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Figura 3 

Sintomatología del virus iridiscente de mosquitos sobre fondo oscuro. Se observan larvas infectadas 

con distintos tonos iridiscentes sobre la placa negra utilizada en la prospección (a). Comparación entre 

una larva sana y una larva infectada iridiscente (b). 

 

 

 

 

Figura 4. Baculovirosis en Culex nigripalpus. Tubo digestivo de una larva infectada con CuniNPV bajo 

iluminación de contraste de fase. Se observan en blanco los núcleos hipertrofiados del intestino medio y 

posterior. (Reproducido de Moser et al. (2001))

 

 

Materiales y métodos específicos para el Sitio 1 

 

Los muestreos se llevaron a cabo desde septiembre del 2010  a enero del 2013 (ver 

Resultados, Tabla 1). Las larvas fueron observadas en busca de patógenos virales. La 

prevalencia del iridovirus y del nematodo fue calculada para cada muestra. Para 
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determinar el porcentaje de parasitismo del nematodo, entre 20 y 150 larvas de cuarto 

estadio fueron individualizadas en placas de cultivo celular con el agregado de agua 

declorinada, hasta la emergencia de los juveniles post parásitos. Los mismos se 

transfirieron a un recipiente con agua limpia en donde se los dejó madurar y llegar al 

estado adulto (Camino y Reboredo, 1994). Estos parásitos fueron identificados de 

acuerdo a la descripción original (Poinar y Camino, 1986). La prevalencia del virus fue 

calculada como el número de larvas infectadas sobre el número total de larvas 

colectadas en cada muestra. En muestras muy numerosas se estimó el total de larvas a 

partir del conteo de una alícuota. Para ello, las larvas fueron concentradas en 2 litros 

de agua, se agitó hasta obtener una suspensión visiblemente homogénea y se tomó 

una submuestra de 300 ml, se contó el número de larvas en la submuestra y se 

extrapoló para calcular el número total de larvas en la muestra. Con el objetivo de 

detectar la presencia de formas juveniles de nematodos en el hemocele de larvas con 

sintomatología de infección con el iridovirus, se llevaron a cabo disecciones de 45 

larvas infectadas, 15 larvas de cada estadio larval 1er., 2do. y 3ero. 

-Análisis estadísticos 

Para determinar si la presencia de virus en larvas de campo está asociada a la 

presencia de nematodos se utilizó el test exacto de Fisher. Fue aplicado el coeficiente 

de Pearson para correlacionar la proporción de larvas infectadas con MIV en las 

muestras de campo con la proporción de larvas infectadas con nematodos en las 

mismas muestras. 

 

 Materiales y métodos específicos para el Sitio 2 

 

Los muestreos se llevaron a cabo desde octubre de 2009  a marzo de 2012. Se analizó 

cada muestra en busca de patógenos virales según la metodología general antes 

descrita. De cada muestreo se almacenaron hasta 50 larvas por especie en tubos 

eppendorf y se conservaron congeladas a -20   C. Debido a que la sintomatología podría 

pasar desapercibida se realizó un análisis molecular (Reacción en Cadena de la 

Polimerasa, PCR) utilizando un protocolo que describe la metodología para la 

extracción y amplificación de ADN de larvas de mosquito para la detección de 
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baculovirus usando un segmento de una región conservada del gen factor 8 de 

expresión tardía (lef8). El cebador fue diseñado en el Center for Medical, Agricultural, 

and Veterinary Entomology CMAVE (USDA/ARS), Gainesville, Florida, USA. Las 

secuencias de los cebadores fueron las siguientes: lef8R  5´-

ATGAAGCCCTTYTGGYCGTG- 3´ Y lef8F 5´- HMSACSRCMGAAGAYCCTTYATWCCKAGC- 3´ 

Se realizó la extracción de ADN de cada muestra (ver Resultados, Tabla 2), según el 

siguiente protocolo que detecta una larva infectada en un conjunto de 50 individuos. 

 

Protocolo de extracción de ADN para larvas de mosquitos 

Para preparar la mezcla de digestión se calculó aproximadamente 220 µl para cada 

muestra teniendo en cuenta la pérdida por transferencia de volumen. 

1. Para preparar 10 ml de mezcla de digestión se colocó 1 ml de SDS 10%, 500 µl de 

EDTA 0,5M, 150 µl de NaCl 5M, 100 µl de Tris.HCl (pH 8,00) 1M, 10 µl de ARNasa (1,0 

µg/µl), 250 µl de Proteinasa K (20 mg/ml), 8 ml de agua destilada. La concentración 

final de cada reactivo en la mezcla fue: Tris 10 mM, NaCl 75 mM, EDTA 25 mM, SDS 

1%, ARNasa 1,0 µg/µl, Proteinasa K 0,5 µg/µl. 

2.  Se homogenizó la muestra (hasta una larva infectada en cincuenta puede ser 

detectada). Se colocó una alícuota de aproximadamente 20 µl del homogenizado en un 

tubo eppendorf, y la porción restante se conservó a -20   C. 

3. Se adicionó 200 µl del coctel de digestión y se mezcló pipeteando la suspensión. 

4. Se incubó la mezcla a 55   C por 2h.  

5. Se adicionó 200 µl de fenol: cloroformo: alcohol isoamilico (25:24:1). Se mezcló por 

inversión por 2 min. 

6. Se centrifugó a 15.000 rpm (aprox. 21 rcf) por 5 min.  

7. Se transfirió aproximadamente 170 µl de la capa acuosa superior a un tubo limpio 

teniendo cuidado de no tomar nada de la interface.  

8. Se adicionó 200 µl de cloroformo. Se mezcló por inversión por 2 min. 

9. Se centrifugó a 15.000 rpm por 5 min y transfirió aproximadamente 150 µl de la 

capa acuosa superior a un tubo limpio teniendo cuidado de no tomar nada de la 

interface. 
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10. Se adicionó 300 µl de isopropanol al volumen transferido y se meció suavemente 

por 20 seg. 

11. Se mantuvo en hielo por 15 min y luego se centrifugó a 15000 por 5 min. Se aspiró 

el sobrenadante y se volvió a centrifugar brevemente para colectar algún volumen 

residual de las paredes del tubo y se removió con un tip limpio. 

12. Se permitió que el ADN se airee por  2 a 5 min y se re suspendió el precipitado en 

agua destilada estéril.  

13. Se almacenó a -20   C. 

 

Se realizó la detección por PCR de ADN viral a partir del ADN extraído en todas las 

muestras utilizando el siguiente protocolo. Se realizaron tres pruebas de PCR para cada 

muestra, cada una con una dilución diferente del ADN extraído (dilución madre, 1/10 y 

1/100). 

 

Protocolo para amplificación por PCR del gen lef8 

Se preparó la mezcla para PCR como sigue (sobre hielo).Se adicionó el agua primero y 

luego el resto de los componentes. Para un volumen de PCR final de 10 µl se agregó los 

siguientes componentes por muestra: 5,3 µl de  agua libre de nucleasas, 1 µl de buffer, 

0,3µl de MgCl (25 mM), 0,2 µl de dNTPs (10 mM) (desoxirribonucleótidos trifosfatos), 1 

µl de cebadorlef8 F (forward), 1 µl de cebadorlef8 R (reverse) y 0.2 µl de Taq 

polimerasa (5U/ µl).  

Para lograr una mezcla de PCR homogénea se mezcló en un vortex y luego se 

centrifugó rápidamente. Se colocó 9 µl de la mezcla en cada tubo de PCR y 1µl de 

molde (muestra de ADN a analizar). Los tubos se colocaron en el termociclador y se 

corrió el siguiente programa: Activación y desnaturalización Inicial de   min a 9    C, 

desnaturalización de 10 seg a 92   C, hibridación del cebador 20 seg a  5  C, elongación 

de la cadena 2 min a  2  C y por último una extensión  nal de   min a  2  C. Los pasos 

de 2 a 4 se repiten 35 ciclos. 

 

Visualización de la amplifiación 
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El producto de PCR se visualizó mediante electroforesis en gel de agarosa 1% y se tiñó 

con bromuro de etidio. 

El control positivo utilizado para este análisis fue ADN extraído de larvas del mosquito 

Culex quinquefasciatus infectadas con CuniNPV el cual fue enviado por el Dr. J.J. Becnel 

(CMAVE).  
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Resultados 

 

Sitio 1  

Estados inmaduros de Culex pipiens fueron colectados desde septiembre de 2010 a 

enero de 2013 en cuatro zanjas domiciliarias. En cada muestreo, tres larvas de cuarto 

estadio fueron identificadas taxonómicamente como pertenecientes al complejo C. 

pipiens. El nematodo parásito fue identificado como Strelkovimermis spiculatus. Larvas 

de mosquito infectadas con MIV fueron observadas en 17 muestras (n=24), la 

prevalencia del virus se encontró en un rango de 0,09% a 31,6% (Tabla 1). S. spiculatus 

fue detectado en 82% (n=17) de las muestras positivas para MIV y en 42,8% (n=7) de 

las muestras negativas para este virus. La prevalencia del nematodo se encontró en un 

rango entre 0,1% y 94,5% (Tabla 1). 

Se registraron larvas infectadas por MIV de todos los estadios, en todas las estaciones 

del año y en los cuatro sitios de muestreo. Normalmente las larvas infectadas 

presentaron coloración turquesa iridiscente, pero en ocasiones, en el sitio 1.3, se 

observaron en la misma muestra larvas que presentaban una coloración verdosa 

diferente a las otras. 

El análisis estadístico demuestra que la presencia de MIV y de S. spiculatus esta 

significativamente asociada en las muestras de campo (p=0,021). La proporción de 

larvas infectadas con MIV fue positivamente correlacionada con la proporción de 

larvas infectadas con el nematodo (r=0,59, p<0,01). La prevalencia de S.spiculatus en 

larvas de campo disecadas, las cuales presentaban síntomas de MIV, fue de 47% en 

larvas de segundo estadio (n=15), 47% en larvas de tercer estadio (n=15) y 33% en 

larvas de cuarto estadio (n=15). Solo en 6 larvas de cuarto estadio infectadas con 

ambos patógenos se halló el nematodo como juvenil de último estadio (Fig. 6a) y en 

dos casos se comprobó la emergencia del mismo. La prevalencia de la infección con 

virus en pupas resultó muy baja, solo dos pupas infectadas fueron registradas en dos 

muestras diferentes (Fig. 6b). Larvas y pupas infectadas usualmente mueren pocos días 

después de ser colectadas. 
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Tabla 1. Muestreo de campo Sitio 1. Prevalencia (%) del nematodo y del iridovirus 

(MIV) en muestras de larvas de Culex pipiens de cuatro zanjas de drenaje diferentes en 

las ciudades de Berisso y La Plata, desde septiembre de 2010 a enero de 2013. 

 

Fecha Sitio Prevalencia de MIV (n) 
Prevalencia del 
nematodo(n) 

 

21-09-10 

20-10-10 

13-04-11 

28-04-11 

10-05-11 

01-07-11 

05-07-11 

13-07-11 

17-11-11 

08-03-12 

16-03-12 

10-04-12 

11-04-12 

14-11-12 

21-11-12 

04-01-13 

25-01-13 

 

1.1 

1.1 

1.2 

1.2 

1.2 

1.1 

1.1 

1.1 

1.2 

1.3 

1.3 

1.3 

1.4 

1.3 

1.3 

1.3 

1.3 

 

2,00 (203) 

1,18 (706) 

0,16 (1873) 

0,10 (4900) 

0,09 (2287) 

31,6 (38) 

9,60 (104) 

10,6 (142) 

0,20 (3879) 

6,66 (3000) 

5,50 (2294) 

5,10 (3260) 

4,40 (250) 

7 (287) 

0,25 (1191) 

6,95 (953) 

0,5 (778) 

 

85 (20) 

4,2 (20) 

0 (50) 

0 (50) 

2 (50) 

73 (26) 

89 (80) 

94,5 (128) 

6 (148) 

0,1 (100) 

0,2 (100) 

15,3 (72) 

12 (50) 

25 (60) 

2,08 (48) 

1,31 (76) 

0 (75) 
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Figura 6 

 Larva de Culex pipiens coinfectada con un virus iridiscente de mosquito (MIV) y el nematodo parásito 

Strelkovimermis spiculatus (a). Pupa de Culex pipiens infectada con MIV (b). 

 

Sitio 2 

A mediados de 2009, en muestreos preliminares a esta tesis, se halló una larva con 

sintomatología característica de la familia Baculoviridae en mosquitos. Luego de 

confirmarse la patología (ver Capitulo 2) se decidió conservar muestras de larvas del 

mismo sitio congeladas a -20 ⁰C para su posterior an lisis molecular. 

En la Tabla 2 se exponen las fechas de muestreo en donde se logró colectar larvas de 

mosquito en diferentes estadios. No se mencionan muestreos en donde el charco 

estaba seco o con presencia de agua pero sin estados inmaduros. 

Se realizó la prospección molecular mediante PCR pero no fue posible detectar la 

presencia de baculovirus en ninguna de las muestras evaluadas. 
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Tabla 2. Muestreo de campo Sitio 2 

 
Muestra Nº 

 
Fecha 

 
Especie colectada 

 
Nº de larvas 
/eppendorf 
 

 
Nº de eppendorf 

1 09/10/09 Ochlerotatus crinifer 50 5 

1 09/10/09 Ochlerotatus crinifer 25 1 

1 09/10/09 Psorophora ferox 21 1 

2 10/10/09 Ochlerotatus crinifer 50 1 

3 11/11/09 Ochlerotatus crinifer 23 1 

4 16/09/10 Ochlerotatus crinifer 50 2 

5 28/03/11 Ochlerotatus crinifer 50 2 

5 28/03/11 Psorophora ferox 15 1 

6 02/08/11 Ochlerotatus crinifer 50 2 

7 18/8/11 Ochlerotatus crinifer 50 2 

8 23/08/11 Ochlerotatus crinifer 50 2 

9 30/08/11 Ochlerotatus crinifer 50 1 

9 30/08/11 Psorophora ferox 50 1 

10 27/09/11 Ochlerotatus crinifer 50 3 

11 04/10/11 Ochlerotatus crinifer 50 4 

12 06/12/11 O. crinifer y P. ferox 50 1 

12 06/12/11 Ochlerotatus crinifer 50 2 

13 20/12/11 Ochlerotatus crinifer 50 2 

14 10/02/12 O. crinifer y P. ferox 50 2 

14 10/02/12 Ochlerotatus crinifer 50 1 

14 10/02/12 Ochlerotatus crinifer 48 1 

15 15/02/12 Psorophora ferox 50 3 

15 15/02/12 Ochlerotatus crinifer 50 3 

16 29/02/12 O. crinifer y P. ferox 17 1 

16 29/02/12 Ochlerotatus crinifer 50 1 

17 29/03/12 Ochlerotatus crinifer 50 5 

17 29/03/12 Psorophora ferox 50 1 
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Discusión 

 

En estudios de campo del Sitio 1 se registraron infecciones mixtas entre el virus 

iridiscente de mosquitos y Strelkovimermis spiculatus en poblaciones naturales de 

individuos inmaduros de Culex pipiens. Los resultados de campo sugieren una 

asociación entre el parásito y el virus, en un sistema en el que el nematodo podría 

estar facilitando la entrada del virus a la larva durante la penetración del mismo. Solo 

en algunas larvas de campo infectadas con MIV fue registrada la presencia de juveniles 

tardíos del parásito y posterior emergencia del mismo, indicando que en alguna 

circunstancia el nematodo puede llegar a desarrollarse y emerger de una larva 

infectada con el virus. Las disecciones de las larvas infectadas con MIV provenientes de 

campo muestran que en menos del 50% de estas larvas se logró evidenciar la presencia 

de nematodo, esto sugiere que podría haber otras vías de entrada del virus al 

hospedador.  

Hallazgos relacionados han sido reportados en otros sistemas patógeno-hospedadores. 

Mullens et al. (1999) reportó una asociación entre Culicoides variipennis sonorensis 

Wirth y Jones (Diptera), Heleidomermis magnapapula Poinar and Mullens (Nematoda) 

e Iridoviridae en sitios de cría naturales. También hay una mención de la presencia de 

Corethrellonema grandispiculosum Nickle (Nematoda) e Iridoviridae infectando 

Corethrella brakeleyi Coquillett (Diptera) en las mismas muestras de campo (Chapman 

et al., 1971). Más aun, en sistemas terrestres Poinar et al. (1980) observó isópodos 

infectados con ambos, el virus iridiscente y un parásito mermítido, el cual también se 

lo halló infectado con el iridovirus. A pesar de los estudios que se han realizado, 

todavía se encuentra pobremente esclarecido el ciclo de vida natural de esta familia de 

virus. 

En el sitio 2 se registró solo una larva con sintomatología de baculovirus, siendo el 

primer registro de un virus de esta familia infectando larvas de mosquito en Argentina. 

Si bien fue confirmada la presencia del virus en la zona, no fue posible continuar con 

los estudios de transmisión debido a las dificultades que presenta la misma y la escasez 

de inóculo viral de partida.  
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 Capítulo 2    
 Identificación de los virus hallados  
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Introducción 

 

En el presente capítulo se describe el proceso de identificación de los virus patógenos 

de mosquitos hallados durante la prospección. La larva de Aedes crinifer con 

sintomatología de infección con un virus de la familia Baculoviridae hallada en Punta 

Lara, Ensenada, fue sometida a un examen directo mediante microscopia electrónica 

de transmisión (MET). A su vez, fue determinada la presencia de un virus de la familia 

Iridoviridae (MIV, por sus siglas en inglés, Mosquito Iridescent Virus) afectando larvas 

de Culex pipiens en poblaciones naturales, por sintomatología, métodos directos (MET) 

y moleculares (PCR). 
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Materiales y métodos 

 

Identificación por sintomatología 

 

Se observaron las larvas infectadas bajo lupa binocular (ver capitulo 1). 

 

Identificación por observación directa con Microscopio Electrónico de 

Transmisión (MET). 

 

Tres larvas de Culex pipiens infectadas con MIV y la larva de Ochlerotatus crinifer 

infectada con baculovirus fueron tratadas para microscopia electrónica siguiendo la 

técnica descrita por Becnel (1997) y detallada a continuación. 

 

Protocolo general para microscopía electrónica de transmisión (MET) 

Fijación 

El primer paso es la fijación de las muestras, para ello se colocaron en glutaraldehido 

2,5%.Luego de 20 minutos en el fijador, los ejemplares fueron cortados en piezas 

menores para asegurar la infiltración del fijador en los tejidos. Se transfirieron las 

piezas a glutaraldehido fresco y se fijaron por un total de 2 horas. Se lavaron en buffer 

cacodilato de sodio 0,1 M (pH 7,2-7,4) 3 veces (1min cada vez), se postfijaron en 

tetróxido de osmio 1% (pH 7,5) por 1 hora 45min a 2 horas. Se lavaron 3 veces, 15min 

cada vez, en agua bidestilada. Luego de la fijación se deshidrata o conserva en una 

solución buffer de sacarosa toda la noche. 

Deshidratación 

Se procedió a la deshidratación manteniendo la muestra 10 min en cada concentración 

de etanol 10%,  30%, 50%, 70%, 80%, 90%, 95%, y 100%. Luego se sumergió en acetona 

100% dos veces de 15 min cada una y se procedió a la inclusión en resina. 

Infiltración e inclusión 

Se procedió de la siguiente manera. Las muestras se colocaron en 25% resina y 75% de 

acetona durante toda la noche. Al día siguiente se colocaron en 50% resina y 50% 



51 

 

acetona durante 4 horas, luego 25% resina y 75% acetona durante 4 horas y se 

mantuvieron durante toda la noche en resina pura. Al día siguiente se transfirieron 

nuevamente a resina pura en un frasco limpio y se mantuvieron en ella todo el día o 

más de 6 horas. Luego de esto se incluyó cada pieza de la muestra en cápsulas con 

resina pura y fresca. Las cápsulas se deshidrataron previamente durante 24 horas o 

más en una estufa a 60 ⁰C. Para finalizar el proceso se colocaron las cápsulas con el 

material incluido 24 horas en estufa a  0 ⁰C. Los tacos de resina fueron procesados por 

el servicio de microscopia de la Facultad de Ciencias Veterinarias, UNLP. Los cortes 

ultrafinos (60nm) se contrastaron con 2% de acetato de uranilo y citrato de plomo y 

fueron examinados con un microscopio electrónico de transmisión a 75 kv. 

 

Identificación Molecular del Iridovirus 

Amplificación por PCR de una región conservada de la proteína mayor de la 

cápside (Major capsid protein, MCP) 

 

Las partículas virales de dos larvas infectadas fueron parcialmente purificadas para la 

extracción de ADN. Las larvas fueron homogenizadas en agua destilada, filtradas a 

través de una jeringa con algodón y centrifugadas dos veces para remover los restos 

celulares (1000 rpm por 10 min). El sobrenadante fue centrifugado a 15000 rpm por 30 

min. Finalmente el precipitado fue re-suspendido en 500µl de agua destilada; 100 µl de 

esta suspensión de partículas de MIV fue digerida con proteinasa K (0.1 mg/ml) en 

buffer de lisis con SDS (Tris-HCl10 mM, pH 8.0; NaCl200 mM; EDTA 1mM, pH 8.0; SDS 

0.5%). La mezcla fue incubada a 37°C por 3 hs y centrifugada a 16000g por 15 min. El 

ADN viral fue purificado mediante extracción estándar con fenol/cloroformo y 

precipitación con etanol (Sambrook et al., 1989). El pellet final fue disuelto en 20µl de 

agua bidestilada. 

Se usaron los cebadores MIV_Univ_R(5´-CRATRGCRTARTTRGCCCATAC-3´) y 

MIV_Univ_F(5´-CGNAWWGGRTAYGAYAAYATGATTGG -3´) para la amplificación de una 

región conservada del gen de la MCP (diseñado en el laboratorio de J.J. Becnel en el 

CMAVE) a partir de 1 µl de ADN de MIV (disolución 1/100) como molde. La 

amplificación con Taq Polimerasa (Invitrogen) fue llevada a cabo bajo condiciones 
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estándar (buffer estándar 1X, 0.25 U de Taq ADN polimerasa, MgCl21.5 mM, BSA 1 

mg/ml, 0.2 mM por cada dNTP y 1 µM por cada primer). Se usó el siguiente protocolo 

de amplificación: desnaturalización inicial de 1 min a 94°C, 35 ciclos de 10 seg. a 94°C, 

10 seg. a56°C y 20 seg. a72°C seguido de la extensión final de 3 min a 72°C. Se realizó 

electroforesis en gel de agarosa 1% para visualizar el producto de PCR mediante 

tinción con bromuro de etidio. El tamaño esperado de la banda es de 

aproximadamente 320 pb. 

