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Resumen 

A nivel mundial, uno de los grupos de nematodos fitoparásitos más importantes son 
los formadores de quistes, y entre las razones están su capacidad de sobrevivir por 
más de 20 años en ausencia de un hospedero, y su efecto negativo en el desarrollo 
del cultivo y reducción en los rendimientos. Hasta este estudio, en Costa Rica se 
había descrito morfológica y molecularmente solamente una especie de formadora 
de quistes, Globodera pallida. Por lo anteriormente descrito y aunado con las malas 
experiencias que han tenido los productores nacionales de papa con G. pallida, se 
desarrolló este trabajo, con el fin de caracterizar morfológica y molecularmente 
nematodos de la subfamilia Heteroderinae (familia: Hoplolaimidae), y evaluar la 
patogenicidad y ciclo de vida de dos poblaciones de Heterodera sp. de la provincia 
de Cartago. Se caracterizaron por métodos morfológicos tres poblaciones de 
Heterodera sp. y cinco por métodos moleculares con el uso de tres regiones 
distintas del ADN (la región ITS y los segmentos de expansión D2-D3 del gen 28S 
ambos del ADN ribosomal, y el gen parcial cox1 del ADN mitocondrial). Las 
secuencias de ADN se analizaron por los métodos de Inferencia Bayesiana y de 
Máxima Verosimilitud. En lo correspondiente a la patogenicidad, se evaluó el factor 
de reproducción de dos poblaciones de Heterodera sp. en las malezas Rumex 
obtusifolius y Trifolium repens y en el cultivo de cultivo hortícola de la remolacha 
(Beta vulgaris var. Boro). Por último, se evaluó el ciclo de vida del nematodo, para 
esto se realizó un ensayo en el que se utilizó el hospedero en el que fue identificada 
cada población. Durante el estudio no se observaron especímenes machos de 
ninguna de las poblaciones descritas. Los caracteres morfométricos longitud 
promedio del cuerpo (531,1μm-552,2μm) y estilete (27,4μm-28,4μm) permitieron 
determinar que las poblaciones correspondían a la especie H. trifolii. Este resultado 
fue respaldado con lo obtenido en la descripción molecular. De los tres marcadores 
moleculares utilizados (ITS, D2-D3 y cox1), el cox1 fue el que generó una mejor 
resolución entre especies, esto agrupando secuencias de H. betae y H. trifolii en un 
clado (valor de probabilidad posterior de 100% y valor de boobstrap de 97). En lo 
correspondiente a la patogenicidad, se observó que la población asociada a R. 
obtusifolius se reprodujo de forma satisfactoria (FR mayor a 1) en este hospedero y 
en T. repens, mientras que la población asociada a T. repens se reprodujo 
satisfactoriamente en este hospedero (FR>1), pero no así en R. obtusifolius (FR= 
0,75), mientras que la remolacha no fue hospedero (FR=0 en ambos casos). Por 
último, H. trifolii completó su ciclo de vida en 35 y 43 días posteriores a su 
inoculación, en R. obtusifolius y T. repens, respectivamente. 

Palabras clave: Heterodera trifolii, Inferencia Bayesiana, Máxima Verosimilitud, 

quistes, Rumex obtusifolius, Trifolium repens. 
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Abstract 

Cyst-forming nematodes are one of the most important plant-parasitic nematodes 
worldwide, due to its ability to survive more than 20 years without a host and the 
negative effect on plant grow and yield losses. Before this study, there was only one 
species of cyst forming nematodes (Globodera pallida) described morphologically 
and molecularly in the country. The lack of more studies on this group of nematodes 
motivated us to characterize morphologically and molecularly cyst forming 
nematodes from the subfamily Hetederinae (family: Hoplolaimidae), and assess the 
pathogenicity and the life-cycle of two Heterodera sp. populations from the province 
of Cartago. Three Heterodera sp. were morphologically characterized, and five 
populations were molecularly characterized by using three different regions of the 
DNA (the ITS region and the D2-D3 expansion segments of the 28S, both from the 
ribosomal DNA, and the partial cox1 gene from the mitochondrial). DNA sequences 
were analyzed with the Bayesian Inference and the Maximum Likelihood methods. 
For pathogenicity, the reproduction factor of two Heterodera sp. populations was 
evaluated on the weed species Rumex obtusifolius and Trifolium repens, and the 
beetroot (Beta vulgaris var. Boro). Finally, the life-cycle of two populations was 
assessed, a greenhouse essay was carried out using the plants where each 
population was found. In our study, no males were found. The morphometric 
characters body length average (531,1μm-552,2μm) and stylet (27,4μm-28,4μm) 
allowed to determine the species as H. trifolii. This result was in agreement with the 
molecular characterization. From the three molecular markers used in this study 
(ITS, 28S and cox1), the cox1 showed a better resolution between species, grouping 
sequences of H. betae in a clade with sequences of H. trifolii (posterior probability 
value of 100% and a boobstrap value of 97). Regarding the pathogenicity assays, it 
was observed that the population associated with R. obtusifolius reproduced 
satisfactory (RF more than 1) on this host and T. repens, whereas the population 
associated with T. repens reproduced satisfactory on this host (RF>1), but not on R. 
obtusifolius (RF= 0,75). Beetroot was not a host (RF=0) in both cases. Finally, H. 
trifolii completed its life-cycle on 35 and 43 after inoculation on R. obtusifolius y T. 
repens, respectively. 

Key words: Heterodera trifolii, Bayesian Inference, Maximum likelihood, cysts, 

Rumex obtusifolius, Trifolium repens. 
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I. Introducción  

Los nematodos fitoparásitos son parásitos obligados y comprenden una de las 

plagas más importantes en diversos cultivos a nivel mundial ya que pueden afectar 

en forma significativa la producción agrícola (Abd-Elgawad 2013). Se estima que 

estos organismos pueden disminuir el rendimiento en aproximadamente un 12,3%, 

lo cual representa pérdidas económicas superiores a $150 billones (Ali et al. 2014; 

Singh et al. 2015). Los nematodos de mayor importancia económica a nivel mundial 

son el nematodo formador de agallas (Meloidogyne spp.), los nematodos 

formadores de quistes (Globodera spp. y Heterodera spp.) y el nematodo lesionador 

(Pratylenchus spp.) (Jones et al. 2013).  

Los nematodos formadores de quistes pertenecen a la familia Hoplolaimidae y a 

la subfamilia Heteroderinae. Entre los géneros de esta subfamilia asociados a 

diversos cultivos están Heterodera, Globodera, Punctodera y Cactodera 

(Dracaemer y Hunt 2013). En Costa Rica, el estudio de nematodos formadores de 

quistes se ha enfocado principalmente al género Globodera. Entre los años 1972 y 

1974 se reportó la presencia de G. rostochiensis en diferentes fincas de la provincia 

de Cartago. Sin embargo, un estudio realizado en la misma zona entre el período 

1975-1977 no pudo determinar su presencia. En el mismo, se realizaron dos 

ensayos de invernadero para evaluar la patogenicidad de G. rostochiencis en los 

cultivares de papa “Atzimba” y “Red Pontiac”, esto debido a la susceptibilidad al 

nematodo, sin embargo, resultaron negativas (Ramírez 1979). 
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A principios del año 2005, el Laboratorio de Nematología de la Universidad de 

Costa Rica diagnosticó por medio un análisis morfológico la presencia de Globodera 

pallida en muestras procedentes de la provincia de Cartago (Salazar et al. 2005), 

posteriormente, por medio de técnicas moleculares, empleando PCR, se corroboró 

la especie G. pallida (García et al. 2009). Recientemente, Sandoval et al. (2020) 

determinaron la presencia de un único haplotipo de G. pallida basado en dos 

marcadores moleculares (cytb y ITS) y concluyeron que posiblemente este 

nematodo tuvo un único sitio de entrada y luego se distribuyó al resto del país.  

En Costa Rica, aparte de G. pallida, se carece de información sobre otros 

nematodos formadores quistes, que podrían ser un problema fitosanitario en 

potencia. Estos nematodos se pueden dispersar con facilidad a otros campos de 

producción mediante escorrentía, suelo adherido a la maquinaria o a los tubérculos 

(Marshall 1993). A eso se le suma la capacidad de sobrevivencia que pueden tener 

aún en ausencia de un hospedero (Jones et al. 2009; Weayenberge et al. 2009; 

Eves-van den Akker et al. 2016). Debido a eso, y con la ayuda de la información 

registrada por el laboratorio de Nematología, fue importante realizar un estudio para 

determinar la presencia de otra (s) especie (s) de nematodo formador de quistes, 

así como la patogenicidad y ciclo de vida en el hospedero.  
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I.A. Objetivo General 

Identificar morfológica y molecularmente nematodos de la subfamilia Heteroderinae 

(familia Hoplolaimidae), determinar la patogenicidad y describir el ciclo de vida de 

dos poblaciones de Heterodera sp. de la zona Norte de Cartago. 

I.B. Objetivos específicos 

1. Identificar especies de nematodos de la subfamilia Heteroderinae (familia 

Hoplolaimidae) por medio caracteres morfológicos. 

2. Utilizar técnicas moleculares para convalidar las especies de nematodos de 

la subfamilia Heteroderinae identificadas por medio de caracteres 

morfológicos. 

3. Determinar la patogenicidad de dos poblaciones de Heterodera sp.  

4. Describir el ciclo de vida de dos poblaciones de Heterodera sp.  
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II. Revisión de literatura 

II.A. Generalidades de nematodos fitoparásitos 

Los nematodos son organismos translúcidos, no presentan segmentaciones 

internas, son seudocelomados, lo que indica que tienen un espacio ocupado por 

líquidos entre la pared del cuerpo y el tubo digestivo. En el caso de los nematodos 

fitoparásitos uno de los aspectos que los identifica es que cuentan con una 

estructura denominada estilete, que tiene la capacidad de extenderse hacia afuera, 

es hueca (Rivera 2007). Esta estructura es utilizada para penetrar las células de las 

plantas y así extraer el contenido celular (Lagunes y Zavaleta 2016; Jones et al. 

2013).    

