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Prefacio

Desde hace algdn tiempor ha existido gran necesidad de un
manual de laboratorio que se utilice conjuntamente con la
ensefianza de la fitonematologia. El presente esfuerzo se
encamina esencialmente a remediar esta situacién. Més de la
mitad de las personas que colaboran en esta obrar poseen una
gran experiencia en la ensefianza de la fitonematologia. Su
seleccidn se hizo en base a que se ajustaban perfectamente
bien a nuestro objetivo de reunir un nGmero de ejercicios de
laboratorio reproducibles, fruto de su gran experiencia. Los
ejercicios restantes 1los hemos denominado como
"Experimentales”, en el sentido de que por lo general no se
utilizan en 1los cursos normales de nematologia. En esta
categoria se incluyen diversos ejercicios para ilustrar el
desarrollo y comportamiento de 1los nematodosr mediante 1la
utilizacién de nematodos bacteribdfagos: hongos nematbfagos y
nematodos entombfagos. Con la inclusidén de estos ejercicios,
pretendemos dar a los estudiantes una visién m&s amplia de
los nematodos y su medio ecolbgico. Estos Gltimos ejercicios
no se han utilizado previamente en la ensefianzar por lo que
su modificacién podria ser necesaria.

Un requisito indispensable para llevar a cabo 1los
ejercicios de 1laboratorio en fitonematologiar es 1la
disponibilidad inmediata de nematodos vivos e identificados
hasta especie. Para satisfacer en parte esta necesidadr en
el Apéndice 2 hemos enlistado los distintos lugares donde se
pueden obtener algunos cultivos de nematodos de vida libre o
fitoparé&sitos. Esperamos que en un futuro cercanor podamos
contar con un centro repositorio de cultivos de nematodos.
similar en sus funciones a la Coleccibédn Americana de Cultivos
Tipo.

Los editores creemos que este manual de laboratorio
representa el primer paso en 1la obtencidn de una obra
concebida sobre bases muy amplias para la fitonematologia.
También esperamos que sea de utilidad para los cursos de
fitopatologiar donde los nematodos son una faceta de su vasto
conocimiento.

Bert M. Zuckerman
William F. Mai

Martin B. Harrison



Prefacio (versibdn en espafiol)

Por una causa u otrar los paises de Hispanoamérica casi
siempre han tenido dificultades al acceso de informacibdn
generada en paises desarrollados. La actual crisis mundial
8610 ha magnificado en grado superlativo este hecho innegable
quer evidentementer repercute en forma negativa en el
desarrollo y progreso de 1los pueblos. Bajo estas
circunstanciass muchas obras escritas por lo general en el
idioma Inglés: y excelentemente logradas para estimular 1la
enseflanza e investigacién de una &rea de conocimientos en
particular, tardan mucho tiempo en llegar a los profesores:
investigadores: técnicos y estudiantes de paises de habla
hispana; con frecuenciar cuando dichas obras apenas empiezan
a ser conocidass mucha de 1la informacibdn contenida es ya
obsoleta.

La nematologia no escapa al contexto referido y de aqui
nuestro modesto esfuerzo para coadyuvar a contrarrestar esta
situacibdns traduciendo al Espalol este Manual de
Laboratorio. Por su gran calidad did&cticar, éste viene a
llenar un enorme vacio en la nematologia mundial.

Mi estancia sab&tica en el Departamento de Fitopatologia de
la Universidad de Massachusetts en Amherstr, fue fundamental
para la realizacibtn del presente esfuerzo. El1 haber podido
hacer uso de la infraestructura de esta institucidn de gran
prestigio resulté crucial, asi como la convivencia diaria con
B. M. Zuckerman y 1la relativa cercania de W. F. Mai y
M. B. Harrisons que me permitieron discutir y aclarar las
naturales dudas y controversias que surgen en una empresa de
esta naturaleza. Cuando fue precisor contactamos al autor
colaborador para esclarecer yr de ser necesario, modificar el
escrito original. De esta manerar los pocos cambios
introducidos en el contenido y formato de la obra original,
hicieron posible mantener la fluidez del textor reduciendo
casi por completo la incorporacién de "Notas del traductor”.
También decidimos omitir los nombres vulgares de nematodos
originados de vocablos en Inglés, los cualesr traducidos al
Espafiol, caracen totalmente de significado. En estos casos,
los redujimos al conocimiento universal cit&ndolos por su
nombre cientifico. Con la excepcidbn justificada de un solo
ejercicior todas 1las dimensiones restantes fueron
transformadas al Sistema Métrico Decimal.

Los compiladores y el suscrito desean que esta obra

contribuya al desarrollo de la nematologia en los paises de
Hispanoamérica.

Nahdm Marb&n Mendoza
Amherst, Massachusetts.
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Bjercicio 1

Métodos para Muestrear Suelos y Procedimientos para
el Diagnbstico de Campo

Barker

Plant Pathology Department
North Carolina State University

Raleigh:, NC

1. oObjetivos

27695-7616

Este ejercicio de laboratorio demuestra las facetas clave

para el muestreo de nematodos fitoparé&sitos.,

incluye 1la

recolecciédn y extracciédn de los componentes del suelo y

las raices:

como la diagnosis de enfermedades asociadas.

la observacién de los signos y sintomas asi

La primera

consideracién de enorme importancia en la diagnosis de
problemas con enfermedades, es el tiempo para muestrear a

los nematodos fitoparésitos.

con los ciclos de vida de
el propbdsito de selecc
muestrear, particularmente
embargor si
involucradas: el muestrear
la estaciédn o cerca de la

para el presente ejercicios

BEs necesario familiarizarse
los nematodos involucrados con
ionar el tiempo ideal para
con los cultivos anuales. Sin

se desconocen las especies de nematodos

casi al final de la mitad de
cosechar ser& de gran utilidad
ya que es durante este

periodo cuando las poblaciones de nematodos se encuentran

casi en su nivel m&s alto.
(primavera)

muestreos tempranos

‘Por el contrarior, los
nos proveer&n de los

datos més valiosos para relacionar las densidades y tipos

de nematodos en el futuro
que aqui.

desempefio del cultivo; a pesar

los niveles poblacionales son tipicamente més

bajos: comparados con aquellos obtenidos en la proximidad
de la cosecha (Fig. 1).

LARVAS/500 CC DE SUELO (EN MILES)

Ayp P

SEPT.18 OCT.16 NOV.13DIC.11ENE.8 FEB.S MARS ABR3 ABR30
OCT.3 OCT.30'NOV.27 ENE.21 FEB.19 MAR.19 ABR.18
1970

FECHA DE MUESTREO

Fig. 1. Declinacién de 1la
poblacibén de

incognita (juveniles =
larvas)s en el cultivo del
tabacor determinada por 3
métodos de extracciédtn: CF =

centrifugacién y flotacibn;
TFA = tamizado y flotacibdn
con azGcar y = Embudo de
Baermann.
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2.

Como objetivos del muestreo se pueden también incluir los
reconocimientos generales, la diagnosis, los propbdsitos
de asesoria y la experimentaciédn. La presente discusidn
estard limitada al muestreo para 1la diagnosis de
enfermedades. AGn para este propdésitor los principales
componentes de las poblaciones que se encuentren en el
suelor en las raices y/o follajer deben evaluarse.
También deben tomarse en cuenta los diferentes estadios
(huevecillos, juveniles, adultos o quistes,s como en los
casos de las especies de Heterodera y Globodera)r, que
pudieran estar presentes (Barker, 1985a).

Tiempo Requerido

El tiempo total requerido oscilar& entre una y tres
horass dependiendo de la conveniencia de 1los sitios de
muestreo. Una vez que los planes para el muestreo hayan
finalizador 1la recolecciétn de 2-4 muestras de suelo
deber& tomar aproximadamente entre 10-20 minutos, si 1los
sitios se ubican de manera conveniente al laboratorio.
El proceso de extraccibdn requerir& de otros 20 min
aproximadamente. Las determinaciones de las cantidades y
tipos de nematodos presentes en las muestras: requeriré

de no m&s de 5-10 min, dependiendo de la experiencia que
se tenga en la identificacién de especies.

P limient

Ya se encuentran disponibles trabajos completos sobre el
muestreo y la diagnosis de problemas con nematodos
(Barker, 1985a). Debido a que la presente discusién
podria no aplicarse a todas las situaciones, la consulta
de otras publicaciones sobre metodologias y problemas
asociados (Barker, 1978, 1985ar b; Southeyr 1970), podria
ser de gran utilidad.

A. Preparativos y observaciones preliminares

La planificacidn cuidadosa, asi como la obtencidn del
equipo necesarior son condiciones esenciales antes de
muestrear. La seleccidn de dos o m&s nichos
ecolbgicos diferentes, nos permitir&d observar
diferencias interesantes en 1las especies de
nematodos. Los sitios sugeridos incluyen, como
primera localidadr a plantas perennes como:
Ornamentales: los bosques o pastizalesr y un cultivo
anual como segunda. Si é&éste Gltimo no se encuentra
disponible o no es convenienter entonces un césped
podria servir como segundo sitio de muestreo. Los
croquis de 1las A&reas a muestrearr asi como las
anotaciones correspondientes a las especies de plantas
sujetas al muestreor podrian hacerse antes que el
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muestreo en si se lleve a cabo. El muestreo deberé&
circunscribirse a un 86lo cultivar o especie de
planta.

Los s8ignos y sintomas de. los posibles dafos
ocasionados por nematodos en las partes aéreas de las
plantas o raices, deben de registrarse en el momento
del muestreo. Si las poblaciones de nematodos esté&n
restringidas solamente al suelor es posible que 1la
observacién de achaparramientos de las partes aéreas
asi como de sintomas de deficiencias nutricionales,
indiquen la presencia de nematodos. La manifestacién
de patrones irregulares en el crecimiento de 1los
tallos, asi como de anormalidades asociadas a
nematodos foliares en algqunas plantas hospedantes,
como ornamentales anuales o &rboles forestalesr deben
de anotarse en el momento del muestreo.

Recoleccidén y manejo de muestras

Para un determinado ensayo con nematodoss el &rea a
muestrearr asi como el nGmero de muestras Yy
submuestras a considerar, depender&n de los propbsitos
del muestreo. Para el diagnéstico de enfermedades
deben tomarse muestras apareadas. La primera muestra
proceder& de plantas sanas (adyacentes a plantas
enfermas) (Fig. 2), y estar& constituida cuando menos
de 10-30 submuestras, que ?r&n un volumen final de
aproximadamente 500-1000 cm™ de suelo. La segunda
ser& similar, pero deber& de obtenerse de plantas
raquiticas o achaparradas procedentes de uno o varios
lugares. Si no se observan diferencias en los
patrones de crecimientor entonces una s6la muestra por
cada sitio de muestreo ser& suficiente. El muestreo
deber& de efectuarse cuando la humedad del suelo sea
ligeramente inferior a la capacidad de campo; esto es/
cuando el suelo esté ni muy seco ni muy hdmedo. El
lugar especifico para la recoleccién de muestras de
suelo deber& de estar lo m&s estrechamente vinculado
al méximo desarrollo radical de 1las plantas en
cuestibén. Ester, deber& encontrarse en los surcos para
el caso de las plantas anuales (Fig. 2-A). Para el
caso de 1los cultivos perennes, la toma de muestras
deber& efectuarse siguiendo 1la zona de goteo
(Fig. 2"B)o

15



Fig. 2. Patrones sugeridos
para la toma de muestras
compuestas de suelo y raices
en ensayos con nematodos. A)
Recoleccidn de aproximada-
mente 20-30 muestras de suelo
(con raices) de 1la zona
radical de un cultivo anual;
B) Patrbn de recoleccidn de
muestras para una sola planta
pere:me (después de Barker:
1978).

La profundidad de la muestra depender& del hospedante,
el tipo de suelo y las especies de nematodos

presentes. En términos generales, 1las muestras
obtenidas entre los 15 y 30 cm de la superficie del
suelo representan una muestra adecuada. Aquellas

plantas con raices profundas como el duraznero u otros
frutales, requerir&n de muestreos profundos de hasta
un metror para poder caracterizar completamente las
comunidades de los nematodos asociados. Las muestras
apareadas que se mencionaron con anterioridad, pueden
ser (Gtiles para comparar las cantidades y clases de
nematodos encontrados en plantas sanasr con respecto a
las de plantas enfermas.

Una vez tomadas las muestras, é&stas se colocan
individualmente en bolsas de polietileno o en
recipientes adecuados. Las muestras compuestas deben
ponerse en bolsas de polietileno selladas de 1 a 2
litros de capacidad, etiquetarse y colocarse en

16



C.

recipientes aislados para prevenir la exposicidn al
exceso de calor o de la luz directa del sol. Las
muestras deben manejarse con cuidado evitando
golpearlas o mezclarlas excesivamenter pues algunos
nematodos como Paratrichodorus minor y
longicaudatus, pueden ser afectados. Si las muestras
van a almacenarser deben de conservarse idealmente en
un sitio cuya temperatura oscile entre los 10-15 C.
Si no se cuenta con un incubador de estas caracte-
risticass entonces pueden mantenerse durante 2-3
semanas a la temperatura de 20-22 C.

BExtraccibébn

Bl "agitador®”, la "bandeja de Baermann®” y los métodos
de extraccidn por centrifugacidtn y flotacidén se
incluyen aqui, pero otras técnicas como el nebulizador
de Seinhorst y 1la combinaciétn de elutriaciétn y
centrifugacidén, pueden utilizarse también, si se tiene
el equipo necesario. Antes de extraer los nematodos
de las fracciones del suelor ya sea con la bandeja de
Baermann o por medio de centrifugacidtn y £flotacibn,
todos los fragmentos de las raices deben removerser, ya
sea manualmente o con la ayuda de un tamiz de cuarzo
(4-8 mallas) que retenga a los fragmentos pero permita
el paso de las particulas. Los fragmentos radicales
deben humedecerse ligeramente y enseguida colocarse en
un vaso de precipitado o un frasco de vidrio
(1 litro), para extraer los nematodos endoparésitos
como se explica posteriormente.

Con el método del "agitador", se pueden obtener
considerables cantidades de Pratylenchus y otras
especies a partir de raices infectadas, cantidades
similares a las logradas con la cé&mara nebulizadora,
pero no superiores a las que se obtienen con el
nebulizador de Seinhorst -(Barkerr 1985b). El equipo
incluye: Un agitador "Gyratory"; tamices de 400 y 500
mallas (aperturas de 38 y 26 um respectivamente);
matraces Erlenmeyer de 125 ml y vasos de precipitados
de 150 ml. Las substancias quimicas requeridas son el
Areté&n (cloruro mercGrico etoxietil) y el antibibdtico
sulfato de estreptomicinar u otro adecuado.

Procedimiento del método con el agitador:
l. Lavar las raices y cortarlas en pedazos de 1-2 cm.

2. Colocar una muestra representativa (0.5-5.0 gr) en
un frasco Erlenmeyer de 125 ml.
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3. Agregar la solucibn compuesta de 10 ug/ml de
cloruro merc@rico etoxietil y 50 upg/ml de sulfato
de estreptomicina, hasta cubrir los tejidos.

4. Poner en marcha el agitador a 100 rpm durante 48 h
a 24-28 C.

5. Retener 1los nematodos sobre la malla de 1los
tamices de 400 o 500 mallas, y decantarlos en un
vaso de precipitado de 150 ml para proceder a
contarlos.

Las fracciones de suelo que contienen las comunidades
de nematodos: pueden extraerse mediante la utilizacién
de las técnicas: Bandeja de Baermann o centrifugacién
y flotaciétn. La primera es @itil para muchas especies
de nematodosr aunque generalmente no se obtienen
cantidades representativas de 1los miembros de 1los
Criconematidaers debido a lo lento de sus movimientos.

La bandeja de Baermann es (Gtil para extraer nematodos
en muestras relativamente pequehas de suelo y de
fragmentos de raices que contengan huevecillos y
juveniles de <ciertas especies de Heterodera
(utilizarse solamente en la primavera). Los nematodos
migratorios presentes en los desechoss extraerlos con
el elutriador (Barker, 1985b). El equipo requerido
consistir& de: Cedazo con malla de pléastico (tipo
tamiz) o de metal, de 17.5 cm de di&metro (20-850 um
de apertura) montado en soportes o patas de 4 mm de
altura; papeles resistentes a la humedad; tamiz malla
500 (26 um de apertura) de 20 cm de di&metro, y
recipientes o moldes de aluminio para hornear
recubiertos de resinas epoxi. (Nt: los m&s comunes
miden 25 cm de di&metro por 3.5 cm de altura).

Procedimiento para la bandeja de Baermann:

1. Mezclar el suelo.

2. Colocar uniformemente 100 cm3 de suelo en el
papel, puesto a su vez sobre la malla de pléastico
o de acero inoxidable. Nota: No usar mallas de
cobre.

3. Colocar la malla con el suelo dentro del molde.,
agregando agua suficiente hasta cubrir el suelo.

4. Incubar 1las muestras a 21-24 C cubriéndolas

adecuadamente para impedir 1la evaporacién.
Agregar agua conforme se necesite.
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5. Tres dias después, colectar a los nematodos de la
suspensiébn en 1los moldes. Si est& muy turbias
tratar de aclararla pas&ndola a través del tamiz
malla 500. Para lograr la méxima recuperacidn de
nematodos, las colectas deben efectuarse hasta por
un periodo de 14 dias.

El método de centrifugacidn y flotacibdn es excelente
para obtener del suelo los estadios juveniles de
Meloidogyner particularmente en el establecimiento de
ensayos rutinarios. También es uno de los mejores
procedimientos para obtener especies de Criconemella
(Barkerr, 1985b). El equipo incluye: Una centrifuga
con cabezal de movimiento horizontal; camisas para
tubos de 50 ml o mayores y con capacidad operacional
de 420 g; agitadores mecé&nicos; tamices de 35, 60, 400
y 500 mallas (aperturas de 500, 250, 38 y 26 um
respectivamente); matraces Erlenmeyer de 100, 150 y
1000 ml, y separador de muestras de suelo (W. S. Tyler
Co.r Mentorr OH 44060) o tamices de cuarzo para
mezclados. Las substancias quimicas que se requieren
son: Una solucidn azucarada; 454 gr en agua
suficiente hasta la obtencién de 1 litro de solucidn
(gravedad especifica 1.18 o 38.5% por peso). Nota:
La utilizacién de detergentes y de agentes humectantes
puede mejorar la recuperaciédn de nematodos con este
método.

Procedimiento para la técnica de centrifugacién y
flotacibn:

l. Mezclar el suelo.

2. Colocar 100 cm3 de 8suelo en un vaso de
precipitado de 1000 ml y agregar suficiente agua
hasta obtener un volumen de 600 ml.

3. Agitar la suspensidn por 20 segundos y permitir
que el suelo se sedimente por 60 segundos. El
tiempo méximo de sedimentacidn para los miembros
de Criconemella sppr es de 20-30 segundos.

4. Decantar el sobrenadante sobre un tamiz malla 35
empotrado a su vez en otro de malla 400. Sostener
ambos tamices en un &ngulo de 35-40° durante el
proceso de decantacidn, con el propdsito de
minimizar las oportunidades de que los nematodos
pequefios pasen directamente a través de las
mallas.

5. Mediante el uso de una pizetar lavar la malla del
tamiz 35 cuando todavia se encuentre sobre el de
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9.
10.

11.

12.

13.

14.

malla 400 (los lavados excesivos son contraprodu-
centess ya que pueden inducir el paso de 1los
nematodos por ambas mallas). Para el caso de las
especies de Heterodera o Globoderar intercalar
otro tamiz de malla 60 u 80 entre los tamices de
35 y 400 mallass con el propdsito de retener a los
quistes.

Arrastrar con aqgua los desechos y 1los nematodos
retenidos sobre 1la malla del tamiz 400 vy
transferirlos a un vaso de precipitado de 150 ml.

Vaciar la suspensién a los tubos de centrifuga de
50 ml.

Colocar los tubos en el cabezal de la centrifugar
asegur&ndose que 1los pesos de 1los tubos estén
balanceados.

Centrifugarlos a 420 g durante 5 minutos.

Decantar el agua de los tubos (los nematodos se
encuentran en el precipitado al fondo de 1los
tubos) .

Llenar los tubos de centrifuga con la solucibén
azucaradar resuspenderlos con 1la varilla del
batidor motorizado o el mezclador vibratorio.

Centrifugar durante 30-60 segundos a 420 g. Los
nematodos permanecer&n suspendidos en la solucibn
azucarada. No utilizar el freno de ciertas
centrifugasr ya que con ello se produce una
vibracidn, 1lo suficientemente intensa como para
desalojar el precipitado.

Decantar 1la solucidn azucarada conteniendo 1los
nematodos en un tamiz de malla 500. Verter
lentamente cuando se esté trabajando con nematodos
pequefios.

Enjuagar y arrastrar a los nematodos del tamiz de
malla 500 para transferirlos a un vaso de
precipitado de 150 ml (aproximadamente 20 ml de
agua son suficientes para proceder enseguida a
contarlos).

Fuente de log Materjales

Idealmentes el muestreo debe de llevarse a cabo a finales
del verano o en el otofior cuando los signos y sintomas de
los nematodos son m&s evidentes. La seleccidn de las
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Fig.

plantas a muestrear puede estar condicionada a 1las
circunstancias de cada localidad. Un cultivo con patrén
de crecimiento "ondulado®" o “parcheado®"™ es, por 1lo
regular, excelente para muestrear nematodos (Pig. 3).

La observacién preliminar de raices para detectar 1la

de agallas inducidas por 1las especies de

(Pig. 4A)r o0 los quistes de las especies de

o Globodera, puede ser de utilidad para

_ Jdtivamente los signos y sintomas de problemas

con nematodos de importancia. Los sintomas de otros

nematodos importantes, como los del nematodo lesionador

(Pratylenchus spp)r consisten en la formacibén de lesiones

necrdticas o 1la restriccidn severa del crecimiento

radical; en ocasiones en combinacién con necrosis, como

es . el caso de algunos nematodos ectoparésitos como

Paratrichodorus o Belonolaimus (Pig. 4B). §Si no se puede

disponer de un cultivo con problema de nematodos,

entonces ciertas plantas ornamentales como las azaleas o

simplemente un césped mostrando crecimiento pobrer, pueden
ser de utilidad.

3. Parcheado tipico en el cultivo de tabaco asociado a

nematodos fitoparé&sitos, en este caso a Glohodera

XUums

quien es capaz de inducir severos achaparramientos

(cortesia de J. A. Fox).
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Fig. 4. Sintomas radicales de dafios por nematodos: A)
Agallas y necrosis radicales inducidas por Meloidogyne
incognita en tabaco; B) Efectos tipicos del amufionamiento
radical en el maiz asociado a Paratrichodorus minor vy

Belonolaimus longicaudatus.

El equipo para el muestreo de nematodos incluye al
muestreador tipo tubo o barrenar, desarrollado por 1los
edafblogos para tomar cualquier muestra de suelo. Los
muestreadores "Oakfield"™ o “Hoeffer"™ tipo tubo son
eficientess aunque existen otros substancialmente
mejorados (Barker, 1985a). Otros utensilios incluyen:
Bolsas de polietileno; etiquetas provistas de alambre
para amarrar y sellar a las bolsas; hielera port&til bien
aislada para proteger a las muestras de las exposiciones
excesivas a la luz directa del sol y el calor.

El equipo Gtil para 1la extraccién de nematodos de
muestras de suelos con distintos procedimientos, son
descritos por Hussey en otro ejercicio de laboratorio en
este manual, por 1o tantor estas técnicas no las
incluiremos aqui, con excepcién de 1los tres métodos
siguientes: El1 agitador para la extraccidn de nematodos
de las raicess la bandeja de Baermann para suelos Yy
raices, y la centrifugacién y flotacidén que es adecuada
para extraer a la mayoria de los nematodos de una muestra
de suelo. El equipo y 1las substancias gquimicas
requeridas para cada uno de ellos,r asi como el
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seguimiento respectivo de la técnicar se han mencionado
con anterioridad. En los casos que se detecte 1la
presencia de nematodos agalladores o de enquistados, los
métodos para las determinaciones de las cantidades de
huevecillos, ser&n criticos para la obtencién de una
diagnosis completa. Estos y otros métodos dtiles ya se
han descrito previamente (Barker, 1985b); por lo tantor
no han sido incluidos aqui.

5. Resultados

Los nematodos extraidos deben de colocarse en el
refrigerador hasta que los conteos de los diferentes
géneros y especies se hallan completado. Es importante
recordar que estos patbdgenos son parésitos obligados; por
lo tanto una planta severamente dafiadar tendr& pocos
nematodos en comparacién de otra con un danho 1ligero.
Esta relacidén se debe a la limitacién del alimento en las
plantas severamente dafadas, y es la razdn de tomarse
muestras apareadas. La diagnosis completa puede requerir
también la determinacidn de los n@meros de huevecillos de
las especies de de 1los nematodos
enquistados de los y Heterodera. (Los
procedimientos para estas tecnicas se encuentran
disponibles en otras publicaciones: Barker, 1985b;
Southeyr 1970). Independientemente del método de
extraccién utilizador, las cantidades y tipos de nematodos
encontrados deben de expresarse como el nﬁnerg de
individuos por unidad de volumen (100-500 cm~ de
suelo)r, en lugar de la simple estimacidn del ndmero de
nematodos presentes.

Con este ejercicior uno se familiariza con la recolecta
de muestras de suelor conociendo 1lo relacionado a 1la
recolecta en si, la observacidén de signos y sintomas
asociados con los nematodos y el diagndstico de 1las
enfermedades. También debe de obtenerse un conocimiento
claro sobre la gran diversidad de las comunidades de
nematodos gque parasitan a las distintas especies y
variedades de plantas. La recolecta de muestras
apareadas o mGltipless constituyen también en buena
medidar una base para valorar las variaciones reales de
los nGmeros de nematodos asociados a las plantas.
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3.

Bjercicio 2
Precisidn y Confiabilidad del Muestreo

Howard Perris
Division of Nematology
University of California, Davis 95616

Qbjetivos

Demostrar la relaciédn entre la precisibdn y confiabilidad
de una poblacién evaluadar con la intensidad del esfuerszo
invertido en el muestreo.

El ejercicio consiste de dos partes. Todos 1los
estudiantes deben cumplir con la primera. La segunda
parte es solamente para aquellos estudiantes interesados
en el an8lisis profundo sobre las relaciones entre las
poblaciones de nematodos (densidad y distribucién), el
ndmero de muestras tomadas y la precisifén esperada de la
poblacidn estimada. Esta dltimar est& dirigida hacia
aquellos estudiantes 1l1lo suficientemente motivados para
informarse de los antecedentes a través de la literatura
sugeridar y que posean conocimientos en estadistica y un
interés especial por los problemas relacionados con el
tamafio de muestra y 1la precisiétn de 1los parémetros
estimados en una poblacioén.

Tiempo Reguerido
Dos periodos de 3 h y algo de tarea.

Muestreo: 2 h.
Extraccidn: 2 h.

Conteo: 2 h.
Andlisis: 2 h.
Procedimiento
Parte 1

a. Localizar un terreno de aproximadamente 2 o 4 has
barbechado o con cultivo en pie.

b. Dividir al grupo en equipos de trabajo a raz6n de dos
por equipo.

c. Bstratificar o dividir el terreno de tal manera que
cada equipo de trabajo reciba aproximadamente la misma
superficie. Tomar nota de las &reas con textura y
humedad homogéneas: los registros de cosechas previas,
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d.

los patrones de rendimientor etc.

Cada equipo tomar& muestras de una diferente seccibn
(estrato) obteniendo 10 wunidades de muestreo para
analizar individualmente y determinar 1la densidad
poblacional. Cada una de estas muestras consistir& de
cuando menos 12 submuestras, obtenidas con un tubo
muestreador (Oakfield) de 2.5 cm de di&metror el cual
deber& ser introducido hasta una profundidad de 30 cm.
con respecto a 1la superficie del suelo. Las 12
submuestras de cada unidad de muestreor deber&n de
distribuirse en zig-zag a través de todo el terreno:
como se ilustra en la Fig. 1.
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Fig. 1. Patrdn recomendado para tomar muestras de suelo en un
campo de cultivo en descansor surcado o con cultivo en pie.
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2, Relacidn entre 1la precisidén de 1la evaluacibén

poblacional y el nGmero de unidades de muestreo (datos
obtenidos del ejemplo). .
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e. En forma alternadar cada equipo podr& trabajar en una
misma seccibns pero procurando tomar un n@mero
diferente de muestras (unidades de muestreo).

f. Regresar las muestras al laboratorio para procesar
(esta parte podr& considerarse como parte del
Ejercicio 1).

g. Contar e identificar el nfimero de individuos para cada
género de nematodos en cada unidad de muestreo. Esto
requiere de experiencia en 1la identificacién de
nematodos.

h. Para las diez unidades de muestreor determinar 1la
magnitud de cambio en los estimados de la densidad
poblacional (Ax), a medida que su n@mero incrementa.
Graficar este valor contra el nGmero de unidades de
muestreo como se indica en la Pig. 2. :
Ejemplo de célculos:

Muestra Densidad Media (x) AX
# Poblacional Progresiva Absoluta
Especie A
1 2108 2108 ——
2 357 1233 875
3 2256 1574 341
4 510 1308 266
5 1622 1371 63
6 1805 1443 72
7 986 1378 65
8 642 1286 92
9 1431 1302 16
10 1215 1293 9
X,= 1293
S“= 443816

i. A partir de 1la gr&ficar determinar el nGmero de
: unidades de muestreo en las cuales la intensificacién
en el muestreo no es garantia para lograr incrementos
en la precisidtn de evaluacidn . Observar la falta de
confiabilidad al utilizar pocas unidades de muestreo
para la estimacibn. Si se da el caso en que otros
equipos de trabajo hayan tomado un nGmero mayor de
submuestras para cada unidad de muestreor observar el
efecto en 1la precisioén. Calcular 1los costos
aproximados por unidad de muestreor en funcibén al
tiempo invertido en la obtencién de datos. Comentar

la relacidn entre los costos y la precisibn.
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Parte II

a. Para cualquier tamafio de la unidad de muestreos
calcular la media y 1la varianza de 1los estimados
poblacionales de cada especie de nematodo. Utilizar
las 10 unidades de muestreo para los célculos.

Antecedentes

Con frecuenciar 1la distribucidn espacial de muchas
especies de nematodos fitopar&sitos se describe
adecuadamente por el modelo probabilistico de la binomial
negativa (Ferris, 1984). Las poblaciones ocurren en
agregados y como caracteristica de este tipo de
distribucidn, la varianza estimada es mayor que la media.

En base a este modelo, el nGmero de muestras requeridas
para estimar la densidad poblacional a wun nivel
especificado de precisibn, varia directamente con 1la
densidad de la misma y puede determinarse utilizando 1la
siguiente ecuacibn:

n-taz (1/x+1/k)d2 .......................(i)'
donde n = el nimero requerido de unidades de muestreo.

X = La media de la densidad poblacional obtenida en el
campo.

d = La desviacibdn aceptable de la poblacibdn estimada.,
a partir de sus valores reales; si es aceptable
medir a la poblacidn dentro del 25% de su valor
verdadero, entonces d = 0.25.

a = La proporcién de predicciones que no quedaron
comprendidas dentro de los limites de confianza
deseados.

t = E1 valor del estadistico t de student al nivel de
confianza requerido y con grados de libertad
(g.1.) especificados.

k = E1 par&metro de dispersidn de 1la binomial
negativa. (Esto deber& de conocerse antes de que
se resuelva la ecuacibdn).

Para usar este modelo y determinar n, utilizar la media y
la varianza calculadas para estimar a ks, la cual es
especifica para las diferentes especies. Esto puede
aproximarse mediante:

k‘izl (Sz-i) ........................(ii).
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De los datos obtenidos en el campor esto seria:
k = (1293)2 / (443816 - 1293) = 3.78.

Una vez que el valor de k se haya determinador se
proceder& a seleccionar un valor para "t", el cual nos
permitir&. calcular el tamafio de la muestra necesaria para
estimar a x dentro del valor 0.25 de (la media
verdadera de la densidad poblacional). (Ecuacién [i]).

Nuevamente y en base a los datos obtenidos en el campor
para t con g.l. = (una muestra infinitamente grande y
de = 0.05):

n= (1.96)2 (171293 + 1/3.78) / (0.25)2,
n=16.

El valor inicial de un nfimero infinito de g.l. es
obviamente 1irreal, pero nos proporciona 1la primera
aproximacién de n. Podemos mejorar esta aproximacién
mediante la repeticién de los célculos, utilizando 1los
primeros resultados como los g.l. para seleccionar un
valor de t.

Ejemplo: Donde g.l. = n - 2 = 14, t.05 = 2,145,
n= (2.145)2 (171293 + 1/3.78)/(0.25)2,
n = 20,

Este proceso iterativo deber& de repetirse hasta que los
valores estimados para n, sean muy prdximos.

Este valor calculado de nr indica el nGmero de muestras
necesarias para estimar una media de 1la densidad
poblacional, que quedar& dentro del 25% de s8su valor
verdadero a un nivel de confianza del 95%.

b. En base a lo publicado por McSorley y Parrador 1982; y
Taylor, 1984; comentar 1las implicaciones de 1la
magnitud de k en funcibn de 1la distribucién
poblacional.

c. Explorar y discutir el impacto de 1la precisiédn
requerida (valor d)s en el nGmero de unidades de
muestreo para las especies de las que se obtuvieron
los datos de media y varianza. Explorar el efecto de
la magnitud del valor de kr sobre el nGmero de las
unidades de muestreo requeridas para un determinado
nivel de precisibén.
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d. Transformar la ecuacibébn (i) a:

d= ta /1/% + 1/k)/n

para determinar la precisibn de los estimados de una
poblacién, cuando se obtengan una o dos unidades de
muestreo del campo.
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Bjercicio 3

Modelos para la Prediccibtn de Pérdidas en las Cocichas y

Decisiones en el Manejo

Howard Perris
Division of Nematology
University of Californiar Davis 95616

Objetivos

Examinar las relaciones del crecimiento de las plantas y
la multiplicacién de los nematodoss con las densidades
poblacionales de é&stos al preplanter para desarrollar
modelos de punto critico.

Tiempo Reguerido

Dos sesiones de laboratorio de 3 h cada unar con dos
meses de intervalo entre si.

Preparacién del material: Sembrar semillas de tomate (en
México "jitomate”) en vermiculita en dos fechas: 7 y 4
semanas antes del ejercicio. Dos semanas después de la
siembra trasplantar las plé&ntulas a vasos de pléstico de
"styrofoam®™ de 10 cm de di&metro con arena. Asegurar
grandes cantidades de inbculo de Meloidogyne sp:
estableciendo en el invernadero un ntGmero suficiente de
plantas infectadass por lo menos 3 meses antes del inicio
del experimento. Dos dias antes de 4iniciar el
experimentor extraer los juveniles del suelo contenidos
en la fuente de inbéculo. Obtener los huevecillos de las
raices de las plantas infectadasr cort&ndolas en trozos
pequefios sumergiéndolas en un volumen suficiente de
hipoclorito de sodio comercial al 4% y agitando 1la
suspensién durante 3 min. Para prevenir la mortalidad,
separarlos immediatamente de 1la solucién paséndolos a
través de dos tamices empotrados, mallas 100 y 500
respectivamente.

Procedimiento
Preparativos

a. Trabajar en grupos de 4. Con las suspensiones
suministradas de huevecillos y juveniles de

segundo estadio de lslnidmnﬁ sf cada grupo
deber& de preparar repeticione de las

diluciones: Or N/ 2N/ 4Nr 8N, 16N/, 32N y 64N,
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b.

Ce

d.

donde N = 1000. Preparar 4 repeticiones extras
del nivel de inbculo N para utilizarse en el
inciso 3c. Ademés, preparar 31 repeticiones
adicionales del nivel de 1inbculo 16N para
utilizarse en la parte 2.

Inocular las macetas (12.5 cm de didmetro)
pipeteando el inbculo en una depresiédn hecha en la
arena en la vecindad de la planta. Etiquetar las
macetas apropiadamente.

Inocular cuatro macetas extras con la densidad de
in6culo N. Doce dias después, lavar las raices de
las plantas y teflirlas con fucsina &cida en &cido
l&cticor hirviendo cuidadosamente como se explica
en el Método A al final del ejercicior (una
pequefia modificacién de la técnica para tehir con
fucsina &cida se explica en el Ejercicio 33).
Lavar las raices tefiidas, agregarles algunas gotas
de glicerina y montarlas en medio de dos placas de
vidrio. Proceder a contar los juveniles que se
encuentren en las raices.

Disefiar y establecer un control en 1los
experimentoss el cual demostrar& que los sintomas
observados en las plantas se deben a los nematodos
Yy no a cualquier otro factor que uno haya
introducido involuntariamente en el sistenma.

Dos grupos trabajar&n con pléntulas de 5 semanas
de edad y los otros dos con las de 2 semanasr (7 y
4 semanas después del sembrado, respectivamente).

Ejecucibdn

£.

Cada 2 meses los sistemas radicales y ed&ficos asi
como el crecimiento de 1las plantas, deben
examinarse y evaluarse.

Cortar las partes aéreas de las plantas a ras del
suelo y obtener los pesos frescos.

Con la ayuda de un sacabocados o0 muestreador:
obtener 5 muestras de suelo de cada macetar todas
las muestras obtenidas en las 4 repeticiones de
cada tratamiento deben colocarse en un vaso de
precipitado de 600 ml. De esta manera tendremos
al final 8 vasoss cada uno con 20 submuestras.
Proceder a extraer los nematodos mediante el
tamizado de Cobb (utilizar dos tamices malla 40 y
325, empotrados uno sobre el otro) o con la
técnica de elutriacidn. Lavar cuidadosamente los
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fragmentos de las raices para evitar que las masas
de huevecillos adheridas a ellas, se desprendan.
(Los fragmentos de las raices retenidos sobre la
malla 40, deber&n de transferirse a vasos de
precipitado conteniendo 200 ml de agua para
procesarse como se indica en el inciso 3h).

Los nematodos juveniles del suelo ser&n retenidos
en la malla del tamiz 325. Transferirlos a un
vaso de precitador reducir cuidadosamente el
volumen de agua mediante el paso de la suspensidn
a través del tamiz de malla 325 y transferirlos
nuevamente al vasor arrastréndolos con agua.
Colocar las muestras en embudos de Baermann Yy
determinar 3 dias después la cantidad de nematodos
juveniles. Calcular el nfimero de juveniles por
maceta.

h. Extraer los huevecillos de las masas gelatinosas
adheridas a las raices de las muestras que se
- obtuvieron en el paso 3gr antes mencionado. Para
ellor agregar 20 ml de hipoclorito de sodio (4%8) a
la suspensién y agitar por 5 min. Tomar una
alicuota de 10 ml de la suspensidn y diluirla en
100 ml de agua en un vaso de precipitado de 150
ml. Extraer los huevecillos de esta muestra con
un tamiz malla 500. Tefiirlos con fucsina &cida en
&cido 1lé&ctico (3 gotas) calent&ndolos hasta que
empiecen a hervir. Contar los huevecillos de 1la
muestra y calcular sus nGmeros por maceta. El
nGmero total de huevecillos (3h) y de 1los
juveniles (3g) representan la poblacién final de
los nematodos (Pf) para este experimento.

i. Limpiar cuidadosamente los sistemas radicales del
suelor con ayuda de un chorro de agua y evaluar el
indice de agallamiento siguiendo el cuadro indi-
cado al final del ejercicio. Calcular los valores
promedio para cada tratamiento (ver Método B).

