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RESUMEN 

La terapia larval es un tipo de tratamiento para heridas que consiste en la aplicación 

de larvas de diversas especies de moscas con el fin de desbridar, desinfectar y 

promover la cicatrización. El objetivo de esta tesis fue recopilar información sobre la 

terapia larval, las especies de moscas más importantes para su ejecución y su 

aplicación en la medicina veterinaria. Para ello, se realizó una revisión bibliográfica 

utilizando los motores de búsqueda Google Académico, Timbó Foco y PubMed. Se 

constató que la terapia larval se utiliza predominantemente en medicina humana y, en 

menor medida, en medicina veterinaria, aplicándose generalmente en heridas 

crónicas infectadas, aunque también es adecuada para otros tipos de heridas. En el 

campo de la medicina veterinaria, su uso ha aumentado significativamente desde los 

años 2000, principalmente en equinos, seguido por pequeños animales y, en menor 

medida, en animales de producción como vacas y ovejas. Las especies más utilizadas 

pertenecen al género Lucilia, específicamente Lucilia sericata, Lucilia cuprina, Lucilia 

caesar, Lucilia illustris y más recientemente en nuestra región, Lucilia eximia. La 

captura de moscas se realiza mediante trampas con cebo, recolectando 

principalmente adultos, aunque también se pueden recolectar larvas y huevos. El 

reconocimiento de las especies se basa en la morfología de los adultos y no suele 

representar una dificultad con el entrenamiento adecuado. La formación de colonias 

de moscas para su uso en terapia larval es relativamente sencilla y la complejidad y 

escala del método son adaptables a diversas circunstancias. Existen dos técnicas 

principales de aplicación: de rango libre, donde se aplican las larvas directamente 

sobre la herida y se cubren con un vendaje, y mediante una bolsa de larvas, donde 

las larvas se colocan dentro de un paquete que luego se coloca sobre la herida. En 

medicina veterinaria, la técnica más utilizada es la de rango libre. La terapia larval es 

una técnica prometedora y, aunque el volumen de evidencia científica es menor en 

medicina veterinaria, en medicina humana abundan los estudios que demuestran una 

eficacia preponderante comparada con las terapias tradicionales. Es importante 

continuar investigando los efectos de esta terapia en el ámbito veterinario y considerar 

su implementación en la Facultad de Veterinaria. 
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SUMMARY 

Maggot therapy is a type of wound treatment that involves the application of maggots 

from various species of flies to debride, disinfect, and promote healing. The objective 

of this thesis was to gather information about maggot therapy, the most important fly 

species for its execution, and its application in veterinary medicine. For this, a literature 

review was conducted primarily using Google Scholar, Timbó Foco, and PubMed. It 

was found that maggot therapy is predominantly used in human medicine and, to a 

lesser extent, in veterinary medicine, generally applied to chronic infected wounds, 

although it is also suitable for other types of wounds. In the field of veterinary medicine, 

its use has increased significantly since the 2000s, mainly in equines, followed by small 

animals and, to a lesser extent, production animals such as cows and sheep. The most 

commonly used species belong to the genus Lucilia, specifically Lucilia sericata, Lucilia 

cuprina, Lucilia caesar, Lucilia illustris and more recently in our region, Lucilia eximia . 

Fly capture is done using baited traps, primarily collecting adults, although maggots 

and eggs can also be collected. Species identification is based on adult morphology 

and is not usually difficult with proper training. The formation of fly colonies for use in 

maggot therapy is relatively simple, and the complexity and scale of the method are 

adaptable to various circumstances. There are two main application techniques: free-

range, where maggots are applied directly to the wound and covered with a dressing, 

and via bagged maggots, where the maggots are placed inside a package that is then 

placed on the wound. In veterinary medicine, the most commonly used technique is 

the free-range method. Maggot therapy is a promising technique, and although the 

volume of scientific evidence is smaller in veterinary medicine, there are abundant 

studies in human medicine demonstrating its preponderant efficacy compared to 

traditional therapies.It's important to continue researching the effects of this therapy in 

the veterinary field and to consider implementing it at the Faculty of Veterinary. 
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1. INTRODUCCIÓN: 

 
La terapia larval (TL) es un tratamiento que consiste en la colocación de larvas de 
moscas previamente esterilizadas, principalmente de la especie Lucilia sericata, en 
heridas con el fin de desbridar, promover la cicatrización y eliminar las infecciones 
provocadas por microorganismos, incluidos aquellos resistentes, como 
Staphylococcus aureus meticilino-resistente (Ávila & Vázquez, 2009; Daeschlein et 
al., 2006). 

 
Este método se utiliza desde la antigüedad con registros que mencionan su uso en 
las guerras napoleónicas y la guerra civil estadounidense, se sabe también que los 
Mayas la aplicaban para distintos tipos de lesiones (Fleischmann et al., 2004). 

 
Daeschlein et al., (2006) afirman que la TL cayó en desuso en los años cuarenta con 
la aparición de los antibióticos. En la actualidad ha vuelto a popularizarse, 
principalmente para su aplicación sobre heridas crónicas como las úlceras diabéticas 
o infecciones causadas por patógenos multirresistentes. La producción por parte de 
las larvas, de sustancias antimicrobianas como la lucifensina, sumado a la secreción 
de jugos digestivos ricos en enzimas proteolíticas e ingestión de bacterias, son los 
mecanismos fundamentales que favorecen la curación de heridas crónicas 
complicadas. A su vez, se cree que la promoción del proceso cicatrizal puede deberse 
a estímulos mecánico y hormonales generados por las larvas (Čeřovský et al., 2009; 
Kerridge et al., 2005). 

 
En cuanto a la utilización de la TL en el campo de la medicina veterinaria, esta 
encuentra su mayor desarrollo en la medicina equina y con menor frecuencia en 
pequeños animales de compañía , aunque algunos profesionales ya han apostado a 
su uso en heridas complicadas de perros y gatos. Estudios han demostrado efectos 
muy beneficiosos y se ha asociado con la curación completa de diferentes heridas en 
equinos con diversas patologías como, por ejemplo, bursitis podotroclear séptica, 
infosuras complicadas, abscesos de pie, laceraciones por alambres y úlceras crónicas 
en suela y ranilla. En pequeños animales, si bien los estudios son bastante escasos, 
también se han encontrado muy buenos resultados, se ha experimentado en diversas 
heridas crónicas de distintas etiologías, principalmente traumáticas y tumorales. 
Además, según algunas entrevistas realizadas a los veterinarios usuarios de esta 
terapia, presentan gran conformidad y consideran que las ventajas son mucho 
mayores que las desventajas. En general, todos concluyen que la TL es más 
adecuada para su uso en heridas crónicas que no responden a los tratamientos 
convencionales (Choudhary et al., 2016; Kočišová et al., 2006; Sherman, Morrison & 
Ng, 2007; Sherman, Stevens, et al., 2007). 

 
Aunque la especie más estudiada para la TL es Lucilia sericata, existen otras especies 
que han sido evaluadas, entre ellas Lucilia eximia, común y abundante en la región 
neotropical, la cual ha demostrado ser eficiente para el tratamiento de heridas 
(Cálderon-Arguedas et al., 2014). 

 
A pesar de los beneficios demostrados y las propiedades curativas de la TL en la 
medicina humana y veterinaria, su uso aún no se ha implementado en Uruguay. Por 
lo tanto, su aplicación sería innovadora y útil en el país, especialmente para grandes 
animales. Es una alternativa interesante al tratamiento quirúrgico, el cuál conlleva 
riesgos y complicaciones. Además, dada la creciente resistencia bacteriana a las 
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drogas antimicrobianas (Múnera & Jiménez, 2020; Yu et al., 2021), la TL no solo controla 
las infecciones, sino que no produce residuos ni presiona para la aparición de resistencia 
microbiana. 
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2. OBJETIVOS  

 
 

 
2.1. Objetivo general  

Realizar una revisión bibliográfica actualizada sobre la aplicación de terapia larval en 
medicina veterinaria. 

 
 

 
2.2. Objetivos específicos  

-Introducir y desarrollar los aspectos más importantes de la terapia larval 
-Describir las especies de moscas más importantes para su aplicación. 
-Discutir el uso de Lucilia eximia como especie de uso alternativo. 
-Describir los métodos de captura, reconocimiento y cautiverio de las especies de 
interés. 
-Conocer las técnicas de aplicación con sus ventajas y desventajas. 
-Discutir y reflexionar sobre su posible aplicación a nivel del laboratorio de 
parasitología. 

 
 
 

3. TERAPIA LARVAL 
 

 
3.1. Generalidades y principales características 

 
Historia 

 
Durante muchos siglos se ha reconocido la utilidad de las larvas de mosca en el 
tratamiento de heridas. Los Mayas utilizaban paños empapados en sangre animal 
para cubrir lesiones, esperando la actividad de las larvas debajo de los vendajes. Los 
aborígenes australianos también han utilizado larvas de mosca para limpiar heridas 
durante miles de años. En la segunda guerra mundial, los médicos militares en 
Myanmar (Birmania) observaron a los habitantes locales colocando larvas de mosca 
en las heridas y cubriéndolas con barro y hierba húmeda. Los cirujanos militares han 
descrito con frecuencia los beneficios de las larvas sobre las heridas de los soldados 
caídos. En 1557, el cirujano militar francés Ambroise Paré, describió una rápida 
recuperación en sus pacientes infestados con larvas de mosca. Sin embargo, Paré no 
atribuyó estos resultados a las larvas de mosca ni se dio cuenta de que los "gusanos" 
eran, de hecho, larvas de mosca. Por otro lado, el cirujano de Napoleón, el Barón 
Dominique-Jean Larrey, reconoció que las larvas eliminaban el tejido muerto y 
observó sus efectos beneficiosos en las heridas. Larrey y su equipo médico intentaron 
persuadir a los soldados del uso de las larvas, ya que eliminaban el tejido necrótico y 
aceleraban el proceso natural de curación. William S. Baer, un cirujano 
norteamericano que sirvió en Francia durante la primera guerra mundial, luego de su 
experiencia tratando pacientes con infecciones óseas crónicas (osteomielitis) durante 
su tiempo como profesor de cirugía ortopédica en la Universidad Johns Hopkins 
comenzó a criar larvas para luego aplicarlas en heridas. Los resultados fueron 
impresionantes: el mal olor desapareció, se eliminó la pus y la inflamación disminuyó, 
lo que llevó a una recuperación completa y el alta médica 
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después de solo dos meses de tratamiento. Muchos en Estados Unidos y Europa 
continuaron las investigaciones de Baer, implementando la terapia en más de 300 
hospitales sólo en Estados Unidos y con más de 100 publicaciones sobre el tema en 
la literatura médica entre 1930 y 1940. Sin embargo, con la aparición de los 
antibióticos como la penicilina, que se hizo comercialmente disponible en 1944, el uso 
de la TL disminuyó rápidamente y cayó en el olvido. En los 80, debido a la aparición 
de bacterias multirresistentes, el uso de la TL volvió a emerger y su uso aumentó para 
los años 90. A partir de 1990 comenzaron a realizarse estudios comparando la TL con 
otros métodos usados en el momento, reafirmando que esta era de hecho, más 
efectiva para desbridar heridas y mejorar la cicatrización (Fleischmann et al., 2004; 
Patricia, 2011; Sherman, Wyle & Vulpe, 1995; Sherman, Wyle & Thrupp, 1995; 
Sherman & Tran, 1995; Sherman, 2002a, Sherman, 2002b; Sherman, 2003). 

 
Aspectos generales y principales características 

 
La terapia larval, también conocida como larvoterapia, bio-desbridamiento (Turkmen 
et al., 2010), bio-cirugía (Cickova et al., 2013; Sun et al., 2014), bioterapia o 
desbridamiento bio-quirúrgico (Gottrup et al., 2011; Sherman et al., 2009), implica el 
uso de larvas estériles o desinfectadas principalmente de moscas “metalizadas” 
(Diptera: Calliphoridae) de diferentes especies para tratar heridas con el objetivo de 
controlar las infecciones y promover la cicatrización (Valachova et al., 2013). Entre las 
especies propuestas para su uso se incluyen: Calliphora vicina, Chrysomya rufifacies, 
Chrysomya albiceps, Chrysomya putoria, Chrysomya megacephala, Cochliomyia 
macellaria, Sarconesiopsis magellanica, Lucilia cuprina, Lucilia illustris, Lucilia caesar, 
Lucilia sericata, Phormia regina, Protophormia terraenovae (Diptera: Calliphoridae), 
Wohlfahrtia nuba (Diptera: Sarcophagidae) y Musca domestica (Diptera: Muscidae) 
(Dallavecchia, 2013; Sherman et al., 2000; Stadler 2022); aunque Lucilia sericata es 
la más mencionada en la literatura científica. Recientemente, se ha agregado a la lista 
la mosca Lucilia eximia como candidata para su uso (Echeverri et al., 2010). 

 
Este método se utiliza como una forma rápida y efectiva de tratar heridas crónicas al 
eliminar el tejido necrótico, desinfectar la herida y promover la cicatrización. Se sabe 
que debido a la acción mecánica y enzimática en conjunto, las larvas ayudan a 
eliminar el tejido necrótico y limpiar la herida; estas se desplazan en la superficie con 
sus piezas bucales en forma de gancho, pero sin profundizar en la lesión. A través 
de la secreción de enzimas digestivas poderosas como la carboxipeptidasa A y B, la 
leucina aminopeptidasa, la colagenasa y las proteasas de serina descomponen el 
tejido muerto y consumen la licuefacción resultante (Andersen et al., 2010; Dholaria 
et al., 2014; Patricia, 2011). La proteasa de serina ‘like’ quimotripsina resulta 
especialmente efectiva en la degradación de los componentes de la matriz 
extracelular, como la laminina, la fibronectina y los tipos I y III de colágeno (Valachova 
et al., 2013). 

 
Además, se ha demostrado que la TL estimula la angiogénesis y la proliferación 
celular a través de la secreción de factores de crecimiento quimiotácticos y ácidos 
grasos que afectan la migración de los fibroblastos, inducen la formación de tejido de 
granulación y aumentan la oxigenación del tejido. También se cree que las larvas de 
mosca pueden estimular la respuesta inmunitaria del huésped, lo que ayuda en el 
proceso de curación (Blake et al., 2007; Bowling et al., 2018; Nigam et al., 2009). 
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La capacidad antimicrobiana de la TL se atribuye a la ingestión bacteriana por parte 
de las larvas que son eliminadas al pasar por el tubo digestivo y a la actividad 
antimicrobiana de compuestos como la lucifensina, secretados en las glándulas 
salivales y otros componentes que se encuentran en las excretas. Algunos ejemplos 
de estos compuestos son el bicarbonato de sodio que aumenta el pH de la herida e 
inhibe el crecimiento bacteriano, componentes bactericidas como la alantoína, la urea, 
el ácido fenilacético, el fenilacetaldehído y el carbonato de calcio, que tienen 
propiedades curativas. Además, estudios in-vitro mostraron que los productos de 
secreción/excreción de las larvas son capaces de destruir el biofilm generado por 
algunas bacterias frecuentes en las heridas como: Staphylococcus epidermidis, S. 
aureus y Pseudomonas aeruginosa. El mismo contiene a las bacterias que colonizan 
las heridas y las protegen de los antibióticos y el sistema inmunológico. La 
combinación de los compuestos secretados por las larvas y las sustancias antibióticas 
potencian el efecto antimicrobiano de estos últimos sobre las bacterias y previene la 
re-infección causada por la presencia residual del biofilm. Es interesante destacar que 
las larvas utilizan las enzimas producidas por ciertas bacterias para mejorar la 
digestión de su fuente de alimento, lo que se asemeja a la función de la microbiota 
intestinal en los vertebrados. Además, la simbiosis entre las larvas y ciertas bacterias 
tiene una gran importancia en el tratamiento de infecciones. Algunas bacterias, como 
Proteus mirabilis, segregan toxinas antibacterianas, como los ya mencionados ácido 
fenilacético y el fenilacetaldehído, que eliminan otros microorganismos sin dañar a las 
larvas. Por lo tanto, paradójicamente, estás bacterias pueden contribuir a la 
eliminación de otros microorganismos. En suma, la TL ayuda a eliminar el tejido 
necrótico, elimina los microorganismos y biofilms, acelera la curación de la herida 
mediante una variedad de mecanismos, incluyendo la adhesión de leucocitos, la 
producción de factores de crecimiento, la síntesis de colágeno, el aumento de la 
angiogénesis, la mayor capacidad de respuesta de los macrófagos, la elevación de la 
fibrinólisis y los aumentos en los niveles de óxido nítrico (Blake et al., 2007; Dholaria 
et al., 2014; Du Plessis et al., 2011; Fleischmann et al., 2004; Nigam et al., 2009; 
Patricia, 2011; Sherman et al., 2014; Valachova et al., 2013). 
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 3.2. Usos en medicina humana y veterinaria 

 
Hoy en día, la TL ha experimentado un resurgimiento debido a los recientes avances 
tecnológicos, los cuales han abordado muchos de los inconvenientes que solían estar 
asociados con esta práctica, como la dificultad en el acceso, las dificultades en la 
aplicación y el elevado costo. Los materiales modernos utilizados en los vendajes han 
simplificado el procedimiento, disminuyendo el riesgo de fuga de las larvas. Además, la 
presencia de numerosos laboratorios en todo el mundo y el acceso a servicios de 
mensajería nocturna han permitido que las larvas estén disponibles para un público más 
amplio. En la literatura médica, se ha registrado un crecimiento exponencial de 
evidencia científica que respalda la eficacia y seguridad de la TL para tratar una gran 
variedad de heridas. En la práctica clínica, se la suele considerar como una modalidad 
avanzada a la que solo se recurre cuando las terapias convencionales han fallado. Sin 
embargo, en la actualidad, el creciente número de heridas crónicas no curativas en 
pacientes con pie diabético ha generado un mayor interés en la misma como tratamiento 
de primera línea. A pesar de que su uso se ha ampliado, todavía sigue siendo en general 
una alternativa subutilizada. 
La TL suele utilizarse principalmente en heridas como: úlceras diabéticas, heridas 
isquémicas, úlceras venosas, úlceras por presión, heridas traumáticas, heridas post-
quirúrgicas, etc. (Sherman, 2009; Shi & Shofler, 2014). 
 
 
En la medicina veterinaria, esta también ha sido una técnica subestimada durante mucho 
tiempo, pero actualmente se presenta como un tratamiento eficaz para las heridas 
crónicas. Tal como señalan Sherman, Stevens, et al. (2007), la TL se utiliza 
principalmente en caballos y, aunque su uso en animales de compañía es menos común, 
algunos veterinarios la están comenzando a emplear para tratar heridas complicadas en 
perros y gatos con resultados prometedores. La TL ha sido utilizada con éxito en una 
variedad de animales, incluyendo toros, burros, ponis, mulas y caballos. Bell & Thomas, 
(2001) realizaron el primer estudio de TL en burros en 2001, mientras que Jurga y 
Morrison (2004) como se cita en Choudhary (2016), llevaron a cabo el primer estudio en 
caballos en 2004. En el manejo de caballos, la TL se utiliza para tratar diversas 
enfermedades del casco, como la bursitis navicular séptica, la laminitis complicada, 
abscesos con osteomielitis del hueso de la 3era falange y otras afecciones como la 
bursitis supraespinal (Bell & Thomas, 2001; Bras & Morrison, 2009; Choudhary et al., 
2016; Dicke, 1953; Jurga & Morrison, 2004, citado por Choudhary et al., 2016; Lepage et 
al., 2012; Sherman, Stevens, et al., 2007; Thiemann 2003; Wolff & Hansson 2005).  
 
En un estudio realizado por Kočišová et al. (2006), se describió el uso de la TL en seis 
ovejas, tres de las cuales presentaban inflamación aguda de la piel interdigital y cuatro 
con pododermatitis purulentas. Después de la primera aplicación, cuatro ovejas mostraron 
una mejora significativa y comenzaron a sanar, mientras que dos ovejas necesitaron 
tratamiento adicional, en el que se aplicaron entre 100 y 120 nuevas larvas sobre la lesión. 
Se evaluó el efecto de una sola aplicación durante un período de 3 a 6 días, obteniéndose 
un desbridamiento rápido y selectivo. Los resultados del estudio demostraron que la TL 
fue efectiva en la promoción de la cicatrización (Figura 1) en las ovejas tratadas, 
evidenciada por la formación de tejido sano. 
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Figura 1. Dermatitis interdigital en un ovino. Nota: Evolución de la lesión luego del 4to día de 
tratamiento. Adaptado de Kočišová et al., (2006). 

 

En otro caso, se reportó el tratamiento exitoso de diversas afecciones en caballos, 
incluyendo 41 casos de osteomielitis de 3era falange, 18 casos de infosura crónica, 8 
casos de bursitis navicular séptica, 4 casos de artritis séptica de la articulación 
interfalangiana distal, 3 casos de Crapaud, 2 casos de úlceras no cicatrizantes en el pie 
(región palmar del pie), 1 caso de rotación caudal aguda de la 3era falange y 1 caso de 
necrosis del cartílago alar. La TL ha demostrado ser efectiva en la eliminación de la 
infección, con el único efecto secundario de irritación en la herida debido al movimiento 
de las larvas (Choudhary et al., 2016; Morrison, 2005; Nigam et al., 2010; Wolff & 
Hansson, 2005). 

 
Otro estudio incluyó 20 casos, 7 de pequeños animales (2 perros, 4 gatos, 1 conejo) y 13 
casos de caballos en los cuales se asoció la TL a la conservación de los miembros en 
tres de los cinco casos de caninos y felinos en los que se preveía amputación o eutanasia. 
En el caso de un conejo con una herida infectada en la articulación del corvejón cursando 
sepsis, se aplicó un ciclo de terapia larval con un nivel de desbridación significativo. No 
se reportaron efectos adversos en ninguno de estos casos. Sin embargo, es importante 
señalar que dos animales con infecciones 
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graves fallecieron debido a sepsis durante el tratamiento (Sherman, Morrison & Ng, 
2007; Sherman, Stevens, et al., 2007). 

 
Posteriormente, Sherman, Stevens, et al. (2007) y Sherman, Morrison y Ng (2007) 
aplicaron TL en varios casos, incluyendo un caballo de 6 años con una laceración 
extensa en la región proximal del miembro posterior izquierdo, un potro recién nacido 
con vasculitis obliterante que afectaba al casco, una yegua de 9 años con una herida 
punzante que afectaba a la bolsa navicular, el tendón flexor digital profundo, la 
articulación del casco y la almohadilla plantar del miembro posterior derecho, y un 
padrillo árabe de 14 años con una herida punzante en la zona lateral del talón. 
Después del tratamiento, se logró controlar todas las infecciones, y solo un caballo 
tuvo que ser sacrificado. En ninguno de estos casos se observaron eventos adversos 
atribuibles a la terapia. 

 
Lepage et al. (2012) por su parte, trataron a 41 équidos donde se incluían 35 caballos, 
4 burros y 2 ponis. Se presentaron diversas lesiones como: bursitis séptica del 
navicular, carcinoma de células escamosas, osteítis séptica de la tercera falange, 
heridas crónicas proliferativas en el tercer metatarsiano del miembro posterior 
izquierdo y en la región plantaro proximal del tarso en miembro posterior derecho, 
abscesos de tejido blando (1 en la grupa, 3 en el cuello, 1 en el escroto y 1 en el 
prepucio), diversas laceraciones agudas o subagudas en las extremidades, fracturas 
crónicas del isquión con fístula, heridas infectadas por SARM (Staphylococcus aureus 
resistente a Meticilina) y dehiscencia de la línea alba (Figura 2). En 38 casos, se logró 
un resultado favorable en menos de una semana. En todos los casos se observó 
desbridamiento, desinfección y un aumento de la cicatrización. En 3 casos, no se logró 
una curación completa de la herida. En uno de ellos, la curación ocurrió sin problemas 
después de que se eliminara el secuestro óseo. En otros 2 caballos, el carcinoma de 
células escamosas y el melanoma estaban involucrados y no se logró una curación 
completa debido a la recurrencia del tejido tumoral subyacente. 
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Figura 2. Dehiscencia en línea media de un equino. Nota: Evolución de la herida 4 días 

después de la terapia (Lepage et al., 2012). 
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Se encontró que la TL fue exitosa en pequeños animales y caballos, logrando la 
curación completa luego de 3 días de la aplicación, siendo usada fundamentalmente 
en heridas que no respondían a la terapia médica y quirúrgica convencional; de no 
producirse un desbridamiento completo de la herida, se requiere una segunda 
aplicación o ciclo. En algunos casos se realizó un desbridamiento quirúrgico leve en 
conjunto a la TL para eliminar el tejido necrótico seco. 

 
La TL se considera una forma efectiva de prevenir el establecimiento de infecciones 
graves en heridas como: laceraciones complicadas y profundas, abscesos, 
dehiscencia de la sutura en heridas abdominales e infecciones incluso en presencia 
de fijación interna, desplazamiento grave de la tercer falange y penetración de suela. 
La misma estuvo asociada con la preservación de las extremidades en tres de cinco 
caninos y felinos en los que se preveía amputación. Otros tratamientos, como los 
antibióticos sistémicos o locales y el uso de desinfectantes (por ejemplo, 
yodopovidona o dióxido de cloro) antes de la aplicación de la TL, no tuvieron efecto 
sobre la viabilidad de las larvas. En algunos casos, el tratamiento con antibióticos no 
fue utilizado para una mejor evaluación de la eficacia de esta terapia. Ocasionalmente, 
se necesitó anestesia general para controlar al animal y para aplicar el vendaje de 
manera adecuada. Algunos pocos animales murieron o fueron sacrificados debido a 
la gravedad de las enfermedades preexistentes, y no debido al fracaso del tratamiento. 
La TL es una técnica segura y útil para la limpieza y desinfección de algunas heridas 
graves y se ha convertido en una alternativa interesante a la amputación en perros y 
gatos (Choudhary et al., 2016; Dholaria et al., 2014; Kočišová et al., 2006; Lepage et 
al., 2012; Morrison, 2005; Sherman, Morrison & Ng, 2007; Sherman, Stevens, et al., 
2007; Steenvoorde, 2008). 

 
Además del método clásico de TL con Lucilia sericata, existen antecedentes de terapia 
en América del Sur con la especie Lucilia eximia. Está mosca se encuentra en países 
como Argentina, Brasil, Colombia, Costa Rica, Ecuador, Guatemala, México, Panamá, 
Perú, Puerto Rico, Guyana, Trinidad y Tobago, y Venezuela (Región Neártica y 
Neotropical) (Hall, 1948 como se citó en Echeverri et al., 2010). También existen 
registros que la ubican en Uruguay según la lista de Calliphoridae presentada por 
Martinez et al., (2016) y constatada morfológicamente por Arrighetti et al., (2023), 
donde se diagnosticó utilizando las claves propuestas por De Carvalho y De Mello-
Patiu, (2008) y Amat et al., (2008). 

 
En cuanto a las experiencias con esta especie, Echeverri et al. (2010) realizaron un 
estudio sobre 42 pacientes humanos, que incluyó 31 mujeres y 11 hombres con 
edades entre 32 y 87 años, de los cuales el 97,6% tenían úlceras en los miembros 
inferiores (Figura 3) y el 2,4% en los miembros superiores. De las 63 úlceras tratadas, 
22 fueron venosas, 9 arteriales y 11 de otros orígenes, incluyendo anemia de células 
falciformes, pie diabético, enfermedad de Berger, infección intrahospitalaria, trauma, 
síndrome antifosfolipídico, pioderma gangrenosa, erisipela y elefantiasis verrucosa. 
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La conclusión fue que Lucilia eximia muestra ser una especie alternativa, más eficiente 
en el tratamiento de úlceras en comparación con L. sericata, ya que requiere menos larvas 
por úlcera, menor tiempo de aplicación, y tienen una tasa de crecimiento más alta. A 
diferencia de L. sericata, L. eximia pone huevos en carne fresca, lo que minimiza el riesgo 
de contaminación. La TL ha demostrado ser exitosa en el tratamiento de úlceras crónicas 
y puede ser una alternativa económica cuando los métodos tradicionales han fallado 
(Echeverri et al., 2010). 

 

 
 
 
 
 
 
 
 

 
Figura 3. Úlcera postflebítica en tobillo. Nota: Evolución 48 hs post tratamiento. (Echeverri et 

al., 2010). 

 

En otro estudio en animales, para examinar si el tratamiento con larvas de L. eximia 
aceleraba la curación de heridas dérmicas, se produjeron úlceras cutáneas en parejas 
de ratas mediante la inyección subcutánea de veneno de Bothrops asper. En cada 
ensayo, una rata recibió TL (rata de prueba) y la otra no (rata control), utilizando larvas 
de segundo estadio (L2) y larvas de tercer estadio temprano (L3). Los cambios de 
larvas se realizaron cada 3 a 5 días hasta la curación de la úlcera. Se documentó en 
cada caso qué rata (prueba o control) curó primero. Se realizaron un total de 17 
ensayos, 10 con L2 y 7 con L3. En el 47,0% de los ensayos, la rata de prueba curó 
primero, en el 41,2% hubo una curación simultánea y en el 11,8% la rata control curó 
primero. Con L2, el 50,0% de las ratas tratadas curó primero, mientras que con L3, 
sólo un 42,0% lo hizo. Sin embargo, el análisis estadístico no mostró evidencia de una 
aceleración significativa en la curación asociada con la TL. Además, se observaron 
abscesos miásicos en varios experimentos, lo que sugiere que se necesitan más 
investigaciones antes de recomendar la idoneidad de L. eximia como agente para la 
TL. La agudeza del tipo de úlcera producida pudo haber limitado la evaluación de la 
terapia (Calderón-Arguedas et al., 2014). 
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3.3. Especies de interés y su biología 
 

 
Familia Calliphoridae, Sarcophagidae y Muscidae: breve descripción de su biología 

 
Las especies que han sido utilizadas hasta el momento en diversos estudios 
pertenecen a las familias: Sarcophagidae, Muscidae (en las cuáles se ahondará 
menos) y Calliphoridae (Stadler, 2022). 
La familia Calliphoridae pertenecen al orden Diptera, suborden Brachycera, infraorden 
Muscomorpha, sección Schizophora, grupo Calyptratae, además pertenecen a la 
superfamilia Oestroidea, junto con los Sarcophagidae, Tachinidae, Oestridae, 
Rhinophoridae, Axiinidae y Mystacinobidae (Wolff, 2010). Los Califóridos son 
conocidos por su apariencia robusta y brillante, con colores azules o verdes, aunque 
algunas especies pueden ser opacas. Se distinguen por tener una hilera de setas en 
el margen posterior del meron y dos setas en la notopleura. Los machos tienen una 
frente más estrecha que las hembras y pueden ser holópticos o subholópticos. Los 
Calliphoridae son principalmente descomponedores, sarcosaprófagos y/o coprófagos, 
y se clasifican según su asociación con el ser humano y su hábitat en: Eusinantrópicos 
(exófilos y endófilos), Hemisinatrópicos y Anisantrópicos. Son importantes agentes de 
dispersión mecánica de patógenos y pueden causar miasis en varias especies de 
vertebrados, provocando daños económicos considerables cuando se trata de 
animales de producción. Debido a sus hábitos principalmente necrófagos, los 
Calliphoridae se utilizan en la investigación forense, ya que son el grupo de insectos 
más abundante en las comunidades de artrópodos. colonizadores de cadáveres. Por 
lo tanto, sus ciclos de vida proporcionan información valiosa para la resolución de 
casos forenses. Estos ciclos comprenden distintos estadios de metamorfosis: huevo, 
tres estadíos larvales, pupa y adulto (holometábolos). Las hembras adultas son 
atraídas por el olor proveniente de cadáveres y heridas; se alimentan de los diferentes 
exudados (fundamental para la oviposición) y de néctar, oviponiendo en los tejidos 
que posteriormente serán el alimento de las larvas eclosionadas. Por otro lado, los 
machos se alimentan preferentemente de néctar y otros componentes orgánicos. 
Antes de pasar al estadio de pupa, la larva de tercer estadío entra en una fase llamada 
prepupa o fase postalimentaria, durante la cual abandona el sustrato en busca de un 
lugar adecuado para pupar (Amat et al., 2008; Catts & Goff, 1991; Greenberg, 1990; 
McAlpine, 1989; Povolný, 1971; Wolff, 2010) 

 
En cuanto a la familia Sarcophagidae, esta se compone por 2600 especies 
documentadas en todo el mundo, agrupadas en tres subfamilias: Miltogramminae, 
Paramacronychiinae y Sarcophaginae. Las especies de Miltogramminae son de 
tamaño medio y mayormente actúan como cleptoparásitas en los nidos de avispas y 
abejas solitarias, aunque algunas especies del género Eumacronychia se desarrollan 
y se alimentan de huevos de tortugas y lagartos. Por otro lado, Paramacronychiinae y 
Sarcophaginae comprenden especies con una amplia diversidad biológica, incluyendo 
carroñeros, coprófagos, algunos que causan miasis en anfibios y mamíferos, además 
de ser huéspedes de hormigueros y termiteros, predadores de huevos de arácnidos, 
larvas de lepidópteros y pupas de abejas; incluso, algunas especies llegan a ser 
parasitoides altamente especializados de otros artrópodos. En la región Neotropical, 
la subfamilia Sarcophaginae destaca por ser la más abundante en especies y en 
diversidad morfológica, en contraste con la escasez de especies de Miltogramminae 
y Paramacronychiinae, siendo esta última 
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representada únicamente por la especie Galopagomyia inoa, endémica de las Islas 
Galápagos (Pape et al., 2004). 

 
La familia Muscidae es una de las más diversas entre los dípteros, tanto en términos 
morfológicos y ecológicos como en su distribución. A nivel mundial se han descrito 
aproximadamente 5.200 especies, de las cuales más de 850 se encuentran en la región 
Neotropical. Debido a su amplia distribución global, esta familia puede habitar una 
variedad de hábitats naturales y también estar presente en entornos asociados con la 
actividad humana. Dado que algunas especies de Muscidae están relacionadas con 
ambientes urbanos, varios investigadores han señalado su participación en la 
descomposición de materia orgánica animal y humana (Ramírez 
.M, 2012). 
 

 
Especies de interés 
 
Según Stadler, (2022), para que una especie sea adecuada para la TL existen ciertos 

requisitos con los que debe cumplir: 
-En primer lugar, cualquier especie empleada en la TL debe ser inocua para el tejido sano, 

enfocándose únicamente en eliminar tejido desvitalizado. 

-Sería ideal que la especie seleccionada no solo elimine tejido necrótico, sino que también 

tenga la capacidad de controlar infecciones y acelerar la recuperación de la herida. 

-La especie seleccionada debería ser fácil de mantener en condiciones de cautiverio y 

perpetuar su vitalidad a lo largo de múltiples generaciones. 

-Es esencial que la especie sea ovípara en vez de larvipara. Esto facilita la recolección 

y desinfección de los huevos, así como la cría de las larvas previo al tratamiento. 
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Calliphora vicina (Diptera: Calliphoridae): Moscas cosmopolitas, de coloración azul 
oscuro, cubiertas con una pruinosidad blanca o blanco plateado, de aspecto robusto 
(Figura 4). Se encuentran en la vegetación, sobre cadáveres o materia orgánica en 
descomposición. 
Fue utilizada por S. Teich y Myers (1986) para dos casos: una úlcera por decúbito en el 
área perineal y una gangrena gaseosa en el área inguinal. Ambos casos tuvieron buenos 
resultados en cuanto al desbridamiento y a la promoción del tejido de granulación. Esta 
especie está incluida en la lista de los Calliphoridae del Uruguay (Martínez et al., 2016; 
Mora, 1984; Stadler, 2022; Teich & Myers, 1986). 

 
 

Figura 4. Vista lateral de Calliphora vicina (Cutter, s.f). 
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Lucilia caesar (Diptera: Calliphoridae): Mosca de la región paleartica, de color verde 
metálico (Figura 5). Se localiza generalmente en la vegetación, sobre basura o cadáveres. 
Ha sido identificada como especie de colonización secundaria en la miasis del vellón. 
Es mencionada por W.S Baer (1931) como especie con resultados satisfactorios para la 
TL (Baer, 1931; Mora, 1984; Stadler, 2022). 

 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Figura 5. Vista dorsal de Lucilia caesar (Natural History Museum, 2010). 
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Lucilia caesar (Diptera: Calliphoridae): Mosca de la región paleartica, de color verde 
metálico (Figura 5). Se localiza generalmente en la vegetación, sobre basura o cadáveres. 
Ha sido identificada como especie de colonización secundaria en la miasis del vellón. 
Es mencionada por W.S Baer (1931) como especie con resultados satisfactorios para la 
TL (Baer, 1931; Mora, 1984; Stadler, 2022). 

 

 

Figura 6. Vista lateral de Lucilia illustris (Cutter, s.f). 
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Lucilia sericata (Diptera: Calliphoridae): Mosca cosmopolita, de color verde brillante 
a cuprico (Figura 7). Se encuentra cerca de vegetación, basura o cadáveres. Es 
causante de miasis secundarias en diversos animales. Además, es un importante 
agente primario de la miasis del vellón. 
Es sin dudas, la especie con mayor volumen de información en cuanto a su 
desempeño en la TL, sus mecanismos y propiedades. 
La TL fue aprobada para su uso en 2004 por la US Food and Drug Administration 
(FDA) (510(k) #33391. Esta especie está incluida en la lista de los Calliphoridae del 
Uruguay (Andersen et al., 2010; Baer, 1931; Cazander et al., 2009; Díaz-Roa et al., 
2016; Fleischmann et al., 2004; Martínez et al., 2016; Mora, 1984; Sherman et al., 
2000; Stadler, 2022; Sun et al., 2014, U.S Food & Drug Administration, s.f). 

Figura 7. Vista lateral de Lucilia sericata (Cutter, s.f). 
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Lucilia cuprina (Diptera: Calliphoridae): Mosca de distribución cosmopolita, de color verde 
cuprico (Figura 8). Se encuentra cerca de vegetación, basura o cadáveres. Es causante 
de miasis secundarias en distintos animales. Además, es un importante agente primario 
de la miasis del vellón. 
Del género Lucilia, son la especie más relacionada con Lucilia sericata. 
Tantawi et al.( 2010) utilizaron (accidentalmente) esta especie para tratar úlceras 
diabéticas en dos pacientes de forma exitosa. Esta especie está incluida en la lista de los 
Calliphoridae del Uruguay (Martínez et al., 2016; Mora, 1984; Stadler, 2022; Tantawi et 
al., 2010; Whitworth, 2010). 

 
 

Figura 8. Vista lateral de Lucilia cuprina. 
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Lucilia eximia (Diptera: Calliphoridae): Mosca de distribución Neártica y Neotropical, de 
color verde brillante a azulado (Figura 9). Se encuentra cerca de vegetación, basura o 
cadáveres, donde desarrolla su ciclo. Es causante de miasis secundarias en distintos 
animales. Existen registros de su uso en terapia larval en animales (Calderón-Arguedas 
et al., 2014) y humanos (Echeverri et al., 2010) y se están evaluando métodos para 
obtención de larvas estériles (Moreira et al., 2014). Echeverri et al., 2010 concluyó qué 
esta especie es de hecho más eficiente en el tratamiento de úlceras en comparación con 
L. sericata, dado que requiere menos larvas por úlcera, menor tiempo de aplicación, y 
tienen una tasa de crecimiento más alta. Esta especie está incluida en la lista de los 
Calliphoridae del Uruguay (Martínez et al., 2016; Echeverri et al., 2010; Whitworth, 2010). 

 

 

Figura 9. Vista lateral de Lucilia eximia (Whitworth, 2011). 
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Phormia regina (Diptera: Calliphoridae): Mosca de distribución cosmopolita, de color 
verde oscura (Figura 10).Se encuentra cerca de vegetación, basura o cadáveres. Es 
causante de miasis secundarias en diversos animales. 
Horn et al. (1976) describió el uso de esta especie en un caso de mastoiditis subaguda, 
el cual tuvo buenos resultados luego de que otras terapias fallaran (Horn et al., 1976; 
Nuñez-Vázquez et al., 2013; Stadler, 2022). 

 
 

Figura 10. Vista lateral de Phormia regina (Cutter, s.f). 
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Protophormia terranovae (Diptera: Calliphoridae): Mosca azul oscura, que se distribuye 
en la región holártica (Figura 11). Saprófaga, se encuentra cerca de vegetación, basura 
o cadáveres. Ha sido citada como productora de miasis secundarias y primarias en 
ovinos. 
Durán et al. (2019) ensayaron su uso en lesiones artificiales de ovinos, obteniendo 
resultados favorables (Durán et al., 2019; Mora, 1984; Stadler, 2022). 

 
 

Figura 11. Vista dorsal de Protophormia terranovae (Vikhrev, 2007). 
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Chrysomya megacephala (Diptera: Calliphoridae): Mosca azul brillante, de aspecto 
robusto, con distribución cosmopolita (Figura 12). Abunda en entornos urbanos, tiene 
hábitos saprófagos. Se encuentra cerca de vegetación, basura o cadáveres. Es uno de 
los dípteros de mayor riesgo en cuanto al transporte mecánico de bacterias entéricas, 
protozoarios y huevos de helmintos. Puede actuar causando miasis secundarias en 
heridas de diversos animales. 
Pinheiro et al. (2015) utilizaron esta especie para tratar un caso de úlcera diabética en un 
pie con una infección multirresistente. Los resultados fueron positivos, logrando la 
eliminación del tejido necrótico y la retracción de la úlcera. Esta especie está incluida en 
la lista de los Calliphoridae del Uruguay (Castro & García, 2009; Gabre et al., 2005; 
Martínez et al., 2016; Pinheiro et al., 2015; Stadler, 2022; Wells, 1991). 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figura 12. Vista dorsal de Chrysomya megacephala (Natural History Museum, 2013b). 
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Chrysomya putoria (Diptera: Calliphoridae): Mosca verde metálica, de aspecto robusto, 
que se distribuye en la región neotropical y afrotropical (Figura 13). Saprófaga, se 
encuentra cerca de vegetación, basura o cadáveres. Puede actuar causando miasis 
secundarias en heridas de diversos animales. 
Hasta el momento no existen registros sobre su uso en TLl, pero existen varios artículos 
que ponen a punto el cultivo, la esterilización de los huevos, el efecto en la viabilidad con 
el uso de ciertos fármacos, etc. Si bien esta especie no está incluida de la lista de los 
Calliphoridae del Uruguay, fue diagnosticada morfológicamente por Arrighetti et al., 
(2023), aunque es necesario corroborar dicho hallazgo (Dallavecchia et al., 2014; 
Dallavecchia et al., 2023; Martínez et al., 2016; Laurence, 1988; Lindsay et al., 2012; 
Richards et al., 2009; Stadler, 2022). 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Figura 13. Vista dorsal de Chrysomya putoria. (Natural History Museum, 2013c). 



32  

Chrysomya albiceps (Diptera: Calliphoridae): Mosca verde metálica, de aspecto robusto, 
que se distribuye en la región neotropical y afrotropical (Figura 14). Es una especie 
necrobiontófoga causante de miasis secundarias. Se alimenta principalmente de 
cadáveres, y las larvas de 3er estadio presentan comportamientos depredadores sobre 
las larvas de otros dípteros e incluso pueden llegar al canibalismo. 
Hasta el momento no existen registros sobre su uso en TL, pero existen varios artículos 
que ponen a punto por ejemplo, el cultivo y la esterilización de los huevos, siendo una 
posible candidata. Esta especie está incluida en la lista de los Calliphoridae del Uruguay 
(Dallavecchia, 2013; Martínez et al., 2016; Mora, 1984). 

 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Figura 14. Vista lateral de Chrysomya albiceps (Natural History Museum, 2013a). 
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Cochliomyia macellaria (Diptera: Calliphoridae): Mosca verde metálica, de distribución 
Neotropical. Habita principalmente zonas urbanizadas, cerca de vegetación, basureros o 
cadáveres (Figura 15). Es causante de miasis secundarias en diversos animales. Tiene 
gran importancia en la entomología forense. 
Existe evidencia de su uso en dos reportes: Nassau y Thyssen (2015) experimentaron 
con su uso en ratones, teniendo resultados favorables. A su vez Masiero et al. (2019) 
utilizaron esta especie para el tratamiento de una herida complicada en un perro, también 
con buenos resultados. Esta especie está incluida en la lista de los Calliphoridae del 
Uruguay (García et al., 2017; Martínez et al., 2016; Masiero et al. 2019; Nassau & 
Thyssen, 2015; Stadler, 2022). 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 

Figura 15. Vista lateral de Cochliomyia macellaria (Cutter, s.f). 
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Sarconesiopsis magellanica (Diptera: Calliphoridae): Mosca verde metálica, de apariencia 
robusta con distribución Neotropical (Figura 16). Es una especie necrófaga y 
hemisinantropica. Tiene gran importancia en entomología forense. 
Existen diversos estudios que postulan un gran efecto antimicrobiano por la excreción de 
ciertos péptidos antimicrobianos. 
Díaz-Roa et al., 2015 hizo un ensayo con esta especie en conejos, comparándola con un 
grupo tratado con atb y otro tratado con L. sericata. Ambos grupos donde se utilizó la 
terapia larval tuvieron mejores resultados, y no se encontraron diferencias significativas 
entre especies (Díaz-Roa et al., 2015; Pinilla et al., 2013, Stadler, 2022). 

 

Figura 16. Vista dorsal de Sarconesiopsis magellanica (Maureira, s.f). 



35  

Wohlfahrtia nuba (Diptera: Sarcophagidae): Mosca grisácea, de aspecto pruinoso, 
vivípara, con distribución Paleartica y Afrotropical (Figura 17). Se desarrolla en materia 
orgánica en descomposición y es conocida por provocar miasis secundarias en 
diversas especies animales. 
Grantham-hill (1933) realizó ensayos en pacientes humanos luego de haber atendido 
algunas miasis accidentales por esta especie que aparentaban tener resultados 
favorables. La mayoría de estos pacientes tuvieron resultados positivos (Deng et al., 
2006; Ge et al., 2018; Grantham-hill, 1933; Stadler, 2022). 

 

 

 

Figura 17. Vista lateral de Wohlfahrtia nuba (Dawah et al., 2024). 
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Musca domestica (Diptera: Muscidae): Mosca de color negro, pequeña, eusinantropica 
endófila, de distribución cosmopolita (Figura 18). Abunda en los centros urbanizados en 
torno a los desperdicios, cumple su ciclo en la materia orgánica en descomposición. Si 
bien no es muy común, tiene la posibilidad de provocar miasis en humanos y animales. 
Un artículo publicado por Li et al. (2009), evidencia su uso en un paciente humano con 
graves quemaduras en las piernas. La terapia logró un correcto desbridamiento y 
recuperación de las heridas (Davis & Burgess, 1991; Khamesipour et al., 2018; Sehgal et 
al., 2002; Stadler, 2022). 

 

Figura 18. Vista lateral de Musca domestica (Natural History Museum, 2015). 
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4. METODOLOGÍAS PARA LA OBTENCIÓN DE LARVAS ESTÉRILES  

 
Dado que en ciertas regiones del mundo la obtención de larvas para su aplicación en 

TL a través de laboratorios distribuidores es limitada, y considerando que la 

introducción de material biológico a un país implica fuertes regulaciones, en la 

mayoría de los países/regiones donde se desee aplicar esta terapia, será necesario 

en primera instancia, establecer una colonia de moscas para la producción de larvas 

estériles. Es por ello que en este trabajo nos propusimos profundizar también en 

esté aspecto, cubriendo los distintos puntos de la cría desde la captura hasta la 

obtención de larvas (Figura 19). 
 

 

Figura 19. Flujograma para la obtención de larvas estériles. Creado con BioRender.com 
 
 

 

4.1. Métodos de captura de moscas  

 
Para la captura de ejemplares se puede recurrir a varías técnicas: atraer a las moscas 
hembra a poner huevos sobre tejido animal en descomposición u otros tipos de cebo, 
recolectar las larvas manualmente de cadáveres y restos de animales en entornos 
naturales o realizar la colecta de adultos. Todo esto, con el objetivo de establecer una 
colonia de moscas (El-Moaty & Kheirallah, 2013; Gallagher et al., 2010; Grassberger 
& Reiter, 2001; Stadler, 2022; Warren & Anderson, 2013). 
En el caso de las moscas adultas, pueden ser atrapadas con distintos tipos de 
trampas, aunque todas estas tienen en común el uso de algún atrayente o cebo. Los 
tipos más comunes de cebo incluyen carne de ovinos, cerdos o bovinos , aunque 
existe una amplia variedad de carnes y vísceras de distintos animales que pueden 
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ser utilizadas (Anderson, 2000; Klong-Klaew et al., 2014; Lindsay et al., 2012; Stadler, 
2022; Warren & Anderson, 2013). Particularmente, en un trabajo realizado en el marco 
de un proyecto de investigación CIDEC por Arrighetti et al. (2023), se utilizó hígado 
ovino y pescado en trozos, obteniéndose resultados satisfactorios en cuanto a la 
captura de ejemplares. 
Si se utiliza carne fresca, es recomendable dejarla 3 días aproximadamente 
(dependiendo de la temperatura) en el exterior para que comience a descomponerse, 
momento en el que las distintas sustancias volátiles del proceso atraerán a un gran 
número de moscas. En el caso de que la carne que se use no sea carne picada, 
puede ser recomendable cortar la carne en trozos más pequeños; puede ser aún más 
atractiva cuando se la mezcla con sulfuro de sodio (Na2S). Cabe destacar que el 
potencial atractivo del cebo también aumenta una vez que comienzan a llegar las 
moscas adultas y a desarrollarse las larvas, liberando semioquímicos atrayentes para 
otras moscas durante el proceso de alimentación. 
Mezclar ocasionalmente el cebo puede ayudar aún más a liberar compuestos 
orgánicos volátiles. Es importante destacar que la presencia y distribución de los 
califóridos necrófagos varía considerablemente según la estación y el hábitat; 
mientras que algunas especies son tolerantes al frío y permanecen activas en invierno 
en bajo número, la mayoría solo están activos en los meses más cálidos (Brodie et 
al., 2015; Harvey et al., 2019; Hwang & Turner, 2005; Stadler, 2022; Zabala & Saloña-
Bordas, 2014). 
El comportamiento propio de las moscas adultas puede ser utilizado para atraparlas 
de manera eficiente y sin dañarlas. Las trampas cónicas, por ejemplo, aprovechan 
que las moscas, al volar, suelen dirigirse hacia arriba (geotropismo negativo) y/o hacia 
la luz (fototropismo positivo), este comportamiento es aprovechado para que, las 
moscas que hayan ingresado en la trampa se dirijan hacia un compartimento de 
retención, que impide que escapen. Estas trampas son fáciles de construir aunque 
también se pueden encontrar variedades comerciales; cabe aclarar que estas últimas 
no suelen estar pensadas para colectar los ejemplares, por lo que puede ser difícil 
acceder a los mismos y suelen requerir modificaciones (Hall, 1995; Lindsay et al., 
2012; Stadler, 2022). 
Una vez recolectados los adultos, para su reconocimiento (sin provocarles la muerte 
o dañarlos) se puede recurrir al uso de acetona o frío para inactivarlos parcial y 
temporalmente (Dallavecchia et al., 2014; Moreira et al., 2014). 

En el texto de Stadler, (2022) se toman de ejemplo dos tipos de trampas. La primera 
(Figura 20) consta de un cilindro de tela tipo malla, con un cono en su interior. La 
misma es colgada y se le agrega un recipiente en el fondo con el cebo. Las moscas 
al subir ingresan en el cono quedando atrapadas en el interior de la trampa. 
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Figura 20. Trampa de malla. Nota: La imagen muestra el modelo de trampa y los pasos para 
retirar la colecta (Stadler , 2022). 

 
 
 

 

En el segundo caso (Figura 21), se utiliza una botella a la cual se le recorta el pico y 
se lo coloca formando un cono invertido con el cebo dentro. La misma se instala sobre 
una bandeja con agua para evitar que sea invadida por hormigas u otros insectos, 
pues se coloca a nivel del suelo. 
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Figura 21.Trampa de botella. Nota: Se muestran los pasos para ensamblar la trampa (Stadler, 
2022). 

 

 
 
 
 

Además, Arrighetti et al., (2023) utilizaron los modelos propuestos por Hwang y 
Turner, (2005) (Figura 22) y por Figueroa et al., (2007) (Figura 23). 
Las mismas fueron construidas realizando algunas modificaciones. En dicho trabajo 
se evidenció mayor eficacia en la colecta de moscas para la trampa de Hwang y 
Turner, aunque las diferencias pueden estar dadas por las modificaciones que se le 
realizaron al modelo propuesto por Figueroa. 

 

Figura 22. Trampa de botella colgante (Hwang & Turner, 2005). 
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Figura 23. Trampa de lata (Figueroa et al., 2007). 
 

Por otra parte, se pueden recolectar huevos colocando cebo durante el día en un 
recipiente oscuro que imita un cadáver, facilitando el acceso de las moscas, pero 
protegiéndolo de animales y hormigas mediante una malla metálica y una bandeja con 
agua por debajo. Se utiliza una cubierta oscura para dar sombra y simular un cadáver, 
a la vez que se lo protege contra la lluvia. Los huevos se recolectan por la tarde para 
evitar la desecación o eclosión nocturna. La identificación de especies a través de los 
huevos es desafiante, por lo tanto, se crían en contenedores individuales con dieta 
para larvas hasta que alcanzan la adultez, momento en el que se identifican y se 
colocan en jaulas comunitarias con moscas de la misma especie. Otra opción viable 
es capturar una combinación de lo ya mencionado: adultos, huevos y larvas. Se coloca 
el cebo y este es revisado periódicamente. Los adultos se capturan con una red 
entomológica y se examinan los cadáveres en busca de huevos y larvas. Los últimos 
se almacenan en contenedores como tubos u otro tipo de recipiente. Es recomendable 
usar contenedores con tapas perforadas para asegurar la correcta ventilación de los 
ejemplares (Stadler, 2022). A efectos de este trabajo, sólo se describirán los métodos 
de reconocimiento de adultos, por el hecho de que es el más práctico y mayormente 
reproducido por los distintos autores a la hora de establecer una colonia de moscas. 
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4.2. Métodos de reconocimiento de adultos para especies de importancia  

La correcta identificación de las distintas especies de interés es un paso fundamental 
para el establecimiento de una colonia de moscas, debido a que las condiciones de 
cría pueden variar entre una y otra, y además, podríamos estar trabajando con una 
especie no deseada o sin evidencia científica. 
En principio, debemos plantearnos la identificación de familia; teniendo en cuenta que 
la familia Calliphoridae es la de mayor importancia, es interesante poder diferenciarla 
de las demás. 
La mayoría de las especies de moscas de dicha familia son robustas, de un tamaño 
entre 4 a 16 mm, sus cuerpos presentan colores metálicos que pueden ir desde 
azules, verdes, o en algunos casos negros/grisaseos, ya sea parcialmente o en su 
totalidad. Los machos son generalmente sub-holópticos mientras que las hembras son 
dicópticas. Las vibrisas son robustas y la gena está densamente cubierta por setas. 
La antena presenta la arista larga y plumosa al menos en los dos tercios basales. El 
tórax cuenta con dos setas notopleurales; generalmente se presentan dos o tres setas 
dorsocentrales anteriores y posteriores. El subescutelo está débilmente desarrollado 
o ausente. Las vena M del ala presenta un ángulo agudo o recto en su curvatura; la 
celda r4+5 está casi siempre abierta en el margen del ala (Scudder & Cannings, 2006) 

 
Para el diagnóstico de especie nos basaremos principalmente en algunas claves 
compiladas por De Carvalho y Ribeiro (2000), y profundizaremos el diagnóstico para 
Lucilia sericata y Lucilia cuprina con las claves compiladas por Williams y Villet (2014). 
Únicamente nos centraremos en el diagnóstico de: Chrysomya albiceps, Chrysomya 
megacephala, Chrysomya putoria, Cochliomyia macellaria, Calliphora vicina, Lucilia 
sericata, Lucilia cuprina y Lucilia eximia dado que estás especies, no sólo son 
candidatas para la terapia larval (Dallavecchia et al., 2023; Sherman et al., 2000; 
Stadler, 2022), sino que además se encuentran en nuestro país (Arrighetti et al., 2023; 
Martínez et al., 2016). 

 
Basados en De Carvalho y Ribeiro (2000), se pueden utilizar las siguientes claves de 
identificación morfológica: 

 
Chrysomya albiceps: 
-Base del radio, en la cara dorsal, pilosa; ampolla mayor reniforme (Figura 24C) 
- Base del radio (Figura 24E), en la cara ventral, desnuda; arista, en la extremidad 
distal, plumosa (Figura 24B); tórax metálico … (Chrysomyinae) 
-Mesonoto sin bandas longitudinales dispares (Figura 24D) 
-Tergitos abdominales, en el margen posterior, con bandas negras transversales; ala 
hialina. 
-Espiráculo torácico anterior y calíptero inferior blancos; antenas y gena negras 
ventralmente o totalmente; ojos con facetas iguales. 
-Setas estigmáticas ausentes; 4-6 setas proepisternales … Chrysomya albiceps. 
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Chrysomya putoria: 
-Base del radio, en la cara dorsal, pilosa; ampolla mayor reniforme (Figura 24C) 
- Base del radio (Figura 24E), en la cara ventral, desnuda; arista, en la extremidad 
distal, plumosa (Figura 24B); tórax metálico … (Chrysomyinae) 
-Mesonoto sin bandas longitudinales distintas (Figura 24D) 
-Tergitos abdominales, en el margen posterior, con bandas negras transversales; ala 
hialina. 
-Espiráculo torácico anterior y calíptero inferior blancos; antenas y gena negras 
ventralmente o totalmente; ojos con facetas iguales. 
-Una cerda estigmática robusta (Figura 24C); 1-2 cerdas proepisternales (Figura 
24C) … Chrysomya putoria. 

 
Chrysomya megacephala: 
-Base del radio, en la cara dorsal, pilosa; ampolla mayor reniforme (Figura 24C) 
- Base del radio (Figura 24E), en la cara ventral, desnuda; arista, en la extremidad 
distal, plumosa (Figura 24B); tórax metálico … (Chrysomyinae) 
-Mesonoto sin bandas longitudinales distintas (Figura 24D) 
-Tergitos abdominales, en el margen posterior, con bandas negras transversales; ala 
hialina. 
-Espiráculo torácico anterior (Figura 24C) y calíptero inferior marrón oscuro; antena 
(Figura 24B) y gena rojizas; machos con ojos que presentan un área definida superior 
con grandes facetas e inferior con pequeñas facetas … Chrysomya megacephala. 

 
Cochliomyia macellaria: 
-Base del radio, en la cara dorsal, pilosa; ampolla mayor reniforme (Figura 24C) 
- Base del radio (Figura 24E), en la cara ventral, desnuda; arista, en la extremidad 
distal, plumosa (Figura 24B); tórax metálico … (Chrysomyinae) 
-Mesonoto con tres bandas longitudinales nítidas (Figura 24D) 
-Palpos normales, clavados 
-Parafrontalía (Figura 24A) con pelos claros, externamente a la hilera frontal de setas; 
macho con basicosta (Figura 24E) y patas amarillas o marrón-anaranjadas; hembra 
con una o dos cerdas fronto-orbitales proclinadas (Figura 24A); polinosidad abdominal 
conspicua … Cochliomyia macellaria. 

 
Calliphora vicina: 
-Base del radio, en la cara dorsal, desnuda; ampolla mayor ovalada (Calliphorinae) 
-Parafacialia pilosa; calíptero inferior pilosa en la parte superior 
-Gena rojiza (Figura 24B); basicosta amarillenta; espiráculo anterior amarillo (Figura 
24C); abdomen con polinosidad conspicua ... Calliphora vicina. 

 
Lucilia eximia: 
-Base del radio, en la cara dorsal, desnuda; ampolla mayor ovalada (Calliphorinae) 
-Parafacialia desnuda (Figura 24A); calíptero inferior (Figura 24E) desnuda en la parte 
superior. 
-Con dos cerdas acrosticales post-suturales 
-Tórax verde o azul metálico brillante; calíptero inferior y superior blanquecinas (Figura 
24E); macho con cercos, en vista posterior con el borde esternal curvado ... Lucilia 
eximia. 
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Lucilia sericata: 
-Base del radio, en la cara dorsal, desnuda; ampolla mayor ovalada (Calliphorinae) 
-Parafacialia desnuda (Figura 24A); calíptero inferior (Figura 24E) desnuda en la parte 
superior. 
-Con tres cerdas acrosticales post-suturales (Figura 24D) 
-Abdomen variando de verde brillante a cobre; macho usualmente con un par de 
cerdas ocelares (Figura 24A); parte posterior del callo humeral (Figura 24C) con 6-8 
cerdas; brazos del quinto esternito más cortos que el cuarto tergito … Lucilia sericata. 

 
 

Lucilia cuprina: 
-Base del radio, en la cara dorsal, desnuda; ampolla mayor ovalada (Calliphorinae) 
-Parafacialia desnuda (Figura 24A); calíptero inferior (Figura 24E) desnuda en la parte 
superior. 
-Con tres cerdas acrosticales post-suturales (Figura 24D) 
-Abdomen generalmente con coloración fuertemente cobriza; macho usualmente con 

dos pares de cerdas ocelares; parte posterior del callo humeral con 2 - 4 cerdas; 

brazos del quinto esternito tan largos como el cuarto tergito … Lucilia cuprina. 



45  

 
Figura 24. Morfología de las principales claves de identificación. Nota: A: Cabeza frontal; B: 

Cabeza lateral; C: Tórax lateral; D: Tórax dorsal; E: Ala (De Carvalho & Ribeiro, 2000). 
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Para la identificación de Lucilia sericata y Lucilia cuprina, debido a que el diagnóstico 
de especie es bastante más desafiante, se puede recurrir también a las claves 
morfológicas compiladas por Williams y Villet (2014), particularmente, seleccionamos 
aquellas más confiables, y con la cuales tenemos experiencia trabajando (Tabla I). 

 

 

Característica Lucilia sericata Lucilia cuprina 

Número de sétulas 
paraverticales 

2+2, hasta 8+8 
(no siempre 

iguales) (Figura 25A) 

1+1 (Figura 25B) 

Ancho de la frente Doble que la placa 
fronto orbital (Figura 26A) 

Mismo ancho que la 
placa fronto orbital (Figura 

26B) 

Número de pelos 
en la porción 
posterior del 
callo humeral 
detrás de las 
setas basales 

6-8 (Figura 27A) 0-4 (Figura 27B) 

Número de sétulas en el 
cuadrante formado entre 

las setas discales y el 
margen anterior del 

escutelo 

 
35–55 (Figura 28A) 

 
15–25 (Figura 28B) 

Color de la membrana 
frontoclipeal 

Marrón claro (Figura 29A) De marrón oscuro a negro 
(Figura 29B) 

Distancia entre la seta 
vertical interna y la 

externa en hembras 

Relación de 0,5 a 0,7 con 
la 

distancia entre la seta 
prevertical (sprv) y la seta 

vertical interna (svi) 
(Figura 25A) 

Igual a la distancia entre la 
seta prevertical (sprv) y la 
seta vertical interna (svi) 

(Figura 25B) 

Ángulo formado entre la 
seta vertical interna, 

externa y la seta 
prevertical en hembras 

Obtuso (Figura 25A) Recto (Figura 25B) 

Tabla I. Principales características morfológicas para el reconocimiento de Lucilia sericata y 
Lucilia cuprina. Adaptado de Williams & Villet (2014). 

 



 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Figura 25A. Región occipital de Lucilia sericata. Nota: El zoom muestra, delimitado con un 

círculo rojo el número de setulas paraverticales y las líneas rojas la relación y el ángulo entre 
sprv (seta prevertical), svi (seta vertical interna), sve (seta vertical externa). 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Figura 25B. Región occipital de Lucilia cuprina. Nota: El zoom muestra, delimitado con un 

círculo rojo el número de setulas paraverticales y las líneas rojas la relación y el ángulo entre 
sprv (seta prevertical), svi (seta vertical interna), sve (seta vertical externa). 

47 
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Figura 26A. Frente de Lucilia sericata. Nota: La figura señala con rojo la relación entre la 

frente y la placa fronto-orbital. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 

 
Figura 26B. Frente de Lucilia cuprina. Nota: La figura señala con rojo la relación entre la frente 

y la placa fronto-orbital. 
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Figura 27A. Callo humeral de Lucilia sericata. Nota: El zoom delimita, con color, la región del 
callo humeral, detrás de las setas basales. 

 
 
 
 
 

 

 

Figura 27B. Callo humeral de Lucilia cuprina. Nota: El zoom delimita, con color, la región del 
callo humeral, detrás de las setas basales. 
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Figura 28A. Scutellum de Lucilia sericata. Nota: El cuadrante en blanco y negro delimita las 

setulas que se encuentran entre el margen anterior del scutellum y las setas discales. 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 

Figura 28B. Scutellum de Lucilia cuprina. Nota: El cuadrante en blanco y negro delimita las 
setulas que se encuentran entre el margen anterior del scutellum y las setas discales. 

 



51  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Figura 29A. Clípeo de Lucilia sericata. Nota: Se observa el color de la membrana 

frontoclipeal.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 29B. Clípeo de Lucilia cuprina. Nota: Se observa el color de la membrana 

frontoclipeal. 
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4.3. Métodos de cultivo para moscas 
 

En la gestión de un laboratorio destinado a la producción de larvas de uso medicinal 
se llevan a cabo una serie de actividades esenciales. Estas abarcan desde la crianza 
y mantenimiento de las colonias, pasando por la desinfección y cría de larvas a partir 
de los huevos, hasta el empaquetado de las larvas y los envíos a los respectivos 
clientes. Además, se realizan actividades de control de calidad, se gestiona el 
inventario y se desarrollan tareas de oficina. Cada una de estas tareas demanda un 
espacio propio, así como equipo y suministros específicos para llevarse a cabo de 
manera eficiente (Stadler, 2022). 
Como el objetivo de esta tesis es describir los procesos relacionados a la terapia, no 
se ahondará en las actividades relacionadas a la administración y gestión de una 
empresa distribuidora de larvas, ni tampoco se profundiza en las cuestiones edilicias. 
Más bien nos centraremos en cómo es el proceso de crianza de las moscas, como se 
obtienen los huevos, como se los esteriliza, etc. 
 
 
Cría de adultos 

 

Para la cría de moscas adultas, el insectario se diseña según las necesidades 
ambientales de la especie a mantener. Existen distintos tipos de jaulas para la cría de 
adultos, desde modelos comerciales hasta diseños caseros. Si bien las moscas en 
estado natural se encuentran en bajas densidades de población, a efectos prácticos, 
esto es ineficiente para un sistema de cría; jaulas grandes implican más superficie 
para limpiar, además de permitir mayor desplazamiento de los individuos, aumentando 
el consumo de energía, la cual es importante para la reproducción. Por otro lado, 
estudios de laboratorio muestran que la competencia entre adultos de L. sericata es 
baja, en cambio una alta densidad de larvas tiene un impacto perjudicial en la 
longevidad de los adultos y la performance reproductiva. Teniendo presente estos 
conceptos, lo recomendado es una densidad de población de una mosca por 
aproximadamente 100 a 150 cm3 de espacio de jaula (Moe et al., 2002; Sherman & 
Wyle, 1996; Stadler, 2022). 

 
Se pueden hacer, por ejemplo, jaulas con un armazón fino de madera o de alambre 
de 50x50x50 cm, recubiertas por una malla fina tipo mosquitero, que permita la 
ventilación y evite la condensación. En uno de los lados es necesario colocar una 
manga de material elástico, que permite trabajar con comodidad en el interior de la 
jaula. Este modelo tiene una capacidad de entre 500 a 1000 moscas. También es 
posible hacer las jaulas con recipientes plásticos, a los que se les reemplaza la tapa 
con una media elástica de nylon, donde la pierna auspicia de manga. Esta última 
opción tiene la desventaja de que puede acumular condensación en las paredes, esto 
hace que las moscas no puedan posarse por falta de agarre y caigan, generando 
estrés y posibles lesiones, provocando un declive en su población. Referido a las 
condiciones ambientales, L. sericata y L. cuprina muestran una gran adaptabilidad en 
condiciones de laboratorio. Aunque esto es una ventaja, para obtener los niveles 
óptimos de productividad es necesario mantener condiciones ideales. Una humedad 
relativa del 50 al 60%, con una temperatura entre 25°C y 27°C y entre 12-16 hs de luz 
aseguran una producción constante de huevos y evitan que las moscas entren en 
diapausa reproductiva. En cuanto a la iluminación, si bien las luces fluorescentes o 
incandescentes cumplen con su cometido, idealmente la luz debe parecerse lo más 
posible a la luz natural, particularmente en la cantidad de 
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radiación UV (Barnes & Gennard, 2013; Clark et al., 2006; Daniels et al., 1991; 
El-Moaty & Kheirallah, 2013; Figueroa et al., 2007; Gallagher et al., 2010; Gasz & 
Harvey, 2017; Moe et al., 2002; Rosati et al., 2015; Stadler, 2022; Tachibana & 
Numata, 2001; Zhang et al., 2009). 

 
Para la dieta, es necesario que esta tenga una fuente de carbohidratos, lípidos y 
proteínas. Estas últimas son fundamentales para la maduración de los ovarios de las 
hembras y la producción de huevos viables. Se sabe que las hembras de L. cuprina, 
necesitan consumir al menos 3,6 mg de exudado hepático para completar un ciclo 
ovárico y probablemente, L. sericata –por su estrecha relación– tengan necesidades 
similares. Existen muchas formas de ofrecer estos macronutrientes, las dietas más 
comunes incluyen azúcar de mesa o miel y leche en polvo para el aporte proteico. 
También se puede incluir proteínas de suero o levadura de cerveza. Otra forma de 
incluir proteína en la dieta es mediante la inclusión de hígado cortado en trozos 
mezclado 1:1 con salvado de trigo y agua. El inconveniente de incluir proteínas de 
forma continua es que las hembras pueden comenzar a oviponer sobre el alimento. 
Esto se puede evitar ofreciéndolos cuando se planifica la recolección de huevos. 
También es importante que las moscas tengan acceso constante a una fuente de 
agua, para evitar el ahogamiento debe suministrarse en pequeños recipientes de 
plástico (70–200 mL) provistos de mechas absorbentes que permanezcan húmedas 
o invertidos sobre papel absorbente. Las estaciones de comida deben lavarse y 
desinfectarse cada 2 o 3 días idealmente para evitar el sobrecrecimiento bacteriano 
(Linhares & Avancini, 1989; Muntzer et al., 2015; Stadler, 2022; Wall et al., 1992; Wall 
et al., 2002; Wardhaugh et al., 2008; Zhang et al., 2009). 

 
En relación a la puesta de huevos en el laboratorio, para estimularla se debe colocar 
un recipiente en el interior de la jaula de adultos que simule un cadáver, cubriendo 
cebo (hígado) con un recipiente oscuro perforado, con los orificios lo suficientemente 
grandes para que pasen las moscas. La llegada de las hembras al cebo estimula a 
que las demás se acerquen a oviponer. La recolección de huevos debe realizarse 
durante el día, preferiblemente temprano en la mañana ya que las mismas tienen 
hábitos diurnos. Se recomienda recolectarlos cada tres días o dos veces por semana. 
La incubación de huevos requiere un ambiente húmedo, con una humedad relativa 
superior al 80%. Las temperaturas bajas se pueden utilizar para almacenar huevos 
durante dos o tres días, pero pueden provocar una mortalidad de hasta el 50%. 
Investigaciones revelan una variabilidad considerable en la producción de huevos 
entre especies y cepas, con cifras que van desde 500 hasta más de 2000 huevos por 
hembra durante su vida en L. sericata y L. cuprina. La puesta de huevos ocurre en 
lotes que varían entre 6 y 13 por hembra, con alrededor de 200 huevos por lote. En 
el laboratorio, las hembras de L. sericata pueden producir su primera puesta de 
huevos alrededor de cuatro a cinco días después de la emergencia del adulto, seguido 
de intervalos de dos a tres días, aunque pueden haber retrasos dependiendo de la 
cepa y las condiciones del laboratorio. Es crucial proporcionar, como se venía 
mencionando, una dieta rica en proteínas a las moscas adultas tan pronto como 
emergen para garantizar una producción óptima de huevos, que generalmente 
comienza aproximadamente dos semanas después de la emergencia (Hayes et al., 
1999; Mackerras, 1933; Stadler, 2022; Vogt & Woodburn, 1980; Wall, 

1993; Zhang et al., 2008). 
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Cría de larvas 
 
 
En lo que respecta a la cría de larvas, es necesario una adecuada configuración del 
sistema de cría que garantice un rápido desarrollo y correcta alimentación. El periodo de 
alimentación usualmente dura entre 2 a 5 días, luego de este las larvas entran en una 
etapa de post alimentación donde se alejan del alimento y se entierran en el sustrato para 
la pupación (formación de la pupa). Se ha demostrado que alojar las larvas en un sistema 
de contenedores dobles es el método más efectivo de crianza. Este sistema consiste en 
un contenedor más pequeño y abierto dentro de otro contenedor más grande que está 
cubierto con malla de tejido fino. El contenedor más pequeño contiene la dieta, mientras 
que el contenedor más grande alberga un medio para la formación de la pupa, este 
sustrato suele ser salvado de trigo, aserrín, arena o vermiculita. La arena es de los 
sustratos más convenientes debido a que facilita la separación y recolección de las pupas 
mediante un tamiz. Además, la arena puede ser lavada, secada y esterilizada 
periódicamente, aunque a veces es más práctico desecharla después de varios ciclos de 
cría. Una alternativa limpia y poco polvorienta es la arena para gatos hecha de papel 
reciclado extruido, que ha demostrado ser altamente absorbente, manteniendo un 
ambiente de pupación seco y facilitando la separación de las pupas del sustrato. Hay que 
tener en cuenta que, para el uso de aserrín o vermiculita, se deben emplear métodos de 
protección personal y de ventilación ya que son irritantes para las vías respiratorias. 
Durante el proceso de cría, las larvas se alimentan hasta su completa madurez o hasta 
que los alimentos se agotan. Es importante destacar que las larvas poseen una 
alimentación competitiva, lo que puede llevar a una disputa intensa por los recursos 
alimenticios, por tanto es crucial evitar la subalimentación. La privación de alimentos 
puede inducir la etapa de post alimentación de forma prematura, lo que lleva a la 
producción de adultos más pequeños con una menor capacidad reproductiva. 
Es fundamental establecer procedimientos operativos que regulen la cantidad de alimento 
y la densidad poblacional; un monitoreo periódico es importante para detectar una posible 
escasez lo suficientemente rápido como para abordarlas antes de que afecte 
negativamente el ciclo de cría. (Gomes et al., 2006; Moe et al., 2002; Stadler, 2022; Von 
Zuben et al., 2001; Williams & Richardson, 1983). 
En cuanto a la alimentación de las larvas, algunos experimentos muestran que el hígado 
ovino, bovino o porcino son nutricionalmente inferiores en comparación con varios otros 
tejidos como el corazón, los pulmones, el cerebro y la carne, que resultan en un mejor 
rendimiento para el crecimiento larval. De todas maneras, el uso de alguno de estos 
elementos no es demasiado práctico en la realidad; en este caso, el hígado o la carne 
picada de una variedad de especies, incluyendo ganado, cerdo y aves de corral, serían 
suficientes. Curiosamente, en la rama de la entomología forense, un estudio de 
alimentación con Calliphora vicina no encontró diferencias en el desarrollo larval entre 
tejido de cerdo y humano; esto plantea la pregunta de si las moscas criadas con carne de 
cerdo podrían ser más eficientes para la debridación de tejidos humanos (Bernhardt et al., 
2016; Clark et al., 2006; El-Moaty & Kheirallah, 2013). 
También, a lo largo de los años, se han desarrollado distintas dietas artificiales, no solo 
por la necesidad de reducir el olor asociado al alimento en descomposición, sino también 
porque las dietas utilizadas dificultan la comparación de resultados entre estudios. Estas 
dietas semisintéticas esterilizadas, contienen básicamente 
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proteína animal y una base de agar sumado a otros ingredientes variables. La dieta se 
puede almacenar a temperatura ambiente y genera un olor menos invasivo, con la 
desventaja de que puede resultar bastante costosa o poco práctica si los ingredientes no 
están disponibles en entornos con recursos limitados (Rabêlo et al., 2011; Sherman & 
Tran, 1995; Sherman & Wyle, 1996). 
 
Existen ejemplos donde se han desarrollado dietas alternativas: en África Central, para 
Lucilia caesar, se han utilizado ingredientes disponibles localmente como garri (raíz de 
mandioca procesada, Manihot esculenta), soja, vino de palma e hígado. Mientras tanto, 
en India, se desarrolló una dieta para la cría de Chrysomya megacephala, donde se 
utilizó harina de soja, leche en polvo y huevo. También se han desarrollado dietas 
completamente libres de carne para L. sericata que contienen leche entera en polvo, 
levadura seca, germen de trigo, polvo de agar, ácido propiónico y agua destilada. 
Aparentemente, todas estas dietas alternativas alargan apenas el tiempo de desarrollo 
de las larvas, pero no muestran diferencias en la mortalidad, peso y desarrollo de pupa 
en comparación con una dieta de hígado. Lo que es importante de estas experiencias, 
es que existe la posibilidad de adaptar las condiciones de laboratorio, –al menos desde 
el punto de vista de la dieta– a los recursos disponibles en el medio local. 
Es importante destacar que, parte de la evaluación del proceso de cría se basa en una 
relación estrecha con los clientes. Es fundamental una retroalimentación sobre la 
calidad, rendimiento y reacciones adversas ocasionadas por las larvas. Si se identifican 
complicaciones como reacciones alérgicas, entonces se podrían usar métodos de cría 
alternativos, utilizando otras fuentes de alimento (Okorie & Okeke, 1990; Reddy et al., 
2015; Stadler, 2022; Tachibana & Numata, 2001). 
 
 
Manejo de las pupas 
 
El manejo de las pupas, al igual que con todas las etapas, dependen de una 
temperatura ambiental adecuada. Lucilia sericata requiere temperaturas superiores a 
20°C para tasas de pupación altas. Una vez que la mayoría de las larvas han 
abandonado el alimento y han pupado en el sustrato, las mismas se recogen mediante 
tamizado. Luego se almacenan dentro del insectario hasta la emergencia de los adultos. 
Si es necesario, las pupas pueden refrigerarse a 4°C durante algún tiempo para retrasar 
su desarrollo. Es muy importante evitar la deshidratación, diversos estudios han 
demostrado que las pupas de L. sericata contienen alrededor del 70% de agua y toleran 
hasta un 28% de deshidratación. La emergencia de las moscas también está 
determinada por la temperatura durante el desarrollo, y aumenta aproximadamente al 
80% para un rango de temperatura entre 20°C y 30°C; temperaturas por encima de 
35°C resultan letales. Las pupas de L. sericata requieren 0.2 mL de aire por día, por 
cada mg de pupas, que debe proporcionarse ya sea mediante ventilación o asegurando 

un correcto volumen de aire si se van a utilizar recipientes cerrados (Mądra‐Bielewicz et 
al., 2017; Rivers et al., 2013; Stadler, 2022; Wall et al., 2001; Wolff & Hansson, 2005). 
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Desinfección de los huevos 
 
En cuanto a la desinfección de los huevos para su uso en TL, sabemos que las moscas 
adultas y las larvas, habitan entornos insalubres y en fuentes contaminadas con distintos 
microbios, las mismas pueden llegar a estar contaminadas con microorganismos 
patógenos como Staphylococcus aureus, Escherichia coli, Corynebacteria diphtheria, 
Aspergillus y Fusarium, los cuales podría ser introducidos en las heridas durante la 
terapia. Por tanto, es crucial garantizar la esterilidad de las larvas que serán destinadas 
para el tratamiento de heridas (aunque también es importante destacar que se han 
observado casos donde el control de infecciones es efectivo en circunstancias poco 
higiénicas). Se sabe cada vez más que obtener larvas completamente estériles puede 
no solo ser difícil, sino tal vez poco deseable desde una perspectiva terapéutica. La 
transferencia interna de bacterias de la mosca adulta a los huevos y de estos a las 
larvas, indica que los métodos de esterilización actuales pueden, a lo sumo, lograr solo 
una esterilización a nivel superficial. 
De todas maneras, es esencial minimizar la carga microbiana de las larvas para evitar 
posibles complicaciones (Aigbodion et al., 2013; Chan et al., 2012; Connelly et al., 2019; 

Jiang et al., 2012; Kawabata et al., 2010; Maleki‐Ravasan et al., 2020; Terterov et al., 
2010; Yeong et al., 2011). 
 
La comprensión de la ecología microbiana de las larvas y su entorno sigue siendo objeto 
de investigación, la experiencia acumulada a lo largo de los años indica que las larvas 
reducen efectivamente la carga microbiana en las heridas y controlan los microbios que 
obstaculizan la cicatrización, incluyendo aquellos que puedan ser inoculados por las 
propias larvas. Se presume que los microbios simbiontes coadaptados pueden mejorar 
la actividad terapéutica de las mismas (Baer, 1931; Brundage et al., 2016; Kaplun et al., 

2019; Maleki‐Ravasan et al., 2020; Stadler, 2022). 
 
El proceso de desinfección (Figura 30) se aplica mayoritariamente sobre los huevos, 
aunque algunos autores también lo aplican sobre huevos y larvas o solo sobre las 
larvas. Es muy importante en primera instancia, lograr una completa disgregación de la 
masa de huevos; para este propósito se puede utilizar la ayuda de distintos agentes 
químicos como el hidróxido de sodio, el hidróxido de potasio o el carbonato de sodio. 
Los protocolos de esterilización propiamente dichos varían en cuanto a los productos 
químicos utilizados, la eficacia del proceso de desinfección y la tasa de supervivencia de 
los huevos. Después de cada tratamiento, los huevos deben ser lavados y enjuagados 
para eliminar los restos de los productos utilizados para la desinfección y los restos de 
microorganismos. Cada lote de huevos esterilizados y larvas emergentes debe ser 
testeado para asegurar su esterilidad antes de ser utilizados en la terapia (Berkebile & 
Skoda, 2002; Brundage et al., 2016; Paul et al., 2009; Stadler, 2022; Wang et al., 2010). 



57  

 
Figura 30. Resumen del proceso de desinfección de huevos. Adaptado de Stadler (2022). 

 

Una vez esterilizados, los huevos deberán incubarse hasta llegar a ser larvas de 
primer y segundo estadio. Para esto, se colocan en un recipiente con alimento esteril, 
lo más común es usar yema de huevo, pero también se puede utilizar agar, sangre de 
caballo y levadura, agar chocolate, agar sabouraud dextrosa y agar Brucella. Se los 
coloca a una temperatura entre 25-27 ºC, a las 18 hs suelen eclosionar, y entre las 
24-48 hs se convierten en larva de 2do estadio. Si por razones logísticas, se quiere 
demorar el proceso de desarrollo de los estadios 1 y 2, estas pueden ser refrigeradas 
entre 6-8 ºC; aunque es importante remarcar que bajar de los 6 ºC les puede provocar 
la muerte (Barnes & Gennard, 2013; Daniels et al., 1991; Nüesch et al., 2002; Sherman 
& Tran, 1995; Sherman & Wyle, 1996; Sherman et al., 2007; Stadler, 2022; Tachibana 
& Numata, 2001). 
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5. METODOLOGÍAS PARA LA APLICACIÓN DE LA TERAPIA LARVAL 
 
La aplicación de la terapia se realiza a través de distintas técnicas, las cuales pueden 
ser más o menos convenientes dependiendo del contexto clínico. 
Como ya se mencionó, este método se utiliza como una forma rápida y efectiva de tratar 
heridas, al eliminar el tejido necrótico, desinfectar y promover la cicatrización (Figura 31) 
(Fleischmann et al., 2004). 

 

 

Figura 31. Principales mecanismos conocidos y postulados sobre la acción terapéutica de 
las larvas de L. sericata. Adaptado de Sherman (2014). 
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5.1. Indicaciones y contraindicaciones  

 
Según Uslu (2022), esta técnica está indicada para: úlceras en pies diabéticos, úlceras 
venosas, heridas postquirúrgicas, infecciones óseas (osteomielitis), úlceras 
neuropáticas en los pies, heridas traumáticas que no sanan, abscesos, forúnculos, 
infecciones de la piel (celulitis), inflamación del hueso mastoideo (mastoiditis), 
tumores necrosados, pacientes con co-morbilidades como neuropatía, paraplejía, 
hemiplejía, talasemia (trastorno hemático genético), policitemia, (exceso de glóbulos 
rojos), quemaduras severas, y heridas infectadas tanto crónicas como agudas. Es 
especialmente eficaz para tratar heridas que presentan tejido muerto, pus, secreción, 
gangrena, mala circulación sanguínea y heridas profundas donde los antibióticos no 
pueden penetrar adecuadamente. 
En la misma línea, las principales contraindicaciones son: reacciones alérgicas a las 
larvas, abscesos con hemorragia y trastornos de la coagulación, fístulas en el sistema 
respiratorio, órganos internos, glándulas endocrinas, necrosis y heridas que progresan 
muy rápidamente con riesgo de sepsis, heridas cercanas a vasos sanguíneos 
importantes, heridas con riesgo de sangrado, heridas cercanas a órganos internos, 
heridas abiertas en cavidades corporales o senos. Los efectos adversos son raros y 
generalmente se limitan a irritación, picazón e hipersensibilidad en el sitio de la herida, 
con dolor o incomodidad. En caballos, se ha visto incomodidad por el movimiento, y 
los mismos pueden frotarse la venda contra distintas superficies (Uslu, 2022). 

 
Existen dos maneras de llevar a cabo la terapia: la primera consiste en aplicar las 

larvas directamente sobre la herida, denominada “terapia de rango libre”. 

En el segundo método, las larvas se aplican empaquetadas en bolsas, denominado 
comúnmente como “bolsa de larvas”. Básicamente, la principal distinción entre ambos 
enfoques radica en si las larvas están libres o restringidas en un paquete dentro de la 
herida. 
 
5.2. Terapia de rango libre  

 
Para la terapia de rango libre es necesario proteger los bordes de la herida de las 
enzimas digestivas de las larvas, el exudado y la sensación de cosquilleo o picazón 
causada por el movimiento de las larvas sobre la piel sana. Para ello, se recomienda 
cubrir los bordes con tiras de hidrocoloide autoadhesivo y aplicar pasta de zinc. Las 
larvas se aplican luego sobre la herida en una dosis específica, usualmente entre 5 a 
8 larvas por cm² de la superficie de la herida, aunque se pueden usar otras 
proporciones dependiendo de la lesión; por ejemplo, si las heridas son pequeñas y 
superficiales, se pueden colocar de 5 a 20 larvas por cm², mientras que se pueden 
aplicar de 400 a 800 larvas totales si la herida es profunda y hay demasiado tejido 
necrótico. En medicina veterinaria, la mayoría de los casos han reportado entre 5-10 
u 8-12 larvas/cm². Se sabe que una dosis de 100 larvas durante un ciclo de tratamiento 
puede desbridar 50 g de tejido necrótico. Para evitar que las larvas escapen, se utiliza 
una malla que cubra la herida permitiendo que respiren. El último paso consiste en 
cubrir la malla (apósito primario) con una venda de gasa (apósito secundario) que 
absorbe el exudado durante el tratamiento y puede ser reemplazado diariamente 
(Figura 32). 
Las larvas se dejan durante 2 a 4 días, para luego ser retiradas manualmente o 
mediante irrigación con suero fisiológico. 
Este tipo de aplicación puede ser modificado dependiendo de la extremidad a tratar 
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y de la lesión (Figura 33) (Blake et al., 2007; Fleischmann et al., 2004; Kočišová et 
al., 2006; Sherman, Stevens, et al., 2007; Uslu, 2022). 

 

 

Figura 32. Apósito primario para la terapia de rango libre. Adaptado de Fleischmann et al., 
(2004). 



 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Figura 33. Aplicaciones de la terapia según el tipo de herida y su ubicación anatómica. 

Adaptado de MedMagLabs, (2021). 
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5.3. Técnica de la bolsa de larvas  

 
En ciertos casos, la técnica de rango libre no es la más adecuada para algunos tipos 
de herida, a veces es preferible evitar que las larvas se muevan sobre tejidos frágiles 
o cerca de cavidades profundas. Además, la exposición directa a los ganchos y 
espinas de las larvas puede ser dolorosas para algunos pacientes. 
Las bolsas de larvas han demostrado ser una solución segura y efectiva en estas 
circunstancias. Las secreciones y excreciones de las larvas fluyen libremente fuera de 
la bolsa hacia la herida; la bolsa absorbe los exudados nutriendo a las larvas. El 
polivinilalcohol (material con el que se suelen fabricar) también tiene una asociación 
con la higiene y la curación de heridas. 
Otros sistemas de contención están compuestos de nylon o lienzo. Estas telas 
permiten el flujo de secreciones y el drenaje de la herida, aunque no son tan eficientes 
absorbiendo exudados (Figura 34). 
La técnica de la bolsa de larvas limita el contacto de las mismas con el tejido, por lo 
que es importante destacar que, para algunos autores, es menos efectiva en cuanto 
al desbridamiento que la terapia de rango libre –aunque son necesarios más estudios 
para hacer esta afirmación– (Fleischmann et al., 2004). 

 

Figura 34. Bolsa de larvas (Fleischmann et al., 2004). 
 

 

Todo lo descrito anteriormente, desarrollado en el ámbito de la medicina humana, se 
aplica de la misma manera y con los mismos criterios en medicina veterinaria. Para la 
elección del tipo de técnica a aplicar se debe tener en cuenta (además de lo 
relacionado a la lesión) la anatomía y la etología de los pacientes, evitando, por 
ejemplo, que se arranquen los vendajes o que los mismos se salgan (Uslu, 2022). 
La revisión de diversos artículos que reportan la experiencia con el uso de TL en 
veterinaria, muestra que la técnica más utilizada es la de rango libre (posiblemente 
debido a la dificultad para acceder a las bolsas de larvas y su costo más elevado) 
(Ahmadnejad et al., 2022; Bell & Thomas 2001; Borkataki et al., 2018; Borkataki, 2021; 
Bras & Morrison, 2009; Calderón-Arguedas et al., 2014; Rey et al., 2010; Dawson et 
al., 2022; Dicke, 1953; Diaz-Roa et al., 2016; Durán et al., 2019; Kočišová et al., 2006; 
Lepage et al., 2012; Masiero et al., 2019; Morrison, 2005; Morrison, 2010; Sherman, 
Morrison & Ng 2007; Sherman, Stevens, et al., 2007; Thiemann, 2003; Uslu, 2022; 
Uslu, 2022; Uslu et al., 2021; Uslu et al., 2023; Vigani et al., 2011). 
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5.4. Ventajas y desventajas del método  

 

Algunas ventajas del métodos son: mayor efectividad que otros tipos de terapias 
convencionales, desinfección de la herida, eliminan gran cantidad de tejido muerto, 
desbridan selectivamente el tejido necrótico sin dañar el tejido sano, pueden limpiar 
zonas de dificil acceso en la herida como senos o bolsas bajo la piel, reducen el riesgo 
de sepsis, aumenta la granulación y estimula la cicatrización, no requiere 
hospitalización, ideal para tratamientos a campo, pocos efectos secundarios, puede 
prevenir la amputación de extremidades y la eutanasia en animales de compañía, es 
más económico que el método de tratamiento clásico, no destruye la flora 
gastrointestinal normal como el uso de atb sistémicos, no genera residuos 
farmacológicos en animales productivos. Esta terapia puede ser particularmente útil 
para el tratamiento de grandes animales, donde las intervenciones quirúrgicas son 
costosas y riesgosas dado el tamaño, o no son adecuadas a campo. Es importante 
destacar, que esta terapia no es indicada para todas las heridas, y es necesario el 
entrenamiento de quien la aplica. Algunas desventajas del método son: escapes de 
larvas en vendajes mal puestos, incomodidad debido a irritación, dolor, fiebre en 
algunos pacientes, los animales pueden intentar quitarse el vendaje por incomodidad, 
puede existir interferencia con ciertos tratamientos antiparasitarios, principalmente en 
animales de compañía (Uslu, 2022). 

 
 
 

6. PERSPECTIVAS 

 
6.1. Establecimiento de colonias a nivel del laboratorio de parasitología  

 
Para el establecimiento de colonias de moscas de uso terapéutico en el laboratorio de 
Parasitología de la Facultad de Veterinaria, Udelar, se requieren varias adaptaciones: 
modificaciones edilicias, adquisición de equipo y materiales, y contratación de personal 
para mantener en funcionamiento el insectario. Esto sería necesario en el caso 
hipotético de que el laboratorio se dedique de forma constante a la producción de larvas 
como parte de su servicio. Evidentemente, representa un desafío considerable para la 
viabilidad de un proyecto de estas características. 
Afortunadamente, la literatura describe ampliamente la gran capacidad de adaptación 
de este tipo de laboratorios, ya que muchas de las actividades pueden llevarse a cabo 
en instalaciones preexistentes y ajustarse a la demanda. Existen numerosos informes 
de experiencias en hospitales, clínicas y universidades donde el montaje del laboratorio 
se ha realizado con adaptaciones de bajo costo y mantenimiento. 
Es interesante considerar que el establecimiento de colonias de Lucilia sericata en 
nuestras instalaciones podría dar lugar a una amplia gama de actividades de 
investigación, como ensayos clínicos con animales que asisten a la facultad, así como 
el desarrollo de cursos y actividades de docencia directa que fomenten e informen a los 
profesionales (en formación o recibidos) sobre usos y aplicaciones de la TL. Lo anterior, 
se puede ejecutar a través de planes piloto, donde se ponga a punto tanto la cría, como 
la aplicación del tratamiento. Esta terapia podría convertirse en una opción de 
tratamiento viable e innovadora en nuestro medio. 
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7. CONCLUSIONES 

La terapia larval es utilizada con mayor frecuencia en medicina humana, y presenta un 
uso más limitado en medicina veterinaria. Sin embargo, con el aumento de la resistencia 
a los antimicrobianos y las infecciones crónicas de heridas en medicina veterinaria 
(animales más longevos), la TL se vuelve una alternativa prometedora. 
Muchos estudios clínicos, revisiones sistemáticas y metaanálisis en medicina humana 
han planteado que es una técnica más eficiente y segura para heridas crónicas que las 
alternativas convencionales. Por esta razón es necesario que se profundicen los 
estudios en el campo de las ciencias veterinarias. 
Con el creciente aumento de la resistencia a los antimicrobianos, existe la necesidad de 
buscar alternativas iguales o más efectivas para mitigar esta realidad. Esto cobra mayor 
relevancia cuando hablamos de animales de producción, puesto que esta alternativa es 
más ecológica y no deja residuos en los distintos productos de consumo. 
En el caso de los animales de compañía (como ocurre en humanos), la TL se presenta 
como una alternativa a la amputación de miembros o a la eutanasia, lo que nos plantea 
su uso como terapia de primera línea en lugar de ser la última opción. 
El mantenimiento de colonias de moscas, una vez internalizados en la dinámica, es una 
opción viable y económica, siendo capaz de producir grandes volúmenes de larvas con 
relativamente poco espacio. Resulta alentador plantearnos un horizonte donde nuestra 
institución pueda producir y reproducir de forma autónoma esta terapia. 
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