 

Secuenciación del producto de PCR y estudios de filogenia del MIV hallado. 

 

Secuenciación 

El fragmento obtenido en la amplificación se cortó y se recuperó utilizando una matriz 

de adsorción (GENECLEAN II Kit, BIO 101). El fragmento purificado fue ligado al vector 

pGEM-T (Promega) y electroporado en células Top 10 competentes de Escherichia coli. 

Luego de la selección en placas de agar LB conteniendo 100 µg/ml de ampicilina y 20 

µg/ml de X-gal, los clones recombinantes se cultivaron en LB liquido con ampicilina. 

Los plásmidos de ADN fueron purificados usando el método de lisis alcalina (Sambrook 

et al., 1989) y secuenciados en Macrogen Center (Corea) empleando los cebadores 

universales T7 y SP6.  

 

Estudios de la filogenia 

La secuencia proteica, traducida in silico, fue comparada con las secuencias 

correspondientes al miembro tipo de cada género de la familia Iridoviridae usando el 

programa ClustalX para generar un alineamiento múltiple (Thompson et al., 2002). Se 

utilizó el programa MEGA4 software para inferir la filogenia del grupo comparado 

usando el Método de Evolución Mínima (Tamura et al., 2007). Las distancias evolutivas  

que se usaron para inferir el árbol filogenético fueron computadas usando los 

siguientes parámetros: Modelo [aminoácidos con corrección de Poisson], Sustituciones 

a incluir [Todas], Patrón entre Linajes [Igual (homogéneo)], Velocidad entre Sitios 

Diferente (con Distribución Gamma)] y parámetro Gamma [2.25]. 
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Resultados 

 

Identificación por sintomatología 

 

Baculoviridae 

Se observaron núcleos hipertrofiados en las células del tubo digestivo medio de una 

larva de mosquito de tercer estadio temprano de la especie Aedes crinifer. 

Iridoviridae 

Se observó una coloración turquesa iridiscente en todo el cuerpo de tres larvas de 

cuarto estadio de Culex pipiens. En muestreos posteriores, en el Sitio 1.3 también se 

hallaron larvas con coloración verdosa iridiscente. 

 

Identificación por observación directa con Microscopio 

Electrónico de Transmisión (MET). 

Mediante  microscopía electrónica de transmisión y realizando el proceso antes 

descrito, se pudo comprobar la presencia de cuerpos de oclusión con partículas virales 

situadas en los núcleos de las células del intestino medio de una larva de mosquito de 

la especie A. crinifer recolectada en el Sitio 2 a mediados del año 2009. La ubicación y 

características de estas partículas son coincidentes con el género Deltabaculovirus de 

la familia Baculoviridae (Fig. 1a y 1b). 

Por otra parte, se comprobó mediante este estudio, la presencia de partículas virales 

de forma icosaédrica acumuladas en el citoplasma celular de larvas de C. pipiens del 

Sitio 1.1 (Fig.2), dichas características son coincidentes con la familia Iridoviridae.  
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Figura 1. Baculoviridae. Microscopia electrónica de transmisión (MET). Sección ultrafina de una larva 

infectada de Aedes crinifer, se observa un núcleo celular repleto de partículas virales (a), cuerpos de 

oclusión dentro de los cuales se observan los viriones (b). 

 

 

 

Fig. 2. Iridoviridae. Microscopia electrónica de transmisión (MET). Sección ultrafina de una larva 

infectada de Culex pipiens donde se observan las partículas de un virus iridiscente de mosquito 

acumuladas en el citoplasma celular. 
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Identificación Molecular 

 

El virus hallado en larvas de C. pipiens en el Sitio 1.1 fue identificado por PCR mediante 

la amplificación de un fragmento conservado del gen que codifica para  la proteína 

mayor de la cápside (MCP), mediante la cual se obtuvo el fragmento esperado de 

aproximadamente 300 pares de bases (Fig.3). 

 

 

 

Figura 3. Gel de agarosa. Producto de la 

amplificación de una región conservada del gen 

de la proteína MCP visualizado en gel de 

agarosa. En calle 2 se observa una banda de 

aproximadamente 300 pb. 

 

Análisis de las secuencias 

En la figura 4 se observa el alineamiento múltiple de la secuencia deducida de la 

proteína mayor de la cápside del virus iridiscente de Culex pipiens y la correspondiente 

secuencia de los miembros tipo de diferentes géneros dentro de la familia Iridoviridae. 

La identidad por parejas y la homología entre todas las secuencias proteicas analizadas 

se muestran en la figura 5. El análisis filogenético de estos resultados muestra que la 

secuencia parcial de la proteína MCP de MIV en C. pipiens se agrupa más 

cercanamente con IIV-22 de Simulium sp. y miembros del género Chloriridovirus, 

especialmente IIV-3 de Aedes taeniorhynchus que con el resto de los géneros de la 

familia comparados (Fig. 6) 
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Figura 4. Alineamiento múltiple de la secuencia deducida de la proteína mayor de la cápside del virus 

iridiscente de Culex pipiens y la correspondiente secuencia de los miembros tipo de diferentes géneros 

dentro de la familia Iridoviridae. 

 

 

  

Figura 5. Se muestra la identidad por parejas (triangulo superior derecho) y la homología (triangulo 

inferior izquierdo) entre todas las secuencias proteicas de los miembros tipo de diferentes géneros 

dentro de la familia Iridoviridae. 
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Figura 6. Relación evolutiva de los siete taxa inferida usando el método de la evolución mínima. El nodo 

de consistencia (test de bootstrap, 1000 réplicas) se muestra junto a cada rama. El árbol esta dibujado a 

escala con el largo de las ramas en las mismas unidades que las distancias evolutivas que se usaron para 

inferir el árbol filogenético. 
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Discusión 

 

Se logró identificar dos entomovirus que se encontraban afectando distintas especies 

de mosquitos en la provincia de Buenos Aires, Argentina. Se halló un baculovirus que 

correspondería al género Deltabaculovirus en Aedes crinifer, el cual no pudo ser 

replicado, y un iridovirus presuntamente perteneciente al género Chloriridovirus. En la 

figura 6 se observa la relación evolutiva de 7 taxa de la familia Iridoviridae. Como se 

puede ver en la misma, la consistencia de tres de los nodos es relativamente baja. 

Podemos suponer que, el motivo de esta circunstancia, es que la secuencia genética 

analizada con la que se estudió la filogenia es un pequeño fragmento de un gen bien 

conservado dentro de la familia Iridoviridae. El análisis filogenético mostró que el IIV 

de Culex pipiens aunque está agrupado con el IIV-3 (especie tipo de Chloriridovirus) es 

más cercano al IIV-22 (Simulium sp.). Esta situación es coincidente con lo descripto por 

Delhon et al. (2006) en un trabajo sobre el IIV-3 donde se muestra un cladograma 

basado en una cadena de once alineamientos proteicos conservados, en donde los 

iridovirus de invertebrados están claramente separados de los iridovirus de 

vertebrados. Estos autores también realizaron un análisis filogenético de la secuencia 

completa de la proteína MCP (Fig.7) y encontraron que IIV-3 (de mosquitos) y el IIV-6 

(de lepidópteros) están claramente separados entre sí y que el IIV-3 aunque posee 

características únicas, es más cercano a un grupo que incluye el IIV-22 (Simúlidos) que 

al IIV-6 (especie tipo del género Iridovirus).  

 

 

 

 

Figura 7. Cladograma realizado a partir del 

análisis filogenético de la secuencia completa 

de la Proteína Mayor de la Cápside de iridovirus 

de invertebrados (IIV). Delhon et al., 2006.
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Notablemente, el grupo hermano del IIV-3, que incluye el IIV-22, también agrupa una 

especie miembro del género Iridovirus (IIV-1) y otros virus relacionados que todavía no 

han sido aprobados como especies del mismo género (IIV-9, IIV-16). Dado que estos 

virus están más cercanos al IIV-3 cuando deberían estar agrupados con el IIV-6, Delhon 

et al. (2006) proponen que se debe poner en orden la taxonomía del grupo. Es claro en 

este análisis que el IIV de C. pipiens es más cercano al IIV-3 (especie tipo para el género 

Chloriridovirus) que al IIV-6 (especie tipo para el género Iridovirus). 

Este reporte constituye la primera documentación mundial de un virus iridiscente en 

larvas de Culex pipiens, y es también la primera vez que un virus iridiscente ha sido 

descrito infectando mosquitos en la Región Neotropical. 

Nuestro registro de un baculovirus en Aedes crinifer constituye uno de los escasos 

reportes en mosquitos en el mundo y el único en Argentina.  
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 Capítulo 3    
 Transmisión Horizontal del Iridovirus 
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Introducción  

 

Se han realizado variados estudios con el fin de dilucidar las vías de transmisión de los 

iridovirus de invertebrados. Algunos autores demostraron la transmisión por 

canibalismo en distintas especies. Larvas sanas del lepidóptero Spodoptera frugiperda 

(Smith) desarrollaron síntomas de la enfermedad un tiempo después de ingerir 

cadáveres infectados de sus congéneres (prevalencia=92 %) (Williams y Hernandez, 

2006). Resultados similares fueron obtenidos con anterioridad en un estudio con larvas 

de Tipula oleracea L. (Carter, 1973). Se ha visto también que parásitos y parasitoides 

pueden transmitir el virus a un huésped susceptible y sano durante la penetración, 

como es el caso del mermítido Heleidomermis magnapapula a larvas del jején 

Culicoides variipennis sonorensis (Mullens et al., 1999) o durante la ovipisición del 

ichneumonido endoparasitoide Eiphosoma vitticolle (Cresson, 1865), en cuyo caso se 

vio que todas las hembras transmiten el virus a un hospedador sano luego de haber 

picado una larva infectada (Lopez et al., 2002). En cuanto a los virus iridiscentes de 

mosquitos algunos autores propusieron que no tiene medios activos para entrar a la 

larva por lo que lo hace a través de injurias en la barrera primaria, ya sea la cutícula 

externa o la matriz peritrófica. Esto quedó demostrado en un estudio en el cual se 

agregó al agua del criadero, fibras de carburo de silicio en presencia del virus; 

obteniéndose niveles de infección mayores (17.5 ±5.3 %) que en presencia del virus 

solo (4 ± 3.1 %) (Undeen y Fukuda, 1994). En otro estudio en el que se utilizó 

microscopía electrónica se vio que casi todas las partículas virales ingeridas por las 

larvas de primero y segundo estadio de Aedes taeniorhynchus eran degradadas 

rápidamente luego de entrar al intestino medio siendo incapaces de penetrar en la 

matriz peritrófica e infectar al individuo por medios propios (Stoltz y Summers, 1971). 

En este capítulo se exponen los ensayos realizados con el objetivo de mejorar la 

comprensión de los mecanismos de entrada del virus a la larva de Culex pipiens así 

como la influencia de algunos factores en la transmisión viral. 
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Materiales y métodos 

 

Obtención de mosquitos y nematodos 

Las larvas de mosquito y los nematodos utilizados durante los ensayos fueron 

obtenidos de las colonias de Culex pipiens y Strelkovimermis spiculatus mantenidas en 

el CEPAVE para tal fin (ver Apéndices 1 y 2). 

Obtención de virus 

Purificación y cálculo del equivalente larval. 

Inicialmente se pensó en utilizar como inóculo para los ensayos, el virus purificado. 

Con el objetivo de calcular el equivalente larval, o sea, el número aproximado de 

partículas virales que contiene una larva con infección evidente en todo el cuerpo, se 

procedió a la purificación del virus en gradiente de sacarosa y posterior conteo de 

partículas utilizando un método directo como es mediante Microscopia Electrónica. 

Los protocolos existentes describían una metodología en la que se utilizaba 

microscopio electrónico de barrido. Tras realizarse algunas pruebas con diferentes 

equipos de distintos Centros de investigación en La Plata  y al no poder visualizar las 

partículas con la claridad esperada se procedió a la modificación del protocolo para ser 

usado con Microscopia Electrónica de Transmisión. 

 

Protocolo de Purificación de partículas virales 

Se realizaron dos purificaciones, una a partir de 130 larvas infectadas y otra a partir de 

204 larvas infectadas. En cada caso, el número conocido de larvas infectadas de tercer 

estadio se homogenizaron en agua destilada con homogeneizador de vidrio. La 

suspensión se filtró con una jeringa con un algodón en su interior para separar los 

restos de cutícula. El filtrado se centrifugó a 2500 rpm por 15 minutos para descartar 

restos celulares grandes. El sobrenadante se centrifugó a 15000 rpm por 30 min. El 

precipitado se resuspendió en agua, se sembró en un gradiente de sacarosa 15-60 % 

w/v y se centrifugó a 12000 rpm por 20 min.  
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Para formar el gradiente de sacarosa entre 15 y 60% se colocó en cada tubo de 

centrífuga aproximadamente 900 microlitros de la solución de sacarosa más diluida y 

por debajo, con mucho cuidado para que no se mezclen las fases, se colocó la más 

concentrada. Los tubos fueron colocados en posición horizontal (Fig. 1) durante dos 

horas para que se forme el gradiente, luego se los colocó en posición vertical 

lentamente. 

Luego de la centrifugación del homogenato a través del gradiente, la banda del virus 

(Fig. 2) se separó, resuspendió en agua destilada y se centrifugó a 30000 rpm por 30 

min para eliminar la sacarosa, el precipitado azul obtenido (Fig. 3) se re suspendió en 

agua destilada. Este purificado tuvo que ser lavado dos veces para eliminar los cristales 

de la sacarosa que obstaculizan la visualización al MET. Se re-suspendió en buffer 

fosfato. Para el proceso de pre-purificado se utilizó una centrifuga de mesa y para la 

centrifugación a través del gradiente de sacarosa y los lavados posteriores se utilizó 

una ultracentrífuga Centricom, con rotor swingins-Bucket.

 

 

Figura 1. Armado del gradiente de sacarosa. Se 

colocaron dos concentraciones diferentes de 

sacarosa, 60% arriba y 15% abajo, se colocaron los 

tubos en posición horizontal para que se forme el 

gradiente. 

 

 

 

 

Figura 2. Banda viral. Se observa la banda formada 

por el virus en el gradiente de sacarosa luego de la 

ultracentrifugación. 

 

 Banda 
viral 
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Figura 3. Virus precipitado. Se observa en el fondo 

de los tubos el virus purificado y precipitado color 

turquesa iridiscente. 

 

 

 

 

 

Protocolo de Cuantificación de partículas virales  

Las partículas virales fueron cuantificadas en base a la metodología general descrita 

por Constantino et al. (2001), con algunas modificaciones dado que no se utilizó 

microscopía electrónica de barrido sino de transmisión. Alícuotas de 10 µl de cada 

suspensión viral fue mezclada con 10 µl de suspensión de bolitas de polietileno de 460 

nm de diámetro (Sigma-Aldrich) en una concentración conocida de 1,8 x 109 b/ml. Esta 

mezcla fue diluida una parte en cien con el objetivo de obtener una proporción 

cercana a 1:1 (bolitas: partícula viral), para lo cual se realizaron observaciones previas 

en el TEM (Fig. 4). Se depositaron 2 µl de la suspensión diluida sobre una grilla de 

observación del TEM y se aguardó a su secado. Se examinaron nueve cuadrados de 

esta grilla bajo TEM y se registró el número total de partículas virales y de bolitas para 

luego calcular la proporción virus: bolita. El número de partículas virales por larva fue 

calculado en base al número total de partículas virales en la suspensión madre. Este 

procedimiento fue realizado dos veces. 

 

 

Figura 4. Fotografía obtenida con 

microscopia electrónica de transmisión con 

el fin de estimar el número de partículas 

virales en la suspensión madre y calcular el 

equivalente larval. Se observan las 

partículas virales (flecha roja) y las bolitas 

de polietileno de concentración conocida 

(flecha azul). 
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Inóculo 

Luego de la purificación se realizaron ensayos preliminares para evaluar la virulencia 

del virus purificado. Se realizaron pruebas utilizando entre 0.7 y 3 equivalentes larvales 

por recipiente de 150 ml de agua y 20 larvas de C. pipiens. Como resultado se obtuvo 

en promedio una prevalencia de la infección del 16 % a las 72 horas. Dado que la 

infección resultó considerablemente menor utilizando el virus purificado que 

utilizando la larva entera homogenizada, como se vio en los estudios preliminares, se 

procedió a utilizar larvas infectadas como inóculo para realizar los ensayos. Para 

obtener larvas inóculo se realizaron infecciones exponiendo 100 larvas de 72 horas de 

vida a tres larvas de tercer estadio infectadas con iridovirus y 500 J2 de S. spiculatus en 

100 ml de agua por 96 horas en incubadora a 25± 1 ⁰C. Las larvas de tercer estadio 

visiblemente infectadas en todo el cuerpo fueron seleccionadas y almacenadas en 

agua destilada a ≈-20⁰C hasta ser utilizadas. El inóculo se administró previamente 

homogenizado con un embolo plástico dentro de un tubo eppendorf de 1,5 ml con 

agua destilada.  

 

Ensayos 

 

1. Transmisión per os 

 -Metodología general 

 -Susceptibilidad de los distintos estadios larvales 

 -Susceptibilidad de las larvas de segundo estadio en cantidades crecientes de inóculo 

2. Transmisión a través de lesiones en la cutícula y tubo digestivo 

 -Tierra de diatomeas 

 -Densidad larval alta 

 -Agitación con arena gruesa 

3. Transmisión vehiculizada por el nematodo Strelkovimermis spiculatus 

 -Metodología general 

 -J2: larva de mosquito 

 -Estadio de la larva 

 -Cantidad de inóculo 
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1. Transmisión Per os 

Metodología general  

Se expusieron 100 larvas sanas de C. pipiens al inóculo viral correspondiente, por 24 

horas, en contenedores de plástico de 300 ml con 200 ml de agua destilada. Luego, las 

larvas fueron enjuagadas en agua destilada y transferidas a bandejas plásticas de dos 

litros de capacidad con agua declorinada y alimento balanceado para cobayo 

finamente molido. El ensayo fue evaluado a las 72 horas luego de la exposición, que es 

el período de tiempo aproximado luego del cual las larvas infectadas muestran una 

coloración turquesa iridiscente. Las larvas fueron observadas bajo lupa binocular sobre 

un fondo negro y fue registrado el número de larvas vivas e infectadas. Todos los 

ensayos fueron llevados a cabo a 25 ± 1 ⁰C y un fotoperíodo (Luz: Oscuridad) 12:12. Los 

controles realizados son descritos en cada caso. 

Susceptibilidad de los distintos estadios larvales 

Se expusieron 100 larvas sanas de C. pipiens de cada uno de los estadios a tres larvas 

infectadas homogenizadas. Se realizaron controles con 100 larvas de cada estadio sin 

el agregado del patógeno. Se realizó una réplica por vez, en tres tiempos diferentes. 

Susceptibilidad de las larvas de segundo estadio en cantidades crecientes de 

inóculo 

Se expusieron 100 larvas sanas de segundo estadio de C. pipiens a cantidades 

crecientes de inóculo: 6, 12 y 18 larvas infectadas. Se realizó un control con larvas de 

segundo estadio. Se realizó una réplica por vez en dos tiempos diferentes. 

2. Transmisión por laceración de la cutícula y tubo digestivo 

Se realizaron estudios preliminares en los que se probaron diferentes formas de 

generar lesiones en la cutícula y el tubo digestivo con el objeto de generar vías de 

ingreso del virus a la larva. 

 

Tierra de diatomeas 

Dada la naturaleza altamente abrasiva, se utilizó tierra de diatomeas como forma de 

laceración de la cutícula larval y el tubo digestivo al ser ingerida. En un ensayo previo 
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se determinó la cantidad de tierra factible de ser usada sin obtener una alta 

mortalidad larval; se realizó en seis recipientes de 300 ml con agua declorinada con 15 

larvas de segundo estadio de C. pipiens en cada uno y las cantidades de tierra de 

diatomeas utilizadas fueron las siguientes: 500 mg, 100 mg, 80 mg, 50 mg, 30 mg y 10 

mg. Se seleccionaron cuatro cantidades: 20 mg, 30 mg, 40 mg y 50 mg. El ensayo se 

realizó en recipientes de 300 ml de capacidad con 100 ml de agua destilada en donde 

se colocó la tierra de diatomeas correspondiente, 100 larvas de segundo estadio de C. 

pipiens y tres larvas de tercer estadio infectadas y homogenizadas como inóculo. Luego 

de 24 horas se traspasó el líquido a una bandeja plástica y se completó el contenido a 

dos litros de agua, se evaluó el ensayo a las 72 horas. Se realizaron controles con larvas 

y la correspondiente cantidad de tierra de diatomeas y un control con larvas solas. 

 

Densidad poblacional alta 

Se realizó un ensayo en el cual se utilizó la sobrepoblación de larvas (altas densidades 

larvarias) como método para producir injurias debido al roce entre las mismas. Dado 

que esta situación se da naturalmente en el campo, la pérdida de setas u otro tipo de 

daño podrían ser la vía de entrada al virus. En 35 ml de agua destilada se colocaron 500 

L2 y dado es el pequeño volumen utilizado solo se inoculó con una larva infectada 

homogenizada, a las 24 horas se traspasó a una bandeja con dos litros de agua, se 

evaluó a las 72 horas. El ensayo se realizó dos veces. 

 

Agitación con arena gruesa 

En un erlenmeyer de 500 ml de capacidad se colocó 120 ml de agua, 100 larvas de C. 

pipiens de segundo estadio tardío y cinco larvas infectadas de la misma especie. Se 

agitó con agitador magnético por 5 minutos a velocidad mínima y se dejó en ese 

recipiente durante 24 horas. Las larvas sobrevivientes se traspasaron a un recipiente 

con 500 ml de agua y comida. Se evaluó el ensayo a las 72 horas. El ensayo se repitió 

dos veces. 
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3. Transmisión mediada por el nematodo Strelkovimermis spiculatus 

Metodología general  

Se expusieron 20 larvas sanas de C. pipiens al inóculo viral correspondiente y J2 de S. 

spiculatus por 24 horas en contenedores de plástico de 30 ml con 25 ml de agua 

destilada. Luego, las larvas fueron enjuagadas en agua destilada y transferidas a 

contenedores plásticos de 200 ml con 150 ml de agua destilada y alimento balanceado 

para cobayo finamente molido. El ensayo fue evaluado a las 72 horas luego de la 

exposición. Las larvas fueron observadas bajo lupa binocular sobre un fondo negro y 

fue registrado el número de larvas vivas e infectadas. Todos los ensayos fueron 

llevados a cabo a 25 ± 1 ⁰C y un fotoperiodo (L: O) 12:12. Los controles realizados son 

descritos en cada caso. Cada ensayo fue realizado por triplicado y repetido tres veces 

en el tiempo. 

Tres factores fueron evaluados en relación con la transmisión mediada por el 

nematodo: la proporción J2: mosquito larva, el estadio de la larva de mosquito y la 

cantidad de inóculo utilizado. 

Dado que esta serie de ensayos fue realizada en un volumenes mucho menores que los 

ensayos de transmisión per os, se utilizó como inóculo solo una larva infectada, a 

excepción del ensayo en donde el inóculo fue variable. 

J2: larva de mosquito 

Para estudiar la influencia que tiene la proporción de pre-parásitos: larvas de mosquito 

en la prevalencia de la infección con MIV se evaluaron cuatro proporciones, a saber: 

1:1, 3:1, 5:1 y 7:1 (J2: L). Se utilizó una larva infectada con MIV como inóculo. Se 

realizaron tres controles: se expusieron larvas sanas al virus (una larva infectada 

homogenizada), a las diferentes proporciones de J2 y se criaron larvas sanas sin ningún 

patógeno. 

 

Estadio de la larva  

Con la finalidad de evaluar la susceptibilidad de los distintos estadios a la infección del 

virus mediada por el nematodo, cada estadio fue expuesto a una larva infectada como 

inóculo y J2 en proporción 5:1 (J2: L). Esta proporción fue seleccionada para obtener 
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un nivel de parasitismo alto con el menor número de pre-parásitos. Para cada estadio 

se realizaron tres controles, en uno las larvas se expusieron al virus, en el segundo las 

larvas se expusieron al nematodo (5:1), y por último las larvas fueron criadas sin 

patógenos. 

Cantidad de inóculo 

Se decidió utilizar como inóculo media, una, tres y seis larvas infectadas. Para usar 

media larva, una larva infectada fue homogenizada en 500 µl de agua destilada y 250 

µl de este homogenato fue utilizado como inóculo. Se realizaron tres controles, un 

control con larvas expuestas a cada inóculo, larvas de mosquito expuestas al 

nematodo (5:1) y larvas criadas sin presencia de patógenos. 

 

Inóculo diluido 

Para este ensayo se realizó un diseño experimental similar a la serie anterior pero todo 

el ensayo se llevó a cabo en un volumen 80 veces mayor. Esta dilución equivale a tener 

en 25 ml de esa dilución 0.0125 partes de una larva infectada (7,3x 10 6 partículas 

virales). El ensayo fue llevado a cabo en su totalidad en baldes plásticos de  23.5 cm de 

diámetro en los que se colocaron: dos litros de agua, una larva infectada 

homogenizada, 20 larvas de C. pipiens sanas y 100 J2 (5:1). Se realizaron dos controles, 

un control con larvas sanas y uno con 20 larvas sanas y 100 J2. Se realizó por triplicado 

y tres veces en el tiempo. Se evaluaron a las 72 horas. 

Análisis estadísticos 

La prevalencia de la infección con MIV fue calculada en todos los ensayos a partir del 

número total de larvas vivas. El número de larvas infectadas con MIV y el número de 

larvas vivas fue sujeto al análisis de la varianza (ANOVA). Cuando los resultados fueron 

significantes (p<0.05), se utilizó Tukey’s HORASD (método: 95.0%) para múltiples 

comparaciones entre tratamientos. 
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Resultados 

 

Cuantificación viral y equivalente larval  

En ambas cuantificaciones fue obtenida una concentración de partículas virales por 

larva del orden de 108.  

Nº promedio de partículas por larva = Equivalente larval ≈ 5,85x 108 

 

Ensayos 

1. Transmisión per os 

Estadio de la larva 

La prevalencia de la infección con MIV en larvas de segundo estadio fue 0,37% (n= 

300). No se obtuvo infección en larvas de primero, tercero y cuarto estadio y solo una 

larva correspondiente al segundo estadio se halló infectada (tabla 1). La mortalidad en 

los controles varió aleatoriamente entre 2 y 44 %. 

 

Tabla 1.  

Resultados de los ensayos de transmisión per os en distintos estadios larvales con tres 

larvas infectadas como inóculo. 

Estadio 

Larval 

Nº de larvas 

expuestas (Total) 

Nº de larvas vivas (promedio 

entre réplicas)±DS 

Nº de larvas infectadas (promedio 

entre réplicas)±DS 

1ro 300 93 ± 4 0 

2do 300 81 ± 24,3 0,3 ±0,7 

3ro 300 79 ± 29,6 0 

4to 300 82 ± 14,4 0 
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Cantidad de inóculo 

La prevalencia de la infección con MIV fue 0,7% (n=200) en el ensayo cuyo inóculo fue 

6 larvas infectadas. No se logró infectar mayor cantidad de larvas sanas incrementando 

la cantidad de inóculo. La mortalidad en los controles no superó la mortalidad en los 

ensayos (Tabla 2). 

 

Tabla 2.  

Resultados de los ensayos de transmisión per os en larvas de segundo estadio y con 

diferentes cantidades de inóculo. 

Inóculo 
Nº de larvas expuestas 

a MIV (Total) 

Nº de larvas vivas (promedio 

entre réplicas)±DS 

Nº de larvas infectadas con 

MIV(promedio entre réplicas)±DS 

6 Li 200 70 ± 26,8 0,5 ± 0,7 

12 Li 200 85,5±3,5 0 

18 Li 200 87± 1,4 0 

 

2. Transmisión por laceración de la cutícula y el tubo digestivo 

En ninguno de los tres ensayos de transmisión por laceración de la cutícula fue posible 

infectar larvas sanas. En el ensayo con tierra de diatomeas la mortalidad más alta fue 

34% en el recipiente con mayor concentración de tierra confirmando el daño 

producido por la misma. En el recipiente con menor concentración, la mortalidad fue 

28% mientras que en los controles no superó el 23 %. En los  ensayos con alta densidad 

larval y arena gruesa tampoco se obtuvieron resultados positivos. 

 

3. Transmisión mediada por el nematodo 

J2: larva de mosquito  

Cuando larvas de 72 horas de eclosionadas fueron expuestas al virus y a diferentes 

proporciones de pre-parásitos, la prevalencia de MIV se incrementó desde 38% 

(n=180) con la proporción más baja (1:1) a 88.3 % (n=180) con la proporción más alta 

(7:1) (Fig.6). Las diferencias en el número de larvas infectadas entre las distintas 

proporciones fue altamente significativo (F=12,78, df=3, p< 0.01) excepto por los pares 
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3:1-5:1 y 5:1-7:1 (Tabla 3). No se hallaron diferencias significativas en el número de 

larvas vivas entre todas las proporciones, excepto entre 1:1 y 7:1 (F=3,17df = 3, p > 

0,05) (Tabla 3). Por otro lado ninguna larva resultó infectada en los controles. En el 

control con larvas expuestas solo al nematodo, la prevalencia del parasitismo fue más 

alta que la prevalencia de la infección con MIV en los ensayos, excepto por la 

proporción 7:1 (Fig. 5). La mortalidad de las larvas sanas no excedió el 5,5% (n = 180). 

 

 

 

Figura 5. Comparación entre la prevalencia del iridovirus (% MIV) en Culex pipiens en los ensayos con 

diferentes proporciones de Strelkovimermis spiculatus (J2): larva de mosquito y la prevalencia del 

nematodo en los controles sin virus (% nematodo). 

 

Tabla 3. 

Variación de la infección con MIV en larvas de segundo estadio de Culex pipiens 

expuestas al virus y a una proporción creciente de pre-parásitas (J2). 

J2:L2 
Nº de larvas expuestas 

(Total) 

Nº de larvas vivas 

(promedio entre réplicas) 

* 

Nº de larvas infectadas 

(promedio entre 

réplicas)* 

1:1 180 19,2±0,9     a 7,3±2         a 

3:1 180 18,5±1,1     ab 11,2±3,2     b 

5:1 180 18,3±1,4     ab 13,9±3,7     bc 

7:1 180 17,1±2,1    b 15,1±2,2     c 

*Promedio ±DS, los valores seguidos por una letra en común no son significativamente diferentes según 

Tukey’sHORASD test (p=0,05).  

38 

60,2 

75,9 

88,3 

45,83 

83,33 
79,3 

68,81 

 1:1  3:1  5:1  7:1 

% MIV 

% nematodo 
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Estadio de la larva 

Cuando las larvas de diferentes estadios fueron expuestas al virus y al nematodo, se 

encontró que todos los estadios fueron susceptibles a la infección. La prevalencia 

promedio de la infección con MIV varía entre 82,5 % (n=180) para el primer estadio 

larval y 5% (n=180) para el cuarto estadio larval (Fig. 6). Las diferencias en el número 

de larvas infectadas entre todos los estadios fueron altamente significativas (F= 19,91, 

df=3, p<0,01). Test a posteriori muestran diferencias significativas en el número de 

larvas infectadas entre todos los estadios excepto entre el primer y el segundo estadio 

(Tabla 4). No se encontraron diferencias significativas en el número de larvas vivas 

entre los estadios larvales (F=2,13, df=3, p>0,05) (Tabla 4). No se registró infección por 

MIV en ninguno de los controles y la mortalidad de las larvas sanas no excedió 13% 

(n=240). 

 

Tabla 4. 

Variación de la infección con MIV sobre diferentes estadios larvales de Culex pipiens 

expuestas al virus y al nematodo en proporción 5:1 (J2: larva de mosquito). 

Estadio de 

la larva 

Nº de larvas expuestas 

(Total) 

Nº de larvas vivas 

(promedio entre réplicas)* 

Nº de larvas infectadas (promedio 

entre réplicas)* 

1ro 180 14,9±2,7   a 12,3±2,8     a 

2do 180 17,0±1,9   a 11,2 ±4,4    a 

3er 180 17,1±2,2   a 6,4±4,5        b 

4to 180 17,7±2,6   a 0,9±1,3        c 

*Promedio ±DS, valores seguidos por una letra en común no son significativamente diferentes según 

Tukey’s HORASD test (p=0,05). 

 

Cantidad de inóculo 

Se expusieron larvas de C. pipiens a diferentes cantidades de inóculo (Larvas 

Infectadas=LI), asumiendo que cada larva infectada tiene alrededor de 5,85x 108: ½ LI 

(2,92 x 108 partículas virales), 1LI (5,85 x 108 partículas virales), 3 LI (1,75 x 108 

partículas virales) y 6LI (3,51x109 partículas virales). La prevalencia de la infección con 

MIV decrece desde el primer inóculo (86,1% (n=180)) al cuarto inóculo (43,3% (n=180)) 

(Fig. 6). Se encontraron diferencias altamente significativas en el número de larvas 
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infectadas para las diferentes cantidades de inóculo (F=7, df=3, p<0,01), 

específicamente entre los pares 1/2 IL–3 IL y 1/2 IL–6 IL (Tabla 5). La mortalidad de las 

larvas sanas no excedió el 5% (n = 60). 

La prevalencia de la infección con MIV fue 48% en el ensayo con inóculo diluido (n = 

180). La prevalencia del nematodo en el control fue 41.5% (n = 40). La mortalidad en el 

control fue 10,8% (n = 40) (Tabla 6). 

 

 

Tabla 5 

Variación de la infección con MIV en larvas de Culex pipiens expuestas a inóculo viral 

creciente y al nematodo en proporción 5:1 (J2: larva de mosquito). 

Inóculo 
Nº de larvas expuestas 

(Total) 

Nº de larvas vivas (promedio 

entre réplicas)* 

Nº de larvas infectadas (promedio 

entre réplicas)* 

½ Li 180 15,8 ± 3,5 a 13,5 ± 3,7 a 

1Li 180 15,5 ± 2,4 a 11,5 ± 3,0 b 

3 Li 180 15,3 ± 3,3 a 8,1 ± 3,3 c 

6 Li 180 17,3 ± 2,9 a 7,5 ± 2,8 c 

*Promedio ±DS, valores seguidos por una letra en común no son significativamente diferentes según  

Tukey’s HORASD test (p=0,05). 

 

 

 

 Tabla 6 

Resultado de la infección con MIV en larvas de Culex pipiens expuestas a un inóculo 80 

veces diluido y al nematodo en proporción 5:1 (J2: L2). 

 Nº de larvas expuestas 

(total) 

Nº de larvas vivas 

(promedio entre 

réplicas)±DS 

Nº de larvas infectadas 

(promedio entre réplicas) 

±DS 

Volumen 80 veces 

mayor 

180 17,4 ±3 8,3 ±3,8 
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Figura 6. Prevalencia (%) de la infección con 

MIV en larvas de Culex pipiens mediada por 

el nematodo Strelkovimermis spiculatus. 

Variación de la susceptibilidad al virus en los 

diferentes estadios larvales del mosquito(a), 

diferentes proporciones de pre- parásitas 

(J2): larva de mosquito (L2) (b), crecientes 

cantidades de inóculo en forma de larvas 

infectadas (Li). 
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Discusión 

 

Se intentó trasmitir el virus iridiscente de mosquito de forma horizontal utilizando 

diferentes mecanismos. En los ensayos donde se evaluó la transmisión por vía oral solo 

fue posible infectar dos larvas de segundo estadio con inóculos de tres y seis larvas 

infectadas. Si tenemos en cuenta todas las larvas expuestas solamente al virus, en 

ensayos y controles, la prevalencia de larvas infectadas por esta vía resulta casi nula 

(0,06% (2larvas infectadas/3500 larvas sanas)). Contrario a esto es lo que se ve en 

estudios de laboratorio relacionados, donde se evaluó la transmisión horizontal de un 

MIV en Aedes taeniorhynchus. En este caso, los autores lograron la infección 

simplemente colocando cadáveres infectados junto a larvas sanas (Linley y Nielsen, 

1968a; Undeen y Fukuda, 1994). En los ensayos donde se tuvo en cuenta la entrada del 

virus por medio de laceraciones en la cutícula o el tubo digestivo (tierra de diatomeas, 

arena gruesa en agitación, densidad poblacional alta) los resultados fueron negativos. 

Por el contrario, fue posible obtener altos niveles de infección cuando se colocaron 

juveniles pre-parásitos de Strelkovimermis spiculatus junto al virus y larvas sanas de 

Culex pipiens en condiciones de laboratorio. Dado que este parásito rompe la cutícula 

de la larva de mosquito para introducirse en el hemocele de la misma y allí desarrollar 

parte de su ciclo vital, este podría ser el punto de entrada del virus a la larva o el 

mismo podría ser vehiculizado por el pre-parásito. 

Todos los estadios larvales de C. pipiens fueron susceptibles a la transmisión del virus 

mediada por el mermítido, sin embargo hubo diferencias significativas en la 

prevalencia de la infección entre los estadios tempranos y tardíos, siendo más alta en 

los primeros. Este resultado se condice con el decaimiento en el parasitismo por S. 

spiculatus en larvas de mosquito de estadios tardíos observado por Achinelly y Camino 

(2005), por lo cual podemos suponer que la menor infección por MIV está 

directamente relacionada con la naturaleza del nematodo y no con una condición del 

virus en sí. Cuando se evaluó el efecto de diferentes proporciones J2: L2, la prevalencia 

de MIV se incrementó en 50 % desde 1:1 a 7:1. Resultados similares fueron obtenidos 

por Camino y García (1992) trabajando con factores que afectan el parasitismo por 
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este mermítido en larvas de mosquito. Un alto número de formas pre-parásitas 

incrementa la probabilidad de que las larvas se infecten con el virus si consideramos  

que la entrada del mismo a la larva de mosquito se relaciona con el ingreso del 

nematodo. Cuando se expusieron larvas de Cx pipiens a diferentes cantidades de 

inóculo viral en presencia del parásito se obtuvo un resultado inesperado: la 

prevalencia del virus decreció significativamente desde el menor inóculo al mayor, en 

vez de incrementarse, como muestran otros estudios en los que fue posible la 

transmisión del virus irisdiscente prescindiendo del nematodo (Linley and Nielsen, 

1968b). Buscando una explicación a este resultado se observó que algunas J2 se 

engancharon en los restos cuticulares de las larvas utilizadas como inóculo, lo que les 

impediría desplazarse en busca de un hospedador. Como estos restos aumentan al 

aumentar la cantidad de inóculo podría ser que cada vez más pre-parásitas quedaran 

enganchadas, resultando en menor número de larvas parasitadas y esto produciría la 

reducción en la prevalencia del virus. Por otro lado también se consideró la posibilidad 

de que las partículas virales afecten a las pre-parásitas de alguna manera que les 

dificulte o impida la entrada del parásito a la larva y de esa forma imposibilite en 

alguna medida la transmisión del virus. Esta temática se abordará en el capítulo 4. 

En un intento de acercar los resultados de laboratorio a la realidad del campo se 

evaluó el efecto que tiene sobre la prevalencia del virus una concentración viral muy 

diluida con respecto a los anteriores ensayos (80 veces), sumado a baja densidad de 

pre- parásitas y larvas de mosquito. El porcentaje de infección se redujo de 75,9% (1 Li 

en 25 ml) a 42% (1 Li en 2000 ml) usando la misma proporción J2:L2 (5:1) que en 

ensayos anteriores. Se observó una diferencia menor a la esperada teniendo en cuenta 

que se realizó una dilución importante. Esto demuestra que aún en grandes volúmenes 

de agua (zanjas de drenaje domiciliario) el encuentro entre las pre-parásitas, las 

partículas virales y las larvas de mosquitos, para producir la infección viral, es 

altamente probable.  

Por otro lado, en las disecciones de larvas de campo de C. pipiens infectadas con MIV 

(Capitulo 2) fue posible comprobar la presencia del nematodo en menos del 50 % de 

las larvas, esto podría indicar que existe otra vía de entrada del virus al hospedador. 

Otro motivo por el cual no se halla el pre-parásito dentro de larvas de mosquito 
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infectadas podría estar relacionado con la respuesta inmune del hospedador, dado que 

algunas especies de mosquito muestran habilidad para bloquear el normal desarrollo 

de los nematodos parásitos (Poinar et al., 1979). Toda la información presentada en 

este capítulo, muestra la necesidad de profundizar los estudios en relación al ciclo de 

vida natural de estos virus con el objetivo de dilucidar el rango total de vías 

involucradas en la transmisión del virus iridiscente de mosquitos. En este sentido, en el 

próximo capítulo será abordada la interacción nematodo-virus- mosquito.  
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Capítulo 4 
Interacción Nematodo- Iridovirus- Mosquito 
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Introducción 

 

En este trabajo de tesis se ha demostrado la coexistencia de dos patologías en 

poblaciones naturales de larvas de Culex pipiens, la infección debida a un iridovirus 

patógeno de mosquitos y el parasitismo debido a Strelkovimermis spiculatus, un 

nematodo mermítido. Estudios de campo y laboratorio sugieren una fuerte asociación 

entre ambos patógenos (Capítulos 1 y 3). La transmisión horizontal del virus en larvas 

de C. pipiens en laboratorio solo fue exitosa en presencia del nematodo, esto podría 

estar indicando que el parásito facilita la entrada del virus a la larva de alguna manera 

no conocida hasta el presente, o que tiene una relación directa actuando como vector 

del mismo. Una situación similar fue estudiada por Mullens et al. (1999) en un sistema 

constituido por el ceratopogónido Culicoides variipennis sonorensis parasitado por el 

mermítido Heleidomermis magnapapula e infectado por un iridovirus. Los autores 

comprobaron que en ausencia del nematodo la infección por virus fue menor a 1%. En 

ese trabajo se postuló que el virus podría ingresar al hospedador juvenil con el 

parásito, pero no comprobaron la forma en que esto ocurre, incluso no consideraron la 

posibilidad de que el nematodo adquiera el virus y luego lo transmita al hospedador. 

Otro caso de coexistencia de un nematodo (Corethrellonema grandispiculosum Nickle) 

y un iridovirus infectando un díptero (Corethrella brakeleyi) fue mencionado por 

Chapman et al. (1971). De forma similar pero en un sistema terrestre, ejemplares de 

los isópodos Porcellio scaber Latrille y Armadillidium vulgare (Latreille) se hallaron 

infectados con virus iridiscente y al mismo tiempo parasitados por mermítidos de la 

especie Thaumamermis cosgrovei Poinar, la cual fue descrita posteriormente a este 

hallazgo. La particularidad de este caso es que algunos de los nematodos extraídos de 

isópodos infectados también lo estaban. Se comprobó que el virus proveniente de los 

nematodos era infectivo para los isópodos cuando se les inyectaron purificados del 

mismo. Durante el desarrollo del anterior estudio también se recolectaron del suelo 

nematodos pos-parásitos portadores de la enfermedad. Esta fue la primera y única vez 

que se descubrió un nematodo infectado con iridovirus (Poinar et al. 1980;  Williams, 

2008).  
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Un aspecto interesante de la interacción C. pipiens-MIV- S. spiculatus radica en el 

posible efecto del virus sobre el nematodo que se encuentra en el hemocele de la larva 

infectada por MIV. Observaciones de campo y laboratorio nos llevaron a postular la 

hipótesis de que el nematodo se infecta y muere a causa del virus. En este capítulo se 

explora el estudio del posible rol del parásito en la vía de transmisión del iridovirus y el 

destino del mismo en la larva de mosquito infectada. 
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Materiales y Métodos 

 

Susceptibilidad de Strelkovimermis spiculatus al iridovirus  

Con el fin de comprobar la susceptibilidad de S. spiculatus, y de entender el proceso 

por el cual este organismo actuaría en la transmisión del virus, ejemplares en distintas 

etapas de su ciclo vital fueron expuestos al iridovirus y luego examinados con 

microscopia electrónica de transmisión. El procesamiento de las muestras y posterior 

visualización fue realizado en el Servicio de Microscopia Electrónica de la Facultad de 

Veterinaria, UNLP. 

 

Etapa pre- parásita 

En un posible escenario, el segundo juvenil (J2) o forma pre-parásita de S. spiculatus 

(ver ciclo del parásito en Apéndice 2: Cría y mantenimiento de Strelkovimermis 

spiculatus en laboratorio) podría adquirir el virus en el agua del sitio de cría de las 

larvas de mosquitos, previamente a introducirse en su huésped, ya sea infectándose o 

transportando las partículas virales de forma mecánica. 

100 J2 recién emergidos de las cajas de cría (Ver Apéndice 2) fueron expuestos a la 

suspensión viral (larvas de mosquito infectadas y homogenizadas) por 24 horas, que es 

el tiempo promedio que demora del parasito en ingresar a la larva (Camino y 

Reboredo, 1994), o sea, el tiempo que tendría disponible el juvenil para adquirir el 

virus antes de ingresar. Luego de cumplido este tiempo fueron procesados para ser 

observados con microscopio electrónico. Los J2 fueron concentrados mediante 

centrifugación a 1500 rpm, fijados en glutaraldehido 2% por 2 horas a   ⁰C y lavados 

con buffer fosfato. Posteriormente fueron embebidos en agar. El bloque de agar fue 

fraccionado en pequeñas piezas que se posfijaron en tetróxido de osmio 1% por 2 

horas a   ⁰C y se deshidrataron usando concentraciones crecientes de etanol en 

acetona. Las piezas así fijadas fueron embebidas en resina Epon-Araldita. Las secciones 

ultra finas (60 nm) fueron teñidas con acetato de uranilo 2% y citrato de plomo y se 

examinaron con un microscopio electrónico de transmisión (JEOL modelo JEM 1200 

EXII). 
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Etapa parásita  

En otro escenario podría ser que la larva de mosquito transmita el virus al parásito, 

infectándose el mismo al cumplir parte de su ciclo dentro de una larva infectada. 

Dos ejemplares de S. spiculatus (J3 o J4) fueron extraídos del hemocele de larvas de C. 

pipiens de cuarto estadio infectadas con MIV en el laboratorio. Los nematodos 

presentaban una coloración violácea en lugar de la característica coloración 

blanquecina. Dado que esta coloración diferente podría ser debida a una infección viral 

la muestra fue procesada para su posterior observación mediante  microscopia 

electrónica de transmisión. 

Etapa pos-parásita 

Pos-parásitos de S. spiculatus luego de concluir su fase parásita en larvas de mosquito 

libres de virus, fueron colocados en una capsula de Petri sobre arena gruesa inmersa 

en agua (Ver Apéndice 2). Se agregó al agua siete larvas de mosquito infectadas con el 

virus y homogenizadas. Se seleccionó una cantidad de inóculo suficiente para asegurar 

la distribución de partículas virales en toda la superficie de la capsula. Durante 24 hs 

los nematodos se enterraron naturalmente. Luego se extrajo el agua de la capsula y se 

guardó en un lugar oscuro. Cuarenta y ocho horas después, los nematodos fueron 

desenterrados y evaluados en busca de síntomas de infección viral, tras lo cual, fueron 

enterrados y almacenados nuevamente. El procedimiento fue repetido una semana 

después de la inoculación. Un mes después, la caja fue inundada para producir el 

nacimiento de las formas pre-parásitas con lo cual se obtuvieron 10 J2. Se 

desenterraron nuevamente los nematodos adultos para ser revisados en busca de 

signos de infección. Se realizó un ensayo colocando los 10 J2 con 10 larvas de C. pipiens 

de segundo estadio en un recipiente con 150 ml de agua, no se agregó inóculo viral. Se 

evaluaron las larvas de mosquito en busca de infección por MIV a las 72 hs. 

 

Múltiple parasitismo e infección con MIV 

En muestras de campo, aunque en pocas oportunidades, se hallaron larvas de 

mosquito infectadas con MIV y al mismo tiempo, parasitadas con S. spiculatus en su 

forma juvenil tardía. Por el contrario, en ensayos de transmisión en laboratorio, no se 
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observó el desarrollo normal del nematodo y la emergencia del mismo. En busca de 

una explicación, se realizó un ensayo cuya finalidad fue comprobar si en una situación 

donde se da el parasitismo en dos tiempos diferentes, un nematodo que ingresó con 

anterioridad al virus puede seguir desarrollándose con normalidad. El mismo constó de 

dos etapas, una primera infección para producir la parasitosis y una segunda infección 

en donde estas larvas parasitadas se exponen a un segundo ciclo de parasitosis al que 

se le adiciona en este caso el virus. El ensayo se detalla a continuación. Durante una 

primera etapa, se expusieron larvas de C. pipiens de segundo estadio al nematodo en 

proporción 5:1 en un recipiente con 300 ml de agua declorinada hasta que las larvas de 

mosquito alcanzaron el tercer estadio tardío o cuarto estadio temprano. En la segunda 

etapa del ensayo se tomaron 30 de estas larvas (suponiendo que la mayoría estarían 

parasitadas) y se aislaron en un contenedor plástico de 30 ml con 25 ml de agua 

destilada, se volvieron a exponer a pre-parásitas (5:1) y fue adicionada una larva 

infectada como inóculo viral. Al día siguiente, las larvas fueron transferidas a un 

recipiente plástico con 150 ml de agua destilada y alimento para cobayo finamente 

molido para permitir el desarrollo. A las 72 hs luego de la exposición al virus, las larvas 

con síntomas de infección con MIV fueron separadas y observadas bajo microscopio 

óptico para detectar la presencia de nematodos en el hemocele. 
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Resultados 

 

Susceptibilidad de Strelkovimermis spiculatus al iridovirus  

Etapa pre- parásita 

Los cortes ultra finos de juveniles pre-parásitos expuestos al virus fueron estudiados 

con microscopia electrónica. En ningún caso se observó la presencia de partículas 

virales dentro de los mismos. Por otro lado, se observaron numerosas partículas virales 

rodeando al parásito y muchas de ellas parecen estar adheridas de alguna manera a la 

cutícula del mismo (Figs. 1, 2a y 2b). En otros cortes no se aprecian partículas por fuera 

del individuo (Fig.2c). Teniendo en cuenta el estudio realizado podemos decir que en 

las condiciones del ensayo, los juveniles pre-parásitos no serían susceptibles a la 

infección viral. 

 

 

Figura 1. Ultraestructura de un juvenil pre-parásito de Strelkovimermis spiculatus previamente expuesto 

al iridovirus por 24 hs. Se observan partículas virales muy cercanas a la cutícula 
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Figura 2. Cortes ultrafinos de juveniles pre-parásitos de Strelkovimermis spiculatus previamente 

expuestos al iridovirus por 24 hs. Detalle de la ultraestructura del tegumento de un parásito con 

partículas virales muy cercanas a la cutícula (a y b). Corte transversal donde no se observan partículas 

virales tanto en el interior como en el exterior del individuo (c).  
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Etapa parásita  

En los cortes ultrafinos realizados a partir de parásitos juveniles tardíos extraídos de 

larvas de C. pipiens infectadas con iridovirus no se observaron partículas virales en el 

interior ni en la superficie externa del cuerpo de los mismos (Fig. 3).  

 

 

Figura 3. Cortes ultrafinos de juveniles tardíos de Strelkovimermis spiculatus extraídos de larvas de C. 

pipiens infectadas con iridovirus. No se aprecian partículas virales dentro ni fuera del cuerpo del 

parásito. 

 

Etapa pos-parásita 

Los nematodos adultos desenterrados a los 2 días, 7 días y un mes después de 

enterrarse en presencia del virus no presentaron síntomas de la patología. En los 

cortes ultrafinos no se observaron partículas virales dentro ni fuera del cuerpo del 

parásito (Fig.4). La infección realizada con las J2 emergidas de esta colonia dio como 

resultado una prevalencia del virus del 30 %. 

 

 

Figura 4. Cortes ultrafinos de nematodos adultos expuestos al virus durante un mes. No se observan 

partículas virales. 

 



88 

 

Múltiple parasitismo e infección con MIV 

Larvas de mosquito de tercer estadio previamente parasitadas y posteriormente 

expuestas al virus y J2 fueron evaluadas en busca de infección viral. Se detectaron 10 

larvas (n=30) infectadas con MIV, de las cuales en cinco se pudo comprobar la 

presencia del nematodo con microscopía óptica sin producir la muerte del ejemplar, 

en tres casos como juveniles tardíos. En días subsecuentes todas las larvas infectadas 

murieron entre el 5to y el 9no día y solo un juvenil pos-parásito emergió antes de la 

muerte del hospedador. 
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Discusión 

 

Para comprobar la susceptibilidad del nematodo al MIV en distintos momentos de su 

ciclo vital y tratar de entender cómo se produce la transmisión del virus mediada por el 

mismo, se realizaron estudios ultraestructurales. Observaciones de las formas pre-

parásitas expuestas al MIV muestran acarreo de partículas virales sobre la cutícula. Al 

parecer, las mismas presentarían algún tipo de adhesión que justifique la presencia de 

una capa de partículas equidistantes a la cutícula, a pesar del largo proceso de 

preparación de la muestra para microscopia electrónica. Por otro lado, no fue posible 

detectar focos de infección dentro de los nematodos en ninguna etapa del ciclo 

evaluada. Este resultado estaría indicando que, probablemente, los nematodos no 

sean susceptibles al virus. Por otro lado, dada la dificultad que presenta la búsqueda 

de partículas pequeñas a nivel ultraestructural no es posible descartar la presencia del 

virus en otras partes del cuerpo del individuo. Por otro lado, la prueba de infección 

realizada con los J2 provenientes de los nematodos adultos expuestos al virus y larvas 

de mosquito, sin agregado de inóculo viral, dio como resultado una prevalencia del 

virus de 30%. Esto podría significar que efectivamente las J2 se infectan y transmiten la 

enfermedad, o que las partículas virales sobrevivieron un mes en la arena húmeda de 

las caja de cría donde se mantenían dichos parásitos adultos expuestos al virus, bajo 

las condiciones de conservación de la colonia de nematodos (temperatura media, 

humedad y oscuridad); temática que se abordará en el Capítulo 6. 

Algunas larvas de Culex pipiens recolectadas en el campo que se encontraban 

infectadas con virus iridiscente estaban parasitadas con juveniles tardíos de 

Strelkovimermis spiculatus que en algunos casos lograron emerger (Muttis et al., 

2013). Por el contrario, en ensayos de laboratorio, se vio que en larvas de mosquito 

infectadas con el virus, el nematodo no fue capaz de desarrollarse hasta estadios 

tardíos y emerger con normalidad, sugiriendo cierto efecto negativo del virus sobre la 

supervivencia del parásito. El ensayo realizado demuestra que el hallazgo de pos-

parásitos emergiendo de larvas infectadas podría corresponder a una situación de 

múltiple parasitismo que se da en la naturaleza (Campos y Sy, 2003), donde una larva 

de mosquito se ve parasitada por nematodos en distintos momentos de su desarrollo. 
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Tal como sucede en el ensayo, un pre-parásito entra a su hospedador en un primer 

momento, y luego de un tiempo, otra pre-parásita ingresa al mismo hospedador 

llevando partículas virales y produciendo la infección viral de la larva. Al parecer, el 

primer parásito que ingresa sin el virus es el que llegaría, en algunos casos, a estar en 

condiciones de emerger. Los datos sugieren que los nematodos que ingresan con el 

virus se ven afectados de alguna manera, muriendo o al menos deteniendo su 

crecimiento. También parecen verse afectados los nematodos que se encuentran casi 

al término de su desarrollo ya que solo 2 de 7 juveniles tardíos a los cuales se les 

realizó un seguimiento, logró emerger.  

Está comprobado que el nematodo favorece directamente el ingreso del virus a la 

larva de mosquito. El pre-parásito, al perforar la cutícula del hospedador en su camino 

al hemocele, genera una vía de ingreso al virus. La relación parasitismo-infección viral 

resulta ser directa por lo que se descarta una entrada del virus casual a través del 

orificio dejado por el mermítido a su paso. La presencia de partículas virales que 

parecieran estar adheridas a la superficie del pre-parásito y que llevaría consigo hacia 

el interior del insecto, es una posible explicación de la vía de transmisión del virus en 

este sistema, ya que estaría actuando como vector mecánico. La otra posible hipótesis 

de ingreso al hospedador, por medio de J2s infectados con el virus, no fue 

comprobada.  
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Capítulo 5 
Patología producida por el iridovirus en 

larvas de Culex pipiens 
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Introducción 

 

El conocimiento de la patología producida por la familia Iridoviridae (particularmente los 

géneros que afectan a Invertebrados: Chloriridovirus e Iridovirus) en sus primeros 

momentos, se limitaba al síntoma más evidente que le da origen a su nombre, la 

iridiscencia. Los hospedadores afectados presentan un cambio en la coloración producto 

de un efecto óptico debido a la acumulación de partículas virales en los tejidos, con la 

consiguiente formación de un arreglo paracristalino apreciable sobre un escenario 

oscuro. Este fenómeno conocido como difracción Bragg, se da cuando la luz reflejada en 

una superficie con partículas virales densamente empaquetadas interfiere con la luz 

incidente (Chinchar, 2009). Muchos años más tarde, mediante un trabajo realizado en 

simúlidos se presentó evidencia de que la patología de esta familia viral es más compleja 

de lo supuesto, exponiendo que hay dos formas de infección por iridovirus, una evidente 

y mortal , otra encubierta y subletal. Mientras las infecciones evidentes suelen ser raras, 

parece ser que un alto porcentaje de la población hospeda al virus de forma que no 

presenta mortalidad ni síntomas claros de la enfermedad. Esto fue comprobado usando 

dos técnicas, por inyección de homogenatos de larvas de simúlidos carentes de síntomas 

en larvas de una especie de lepidóptero permisiva para el virus y por otro lado, fue 

confirmada la presencia de ADN viral en los tejidos del hospedador mediante PCR 

(Williams, 1993). Esta situación en simúlidos fue posteriormente comprobada en Culícidos 

en un estudio donde se evaluaron los efectos subletales del virus IIV-6 en larvas de Aedes 

aegypti. Los efectos observados fueron: tiempos de desarrollo extendido, pesos de pupas 

reducidos, adultos de menor tamaño y menor fecundidad (Marina et al., 1999). Por 

razones aún desconocidas, la proliferación masiva de las partículas virales observadas en 

infecciones evidentes no ocurre en los hospedadores infectados de manera encubierta. 

No se conoce el mecanismo por el cual el virus en estas infecciones encubiertas produce 

enfermedad subletal en lugar de la evidente. 

Estudios realizados en distintas especies de mosquitos describen que la infección se hace 

evidente en el tórax de larvas de tercer estadio tardío o cuarto temprano pasando luego 
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al abdomen. Se reportó iridiscencia en una variedad de colores: amarillo, naranja, verde, 

violeta o turquesa (Chapman et al, 1966; Clark, 1965; Anderson, 1970). Estas variaciones 

podrían deberse a una diferencia en el tamaño de la partícula viral, presentando 

coloración violeta, azul o turquesa las partículas de tamaños entre 110-130 nm de 

diámetro mientras que verde, amarillo o naranja en el rango de 160-200 nm (Williams, 

2008). La infección fue progresiva, con un importante aumento de la intensidad de la 

iridiscencia; las larvas mas infectadas murieron en cuarto estadio, sin importar el 

momento en que comenzó la infección (Clark, 1965; Linley y Nielsen, 1968 a; Anderson, 

1969). Individuos capaces de superar la pupación mostraron frecuentemente marcadas 

deformaciones de la pupa, especialmente en el esbozo alar, y murieron antes de emerger 

(Chapman, 1966; Matta y Lowe, 1970). Por otro lado, otros estudios realizados en Aedes 

taeniorynchus revelaron que larvas infectadas tardíamente en su desarrollo y que no 

mostraron síntomas evidentes de la enfermedad fueron capaces de desarrollarse hasta el 

estado adulto. Estos adultos infectados serían los responsables de la transmisión vertical 

del virus (Woodard y Chapman, 1968; Linley y Nielsen, 1968).  

Los cambios patológicos a nivel celular incluyen redondeamiento, contracción y 

desprendimiento celular, formación de numerosas vesículas procedentes de las 

membranas , cambios en la posición y morfología de las mitocondrias y la aparición de 

estroma virogénico en el citoplasma, definido como extensas áreas de granulado 

desprovisto de organelas que son el sitio de montaje de las partículas virales (Williams, 

2008). 

Durante etapas tardías de la enfermedad, casi todos los tejidos del hospedador infectado 

con iridovirus presentan partículas virales. El cuerpo graso es prácticamente el sitio de 

replicación primario para todos los tipos de IVs. Este tejido es un sitio de reserva de 

sustancias muy importantes para el desarrollo de la metamorfosis, una infección viral 

intensiva en este tejido impide los procesos metabólicos evitando que las mismas 

completen el desarrollo (Adams y Bonami, 1991). La epidermis y los derivados epiteliales, 

como ser los discos imaginales y el epitelio traqueal, son sitios comunes de replicación. La 

infección en los nervios viscerales y ganglios fue escasamente documentada y las células 

no demostraron efectos citopáticos, lo cual puede explicar la capacidad de las larvas 

infectadas de nadar normalmente hasta corto tiempo antes de la muerte.  
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La patología a nivel histológico en estados inmaduros de mosquito fue estudiada por 

diversos autores. En uno de los primeros estudios realizados en larvas de A. 

taeniorhynchus infectadas con IV se encontró virus replicando solo en dos tejidos, el 

cuerpo graso y los discos imaginales y en un caso en tejido muscular de una pupa 

infectada (derivado de un disco imaginal). No se encontró evidencia de replicación en 

células epidérmicas, tejido nervioso, epitelio del intestino o túbulos de Malpighi (Matta y 

Lowe, 1970). Hall y Anthony en 1971 mediante un estudio similar al anterior pudo 

comprobar un rango de tejidos mayor que el reportado por Matta y Lowe, posiblemente 

debido a un uso más extendido de microscopia electrónica. El cuerpo graso fue el tejido 

más extensivamente infectado, la epidermis y tejidos derivados como el epitelio traqueal 

y los discos imaginales, pero también encontró evidencia de proliferación viral en 

esófago, nervios y músculo, así también como en tejidos gonadales. En otro estudio 

contemporáneo, se reportó en Aedes stimulans Walker partículas virales aisladas en la 

misma especie, en epidermis, músculo, cuerpo graso, discos imaginales, células 

pericárdicas, ovarios y testículos (Anderson, 1970).  

En el presente capítulo se describe la patología producida por un iridovirus en su huésped 

natural C. pipiens. Tanto de la progresión de la enfermedad como de los tejidos afectados.  
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Materiales y Métodos 

 

Patología general 

Observaciones de campo 

Las larvas infectadas recolectadas en algunos de los muestreos fueron sometidas a un 

seguimiento para evaluar la mortalidad. Se observó el color de la iridiscencia y los 

tejidos afectados. Se realizaron disecciones ocasionales. 

Observaciones en Laboratorio 

Con el objetivo de estimar un tiempo mínimo de inicio de la sintomatología y de 

obtener un tiempo de letalidad medio se realizaron tres replicas utilizando 100 larvas 

de Culex pipiens de segundo estadio. Para ello, las mismas fueron expuestas a pre-

parásitas en proporción 2:1 (J2: larva mosquito) y a inóculo viral (dos larvas de cuarto 

estadio infectadas y homogenizadas) en 300 ml de agua declorinada. Se aumento la 

cantidad de inóculo con respecto a ensayos anteriores debido a que se utilizó para el 

mismo una mayor cantidad de larvas y para ello un volumen mayor de agua. El ensayo 

se mantuvo en condiciones de insectario a 25 ⁰C y luego de 24 hs se transvaso a 

bandejas con 2 litros de agua declorinada. La evaluación de la infección comenzó a las 

48 hs post-exposición y se tomó registro del número de larvas infectadas y el número 

de larvas muertas diariamente hasta los 10 días de comenzado el ensayo. 

 

Cito e histopatología 

Microscopia electrónica de larvas infectadas  

Con el objetivo de estudiar la progresión de la sintomatología producida por el virus se 

realizó un ensayo donde se expusieron en 300 ml de agua declorinada, 100 larvas de C. 

pipiens de segundo estadio a 500 pre-parásitas (5:1) y dos larvas de C. pipiens 

infectadas con IV y homogenizadas. Transcurridas  5, 12, 24, 48 y 72 horas de iniciado 

el ensayo se tomaron 5 individuos y se fijaron en glutaraldehido 2.5 %. Las larvas 

fijadas fueron procesadas para microscopía electrónica como se describe en el 

Capítulo 2, en el Servicio de Microscopía Electrónica de la FCV-UNLP.  
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Resultados 

 

Patología general 

Progresión de la infección evidente 

Si bien, en líneas generales, la infección viral tiene un patrón similar, la progresión de 

la misma puede ser muy variable entre un individuo y otro. Según las observaciones, la 

infección se hace evidente inicialmente en el tórax, siendo el tejido graso el primero en 

verse afectado. La infección sigue progresando posteriormente hacia el abdomen, 

mientras que la coloración iridiscente se intensifica gradualmente (Fig. 1). En etapas 

terminales de la enfermedad es común la infección general de la epidermis, 

haciéndose visible incluso en la cabeza, antenas, papilas anales y sifón (Fig. 2). Órganos 

internos en los que se comprobó infección viral son el esófago y las glándulas salivales. 

No se observó en tubo digestivo medio o posterior ni en túbulos de Malpighi y es 

dudosa en los ciegos gástricos (Fig. 3). 

 

 

 

Figura 1. Progresión de la infección por iridovirus en larvas de Culex pipiens. Se observa una larva 

infectada intensamente en el tórax y mas levemente en el abdomen (a). Larva con la infección extendida 

en todo el cuerpo (b).  
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Figura 2. Larvas de Culex pipiens con infección viral avanzada en cabeza (c) (2.a) y en la parte posterior 

del abdomen, intensamente en papilas anales (pa) y levemente en el sifón (s) (2.b).  

 

 

Figura 3. Órganos internos infectados con iridovirus en una larva de Culex pipiens. En esófago (a) y 

glándulas salivales (b).  

 

Microscopía electrónica de larvas infectadas  

En las larvas de 2, 5, 12 y 24 hs de infección no fue posible detectar la presencia de 

partículas virales (Fig. 4 y 5). Esto podría deberse a que las larvas a partir de las cuales 

se realizaron los cortes no se hallaban infectada por el iridovirus, aun cuando se 

evidenció la presencia de la pre-parásita en su interior. Por otro lado, la replicación 

viral, aun incipiente, pudo haber comenzado en un sitio alejado al observado al MET. 

En los cortes correspondientes a la larva de 48 hs de infección, se observan numerosas 

partículas virales en el tórax, mientras que solo se hallan escasas partículas virales en 

el abdomen, específicamente en el epitelio traqueal (Fig. 10); en otros tejidos no se 

evidenció infección por virus (Fig. 6). En los cortes de las larvas correspondientes a las 

72 hs, tanto en el tórax como en el abdomen se observa gran cantidad de partículas 

virales ocupando todo el campo observado (Fig. 7). 
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Figura 4. Cortes ultrafinos (MET) a nivel del tórax de una larva de Culex pipiens parasitada con 

Strelkovimermis spiculatus después de dos horas de comenzada la infección viral. Se observan tejidos 

del mosquito y del nematodo pero no se evidencian partículas virales. Tejido de la larva y el parásito 

ubicado en el hemocele (a). Corte del parásito y tejido larval circundante (b). 

 

 

 

 

Figura 5. Cortes ultrafinos a nivel del  abdomen de una larva de Culex pipiens parasitada con 

Strelkovimermis spiculatus después de cinco horas de comenzada la infección viral. Se observan tejidos 

del mosquito y del nematodo pero no se evidencian partículas. (a) Se observa parte del tejido de la larva 

y un corte casi transversal del parásito. (b) Corte de S. spiculatus (Ss) y tejido larval circundante (Cp). 
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Figura 6. Corte ultrafino de una larva de Culex pipiens con 48 hs de infección. Se observa gran cantidad 

de partículas a nivel del tórax (a), mientras que a nivel del abdomen (b) no se evidencia presencia de las 

mismas. 

 

 

 

Figura 7. Cortes ultrafinos de una larva de Culex pipiens de 72 hs de infección. Tanto en el tórax (a) como 

en el abdomen (b) se observa gran cantidad de partículas virales. 

 

Observaciones de campo 

En muestreos a campo fue posible recolectar larvas infectadas de todos los estadios. 

Se determinó que las larvas halladas en segundo estadio tardaron entre 2 y 6 días en 

morir (Promedio= 4.33 ±1.8, n=12), en tercer estadio entre 2 y 7 días (5.25 ±2.2, n=4) y 

en cuarto estadio entre 1 y 9 días (5.23±3.2, n=17). También se realizó el seguimiento 

de 13 larvas de las cuales no hay registro del estadio en que fueron halladas Se detectó 

una pupa infectada que murió 3 días después. Larvas infectadas en primer estadio 
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fueron registradas ocasionalmente pero no se realizó el seguimiento de las mismas. Si 

tenemos en cuenta un n=46 de larvas de mosquitos sin considerar el estadio en que 

fue hallada, se puede estimar que una larva infectada sobreviviría en promedio 4.71 

±2.8 días normalmente en el mismo estadio o uno posterior. En ningún caso se 

observó una larva o pupa infectada de forma evidente, completar el desarrollo y 

emerger como adulto. 

El color de la iridiscencia observado en las larvas infectadas fue en la mayoría de los 

casos turquesa, aunque ocasionalmente se recolectaron larvas con una coloración 

mayormente verde, o turquesa mezclado con verde (Fig. 8).  

 

 

Figura 8. Larvas de Culex pipiens infectadas con iridiscencia verde, turquesa y mezcla de ambas 

coloraciones. 

 

Observaciones en Laboratorio 

El 99 % de las larvas infectadas con iridovirus (n=170) se detectó entre el segundo y el 

cuarto día desde la exposición a las partículas infectivas y solo un 1% fue registrado 

posteriormente a ese tiempo. El día de mayor registro fue el tercero con 52 % 

representado del total de larvas infectadas (Tabla 1). 

El momento en que sobreviene la muerte de la larva infectada es variable, pudiendo 

demorar más de 10 días. La muerte de 79 % de las mismas se da antes de los 10 días 

del inicio de la infección, aunque la mortalidad comienza a ser importante a partir del 

séptimo día, exhibiendo una mortalidad acumulada del 67% entre el séptimo y el 

decimo día; 11,7% los días previos (entre el 4to y el 6to) y 21,2% los días posteriores 

(Tabla 2).  
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Tabla 1. Día en que comienza a observarse la infección de forma evidente en el ensayo 

de laboratorio expresado en número de larvas infectadas y porcentaje. 

 

 Día desde el inicio de la infección 

2do 3er 4to 5to 

Nº de larvas 

infectadas 

53 88 27 2 

% sobre el 

total (n=170) 

31% 52% 16% 1% 

 

 

Tabla 2. Día en que se produce la muerte de las larvas infectadas por MIV a partir del 

ensayo, desde el inicio de la infección. 

 

 Día desde el inicio de la infección 

4to 5to 6to 7mo 8vo 9no 10mo 10 + 

Nº de larvas 

muertas por 

MIV 

5 6 9 27 40 25 22 36 

% sobre el total 

(n=170) 

2,9

% 

3,5% 5,3% 15,9% 23,5% 14,7% 12,9% 21,2% 

 

Cito e histopatología 

El ensamble y acumulación de partículas virales tiene lugar en el citoplasma celular. Allí 

se produce la formación de un estroma virogénico, zona de aspecto homogéneo 

formada por moléculas virales no ensambladas (Fig.9) 

  



102 

 

 

 

Figura 9. Sitio de replicación del iridovirus en la célula. Se observa núcleo celular (n) libre de partículas 

virales. En el citoplasma se pueden apreciar aéreas de ensamble viral (ae) y zonas de color homogéneo 

llamado estroma virogénico (ev). 

 

 

Mediante microscopía electrónica de transmisión pudo comprobarse la infección del 

epitelio traqueal (Fig. 10), tejido graso (Fig. 11) y epidermis (Fig. 12). Por otro lado no se 

evidenció presencia de partículas virales en las fibras musculares (Fig. 13). 

 

 

Figura 10. Corte ultrafino longitudinal a nivel del epitelio traqueal (et) y la tráquea (t) de una larva de Culex 

pipiens infectada con iridovirus. Se observan núcleos de replicación en una célula de la tráquea mientras 

que no hay presencia de partículas virales en las células contiguas. 
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Figura 11. Corte ultrafino de una larva de Culex pipiens infectada con iridovirus. Tejido graso (tg) con un 

gran número de partículas virales. 

 

 

 

Figura 12. Corte ultrafino de una larva de Culex pipiens infectada con iridovirus. Se observa la epidermis. 

Inmediatamente debajo de la cutícula un gran número de partículas virales en una célula epitelial  
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Figura 13. Corte ultrafino del tejido muscular de una larva de Culex pipiens infectada con iridovirus. No se 

observan partículas virales dentro de las fibras musculares.  
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Discusión 

 

La patología producida por iridovirus en mosquitos de otras especies tiene muchos 

puntos en común con la producida por el IV de Culex pipiens, pero también tiene 

ciertas diferencias. Dentro de las similitudes se encuentran los principales tejidos 

infectados y la progresión general de la infección evidente. A pesar de que otros 

estudios han reportado iridiscencia de colores amarillo y naranja, en nuestro estudio 

solo se ha reportado en la gama del turquesa y el verde. Se cree que el color está 

relacionado con el tamaño del virus, donde partículas entre 110 y 130 nm de diámetro 

se verían turquesa mientras que verde, amarillo o naranja en el rango de 160-200 nm 

(Williams, 2008). Esta información no es coincidente con el iridovirus de C. pipiens, que 

presenta un tamaño de partícula viral de 158 nm, no obstante la coloración observada 

es turquesa en la mayoría de los ejemplares. Si bien se ha reportado que la infección 

viral se hace evidente en la larva de cuarto estadio sin tener en cuenta el momento en 

que esa larva adquirió la infección (Clark, 1965), en nuestro sistema estudiado es 

notable la diferencia, dado que la infección se hace evidente a lo sumo un estadio 

larval posterior al estadio en que se infectó y mueren en el mismo o en un estadio 

posterior. Por ejemplo, cuando se infectaron larvas de segundo estadio temprano, los 

ejemplares infectados nunca llegaron a desarrollarse hasta cuarto estadio. Esto podría 

deberse a que las vías de infección son distintas, ya que en este sistema se utiliza como 

vía de ingreso el nematodo para introducir el virus, por lo que posiblemente la 

progresión de la infección sea más rápida. Los tejidos afectados reportados en este 

estudio resultaron similares a los informados en otros trabajos, aunque no se pudo 

comprobar la presencia de partículas virales en ganglio, nervios, musculo, esbozos de 

ovarios y testículos. Sin embargo, se registró replicación viral en glándulas salivales, 

suceso no reportado hasta el momento en iridovirus de mosquitos. De comprobarse la 

misma afinidad del virus por las glándulas salivales del mosquito adulto, podría tener 

importancia el estudio de interferencias de estos patógenos con ciertos arbovirus 

transmitidos por mosquitos, en el caso de detectar infecciones subletales que 

permitan la emergencia del estado adulto.  
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Si bien se observó que la infección se hace evidente primero en el tórax y luego en el 

abdomen, no queda claro cuál es el mecanismo implicado en la dispersión del 

patógeno dentro de la larva, ya que al ser el virus vehiculizado por el nematodo, lo 

esperado sería que la infección se hiciera evidente inicialmente cerca del punto de 

introducción del mismo. Como es sabido, el nematodo es capaz de penetrar en 

cualquier sitio de la larva huésped. Una posibilidad es que las partículas virales afecten 

primero a tejidos afines específicos. En cuanto a esta hipótesis, es de remarcar que 

también se desconoce el mecanismo de transporte de las partículas virales en el 

insecto. Al analizar los cortes ultrafinos de una larva luego de 48 hs de iniciada la 

infección, se evidencian en el tórax  gran cantidad de partículas virales, mientras que 

en el abdomen solo se detecta infección en el epitelio traqueal, no observándose virus 

en los tejidos circundantes. Infecciones en el epitelio traqueal fueron reportadas y 

mencionadas como muy importantes por otros autores (Hall y Anthony, 1971). Si bien 

la microscopía electrónica nos da una visión muy parcial de la situación, también es 

cierto que las tráqueas son estructuras que recorren todos los tejidos del individuo y 

las mismas podrían funcionar como vías de dispersión viral. Un mecanismo similar fue 

propuesto como una ruta de egreso de baculovirus desde el intestino hacia otros 

tejidos del hospedador, debido a que, en su función respiratoria, es un órgano 

ramificado que lleva oxigeno a todo el cuerpo del insecto. AcMNPV y Bombyx mori 

nucleopolyhedrovirus (BmMNPV) han sido observados infectando células del epitelio 

traqueal luego de infecciones en el intestino o infectando otros órganos vía las 

tráqueas (Engelhard et al., 1994; Kirkpatrick et al., 1994; Rahman y Gopinathan, 2004) 

Durante el transcurso de la presente tesis se ha intentado comprobar la patología 

encubierta en larvas de último estadio, en adultos y en su descendencia, obteniendo 

resultados negativos, aun así, otros estudios deberían realizarse para esclarecer esa 

parte de la biología del virus. 
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Capítulo 6 
Persistencia del Iridovirus de Culex pipiens 

en semicampo y laboratorio 
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Introducción 

 

Los iridovirus han sido escasamente estudiados y poco se sabe acerca de la transmisión 

y de sus mecanismos para colonizar los ambientes naturales y permanecer en ellos. 

Diferentes factores pueden afectar el tiempo en que una partícula viral permanece 

infectiva, siendo los más relevantes: humedad, radiación UV, temperatura y pH. El 

iridovirus mas utilizado como modelo para estudios en este sentido ha sido el IIV-6, 

hallado en lepidópteros y especie tipo del género Iridovirus. Observaciones de campo y 

laboratorio indican que los iridovirus son particularmente sensibles a la desecación ya 

que no presentan estructuras proteicas protectoras. Estudios realizados sobre la 

persistencia del IIV-6 en suelo, determinaron que la pérdida de actividad en sedimento 

seco resulta muy alta a las 24 horas. Por otro lado, no se observa tal disminución en 

suelos húmedos o mojados, donde la vida media del virus en suelos no esterilizados es 

de 4.9 días. En el control (virus suspendido), la misma es de 12,9 días y retiene entre 

0,72 y 0,87 % de la actividad original a los 90 días, valores significativamente mayores 

que la actividad retenida en suelo (ensayo realizado a 25⁰C),(Reyes et al., 2004).  

Las partículas del virus IIV-6 mantenidas en buffer de diferentes pH por 20 días y a 25 

⁰C, reducen la infectividad cuando los valores se alejan de 7 y la pierden en ambos 

extremos de la escala de valores (Marina et al., 2000, Reyes et al., 2004). Por otro lado, 

la exposición a UV solar resulta en una rápida inactivación del virus IIV-6 en agua, 

perdiendo la actividad luego de 36 hs con una fluctuación de temperatura de 24 a 41 

⁰C; mientras que la inactivación a la sombra fue menor, perdiendo el 97% de la 

actividad en 60 hs con una fluctuación de temperatura entre 24 y 31 ⁰C (Hernandez et 

al., 2005). Si bien en el trabajo comentado anteriormente no se pudo separar el efecto 

de la luz UV y el de la temperatura por ser un trabajo de campo, se pudo observar en 

otro estudio, que el efecto de la temperatura no sería tan drástico, por lo menos en 

niveles no extremos. Para ello se expusieron partículas virales a tres temperaturas (4, 

25 y 27 ⁰C) y se determinó la dosis infectiva 50 (DI 50) periódicamente hasta llegar a 50 

días, momento en el cual la infectividad cayó aproximadamente un orden de 

magnitud. Aunque la inactivación parece incrementarse con la temperatura, este 

resultado no fue significativo estadísticamente (Marina et al., 2000). 
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Otras variables estudiadas no tuvieron impacto sobre la actividad viral, por ejemplo la 

presencia de ciertos iones. Cuando se testeó la resistencia de partículas virales a Na+, 

Ca++ y Mg++ 0.02 o 0.1 M, se vio que la presencia de los mismos no tiene efectos 

significativos (Reyes et al., 2004). Existe solo un estudio al respecto sobre iridovirus de 

mosquitos, probablemente debido a la dificultad que presenta la transmisión del 

mismo, ya que el IIV- 3 solo replica en larvas del mosquito Aedes taeniorhynchus. En el 

mismo se vio que la infectividad del IIV-3 en larvas de mosquito cae marcadamente 

luego de dos días en agua salada a 27⁰C aunque se registra infección hasta 20 días 

después; pero cuando es inoculado en suelo, la infectividad cae totalmente a las 48 

horas (Linley y Nielsen, 1968b). 

El suelo representa un importante reservorio para la mayoría de los virus 

entomopatógenos. Este mecanismo ha sido reconocido como particularmente 

importante en baculovirus , entomopoxvirus y cypovirus que forman cuerpos de 

oclusión para protegerse de la degradación del ambiente, aunque mucho menos se 

sabe acerca de las habilidades de los virus no ocluidos de permanecer fuera del 

hospedador (Reyes et al., 2004). 

Se presenta en este capítulo un breve estudio sobre la capacidad del iridovirus aislado 

de Culex pipiens de mantenerse infectivo en condiciones de semicampo y laboratorio. 
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Materiales y Métodos 

 

Ensayo en laboratorio 

Se realizó un ensayo en condiciones controladas de temperatura y luz artificial con el 

objetivo de evaluar cuanto tiempo persiste infectivo el virus en un ambiente 

controlado. 

El ensayo se dividió en dos partes: uno realizado en oscuridad durante 24 hs y otro con 

fotoperíodo 12hs: 12hs (luz: oscuridad), ambos en incubadora a 25⁰C. A su vez, cada 

parte consistió en dos series (Figs. 1 y 2), a una se le colocó un volumen de 40 ml de 

barro fino esterilizado en autoclave y 260 ml de agua declorinada, mientras que a la 

otra serie se le colocó solo el agua. El ensayo se realizó por duplicado y con dos 

controles, uno de la parasitosis y otro con larvas de mosquito sin presencia de 

patógenos. El control con virus sin la presencia de nematodo no fue realizado por ser 

considerado no necesario ya que fue demostrada la nulidad de la transmisión por via 

oral. Se preparó un conjunto de recipientes por cada semana a evaluar. A los 

recipientes correspondientes al inicio del ensayo (semana 0) se les agregó 20 larvas 

sanas de C. pipiens, 100 pre-parásitas (J2) de S. spiculatus y el inóculo (una larva de C. 

pipiens infectada con virus iridiscente y homogenizada) (Fig. 2). Luego, semanalmente 

se fueron incorporando las larvas de mosquitos y las J2  a los recipientes 

correspondientes. La evaluación se realizó a las 72 hs. 
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Figura 1. Esquema de la realización del ensayo. 

 

Figura 2. Diseño experimental del ensayo en laboratorio.  

 

 

Ensayo a semicampo 

 

Este ensayo fue realizado entre los días 11 de mayo y 19 de junio. Para el desarrollo 

del mismo se seleccionó un sitio protegido por un alero, sin incidencia directa de la luz 

solar ni de la lluvia. Se registró la temperatura diariamente con un registrador de datos 

(HOBO datalogger). 

El diseño experimental utilizado fue básicamente el mismo que el desarrollado en el 

ensayo anterior pero se realizó por triplicado y se agregó un control con larvas e 

inóculo viral, sin presencia del nematodo. El inóculo fue adicionado por única vez al 

comienzo del ensayo. Se realizó un seguimiento de la infección y luego de dos semanas 

se volvió a colocar en los recipientes correspondientes larvas de mosquitos y J2s, pero 

no se agregó inóculo. Se realizó un seguimiento hasta la desaparición por completo de 

larvas infectadas vivas o muertas.  
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Resultados 

 

Ensayo en laboratorio 

Los resultados muestran que en total oscuridad y a 25⁰C el virus permaneció infectivo 

entre 8 y 9 semanas en presencia de sedimento, no ocurriendo lo mismo en ausencia 

del mismo, en el cual persistió solo por una semana (Tabla 1, Fig. 1). El ensayo con 

fotoperíodo se realizó hasta la semana 4, observándose una caída de la prevalencia 

desde 64 a 8% en la serie con sedimento, mientras que en la serie sin sedimento, el 

virus solamente fue infectivo en la semana 0, con una prevalencia similar a la otra serie 

(Tabla 1, Fig. 2).  

 

 

Tabla 1. Prevalencia del virus (%) sobre larvas de Culex pipiens en ensayos de 

resistencia con sedimento y sin él, en incubadora a 25⁰ C con fotoperíodo 12:12 luz-

oscuridad (Ensayo 1) y en oscuridad 24 hs (Ensayo 2). Todos los ensayos partieron de 

un n=20. 

 
 Ensayo 1 (L:O) Ensayo 2 (O) 

 
Serie 1 

(s/sedimento) 

Serie 2 

(C/sedimento) 

Serie 1 

(s/sedimento) 

Serie 2 

(C/sedimento) 

Semana 0 66 64 58 81 

Semana 1 0 19 48 96 

Semana 2 0 57 0 43 

Semana 3 S/D S/D 0 25 

Semana 4 0 8 0 23 

Semana 6 S/D S/D 0 7 

Semana 7 S/D S/D 0 26 

Semana 10 S/D S/D 0 0 

S/D: sin datos  
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Figura 1. Prevalencia del iridovirus en los ensayos de resistencia de la partícula viral a 25 ⁰C y en 

oscuridad, comparando las series 1, sin sedimento y la serie 2, con sedimento. 

 

 

 

 

Figura 2. Prevalencia del iridovirus en los ensayos de resistencia de la partícula viral a 25 ⁰C y 

fotoperíodo 12:12 comparando las series 1, sin sedimento y la serie 2, con sedimento. 
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Ensayo a semicampo 

 

El ensayo tuvo lugar desde el día 11 del mes de mayo hasta el día 19 de junio. Durante 

los 39 días que duró el ensayo se realizó un seguimiento periódico de la progresión del 

mismo. La temperatura promedio registrada durante la primera infección (desde el 11 

al 25 de mayo) fue 19,5 ⁰C, mientras que durante la segunda (desde el 26 de mayo al 

19 de junio) fue de 1 .5 ⁰C. 

No se observaron diferencias importantes entre las dos series en los niveles de 

infección viral y tampoco en la supervivencia de las larvas vivas o infectadas. La 

aparición de la sintomatología fue simultánea en ambas series y se vio retrasada con 

respecto a los ensayos de laboratorio a 25 ⁰C. Larvas con infección patente 

completamente desarrollada fueron registradas a los 5 días desde el inicio del ensayo 

(11/5) y 11 días después de la reincorporación de larvas sanas y J2 (25/5). Si se 

comparan estos datos con los tomados en laboratorio a 25 ⁰C se observa una demora 

de 7 días en la aparición de los síntomas. La muerte de las larvas infectadas fue 

progresiva, culminando 14 días desde el inicio y 21 días después de la segunda 

incorporación de larvas sanas. La máxima prevalencia registrada fue 94 % en la primera 

infección de la serie sin sedimento, aunque no hubo diferencias importantes con la 

otra serie (Tabla 2). 

 

Tabla 2. Resumen del ensayo a semicampo y sus resultados. Se representan los días y 

hechos más relevantes tanto de la Serie 1 (S1, sin sedimento) como de la Serie 2 (S2, 

con sedimento). 

 Primera infección Segunda infección 

 11/5 16/5 25/5  5/6 8/6 11/6 15/6 19/6 
S1 Se 

colocaron 
L2 (20) y 
J2 (100) 
mas el 
inóculo 

Larvas 
infectadas con 
sintomatología 
plena (Prev: 
94%, n=52) 

Larvas muertas, 
no infectadas. 
Se incorporaron 
L2 y J2 

Larvas 
infectadas 
(Prev: 53 
%, n=19) 

Se calculó 
nuevamente 
la 
prevalencia: 
36 %, n=11 

1 L 
infectada  
y 10 L 
sanas  

8 L sanas 
y 1 L 
infectada  

7 
larvas 
sanas. 

S2 Se 
colocaron 
L2(20)  
yJ2(100)  
mas el 
inóculo 

Larvas 
infectadas con 
sintomatología 
plena (Prev: 
88%, n=43) 

1 L sana y 1 L 
infectada 
muerta. 
Se incorporaron 
L2 y J2 

Larvas 
infectadas 
(Prev: 45 
%, n=20) 

Se calculó 
nuevamente 
la 
prevalencia: 
58 %, n=12 

8 L sanas 
y 3 L 
infectadas  

1 L sana. 1 L 
sanas. 
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Discusión 

 

Si bien en incubadora a 25 ⁰C, la infección viral se evidencia a las 72 hs, no ocurrió lo 

mismo en el ensayo a semicampo donde el promedio de las temperaturas ambientales 

registradas durante el desarrollo del mismo (1 .5 ⁰C) fue  .5 ⁰C menor. Dado que a 

bajas temperaturas el metabolismo del insecto disminuye, asimismo se alargarían los 

procesos de infección viral.  

Del ensayo a semicampo se deduce que hubo presencia de inóculo infectivo por ≈37 

días, tras la inoculación inicial y con solo una reintroducción de larvas de mosquito y 

pre-parásitas. La muerte de las larvas infectadas no se da de manera sincrónica, sino 

que se produce a diferentes tiempos, particulares para cada individuo, posibilitando de 

esta manera la perpetuación del inóculo en el ambiente. Cuando la larva muere, las 

partículas virales contenidas en el cadáver permanecen protegidas y retienen la 

infectividad por un tiempo, estimamos como mínimo dos días (se estableció en 

isópodos y coleópteros que la infectividad permanece 5 y 14 días respectivamente 

(Williams et al., 2005)). De esta manera, el virus es capaz de perpetuarse sin necesidad 

de mecanismos de resistencia de la partícula. 

En el ensayo de semicampo no parece tener efecto la presencia de sedimento, 

obteniéndose resultados similares entre las dos series. Sin embargo, al tener en cuenta 

los resultados del ensayo de resistencia en laboratorio se observa que es fundamental 

la presencia de un sustrato para el mantenimiento de la infectividad a largo plazo. En 

el ensayo con fotoperíodo y ausencia de sedimento, el inóculo produjo infección solo 

en la semana 0 (Inicio), contrario al ensayo en oscuridad, donde la patogenicidad se 

extendió hasta la semana 1. Esta diferencia estaría explicada por la radiación UV, a 

pesar de que este componente es casi nulo en la luz fluorescente. Es sabido que ciertos 

sustratos pueden proteger a las partículas virales de la radiación UV (Christian et al., 

2006), sin embargo, el efecto del sedimento en el mantenimiento de la infectividad en 

nuestros ensayos parece tener otro origen, si tenemos en cuenta que en el ensayo 

realizado en oscuridad, donde la luz no es un factor, se observa una diferencia en la 

supervivencia del virus de al menos 5 semanas entre ambas series. Si bien en nuestros 

estudios se vio que el sedimento es importante para la persistencia de las partículas 
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virales, en otro estudio realizado en mosquitos con el IIV-3 se observó el caso 

contrario. La presencia de un sustrato redujo la infectividad de la partícula a dos días, 

contra 20 días que sobrevive sin la presencia del mismo. En una publicación en donde 

se evaluó la afinidad de diferentes partículas virales de insectos a distintos 

componentes de los suelos arcillosos y la virulencia resultante de la mezcla, se observó 

que ciertos minerales alteran la prevalencia de las infecciones, incrementando o 

disminuyendo la actividad, y que esto no necesariamente estaría relacionado con la 

afinidad de las partículas virales al mineral. Las causas de este suceso no están 

esclarecidas pero se sabe que son interacciones mineral-virus específicas. 

Particularmente para el caso de IIV-6 se descubrió que varios minerales, como por 

ejemplo Hidróxido de aluminio, attapulgita, illita y talco aumentan considerablemente 

la prevalencia de la infección con respecto a controles sin el mineral y que un 

componente en particular con baja afinidad por el virus, por ejemplo un tipo de 

Bentonita, puede favorecer la actividad viral con respecto al control, mientras otro tipo 

de Bentonita la disminuye (Christian et al., 2006). En nuestro trabajo no se evidencia 

un incremento de la prevalencia inicial (correspondiente a la primera exposición) en la 

serie con sedimento con respecto a la serie sin sedimento en todos los ensayos 

realizados, por lo que al parecer, el tipo de suelo utilizado no tendría el efecto de 

incrementar ni disminuir la actividad viral. Aunque en el trabajo de Christian et al. 

(2006) no se evaluó el tiempo de persistencia de las partículas virales en dichos suelos, 

se sabe que los mismos son reservorios de virus entomopatógenos, sin embargo los 

mecanismos involucrados aun son poco claros. Es evidente que los minerales son 

importantes para la biología de los virus, posiblemente existan interacciones benéficas, 

donde minerales específicos incrementen la estabilidad de los mismos alargando su 

persistencia o perjudiciales, disminuyendo la misma, como es el caso del IIV-3. 

Los resultados expuestos en este capítulo nos brindan una idea del tiempo y la forma 

en que un iridovirus puede subsistir en un ambiente natural, sin mecanismos de 

resistencia propios de la partícula. Hay que tener en cuenta en las conclusiones, que el 

tiempo de resistencia de una partícula en el campo, probablemente sea menor a los 

resultados obtenidos en el ensayo de laboratorio; debido a que la esterilización del 

sustrato posiblemente mejore significativamente la persistencia de las mismas. Este 
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efecto fue reportado por Reyes et al. (2004), quienes asumen que la actividad de los 

microbios o los agentes sensibles al calor, como las enzimas producidas por los 

mismos, son responsables de la gran pérdida de actividad de IIV-6 en suelos no 

estériles comparados con suelos estériles. 

Si bien otros autores reportaron una supervivencia de la partícula viral mayor, para el 

caso de IIV-6 de hasta 90 días (Reyes et al., 2004), hay que tener en cuenta que 

además de tratarse de un virus diferente con un hospedador terrestre, el método de 

detección utilizado por los autores de dicha publicación (inyección en larvas de 

lepidópteros) resulta más sensible al utilizado en el presente estudio, aunque menos 

cercano a la realidad. 

En un ambiente con agua o humedad permanente, donde se encuentran instaladas 

poblaciones de Culex pipiens y de Strelkovimermis spiculatus, el iridovirus sería capaz 

de mantenerse infectivo indefinidamente por dos mecanismos. Por un lado mediante 

la muerte asincrónica de larvas infectadas, lo que representa una fuente de inóculo 

para sucesivas infecciones. Por otro lado, la resistencia de la partícula viral en el medio. 

Los estudios indican que el tipo de suelo puede aumentar el tiempo en que el virus 

permanece infectivo, ya que protege a la partícula viral de la radiación UV, mantiene la 

humedad por más tiempo, y por alguna afinidad específica entre el virus y algún 

componente mineral. Es importante remarcar que las características de la biología de 

esta especie de mosquito favorecen el establecimiento de este sistema mosquito-

parásito-virus, debido a la existencia de generaciones superpuestas. Esta característica 

permite la presencia simultánea de larvas de primeros estadios que son más 

susceptibles a la parasitosis y a la infección viral.  
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Capítulo 7 
Estudios del Rango Hospedador del 
Iridovirus de Culex pipiens 
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Introducción 

 

El rango hospedador de la familia Iridoviridae resulta muy amplio si tenemos en cuenta 

que afecta gran espectro de animales, tanto vertebrados poiquilotermos como 

invertebrados. De los hospedadores invertebrados, aproximadamente el 95 % son 

artrópodos y el resto anélidos, moluscos y un nematodo. En la mayoría de los casos el 

virus fue detectado en estados inmaduros acuáticos de especies del orden Diptera 

procedentes de diferentes partes del mundo. Las familias con mayor representación 

son: Simuliidae, Ceratopogonidae, Tipulidae y Culicidae. En el caso particular de los 

mosquitos, se han hallado numerosas especies hospedando iridovirus. Los géneros 

más representados son: Aedes y Psorophora. Para Aedes se hallaron dieciseis especies 

afectadas, sin incluir A.aegypti y A. albopictus, en las que no se registraron infecciones 

naturales con el virus. Para Psorophora cuatro y solo una especie registrada para 

Culiseta y Culex (Williams, 2008), además de un registro en adultos de Anopheles 

(Huang et al., 2015). 

Es importante tener en cuenta que los casos registrados provienen de infecciones 

patentes y poco se sabe sobre el rango hospedador de la infección subletal. 

A diferencia de los baculovirus, los cuales suelen ser muy específicos, a veces llegando 

al punto de infectar solo una especie particular de hospedador, los iridovirus de 

invertebrados difieren marcadamente en su rango hospedador. Algunos infectan 

naturalmente muy pocas especies, por ejemplo IIV-3 (especie tipo del género 

Chloriridovirus), mientras que otras como IIV-6, aislado originalmente de Chilo 

suppressalis (Lepidoptera: Pyralidae), tienen un rango hospedador más amplio, siendo 

capaces de infectar numerosas especies de mosquitos, incluyendo a A. aegypti 

(Fukuda, 1971; Marina et al., 2003). Es interesante destacar que especies de 

Anopheles, Culex y Culiseta son susceptibles al virus IIV-6 en condiciones de laboratorio 

(Fukuda, 1971) pero no a IIV-3, el que solo afectaría naturalmente al mosquito de agua 

salada, A. taeniorhynchus (Woodard y Chapman, 1968). 

El rango de especies en las cuales los IIVs replican parece más restringido en la 

naturaleza que en el laboratorio, lo cual depende mucho de la ruta de infección y de si 

se considera una infección letal o una subletal. El iridovirus IIV-22 (especie tentativa 
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del género Iridovirus) no infecta por transmisión per os larvas del mosquito A. aegypti 

de manera letal, pero sí de forma subletal, como se comprobó en adultos (Tesh y 

Andreadis, 1992). Investigaciones sobre el tema parecen indicar que ciertas especies 

de IIV son capaces de afectar un número de especies hospedadoras simpátricas 

(Williams et al., 2005). Estudios de laboratorio, en los cuales el virus fue inyectado, 

indicaron que muchos IIVs pueden infectar especies de diferentes órdenes 

taxonómicos, incluso diferentes clases (Williams et al., 2005; Ohba y Aizawa, 1979). Un 

ejemplo de este fenómeno en laboratorio es el virus IIV-22 que, por inoculación 

intratoráxica, puede producir infecciones en especies de diferentes mosquitos, 

flebótomos y al menos una especie de triatomino (Tesh y Andreadis, 1992). Un 

ejemplo claro de que un mismo iridovirus puede producir infecciones en organismos 

pertenecientes a diferentes clases en la naturaleza es el caso de las especies de 

isópodos, Porcellio scaber y Armadillidium vulgare parasitados por mermítidos de la 

especie Thaumamermis cosgrovei donde tanto artrópodos como nematodos estaban 

parasitados con el mismo virus iridiscente (Poinar et al. 1980).  

La situación en el campo de la replicación in vitro es incluso más compleja debido a 

que el virus, para infectar las células, no necesita superar barreras del insecto como la 

epidermis y la matriz peritrófica. Así es como IIV-6 replica en muchas líneas celulares 

de insectos y puede incluso infectar células de reptiles (Williams et al., 2005). El primer 

modelo de cultivo celular completo y productivo para miembros del género Iridovirus 

se encontró en células del picudo del algodonero Anthonomus grandis Boheman. Este 

modelo se caracterizó por poseer efectos citopáticos claros, producción de títulos altos 

y múltiples pasajes con rendimientos de infección considerablemente altos (D´Costa et 

al., 2012). En cuanto al género Chloriridovirus, la habilidad de IIV-3 para infectar líneas 

celulares fue demostrada en 1974 donde se demostró que dos líneas celulares de A. 

aegypti fueron susceptibles a este virus (Webb et al., 1976). Estos cultivos presentaron 

efectos citopáticos a los 2.5 días después de la inoculación de células mantenidas entre 

 1 y  5 ⁰C. Los efectos citop ticos observados fueron: apariencia granular, 

vacuolización y tendencia de las células a formar racimos y filamentos citoplasmáticos 

(Webb et al., 1974). Las infecciones en ambas líneas celulares fueron confirmadas por 

microscopía electrónica, pero las partículas propagadas en estos cultivos no fueron 
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infectivas para larvas de Aedes taeniorhynchus. Posteriormente, Becnel et al. (2011) 

demostraron la susceptibilidad a este virus de las líneas celulares de los mosquitos 

Aedes aegypti (Aag2), Aedes albopictus (C6/36) y Anopheles gambiae (Giles) (4a3A) así 

como de una línea del lepidóptero Spodoptera frugiperda (SF9), aunque la infección 

viral permaneció más tiempo en las líneas Aag2 y C6/36. El virus producido en la línea 

C6/36 fue infeccioso para larvas de Aedes taeniorhynchus por inyección y per-os. 

En este capítulo se intenta conocer la capacidad del iridovirus hallado en Culex pipiens 

de replicarse in-vivo en otras especies de mosquito e in-vitro en células de Aedes 

albopictus. 
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Materiales y Métodos 

 

Susceptibilidad de distintas especies de mosquito al iridovirus de Culex 

pipiens 

Se realizaron ensayos de transmisión horizontal utilizando al nemátodo como método 

para transmitir el virus con el objetivo de comprobar la susceptibilidad de distintas 

especies de mosquito al iridovirus hallado en Culex pipiens. Las especies evaluadas 

fueron: Culex apicinus Philippi, Aedes crinifer, Aedes albifasciatus (Macquart) y Aedes 

aegypti. El número de larvas de cada especie utilizado en los bioensayos fue variable, 

dependiendo de la disponibilidad de larvas de segundo estadio a campo. Los controles 

de la parasitosis fueron llevados a cabo de la forma descrita en el capítulo 3.  

 

Culex apicinus 

Las larvas de C. apicinus de segundo estadio utilizadas fueron obtenidas de una pileta 

de recreación en desuso ubicada en la ciudad de La Plata. Se expusieron 20 larvas 

sanas de C. apicinus al inóculo viral (una larva homogenizada de C. pipiens infectada 

con iridovirus) y 100 J2 (segundo juvenil) de S. spiculatus por 24 hs, en recipientes de 

plástico de 30 ml con 25 ml de agua destilada. Luego, las larvas tratadas fueron 

enjuagadas en agua destilada y transferidas a contenedores plásticos de 300 ml con 

150 ml de agua destilada y alimento balanceado para cobayo finamente molido. El 

ensayo fue evaluado a las 72 horas luego de la exposición y fue registrado el número 

de larvas vivas e infectadas. Todos los ensayos fueron llevados a cabo a 25 ± 1 ⁰C y 

fotoperiodo 12:12 (Luz: Oscuridad). Se realizaron tres controles, uno con larvas de C. 

apicinus sin presencia de patógenos, otro con larvas expuestas al virus, y finalmente 

larvas de mosquito expuestas al nematodo (5:1). Cada ensayo fue realizado por 

triplicado y repetido tres veces en el tiempo. 
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Aedes (Ochlerotatus) crinifer 

Se colectaron larvas de segundo estadio de A. crinifer en charcos de inundación por 

crecida del Rio de La Plata en Punta Lara, Partido de La Ensenada, Provincia de Buenos 

Aires. Los ensayos fueron realizados pocas horas después de la recolección de las 

larvas debido a la alta mortalidad de los inmaduros de esta especie en condiciones de 

laboratorio. El procedimiento fue similar al ensayo anterior. Se realizaron tres réplicas 

por vez con 20 individuos cada una. El ensayo fue repetido dos veces en distintos 

tiempos. Se consideraron tres controles, uno con larvas de A. crinifer sin presencia de 

patógenos, un control con larvas expuestas al virus y finalmente larvas de mosquito 

expuestas al nematodo (5:1). Se utilizaron 20 larvas para cada control. 

Aedes (Ochlerotatus) albifasciatus 

Se utilizaron larvas recolectadas en charcos de inundación por lluvia ubicados en Punta 

Lara. El procedimiento fue similar al descrito precedentemente. Se realizaron dos 

ensayos, el primero con tres réplicas de 20 larvas y el segundo con 6 réplicas.de 20 

larvas. Dado que en el primer ensayo todas las larvas se hallaron muertas a las 72 

horas, se optó por realizar el segundo ensayo con agua del sitio de muestreo. Para el 

segundo ensayo se utilizó un control con larvas en ausencia de patógenos (20 larvas) y 

dos controles de los niveles de parasitismo (35 larvas en cada uno). 

Aedes (Stegomyia) aegypti 

Dada la importancia de esta especie como vector de enfermedades, se realizaron dos 

series de ensayos de transmisión comparables con los realizados en C. pipiens donde 

las variables involucradas fueron la cantidad de inóculo y la proporción de pre-

parásitos y larvas de mosquito. Las larvas utilizadas para estos ensayos fueron 

obtenidas de una colonia previamente instalada en el CEPAVE (Método de cría 

estándar ver Apéndice 1). 

 Metodología general  

Se expusieron 20 larvas sanas de segundo estadio de A. aegypti al inóculo viral 

correspondiente y a J2 de S. spiculatus por 24 horas, en recipientes de plástico de 30 

ml con 25 ml de agua destilada. Luego, las larvas fueron enjuagadas en agua destilada 

y transferidas a recipientes plásticos de 300 ml con 150 ml de agua destilada y 
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alimento balanceado para cobayo finamente molido. El ensayo fue evaluado a las 72 

horas, registrándose el número de larvas vivas e infectadas. Todos los ensayos fueron 

llevados a cabo a 25 ± 1 ⁰C y un fotoperiodo 12:12 (Luz: Oscuridad). Los controles 

colocados son descritos según el caso. Cada ensayo fue realizado por triplicado y 

repetido tres veces en el tiempo. 

 

 Cantidad de inóculo 

Los inóculos utilizados fueron: media, una, tres y seis larvas de C. pipiens infectadas y 

homogenizadas. Para usar media larva, una larva infectada fue homogenizada en 500 

µl de agua destilada y 250 µl de este homogenato fue utilizado como inóculo. Se 

realizaron tres controles, un control con larvas expuestas a cada inóculo, larvas de 

mosquito expuestas al nematodo (5:1) y larvas criadas sin presencia de patógenos. 

 J2: larva de mosquito 

Las proporciones evaluadas fueron 1:1, 3:1, 5:1y 7:1. Se utilizó una larva de C. pipiens 

infectada como inóculo. Se realizaron tres controles: se expusieron larvas sanas al virus 

(una larva infectada homogenizada) a las diferentes proporciones de J2 y se criaron 

larvas sanas sin ningún patógeno. 

 

Susceptibilidad de células de Aedes albopictus al iridovirus de Culex 

pipiens 

La propagación viral en células de Aedes albopictus (línea celular CCL-126) fue 

realizada en las instalaciones del Instituto Multidisciplinario de Biología Celular 

(IMBICE). 

 

Protocolo de propagación viral en células de mosquito: 

Se repicó el frasco stock de células CCL-126 y se abrieron dos nuevos frascos rotulados 

C1 (control 1) y V1 (virus 1). Al día siguiente, al frasco C1 se le cambió el medio por 

MEM 1% SBF. Al frasco V1 se le cambió el medio por el que tiene el virus filtrado con 

MEM 1% SBF, luego de 2 horas se volcó el medio y se agregó nuevamente 1% SBF. Al 
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tercer día, a partir del frasco C1 se formaron dos nuevos frascos rotulados C2 y V2, con 

medio 1% SBF. 

El frasco V1 con el virus se colocó a -20⁰C, una vez congelado se descongeló y se 

centrifugó por 10 min a 2000 rpm para eliminar los restos celulares. El sobrenadante 

se incorporó al frasco rotulado V2, se dejó por 2 horas y se le cambió el medio por el 

que tiene 1% SBF. Del mismo modo al frasco C2 se le cambió el medio. El pasaje de 

virus se realizó dos veces más. Finalmente se congelaron los frascos C4 y V4, se 

descongelaron y centrifugaron y se guardaron los sobrenadantes en diferentes tubos 

eppendorf. 

 

Detección del virus en las células de cultivo inoculadas 

El ADN del sobrenadante de los tubos C4 y V4 fue purificado mediante extracción 

estándar con fenol/cloroformo y precipitación con etanol (Sambrook et al., 1989). El 

pellet final fue disuelto en 20µl de agua bidestilada. Se realizaron dos diluciones de 

cada una de las extracciones realizadas (1/10 y 1/100). Se realizaron pruebas de PCR 

con cada una de las cuatro diluciones utilizando los cebadores MIV_Univ_R y 

MIV_Univ_F (ver Capitulo 2). La amplificación con Taq Polimerasa (Invitrogen) fue 

llevada a cabo bajo condición estándar (buffer estándar 1X, 0.25 U de Taq ADN 

polimerasa, MgCl2 1.5 mM, BSA 1 mg/ml, 0.2 mM por cada dNTP y 1 µM por cada 

primer). Se usó el siguiente protocolo de amplificación: desnaturalización inicial de 4 

min a 94°C, 35 ciclos de 10 seg a 92°C, de 20seg a 45°C y de 2 min a 72°C seguido de la 

extensión final de 5 min a 72°C. Se realizó electroforesis en gel de agarosa 1.5 % para 

visualizar el producto de PCR mediante tinción con bromuro de etidio.  

Prueba de virulencia del virus replicado en cultivo celular 

Se realizó un ensayo de transmisión in-vivo para comprobar la virulencia del virus 

replicado en cultivo celular. 

Se colocaron 50 larvas de segundo estadio de C. pipiens, 250 pre-parásitas (5:1) y parte 

del sobrenadante proveniente del cultivo celular como inóculo en 6 ml de agua 

declorinada durante 24 hs. Luego el ensayo fue traspasado a un recipiente con 200 ml 
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de agua y comida para las larvas. El ensayo fue evaluado a las 72 hs, donde se registró 

la cantidad de larvas vivas y la cantidad de larvas con infección patente. 

 

Análisis de datos 

Para estudiar la significancia de los cambios en las proporciones de larvas infectadas 

según los distintos tratamientos y las especies de mosquito se proponen modelos 

lineales generalizados de familia Binomial, estos modelos se caracterizan por ser 

aditivos y sin interacción. 
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Resultados 

 

Susceptibilidad de distintas especies de mosquito al iridovirus de Culex 

pipiens 

La prevalencia de la infección fue calculada como el número de larvas infectadas sobre 

el número de larvas vivas al momento de la evaluación. 

Culex apicinus 

La prevalencia promedio de la infección viral fue 51,8% en larvas de segundo estadio 

de C. apicinus utilizando un inóculo de 1 Li y proporción J2:L2 de 5:1 (Tabla 1.a). En los 

controles con larvas sanas y con virus, en ausencia del mermítido, no se obtuvieron 

larvas infectadas (Tabla 1.a). En el control de la parasitosis por S. spiculatus en larvas 

sanas de C. apicinus se obtuvo una prevalencia de 13 %. (Tabla 1.b).  

 

Tabla 1.a. Prevalencia del iridovirus en larvas de segundo estadio de Culex apicinus 

(mediante S. spiculatus) y sus respectivos controles. 

 
 
 
Tabla 1.b. Prevalencia de Strelkovimermis spiculatus en los controles de la parasitosis 

en larvas de Culex apicinus. 

 

Culex apicinus   

 
Nº de larvas 

expuestas(Total) 
Nº de larvas 

vivas(promedio) 
Nº de larvas 

infectadas(promedio) 
Ensayo 180 13,5±4,5 7±3,6 
Control larvas 60 12,7±3,5 0 
Control virus 60 11,3±4,5 0 

Culex apicinus Control de la parasitosis  

Nº de larvas expuestas(Total) Nº de larvas vivas(Promedio) 
Numero de larvas parasitadas           

(Promedio) 

60 10±7,2 1,3±1,5 
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Aedes (Ochlerotatus) crinifer 

No fue posible obtener larvas con síntomas de infección viral patente en esta especie 

de mosquito. Se observó una alta mortalidad larval en condiciones de laboratorio, 

tanto en los ensayos como en los controles (Tabla 2). En el control con nematodos, las 

larvas de mosquito murieron antes de que los parásitos pudieran completar su 

desarrollo (Tabla 2). 

 

Tabla 2. Resultados de los ensayos de transmisión del iridovirus mediante 

Strelkovimermis spiculatus en larvas de segundo estadio de Aedes crinifer. 

 

Aedes  crinifer 

 
Nº de larvas 

expuestas (Total) 
Nº de larvas vivas 

(promedio) 
Nº de larvas infectadas 

(promedio) 

Ensayo 120 5,7±2,6 0 
Control larvas 40 10±1,4 0 
Control virus 40 8,5±4,9 0 

 

Aedes (Ochlerotatus) albifasciatus 

En el primer ensayo se observó 92 % de mortalidad en los tratamientos a las 48 horas 

de realizado el ensayo, aun así, se observaron dos larvas muertas que aún presentaban 

la iridiscencia típica de la infección con iridovirus. En el segundo ensayo realizado 

íntegramente con agua del sitio de muestreo, aunque se logró disminuir la mortalidad 

a un 5%, no se obtuvieron larvas infectadas (Tabla 3.a). En el control de la parasitosis 

se obtuvo una prevalencia de la misma de 49 % (Tabla 3.b) 

 

Tabla 3.a. Resultados de los ensayos de transmisión del iridovirus mediante 

Strelkovimermis spiculatus en larvas de segundo estadio de Aedes albifasciatus y el 

control de larvas sin presencia de patógenos. 

 

Aedes albifasciatus 

 
Nº de larvas 

expuestas (Total) 
Nº de larvas vivas 

(promedio) 
Nº de larvas infectadas 

(promedio) 

Ensayo 120 19,8±4,5 0 
Control larva 20 20 0 
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Tabla 3.b. Prevalencia de Strelkovimermis spiculatus en los controles de la parasitosis 

en larvas de Aedes albifasciatus. 

 

Aedes (Stegomyia) aegypti 

Cantidad de inóculo 

Cuando se expusieron larvas de Aedes aegypti a inóculo viral en cantidades crecientes, 

se vio que la prevalencia de la infección con iridovirus decrece desde el primer inóculo 

(57,2% (n=180)) al cuarto inóculo (18,4 % (n=180)) (Fig. 1b). Los promedios entre 

réplicas de larvas vivas y larvas infectadas para cada tratamiento se muestran en la 

Tabla 4.a. La mortalidad del control de larvas sanas fue 1.5 % (n=60). En los controles 

con virus en ausencia del nematodo se obtuvo una larva infectada utilizando el inóculo 

nº 1 (n=60) (Tabla 4.b). La parasitosis por S. spiculatus en el control fue de 77.7 % 

(Tabla 4.c).  

 

 

Tabla 4.a. Variación de la infección viral en larvas de Aedes aegypti expuestas a inóculo 

creciente y al nematodo en proporción 5:1 (J2: larva de mosquito). 

 

Aedes aegypti  Ensayo 

Inóculo Nº de larvas expuestas 
(Total) 

Nº de larvas vivas (promedio) 
Nº de larvas infectadas 

(promedio) 

1 ½ Li 180 13,8 ± 7,6 7,9 ± 4,7 

2 1Li 180 19,2 ± 1,3 7.7 ± 3,9 

3 3 Li 180 19± 0,9 5,2 ± 4,2 

4 6 Li 180 19± 1,1 a 3,5 ± 3,4 

Control larva 60 19,7±0,6 0 

 

 

Aedes albifasciatus Control del parasitismo  

Nº de larvas expuestas (Total) Nº de larvas vivas (promedio) 
Nº de larvas parasitadas 

(promedio) 

70 33,5±3.5 16,5±2,12 



130 

 

Tabla 4.b. Resultado de los controles con virus en el ensayo con variación de inóculo 

en larvas de Aedes aegypti. 

 
Aedes aegypti Control virus 

Inóculo Nº de larvas expuestas 
(Total) 

Nº de larvas vivas(promedio) 
Nº de larvas infectadas 

(promedio) 

1 ½ Li 60 19 ± 1,7 0,3 ± 0,6 

2 1Li 60 20 ± 0 0 

3 3 Li 60 20 ± 0 0 

4 6 Li 60 20 ± 0 0 

 

 

Tabla 4.c. Prevalencia de S. spiculatus en los controles de la parasitosis en larvas de 

Aedes aegypti. 

 

 

J2: larva de mosquito 

Cuando se realizaron infecciones manteniendo constante el inóculo (1 Li) pero 

variando la proporción J2:L2 resultó que la prevalencia del iridovirus se incrementó 

desde 12,6 % (n=180) con la proporción más baja (1:1) a 51,9 % (n=180) con la 

proporción más alta (7:1) (Fig. 1a). La mortalidad promedio en el control con larvas 

sanas fue de 9% mientras que la mortalidad en el control con inóculo viral fue 8%. No 

se obtuvieron larvas infectadas en ningún control. Las proporciones promedio entre 

réplicas con los distintos tratamientos y los controles con larvas sanas y en presencia 

de virus se muestran en la Tabla 5.a. La prevalencia de Strelkovimermis spiculatus en 

los controles de la parasitosis en larvas de Aedes aegypti se presentan en la Tabla 5b. 

 

 

  

Aedes aegypti Control del parasitismo 

Nº de larvas expuestas (Total) Nº de larvas vivas (promedio) 
Nº de larvas parasitadas 

(promedio) 

58 19,3±0,6 15±1 
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Tabla 5.a 

Variación de la infección con MIV en larvas de segundo estadio de Aedes aegypti 

expuestas al virus y a una proporción creciente de pre-parásitas (J2). 

 

Aedes aegypti Ensayo 

J2:L2 Nº de larvas expuestas (Total) 
Nº de larvas vivas 

(promedio) 
Nº de larvas infectadas 

(promedio) 
1:1 180 17,5±2,3 2,2 ±1,8 

3:1 180 17,5±1,7 6,1±1,9 

5:1 180 16,5±3 9,2±4 

7:1 180 15,8±2,9 8,2±3 

Control larva 180 18,2±1,6 0 

Control virus 180 18,4±1,5 0 

 

 

 

 

Figura 1. Prevalencia (%) de la infección con MIV en 

larvas de Aedes aegypti mediada por el nematodo 

Strelkovimermis spiculatus. Variación de la 

susceptibilidad al virus con diferentes proporciones 

de pre- parásitas (J2): larva de mosquito (L2) (a) y 

crecientes cantidades de inóculo en forma de larvas 

infectadas (Li) (b). 
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Análisis de datos 

Comparación de la proporción de larvas infectadas en las especies de 

mosquito Aedes aegypti y Culex pipiens en los diferentes tratamientos. 

Ensayo de variación del inóculo  

Se quiere establecer si hay o no diferencias significativas en la proporción de larvas 

infectadas de las especies A. aegypti y C. pipiens sometidas a cuatro inóculos virales  

manteniendo constante la proporción de nematodo:larva de mosquito (5:1). En base al 

total de los datos (Tabla 6) se calcularon las proporciones de infectadas sobre vivas 

(Tabla 7). 

 

 

Tabla 6 

Conteo total de larvas infectadas y vivas en los ensayos con diferentes inóculos  en 

larvas de Aedes aegypti y Culex pipiens. 

 
 

Tabla 7  

Proporciones calculadas a partir de los datos de la tabla 6. 

 
Inóculo A.aegypti C. pipiens Total 

1 0,573 0,859 0,726 

2 0,399 0,743 0,553 

3 0,275 0,529 0,388 

4 0,187 0,436 0,306 

Proporción del total 0,343 0,637 0,482 

 Aedes aegypti Culex pipiens 

Inóculo # L. vivas # L. infectadas # L. vivas # L. infectadas 

1 124 71 142 122 

2 173 69 140 104 

3 171 47 138 73 

4 171 32 156 68 

Total general 639 219 576 367 



133 

 

 

Para estudiar los cambios en las proporciones de larvas infectadas según los distintos 

inóculos y especies de mosquito se propone un modelo lineal generalizado de familia 

Binomial sin interacción. La figura 2 muestra intervalos de confianza de 95 % y descarta 

la posibilidad de interacciones entre especies y tratamientos. No obstante se probó 

analíticamente la ausencia de interacción. 

 

 

 

Figura 2.  Comparación entre las prevalencias de MIV en Culex pipiens (p Culex) y Aedes aegypti (p 

Aedes) variando la cantidad de inóculo con intervalo de confianza de 95% (LI =límite inferior, LS=límite 

superior). 

 

El modelo propuesto es el siguiente:  

 

Donde:  

p=probabilidad de estar infectado 

IClx = 1 si la especie es Culex, 0 en otro caso 

II2 = 1 si el inóculo es el 2, 0 en otro caso 

II3 = 1 si el inóculo es el 3, 0 en otro caso 

II4 = 1 el inóculo es el 4, 0 en otro caso 
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Por lo tanto el inóculo 1 se identifica cuando II2 =II3 =II4 = 0 y la especie A.aegypti se 

identifica cuando IClx = 0. 

 

El modelo arrojó los siguientes resultados 

 

 

Estimate Std. Error z value Pr(>|z|) 

β0 : interceptor 0,371 0,152 2,450 0,014 

β1 : Culex 1,305 0,129 10,122 0,000 

β2 : I2 -0,716 0,186 -3,838 0,000 

β  : I  -1,452 0,189 -7,675 0,000 

β  : I  -1,896 0,192 -9,859 0,000 

 

 

exp.beta LI 95% LS 95 % 

Exp(β0) 1,450 1,077 1,951 

Exp(β1) 3,687 2,864 4,747 

Exp(β2) 0,489 0,339 0,705 

Exp(β ) 0,234 0,161 0,339 

Exp(β ) 0,150 0,103 0,219 

Efecto del cambio de la especie en las chances de infección: 

El cambio en las posibilidades de ser infectado por el iridovirus al pasar de la especie A. 

aegypti a C. pipiens está dado por: 

 

Es decir que las posibilidades de una larva de C. pipiens de estar infectada es casi 4 

veces las chances de una larva de A. aegypti aun sosteniendo la misma proporción de 

pre-parásitas sobre larvas de mosquitos. 
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Efecto de los inóculos comparados entre sí: 

 Estimador Estimación IC 95%: LI * IC 95%: LS * 

OR(I2/I1) 
 

0,489 0,339 0,705 

OR(I3/I1) 
 

0,234 0,161 0,339 

OR(I4/I1) 
 

0,150 0,103 0,219 

OR(I3/I2) 
 

0,479 0,315 0,727 

OR(I4/I2) 
 

0,307 0,201 0,470 

OR(I4/I3) 
 

0,641 0,418 0,984 

*Los niveles de significación fueron ajustados por Bonferroni para que la significación 

global sea de a lo sumo 5%. 

 

Se observa una disminución significativa de las chances de infección de cualquier 

inóculo respecto al I1, con disminuciones de 51% para I2, 77% para I3 y 85% para I4. 

Respecto a I2 hay disminución significativa tanto de I3 como de I4, en 52% y 70% 

respectivamente; si bien las chances de infección de I4 respecto a I3 también muestran 

una disminución de 36%, el extremo derecho del intervalo de confianza está muy 

próximo a 1 lo que lleva a pensar en una diferencia poco contundente. 

 

Conclusiones 

Las estimaciones obtenidas comparando Culex pipiens y Aedes aegypti muestran que 

hay diferencias significativas en las posibilidades de infección con iridovirus entre 

ambas especies, siendo Culex la que más chances de infección tiene (en promedio casi 

4 veces las posibilidades de Aedes) (Fig. 3). Al no haber interacción, el efecto es 

constante para cada tipo de inóculo. Sin importar la especie, salvo entre los inóculos 3 

y 4, el resto muestra diferencias en las chances de infección. Además, la estimación de 

los parámetros evidencia que tales posibilidades disminuyen desde el inóculo 1 

sucesivamente hasta el inóculo 4. 
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Figura 3. Comparación de la proporción de larvas infectadas con iridovirus en el ensayo con variación de 

inóculo viral para ambas especies. Los inóculos  seguidos de una misma letra no son significativamente 

diferentes según el modelo binomial aplicado. 

 

Ensayo de variación de la proporción del nematodo  

Se quiere establecer si hay o no diferencias significativas en la proporción de larvas 

infectadas de las especies A. aegypti y C. pipiens sometidas a cuatro proporciones 

diferentes de J2: larva de mosquito. En base al total de los datos (Tabla 8) se calcularon 

las proporciones de infectadas sobre vivas (Tabla 9). 

 

Tabla 8 

Conteo total de larvas infectadas y vivas en los ensayos con diferentes proporciones 

J2:L2  en Aedes aegypti y Culex pipiens. 

 

Nematodos Aedes aegypti Culex pipiens 

 # Vivas # Infectadas # Vivas # Infectadas 

1:1 158 20 173 66 

3:1 158 55 167 101 

5:1 149 83 165 125 

7:1 142 74 154 136 

Total general 607 232 659 428 
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Tabla 9 

Proporciones calculadas a partir de los datos de la tabla 8. 

 
Nematodes A.aegypti C. pipiens 

1:1 0,1266 0,3815 

3:1 0,3481 0,6048 

5:1 0,5570 0,7576 

7:1 0,5211 0,8831 

Proporción del total   0,3822 0,6495 

 

Para estudiar los cambios en las proporciones de larvas infectadas según las distintas 

proporciones de J2: larva de mosquito utilizada  y según la especie de mosquito,  se 

propone un modelo lineal generalizado de familia Binomial.  

Se propuso el siguiente modelo:  

 

 

donde: 

p=probabilidad de estar infectado 

IClx = 1 si la especie es Culex, 0 en otro caso 

I3:1 = 1 si el inóculo es el 2, 0 en otro caso 

I5:1 = 1 si el inóculo es el 3, 0 en otro caso 

I7:1 = 1 el inóculo es el 4, 0 en otro caso 

 

Por lo tanto el inóculo 1 se identifica cuando I3:1 =I5:1 =I7:1 = 0 y la especie Aedes se 

identifica cuando IClx = 0. 

 

Se comenzó con un modelo completo que incluyó interacción, pero fue descartado por 

los resultados correspondientes a esos parámetros. 

El modelo arrojó los siguientes resultados: 

 
Estimate Std. Error z value Pr(>|z|) 

β0 : interceptor -1,815 0,157 -11,589 0,000 

β1 : C. pipiens 1,279 0,129 9,922 0,000 

β2 : nemat :1 1,068 0,176 6,079 0,000 
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β  : nemat5:1 1,883 0,183 10,282 0,000 

β  : nemat :1 2,128 0,190 11,205 0,000 
 

 exp.beta LI 95% LS 95 % 

Exp(β0) 0,163 0,120 0,221 

Exp(β1) 3,593 2,791 4,626 

Exp(β2) 2,909 2,062 4,104 

Exp(β ) 6,573 4,591 9,412 

Exp(β ) 8,399 5,788 12,187 
 

Cuando se trata de la proporción 1:1, el modelo estima en 0.14 la probabilidad de que 

larvas de la especie A. aegypti estén infectadas. A continuación se detallan las 

estimaciones de los cambios en las chances de infección para todos los casos. 

 

Efecto del cambio en la especie para las chances de infección: 

El cambio en las chances de ser infectado al pasar de la especie A. aegypti a C. pipiens 

está dado por   

 

Es decir que las chances de las larvas de C. pipiens de estar infectadas son casi 4 veces 

las chances de A. aegypti de estar infectadas. Al no haber interacción esta relación se 

mantiene para cualquier tratamiento. 

Efecto de las proporciones J2: larva de mosquito: 

 Estimador Estimación IC 95%: LI * IC 95%: LS * 

OR(N3/N1) 
 

2,909 2,062 4,104 

OR(N5/ N1) 
 

6,573 4,591 9,412 

OR(N7/ N1) 
 

8,399 5,788 12,187 

OR(N5/ N3) 
 

2,260 1,489 3,429 

OR(N7/ N3) 
 

2,887 1,872 4,454 

OR(N7/ N5) 
 

1,278 0,819 1,992 

*Los niveles de significación fueron ajustados por Bonferroni para que la significación global sea de a lo 

sumo 5%. 
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Se observan aumentos significativos en las chances de infección para todas las 

proporciones respecto a la relación 1:1; para la relación 3:1 triplican las chances, para 

5:1 son casi 7 veces más y para 7:1 casi 8 veces. 

Al comparar las chances de 5:1 y 7:1 respecto de 3:1 también se verifican aumentos 

significativos. En el primer caso algo más de 2 veces y en el segundo casi se triplica. 

No se detecta diferencia significativa entre las chances de las relaciones 7:1 respecto a 

5:1. 

Conclusiones 

Las estimaciones obtenidas con este modelo muestran que hay diferencia en las 

chances de infección entre ambas especies, siendo C. pipiens la especie con más 

chances de infección (en promedio casi 4 veces las chances de A. aegypti). Al no haber 

interacción ese efecto es constante para cada relación de nematodos. Sin importar la 

especie, salvo entre las proporciones 5:1 y 7:1, el resto muestra diferencias en las 

oportunidades de infección (Fig. 4). Además la estimación de los parámetros evidencia 

que tales chances aumentan desde la relación 1:1 sucesivamente hasta la relación 7:1 

independientemente de la especie de mosquito en cuestión. 

 

 

Figura 4. Comparación de la proporción de larvas infectadas con iridovirus en el ensayo con variación de 

la proporción J2: L2 para ambas especies. Las proporciones seguidas de una letra en común no son 

significativamente diferentes según el modelo binomial aplicado. 
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Evaluación de las diferencias en la prevalencia del virus entre las especies Culex 

pipiens, Culex apicinus y Aedes aegypti. 

Se compara el ensayo realizado en C. apicinus con los correspondientes en C. pipiens y 

A. aegypti donde se utilizó el inóculo 2 (1Li) y 5:1 (J2: larva de mosquito). 

Resumen de datos: 

 

Especie Infectadas Vivas Proporción 

A.aegypti 69 173 0,399 

C.apicinus 63 122 0,516 

C. pipiens 104 140 0,743 

Total general 236 435 0,543 

 

Tomando como categoría de referencia a Aedes se estimaron los parámetros del 

modelo lineal generalizado de familia binomial: 

 

Donde: 

p=probabilidad de estar infectado 

IApi = 1 si la especie es C. apicinus, 0 en otro caso 

IPi = 1 si la especie es C. pipiens, 0 en otro caso 

Por lo tanto la especie A.aegypti se identifica cuando IApi =IPi  =0. 

El modelo arrojó los siguientes resultados: 

 
Estimate Std. Error z value Pr(>|z|) 

β0 : interceptor -0,41 0,155 -2,642 0,008 

β1 :  picinus 0,476 0,239 1,994 0,046 

β2 : Pipiens 1,471 0,248 5,932 <0,0001 
 

 exp.beta LI 95% LS 95 % 

Exp(β1) 1,61 1,008 2,569 

Exp(β2) 4,35 2,678 7,08 

Exp(β2- β1) 2,71 1,609 4,548 
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Conclusiones 

Las proporciones de la infección en un ensayo equivalente para Culex pipiens, Culex 

apicinus y Aedes  aegypti son significativamente distintas entre sí, confirmando que en 

estas condiciones las chances de infección son más altas para larvas de C. pipiens 

seguido por larvas de C. apicinus y siendo A. aegypti la especie que menos 

posibilidades de infección presenta (Fig. 5a). En la figura 5b se presenta una 

comparación de las respectivas prevalencias de los nematodos en los controles. 

 

Figura 5. Comparación entre las prevalencias del virus entre tres especies (Culex pipiens, Culex apicinus 

y Aedes aegypti) en los ensayos donde se expusieron larvas de segundo estadio al inóculo viral (1 larva 

infectada homogenizada) y nematodos pre-parásitos en proporción 5:1 por 72 hs. (a) y las respectivas 

prevalencias del nematodo en los controles (b). 

 

Susceptibilidad de células de Aedes albopictus (línea celular CCL-126) al iridovirus de 

Culex pipiens 

Detección del virus en las células de cultivo inoculadas 

El virus fue inoculado en células de A. albopictus. Se realizaron tres pasajes tras los 

cuales, las células fueron congeladas, descongeladas y centrifugadas. El sobrenadante 

fue sujeto a extracción de ADN. La amplificación por PCR de un fragmento del gen de la 

proteína mayor de la cápside viral dio resultado positivo  dado que se obtuvo una 

banda de aproximadamente 300 bp. La amplificación con la muestra de cultivo celular 

control sin virus arrojó resultados negativos. Las células en cultivo inoculadas no 

presentaron efectos citopáticos evidentes. 
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Prueba de trasmisión in-vivo del virus replicado en cultivo celular 

En el ensayo de transmisión in- vivo, las larvas expuestas al virus obtenido por 

congelación y centrifugación de las células inoculadas fueron evaluadas a las 72 hs y no 

presentaron signos de infección patente. 
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Discusión 

 

Los resultados muestran que utilizando pre-parásitas de Strelkovimermis spiculatus 

como vehículo, el iridovirus de Culex pipiens podría potencialmente infectar 

numerosas especies de mosquitos del mismo género asi como de otros. Estos 

resultados encuentran similitud con estudios en los que el virus fue transmitido 

mediante microinyección, un mecanismo directo de entrada al insecto, y se logró 

obtener de esta manera un amplio rango hospedador. Por ejemplo, en un trabajo 

publicado por los autores Tesh y Andreadis (1992), se logró mediante este mecanismo 

transmitir exitosamente el IIV-22 a seis especies de mosquitos, flebótomos y 

triatominos. 

Mediante el presente estudio se logró infectar de manera evidente tres especies de 

mosquitos: Culex apicinus, Aedes aegypti y Aedes albifasciatus. Los resultados 

obtenidos en C. apicinus y A. aegypti fueron comparados con los obtenidos para C. 

pipiens en el Capitulo 3 (Fig. 5a). En los ensayos de transmisión del virus en A. aegypti, 

aunque se detectaron diferencias significativas en las proporciones de larvas 

infectadas con respecto a C. pipiens, se observa que la tendencia de la variación es la 

misma, aumentando la prevalencia con la proporcion J2:L2 y disminuyendo con el 

aumento del inóculo en ambas especies. 

Según los datos arrojados por el modelo binomial, hay diferencias significativas en las 

prevalencias del virus entre C. pipiens, C. apicinus y A. aegypti, en donde la especie 

hospedadora natural C. pipiens, tiene casi cuatro veces mas chances de infectarse que 

A. aegypti. Esto se puede interpretar a priori como una consecuencia de un diferente 

nivel de parasitismo entre las especies de mosquitos evaluadas , donde se infectaría en 

menor proporción la especie con menor ingreso del parásito a la larva. Si observamos 

la Figura 5a se observa la disminucion de la prevalencia del virus desde C. pipiens a A. 

aegypti pasando por C. apicinus, pero cuando se observa la figura 5b se puede notar 

que las prevalencias del nematodo no acompañan la tendencia del virus, siendo menor 

para C. apicinus y casi iguales para las otras dos especies. La similitud en las 

prevalencias del parasitismo en C. pipiens y A. aegypti esta en concordancia con un 
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estudio realizado por Achinelly y Camino (2005), en el cual se determinó que no hay 

diferencias significativas en las prevalencias del parásito entre ambas especies. Por 

este motivo se descarta que la diferencia en las prevalencias se deban a una cuestión 

del parásito como medio de ingreso del virus al mosquito, al contrario, dichas 

diferencias parecen estar vinculadas a cuestiones relacionadas a los mecanismos 

propios del virus. 

Si bien la infeccion en A. albifasciatus solo se detectó en larvas muertas, la 

sintomatología de la infección fue clara y muestra que aunque en muy baja 

proporción, la infección en esta especie es posible. Vale destacar, que en el caso de 

esta especie, fueron halladas ocasionalmente larvas infectadas con un iridovirus en 

extensos estudios de campo previos a la presente tesis (datos no publicados). Es de 

remarcar que esta especie de mosquito se encuentra asociada a grandes charcos de 

inundación que representan sitios de cria del nematodo Strelkovimermis spiculatus 

(Micieli y García, 1999, Campos y Sy, 2003), mostrando nuevamente una asociación 

temporo-espacial entre ambos patógenos. Tanto en campo como en laboratorio la 

proporción de larvas infectadas por el iridovirus parece ser baja, esto podría responder 

a una cuestión natural de susceptibilidad de la especie o a diferentes factores 

ambientales. Los sitios de cria para el mosquito A. albifasciatus son charcos de 

inundación temporarios con períodos de sequía largos, esto reduciría o imposibilitaría  

la supervivencia de la partícula viral en el ambiente (ver Capítulo 6). Por otro lado, 

tanto el mosquito como el parásito no tienen superposición de generaciones (como es 

el caso de C. pipiens) lo que implica que no habría renovación constante de inóculo 

viral fresco. Estos factores son importantes para comprender la ausencia de 

infecciones permanentes con iridovirus en este tipo de ambientes.  

Para el caso de Aedes crinifer (especie sin registro natural de iridovirus), no fue posible 

infectar larvas de esta especie con el virus ni con el nematodo, aunque este resultado 

negativo debería ser repetido con un número mayor de réplicas que permitan una 

correcta evaluación de la infección . 

En el campo de la replicación in-vitro se obtuvieron resultados similares a estudios 

anteriores. Se pudo comprobar por PCR la infeccion viral en células de A.albopictus, 

aunque al no observarse lisis celular, este sistema no pudo ser utilizado para realizar 
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ensayos de placa. Las partículas virales extraídas del cutivo no fueron infectivas en el 

ensayo in-vivo en larvas de C. pipiens.  
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Conclusiones 
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Objetivos 1y 2: Prospección e identificación de virus entomopatógenos 

 

-Se identificó por primera vez en Argentina la presencia de un virus que según 

sintomatología y métodos ópticos pertenecería al género Deltabaculovirus de la familia 

Baculoviridae en una población del mosquito Aedes (Ochlerotatus) crinifer de 

Ensenada, Buenos Aires. 

-Se logró identificar por sintomatología, métodos ópticos y moleculares la presencia de 

un virus de la familia Iridoviridae en una población del mosquito Culex pipiens en una 

zanja de drenaje domiciliario ubicada en Berisso, Buenos Aires, Argentina. Este 

constituye el primer reporte mundial de un virus iridiscente en larvas de C. pipiens y de 

MIV en la región Neotropical. 

-Se obtuvo la secuencia de una región conservada del iridovirus de C. pipiens. Según el 

análisis filogenético de la secuencia de la proteína MCP comparada con otros seis taxa 

pertenecientes a diferentes géneros de la familia Iridoviridae, el MIV de C. pipiens 

estaría más cercano a la especie tipo del género Chloriridovirus que a la especie tipo 

del género Iridovirus, y alejado de los iridovirus de vertebrados. 

 

Objetivo 3: Patología 

 

-La sintomatología (iridiscencia) se hace evidente inicialmente en el tórax de la larva, 

en el 80 % de los casos, entre las 48 y las 72 hs de la exposición de las larvas al virus. La 

intensidad de la misma aumenta progresivamente hacia el abdomen hasta cubrir todo 

el cuerpo. La muerte de las larvas se produce en el mismo o a lo sumo en un estadio 

posterior al que se infectó. Esto sucede, en el 79 % de los casos, 10 días después de 

comenzada la infección. 

-Los tejidos infectados detectados fueron: el cuerpo graso, la epidermis y el epitelio 

traqueal. También se detectó infección en esófago y glándulas salivales. 

 

Objetivo 4: Trasmisión horizontal 
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-La transmisión horizontal del virus en laboratorio, mediante ingestión y por 

laceraciones, resultó casi nula. 

Debido a que se comprobó una fuerte asociación a campo entre la infección viral y el 

parasitismo por Strelkovimermis spiculatus, se estudió la transmisión horizontal del 

iridovirus mediada por S. spiculatus, la cual resultó en altas prevalencias. La 

infectividad viral aumenta significativamente con la proporción de nematodos, 

disminuye significativamente con el estadio larval y por algún motivo, aún no 

esclarecido, disminuye al aumentar el inóculo. 

-Dado que no fue posible detectar el nematodo en el interior de todas las larvas 

infectadas con el virus, no se descarta una vía de transmisión alternativa. 

-La relación parasitismo-infección viral resulta ser directa por lo que se descarta una 

entrada del virus casual a través del orificio dejado por el mermítido a su paso. 

-Observaciones de las formas pre-parásitas expuestas al MIV muestran acarreo de 

partículas virales sobre la cutícula. Al parecer, las mismas presentarían algún tipo de 

adhesión. De esta manera el parásito al penetrar la cutícula, ingresaría el virus 

directamente al hemocele de la larva. 

-Mediante un experimento sencillo que incluye múltiple parasitismo, se demostró que 

el primer parásito que ingresa al mosquito hospedador sin el virus es el que llegaría, en 

algunos casos, a estar en condiciones de emerger, mientras que los nematodos que 

ingresan con el virus se ven afectados de alguna manera, muriendo o al menos 

deteniendo su crecimiento. 

-Observaciones de campo y laboratorio nos llevan a pensar que los nematodos son 

susceptibles al virus en alguna etapa de su ciclo vital, pero no fue posible detectar 

focos de infección viral dentro de los nematodos en ninguna etapa del ciclo evaluada. 

 

Objetivo 5: Persistencia de la partícula viral 

-En total oscuridad y a 25⁰C el virus permaneció infectivo entre   y 9 semanas en agua 

con sedimento, no ocurriendo lo mismo en ausencia del mismo, en el cual persistió 

solo por una semana. 

-En presencia de luz artificial se observó una caída de la prevalencia desde 64 a 8% en 

cuatro semanas en la serie con sedimento, mientras que en la serie sin sedimento, el 
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virus solamente fue infectivo en la semana 0, con una prevalencia similar a la otra 

serie. 

-Es fundamental la presencia de un sustrato para el mantenimiento de la infectividad a 

largo plazo. 

-El virus introducido en un ambiente de cría natural de Culex pipiens puede 

mantenerse infectivo por un tiempo muy prolongado aun sin tener mecanismos 

propios de protección de la partícula viral. Esto es debido a que la muerte de las larvas 

infectadas se da de manera asincrónica, posibilitando la perpetuación del inóculo en el 

ambiente. Además, las partículas virales contenidas en el cadáver permanecen 

protegidas y retienen la infectividad durante varios días. 

 

Objetivo 6: Estudios de rango hospedador 

 

-Otras especies de mosquito que se lograron infectar con el iridovirus de C. pipiens de 

manera evidente y utilizando a S. spiculatus como transmisor fueron: Culex apicinus, 

Aedes albifasciatus y Aedes aegypti.  

-En los ensayos de transmisión del virus en C. pipiens, C. apicinus y A. aegypti se 

detectaron diferencias significativas en las chances de infección con iridovirus, siendo 

la especie origen la más susceptible. Por otro lado, las chances de infección en A. 

aegypti son casi cuatro veces más bajas con respecto a C. pipiens. Se descartó que esta 

diferencia en las prevalencias se deba a una cuestión del parásito como medio de 

ingreso del virus al mosquito. Las mismas parecen estar vinculadas a cuestiones 

relacionadas a los mecanismos propios del virus. 

-Se pudo comprobar por PCR que células de Aedes albopictus en cultivo son 

susceptibles al iridovirus, aunque no se observaron efectos citopáticos. Las partículas 

virales extraídas del cultivo celular no fueron infectivas en el ensayo in-vivo en larvas 

de C. pipiens. 
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Conclusión general y 
Perspectivas futuras 
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Conclusión General  

 

Sumado al conocimiento de dos nuevos entomopatógenos en Argentina, pudimos 

comenzar un estudio profundo del iridovirus hallado en Culex pipiens, una temática 

aun inexplorada en nuestro país. Se avanzó en el conocimiento de un sistema 

particular en donde interviene además un tercer organismo, el nematodo mermítido 

Strelkovimermis spiculatus. Los estudios de transmisión arrojaron diferencias muy 

importantes con los realizados en la especie tipo del género Chloriridovirus. En nuestro 

sistema fueron obtenidas prevalencias muy altas, esperables para un buen agente de 

control biológico, sin embargo, el hecho de que un parásito actúe como vector del 

virus plantea inconvenientes para la utilización del mismo para tal fin. En el caso de 

que el mermítido pudiera ser instalado en un ambiente de cría de culícidos, también 

sería necesaria la introducción de gran cantidad de inóculo para obtener en el campo 

las mismas prevalencias que las obtenidas en laboratorio. Sin embargo, pudimos 

avanzar en el conocimiento de la patología, la transmisión, la persistencia de este tipo 

de virus que afecta a los culícidos, y que puede estar involucrado en procesos 

reguladores de las poblaciones con posibles implicancias futuras.  
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Perspectivas futuras 

El desarrollo de la presente tesis deja planteados diferentes interrogantes que pueden 

ser el inicio de futuras investigaciones. A continuación se proponen brevemente 

algunas de las áreas temáticas, derivadas de este trabajo. 

Una de ellas, que se encuentra actualmente en proceso de estudio, es la secuenciación 

total del genoma del iridovirus de Culex pipiens y el estudio de la variabilidad genética 

entre aislamientos de distintos sitios de cría de mosquitos así como aislamientos que 

presentaron una sintomatología peculiar en la coloración de la iridiscencia. El 

conocimiento del genoma total resultará muy importante dado que solo se conoce, 

hasta el presente, la secuencia completa de una sola especie de Chloriridovirus, el IIV-

3. Por otro lado, para profundizar en estudios de la replicación viral y la transmisión 

entre células sería necesario encontrar una línea celular permisiva para el virus que 

permita el mantenimiento de la infectividad a través de los sucesivos pasajes. 

Otro aspecto necesario de profundizar son las vías alternativas de transmisión. En este 

sentido queda por comprobar y esclarecer las vías de transmisión vertical y la patología 

producida por la infección subletal, mecanismos que pueden ser considerados como 

reguladores de las poblaciones de culícidos. 

Dado que el iridovirus fue hallado en las glándulas salivales de las larvas de mosquito, 

debería estudiarse con mayor profundidad la posibilidad de que este virus pueda 

desarrollarse en las glándulas salivales del adulto y así interferir con flavivirus 

transmitidos por ellos. 

Otro interrogante aun no resuelto es el motivo por el cual la presencia de un sustrato 

es tan importante para la persistencia de las partículas virales. Debería comprobarse la 

existencia de algún tipo de afinidad virus-sustrato específica o la presencia de alguna 

forma de protección mecánica que el mismo pudiera ejercer sobre las partículas. 
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Apéndice 1  
 

Cría y mantenimiento de mosquitos en cautiverio 

 
 

Cría de Culex pipiens  

 

La metodología de cría estandar utilizada tanto de Culex pipiens como de Aedes 

aegypti se basó en Gerberg et al, 1994.  

La colonia de C. pipiens fue instalada partiendo de estados inmaduros colectados en 

zonas suburbanas de Berisso y La Plata. Las larvas recolectadas fueron revisadas para 

descartar la presencia de patologías. Luego se ingresaron a un insectario en 

condiciones de temperatura (25 ±1 ⁰C) y luz controlada (fotoperiodo 12:12, luz: 

oscuridad). Se colocaron en bandejas plásticas con agua declorinada y alimento 

balanceado para cobayo finamente molido (Fig. 1a). Al llegar al último estado de 

desarrollo inmaduro, las pupas fueron traspasadas a un recipiente pequeño que fue 

colocado dentro de una primera jaula recubierta con tela mosquitera (llamada Jaula de 

emergencia) (Fig. 1b) donde las larvas pasaron al estado de pupa y posteriormente 

emergieron los adultos. Para permitir la alimentación sanguínea, los mosquitos fueron 

colectados mediante el uso de un aspirador a batería y liberados en una segunda jaula 

llamada jaula de adultos (Fig. 1b). Allí se colocó una gallina viva tres veces por semana 

durante 1 hora. Las jaulas fueron provistas de agua y se les ofreció pasas de uva como 

una fuente de hidratos de carbono. Tres días después de la alimentación sanguínea se 

colocó un recipiente negro con agua para la puesta de huevos en forma de balsas. Los 

mismos fueron recolectados y traspasados a una bandeja con agua y alimento para 

comenzar nuevamente el ciclo. Una diferencia importante que presentan los huevos 
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de C. pipiens comparados con los de Aedes aegypti es que no pueden ser almacenados 

en seco. En cambio es posible retrasar la eclosión por un plazo de hasta 3 días, 

manteniendo las balsas en agua a ≈ ⁰C, posterior a ese tiempo los huevos se tornan 

inviables.  

 

 

 

 

Figura 1. Insectario instalado en el CEPAVE. Estantería con bandejas con agua donde se produce la 

emergencia de las larvas y se crían hasta alcanzar el estado de pupa (a). Jaulas donde emergen los 

adultos y se les provee alimentación sanguínea (b). 
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Cría de Aedes aegypti 

 

Se inició una colonia con ejemplares inmaduros colectados en diferentes sitios de La 

Plata. El procedimiento estándar fue similar al utilizado para la especie C. pipiens. Las 

larvas fueron colocadas en bandejas dentro de un insectario y se continuó con el 

procedimiento hasta obtener los adultos. Los mismos fueron alimentados de la misma 

forma aunque se redujo el tiempo de exposición a solo 30 minutos, dado que esta 

especie de mosquito es más propensa a alimentarse en cautiverio debido a su hábitat 

alimentario diurno. Para la puesta de huevos se utilizaron ovitrampas. Las mismas 

constan de un recipiente negro, con agua en su interior, al cual se coloca por dentro 

con papel grueso corrugado de manera que parte del mismo quede sumergido. Los 

huevos fueron colocados sobre el papel húmedo justo sobre la interface del agua. 

Luego de la puesta, los papeles fueron retirados y se les dejó secar, pero manteniendo 

cierta humedad. Los mismos fueron guardados en bolsas plásticas herméticas y 

almacenados por un lapso prolongado, inclusive meses. Para el mantenimiento de la 

colonia, parte de los papeles con huevos fueron colocados semanalmente en bandejas 

con agua y alimento y se continuó con la cría utilizando el método anteriormente 

descripto. 
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Apéndice 2  
 

Strelkovimermis spiculatus(Nematoda, Mermithidae): 
Características de la especie  

Cría y mantenimiento en laboratorio 

 

Características del nematodo Strelkovimermis spiculatus 

 

Características generales y Antecedentes 

Strelkovimermis spiculatus es un nematodo perteneciente a la familia Mermithidae. 

Los integrantes de esta familia se caracterizan por ser parásitos obligados, aunque con 

la particularidad de desarrollar parte de su ciclo fuera del hospedador. Los 

hospedadores son organismos del Phylum Artropoda tanto terrestres como acuáticos. 

En particular, la especie S. spiculatus fue aislada por primera vez de larvas del 

mosquito Aedes (Ochlerotatus) albifasciatus en La Plata, Argentina (Poinar and 

Camino, 1986) y representa el único registro neotropical del género. Años después fue 

hallado parasitando larvas de Culex pipiens en los alrededores de la ciudad de La Plata 

(García and Camino, 1990). 

 

Ciclo de vida 

El ciclo vital de S. spiculatus se caracteriza por poseer estadios libres y parásitos. Del 

huevo emerge un juvenil pre-parasítico (J2) que busca activamente a su hospedador. El 

J2 entra al hemocele de la larva de mosquito penetrando a través del tegumento por 

cualquier parte del cuerpo o a través del sifón. El juvenil parásito crece y se alimenta 

hasta que muda a tercer juvenil (J3) para luego emerger como juvenil post-parasítico 

(J4), ocasionando en el proceso la muerte del hospedador. El J4 se entierra en el 

sedimento y madura sexualmente. Allí también tiene lugar la reproducción sexual y la 

puesta de huevos (Camino and Reboredo, 1994) (Fig. 1). Estos ciclos pueden 
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desarrollarse tanto en cuerpos de agua efímeros como permanentes. Un ejemplo del 

primer caso son los charcos de inundación producidos por lluvias. En este tipo de 

hábitat el nematodo se halla asociado a la especie de mosquito A. albifasciatus. En 

cuerpos de agua permanentes, como ser algunas zanjas domiciliarias, el parásito suele 

estar asociado a C. pipiens. En el caso de los ambientes efímeros el huevo debe resistir 

más tiempo que el necesario para completar la embriogénesis, a veces tiempos largos 

de sequia para luego eclosionar con una nueva inundación. 

 

 

Figura 1. Esquema del ciclo de vida de Strelkovimermis spiculatus. Del huevo depositado bajo tierra 

eclosiona el segundo juvenil (J2) o pre-parásita. El J2 muda dentro de la larva de mosquito a tercer 

juvenil (J3) y este a cuarto juvenil (J4). El J4 emerge de la larva y le produce la muerte. Los pos-parásitos 

se entierran, maduran sexualmente, copulan y ponen huevos. Cedido por la Dra. Fernanda Achinelly. 
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Método de cría 

 

La colonia de S. spiculatus fue iniciada a partir de larvas del mosquito A. albifasciatus 

parasitadas provenientes de Punta Lara, Ensenada. Las larvas fueron acondicionadas 

en bandejas y criadas de forma estándar hasta completar el último estadio larval (ver 

apéndice 1), momento en el cual fueron traspasadas a recipientes especiales donde 

emergieron los nematodos pos-parásitos llamadas bandejas de emergencia. Las 

mismas constan de una maya plástica que permite el paso de los nematodos hacia el 

fondo del recipiente quedando en la parte superior las larvas de mosquito y los adultos 

que puedan haber emergido (Fig. 2).  

Los juveniles fueron recuperados, se filtraron con agua limpia para quitar restos de 

alimento para larvas y colocados en cajas con arena gruesa cubierta de agua (Fig. 3). 

Una vez que los juveniles se enterraron naturalmente se procedió a la extracción del 

agua libre con una pipeta. La cajas con arena húmeda y juveniles pos-parásitos fueron 

introducidas en bolsas herméticas para evitar la pérdida de humedad (Fig. 4) y fueron 

colocadas en un lugar oscuro durante al menos cuatro semanas para permitir la 

maduración sexual, la copula y la oviposición. Para producir la eclosión de las formas 

pre-parásitas (J2) se inundaron las cajas 24 horas antes de ofrecerles larvas huéspedes 

(Fig. 5). Las J2 fueron contadas por dilución, bajo lupa binocular sobre una placa de 

vidrio (Fig. 5) con luz incidiendo desde abajo. Posteriormente se colocaron en un 

recipiente con agua junto con larvas de mosquito en proporción 5:1 (J2: larva de 

mosquito) durante 24 horas, tiempo estimado de ingreso de las pre- parásitas a la 

larva de mosquito (Camino y Reboredo, 1994). Luego, las larvas parasitadas fueron 

criadas en bandejas y el procedimiento continuó como fue anteriormente descrito. 

 

Figura 2. Jaula de emergencia de los 

nematodos pos-parásitos. En el 

recipiente superior se depositan las 

larvas de mosquito parasitadas con S. 

spiculatus. Cuando el parásito emerge 

atraviesan la malla plástica que divide 

ambos recipientes  
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Figura 3. Juveniles post-

parásitos enterrándose en la 

arena gruesa inundada de la 

caja de cría.  

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Caja con arena 

húmeda donde se mantienen 

los nematodos adultos de 

Strelkovimermis spiculatus 

preparadas para ser 

almacenadas. 

 

 

 

 

 

 

Figura 5. Colonia inundada 

para producir el nacimiento de 

las formas pre-parásitas junto 

a la cual se observan los 

elementos utilizados para el 

conteo por dilución de los 

juveniles pre-parásitos. 
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Abreviaturas 

 
 

µl: microlitros 

BV: Budded virus (virus brotante) 

EDTA: Ácido etilendiaminotetraacético, agente quelante 

IIV: invertebrate iridiscent virus (virus iridiscente de invertebrados) 

IIV-3: Invertebrate iridescent virus type 3 (virus iridiscente de 

invertebrados tipo 3) 

ICTV: International Committee on Taxonomy of Viruses 

IV: iridiscent virus (virus iridiscente) 

J2: segundo juvenil o forma pre-parásita 

Kpb: kilo pares de bases 

L: larva de mosquito 

Li: larva infectada 

MCP: major capsid protein (proteina mayor de la cápside) 

MEM: minimum essential medium (medio de cultivo celular esencial 

mínimo) 

MET: microscopio electrónico de transmisión 

MIV: mosquito iridiscent virus (virus iridiscente de mosquitos) 

nm: nanómetros 

NPV: nucleopolihedrovirus 

OB: occlusion body (cuerpos de oclusión) 

ODV: occlusion-derived virions (virus derivado del cuerpo de oclusión) 

PCR: polymerase chain reaction (reacción en cadena de la polimerasa) 



161 

 

rpm: revoluciones por minuto 

SBF: suero bovino fetal 

SDS: dodecilsulfato sódico, tensioactivo 
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