Parte I
(1) ¢Qué evidencias tiene usted para demostrar que los
sintomas observados fueron causados por los
nematodos?

(11) ¢Culles son los sintomas causados por Meloidogyne
sps en el tomate?

(11i) ¢Cull fue el porcentaje de infeccibn de su
inéculo? ¢Fue usted capaz de determinar con
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precisidén la infectividad del in6culo inicial a
partir de las raices tefiidas? (3c). sSi 1la
respuesta es negativar explique el por qué.

Ajustar las tasas reales del in6culo en base al
porcentaje de infeccidn de su inbdculo.

(iv) ¢Qué efecto tuvo el incremento en las densidades
poblacionales sobre el crecimiento de la planta y
los sintomas de la enfermedad?

(v) Comparar 1la severidad de 1los sintomas y los
efectos sobre el crecimientor cuando se inoculan
pl&ntulas de distinta edad (verificar con 1los
resultados obtenidos por otros grupos).

(vi) Graficar P, contra P (escala 1log) y dibujar
la curva de reproducc:l.b;l (ver Ferris, 1985a).

(vii) Graficar el peso de las plantas contra el log de
P,.
i

(viii) Graficar el peso de las plantas contra el indice
de agallamiento.

Parte II

Esta parte requiere de consultar la 1literatura. La
discusidn de los conceptos y célculoes puede presentarse
por escrito o en forma oral, durante la clase.

(1) En base a los articulos de Seinhorst y los datos
obtenidoss ¢puede usted determinar 1los valores
para la tasa méxima de reproduccidn (a) y 1la
densidad de equilibrio (E)? Discutir la relacion
entre ar B P, y P, para las condiciones en
que el expe:ilen’to se flevb a cabo.

Antecedentes para la pregunta (i):

Seinhorst ha desarrollado un modelo para describir 1la
relacién entre la tasa del incremento poblacional de
nematodos y la densidad de tal poblacién.

Este modelo depende de dos constantesr las cuales indican
la condicién de 1la planta como hospedante para un
determinado nematodo fitoparésito:

1. "a" describe la tasa méxima de reproduccidén en un
sistema dado yr
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2. "E" describe la densidad de equilibrior que es
aquella densidad poblacional donde la disponibi-
lidad alimenticia es apenas suficiente para
mantener la poblacidén existente (Seinhorst, 1966).

De esta manerar a y Er son especificas tanto para la
especie de nematodo como para la planta hospedante en
consideracibn. Estas también dependen de las condiciones
externas, tales como el tipo de suelo y aguar las cuales
varian con el tiempor ya que las plantas crecen y cambian
durante la experimentacidn. De acuerdo con Seinhorst.,
los cambios en 1los valores de a y E durante el
experimentor no afectan la forma de la curva para la
relacién entre las densidades inicial y final de una
poblacidén, sino 86lo su posicidn relativa con respecto a
las coordenadas (Seinhorst, 1966).

La tasa de incremento de una poblacién de nematodos
depende de la densidad poblacional (P):, de tal suerte que
para un valor bajo de P, la tasa de incremento es altar
mientras que cuando el valor de P es altor la tasa de
incremento es baja. Cuando P = E, la tasa de incremento
es 0.

La multiplicacién de la poblacién de los nematodos puede
expresarse COmo:
-1 -1
Cuando el valor de P, es muy bajor cerca de 0, la tasa
de multiplicacidn est muy alta y se aproxima a "a".
Cuando P, = Pys la poblacibdn no se est& incrementando
Yy la deﬁsidad poblacional es igual a la densidad de
equilibrio (P = E como se menciond antes).

(ii) En base a Ferris (1985a), determinar la curva de
multiplicacidn (Pf/Pi ve. _jn P;) y ajustar
el modelo P/Pi = “ac Pi ’ er" base a 1los
datos obtenidos.

(1ii) Calcular la regresidbn entre el peso de las plantas
Yy el log de la poblacibn inicial.

(iv) Determinar los valores dg ,los par&metros para la
ecuaciétn y = m + (1l-m)2 para P>Ts y = 1 para
P<T. Graficar la funcidn incluyendo los puntos de
los datos. Suponiendo que esta funcién de dafio
sea aplicable en el campor determinar los umbrales
econbmicos para un manejo con pré&cticas agricolas
cuyo valor sea el 258% del valor potencial del
cultivo (ver Ferris, 1985b).
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(v) Determinar cull de los dos métodos, (iii) o (iv).,
se ajusta mejor. Determinar el peso predecible y
verdadero de la planta. Calcular la suma de los
cuadrados de las desviaciones de 1los datos
observados a partir de los modelos de prediccifn.

(vi) Calcular la regresibdn entre el peso de la planta y
el indice de agallamiento.

(vii) ¢Cambian estos valores y relaciones cuando son
utilizadas plé&ntulas de diferentes tamafios
(edades)?. Comentar al respecto.

Experimento sobre la densidad de siembra

El espaciamiento de 1las plantas en 1los campos
agricolas se lleva a cabo para optimizar el uso de los
recursos (lugzr nutrimentos, aguar etc). Si el efecto
de los nematodos es reducir el crecimiento de 1las
plantass entonces esa disponibilidad de los recursos
no es aprovechada Optimamente. Por consecuenciar
pareceria que el simple ajuste de ese espaciamiento en
algunos cultivosr podria ser un método para compensar
los dafios por los nematodos. Verificar esta teoria
observando el crecimiento aéreo de plantas de tomate
parasitadas con Meloidogyne spp. Cada grupo de
trabajo ser& provisto con 10 bandejas (35 x 25 cm)
conteniendo suelo libre de nematodos. Determinar el
espaciamiento ©6ptimo para el crecimiento de las
plantas, favoreciendo al méximo el peso fresco por
bandejar bajo la ausencia y presencia de nematodos.
Proceder como se indica:

a. Trasplantar separadamente en las bandejas
provistas con el suelo 1libre de nematodos.
diferentes nGmeros de pl&ntulas de tomate: 1, 2.
4, 8 y 16. Hacer lo mismo con otra serie de
bandejas, pero inocularlas con el nivel 16N de
nematodos de la manera como se explicd en la parte
3a. Determinar el méximo desarrollo foliar por
planta al finalizar el experimento.

b. Obtener 1los datos del experimento dos meses
después de haberse iniciado. Cortar las partes
atreas de las plantas a ras del suelo y tomar los
pesos frescos para cada bandeja. La -densidad
poblacional de nematodos para cada planta en el
suelo infestado ser& equivalente al tratamiento
16N de la primera sesibn de laboratorio de este
ejercicio. Determinar 1la reduccidén de peso
esperada con esta densidad poblacional y poner a
prueba la teoria de quer el conocer la densidad
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poblacional de los nematodos permite efectuar los
ajustes necesarios en el espaciamiento de 1las
plantas para maximizar la produccién.

Ejemplo: 8i la méxima produccidn de las bandejas
con el suelo libre de nematodos ocurre con las que
poseen 4 plantas:s y el nivel inicial de inbculo de
16N reduce al 508 el crecimientor entonces 1la
méxima productividad en los suelos infestados con
nematodos debe de ocurrir con las bandejas que
tengan 8 plantas.

Métodos

A. Tincidn de Raices con Pucsina Acida en Acido Lé&ctico

l. Limpiar las raices del suelo con agua corriente.

2. Absorber el exceso de agua con papel toalla.

3. Calentar en un vaso de precipitado la suspensibdn
de los sistemas radicales en fucsina &cida-&cido
l&cticor hasta que empiece a hervir.

4. Las raices se pueden preservar en la solucibn de
&cido 1lé&cticor 8i no se pueden examinar
inmediatamente.

5. Cortar 1las raices en pequefios fragmentos.
Colocarlos sobre un disco de vidrior agregar unas
gotas de glicerinar diseminarlos y poner encima de
ellos otro disco de vidrio para proceder a
observarlos bajo el microscopio estereoscdpico.

6. Asegurarse de presionar suficientemente 1los
vidrios hasta mantener firmes las raices entre
ambos discos facilitando asi la observacibn de los
nematodos tefiidos.

Pucsina scida al 1%

polvo de fuscina &cida lg

agua 100 ml.

Solucibn de Acido lA&ctico

&cido lé&ctico 1750 ml

glicerina 126 ml

agua 124 ml.

fuscina &cida al 1% lml

solucidn de &cido lé&ctico 99 ml.
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B. Evaluacién del Indice de Agallamiento por Meloidogyne
spp. (Daulton and Nusbaum: 1961)

Tipo de Valor Descripcién del Valor Indice
Infeccidn Indice
0 0 Sin agallas.
1l 1 Incipiente; menos de 5
agallas.
2 5 Muy ligeray de incipiente
hasta 25 agallas.
3 10 Ligera; de 26 a 100 agallas.
4 25 Moderada; numerosas agallas

distinguibles entre si.

5 50 Moderadamente grave;
numerosas agallass muchas
unidas entre si.

6 75 Grave; agallas muy numerosas:
la mayoria unidas entre si.

7 90 Muy grave; invasién masivas
poco crecimiento radical.

8 100 Extremadamente grave;
invasién masivar sin
desarrollo radical.

Referencias Recomendadas

Daultons R. A. C.r and C. J. Nusbaum. 1961. Nematologica
6:280-294.

Ferriss, H. 1985a. J. Nematol. 17:93-100.

Ferris, H. 1985b. Nematode population dynamics and
management. In: K. J. Leonard and W. E. Pry (eds.).
Plant Disease Epidemiology. MacMillan, New York.

Nusbaum, C. J.r and K. R. Barker. 1971. Population
dynamics. In: B. M. Zuckermans W. P. Mai and R. A.
Rohde (eds), Plant Parasitic Nematodes. Vol. 1, Academic
Press: New York.

Seinhorst, J. W. 1966. Nematologica 12:157-169.
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1.

Ejercicio 4

Utilizacién de las Caracteristicas de la Cabeza del Macho

para la Identificacibébn de Especies de Meloidogyne

J. D. Eisenback
Department of Plant Pathology
North Carolina State University
Raleighs NC 27695

Objetivos
Identificar las especies del género

utilizando la forma de la cabeza de los machos y la
morfologia del estilete.

T ; g

Se requieren de 45-60 dias aproximadamenter para obtener
los cultivos de nematodos; de 24-48 h para recolectar los
machos: de 30-45 min para la preparacibdn de los montajes
semipermanentes de cuatro especies y finalmente de 30-45
min para examinar e identificar a las especies.

p limient

Limpiar las raices infectadas por nematodosr: colocarlas
dentro de un vaso de precipitador cubrirlo con papel
aluminio o plé&stico para envolver e incubar a 20-22 C por
un periodo de 24-48 h. Lavar las raices peribddicamente
para recolectar a 1los machos de cada especie en la
suspensibn.

Hacer los montajes semipermanentes con 5-10 especimenes
de cada especie. Para éstor transferirlos individual-
mente con la ayuda del pescador y ponerlos en agua en un
portaobjetos con un anillo de resina pléstica; proceder a
matarlos exponiéndolos cuidadosamente a la flama de un
mechero de alcohol, para en seguida transferirlos a otro
portaobjetos conteniendo formalina al 28%. Colocar el
cubreobjetos y eliminar el exceso de formalina mediante
la utilizacidn de triangulos de papel filtro. Sellar los
bordes del cubreobjetos con Zut o barniz de ulas
transparente.

Examinar las preparaciones al microscopio compuesto en
aceite de inmersibdn, localizar un espécimen apropiada-
mente nivelado que esté orientado casi lateralmente.
Comparar los machos montados con fotografias y dibujos de
especimenes tipicos de las cuatro especies m&s comunes,s e
identificar hasta especie.
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Materiales

Cultivos de 1las cuatro especies m&s comunes de
Meloidogyne: M. incognitar M. javanicar M. arenaria y M.
hapla (ver Apéndice 2); vasos de precipitado de 400-600
ml; papel de aluminio y pléstico para envolver; porta-
objetos y cubreobjetos; papel filtro; pescadores de
nematodos; Zutr Glycel o barniz para las ufias; pinceles
finos para pintar; mesa giratoria para el sellado de
preparaciones; agua; formalina al 2%; micropipetas;
mecheros de alcohol; cerillos; aceite de inmersibn y
microscopios de diseccibn y compuesto.

Observaciones

La identificacién r&pida y precisa de las cuatro especies
ma&s comunes de Meloidogyner es posible mediante 1la
comparacién de la forma de la cabeza y la morfologia del
estilete (Fig. 1).

Disco La
Labio M¢
Vestibulc

Placa Ba
Esquelet

Cono de

Musculo:
Estilete

Eje del E

Cuticula

Nodulos

Esdéfago

Fig 1. Ilustraciédn de la morfologia badsica de la cabeza y el
estilete del macho de Meloidogyne sps observada con el
microscopio de luz y el electrbnico (segin Eisenback: 1985).
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A. Meloidogyne incognita

1.

2.

B. M.
1.

Morfologia de la cabeza: La forma de la cabeza de
los machos de M. Jincognita (Fig. 2) es muy
caracteristica y no debe confundirse con la de las
otras especies. El disco labial es grande y
redondor frecuentemente cbncavo en la regibn
central y se levanta por encima de los labios
medianos. La anchura de éstos Gltimos es igual a
la de la regidn cefllicar que por lo general,
contiene las marcas de 2 o 3 anillos incompletos.

Estiletes: La punta del estilete de los machos
(Fig. 2) de M. incognita es roma y m&s ancha que
la porcién media del cono del estilete.
Aproximadamente a un cuarto de la 1longitud total
del cono se observa una proyeccidn en su lado
ventral indicando 1la abertura del 1lumen del
estilete. El eje o astil, es por lo general
cilindricor con frecuencia angost&ndose en su
proximidad con los nbddulos basales. Estosr ademés
de ser distinguibles del ejer est&n dentados en su
parte anterior y son de forma alargada o redonda.

. .

Morfologia de la cabeza: En M. javanica (Fig. 3).
el disco labials grande y lisor est& fusionado con
los discos medios. La cubierta cefllica es alta y
casi tan ancha como la regidtn cef&lica. En esta
poblacién en particular, la regidn cefélica no es
anillada; sin embargor en otras poblaciones se
pueden observar dos o tres anillos.

Estiletes: E1 cono del estilete de los machos de
M. Jjavanica (Fige. 3) es angosto en su parte
anterior y muy ancho en el extremo opuesto. El
eje es «cilindrico; con frecuencia angosténdose
cerca de su unidn con los nddulos basales. Los
nbédulos basales: bajos y anchos:, son distinguibles
del eje.
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ublerta Cefdlica alto
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Fig. 2. Morfologia de la cabeza y del estilete del macho de
Meloidogyne incognita (segn Eisenback et al.r 1981).
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ig. 3. Morfologia de la cabeza y del estilete del macho de

javanica (segtn Eisenback et al.r 1981).
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stdlica baja,
hacia la
srior
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ndes
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de 4-7Tpm

Fig. 4. Morfologia de la cabeza y del estilete del macho de
arenaria (segin Eisenback et al.r 1981).

C. M. arenaria
l. Morfologia de la cabeza: La cubierta de la cabeza

de los machos de M. arenaria (Fig. 4) es baja y en
declive hacia atrés; constituye una estructura
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lisa y continua que es casi tan ancha como 1la
regidn cefélica. La regiétn cefélica es por 1lo
general lisa y rara vezr con uno o dos anillos
incompletos (en algunas poblaciones).

Estiletes: El1 cono del estilete de los machos de
M. arenaria (Fig. 4) es puntiagudo y la abertura
del lumen se distingue por la presencia de una
pequefia protuberancia en el lado ventral. La
parte posterior del cono es mucho més amplia que
la regidén anterior del eje. Por lo general, el
eje e8 cilindrico aunque en ocasiones su di&metro
puede ser ligeramente m&s grande en 1la parte
media. Los nbdulos son grandes y emergen
gradualmente del estiletes poseen dientes en su
regién anterior.

D. M. hapla

1.

2.

Morfologia de la cabeza: Los machos de M. hapla
poseen una cubierta cef&lica altar mucho més
angosta que 1la regibn cefllica. Esta d(ltima
regidén carece de anillos y se distingue de 1los
anillos de 1la regidn del cuerpor porque su
di&metro es mayorr particularmente gque el del
primer anillo. Adem&s, la anchura y la altura de
los anillos del cuerpo se reducen a medida que se
aproximan a la regidn cefllica.

Estiletes: El estilete de los machos de M. hapla
(Fig. 5)r es mucho més delgado y corto que el de
las otras tres especies comunes de

El cono aumenta su di&metro gradualmente hac:.a
atr&s, pero su base no es mds ancha que la porcibn
anterior del eje. En 1los individuos de 1la
poblacidn pertenecientes a la raza Ar el eje del
estilete se ensancha a medida que se aproxima a
los nbdulos basales del estilete; é&stos son
redondos y distinguibles del eje. El estilete de
la poblaciédn raza Br es diferente al de la raza As
pues es mé&s largor siendo el cono en toda su
longitud cilindrico y con frecuencia provisto de
dientes en la unidn con los nédulos basales del
estilete; los cuales también son m&s grandes. Por
consiguienter las dos razas pueden separarse con
base en la morfologia del estilete
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Fig. 5. Morfologia de la cabeza y del estilete del macho de

Meloidogyne hapla (segGn Eisenback et al.r 1981).
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1.

Ejercicio 5

Clave Ilustrada para la Identificaciédn de
16 Géneros de Nematodos Fitoparésitos

M. B. Harrison y W. F. Mai
Department of Plant Pathology
Cornell University
Ithacar NY 14853

Objetivos
Se pretende introducir al estudiante al uso de una clave
para identificar nematodos fitoparéasitos. Con 1la

practicar el estudiante podr& familiarizarse también con
algunos aspectos anatbmicos y morfolbdbgicos de 1los
nematodos que le dar&n los fundamentos necesarios para
utilizar otras claves més elaboradas.

La clave siguienter diseflada para identificar 16 géneros
selectos de nematodos fitopar&sitoss es una herramienta
de instruccién para iniciar a los estudiantes en 1la
identificaciétn de nematodos. Estos géneros incluyen
especies fitopatbgenas muy importantes que poseen amplia
distribucidnrs encontré&ndoseles en distintos héabitats muy
comunes en una o varias regiones geogr&ficas yr por ender
relativamente faciles de identificar por los estudiantes.,
mediante la observacidn de uno o varios aspectos
morfolbgicoss bajo el microscopio compuesto correctamente
calibrado.

No se hizo ningdn intento para elaborar una clave natural
o filogenética de 1los géneros. Esta clave es
fundamentalmente una ayuda para la ensefianza y no intenta
mostrar relaciones evolutivas o naturales entre 1los
géneross de acuerdo con la posicibn que ocupan en 1la
clave. :

De los cuidados que se tengan con los especimenes antes y
después de ser extraidos de las partes vegetales o del
suelor asi como durante la elaboraciétn de los montajes
semipermanentesrs depender& 1la <calidad final de su
apariencia. Para lograr 1los mejores resultados al
respector se sugiere que los estudiantes sigan las
indicaciones sobre el manejo y procesamiento de muestras.
indicadas en otros ejercicios del presente manual. Se
van a observar variaciones morfoldgicas entre 1los
individuos de una misma poblacién y también se tendré&n
dificultades en observar las caracteristicas taxondmicas
de ciertos especimeness por lo tantor ser& conveniente
utilizar un minimo de seis especimenes antes de intentar
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2.

3.

llevar a cabo la identificacién. Los caracteres que se
utilizan en esta clave para separar a los géneros, son
los que hemos encontrado que 1los estudiantes pueden
reconocer mas facilmente y algunos de los términos que
utilizamosr se definen brevemente en un glosario
exprofeso al final del presente ejercicio.

Tiempo Requerido

Dos periodos de laboratorio de 3 h cada uno seré
suficientes s8i se incluye en la préctica la extraccidén de
los nematodos a partir de muestras de suelo o de tejido
vegetal, y si también los estudiantes han tenido ya la
oportunidad de haber observado en montajes de nematodos.
algunas de sus caracteristicas morfoldgicas bésicas. S8i
el grupo est&d familiarizado con la anatomia de 1los
nematodos y si ya se tienen especimenes montadoss
entonces bastari solamente con un ejercicio de 3 h de
laboratorio.

En caso que se vaya a incluir la mayoria de 1los 16
géneros,s se tenga que procesar muestras y se pretenda
ensefiar a hacer los montajes _.de nematodosr, entonces se
necesitarén tres sesiones de laboratorio de 3 h cada una.

Procedimiento

A. El profesor se asegurar&é de obtener muestras de suelo
o de porciones vegetales que contengan uno o varios de
los géneros incluidos en la clave. También deber& de
examinar la muestra para determinar la presencia de
otros géneros no incluidos en la clave y que pudieran
confundir a 1los estudiantes. De ser é&sta 1la
situacidén, se tiene que desechar el materials o
procesarlo para extraer a los nematodos y colectar en
forma individual, solamente a los representantes de
los géneros designados”®. Los especimenes pueden
conservarse en frascos para su uso posterior en las
pr&cticas de laboratorio.

Independientemente de culles sean las precauciones que se
tomen para limitar el material a 1los 16 géneros de
interés, en muchas ocasiones las muestras contienen otros
géneros de nematodos paré&sitos y no paréasitos. Esto es
perfectamente normal, ya jue ambos tipos de nematodos son
componentes de la mayoria de las faunas ed&ficas.
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El ejercicio puede realizarse con un minimo de 5
génerosr pero seria preferible si se pudiese tener el
doble.

Los s8uelos o0 porciones vegetales gque contengan
nematodos (plantas completas o cultivos axénicos):
deben prepararse para la pr&ctica cuando menos con dos
meses de anticipacién, con el propbésito de facilitar
el incremento poblacional y verificar 1la
identificacidbn de los especimenesr antes de que sean
dados a los estudiantes.

Opcidtn para 3 semanas

Preparar un recipiente para cada estudiante o grupo de
estudiantes, conteniendo una muestra procedente de la
mezcla de suelos infestados y porciones vegetales
infectadas con nematodos. '

Enseguidar los estudiantes deben procesar la muestra
para extraer los nematodos mediante la utilizacidn de
las técnicas de centrifugacidn y flotaciédn con azGcars
embudo de Baermann (o alguna variacidtn del mismo)s, y
la de Young para procesamiento de raices.

Examinar el material extraido con el microscopio
estereoscdpico y practicar la elaboracidn de montajes
semipermanentes con especimenes frescos y relajadoss
de acuerdo con las indicaciones de 1las técnicas
explicadas en el Ejercicio 32.

Para proceder a utilizar la clave durante la segunda y
tercera sesion del laboratorior seleccionar aquellos
especimenes que tengan estilete y que sean hembras
maduras. Hacer algunos montajes semipermanentes como
se indicé en la semana anterior. Para identificar los
géneros con la claver utilizar los objetivos 40X o
100X de un microscopio compuesto con la iluminacibédn de
Kohler correctamente ajustada.

Cuando haya hecho una identificacidén, el estudiante
debe consultar 1la descripcidtn, 1las fotografias y
dibujos del género en cuestidn para auxiliarse en la
verificacidn de dicha identificacién.

Opcién para una semana

Los especimenes a utilizar en esta opcibn, se pueden
obtener a partir de suelos, partes vegetales o
cultivos axénicos. El profesor o ayudante de
laboratorior debe capturar con la ayuda del pescador a
diversos especimenes y colocarlos en uno o varios
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la.

2.

2a.

3.

3a.

4.

frascos conteniendo agua de la llave. Cada frasco
debe contener una mezcla de todos los nematodos que se
vayan a usar en este ejercicio. El estudiante debe
obtener de cada frasco una o dos gotas representativas
Yy proceder a trabajar con los montajes de especimenes
frescos y relajadoss como se indicd previamente en 1la
opcibn para las tres semanas.

Opcibn simplificada

Extraer los nematodos fitopatbgenos a partir de
sueloss partes vegetales o cultivos monoxénicos: como
se indic6 antes en la opcidn para las tres semanas.
Antes de iniciar la sesidns el profesor o el ayudante:,
debe capturar individualmente 1los especimenes
representativos de cada género y colocarlos dentro de
frascos separados conteniendo agua. Los frascos deben
de marcarse con nGmeros clave guardando su identidad.
Enseguidar, el estudiante proceder& a relajar 1los
especimenes calentando gradualmente a la suspensibdn en
que se encuentran; har& montajes semipermanentes y
proceder& a utilizar 1la clave y 1las ayudas
complementarias para identificar los géneros.

Clave Descriptiva para 16 Géneros
de Nematodos Fitoparésitos

Estilete ausente.--(L&mina I C/,D,E) no fitoparésito.
Estilete presente. 2.

No6bdulos basales del estilete ausentes; esbdbfago de dos
partes y desprovisto de vélvulas, porcidn anterior
esbeltar porcidn posterior glandular y muscular. (I A)
DORYLAIMOIDEA- 3.
No6dulos basales del estilete por lo general presentes;
esbfago de tres partes con el metacorpus (bulbo medio)
valvulador seguido del istmo esbelto y el bulbo basal
glandular. (I B) TYLENCHIDA 4.

Estilete corto y curvo; cuerpo corto y grueso (menos de
1.5 mm de largo).- (II A) Trichodorus.
Estilete rector muy adelgazador provisto de largas
extensiones; cuerpo largo y esbeltor que adopta postura
en forma de C abierta cuando se relaja con calor.

- (I1 B,C) Xiphinema.

La desembocadura de la gl&ndula dorsal en el procorpus;
metacorpus moderado o reducido de tamafo (menos de 3/4
del ancho del cuerpo). TYLENCHOIDEA -5,
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4a.

7a.

8a.

9.
9a.
10.
10a.

La desembocadura de la gl&ndula dorsal no se encuentra
en el procorpus; metacorpus muy grande (3/4 o més del
ancho del cuerpo). (II E) APHELENCHOIDEA.
Cola de la hembra usualmente conoide, por 1lo general
provista de un terminus con una o m&s puntas afiladas
(cola mucronada); nbdulos del estilete muy pequefios (en
algunas especies). (II D) Aphelenchoides.

Hembra madura muy grande (de forma de 1limbn, pera o
piriforme, rifibn o reniforme saco o sacciforme) locali-
zada en la raiz de la plantar embebida en los tejidos o
simplemente adherida con el cuello; algunas se presentan

en forma de quistes en el suelo.~—===---mcmcccccccana- 6.
Hembra madura vermiforme, esbelta o ligeramente
hinchada. - sy 9.

Cuerpo de la hembra madura sacciforme o reniforme.----7.
Cuerpo de la hembra madura piriforme, globoso o con
forma de limbén. . —————-8,

Cuerpo de la hembra madura reniforme, posicién de 1la
vulva al 60% o menos del largo total, a partir de la
cabeza.- - (III B) Rotylenchulus.
Parte posterior del cuerpo de la hembra madura protruida
y sacciforme, pero conservando 1la cola puntiaguda;
posicitn de la vulva al 90% del largo total del cuerpo;
paré&sitos de citricos y olivos.----(II1I A) Tylenchulus.

Cuerpo de la hembra madura piriforme, de color blanco
perlado y embebido total o parcialmente en el tejido
radical u otro tejido vegetal; casi siempre dentro de
agallas distinguibles o "nbdulos de la raiz".----==-=---
(I11 FP/G/BH/I)

Cuerpo de la hembra madura globoso o en forma de limbm
de color blanco, amarillo o pardo segGn la edad;
adherida a la raiz por el cuello o libre en el suelo en

forma de quiste obscurQ,==-====-=-- (III C/D/E) Heterodera.
Hembra madura con cuticula o vaina extra, istmo del
esbfago corto o ausente,-=-=--- (Iv A,B) Hemicycliophora.
Hembra madura sin cuticula o vaina extra. - -10.
Cuerpo con anillos prominentes orientados hacia atrés.
(IV C)
Cuerpo sin anillos prominentes orientados hacia atras.
- - 110
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11.

1la.

12.

12a.

13.

1l3a.

14.

l4a.

15.
15a.

16.

l6a.

Estilete corto (15 um o menos de longitud) con nddulos
esféricos y finos. La hembra madura generalmente largar
esbelta y activa; presente en bulbos, talloss hojas y
tubétculoso asi como en los suelos.-
(IV D/E) Ditylenchus.

Bstilete robusto (por lo general de més de 15 um de
largo)s, cola gradualmente adelgazada o abruptamente
redondeada. 12.

Abertura de la gl&ndula esoffégica dorsal localizada por
detr&s de los ndbdulos del estileter a una distancia
mayor de 1/4 del largo total de é&ste; postura en forma
eapiralada cuando expuestos al(calo:.
—— -(IV F) Helicotylenchus.
Abertura de la gla&ndula esof&gica dorsal por detrés de
los nbdbdulos: a una distancia menor de 1/4 del largo del
estilete. - 13.

Longitud total del cuerpo por 1o menos de 2 mm: delgados
(a = 45 o0 més), estilete muy largo; seis veces o m&s que

el ancho de la regién labial.--=====- (V D)

Longitud total del cuerpo menor de 1.5 mm; tamafo del
:stilete no mayor que 5 veces el di&metro de la regibn
abial. 14.

Nodulos del estilete masivos, provistos de proyecciones
anteriores conspicuas semejando un tulip&n, fasmidios
agrandados. - (Vv C) .
N6dulos del estilete bien desarrollados, de forma
esférica y sin proyecciones anteriores conspicuas.---15.

El esbfago traslapa al intestino ventralmente.,-~--==--
- (V AsB) Pratylenchus.

El esbfago traslapa al intestino dorsalmentes o no 1lo
traslapa.-—-==-======-- 16.

El esbfago sin traslapar, hembra de cola cilindrica y
parte terminal abruptamente (redonde?daa no puntiaguda.
- -=-(V E/F/G .
El esbfago traslapa al intestino dorsalmente; cola
delgada a ligeramente redondeada o con la parte terminal

puntiaguda.- (V B) Radopholus.
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*
Ilustraciones y Material Complementario

Lamina I

A.

E.

Nematodo fitopar&sito tipo Dorilaimoideor con odontoes-
tilete y esbfago de 2 partes sin regidn valvular.

Nematodo fitopardsito tipo Tilencoideor con estomatoes-
tiletes esbdfago de tres partes y metacorpus valvulado.

Nematodo no fitoparasito tipo Panagrolaimoideor, estoma
poco profundo en lugar de estilete; esbfago de dos partes
con regidn basal valvulada.

Nematodo no fitopardsito tipo Rhabditoideor estoma
profundo en lugar de estilete; esbfago de dos partes con
regidn basal valvulada.

Nematodo no fitoparésito tipo Mononcoideor con estoma en
lugar de estilete; esbdfago de dos partes sin regidn basal
valvulada.

Lamina II

A.

B.
C.

D.

E.

Trichodorus sp. Estilete curvor esbfago de dos partes
sin aparato valvular, cuerpo corto y grueso (480X).

Xiphinema sp. Hembras maduras (198X).

Xiphinema sp. Porcidn anterior de la hembra (457X).
a: Anillo guia; b: Rebordes o "flanges" (Nt: tipo de
molduras redondeadas).

Aphelenchoideg sp. Estilete de la hembra con nbdulos
basales sumamente pequefios y metacorpus abultado (425X).
a: Mucro.

Aphelenchoidea (Aphelenchus sp). Seccidn anterior de 1la
hembra con el metacorpus abultado y los nbddulos basales
pequefos. (645X).

Las fdtografias y dibujos son de Mai y Lyon, 1975.
Cortesia de "Cornell University Press". Las fotografias
fueron tomadas y montadas en las laminas por H. H. Lyon.
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Lamina III

A. Tylenchulus sp. Hembra de cola aguzadar vulva al 90% del
largo total del cuerpo.

B. Rotylenchulus sp. Hembra madura reniforme y vulva al 60%
o menos del largo total del cuerpo.

C. Heterodera sp. Quistes conteniendo huevecillos (76X).
D. Heterodera sp. Macho (219X).

E. Heterodera sp. Larva (219X).

F. Meloidogyne sp. Hembra madura (233X).

G. Meloidogyne sp. Larva (211X).

H. Meloidogyne sp. Larva en forma de salchicha procedente
de la raiz de la planta. (277X).

I. Meloidogyne sp. Macho (182X).

Lamina IV

A. i SPp.. Porciédn anterior de 1la hembra
(613X) .

B. Hemicycliophora sp. Porcién posterior de 1la hembra
(613X).

C. Criconemella sp. Hembra madura (429X).

D. Ditylenchus sp. Porcidn anterior de la hembfa (248X) .
E. Ditylenchus sp. Hembra madura (146X).

F. Helicotylenchus sp. Hembra madura (650X).

Lamina V

A. Pratylenchus sp. Hembra madurar con el esbfago
traslapando al. intestino ventralmente (605X).

B. Pratylenchus sp. Porcibn anterior de la hembra (903X).
C. Hoplolaimus sp. Porcibdn anterior de la hembra mostrando

las proyecciones anteriores de los nbdulos basales del
estilete (462X).
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LAMINA V
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D.
E.

F.

G.
H.

Belonolaimus sp. Porcidn anterior de la hembra (321X).

sp. Porcibn anterior de 1la hembra
(581X) .

Iylenchorhynchus sp. Hembra madura sin es6fago
traslapando (278X).

'~ Tylenchorhynchus sp. Cola del macho (605X).

Radopholus sp. Hembra joven (501X).

Inf {on I ot Econfmica Compl tari

Trichodorus

Nematodos de aspecto rollizo (0.4-1.5 mm de largo) con
cuticula gruesar cola abruptamente redondeada y odonto-
estilete curvo desprovisto de nbdulos basales. Las
hembras por lo general poseen dos ovarios y la vulva se
localiza casi a la mitad del cuerpo.

Las poblaciones mé&s abundantes de estos nematodos ocurren
en suelos ligeros y pueden encontrarse hasta
profundidades de 100 cm. Posiblemente sean muy sensibles
al estrés hidrico. Son extremadamente importantes en la
remolachar: el apior el maiz dulce y cultivos horticolas.
También son vectores de virus fitopatbgenos.

Xiphinema

Nematodos de cuerpo largo (1.5-5.0 mm) y esbeltor con
odontoestilete provisto en su base de engrosamientos o
molduras ("flanges"). El anillo gquia se ubica
aproximadamente a 1la mitad del estilete. Son
ectoparédsitos cuyos diferentes estadios se pueden
recuperar de los suelos: no obstante; a los machos rara
vez se les encuentra.

Las especies pertenecientes a este género son importantes
porque, adem&s de los dafios que por si mismas provocan a
las plantas hospedantes, son también vectoras de un gran
nGmero de virus fitopatbgenos. Algunas especies inducen
la formacidn de agallas caracteristicas en las puntas de
las raices atacadas.

De gran distribucidén en 1los Estados Unidoss América
Central, Indiar Sri Lankar Australia y Europa y amplio
rango de hospedantes. En ausencia de hospedantes algunas
especies son capaces de sobrevivir en los suelos hasta
por 4.5 ahos.
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Aphelenchoides

Nematodos esbeltos (de 0.5-1.2 mm de largo)r provistos de
un metacorpus caracteristicamente abultado que ocupa
cuando menos 3/4 del ancho del esbfago. El estilete es
fino y provisto de nbdulos pequefios. El intestino se une
directamente al metacorpus y el ovario es extendido. Los
machos carecen de bursa y las colas en ambos sexos pueden
terminar con una estructura puntiaguda llamada mucro.

es uno de los pocos géneros cuyas especies
atacan al follaje de las plantas. Su movimiento depende
de la presencia de una pelicula de agua sobre 1la
superficie de 1la plantar por consiguiente; es el
microclima quien determina la magnitud del dafo. La
supervivencia de estos nematodos es muy baja en ausencia
de hospedantes: por 1o que la rotaciédn de cultivos es con
frecuencia un buen método para controlarlos. Los mayores
dahos econbmicos se presentan en arrozr fresa y cultivos
ornamentales.

Rotylenchulus

Las hembras maduras (de 0.3-0.5 mm de longitud)
hinchadass tienen la apariencia de rifibn y poseen -dos
ovarios. Son endopar&sitos cuyos sitios establecidos de
alimentacibébn 1o constituyen "células gigantes" en 1la
corteza radical. Se encuentran principalmente en las
regiones tropicales y subtropicaless en cultivos como
pifiar algodén, papayar pl&tano o bananos té y tomate (Nt:
en Méxicor "jitomate"). Sus poblaciones son dificiles de
confrolar: porque se incrementan de una manera muy
r&pida.

Iylenchulus

La parte posterior de la hembra es hinchada y protruye de
los tejidos radicales presentando una masa de
huevecillos. Aqui se observan la vulva que es muy
conspicua y el poro excretorr un poco anterior a
aquélla. Esto es raror pues en la mayoria de 1los
Tylenchidaes é&ste Gltimo se encuentra por arriba del
plano ecuatorial. Los machos carecen de bursa.

Nematodo endopar&sito de gran importancia econtmica en
todas las regiones citricolas del mundo; es el
responsable de la enfermedad conocida como "decaimiento
lento”. Las elevadas poblaciones de estos nematodos
interfieren con el desarrollo de las raices alimenticias,
lo cual puede provocar que las plantas sufran de estrés
hidrico y/o de deficiencias nutricionales.
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Meloidogyne

La hembra hinchada de color blanco perlador posee aspecto
piriforme (0.45-1.3 mm de longitud) y cuello largo. Son
nematodos endopar@sitos que se encuentran embebidos en
los tejidos radicalesr dentro de las agallas o "nbddulos",
alimentandose de las "células gigantes"”. En la regibn
posterior del cuerpo que sobresale de los tejidos de 1la
raiz, se encuentra 1la masa gelatinosa con 1los
huevecillos. Machos vermiformes (1.0-1.5 mm de largo)
con regidn labial en forma de gorror estilete y nédulos
bien desarrollados. Carecen de bursa y muy rara vez se
les encuentra, con excepcidn de los periodos en que el
alimento es escaso. Las larvas (0.3-0.6 mm de largo)
poseen estilete delicado y son frecuentes en los suelos.

Las especies de este género atacan a un amplio espectro
de plantas hospederas:; son muy conocidas y constituyen el
grupo de nematodos de mayor importancia econdmica
mundial. Las densidades poblacionales m&s grandes y 1los
cdafics mas severos: se presentan en las regiones de clima
cdlido de todo el mundo. Pueden causar dalo a las
plantas hospedantes en forma directa o indirecta; en este
casor alterando la capacidad de resistencia contra otros
- fitopatbgenos.

He "

La hembra hinchada (0.4-0.8 mm de largo) tiene por 1lo
general forma de 1limén cuando todavia conserva el cuello
y la vulva protruidos. Puede ser de color blanco o
amarillo cuando esté&n inmaduras, pero al madurar se
cbscurece en distintos matices de pardo o moreno. El
estilete bien desarrollado posee prominentes nbédulos
basales. Los huevos pueden retenerse dentro del cuerpo o
bien fuera del mismo en una masa gelatinosa producida por
el organismo. El cuerpo endurecido de 1la hembras o
"quiste", funciona como estructura protectora de 1los
huevos. Los machos (0.6-1.6 mm de largo) son comunes en
la mayoria de las especies. Las larvas (0.35-0.5 mm de
largo) poseen estiletes robustos y se encuentran en forma
abundante en los suelos.

