 
estaría asociada a las diferencias estructurales tanto 
de sus dominios II como de los diferentes sitios de 
unión en los receptores del insecto blanco, de mane-
ra tal que los loops 2 y 3 de Cry4Aa serían los respon-
sables de la toxicidad contra especies de los géneros 
Aedes, Anopheles y Culex, mientras que los loops 1 y 
2 de la toxicidad de Cry4Ba contra Anopheles y Aedes 
(Ben-Dov, 2014). Se ha observado que la unión de la 
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toxina Cry4Aa al receptor difiere de otras proteínas 
Cry ya que contiene múltiples subsitios distribuidos 
en los dominios II y III que cooperan en esta unión. 
Por otro lado, se cree que tanto la toxina Cry4Aa como 
la Cry4Ba forman estructuras triméricas tanto en 
soluciones acuosas como en monocapas lipídicas, lo 
que facilitaría la inserción de las α-hélices del domi-

nio I en la membrana de las células intestinales del 
insecto. Cry4Ba activada proteolíticamente in vitro 
también puede formar oligómeros preporo con capa-
cidad de perforar y formar canales iónicos estables 
incluso sin el apoyo de los receptores (Boonserm et 
al., 2005; 2006). La estructura tridimensional de 
Cry11Aa aún no se conoce.

Modo de acción de las proteínas Cry 

El modo de acción de las proteínas cristal ha 
sido estudiado principalmente en la proteína del tipo 
Cry1A. Basándose en los datos disponibles se puede 
presentar el siguiente modelo como patrón de toxici-
dad general, también conocido como Modelo Clá-
sico: ingestión de cristales por un insecto suscepti-
ble; disolución de los cristales y liberación de la proto-
xina; activación proteolítica de la protoxina resultan-
do un fragmento tóxico resistente a proteasas; pasa-
je de este fragmento tóxico activo a través de la mem-
brana peritrófica en el intestino del insecto; unión de 
la toxina a una proteína de unión específica (el recep-
tor), presente en las células epiteliales de las micro-
vellosidades del intestino medio; formación de oligó-
meros por parte de toxinas activas; inserción de las 
toxinas o parte de ellas dentro de la membrana 
celular; formación de canales iónicos; colapso del 
potencial transmembrana y lisis osmótica de las cé-
lulas, finalizando con la muerte del insecto (Adang et 
al., 2014). La alcalinidad y la presencia de agentes 
reductores presentes en el intestino medio de larvas 
susceptibles son los factores principales que contri-
buyen a la solubilización del cristal. La capacidad de 
solubilizar proteínas Cry a distintos pHs es una de las 
determinantes de la especificidad de acción de algu-
nas toxinas. En el caso particular de la protoxinas 
mosquitocidas, el proceso de activación difiere del 
modelo descripto para toxinas activas contra lepi-
dópteros, como Cry1A, ya que por ejemplo en el caso 
particular de la protoxina de 70 kDa Cry11Aa, la 
activación proteolítica implica la eliminación de 28 
residuos del extremo N-terminal y en una etapa 
posterior el clivado de la molécula dando como 
resultado dos fragmentos de 34 y 32 kDa, estos frag-
mentos son tóxicos únicamente si se mantienen aso-
ciados. Algo similar ocurre con la protoxina de 130 
kDa Cry4Ba, que como resultado de la activación 
proteolítica, además de la eliminación de los frag-
mentos N- y C-terminal, produce dos fragmentos de 
46 y 18 kDa (Bravo et al., 2007) que serían esencia-

les para la actividad tóxica contra larvas de Culex 
pipiens y Culex quinquefasciatus.

El proceso descripto anteriormente es el más 
reconocido y difundido; sin embargo, los mecanis-
mos por los cuales ocurre la unión a la membrana 
intestinal, la formación del oligómero y la formación 
del poro aún se encuentran en discusión. Uno de los 
modelos más aceptados actualmente es el Modelo 
de Unión Secuencial, que propone una compleja se-
cuencia de eventos que involucra múltiples recepto-
res para explicar la formación de poros en la membra-
na intestinal. De manera tal, que la toxina Cry activa 
se uniría a receptores (una aminopeptidasa N [APN] o 
una fosfatasa alcalina [ALP]), que se encuentran 
anclados en la membrana intestinal a través de un 
grupo glicosil-fosfatidil-inositol (GPI). Posteriormente, 
una vez que los monómeros de la toxina interactúan 
con el receptor GPI, los mismos son transferidos a un 
receptor tipo cadherina que promueve una proteóli-
sis adicional del extremo amino terminal. Finalmen-
te, este complejo interactuaría con el receptor GPI-
APN produciendo la inserción a la membrana y la 
formación del poro, con la consecuente formación de 
canales iónicos (Ben-Dov, 2014).

Por otro lado, Zhang et al. (2006) ha propues-
to el Modelo de Vía de Señalización, que cuestiona la 
secuencia de los eventos descriptos anteriormente 
sugiriendo que la formación de poros no jugaría un 
papel esencial, sino que los monómeros de las toxi-
nas Cry interactuarían con el receptor cadherina que 
estaría acoplado a una vía de señalización depen-
diente de iones Mg+ que activarían una vía de señali-
zación intracelular. Esta combinación de factores 
llevaría a la muerte celular. Adicionalmente se ha pro-
puesto que el modo de acción de estas toxinas involu-
craría en realidad a una combinación de los dos 
modelos detallados anteriormente (Adang et al., 
2014).  Los modelos propuestos se resumen en la 
Fig. 3.
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Figura 3. Modo de acción de las proteínas Cry. 1) Separación del complejo espora cristal. 2) Solubilización de los cristales (en violeta) y liberación de la 
protoxina (en verde). 3) Activación proteolítica de la protoxina (en rojo) resultando un fragmento tóxico resistente a proteasas. 4) Esta toxina activa 
puede iniciar su acción según el Modelo de Unión Secuencial, donde se produce la unión a un receptor específico aminopeptidasa N (APN), fosfatasa 
alcalina (ALP) o cadherina. 5) La unión al receptor cadherina inicia la formación de la estructura preporo (oligómeros). 6) Unión a receptor 
aminopeptidasa (como GPI–APN o GPI–ALP) que promueve la inserción de las toxinas o parte de ellas dentro de la membrana celular. 7) Inserción del 
oligómero en la membrana plasmática. 8) Formación de canales iónicos con el consiguiente colapso del potencial transmembrana y lisis osmótica de 
las células. 9) Por otro lado, el Modelo de vía de señalización propone que la toxina activa al unirse al receptor cadherina (paso 4) resulta en la 
activación intracelular de la proteína G y de otros factores como la adenilato ciclasa y AMPc (adenosín monofosfato cíclico) en una cascada de 
señalización dependiente de iones Mg+. 10) Ambos modelos finalizan con la muerte del insecto (Adaptado de Soberón et al., 2012; Pardo-Lopez et al., 
2013; Adang et al., 2014).

Receptores de proteínas Cry

Existen numerosos trabajos sobre la natura-
leza del sitio de unión de las proteínas Cry en intesti-
nos de muchos insectos, de manera tal que se han 
podido identificar diferentes tipos de moléculas 
como proteínas de unión o receptores. Particular-
mente en mosquitos, se ha demostrado que proteí-
nas tipo APN y ALP, ancladas a moléculas de GPI 
presentes en las membranas de las células epitelia-
les del intestino medio de larvas de Ae. aegypti serían 
los receptores de Cry4Ba (Adang Ben-
Dov, 2014), también se han detectado α-amilasas 
como sitios de unión en las vesículas de las microve-
llosidades de las células del intestino medio de 
Anopheles albimanus Wiedemann (Fernández-Luna 
et al., 2010) y recientemente se ha descripto una 
proteína tipo cadherina como molécula receptora en 
An. gambiae Adang . Por otro lado, se 
han identificado como putativos receptores de 
Cry11Aa GPI-APN, GPI-APL, cadherinas, α-amilasas y 
α-glucosidasas (Adang Ben-Dov, 2014).

et al., 2014; 

 ( et al., 2014)

et al., 2014; 

Las APNs y ALPs son enzimas ubicuas en 
intestinos, se encuentran unidas a las membranas 
de las células epiteliales por medio de un ancla de 
GPI, y conjuntamente con otras enzimas, actúan en 
la digestión de proteínas derivadas de la dieta del 
insecto. Las α-amilasas y las α-glucosidasas son 
enzimas digestivas que catalizan la hidrólisis de 
almidón y la hidrólisis de enlaces glucosídicos res-
pectivamente. Tanto las APNs y ALPs como las α-
amilasas funcionan como moléculas de unión a pro-
teínas Cry de una gran variedad de insectos 
(Likitvivatanavong et al., 2011). Por otro lado, las 
cadherinas son una familia de proteínas de adhesión 
célula-célula, calcio-dependientes, importantes para 
la diferenciación y la estructura de tejidos. Son glico-
proteínas transmembrana con distribución especí-
fica en los tejidos. Las primeras investigaciones 
realizadas por Francis y Bulla (1997) demostraron 
que las proteínas Bt-R1 tipo cadherinas de Manduca 
sexta (Linnaeus) se unen a proteínas Cry1Aa, Cry1Ab 
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y Cry1Ac, sin lograr determinar su función. Posterior-
mente fue sugerido que las proteínas Bt-R1 tipo ca-
dherinas inducen cambios en la conformación de 
Cry1Ab que permitiría la formación de un oligómero 
proteico tóxico preporo (Gómez et al., 2002). Recien-
temente también se ha demostrado que son proteí-
nas de unión a toxinas Cry mosquitocidas (Likitviva-
tanavong et al., 2011).

La principal amenaza para el uso de toxinas 
Cry en el control de poblaciones de insectos es la 
aparición de resistencia por parte de los mismos, se 
ha demostrado que el mecanismo de emergencia de 

la resistencia está dado principalmente por la alte-
ración de los sitios de unión a las toxinas Cry, en las 
membranas de las células intestinales de las larvas 
de los insectos susceptibles (Ferré y Van Rie, 2002). 
Experimentos en sistemas in vitro han indicado en 
muchos casos la correlación entre la afinidad de 
unión de la toxina y la actividad insecticida, determi-
nando que una alta toxicidad se corresponde con 
más cantidad de sitios de unión y mayor afinidad, y lo 
contrario para toxinas menos activas (de Maagd et 
al., 2003).

Proteínas Cyt 

Hasta el momento solo se ha determinado la 
estructura de las toxinas Cyt1Aa, Cyt2Aa y Cyt2Ba 
que presentan topología similar, están formadas por 
un dominio α-β simple compuesto por dos capas 
exteriores de α-hélices que rodean láminas β (Fig. 4). 
Estas proteínas son sintetizadas por la bacteria 

también como protoxinas que deben ser solubiliza-
das en el intestino del insecto y proteolíticamente 
activadas por las proteasas presentes en el intestino 
medio, produciendo entonces la toxina activa de 25 
kDa. En la Tabla 3 se detallan las toxinas Cyt con 
actividad mosquitocida descriptas hasta la fecha.

Figura 4. Estructura tridimensional de las proteínas cristalizadas Cyt1Aa (PDB: 3RON), Cyt2Aa (PDB: 1CBY) y Cyt2Ba (PDB: 2RCI). Visualizados en 
UCSF Chymera (Pettersen et al., 2004).

Las toxinas Cyt activas tienen actividad 
insecticida in vivo y actividad citolítica in vitro contra 
diversos cultivos celulares, también producen hemó-
lisis de eritrocitos. Con excepción de la toxina Cyt1Ca, 
cuya toxicidad aún no se ha determinado, las toxinas 
Cyt tienen un importante rol en la actividad tóxica de 
las subespecies mosquitocidas de B. thuringiensis, 

ya que presentan sinergia con algunas toxinas Cry. 
Por otro lado, se ha demostrado que la proteína 
Cyt1Aa es capaz de revertir la resistencia contra 
toxinas como Cry4 o Cry11 por parte de poblaciones 
de Cx. quinquiefasciatus resistentes seleccionadas 
en laboratorio (Wirth, 2010).
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Modo de acción de toxinas Cyt

A diferencia de lo que ocurre con las pro-
teínas Cry, las toxinas Cyt no se unen a receptores 
específicos, sino que tienen una fuerte afinidad de 
unión a los ácidos grasos insaturados que componen 
la membrana de las células epiteliales del intestino 
medio de dípteros. Se cree que la cantidad de 
fosfolípidos insaturados presentes en algunas espe-

cies de este orden de insectos, mucho mayor que en 
otros grupos, podría ser la razón para que las toxinas 
Cyt tengan una mayor afinidad con las células intesti-
nales de mosquitos in vivo. Esto implica un modo 
específico de acción diferente al de las toxinas Cry, 
que aún está en discusión (Ben-Dov, 2014).

Tabla 3. Toxinas Cyt con actividad tóxica contra mosquitos. 

Toxina Subespecie y/o Cepa

Especie blanco con actividad tóxica demostrada

Cyt1Aa1
Cyt1Aa2
Cyt1Aa4
Cyt1Ab1
Cyt2Aa1
Cyt2Aa2
Cyt2Ba1
Cyt2Bc1

Bt israelensis
Bt israelensis
Bt morrisoni Pg14
Bt medellin
Bt kyushuensis
Bt darmstadiensis 73E10
Bt israelensis 4Q2
Bt medellin
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Para describir el modo de acción de las toxi-
nas Cyt se han propuesto dos modelos diferentes, 
que no serían excluyentes uno del otro. Por un lado se 
encuentra el modelo que plantea que la toxina, 
previamente activada por proteasas intestinales, se 
uniría a la membrana de la célula intestinal como un 
monómero que sufriría cambios posteriores en su 
conformación. Como resultado de ello, la región C-
terminal se insertaría en la membrana, mientras que 
la región N-terminal quedaría expuesta al exterior de 

la misma. La oligomerización de las moléculas en la 
superficie de la membrana y la posterior penetración 
en ella daría como consecuencia la producción de 
poros en la misma, dando como resultado la disrup-
ción celular. Por otro lado, de acuerdo al modelo de 
mecanismo de ruptura de la membrana tipo deter-
gente, la toxina Cyt se adsorbería sobre la superficie 
de la membrana celular en forma de agregados 
provocando la inestabilidad en el embalaje de los 
lípidos que la componen (Soberón et al., 2013).

Sinergismo entre toxinas Cry y Cyt

Las distintas proteínas mosquitocidas difie-
ren tanto en su nivel de actividad como en su especi-
ficidad contra las distintas especies de mosquitos, 
por ejemplo, las toxinas Cry4Aa y Cyt1Aa presentan 
mayor toxicidad contra especies del género Culex 
que contra Aedes, o a la inversa como ocurre con las 
toxinas Cry4Ba y Cry11Aa. Ensayos realizados en 
condiciones de laboratorio han demostrado que 
diferentes combinaciones de toxinas expresados en 
una bacteria recombinante pueden tener efectos 
sinérgicos (Federici et al., 2007; Elleuch et al., 2015). 

Esto también ocurre si se combinan toxinas de una 
cepa de L. sphaericus (Ls) con la proteína Cyt1Aa de 
Bti contra mosquitos-Ls resistentes, recuperando de 
esta manera la actividad mosquitocida (Federici et 
al., 2007; Wirth, 2010). Trabajos recientes han 
confirmado que cuando Cyt1Aa se introduce en la 
membrana celular sufre cambios en su conforma-
ción dando como resultado una alta afinidad con la 
toxina Cry11Aa actuando como receptor, promovien-
do la oligomerización de la misma y aumentando su 
actividad tóxica (Cantón et al., 2014). Por otra parte, 

a: Especies presentes en Argentina.
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estudios sobre elementos regulatorios involucrados 
en la síntesis de toxinas, permitieron demostrar que 

se puede manipular Bti y aumentar significativamen-
te la expresión de sus toxinas (Federici et al., 2010).

Formulados comerciales a base de B. thuringiensis

 Los productos basados en B. thuringiensis 
han sido empleados desde 1933, siendo Francia el 
primer país en comercializarlo a partir de 1938. Sin 
embargo, su uso comercial no fue exitoso hasta la 
década de los '50, cuando se desarrolló la nueva 
tecnología de la fermentación en cultivo líquido 
sumergido en condiciones aeróbicas, para producir 
preparaciones a base de complejo espora-cristal. Las 
primeras formulaciones disponibles para pruebas a 
campo en el mercado en los EEUU datan de 1958, y 
ya en 1961 B. thuringiensis subsp. kurstaki se 
empleaba como bioinsecticida para el control de 
lepidópteros susceptibles. Para mediados de los 
años '70 el mercado estaba dominado por la cepa 
HD-1, y se asumía que los lepidópteros eran los 
únicos insectos blanco al ataque de esta bacteria. A 
partir de los descubrimientos, en 1976, de B. 
thuringiensis subsp. israelensis, tóxica contra larvas 
de mosquitos y simúlidos, y de B. thuringiensis 
subsp. tenebrionis, en 1983, tóxica contra algunos 
ordenes de coleópteros, se abrieron nuevos 
mercados y aumentó considerablemente el interés 
por obtener nuevos aislamientos de la bacteria que 
permitan el aumento del espectro de acción (Vega y 
Kaya, 2012).

En la actualidad la única subespecie de B. 
thuringiensis con actividad mosquitocida que se utili-
za en forma comercial es la subespecie israelensis 
(Vega y Kaya, 2012). Los productos basados en esta 
bacteria son formulados del complejo espora-cristal, 
generalmente presentados como líquidos concentra-
dos que deben ser resuspendidos en agua, gránulos 
dispersables o anillos de liberación constante que 
flotan en los cuerpos de agua. Los formulados comer-
ciales a base de esta bacteria presentan como des-
ventajas que tienen una vida media corta debido a la 
inactivación de las toxinas por acción de las condicio-
nes ambientales adversas, tales como alta tempera-
tura o exposición a radiación ultravioleta, las partícu-
las se pueden hundir hasta el fondo del cuerpo de 
agua donde es aplicado, o pueden ser adsorbidas 
sobre las partículas de limo y materia orgánica y en 
consecuencia aumentar su tamaño de tal forma que 
no puedan ser ingeridos por larvas de mosquitos, 
también pueden ser consumidas por otros organis-

mos no blanco (Ben-Dov, 2014). Para superar algu-
nos de estos inconvenientes se han desarrollado 
algunas investigaciones dirigidas a la generación de 
organismos genéticamente modificados, en los que 
han sido introducidos algunos genes cry o cyt indivi-
dualmente o combinados en varias especies de 
bacterias y otros microorganismos, pero no han teni-
do éxito comercial. En particular y solo para mencio-
nar un ejemplo, se han obtenido cianobacterias 
modelo, genéticamente modificadas, que expresan 
toxinas de tipo Cry4 y Cry11 (Khasdan et al., 2003; 
Ketseoglou y Bouwer, 2012). Algunas de ellas han 
sido patentadas en EEUU en los años 90 
(http://www.patentstorm.us/patents/6503500-
claims.html). Recientemente se han realizado algu-
nos trabajos en los que se han aislado cianobacterias 
de vida libre capaces de sobrevivir en ambientes 
naturales, y que a su vez son alimento de las larvas 
de mosquitos (Zaritsky et al., 2010), brindando de 
esta manera estabilidad a la toxina expresada intra-
celularmente.

En la actualidad el mercado mundial de los 
plaguicidas está dominado por productos químicos 
sintéticos muy por encima de los productos bioló-
gicos; sin embargo, existen consideraciones ambien-
tales y de seguridad que favorecen el desarrollo 
futuro de los productos biológicos. Se encuentra 
ampliamente demostrado que B. thuringiensis no es 
patógena para mamíferos, aves, anfibios ni reptiles, y 
que son altamente específicos contra los inverte-
brados susceptibles. El modo de acción de las pro-
teínas Cry y Cyt difieren completamente del modo de 
acción de los productos convencionales, y esto hace 
que sean componentes clave dentro de las estrate-
gias de manejo integrado de plagas dirigido hacia la 
preservación de los enemigos naturales y del manejo 
de resistencias a los insecticidas químicos por parte 
de los insectos vectores. Por otro lado, la degrada-
ción de estas toxinas en la naturaleza, que puede ser 
analizado como desventajoso en cuanto a su aplica-
ción, también representa una ventaja en cuanto al 
efecto residual de estos productos en el ambiente, 
sobre todo si se compara con el tiempo necesario 
para la degradación de muchos pesticidas químicos.
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Bacterias Entomopatógenas: Lysinibacillus sphaericus

Bacillus sphaericus Meyer y Neide fue re-
nombrada en 2007 como L. sphaericus (Ahmed et 
al., 2007) en base a características fenotípicas, 
como la composición de su pared celular, que incluye 
la presencia de peptidoglicanos que contienen lisina 
y ácido aspártico. Son bacilos móviles, incapaces de 
fermentar azucares, producen endosporas elipsoida-
les o esféricas ubicadas en el extremo terminal de la 

célula otorgándole al esporangio una forma caracte-
rística (Fig. 5). Alrededor de los años 60 Kellen et al. 
(1965) describieron cepas de esta bacteria como 
posibles patógenos de insectos; sin embargo, recién 
en 1973 fueron aisladas cepas altamente tóxicas 
con potencialidad para ser usadas en los programas 
de control de insectos vectores (Singer, 1973).

Figura 5. Esporangio de Lysinibacilus sphaericus, cepa 2297. Cortesía del Dr. Jean-François Charles, Instituto Pasteur, París. Sp: espora, PB: cuerpo 

paraesporal.

Las cepas de esta especie bacteriana se 
pueden dividir en cinco grupos de homología de 
acuerdo a sus secuencias nucleotídicas (I a V), a su 
vez el grupo II se divide en los subgrupos IIA y IIB 
(Krych et al., 1980). Los bajos porcentajes de 
identidad entre grupos sugieren que cada uno de 
ellos en realidad correspondería a una especie dis-
tinta; sin embargo, como aún no existen pruebas 
suficientes para diferenciarlos entre sí, estos grupos 
permanecen clasificados como miembros de la espe-
cie L. sphaericus. En particular, todas las cepas mos-
quitocidas pertenecen al grupo IIA aunque no todas 
las cepas que pertenecen a este grupo son patóge-
nas de insectos. Son resistentes a antibióticos como 
cloranfenicol, estreptomicina y tetraciclina y utilizan 
arginina como una única fuente de carbono, estas 
características particulares han sido utilizadas para 
su aislamiento por medio del desarrollo de medios 
específicos enriquecidos (Yousten et al., 1985). 
Entre los sistema de clasificación para diferenciar las 
cepas de L. sphaericus se han utilizado la serotipifi-
cación de antígenos flagelares y la fagotipificación. 
Las principales cepas utilizadas en forma comercial 
para el control de poblaciones de mosquitos son la 

2362 y la C3-41 pertenecientes al serotipo H5a,5b 
(Berry, 2012).

Las cepas mosquitocidas de L. sphaericus 
producen diferentes toxinas, entre ellas las más estu-
diadas y específicamente tóxicas contra mosquitos 
son las Toxinas Mosquitocidas (Mtx) producidas 
durante el crecimiento vegetativo de la bacteria y la 
Toxina Binaria (Bin) producida durante el proceso de 
esporulación. A partir de la cepa SSII de baja toxi-
cidad y de algunas otras de alta toxicidad se han 
identificado 4 toxinas Mtx: Mtx1 de 100 kDa, Mtx2 de 
31.8 kDa, Mtx3 de 35.8 kDa y Mtx4 que aparen-
temente correspondería a un pseudogen (Berry, 
2012). Entre ellas, la toxina Mtx1 ha sido la más 
estudiada, de manera tal que se ha determinado que 
el procesamiento proteolítico de Mtx1 por parte de 
enzimas digestivas, como tripsina o quimotripsina en 
el intestino de los mosquitos susceptibles produce 
un producto de 27 kDa que contiene secuencias ADP-
ribosil transferasa, y un producto de 70 kDa con 
secuencias repetitivas y motivos similares a la lectina 
que podrían tener algún rol en la unión a grupos 
azúcar del ligando y, por tanto, en la determinación 
de la especificidad de la toxina. De acuerdo al 
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análisis de la estructura cristalina de esta toxina se 
ha demostrado la presencia de cuatro dominios rici-
na B-tipo lectina que rodean el dominio ADP-ribosil 
transferasa; sin embargo, no se conocen los sitios de 
unión a las células blanco. En particular, la cepa SSII 
de L. sphaericus es sumamente inestable en cuanto 
a su toxicidad, a pesar de que uno de sus componen-
tes, la toxina recombinante purificada Mtx1, tiene un 
alto nivel de toxicidad contra larvas de Cx. quinque-
fasciatus y Ae. aegypti con respecto a la toxina 
binaria purificada a partir de cepas de alta toxicidad 
(Carpusca et al., 2006). Por lo tanto, la baja toxicidad 
de esta cepa no se debería a una baja actividad 
específica de la toxina Mtx1, sino que podría deberse 
a la baja producción y/o a la inestabilidad de la toxi-
na durante la esporulación. Por otro lado, se ha 
demostrado actividad tóxica sinérgica entre las toxi-
nas Mtx1, Mtx2 y la proteína Cry11Aa de Bti expresa-
das en sistemas heterólogos (Wirth et al., 2007).

Con respecto a las toxinas Bin de alta activi-
dad, producen la mortalidad de las larvas de los mos-
quitos susceptibles entre las 24 y 48 hs post inges-
tión, y de manera similar a lo que ocurre con las toxi-
nas Cry y Cyt de B. thuringiensis, estas toxinas se 
acumulan como un cuerpo paraesporal cristalino for-
mado por dos protoxinas pro-BinA y pro-BinB. Estas 
proteínas deben ser ingeridas por el insecto, el cristal 
se solubiliza gracias al pH alcalino presente en los 
fluidos intestinales, las protoxinas son clivadas pro-
teolíticamente y las toxinas activas BinA y BinB se 
unen a células del epitelio intestinal. Hasta la fecha 
solo se han reportado la maltasa 1 de Cx. pipiens 
(CPM1) y su ortólogo la maltasa 3 de An. gambiae 
como moléculas receptoras. CPM1 y Agm3 son enzi-

mas digestivas que se encuentran ancladas a la 
membrana de las células intestinales mediante 
moléculas de GPI. Específicamente en larvas de Cx. 
pipiens, la unión de BinB a CPM1 provocaría la unión 
de BinA y posteriormente desencadenaría la activi-
dad tóxica de esta proteína. A diferencia de lo que 
ocurre con las toxinas Cry, Bin no estaría asociado a 
la lisis de las membranas de las células epiteliales 
del intestino, sino a diferentes citopatologías de las 
cuales la aparición de vacuolas anormales con carac-
terísticas de autolisosomas sería el mayor signo de 
intoxicación (Opota et al., 2011).

Se ha demostrado ampliamente que las toxi-
nas Bin de L. sphaericus son capaces de producir 
resistencia en poblaciones de mosquitos sometidas 
a esta bacteria durante largos períodos de tiempo 
(Wirth, 2010). En estudios de aislamiento y caracte-
rización de nuevas cepas con toxinas insecticidas 
diferentes, Jones et al. (2007) describieron una 
nueva toxina aislada a partir de la cepa IAB59 forma-
da por dos componentes, uno de ellos la toxina de 
tres dominios Cry48 muy relacionada con las pro-
teínas Cry de B. thuringiensis, el segundo componen-
te es la proteína Cry49 que es un miembro de las 
toxinas de la familia Bin de L. sphaericus. Ninguno de 
los dos componentes tiene toxicidad en forma indivi-
dual; sin embargo, el complejo purificado provoca un 
alto nivel de mortalidad de larvas del género Culex. 
Se ha determinado que este complejo produce cam-
bios morfológicos en la célula blanco similares a los 
que ocurren durante la interacción sinérgica de las 
toxinas Bin y Cry11, pero la acción específica de cada 
componente aún no se ha determinado (de Melo et 
al., 2009).

Formulación y uso de Lysinibacillus sphaericus en programas de control de vectores

Al igual que B. thuringiensis esta bacteria 
está formulada como complejo espora-cristal y se ha 
producido comercialmente en diversos países, tales 
como Brasil, Cuba y EEUU. L. sphaericus persiste en 
los ambientes mayor tiempo que B. thuringiensis, 
tolera aguas con mayor polución y no se agrega con 
detritos orgánicos, se degrada por radiación UV y se 
sedimenta en los cuerpos de agua (Berry, 2012). Se 
recomienda el uso de estos formulados principal-
mente para el control de los géneros Culex, Anophe-
les, Mansonia y Psorophora, también es efectivo 
para el control de Aedimorphus vexans (Meigen), 
Georgecraigius atropalpus (Coquillett), Aedes 
(Ochlerotatus) fitchii (Felt y Young), Aedes 
(Ochlerotatus) intrudens Dyar, Aedes (Ochlerotatus) 
nigromaculis (Ludlow), y Aedes (Ochlerotatus) sti-

mulans (Walker). En general no tiene actividad tóxica 
contra Ae. aegypti o muy poca contra la mayoría de 
las especies del género Aedes, ni contra especies de 
Toxorhynchites, cuyos estadios larvales son predado-
res de larvas de mosquitos (Lacey, 2007). Se ha 
reportado también que esta bacteria reduce la ovi-
postura y provoca la muerte de adultos de Cx. quin-
quefasciatus (Zahiri y Mulla, 2005), aunque el meca-
nismo por medio del cual esto ocurriría aún no se 
conoce. También se ha descripto que adultos de Ano-
pheles quadrimaculatus Say tienen la capacidad 
disminuida de transmitir parásitos como Plasmo-
dium berghei Vincke y Lips si sus larvas han sido 
expuestas a esporas de esta bacteria (Young et al., 
1990).
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Bacterias endosimbiontes: Wolbachia pipientis

Wolbachia pipientis (nombrada como Wolba-
chia) es una α-proteobacteria, identificada originaria-
mente en ovarios de mosquitos del género Culex 
(Hertig y Wolbach, 1924). Esta bacteria, en la actua-
lidad ha sido detectada en el 65 % de los insectos 
conocidos, algunos arácnidos, crustáceos de agua 
dulce y nematodos (Hilgenboecker et al., 2008). 
Posee su genoma significativamente reducido y 
depende nutricionalmente de sus células hospeda-
doras (Wu et al., 2004). Las células de esta bacteria 
se desarrollan dentro de estructuras vesiculares en 
el citoplasma de la célula del hospedador. Poco se 
conoce sobre la identidad de estas organelas pero 
aparentemente estarían limitadas a un grupo de vesí-
culas relacionadas al complejo de Golgi cerca de la 
biogénesis de la membrana plasmática (Cho et al., 
2011). Wolbachia infecta principalmente las góna-
das de su hospedador, donde se asegura la transmi-
sión a la siguiente generación (de la hembra al 
huevo) y provoca una serie de manipulaciones en la 
reproducción del mismo. Esta bacteria puede causar 
diversos fenotipos dependiendo de la cepa bacteria-
na y la especie hospedadora, tales como feminiza-
ción genética de machos, partenogénesis, muerte de 
machos, e incompatibilidad citoplasmática (IC), sien-
do este último el principal fenotipo que Wolbachia 
impone a sus insectos hospedadores (O'Neill et al., 
1997).

Cada uno de estos efectos beneficia directa o 
indirectamente a las hembras infectadas y por lo tan-
to ayuda a la dispersión de Wolbachia a través de la 
población de sus hospedadores (Charlat et al., 
2003). Wolbachia también infecta los tejidos somá-
ticos de sus hospedadores, con distribuciones y 
densidades de infección que varían de acuerdo a las 
diferentes cepas bacterianas (Dobson et al., 1999). 
Las infecciones en los tejidos somáticos pueden 
ayudar a explicar algunos de los diferentes fenotipos 
en mosquitos que fueron asociados con Wolbachia, 
tales como alteraciones en la vida media, modifica-
ciones en la actividad locomotora y deficiencias que 
impiden la ingesta de sangre (McGraw y O'Neill, 
2013).

La IC induce a una producción aberrante de 
la progenie originada por el cruzamiento entre ma-
chos infectados con hembras no infectadas o 
infectadas por otra cepa. Los machos infectados con 
esta bacteria poseen factores citoplasmáticos que 
afectan el movimiento de los cromosomas en los 
espermatozoides después de la fertilización. Como 
resultado de ello, los cromosomas paternos son 
eliminados produciéndose embriones haploides no 
viables (Oliveira y Moreira, 2012). Como estrategia 
de control de insectos, por medio de Wolbachia, se 

propone mantener la “esterilidad” reproductiva, 
lograda por medio de cruzamientos de machos infec-
tados con una cepa de incompatibilidad, con hem-
bras de las poblaciones silvestres carentes de esta 
cepa. De manera análoga a la Técnica del Insecto 
Estéril (TIE), el resultado esperado será la dismi-
nución sostenida de la población de la especie que 
se quiere controlar (Brelsfoard et al., 2008).

Esta bacteria está presente en forma natural 
en mosquitos de los géneros Aedes, Anopheles, 
Culex, Coquillettidia y Mansonia. Hasta el momento 
no se han encontrado cepas nativas infectando Ae. 
aegypti (Hoffmann et al., 2015), y para el género Ano-
pheles solo se encontró una cepa en la especie An. 
gambiae donde si fue identificada molecularmente 
(Baldini et al., 2014). Sin embargo, durante investiga-
ciones recientes, fue posible transinfectar con éxito 
distintas cepas de Wolbachia, provenientes de dife-
rentes hospedadores, en especies de mosquitos 
tales como Ae. aegypti, Aedes (Stegomyia) albopictus 
(Skuse), Aedes (Stegomyia) polynesiensis Marks, An. 
gambiae, Anopheles stephensi Liston, logrando 
instalar infecciones heredables estables. En estos 
nuevos hospedadores, patógenos tales como virus, 
parásitos y filarias no lograron replicarse (Hoffmann 
et al., 2015).

La habilidad de Wolbachia para bloquear 
virus y otros microbios depende de la naturaleza de 
estos microorganismos y de la cepa de Wolbachia 
infectante. Por ejemplo en Drosophila sp. Fallén 
(Diptera: Drosophylidae) algunos tipos de virus (virus 
DNA en particular) no son afectados por la presencia 
de Wolbachia en las células del hospedador, mien-
tras que los virus RNA parecen ser inhibidos por esta 
bacteria. Infecciones estables de Wolbachia en espe-
cies del género Aedes lograron bloquear diferentes 
serotipos del virus dengue y de otros RNA virus 
(Hoffmann et al., 2015). La capacidad que tiene esta 
especie bacteriana para bloquear agentes patóge-
nos en sistemas artificiales fue atribuida a diferentes 
factores. Entre ellos, la presencia de Wolbachia indu-
ce a la expresión de numerosos genes del sistema 
inmune del mosquito; por otro lado, habría compe-
tencia a nivel celular por nutrientes tales como coles-
terol, interacciones que implican varios metabolitos y 
la expresión de micro-RNAs (Sinkins, 2013). También 
se ha determinado en ejemplares de Ae. aegypti 
transinfectados con Wolbachia, que la infección con 
esta bacteria conduce a la inducción de estrés oxida-
tivo y a un mayor nivel de especies reactivas de 
oxígeno (ROS) en su hospedador. Esto activaría una 
vía del sistema inmune del insecto que actuaría en la 
inhibición específica de la proliferación del virus 
dengue (Pan et al., 2012). Por otro lado, Zélé et al. 



263

C A P Í T U L O 2 0

(2014) estudiando el sistema natural Cx. pipiens-
Wolbachia-Plasmodium relictum, comprobaron que 
la presencia de Wolbachia en el hospedador natural 
incrementa la prevalencia de la infección en el mos-
quito. Lo cual implicaría que los efectos de Wolbachia 
dependerán del origen de la cepa (nativa o exógena) 
y del hospedador involucrado. Estos aspectos debe-
rían ser tomados en cuenta al momento de proponer 

estrategias de control de vectores y / o enfermeda-
des por medio de Wolbachia.

Actualmente se están desarrollando diferen-
tes estrategias de infección de diferentes especies 
de mosquitos con diferentes cepas de Wolbachia 
para lograr métodos de control de estos insectos, tal 
como se ejemplifican en el esquema de la Fig. 6. 

Figura 6. Control de mosquitos por medio de la bacteria endosimbionte Wolbachia. 1) Wolbachia puede ser usado de igual manera que la Técnica de 
Insecto Estéril liberando un gran número de machos infectados, la esterilidad se lograría por incompatibilidad citoplasmática. 2) Si se libera una gran 
cantidad de hembras que estén infectadas con Wolbachia (y que fue demostrado que inhibe el crecimiento de patógenos en los insectos), toda la 
descendencia llevará el simbionte y tendrán menor capacidad vectorial de distintos patógenos. 3) Si una cepa de Wolbachia es liberada por medio de 
las hembras, no solo se lograría el bloqueo del patógeno e incompatibilidad citoplasmática, sino que también se reduciría la expectativa de vida del 
insecto. Esto tiene el potencial de disminuir la transmisión de patógenos, ya que solo las hembras adultas de mayor tiempo de desarrollo son las 
responsables de su transmisión. Círculos rojos indican infección con Wolbachia (Adaptado de McGraw y O'Neill, 2013). 

Microbiota asociada a mosquitos

Durante las últimas décadas, se han incre-
mentado las investigaciones sobre la flora micro-
biana presente en mosquitos y sus posibles aplica-
ciones en programas de control de estos insectos, 
como alternativas biológicas al control químico. Tal 
como se ha analizado detalladamente en este capítu-

lo, las primeras bacterias estudiadas fueron las 
entomopatógenas, portadoras de toxinas capaces 
de provocar la muerte de estadios larvales, tales 
como algunas cepas de B. thuringiensis (Adang et al., 
2014) y de L. sphaericus (Berry, 2012). Más reciente-
mente se ha determinado que existen comunidades 
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de microorganismos que habitan en la cutícula o en 
el intestino de algunos mosquitos y que tienen fun-
ciones en la nutrición, el desarrollo, la reproducción y 
en algunos casos en la defensa de estos insectos 
contra enemigos naturales (Engel y Moran, 2013; 
Minard et al., 2013). Estos microorganismos al llegar 
al hemocele pueden proliferar y formar comunidades 
estables en los tejidos del insecto (Douglas, 2014).

Se ha demostrado que las bacterias sim-
biontes de dípteros tienen un rol central en el sistema 
inmune innato, de manera tal que algunos miembros 
de la flora residente promueven funciones inmunes 
activando efectores inmunológicos y producción de 
toxinas, tales como péptidos antimicrobianos y ROS 
que confieren resistencia a patógenos y parásitos. 
Las interacciones antagónicas y mutualistas entre 
bacterias también han sido implicadas como facto-
res determinantes de la composición de la microbio-
ta, por ejemplo la producción de ROS por parte de la 
bacteria intestinal Enterobacter sp. en especies de 
Anopheles reduce la posibilidad de que el insecto 
pueda adquirir Plasmodium sp. cuando se alimenta 
de sangre de un hospedador infectado, aunque los 
mecanismos moleculares de tales interacciones no 
se conocen (Cirimotich et al., 2011). Otro ejemplo es 
la bacteria endosimbionte Wolbachia pipientis que 
puede influir negativamente en la eficiencia de la 
vectorización de patógenos tales como el virus den-
gue o interferir en la reproducción de Plasmodios 
dentro del insecto dando como resultado la disminu-
ción en los niveles de infección / infestación de los 
hospedadores finales (Moreira et al., 2009; Bian et 
al., 2010; Hoffmann y Sgrò, 2011; Ricci et al., 2012).

Una estrategia aún más reciente para explo-
tar los microorganismos simbióticos para el control 
de enfermedades transmitidas por vectores es la 
paratransgénesis, es decir, la generación de simbion-
tes genéticamente modificados capaces de expresar 
y liberar moléculas antiparásitos dentro del insecto 
(Coutinho-Abreu et al., 2011). Para ello ya han sido 
probados diferentes tipos de microorganismos en 
condiciones de laboratorio demostrando su capaci-
dad para bloquear parásitos que provocan malaria, a 
través de la expresión de una variedad de moléculas 

efectoras (Fang et al., 2011; Wang et al., 2012). El 
candidato ideal para el control de patógenos o 
parásitos por paratransgénesis será un microorga-
nismo que tenga una asociación estable con el 
mosquito vector y que infecte los mismos tejidos que 
el agente infectante / infestante. Este microorganis-
mo también debe ser apto de ser cultivable, manipu-
lado genéticamente y posteriormente ser reintrodu-
cido en las poblaciones de mosquitos (Capone et al., 
2013). Recientemente se ha identificado una bacte-
ria cultivable simbionte, Asaia sp., que se encuentra 
asociada con algunas especies de mosquitos 
colonizando órganos reproductivos y que ha sido 
propuesta para ser usada en paratransgénesis 
(Damiani et al., 2010; Capone et al., 2013).

Por otro lado, se ha determinado que algunas 
bacterias y levaduras son esenciales en la nutrición 
de mosquitos por medio de dos procesos diferentes. 
Por un lado, los microorganismos pueden ser una 
fuente de nutrientes en sí mismos mediante la lisis 
de las células microbianas, especialmente los micro-
organismos que se encuentran en el tracto digestivo, 
además las células microbianas que se encuentran 
vivas en el cuerpo del insecto pueden liberar meta-
bolitos específicos con valor nutricional, tales como 
vitaminas y aminoácidos esenciales (Vega y Dowd, 
2005). En segundo lugar, los microorganismos pue-
den modular las vías de señalización vinculadas con 
la nutrición, como por ejemplo la señalización de la 
insulina, que regula la asignación de nutrientes, 
especialmente a los lípidos y otras reservas de ener-
gía. Estas asociaciones han sido particularmente 
estudiadas en grupos de insectos que tienen dietas 
pobres en nutrientes o no balanceadas, como puede 
ser la sangre de vertebrados, deficiente en vitaminas 
del grupo B (Douglas, 2015). También la capacidad 
de los insectos a resistir y tolerar patógenos y pará-
sitos parece estar fuertemente influenciada por la 
calidad nutricional, así como por otros factores fisio-
lógicos. A pesar de los avances en el conocimiento de 
algunas interacciones insecto-microbiota, es poco lo 
que se conoce sobre bacterias nutricionales en mos-
quitos (Douglas, 2014).

Control Biológico de poblaciones de mosquitos por medio de bacterias patógenas, 
simbiontes o nutricionales en Argentina

Los estudios sobre bacterias entomopató-
genas enfocados a sus posibles aplicaciones para el 
control de poblaciones de mosquitos en Argentina se 
han centrado en la prospección de cepas nativas de 
B. thuringiensis (Ibarra et al., 2003; Berón y Salerno, 
2006) y L. sphaericus (Tranchida et al., 2011). Se ha 

logrado aislar una cepa de B. thuringiensis a partir de 
muestras de suelo, altamente tóxica contra larvas de 
diversas especies de mosquitos, tales como Ae. 
aegypti, Ae. albifasciatus, Cx. apicinus y Cx. pipiens 
(Berón y Salerno, 2007; Díaz-Nieto, 2014), que ha 
sido parcialmente caracterizada, demostrando ser 
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portadora de una nueva toxina Cry, denominada 
Cry24Ca por el comité de nomenclatura de B. thurin-
giensis, así como otras toxinas aún no determinadas 
(datos no publicados). El gen cry24Ca (NCBI Nº de 
acceso AM158318) ha sido clonado y expresado en 
un sistema heterólogo demostrando presentar activi-
dad mosquitocida contra larvas de Ae. aegypti (Berón 
y Salerno, 2007). También se han aislado dos cepas 
de L. sphaericus, a partir de larvas muertas de Cx. 
pipiens que han resultado ser tóxicas contra espe-
cies como Ae. aegypti, Ae. albifasciatus, An. albitar-
sis, Cx. apicinus, Cx. dolosus, y Cx. pipiens, (Tran-
chida et al., 2011).

Por otro lado, se han desarrollado nuevas 
estrategias para comenzar el aislamiento y carac-
terización de nuevos genes codificantes de proteínas 
Cry (genes cry). Una de ellas, se basa en la metodo-
logía de la reacción en cadena de la polimerasa 
(PCR), por medio de dos etapas de amplificación, y 
que utiliza cebadores degenerados, lo que permite el 
inicio de la identificación de nuevos genes codifi-
cantes de proteínas Cry muy diversos filogenética-
mente (Berón et al., 2005). La otra estrategia permite 
la determinación de secuencias codificantes de 
genes cry en cepas de B. thuringiensis, por medio de 
cebadores degenerados, seguida por una electrofo-
resis en gel con gradiente desnaturalizante (DGGE), 
permitiendo diferenciar de forma sencilla y econó-
mica, una gran diversidad de cepas nativas en un 
corto tiempo (Vidal Domínguez et al., 2011). Se han 
diseñado sistemas de cebadores específicos dirigi-
dos a la detección de secuencias nucleotídicas 
codificantes de genes de los tipos cry2, cry11 y cyt 
por medio de su amplificación por PCR, seguido de 
digestiones con enzimas de restricción específicas. 
Con ello se obtuvieron perfiles de restricción con 
fragmentos nucleotídicos de diversos tamaños 
(RFLP) que permitieron diferenciar entre los distintos 
productos de amplificación y por lo tanto entre 
secuencias diferentes (Sauka et al., 2005; 2010; 
Sauka y Benintende, 2013). También se han reali-
zado estudios de optimización de cultivos de cepas 
de Bti (Cieza et al., 2005; Berretta et al., 2013), 
recuperación del complejo espora-cristal a partir de 
los caldos de fermentación y la formulación de pro-
ductos mosquitocidas. A partir de estas investigacio-
nes se han desarrollado paquetes tecnológicos para 
la producción, evaluación y empleo de bioinsectici-
das basados en esta bacteria que han resultado 
efectivos para el control de Ae. aegypti, y que actual-
mente se ofrecen en el mercado (Berretta et al., 
2013). Por otro lado, se analizó la interacción de la 
cepa comercial H14 de Bti, el insecticida químico 
Temephos y zoosporas del hongo Leptolegnia chap-
manii (Seymour) en larvas de Ae. aegypti, en el 

laboratorio y en el campo bajo condiciones controla-
das, obteniéndose actividad sinérgica como resul-
tado de esa interacción (Pelizza et al., 2010).

Por otro lado, en el marco de un proyecto de 
relevamiento de la flora microbiana de mosquitos, 
fueron colectados estadios larvales de diversas 
especies de estos insectos a partir de criaderos tanto 
naturales como artificiales, situados en la ciudad de 
Mar del Plata y alrededores (Díaz-Nieto et al., 2013a; 
2013b). Se analizó la presencia de cepas de W. 
pipientis en poblaciones de mosquitos de los géne-
ros Culex y Aedes (Ochlerotatus) de Mar del Plata y de 
Ae. aegypti provenientes de La Plata, detectando 
únicamente cepas de esta bacteria en dos poblacio-
nes diferentes de Cx. pipiens de la ciudad de Mar del 
Plata. Los análisis moleculares llevados a cabo a 
partir de las poblaciones portadoras de este micro-
organismo, permitieron determinar la existencia de 
dos cepas diferentes de Wolbachia que a su vez 
difieren de las descriptas hasta el momento a nivel 
mundial. Estos resultados constituyen la primera 
evidencia molecular de la presencia de Wolbachia en 
poblaciones de mosquitos de Argentina (Díaz-Nieto, 
2014), aunque en algunas investigaciones anterio-
res se han sugerido posibles indicios de poblaciones 
portadoras de esta bacteria (Almirón et al., 1995; 
Humeres et al., 1998), relacionando que los bajos 
porcentajes en la tasa de eclosión de huevos obteni-
dos al realizar cruzamientos entre individuos de Cx. 
pipiens y de Cx. quinquefasciatus provenientes de 
distintas localidades de Argentina, podrían deberse a 
una posible incompatibilidad citoplasmática provo-
cada por cepas de Wolbachia. Por otro lado, Micieli y 
Glaser (2014) detectaron Wolbachia en una pobla-
ción de Cx. quinquefasciatus colectada en la provin-
cia de Buenos Aires.

Recientemente Díaz-Nieto et al. (2016) 
evaluaron el valor nutricional de diversos microorga-
nismos durante el desarrollo de Cx. pipiens, 
determinando la tasa de supervivencia de los esta-
dios larvarios, pupas y adultos de una colonia de este 
insecto alimentadas con cultivos axénicos de levadu-
ras, microalgas, bacterias y cianobacterias en 
condiciones de laboratorio. Adicionalmente, evalua-
ron la heredabilidad de estos microorganismos a 
partir de hembras a su descendencia, así como la 
selección, por parte de las hembras grávidas, de 
sitios de ovipostura inoculados con estos micro-
organismos. Estos autores demostraron que los esta-
dios larvales de Cx. pipiens pueden utilizar de mane-
ra eficiente a la levadura Saccharomyces cerevisiae 
Meyen como fuente de alimento ya que logran 
completar su desarrollo hasta estado adulto de la 
misma manera que cuando son alimentados con 
dietas balanceadas; sin embargo, esta levadura no 
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sería transmitida a su descendencia. Se demostró 
también que esta colonia de mosquitos estaría natu-
ralmente infectada por dos bacterias diferentes de 
los géneros Klebsiella sp. y Aeromonas sp., que ade-

más son elegidas por las hembras de Cx. pipiens para 
la selección de sitios de ovipostura. Estos microorga-
nismos podrían ser utilizados para el desarrollo de 
ovitrampas tóxicas de alta especificidad.

Perspectivas

En Argentina, los productos bacterianos 
comerciales para el control de estadios larvales de 
mosquitos de importancia sanitaria están basados o 
en desarrollos de formulados de fabricación nacio-
nal, o directamente en la importación de productos 
provenientes del exterior, todos ellos obtenidos a 
partir de las bacterias B. turingiensis subsp. israelen-
sis, principalmente la cepa H14 y la cepa 2362 de L. 
sphaericus (ANMAT, 2015). No existe ningún produc-
to nacional desarrollado a partir de cepas nativas ya 
que la obtención de registros sanitarios de productos 
biológicos implica altos costos y el cumplimiento de 
normativas complejas. 

Desde los grupos de investigación que desa-
rrollamos nuestras actividades en esta área, nues-
tros aportes son: i) la detección de nuevas cepas de 
bacterias mosquitocidas portadoras de nuevas toxi-

nas diferentes a las toxinas presentes en las cepas 
de uso comercial que podrán ampliar el espectro de 
acción mosquitocida, así como colaborar en el mane-
jo de resistencias por parte de los insectos blanco; y 
ii) el desarrollo de sistemas bacterianos novedosos 
tanto de microorganismos patógenos como simbion-
tes y / o nutricionales que permita generar productos 
bioinsecticidas de industria nacional, específicos y 
eficientes para el control de insectos de interés sani-
tario, que puedan ser aplicados en el marco del 
manejo integrado de poblaciones de mosquitos. 
Estos productos podrán ser transferidos a la indus-
tria para su producción a gran escala, pero para ello 
será necesario el apoyo de los entes nacionales de 
regulación que faciliten la aprobación e implementa-
ción de este tipo de productos de industria nacional.
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