Los nematodos fitoparásitos son clasificados según el tipo de parasitismo, como 

ectoparásitos, es decir, aquellos que permanecen en la superficie de las raíces e 

insertan su estilete para alimentarse, ejemplo de estos son los géneros 

Tylenchorhynchus, Trichodorus, Paratrichodorus, Xiphinema, Longidorus, 

Paratylenchus, Hemicycliophora, entre otros (Bridge y Starr 2007). Otro grupo lo 

conforman nematodos que penetran en forma parcial o catalogados semi-

endoparásitos como Rotylenchulus (Robinson et al. 1997). Por otro lado, están los 

endoparásitos, ya que logran penetrar la raíz y completar la mayoría de su ciclo de 

vida dentro de ellas. A su vez, estos se pueden clasificar de dos formas, 

endoparásitos sedentarios como Meloidogyne y los formadores de quistes como 

Globodera y Heterodera, y los endoparásitos migratorios como Pratylenchus 

(Guzmán et al. 2012; Wale et al. 2008). 
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II.B. Nematodos formadores de quistes  

II.B.1. Generalidades  

Los nematodos formadores de quistes pueden sobrevivir por más de 20 años en 

el suelo en ausencia de su hospedero (Eves-van den Akker et al. 2016; Jones et al. 

2009; Weayenberge et al. 2009). La razón es debido a que los huevos se 

encuentran dentro del quiste, estructura que se forma por el endurecimiento de la 

cutícula de la hembra después que ha muerto y que brinda protección ante 

condiciones adversas (Franco 1986). 

En Alemania, en el año de 1859, el botánico Hermann Schacht descubrió el 

primer nematodo formador de quiste, asociado a plantas de remolacha azucarera. 

En los años siguientes fue identificado como una de las principales plagas en la 

producción de remolacha en diferentes países europeos. Sin embargo, hasta el año 

de 1871 Adolf Schmidt le asignó género y especie, Heterodera schachtii, nombre 

que se brindó en honor a su descubridor (Hallmann et al. 2009). Actualmente, los 

nematodos formadores de quistes se encuentran clasificados dentro de la 

subfamilia Heteroderinae y se reconocen ocho géneros: Heterodera, Globodera, 

Cactodera, Dolichodera, Paradolichodera, Betulodera, Punctodera y Vittatidera 

(Subottin et al. 2010a, b). 

II.B.2. Importancia económica   

Dentro de este grupo, los géneros de mayor importancia a nivel mundial son 

Globodera y Heterodera (Jones et al. 2013). En Estados Unidos, el cultivo de soja 

(Glycine max) se ve afectado principalmente por el nematodo formador de quistes 
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Heterodera glycines. Este nematodo genera pérdidas económicas anuales 

superiores a un billón de dólares (Acharya 2016; Jones et al. 2013). En Italia, se ha 

reportado pérdidas de rendimiento entre 20 a 90% en el cultivo de zanahoria 

(Daucus carota) ocasionado por Heterodera carotae (Greco et al. 1993), el cultivo 

de remolacha azucarera (Beta vulgaris spp. vulgaris) es afectado principalmente por 

Heterodera schachtii, que ocasiona pérdidas de rendimiento de 80% o superiores 

(Curto 2008), esta especie también se ha reportado asociado a remolacha de mesa 

(Beta vulgaris var. conditiva) y broccoli (Brassica oleracea var. italica) (Escobar et 

al. 2019). 

En México se reporta a Cactodera torreyanae parasitando al cultivo de romerito 

(Suaeda torreyana) (Cid Del Prado y Subbotin 2014). Por otro lado, G. rostochiensis 

y G. pallida se reportan asociados al cultivo de papa (Solanum tuberosum) y se 

estima que a nivel mundial ocasionan pérdidas en el rendimiento entre 10 y 12% 

(Norshie et al. 2016). 

II.C. Identificación morfológica y molecular de nematodos formadores de 

quistes  

La identificación de las especies de nematodos es un aspecto de gran 

importancia para establecer las estrategias de combate o medidas cuarentenarias.  

Para esto se pueden emplear estudios que incluyen caracteres morfológicos y 

morfométricos, así como el empleo de técnicas moleculares (Lafi et al. 2016; 

Dawabah et al. 2012; Abdollahi 2008). 
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El estudio de los caracteres morfológicos y morfométricos está precedido por una 

serie de pasos, en los que incluyen montajes temporales y permanentes de los 

nematodos a analizar. Así, los nematodos, se observan en el microscopio de luz 

con ayuda de una cámara digital adaptada, la cual hace posible la toma de 

fotografías y mediciones del espécimen (Sekimoto et al. 2017a, 2017b; Maafi et al. 

2007). En este sentido, la forma del quiste es un caracter morfológico que permite 

separar algunos géneros, por ejemplo, la hembra de Globodera al madurar obtiene 

una forma de globo, lo cual le da origen a su nombre (Handoo et al. 2012; Skantar 

et al. 2011; Franco 1986), dentro de este género G. pallida se puede diferenciar de 

G. rostochiensis, ya que esta última presenta un estado en el que su coloración es 

dorado o amarillo (OEPP/EPPO 2013), mientras Heterodera presenta forma de 

limón (Subbotin et al. 2010a,b).  

La presencia de cono vulval en quistes es otro carácter empleado en la 

diferenciación a nivel de género, Heterodera presenta un cono vulval prominente, 

mientras que Cactodera posee un cono pequeño, en tanto, Globodera, Dolichodera 

y Paradolichodera no tienen esta protuberancia (Moens et al. 2018). En quistes 

maduros, el tipo de fenestra (área de las paredes delgadas en el cono vulval o área 

perineal) es otro carácter morfológico utilizado en la identificación, de este modo se 

pueden diferenciar tres tipos de fenestra; circunfenestra, ambifenestra o bifenestra 

(Turner y Subbotin 2013). En Heterodera spp., basados en caracteres morfológicos, 

entre ellos el tipo de fenestra y complementados con datos moleculares, la mayoría 

de especies se han dividido en ocho grupos; Afenestrata, Avenae, Bifenestra, 
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Cardiolata, Cyperi, Goettingiana, Humili, Sacchari y Schachtii (Handoo y Subbotin 

2018).  

El grupo Schachtii posee 16 especies válidas entre las que se pueden citar a 

Heterodera betae, H. daverti, H. glycines, H. schachtii y H. trifolii, (Singh et al. 2020) 

especies que se encuentran estrechamente relacionadas y que pueden 

diferenciarse mediante técnicas moleculares en complemento con caracteres 

morfométricos (Amiri et al. 2002; Subbotin et al. 2010b; Vovlas et al. 2015; Sekimoto 

et al. 2017a). 

La descripción morfológica también puede incluir el análisis morfométrico, lo cual 

comprende la medición y determinación de proporciones entre diferentes partes del 

individuo (quistes, hembras, machos, segundo estado juvenil y huevos) (Haidar et 

al. 2016; Dracaemer y Hunt 2013). La identificación morfológica y morfométrica de 

nematodos presenta la desventaja que requiere personal especializado para 

realizar dicha labor, requiere de mayor tiempo para brindar un diagnóstico y muchos 

de los caracteres empleados en la identificación traslapan en forma parcial entre 

géneros y especies (Mundo-Ocampo et al. 2008).  

Desde esa perspectiva, el empleo de técnicas moleculares para la identificación 

de nematodos fitoparásitos brinda un complemento a los estudios morfológicos y 

morfométricos (Subbotin et al. 2000), además, confiere la ventaja de brindar un 

resultado más preciso y el tiempo requerido para emitir el diagnóstico es menor 

(Szalanski et al. 1997). Para la identificación de especies de formadores de quistes 

se han empleado técnicas moleculares como reacción en cadena de la polimerasa 
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(PCR, por sus siglas en inglés), PCR-RFLP, PCR-imprimadores específicos, PCR 

en tiempo real (Ye 2012; Weayenberge et al. 2009; Mundo-Ocampo et al. 2008).   

En este sentido, el PCR ha sido un método ampliamente utilizado para el 

diagnóstico de nematodos (Subbotin et al. 2001; Szalanski et al. 1997), para esto, 

se requiere un fragmento de ADN el cual contiene la región que será amplificada, 

dos imprimadores o cebadores (oligonucleótidos) flanqueantes y complementarios 

a esa región, ADN polimerasa, desoxirribonucleótidos trifosfatos mezclados en un 

buffer que contiene iones magnesio (Subbotin et al. 2010a). El proceso de PCR 

permite obtener múltiples copias del fragmento de ADN, esto se realiza en un 

termociclador y consiste en tres etapas determinadas por condiciones de 

temperatura: desnaturalización, alineamiento y extensión de la cadena ADN 

(Derycke et al. 2005).  

Para la identificación de especies de formadores de quistes se ha utilizado ADN 

mitocondrial cox1 (cox1) y ADN ribosomal, como los segmentos de expansión D2-

D3 del gen 28S (28S) y la región espaciadora transcrita interna (ITS, por sus siglas 

en inglés) (Skantar et al. 2012; Bernard et al. 2010; Mundo-Ocampo et al. 2008; 

Madani et al. 2004), localizada entre el gen ADNr 18S y 5.8S para ITS1 (Subbotin 

et al. 2010a).  

II.D. Ciclo de vida de nematodos formadores de quistes 

El ciclo de vida de los nematodos comprende la etapa de huevo, cuatro estadios 

juveniles y finalmente el adulto. En diferentes géneros de formadores de quistes, los 

huevos son retenidos principalmente en el interior del cuerpo de la hembra muerta, 
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pudiendo encontrarse algunos en el matriz gelatinoso que emiten algunos géneros 

como Heterodera. El primer estado juvenil está dentro del huevo, posteriormente, 

se genera la primera muda y el nematodo en segundo estado juvenil (J2) adquiere 

el estilete y con ayuda de este, rompe la cutícula del huevo y emerge, este evento 

está influenciado por diversos factores, entre ellos los exudados que producen las 

raíces de las plantas, como sucede con Globodera pallida, G. rostochiensis y 

Heterodera carotae, entre otros (Subbotin et al. 2010a). 

Otro factor que incide sobre la eclosión de los nematodos es la temperatura, la 

cual varía entre especies, por ejemplo, la temperatura óptima de G. pallida es de 

16°C mientras que para G. rostochiensis es de 20°C, mientras que para Heterodera 

zeae es de 30°C y para H. glycines está comprendida entre 23-28ºC. El segundo 

estadio juvenil (J2) representa el estado infectivo de estos nematodos, los cuales 

salen por las aberturas naturales presentes en el quiste (región de la fenestra y el 

cuello) (Turner y Subbotin 2013). 

El nematodo J2 penetra la raíz de la planta y se establece cerca del cilindro 

vascular en donde con el estilete penetra una célula e induce la formación del sitio 

de alimentación denominado sincitio (OEPP/EPPO 2013; Haegeman et al. 2012; 

Escobar y Fenoll 2008, Núñez et al. 2003). El sincitio es una estructura 

multinucleada que se origina por la degradación de la pared celular de las células 

vecinas y la fusión de sus protoplastos (Williamson y Hussey 1996). El sitio de 

alimentación se convierte en la fuente de alimento de los estadios juveniles tres y 

cuatro, para la formación de un adulto, hembra o macho (Siddiqi et al.1986)  
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II.E. Patogenicidad  

La patogenicidad puede ser definida como la capacidad de reproducción de una 

especie de nematodo en una planta (Shaner et al. 1992), de este modo, se puede 

determinar el grado de susceptibilidad de la planta (Smiley y Marshall 2016). La 

capacidad de reproducción es determinada por medio del factor de reproducción, 

para esto se realiza la inoculación de plantas con una densidad poblacional 

conocida y transcurrido el tiempo para la evaluación se realiza la extracción y conteo 

de la población final de nematodos, el resultado de la división de la población final 

entre la población inicial permite determinar el factor de reproducción y con esto 

asignar el grado de susceptibilidad de las plantas (Poromarto et al. 2011). 

En nematodos formadores de quistes el rango de hospederos puede variar según 

el grupo. Dentro del género Globodera, G. pallida y G. rostochiensis son las 

principales especies y parasitan principalmente especies de plantas pertenecientes 

a la familia de las solanáceas, como lo es el cultivo de papa (Sullivan et al. 2007), 

mientras que G. tabacum afecta el cultivo de tabaco, pero no así plantaciones de 

papa (Alenda et al. 2014).  

En lo que respecta a especies pertenecientes al género Heterodera, hay especies 

con un rango de hospederos estrecho como H. betae, nematodo que afecta 

principalmente plantas de remolacha (Wouts et al. 2001; Subbotin et al. 2010b) y H. 

daverti especie que afecta principalmente plantas de la familia Leguminosae como 

trébol, y plantas ornamentales de la familia Caryophyllaceae como clavel 

(Nordmeyer y Sikora, 1983; Subbotin et al. 2010b).  
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Sin embargo, dentro del mismo género Heterodera, existen especies que pueden 

afectar una mayor cantidad de especies de plantas, como el nematodo del trébol, el 

cual puede parasitar cultivos de diferentes familias, entre estas Amaranthaceae, 

Caryophyllaceae, Chenopodiaceae y Leguminosae (Wang y Riggs 1999; Wang et 

al. 2001; Subbotin et al. 2010b), el nematodo del quiste de la soya, H. glycines, 

especie con más de 300 hospederos, dentro de los cuales, el cultivo de soya es el 

de mayor importancia (Li et al. 2014) y el nematodo del quiste de la remolacha, H. 

schachtii, nematodo que puede parasitar más de 200 especies de plantas (Kim et 

al. 2019). 

III. Materiales y métodos 

III.A. Establecimiento de poblaciones de Heterodera sp. 

Las poblaciones se ubicaron con ayuda de la base de datos del Laboratorio de 

Nematología del Centro de Investigación en Protección de Cultivos de la 

Universidad de Costa Rica (CIPROC-UCR). Por cada población (cuadro 1) se 

recolectó una muestra compuesta de raíces y suelo.  
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Cuadro 1.  Poblaciones de Heterodera sp. según planta hospedante y localidad 

         donde se recolectaron.  

Población Hospedante Localidad 

 

CR1 Rumex obtusifolius Llano Grande, Cartago  

CR2 Trifolium repens La Angelina, Cartago  

CR3 T. repens 
San Gerardo de Dota, 

San José 
 

CR4 T. repens 
San Juan de Chicua, 

Cartago 
 

CR5 R. obtusifolius Zarcero, Alajuela  

Las raíces se lavaron con agua del tubo, se pesaron y se cortaron en trozos de 

aproximadamente 1 cm, se homogenizó y se pesó una submuestra de 10 g. 

Posteriormente, se procesó mediante el método de maceración y centrifugación 

propuesto por Caveness y Jensen (1955) modificado por el Laboratorio de 

Nematología (UCR). La muestra se maceró por 15-30 segundos con una licuadora 

según dureza de las raíces. El macerado se pasó a través de cribas superpuestas 

de 100 sobre 500 mesh; el material de la criba superior se lavó con abundante agua 

y luego se descartó. 

El contenido de la criba de 500 mesh se transfirió a un tubo falcon de 50 ml y se 

centrifugó a 3000 r.p.m. durante 3 minutos. Posteriormente, el supernatante se 

eliminó y se agregó una solución azucarada, con densidad específica de 1,18 (471 
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g de sacarosa/L de agua), esta mezcla se agitó y se volvió a centrifugar durante 3 

minutos a 3000 r.p.m. Seguidamente, el supernatante se colocó en la criba de 500 

mesh, se lavó con abundante agua y se transfirió a un platillo contador, con el 

objetivo de cuantificar e identificar las formas móviles de los géneros presentes en 

las muestras por medio de un microscopio invertido (Leica CMS GmbH). 

Mientras que las muestras de suelo se procesaron por medio del método Fenwick 

(Shepherd 1986), el cual consta de un embudo donde se agregaron 200 ml de suelo 

y se aplicó agua a presión, posteriormente se recolectó el material que salió por 

flotación con ayuda de una criba de 100 mesh. El material presente en el tamiz se 

transfirió a una placa petri que tenía papel filtro en el fondo, se observó al 

estereoscopio (Nikon SMZ745T) y se realizó extracción de quistes.  

Las poblaciones CR1, CR2, CR4 y CR5 se establecieron en el invernadero de 

nematología con el objetivo de obtener el material de nematodos necesarios para 

las siguientes etapas de la investigación. Para cada población, se recolectaron tanto 

plantas hospederas (cuadro 1) como el suelo de las fincas donde se detectó 

Heterodera sp. Para la obtención de los nematodos, se esperó un tiempo 

aproximado de cuatro meses. 

III.B. Identificación morfológica de dos poblaciones de Heterodera sp.  

Para la descripción morfológica, se utilizaron las poblaciones CR1 y CR4, que se 

habían establecido bajo condiciones de invernadero. Se procesaron muestras de 

suelo (200 g) por medio del método de Fenwick (descrito previamente), se 

extrajeron quistes de las muestras y se colocaron en placas contadoras de 54 mm. 
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Posteriormente, se realizaron montajes temporales de quistes enteros (en total 10 

por población), conos vulvales (para esto, se cortaron quistes transversalmente, y 

se utilizaron un total 10 por población) y de nematodos J2 (en total 30 J2 por 

población). Los quistes y conos vulvales se limpiaron antes de realizar el montaje. 

Posteriormente, se colocó un quiste o un cono vulval por portaobjeto, al cual se le 

había agregado una gota de glicerol.  

En lo correspondiente al montaje de nematodos J2, con ayuda de un bisturí se 

cortaron los quistes, esto con el fin de liberar los nematodos J2 y de cada quiste se 

utilizaron cinco especímenes, estos se colocaron en un portaobjeto, al cual se le 

había agregado una gota de agua previamente. Posteriormente, se colocó el cubre 

objetos y se selló con esmalte trasparente para uñas (marca LAIS). El montaje 

temporal de los especímenes se realizó con ayuda de un estereoscopio (Nikon 

SMZ745T). Por último, cada uno de los montajes se observaron y se fotografiaron 

con ayuda de un microscopio Olympus (modelo BH-2), al cual se le había adaptado 

una cámara digital EUROMEX (modelo DC 5000-WIFI), para realizar las mediciones 

morfométricas con base a descripciones de nematodos formadores de quistes 

efectuadas por diferentes investigadores (Subbotin y Sturhan 2004; Maafi et al. 

2007; Abdollahi 2008; De Luca et al. 2013; Cid Del Prado y Subbotin 2014; Sekimoto 

et al. 2017a, 2017b).  

Para el caso de nematodos J2 se midieron los caracteres: longitud del cuerpo (L), 

longitud del estilete (S), altura y diámetro de nódulos del estilete, cono y columna 

del estilete, altura y diámetro de la región labial, Orificio de la Glándula Dorsal 

Esofágica, longitud desde la parte anterior hasta el poro excretor y hasta el aparato 
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valvular, diámetro a mitad del cuerpo (W) y a nivel de ano (Da), región hialina (H), 

longitud de la cola, diámetro y longitud del metacorpus, índices como: a (L/W), c 

(L/Lc), c' (Lc/Da), H/S, Lc/H. En quistes se midió la longitud de quiste (excluyendo 

el cuello), diámetro del quiste, ancho de la semifenestra, longitud de la fenestra, 

longitud y ancho de la vulva, longitud y ancho del puente vulvar. 

Las mediciones se tabularon en una hoja de Excel (Microsoft office 2016) y por 

cada carácter medido se determinó promedio, desviación, máximo y mínimo con el 

software InfoStat versión 2008. 

III.C. Caracterización molecular: extracción de ADN, PCR y secuenciación 

El ADN utilizado para amplificar la región ITS del ADNr se extrajo mediante el Kit 

de extracción QIAamp ® DNA Micro Kit (marca: QIAGEN), para esto, se procesaron 

dos muestras por población, en cada una, se utilizaron cinco nematodos J2 por 

quiste (en total 20 quistes) y se empleó el procedimiento indicado por el fabricante 

del kit utilizado.  

En lo que respecta al ADN utilizado para amplificar el cox1 y 28S ADNr se realizó 

según el método del Laboratorio de Nematología de la UCR, para lo cual se preparó 

una solución extractora; por cada reacción de extracción se utilizó 10 µl de agua, 10 

µl de buffer Dream Taq (10x) y 1,5 µl de Proteinasa K (20mg/ml), esto se multiplicó 

por el total de reacciones más una extra por error de pipeteo y se mezcló en un tubo 

Eppendorf de 1,5 ml. Los tubos de PCR de 0,2 ml se rotularon y se agregó 21,5 µl 

de la mezcla en cada tubo. En cada tubo de PCR se colocó un juvenil, se tapó y se 

colocó en el termociclador a 57°C durante 16 h (960 min) y 95°C por 20 min. 
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Transcurrido este tiempo, los tubos se sacaron para ser utilizados o almacenarlos a 

-20°C hasta su uso. 

Para amplificar el ADN se utilizó el termociclador Mastercycler pro (Eppendorf). 

Cada reacción de PCR contenía 0,4 μM de cada primer, 1X de buffer de HF 

(Phusion High Fidelity, Thermo Scientific), 0,02 U Phusion High-Fidelity DNA 

polymerase (Thermo Scientific), 1 μl of 20 mg/ml BSA (Thermo Scientific), 1 mM 

MgCl2 (Thermo Scientific), 0,2 mM dNTP mix (New England Biolabs), 2 μl de ADN 

para cox1 y D2-D3, y 5 μl para ITS, por último, se ajustó el volumen final a 25 μl con 

agua ultrapura autoclavada. Se utilizaron los imprimadores TW81 (5’-

GTTTCCGTAGGTGAACCTGC-3’) / AB28 (5’-ATATGCTTAAGTTCAGCGGGT-3’) 

(Subbotin et al. 2000) para amplificar la región ITS, D2A (5’-

ACAAGTACCGTGAGGGAAAGTTG-3’) / D3B (5’-TCGGAAGGAACCAGCTACTA-

3’) para los segmentos de expansión D2-D3 (De Ley et al. 1999) y JB3 (5’-

TTTTTTGGGCATCCTGAGGTTTAT-3’) / JB4(5’-

AGCACCTAAACTTAAAACATAATGAAAATG-3’) (Derycke et al. 2005) para el cox1. 

Sin embargo, debido a problemas en la amplificación y secuenciación del cox1, se 

diseñaron los imprimadores HTcoxIF2 (5’-GCT-TCT-GAT-CTT-TCC-TTT-CCA-

CGT-A-3’) y el Int-HTcoxIF2 (5’-GATAGTACTGGTGGAGGAAACCC-3’). De este 

modo, para el cox1 se amplificó con los imprimadores HTcoxIF2 y JB4, mientras 

que para la secuenciación se usaron estos dos imprimadores más el imprimador Int-

HTcoxIF2.  

Las condiciones utilizadas para realizar las amplificaciones fueron de: pre-

desnaturalización (30 s a 98ºC), 37 ciclos para: desnaturalización (98ºC por 3 
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segundos), anillamiento 58ºC por 30 s para ITS y el cox1, y de 55ºC por 30 s para 

D2-D3, seguido de una extensión (72ºC por 40 s). Por último, extensión final (72ºC 

por 1 min) (Derycke et al. 2005). 

Posteriormente, se mezcló 3 μl del producto de PCR con 3 μl de tinte de carga 

Loading Dye 6X (Thermo Scientific) (solución previamente mezclada con 2 μl de Gel 

Red), se cargó en un gel de agarosa al 1 %, y se corrió por 45 min a 110 V. El gel 

se colocó en un transiluminador UV BioDoc-it2® 315 Imaging System (modelo: 

LMS-26 Transilluminator) para fotografiar, de este modo se comparó el tamaño de 

las bandas con el marcador de peso molecular Gen Ruler 100 pb Plus DNA Ladder 

(Thermo Scientific).  

Los imprimadores diseñados para amplificar el cox1 se validaron mediante 

clonación, para esto se extrajo ADN de un total de 300 nematodos y se amplificó 

utilizando los imprimadores HTcoxIF2/JB4, se envió un total de 100 μl de producto 

de PCR a la empresa Macrogen Inc. para clonación con el vector TOPO-Blunt y 

secuenciación en forma bidireccional de la población CR4. En lo correspondiente al 

método de secuenciación directo, el producto de PCR generado del cox1 y de la 

región D2-D3 se purificó utilizando el kit QIAquick PCR Purification kit (Qiagen) y se 

secuenció bidireccionalmente. En lo que respecta a la región ITS, el producto se 

purificó como se mencionó anteriormente, se clonó y se secuenció como en el cox1, 

todo esto con el servicio de la empresa Macrogen Inc. (Seoul, Korea).  

Las secuencias generadas en este estudio se editaron con el programa 

bioinformático Bioedit 7.0.9 (Hall 1999) y se alinearon con otras secuencias 

descargadas del GenBank utilizando el algoritmo ClustalW (Thompson et al. 1994) 
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con los parámetros establecidos en el programa. Las relaciones filogenéticas de las 

secuencias de Heterodera spp. se determinaron mediante el análisis Bayesiano y el 

análisis de Máxima Verosimilitud.  

El método de Inferencia Bayesiana se realizó con el programa Mrbayes 3.2 

(Ronquist et al. 2012) en el cual se configuró para utilizar cuatro cadenas MCMC 

usando 1.0 X 105 generaciones y un muestreo cada 100 generaciones. Mientras 

que el método de Máxima Verosimilitud se generó con el software RAxML 7.2.8 

Black Box (Stamatakis 2006; Stamatakis et al. 2008) en el portal CIPRES Science 

Gateway (Miller et al. 2010) y la configuración utilizada fue la establecida por el 

programa a excepción del valor de Bootstrap que fue de 1000 réplicas y el modelo.  

El mejor modelo evolutivo para los genes en estudio y los métodos de análisis 

utilizados fue el modelo GTR + I + G el cual se determinó con el programa 

jModelTest 2.1.10 basado en el Criterio de Información Bayesiana (Darriba et al. 

2012). Los árboles filogenéticos se visualizaron mediante el programa FigTree 

v1.4.1 (Rambaut y Drummond, 2012). En cada uno de los árboles se muestran los 

datos de probabilidad posterior (PP) en la base de cada grupo y el valor de 

“Bootstrap” (VB), que corresponden a los métodos de Inferencia Bayesiana y 

Máxima Verosimilitud, respectivamente. 

III.D. Prueba de patogenicidad de Heterodera sp. 

En el invernadero del Laboratorio de Nematología de la Universidad de Costa 

Rica, en San Pedro, San José, se establecieron dos bioensayos para evaluar la 

patogenicidad de las poblaciones CR1 y CR4 en plantas de R. obtusifolius (nombre 
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común ruibarbo), T. repens (nombre común trébol blanco) y remolacha de mesa 

(Beta vulgaris var. Boro, variedad más cultivada en Costa Rica) (figura 1); la 

disponibilidad de inóculo a utilizar para las pruebas de patogenicidad fue lo que 

determinó la selección de las poblaciones.  

En el caso de R. obtusifolius, se recolectaron semillas en Llano Grande de 

Cartago para establecer el almácigo. Las semillas traídas de campo fueron 

sembradas en macetas de 3 L de capacidad y no fue necesario utilizar algún método 

para ayudar con la germinación de las mismas. A los 15 días después de 

emergencia de las plántulas (DDE) se realizó una fertilización con 100 ml de 

solución que contenía 5 g de fertilizante 20-20-20.  El trasplante se realizó a los 

22DDE en macetas de 2 L de capacidad, una planta por maceta. Ocho días después 

del trasplante (DDT) se realizó otra fertilización (descrita anteriormente).  

El almácigo de T. repens, inició con el establecimiento de plantas madres, las 

cuales se obtuvieron a partir de la siembra de semilla sexual. A los 22 DDE se realizó 

una fertilización con 100 ml de solución que contenía 5 g de fertilizante 20-20-20. 

Posteriormente, a los 37 DDE se realizó el trasplante a cinco macetas de 2 L de 

capacidad, cinco plantas por maceta. A los 8 DDT se realizó una fertilización 

(descrito anteriormente). Al cumplir 22 DDT, se cosecharon de las plantas madres 

los esquejes que servirían para la prueba de patogenicidad. 
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El material vegetal de T. repens con un tamaño aproximado de 8 cm se sometió 

a un proceso de lavado con una solución de hipoclorito de sodio al 1% por 2 min, 

seguido por tres lavados con agua destilada. Seguidamente se sembraron tres 

esquejes por maceta (capacidad 2 L de suelo). Estas se fertilizaron (descrita 

anteriormente) a los 15 días después de la propagación (DDP). 

Figura 1. Ensayo de patogenicidad de Heterodera sp. en plantas de R. obtusifolius 

(plantas del lado izquierdo) y B. vulgaris (plantas del lado derecho). 

En lo correspondiente a las plantas de remolacha, se compró almácigo a la 

empresa Almatropic y se llevó al invernadero. El medio utilizado en todos los 

bioensayos consistió en una mezcla (relación 1:1) de suelo (50% arena, 33% limo y 

17% arcilla) con sustrato Jiffy® TPS y la inoculación de las plantas se realizó el 

mismo día. Las plantas de R. obtusifolius, remolacha y T. repens tenían 22 DDT, 8 

DDT y 45 DDP, respectivamente; la diferencia en las edades de las plantas fue 

debido principalmente al crecimiento de las plántulas, y con ello la emisión de las 
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raíces. El riego por goteo se instaló en las macetas 48 h después de la inoculación, 

con el fin de evitar lavado de los nematodos por causa del riego.  

Las pruebas de patogenicidad se realizaron para evaluar las poblaciones CR1 

procedentes de Llano Grande, Cartago (de marzo a junio de 2019) y CR4 de San 

Juan de Chicua, Cartago (de mayo a julio de 2020). Cada población se inoculó en 

los tres hospederos y se utilizaron 10 repeticiones por hospedero, las cuales se 

inocularon con 1000 unidades infectivas (UI) (huevos más nematodos J2). El inóculo 

empleado se obtuvo de las poblaciones CR1 y CR4 que se habían establecido en 

el invernadero. Para obtener el inóculo de cada población, se procesaron muestras 

de suelo por medio del método de Fenwick (descrito previamente), los quistes 

extraídos se colocaron en una placa contadora. Posteriormente, los quistes de cada 

población se rompieron para liberar los huevos y juveniles, la suspensión con 

nematodos se concentró mediante tamizado (criba de 100 sobre criba de 500 mesh) 

y se contaron tres alícuotas de la suspensión concentrada, los conteos se 

promediaron y se determinó el volumen requerido para inocular las UI mencionadas 

anteriormente. El inóculo se aplicó alrededor de cada planta. La fertilización se 

realizó a los 22 y 40 días después de su inoculación (DDI) con 100ml de solución 

que contenía 20 g de fertilizante 20-20-20. Las plantas permanecieron en el 

invernadero y el ensayo se evaluó a los 75 DDI. 

De cada maceta se procedió a extraer el suelo y las raíces. Las raíces se lavaron 

con agua del tubo, se pesaron y se cortaron en trozos de aproximadamente 1 cm, y 

se procesó todo el sistema radical por el método de maceración y centrifugación en 

solución azucarada descrito previamente. El suelo de la maceta se homogenizó y 
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de cada repetición se procesó una muestra de 100 cc y otra de 200 cc por los 

métodos de centrifugación en solución azucarada y Fenwick, respectivamente 

(citados previamente), para cuantificación de nematodos (juveniles y quistes). Los 

resultados obtenidos de cada una de las muestras se extrapolaron al volumen total 

de la maceta, esto con el objetivo de determinar la densidad poblacional presente 

en el volumen total de suelo, a estos resultados se sumó el conteo obtenido de las 

muestras radicales, con el fin de determinar la población final en cada repetición. 

Por último, se calculó el factor de reproducción (FR) (Seifi et al. 2013), 

FR= población final/población inicial 

III.E. Evaluación del ciclo de vida Heterodera sp. 

Para la evaluación del ciclo de vida de las poblaciones CR1 y CR4 se 

desarrollaron plántulas (proceso descrito previamente) de cada uno de los 

hospederos (R. obtusifolius y T. repens). La inoculación se realizó con 2000 UI por 

planta (proceso descrito previamente). Transcurridos 8 DDI se realizó la primera 

evaluación y se continuó evaluando cada 8 días hasta completar el ciclo de vida del 

nematodo (hasta formación de quistes).  

En cada evaluación se realizó tinción del sistema radical de al menos dos plantas 

las cuales se procesaron por separado siguiendo la metodología propuesta por Byrd 

et al. (1983) con algunas modificaciones. Las raíces se lavaron y se cortaron en 

trozos de aproximadamente 1 cm, se colocaron en un erlenmeyer de 500 ml, se 

agregó solución de hipoclorito de sodio al 10% de concentración hasta que las 

raíces quedaran totalmente sumergidas y se dejó por 4 min (se agitó 
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ocasionalmente). Posteriormente, las raíces se lavaron con abundante agua, se 

colocaron en un beaker, se agregó agua y se dejó por un período de 20 min (se 

agitó ocasionalmente). Después se removió el agua y se agregó nuevamente un 

volumen de 60 ml. Seguidamente, el beaker se colocó en una plantilla calentadora, 

en el beaker se agregó 1,5 ml de solución de tinción (1,5 g de fucsina ácida diluida 

en 100 ml de agua) y 1,5 ml de ácido glacial acético, se agitó y se esperó hasta que 

iniciará a hervir, a partir de este punto se cronometraron 45 s para retirar el beaker 

de la plantilla y se dejó enfriar a temperatura ambiental. Posteriormente, las raíces 

se lavaron para eliminar el exceso de tinte y se colocaron en un beaker que contenía 

solución aclarante (mezcla de glicerol, ácido acético y agua en proporciones de 

1:1:1) para su revisión.  

Las raíces teñidas se observaron al estereoscopio, los nematodos presentes se 

clasificaron según el estado de desarrollo, los segmentos radicales se cortaron y 

colaron en un portaobjetos cóncavo para su observación y fotografía al microscopio.  

El volumen de raíz utilizado para la tinción varió según el hospedero, para T. 

repens se tiñó la totalidad de la raíz debido a que el volumen no superaba los 10 g, 

para R. obtusifolius se procesó todo el sistema radical, siempre y cuando este fuese 

menor o igual a 10 g, en caso contrario, se tomó una muestra de 10 g para realizar 

la tinción. Durante el período de ensayo se registró la temperatura ambiental y de 

suelo con el dispositivo Hobo data logger (PENDANT MX Temp) a un intervalo de 9 

minutos entre registro. 
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IV- Resultados 

Se realizó la descripción morfológica de tres poblaciones, sin embargo, de la 

población con código CR5, se realizó una descripción de sólo juveniles, debido 

principalmente a que la cantidad de quistes recuperada fue baja. La caracterización 

molecular se realizó de las cinco poblaciones. 

IV.A. Descripción morfológica  

La longitud promedio de los quistes fue variable (entre 728,5 y 760,1 μm), su 

coloración fue de café claro a café oscuro, con forma de ovalada y presencia de un 

cono vulval prominente en su parte posterior. El tipo de fenestra presente en el cono 

vulval fue ambifenestrado, con longitud promedio de vulva entre 50,9 μm y 52 μm, 

La longitud y el ancho promedio de fenestra osciló entre 49,9 μm a 51,5 μm y 34,6 

μm a 37,7μm, respectivamente (cuadro 2). El cono vulval presentaba un puente bien 

desarrollado y bifurcado al final (figura 2).  

El segundo estado juvenil presentaba forma cilíndrica, con extremos disminuidos 

con respecto al resto del cuerpo. La longitud promedio del cuerpo presentó un rango 

entre 517,4 μm y 551,2 μm. La parte anterior o estructura cefálica es fuerte y se 

puede observar separada del resto del cuerpo. El estilete es fuerte (esclerotizado) 

de longitud promedio de 27,4 μm a 28,4 μm, con nódulos orientados hacia la parte 

anterior, la altura y diámetro promedio de los nódulos varió de 3,1 μm a 3,4 μm y de 

5,3 μm a 5,5 μm, respectivamente. El esófago presenta un metacorpus y aparato 

valvular ovalado bien definidos, el lóbulo basal es largo y traslapa al intestino de 

forma ventral. La cola presentó una forma aguzada, de extremo muy delgado (figura 
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2), con longitud de la región hialina o translúcida entre 34,7 μm y 38,9 μm (cuadro 

3). En ninguna de las muestras analizadas se detectaron especímenes machos de 

Heterodera sp. 
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Figura 2. Heterodera trifolii, A) cuerpo entero de nematodo J2, B) estilete (s) y   

estructura cefálica (ec), C) nódulos (n), D) metacorpus (m), E) cola, F) cono vulval 

(c), G) puente vulval bifurcado (p) y H) fenestración (f). Escalas: A y F= 100 μm, B-

E y G-H= 10 μm
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Cuadro 2. Caracterización morfométrica de quistes de dos poblaciones de Heterodera trifolii identificadas en R.           

         obtusifolius (HR) y T. repens (HT). Medidas se presentan en micras (μm). 

Caracter 

HR HT 

Media ± DE* Mín. – Máx.** Media ± DE Mín. – Máx.** 

Número de muestras 10 10 

Longitud del quiste (excluyendo el cuello) 760,1 ± 66,4 656,6 – 837,4 728,5,5 ± 55,3 648,5 – 777,8 

Diámetro del quiste 515,3 ± 67,7 445,5 – 621,1 476,5 ± 48,1 421,9 – 546,4 

Ancho de la semifenestra 37,7 ± 4,2 32,3 – 45,7 34,6 ± 6,5 24,1 – 44,7 

Longitud de la fenestra 49,9 ± 4,6 42,6 – 57,6 51,5 ± 8,0 40,3 – 61,3 

Ancho vulvar 5,4 ± 0,4 5,0 – 6,4 5,8 ± 0,5 5,2 – 6,4 

Longitud de la vulva 50,9 ± 3,5 44,0 – 56,1 52,0 ± 5,0 41,3 – 60,7 

Longitud del puente vulvar 110,3 ± 13,7 85,5 – 137,2 103,3 ± 5,9 93,8 – 110,5 

Ancho del puente vulvar 28,3 ± 5,9 21,6 – 35,4 29,4 ± 3,3 25,3 – 35,5 

*DE= Desviación estándar 

** Mín. – Máx.= Mínimo-Máximo  
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Cuadro 3. Caracterización morfométrica de nematodos en segundo estado juvenil de tres poblaciones de   

        Heterodera trifolii. Medidas se presentan en micras (μm) y en formato de: promedio ± desviación estándar 

       (mínimo - máximo). 

Caracter CR1 CR2 CR4 

Número de muestras 30 30 30 

Longitud del cuerpo (L) 
551,2 ± 28,8  

(498 - 604,9) 

517,4 ± 14,9       

(492,8 - 545,6) 

531,1 ± 17,2  

(492,5 - 564,2) 

Longitud del estilete (S) 
28,4 ± 0,8  

(26,6 - 29,5) 

27,5 ± 0,8      

(26,5 - 29,6) 

27,4 ± 0,7    

(26,2 - 29,6) 

Altura de nódulos del estilete 
3,4 ± 0,2         

(3 - 3,7) 

3,1 ± 0,2       

 (2,7 - 3,4) 

3,3 ± 0,2        

 (2,8 - 3,6) 

Diámetro de nódulos del estilete 
5,5 ± 0,3          

 (5 - 6,2) 

5,4 ± 0,2          

(5 - 5,8) 

5,3 ± 0,2    

 (1,8  - 5,6) 

Cono del estilete 
13,6 ± 0,7   

(11,7 - 14,5) 

13,2 ± 0,7         

(11,7 - 15,8) 

13,1 ± 0,8   

(11,1 - 14,9) 

Columna del estilete 
11,4 ± 0,4    

(10,4 – 12,2) 

11 ± 0,5           

(10,2 - 11,8) 

11,2 ± 0,4   

(10,4 - 12,2) 

Altura región labial 
4,6 ± 0,3      

(4,1 - 5,2) 

4,4 ± 0,2          

(4 - 4,8) 

4,7 ± 0,2       

 (4,2 - 5,1) 
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Continuación (Cuadro 3). 

Caracter CR1 CR2 CR4 

Diámetro región labial 
9,5 ± 0,3      

(8,9 - 10,2) 

8,8 ± 0,3             

(8,3 - 9,5) 

9,3 ± 0,4        

(8,5 - 10,4) 

Orificio de la Glándula Dorsal Esofágica 
5,9 ± 0,4     

 (5,2 - 6,8) 

6,1 ± 0,6               

(4,8 - 7,2) 

5,9 ± 0,7       

  (5 - 7,3) 

Parte anterior hasta poro excretor 
120,7 ± 6,3  

(111,9 - 133,6) 

116,4 ± 3,9         

(109,1 - 125) 

121,4 ± 6,6     

(106,4 - 142,5) 

Parte anterior hasta aparato valvular 
81,7 ± 4,6   

(74,4 - 91,5) 

77,4 ± 4,7           

(62,2 - 84,1) 

80,3 ± 5,2      

(67,3 - 89,8) 

Diámetro a mitad del cuerpo (W) 
24,1 ± 1,6        

(21,7 - 27,3) 

20,7 ± 0,5         

(19,9 - 21,7) 

21,7 ± 0,6          

(20,5 - 23,2) 

Diámetro a nivel de ano (Da) 
14,9 ± 0,5          

(13,8-15,7) 

14 ± 0,7               

(11,5 - 15,1) 

14,6 ± 0,5           

(13,3 - 15,5) 

Región hialina (H)  
38,9 ± 2,7           

(35,1 - 44,5) 

34,7 ± 2,4                               

(28,7 - 39,4) 

35,3 ± 3,6       

(27,7 - 42,3) 

Longitud de la cola (Lc) 
69,6 ± 4,1     

 (61,9 - 76,8) 

62,6 ± 3,4            

(54 - 68,4) 

63,3 ± 2,9         

(55,9 - 68,3) 

Diámetro metacorpus 
14,8 ± 1,5           

(13,1 - 19,6) 

11,5 ± 0,5            

(10,5 -12,6) 

13,9 ± 1,1         

(11,9 - 16,7) 

Longitud Metacorpus 
18,9 ±1,3          

(16,6 - 21,5) 

18,5 ± 1,5              

(16 - 21,8) 

17,4 ± 1,7          

(14,8 - 21,7) 
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Continuación (Cuadro 3). 

Caracter CR1 CR2 CR4 

a (L/W) 
23 ± 1,4        

 (19,7 - 26) 

25 ± 0,7                        

(23,6 - 26,9) 

24,5 ± 1        

 (23,1 - 26,7) 

c (L/Lc) 
7,9 ± 0,7        

 (6,6 - 9,1) 

8,3 ± 0,5                

(7,4 - 9,5) 

8,4 ± ,5           

 (7,2 - 9,6) 

c' (Lc/Da) 
4,6 ± 0,3           

(3,8 - 5,1) 

4,5 ± 0,23                   

(4 - 5,1) 

4,4 ± 0,2           

(3,9 - 4,7) 

H/S 
1,4 ± 0,1        

  (1,2 - 1,6) 

1,3 ± 0,1               

(1,1 - 1,5) 

1,3 ± 0,1                

(1 - 1,5) 

Lc/H 
1,8 ± 0,2                

(1,5 - 2,2) 

1,81 ± 0,1                 

(1,5-2) 

1,8 ± 0,3                

(1,3 - 2,4) 
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IV.B. Caracterización molecular y análisis filogenético 

La amplificación de la región ITS ADNr, segmentos de expansión D2-D3 del gen 

28S ADNr y del gen cox1 generaron una sola banda de aproximadamente 1000, 

750 y 900 pb, respectivamente (figura 3).   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3. Amplificación de producto de PCR; A) región ITS, B) segmentos de 

expansión D2-D3 del gen 28S y gen parcial cox1. N= control negativo. M= 

marcador de peso molecular 100 pb (Thermo Scientifc). 
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IV.B.1. Región ITS 

El total de secuencias generadas por población fueron de 14 secuencias para las 

poblaciones CR1 y CR4, 11 secuencias para CR2, 10 secuencias para CR3 y 12 

secuencias para CR5 (cuadro 4). En el caso de las secuencias de las poblaciones 

CR1 y CR4, se obtuvo un total de 10 haplotipos; las secuencias códigos CR1.10 y 

CR4.10, cada una representan cinco secuencias que correspondían a un mismo 

haplotipo. Mientras que para la población CR2, se obtuvieron seis haplotipos; la 

secuencia código CR2.1 representa cinco secuencias y CR2.5 representa dos 

secuencias. En tanto para la población CR3 se presentaron 3 haplotipos, donde 

CR3.1 representa ocho secuencias, y CR3.2 y CR3.3 una secuencia cada una. En 

el caso de CR5, se presentaron tres haplotipos; CR5.1 representa seis secuencias, 

y CR5.2 y CR5.3 representan tres secuencias cada una. 
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Cuadro 4. Número de secuencias por población de Heterodera trifolii 

caracterizada por medio de tres marcadores moleculares. 

Población Morfología 
Región caracterizada 

ITS 28S cox1 

CR1 ✔ 14 10 11 

CR2 ✔ 11 12 18 

CR3 X 10 11 13 

CR4 ✔ 14 13 10 

CR5 X 12 11 12 

✔= descrito, X =no descrito 

El alineamiento de secuencias de la región ITS albergó un total de 76 secuencias, 

entre estas, una secuencia de Cryphodera brinkmani y Meloidodera 

sikhotealiniensis, utilizadas como grupo externo (Sekimoto et al. 2017a y 2017b). La 

variabilidad intraespecífica de H. trifolii de las generadas en esta investigación 

estuvo entre de 0 % a 2% (0 a 19 pb). Mientras que la variabilidad interespecífica 

entre H. trifolii y H. betae estuvo en un rango de 0,1% a 2% (1 a 19 pb), entre H. 

trifolii y H. daverti osciló entre 1% y 1,6% (1 a 16 pb), entre H. trifolii y H. glycines 

fue de 1,4% a 2,4% (13 a 23 pb) y H. trifolii y H. schahtii estuvo entre 0,1% a 1,9% 

(1 a 18 pb). 
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Tanto el análisis de Inferencia Bayesiana como el de Máxima Verosimilitud 

agruparon las secuencias generadas en este estudio dentro del complejo Schachtii 

con un valor de PP y VB de 100 en los dos casos. Sin embargo, el análisis 

filogenético no presentó buena resolución para separar entre las especies del grupo 

Schachtii (figura 4 y 5).  
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Figura 4. Análisis filogenético entre especies de Heterodera de la región ITS, 

utilizando el método de Inferencia Bayesiana y el modelo GTR + I + G como el mejor 

modelo evolutivo. Las probabilidades posteriores superiores al 50% son 

considerados como grupos apropiados. Las secuencias generadas en este estudio 

se presentan en letra negrita. 
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 Figura 5. Análisis filogenético entre especies de Heterodera de la región ITS, 

utilizando el método de Máxima Verosimilitud y el modelo GTR + I + G como el mejor 

modelo evolutivo. La ausencia de un valor manifiesta la ausencia de ese nodo, o 

valores “Bootstrap” menores de 50 en un enfoque de construcción de árbol en 

particular. Las secuencias generadas en este estudio se presentan en letra negrita. 

IV.B.2. Región D2-D3 del gen 28S 

Se generaron un total de 57 secuencias de la región D2-D3 del gen 28S; 10, 12, 

11, 13 y 11 para las poblaciones CR1, CR2, CR3, CR4 y CR5 respectivamente 
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(cuadro 4). Las secuencias generadas en este estudio presentaron un tamaño 

comprendido entre 720 y 731 pb, estas se cortaron a un tamaño de 632 pb para 

analizarlas con las secuencias de Heterodera spp. descargadas del GenBank. Las 

secuencias de las poblaciones CR1, CR4 y CR5 no presentaron diferencias entre 

sí. En lo que corresponde a las secuencias de la población CR2, se presentaron dos 

haplotipos, la secuencia CR2.1 representa nueve secuencias, y CR2.2 representa 

tres secuencias. Las secuencias de la población CR3 presentaron dos haplotipos, 

donde las secuencias códigos CR3.1 y CR3.2 representan siete y cuatro 

secuencias, respectivamente. Adicionalmente, las secuencias código CR2.2 y 

CR3.2 son idénticas a las secuencias de las poblaciones CR1, CR4 y CR5.  

La variabilidad intraespecífica de las secuencias obtenidas en este estudio y otras 

secuencias de H. trifolii descargadas del GenBank fue de 0,2% (1 pb). La variación 

interespecífica entre H. trifolii y H. betae fue de 0,2% (1 pb), entre H. trifolii y H. 

daverti fue de 0,2% (1 pb), entre H. trifolii y H. glycines fue de 0,46% a 0,76% (3 a 

5 pb) y H. trifolii y H. schachtii fue de 0,15% y 0,5% (1 a 3 pb).    

El análisis filogenético tanto con el método Bayesiano como el de Máxima 

Verosimilitud se utilizó el grupo externo Cryphodera brikmani (Sekimoto et al. 2017a 

y 2017b). Las secuencias de este estudio se agruparon dentro del complejo 

Schachtii, con un valor de PP y de VB de 100 en ambos casos. Además, el análisis 

de las secuencias del 28S permitió separar entre algunas especies pertenecientes 

a dicho complejo, como ejemplo se pueden citar H. glycines y H. schachtii. No 

obstante, H. trifolii no fue posible separar de especies como H. betae y H. daverti 

(figuras 6 y 7). 
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Figura 6. Análisis filogenético entre especies de Heterodera de los segmentos de 

expansión D2-D3 del gen 28S, utilizando el método de Inferencia Bayesiana y el 

modelo GTR + I + G como el mejor modelo evolutivo. Las probabilidades posteriores 

superiores al 50% son considerados como grupos apropiados. Las secuencias 

generadas en este estudio se presentan en letra negrita.  
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Figura 7. Análisis filogenético entre especies de Heterodera de los segmentos de 

expansión D2-D3 del gen 28S, utilizando el método de Máxima Verosimilitud y el 

modelo GTR + I + G como el mejor modelo evolutivo. La ausencia de un valor 

manifiesta la ausencia de ese nodo, o valores “Bootstrap” menores de 50 en un 

enfoque de construcción de árbol en particular. Las secuencias generadas en este 

estudio se presentan en letra negrita. 

 

IV.B.3. Porción del gen cox1 del ADNmt 
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El electroferograma de las secuencias obtenidas de la clonación (en total 18) 

presentaron picos bien definidos. Las secuencias tenían un tamaño de 833 pb 

(excluyendo los imprimadores) y representaron un solo haplotipo (codificado como 

CR4. Clon.). El análisis Blast de esta secuencia generó un 100% de identidad con 

H. trifolii (accesiones MK093157, MK093158, MK093173 y MK093174), todo esto 

permitió corroborar la validez de los imprimadores diseñados en este estudio. 

Mediante secuenciación directa se obtuvieron 11, 18, 13, 10 y 12 secuencias de 

las poblaciones codificadas como CR1, CR2, CR3, CR4 y CR5, respectivamente. 

En general, las secuencias obtenidas mediante clonación y de forma directa fueron 

más grandes, esto en comparación con la mayoría de las secuencias que se 

encuentran disponibles GenBank, razón por la cual se procedió a cortar a un tamaño 

de 391 pb. Las secuencias CR1, CR2, CR3, CR4, CR4. Clon. y CR5 no presentaron 

diferencias entre ellas, es decir, representaron un solo haplotipo. De este modo, el 

análisis Blast de estas secuencias, arrojó un porcentaje de cobertura e identidad de 

100% con H. trifolii (accesiones KT163239, MG682348, MG682349, MK621902, 

MK324904 y LC208698) 

El análisis filogenético con el método bayesiano y de Máxima Verosimilitud 

agruparon las secuencias generadas en este estudio dentro del complejo Schachtii 

con un valor PP y de VP de 100 y 97, respectivamente. Además, permitió separar 

con mayor claridad entre especies emparentadas dentro del mismo complejo, esto 

a excepción de H. betae, especie que se agrupó dentro del mismo clado de H. trifolii 

(figuras 8 y 9). La variabilidad interespecífica entre H. trifolii y H. daverti fue de 4,6% 
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(18 pb), entre H. trifolii y H. glycines estuvo entre 8,9 a 9,5% (35 a 37 bp) y entre H. 

trifolii y H. schachtii fue de 8,9% (35 pb). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 8. Análisis filogenético entre especies de Heterodera del gen cox1, utilizando 

el método de Inferencia Bayesiana y el modelo GTR + I + G como el mejor modelo 

evolutivo. Probabilidades posteriores superiores al 70% son considerados como 

grupos apropiados. Las secuencias generadas en este estudio se presentan en letra 

negrita. 
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Figura 9. Análisis filogenético entre especies de Heterodera del gen cox1, utilizando 

el método de Máxima Verosimilitud y el modelo GTR + I + G como el mejor modelo 

evolutivo. La ausencia de un valor manifiesta la ausencia de ese nodo, o valores 

“Bootstrap” menores de 50 en un enfoque de construcción de árbol en particular. 

Las secuencias generadas en este estudio se presentan en letra negrita. 
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IV.C. Patogenicidad  

Se realizaron dos ensayos para evaluar la patogenicidad de las poblaciones CR1 

y CR4 (una población por ensayo), en los que se utilizó R. obtusifolius, T. repens y 

remolacha como hospederos, y se utilizaron 10 repeticiones por hospedero. El 

sistema radical de las plantas de R. obtusifolius y T. repens presentaban hembras 

adheridas, situación que contrastó con las plantas de remolacha, ya que en estas 

no se observaron. Este hecho se presentó de igual forma en cada evaluación de 

patogenicidad. 

Las plantas de remolacha no fueron parasitadas (FR=0) por H. trifolii. Mientras 

que el factor de reproducción de las dos poblaciones inoculadas en los hospederos 

R. obtusifolius y T. repens varió. La población CR1 parasitó de forma satisfactoria a 

R. obtusifolius (FR=17,4), sin embargo, su capacidad de reproducción en T. repens 

fue 5,5 veces menor. Mientras que la población CR4 presentó un factor de 

reproducción mayor a 1 en T. repens (FR=4,8), pero aproximadamente 6,4 veces 

menor en R. obtusifolius (cuadro 5).  
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Cuadro 5. Población final (Pf) y factor de reproducción (FR) de dos poblaciones 

de Heterodera trifolii en tres hospederos. San José, Costa Rica. 2019-2020. 

Población 

Remolacha T. repens R. obtusifolius 

Pf FR Pf FR Pf FR 

CR1 0 0 3.147 3,14 17.452 17,4 

CR4 0 0 4.801 4,8 753 0,75 

Población inicial de 1000 unidades infectivas. 

IV.D. Ciclo de vida 

Se utilizaron las poblaciones CR1 y CR4 para estudiar el ciclo de vida en los 

hospederos R. obtusifolius y T. repens, respectivamente. En la primera evaluación 

a los 8 DDI, tanto para CR1 como para CR4 se observaron nematodos en segundo 

estado juvenil (J2) y nematodos en tercer estado juvenil (J3), en este período la 

temperatura promedio fue de 20,7°C y 21,1°C, respectivamente. El estado de 

desarrollo del cuarto estado juvenil (J4) en ambas poblaciones se detectó a los 15 

DDI, en la misma evaluación también se observaron nematodos J2 y J3, la 

temperatura promedio para este tiempo fue de 21,4°C para CR1 y de 20,7°C para 

CR4. A los 21DDI se observó la primera hembra viva expuesta sobre la raíz, al 

mismo tiempo se observaron nematodos J2 y J3, en ese la temperatura promedio 

fue de 21,3°C para CR1 y de 20,5°C para CR4. En la población CR1 se observó el 

primer quiste (figura 10) a los 35DDI, con temperatura promedio de 21,1°C, mientras 
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que en CR1, el quiste (figura 11) se observó a los 43 DDI, con temperatura promedio 

de 20,8°C, en ambos casos, también se observaron nematodos J2, J3 y J4.  

Figura 10. Descripción del ciclo de vida de Heterodera trifolii, en R. obtusifolius A) 

nematodo J2 (8 DDI), B) nematodo J3 (8 DDI), C) nematodo J4 (15 DDI), D) hembra 

inmadura (21 DDI), E) hembra viva sobre la raíz (21 DDI) y F) quiste (35 DDI). 

Escalas 100 µm. 
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Figura 11. Descripción del ciclo de vida de Heterodera trifolii en T. repens A) 

nematodo J2 (8 DDI), B y C) nematodo J3 (8 DDI), D) nematodo J4 (15 DDI), E) 

hembra viva (21DDI ) y F) quiste (43 DDI). Escalas 100 µm. 

 

V. Discusión 
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V.A. Descripción morfológica  

Los caracteres morfológicos y morfométricos de quistes y J2 de las dos 

poblaciones de H. trifolii estuvieron dentro de los rangos reportados para H. trifolii 

en USA y UK (Hirschmann y Triantaphyllou 1979), Holanda  (Wouts y Sturhan 1978, 

Maas et al. 1982), Japón (Sekimoto et al. 2017a) y China (Mwamula et al. 2018). El 

tipo de fenestración que presentó el cono vulval de H. trifolii  fue ambifenestrado, 

aspecto que caracteriza a las especies que pertenecen al complejo Schachtii 

(Mulvey y Golden 1983) y que permite separar entre especies de otros complejos, 

como ejemplo de esto se pueden citar el complejo Afenestrata, el cual se caracteriza 

por un cono sin fenestra y por la ausencia de un puente vulval (Baldwing y Bell 1985) 

o en ocasiones presente, pero en forma débil (Subbotin et al. 2010a), el complejo 

Avenae, cuyos quistes se caracterizan por un cono vulval bifenestrado (Subbotin et 

al. 2018), el complejo Goettingiana, donde las especies pueden presentar dos tipos 

de fenestras; circunfenestra o bifenestra (Mulvey y Golden 1983), el complejo 

Humili, donde la mayoría de especies presentan un cono vulval bifenestrado, 

además, presentan un puente vulval muy débil (Subbotin et al. 1997) y el complejo 

Sacchari, en el cual, el cono vulval presenta una proyección en forma de dedo (Maafi 

et al. 2007). 

Dentro del complejo Schachtii, un aspecto que permite separar entre especies, 

es la presencia o ausencia de machos. En esta investigación no se detectaron 

machos de H. trifolii, los resultados coinciden con los reportados por Mulvey y 

Golden (1983), Sekimoto et al. (2017a) y Mwamula et al. (2018). El nematodo H. 

trifolii es una especie que se reproduce por partenogénesis, característica que 
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explica la ausencia de especímenes machos (Mulvey 1958; Triantaphyllou y 

Hirschmann 1978), dicha condición permite separar de otras especies 

estrechamente relacionadas y que pertenecen al mismo complejo tales como H. 

glycines, H. daverti y H. schachtii ya que estas presentan machos (Mulvey 1958; 

Ambrogioni y Irdani 2001; Amiri et al. 2002; Vovlas et al. 2015). A nivel de segundos 

estados juveniles (J2), las especies citadas anteriormente presentan un número de 

caracteres reducidos que permiten diferenciarlas, entre estos se pueden mencionar 

la longitud del cuerpo, del estilete, de la cola y de la región hialina (Steele y 

Whitehand 1984; Ambrogioni y Irdani 2001).  

Las poblaciones de H. trifolii caracterizadas en esta investigación se pueden 

diferenciar de H. betae porque presenta una menor longitud promedio de cuerpo 

(531,1 μm - 551,2 μm vs 584 μm - 607 μm), estilete (27,4 μm - 28,4 μm vs 29,6 μm 

- 31 μm), región hialina (35,3 μm - 38,9 μm vs 39 μm - 42 μm) y cola (63,3 μm - 69,6 

μm vs 71 μm - 74 μm) (Subbotin et al. 2010b), de H. daverti, por una mayor longitud 

promedio de cuerpo (531,1 μm – 552,2 μm vs 457 μm -477 μm), estilete (27,4 μm – 

28,4 μm vs 25 μm - 26 μm) y cola (63,3 μm – 69,6 μm vs 54 μm – 57 μm) (Subbotin 

et al. 2010b). 

Los segundos estados juveniles de H. trifolii se diferencian de H. glycines, por 

una mayor longitud promedio de cuerpo (531,1 μm – 552,2 μm vs 385 μm - 471 μm), 

estilete (27,4 μm – 28,4 μm vs 21,4 μm – 24,5 μm) y región hialina (35,3 μm – 38,9 

μm vs 22 μm - 30 μm) (Subbotin et al. 2010b), y de H. schachtii, por una mayor 

longitud promedio de cuerpo (531,1 μm – 552,2 μm vs 436 μm - 468 μm), estilete 

(27,4 μm – 28,4 μm vs 25,3 μm – 26,3 μm) y región hialina (35,3μm – 38,9 μm vs 24 

μm – 27 μm) (Subbotin et al. 2010b). 
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V.B. Caracterización molecular  

Como complemento al método morfológico, el análisis molecular es esencial para 

la descripción de especies con el fin de brindar una conclusión más precisa (Vovlas 

et al. 2015; Zamora et al. 2016). En nuestro estudio se presentó heterogeneidad en 

las secuencias ITS o presencia de varios haplotipos, esto se ha reportado en otros 

estudios de nematodos formadores de quistes como H. schachtii (Subbotin et al. 

2000; Amiri et al. 2002), H. zeae (Szalanski et al. 1997; Skantar et al. 2012), G. 

pallida y G. rostochiensis (Thiery et al. 1996) e incluso en otros géneros de 

nematodos fitoparásitos como Meloidogyne (Zijlstra et al. 1995, 1997) y 

Belonolaimus (Cherry et al. 1997). Una posible explicación de la heterogeneidad 

puede ser por la presencia múltiples copias distintas en su genoma (Powers et al. 

1997; Madani et al. 2007).  

El análisis de las secuencias ITS ADNr permitió separar entre los diferentes 

complejos, sin embargo, no permitió separar con claridad entre especies 

pertenecientes al complejo Schachtii, donde se encuentra H. trifolii, resultados 

reportados en otras investigaciones (Maafi et al. 2003; Vovlas et al. 2015; Cui et al. 

2016; Sekimoto et al. 2017a). Además, los haplotipos se agruparon en diferentes 

clados, resultados similares se han encontrado en el caso de H. schachtii (Madani 

et al. 2007). De forma similar, en las secuencias del gen 28S, donde se ha reportado 

variabilidad intraespecífica en formadores de quistes como H. koreana (Sekimoto et 

al. 2017b) y la incapacidad de separar con claridad entre especies cercanas (Madani 

et al. 2017; Sekimoto et al. 2017). 
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Los resultados del análisis de las secuencias ITS y región D2-D3 del gen 28S no 

permitieron separar con claridad entre especies estrechamente relacionadas del 

grupo Schachtii, esto debido a su baja variabilidad (Sekimoto et al. 2017a; Mwamula 

et al. 2018). Se ha reportado que la región ITS es muy conservada y que su uso no 

es apropiado para separar poblaciones que pertenecen al mismo género. Mientras 

que las secuencias analizadas del gen cox1 permitieron diferenciar con mayor 

claridad a H. trifolii de especies emparentadas, lo cual se debe a que los genes 

mitocondriales evolucionan más rápido  que los genes ribosomales como el ITS 

(Subbotin et al. 2018). Sin embargo, no fue posible separar de H. betae, resultado 

que coincide con lo reportado por Sekimoto et al. (2017a). Esto demuestra la 

importancia de realizar una descripción taxonómica polifásica (Vovlas et al. 2015). 

En nuestro estudio se pudo observar que el nematodo se encuentra presente en 

tres provincias del país, Alajuela, Cartago y San José, en particular en zonas donde 

la temperatura tiende a ser baja y, donde se siembran hortalizas y frutales de altura 

como lo es el cultivo de manzana.  

V.C. Patogenicidad  

En lo correspondiente a la prueba de patogenicidad, los resultados mostraron 

que las dos poblaciones de H. trifolii (CR1 y CR4) no se reprodujeron en las plantas 

de remolacha (FR=0), resultado que coincide con lo reportado por Mulvey (1959b). 

Mientras que en R. obtusifolius y T. repens se reprodujo, plantas que se han 

reportado como hospederos de este nematodo formador de quistes (Treonis et al. 

2007; Subbotin et al. 2010b). Adicionalmente, la población CR1 se reprodujo 5,5 
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veces más en R. obtusifolius que en T. repens, mientras que la población CR4 se 

reprodujo 5,1 veces más en T. repens que en R. obtusifolius. Según lo indicado por 

Wang y Riggs (1999), estas diferencias en la capacidad reproductiva pueden ser 

debido a que los nematodos son capaces de adaptarse al hospedero y con ello, su 

capacidad de parasitar otros hospederos puede verse reducida.  

No obstante, en Cartago, la presencia de R. obtusifolius o T. repens en zonas 

que se dedican a la producción de ornamentales como clavel (Dianthus 

carhyophyllus) puede representar un riesgo potencial como fuente de inóculo de H. 

trifolii, especie de nematodo que se reporta como una de las de mayor importancia 

para este cultivo, ocasionando retraso en el crecimiento y la floración, y 

amarillamiento del follaje (Marroquín y Arbelaez, 1991; Wolcan et al. 2018).  

V.D. Ciclo de vida  

En el ciclo de vida de las poblaciones CR1 y CR4, se observaron nematodos en 

diferentes estados de desarrollo en una misma muestra, resultados que se han 

reportado en otros estudios sobre el ciclo de vida de nematodos formadores de 

quistes como G. rostochiensis (Greco et al. 1988), H. trifolii (Mercer 1990), G. pallida 

(Ebrahimi et al. 2014) y G. ellingtonae (Phillips et al. 2017). Esto se debe a que el 

inóculo utilizado contenía mezcla de huevos y nematodos J2, ya que un quiste 

puede contener huevos en diferentes estados de desarrollo dependiendo de la edad 

del mismo (Tylka et al. 1993), de aquí que los estados vermiformes (J2) tenían la 

capacidad de iniciar el proceso de búsqueda de las raíces posterior a la inoculación, 

mientras que los huevos tenían que completar su desarrollo hasta nematodo J2, el 
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cual con ayuda de su estilete emerge del huevo e inicia a localizar las raíces para 

su posterior penetración (Mulvey 1959a). 

Tanto en CR1 como en CR4, se observaron nematodos J2 y J3 a los 8DDI, en 

este tiempo la temperatura promedio del suelo fue de 20,7°C y 21,1°C, 

respectivamente. Ese período de tiempo es similar a lo reportado por Mulvey 

(1959a) en Canadá, donde a los 5-6 días después de la penetración se inició la 

segunda muda, la cual da origen al tercer estado larval, esto a una temperatura 

promedio de suelo de 15,5°C. También es similar a lo reportado por Mankau y 

Lindford (1960) en Nueva Zelanda, quienes observaron nematodos J3 entre los 4 y 

6 días posteriores a la penetración, con una temperatura dentro del invernadero 

comprendida entre 21 y 27°C. 

El estado J4 se observó a los 15 días después de la inoculación, tiempo en el 

que la temperatura promedio del suelo fue de 21,4°C y de 20,7°C para CR1 y CR4, 

respectivamente. Este resultado es similar con lo reportado por Mulvey (1959a) y 

Mankau y Lindford (1960), donde observaron nematodos J4 a los 13 y 14 días 

después de la penetración, respectivamente. La primera hembra sobre la raíz se 

observó a los 21 días después de la inoculación, con una temperatura promedio de 

21,3°C para CR1 y de 20,5°C para CR4. Este resultado es similar a lo descrito por 

Mercer (1990), quién observó la primera hembra a los 19 días después de la 

penetración, con una temperatura promedio comprendida entre 18°C y 25°C. 

El primer quiste se detectó a los 35 DDI en CR1 y 43 DDI en CR4, con 

temperatura promedio de suelo de 21,1°C y 20,8°C, respectivamente. Este 
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resultado difiere con lo reportado por Mercer (1990), quien observó presencia de 

quistes a los 26 días después de la penetración. También difiere con lo reportado 

por Mulvey (1959a), quien notó la presencia de quistes a los 64 días después de la 

penetración, con una temperatura promedio del suelo de 15,5°C. Este autor atribuyó 

a las condiciones de temperaturas bajas el hecho de que el ciclo de vida se alargara.  

La temperatura es un factor importante en el desarrollo de los nematodos, ya que 

puede afectar parte o todo el ciclo de vida (Thomason y Fife 1962; Jones 1975). 

Además, la duración del ciclo puede variar entre diferentes sitios ya que los 

nematodos se pueden adaptar a las condiciones de temperatura locales que inciden 

en los procesos involucrados en su desarrollo dentro del hospedante, así como su 

capacidad de sobrevivir (Fournet et al. 2018).  

VI. Conclusiones 

En este trabajo se reporta por primera vez la presencia de H. trifolii en las 

provincias de Alajuela, Cartago y San José, asociado a R. obtusifolius y T. repens, 

malezas que se encontraron en fincas donde se cultivan hortalizas como papa, 

repollo y otras, y árboles de frutales como manzana. 

Se comprobó que H. trifolii no es un nematodo fitoparásito del cultivo de 

remolacha. Además, se corroboró la capacidad que tiene este nematodo de 

reproducirse en R. obtusifolius y T. repens.  

Esta investigación generó un nuevo imprimador para la amplificación del gen 

parcial cox1 del ADN mitocondrial que permite obtener mejores resultados del 
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nematodo H. triffolii y que, a su vez genera un tamaño de secuencia del doble (833 

pb) en comparación a las secuencias para este mismo nematodo que se encuentran 

depositadas en el GenBank (391 pb). 

Se corroboró la importancia de utilizar el enfoque morfológico de forma 

complementaria con el enfoque molecular en el proceso de descripción de especies 

que se encuentran estrechamente relacionadas.  

VII. Recomendaciones 

Se recomienda evaluar la patogenicidad de H. trifolii incluyendo otros cultivos de 

importancia económica que se siembran en las zonas donde encontró el nematodo, 

como hortalizas como brócoli, coliflor, y plantas ornamentales como el cultivo de 

clavel (Dianthus caryophyllus), esto con el fin de ampliar la información sobre rango 

de hospederos en Costa Rica, y con ello determinar las medidas a seguir para esta 

especie de nematodo. 

Se recomienda a los productores de papa el conteo e identificación de quistes en 

muestras de suelo, esto con el fin de contar con un mejor criterio para la toma de 

decisiones relacionadas con el manejo del cultivo, ya que en campo pueden 

presentarse otros nematodos formadores de quistes como lo es H. trifolii, especie 

que no afecta al cultivo de papa y cuyos nematodos J2 no pueden diferenciarse de 

G. pallida (principal nematodo que afecta el cultivo de papa) en caso que se solicite 

análisis de formas móviles en muestras de suelo.  
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En el diagnóstico de laboratorio para la identificación de especies del género 

Heterodera, se recomienda utilizar el marcador molecular del gen parcial cox1, ya 

que es un marcador que permite obtener una separación entre especies con un alto 

grado de precisión.  

Considerando la presencia de H. trifolii en las provincias de Alajuela, Cartago y 

San José y con el objetivo de evitar experiencias como la de G. pallida en Costa 

Rica, se recomienda continuar con el muestreo de nematodos y ampliarlo a otras 

partes de Costa Rica, de modo tal que permita aumentar la información 

concerniente a especies dentro de este grupo de nematodos y evaluar las 

variabilidades que se puedan presentar entre las mismas. 
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