Los elevados niveles poblacionales de estos nematodos
endoparéasitosr causan importantes enfermedades en las
plantas que crecen en 1los climas particularmente
templadoss como muchas herblceas y ciertos cultivos
anuales como trigor avenar frijol soyar remolachar col,
etc. Son muy dificiles de controlarr, debido a la pared
del quiste que los protege contra la desecaciétn y 1la
accidn de los nematicidas.
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Hemicycliophora

El cuerpo de las hembras est& cubierto por dos cuticulas,
la externa semeja a una vaina y protege a la cuticula
interna. Las hembras (0.8-2.0 mm de longitud) poseen
estilete muy largo (80-120 um) y bien desarrollado. El
metacorpus se encuentra fusionado con la parte anterior
del esbfagor de la misma manera que en Criconemella.

Tienen un ovario y 1la vulva se encuentra en la parte
posterior del cuerpo.

Este género es un ectoparésito que al alimentarse de las
plantas es capaz de inducir agallas pequefias en la raiz y
estimular la formacibdn de raices laterales.

Criconemella

Nematodo tipicamente corto (0.3-0.8 mm), ectoparésitos
provisto de un robusto y bien desarrollado estilete. Su
extracciédn del suelo es mé&s eficiente con la utilizacibén
del método de centrifugacidn y flotacidn con azdcarr que
el pasarlos a través de filtros. El metacorpus se une a
la regibn anterior del esbdfago. Posee un ovario y 1la
vulva se encuentra cerca de la parte terminal del cuerpo.

Las células individuales de 1la raiz, aun las méas
profundas, pueden morir directamente por la accibdn del
estilete durante el proceso de alimentacibdn. Se han
reportado dafios significativos en las plantas hospedantes
en presencia de niveles poblacionales muy altos. Puede
haber invasiones secundarias de otros fitopatbgenos del
suelo en las zonas de dafio. Son patbgenos de una gran
variedad de cultivos incluyendo vidr. duraznor ciertas
plantas ornamentales y césped.

Ditylenchus
Nematodo vermiforme de hasta 2 mm de largor localizado
dentro de los tejidos de las plantas. Posee estilete muy
pequefior esbfago largo con metacorpus bien desarrollado y
glandulas esofdgicas que no se traslapan con el
intestino. Tiene un solo ovario y la vulva se localiza
en la regidbn posterior del cuerpor en donde puede estar

presente el prominente saco postvulvar. Los machos
presentan bursa bien formada.

Varias de sus especies son patbgenos importantes ya que
dafian a una amplia variedad de cultivos; principalmente
en las regiones templadas. Sobreviven periodos
considerablemente prolongadoss gracias a que son capaces
de adquirir un estadio resistente a la desecacidn en el
que tienen aspecto "lanudo".
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Pratylenchus

Nematodo endopar&sito migratorio (menos de 1 mm de
largo)r que puede obtenerse tanto del suelo como de las
raices. De estilete bien desarrollado y provisto de
grandes nbdulos basales. Con un solo ovario y vulva
localizada en el Gltimo cuarto del cuerpo del animal.

Fitoparé&sito muy importante que se encuentra
frecuentemente asociado a &rboles perennes, asi como a
ciertos cultivos herb&ceos: en una amplio rango de
localidades geogré&ficas. Las pudriciones radicales
asociadas a la infeccibn del nematodo son responsables,
con frecuenciar de 1los8 crecimientos débiles y las
pérdidas en las cosechas.

Belonolaimus

Nematodo ectopar&sito muy largo y esbelto (2.0-3.0 mm).,
con la regidtn labial distinta del resto del cuerpo y un
estilete muy largo. La cola de las hembras termina en
punta redondeadar mientras que la de los machos es
aguzada y presenta bursa conspicua.

Los dalos mas severos inducidos por estos nematodos se
han reportado en cultivos como el algodén, maiz,
cacahuate o mani, pastizales y césped; particularmente
cuando éstos crecen en suelos arenosos. Con frecuencias
otros fitopatbgenos del suelo son favorecidos para
expresar su virulenciar como resultado de la actividad de
este nematodo. Puede destruir los sistemas radicales o
reducirlos de tamafio.

Radopholus

Menos de 1 mm de largo. Las hembras poseen estilete
cortor regibn 1labial redondeadar dos ovarios y vulva
aproximadamente a la mitad del cuerpo. Los machos tienen
estilete rudimentario y esbelto y la regién labial es de
aspecto nudoso. Las glandulas esofé&gicas son grandes y
traslapan dorsalmente al intestino en ambos sexos.

Son endoparésitos migratorios que se encuentran tanto en
el suelo como dentro de los tejidos radicales. Son de
importancia econétmica en el cultivo del platano y banano
Yy en el de 1los citricos. Existen dos patotipos
morfolbgicamente parecidos: uno de ellos ataca al banano
Y platanos y el otro a citricos pero no al banano y
platano. Ambos tienen amplia gama de hospedantes . Los
arboles enfermos catecen de las raicillas encargadas de
la absorcidn de nutrientes y del anclaje de las plantas:
por ello; en el caso de 1las plantas de banano



infectados, éstas se "vuelcan" féacilmente. Los citricos
manifiestan decaimiento 1lentor presentando reducciones
del follaje y baja productividad.

Tylenchorhynchus

Ectoparésitos (0.6-1.4 mm de largo) que algunas veces se
comportan como endoparésitos. Su estilete es esbelto:
provisto de nbddulos basales bien desarrollados. Las
glandulas esofégicas no se traslapan con el intestino.
Tienen dos ovarios y la vulva se localiza cerca de la
mitad del cuerpo. La longitud de la cola es dos veces o
mas grande que el diametro del cuerpo a la altura del
anos pudiendo terminar en forma redondeada o adelgazada.
La cola de los machos presenta bursa.

Poco se sabe respecto a los dafhos inducidos por estos
nematodos; sin embargor existen algunos reportes de
serios achaparramientos en algunos cultivos atacados por
algunas especies de este género.

Hoplolaimus

Estos nematodos (l.1-1.6 mm de 1largo) se encyentran
presentes en las raices y el suelo. Cuando se les relaja
por medio de calors el cuerpo adopta una postura ligera-
mente curveada. La abertura de la gl&ndula esofégica
dorsal est& cerca de la base del estileters los fasmidios
son muy grandes: uno de los cuales se puede presentar por
delante de la vulvars la que tiene una posicidn central en
el cuerpo. Cola corta y redondar y glandula esofégica
provista de un lbbulo corto.

Las altas densidades poblacionales de este nematodo
pueden causar dafhos a una gran variedad de cultivos como
el maiz, alfalfar tré&bol rojo, cana de azGcar y césped.
El dafo y muerte del tejido vascular o cortical de la
raiz, provoca sintomas de dafio radical.

Helicotylenchus
Por lo general son ectoparasitos (0.6-1.1 mm de largo)
pero a veces se les puede encontrar dentro de los tejidos
de la corteza radical. Su cuerpo adopta una postura en
espiral cuando se relaja con calentamiento lento. Poseen

un estilete bien desarrollado y de tamafio moderado. Los
fasmidios son pequefos y se les encuentran cerca del ano.

Uno de los problemas econbmicos mé&s serios que causans
ocurre en el cultivo del banano. La invasibn secundaria
por otros microorganismos, puede dar origen a pudriciones
radicales de naturaleza compleja. Adem&s, afectan una
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amplia gama de hospedantes en climas tropicales y
templados.

Glosario

Arqueado. Ventralmente curvo.

Bulbo esof&gico basal (también bulbo basal). Parte posterior
del esbfagor el cual puede constituir un bulbo bien
definido o un 1l8bulo que traslapa al intestino tanto en
el lado ventral como en el dorsal.

Bursa. Extensidn de la cuticula en la cola de los machos
que sirve para sujetar a la hembra u orientarse durante
la cbpula.

Desembocadura de 1la gl&ndula dorsal (u orificio dorsal
esofégico). Lugar donde la gl&ndula dorsal vierte su
contenido dentro del lumen del esbffago. Se observa como
un doblez del lumen del esbfago en los Tylenchida. En
los géneros de Aphelenchida (Aphelenchoides)r, dicha
salida est& en el metacorpus, por lo que no hay dobles
dfl ilumen del esbfago y tampoco puede vérsele con
claridad.

Esbfago. Parte del canal alimenticior por lo general va de
la base del estilete hasta 1la porcibén anterior del
intestino.

Poro excretor. Abertura cuticularizada sobre el lado ventral
del cuerpo; localizada por lo general: a la mitad de la
regién posterior del esbfago.

Flanges. Engrosamientos o molduras en la base de las
extensiones del estilete en Xiphinema.

Anillo guia. Estructura en forma de manga que rodea y sirve
de guia al estilete en los miembros de Dorylaimoidea.
Puede 1localizarse cerca de la punta o en la parte
posterior del estilete.

Metacorpus. Es la porcibn media del esdfagor voluminosa y
muscular, que también se le conoce como el bulbo medio.

Mucro. Es una estructura puntiaguda e inflexibler que se
localiza en la porcidtn terminal de la cola de algunos
nematodos.

Fasmidio. Estructura en forma de poror que probablemente
funciona como quimioreceptor. En algunos nematodos se
encuentra en los campos laterales en la regién posterior
del cuerpo.
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Estilete. Estructura en forma de lanza 1localizada en el
extremo anterior de 1los nematodos fitoparé&sitos: 1los
cuales la utilizan para perforar a las células vegetales.

No6dulos del estilete. Engrosamientos protuberantes en la
base del estiletes por lo general presentes en nGmero de
tres.

Vulva. Regidén del sistema reproductor femeninor que por 1lo
general aparece como una incisibn transversal en el lado
ventral del cuerpo de la hembra.

Referencias Recomendadas
Andersons R. V., and R. H. Mulvey. 1979. Plant Parasitic
Nematodes in Canada. Canadian Gov't. Publ. Center.

Hull, Canada.

Dropkins V. H. 1980. Introduction to Plant Nematology.
John Wiley & Sons:s New York.

Mair W. F.r, and H. H. Lyon. 1975. ©Pictorial Key to Genera
of Plant Parasitic Nematodes. Cornell University Presss
Ithacar NY.
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Ejercicio 6

Identificacidén de Especies y Razas de
Mediante la Prueba con Hospedantes Diferenciales

Ronald F. Myers
Plant Pathology Department
Cook Colleger Rutgers University
New Brunswicks NJ 08903

El noventa y ocho por ciento de los nematodos agalladores de
la raiz encontrados en diversos suelos agricolas: son
identificados como Meloidogyne Jincognitar M. Aarenariar M.
javanica o M. hapla; responsables de las mayores pérdidas
agricolas a nivel mundial (Sasser. 1980).

1. oObjetivos

El propbdsito del presente ejercicio es identificar, en
forma tentativar a 1las especies mas comunes de
Meloidogyne mediante 1la utilizacidn de 1la prueba con
hospedantes diferencialess modificada en Carolina del
Norte. La especie M. chitwoodir par&sita de la papar
maiz, trigo y otros cultivares podria también incluirse
si se encuentra presente en el &rea en donde se pretenda
llevar a cabo este ejercicio. La confirmacidén de 1las
identificaciones respectivas, debe hacerse en combinacidén
con 1la observacién de 1los patrones perineales y 1la
consulta de la informacidén disponible (ver el Ejercicio
35). Las razas de M. incognita y M. arenaria poseen
preferencias distintas de hospedantes y pueden también
ser identificadas con el presente ejercicio.

2. ZITiempo Reguerido

Si los estudiantes trabajan en grupos de tres y si todos
los materiales para la préactica se encuentran
disponibless el ejercicio puede llevarse a cabo en una
sola sesidn de laboratorio. Sin embargor se requiere un
periodo previo de seis a ocho semanas para permitir el
crecimiento de las plantas en condiciones de invernadero
(24-30 C.) Ademé&s, se necesita otra sesibdn de tres horas
para examinar y evaluar las raices de las pléntulas y
poder concluir el ejercicio.

3. ZRrocedimiento
Para este ejercicior los profesores deben obtener con la

debida antelacidn, las poblaciones identificadas de 1las
distintas especies de Meloidogyner las cuales ser&n dadas
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a los estudiantes: en forma codificadar para que intenten
identificarlas mediante varios ensayos con las plantas
diferenciales.

Paso 1

Incrementar las poblaciones iniciales de Meloidogyne
en plantulas de tomate (Rutgers): cuatro meses antes
de que se inicie el ejercicior con el propbdsito de
contar con el inéculo suficiente para la prueba con
las diferenciales. Aproximadamente cinco sistemas
radicales totalmente agallados: procedentes de 1las
plantas previamente inoculadas en macetas de 12.7 cm
de dié&metror ser&n suficientes para cada una de las
especies que se incluyan en el ejercicio. Mientras
que M. hapla produce agallas pequefias en las raices
del tomate, M. cgchitwoodi; practicamente no induce
agallamiento.

Paso I1

Sembrar las semillas de las plantas diferenciales en
macetas de 5 cm de di&metror conteniendo la mezcla de
suelor (1l:1) 1limo arenoso y arena de cuarzo
esterilizada en autoclave; sembrar de acuerdo con la
calendarizacidn sumarizada en el cuadro siguiente.
Primero las semillas de tabaco (NC95) se germinan en
una maceta conteniendo vermiculita finamente
fraccionada y después, las plantulas se trasplantan a
macetas de 5 cm de diametro conteniendo la mezcla de
suelo limo arenoso y arena de cuarzo. Las semillas de
algodbn: antes de sembrarser deben rasparse con 1la
ayuda de una lima.

Paso 111

Obtener 1las larvas de Meloidogyne de las raices de
tomate wutilizadas como fuente de inbculor para
infectar a 1los sistemas radicales de 1las plantas
diferenciales.

Para remover las raices de las macetas, sumergirlas en
el agua contenida en un recipiente apropiado por 10
min. Enseguidar eliminar el resto de las particulas
utilizando un chorro lento de agua corriente. Sacudir
las raices vigorosamente dentro de un volumen de 200
ml de NaOCl al 1% (se puede utilizar blanqueador
comercial diluido)s, por espacio de 4 min. Pasar la
suspensibn a través de dos tamices empotrados entre
sir mallas 200/500 y terminar de lavar las raices con
agua de la llaver colocé&ndolas sobre una malla 200,
hasta lograr la méxima recuperacidn de huevecillos y
eliminar, al mismo tiempor el exceso de cloro.
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4.

5.

Colectar los huevecillos retenidos sobre la malla 500,
ajustando el nivel final de inbculo a 1000 huevos y
larvas por ml. Mantener la suspensidén en un
recipiente de acero inoxidable ya quer como se saber
en los de plastico o vidrior los huevecillos tienden a
adherirse a la superficie.

Paso IV

Inocular cada uno de 1los sistemas radicales de las
plantas diferenciales con 5000 huevos y larvass
aplicando un volumen de 5 ml de la suspensibn sobre la
superficie de las raices removidas de lac macetas de 5
cm de diéametro. Establecer nuevamente dichas plantas
en macetas de 12.7 cms utilizando como substrato arena
de cuarzo esterilizada en autoclave. Poner 5
repeticiones por cada hospedante. Permitir crecer a
las plantas por un periodo adicional de 40-60 dias a
24-30 C, suministrando el riego suficiente para
mantener las condiciones de humedad del suelo prbximas
a la capacidad de campo. Procurar no excederse en los
riegos para evitar 1lcs problemas de pudricibdn
radical. Fertilizar a las plantas cada semanas
empleando fertilizantes solubles en agua; también de
ser necesarior solamente utilizar insecticidas no
sistémicos.

Fuente de los Materizles
a. Especies de Meloidogyne (ver Apéndice 2).

b. Semillas de algodétn: Delta Pine 60. Delta Pine Land
Co. of Mississippi. P. O. Box 157, Scott, MS 38772.

c. Cacahuate Florunner. Woodroe Fugate and Sons:
Williston:, FL 32696.

d. Tabaco NC95. McNair Seed Co.r P. O. Box 706
Laurinburgs NC 28352.

Observaciones que Deben Hacerse

Las raices de todas las plantas deben examinarse para
determinar el 1indice de agallamiento y la presencia de
masas de huevecillos. Para ellos primeramente sumergir
en agua a las macetas con las plantas por espacio de 10
min, con el propbsito de remover el suelo de las raices.
Terminar de limpiar las raficesr lavandolas cuidadosamente

con agua corriente. Enseguidar hacerlas flotar en un
recipiente conteniendo poca agqua y expandirlas
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apropiadamente para lograr observarlas con la méxima
precisibén. Las observaciones pueden facilitarse si se
usa una lupa de tamafio conveniente y se les pone en un
fondo obscuro para contrastarlas. Contar y promediar las
agallas y las masas de huevecillos de 1la manera
siguiente: Sin agallas ni masas de huevos = 0; de 1-2
agallas o masa de huevos = 1; 3-10 = 2; 11-30 = 3;
31-100 = 4 y mas de 100 = 5 (Taylor y Sasser, 1978).

Anotar por separado las lecturas de 1los nGmeros de
agallas y las masas de huevecillos para cada repeticidn.
Calcular los promedios de ambas observaciones para cada
planta diferencial. Los promedios de 1-2 se designan
como negativos (=) y 1los de 4-5 como positivos (+).
Comparar los resultados con el Cuadro 1 e identificar
tentativamente a las especies o razas de Meloidogyne.

6. o .
%gL1a;;bn__paxa__camh1ax__s1__Ni!gL_JhL_Jn:gnszdad__del

Una serie de plantas creciendo en forma simult&nea en un
suelo no infestador puede incluirse en el ejercicio para
demostrar la influencia de las especies de Meloidogyne en
el crecimiento de 1las plantas. Se pueden utilizar
mediciones cuantitativas para determinar el grado de
influencia que cada especie tiene en cada una de las
plantas diferenciales.

7. Consideraciones Importantes

Existen cuando menos 18 especies de Meloidogyne en Norte
America. Es probable que estas especies también tengan
razas como las gque se indican para 1las especies
comprendidas en el Cuadro 1. Si el presente ejercicio se
lleva a cabo con una especie desconocida o con una
diferente raza de las especies conocidass los resultados
obtenidos pueden ser confusos y contradictorios.

Referencias Recomendadas

Santor G. S.r O'Bannons J. H.r, Finleyr A. M., and Golden.,
A. M. 1980. Plant Disease 64:951-952.

Sassers J. N. 1980. Plant Disease 64:35-41.
Taylor, A. L.r and Sasserr J. N. 1978. Biology:
ident}fication and control of root-knot nematodes.

(Meloidogyne species). Int. Meloidogyne Project.
NC State Univ. and USAID. pp. 1l1l.
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Cuadro 1. Reacciones con la Prueba de Hospedantes Diferenciales (Sasser, 1980)

Porciento de

Especies de Poblaciones
Meloidogyne Algoddén Tabaco Pimiento Sandia Cacahuate Maiz Identificadas
M. incognita
Raza 1 -1 - + + - + 37
Raza 2 - + + + - + 10
Raza 3 + - + + - + 6
Raza 4 + + + + - + 2
M. areparia
Raza 1 - + + + + + 1
Raza 2 - + - + - + 6
M. javanica - + - + - + 30
M. hapla - + + - + - 7
M. chitwoodi® - - - - - + >1
1

(-) Indica reaccidn negativa o de no hospedante, valor 1-2.
(+) Indica reaccidn positivar valor de 4 o mayor.

2 Santo et al.r 1980.



1.

Bjercicio 7

Identificacién de FPamilias de Nematodos
Entombégenos con ios Estadios de Vida
Libre

George O. Poinar, Jr.
Department of Entomological Sciences
University of California
Berkeley, CA 94720

objetivos

El propbésito de la claver es ayudar al estudiante a
identificar aquellos estadios de nematodos entombgenos
que se encuentran en distintos medios ecolbgicos (v.gr.
suelor fondos de charcas, arroyos y rios, materia
orgédnica, excretas de origen diverso y maderas). Es muy
facil identificarlos cuando se encuentran en asociacién
con los insectos: ya que, en estas circunstancias, el
diferenciarlos de los de vida librer los bacteridfagos.
los zooparésitos y 1los fitoparé&sitos no es muy
problem&tico. También existen otros estadios, incluyendo
los sexuales. En el Cuadro 1. podemos observar que en
algunos gruposr especialmente en Tylenchida, Aphelenchida
y Rhabditida, solamente sus formas libres infectivas se
encuentran en el medio ecolbgico donde viven. Ya se han
publicado claves para nematodos asociados a insectos
(Poinar, 1975, 1977; Poinar y Thomas, 1984).

Con excepcidédn de los Oxyurida, los estadios de vida libre
de 1los nematodos parésitos de insectos, pueden
recuperarse con cualquiera de 1las técnicas que se
utilizan en forma rutinaria para extraer nematodos
fitopar&sitos del suelo (ver el Ejercicio 34). Ya que
los huevos son las Gnicas formas 1libres de Oxyuridos
par&sitos de invertebrados yr por lo mismor extraordina-
riamente dificiles de reconocer,r hemos decidido
excluirlos de la clave. La mejor manera de colectar a
los Oxyuridos consiste en disectar 1los insectos que
normalmente se encuentran infectados, como las cucarachas
y larvas de escarabajos, y examinar sus contenidos
intestinales.

Con excepcién de los mermitidos que son nematodos muy
grandes y esbeltos:, la mayoria de las formas libres de
nematodos par&sitos de insectos:, presentan aproximada-
mente el mismo tamafo que las especies bacteridfagas y
por 1lo tantor deben identificarse bajo el microscopio
compuesto. Después de extraerse, se pueden mantener en
agua en condiciones de temperatura templada (10-15 C).
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Para conveniencia de 1los estudiantes, las categorias
taxonbmicas superiores de las familias incluidas, se
enlistan en el Cuadro 2.
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Cuadro 1.

Estadios de Nematodos Entombgenos Presentes

en el Medio Ambiente y Dentro del Insecto Hospedante.

Grupo de
Nematodo

Estadios Presentes en el

Medio Ambiente (suelo:
humus, excretas: etc).

Estadios
Presentes Dentro
de los Insectos

Mermithidae
(Fig. 1)

Tetradone-
matidae

Neotylenchidae

(Deladenus)

Allantone-
matidae

(Figs. 2, 3¢)

Sphaerulari-

idae (Fig. 3b)

Aphelenchoi-
didae

Parasitaph-
elenchidae

Entaphelen-
chidae
(Fig. 3a)

Diplogaster-
idae

Steinernema-
tidae

Heterorhab-
ditidae

Oxyurida
(muchas
familias)

Juveniles, postparasiti-

coss adultos: huevos:
estadios infectivos

Adultos, huevoss esta-
dios infectivos

Todos los estadios que
se alimentan de hongos.,
hembras infectivas de
las formas insectiles

Hembras infectivas.,
machos

Hembras infectivas.,
machos

Adultos, huevos, esta-

-dios juveniles 1, 2 y 3

Adultoss hueveos, esta-
dios juveniles 1, 2 y 3

Hembras infectivas.,
algunas veces machos
(de vida corta)

Todos los estadios o
juveniles infectivos
Juveniles infectivos

Juveniles infectivos

Huevos, rara vez juve-
niles del1 o 2
estadios

19

Juveniles

Juveniles,
adultos: huevos

Hembras para-
siticas, huevos.,
juveniles

Hembras para-
siticass huevos,
juveniles

Hembras para-
siticas, huevos:,
juveniles

Estadios
juveniles 3-4

Estadios
juveniles 3-4
(algunas veces
adultos)

Hembras y
machos parasi-
ticos:, huevos y
juveniles

Adultoss huevos.,
juveniles

Adultos: huevos,
juveniles

Adultos, huevos.,
juveniles

Adultos, huevos.,
juveniles



Cuadro 2. Categorias Taxonbmicas Superiores de
Nematodos Parasitos de Insectos Mencionados
en la Clave para las Familias

Clase Adenophorea

Orden Mermithida
Suborden Mermithina
Superfamilia Mermithoidea
Familia Mermithidae
Familia Tetradonematidae

Clase Secernentea

Orden Rhabditida
Suborden Rhabditina
Superfamilia Diplogasteroidea
Familia Diplogasteridae
Superfamilia Rhabditoidea
Familia Steinernematidae
Familia Heterorhabditidae

Orden Tylenchida
Suborden Hexatylina

Superfamilia Neotylenchoidea
Familia Neotylenchidae

Superfamilia Allantonematoidea
Familia Allantonematidae

Superfamilia Sphaerularioidea
Familia Sphaerulariidae

Orden Aphelenchidga
Suborden Aphelenchina
Superfamilia Aphelenchoidea
Familia Aphelenchoididae
Familia Entaphelenchidae
Familia Parasitaphelenchidae

Orden Oxyurida
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4.
4.

Clave para los Estadios de Nematodos Entombgenos
Presentes en el Medio Ambiente

Nematodos largos y esbeltos de 3 mm - 15 cm de longitud;
con frecuencia opacos: usualmente blancos pero en
ocasiones de color rosar amarillo o verde; el esbdbfago
consiste en un tubo simple desprovisto de musculatura
pero con estructuras accesorias; con o0 sin anor cuando
presente: é&ste no es funcional; dos testiculos o dos
ovarios opuestos entre si; adultos y/o juveniles post-
parasiticos: similares en tamafo y conspicuos en el suelo
y medios dulceacuicolas - 2.

Nematodos inconspicuoss menos de 3 mm de 1largor
transparentesrs esbfago variable musculoso y Aunca
tubular; ano presente y funcional, uno o dos ovarioss
siempre un solo testiculo; 1los 3juveniles y hembras
infectivas ocurren en el medio ambienter en ocasiones en
asociacién con los estadios en desarrollo - 3.

Estadios de vida libre (adultos y juveniles postparasi-
ticos) usualmente mayores de 8 mm de longitud; cabeza de
los adultos con papilas cefalicas conspicuas; machos
normalmente con dos espiculas (algunos géneros acudticos
poseen una sola espicula); comGnmente Mermithidae
(Fig. 1).

Estadios de vida libre (adultos) por lo general de menos
de 8 mm de longitud; cabeza de los adultos provista de
papilas cefélicas inconspicuas; machos con una espicular
poco frecuentes - Tetradonematidae.

El tercer estadio juvenil 1libre e infectivor cubierto
todavia con la cuticula del segundo estadio; con estilete
de naturaleza fr&gil, cuando presente; glandulas del
esdfago sin traslaparse; estos juveniles con frecuencia
se presentan en el mismo h&bitat que 1los estadios en
desarrollo - 4.

Hembras libres e infectivas: en ocasiones afin cubiertas
con la cuticula del cuarto estadio; con estilete bien
desarrollador glé&ndulas del esbfago traslapadasr, Gtero
prominente y con oocitos sin desarrollar (Figs. 2A-C)- 6.
Estilete presente (puede ser muy fino) - 5.

Estilete ausente - 9.

Espiculas fusionadas - Parasitaphelenchidae.
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10.

10.

Espiculas separadas - Aphelenchoididae.

Hembras infectivas provistas de un bulbo medio esofégico
que contiene las desembocaduras de las gl&ndulas dorsal y
subventral (Fig. 3A) - Entaphelenchidae.

Hembras infectivas desprovistas del bulbo medio
esof&gico - 7.

Dos clases de hembras ocurren en la poblacidn de vida
libre; una con estilete pequefio que se alimenta de
plantas o de hongos y la otra con estilete grande que
infecta a los insectos - Neotylenchidae (Deladenus).

Solamente las hembras infectivas provistas de un gran
estilete - 8.

Hembras infectivas con dos gl&ndulas esof&gicas muy
grandes y traslapadas; las desembocaduras de ambas
normalmente ocurren atr&s del estilete, a una distancia
equivalente a un tanto de la longitud de éste (Fig. 3B) -
Sphaerularidae.

HBembras infectivas con 3 grandes gl&ndulas esofégicas
traslapadas; la desembocadura de 1la gl&ndula dorsal
normalmente se encuentra atr&s del estilete a una
distancia equivalente a dos veces la longitud de éste
(PFig. 2A y 3C) - Allantonematidae.

Estadios juveniles infectivos <cubiertos con un
precipitado aceitoso; bulbo medio valvulado, bulbo basal
simple - Diplogasteridae (la mayoria de 1los Diplogas-
teridos del suelo se separan aqui).

Juveniles infectivos no cubiertos con un precipitado
aceitoso; bulbo medio reducido desprovisto de valvulas,
bulbo basal alargado con una vélvula vestigial - 10.

Cabeza de 1los 3juveniles infectivos con una espina o
protuberancia (m&s notoria bajo inmersibén); cola larga y
aguzada; poro excretor 1localizado antes del anillo
nervioso - Heterorhabditidae (Heterorhabditis).

Cabeza de los juveniles infectivos desprovista de una
espina o protuberancia; cola corta, generalmente més
cuneiforme que terminada en punta -~ Steinernematidae

(Neocaplectana y Steinernema).
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Pig. 1. Nematodo Mermitido. Notar el tubo esofégico (P.t):
N = anillo nervioso; Sc = esticocistos; T = trofosoma
(intestino modificado); V = @&rea vaginal; U = dtero en
desarrollo; O = ovario.
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Fig. 2 Vista general de una hembra infectiva (A) y un macho
de vida libre (B) de un Tylenchida parésito de insectos:
mostrando el estilete (S), 1las gl&ndulas esofégicas
traslapantes (P), el oocito sin desarrollar (0) y el Gtero
(U) expandido mostrando el esperma en su regidn posterior.
En la Fig. 2C se ilustra el lado ventral de la cola del macho
mostrando el par de espiculass el gobernéculo y la bursa.
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Fig. 3. Diferentes tipos de hembras infectivas en
Tylenchida. A. Hembra infectivar, con el bulbo medio conte-
niendo 1las desembocaduras de 1las gl&ndulas dorsal Yy
subventral. B. Hembra infectiva provista de dos glé&ndulas
esof&gicas traslapantes. Las desembocaduras se encuentran
antes del estilete a una distancia mayor que 1la longitud
total del mismo. C. Hembra infectiva con 3 glé&ndulas
esof&gicas traslapantes. La desembocadura de la glé&ndula
dorsal (ver flecha): normalmente se encuentra antes del

e:tilete a una distancia igual o menor a la longitud del
mismo.
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Ejercicio 8

Identificacibn del Nematodo Enquistado de la Soya

Mediante Ensayos con Plantas Diferenciales

R. D. Riggs
Department of Plant Pathology
University of Arkansas
Fayetteviller Arkansas 72701

Objetivos

El objetivo del presente ejercicio es identificar 1las
razas del nematodo enquistado de la soya.

Tiempo Requerido

Un minimo de cuatro semanas.

Procedimiento
A. Preparativos previos al ejercicio
1. Asegurar una produccidén abundante de inéculo de
cada una de las razas a ensayarr mediante su
reproduccidn en cultivares susceptibles (Leer
Essexs Bragg) y bajo condiciones de invernadero.
2. Aproximadamente 4-7 dias antes del ejercicio.

sembrar las semillas de las plantas diferenciales
de la soya (Leer Pickettr Peking, P. I. 88788 y
P. I. 90763), en vermiculita u otro substrato
apropiado.

Establecimiento del ensayo

1.

Llenar tres macetas con suelo para cada diferen-
cial (15 en total) y trasplantar dos pléntulas por
maceta (30 min).

Si el substrato 1o constituye un suelo donde se
haya logrado incrementar la poblacién de quistes,
mezclarlo apropiadamente para asegurar que el
inéculo se distribuya uniformemente.

Proveerse de suelo esterilizado adicional para un
total de 15 macetas de 7.5 cm de diémetro.
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C. Toma de datos (aproximadamente 1 h para cada raza)

1.

Después de 4-5 semanass extraer las hembras
maduras de cada maceta.

a. Quitar el suelo de las raices sumergiendo 1las
macetas en agua contenida en un recipiente
apropi ado.

b. Restregar las raices para desalojar las hembras
dentro del recipiente.

c. Agitar la suspensibdn gque contiene a las
hembras.

d. Pasarla a través de dos tamices empotrados
entre si, mallas 20 y 60, respectivamente.

Las hembras son retenidas sobre la malla 60.

a. Transferir a las hembras en una caja para
contar.

b. Contarlas con 1la ayuda del microscopio
esterescdpico.

Método alternativo para determinaciones mé&s precisas
de las razas

l.

Separar los quistes y las hembras como se indica
en el inciso C, para usarse como fuente de
inbculo.

Transferir con agua a los quistes y hembras del
tamiz malla 60 a otro de malla 80 o 100.

Romper los quistes y las hembras con los dedos o
cualquier implemento adecuado.

Pasar el inbculo de huevecillos y juveniles asi
obtenido a través de un tamiz de malla fina.

Esterilizar los tamices cada vez que se termine de
trabajar con una raza.

Calibrar 1la suspensidn gque contiene 1los
huevecillos y juveniles.

a. Agitar la suspensibn.

b. Tomar 1 ml.
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c. Ponerlo en la caja para contar y proceder a
contar los huevos y juveniles.

7. Utilizar el volumen necesario de 1la suspensidn

para inocular de 2000-4000 huevos y juveniles por
maceta.

. Fuente de log Materiales
A. Nematodos

l. Existen a la fecha 3 razas del nematodo enquistado
de la soya (ver el Apéndice 2).

2. Se requiere de un permiso especial para poder
transportar quistes viables de un Estado a otro.

B. Tamices: Se pueden adquirir en la mayoria de 1las
casas comerciales de productos cientificos.
. Observaciones a Realizar

A. Contar el nGmero de hembras recuperadas en cada planta
diferencial.

6. Resultados Egperados

El cuadro 1 sumariza las diferencias entre las razas.

Indice® de Reproduccién por Diferenciales

Raza Pickett 71 Peking P.I. 88788 P.I. 90763
1 <10 <10 10+ <10
2 10+ 10+ 10+ <10
3 <10 <10 <10 <10
4 10+ 10+ 10+ 10+
5 10+ <10 10+ <10
1

Indice de Reproduccibdn=

N L2 X (- le) .

D X B PracdaAs e A S . B 30 X x100
NGmero de hembras recuperadas del cultivar Lee
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7. Consideraciones Importantes

A. Si se utiliza suelo infestador realizar el conteo
dentro de los primeros 30 dias.

l. Contar solamente a las hembras blancas y
amarillas.

2. Los quistes de color pardo ser&n utilizados para
el inéculo.

B. Siempre asegurarse de limpiar los tamices cada vez que
se termine de usarlos con cada raza.

Referencias Recomendadas

Goldem A. M.r J. M. Eppsr R. D. Riggss L. A. Ducloss
J. A. Fox, and R. L. Bernard. 1970. Plant Disease
Reporter, 54:544-546.
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Ejercicio 9

Comportamiento en la Bdsqueda de Hospedantes: Quimiotaxia

A. Jeyaprakash
Department of Plant Pathology
University of Massachusetts
Amherst, MA 01003

Objetivos

Demostrar que la quimiotaxia se encuentra asociada a la
habilidad de 1los nematodos para 1localizar sus fuentes
alimenticias.

Tiempo Requerido para Cada Paso del Ejercicio

Crecimiento de Caenorhabditis elegans en cultivo
monoxénico: De 7-8 dias.

Preparacidn de 1las cajas de Petri para los ensayos
quimiosensoriales "in vitro®: Un dia.

Extraccién de los nematodos con el embudo de Baermann:
Una h. Ensayo quimiosensorial: 1 1/2 h.

Procedimientos

A. Preparacidn de los materiales vivos antes de iniciar
el ejercicio

Cultivar monoxénicamente a C. elegans (ver Ejercicio
12). Para el ensayo de quimiotaxia, Escherichia coli
OP-50 debe cultivarse en un medio NG sin agar por 2-3
dias (Brenner: 1974). Se sabe que (. elegans es
atraido fuertemente por los exudados de E. coli. Para
propdsitos comparativos, en 1la quimiotéxia con
bacterias vivas, la mitad de dichas bacterias deben
matarse sumergiéndolas en un bafo de agua caliente
(100 C) durante 5 min.

Antes del ensayor los nematodos deben obtenerse con el
embudo de Baermann (1 h), el cual debe llenarse con
agua estéril. Los nematodos asi colectados deben
lavarse tres veces en forma sucesiva con agua estéril,
utilizando una centrifuga (5000 g) para eliminar 1os
residuos del medio de crecimiento.

91



4.

5.

El comportamiento para encontrar el alimentor seré
evaluado permitiendo que C. elegans escoja entre
bacterias muertas o vivas, anotando las diferencias en
porcentaje entre las poblaciones acumuladas en los
trayectos de ambas fuentes alimenticias. Para
establecer el ensayor las cajas de Petri de 5 cm de
di&metro y provistas con agua estéril-agar al 1.5%.,
son marcadas cuidadosamente en su superficie externa
con 4 puntos equidistantes a 18 mm del centro. Antes
de agregar la alicuota con el inbéculo de bacterias en
los puntoss la humedad de la superficie del agar debe
reducirser evapor&ndola con el aire de una cémara de
flujo laminar. Ensequidar 8 ul del medio que contiene
a las bacterias vivass se aplican en cada uno de los
dos puntos opuestos entre si en el cuadrante y otros
8 ul de las bacterias muertas, se colocan de manera
similar, pero en los puntos del eje contrario. El
liquido se deja secar y enseguida se cubre con 1los
discos de agua (estéril)-agar de 7 mm de diémetro. El
procedimiento se ilustra de manera general en la Fig.

1. Es conveniente permitir la formacién de un
gradienter dejando reposar las cajas en estas
condicioness por espacio de 12-18 h. Preparar

suficientes cajas para 4 repeticiones.

Puente de log Materiales

A. Organismos

C. elegans y E. coli (ver Apéndice 2).

B. Cajas de Petri (5 cm de di&metro), micropipetas.
microscopio estereoscdpico y de observacidn, cémara de
flujo laminar y medios para conservar a las bacterias
en condiciones monoxénicas.

Observaciones a Realizar

Con la ayuda de una pipeta Pasteur, depositar en el
centro de la Caja de Petri una gota de agua estéril
conteniendo aproximadamente 100 nematodos. Permitir que
el ligquido se seque completamenter manteniendo la caja
abierta por unos minutos; enseguidar proceder a incubar
en ausencia de 1luz, a la temperatura de 22 C. Los
nematodos que se acumulepn bajo el volumen cubierto por
cada uno de 1los discos de agar, ser&n contados a
intervalos de 15 min, hasta cubrir un periodo total de 1
1/2 h. Los porcentajes de nematodos que respondan tanto
a las células vivas de E. colir como a las muertas serén
tabulados y graficados.
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Formato sugerido para la anotacidn de datos.

Tiempo (min)

15 30 45 60 75 90
Bacterias Vivas
Bacterias Muertas
Estos datos deben graficarse

O Discos de agar ® Discos de agar X inocular los
encima de una encima de una nematodos
gota de 8 ul gota de 8 ul
conteniendo conteniendo
bacterias vivas bacterias muertas

Fig. 1. Espaciamiento de los elementos experimentales en una

caja de Petrl de 5 cm de diémetro.

6. Resultados Esperados

El porcentaje de nematodos atraidos a 1los sitios
conteniendo a las células vivas de E. colir ser& mayor
que el de 1los sitios conteniendo a 1las bacterias
muertas. Esto indicar& que el comportamiento de (.

para buscar hospedantes se encuentra mediado por
quimioatrayentes secretados por las células vivas de E.

7. Yariacibtn del Ejercicio para Cambiar Niveles de

Intensidad

El ntGmero de nematodos que se acumulan debajo de 1los
discos de agar-agua de 7 mm de di&metror por movimiento
al azars puede medirse al substituir los controles de

8 ul de medio con bacterias muertas por calors
controles que contengan solamente 8 ul de medio.
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8. Consideraciones Importantes
A. Cosas por hacer
Mantener siempre el sitio de trabajo estéril, para
evitar la competencia de atrayentes procedentes de las
posibles contaminaciones con otros microorganismos.
B. Cosas que no deben de hacerse

Nunca utilizar cultivos viejos de nematodos ya que
contienen gran cantidad de nematodos muertos.

C. Precauciones y medidas de seguridad
Siempre usar guantes cuando se manipulen cultivos de
B. coli.

Referencias Recomendadas
Brenner: S. (1974). Genetics 77: 71-94.
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Bjercicio 10

La Alimentacién "in vitro"
de Nematodos Parésitos de la Raiz

U. Wyss and U. Zunke
Institut fur Phytopathologie
Universitat Kiel
D-2300 Kiel 1, W. Germany

Objetivos

El comportamiento durante la alimentacidén de tres géneros
de nematodos pardsitos de la raiz: Heterodera.

dorus y ZITyvlenchorhynchusr, ser& estudiado con detalle a
gran aumento (400X). Se pondr& especial atencién a los
diversos aspectos del comportamiento como: La orienta-
cion hacia las raices; la exploracidn de las superficies
celulares; la perforacidtn de las paredes celulares y el
fendtmeno de salivacidén e ingestién de alimentor asi como
las funciones globales del aparato alimenticio y de las
respuestas celulares de la raiz. El desarrollo de 1los
nematodos durante el proceso de alimentacidn debe
estudiarse con base en observaciones a largo plazo.

Tiempo Requerido

Este ejercicio puede completarse en una sola sesidn de
laboratorio; sin embargor de ser necesarior podria
también prolongarse por varias sesiones.

Procedimiento

A. Desinfeccidn superficial y germinacién de 1las
semillas

Se necesitar&n semillas de PBrassica napus var.
oleifera (Nabo silvestre), para los estudios sobre la
alimentacién de Heterodera schachtiir Trichodorus spr
y Tylenchorhynchus ap.

Las semillas de B. pnapus se desinfectan con una
solucidn de cloramina T al 4% y sulfato de
estreptomicina al 13 por espacio de €0 min. Una vez
transcurrido este tiempor 1los excesos de 1los
esterilizantes se eliminan, lavando 1las semillas
varias veces con agua destilada estéril. Después, las
semillas se dejan germinar en un substrato de agua
destilada-agar al 0.8%; el cual se mantiene en 1la
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obscuridad por espacio de 3-4 dias a la temperatura de
25 C.

B. Transferencia de semillas germinadas a las cémaras de
observacidn

Todos los pasos deben llevarse a cabo bajo condiciones
asépticas.

l. Preparar a 1la cé&mara de observacién como se
ilustra en la Fig. lar cclocando el cubreobjetos
de 8 cm de diametro (0.13 mm de grueso) en una
caja de Petri de plastico (14 cm de diémetro).

=z

Fig. 1. Transferencia de semillas germinadas a las cémaras
de observacién.

2. Para los estudios con TIrichodorus y ZIylenchor-
hynchusr agregar cerca de 7 ml de agua destilada-
agar al 0.8% sobre el cubreobjetos especial (Fig.
1b)» hasta cubrirlo con una capa delgada. Para el
caso de H. schachtiir utilizar 1la misma cantidad
de agar con nutrientes como lo indica Dropkin y
Boone (1966).

3. Transferir una pléntula (con radicula de 1-2 ca de
largo) al agar sobre el cubreobjetos (Pig. 1lc).
Agregar al agua destilada-agar unas gotas de la
solucidn nutritiva de Hoagland (#2) esterilizada.

Transferir a la luxz (25 C) las cajas de Petri.
sellarlas apropiadamente con "parafilma” y dejarlas
ha:ta qt;e se desarrollen las raices secundarias
(Pig. 1d).

C. Inoculacidén de las pléntulas con nematodos
1. Para las observaciones a corto plazo (pocos dias).

obtener los nematodos a partir de mnmuestras de
suelo o de plantas infectadas creciendo en el




invernadero (rig. 2a). Colocar el volumen de la
suspensidén en una caja de S8iracusa y lavar
repetidamente con agua destilada. De 1los
nematodos lavados que permanecen en el centro de
la cajar recolectar individualmente a 30 e
inocularlos en la vecindad de las raices de las
pléntulas.
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Pig. 2. Inoculacifén de pléntulas y preparacidén de las cémaras
de observacibn.

2.

3.

Para las observaciones a 1largo plaso (varias
semanas), se van a necesitar nematodos axenizados
nematodos H. sachachtii y
sden axenizarse en HgCl
puede axenizarse en lalz
alL U.uss en cajas de Siracusa y lavatsi
sucesivamente antes de inocularse.

Transferir las pléntulas inoculadas (H.

en agar nutritivo) a la obscuridad o a la lux (no
m&s de 100 1lux), cuando crexzcan en agua
destilada-agar enriquecida con 1la solucibn
nutritiva de Hoagland esterilixzada.

D. Observaciones a gran aumento

Cuando 1los nematodos empiecen a alimentarse
(observéndolos bajo el microscopio estereoscédpio).
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levantar cuidadosamente el cubreobjetos de la cé&mara
de observacidén, con la ayuda de un escalpelo (Fig.
2d) s y presionando ligeramente con los dedos el fondo
de la caja.

Para las observaciones a corto plazor, debe cortarse el
vastago de la plé&ntula (Fig. 2e) antes de colocar otro
cubreobjetos especial de 8 cm de di&metro por 0.17 mm
de grueso (II) sobre el sistema radical (Pig. 2f).
evitando la formacidén de burbujas. El resultado seré&
la obtencidn de un "sandwich de observacién®, el cual
se colocar& sobre la platina del microscopio con el
cubreobjetos I inmediatamente por debajo de 1los
objetivos (Fig. 2g). Esto permitir& observar bajo el
aceite de inmersidn.

Para las observaciones a largo plazor especialmente
con H. schachtiir se puede estudiar el desarrollo de
sus distintos estadios en una caja de Petri, con el
microscopio estereoscdpico. Si se desean hacer
estudios en detalle a gran aumentor entonces debe
hacerse el "sandwich de observacidn®™ pero sin cortar
el vastago de la pléntula. Hechas las observaciones:,
pueden regresarse las pléntulas a las cajas: previa
separacidn del cubreobjetos II. Con el objeto de
prevenir 1la desecacidn, colocar algodones hGmedos
dentro de las cajas de Petri.

4. Fuentes de los Materjales

" A.

C.

Material vivo

Nematodos - Ver el Apéndice 2. Otras especies locales
podrian también ser utilizadas. Por
ejemplo: Hemicycliophorar es excelente
para observar 1la alimentacidén de un
nematodo sedentario ectoparasito.

Semillas de nabo (Brassica napus var. oleifera). Las
plantas de tomate (

Lycopersicon
esculentum) sirven también para estudios
de Irichodorus y Tylenchorhynchus.

Quimicos: Cloramina T, cloruro de mercurio; solucibdn
de Hoagland; sulfato de estreptomicina y azida de
sodio.

Materiales: Las cajas de Petri estandares (9 cm de

di&metro) etcs disponibles en 1los Estados Unidos.
pueden substituirse por las de 14 cm.
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5. Ohservaciones a Realizar

La descripcidn detallada del proceso alimenticio de

Y incluyendo sus
asociaciones con la raiz y las respuestas celulares:, ya
han sido previamente publicadas y revisadas (Wyss, 198l1).
También se encuentran disponibles las peliculas sobre el
temar hechas en el Institut fur den Wissenschaftlichen
Film (IWFP)., Gottingen:, FRG. Se recomienda revisar y
analizar las publicaciones y las peliculas, antes de
efectuar el ejercicio.

A. Tylenchorhynchus

La Fig. 3 muestra a I. dubius aliment&ndose de un pelo
radical. Debe ponerse especial cuidado en la funcién
del aparato alimenticio durante las diferentes fases
del proceso (Wyss: 1973), ilustradas en la pelicula
E 1902 (Wyss e IWP, 1973).

cy = citoplasma

ddg = conducto de la
gl&ndula dorsal

mb = bulbo medio

ndg = nGcleo de la
glandula dorsal

nvg = ncleos de las
dos gléndulas
subventrales

o = orificio de la
gléndula
subventral

r = pelo radical

8 = estilete

Fig. 3. Tylenchorhynchus dubiugs aliment&ndose de un pelo
radical.

B. Trichodorus

La Fig. 4 ilustra a T. similis aliment&ndose a partir
de una célula epidérmica. Adem&s de observar las
funciones del aparato alimenticio (Wyss., 1971;
pelicula E 1763, Wyss e IWF, 1972), deber&n también
anotarse las respuestas celulares del fenbmeno.
(Pelicula E 2045, Wyss e IWP, 1974).

La Pig. 4a-d 1ilustra las respuestas tipicas del
protoplasto en el interior de las células epidérmicas
o los pelos radicales.



a. Corriente normal citoplasmatica durante 1la
exploracidn del nematodo sobre 1la pared
celular.

b. Agregacidn del citoplasma durante la salivacidn
en el sitio de perforacidén, observense 1los
cambios r&pidos del nGcleo celular.

c. Acometidas profundas del estilete sobre la masa
de agregadosr antes de la ingestiénm.

d. Después de abandonar el sitio de penetracidn.
observe el tubo de alimentacidn (saliva
endurecida) a la izquierda de la pared celular
y la sdbita desintegracidn del citoplasma que
no fue ingerido.

ng = ntcleos de las
glandulas esofégicas
subventrales

lumen del esdfago
ntGcleo

estilete

tubo alimenticio
agregacién cito-
plasmética

Pig. 4. Trichodorus similis aliment&ndose de una celula
epidérmica. (Ver texto de a-d).

C. Heterodera schachtii

A la temperatura constante de 25 Cr el periodo
comprendido desde la invasién de 1los estadios
infectivos (J2) hasta la aparicidén de las hembras
jévenes, toma aproximadamente 2 semanas. Las
respuestas de la raiz a la invasiédn de los juveniles
asi como su subsecuente desarrollo hasta hembras o
machos, pueden estudiarse a bajo aumento. 81 se
requiere observar fenbdmenos especificos como 1la
diferenciacidn sexual (desarrollo de 1las gbdnadas)
después de la segunda muda (J2-J3), el fenbmeno de la
mudar la defecacidn, la formacidn de 1la capa
subcristalinar etcs entonces se necesitar& preparar
los "sandwiches de observacioén®.
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La pelicula C 1387 (Muller ot al.r, 1981) en
cinematografia espaciada, ilustra el ciclo de vida
completo de H. schachtii en raices de Nabo.

Referencias Recomendadas

Dropkins V. H.r» and Boone, W. R. 1966. Nematologica 12,
225-236.

Mullers J.r Wyss, U., and IWNF. 198l. PFila C 1387 des IWF,
Gottingen:, 20 pp.

Wyss, U. 1971. Nematologica 17, 508-518.
Wyss, U. 1973. Nematologica 19, 125-136.

Wyss:, U. 1981. In 'Plant Parasitic Nematodes'
(B. M. Zuckerman and R. A. Rohde, eds.), Vol. III,
pPpP. 325-351. Academic Press, New York.

Wyss: U., and IWF. 1972, Film E 1763 der Enc. Cin..,
Gottingen, 12pp.

Wyss, U., and IWP. 1973. Film E 1902 der Enc. Cin.:
Gottingen: 14 pp.

Wyss: U., and IWF. 1974. Film B 2045 der Bnc. Cin..
Gottingen:, 19 pp.
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Ejercicio 11

Ciclo de Vida y Diseminacibdn de Aphelenchoides
fragariae en Begonia Rieger

Richard M. Riedel
Plant Pathology Department
Ohio State University
Columbus, OH 43210

Objetivos

Los objetivos del presente ejercicio son:

A.

C.

Determinar el sitio de penetracidtn del nematodo en el
hospedante.

Determinar la tasa y el patrén de desarrollo de
sintomas en las plantas infectadas.

Determinar los medios de diseminacidn del nematodo
entre las plantas.

Tiempo requerido

Todos los objetivos pueden cumplirse en 6 semanas.

Procedimiento

A.

Preparacidén del material vivo antes de iniciar el
ejercicio

Dejar crecer a 18 pléntulas de begonia Rieger.,
cultivar rojo Schwabenlandr en macetas (10 cm de
diametro) hasta alcanzar el estado de 4 hojas.
Realice la siembra con 3 semanas de anticipacién.

Sequimiento Experimental

l. Extraer a A. fragariae de los cultivos axénicos
con el embudo de Baermanns 24 h antes de
utilizarse (ver Ejercicio 34).

2. Colectar los nematodos del embudor, filtrando 1la

suspensién a través de papel filtro Whatman #1
colocado sobre un embudo Buchner.
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4.

5.

3. Cortar el papel filtro en 8 ¢trozos de tamafio
idéntico y colocarlos dentro de cajas de Petri
para impedir su desecacidn.

4. Asperjar con agua de la llave a dos plantas de
begonia hasta escurrir.

5. Colocar un trozo de  papel filtrqb con los
nematodoss sobre cada una de las hojas de las
begonias.

6. Mantener las plantas inoculadas en la obscuridad
por 24 h y cubrirlas con bolsas de pléstico.

7. Quitar las bolsas de plastico y poner las plantas
inoculadas en medio de un bloque de 8 plantas de
begonias libres de nematodos. Asegurar que las
hojas de plantas vecinas estén en contacto entre
si.

8. Regar a un blogque con regadera o manguerar
aplicando el agua sobre el follaje. Regar al otro
bloque aplicando el agua exclusivamente en el
suelo.

9. Mantener el régimen de riego por 6 semanas. Nota:
Si se tienen las facilidades necesarias, incluir
otro tratamiento inoculando a los tallos. De ser
asi, vea los incisos 7 A, B, Y C.

Fuente de los Materiales

A.

Las begonias Rieger cultivar rojo Schwabenland, pueden
comprarse en Mikkelsens Inc.r Box 1536, Ashtabular OH
44004.

Los cultivos frescos de A. fragariae pueden obtenerse
escribiendo a R. M. Riedel (ver Apéndice 2).

Observaciones a Realizar

A.

Comparar fechas y patrones de aparicién de sintomas
entre las plantas sujetas a 1los dos diferentes
regimenes de riego.

Comparar las tasas y patrones de desarrollo de

sintomas entre las plantas inoculadas en el tallo (si
quedaron incluidas), y las inoculadas en el follaje.
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6.

C. Comparar las poblaciones de nematodos obtenidas de
diferentes partes vegetaless v.gr. hojas, peciolos,
talloss etcs tanto en las plantas inoculadas en el
follaje como en el tallo.

Resultados Esperados

A. A. fragariae induce enrojecimiento de las hojas el
cual se inicia en las nervaduras. La diseminacidédn de
los nematodos es facilitada por el salpique del agua
durante el riegor por lo que las plantas regadas sobre
el follajer ser&n mas facilmente infectadas a partir
de la fuente de inbculo. Las hojas de color rojos
indican diseminacién del nematodo.

B. Este nematodo foliar penetra en sus hospedantes
principalmente a través de 1la léamina foliar. Las
plantas inoculadas en las hojasr, mostraran desarrollo
de sintomas durante las 6 semanas que consta el
ejercicio.

C. A. fragariae se reproduce més en las hojas, menos en
los pecfolos y mucho menos en 1los tallos. Su
actividad endoparasitica es muy limitada. En todos
los casoss 1los nGmeros de nematodos recuperados a
partir de plantas inoculadas en los tallos, ser&n muy
bajos.

Variacié jel Ejercici ~ambi 1 Nivel 4
Intensidad

A. Después del paso 3 indicado previamenter aplicar
gelatina de petrbleo alrededor del tallo de las 8
plantas, aproximadamente 2 cm arriba del nivel del
suelo.

B. Asperjar con agua a las plantas hasta el punto de
escurrimiento.

C. Colocar un trozo de papel con nematodos alrededor del
tallo de 4 plantass por debajo de 1la gelatina de
petrbleo. Hacer lo mismo con las 4 plantas restantes:
pero colocando la fuente de inéculo (trozos de papel
filtro) sobre las hojas.

D. Cubrir las plantas con bolsas de pléstico por 48 h y
dejarlas en la obscuridad.



8.

E. Quitar las bolsas de pléstico y colocar las plantass
bajo sombrar en las mesas de un invernaderor durante 6
semanas procurando que queden muy separadas entre si.
Regar solamente el suelo de las macetas.

F. Colectar porciones de hojas de todos 1los
tratamientos. Incubar las porciones de hojass
pecfolos y tallos con el método de Youngs por 24 h y
por separado.

G. Contar 1los nematodos extraidos de 1las diferentes
partes de plantas de cada tratamiento.

Consideraciones Importantes

A. Cosas por hacer
1. Proteger las begonias de la luz directa del sol.
Las quemaduras en las hojas pueden enmascarar la
expresidén de los sintomas.

2. Mantener las plantas por debajo de los 27 C para
evitar reprimir la reproduccidn de los nematodos.
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Ejercicio 12
Embriologia y Desarrollo de Nematodos

Bert M. Zuckerman
Department of Plant Pathology
University of Massachusetts
Amherst, Massachusetts 01003

Sbiet i

Esta préactica de laboratorio examina la embriologia y
desarrollo de nematodosr utilizando al nematodo
bacteridfago Caenorhabditis elegans como modelo de
estudio. Este nematodo ha sido objeto de gran variedad
de estudios experimentales sobre diversas facetas de su
desarrollo y genéticar por 1lo que existe una gran
informacidtn sobre muchos de sus aspectos biolbgicos. El
ciclo de vida completo toma cerca de 3.5 dias a 20 C, a
través del cual el huevo completa su desarrollo y
eclosionar la larva emerger muda cuatro veces y alcanza
finalmente el estado adulto. Los machos son escasos
(cerca de 1 por cada 1200-1500 individuos), y 1la
reproduccidn es por 1o general a través de la
autof ecundacidédn de individuos hermafroditas.

El propbsito del presente ejercicior es permitir que el
estudiante siga las diferentes etapas de desarrollo del
huevo y que distinga los 4 estadios juveniles y el
adulto. Se dan caracteres claves como guia para seguir
las secuencias del desarrollo.

T R g

El estudiante deberad de ser capaz de observar y medir a
todos 1los estadios mencionados en 1los cuadros: en un
tiempo aproximado de 2.5 h. Cualquier tiempo adicional
de la sesidn de laboratorior deber& dedicarse a discutir
los resultados obtenidos y a esclarecer cualquier aspecto
que no haya sido entendido.

Procedimiento

A. Preparacidédn de materiales vivos antes de iniciar el
ejercicio

Siete dias previos a la sesién de laboratorios

transferir la cepa de Escherichia coli a las cajas de
Petri con el medio de cultivo NG-agar. Dos dias

107



después, inocular 1las cajas con (. elegans en
condiciones asépticas. Cinco dias después: colectar
los nematodos de las cajas mediante lavados sucesivos
con agua estéril. El volumen final se succiona con
una pipeta Pasteurs con la cual se aplicar& un gota en
cada una de las cajas que vayan a utilizarse en el

ejercicio. Se sugiere preparar una caja por
estudianter dejando algunas adicionales como medida de
precaucioén.

B. En todas las observaciones del ejercicio es necesario
matar algunos nematodos. Esto se logra calentando
sobre un plato caliente (60 C)r, un portaobjetos
conteniendo una gota de la suspensibtn o simplemente
fijandolos en formalina al 2%.

Las observaciones de especimenes muertos hechas bajo

el microscopio estereoscdbpico deben intercalarse con
las observaciones de organismos vivos.

Fuente de los Materijales

A. Organismos y mantenimiento

1. Cultivo monoxénico de Caenorhabditis elegans (tipo
silvestre)s cultivado con la cepa E. gcoli OP-50
dependiente del uracilor en medio NG (Brenner:
1974) . Ver Apéndice 2.

2. Mantenimiento de 1los cultivos: Los cultivos de
nematodos se mantienen en cajas de Petri con E.
coli a 22 C. Transferir cada 10 dias.

B. Materiales y equipo necesario

Cajas de Petri de 9 cm de dié&metro.

Medio NG (Brennerr, 1974).

Microscopio de diseccidn y compuesto.

Obgervaciones a Realizar

Observar a bajo (100X) y a alto (430X) aumentor
utilizando cada vez que sea necesario el ocular
micrométrico.

A. Montar y medir los diferentes estadios de nematodos.

Separar los 4 estadios y los adultos con base en las
dimensiones citadas en el Cuadro 2.
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l. Observar 1la vulva y gbnadas del adulto
hermafrodita. Muchos adultos contendr&n huevos en
desarrollo dentro de la gbnada.

2. Buscar a 1los machos. Estos se distinguen por
poseer bursa y espiculas justamente antes de la
cola (ver Ejercicio 5).

3. Observar la alimentacidén. Las vélvulas del bulbo
basal del esbfago se mueven conforme el nematodo
ingiere a las bacterias.

Cuadro 1: Estadios del Desarrollo Embrionario de C. elegans
(Ver Ilustraciones Abajo)

Dibujo # Células Tiempo (+ 10 min) Estadio

1 1-26 0-1.5 h pregastrulacidn
2 26-44 1.5-2 h gastrulacidén
3 46-93 2.0-3.25 h periodo celular 4E
4 99-204 3.25-4.25 h periodo celular 8E
5 224-Ca500 4.25-5.5 h periodo celular 1l6E
6 500-550 5.5-6.25 h forma de frijol
7 550 6.25-6.75 h forma de coma
8 550 6.75-7 0 h forma de renacuajo
9 550 7.0-7.25 h forma de ciruela
10 550 7.25-8.0 h forma de nudo
11 550 8.0-10.5 h (ver dibujo)
12 550 10.5-eclosidn

(ca 11.25 h) (ver dibujo)

0 Min = Fertilizacibn a 25 C
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Cuadro 2: Guia para Caracterizar los Estadios de C. elegans.*

Estadio Ndmero de Tiempo Después Largo (um)
Células no de eclosionar
Gonadales (h)
Larva 1 ca 550
Muda 1 13 350
Larva 2
Muda 2 21.5 470
Larva 3
Muda 3 29.5 640
Larva 4
Muda 4 41 890
Adulto ca 935

* = Tomado de Cassada y Russell (1975)

6.

B. Embriologia (ver las ilustraciones que acompahan al
Cuadro 1)

Observar 1los estadios del desarrollo embrionario.
Observar la muesca o concavidad del estadio con forma
de frijol, que es donde termina la divisidn celular.
En la forma de comar empieza la invaginacidn de 1la
bocar se manifiestan los contornos de 1los O6rganos
internos y se presentan 1los primeros movimientos
bruscos del organismo. La cavidad bucal se completa
en la forma de renacuajo. En la forma de ciruelar la
longitud del embrién es dos veces mayor que la del
huevo. A partir de esta forma embrionariar todas las
restantes se mueven en forma continua. La cabeza se
mueve de manera independiente al inicio de la forma
"pretzel™ (dibujo 11). El tamafio del embridén es
cuatro veces més grande que el tamanho del huevor en la
forma tardia "pretzel®™ (dibujo 12).

Variacidén y Nivel de Intensidad del Ejercicio
Este ejercicio puede ampliarse para hacer importantes
observaciones sobre 1la morfologia de 1los nematodos

bacteridfagos. Se puede aprovechar para resaltar las
diferencias morfolbgicas entre 1los nematodos
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bacteridéfagos y los fitoparésitos. La mayoria de 1los
bacteribfagos poseen esdfago Rhabditoideo caracterizado
por el estoma tubular (abertura bucal) y el bulbo
esofdgico conteniendo una vélvula conspicua en forma de
"y". Esta vélvula puede observarse abriendo y cerrando
cuando el animal se alimenta. Por el contrarior el estoma
de los fitopar&sitos lo constituye un estilete en forma de
aguja y cuyo bulbo basal est& desprovisto de una vélvula
conspicua (ver las ilustraciones del Ejercicio 5).

Otros aspectos morfoldgicos féciles de observar 1lo

constituyen 1la abertura de 1la vulva y las gbnadas
expandidas mostrando en su inter;or a los huevecillos.

7. Consideraciones Importantes
A. Precauciones
Los cultivos contaminados con hongos o bacterias pueden
no sobrevivir. Trabajar en condiciones de rigurosa
asepsia cuando se preparen los medios de cultivo.

B. Usar guantes protectores cuando se trabaje con E. coli.

Referencias Recomendadas

Brennerr S. 1975. Genetics 77: 71-94

Cassadar R.r and R. Russell. 1975. Dev. Biol. 46: 326-342.
Von Ehrensteins G.r and E. Schierenberg. 1980. In "Nematodes

as Biological Models®™ (B. M. Zuckermans Ed.) Vol. 1
pp. 1-71. Academic Press:, NY.
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Ejercicio 13

DiseNo de Experimentos en Invernadero y Microparcelas
para Evaluar Resistencia a Nematodos

K. R. Barker
Department of Plant Pathology
North Carolina State University
Raleighs NC 27695

Objetivos

En este ejercicio se discuten las consideraciones bésicas
y procedimientos necesarios para evaluarr a nivel de
invernadero y microparcelar el potencial de resistencia
contra nematodos fitopar&sitos. Con la pérdida continua
de los nematicidas mé&s eficacess los nematdlogos deben
dedicar sus mejores esfuerzos a buscar fuentes de
resistencia adicionales contra estas importantes plagas
agricolas. El objetivo secundario es hacer hincapié en
la variabilidad genética intraespecifica como en el caso
de Meloidogyne Jincognita. Desde hace varios aNhos 1la
resistencia a este nematodo se encuentra disponible en
varios cultivos como la soyar tomater, tabacor duraznos
etcs (Sasserr 1979). Los resultados que se tengan con el
presente ejercicio; deber&n mostrar que la resistencia
hacia M. incognita disponible en la soyar es efectiva
solamente para ciertas poblaciones de sus cuatro razas.

Iiempo Requerido

El tiempo que se necesitar& para el presente ejercicios
depender& de las condiciones en que se lleve a cabo:
Invernadero o microparcelas. En el primer casor diez
semanas ser&n suficientes para evaluar el crecimiento de
las plantass el desarrollo de agallas y la reproduccidn
del nematodo. En el caso de las microparcelasr, también
podria darse por terminado en el mismo periodor s8in
embargo; en este caso pudiera convenir dejar crecer a las
plantas hasta completar su desarrollo y obtener datos de
produccidn.

Procedimientos

A. Preparativos para el ejercicio

Cada una de las poblaciones de M. Jincognita (MI).,
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debe incrementarse en una variedad susceptible de
tomate como el cultivar "Floradel”. Para éstor se
colocan pléantulas individuales (15-20 cm de altura).
en macetas de barro (15 cm de di&metro) conteniendo
suelo arenoso o franco arenosor el cual se inocula con
10,000 huevos de una poblaciédn determinada de MI.

El procedimiento con hipoclorito de sodio (NaOCl) para
disolver las masas de huevecillos de Meloidogyne o
Heterodera sppr ha sido modificado para preparar
inbculos con los mismos (Barker, 1985a). Sin embargor
es necesario tomar las debidas precauciones con este
métodor para minimizar la exposicidn de los organismos
al cloro. AGn asi, sblo cerca del 20% de los huevos
extraidos con cloro dan origen a juveniles infectivos.

A continuacidn, se sefhala el procedimiento para
obtener huevecillos como inbdculo.

1. Para Meloidogyne sppr colectar raices de tomate de
6-12 semanas de edad y fraccionarlas en segmentos
de 1-2 cms de largo.

2. Sacudir vigorosamente en forma manual 1los
segmentos de raiz, o agitarlos en vasos de
precipitado de 600 ml, conteniendo 200 ml de
hipoclorito de sodio al 0.5-1.0%, por 2-4 min.

3. Pasar répidamente la suspensidn con hipoclorito a
través de un tamiz malla 200 (abertura de 75 um).
empotrado sobre otro malla 500 que retendr& 1los
huevecillos.

4. Inmediatamente proceder a colocar el tamiz de 500
en una corriente de agua fria para eliminar 1los
residuos de cloro (lavar por varios minutos).

5. Enjuagar los remanentes de las raices para obtener
mads huevecillos y recolectar é&stos en tamices.

6. Calibrar el nimero de huevos por unidad de volumen
e inocular 1las plantas directamenter, pipeteando
alrededor de 1las mismas. Una vez inoculadas:,
agregar una capa de suelo adicional a las macetas
de 1-2 cm de grosor. Tener presente que el
experimento consistira de: Dos variedades; 4
razas de nematodos; testigo y 6 repeticiones por
tratamientos por lo que se necesitarén en total 60
macetas.

7. Para lograr 1la méaxima precisidn en 1los
experimentos: los huevos pueden dejarse eclosionar
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directamente sobre la malla de nylon del tamiz
500, sumergida en 1-2 cm de agua desclorinada.
(La utilizacién de agua de la llave hervida en
recipientes descubiertos y dejados a reposar por
12 hs incrementa la eclosidn de los huevos y la
infectividad de las larvas; A. C. Triantaphyllou,
comunicaciédn personal).

Este mismo procedimiento puede utilizarse para remover
los huevos de los quistes de Heterodera o Globodera.
solamente que aquir el tiempo de exposicibn al cloro:.
debe incrementarse de 8-10 min.

El procedimiento con NaOCl utilizado para determinar
nGimeros de nematodos (por gr de raiz)r, es parecido a
la técnica wutilizada para preparar inéculo de
huevecillos de Meloidogyne (Barkerr 1985a). El equipo
y los productos quimicos son los mismos en ambos.
Esta técnica es muy Gtil para evaluar la resistencia
relativa de plantas a Meloidogyne sppr particularmente
hacia mediados y finales de la estacidn de cultivo.

El procedimiento es como sigue:

l. Tomar muestras de raices ya sea extrayendo
sistemas radicales completos o mediante el uso de
un tubo muestreador de suelos (campo o
microparcela), cortar hasta obtener cantidades
suficientes de fragmentos de 1-2 cm, y hacer
muestras representativas de 5-10 gr.

2. Agitar (agitador motorizado) por 10 min a cada una
de 1las muestras en recipientes apropiadoss
conteniendo hipoclorito de sodio al 0.5%.
Efectuar este paso dentro de la campana de
extraccidédn utilizando una o dos veces agente
antiespumante.

3. Utilizar un cedazo casero para retener 1los
desechos y con un cuchardn, tomar una muestra de 5
ml del filtrado y lavarla dentro de un vaso de
precipitado de 150 ml.

4. Pasar esta submuestra a través de un tamiz malla
500 y transferir con agua 1los huevecillos
retenidos a un vaso limpio de precipitado de 150
ml. No exceder el volumen final de 20-25 ml.

5. Agregar en 1la suspensidén dos gotas de fuscina
&cida al 0.35%8 en &cido léactico al 25% y hervir
1 min dentro de la campana de extraccibdn. En este
paso se puede tomar ventaja del horno de
microondas: de ser asi, dejarlo trabajar hasta que
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B.

empiece a hervir el agua.

6. Dejar que la suspensidbn se enfrie antes de iniciar
el conteo de los huevecillos tehidos. Calcular su
nGmero por gramo de raiz.

Disefio experimental

Ambos niveles de experimentacibns invernadero y
microparcelar deben establecerse bajo un disefho
estadistico est&ndarr con 5 repeticiones por
tratamiento. El disefo de blogques completamente al
azarr que involucra una repeticidn por tratamiento en
cada uno de los bloquess es aconsejable para estos
propbsitos (Nelson, 1985). Ya se encuentran
disponibles excelentes tratados sobre el anélisis
estadistico de este disefio (Noer 1985; Nelson, 1985).

Manejo y cuidado del experimento

El suelo usado en ambas situaciones:; invernadero o
microparcelar dehbe fumigarse con bromuro de metilo
(0.5-1.0 kg/30 m“), aproximadamente 30-60 dias antes
de utilizarse. Suelo esterilizado en autoclave puede
también utilizarse para el caso de invernadero. El1 pH
del suelo debe estar entre 5.6-6.7 cuando vaya a
utilizarse soya.

Las plantas de invernadero deben manejarse normalmente
incluyendo 1la aplicacidtn de solucidédn nutritiva de
Hoagland (sin nitrbgeno) dos o tres veces por semana.
Las plantas en maceta de 15 cm de diametror deben
regarse dos o tres veces al diar conforme vayan
creciendo.

El experimento con microparcelas requiere de menos
cuidador aunque las plantas deben mantenerse libres de
malezas y también vigilarse peridédicamente para
impedir dafio por insectos. Cuando esto sucedar las
plantas deben asperjarse en forma convenienter (Nt:
evitar productos sistémicos; cubrir el suelo al
aplicar). En caso que no llueva con reqularidadr se
deben suministrar riegos a las microparcelas para que
las plantas se desarrollen normalmente. También deben
aplicarse varias fertilizaciones conforme se
requieran.

El inbculo para este ejercicio debe extraerse con
hipoclorito de sodiors ajusténdolo apropiadamente para
mantener un nGmero uniforme de huevecillos por unidad
de volumen. Cada plé&ntula de soya debe inocularse con
20,000 huevecillos. La estandarizacidn del proceso de
inoculacidn podria facilitarse utilizando a una pipeta
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como dispensador. En este casor se necesitan 48 vasos
de precipitador cada uno de los cuales conteniendo un
inbculo individual de 20,000 huevecillos. Para ello:
en cada vaso transferir con la pipeta y por separador
3 alicuotas a cada vasor cada alicuota equivalente a
un tercio del volumen final necesitado. En forma
adicional, preparar 12 vasos conteniendo inbculo de
Rhizobium Jjaponicum, con el propbsito de utilizarlo
como el testigo sin nematodos.

Fuente de log Materiales

Deben obtenerse (ver Apéndice 2) cuando menos cuatro
poblaciones de M. incognita representando las razas 1l, 2,
3 y 4, (Sasser, 1979). Pero también pueden utilizarse
razas o poblaciones desconocidas. Los cultivares de soya
que se sugieren para este ejercicior incluyen al "Coker
156" y al altamente resistente "Centennial®™. El1 inéculo
de R. japonicum puede obtenerse en la mayoria de los
establecimientos comerciales de fertilizantes agricolas.

A. Equipo para los experimentos en invernadero

Sesenta macetas de barro de 15 cm de di&metror suelo
arenoso (70% de arena), espacio suficiente en el
invernadero y el laboratorio. Solucibn nutritiva, de
preferencia se sugiere la de Hoagland sin nitrégenos
la cual permite el desarrollo normal de las plantas de
soya.

B. Microparcelas

Se pueden utilizar diversos tipos de microparcelas
cuando se busquen fuentes de resistencia a nematodos.
Las microparcelas m&s comunes utilizadas en diversas
investigaciones nematolégicas oscilan desde 25 X 35 cm
hasta 5 X 5 m. - Estas microparcelas pueden hacerse de
varios materiales como: Fibra de vidrior barro
vidriado o sin vidriar, y cubetas de pléastico para
pinturas de 18 1litros:, (estas cubetas son convenien-
tes, Dr. Jack Pinkerton, comunicacién personal). Se
debe perforar (+ 10-19 cm) el fondo de las mismas,
para facilitar su drenaje antes de colocarse en el
suelo con la ayuda del azaddn. Cuando se vaya a
cosechar, deben removerse totalmente con el propbdsito
de facilitar el examen de los sistemas radicales.
Para los estudios a largo plazor los recipientes de
fibra de vidrio de 80-100 cm de di&metror son 1los
ideales (Barker, 1985b).
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5.

C. Extraccién de huevos de M. incognita

El equipo incluye cubetas de 10 litros y un lavabo lo
suficientemente grande para quitar las particulas de
suelo de las raices. También se requerir& de: Vasos
de precipitado de pléastico de 150 y 600 ml; agitador
motorizado; cedazo casero de 15 cm de diémetro;
tamices mallas 30, 200, y 500; cucharén de 5 ml y
campana de extracciédn (o trabajar al aire libre).

Los quimicos necesarios son: Hipoclorito de sodio
(NaOCl); antiespumante comercial; fucsina &cida y
&cido 1lé&ctico. Otros equipos necesarios son:
Microscopio esterescbdpico (60X); contadores para
nematodos; pipetas dispensadoras y 1los utensilios
comunes para trabajar en el invernadero.

Resultados Esperados

Deben evaluarse los indices de crecimiento de las plantas
con la escala 0-10, en donde 10 significa crecimiento
méximo. Se proceder& también a tomar datos de la altura
y diametro de plantas a las 4 y 8 semanas después de
inocularser asi como al finalizar el experimento.
Cualgquier sintoma foliar (colorr necrbdsis, etc), debe
anotarse utilizando también la escala subjetiva de 0-10.
El peso de la parte aérear asi como el de las raices:

también deben anotarse. Los indices de agallamiento
radical son esenciales para evaluar 1la resistencia
relativa de 1las plantas a nematodos. Aqui, puede

utilizarse una escala arbitraria de 0-100, donde cero
corresponde a la ausencia de agallas mientras que 100 al

agallamiento total. En el cuadro 1 se incluye el
nombgrafo con varios sistemas para evaluar el
agallamiento radical, (Barker, 1985a). El nGmero de

huevecillos debe realizarse con el método del hipoclorito
de sodio como lo mencionamos en lineas atraés.

Todos 1los datos obtenidos, deben analizarse esta-
disticamenter incluyéndose el analisis de varianza y las
pruebas de comparacién de medias ortogonales, y/o de
contraste 1linear. En algunas ocasiones: 1los datos
obtenidos deben transformarser (ejem: En log,,) con el
propbsito de analizarse estadisticamente: (Noe:]beS).



Cuadro 1. Nomograma de Indices de Agallamiento Radical por

Meloidogyne spp.
Sistemas de Indjces de Porcentaje de Agalla-
Agallamiento miento Radical del
total del
0-4 0-5 1-6** 0-10 sistema
0 0 1 4 o 0
1 2 4 1 10
2 -1 3 4 2 20
l =
3 30
4 40
2 4 4 5 50
3 -
6 60
7 70
3 -
4 4 5 4 s 80
9 90
4 5 6 4 1o 100

* Las raices son evaluadas por grado de agallamiento:
utiliz&ndose uno de 1los varios indices de agallamiento
disponibless 1los gque son comparables y relativamente
intercambiables entre si. Un minimo de 10 sistemas
radicales debe ser evaluado por tratamiento.

** Este método se recomienda cuando se evaltian nematicidas o
plantas resistentes a nematodos (Barker, 1978).
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Ejercicio 14

Efecto de los Niveles Graduales de Inbculo en las
Plantas: Heterodera glycines en Soya

Victor H. Dropkin
Department of Plant Pathology
University of Missouri
Columbiar MO 65211

Obieti

Evaluar y comparar el grado de patogenicidad de diferentes
niveles poblacionales de H. glycines en la soya.

Ti R i

A.

B.

Para lograr obtener gran nGmero de quistes de H. glycines
a partir de suelo con plantas infectadas en condiciones
de invernadero, se requieren cuando menos 6 meses.

La evaluacidn de sintomas inducidos por 1los distintos
niveles de inbculo requiere de 60 dias, durante 1los
cuales, deben hacerse observaciones a intervalos
semanales o quincenales.

P iimient

A.

Incremento del inbculo

Debe mantenerse 1la fuente de inbculo del nematodo
enquistado de la soya en el laboratorio. Diez semillas
de variedades susceptibles al nematodo (v.gr. Williams,
Essex» Corsoy) deben sembrarse en macetas de 25 cm de
diametro, conteniendo una mezcla de suelo ligero con
20-25 quistes viables. La temperatura optima para esta
fase es de 25-30 C. Cuando las plantas estén envainandos
removerlas cuidadosamente del suelo para desprender 1los
quistes de las raices y dejarlos libres en el suelo.
Mezclar el suelo desechando 1los remanentes de 1las
ralces. Conservar cuando menos a dos macetas. Repetir
el proceso hasta que el suelo esté tan severamente
infestado que el crecimiento de las plantas de soya se
vea seriamente afectado. Mezclar en partes iguales este
suelo con otro libre de nematodos y probar la intensidad
infectivar utilizando a 10 plantas susceptibles como se
indicé previamente. Con el propbdsito de establecer el
tiempo necesario para obtener quistes maduros (los que
permanecen adheridos a las raices durante el manejo)r a
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4.

5.

partir del dia 25 iniciar la observacidn de raices:
sacando dos plantas cada dos dias.

Procedimiento para inocular

Preparar suelo suficiente para establecer 4 repeticiones
con 4 niveles de 1inbculor en macetas de 10 cm de
diametro. Colectar quistes frescos de pléntulas
infectadas, lavando cuidadosamente las raices para quitar
les el suelo sin desprender 1los quistes. Para ello:
humedecer el suelo y enseguida lavarlo al chorro débil de
agua corriente. Poner las raices en un tamiz de cuarzo:
colocado sobre otro de metal malla 60 (abertura de
250 um). Desprender los quistes de las raices por medio
de rocio fuerte o al chorro de agqua. Colectar 1los
quistes para que los estudiantes procedan a separarlos en
tres grupos con 4 repeticiones de 4, 16 y 64 quistes:
respectivamente. Colocarlos separadamente en recipientes
apropiados para facilitar su transferencia por medio de
una pipeta. Proceder a romper por separado los quistes
de cada repeticidn (conjunto de quistes), presion&ndolos
entre dos portaobjetos con un poco de agua y colocando
entremedio un separador (el cubreobjetos podria ser
Gtil). Llenar la mitad de las macetas con suelo Yy
transferir los quistes rotos y sus contenidos a cada una
de ellas. Incluir el control con 4 macetas donde
solamente el agua que resbale de 1los portaobjetos sea
aplicado. De ser necesariors agregar también una cantidad
estdndar de inbdbculo de Rhizobium a cada maceta. Mezclar
el suelo correctamenter terminar de llenar las macetas Yy
trasplantar una plantula de la variedad susceptible de
soya.

Fuente de los Materiales

A. Nematodos enquistados de la soyar (ver Apéndice 2).

B. Inbéculo de Rhizobium. Disponible en establecimientos
comerciales de productos agricolas.

Observaciones

A. Llevar registros semanales o quincenales de cada planta

con respecto a lo siguiente:
1. Ndmero de nudos.

2, Largo y ancho de una hoja estéandar.
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3. Altura de la planta.
4. Color de las hojas.

B. Al finalizar el experimento (cuando menos 60 dias
después)» remover las plantas y colectar los quistes de
raices y suelor anotando:

1. NGmero de quistes por maceta.
2. Peso seco de las raices.
3. NGmero de ndbdulos de bacterias nitrificantes.

4. Peso seco del follaje.

6. Resultados

Graficar los resultados colocando la magnitud del inbculo en
la abscisa (escala 1log) y 1los datos de cualgquier otro
par&metro en la ordenada (escala aritmética).

Referencias Recomendadas
Heslings J. J. 1957. Nematologica 2: 285-299
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Ejercicio 15

Respuesta Vegetal a la Infeccidn de Nematodos
en Condiciones Axénicas

David T. Kaplan
USDA-ARS: U.S. Horticultural Research Laboratory
2120 Camden Road
Orlandor FL 32803

ohieti

El propdsito de este ejercicio es familiarizar al
estudiante con un método sencillor para estudiar 1la
interaccidn nematodo-planta en un sistema axénico.

Ti R id
El tiempo requerido para este ejercicio dependera de la
disponibilidad de cultivos monoxénicos de nematodos, y de
semillas libres de contaminantes internos como hongos y
bacterias. Idealmente, este ejercicio debe instrumen-
tarser una vez que el estudiante logre obtener cultivos
monoxénicos de nematodos en discos de zanahoria o con
explantes radicalesr, (Huettel, 1985; Huettel Yy Rebois»
1985) .

Desinfeccidn superficial de la semilla 30 min.

Preparacidn de las placas de observacidn 30 min.

Observacidn de las placas 15 min/dia.

p limient
El ejercicio consta de cuatro pésos:
A. Desinfeccidn y germinacidén de la semilla.

B. Construccidén de las cé&maras de observacidn e
inoculacibdn de las mismas.

C. Transferencia de plantulas a las cé&maras de
observacibn. ' :
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D.

Observacidn

Paso I. Desinfeccidn y germinacidn de semillas

Cualquier especie de planta que germine pronto y
produzca plantulas de r&pido desarrollor puede
utilizarse en este ejercicio. El tomate: pimiento
y 8oyar constituyen una buena eleccidn. Las
semillas pueden desinfectarse como se indica en el
Ejercicio 25, pasos A-D (Huettel Y Rebois).
Para la germinacidn, es preferible incubar las
semillas a 25 C durante 5-7 dias o dejar hasta que
la raiz primaria alcance la 1longitud de 7 cm.
Deben evitarse incubaciones por arriba de 30 C, ya
gque podria alterarse la respuesta de las plantas a
la infeccidn o a la alimentacidn de los nematodos.

Paso II. Elaboracidn de las c&maras de observacidn

Obtener nematodos de cultivos monoxé&nicos como se
describe en los Ejercicios 24 y 25. Preparar
agua-agar (1.0% de agua y 0.58 de solucibn
nutritiva de Hoagland de acuerdo con Atilano:
1977), dejando que el agar se enfrie hasta que
empiece a solidificar.

Inocular los nematodos al agar tibio en pequefios
volumenes de aguar mezclar correctamente y tomar
una alicuota de esta suspensidn con el volumen
suficiente para formar una capa delgada (10-15 mm)
en las cajas de Petri. Permitir que el agar se
solidifique y observar 1la actividad de 1los
nematodos (movimiento).

Paso III. Transferencia de pl&ntulas a las c&maras de

observacidn

Transferir plé&ntulas intactas a 1las cé&maras de
observacidn bajo condiciones de asepsia.

Colocarlas de tal manera que sus raices siempre
estén en contacto con 1la superficie del agar
(podrian dejarse también 1las hojas vy
cotiledones). Enseguidar colocar sobre las puntas
de la raiz seleccionadar un cubreobjetos (22 X 80
mm) previamente esterilizador con el propbdsito de
facilitar la observacién al mé&ximo aumento del
microscopio compuesto. :
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4.

5.

Paso IV. Observacidn

Estudiar 1la interaccidn del nematodo con 1las
plantas, observando la c&mara bajo un microscopio
estereoscdpico (10X - 80X) o a mayor aumento por
medio del cubreobjetos.

Las interacciones planta-nematodo pueden
estudiarse para determinar 1los siguientes
aspectos:

Sitios de alimentacidn del nematodo.

Comportamiento del nematodo.

Respuesta de los tejidos vegetales en relacidn al
tiempo.

Desarrollo individual de 1los nematodos
(sedentarios).

Duracibdn de los estadios en los ciclos de vida.

Identificacidén de partes vegetales infectadas por
nematodos.

Comparar las relaciones parésito-hospedante con el
desarrollo de nematodos en raices de variedades de
plantas compatibles e incompatibles.

Fuente de los Materiales

Cultivos monoxénicos de nematodos fitopar&sitos (ver
Apéndice 2).

Semillas de un cultivo de interés que germine ré&pido y
produzca pléntulas de crecimiento también acelerado (v.
gr. tomater pimientor soya).

Equipo

Cajas de Petri estériles, pipetas estériles, baho maria,
camara de transferencia. Agar: agua-agar al 1.5% para
las cé&maras de germinacidn; agua-agar al 1.0% y 0.5% de

solucidn nutritiva de Hoagland, microscopios de diseccidn
y compuesto e incubadora (opcional).
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6. Resultados Esperados

El estudiante utilizar& las técnicas gnotobibdticas para

comprender mejor el comportamiento de los nematodos y sus
interacciones con raices de plantas.

/ Raiz
\Qﬁ Cubreobjetos

Fig. 1. Localizacidn del cubreobjetos en relacidn al &pice
radical.
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1.

Bjercicio 16

Infeccidn de Insectos por Nematodos Entombgenos
de los Géneros Neoaplectana y
(Rhabditida: Rhabditoidea)

George O. Poinar Jr.
Department of Entomological Sciences
University of California
Berkeleyr CA 94720

Introduccibn

Existen m&s de 3000 asociaciones naturales entre insectos
y nematodos: 8 de cuyos ordenes, comprenden a diversos
representantes capaces de parasitar insectos sanos
(Poinar, 1975). ©Una de las tres principales lineas del
parasitismo de los insectos: ha dado origen a formas como
Neoaplectana (Steinernema) (Steinernematidae) vy
Heterorhabditis (Heterorhabditidae): a partir de
Rhabditoides microbiotrb6ficos y bacteridfagos. Estos dos
géneros son interesantes porque adn dependen de bacterias
como fuente alimenticia y han desarrollado mecanismos
para transportar e introducir a insectoss bacterias del
género Xenorhabdus. Estas bacterias son capaces de matar
a los insectos en 48 h, convirtiendo los cadédveres en un
habitat conveniente para el crecimiento y reproduccibdn de
nematodos. Las bacterias que ocurren en el género
Neoaplectana se han clasificado como X. nematophilus y
las asociadas a Heterorhabditis pertenecen a la especie
de X. luminescens (Akhurst, 1983). Consecuentementes
estos nematodos pueden utilizarse como agentes de control
bioldgico y de hecho ya se encuentran disponibles en
forma comercial, utiliz&ndose exitosamente contra picudos
(escarabajos) de 1la raiz y larvas de insectos
perforadores de tallo. El estado infectivo de 1los
nematodos es el terceror el cual en ocasiones presenta
todavia la cuticula del segundo estadio. Estos estadios
infectivos no se alimentan m&s que del hospedanter, por 1lo
que estédn muy bien adaptados para 1localizar a 1los
insectos en el medio ecoldgico. Una vez que el nematodo
encuentra al hospedante lo penetrar liberando enseguida
la bacteria simbidntica que es transportada dentro del
tracto digestivo. El nematodo se desarrolla hasta el
estado adulto en aproximadamente 5 dias a 20 C. En el
caso de Neoaplectanar 1los juveniles infectivos se
desarrollan y dan origen a una generacidén amfimictica de
machos y hembras; pero en Heterorhabditisr dan origen a
hembras hermafroditas. La segunda generacibtn de ambos
géneros consiste de machos y henmbras. Cuando 1los
recursos alimenticios se agotan, 1los juveniles en
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desarrollo se transforman en una larva "Dauer”™ o estadio
infectivor que por 1lo general abandona el cadaver del
insecto (usualmente después de 3 semanas a 20 C), (Figqg.
1.

obieti
Demostrar la patogenicidad en insectos como consecuencia
de la actividad dJe nematodos. Examinar 1los diversos

estadios del desarrollo de Neoaplectana vy

. ! g

Los insectos deben infectarse con 1los nematodos una
semana antes que el ejercicio de laboratorio se lleve a
cabo. Esto toma de 30-60 min. Las disecciones de 1los
insectos y las observaciones de nematodos requerir&n de
2-4 ho

limient
A. Una semana antes del ejercicio

l. Se van a necesitar insectos para el proceso de
infeccibn. Las larvas de Lepiddpteros como 1la
"palomilla de la cera" Galleria mgl_lg_n_el_La son
ideales para estos propbsitos y si no se pueden
adquirir de manera directa, se pueden obtener de
productores comerciales. Una de tales compafias
es la "Northern Bait" en Chetek, Wisconsin 54728.
Si se va a ordenar, pedir el QGltimo instar de la
larva. También se puede tener un cultivo propio
ée la palomillar cuyos procedimientos se
encuentran disponibles en Poinar y Thomas (1984).

2. Los nematodos de 1los géneros Neogaplectana

(Steinernema) y Heterorhabditis se pueden obtener
a partir de cualquiera de 1los distribuidores

comerciales tal como "Biosis", 1057 E. Meadow
Circle, palo Altor CA 94303. Estos nematodos se
suministran con las formas juveniles infectivas,
las cuales permanecen vivas por lo menos tres
meses a 8 C (NMeoaplectapna) y a 12 C
(Heterorhabditis).

3. La infeccibdn puede ocurrir bajo diversas
circunstanciass sin embargo, é&sta puede lograrse
rapida y facilmente utilizando cajas de Petri de
tamaho estandar. Para ello, primero habra que
c o 1 o c a r
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5.

dos circulos de papel filtro sobre la superficie
interna de una de las tapas. Enseguida, obtener
los nematodos y mezclarlos con agua hasta obtener
una suspensidn de 2000 nematodos por ml de agua.
Pipetear 3 ml de 1la suspensidén (6000 nematodos)
sobre los papeles filtro previamente humedecidos e
inmediatamente, introducir 20 1larvas del G4ltimo
instar de la "palomilla de la cera" (Galleria).
Cubrir las cajas y dejarlas en la obscuridad por
una semana a la temperatura de 20-25 C para
facilitar la infeccibdn y muerte de larvas del
insecto, asi como la reproduccién y el desarrollo
del nematodo a partir de los cadéveres.

B. Una semana después de la infeccidbn de insectos

1. Transferir las larvas muertas de insectos a cajas
de Siracusa o cajas de Petri pequefiass cuyos
fondos deben cubrirse con solucibdn Ringer. Abrir
al insecto desprendiendo la cuticula a 1lo largo
del cuerpo de la larva. Obtener los diferentes
estadios de desarrollo del nematodo.

2. Si se quiere obtener una segunda generacidn de
estadios infectivos: mantener 1los insectos por
otros 10-12 dfas a 20-25 C para que se complete
otro ciclo reproductivo y se formen los estadios
juveniles. Mediante el humedecimiento de 1los
papeles filtro que para estas alturas deben estar
secoss se puede observar la emergencia de estadios
infectivos de nematodos a partir de los insectos
muertoss asi como el movimiento de algunos sobre
el fondo y paredes de la cajar en clara btégqueda
de otro insecto.

EQuioo i4

Cajas de Petri esténdar, papel filtro; cajas de diseccidn
(cajas de Petri pequeRas); pipetas de 10 ml; equipo de
diseccidn; microscopios compuestos y de diseccibn; larvas
de insecto (de preferencia algin tipo de oruga) vy
estadios infectivos de Neoaplectana o de Heterorhabditis.

Observaciones

A. Obtener hembras adultas de la primera generacibn y
hacer montajes temporales en solucidn Ringer.
Observar bajo el microscopio a 100-400 aumentos.
Distingir y dibujar las estructuras del cuerpor el
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7.

C.

E.

esbfago y 1la cola cortar el intestino alargado
(obscuro a 1la 1luz transmitida) y el sistema
reproductor (claro a 1la luz transmitida). En las
hembras viejasrs notar que algunos huevos han
eclosionado dentro del cuerpo y que algunas hembras
jobvenes se mueven alrededor. Distinguir la posicidn
de la vulvar el ano y el poro excretor. Observar la
estructura del estomar asi como 1la ausencia de
estilete y dientes.

Obtener uno de los machos ma&s pequefios (ésto no seré
posible con 1la primera generacidn hermafrodita de

i ) y efectuar otro montaje temporal con
la solucidn Ringer. Observar bajo el microscopio a
100-400 aumentos. Observar y dibujar las estructuras
del cuerpo del animal, como su curvatura en la regibn
de la cola y 1los testiculos reflejados. Tambi é&n
distinguir el poro excretor, las espiculas, el
gobernéculo y las papilas genitales.

El insecto podr& disectarse después de 8-12 dias a
20-25 Cr pudiendo observarse la segunda generacidn de
nematodos adultos. En este instante; 1los machos
pequetios de podran distinguirse. Los
adultos de 1a segunoca generacidn de

difierens en relacidn con 1los de 1la primera
generacibdnrs solamente por su menor tamafio.

Examinar los estadios juveniles infectivos haciendo
montajes temporales en agua y observar a 200-1000
aumentos. Observar la cuticula del segundo estadio
aGn sin eliminar (algunas veces se pierde), el poro
excretorr el anosr el anillo nervioso y 1la cola
puntiaguda. Observar el gancho pequefio sobre 1la
cabeza de la mayoria de 1los Heterorhabditis
infectivos.

Si se desea montar en forma definitiva cualquiera de
los estadioss entonces los nematodos deben matarse con
calors, fijarse en TAF o formalina al 3%, procesarse en
glicerina y montarse en portaobjetos o 1laminillas
apropi adas.

ol i6n de la Bacteria Simbionti

En términos generaless cuando se extraen nematodos del
interior del cuerpo de los insectos: muchas bacterias del
género Xenorhabdus también son arrastradas al porta-
objetos donde se pretende montar al nematodo. De no
llevarse a cabo é&stor entonces una muestra pequefia de los
contenidos del insecto pueden transferirse a una gota de
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Ringer colocada sobre un portaobjetos. La observacibdn a

400-1000 aumentoss revelard& las varillas largas de 1las

bacterias simbidnticas X. (asociada con

spp)r o X. (asociada con

spp) - Ambas pacterias pueden cultivarse

terioldgicos esténdares. Resulta curioso

destacars como lo implica el nombre de X. luminescensr la

luminiscencia exhibida por los cultivos jdvenes, la cual

se manifiesta como un resplandor, a l1los pocos minutos de
observar los cultivos en un cuarto completamente obscuro.

8. Consideraciones Importantes
A. Areas problema

El desarrollo de 1los nematodos depende fundamental-
mente de la temperatura. El programa que s8e ha
mencionado en lineas atr&s funcionar& solamente s8i se
realiza bajo temperaturas de 20-25 C. Algunas cepas de
nematodos se desarrollar&n mds r&pido o més lento de lo
que hemos mencionador por lo tantor se sugliere realizar
los ajustes pertinentes (acortar o prolongar el tiempo
de incubacidn por 1 o 2 dias si se trabaja con otras
cepas) . En caso que la bacteria simbidntica esté
ausente [cuando los nematodos se guardan por periodos
muy extensos (6 meses - 3 afios) o a temperaturas
inapropiadas (muy calientes o frias)]l, entonces el
desarrollo de los nematodos se blogquea o se reduce
substancialmente, impidiendo que 1las secuencias
referidas anteriormente se puedan cumplir. En estas
circunstancias es mejor iniciar con nematodos frescos.

9. Seguridad
La infectividad de estos nematodos se limita a 1los
artrbpodos (principalmente insectos). No existe

informacibén alguna que ataquen a los vertebrados o a las
plantas, tampoco hay evidencias de que induzcan reacciones
alérgicas al hombre.

Referencias Recomendadas

Akhurst, R. J. 1983. 1Int. J. Syst. Bacteriol. 33:38-45.

Poinar, Jr.. G. O. 1975. Entomogenous nematodes.
E. J. Brill, Leiden: the Netherlands, 317 pp.

Poinar, Jr.r» G. O.r and G. M. Thomas. 1984. Laboratory guide

to insect pathogens and parasites. Plenum Press:, NY
392 pp.
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Fig. 1. Ciclo de vida de Neaaplectana y Heterorhabditis.
Los estadios juveniles infectivos de ambos géneros son muy
parecidos (1). Estos producen una primera generacidn
amfimictica en Neoaplectana (2) y una hermafrodita en

(5). En Neoaplectanar 1los juveniles se
desarrollan internamente liber&ndose la primera generacidn de
hembras (3), 1la cual si existen nutrimentos en forma
adecuadar puede generar otra segunda generacidn amfimictica
(4). La descendencia de estos adultos da origen a 1los
estadios juveniles infectivos (1). En los Heterorhabditiss
la progenie de las hembras hermafroditas da origen a una
segunda generacidén amfimictica (con machos pequefios) (6); con
frecuenciar los juveniles de estas hembras se desarrollan
hasta el estado infectivo, antes de abandonar el cuerpo de
las hembras (7) y dirigirse al medio ambiente (1).

HETERORHABDITIS



1.

2.

3.

Ejercicio 17

Patogenicidad y Reproductividad de
Y A. fragariae

en Begonia Rieger

R. M. Riedel
Plant Pathology Department
Ohio State University
Columbus, OH 43210

Objetivos

A. Comparar los sintomas causados por dos especies de
nematodos foliares en plantas de begonia Rieger.

B. Comparar el potencial reproductivo de las dos especies
de nematodos en un hospedante com@n.

Tiempo Requerido

Este ejercicio podr& completarse en 4 semanas.

Procedimiento

A. Preparacidn del material vivo antes de dar inicio al
ejercicio.

B.

Cultivar 8 begonias Rieger cv "Schwabenland Red" hasta
el estado de 4 foliolos. Esto se lleva a cabo en 3

semanas.

Procedimiento

l. 'Extraer a A. fragariae y A. ritzemabogsi de 1los
cultivos de tejidos de callos: utilizando un tubo
de cultivo para cada especie. Utilizar el embudo
de Baermann por 24 h (ver Ejercicio 34).

2. Recolectar los nematodos extraidos de cada especie
en un papel filtro Whatman #1 colocado sobre un
embudo Buchner.

3. Cortar el papel en 8 piezas de igual tamafio y

colocarlas por separado dentro de cajas de Petri
hasta que se vayan a utilizar. Impedir 1la
desecacidn de los papeles.
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4. Para determinar la densidad de inbculo de cada
papel, extraer los nematodos de 4 pedazos de papel
para cada una de las especies, utilizando el
embudo de Baermann por 24 h.

5. Rociar con agua hasta escurrirs, el follaje de 4
plantas de begonia.

6. Inmediatamente colocar dos pedazos de papel sobre
dos hojas en cada una de las dos plantas para cada
especie. Marcar las hojas inoculadas.

7. Cubrir 1las plantas inoculadas con bolsas de
pléasticor asi como las testigo sin inocular y
dejarlas en la obscuridad por 48 h.

8. Al finalizar este periodor quitar las bolsas de
las plantas y pasarlas a un lugar sombreado en el
invernadero.

9. Regar el suelo y vigilar las plantas por 4
semanas.

10. Después de 1las 4 semanas: obtener 1las hojas
inoculadas y pesarlas.

11. Extraer individualmente los nematodos de las hojas
inoculadass utilizando el método de Young (24 h) y
anotar los pesos de las hojas en los frascos.

12. Calcular las poblaciones de nematodos con base al
nGmero de nematodos/gramo de tejido fresco.
Comparar los incrementos poblacionales en relacidn
al nivel de inbculo inicial aplicado a las hojas.

C. Variaciones del ejercicio para cambiar los niveles de
intensidad

Se pueden inocular mé&s hojas o m&s plantas para cada
especie de nematodor de tal suerte que se puedan
llevar a cabo conteos de nematodos semanalmenter para
medir la tasa de incremento poblacional de ambas
especies.

4. Euente de los Materiales
A. Organismos
l. Las plantas de begonia Rieger c¢v "Schwabenland

Red" pueden comprarse en Mikkelsens Inc.: P. O.
Box 1536, Ashtabular OH 44004.
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S.

7.

2. A. fragariae y A. ritzemabosi se pueden obtener
solicit&ndolos a R. M. Riedel (ver Apéndice 2).

Observaciones a Realizar
A. Observar el color de las hojas de begonias inoculadas
con cada especie. Anotar 1la cantidad de tejido

necrdtico observado.

B. Calcular la poblacibdbn total de nematodos por hoja y
por gramo de tejido fresco foliars estimar el
porcentaje de incremento en la poblaciédn final con
respecto a la poblacidén inicial.

Resultados Esperados

A. A. fragariae causari decoloracién pGrpura a rojo en
las plantas de begonia y A. ritzemabosi de amarillo a
oro. A. fragariae produce necrosis significativa al
follaje en el periodo de las 4 semanasr incrementando
su poblacidn cerca de 20 veces; A. ritzemabosgir por
el contrarior sdlo la incrementa 3 o 4 vecess habiendo
significativamente menos nematodos por gr de peso
fresco de follaje.

Consideraciones Importantes
A. Cosas que hacer
l. Conservar a las plantas en un lugar sombreado en
el invernadero. Las quemaduras de sol enmascaran
los sintomas.

2. Mantenerlas por debajo de 27 C.
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Ejercicio 18

Interaccidn de Meloidogyne ;nnggnita con el Hongo Fusarium

oxysporum f. lycopersici en Plantas de Tomate

J. R. Bloom
Department of Plant Pathology
Pennsylvania State University

University Park, PA 16802

bieti

Demostrar que las plantas de tomate (cv. Rutgers)
resistentes al marchitamiento por Fusariums pueden ser
atacadas por este hongo cuando el fitonematodo M.
incognita se encuentra presente en el mismo suelo.

ri g g

Seis semanass desde la siembra de las semillas hasta la
aparicidén de sintcmas de marchitez.

I simient

A. Preparacién de materiales vivos antes de iniciar el
ejercicio

l. Sembrar semillas de tomate "Rutgers" en arena o
vermiculita. Dejar que se desarrollen hasta la
obtencién de plé&ntulas con 1 o 2 pares de hojas.
Fertilizar conforme se requiera.

2. Obtener raices de tomate agalladas por M.
incognita. Limpiarlas y cortarlas en secciones de
1-2 cm para ponerlas dentro de una licuadora con
agua destilada estéril. Macerarlas por 10
segundos y pasar el macerado a través de un tamiz
de cuarzo para separar los grandes desechos;
contar el nGmero de huevecillos y larvas por ml de
filtrado.

3. ILlenar 1las macetas con suelo esterilizado en
autoclave. Eacer un hoyo en el centro de 1la
superficie del suelo para inocular suficiente
volumen del filtrado que contenga 250 huevos o
nemetodoss o la mezcla de ambos. Trasplantar una
plantula de tomate en el hoyo e incubar a 23-27 C.
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4.

B.

4. Nueve dias después del trasplantes preparar el
caldo de cultivo papa-dextrosa (colar el caldo de
250 grs de papas hervidas; agregar 20 grs de
dextrosa; completar el volumen con agua a un
litro). Vaciar el caldo en frascos convenientes
para esterilizar en autoclave. Una vez que el
medio se haya enfriador inocularlo con
E. oxysporum f. lycopersici y colocarlo en un
agitador. Cinco dias después:, filtrar para
separar las esporas: transferirlas con agua en el
papel filtro hacia un recipiente apropiado y
determinar la concentracidn de esporas/ml de 1la
suspensidn. Hacer 3 hoyos alrededor del tallo del
tomate y agregar un total de 100,000 esporas por
maceta. Incubar las plantas a 25-28 C.

Tiempo requerido
l. Crecimiento de las plantas de tomate; 3-4 semanas.

2, Preparacidn del inbébculo de nematodos: infestacibn
del suelo y trasplante de 1las pléntulas; 3-4
semanas.

3. Preparacidn del inbculo de hongos; 2 h mé&s 5 dias
de incubacibn.

4. 1Inoculacidn de plantas de tomate con el hongo;
1 h.

5. La inoculacién del hongo deber& hacerse 14 dias
después de que las plantas hayan sido inoculadas
con nematodos. Los sintomas se desarrollan entre
10-14 dias después de la inoculacibn.

Fuente de los Materiales

A.

B.

Organismos

1. M. incognita (ver Apéndice 2).

2. F. oxysporum f. Jlycopersici (Fusarium Research
Center, 211 Buckhout Laboratory. University Park:
PA 16802).

Equipo - No se requiere de alguno especializado.

of . Real i

El primer sintoma de marchitamiento que se observa es la
epinastia (declinacion de hojas). Enseguida ocurrira el
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amarillamiento de las hojas inferiores: 1lo cual puede
afectar a 1los foliolos unilateralmente. Las hojas
marchitas por 1o general mueren y 1los sintomas
gradualmente se manifiestan hacia arriba de la planta
involucrando las hojas mé&s jbvenes. Los sintomas también
incluyen la decoloracibn vascular.

Resultados Esperados

La epinastia ocurriréd 6-8 dias después de la inoculacidn
con el hongo. El amarillamiento y marchitamiento serén
visibles entre los 10-14 dias después de que el hongo
haya sido aplicado al suelo.

yariacién del Eiercici cambi 1 Nivel de Ini  dad

Ambos organismos se desarrollan mejor a temperaturas més
elevadas. La manifestacidn de sintomas ser& mé&s répido a

28 C.

Por debajo de 23 C: el desarrollo de los sintomas

requerird de 3-4 semanas.

~onsid . L tant

A. Cosas por hacer

1.

2.

Los tratamientos seran: Nematodos sblos; hongos
sblos; nematodos y dos semanas después hongos;
control (libre de patbgenos).

El inbculo de nematodos puede prepararse también
mediante el procedimiento de Hussey y Barker (1973).

B. Cosas que no hay que hacer

1.

No utilizar plantas de tomate mayores de 15-20 cm de
altura. El tiempo requerido para la manifestacibdn
de sintomas ser& mayor con las plantas viejas.

No acortar el periodo de inoculacidn entre 1los
nematodos y el hongo a menos de 10 dias.

Investigaciones recientes indican que.
independientemente de la presencia o ausencia del
nem&todo agalladorr la fuente de resistencia contra
el marchitamiento por Fusarium podr& influir en el
desarrollo de los sintomas de marchitamiento en las
plantas de tomate resistentes a Fusarium (Abawi y
Barker, 1984).
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Referencias Recomendadas
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Ejercicio 19
Hongos Nematbfagos - Aislamientos del suelo

H-B. Jansson
Department of Microbial Ecology
University of Lund
S-223 62 Lund, Sweden

Ohieti

Los hongos nematbfagos son habitantes muy comunes del
medio ed&fico que se encuentran en diversos tipos de
suelos. El rango de temperaturas que toleran es muy
amplio y de aqui que se les encuentre desde 1los polos
hasta las regiones tropicales. Sin embargor a pesar de
su ubicua presenciar se desconoce el papel que juegan en
el control de poblaciones de nematodos del suelo. Se han
desarrollado varios métodos para aislarlos de diversos
substratos, (Barron, 1982). El objetivo del presente
ejercicio es demostrar la presencia de estos hongos en el
suelo, mediante la utilizacién de uno de los métodos mas
simples y comunes para aislarlos con medio de cultivo

sobre la que se esparce suelo.

Procedimiento
A. Preparacidn de los materiales

Dia 1: Vaciar en cajas de Petri (de 2-4 por
estudiante) agua-agar al 1.5%. Después que el medio
se haya solidificador agregar de 500-1000 nematodos
por caja y espolvorear de 0.5 a 1.0 gr sobre el
medio. La mitad de las cajas ser&n rociadas sobre su
superficie con agua estéril y las restantes quedaréan
intactas. Ambos grupos ser&n incubados 12 dias a 1la
temperatura de 20-25 C. Al finalizar este periodos
las cajas rociadas con agua contendr&n las zoosporas
de los hongos.

Fuente de los Materiales
Muestras de suelor agua-agar al 1.5%, cajas de Petri de 9
cm de diémetror nematodos en cultivo o recién extraidos

del suelo (ver Apéndice 2), microscopio de diseccidn y
compuesto.
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6.

Observaciones a Realizar

Dias 14 y 35: Examinar las cajas en busca de nematodos
capturados y hongos nematbfagos. Buscar ademés: (1)
nematodos muertos; (2) estructuras atrapadoras (ver Pig.
1-4, Ejercicio 20) y (3) conidios. Los nematodos
infectados aparecer&n 1llenos de hifas. Para identificar
los hongos nematbfagos, consultar en Cooke y Godfrey
(1964). Una forma sencilla de examinar a las placas de
agarr es trazando varias lineas de referencia sobre 1la
cara externa de la mitad de la caja que contenga el
medior para é&stor utilizar de 25-40 aumentos. Si es
necesario destacar m&s detalles, entonces trabajar con
100-200 aumentos.

Resultados Esperados

Las cajas con suelo s8in humedecer, mostrar&n el
crecimiento del micelio de hongos en sucesibdn durante los
primeros 2-4 diasr en cambio, las incubadas con suelo
humedecido pueden contener Chitridiomycetes u Oomycetes
con zoosporas. Una semana m&s tarde, apareceré

spr con su red adhesiva y enseguida se
suceder&n otros tipos de hongos atrapadores de nematodos
(Fig. 1). A intervalos irregulares, otros diferentes
tipos de hongos endopar&sitos aparecer&n por varias
semanas (los hongos nematbdfagos endopar&sitos infectan a
nematodos con sus esporass al contrario de 1los hongos
nematdfagos que utilizan estructuras como los anillos
constrictores, ndbdulos pegajosos: etc).

Variaciones del Ejercicio para Cambiar el Nivel de
Intensidad

Aislar un gran ntGmero de hongos nematdfagos y
conservarlos para el ejercicio sobre "la captura de
nematodos®”. Una manera de aislarlos consiste en recoger
las conidiosporas directamente de 1los conidibdforos
erectos que crecen en 1los cultivos s8in humedad; para
éstor se debe evitar tocar la superficie del agar o las
particulas de suelo. Una manera de hacerlo es mediante
la utilizacidn de un tubo de vidrio de di&metro pequefo y
de punta aguzadar que puede hacerse flameando y estirando
la punta fundida de una pipeta Pasteur desechable. Al
romper el filamento obtenidor, se adquiere un instrumento
ideal para atrapar 1los conidios mediante 1la simple
aproximacidn de la punta de vidrio a los conidios: los
cuales se adhieren (hacerlo bajo el microscopio de
diseccibn). De aqui pueden transferirse a una caja de
Petri que contenga medio nutritivor como harina de
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maiz-agar, malta-agar, papa-dextrosa-agar, etc. Si el
procedimiento se lleva a cabo con mucho cuidador se
pueden obtener cultivos puros de hongos desde el primer
intento. Para la identificacié4n de los hongos, utilizar
la clave de Cooke y Godfrey (1964).

Hongos ad'w:wn Anilios o
2008poncas / constrictores Nédulos y Ramificaciones
h ‘ / adhesivas
[
o
o
c
]
b4
3
s
Q
]
°
c
-
2
<
1 f
2 4 6

Semanas

Fig. 1. Sucesidn relativa de hongos nematdbfagos en cultivos
con suelo espolvoreado sobre agua-agar. Los hongos
endoparésitos pueden aparecer a intervalos irregulares
durante todo el periodo de incubacidn.

Referencias Recomendadas
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Ejercicio 20
Captura de Nematodos por Hongos Nematdfagos

H-B. Jansson
Department of Microbial Ecology
University of Lund
S-223 62 Lunds Sweden

Objetivos

Los nematodos habitantes del suelo poseen muchos enemigos
naturales. Entre éstos, destaca un grupo fascinante de
hongos que tienen 1la capacidad de ' capturar, matar y
digerir a nematodos (Barron, 1977). Estos hongos
nematbfagos capturan a sus presas de varias maneras;
algunos producen hifas-trampa provistas de substancias
pegajosas o con mecanismos especiales de funcionamiento
(hongos formadores de trampas para nematodos, Figs. 1-3).
mientras que otros los infectan con sus conidios (hongos
endoparasiticos, Fig. 4). Independientemente del tipo de
captura que poseans el resultado final ser& la digestidn
total del nematodo con las hifas, las cuales ocupan todo
el contenido del animal entre las 6 y 72 h después de la
infeccibtn, (la longitud del tiempo varia con la especie
de hongo involucrada). El objetivo del presente
ejercicio es observar los dram&ticos eventos asociados a
la captura de nematodos por diferentes hongos con
distintos tipos de trampas.

Procedimiento

A. Preparacidbn de los materiales vivos antes de iniciar
el ejercicio

1. Meria coniogspora se desarrolla muy lentamente en
todos los medios. Preparar de 5-6 cajas de Petri
de 9 cm de di&metro con el medio HMA 1:10, e
inocularlas con M. gconiospora cuando menos con
6-8 semanas de anticipacién. Antes del ejercicio,
colectar los conidios inundando los cultivos con
1-2 ml de agua y esparciendo la suspensidn de
conidios con un sembrador de vidrio con punta en
forma de "U"., Pasar la suspensibdn a otras cajas
conteniendo agua-agar al 1.5%. Antes de
transferir los conidioss dejar secar el agar
exponiéndolo al aire de una caémara de flujo
laminar por 1 h.

2. Arthrobotrys oligospora se desarrolla
r&pidamente. Inocular las cajas provistas con el
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3.

4.

medio SPA por 1lo menos de 5-7 dias antes del
ejercicio. Con el propbsito de obtener una gran
cantidad de trampas: es aconsejable poner de 10-25
nematodos axenizados por cultivor 24 h antes del
ejercicio.

3. Otros hongos formadores de trampas como Dactylaria
sppr requieren de 2-4 semanas para desarrollar
(utilizar los medios SPA y HMA de 1:10).

Fuente de los Materiales

A.

B.

Organismos

Hongos: Meria coniospora (endoparasito con conidias
adhesivas)r Arthrobotrys oligaospora (formador de

trampasrs redes adhesivas) v/u otros hongos formadores

de trampas candida (n&dulos
adhesivos); nillos constric-
tores) vy (ramificaciones

adhesivas). mve vuavarve we woows hongos se pueden
obtener de 1la Coleccidn Americana de Cultivos Tipo
(ATCC)», en 12301 Parklawn Driver Rockville, MD. Los
hongos pueden aislarse directamente del suelo (ver el
Ejercicio 19).

Nematodos: Caenorhabditis eleganss PRanagrellus
redivivus o cualquier otra especie de nematodo
cultivado axénica o monoxénicamente (para obtenerlos:
ver el Apéndice 2). También se podran utilizar
nematodos fitopar&sitos o de vida 1libre extraidos
directamente del suelo. ‘

Equipo

Cajas de Petrir microscopio de diseccidn y microscopio
compuestor azul de lactofenolr, medio diluido de harina
de maiz agar (HMA 1:10): 0.17 gr de HMA + 1.35 gr de
agar en 100 ml de agua. 0.05% de soya-peptona-agar
(SPA): 0.05 gr de soya-peptona + 1.5 gr de agar en 100
ml de agua. Agua-agar al 1.5% (AA): 1.5 gr de agar en
100 ml de agua.

Observaciones a Realizar

Transferir varias gotas de la suspensiédn de nematodos (de
25-50 nematodos por gota) a cada una de las cajas que
contenga una sola especie de hongo nematdfago.
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A. M. coniospora

Permitir que 1los nematodos y el hongo interactuen
cerca de 1 h. Enseguida, pescar individualmente entre
10-15 nematodos infectados por el hongo y colocarlos
en una gota de agua sobre un portaobjetos, en forma
simult&nea, los nematodos infectados en las cajas,
podrian concentrarse lavando las cajas con agua y
transfiriendo 1la suspensidén a tubos de centrifuga
(1000-2000 X g). Los nematodos concentrados en el
precipitado podr&n transferirse a un portaobjetos. En
ambos casoss tefiirlos con azul de lactofenol vy
observarlos al microscopio (100-200 X) para distinguir
los conidios adheridos. Los conidios se pueden
adherir a la bocar la cola o alrededor de todo el
cuerpor dependiendo de la especie y el sexo del
nematodo. Si es posibles hacer observaciones de 3-7
dias después de que los conidios se hayan adherido.
para determinar s8i hubo infeccibdtn y digestidn del
nematodo.

B. A. gligospora y otras especies formadoras de trampas

Observar la captura de nematodos en 1las trampas.
Observar lo que sucede con el nematodo atrapado por lo
menos durante los primeros 15 min. Si es posible,
observar nuevamente las cajas después de 24-48 h, para
ver la digestidn total de los nematodos.

Resultadog Esperados

En los hongos formadores de trampas de tipo adhesivos
V.gr. A. mm (Figo 1), D. candida (Fig. 2)¢ los
nematodos son capturados inmediatamente al ponerse en
contacto con las trampas. Estos nematodos tratan de
liberarse de las trampas por espacio de 10 min pero
enseguida son inmovilizados (se presume que una toxina
del hongo est& involucrada). Una hora después, el hongo
penetra la cuticula del nematodo y a las 24 h el cuerpo
ha sido consumido totalmente.

Los hongos poseedores de trampas en forma de anillos
constrictores (Fig. 3)r, culminan su actividad de la misma
manera que los hongos anterioresr solamente que aqui, el
mecanismo de captura es diferente. Aquir, el nematodo
introduce la cabeza o la cola dentro del anillos, lo que
provoca que las tres células que lo forman se hinchen y
aprisionen firmemente al nematodo. No se conoce el
mecanismo por el cual el anillo es capaz de cerrarse.
Después de quedar atrapador el nematodo es inmovilizado y
casi enseguida digerido. El hongo endoparésito M.
coniospora muestra una alta especificidad en la adhesibn
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de sus conidiosporas comparado con los hongos formadores
de trampas (Jansson & Nordbring-Hertz, 1983). Algunas
especies de nematodos no son afectadas por los conidios,
otras especies son atacadas en cualquier parte de su
cuticular pero en general, la mayoria adquiere 1los
conidios a través de su cabeza. En

los adultos y juveniles son infectados especificamente en
la cabezar aunque 1los machos también pueden ser
infectados en la cola.

6. Yariacion del Ejercicio para Cambiar el Nivel de
Intensidad

Otilizar a M. gconiospora en el ejercicio pero
aprovechando para realizar pruebas de adhesibdn de
conidios con otras especies de nematodos. Observar la
ausencia o presencia de conidios y si éstos se adhieren a
regiones especificas como la cabezar la cola o toda la
cuticula. Comparar estos resultados con los obtenidos
con otros hongoss como A. oligospora. De existir
resultados diferentes, discutir 1las explicaciones
posibles.

Referencias Recomendadas

Barron, G. L. 1972. The Nematode-destroying Fungi. Topics
in Mycobiology: No. 1. Canadian Biological Publications
Ltd.r Guelph.

Jansson, H-B.r and Nordbring-Hertz, B. 1983. J. Gen. Mic-
robiol. 129:1121-1126.
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Fig. 1-3. Organos atrapadores de algunos hongos formadores
de trampas. Se ilustra 1la porcibtn de un nematodo para
indicar el tamaho relativo de 1la trampa. Fig. 1: red
adhesiva (v.gr. Arthrobotrys galigospora). donde el nematodo
se enreda o se pega a la red. Fig. 2: n6dulo adhesivo
(vegr. Dactylaria candida). Los nematodos son capturados
frecuentemente por varios nédulos. Algunas veces los nbdulos
se desprenden del micelio pero aGn asi el nematodo seré&
infectado y digerido por el hongo. Fig. 3: anillos
constrictores (v.gr. Dactylella gracilis), se ilustra al
anillo abierto y a otro més constrifiendo a un nematodo.

Pig. 4. Conidios de M. coniospora adheridos a la regibn
cef&lica de un nematodo. Los conidios se adhieren mediante

una yema adhesiva. La regibdn mé&s grande de los conidios no
tiene propiedades adhesivas.
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Ejercicio 21

Aphelenchoides fragariae - Xanthomonas begoniae

Interacciones en Begonia Rieger

Richard M. Riedel
Plant Pathology Department
Ohio State University
Columbus, OH 43210

Objetivos

Observar 1la relacidn del nematodo Aphelenchoides
fragariae en el desarrollo del tizébn o afublo bacteriano
de la begonia, causado por Xanthamonas begoniae.

Tiempo Requerido

El ejercicio puede completarse de 3 a 4 semanas.

P.mr.edimiem

A. Preparacidn del material vivo antes de iniciar el
ejercicio
l. Transferir cultivos de X. bhegoniae a cuatro

frascos Erlenmeyer conteniendo 50 ml de medio
nutritivo Difco. Antes de utilizarse mantenerlos
en agitaciédn por 48 h a 21-24 C

Extraer a A. fragariae de dos cultivos monoxénicos
24 h antes de iniciar el ejercicio. Utilizar la
técnica del embudo de Baermann para la extraccidn
(ver Ejercicio 34).

Obtener 8 begonias Rieger cv Schwabenland Redr
cada una con 4 hojas jbvenes completamente
expandidas.

Procedimiento para la inoculacidén

1.

Piltrar todos los nematodos extraidos de un solo
tubo de cultivo de A. fragariae a través de un
papel filtro Whatman #1 colocado sobre un embudo
Buchner.

Cortar el papel filtro en 8 piezas de igual

tamafio. Conservar individualmente estas piezas
dentro de cajas de Petri, evitando su desecacidn.
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4.

3. Asperjar 4 plantas de begonia con un cultivo de
bacterias de 48 h hasta escurrir. 1Inocular a cada
una de las 4 hojas de dos plantas con 1los
nematodos contenidos en los trozos de papel (uno
para cada hoja). No infectar con nematodos a las
2 plantas restantes.

4. Asperjar con agua destilada hasta saturar otras
cuatro plantas de begonia. Inmediatamente
inocular a cada una de las 4 hojas expandidas de
dos plantas, con 1los nematodos contenidos en

trozos de papel (ver el Ejercicio 11l). No
infectar con nematodos a 1las dos plantas
restantes.

5. Cubrir a cada planta con bolsas de pléstico y
mantenerlas en un invernadero provisto de sombra
por espacio de 3-4 semanas.

Fuente de log Materiales

A. Xanthomonas bLegoniae (Takimoto) Dowson. Se puede
obtener de la Coleccidn Americana de Cultivos Tipo
(ver Apéndice 2).

B. Aphelenchoides fragariae para cultivos establecidos
(ver el Apéndice 2).

C. Medios de «cultivo. Se pueden adquirir de 1los
Laboratorios Difco, P.O. Box 1058A, Detroit, MI 48232.

D. Begonia Rieger cv Schwabenland Red. Se puede obtener
en Mikkelsens: Inc.r Box 1536, Ashtabula, OH 44004.

QObservaciones a Realizar

Este ejercicio tiene 4 tratamientos: begonia inoculada
solamente con agua; s8blo con nematodos; s8blo con
bacteriass y con bacterias + nematodos. Estos
tratamientos deben mantenerse separados para efectuar las
observaciones pertinentes.

Durante el periodo de 3-4 semanas, efectuar observaciones
diarias en las hojas inoculadas, para determinar tipos y
patrones de sintomas.

Resultadog Esperados

Las plantas inoculadas solamente cdn la bacterias
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7.

mostrar&n manchas pequefias y hGmedas rodeadas por un halo
de tejido clorbdtico. Estos sintomas se desarrollaré&n
lentamente, por espacio de 3 semanassr en un patrbdn
triangular iniciado en 1los bordes de 1la hoja. Las
inoculadas con nematodos mostrar&n un intenso
enrojecimiento de hojas, 1iniciado a 1lo largo de 1las
nervaduras. Lo rojizo se expander& a toda la superficie
foliar en 3 semanas. Las bacterias y nematodos juntos
inducen en forma ré&pida (5-8 dias), el aspecto hGmedo y
colapsado de hojas inoculadas.

Las hojas sin inocular, no desarrollar&n sintomas. El
desarrollo de sintomas similares a los de la inoculacidn
simult&neas se obtienen cuando las bacterias se inoculan
2-7 dias antes que los nematodos. La severidad y la
velocidad en el desarrollo de sintomas se aten(ian cuando
los nematodos se inoculan antes que las bacterias.

Variaciones del Ejercicio para Cambiar el Nivel de

Intensidad

A. El1 efecto del tiempo sobre la inoculacidn de begonias
con 1los distintos componentes patogénicos de 1la

enfermedad se puede observar comparando 1los
siguientes tratamientos de inoculaciones simulténeas:

1. Inoculacidn de begonia con X. hegoniae yr dos dias
después con A. fragariae.

2. Inoculacidn con X. hegoniae y 7 dias m&s tarde con

A. fragariae.
3. Inoculacidn con A. fragariae y dos dias después
con X. hegoniae.
4. Inoculacidn con A. fragariae y 7 dias més tarde
con X. hegoniae.
Consideraciones Importantes

A. Cosas por hacer

l. Mantener las plantas separadas en una mesa de
invernadero con sombra.

B. Cosas que no deben hacerse

l. No regar 1las plantas sobre el follajer ésto
facilita la dispersibn de los patégenos.
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2. No exponer las plantas a la luz directa del sol.,
pues 1las quemaduras de sol enmascaran 1los
sintomas.

3. No intentar efectuar el ejercicio cuando 1las
temperaturas del invernadero sean superiores a 27
C.

Referencias Recomendadas
Riedels R. M.: and Larsens, P. O. 1974. J. Nematol. 6:215-216.
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Ejercicio 22
Cultivo de Nematodos Bacteribfagos

Ralph H. Estey
Macdonald College of McGill University

Ste-Anne-de-Bellevues Que.r Canada H9X 1CO

Objetivos
Aprender a establecer cultivos monoxénicos de nematodos

que se alimentan de bacterias. Aprender a identificar
los nematodos cultivados.

Tiempo Reguerido

Seis horass en 5 pasoss en un lapso de 5 semanas.

Procedimiento
A. Antes del ejercicio

1.

3.

Tomar muestras del suelo de 1la rizbésfera de
plantas adultas creciendo en suelos naturales.
Mantenerlas htGmedas en recipientes apropiados y

debidamente etiquetados. Tres muestras de
diferentes suelos deben obtenerse para este
ejercicio. Por cada cuatro estudiantes:

distribuir un recipiente con cada suelo y dos
espétulas.

Preparar suficiente medio papa-dextrosa diluido
1/10 en 1.5% de agar para proveer a cada
estudiante con tres cajas de Petrir, cada una con
10 ml de medio.

Antes de continuar, poner dentro de cajas de Petri
de 9 om de di&metro, cinco o més anillos de vidrio
o de plastico (que resistan la esterilizacidn en
autoclave), de 15 mm de di&metro y 5 mm de altura
(o de fondo).

Esterilizar en autoclave junto con varios
portaobjetos excavados (3 por estudiante) y una
aguja para transferir los huevecillos.

Vaciar cerca de 5 ml del medio nutritivo de agar

dentro de las cajas con los anillos, asegur&ndose
que cada uno de é&stos quede lleno parcialmente.
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Antes de que el medio se solidifique, acomodar los
anillos dentro de la caja con la ayuda de 1la
aguja. Proveerse de cantidades adicionales de
agua estéril y soluciones frescas para las
desinfecciones superficiales.

Antes del paso #4 del siguiente inciso (B), por
cada estudiante preparar dos cajas de Petri con
agar conteniendo nutrientes de tipo
bacteriolégico. Disponer de dos o més especies de
bacterias conocidasr con 1las cuales se puedan
hacer subcultivos.

Ejercicio para los estudiantes

1.

2.

En el centro de las cajas conteniendo al medio
diluido de agar, poner una cantidad de suelo para
cubrir el &rea equivalente a un circulo de 2.5
de difmetro y 2 mm de espesor. Preparar una caja
por cada tipo  de suelo. Etiquetar 1las cajas
anotando la fecha e iniciales de los nombres de
las personas responsables de la siembra. Con la
ayuda de un goteror agregar cuidadosamente agua no
clorada al suelo de cada cajar, hasta saturar.

Colocar horizontalmente las cajas dentro de bolsas
de pléstico y mantenerlas sin perturbar por
espacio de 2 semanas.

Al finalizar este periodo de incubacidn, iniciar
el establecimiento de cultivos monoxénicos de
nematodos mediante la desinfeccidn de varios
huevecillos.

Nota: El ejercicio puede convertirse en un

proyecto de grupor para experimentar diversos
métodos gque permitan desinfectar a bacterias,
hembras de nem&todos gr&vidas o sus huevecillos.

Un método consiste en transferir con la ayuda de
un sembrador de punta espatulada huevecillos a
agua estéril en portaobjetos excavados. Con mucho
cuidado agitar los huevecillos y lavarlos una o
dos veces con agua estéril, antes de sumergirlos
por 8 min en una solucibtn de NAOC1 al 1%.
Enseguida, volver a lavarlos dos veces Y
transferirlos al medio de cultivo confinado en los
anillos dentro de las cajas de Petri. Colocar
horizontalmente a las cajas de Petri dentro de
bolsas de plé&stico con 3 ml de agua estéril, para
mantener condiciones de humedad. Dejarlas incubar
por espacio de una semana. No desechar las 3
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4.

6.

cajas originales conteniendo 1los suelos.
Observarlos 2 semanas despuéss ya que es probable
que para estas fechas se puedan observar par&sitos
de nematodos: especialmente hongos atrapadores de
nematodos.

4. Al finalizar la semanar observar al microscopio el
contenido de cada uno de los anillos con huevos.
Buscar nematodos juveniles en los anillos que no
estén contaminados con bacterias. Los que se
encuentren en estas condicioness, transferirlos
asépticamente a las cajas con medio bacterioldgico
que se prepararon previamente. Procurar poner dos
o m&s nematodos por caja. Enseguidar transferir
inbculo de uno de los subcultivos con bacterias
identificadas esparciéndolo cuidadosamente sobre
la superficie del medio de cultivo. Colocar las
cajas conteniendo a 1los nematodos y bacterias
dentro de bolsas de plastico y dejar que 1los
nematodos se alimenten y multipliquen por dos
semanas o ma&ss con el propbsito de lograr
establecer los cultivos monoxé&nicos.

5. Preparar uno o dos montajes temporales con
nematodos adultos para identificarlos hasta nivel
de género.

Ti N . ~ada

30 min para el unors

3 h para el tres,

90 min para el cuatros
1 h para el cinco.

Fuente de los Materiales

Los organismoss las substancias y el equipo necesario
para llevar a cabo el presente ejercicior se encuentran
disponibles en cualquier institucidn donde se ensefie
microbiologia y fitonematologia. Los nematodos
bacteribéfagos son muy abundantes en la mayoria de 1los
suelos.

Obgervaciones a Realizar

Adem&s de las observaciones citadas en el instructivos
los estudiantes deben buscar otros enemigos naturales de
nematodos en las cajas sembradas con el suelor como se
indicd en el inciso anterior (A, 3).
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7.

Resultados Esperados

Aproximadamente el 50% de 1los huevos desinfectados
superficialmente como se indicd en el inciso A3, deben
eclosionar y dar origen a juveniles libres de bacterias.

Variaciones y/o Adiciones
A. Diversas variaciones son implicitas a partir de 1lo
explicado en el paso #3.

B. El1 nGmero inicial de nematodos bacteribéfagos se puede
obtener mediante el método fé&cil y rutinario del
embudo de Baermann, Entonces, s8i siguiendo 1las
instrucciones del paso #3: no se logra obtener ningGn
nematodor se tiene todavia la opcidn de capturarlos
poniendo suelo en los embudos por 14 h.

C. Disefiar una pequefa prueba para observar si las
bacterias viables son capaces de pasar a través del
tracto digestivo de nematodos.

D. Se puede intentar establecer cultivos adicionales
monoxénicos sir por ejemplor en el paso #3 antes
citador 1las hembras gr8vidas de nematodos son
transferidas a un medio nutritivo con agar. Si estos
nematodos no han sido correctamente desinfectados,
llevar&n en su interior un nGmero de bacterias
suficientes como para 1iniciar un nuevo cultivo.
Diversas especies de nematodos bacteribfagos han sido
utilizadas como alimento vivo para ciertas especies de
peces tropicales. De ser posibler debe intentarse
esto Gltimo con algunas especies locales de peces.

Consideraciones Importantesg

Al estar efectuando lo seflalado en los pasos #3 y #4.
tener cuidado especial para prevenir que las cajas de los
cultivos se contaminen. De pasar &stor uno terminaria
por tener cultivos x&nicos en lugar de monoxénicos.

Referencias Recomendadas
Greens C. D.r and Hornsey, Julia. 1983. Nematologica 29:

362-365.

Krusbergs L. R., and Sardanelli, S. 1984. J. Nematol.
16:348.
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Zuckermanr B. M. 1971. In "Plant Parasitic Nematodes"”
Vol. 2 (B. M. Zuckermans W. F. Mair and R. A. Rohde.
eds.) pp. 159-184. Academic Press, New York.

163



1.

2.

Ejercicio 23
Cultivo de Nematodos Micbfagos

Ralph H. Estey
Macdonald College of McGill University
Ste-Anne-de-Bellevues Que.r Canada H9X 1CO

Objetivos

Aprender a reconocer a Aphelenchus avenaer nematodo con
estilete que se alimenta principalmente de hongos y se
encuentra muy comunmente en la rizbsfera de las plantas,
particularmente de las que est&n infectadas de hongos
patogénicos u hongos micorricicos.

Aprender a cultivar una especie de nematodo micbfagor su
tasa reproductivar la produccidn de machos y su
compor tamiento en general, afectado por diversos factores
ambientales.

Iiempo Requerido

Dos sesiones de 3 h cada unar separadas entre si por
espacio de un mes. El ejercicio complementario puede
requerir un mes extra de intervalo.

Tiempos requeridos para cada paso en el inciso 3 B:

3 h para los pasos 1, 2 y 3.

30 min para el 4, el cual debe hacerse un mes

después que el 3,

3 h para el 5, el cual debe hacerse 12-24 h después
que el 4.

Procedimiento
A. Antes del ejercicio

l. Cuando menos 3 semanas antes del ejercicios
iniciar los cultivos monoxé&nicos de A. avenae Yy
Rhizoctonia solani en cajas de Petri (9 cm de
di&metro) provistas del medio PDA (papa-dextrosa
con 1.5% de agar y diluido a un quinto). Preparar
un cultivo por estudiante e incubar a 20 C.

2. Tres dias antes:; iniciar los cultivos de R. solani

en suficientes cajas de Petri, de tal suerte que
cada cultivo sea compartido por un méximo de
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dos estudiantes. También preparar cultivos con
otros hongos, para que cada par de estudiantes
pueda comparar con un hongo diferente a R. solani.

El dia de la sesidn de laboratorior preparar 12
cajas de Petri por estudiante con 10 ml de medio
PDA rebajado a 1/5 (agar al 1.5%). Tambi én
esterilizar goteros, pipetas y un portaobjetos
excavado por cada estudiante. Asegurarse de tener
suficiente agua esterilizada.

B. Ejercicio para el estudiante

1.

Transferir en condiciones asépticas, una porcibdn
de hifas de R. solani a cada una de las seis cajas
de Petri con agar y hacer lo mismo con las otras 6
pero con el otro hongo.

Con 1la ayuda del microscopior observar 1los
cultivos monoxénicos de A. avenae con el propbsito
de estimar el nGmero de hembras grévidas. Si
cuando menos se encuentran 36, entonces proceder a
separarlas individualmente y distribuirlas en
grupos de 3 en portaobjetos excavados provistos de
una gota de agua. Asegurar que solamente se
encuentren 3 nematodos en buenas condiciones por
portaobjetos. Transferir con gotero a 3 nematodos
en cada cultivo fresco de hongo. Es muy
importante que cada cultivo de hongos reciba la
misma cantidad de nematodos y que sean manejados
en forma idéntica.

Colocar dentro de una bolsa de plastico 3 de las
cajas conteniendo cultivo de R. solani y
nematodos. Cerrar la entrada de é&sta torciendo el
plastico restante. En otra bolsa de pléasticos
colocar los cultivos que contengan a los nemétodos
con otras especies de hongos. Incubar ambos lotes
por 4 semanas a 12 C (nunca por debajo de 10 C).

Repetir este procedimiento con las 6 cajas
restantes incub&ndolas el mismo periodo que las
anteriores pero a 30 C (nunca por arriba de 40 C).
Si las bolsas se van a dejar en un ambiente
relativamente secor poner 3 ml de agua en cada
bolsa de pléasticor antes de sellar.

Nota: Antes de proceder con el siguiente paso (el

#4), hacer ré&pidamente wuna revisidn
microscoépica de cada cultivor para determinar
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5.

6.

en qué combinacidén de hongo-nematodo y en qué
regimenes de temperaturar, hay mayor nGmero de
nematodos y una proporcidén m&s grande de
machos.

Este aspecto es importanters porque permitirs
llevar a cabo una o més variaciones del ejercicios
como se indica enseguida.

4. Para estimar con mayor precisidn el nGmero de
nematodos por cultivo (caja de Petri), dividir con
una espétula o cuchillo la superficie del agar en
varias proporciones y colocarlas para extraccidn
en un embudo de Baermann o la modificacidtn del
mismo (ver Ejercicio 1).

5. Proceder a contar los nematodos utilizando para
ello una caja de conteo tipo Doncaster: o
simplemente una caja ordinaria con cuadros o
rect&ngulos marcados en el fondo de una de sus
tapas.

6. Anotar el nGmero total de nematodos obtenidos por
cada caja de cultivor asi como el nfimero de
machos.

El profesor debe concentrar los datos de todos los
estudiantes para tener mejor idea sobre 1las
combinaciones hongo-nematodo-temperatura que hayan
inducido el mayor nGmero de nematodos.

Fuente de log Materiales

Los organismos y el equipo indispensable para trabajar lo
especificado en el presente ejercicior se encuentran por
lo general, en las instituciones donde se ensefa fito-
nematologiar fitopatologia o micologia (ver Apéndice 2).

Observaciones a Realizar

Las observaciones a realizar se 1indican en el
procedimiento o son obvias.

Resultadog Esperados

A. avenaer usualmente se reproduce mé&s r&pido con el
hongo hospedante del cultivo original. Los resultados
que se obtengan pueden confirmarlo o contradecirlo. La
reproduccidn del nematodo siempre ser& mas r&pida en un
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7.

ambiente tibio que en uno frio. No obstante que 1la
mayoria de las cepas de A. avenae pueden sobrevivir en un
medio pobre de oxigenor éstas se multiplicar&n m&s r&pido
en un medio normalmente aireado. El nematodo tiende a
emigrar cuando 1las poblaciones son muy numerosas: Yy
cuando el ambiente es secor, adopta formas coloniales
crespas u onduladas.

Yariaciones y/o Adiciones

A. Sellar una o dos cajas que contengan muchos nematodos
para impedir que el aire penetre. Colocarlas dentro
de una bolsa de plasticor junto con otras cajas
similares pero sin sellar. Incubarlas por un mes
adicional para ver el efecto que tiene el oxigeno en
el desarrollo de los nematodos.

B. Dejar que el agar se seque paulatinamente en una o dos
cajas para observar la manera como A. avenae responde
a tales condiciones.

C. Pegar entre si las tapaderas de una o dos cajas con
cinta celulbsica. El propbsito de é&sto es impedir el
movimiento de las tapaderas permitiendo a la vez el
intercambio gaseoso. Poner a estas cajas separadas en
un ambiente h@imedo por lo menos dos semanas mds. Bajo
estas condiciones, es comGn que A. avenae emigre del
agar a las tapaderas de las cajas.

D. Incorporar algunos especimenes de Mononchus dentro de
uno o varios cultivos de A. avenae. Estimar 1la
poblacidn de A. avenae al inicio y una semana después
de que Mononchus haya sido introducido al medio.

Consideraciones Importantes

A. Llevar a cabo todas las manipulaciones en condiciones
asépticas para reducir al minimo 1la entrada de
organismos extrafios.

B. Evitar incubar 1los cultivos en condiciones muy
calientes o frias (ver el #3 en el ejercicio para el
estudiante) y no dejar que se sequen; con excepcidn
del B, en Variaciones y Adiciones.
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Referencias Recomendadas

Doncasters C. C. 1962. Nematologica 7: 334-337.

Evanss A. A. F.r and Pisher, J. M. 1970.

Nematologica 16:
295-304.

8oyzas K. de 1973. Proc. Helminthol. Soc. Wash. 40: 1-10.
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Ejercicio 24
Cultivos en Discos de Zanahoria

R. N. Huettel
USDA, ARS, BARC-W
Nematology Lab.r PPI
Beltsville, MD 20705

Objetivos
Establecer cultivos de nematodos endoparésitos

migratorios, en discos de zanahoria desinfectados super-
ficialmente.

Tiempo Requerido

Este procedimiento consta de dos pasos. El primero
involucra 1la preparacidn de discos de =zanahoria para
introducirse en tubos de cultivo o frascos de vidrio.
Este paso requiere de 1-2 h. El segundo involucra la
desinfeccidn de nematodos para inocularse sobre los
discos (ver Ejercicio 25).

Procedimiento

Consta de dos pasos modificados a partir de Moody et al
(1973).

I. Preparacidn de discos de zanahoria.

II1. Desinfeccidn de nematodos (generalmente se utiliza

a Pratylenchus spp).
Paso I. Preparaciédn de discos de zanahoria

Nota: Para 1lograr mejores resultados, utilizar
zanahorias frescas que todavia tengan follaje.
Evitar trabajar con zanahorias que hayan sido
almacenadas a bajas temperaturas por mucho tiempor
ya gque é&stas son muy susceptibles a adquirir
después de la cosecha infecciones de organismos
asociados a enfermedades .

A. Sumergir las zanahorias en agua para quitarles el lodo

y 1limpiarlas cuidadosamente. Eliminar aquellas
zanahorias rotas: malformadas o golpeadas.
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B. Eliminar el extremo aguzado de 1la =zanahoria y 1la
primera porcidn roma (1-2 cm).

C. Dentro de un vaso de precipitado de 500 ml, sumergir a
las zanahorias en alcohol etilico al 95%, por espacio
de 3-5 min y hasta 3/4 de su longitud (ocupar el resto
para sujetarlas en los pasos siguientes).

D. Con una 1l&mpara de alcohol, flamear 1lo suficiente
hasta que todo el alcohol del tejido se haya
consumido.

E. Pelar la epidermis en tiras finas de 0.5 mm de grosor
mediante la utilizacidn de un cuchillo estéril o un
pelador para verduras. Solamente pelar el &rea de la
zanahoria que haya sido flameada. Tener cuidado de
flamear el pelador cada vez que se vaya a sacar una
tira nueva de epidermis.

F. Del &rea flameada y peladar, cortar discos de 2-3 cm de
grosor y transferirlos a frascos de vidrio (120 ml) o
hacer rebanadas de 2-3 mm para tubos de cultivo de 20
X 15 cm. Desechar el remanente de zanahoria.

G. Los frascos y tubos se pueden mantener a 22-24 C hasta
que se vayan a utilizar. Sellar la entrada de los
tubos con parafilm para evitar la desecaciodn.

Paso II. Desinfeccidn de nematodos

A. Cultivos nuevos. Los nematodos pueden obtenerse a
partir de muestras de suelo o raices y desinfectarse
superficialmente como se describe en el Ejercicio 25.

B. A partir de cultivos monoxénicos establecidos de
Pratylenchugsr los nematodos pueden recuperarse lavando
las paredes de los recipientes (frascos o tubos) y/o
burbujeando por 24-48 h 1los discos de zanahoria
sumergidos en agua para removerlos. Los nematodos
colectados deben desinfectarse superficialmente
(axenizarse) e incubarse de la manera como se indica
en el Ejercicio 25 para reinoculaciones.

Euente de log Materiales

A. Cultivos monoxénicos establecidos de Pratylenchus spp-
(ver Apéndice 2).

B. Autoclaver cé&mara de flujo 1laminar, incubadorars

frascos de vidrio de 120 ml o tubos de cultivor equipo
para desinfectar nematodoss (ver Ejercicio 25).
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5. QObservaciones

Para establecer poblaciones relativamente numerosas en
discos de zanahoriar se requieren aproximadamente 6-8

semanas. No obstanter los cultivos pueden mantenerse
hasta 4 meses antes que los discos empiecen a secarse o
romperse.

6. Resultados Esperados

Con este método se pueden producir grandes cantidades de
nematodos limpios para llevar a cabo experimentos de

diferentes propdsitos. En general, es un mé&todo muy
simple para cultivar nematodos, que requiere de poco
mantenimiento.

Referencias Recomendadas

HOOdyl Eo Ho ’ Bo Fo LOWthGtYI and Jo Mo Ahmedo 19730
J. Nematol. 5: 225-226.
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Ejercicio 25

Cultivo de Nematodos Fitoparésitos
en Explantes Radicales

R. N. Huettel y R. V. Rebois
USDA, ARSs BARC-W
Nematology Laboratory. PPI
Beltsville, MD 20705

Objetivos

Los objetivos del presente ejercicio son: (1)
desinfectar y germinar semillas, (2) transferir explantes
de &pices radicales a medio de crecimiento e (3) inocular

los explantes radicales con nematodos fitoparésitos
axenizados.

Tiempo Reqguerido

Aproximadamente se necesita una semana para completar el
ejercicio. Cada uno de los pasos requiere entre 1-3 h y
cada uno de los mismos estar& espaciado por un periodo de

Procedimiento
Consistird de los siguientes pasos:
I. Desinfeccidn y germinacidn de semillas.

1I. Transferencia de &pices radicales al medio de
crecimiento.

III. Inoculacién de explantes radicales con nematodos
fitoparadsitos axenizados (superficialmente

desinfectados), v.gr. Meloidogyne sppr o
Pratylenchus spp.

Paso I. Desinfeccidn y germinacidn de semillas

Nota: El1 nGmero de semillas que se vayan a desinfectar
dependerd de su tamafior el nGmero de 4&pices
radicales requeridos por caja de Petri y la tasa
germinativa de 1las semillas a utilizar, ejem:
semillas de soya con buena germinacidén, 6-7 por
caja; de tomates 15-20 por caja; etc.
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A.

C.

D.

E.

Se usarén cajas de Petri (15 X 100 mm) con 25 ml de
agua-agar al 1.5% para germinar 1las semillas.
(Esterilizar en autoclave 15 gr de agar en un litro de
agua. Usar cajas estériles).

Colocar las semillas en un vaso de precipitado y
agregar suficiente alcohol etilico al 95% hasta
cubrirlas y tratarlas por 3 min. Las semillas
hirsutas (v.gr. tomate) deben sonificarse en bafio de
agua durante el procesamiento.

Eliminar el etanol y substituirlo por una solucidn de
clorox al 10s%. Tratar las semillas por 10-15 min
manteniendo el vaso cubierto con papel aluminio,
dentro de la cémara de flujo laminar.

Enseguida, transferir directamente las semillas a las
cajas con agua-agar al 1.5%. Siempre trabajar en
condiciones asépticas.

Incubar las cajas con semillas a 31 C por 2 dias. Las
semillas estar&n listas para que los &pices radicales
sean cortados cuando alcancen una longitud de 2-3 cm.

Paso II. Transferencia de &pices radicales al medio de

crecimiento

Nota: Estudios recientes, han demostrado que el medio

A.

C.

B-5 de Gamborg sin citokininas o auxinas (Gamborg
et als 1976), es excelente en la mayoria de las
especies de nematodos cultivables en explantes
radicales (Rebois et al, 1984). Este medio puede
hacerse en el 1laboratorio (ver las indicaciones
enseguida) o comprarse ya preparado.

Preparar el medio B-5 de Gamborg y vaciar 20 ml del
mismo en cada una de las cajas de Petri previamente
esterilizadas. Capas gruesas de medio se deshidratan
menos que las capas delgadas.

Cortar &pices radicales que sean rectos: con porte
sano y que midan de 2-3 cm de largo. Utilizar para
ello navajas de diseccidn estériles y hacerlo en 1la
cémara de flujo laminar.

Transferir de 2-4 explantes al medio (dependiendo del
tipo de raiz, v.gr. raices delgadas como 1las de
tomate, utilizar 4 por caja). Cubrir con parafilm los
bordes de las cajas para reducir la desecacidn y 1la
contaminacidn.

176



D. Incubar a 28 C por lo menos 2 dias, hasta que los
4pices radicales cortados empiecen a crecer.

Paso III. Inoculacidn de explantes radicales con
nematodos fitopar&sitos axenizados

Nota: Existen dos formas de inocular nematodos
fitopar&sitos, dependiendo de sus hébitos
alimenticios.

A. Pitoparésitos migratorios

l. Los nematodos son aislados del suelo o de raices
mediante la aplicacidn de técnicas convencionales
(como la de flotacidn y centrifugacidn con
azdcar). Se requieren cuando menos 25 nematodos
de cada especie por caja.

2. Concentrar los nematodos extraidos sobre la malla
de un tamiz 500 y transferirlos con agua a una
probeta graduada de 50 ml hasta un volumen de a
ml. Incorporar 30 ml dﬁ una solucidn de Aretan
al 0.00l8 o de Hibitan™ al 0.001%. Alirear 1la
suspensidn por 2 horas a la temperatura de
22-24 C, utilizando una pipeta Pasteur
esterilizada.

3. Separar la suspensidn en dos volumenes de 15 ml,
en tubos cbnicos para centrifuga esterilizados.
Centrifugar 2 min a 1200 rpm.

4. Decantar el sobrenadanter agregar agua destilada
estéril y repetir la centrifugacidn una vez més.

5. Decantar el sobrenadante, agregar sulfato de
estreptomicina al 1% y repetir la centrifugacidn.
Lavar una vez m&s con agua esterilizada
(centrifugando).

6. Decantar el sobrenadante, agregar cloruro de
mercurio al 0.0018 y centrifugar. Lavar de 1la
misma manera con agua estéril.

7. Colectar el "pelet"™ o precipitado con una pipeta
Pasteur estéril, colocarlo en una caja de Siracusa
y agregar un 1 ml de agua estéril. Con la ayuda
de la pipeta, tomar una alicuota de 0.1 ml y
contar el nfmero de nematodos (inocular 25
nen?todos por caja), dentro de la cémara de flujo
laminar.
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4.

B.

o

8. Envolver las cajas inoculadas apropiadamente para
reducir la desecacidn e incubarlas a 1la
temperatura bptima de desarrollo para cada especie
de nematodo.

Nematodos sedentarios

1. Obtener 1los gquistes viables y/o las masas de
huevecillos, a partir de muestras de suelo o de
raices. Colocar de 25-30 quistes o masas de
huevecillos en un tubo de centrifuga
esterilizado. Lavarlos (centrifugando) dos veces
con agua estéril.

2. Agregar cloruro mercGrico al 0.001% y esperar un
min. Enseguidar proceder a lavarlos dos veces con
agua estéril.

3. Inocular los explantes radicales de hospedantes
adecuadoss con 4-5 quistes o masas de huevecillos
por caja.

A partir de cultivos establecidos

l. Tanto las masas de huevecillos como los quistes:,
pueden transferirse directamente a un cultivo
fresco de explantes radicales.

2. Utilizar de 4 a 5 masas de huevecillos o quistes

por caja.
Fuente de los Materiales
A. Nematodos: El ejercicio puede llevarse a cabo con
nematodos axenizados después de ser extraidos del
suelo (ver lineas atrés) o con los obtenidos a partir
de cultivos monoxénicos (ver Apéndice 2).
B. Equipo necesario: Autoclave; camara de flujo laminar;

centrifuga; incubadora; microscopio de diseccidn;
substancias quimicas para los medios; pipetas Pasteur;
parafilm; semillas; cajas de Petri esterilizadas;
alcohol; blanqueador y lampara de alcohol. Medio de
Gamborg sin auxinas o citokininas (Gamborg et al-
1976). Este medio puede adquirirse en 1los
Laboratorios Gibcor 3175 Staley Road, Grand Island,
NY. El procedimiento y los reactivos necesarios para
hacer el medio B-5 de Gamborg son los siguientes:
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Solucibn Madre A

KNO 25.00 gr
cact, . 2m,0 1.50 gr
(Ne, #, 50, 1.34 gr
NaH Pa 1.30 gr
i-1fositol 1.00 gr

Disolver en un litro de agua destilada y desionizada.

Solucidn Madre B

Na,EDTA 0.74 gr Disolver en 100 ml
FeSO, . 7320 0.56 gr de H,O destilada
caleﬁtando ligera-

mente. Airear 1 h.

Solucidn Madre C (Micronutrientes)
KI 7.5 mg
H,BO, 30.0 mg
MASO3 . H,0 100.0 mg
znso? . 78.0 20.0 mg
Na M 4 3&20 2.5 mg
cudo, ¢ 5H,0 0.25 mg
CoCl} . 6H30 0.25 mg

Disolver en 100 ml de agua destilada y desionizada.

Solucidn Madre D (Vitaminas)
Acido nicotinico 10 mg Disolver en 100 ml
Piridoxina HC1 10 mg de H,0 destilada.
Tiamina HC1 100 mg

Solucidn Madre E
MgSO, . 7820 2.5 gr
Disolver en 100 ml de agua destilada y desionizada.

En un matraz Erlemmeyer de 1 1litro seco y limpio,
incorporar 100 ml de la solucidn madre A; 5 ml de la
B; 10 ml de las soluciones C» D y E, ms 20 gr de
sucrosa. Aproximadamente se necesitar&n 865 ml de
H,0 destilada para aforar hasta un 1litro. En otro
mﬁttaz de 2 1litros, agregar de 650-700 ml de agua
destilada. Ajustar el pH a 6.2-6.4 utilizando
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solucién de KOH al 1N. Incorporar 15.0 gr de agar
(Difco-Agar Noble), quitando 1los agregados de las
paredes del recipiente con un poco de agua destilada.
Tapar el recipiente y esterilizarlo en autoclave
durante 15 o 20 min. Una vez enfriado el medior medir
el pH y ajustarlo al punto dptimo de 5.5-5.7 (el rango
puede ser 5.2-6.0).

5. QObservaciones

Cuando menos se requieren 2 semanas para empezar a
observar la formacidn de agallas y quistes de
fitonematodos sedentarios en los explantes radicales y de
10-30 dias para observar la reproduccidn e incremento
poblacional de 1las formas migratorias. Una vez
establecidos 1los cultivos, &stos deben tranferirse
bimestralmente a medios frescos.

6. Resultados Esperados

Las siguientes son las ventajas de 1los cultivos en
condiciones estériles: (1) se pueden obtener enormes
cantidades de nematodos 1libres de particulas:
contaminantes y otras especies de nematodos: y (2) se
pueden efectuar observaciones "in vitro®™ sobre 1la
reproduccidn, el desarrollo y el comportamiento de
nematodos cultivados.

Referencias Recomendadas

Gamborgs O. L., T. Murashige, T. A. Thorper and I. K. Vasil.
1976. In ¥itro 12:473-478.

RebOisl Ro V.' Ro No Huettell and Jo A. Lautitis. 1984. A
comparison of media for the monoxenic culture of corn
cyst, soybean cyst:s reniforms root-knotr and 1lesion
nematodes on root explants. First Int.Congr. of Nematol.
Aug. 5-10, 1984. Guelph, Ont., Canada p. 85 (Abstract).
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1.

3.

Bjercicio 26

Establecimiento de Rratylenchus spp en Cultivos
Monoxénicos en Tejidos de Callo de Alfalfa

(Medicago sativa)

Richard M. Riedel
Plant Pathology Department
Ohio State University
Columbus, OH 43210

Qbjetivos

Los objetivos del presente ejercicio son los siguientes:

A. Desarrollar la habilidad para manejar técnicas
asépticas necesarias para mantener cultivos
monoxénicos de nematodos fitoparésitos.

B. Establecer y mantener diversas poblaciones de
Pratylenchus spp para propbsitos de ensefanza.

Tiempo Requerido

A partir del instante en que se reciben las semillas de
alfalfa sin desinfectarr el ejercicio requerir& de 14
semanas para que las poblaciones de nematodos alcancen su
m&ximo desarrollo; sin embargor si los estudiantes
cuentan con una reserva de semillas desinfectadas.,
entonces podré&n terminar todas las técnicas en solamente
3 semanas. Pero aqui, en 3 semanas adicionales 1los
niveles poblacionales de 1los nematodos serén
relativamente bajos.

Procedimiento

A. Preparacidn del material vivo antes de dar inicio al
ejercicio

Las semillas de alfalfa deben tratarse con agua
caliente antes que se 1les 1libere de 1las
contaminaciones internas de bacterias. Seguir el
siguiente procedimiento:

l. Tratar las semillas de alfalfa con agua caliente a
61 C gor_10 min. Para estor, poner aproximadamente
10 cm™ de semillas en bolsas dobles de manta de
cielo (Nt: tela de algoddn de tejido muy abierto)
y sumergirlos en el agua.
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Una vez finalizado el tratamiento con agua
calientes sumergir en agua fria 1las bolsas
conteniendo a las semillas.

Ponerlas a secar durante dos semanas:
disponiéndolas en una sbla capa sobre una
superficie adecuada.

B. Preparacibn de callos como substrato

1.

Desinfeccidn de semillas

a. Sumercgir por 15 min 5-10 cm3 de semillas
secas de alfalfar en un volumen suficiente de
&cido sulfGrico concentrado hasta cubrirlas
totalmente.

b. Inmediatamente lavarlas con 3 bafos diferentes
de 150 ml de agua destilada estéril. Agitar
por unos segundos antes de eliminar el agua.

C. Sumergir durante 15 min a 1las semillas ya
lavadas en el volumen suficiente de cloruro
mercGrico (1 ppm HgCl2 en etanol al 30%) para
cubrirlas.

d. Lavarlas nuevamente c¢on 3 bafios diferentes de
150 ml de agua destilada estéril.

Germinacidn de semillas

a. Esparcir sobre la superficie del medio de agar
(10 gr de agar, 10 gr de sucrosar 2 gr de
extracto de levadura Difco y 1 litro de agua
destilada)s a 1las semillas desinfectadas en
cajas de Petri.

b. Permitir que las semillas se desarrollen en las
cajas dejé&ndolas de 4-7 dias en la obscuridad a
22-24 C.

Produccibn de callos

a. Verter 14 ml de medio para desarrollar callos
(10 gr de agarr 10 gr de sucrosar 2 gr de
extracto de levadura Difcor 2 mg de &cido 2-4
diclorofenoxiacético y 1 1litro de agua
destilada), en cada uno de los tubos de cultivo
(150 X 25 mm) inclinados.
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4.

b. Transferir de 8-12 pl&ntulas de alfalfa
desinfectadass a cada uno de 1los tubos de
cultivo con medio inclinado.

c. Permitir que se desarrollen los callos durante
10-14 dias en la obscuridad a 22-24 C.

4. Inoculacidn de callos

a. Transferir a cajas de Petri estériles una
porcidn de callo conteniendo Pratylenchus.

b. Dividir la porcidén en 6-8 partes iguales.

c. Transferir cada parte a cada uno de los tubos
de cultivo que contienen callos.

d. Dejar que se desarrollen 1los cultivos durante
8-10 semanas: antes que sean utilizados.
Incubarlos dentro de bolsas de plastico a 1la
temperatura de 22-24 C, manteniéndolos en 1la
obscur idad.

Fuente de los Materiales
A. Organismos

1. Los cultivares de alfalfa CUF 101 o Moapa 69 alta
calidadr se pueden ordenar a Cal West Seeds: P.O.
Box 1428, Woodland, CA 95695.

2. Cultivos establecidos de Pratylenchus sppr (ver
Apéndice 2).

B. Equipos y materiales

1. La solucibdn de Merthiolate NF es producida por 1los
Laboratorios Eli Lilly Co.r 1Indianapolis, 1IN
46206.

) . Reali

A. Verificar las tasas de germinaciédn y esterilizacidn
microbiolégica en agar (Paso 3, B). Debe haber un
porcentaje alto de germinaciédn de semillas aunado a la
ausencia de colonias de bacterias y hongos.

B. Verificar el desarrollo de callos (Paso 3: C). Los

hipocotilos de las pléntulas de alfalfa desarrollaréan
tejidos callosos desmenuzables de color blanco. No
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6.

8.

deber&n estar contaminados con bacterias u hongos.

C. Verificar los callos para la reproduccidn de nematodos
(Paso 3, C). A las 2 o 3 semanasr los nematodos
empezar&n a transformar los callos de hGmedos Yy
morenosr: a negros.

Resultados Esperados

Las poblaciones de nematodos deben incrementarse
rapidamente de 100-200 inoculados inicialmente por tubo.
hasta 20-40,000 después de 6-8 semanas.

variaci Jel Edercici ~ambi 1 Nivel 3
Intensidad

Los estudiantes pueden adquirir experiencia adicionals
cultivando nematodos mediante el establecimiento de
cultivos monoxénicos a partir de una sola hembra gréavida
extraida de una muestra de suelo.

Las masas de huevecillos se pueden desinfectar superfi-
cialmente mediante el siguiente procedimiento:

A. Colocar los nematodos extraidos en tubos cbnicos de
centrifuga de 15 cc.

B. Centrifugar a la velocidad méxima por 15 segundos en
una centrifuga clinica.

C. Eliminar el 1lavado agua y agregar la solqﬁibn de
Merthiolate (8 ml de solucidn de Merthiolate™ NF en
200 ml de 820 destilada estéril).

D. Centrifugar como se indicd en el Paso 7. B.

E. Repetir el lavado con Merthiolate 6 veces més.

F. Transferir individualmente 1las hembras desinfectadas
superficialmente a los cultivos de tejidos de callos.

Consideraciones Importantes

A. Cosas por hacer

l. Si es posibler efectuar todas 1las técnicas
asépticas utilizando la céamara de flujo laminar.
De lo contrario usar un cuarto sin corrientes de-
aire.
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B. Cosas que no deben hacerse

l. No almacenar los cultivos en el mismo laboratorio
donde se trabaja con suelos. Los &caros de los
suelos pueden convertirse en un serio problema en
cultivos almacenados.

2. Nunca usar semillas hGmedas ni muy secas para
sumergir en 1la solucibdn de &cido sulfdrico
concentrados ya que &sto las danharia
irreversiblemente.

3. Evitar que las semillas permanezcan mucho tiempo
en los lavados con agua después de haberse tratado
con el &cidor, ya que éstor puede sobrecalentarlas
y por lo mismo daharlas.

C. Medidas de seguridad

l1. E1 H 50, concentrado puede ocasionar
quemad&tas severas. Siempre que se trabaje con
&l, usar ropa y equipo apropiado de proteccién.

2. Extremar precauciones cuando se transfieran 1las
semillas al primer lavado con agua después de
haberse tratado con &cido sulfGrico, evitando
salpicaduras.

3. Las soluciones alcoholicas de cloruro mercGrico
puede provocar la formacidn de vapores de
mercurio. Preparar las soluciones madres de este
compuestor dentro de una campana de extraccidn.

4. El1 cloruro mercGrico es un producto muy tbdxico.
Usar guantes cada vez que se este manejando el
producto.

Referencias Recomendadas

Riedels R. M.r Alves de Limar M. M., and Martin, M. 1983.
In: Handbook of plant cell cultures. (D. A. Evans,
W. R- Sharp' Pc V. Mirato and Yo Yamada' Eds.) VOIQ 1.
pp. 880-903. MacMillan, Inc. New York.
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1.

Ejercicio 27
Control de Nematodos Fitoparasitos con Nematicidas

Edward P. Caswell and Ivan J. Thomason
Nematology Department
University of Californiar, Riverside 92521

Objetivos

Los nematicidas constituyen un medio para controlar
nematodos fitopar&sitos en circunstancias donde si no se
les controlar ocasionan dahos a los cultivos. Existen
dos tipos principales de nematicidas; los fumigantes y
los no fumigantes. El presente ejercicio se ocupa
Gnicamente de los nematicidas granulados no fumigantes.
Estos productos son tipicamente aplicados al suelo antes
de la siembrar en el surco o al yoleo.

El ejercicio estad disefhado para que los estudiantes se
familiaricen con técnicas para evaluar la eficacia de un
nematicida. La fficacia del producto granulado al 15%
(15G) DASANIT (fensulfotibdn; O, O-dietil O-
[p-{metilsulfinil) fenilo] fosforotiator Mobay Chemical
Co. )r serd@ evaluada bajo condiciones de invernadero.
La eficacia de 3 concentraciones diferentes de DASANIT
15G para controlar al nematodo nodulador (Meloidogyne
spp)r antes de la siembrar ser& analizada utilizando
plantas de tomate (Lycopersicon esculentum Mill) como
herramientas de estudio. La prueba incluye un total de 6
tratamientoss tres de 1los cuales son en realidad
testigos. Cada tratamiento incluye 5 repeticiones.

*
El hecho de seleccionar a DASANIT 15G para la

efectuacidn del presente ejercicior no significa que 1los
autores o la Universidad de California lo recomienden.

Iiempo Requerido

Lab 1l: 1.0 h para preparar macetas.

Lab 2: 1.5 h para trasplantar plantulas.

Lab 3: 3.0 h para evaluar el crecimiento de plantas.

El ejercicio est& diseflado para que 1los estudiantes
trabajen en grupos de 3-4.
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3.

Procedimiento

A.

Tratamientos
l. Control; -nematodosr, -nematicida.

2. Control; -nematodosr +nematicida (a la dosis alta
recomendada y designada aqui como 1.0X).

3. Control; +nematodos: -nematicida.

4. Dosis baja; +nematodoss +nematicida (dosis baja
recomendadar designada aqui como 0.5X).

5. Dosis alta; +nematodos: +nematicida (dosis alta
recomendadar designada aqui como 1.0X).

6. Tratamiento prueba; +nematodosr: +nematicida (dosis
més alta recomendadar designada aqui como 1.5X).

Cualquiera de las especies mas comunes de Meloidogyne
(M. haplar M. arenariar M. incognita o M. Jjavanica)
podrian ser utilizadas. Aunque debe considerarse que
M. lincognita y M. Jjavanica inducen 1los mejores
agallamientos radicales. Los cultivares de tomate
Rutgerss Tropic o cualquier otro susceptibler pueden
ser ideales para este tipo de experimentos.

Cada uno de 1los tratamientos que incluyen nematodos
(+) deben inocularse con aproximadamente 15,000 huevog
y larvas en macetas de 15 cm de di&metro (1500 cm
de suelo).

Estimacidn de la cantidad de nematicida a necesitar

El nematicida seleccionado para este ejercicio DASANIT
15G, est& registrado para controlar nematodos
asociados al cultivo del tomate. En la etiqueta del
producto se recomiendan 2 métodos de aplicacibn; en el
surco y &l voleo. A través de los pasos siguientes.
el estudiante debe convertir 1la dosis libras/acre
aplicada al wvoleor a 1la dosis de mg/maceta para
ensayar nematicidas en macetas pequefias.

La dosis recomendada (al voleo)r es de 66.7 a 134
libras por acre del nematicida formulado en 15G.
Nosotros denominaremos la dosis de 66.7 libras/A como
"dosis baja"™ (0.5X), y la de 134 libras/A como "“dosis
alta” (1.0X). Los factores respectivos de conversibn
se especifican al final del ejercicio.

188



2.

6.

8.

Convertir libras/A a kilogramos/A.

66.7 Libras/A = kg/A,
134.0 libras/A = kg/A.

Presumiendo que 1la dosis de nematicida esta
calculada para funcionar en el primer pie de la
superficie de un acre de suelo. ¢Qué volumen de
suelo representa ésto?

3

Pies~“/A.

Convertir pies cGbicos por acre a pulgadas cfibicas
por acre.

3 3

—_pies’’/a X pulg 3

/pies™= pulg3/A.

Convertir pulgadas c@bicas a centimetros c@bicos.

Pu1g3/A )(__c:m3/pulg3 = _cm3/A.

Calcular la cantidad de 3nematic:lda por unidad de
volumen de suelo (kg/cm”) para cada una de las
dosis mencionadas en el paso (1l).

—  Rg/A/ _____ cmy/A=_____ kg/cmys

—  kg/A/ ______cm/A=_____ kg/cm”.

Convestir los valores obtenidos en el paso 5 a
mg/cm” .

Dosis baja (0.5X) = mg/cmg,
dosis alta (1.0X) = mg/cm™,

Las macetas de barro de 15 cm de diametro que se
recomiendan para este ejescicio: tienen un volumen
aproximado de 1500 cm”, Utilizar el valor
obtenido en el paso 6 para determinar el peso
actual de nematicida que agregado a las macetas de
15 om de diametror sea equivalente a las dosis
mencionadas en el paso 1.

Dosis baja (0.5X) =1500 cmg X
dosis alta (1.0X) =1500 cm

mg/ cmg

X ____mg/cm

mgr
mg.

La cantidad de nematicida que se necesitar& por
maceta en el tratamiento prueba (1.5X) seré&:

1.5 X mg = ll\g.
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Se han calculado las cantidades del nematicida que
se van a incorporar en cada maceta para cada uno
de los tres tratamientos con el mismo. Este
procedimiento puede utilizarse para calcular 1la
cantidad requerida de cualquier nematicida
granulado, para obtener la "dosis especifica de
campo” en cualquier tipo de maceta de volumen
conocido.

C. Establecimiento del experimento

Dia l

1.

Nota:

Nota:

Llenar con suelo arenoso esterilizado en
autoclaver cada una de las 30 macetas (de barro:
15 cm de di&metro y 1500 cm~ de capacidad) hasta
4 cm por debajo del borde superior.

Cuidadosamente apisonar el suelo de las macetas.

En este momento, etiquetar cada una de las macetas
indicando el nombre del grupor la fecha, el
tratamiento y nGtmero de repeticibn.

Por medio de wuna vara puntiaguda (2.5 cm de
diametro), efectuar 6 hoyos de aproximadamente
4-5 cm de profundidad, alrededor del centro de la
maceta (SEPARAR LAS MACETAS DE LOS TRATAMIENTOS 1
Y 2 DESPUES DE HABER TERMINADO ESTE PASO).

Agregar 1 ml de 1la suspensidn con inéculo
(aproximadamente 2500 huevos/ml), en cada uno de
los hoyos de las macetas de los tratamientos 3-6.

Si el suelo esta muy seco, agregar un volumen de
5-10 ml de agua esterilizada, inmediatamente
después de haber inoculado para evitar que 1los
huevecillos se desequen. Si este volumen
adicional de agua es 1incorporado a estos
tratamientos, también debe incorporarse a 1los
testigos.

Rellenar los hoyos con la cantidad necesaria de
suelo esterilizado en autoclave (SEPARAR AHORA LOS
TRATAMIENTOS 1 y 3).

Los pasos siguientes involucran aplicar las
concentraciones apropiadas de nematicida en cada
una de las macetas. CUANDO SE APLIQUEN LOS
NEMATICIDAS, USAR GUANTES DE HULE Y EVITAR QUE LA
PIEL SE PONGA EN CONTACTO CON ELLOS. Cada dosis
de nematicida debe prepararse con anterioridad por
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9.

10.

11.

12.

13.

14.

Dia
1.

el profesor del curso (etiquetar los recipientes
que contengan a los nematicidas con sus designa-
ciones correspondientes: 0.5, 1.0X y 1.5X).
Cada recipiente contendr& 1l1la cantidad de
nematicida necesaria para cada maceta; cantidades
que fueron estimadas en la seccibn 3-B.

Aplicar a cada una de las macetas del tratamiento
4, el contenido del recipiente respectivo con la
cantidad de nematicida necesaria para 1la dosis
0.5X. Espolvorear el nematicida sobre 1la
superficie del suelo procurando distribuirlo 1lo
mas parejo posible.

Inmediatamente después de haber aplicado 1los
nematicidas a las macetas, cubrirlos con una capa
de suelo (0.5 cm de espesor) autoclaveado.

Las cantidades de nematicidas para las dosis en
los tratamientos 1.0X y 1.5Xr, ser&n incorporadas a
sus respectivas macetas, de la misma manera como
se indica en los pasos 7 y 8.

Inmediatamente después de haberse aplicado 1los
nematicidas, espolvorear sobre ellos una capa de
suelo (0.5 cm de espesor) esterilizado en
autoclaver para retenerlos.

Espolvorear 1la misma cantidad de suelo
esterilizado en autoclave sobre la superficie del
suelo en las macetas de los tratamientos 1 y 3.

Colocar 1las macetas sobre 1las mesas del
invernadero en un disefio experimental
completamente al azar (el profesor deberé
explicarlo).

Ensequidar regar las macetas agregando solamente
la cantidad de agua necesaria para humedecer
(aproximadamente se requieren de 150-200 ml). Por
ningn motivo sobreregar, ya que el nematicida
podria ser arrastrado fuera de las macetas.

Al sigulente diar regar las macetas con
aproximadamente 50-100 ml de wuna solucibén
nutritiva como la de Hoagland.

3

En el segundo dia después del tratamientor tras-

plantar una pléntula de tomate por maceta. El
trasplante debe iniciarse con los tratamientos 1 y
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2. Por medio de un plantadorr, hacer un hoyo de
aproximadamente 4 cm de profundidad y trasplantar
las plantulas en las macetas (limpiar el plantador
cada vez que se inicie un nuevo tratamiento).
Cuidadosamente humedecer el suelo alrededor de las
raices de las pléntulas con la ayuda de una
pizeta. Las pléntulas deben tener de 2-3 semanas
de edad (después de la siembra) y poseer 2 hojas
verdaderas. No sobreregar las plantas.

4. Fuente de los Materiales

A.

B.

C.

Para la obtencidén de huevos y larvas de Meloidogyne a
la concentracidn aproximada de 2500 huevos/ml, ver el
Apéndice 2.

Veinte recipientes (frascos) para guardar 1las
cantidades necesarias del nematicida granulado DASANIT
15G.

Treints macetas de barro por grupor esterilizadas y de
15 cm de diametro (también las hechas de pléastico o
fibras naturales pueden utilizarse).

Suelo migajdén arenoso esterilizado en autoclave.
Pléntulas de tomate de aproximadamente 1.5-2.5 semanas
de edad. Cualquier otro cultivar susceptible a
nematodos puede también ser utilizado.

Guantes de huler un par por grupo.

Un agitador magnético por grupo.

Una pipeta por grupo (5 ml).

Una balanza.

Espacio suficiente en invernadero (24-28 C).

Un macho de madera o plantador.

Pizetas conteniendo agqua.

Un cernidor de malla met&lica (0.65 cm de abertura)
con marco de madera.
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6.

observaciones a Realizar

A.

C.

D.

E.

F.

G.

Después de 4-6 semanasr las pléntulas estarén listas
para ser evaluadas.

Cortar cuidadosamente el follaje de cada una de 1las
plantas por medio de tijeras para podar, pesarlas y
registrar los pesos individuales obtenidos de cada
repeticidn en cada uno de los tratamientos.

Sacar los sistemas radicales del suelor invirtiendo a
las macetas sobre la malla del cernidor y golpeando lo
suficiente el fondo de las mismasr, hasta que el bulto
de suelo y raices sea obligado a salir.

Quitar el suelo de las raices 1lavandolo al chorro
suave de agua corriente.

Después de que el suelo se ha quitado de las raices:
secarlas cuidadosamente y enseguidar pesarlas anotando
los pesos de cada repeticidbn en todos los tratamien-
tos.

Es necesario evaluar el indice de agallamiento radical
en cada una de las raices: mediante la utilizacidn de
una escala arbitraria (de 0 = ausencia de agallas:
hasta 5 = severo agallamiento: del 90 al 100% de
agallamiento). Para obtener mayor informacibdn sobre
el indice de agallamientor, consultar a DiSanzo et al:
(1978). Anotar los datos obtenidos en cada repeticidn
de los distintos tratamientos.

Sumar los pesos obtenidos de las raices y el follaje
de las plantas en cada repeticidn, para obtener los
pesos totales de las mismas.

Andlisis de Datos

A.

B.

C.

Hacer el andlisis de varianza con los datos obtenidos
de los pesos de raices: follaje y total de plantas.
¢Bay diferencias significativas entre 1los
tratamientos? Interpretar los resultados.

Calcular el indice de agallamiento promedio (y el
error est&ndar) para cada tratamiento. ¢Qué tan
diferentes son estos niveles de agallamiento entre los
tratamientos?

¢Existe alguna relacidn aparente entre el 1indice de

agallamiento y los distintos par&metros de crecimiento
de las plantas observadas?
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D. ¢Cémo se comparan entre si los 3 tratamientos (1-3)
testigo? ¢Como se interpretan en lo concerniente al
efecto de nematodos en el crecimiento de las plantas y
el efecto de 1los nematicidas sobre este mismo
par&metro? Discutir los resultados.

E. Hacer histogramas comparando los tratamientos en 1lo
que respecta al peso del follaje (a) y peso de la raiz
(b) .

F. Con base en 1los resultados obtenidos: ¢Qué
conclusiones generales se pueden obtener, respecto a
la eficacia del DASANIT 15G? ¢Con qué dosis se logrd
el mejor control de nematodos? Discutir brevemente:

Factores de Conversion
Un acre =343:560 P es2
1728 pulg3 = 1 pie 3
16.387 cm™ = 1 pulg
1000 gr = 1 kg

1000 mg = 1 gr

0.4536 kg = 1 libra.

7. Consideraciones Importantes

Precaucidn: Este ejercicio de 1laboratorio involucra el
uso de productos quimicos muy venenososs con propiedades
nematicidass y que requieren para su manejo la vigilancia
estricta de un supervisor muy competente. Los
estudiantes deben ser advertidos que el ejercicio exige
llevarse a cabo de manera responsable y previsoria.

Referencias Recomendadas

Disanzor C. P.r J. Feldmessers R. F. Myers, F. C. O'Melias
R. M. Riedel, and A. E. Steele. 1978. Guidelines for
evaluating nematicides in greenhouses and growth chambers
for control of root-knot nematodes. In: Methods for
evaluating plant fungicides: nematicides and bacteri-
cides.: Eds. E. I. Zehrr et al. pp. 101-103. St
Paul :American Phytopathological Society.

University of California, 1982. Integrated Pest Management
for Tomatoes. Division of Agricultural Sciences
Publication 3274. :

Warer G. W. 1983. Pesticidess theory and application. San
Francisco:Freeman pp. 308.
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1.

2.

3.

Ejercicio 28

Uso de Nematicidas y de Tratamientos Térmicos
como Herramientas de Diagnbéstico

Martin B. Harrison
Derartment of Plant Pathology
Cornell University
Ithacar New York 14853

Objetivos

En ocasioness resulta dificil demostrar el papel que
juegan los nematodos fitoparasitos en el crecimientc y
producciédn de plantas. Una evaluacién inicial, puede
llevarse a cabo comparando el crecimiento de plantas y
desarrollo de sintomas de alguna enfermedadr entre
plantas que crezcan en: Suelo infestado (1); suelo
tratado con un plaguicida de accidn primaria nematicida
(2); suelo tratado con un producto biocida (3) o suelo
esterilizado en autoclave (4). El1 presente ejercicio no
constituye una prueba sobre patogenicidad de nematodos:
pero servird de guifa para saber si estdn o no
involucrados en un determinado problema fitopatolégico.

Tiempo Requerido

Se requerird una sesidn de laboratorio de 2 1/2 h para
preparar suelo y aplicar tratamientos. Enseguidar habré
un intervalo de 2 semanas durante el cual ocurrird 1la
accidn de 1los tratamientos quimicos. Después se
necesitard de 1 h para trasplantar plé&ntulas en suelos
tratados y no tratados. Seis semanas después habr& otra
sesidbn de 2 h para sacar las plantas de las macetas Yy
proceder a pesar por separado los fcllajes y raices y
llevar a cabo la examinacidn de éstas.

I limient

A. Dejar crecer a plantulas de tomate (cv Rutgers) en
macetas con suelo esterilizador hasta que 1las 2
primeras hojas verdaderas esté&n totalmente expandidas.
Trasplantar a un suelo previamente tratado con
quimicos.

B. Cada estudiantes o grupo de estudiantes (2-4), debe
recibir aproximadamente 30 litros de suelo severamente
infestado con Meloidogyne incognita. Mezclar
completamente al suelo para lograr una infeccién
uniforme de plantas.
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C.

En la primera sesidn de laboratorior esterilizar
en autoclave aproximadamente 7.5 litros de suelo.
Enseguida esparcirlo sobre wuna superficie
adecuadar hasta lograr una capa de 5 cm de
espesor. Dejarlo sin perturbar por espacio de 2
semanas.

Durante esta misma fesibm aplicar a 1los 7.5
litros de suelo~¢r Telon II* (1.3 -
dicloropropeno) a la dosis de 285 1l/ha. Esto se
lleva a cabo poniendo 3.75 litros de suelo dentro
de un recipiente de pléastico u otro material sin
poros y aplicando el nematicida con una pipeta
dentro de un hoyo cuya profundidad llegue casi a
la mitad del recipiente. Inmediatamente después
de aplicado el productor rellenar el hoyo con
suelo e incorporar agua sobre la superficie del
mismo hasta humedecer una capa de 6.25 mm de
espesor (Fig. 1). Simul t&neamenter tratar otros
dos volumenes idénticos de suelo infestador con el
fumigante Bromuro de Metilo (MC,). Una forma
muy conveniente de efectuar &sfor consiste en
colocar todo el suelo que se vaya a necesitar.,
dentro de dos bolsas de pléstico empalmadas y
colocadas a su vez en el interior de un balde de
75-112.5 litros de capacidad. Ensegqguidar, aplicar
el contenido de una lata (453 gr) de bromuro de
metilor como se ilustra en la Fig. 2; después de
insertar la lata en el aplicadorr, se coloca sobre
los clavos de una tabla de madera descansandor a
su vez: sobre una bandeja colocada sobre 1la
superficie del suelor 1la cual funciona como
evaporador. Después de sellar las bolsas de
plastico proceder enseguida a pinchar 1la lata
presion&ndola contra 1los clavos de 1la tabla.
Estos tratamientos quimicos deben efectuarse ya
sea dentro de una campana de extraccibdbn o al aire
libres en un lugar aislado. Debe usarse también
ropa protectorar asi como mascarilla contra gases.

El uso de nombres comerciales no constituye ningn tipo

de recomendacibn para el producto por parte del autor o de
los editores.

En el ejercicio 27 se menciona una guia para calcular

las dosis correctas de productos para recipientes pequethos.
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4.

6.

D. Dos semanas después que el suelo haya sido
esterilizado en autoclave o esterilizado quimicamenter
llenar las macetas de 7.6 cm de di&metro y trasplantar
una pléntula de tomate en cada una. Las macetas con
pl&ntulas deber&n disponerse en forma aleatoria sobre
la mesa del invernadero. Colocarlas por lo menos a
una distancia de 12.5 cm entre s8i y regarlas
cuidadosamente evitando salpicaduras. Aplicar
fertilizantes solubles en aguar conforme se requiera.

E. Cuatro semanas depués, medir la altura de las plantas,
pesar hojas: tallos y sistemas radicales. Examinar
cuidadosamente 1las ralices y evaluar indices de
agallamiento (Taylor y Sasser, 1978).

Fuente de los materiales
A. Cultivos de Meloidogyne incognita (ver Apéndice 2).
B. Nematicidas: Disponibles en la mayoria de 1los

establecimientos comerciales de productos agricolas.

Observaciones a Realizar

Las plantas no deben crecer igual en todos 1los
tratamientos. ¢En cull tratamiento se observd el méximo
crecimiento? ¢En culdl tratamiento hubo el menor
crecimiento? ¢En uno o més tratamientos hubo mejor
crecimiento de plantas que el peor de los tratamientos
pero no tan bueno como el mejor tratamiento? Concentrar
los resultados obtenidos para los distintos grupos y
determinar si hubo diferencias estadisticas entre 1los
tratamientos. Discutir el significado de los resultados
obtenidos y 1los posibles errores inherentes al diseho
experimental.

Si otros organismos patogénicos normalmente presentes en
suelo sin esterilizar no se encuentran presentes,
entonces ser& muy probable encontrar diferencias
significativas entre 1los resultados obtenidos con un
material esencialmente nematicida (Telon II), comparado
con otro de amplio espectro o biocida (Mcz).

Yariaciones para Cambiar el Nivel de Intensidad

El siguiente paso de este ejercicior consiste en
incorporar inbculo de nematodo a suelo sin esterilizar.,
mediante el uso de cualquiera de los métodos descritos en
el ejercicio 14. Obtener un cultivo de M. incognita (ver
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Apéndice 2):, e inocular la cantidad necesaria al suelo
esterilizado en autoclave para igualar el nivel de
inbculo determinado en el mismo suelo sin esterilizar.
Trasplantar pléntulas de tomate a macetas conteniendo
estos suelos y seguir las instrucciones indicadas en el
experimento anterior.

7. Consideraciones Importantes

Ser precavidos cuando se trabaje con productos quimicos
nematicidas. El grupo debe discutir las medidas de
seguridad y los peligros a que est&n expuestos, antes de
iniciar el ejercicio. Cada vez que se manejan productos
toxicos se debe usar guantes de huler mascarillas,
anteojos y vestimenta especial de proteccidn. También
es aconsejable establecer la secuencia ordenada del
experimento para minimizar las posibles contaminaciones
entre tratamientos. El tratamiento con el nivel de
inéculo m&s bajo siempre debe manejarse primero.

Referencias Recomendadas

Taylor, A. L., and Sasserr J. N. 1978. Biology:,

' identification and control of root-knot nematodes
(Meloidogyne species). Int. Meloidogyne Project: NC
State Univ. and USAID. pp. 1l1ll.

Disanzor C. P.: Feldmesserr J.r Myersr R. F.r O'Melia,
F. Co ’ Riedel' Ro Ho [4 and Steele' Ao Eo 19780
Guidelines for evaluating nematicides in greenhouses and
growth chambers for control of root-knot nematodes. In:
Methods for evaluating plant fungicides and
bactericides. Eds. E. I. Zehr, et al. pp. 101-103. St
Paul: American Phytopathological Society.
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Fig. 1 Aplicacién de 1,3-dicloropropano en suelo infestado.
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Fig. 2 Aplicacién de Bromuro de Metilo (lata de 454 gr.) en un suelo infestado contenido en
bolsas de plastico doble.
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Bjercicio 29
~ Pruebas de Toxicidad "in vitro"

A. Coomans y R. Vanderhaeghen
Instituut voor Dierkunde
Rijksuniversiteit Gent
Gents Belgium

Objetivoe

Ya que el control de polucidn se ha convertido en un tema
importante en 1la 1investigacidn cientifica, muchos
trabajos se han 1llevado a cabo sobre los efectos de
metales pesados en pequehos invertebrados; sin embargor a
pesar de los esfuerzos: todavia existe gran interés por
contar con técnicas rutinarias y estandarizadas para
evaluar toxicidad en condiciones de laboratorio.

La prueba m&s comin a corto plazo en ecotoxicologiar es
la prueba de 96 h para determinar toxicidad aguda de
diversas concentracionesr en las ques el 50% de 1la
poblacién del organismo prueba muere (DL 50-96 h). Sin
embargor @Gltimamente se ha determinado que para ciertos
metales pesadoss la referida prueba convencional de las
96 h, es demasiado corta para poder detectar
adecuadamente los efectos de toxicidad aguda. Mas adn/
por lo general se acepta que mientras los estudios de
toxicidad aguda son un instrumento valioso para medir las
propiedades tbxicas de diversos agentes quimicos: é&stos
no son del todo satisfactorioss ya que no revelan 1los
efectos sutiles a largo plazo en la din&mica poblacional
de las especies en estudio. Quiz&s una manera més
realista de obtener las concentraciones mas "seguras",
para el medio ambienter consista en determinar 1las
concentraciones minimas efectivas (C.M.E.): en lugar de
las inherentes a la toxicidad aguda. Las concentraciones
minimas efectivass son aquellas que manifestan las
primeras diferencias significativas en el criterio de
evaluacidn de 1la pruebar cuando comparadas con los
controles. El criterio de evaluacidon debe ser un
parametro sensible y de significancia ecolbgica.

El procedimiento que se describir&8 enseguida, se
desarrolld con nematodos bacteribfagos marinos, sin
embargor se ha probado con é&xito en especies eurialinas
como Pellioditis marina y Caenorhabditis elegans. Es
probable que también pueda usarse en una gran variedad de
nematodos: incluyendo los fitoparasitos, siempre y cuando

se cumplan las siguientes condiciones. Primeror -

estandarizar las técnicas de cultivacién (sobre tggg las
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monoxénicas) y segundor que el organismo-prueba posea
ciclo de vida corto (menos de 10 dias), ya que los
valores de C.E.M.: se basan esencialmente en la habilidad
de las especies para desarrollarse del estado juvenil al
adultos cuando expuestas a diferentes dosis de la droga
en estudio.

El siguiente procedimiento esta basado en el trabajc
reciente de Vranken et al (en prensa): el cual incluye
una técnica nueva estandarizada para cultivar nematodos:
asi como un método experimental también nuevo (C.E.M.).,
para evaluar la toxicidad de metales pesados y poluantes
solubles en los nematodos.

Procedimiento
) o serd descrito con base en un experimento
elegans cultivado monoxénicamente con
Para mayor informaciébn sobre las
rultivacidén y ciclo de vida de este
nematodo de vida librer, favor de consultar el Ejercicio
12,

A. El medio

l. Cajas de Petri ventiladas (35 X 10 mm), se
llenar&n con 4 ml de Dbacto-agar al 0.5%
(Laboratorios Difco)s esterilizado en agua
destilada amortiguada (buffer Tris 0.005 M), més
0.2 ml de una mezcla de esteroices.

2. Una vez que el medio se ha enfriadors hacer un hoyo
de 15 mm de diametro en la parte central del
mismor, utilizando para ello un tubo de cultivo
esterilizado (simplemente introducir su boca hasta
topar con la base de la caja). Inocular en el
hoyo un volumen de19.02 ml de la suspensidn de E.
coli conteniendo 10 células/ml (ver Fig. 1).

3. Inocular los nematodos fuera del hoyo.
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Fig. 1. Diagrama a escala completar ilustrando el
inicio de un cultivo esté&ndar de nematodos (a: vista de
frente; b: vista lateral). .

A: 2Zona central; B: hoyo donde se inocula la suspensién
de bacterias; C: zona de menor densidad bacteriana
debido a la difusidn en el agar y bioturbidéz; D: 2zona
de inoculacidén de nematodos.

Ventajas de esta técnica de cultivo:

a. Se limita el crecimiento adicional de bacterias en
el cultivor debido a 1la falta de nutrientes:
obteniéndose un cultivo claro y transparente que
permite observar féacilmente 1los diferentes
estadios de nematodos; huevos: juveniles, adultos.

b. No se necesita axenizar los nematodoss ya que en
este tipo de cultivor 1los contaminantes no se
desarrollan.

c. Con este método gnotobidtico se incrementa 1la
reproductibilidad de los ensayos y la mortalidad
en los controles durante el desarrollo, es casi
cero.

B. Pruebas de toxicidad

La toxicidad aguda se lleva a cabo utilizando series
graduales de soluciones diluidas de drogas o
toxicantes. Estos se pueden escoger de una gran
variedad de toxicantes solubles como productos
agricolas (v.gr. Paration): constituyentes de 1la
lluvia &cida (de SO a H,SO0,) o contaminantes
industriales (Bisenileszpolicléaadﬁs). El método para
evaluar las concentraciones seriadas del toxicante
seleccionador es exactamente igual al descrito en el
Ejercicio 27.

203



Los nematodos juveniles (J2) obtenidos de un cohorte
sincrénico de L. elegans son ensayados en grupos de
120, en cada una de las repeticiones. Desde el punto
de vista précticor se sugiere determinar los valores
DL-50 a las 24 h:, contando los nematodos muertos en
los cultivos prueba. En este casor muerte se define
como la pérdida total del movimientor aun después de
estimular mecdnicamente los nematodos con la aguja de
diseccibn.

Los efectos tdxicos subletales se pueden observar en
el mismo experimento; sin embargor &sto requiere de
mayor experiencia en la experimentacién. Los valores
C.M.E.r obtenidos en los parametros de desarrollo:, se
pueden medir contando el nQimero de adultos jbdvenes en
todos los cultivos-pruebar en el instante en que més
del 50% de 1los juveniles en los cultivos testigos
alcanzan 1la madurez. La dilucién mé&s baja del
producto en ensayo que cause la primera diferencia
significativar en relacidn al testigor ser&d 1la
concentraciédn minima efectiva.

Procedimento

1. La solucidn madre de] producto a ensayar se
efectGa disolviendo 10 mol del toxicante en un
litro de agua destilada.

2. Preparar 100 ml de cada una de las concentraciones
del producto a ensayar, en pgogresibn logaritmica
oscilando de 10 a 10 mol/1. De ser
necesarior se pueden preparar otras diluciones
intermedias.

3. Cinco ml de cada una de las soluciones: deben
mezclarse con 42.5 ml del medio esterilizado
bacto-agar al 0.6% (buferizado-60 C) y 2.5 ml de
una mezcla de esteroides, de tal suerte que se
obtengan diluciones seriqgas dg% producto en el

medio de C. elegans de 10 “ a 10 ~ mol/1l.

4. Preparar 4 cajas de cultivo para cada una de las
diluciones: siguiendo las indicaciones previamente
mencionadas.

5. Inpgular la suspensidén de E. coli (conteniendo
10 células/ml e incubadas previamente en 1las
mismas concentraciones a ensayar por 12 h a 37 C)«
en el centro del hoyo del medio de cultivo.

6. Inocular en <cada cultivo-prueba 30 nematodos
juveniles (J2), obtenidos de un cohorte sincrbdnico

de C. elegans.
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4.

5.

Fuente de log Materiales

A. Organismos y su mantenimiento

l. C. elegans y E. coli (ver Apéndice 2).

2. Medios de cultivo y mantenimiento (ver Ejercicio

12) L

Qbservaciones a Realizar

Secuencia de tiempos:

Primer dia:

Segundo dia:

Tercer dia:

Cuarto dia:

Cerca de 250 individuos hermafroditas muy
bien alimentados de (. elegangr son
transferidos a diferentes cultivos
monoxénicos e incubados para ovipositar
(cohorte sincrénico) por 4 h.

Los juveniles (J2) son transferidos a los
cultivos-prueba conteniendo las diferentes
dosis de productos a ensayar (30 nematodos
por cultivo).

Observacidn: determinar el nGmero de
juveniles muertos con el propbsito de
precisar los valores DL-50 para las 24 h.

Observacibn: contar el nGmero de adultos
en todos los cultivos-prueba con el propd-
sito de determinar los valores C.M.E.r con
base en el desarrollo de nematodos.

Variaciones del Ejercicio para Cambiar los Niveles de

Intensidad

A. Las secuencias propuestas para este ejercicio pueden
adaptarse muy féacilmente con otros nematodos de ciclo
de vida corto.

B. El investigador podria quizas llevar a cabo un estudio

piloto.

con el objeto de obtener mayor informacidn

sobre la toxicidad de los compuestos. Este estudio
podria a su vez servir de base para otro mas completo.
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1.

2.

Ejercicio 30
Métodos para Obtencidn de Alicuotas

Victor H. Dropkin
Department of Plant Pathology
University of Missouri
Columbia, MO 65211

Objetivosg

Los nematdlogos necesitan investigar el efecto de
diferentes tipos de nematodos en el crecimiento y
produccidn de plantas hospedantes. Una parte importante
de tales investigaciones es determinar los efectos en las
plantas con diferentes niveles de inbculo. Bésicamente
existen 2 métodos para facilitar 1la infecciébn de
nematodos con distintos niveles de inbculor ellos son:

A. Diluyendo suelo severamente infestado con otro del
mismo tipor pero libre de nematodosr hasta lograr una
serie progresiva de distintas densidades de inbdculo.

B. Agregando a suelo no infestador suspensiones de
nematodos en concentraciones progresivas. El presente
ejercicio ilustra una técnica para tomar alicuotas y
establecer niveles conocidos de infestaciones con
nematodos.

Procedimientos y Observaciones
Métodos para tomar alicuotas

Los nematodos se sedimentan muy lentamente en agua. Por
lo tantor, para contarlos:, uno debe de suspenderlos en una
columna de aguar agitar y tomar una muestra de la misma.

A. Calibrar una pipeta Pasteur perfectamente limpiar de
tal manera que un nimero conocido de gotas forme un
volumen de 1 ml. SIEMPRE SOSTENERLA VERTICALMENTE
CUANDO SE LIBEREN LAS GOTAS. Colocar en el extremo de
la pipeta una perilla o bulbillo de hule. Llenar una
probeta graduada de volumen pequefior verificando que
el menisco coincida exactamente con la marca de un
volumen determinado. Enseguidar contar el nGmero de
gotas de agua obtenidas con la pipeta en un volumen de
2 ml, aspecto que se determinar&, cuando el menisco se
:mi:u:r;:tl:re a 2 ml por encima del nivel del volumen

nicial.
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B. Colocar nematodos limpios en un tubo de centrifuga.
centrifugarlos hasta ajustar el volumen donde una gota
de agua de la pipeta contenga cerca de 25 nematodos.
Este nGmero de nematodos es muy conveniente para
realizar los conteos a 20X, o aun con aumentos m&s
bajos del microscopio estereoscbpico. Si el nGmero de
nematodos resulta sumamente excesivo para los tubos de
centrifugar entonces utilizar probetas graduadas. Los
nematodos se pueden concentrar colocando la probeta en
el refrigerador por una hora. Enseguida ajustar 1la
concentracidn hasta 1lograr 1la densidad de 25
nematodos/gota.

C. Contar el nimero de nematodos como sigue:

1. Sumergir la pipeta cerca del fondo de la columna
de agua conteniendo nematodos. Presionar el
bulbillo para producir burbujas de aire, sacar la
pipeta del agua y repetir el procedimiento varias
veces hasta mezclar correctamente los nematodos.

2. Presionar ligeramente el bulbillo y proceder a
introducir la pipeta por el centro de la columna
succionando un poco de agua.

3. Inmediatamente colocar una gota de agua sobre un
portaobjetos.

4. Repetir el procedimiento anterior (pasos 1-3).
hasta 1lograr 10 muestras independientes; contar
los nematodos en cada gota y calcular la media
aritmética.

Media de nematodos/gota X nimero de gotas/ml es igual
al nGmero de nematodos/ml.

Si se desean concentraciones m&s grandes de nematodos:
se pueden sedimentar o centrifugar ajustando el
volumen respectivo.

3. Euente de Nematodos
Debe contarse con una fuente de nematodos confiable.
A. Algunos fitonematodos se pueden mantener en
condiciones asépticasr cultivindolos en callos de

plantas, explantes radicales o discos de zanahoria
(ver Ejercicio 24, 25, y 26).
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B. Muchas especies de Aphelenchidae se reproducen bien en
hongos. Pocas cajas de cultivo de estos nematodos se
requieren para obtener suficientes nematodos para el
ejercicio. Para la metodologia ver el Ejercicio 23 y
el Apéndice 2.

C. Cultivos en condiciones de invernadero con plantas
hospedantes infectadas con una sola especie de
fitonematodo (especies disponibles:, ver Apéndice 2).

D. En ocasiones se puede contar con diversas especies de
nematodos presentes en los campos de cultivo a niveles
poblacionales elevados. Algunas otras especies se

- i - - lantas; v.gr.

A veces se
_ _irtir de los
tejidos vegetales que infectan.

Yariacion y Nivel de Intensidad

Hacer que cada uno de los estudiantes calcule la media y
la desviacibn est&ndar de sus muestras y que informe por
escrito al resto de sus compafieros 1los resultados
obtenidos.
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3.

Ejercicio 31
Uso y Cuidado de Microscopios de Campo Claro
A. P. Elliott y G. W. Bird
Division of Nematology
University of Californiar, Davis 95616 and

Department of Entomology
Michigan State University, East Lansing 48824

Objetivos

A. Aprender cbmo utilizar los microscopios de campo claro
de diseccidn y compuesto para observar e identificar
nematodos.

B. Calibrar el micrbmetro ocular mediante la utilizacidén
del micrbémetro de precisidn o de platina.

Iienpo Requerido

Tres horas.

Procedimiento

A. Introduccidn: Microscopio de diseccidn y compuesto:
montajes permanentes de nematodos - 30 min.

B. Observacidn de 1los diferentes componentes del
microscopio de diseccidn y compuesto; procedimientos
para la iluminacién - 20 min.

C. Observacidn de especimenes de nematodos con cada uno
de 1los distintos objetivos del microscopio de
diseccidn - 30 min.

D. Observacibdn de 1los distintos componentes del
microscopio compuesto; procedimientos para 1la
iluminacién y observacidn de nematodos con 1los
diferentes objetivos - 60 min.

E. Calibracidn del micrbdmetro ocular - 30 min.

F. Variacidn del ejercicio - 10 min.

Microscopio de campo claro

En nematologiar es muy importante saber trabajar con los
microscopios de campo claror para efectuar observaciones
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detalladas de nematodos y poder identificarlos. El
entender su O6pticar, las técnicas de iluminacién, la cali-
bracién de micrbémetros, uso y manejo es esencial; ya gque
en nematologiar con mucha frecuencia el microscopio
compuesto se usa muy cerca de sus limites O6pticos o de
capacidad méxima.

A. Microscopios

Dos tipos de microscopios son utilizados. El primero
de ellosr es el microscopio de diseccién de campo
claro para observar especimenes microscdpicos vivos o
preservados: en montajes individuales o asociados a
porciones vegetales. El rango total de aumentos es
por lo general de 10-80X. El segundo, es el
microscopio compuesto de campo claro provisto de
binocularess fuente de luz incorporada y 4 objetivos.
Este microscopio demanda de cuidados extraordinarios
en su manejo y es utilizado para lograr aumentos de
40X-1000Xx. En microscopios de campo claror el campo
visual en s8i es claro y los especimenes a observar se
ven obscuros.

B. Opticas

La amplificacion de 2000X-3000X, es el 1limite del
aumento Gtil de un microscopio compuestor y que se
explica en funcibn a la longitud de onda de la luz y
las diversas leyes Opticas que la gobiernan. El1 poder
mé&ximo de resolucidn es de aproximadamente 2000A
(0.2 um), &sto es; ningn objeto m&s pequefo a dicha
dimensidn, puede ser detectado.

l. El1 poder de aumento de una lente depende de la
distancia del objeto al foco de la lente y de la
curvatura de ésta. Mientras més pequefio el
di&émetro de 1la esfera utilizada para hacer 1la
lente m&s corta ser& la distancia focal y mayor
su poder de aumento.

Lentes de un Microscopio Compuesto

_Objetivo Dismetro Distancia Anplificacitn
Lentes de Esfera ~Faocal

Bajo aumento 16.0 mm 7.0 mm 10x

Alto aumento 4.0 mm 0.6 mm 40X

Inmersidn en Aceite 1.8 mm 0.2 mm 100x.
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Para calcular el poder de aumento en una combinacién
especifica objetivo-ocular, multiplicar el poder de
aumento del objetivo en cuestidn por el poder de aumento
del ocular. Por ejemplor un ocular 10X utilizado en
combinacidn con un objetivo 40X, dar& una imagen
amplificada de 400X.

2. Cuando el objeto se encuentra fuera de 1la
distancia focal: la imagen obtenida ser& real e
invertida. Si la distancia del objeto es dos
veces mayor que la distancia focal, la imagen seré
més pequefia que el mismo objeto. Si la distancia
del objeto es mayor que la distancia focal pero
dos veces menor que la distancia focal, la imagen
serd ma&s grande que el tamafio real del objeto.

OBJETO
FUERA
D|ST ANCIA

RAYOS DE LUZ PARALELOS

./

IMAGEN
REAL E
INVERTIDA

3. Cuando el objeto se encuentra dentro de 1la
distancia focal, la imagen obtenida es derecha y
virtual.

™ < -

—
~~ \\ -

L]
YDERECHA = Senerd

DE LA DISTANCIA
FOCAL

~
e -~

/4//// \\\
4. Un microscopio compuesto consiste de dos sistemas
de lentes convergentes. Las lentes de 1los
objetivos poseen una distancia focal muy cortar el
objeto se encuentra muy cerca de las mismas, pero
fuera de 1la distancia focal. Las lentes del
ocular se utilizan para ver 1las imégenes
producidas por las lentes de los objetivos. La

imagen que se produce en el ocular es derecha y
virtual.
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IMAGEN DE LAS
LENTES DEL OBJETIVO DENTRO
DE LA DISTANCIA FOCAL DE LAS

LENTES / /

DEL OBJETWVO / \\' 0BJETO FUERA DE LA DISTANCIA
7 \ | FOCAL DE LAS LENTES DEL OBJETNVO

ly \\
4 \

Y4 \ IMAGEN AMPLIFICADA DEL
7 MICROSCOPIO COMPUESTO
IMAGEN FINAL (VIRTUAL)

Microscopio de diseccidn

A. Componentes

1.

Un par de oculares sencillos (10X) m&s 3 objetivos
(1X-8X) montados en un dispositivo mec&nico que
dan aumentos de 10X-80X.

Una platina de vidrio para la colocacidn de
especimenes.

Un espejo colocado bajo la platina.

En nematologiar es necesario utilizar 1la 1luz
transmitida de wuna l&mpara colocada frente al
espejo. El grado y tipo de iluminacidn varia con
la rotacidn del espejo.

B. Procedimiento

1.

Colocar la lampara frente al espejor procurando
que la luz incida sobre la superficie del espejo
que es ajustable y est& colocado en la base del
microscopio.

Observar a través del ocular, ajustando el espejor

hasta que la 1luz transmitida sea perfecta y se
observe el campo claro.
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8.

Ajustar 1las dos piezas oculares hasta que
coincidan con 1la distancia interpupilar del
observador.

Colocar sobre la platina de vidrio la preparacibn
que contiene los nematodos.

Mover el mecanismo para intercambiar objetivos y
colocar al menos potente de é&stos por encima de la
platina.

Moviendo la cremallera para enfocar: subir y bajar
la montura de los objetivos, hasta que se puedan
ver los especimenes.

Por medio de 1la cremallera y en un rango de
amplificaciétn de 20-40X, enfocar al especimen con
el ojo derecho. Enseguidar ajustar el enfoque
para el ojo izquierdor moviendo cuidadosamente el
ajustador correspondiente del ocular del 1lado
izquierdor sin mover la cremallera para enfocar.
De esta manera se compensar&n las diferencias
visuales que casi siempre existen entre los dos
ojos. :

Utilizando el objetivo de 10X, enfocar hasta
lograr una <clara imagen del espécimen,
observ&ndolo simult&neamente con ambos ojos.
Dibujar un diagrama del especimen.

Cambiar los objetivos para efectuar observaciones
con los objetivos 40X y 60X. Para cada aumentos
proceder a dibujar un diagrama del especimen.
Este se ver& m&s grande a medida que se
incrementan los aumentos.

Microscopio compuesto

A. Componentes

1.

2.

Oculares para microscopios mono o binoculares
(10X-15X). Estos pueden substituirse por un
ocular calibrado 1llamado micrbdmetro ocular, el
cual es utilizado para efectuar mediciones de
especimenes bajo el microscopio.

Un sistema de objetivos consistente en lupa (4X).
objetivo de bajo aumento (10X), de gran aumento
(40X) y de inmersibn en aceite (100X).

Un condensadorr iris o diafragma con iluminador
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B.

5.
6.

incorporado. Este puede ajustarse para regular la
intensidad de luz.

Un dispositivo mec&nico sobre el cual se colocan
las preparaciones para su observacién. Este
dispositivo se puede mover hacia atr&s y bhacia
adelante o lateralmente por medio de tornillos
especiales.

Un espejo por debajo del sistema de iluminacién.
Tornillos de cremallera y micrométricos para

enfocar 1los especimenes (este Gltimo de
precisibn).

Procedimiento

1.

2.

Colocar en posicidn de encendido el interruptor
eléctrico.

Mirar a través del ocular y ajustar la luz hasta
obtener un campo visual claro y brillante.
Ajustar 1la distancia interpupilar moviendo 1los
oculares montados en la cabeza del microscopio.

Colocar la preparacidtn de nematodosr sobre 1la
platina movible y por debajo de los objetivos.

Girar el revbdlver hasta que el objetivo 10X esté
en posicidn de observar los especimenes.

Por medio del tornillo de cremallerar enfocar
bajando o subiendo a los objetivos. Enfocar el
espécimen con el ojo derecho. Enseguida. ajustar
el enfoque del ojo izquierdor moviendo
cuidadosamente el ajustador correspondiente pero
sin mover la cremallera. Asi se compensarén las
diferencias visuales entre ambos ojos. (Dibujar
un diagrama del especimen).

Mover el revblver del microscopio para observar al
espécimen a 400X. Utilizando el tornillo
micrométricor enfocar la regidn cefllica de 1los
nematodos. Hacer un diagrama. Observar otras
regiones de nematodos: moviendo la preparacién con
el dispositivo mecé&nico de la platina.

Agregar una gota pequefia de aceite de immersibn
sobre el cubreobjetosr immediatamente por encima
de los especimenes. Girar el revdlver y colocar
sobre la gota el objetivo de inmersidn ra
obtener aumentos de 1000X. Por medio del tornillo
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micrométricor enfocar 1la regidén cefalica del
nematodo. De ser necesarior ajustar la intensidad
luminosa para lograr observar el méximo detalle.
(Dibujar un diagrama de la regidn cefélica).

8. Observar otras regiones del nematodo moviendo 1la
platina mévil.

Micrometro del ocular

El micrbmetro del ocular se utiliza para medir el tamafio
de especimenes microscdpicos. Debido a que se utilizan 4
diferentes objetivos con distintos aumentos y sistemas
bpticos ligeramente diferentes entre sir el micrémetro
ocular debe calibrarse con cada objetivo de cada
microscopio. El procedimiento est&ndar se lleva a cabo
mediante la utilizaciédn de un micrbémetro de precisidén o
de platina.

(— CAMPO VISUAL

MICROMETRO OCULAR
(ESCALA DESCONOCIDA)

e+

0 20 40 30 80 100
} } { (4— MICROMETRO DE PRECISION
‘ O DE PLATINA (2.0 mm)

apanasaass |
00 1.0mm 20

A. Procedimiento para calibrar

l. Anctar en la pa8gina siguiente el nGmero de serie
del micrdmetro ocular que se vaya a utilizar.
Rsegurarse de usar siempre el mismo micrbémetro de
precisibn,

2. Preparar el microscopio compuesto con 1la
iluminacibn correcta para 100X zurmentos (ocular
10X, objetivo 10X).

3. Enfocar a la escala contenida en el micrbémetroc Qe
precisidén, (escala blanca de dimensiones
conocidas) .

4. Quitar el ocular del lado derecho y poner en su
lugar al micrbébmetro ocularr, (escala negra de
dimensiones desconocidas).

5. Reenfocar la escala del micrbmetro de precisibn.

6. Determinar la longitud de la escala del micrbémetro
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ocular, midiéndola con 1las unidades de 1longitud
conocidas del micrémetro de precisid4n. Determinar
la longitud de 1las subunidades contenidas en 1la
escala del micrdémetro ocular.

7. Calcular y anotar como sigue:

a. Longitud total de 1la escala del micrémetro
ocular.

b. Longitud de los incrementos en escala de 10 en
el micrbmetro ocular.

c. Longitud de 1los incrementos en escala
individual en el micrémetro ocular.

8. Utilizando un ocular de 10X, repetir el
procedimiento anterior para 400X (gran aumento) y
1000X (inmersidn en aceite). anotando como sigue:

NGmero de microscopio:
NGmero del micrémetro ocular:

Datos de la calibracidtn (1 mm = 1,000 um).

Longitud Longitud de Longitud de
Total de la Unidades Unidades

— Escala Grandes  Pequefas

4X Lupa -_  mm nm _______um

10X Bajo aumento ____ mm pym o ym

40X Gran aumento ________mm ym o ym
100X Inmersibn

en aceite _____ mm um  ______ um,

4. Consideraciones Importantes

A.

B.

Cosas por hacer

Observar cuidadosamente todas 1las partes de 1los
microscopios. Limpiar lentes y espejos antes y
después de haberse utilizador usando solamente papel
especial (tipo seda). Limpiar la lente de inmersidn
eliminando el aceite utilizado para observar 1los
especimenes. Siempre mantener en su lugar al ocular.
Siempre apagar la 1luz del microscopio cuando se
termine de observar.

Cosas que no deben hacerse
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5.

Nunca usar la cremallera para enfocarr cuando se esté
trabajando con los objetivos de mé&xima resolucidn.

Precauciones
A. Cuidado del microscopio
Mantener al microscopio 1limpio y cubierto. Los
objetivos y oculares solamente deben 1limpiarse con
papel especial para limpiar lentes.
1., Verificar la 1limpieza del microscopio antes de
iniciar el ejercicio.
2., DPar a conocer a 1los profesores o ayudantes:,
cualquier anomalia observada en el microscopio.
3. Quitar siempre el aceite de inmersibn y limpiar el
microscopio cada vez que se termine de usarlo.
3 icio de Lal tori

A.

Dibujar wuna flecha pequefia - sobre un portaobjetos:
colocarlo sobre la platina de tal suerte que la flecha
apunte hacia la derecha cuando es observada con la
lupa del microscopio.

¢éQué direccidn apunta cuando es observada a bajo
aumento? ________ .

é¢Qué direccidn apunta cuando es observada a gran
aumento? .

Si un objeto se encuentra fuera de la distancia focal
de una lente, la imagen sera y .

Si un objeto se encuentra dentro de la distancia focal
de una lente, la imagen sera Y .

Si se utilizan 1las mismas lentes para 1las dos
preguntas anteriores, ¢Qué imagen ser& méds grande?
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E. Indicar culles de 1los siguientess son visibles al
microscopio compuesto:

1. Hifa de hongo (10 um de ancho)l

2. Particula viral (150 X 5000A)

3. Nematodo (25 X 600 um)

4. Bacteria (0.5 X 3.0 um)

5. Espora de hongo (0.0l mm X 0.01 mm)
6. Flagelo de bacteria (0.1 X 3.0 um)
7. Ribosoma (7.5 nm).

F. Si1 la distancia focal de una lente es 5.0 mm y un
objeto se coloca a 6.0 mm del centro Optico de 1la
lenter ¢Cull ser& la resultante en cuanto al aumento?

G. Medir y anotar 1lo siguiente con la preparacidn de
nematodos (Desconocido "A").

l. Longitud del nematodo — U
2. Anchura del nematodo (mitad del cuerpo) ______um
3. Anchura del nematodo (cerca de la cabeza) _______um
4. Anchura del nematodo (cerca de la cola) ______um
5. Largo del estilete —_um.

Identificacidn del espécimen desconocido "A" _________
Identificar al espécimen desconocido "A", utilizando la
clave ilustrada del Ejercicio 5.

Fundamentacidn de la 1identificacidn (escribir
brevemente la descripciédn del nematodo).

Referencias

Clarks G. Y. 1961. The Encyclopedia of Microscopy.
Reinhold Pub. Co.r New Yorks 693 pp.

Needham, G. H. 1958. The Practical Use of the Microscope:
Including Photomicroscopy. Charles C. Thomas Pub.r
Springfield, MA. 493 pp.

11 mam=1x1073m
1um=1x10_9m
lnmm=1x10,,m
l1A=1x10""m
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Ejercicio 32

Preparacibn y Montaje de Nematodos para
Observaciones al Microscopio

A. Morgan Golden
USDA, ARS: PPI:, BARC-W

Nematology Laboratory
Beltsville, MD 20705

Qbjetivos

Matar y fijar nematodos, preparar montajes temporales y
permanentes, con el propbésito de preservar y revelar
estructuras lo més cerca posible a sus formas vivas.

Tiempo Requerido
Variabler dependiendo del procedimiento.

Procedimiento
Tres pasos bésicos:
I. Matado y fijado de nematodos.
II. Procesamiento de nematodos en glicerina.
III. Montajes de nematodos.
Paso I. Matado y fijado de nematodos
Nota: Empezar el paso I con nematodos vivos suspendidos
en agua. Por lo general: es mejor matar o por 1lo
menos relajar los nematodos con calor, antes de
agregar el agente fijador (a excepcidn cuando el
fijador es calentado antes de incorporarlo a 1la
suspensidn de nematodos). Siempre utilizar agua
desionizada o destilada.
A. Fijador F.A. 4:1 (Seinhorst: 1966)

l. Prepararlo como sigue:

Formalina (formaldehido al 40%) 10 ml
&cido acético glacial l1ml
agua 89 ml.
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2. Colocar los nematodos en un vidrio de reloj o en
un vaso pequeho de precipitado conteniendo un
volumen pequefio de agua.

3. Poner un poco de fijador dentro de una pipeta o un
recipiente apropiador sumergirlo en agua caliente
(90 C), contenida en un vaso de precipitado hasta
que se caliente.

4. Agregar el fijador calentado al recipiente con
nematodoss cubrirlo y dejarld en reposo por
algunas horas.

El fijador F.A. 4:1, fija muy bien los nematodos. Los
especimenes asi fijados se pueden dejar en el fijador.,
transferirse a otro fijadorr o procesarse en glicerina
como se explica en otro lado. Sin embargor pocos dias
después, los especimenes tienden a virar al color café
y la porcidtn basal del estilete de los Tilenchidos:,
palidece o se torna transparente.

Aunque no se necesita de equipo especializado para
este procedimientor si es recomendable disponer de una
parrilla eléctrica con agitador magnético para
calentar aqua.

Fijador TAF (Courtneyr et alr 1955)
l. Prepararlo como sigue:

Formalina (formaldehido al 40% con Ca) 7 ml
trietanolamina 2 ml
agua 91 ml.

2. Colocar los nematodos en un vidrio de reloj o en
un vaso de precipitador en un volumen pequefio de
agua; relajarlos con calor a 50 C colocando el
recipiente en un horno o dentro de un recipiente
conteniendo -agua caliente.

3. Agregar el fijador a los especimenes (22-24 C)
hasta llenar el vidrio de reloj. Cubrirlos.

4. Pocas horas después: 1los nematodos pueden ser
montadoss preservados indefinidamente en el
fijador o procesados en glicerina.

Con este fijador se obtienen im&genes excelentes
de los especimeness es f&cil de preparar y usar y
es muy estable conservando sus excelentes
caracteristicas. La desventaja es quer después de
varios mesess la parte basal del estilete de 1los
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Tilenchidos, tiende a desaparecer o a volverse

transparente. No se requiere de equipo
especializado.
C. Fijador de formalina (modificado por Golden en Hooper,
1970)
1. Prepararlo como sigue:

Nota:

Formalina (formaldehido al 408%) 8ml
agua 92 ml.

Colocar 1los nematodos en un vidrio de reloj
conteniendo un volumen pequefio de agua (2-3 ml) y
dejarlos en el horno (43 C) por espacio de 12-15
min.

Llenar el vidrio de reloj con el fijador tibio
(43 C), conservado en un recipiente cerrado.

Sacar el vidrio de reloj del hornosr cubrirlo y
mantenerlo a 1la temperatura de 22-24 C. Los
especimenes pueden montarse con este fijador o
procesarse con glicerinar 16-24 h después (ver
Paso II).

Este fijador da buenos resultados y es féacil de
preparar y usar. Los especimenes pueden montarse
con &l, o preservarse por largos periodos, no
obstanter después de algunos ahos su cuerpo tiende
a endurecerser granularse y deteriorarse en forma
general. No se necesita de equipo altamente
especializado.

La formalina ha sido wutilizada por varios
investigadores en distintas concentraciones por
muchos afos. Las citas bibliograficas que se
mencionan al final del ejercicior sefalan
detalladamente otras técnicas (ver a Hooperr
1970). Algunos investigadores sugieren diferentes
tiempos y temperaturas para relajar y matar
nematodos, como por ejemplo; el colocarlos dentro
de 1;11 horno a 60 C por 5 min (suspendidos en
agua).

Paso II. Procesamiento de nematodos en glicerina

Nota:

En este pasor utilizar nematodos que hayan sido
matados y fijados por cualquiera de las técnicas
que se mencionaron anteriormenter o por otra
parecidar estando los especimenes todavia en el
fijador.
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A. Formalina-glicerina (modificado por Golden en Hooper:,
1970)

1.

2.

3.

Preparar la siguiente solucidn:

Formalina (formaldehido al 40%) 8 ml
glicerina 2 ml
agua 90 ml.

Poner los nematodos en un vidrio de reloj (o si ya
lo est&n, eliminar el fijador usado por medio de
una pipeta)r y llenar con la solucidn anterior.

Agregar 2 o 3 gotas de solucibn saturada de &cido
picrico (preparada anticipadamente) y agitar
suavemente con la aguja de diseccibn.

Cubrir el vidrio de reloj con otro similar vacio y
colocarlos dentro de un horno calibrado a 43 C,
por espacio aproximado de 10 semanas.

A intervalos de 3-4 dias, vigilar la evaporacidn
del volumen contenido en los vidrioss nivelando
cuando se requiera y conservando la reserva del
fijador, dentro de un frasco gotero.

Después de aproximadamente 6-8 semanas, dejar de
agregar la solucibdn. Permitir que se evapore
gradualmente hasta glicerina pura. Casi al final
de esta etapar observar con el microscopio de
diseccidn 1los nematodos; si é&stos se ven
colapsadosr, inmediatamente volver a 1llenar 1los
vidrios de reloj con la solucidn y dejar evaporar
nuevamente hasta glicerina.

Cuando solamente quede glicerina en los vidrioss
agregar unas gotas m&s de glicerina y proceder a

sacarlos del horno. Montar los especimenes en
glicerina deshidratadar o transferirlos a frascos
conteniendo glicerina deshidratada. De no ser

asi, dejarlos cubiertos en los vidrios de relojs
dentro de un desecador o c&mara de deshidratacidn.

Este "método lento"™ a base de glicerinar requiere
de 10 semanas y da muy buenos resultados (Hooper:
1970). Reduce 1la manipulacién de nematodos:
permitiendo que pocos o miles de especimenes: sean
procesados con el mismo esfuerzo. La solucibn es
también buena para preservar a los especimenes por
largos periodos en frascos o recipientes, con la
ventaja adicional de que en caso de evaporacién
total, 1los nematodos quedan incluidos en 1la
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Nota:

glicerina y no se destruyen.

No obstanter el &cido picrico en la solucibdn,s
induce un ligero amarillamiento a los especimenes.
Su uso evita el aclaramiento y excesiva
transparencia de la regidn basal del estiletes
aparentemente sin interferir con la observacibédn de
otras estructuras.

El &cido picrico seco ES EXPLOSIVO y por lo tantor
siempre debe mantenerse hfimedo.

B. Etanol-glicerina (modificado después de Seinhorst,
1959)

1.

Preparar y etiquetar 1las siguientes soluciones
(conservarlas a 22-24 C en frascos de tapbn
esmerilado o equivalentes).

I II

Etanol al 96% 20 partes etanol al 96% 95 partes
glicerina 1 parte glicerina 5 partes
agua 79 partes.

Colocar los nematodos fijados en un disco de
Siracusa pequefio de 10 ml, conteniendo 7.5 ml de
la solucidén I.

Agregar 1-2 gotas de la solucibdn saturada de &cido
picricor para tefiir de amarillo y evitar 1la
transparencia del estilete (opcional).

Colocar este pequefo recipiente abiertor dentro de
otro mas grande y cerrado (desecador o cémara de
tincién)r provisto con etanol al 95%, hasta 1/10
de su volumen. Colocarlo dentro de un horno
calibrado a 35-40 C por lo menos durante 12 h (con
ésto se elimina casi toda el agua).

Sacar los discos del hornor reducir el volumen
contenido en el disco pequeho hasta la mitad (por
medio de una pipeta y bajo el microscopio de
diseccibn para evitar la pérdida de especimenes).
y llenarlo casi totalmente con la solucibn II.

Colocar el disco en cajas de Petri y ponerlo
nuevamente en el horno a 40 C.

Varias horas despuéss repetir el paso #5 (hemos
observado menos colapsamiento de nematodos
haciendo é&sto; ahora continuar agregando 1la
solucidén II por 4-7 dias més).
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8. Mantener los discos en cajas de Petri cubiertas en

el

hornor hasta que el alcohol se evapore y 1los

especimenes estén en glicerina pura. Montar o
almacenar en frascos con glicerina.

Paso III.

A. Montaj

Este es el "método rapido" que da muy buenos
resul tados. Seinhorst (1959) sugirié cuando
menos 3 h para el paso #5 de arribar y también
sugiri® repetir dicho paso en caso que 1los
especimenes se encogieran. El tiempo puede
modificarse conforme se necesite. Consultar el
método anterior para enterarse del uso del &cido
picrico. Un aspecto muy importante para
trabajar con el método ré&pido consiste en tener
perfectamente limpios los frascos y recipientes
para las solucioness asi como tener a los
especimenes totalmente 1libres de basuras que
pueden adherirse aun al final del proceso.
Frecuentemente es necesario remover a 1los
nematodos del fijador individualmenter para
evitar las basuras asociadas. Para otros
métodos ré&pidoss consultar a Hooper (1970). No
se necesita de equipo especializado.

Montajes de nematodos

es temporales

1. Especimenes en fijador

a.

b.

Ce.

d.

Colocar una gota de fijador (solucibdn de
formaldehido al 3-4%, TAF: etc), en el centro de
un portaobjetos limpio (76 X 25 mm).

Poner el vidrio de reloj conteniendo especimenes
fijados sobre la platina de un microscopio de
diseccidn y transferir individualmente de 10-15
especimenes a la gota del fijador en el
portaobjetos. Para "pescar" 1los nematodos:
utilizar filamentos apropiados de distinta
naturaleza como fibras de bambG@ o de nylons
pegadas al extremo de un mango o asidero
pequefo.

Poner el portaobjetos en el microscopio de
diseccidbn y acomodar los nematodos en el centro
de la gota del fijadorr, asegurando que estén en
el fondo sobre la superficie del vidrio.

Entre el <cubre y el portaobjetos, deben

colocarse soportes de diferente naturaleza,
v.gr. filamentos de vidrio, pelo de &ngel (cerca
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de 5 mm de largo)r en tres sitios equidistantes
sobre los mé&rgenes de la gota. El grosor de los
soportes debe aproximarse al de los nematodos.

e. Por medio de fbrceps o pinzas de diseccibdn,
colocar cuidadosamente el cubreobjetos (18-22 mm
de anchor grosor No. 0 o No. 1), sobre la gota.

f. Bajo el microscopior quitar los excesos del
fijador en 1los margenes del cubreobjetoss
utilizando tiras de papel filtro en forma
triangulada. Para no perder especimenes o
cambiarlos de posicibn, extremar precauciones
durante el proceso. La eliminacibn de excesos
de fijador, alternando lados opuestos en el
cubreobjetos, puede ser de utilidad.

g. Sellar los mérgenes del cubreobjetos aplicando
Zut, Glycel o esmalte claro para las uflas con la
ayuda de un pincel adecuado.

h. Una vez secado el sellador (1-2 h después), el
montaje debe etiquetarse y examinarse bajo el
microscopio compuesto.

Los montajes temporales en fijador, constituyen un
medio rd&pido para observar nematodos. Algunas
estructuras como los campos laterales y anillos de
la cabezar pueden verse muy claramente.
particularmente si 1los especimenes se montan
inmediatamente después de fijarse. Los montajes
temporales pueden durar desde algunos dias: hasta
varias semanasr dependiendo de la calidad de 1la
preparacidén, el fijador que se utilice y la clase
de nematodo. Con el tiempor los especimenes se
conservar&n en mejores condiciones si se mantienen
en una atmbésfera hGimeda como en cajas de Petri
provistas de papel filtro humedecido. De ser
necesarior se pueden desmontar las preparaciones y
recuperarse los especimenes para preservarse en
fijador o procesarse en glicerina. Sin embargor
cuando se haya planeado lo anterior, é&sto debe
hacerse a los pocos dias de haberse hecho el
montaje. La implementacidn de esta técnica no
requiere de equipo especializado.

Especimenes vivos en agua

a. Colocar en el centro de un portaobjetos limpio
(del tamafio como en la)r, una gota de agua.
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b. Poner en el microscopio de diseccibdn el vidrio
de reloj conteniendo nematodos vivos en aguar y
transferir en forma individval de 10-15
especimenes a la gota de agua sobre el porta-
objetos (para é&sto usar el equipo indicado en
1b).

Proceder como anteriormente de 1lc a 1f.

g. Sellar el cubreobjetos con la mezcla a partes
iguales de parafina (punto de fusibn, cerca de
60 C) y vaselina. Esta mezcla debe calentarses
antes de aplicarse sobre 1los mérgenes del
cubreobjetos con un pincel. El sellador se
solidifica ré&pidamenter, pudiéndose examinar
enseguida 1los especimenes con el microscopio
compuesto (se puede utilizar también 2Zut o
Glycel aungue requieren mé&s tiempo para secar).

La examinacidtn de especimenes vivos es muy
importante para poder observar estructuras del
estileter esqueleto cef&lico y lumen del esbfago;
las que por lo general, son menos aparentes después
de haberse fijado. Si los especimenes se mueven
muchor exponer brevemente el portaobjetos sobre una
flama pequefia o colocarlo sobre la plancha de la
parrilla. También, los especimenes vivos pueden
anestesiarse para examinarse (Hooperr 1970). Estos
montajes en agua deben ser observados inmediata-
mente después de haberse preparador ya que el
deterioro de especimenes: puede ocurrir en horas.

B. Montajes permanentes
1. Especimenes en glicerina

a. Poner en el centro de un portaobjetos limpio
(tamafio como en 1la), una gota de glicerina
deshidratada.

Nota: Las laminillas de Cobb (Booper, 1970) son
utilizadas por muchos investigadores.

b. Colocar bajo el microscopio de diseccidn un
vidrio de reloj o cualquier otro recipiente
adecuado conteniendo nematodos en glicerina.
Transferir individualmente de 10-15 nematodos a
una gota de glicerina sobre un portaobjetos
(utilizar los materiales indicados en 1lbr cr 4
y e en el inciso A del Paso III).
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4.

Los soportes deben mantenerse en glicerina
deshidratada.

f. Sellar el cubreobjetos con 2Zut o Glycel,
aplic&ndolos con un pincel adecuado.

g. Después de 2 h se puede aplicar una segunda capa
de sellador. Dejar secarr etiquetar y proceder
a examinar o guardar especimenes.

Nota: E1 quitar el exceso de glicerina del
cubreobjetos s8in mover ni interfir con el
sellador, es sumamente dificil. Con 1la
préacticar se aprende a colocar el tamafio
adecuado de gota de glicerina sobre el
portaobjetos; pero cuando ésta es muy grander es
mejor transferir los especimenes a otra gota
sobre un portaobjetos diferente y seguir el
procedimiento.

Actualmente la glicerina es el mejor de los medios
para montajes permanentes. Con ella se logra gran
claridad y los montajes bien hechos pueden durar
hasta 25 ahos.

2. Especimenes en gelatina-glicerina

Esta técnica es especial para observar la cara de
nematodos, aunque también es muy Gtil para hacer
cortes transversales y observar las incisiones de
los campos laterales. Se utiliza para montar colas
y observar la bursa asi como para hacer
preparaciones del lado ventral y observar detalles
de la vulva. Dos referencias al respecto se citan
(Buhrer, 1949; Hooper, 1970).

Consideraciones Importantes
Medidas de Seguridad

Siempre debe tenerse especial cuidado al matar, fijar y
montar nematodos. Como se menciond previamente, el
4cido picrico deshidratado es explosivo y por 1lo tanto
debe mantenerse htGmedo. La formalina es un agente muy
irritante, por ello evitese el contacto con la piel y los
ojos. Cuando se preparen soluciones con formaldehido.
hacerlas siempre en la campana de extraccibdn para
eliminar los gases. El alcohol del 95% es un producto
inflamable, por lo tanto no debe usarse cerca de 1la
flama. Siempre extremar precauciones cuando se manipulen
elementos vidriados como portaobjetos y cubreobjetos,



para evitar que se rompan y puedan ocasionar heridas en
las manos. Tener la misma actitud cuando se usen fbdrceps
puntiagudos u otros instrumentos similares, asi como
parrillas y hornos.

Referencias Recomendadas

Buhrer, E. M. 1949. Proc. Helminth. Soc. Wash. 16:3-6.

Courtneyr W. D.r D. Polleyr and V. L. Miller. 1955.
Pl. Dis. Reptr. 39:570-571.

Hooper, D. J. 1970. 1In: Laboratory methods for work with
plant and s8o0il nematodes (Ed. J. F. Southey). Her
Majesty's Stationery Officer, London. 148 pp.

Seinhorst, J. W. 1959. