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Resumen

En los últimos años, la preocupación por las pérdidas de colonias de abejas Apis

mellifera ha crecido en todo el mundo. En Uruguay, estas pérdidas alcanzan el

20-30% anual, siendo las infecciones por plagas y patógenos una de las principales

causas. El objetivo de este trabajo fue realizar un relevamiento a nivel nacional de

las principales plagas y patógenos que afectan a las abejas melíferas. En

otoño-invierno de 2021 se muestrearon 100 colonias de todo el país, seleccionadas

de forma representativa según la densidad de colonias por departamento. Se analizó

la presencia, prevalencia y distribución del ácaro Varroa destructor y diferentes virus

ARN (ABPV, BQCV, CBPV, DWV, IAPV, KBV, SBV) en abejas nodrizas; los hongos

Nosema apis y Nosema ceranae y el tripanosomátido Lotmaria passim en abejas

pecoreadoras, y la bacteria Paenibacillus larvae en miel. Para la detección y/o

cuantificación de los patógenos se emplearon metodologías estándar (conteo

directo, conteo en cámara de Neubauer en microscopio, cultivo microbiológico, PCR,

multiplex PCR y RT-qPCR). N. ceranae, V. destructor y L. passim presentaron las

prevalencias más altas (63, 62 y 60% respectivamente), y a continuación los virus

DWV (30,6%), SBV (26,5%), CBPV (24,5%) y BQCV (22,4%). Finalmente, P. larvae

presentó una prevalencia de 11% y el virus ABPV 6,1%. No se detectó la presencia

de N. apis ni de los virus IAPV o KBV. Estos resultados muestran que los principales

patógenos están presentes y ampliamente distribuidos en Uruguay, y a la vez resalta

la importancia de los monitoreos para alertar sobre la situación sanitaria y el ingreso

de nuevas amenazas.
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1. Introducción

1.1 Importancia de las abejas como polinizadores

Los polinizadores son vitales para la salud y funcionamiento de los ecosistemas, la

reproducción de las plantas, los cultivos, y por ende los alimentos que los humanos

consumimos (Potts et al., 2016). Se estima que alrededor del 75% de los cultivos en

el mundo dependen en algún grado de la polinización por animales (Klein et al.,

2007).

Dentro de los polinizadores, las abejas (Familia: Apidae) son el grupo más

abundante (se han descrito más de 20.000 especies) y se estima que visitan el 90%

de los distintos tipos de cultivos a nivel mundial (Ascher y Pickering, 2020; Potts

et al., 2016).

El hombre ha estado en contacto con las abejas desde la antigüedad,

encontrándose los primeros registros de interacción con productos de las abejas en

el paleolítico (Wadley et al., 2015). La apicultura comenzó a desarrollarse

paralelamente en varias partes del mundo (Kritsky, 2017). Los registros más

antiguos hasta el momento datan de la época del imperio Egipcio (~2.400 AC)

(Crane, 1999). Los Mayas criaban abejas de la tribu Meliponini (Melipona beecheii)

desde los años 300 AC (Chase y Chase, 2005), mientras que en Asia, más

particularmente en China, se encontraron evidencias de cría de la abeja Apis cerana

en los años 158-166 DC (Kritsky, 2017). Sin embargo, la apicultura moderna como la

conocemos hoy en día se desarrolló a mediados del siglo XIX, a partir de la creación

de las colonias Langstroth, utilizándose la abeja europea Apis mellifera L. (Crane,

1999).

Apis mellifera L. es la especie visitante más frecuente en cultivos comerciales,

estimándose que realiza el 90% de los servicios de polinización (Aizen et al., 2008;

Garibaldi et al., 2013). Esta especie se caracteriza por su eficiencia como

polinizadora, lo que estaría relacionado con varios de sus atributos. En primer lugar,

su dieta está compuesta principalmente de productos derivados de flores (Requier y

Leonhardt, 2020), además sus cuerpos están cubiertos por pelos, que permiten el

transporte de granos de polen, y por último su lealtad floral con ciertas especies de
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plantas durante el mismo viaje de forrajeo o incluso durante toda su vida (Michener,

2000; Requier et al., 2023b; Stavert et al., 2016).

1.2 Situación actual del sector apícola en Uruguay

A pesar de que Uruguay cuenta con más de 45 taxa de abejas descritos (Santos

et al., 2020), la principal especie utilizada con fines comerciales es Apis mellifera. En

particular, se trata de híbridos locales o “abejas criollas”, mezcla entre A. mellifera

mellifera, A. mellifera ligustica y A. mellifera scutellata (Branchiccela et al., 2014).

Por un lado, la subespecie A. m. mellifera fue introducida en Uruguay a principios del

siglo XIX por Bernardino Rivadavia, el primer presidente constitucional de la

República Argentina (Cordara, 2010). Por otro lado, abejas reinas de A. m. scutellata

introducidas en Brasil con fines experimentales se cruzaron con las abejas locales,

dando lugar a híbridos conocidos como “abejas africanizadas”, que luego se

extendieron hasta el territorio uruguayo (Burgett et al., 1995).

El sector apícola en nuestro país cuenta con aproximadamente 2.600 productores

que poseen unas 600.000 colonias, según el Registro Nacional de Propietarios de

Colmenas (DIGEGRA-MGAP; Figura 1; (MGAP, 2022)). Uruguay es un país

exportador de materias primas, y los productos apícolas no son la excepción.

Aproximadamente 80% de la miel producida anualmente es exportada a la Unión

Europea y Estados Unidos. Las ventas de miel alcanzaron los 35,3 millones de USD

en 2021, siendo el mayor valor de los últimos 5 años (MGAP, 2022). Sin embargo,

en 2022 hubo una drástica disminución en el precio de la miel exportada, generando

severas repercusiones en el rubro (MGAP, 2022).

Más allá de las fluctuaciones económicas usuales, el sector apícola uruguayo

enfrenta grandes desafíos, entre ellos, la pérdida de colonias, una grave

problemática que afecta a las abejas alrededor del mundo.

6



Figura 1. Mapa del Uruguay mostrando la distribución geográfica de las colonias de abejas melíferas

en el año 2021. Tomado de MGAP (2022).

1.3 Pérdida de colonias de abejas melíferas

En las últimas décadas la pérdida de colonias de abejas melíferas ha cobrado

relevancia a nivel mundial. Se han desarrollado diversos programas con el fin de

monitorear y cuantificar estas pérdidas. Algunos ejemplos son la encuesta del

programa BIP (Bee Informed Partnership; beeinformed.org) en EEUU, la encuesta

del COLOSS (Prevention of Colony Losses; coloss.org) en Europa, y la encuesta de

SOLATINA (Sociedad Latinoamericana de Investigación en Abejas), en América

Latina y el Caribe (Requier et al., 2018). Estas encuestas han evidenciado la pérdida

anual de hasta el 50% de las colonias en Estados Unidos (Aurell et al., 2023), y

algunos países de Latinoamérica (Requier et al., 2023a). En Uruguay, las pérdidas

rondan el 30% anual por apicultor (Antúnez et al., 2017; Requier et al., 2023a).

Entre las principales causas de la pérdida de colonias se encuentran la intoxicación

con pesticidas, problemas nutricionales asociados a la expansión de los

monocultivos, y la infección por múltiples plagas y patógenos (Goulson et al., 2015).

Las plagas y patógenos de mayor importancia son el ácaro Varroa destructor

(Anderson y Trueman, 2000), varios virus ARN (Ball y Bailey, 1991), el hongo

microsporidio Nosema ceranae (Fries et al., 1996), la bacteria Paenibacillus larvae
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(Heyndrickx et al., 1996), y el tripanosomátido Lotmaria passim (Schwarz et al.,

2015).

1.4 Plagas y patógenos que afectan a la salud de las abejas

melíferas

1.4.1 Varroa destructor

Varroa destructor es un ácaro que parasita a las abejas melíferas y es considerado

la mayor amenaza para la apicultura actual (Rosenkranz et al., 2010). A pesar de

que el ácaro fue descrito por primera vez como un ectoparásito de A. cerana

(Oudemans, 1904), V. destructor comenzó a parasitar abejas A. mellifera a

mediados del siglo XX (Oldroyd, 1999). Actualmente tiene una distribución global,

encontrándose en todos los continentes, incluido Australia (Australian Government,

2023; Wilfert et al., 2016). Este fue el último gran territorio con abejas melíferas

libres del ácaro, hasta que en 2022 fue reportado durante un monitoreo preventivo

(Australian Government, 2023). Ninguna otra plaga o patógeno ha tenido un impacto

comparable sobre la abeja melífera, sobre todo por el hecho de haber infestado un

nuevo hospedero sin defensas innatas (Traynor et al., 2020).

El ciclo de vida de V. destructor puede separarse en dos grandes fases, una fase

reproductiva dentro de la celda de cría, donde la hembra fundadora pone los

huevos; y una fase de dispersión o forética, donde las hembras maduras pueden

transportarse por intermedio de las abejas adultas (Traynor et al., 2020). Durante la

fase reproductiva, las hembras fundadoras utilizan tanto celdas de obreras como de

zánganos para generar descendencia (Rosenkranz et al., 2010). Sin embargo, se ha

reportado que el ácaro prefiere parasitar celdas de zánganos (Fuchs, 1992; Figura

2), probablemente por el mayor tamaño de la celda (Message y Gonçalves, 1983), o

el mayor período de reproducción en relación a la celda de obrera (Boot et al.,

1992).

La fase forética comienza cuando la abeja melífera emerge junto al ácaro hembra y

sus hijas. Durante esta etapa las nuevas hembras se alimentan de su hospedero y
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desarrollan su aparato reproductivo (Traynor et al., 2020; Figura 2). El ciclo anual de

V. destructor, y la proporción de ácaros en cría y forética, están relacionados al ciclo

biológico anual de las abejas (Figura 3). Las colonias en el invierno consisten

típicamente en abejas adultas, con muy pocas celdas de cría y bajos niveles de

infestación con V. destructor. Luego, al comenzar a emerger nuevas abejas, la

colonia expande rápidamente el número de abejas adultas y de cría. En primavera

comienzan a aparecer celdas de zángano, que serán invadidas por el ácaro. Los

niveles de V. destructor comienzan a aumentar porque las hembras fundadoras

están en fase reproductiva. Para el final del verano, tanto la población de abejas

como de cría comienza a bajar, y los niveles de infestación forética del ácaro

aumentan. La colonia comienza a generar cría de invierno que serán abejas con

mayor esperanza de vida y más cuerpos grasos. El ciclo comienza nuevamente

cuando la colonia detiene la producción de abejas obreras durante el invierno, y la

población de ácaros disminuye porque no tienen celdas en dónde reproducirse

(Traynor et al., 2020; Figura 3).

Figura 2. Ciclo de vida de V. destructor en sus dos fases: reproductiva y forética. Tomado y adaptado

de Evans y Cook (2018).
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Figura 3. Esquema teórico del ciclo anual de una colonia de abejas melíferas con un invierno de 3

meses. Tomado y adaptado de Traynor et al., (2020).

El ácaro no tiene alas ni ojos, y es incapaz de caminar distancias muy largas entre

colonias de abejas separadas. La forma de transmisión se daría entonces por

contacto entre abejas de distintas colonias, por ejemplo mediante el robo de miel a

colonias debilitadas (Peck y Seeley, 2019).

Históricamente se creía que V. destructor se alimentaba solamente de la hemolinfa

de la abeja, pero hace algunos años se comprobó que el ácaro consume

principalmente los cuerpos grasos de la abeja (Ramsey et al., 2019). Los cuerpos

grasos son órganos fundamentales de almacenamiento de lípidos y síntesis proteica

y de ácido úrico, interviniendo en la regulación hormonal y el sistema inmune de la

abeja (Arrese y Soulages, 2010). El hecho de que V. destructor se alimente de este

tejido de pupas en desarrollo implica una pérdida de peso, que tiene consecuencias

en la eficiencia del vuelo más tarde (Schatton-Gadelmayer y Engels, 1988). También

induce el debilitamiento del sistema inmune, lo que a su vez contribuye a una

predisposición a infecciones por otros patógenos (Annoscia et al., 2019; Wegener
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et al., 2016; Yang y Cox-Foster, 2005). Además del daño directo que genera la

infestación, V. destructor es también vector de virus que afectan a las abejas

(Rosenkranz et al., 2010), como el virus de las alas deformes (DWV) y el virus de la

parálisis aguda (ABPV) (de Miranda et al., 2010; Martin y Brettell, 2019).

Para intentar mantener bajos niveles de infestación, los apicultores tratan sus

colonias con acaricidas. Los tratamientos disponibles para el control del ácaro se

basan en el uso de acaricidas sintéticos, u orgánicos (Rosenkranz et al., 2010). Los

acaricidas sintéticos como la formamidina amitraz (AmitrazⓇ) o flumetrina

(FlumevarⓇ, BayvarolⓇ), son sustancias que eliminan al ácaro a través de distintos

mecanismos de acción. Hasta la década pasada, este tipo de acaricidas eran los

preferidos por los apicultores para tratar sus colonias, debido a su fácil aplicación y

conveniencia económica (Rosenkranz et al., 2010). Sin embargo, muchos trabajos

han reportado la aparición de resistencia de V. destructor a estos acaricidas

(Almecija et al., 2020; Beaurepaire et al., 2017; Higes et al., 2020; Maggi et al., 2011;

Milani, 1999; Rinkevich, 2020). Además, se ha reportado la presencia de residuos en

cera, miel y otros productos de la colonia (Garrido et al., 2013; Lodesani et al., 2008;

Martel et al., 2007; Rosenkranz et al., 2010; Tihelka, 2018; Ye et al., 2020).

Esto ha fomentado el uso de acaricidas orgánicos (Calderone, 1999; Fries, 1989;

Maggi et al., 2016b; Ruffinengo et al., 2014; vanEngelsdorp et al., 2008). Este tipo

de acaricidas incluyen aceites esenciales y compuestos como el ácido fórmico,

oxálico, láctico y el timol. Además de haber demostrado ser eficientes, ofrecen

muchas ventajas (Rosenkranz et al., 2010), como el bajo riesgo de generar residuos

y resistencia del ácaro (Bacandritsos et al., 2007; Gregorc y Planinc, 2002; Nanetti

et al., 2003; Rademacher y Harz, 2006). Sin embargo, presentan la desventaja de

que no penetrar dentro de las celdas operculadas, lo que provoca una reducción

considerable en su eficacia (de 90 a 60%) si se aplica cuando la colonia tiene cría

(Rademacher y Harz, 2006; Rosenkranz et al., 2010). En el caso del ácido oxálico,

este problema se resolvió al utilizar tiras de celulosa impregnadas con el acaricida,

que permite una liberación más lenta del producto, actuando sobre un mayor

número de ácaros (Maggi et al., 2016b).

En Uruguay, el ingreso de V. destructor se reportó en la década de 1970, y

rápidamente se distribuyó a todo el país. En 2011 se estimó una prevalencia de
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75,5% (Anido et al., 2015; Figura 4).

En climas templados, como en el de Uruguay, muchas colonias de A. mellifera que

no son tratadas con acaricidas no logran sobrevivir al invierno (Rosenkranz et al.,

2010). Si bien esto es así en gran parte del territorio, hay una región del país

(Treinta y Tres) en la que las poblaciones de abejas sobreviven naturalmente a la

infestación (Mendoza et al., 2020). Estas abejas presentan un mayor

comportamiento de grooming que las abejas de colonias susceptibles. Además se

encontraron diferencias genéticas entre las poblaciones de abejas y del ácaro

(Mendoza et al., 2020).

Figura 4. Distribución del ácaro V. destructor en Uruguay en el año 2011. Tomado y adaptado de

Anido et al. (2015).
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1.4.2 Virus ARN

Los virus son agentes infecciosos intracelulares obligados, y dependen de la

maquinaria celular para su replicación. En el caso de A. mellifera, se han descrito

hasta el momento más de 80 virus (Beaurepaire et al., 2020). Estos virus afectan a

las abejas en distintos aspectos como su comportamiento, fisiología o hasta rasgos

morfológicos. La patogenicidad de los virus es muy variable, y en algunos casos

llegan a ser letales a nivel individual e incluso colonial (Beaurepaire et al., 2020).

La mayoría de los virus que afectan a A.mellifera son virus ARN. Poseen una sola

cadena de polaridad positiva (Bailey, 1971; de Miranda et al., 2013), y su mecanismo

de infección consiste en inyectar el material genético directamente en el citoplasma

de la célula hospedera. Debido a la severidad de los síntomas que producen, los

virus de mayor importancia sanitaria son: virus de la parálisis aguda (ABPV), virus

de la celda real negra (BQCV), virus de la parálisis crónica (CBPV), virus de las alas

deformes (DWV), virus de la cría ensacada (SBV), virus de la parálisis aguda israelí

(IAPV) y el virus kashmir (KBV) (Chen y Siede, 2007).

Los virus ABPV, BQCV, KBV e IAPV fueron asignados a la familia Dicistroviridae,

mientras que los virus DWV y SBV pertenecen a la familia Iflaviridae (Baker y

Schroeder, 2008; de Miranda et al., 2010). El virus CBPV aún no ha sido asignado a

ninguna familia. En el caso de DWV, se han descrito 3 variantes: la A (Ryabov et al.,

2014), la B (Ongus et al., 2004), y la C (Mordecai et al., 2016). La variante A es la

más prevalente y es la que se ha asociado a la pérdida de colonias (Francis et al.,

2013). Además, se ha descubierto que las tres variantes pueden estar presentes en

el mismo hospedero, y que pueden recombinar formando híbridos (Dalmon et al.,

2017; Moore et al., 2011).

Los virus ABPV, BQCV, CBPV, DWV y SBV pueden ser detectados por los

apicultores por su clara sintomatología. Los síntomas que provocan son muy

variables, pudiendo afectar la morfología, el desarrollo o el comportamiento, así

como también los órganos blanco o qué partes de la abeja infectan (Tabla 1).
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Tabla 1. Descripción de los órganos objetivos y síntomas de los principales virus de importancia

sanitaria. Referencias: (Bailey, 1971; Bailey et al., 1968; Bailey y Ball, 1991; Bailey y Woods, 1974;

Benaets et al., 2017; Chen y Siede, 2007; Lanzi et al., 2006; McMahon et al., 2016; Morse y Flottum,

1997) Tomado y adaptado de Beaurepaire et al. 2020.

La transmisión de los virus en la colonia se puede dar de manera horizontal, entre

abejas obreras, vertical, de la reina o zángano a la descendencia, o a través de

vectores, como es el caso de V. destructor para los virus ABPV y DWV. Por este

motivo, la dinámica estacional de estos virus está relacionada al ciclo anual del

ácaro (Antúnez et al., 2015; Ball, 1989). Por otro lado, el comercio de colonias y las

prácticas apícolas también favorecen la diseminación de los virus, y provoca que

actualmente presenten distribuciones prácticamente globales (Beaurepaire et al.,

2020).

En Uruguay están presentes los virus ABPV, BQCV, CBPV, DWV (solamente la

variante A) y SBV, reportándose por primera vez entre los años 2005 y 2006

14

Virus Órgano objetivo Síntomas

ABPV
Sistema nervioso, citoplasma de

células lipídicas, cerebro y
glándulas hipofaríngeas

Temblores, incapacidad de vuelo, pérdida de pelo en
tórax y abdomen, mortandad alta con altas cargas

virales

BQCV Intestino

Larvas de reinas ligeramente amarillas con celdas
que se tornan negras, pupas infectadas se vuelven

marrones y mueren, esperanza de vida
considerablemente menor

CBPV
Sistema nervioso, tracto
digestivo, mandibular y
glándulas hipofaríngeas

Síndrome 1: temblor en las alas y en el cuerpo,
abdomen distendido, incapacidad de vuelo,

agrupación en las áreas más cálidas de la colonia,
muerte en pocos días.

Síndrome 2: pérdida de pelo, más oscuras, apariencia
oleosa, brillante, sufren ataques de mordisqueo por
parte de las abejas sanas, mueren a los pocos días

DWV

Todo el cuerpo, incluidos los
ovarios y los cuerpos grasos de

la reina, la espermateca y
vesículas seminales del

zángano, los tejidos de las alas,
la cabeza, el tórax, las patas, la

hemolinfa y el intestino.

Alas arrugadas o ausentes, abdomen acortado,
parálisis, duración de la vida adulta de las obreras y

zánganos emergentes gravemente acortada,
respuesta modificada a la sacarosa, aprendizaje y

comportamiento de búsqueda de alimento deficiente.

SBV

Glándulas hipofaríngeas de las
obreras, citoplasma de células
lipídicas, células musculares y

traqueales de las larvas

Falla en la pupa, larvas hinchadas llenas de partículas
virales, forrajeo precoz, reducción de la esperanza de

vida y actividades metabólicas



(Antúnez et al., 2005, 2006; Mendoza et al., 2020). Exceptuando el CBPV, estos

virus fueron detectados en 2011 en muestras de todo el país, algunos con altas

prevalencias (Anido et al., 2015; Figura 5).

En cuanto a los virus IAPV y KBV, hasta el momento no han sido detectados en

Uruguay (Anido et al., 2015), aunque sí se han detectado en países de la región. El

IAPV fue reportado para Argentina con 41% de prevalencia, y el KBV en Chile con

prevalencias de entre 5 y 30% en distintas regiones del país (Reynaldi et al., 2011;

Riveros et al., 2018).

Figura 5. Distribución de los virus ABPV, BQCV, DWV y SBV en Uruguay en el año 2011. Tomado y

adaptado de Anido et al. (2015).
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1.4.3 Nosema ceranae y Nosema apis

Los hongos microsporidios son un grupo de parásitos eucariotas intracelulares

obligados, formadores de esporas, y altamente sofisticados en su mecanismo de

infección (Keeling y Fast, 2002; Texier et al., 2010). Tienen una gran variedad de

hospederos, y muchas especies causan daños a animales de producción (Texier

et al., 2010).

Nosema ceranae y Nosema apis son microsporidios que infectan a las abejas A.

mellifera y A. cerana, y causan la enfermedad llamada “nosemosis” (Fries et al.,

1996; Higes et al., 2006, 2007). Si bien las esporas de ambas especies lucen

similares, las de N. apis son aproximadamente 2 μm más grandes (Chen et al.,

2009). Además, su genoma tiene distinto tamaño (Chen et al., 2013; Cornman et al.,

2009), y generan diferente sintomatología en la colonia. La forma más confiable para

determinar la especie es utilizando técnicas de biología molecular, mediante la

amplificación específica de un fragmento del gen que codifica para el ARNr 16S

(Martín-Hernández et al., 2018).

Los microsporidios sobreviven al ambiente externo de su hospedero en forma de

espora gracias a su gruesa pared (Texier et al., 2010). En el caso de N. apis y N.

ceranae, una vez que la abeja ingiere la espora (Figura 6A), esta se dirige al tejido

epitelial del ventrículo o al intestino medio del hospedero (Figura 6B). Mediante un

organelo especializado llamado tubo polar, inyecta su esporoplasma en el

citoplasma de la célula epitelial (Figura 6C), donde se reproduce (Figura 6D-E).

Finalmente las nuevas esporas formadas son liberadas al lúmen del intestino para

ser excretadas o re-infectar otras células del epitelio intestinal de la misma abeja

(Fries et al., 1996; Keeling y Fast, 2002; Figura 6F).

La forma más común de transmisión de este patógeno es horizontal vía fecal-oral

(Fries, 2010), aunque también es posible el contagio mediante la trofalaxis (Smith,

2012), así como mediante productos de la colonia como cera, miel o polen (Higes

et al., 2008).
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Figura 6. Representación del mecanismo de infección por Nosema spp. (A) Ingestión de las esporas;

(B) Las esporas se encuentran con células epiteliales del intestino de la abeja y son activadas,

provocando la extrusión del tubo polar y la inyección del esporoplasma en la célula hospedera. (C)

Multiplicación celular (Fase de proliferación); (D y E) Transición de esporoplasma a espora (Fase de

esporogonio); (F) Las esporas son liberadas al lumen intestinal, y se diseminan en el ambiente por

intermedio de las heces o reinfectan células adyacentes del mismo individuo. Tomado y adaptado de

Araújo y Hughes (2016).

Actualmente ambas especies de Nosema tienen una distribución global

(Martín-Hernández et al., 2018). Sin embargo, en Uruguay solo se ha detectado

Nosema ceranae, presente en A. mellifera al menos desde 1990 y en abejorros

nativos del género Bombus desde 2010 (Arbulo et al., 2015; Invernizzi et al., 2009).

En el monitoreo nacional de plagas y patógenos de A. mellifera realizado en 2011,

se observó que N. ceranae tenía una prevalencia de 14,6% y una amplia distribución

(Anido et al., 2015; Figura 7).

En nuestro país la nosemosis es una problemática principalmente asociada al estrés

nutricional. Año a año se observa que cuando los apicultores trasladan sus colonias

a forestaciones de Eucalyptus grandis en febrero, para aprovechar su floración y

extender la temporada productiva, las abejas se infectan con N. ceranae. El estrés

nutricional que sufren en estas condiciones al alimentarse con un polen bajo en

proteínas y lípidos, y con desbalance de aminoácidos, promueve la la infección por

el microsporidio, y repercute en la salud de la colonia (Branchiccela et al., 2019;

Castelli et al., 2020; Mendoza et al., 2013).
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Figura 7. Distribución del microsporidio N. ceranae en Uruguay en el año 2011. Tomado y adaptado

de Anido et al. (2015).

1.3.4 Paenibacillus larvae

Paenibacillus larvae es una bacteria Gram positiva, anaerobia facultativa, catalasa

negativa, formadora de endosporas y agente causal de la Loque Americana. Esta

enfermedad afecta a la cría de las abejas melíferas a nivel mundial y es considerada

letal y altamente contagiosa (Genersch et al., 2006).

La transmisión de esta bacteria se da mediante esporas, al ingerir alimento

contaminado (Figura 8B). Las larvas son más susceptibles a contraer la infección en

las primeras 24 horas luego de la eclosión del huevo, siendo menos probable que la

infección se de naturalmente luego de este período (Brødsgaard et al., 1998). Las
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esporas germinan en el intestino de la larva y a partir de ahí la bacteria se reproduce

de manera exponencial (Figura 8C). En una etapa avanzada de la infección las

bacterias atraviesan el epitelio intestinal y llegan al hemocele (Yue et al., 2008).

Luego la larva muere y cobra un aspecto viscoso, y finalmente se reseca tomando la

forma de escama (Hansen y Brødsgaard, 1999; Figura 8D-E). Paenibacillus larvae

posee diferentes factores de virulencia, un ejemplo de ello son las metaloproteasas,

que resultan altamente tóxicas e inmunogénicas para la larva (Antúnez et al., 2009b,

2010, 2011).

Las esporas se transmiten de manera horizontal entre individuos de la colonia y

entre colonias (Hornitzky, 1998). La actividad apícola también favorece la

diseminación de las esporas entre las colonias, a través del equipo de protección del

apicultor, así como las herramientas que utiliza al trabajar (Genersch, 2010; Hansen

y Brødsgaard, 1999). Las buenas prácticas apícolas son esenciales para la

prevención de la enfermedad. Además, la presencia de la bacteria puede ser

monitoreada preventivamente sin tener que manipular las colonias utilizando como

matriz los productos de la colonia como miel, polen o cera (Govan et al., 1999).

Figura 8. Ciclo de infección de Paenibacillus larvae en una colonia de A. mellifera, a la izquierda está

representada la vista lateral y a la derecha la vista superior. Tomado y adaptado de James y Li

(2012).
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Paenibacillus larvae tiene actualmente una distribución mundial. En Sudamérica fue

reportada por primera vez en Argentina en el año 1989, a partir de una colonia con

claros síntomas de Loque Americana (Alippi, 1992b) y rápidamente se distribuyó a

todo el país (Alippi, 1996). Diez años después, en 1999, se reportó por primera vez

en Uruguay en mieles de exportación (OIE, 1999). Posteriormente fue detectada en

larvas y en abejas adultas de colonias con y sin síntomas de los departamentos del

litoral oeste del país (Piccini y Zunino, 2001).

Con el objetivo de monitorear la presencia de P. larvae en Uruguay, en los años

2001-2002 se tomaron muestras de miel de colonias de todos los departamentos del

país. En este primer monitoreo se encontró una alta prevalencia (51%) y una amplia

distribución, detectándose la bacteria en gran parte del país (Antúnez et al., 2004)

(Figura 9). Luego de una fuerte campaña de divulgación del MGAP con apicultores,

de las recomendaciones de realizar vigilancias periódicas de la cría, y quema y

enterramiento de las colonias infectadas, en 2011 se repitió el estudio, encontrando

una prevalencia considerablemente menor (2%), indicando que las

recomendaciones resultaron efectivas.

Si bien el análisis de miel colectada de colonias productivas es una estrategia muy

útil para monitorear la presencia y distribución de la bacteria a nivel nacional y

prevenir la aparición de brotes, el muestreo en todo el país consume tiempo y

dinero. Como alternativa, entre los años 2014 y 2019 se colectaron y analizaron

muestras de tanques de miel de exportación, que concentran miel de muchas

colonias del mismo apicultor. Los resultados muestran un aumento paulatino en la

distribución de la bacteria en el territorio uruguayo (Figura 9), evidenciando la

importancia del monitoreo continuo para evitar la aparición de brotes, Palacios et al.

(paper en preparación).
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Figura 9. Distribución de P. larvae en Uruguay en los años 2002, 2011 y 2014 a 2019. Tomado de

Palacios et al. (paper en preparación).

1.3.5 Lotmaria passim

El tripanosomátido Lotmaria passim es un parásito unicelular obligado que se aloja

en el intestino de las abejas A. mellifera y A. cerana (Schwarz et al., 2015).

Históricamente tratado como una misma especie junto al tripanosomátido Crithidia

mellificae, L. passim fue reclasificado taxonómicamente por Schwarz et al. (2015).

Este patógeno genera daño en las abejas (Buendía-Abad et al., 2022;

Gómez-Moracho et al., 2020; Ravoet et al., 2013; Schwarz y Evans, 2013), y podría

actuar en sinergia con otros patógenos, como N. ceranae o V. destructor para

aumentar el daño (Arismendi et al., 2020; Vejnovic et al., 2018). Sin embargo, aún

no se conoce el mecanismo exacto de infección de L. passim, ni la consecuencia

que el nivel de infección puede llegar a tener en la colonia.

Lotmaria passim está ampliamente distribuido a nivel mundial, encontrándose

presente en Europa, Norteamérica, Asia, Sudamérica y Oceanía (Castelli et al.,

2019; Quintana et al., 2021; Schwarz et al., 2015; Waters, 2018; Williams et al.,

2019; Yamamoto et al., 2023).
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En Uruguay, L. passim está presente al menos desde el año 2007, y en 2011 la

prevalencia nacional fue de 13% (Castelli et al., 2019). Las muestras positivas

pertenecieron a los departamentos de Tacuarembó, Río Negro, San José, Florida y

Paysandú. En 2015, se observó que L. passim también estaba presente en colonias

de los departamentos de Colonia y Florida, y que en estos apiarios, su prevalencia

fue mayor en los meses de julio y septiembre respecto a la de marzo (Arredondo

et al., 2023; Branchiccela et al., 2019).

En busca de estrategias para controlar la infección por este patógeno, estudios de

nuestro grupo evaluaron dos estrategias alternativas (nutricional y con probióticos),

aunque no se encontraron diferencias significativas entre colonias con distinto

régimen nutricional (Branchiccela et al., 2019) y la administración de probióticos no

disminuyó su prevalencia (Arredondo et al., 2023).
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2. Hipótesis y objetivos

Hipótesis: Las principales plagas y patógenos de importancia apícola se encuentran

presentes en el país pudiendo encontrarse asociados, dando lugar a patrones de

coinfección.

Objetivo general: Evaluar la presencia, prevalencia y distribución de las plagas y

patógenos más importantes para las colonias de A. mellifera del país.

Objetivos específicos:

1. Determinar la presencia, prevalencia y distribución de las principales

plagas y patógenos en muestras de todo el país: el ácaro Varroa

destructor, los microsporidios Nosema apis y Nosema ceranae, la

bacteria Paenibacillus larvae, el tripanosomátido Lotmaria passim y los

virus ABPV, BQCV, CBPV, DWV, IAPV, KBV y SBV.

2. Cuantificar los niveles de infestación de V. destructor, N. ceranae y

virus ARN.

3. Estudiar la relación entre los patógenos y con la fortaleza de la colonia.
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3. Materiales y métodos

3.1 Diseño de muestreo

En el año 2021 se llevó a cabo un muestreo a nivel nacional en un total de 100

colonias de abejas melíferas. El diseño de muestreo se basó en la proporción de

colonias presentes en cada departamento del país. Para esto se tomaron los datos

del Registro Nacional de Propietarios de Colmenas correspondiente a septiembre

del año 2020 (Dirección General de la Granja - Ministerio de Ganadería Agricultura y

Pesca; DIGEGRA-MGAP), y se seleccionó al menos 1 colonia por departamento

(Tabla 2; Figura 10). Las colonias de cada departamento se seleccionaron al azar y

se obtuvo el consentimiento de los apicultores. Los apiarios seleccionados debían

cumplir con los requisitos de estar inscritos en el Registro Nacional de Propietarios

de Colmenas (DIGEGRA-MGAP) y no practicar trashumancia.

Tabla 2. Cantidad de colonias en 2020 y cantidad de muestras tomadas por departamento en

Uruguay en 2021.

Departamentos Cantidad de colonias (2020) Cantidad de muestras
Artigas 6.953 1

Canelones 21.696 4
Cerro Largo 16.242 3

Colonia 64.624 11
Durazno 23.799 4
Flores 27.007 5
Florida 36.427 6

Lavalleja 8.433 1
Maldonado 11.221 2
Montevideo 1.791 1
Paysandú 66.554 12
Río Negro 65.331 12

Rivera 44.141 8
Rocha 9.267 2
Salto 13.708 2

San José 50.987 9
Soriano 74.128 13

Tacuarembó 18.754 3
Treinta y Tres 4.591 1

Totales 565.654 100
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Figura 10. Mapa de Uruguay con distribución de los apiarios muestreados en el año 2021. Los puntos

marrones representan la geolocalización de los apiarios, y los números indican el número de

muestras tomadas por Departamento.

El muestreo se llevó a cabo entre marzo y julio del año 2021 (Figura 11). La visita a

los apiarios seleccionados estuvo a cargo de Juan Campá, técnico de la Sección

Apicultura de la Dirección de Laboratorios Veterinarios (DILAVE - MGAP).
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Figura 11. Histograma de frecuencia y gráfico de densidad de fechas de muestreo del año 2021. En el

eje Y de la izquierda está representada la frecuencia absoluta, y en el de la derecha la densidad. En

el eje X se encuentran los meses del año 2021.

3.2 Toma de muestras y estimación de fortaleza de colonia

Dentro de cada apiario se seleccionó una colonia al azar y se colectaron en frascos

independientes muestras de miel, abejas nodrizas (n= 100) y pecoreadoras (n =

100) en etanol 95°, que fueron conservadas a 4°C para evitar la degradación de los

tejidos hasta su análisis. A su vez, se colectaron muestras de abejas nodrizas

(n=50) en sobres de papel manila y se mantuvieron vivas hasta llegar al laboratorio

(Figura 12). Se almacenaron a -80°C con el fin de evitar la degradación del ARN

viral. Se consideraron abejas nodrizas aquellas cercanas al nido de cría, y abejas

pecoreadoras, abejas de interior pero tomadas de cuadros alejados del nido (Fries

et al., 2013).

En paralelo a la toma de muestras se registró la presencia de síntomas visibles de

enfermedades y el tratamiento empleado para el control de V. destructor. Además,

se registró la fortaleza de la colmena mediante la estimación de la población de

abejas adultas, cantidad de cría y de miel en cantidad de cuadros completos (de tipo

Langstroth), siguiendo el método de estimación visual recomendado por Delaplane

et al. (2013). Finalmente se incluyó información general del apiario, como densidad

de colonias y georeferenciación.
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Figura 12. Kit de muestreo que incluye: formulario, sobres de papel para la colección de abejas vivas,

frascos para la colección de abejas nodrizas, pecoreadoras y miel.

3.3 Cuantificación del porcentaje de infestación con Varroa

destructor

La detección de V. destructor se realizó utilizando el protocolo recomendado por el

manual del COLOSS beebook para el diagnóstico en campo (Dietemann et al.,

2013). Cada muestra de abejas nodrizas conservadas en etanol 95°se analizó de

manera individual. Para el conteo se utilizó el Varroa EasyCheck® (Véto-pharma,

España). Se colocaron las abejas, se agregó agua tibia y jabón y se agitaron por 1

minuto. De esta manera los ácaros se desprenden de la abeja, y gracias al tamiz

que posee el instrumento éstos quedan en el fondo, siendo posible contarlos. Se

realizó el recuento de ácaros, de abejas y zánganos y se calculó el nivel de

infestación a partir de la fórmula de Dietemann et al. (2013):

𝑁𝑖𝑣𝑒𝑙 𝑑𝑒 𝑖𝑛𝑓𝑒𝑠𝑡𝑎𝑐𝑖ó𝑛 %( ) = 𝑁° 𝑑𝑒 á𝑐𝑎𝑟𝑜𝑠
𝑁 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙 𝑑𝑒 𝑎𝑏𝑒𝑗𝑎𝑠 𝑛𝑜𝑑𝑟𝑖𝑧𝑎𝑠  𝑥 100
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3.4 Detección y cuantificación relativa de virus ARN

En este estudio se analizaron algunos virus ARN de importancia sanitaria (ABPV,

BQCV, CBPV, DWV, IAPV, KBV y SBV). Para esto, se retiraron las abejas del freezer

-80ºC y se pusieron inmediatamente en hielo. Se tomó un pool de 20 abejas por

muestra y se homogeneizaron con 10 ml de H2O destilada estéril en un Stomacher®

80 LabBlender (Seward, RU) a máxima velocidad por 120 segundos. Luego el

homogeneizado se filtró con gasas esterilizadas en un tubo falcon de 50 ml. Se

realizó una primera centrifugación a 1.500 g durante 10 min. a 4°C y luego una

segunda a 12.000 g por 15 min. a 4°C. El sobrenadante obtenido se empleó para la

extracción de ARN.

La extracción de ARN se realizó con un sistema automatizado (PurePrep

32-Molgen) y el kit comercial PurePrep® Viral Pathogen Kit (Molgen– Ref.

OE00171000). Para eliminar el ADN genómico y conservar sólo el ARN, se realizó la

digestión con DNAsa con el kit DNase I Amplification Grade (InvitrogenTM, EEUU).

Una vez obtenido el ARN, se realizó una retrotranscripción para obtener ADNc

utilizando el kit High Capacity cDNA Reverse Transcription (Applied BiosystemsTM,

EEUU).

La detección de los virus se realizó mediante qPCR utilizando el kit comercial Power

SYBR® Green PCR Master Mix (Applied BiosystemsTM, EEUU) y primers específicos

para los virus (Tabla 3). Junto con los virus, también se amplificaron los genes

ꞵ-actina y RPS5 (subunidad menor de la proteína ribosomal) como genes de

referencia de la abeja para la posterior cuantificación relativa (Tabla 3). La mezcla

para una reacción de qPCR consistió en 10 μl de Power SYBR® Green PCR Master

Mix, 0,12 μl de cada primer del par (50 μM), 7,76 μl de agua libre de RNasas y 2 μl

de una dilución 1:10 del ADNc obtenido. El programa de ciclado se muestra en la

tabla 4.
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Tabla 3. Primers utilizados para la detección y cuantificación por qPCR de los distintos virus ARN que

afectan a las abejas melíferas.

29

Detección Primer Secuencia 5’-3’ Gen Referencia

Gen de
referencia

RPS5-F AATTATTTGGTCGCTGGAATTG Subunidad
menor de la

proteína
ribosomal

Evans
(2006)RPS5-R TAACGTCCAGCAGAATGTGGTA

Gen de
referencia

ꞵ-actina-F ATGCCAACACTGTCCTTTCTGG
ꞵ-actina

Yang y
Cox-Foster

(2005)ꞵ-actina-R GACCCACCAATCCATACGGA

DWV
DWV-F CTGTATGTGGTGTGCCTGGT

Poliproteína Kukielka et
al. (2008)DWV-R TTCAAACAATCCGTGAATATAGTGT

ABPV
ABPV-F ACC GAC AAA GGG TAT GAT GC ABPV

Johnson et
al. (2009)ABPV-R CTT GAG TTT GCG GTG TTC CT

CBPV
CBPV-F CAACCTGCCTCAACACAG

CBPV Locke et al.
(2012)CBPV-R AATCTGGCAAGGTTGACTGG

BQCV
BQCV-F AAG GGT GTG GAT TTC GTC AG

BQCV Kukielka et
al. (2008)BQCV-R GGC GTA CCG ATA AAG ATG GA

SBV
SBV-F GGG TCG AGT GGT ACT GGA AA

SBV Johnson et
al. (2009)SBV-R ACA CAA CAC TCG TGG GTG AC

IAPV+KBV KIABPV-B6
707 CTGAATAATACTGTGCGTATC Locke et al.

(2012)
KBV KBV-F6639 CCATACCTGCTGATAACC KBV

IAPV IAPV-F6627 CCATGCCTGGCGATTCAC IAPV

DWV DWV-F1 TAC TAG TGC TGG TTT TCC TTT DWV

Kevill et al.
(2019)

DWV-A DWV-A-R1 CTC ATT AAC TGT GTC GTT GAT DWV-A

DWV-B DWV-B-R1 CTC ATT AAC TGA GTT GTT GTC DWV-B

DWV-C DWV-C-R1 ATA AGT TGC GTG GTT GAC DWV-C



Tabla 4. Programa de ciclado de qPCR para la detección de virus ARN.

Tiempo Temperatura Ciclos

Preincubación 10 minutos 95°C

Amplificación

15 segundos 95°C

40x30 segundos

ABPV, BQCV: y DWV: 50°C;

CBPV: 60°C;

SBV: 46°C

30 segundos 60°C

Melting curve 65-95°C

En cada corrida se analizaron las muestras por duplicado, y se incluyeron dos

controles negativos. Además, se incluyó una curva estándar construida a partir de la

mezcla de 2 μl de ADNc de cada muestra, y 4 diluciones seriadas 1:5. Cada muestra

de la curva se analizó por triplicado y esto se empleó para determinar la eficiencia

de la amplificación.

Para la normalización entre las muestras se calculó la media geométrica de la

expresión de los genes de referencia ꞵ-actina y RPS5. Además se tomó como

muestra calibradora aquella que presentó el Ct más alto (menor carga viral) para

cada virus.

Para la cuantificación de la carga viral se utilizó el método de cuantificación relativa

de Pfaffl (2001) según su fórmula:

Las cargas virales calculadas se transformaron y representaron como log10(X+1).
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3.5 Detección y conteo de esporas de Nosema spp.

Para el conteo de esporas se realizó un pool de 60 abdómenes de abejas

pecoreadoras de una misma colonia, conservadas en etanol 95°. Los abdómenes se

disecaron sujetando cada abeja con una pinza estéril y desprendiendo el abdomen.

Estos se homogeneizaron con 60 ml de H2O destilada estéril (1 ml por cada

abdomen) en el Stomacher® 80 LabBlender (Seward, RU) a máxima velocidad por

120 segundos. Finalmente se tomaron 10 µl de ese homogeneizado, y se colocaron

en la cámara de Neubauer improved para el conteo de esporas (Fries et al., 2013).

Se utilizó un microscopio Nikon a un aumento de 400x. Las esporas se identificaron

claramente gracias a las propiedades de refracción que poseen (Fries et al., 2013).

Se contaron esporas en 5 cuadrantes de la cámara y luego se calculó el número

total de esporas por abeja según Human et al. (2013) y que se detalla a

continuación:

𝑁ú𝑚𝑒𝑟𝑜 𝑑𝑒 𝑒𝑠𝑝𝑜𝑟𝑎𝑠/𝑎𝑏𝑒𝑗𝑎 = 𝑁° 𝑒𝑠𝑝𝑜𝑟𝑎𝑠 𝑐𝑜𝑛𝑡𝑎𝑑𝑎𝑠 * 𝑓𝑎𝑐𝑡𝑜𝑟 𝑑𝑒 𝑑𝑖𝑙𝑢𝑐𝑖ó𝑛
Á𝑟𝑒𝑎 𝑑𝑒 𝑙𝑜𝑠 𝑐𝑢𝑎𝑑𝑟𝑜𝑠 𝑐𝑜𝑛𝑡𝑎𝑑𝑜𝑠 * 𝑃𝑟𝑜𝑓𝑢𝑛𝑑𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑐á𝑚𝑎𝑟𝑎  

Posteriormente, se realizó la detección y determinación de la especie mediante

biología molecular. Para ello se tomaron 20 abejas pecoreadoras de cada muestra,

conservadas en etanol 95°. Las abejas se homogeneizaron con 10 ml de H2O

destilada estéril en el Stomacher® 80 LabBlender (Seward, RU) a máxima velocidad

por 120 segundos. A partir de ese homogeneizado se procedió a la extracción de

ADN con el kit comercial QIAamp® DNA Mini and Blood Mini (Qiagen, Alemania),

adaptándose el protocolo que parte de tejidos y purificación de sangre.

Una vez obtenido el material genético, se llevó a cabo una reacción PCR Multiplex

utilizando el protocolo descrito por Martín-Hernández et al. (2007). Esta reacción

permite la detección de N. apis y N. ceranae en simultáneo, ya que el diseño de los

primers produce amplicones de distintos tamaños para cada especie (Tabla 5). La

mezcla para una reacción con volumen final de 25 μl consistió en 16,5 μl de H2O, 2,5

μl de PCR buffer (1 X), 1,5 μl de MgCl2 (3 mM), 1 μl de dNTPs (0,4 mM), 0,2 μl de
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cada par de primers (0,4 μM), 0,2 μl de Taq ADN polimerasa (1 U; Invitrogen™, Life

Techologies, Brasil) y 2,5 μl de ADN. El programa de ciclado se muestra en la tabla

6.

Tabla 5. Primers utilizados en los ensayos de PCR para la identificación de los distintos patógenos.
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Detección Primer Secuencia 5’-3’ Amplicón
(pb) Gen Referencia

P. larvae
PL4 -F CGAGCGGACCTTGTGTTTCC

700 16S
Piccini et al.

(2002)
PL5 -R TCAGTTATAGGCCAGAAAGC

N. ceranae

NCER-F CGGCGACGATGTGATATGAAA
ATATAA

218 16S

Martín-Hernández
et al. (2007)

NCER-R CCCGGTCATTCTCAAACAAAA
AACCG

N. apis

NAPIS-F GGGGGCATGTCTTTGACGTAC
TATGTA

321 16S

NAPIS-R GGGGGGCGTTTAAAATGTGAA
ACAACTATG

L. passim
Lp2-F AGGGATATTTAAACCCATCGAA 459 SSU

ARNr Arismendi et al.,
(2016)Lp2-R ACCACAAGAGTACGGAATGC

https://www.zotero.org/google-docs/?broken=KKbXsZ


Tabla 6. Programa de ciclado de PCR-multiplex para la detección simultánea de N.apis y N. ceranae.

Tiempo Temperatura Ciclos

Preincubación 2 minutos 94°C

Amplificación

15 segundos 94°C

10x30 segundos 61,8°C

45 segundos 72°C

Amplificación

15 segundos 94°C
20x

+ 5 segundos en cada
ciclo

30 segundos 1,8°C

50 segundos 72°C

Extensión final 7 minutos 72°C

Finalmente para visualizar el resultado de la PCR, se realizó una electroforesis en

gel de agarosa al 2%. Este alto porcentaje de agarosa permite la distinción entre los

amplicones de ambas especies, que difieren en aproximadamente 100 pb (218 pb N.

ceranae y 321 pb N. apis).

3.6 Detección de Paenibacillus larvae en mieles

La detección de esporas de P. larvae se analizó de forma individual a partir de las

muestras de miel, siguiendo el protocolo de la Organización Mundial de Sanidad

Animal (2023). Brevemente, se homogeneizaron 20 ml de miel con 20 ml de PBS

estéril. Cada muestra se centrifugó a 6.000 g por 40 minutos a temperatura

ambiente con el fin de concentrar las esporas. Se descartó el sobrenadante excepto

por 3 ml, en el que se resuspendió el pellet. Luego, 1 ml de esa suspensión se

transfirió a un tubo Eppendorf y se incubó por 10 minutos a 80ºC para activar la

germinación de las esporas. Luego se realizó una dilución 1:10 en PBS estéril y se

sembraron 100 µl de las suspensiones concentradas y diluidas por duplicado en

medio de cultivo semiselectivo J agar (extracto de levadura 1,5%, Glucosa 0,2%,

Triptona 0,5%, agar 1,2%, sal K2HPO4 a 0,3g/ml). El medio se suplementó con ácido

nalidíxico (300μl/100 ml de medio J) para inhibir el crecimiento de Paenibacillus alvei
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(Hornitzky y Nicholls, 1993; Nordström y Fries, 1995). Las muestras se incubaron a

37ºC en condiciones de microaerofilia durante 4 días.

Las colonias obtenidas se analizaron por microscopía óptica y mediante la prueba

bioquímica de producción de catalasa (Alippi, 1992a). Aquellas colonias que

presentaron las características descritas para P. larvae se aislaron y almacenaron a

-80°C en criotubos con caldo J suplementado con glicerol (20%). Finalmente la

identidad de los aislamientos se confirmó mediante PCR.

Para esto los aislamientos sospechosos se sembraron en medio J agar y se

incubaron durante 48 horas a 37°C en condiciones de microaerofilia. Luego se

preparó una suspensión bacteriana en 0,5 ml de H2O estéril y se incubó a 95°C

durante 15 minutos para lisar las células. A continuación se centrifugó a 4.500 g

durante 5 minutos, y se conservó el sobrenadante, que se empleó para realizar la

PCR. y se amplificó un fragmento del gen que codifica para el ARNr 16S de P. larvae

empleando los primers específicos descritos por Piccini et al. (2002; Tabla 5). La

mezcla para 25 μl de reacción consistió en 18,3 μl de H2O, 2,5 μl de PCR buffer

(1X), 1,5 μl de MgCl2 (3mM), 0,5 μl de dNTPs (200 μM), 0,5 μl de cada primer (0,4

μM), 0,2 μl de Taq ADN polimerasa (1 U; Invitrogen™, Life Technologies, Brasil) y 1

μl de ADN. El programa de ciclado se muestra en la tabla 7.

Posteriormente los productos de PCR se visualizaron mediante electroforesis en gel

de agarosa 0,8%, observando en los casos positivos un fragmento de 700 pb

correspondiente a P. larvae.

Tabla 7. Programa de ciclado de PCR para la detección de P. larvae.

Tiempo Temperatura Ciclos

Preincubación 1 minuto 95°C

Amplificación

1 minuto 93°C

30x30 segundos 55°C

1 minuto 72°C

Extensión final 5 minutos 72°C
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3.7 Detección molecular de Lotmaria passim

Para la detección de L. passim se utilizó el mismo material genético extraído para la

detección de Nosema spp. A partir de ese ADN se realizó una PCR, la mezcla para

25 μl de reacción consistió en 19,3 μl de H2O, 2,5 μl de PCR buffer (1X), 1 μl de

MgCl2 (2mM), 0,6 μl de dNTPs (250 μM), 0,2 μl de primers (0,4 μM) (Tabla 8), 0,2 μl

de Taq ADN polimerasa (1 U; Invitrogen™, Life Technologies, Brasil) y 1 μl de ADN.

Las condiciones se muestran en la tabla 8.

Posteriormente, los amplicones se visualizaron mediante electroforesis en gel de

agarosa al 0,5%.

Tabla 8. Programa de ciclado de PCR para la detección de L. passim.

Tiempo Temperatura Ciclos

Preincubación 3 minuto 94°C

Amplificación

30 segundos 94°C

35x20 segundos 60°C

45 segundos 72°C

Extensión final 7 minutos 72°C

3.8 Regionalización del país

Con el fin de evaluar la prevalencia de los patógenos en distintas zonas del país, y

tomando como referencia el trabajo de Anido et al. (2015), se dividió al país en

cuatro regiones: norte, sur, este y oeste. En la Tabla 9 se muestran los

departamentos incluidos en cada región y el número de colonias de cada una.
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Tabla 9. Regiones del país con los departamentos y número de colonias correspondientes a cada

una.

norte sur este oeste

Departa-
mento

Colonias
(n)

Departa-
mento

Colonias
(n)

Departa-
mento

Colonias
(n)

Departa-
mento

Colonias
(n)

Artigas 1 Durazno 4 Maldonado 2 Paysandú 12

Salto 2 Flores 5 Rocha 2 Río Negro 12

Tacuare
mbó

3 Florida 6 Treinta y Tres 1 Soriano 13

Rivera 8 San José 9 Cerro Largo 3 Colonia 11

Canelone
s

4 Lavalleja 1

Montevid
eo

1

Total 14 Total 29 Total 9 Total 48

3.9 Análisis estadísticos

Para estudiar los parámetros de fortaleza de la colonia se calculó el promedio

nacional y el desvío estándar, y se expresó como: media desv.est.±

Para analizar la prevalencia de las plagas y patógenos identificados, se calculó el

porcentaje de muestras positivas sobre el total de muestras. A ese dato se le agregó

el intervalo de confianza (IC) al 95% utilizando la siguiente fórmula (Van Engelsdorp

et al., 2013):

𝐼𝐶 95% 𝑝𝑎𝑟𝑎 𝑝 =   𝑝  ±  𝑍α (𝑒. 𝑠. (𝑝 ))

donde = prevalencia, = media de prevalencia, = percentil (1-α/2) de la𝑝 𝑝 𝑍α

distribución normal estándar (en este caso Zα = 1.96 para el IC al 95%), y e.s. ( ) =𝑝 

desvío estándar.

Luego se utilizó el test estadístico no paramétrico de rangos de Spearman para

evaluar las posibles correlaciones entre los patógenos y con la fortaleza de la

colonia. Se eligió este test porque ninguna de las variables analizadas presentaron
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distribución normal ni homogeneidad de varianza. El criterio para evaluar la

magnitud de la asociación se muestra en la tabla 10 (Schober et al., 2018).

Tabla 10. Interpretación del coeficiente de correlación del test de rangos de Spearman. Tomado y

adaptado de Schober et al. (2018).

Para evaluar las asociaciones entre la presencia de patógenos, se empleó el test χ²

(chi-cuadrado), y se estableció la significancia como p-valor=0,05.

También se calculó el Odds ratio (OR), un test que permite analizar el grado de

asociación entre la exposición a diferentes factores y el desarrollo de la enfermedad

(Van Engelsdorp et al., 2013). Para este análisis se designaron categorías de

cantidad de abejas: menos de 17.600 abejas (8 cuadros cubiertos) o valores más

altos. Se considera que 8 cuadros de abejas es el valor adecuado para que una

colonia sobreviva al invierno (Harriet J. y Campá J., comunicación personal). Con

respecto al número de crías, se consideraron menos de 7000 celdas (2 cuadros

cubiertos) o valores más altos; menos de 10500 celdas (3 cuadros cubiertos) o

valores más altos. Finalmente, para el nivel de infestación de V. destructor, se

generaron categorías de infestación de hasta 4%, 7% y 15%. La significancia del

test se evaluó mediante un intervalo de confianza al 95%, y si éste incluyó valores

menores a 1, se consideró no significativo.

Finalmente, para analizar las diferencias de los niveles de infestación con V.

destructor y Nosema spp. entre las distintas regiones del país, se utilizó el test no

paramétrico Kruskal-Wallis, y luego el test pos-hoc Mann-Whitney (con corrección de

Bonferroni). También se aplicaron estos test para analizar la diferencia entre los

tratamientos acaricidas contra V. destructor. En este caso también se eligieron test
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no paramétricos porque las variables analizadas no presentaron distribución normal

ni homogeneidad de varianzas entre los grupos.

Todos los análisis estadísticos y gráficos fueron realizados con el software Rstudio

(Posit team, 2022).

4. Resultados

4.1 Fortaleza de la colonia

Se colectaron exitosamente muestras de abejas nodrizas, pecoreadoras y miel de

100 colonias de abejas melíferas de todos los departamentos del Uruguay.

Todas las colonias muestreadas fueron colonias de producción, sin síntomas visibles

de enfermedades. La población de abejas por colonia adultas fue variable (8.800 -

44.000). El 56% de las colonias poseían al menos 17.600 abejas (aproximadamente

8 cuadros cubiertos), siendo el promedio de todas las colonias de 21.120±6.300

abejas (Figura 13A). Por otra parte, la cantidad de celdas de cría varió entre 3.520 y

45.760, siendo el promedio 14.080±7.550 (Figura 13B). Finalmente las reservas de

miel medidas en cantidad de celdas cubiertas variaron entre 3.520 y 52.800, y

presentaron un promedio de 22.598±9.691 (Figura 13C).
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Figura 13. Estimación de la fortaleza de la colonia por departamento. A) Población de abejas adultas

de cada colonia, la línea punteada roja indica el mínimo de cuadros recomendados para que la

colonia sobreviva al invierno (8 cuadros), B) cantidad de celdas de cría C) cantidad de celdas
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cubiertas de miel. Las muestras están agrupadas por las regiones establecidas y el tamaño de los

puntos representa la cantidad de colonias que coinciden con un mismo valor.

4.2 Plagas y patógenos

La mayoría de las plagas y patógenos analizados en este estudio se detectaron en

las muestras colectadas, excepto el microsporidio N. apis y los virus IAPV y KBV. La

prevalencia nacional (± el IC al 95%) de cada plaga y patógeno analizado se

muestran en la Tabla 11.

En el 96% de las muestras se detectó al menos una plaga o patógeno. El máximo

número de patógenos encontrados por muestra fue 7 en el 3% de las muestras, en

los departamentos de Colonia y San José (Figura 14). En la Figura 14 también se

muestra el número de colonias por departamento, y el número de patógenos

encontrados en cada muestra.

Tabla 11. Prevalencia nacional de las plagas y patógenos en el año 2021. La prevalencia se muestra

como porcentaje (%) ± intervalo de confianza (IC) al 95%.

Plagas y Patógenos Prevalencia nacional 2021± IC (95%)

V. destructor 62±10

N. ceranae 63±9

N. apis ND

P. larvae 11±6

L. passim 60±10

DWV 31±9

ABPV 6±5

SBV 27±9

BQCV 22±8

CBPV 25±9

IAPV ND

KBV ND
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Figura 14. Cantidad de colonias en función de cada departamento del país. Dentro de cada

departamento, cada color representa el número de patógenos y a cuántas colonias corresponde

(valores del 0 al 7).

Al agrupar las muestras por región, se encontró que todos los patógenos están

presentes en la región oeste, y a excepción del ABPV, también en la región sur

(Figura 15). Además, se observó que la mayoría de los patógenos, exceptuando el

ABPV y P. larvae, están presentes en todas las regiones (Figura 15).
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Figura 15. Prevalencia en función de cada plaga y patógeno analizado en este estudio. El color de las

barras representan las cuatro regiones establecidas.

4.2.2 Prevalencia y distribución de Varroa destructor

El ácaro V. destructor se encontró en el 62± 10% de las muestras (Tabla 11) y en 18

de los 19 departamentos. En la Figura 16 se muestra la distribución del ácaro en el

país.

El 20% de las muestras presentaron niveles de infestación mayores al 4% (Figura

17A). En cuanto a la distribución de V. destructor en el país, se observaron

diferencias significativas en el nivel de parasitación en las diferentes regiones

(p-valor<0,001, Kruskall-Wallis test; Figura 17B). La región donde hubo mayor nivel

de infestación fue el norte, presentando diferencias significativas con el sur

(p-valor<0,001) y el oeste (p-valor<0,01). El este fue la segunda región con mayores

niveles de infestación, encontrándose diferencias significativas con el sur

(p-valor<0,01), y el oeste (p-valor<0,05), (Mann-Whitney test; Figura 17B).
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Figura 16. Distribución nacional de Varroa destructor en 2021. Los departamentos coloreados de gris

representan aquellos en los cuales se encontró al menos una muestra positiva para el ácaro.
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Figura 17. A) Nivel de infestación medido en porcentaje (%) en función de los departamentos del

país. El tamaño del punto corresponde al número de muestras. Los colores corresponden a cada

región establecida. La línea punteada de color rojo indica el valor máximo de infestación aceptable

para sobrepasar la invernada (4%). El tamaño de los puntos representa la cantidad de colonias

(n=1:7). B) Boxplot (diagrama de cajas) y jitter plot (gráfico de puntos) del nivel de infestación medido

en porcentaje (%) en función de las regiones del país (N=norte; S=sur; E=este; O=oeste). Los

asteriscos (*) indican p-valor<0,05 (diferencias significativas) de acuerdo al test Mann-Whitney.

4.2.2.1 Tratamientos acaricidas contra Varroa destructor

Con respecto al tipo de tratamiento acaricida contra V. destructor, y según las

respuestas de los apicultores durante el muestreo, el 78% de las colonias se trataron
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con tiras de ácido oxálico (acaricida orgánico), el 5% se trataron con Amitraz

(acaricida sintético), y otro 3% se trataron de manera mixta con flumetrina y ácido

oxálico o solo flumetrina (en este caso se toma como tratamiento sintético). El 14%

restante no recibió ningún tratamiento, mostrando un nivel de infestación medio

significativamente más alto que el de las colonias tratadas con los distintos tipos de

tratamiento (test Mann-Whitney (p-valor<0,001); Figura 18). También se observó un

nivel de infestación medio significativamente más alto en las colonias tratadas con

tiras de ácido oxálico en comparación con las tratadas con sintéticos

(p-valor<0,001), de acuerdo al test Mann-Whitney (Figura 18).

Figura 18. Nivel de infestación con V. destructor en porcentaje, en función de los tipos de tratamientos

acaricidas utilizados en las colonias muestreadas. Los asteriscos (*) indican p-valor<0,05 (diferencias

significativas) de acuerdo al test Mann-Whitney.

Con respecto a la fecha del último tratamiento acaricida, el 71% de las colonias se

trataron menos de 6 meses antes del muestreo (Figura 19). De ese grupo, solo 7

colonias se trataron con acaricidas sintéticos. Se encontraron diferencias

significativas entre los grupos (test Kruskal-Wallis, p-valor=0,04). De acuerdo al test

Mann-Whitney, tanto las tratadas con acaricidas sintéticos como orgánicos hace

menos de 6 meses, tuvieron un nivel de infestación significativamente menor que el
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de las colonias sin tratar (p-valor<0,001). También se observó un nivel de infestación

significativamente menor en las tratadas con acaricidas sintéticos hace menos de 6

meses que las tratadas con orgánicos en el mismo período (p-valor<0,001) (Figura

19).

Figura 19. Nivel de infestación de V. destructor en porcentaje, en función de cuándo se realizó el

último tratamiento acaricida en las colonias muestreadas. Las muestras para las cuales no hay datos

se excluyeron de la figura. “<6 meses orgánico” = colonias tratadas hace menos de 6 meses con tiras

de ácido oxálico; “<6 meses sintético”= colonias tratadas hace menos de 6 meses con Amitraz o

Flumetrina. “No trata” = ningún tratamiento realizado o tratado hace más de 6 meses por última vez.

Los asteriscos (*) indican p-valor<0,05 (diferencias significativas) del test Mann-Whitney.

4.2.3 Prevalencia, distribución y carga viral de virus ABPV, BQCV,

CBPV, DWV, SBV

La amplificación de los genes de referencia β-actina y RPS5 fue exitosa para el 98%

de las muestras. Las dos muestras en las que no se logró amplificar estos genes no

se incluyeron en el análisis.
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Los virus ABPV, BQCV, CBPV, DWV y SBV se detectaron en al menos una muestra

(Figura 20). El virus más prevalente fue el DWV (30±9%, Tabla 11), encontrándose

en 11 departamentos, incluido todo el litoral oeste del país (Figura 20), y la única

variante circulante fue la del DWV-A. Los virus SBV y CBPV fueron los siguientes

más prevalentes (27±9%, 25±9%; Tabla 11; Figura 20). El virus BQCV presentó una

prevalencia de 22±8%, y fue el que presentó la distribución más amplia, abarcando

14 departamentos. Finalmente el virus ABPV fue el de menor prevalencia (6±5%,

Tabla 11; Figura 20).

Figura 20. Distribución de los virus ABPV, BQCV, CBPV, DWV y SBV en Uruguay en 2021. Los

departamentos coloreados de gris representan aquellos en los cuales se encontró al menos una

muestra positiva.
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Con respecto a la carga viral relativa, todos los virus presentaron una variación muy

grande entre las muestras. El virus ABPV en general mantuvo bajas cargas virales,

mientras que DWV llegó a valores de más de 5 órdenes de magnitud con respecto a

la muestra calibradora. El CBPV presentó las cargas virales más altas en

departamentos del litoral oeste. El resto de los virus también tuvieron cargas virales

altas de aproximadamente 4,6 órdenes de magnitud mayores que la muestra

calibradora, pero en menos muestras (Figura 21).

Figura 21. Boxplot y jitterplot de las cargas virales relativas de los virus ABPV, BQCV, CBPV, DWV y

SBV. Los valores representados en el eje Y corresponden a la cuantificación relativa logaritmizada.

Los colores de las cajas y puntos corresponden a las regiones establecidas. Cada punto corresponde

a una muestra.

4.2.4 Prevalencia y distribución de Nosema spp.
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Se utilizaron dos métodos para la detección de Nosema ceranae. El conteo de

esporas en abdómenes permitió la detección en el 55% de las muestras, llegando a

detectar cerca de 5 millones de esporas por abeja en una muestra (Figura 22A). Al

dividir el país en regiones, no se encontraron diferencias significativas entre la

cantidad de esporas por abeja entre regiones (test Kruskal-Wallis, p-valor= 0,66;

Figura 22B). Por otro lado, la multiplex PCR permitió la detección de N. ceranae en

el 38% de las muestras (Figura 23).

Considerando ambas técnicas, la prevalencia nacional de Nosema spp. se calculó

en 63±9% (Tabla 11). Se encontró ampliamente distribuido, específicamente en 14

departamentos, con la excepción de Artigas, Salto, Flores, Treinta y Tres y Lavalleja

(Figura 24).
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Figura 22. A). Número de esporas de N. ceranae en pool de abejas x 106 en función de los

departamentos del país. El tamaño del punto corresponde al número de muestras. El tamaño de los

puntos representa la cantidad de colonias (n=1:6). Los colores corresponden a las regiones

establecidas. B). Boxplot (diagrama de cajas) y jitter plot (gráfico de puntos) del número de esporas

en pool de abejas (x106) en función de las regiones del país (N=norte; S=sur; E=este; O=oeste).
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Figura 23. Gel de agarosa al 2% representativo de resultados de PCR multiplex (fragmento de gen

del ARNr 16S) para discriminar entre Nosema apis y Nosema ceranae. 1.- Marcador de Peso

Molecular 1kb plus; 2,3,7,10,11,15.- muestras negativas para N. ceranae; 4-6,8,9,12,13,14,1-18.-

muestras positivas para N. ceranae; 19.- control positivo para N. apis y N. ceranae. El fragmento

amplificado para N. ceranae se estimó en 218 pb (flecha roja) y el de N. apis en 321 pb (flecha

celeste); 20.- control negativo.
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Figura 24. Distribución de Nosema ceranae en Uruguay en 2021. Los departamentos coloreados de

gris representan aquellos en los cuales se encontró al menos una muestra positiva.
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4.2.5 Prevalencia y distribución de Paenibacillus larvae

A partir del cultivo de las muestras de miel 12 muestras presentaron colonias

sospechosas para P. larvae. La técnica de PCR empleando primers específicos

permitió la confirmación de la identidad en 11 de los casos (Figura 25).

A partir de esto, se calculó la prevalencia nacional de P. larvae en 11±6% (Tabla 11).

La distribución de este patógeno estuvo restringida al litoral oeste, encontrándose en

los departamentos de Paysandú, Colonia, San José, Flores y Florida (Figura 26).

Figura 25. Gel de agarosa al 0,8% representativo de resultados de PCR (fragmento de gen que

codifica para el ARNr 16S) para la identificación de Paenibacillus larvae. El fragmento amplificado

corresponde a 700 pb (flecha blanca). 1.8.- muestras positivas para P. larvae; 9.- control positivo;

10-11.- controles negativos; 12.- Marcador de Peso Molecular 1kb plus.
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Figura 26. Distribución de Paenibacillus larvae en Uruguay en 2021. Los departamentos coloreados

de gris representan aquellos en los cuales se encontró al menos una muestra positiva para la

bacteria.
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4.2.5 Prevalencia y distribución de Lotmaria passim

El tripanosomátido L. passim fue el segundo patógeno más prevalente encontrado

en las muestras analizadas (60±10%; Tabla 11). Se observó que está ampliamente

distribuido en el territorio nacional con excepción de los departamentos de Artigas,

Salto y Lavalleja (Figura 27).

Figura 27. Distribución de Lotmaria passim en Uruguay en 2021. Los departamentos coloreados de

gris representan aquellos en los cuales se encontró al menos una muestra positiva para el

tripanosomátido.
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4.3 Correlaciones entre patógenos y su relación con la

fortaleza de la colonia

Se encontró una correlación positiva moderada entre la presencia del ácaro V.

destructor y el virus DWV, y positiva débil entre el ácaro y el número de abejas

adultas, de acuerdo al test de Spearman (Tabla 12). También se encontraron

correlaciones negativas débiles entre el número de esporas de N. ceranae y la

cantidad de abejas adultas, y el número de esporas del microsporidio y cantidad de

cría, mediante el test de Spearman (Tabla 12).

Con respecto a la asociación de la presencia de los patógenos mediante el test χ²,

ésta se observó mayoritariamente entre virus. La presencia de SBV está asociada a

la presencia de BQCV y CBPV, y este último también con DWV. A su vez, la

presencia de L. passim se asoció a la del virus SBV y de N. ceranae (Tabla 13).

Con respecto al Odds ratio, se observó que si las colonias tienen un nivel de

infestación con V. destructor mayor al 7%, tienen un mayor riesgo de tener el virus

DWV (Tabla 14). Por otra parte, también se observó un mayor riesgo de tener N.

ceranae si L. passim está presente en la abeja (Tabla 14).
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Tabla 12. Test de correlación de rangos de Spearman entre patógenos y patógenos con fortaleza de

colonia. El número en la parte superior es el valor del coeficiente de asociación ( rs ) y el valor entre

paréntesis corresponde al p-valor de la asociación (nivel de significancia = 0,05). Los valores en rojo

son los que presentaron una correlación significativa.
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ABPV BQCV CBPV DWV SBV N.ceranae Abejas
adultas

Celdas de
cría

V.
destructor

0,41

(0,4)

-0,10

(0,6)

-0,14

(0,5)

0,55

(<0,01)

-0,10

(0,9)

-0,10

(0,3)

0,26

(0,01)

0,16

(0,1)

ABPV
-1,0

(1)

-0,50

(1)

-0,50

(1)

1,0

(1)

-0,20

(0,7)

-0,37

(0,5)

0,75

(0,08)

BQCV
0,10

(0,9)

-0,40

(0,3)

0,61

(0,07)

0,010

(0,9)

0,050

(0,8)

0,16

(0,5)

CBPV
-0,54

(0,07)

0,22

(0,6)

0,19

(0,4)

-0,13

(0,5)

-0,18

(0,4)

DWV
-0,18

(0,6)

-0,020

(0,9)

0,010

(0,9)

-0,17

(0,4)

SBV
0,020

(0,9)

0,080

(0,7)

0,28

(0,2)

N. ceranae
-0,21

(0,03)

-0,29

(<0,01)



Tabla 13. χ² entre los patógenos analizados en este estudio. Entre paréntesis se representa el p-valor,

y los valores significativos (p-valor<0,05) en rojo. Los patógenos marcados con asterisco (*) no

pudieron ser analizados mediante este test debido al bajo número de muestras positivas.
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ABPV BQCV CBPV DWV SBV N. ceranae P. larvae* L. passim

V. destructor
8e-32

(1)

0,45

(0,5)

0,0033

(0,9)

0,40

(0,5)

1,8

(0,2)

1,7

(0,2)
-

0,11

(0,7)

ABPV* - - - - - - -

BQCV
0,025

(0,9)

0,54

(0,5)

5,5

(0,02)

0,0049

(0,9)
-

1,9

(0,2)

CBPV
4,8

(0,03)

6,5

(0,01)

0,83

(0,4)
-

0,082

(0,8)

DWV
0,72

(0,4)

2,0

(0,2)
-

0,21

(0,7)

SBV
0,085

(0,8)
-

4,2

(0,04)

N. ceranae -
4,8

(0,03)

P. larvae
0,035

(0,8)



Tabla 14. Odds ratio (OR) para los distintos patógenos, y patógenos con parámetros de fortaleza de

colonia. El número en la parte superior es el OR, y entre paréntesis se encuentran los valores del IC

calculado al 95%. Los valores en rojo son significativos. Las celdas con ( - ) son aquellas que no

pudieron ser calculadas.

ABPV>0 BQCV>0 DWV>0 SBV>0 N. ceranae
Abejas
adultas
>17600

P. larvae

V.
destructor

>4%

2,1
(12-0,36)

1,2
(4-0,39)

1,8
(5-0,63)

1,7
(5-0,60)

0,60
(1,6-0,23)

0,74
(1,9-0,28)

-

V.
destructor

>7%

1,9
(18-0,20)

2,7
(10-0,68)

4,1
(16-1,0)

0,69
(3,5-0,14)

0,80
(2,9-0,22)

0,30
(1,2-0,07)

-

V.
destructor

>15%

0 1,8
(21-0,16)

4,9
(57-0,43)

6,08
(70-0,53)

0,40
(4,5-0,03)

0,38
(4,3-0,03)

-

Abejas
adultas
>17600

1,6
(9,2-0,2)

1,2
(3,1-0,4)

0,3
(0,6-0,11)

1,1
(2,7-0,44)

- - -

Celdas de
cría
>7000

0,8
(7,7-0,09)

1,3
(4,3-0,42

)

1,5
(4,2-0,51)

1,4
(4,2-0,47)

- - 0,8
(4,2-0,17)

Celdas de
cría

>10500

0,81
(4,7-0,14)

1,51
(4,6-0,5)

0,60
(1,5-0,24)

0,70
(1,9-0,27)

- - 2,2
(10-0,45)

L. passim - - - - 2,3
(5,3-1,0)

- -
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5. Discusión

Este estudio constituye el segundo monitoreo a nivel nacional de plagas y patógenos

de abejas melíferas en Uruguay, realizado 10 años después del primero. Esta tesis

es un reflejo más del esfuerzo conjunto entre el sector productivo y científico, y

realza la importancia del trabajo interdisciplinario. Todas las partes son

indispensables para llevar a cabo monitoreos de esta magnitud, tanto los apicultores

que proveen las colonias estudiadas, como el equipo técnico para el muestreo, los

investigadores, y la financiación para poder llevarlo a cabo.

La toma de muestras para este tipo de monitoreo se debe realizar previo a la

preparación de las colonias para la invernada, y de esta forma evitar sesgos en la

detección de patógenos asociados a la estacionalidad o aplicación de tratamientos.

Por ejemplo, la aplicación de acaricidas en marzo disminuye el número de ácaros en

la colonia y concomitantemente la carga viral (Antúnez et al., 2013; Grozinger y

Flenniken, 2019). El primer relevamiento de patógenos a nivel nacional realizado por

Anido et al. (2015) tuvo esto en cuenta, y el muestreo completo se realizó en dos

semanas en marzo de 2011. Este estudio estaba planificado para realizarse de la

misma forma, en marzo de 2021, sin embargo la situación de emergencia sanitaria

ocasionada por el virus SARS-CoV-2 imposibilitó la realización del muestreo como

estaba previsto, extendiéndose durante casi 4 meses (marzo-julio). Este factor fue

tenido en cuenta a la hora de interpretar los resultados, específicamente al

considerar los ciclos biológicos de las abejas y de los patógenos.

Las colonias incluidas en este estudio tuvieron un promedio de población de 21.120

abejas, similar a las colonias analizadas en 2011 (Anido et al., 2015). Se estima que

para enfrentar el invierno, la colonia necesita tener 8 cuadros completos cubiertos

por abejas, que equivalen aproximadamente a 17.600 abejas (Harriet J. y Campá J.,

comunicación personal). En los 2 monitoreos realizados en nuestro país más de la

mitad de las colonias cumplieron con esta premisa (61% en 2011 y 56% en 2021)

(Anido et al., 2015). Esta diferencia podría deberse a que en este estudio algunas

colonias ya estaban entrando en la invernada, y esta reducción se observó también

en la cantidad de cría y miel. El ciclo biológico anual de las abejas melíferas en
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climas templados incluye una disminución en la producción de cría hacia el final del

otoño y comienzo del invierno (Fluri et al., 1982). Esto enfatiza la importancia de

realizar el muestreo en un tiempo acotado como el sugerido y reportado previamente

(Anido et al., 2015; Antúnez et al., 2015), para de esta forma minimizar la variación

estacional.

A 10 años del último monitoreo nacional (Anido et al., 2015), todos las plagas y

patógenos identificados siguen estando presentes en el país y en algunos casos con

una alta prevalencia. La región con más carga de patógenos es la oeste. Esta es el

área con mayor desarrollo apícola, mayor densidad de colonias y, por lo tanto, con

más muestras analizadas, lo que pudo influir en el resultado.

Varroa destructor es la segunda plaga más prevalente y presenta amplia distribución

en el territorio. Este ácaro es considerado la mayor amenaza biótica que afecta a las

abejas melíferas a nivel mundial (Delaplane y Hood, 1999; Rosenkranz et al., 2010),

y numerosos estudios lo relacionan con la pérdida de colonias (Antúnez et al., 2017;

Bruckner et al., 2023; Francis et al., 2013; Genersch et al., 2010; Guzmán-Novoa

et al., 2010; Morawetz et al., 2019; Van Der Zee et al., 2012, 2015; van Engelsdorp

et al., 2008). En Uruguay se estima que un nivel de infestación de 4% es el máximo

con el cual una colonia puede sobrevivir al invierno sin daños mayores (Harriet, J.,

comunicación personal). Este valor se podría considerar similar al tomado por

países de climas templados, como el caso de Alemania, donde se reportó que el

nivel de infestación con V. destructor debe ser menor al 6% para que la pérdida de

colonias sea menor al 10% en promedio (Genersch et al., 2010). Sin embargo, aún

no se ha llegado a un consenso sobre el umbral de daño del ácaro. Este valor

depende de la subespecie de abeja, del ácaro y de factores ambientales. Si bien en

este monitoreo la mayoría de las muestras no superaron el 4% de infestación, en

algunos casos se encontraron niveles de hasta 21%. Estos resultados son llamativos

porque con esos niveles de infestación es probable que esas colonias no sobrevivan

a la invernada.

El uso de acaricidas es la principal estrategia para controlar los niveles de

infestación por V. destructor. En este estudio se observó que los acaricidas

orgánicos fueron los más utilizados por los apicultores. Este resultado demuestra un
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cambio en las prácticas apícolas en comparación al monitoreo realizado en 2011,

donde se utilizaban principalmente acaricidas sintéticos (Anido et al., 2015). Hasta

hace unos años, los acaricidas sintéticos eran los predominantes en el país. Sin

embargo, la aparición de resistencia a estos productos, la permanencia de residuos

en la miel y los posibles impactos negativos en la fisiología de las abejas, ha

reducido su uso (Garrido et al., 2013; Rosenkranz et al., 2010; Tihelka, 2018; Ye

et al., 2020). La comercialización de ácido oxálico en tiras de liberación lenta,

recomendado por el MGAP y la comunidad científica, estimuló también este cambio.

En este trabajo se observó que más de la mitad de las colonias muestreadas se

trataron en los 6 meses previos al muestreo. Acorde a la cantidad de tiempo

transcurrido entre el último tratamiento acaricida y la fecha de muestreo, las colonias

deberían haber presentado niveles de infestación más bajos de los encontrados.

Esto podría deberse a que la eficiencia del ácido oxálico disminuye en verano,

cuando hay mucha cría (Rosenkranz et al., 2010).

El resultado de la correlación positiva encontrada entre V. destructor y el número de

abejas adultas coincide con lo reportado en otros estudios (Leza et al., 2016). Esta

correlación podría ser explicada por la dinámica parásito-hospedero, donde un

mayor número de abejas adultas es consecuencia de un mayor número de celdas

de cría, y esto le brindaría más oportunidades al ácaro para reproducirse, llevando a

un mayor nivel de infestación (Rosenkranz et al., 2010; Traynor et al., 2020).

La infestación por V. destructor está asociada a la infección por diferentes virus

ARN. En este estudio se identificó la presencia de los virus ABPV, BQCV, CBPV,

DWV y SBV, en concordancia con lo encontrado en trabajos anteriores en el país

(Anido et al., 2015; Antúnez et al., 2006, 2015). Por otro lado, los virus IAPV y KBV

no se detectaron y esto también coincide con lo reportado previamente (Anido et al.,

2015; Antúnez et al., 2006, 2015). Los virus ARN evolucionan muy rápido y pueden

presentar grandes variaciones genéticas en distintas poblaciones (Dolan et al., 2018;

Pybus y Rambaut, 2009). Esto podría dificultar su detección, y el desafío se

encuentra en contar con los primers correctos. En particular, los virus

IAPV-KBV-ABPV pertenecen al mismo complejo (de Miranda et al., 2010), por lo que

no se puede descartar una identificación incorrecta, sobreestimando, por ejemplo, la

prevalencia del virus ABPV. Cabe destacar que los niveles de ABPV detectados en
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este trabajo fueron muy bajos. Sin embargo, debemos continuar investigando y

buscando los virus IAPV y KBV, ya que se han detectado en países de la región

como Chile, Argentina y Brasil (Reynaldi et al., 2011; Riveros et al., 2018; Teixeira

et al., 2012). En este sentido, se puso a punto el estudio del viroma en abejas

melíferas en nuestro laboratorio como herramienta para explorar el conjunto de virus

presente. Utilizando esta técnica tampoco se detectó la presencia del IAPV o del

KBV (Arredondo, D., comunicación personal), confirmando los resultados obtenidos

mediante qPCR.

Con respecto a los virus identificados, el ABPV fue el que presentó la prevalencia

más baja (6%), y acorde con lo reportado anteriormente en el país (9% en 2006 y

14,6% en 2011; Anido et al., 2015; Antúnez et al., 2006). Esta prevalencia es menor

que la reportada en Alemania (11,7%), Argentina (21%) y Brasil (27%), y similar a lo

reportado en algunas regiones de Chile (4-27%) (Genersch et al., 2010; Molineri

et al., 2017; Vargas et al., 2017; Teixeira et al., 2008). Otro trabajo en Uruguay

publicado por Antúnez et al. (2015) encontró un porcentaje de colonias infectadas

por el ABPV sorpresivamente alto (~95%), aunque este resultado corresponde a un

muestreo acotado a dos apiarios del país, que están dentro de la región con mayor

densidad de colonias. Ese resultado no se puede extrapolar a otras regiones. La

baja prevalencia encontrada en esta tesis podría ser explicada por el momento de la

toma de muestras, ya que el APBV tiene un pico de prevalencia durante la

primavera y verano, que se reduce al entrar el otoño (Runckel et al., 2011). Las

bajas cargas virales encontradas en esta tesis concuerdan con el monitoreo anterior

(Anido et al., 2015), y podrían ser explicadas por la estacionalidad del patógeno.

Esta es moderada por factores ambientales, y la presencia de vectores como V.

destructor (Ball y Allen, 1988; Traynor et al., 2016). Si bien la correlación entre el

ácaro y el virus ABPV no fue significativa en esta tesis, sí ha sido reportada en

varios trabajos anteriores (Antúnez et al., 2015; Genersch et al., 2010; Molineri et al.,

2017).

Un resultado sorpresivo es el del virus BQCV, que presentó una baja prevalencia

(22%), mucho menor a las reportadas en trabajos previos (80 y 90%; Anido et al.,

2015; Antúnez et al., 2006). Sin embargo, el BQCV presentó una amplia distribución

en el territorio, similar a la reportada en el monitoreo del 2011 (Anido et al., 2015). La
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prevalencia actual es es similar a la reportada en la región, en países como

Argentina, Brasil, y mucho menor que la encontrada en algunas regiones de Chile

(8%, 37% y 72-100% respectivamente; Molineri et al., 2017; Vargas et al., 2017;

Teixeira et al., 2008). El BQCV tiene un pico de prevalencia en verano, donde hay

más cantidad de abejas y luego disminuye al otoño (Antúnez et al., 2015; Bailey

et al., 1981; Beaurepaire et al., 2020). En este trabajo gran parte de las muestras se

colectaron en otoño, lo que podría explicar la baja prevalencia.

En cuanto al CBPV, se encontró una mayor prevalencia (25%) que la reportada para

Argentina y Chile (2,2% y 10-18% respectivamente; Molineri et al., 2017; Vargas

et al., 2017). La presencia de este virus ya se había detectado en Uruguay (61% en

2005 y 47% en 2006), aunque debe tenerse en cuenta que las muestras fueron

tomadas de colonias con síntomas (Antúnez et al., 2005, 2006). Este virus no tiene

una estacionalidad clara, sino que su presencia está influenciada por factores

ambientales, así como por la dinámica poblacional de la abeja (Coulon et al., 2018).

Aunque éste fue uno de los primeros virus descritos para las abejas melíferas

(Bailey et al., 1968), aún falta mucho de su biología por dilucidar.

El DWV presentó una prevalencia de 31%, similar al valor hallado en 2011 (29%;

Anido et al., 2015), y a trabajos en otros países (33% en Alemania, 35% en

Argentina, 8-46% en Chile, 20% en Brasil; Genersch et al., 2010; Molineri et al.,

2017; Vargas et al., 2017; Teixeira et al., 2008). A su vez, la distribución fue similar a

la encontrada en 2011 (Anido et al., 2015). La amplitud del rango de variación y las

altas cargas virales de este virus, también concuerdan con lo encontrado por Anido

et al. (2015).

En este trabajo, así como en 2011, se encontró una correlación positiva entre el

DWV y V. destructor (Anido et al., 2015). Además, se encontró que las abejas

parasitadas con más de 7% por V. destructor tienen mayor riesgo de estar

infectadas por el virus DWV. La interacción V. destructor - DWV ha sido ampliamente

descrita en la literatura, y se reportó que V. destructor inyecta el virus en la abeja al

alimentarse (Bowen-Walker et al., 1999; Martin y Brettell, 2019; Santillan-Galicia

et al., 2010). Trabajos más recientes han reportado que este virus incluso puede

replicarse en el ácaro, lo que podría tener mayores implicancias en la salud de las

abejas (Damayo et al., 2023; Gisder y Genersch, 2021). Estos resultados resaltan la
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importancia de mantener niveles de V. destructor lo más bajos posibles, así como de

seguir investigando las relaciones hospedero-vector-patógeno.

El virus SBV presentó una prevalencia 1,4 veces mayor que en 2011 (19%), y una

distribución más amplia, encontrándose en 4 departamentos más (Anido et al.,

2015). Si bien en este trabajo se encontraron casos de altas cargas virales, no se

observaron síntomas del virus al momento del muestreo, lo que indicaría que la

infección sería asintomática.

Las asociaciones encontradas entre los virus BQCV-SBV, CBPV-DWV y CBPV-SBV,

y en el caso de BQCV-SBV también reportada por Antúnez et al. (2015), podrían

darse de manera indirecta a través del debilitamiento de la abeja, que al ser

infectada por un patógeno, quedaría propensa a coinfecciones con otros.

Otros de los patógenos más estudiados son los microsporidios N. ceranae y N. apis.

En este trabajo solamente se identificó la especie N. ceranae, coincidiendo con

estudios previos en el país (Anido et al., 2015; Antúnez et al., 2015; Invernizzi et al.,

2009). Trabajos realizados en España han encontrado una asociación entre la

presencia de N. ceranae y la pérdida de colonias (Martín-Hernández et al., 2018).

Por esta razón es que la alta prevalencia del patógeno sigue siendo una

preocupación para los apicultores y la comunidad científica a nivel mundial. En este

estudio la prevalencia de N. ceranae fue la más alta (63%), y tres veces más alta

que la encontrada en 2011 (14%), estando en ambos casos ampliamente distribuida

en el país (Anido et al., 2015). Esta notoria diferencia en las prevalencias podría

deberse a las fechas de muestreo, ya que en el trabajo de Anido et al. (2015) las

muestras fueron tomadas en el mes de marzo (fines de verano-comienzo de otoño),

mientras que las muestras de este trabajo fueron colectadas mayormente en mayo

(mediados de otoño). Esto concuerda con el trabajo de Antúnez et al. (2015), donde

encontraron un mayor nivel de infestación por N. ceranae en los meses de invierno

(junio-septiembre) que a fines del verano (marzo).

En esta tesis se detectó el microsporidio con dos técnicas distintas y

complementarias. Por un lado, el conteo de esporas por microscopía óptica, y por

otro, PCR-multiplex. Si bien la microscopía permite cuantificar las esporas en el

intestino de las abejas, también tiene como limitación la dificultad de distinguir entre
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especies (Martín-Hernández et al., 2018). Es por esto que la Organización Mundial

de Sanidad Animal (OIE) recomienda el método molecular de PCR-multiplex para

identificar la presencia del microsporidio en abejas, y actualmente es el único

método “aceptado” como confiable para la identificación de Nosema spp.

(Marín-García et al., 2022; Martín-Hernández et al., 2007, 2018). En este trabajo se

obtuvieron diferentes resultados según la técnica empleada (38% por PCR-multiplex

y 55% por microscopía). Esto podría deberse a que se utilizaron diferentes abejas

para cada técnica, siendo razonable que exista variación dentro de una colonia,

donde no todas las abejas tienen por qué estar infectadas, ni tener la misma carga

de esporas.

En esta tesis Nosema ceranae se correlacionó negativamente con el número de

abejas adultas y también con la cantidad de cría, coincidiendo con estudios previos

(Branchiccela et al., 2019). Además, en el trabajo realizado por Antúnez et al.

(2013), se reportó que un alto nivel de parasitación con N. ceranae disminuyó la

población de abejas adultas y la cantidad de cría de las colonias afectadas, también

en concordancia con esta tesis. Este microsporidio genera daño en las abejas a

varios niveles. Por un lado, consume parte de los carbohidratos que la abeja ingiere,

privando a la abeja de utilizar estos nutrientes (Mayack y Naug, 2009) provoca la

pérdida de reservas lipídicas, pudiendo llevar a un estado de desnutrición (Li et al.,

2018). A nivel de sistema inmune, se reportó que suprime la expresión de genes

vinculados a la defensa frente a patógenos (Antúnez et al., 2009a). Los cambios

generados por la infección inducen un pecoreo temprano, interrumpiendo el cuidado

de las larvas (Dussaubat et al., 2010). Todo esto podría desencadenar en una

disminución en la población de abejas, lo que podría explicar la correlación

encontrada en este estudio. La estacionalidad del microsporidio también podría estar

involucrada, ya que los niveles de infestación aumentan hacia el invierno, cuando la

población de abejas desciende por su ciclo natural (Martín-Hernández et al., 2018).

En cuanto a P. larvae, agente causal de la Loque Americana, los resultados de la

prevalencia de esporas en miel son preocupantes. A principios de los años 2000 se

detectaron los primeros casos de esta enfermedad en Uruguay (Piccini y Zunino,

2001). Posteriormente se comprobó que la bacteria se había extendido rápidamente

a casi todo el país, presentando una prevalencia en miel del 51% (Antúnez et al.,
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2004). Después de un gran esfuerzo de informar y recomendar medidas preventivas

a los apicultores, incluyendo la quema de colmenas afectadas, la prevalencia de la

bacteria en miel disminuyó a 2% en 2011 (Antúnez et al., 2012). En estos diez años

la prevalencia aumentó a 11%, siendo un llamado de atención. Cabe destacar que

en Uruguay no se aplica ningún tratamiento antibiótico en las colonias, y que aún así

la prevalencia de P. larvae se ha mantenido relativamente baja en los últimos 10

años. Por lo tanto, para evitar que la prevalencia siga aumentando se deben tomar

medidas preventivas. Los apicultores pueden examinar las colonias y detectar a

tiempo los síntomas visibles de la enfermedad (larvas de aspecto gomoso

amarronado o escamas; Hansen y Brødsgaard, 1999). Entender el patrón de

distribución del patógeno también contribuye al conocimiento de esta enfermedad de

denuncia obligatoria en Uruguay. Con este fin, nuestro laboratorio trabaja en

colaboración con el DILAVE desde 2001, monitoreando la situación a través del

análisis de muestras de miel, Palacios et al. (en preparación).

En este estudio la bacteria P. larvae fue identificada en la región oeste, que como se

mencionó previamente, es la zona que posee mayor densidad de colonias en

nuestro país. Una posible explicación de por qué esta bacteria siempre ha sido

detectada principalmente en esta región podría ser por la cercanía con Argentina,

país donde fue detectada por primera vez en Sudamérica (Alippi, 1992b), y donde

sigue presente en la actualidad (Maggi et al., 2020). El comercio e intercambio de

material entre los países podría favorecer la diseminación de las esporas, además

de la cercanía geográfica que podría permitir el vuelo de abejas infectadas entre los

países.

Por último, la prevalencia de L. passim en 2021 fue 4,6 veces más alta que la

encontrada en el monitoreo del 2011 para Uruguay (13%; Castelli et al., 2019). Este

tripanosomátido ha sido reportado también en países de la región como Argentina

(38%) y Chile (40-90%; Castelli et al., 2019; Arismendi et al., 2016). En el caso de

Chile, esta prevalencia no puede tomarse como nacional, ya que el número de

muestras utilizadas no es representativo del país (Castelli et al., 2019). Dos estudios

realizados en apiarios del Uruguay reportaron un aumento en la prevalencia del

tripanosomátido hacia el invierno/primavera (Arredondo, 2021; Branchiccela et al.,

2019), lo que coincide con la alta prevalencia encontrada en este trabajo. Con
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respecto a su distribución, L. passim estuvo presente en muestras de casi todo el

territorio nacional, la cual es más amplia que la encontrada por Castelli et al. (2019)

en 2011.

En esta tesis se encontró una asociación entre L. passim y N. ceranae. Esta

correlación ya había sido reportada por Arismendi et al. (2020) en Chile. Sin

embargo, la relación aún no está clara, ya que se han encontrado resultados

contradictorios. Por un lado, el estudio realizado en Chile encontró una supresión

competitiva entre el tripanosomátido y el microsporidio, mientras que en esta tesis se

encontró que en presencia de L. passim hay un mayor riesgo de encontrar N.

ceranae. Este tripanosomátido está siendo cada vez más estudiado, y sin embargo,

la evidencia actual sigue siendo contradictoria. Se debe continuar investigando

sobre su biología, la interacción con otros patógenos y las consecuencias que tienen

en la salud de las abejas melíferas.

En líneas generales, los mayores niveles de infestación o infección en el oeste del

país (de V. destructor, N. ceranae y virus) podrían ser explicados por la alta

densidad de colonias en esa zona. Ha sido propuesto que una mayor densidad de

hospederos aumenta las oportunidades para la transmisión de patógenos (Bull,

1994), por lo que regiones con mayor cantidad de colonias, también implican un

mayor contacto entre abejas (por ejemplo: pillaje) y el uso compartido de los mismos

recursos florales (Fries y Camazine, 2001; Pfeiffer y Crailsheim, 1998).

Este monitoreo fue abarcativo de todo el territorio nacional, y permitió obtener un

panorama general de la distribución geográfica de los patógenos, así como analizar

correlaciones entre ellos. Además, los datos y muestras recabadas en este trabajo

servirán de insumo para futuras investigaciones. Este tipo de monitoreo repetidos en

el tiempo permiten generar estudios longitudinales que analicen la situación sanitaria

de las colonias de abejas en Uruguay.

La vigilancia periódica de las plagas y patógenos en las colonias de abejas melíferas

es sumamente importante para su prevención y tratamiento a tiempo. En este

sentido, es recomendable realizar capacitaciones para apicultores en todo el país,

ya que se ha reportado que la educación de los apicultores puede mejorar la

supervivencia de las colonias (Jacques et al., 2017). Además la colaboración y el
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trabajo conjunto entre apicultores, técnicos y científicos, genera instancias

enriquecedoras, mezclando conocimientos teóricos y salidas al campo. Esto podría

ayudar a los apicultores a identificar los síntomas de diversas enfermedades,

evaluar si están presentes algunas de las plagas y cómo y cuándo se deben realizar

las aplicaciones de tratamientos.

Las implicancias de este estudio van más allá de la escala nacional, ya que la

dispersión global de patógenos es considerada una amenaza grave a la

biodiversidad, y una posible causa principal de la pérdida de polinizadores, sobre

todo con la emergencia de nuevas especies o cepas (Maggi et al., 2016a).

Además, estudiar el estado de salud de la abeja melífera da información acerca de

los potenciales peligros para las especies nativas en Latinoamérica (Maggi et al.,

2016a).

Dado que no existen muchos monitoreos nacionales en países de Latinoamérica,

este es un ejemplo y antecedente para futuras investigaciones. Este estudio aporta

datos valiosos de esta región, y suma al análisis de patrones y tendencias globales

de las plagas y patógenos que afectan la salud de las abejas melíferas en el mundo.
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6. Conclusiones

Todos los patógenos de mayor importancia sanitaria a nivel mundial analizados en

este estudio y presentes hace 10 años, continúan estando presentes en el país.

Varroa destructor está ampliamente distribuido en todo el territorio a pesar de los

esfuerzos por controlarlo.

Los virus ABPV, BQCV, CBPV, DWV y SBV se detectaron en todo el país, en

algunos casos con amplias distribuciones y otros con distribuciones restringidas al

oeste y sur del país.

El microsporidio N. apis, y los virus IAPV y KBV no fueron detectados.

El virus DWV se correlacionó positivamente con V. destructor, y se encontró un

mayor riesgo de encontrar el DWV en colonias con más de 7% de infestación con el

ácaro.

Nosema ceranae es la única especie de microsporidio identificado en el país, y tiene

una alta prevalencia.

A pesar de la creciente prevalencia de P. larvae, ninguna de las colonias presentó

síntomas de Loque Americana.

Lotmaria passim mostró una alta prevalencia y amplia distribución en el país, y se

encontró una asociación con N. ceranae.
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7. Perspectivas

Teniendo en cuenta la importancia del monitoreo periódico de plagas y patógenos

que afectan a las abejas a nivel nacional, para conocer su distribución y prevalencia,

aprender sobre la biología y la interacción hospedero - patógeno, y para diseñar

tratamientos adecuados, es necesario continuar estos monitoreos con periodicidad.

Por otro lado, dado que V. destructor es la mayor amenaza biótica para la apicultura,

es necesario optimizar los tratamientos acaricidas. El ácaro ha generado resistencia

a muchos acaricidas sintéticos, por lo que el uso correcto (frecuencia y modos de

aplicación) de acaricidas orgánicos puede presentar una ventaja para los

apicultores. Para ello sería necesario un estudio experimental con distintas

frecuencias y tipos de tratamiento, con el fin de optimizar las estrategias de control.

Finalmente, sería interesante estudiar el fenómeno de spill-over de los patógenos de

la abeja melífera hacia especies nativas. En Uruguay se ha reportado este

fenómeno, por ejemplo se detectó la presencia de N. ceranae y los virus ABPV,

BQCV, DWV y SBV en los abejorros nativos Bombus pauloensis y Bombus

bellicosus (Arbulo et al., 2015; Salvarrey et al., 2021). Sin embargo, aún no se

conoce el rol de estas especies nativas en los ciclos de los patógenos ni las

consecuencias que pueden tener sobre ellas. Se podría realizar un monitoreo de

plagas y patógenos a nivel nacional con especies de abejas nativas, y ahondar en

los mecanismos de transmisión de los patógenos entre diferentes especies de

abejas.
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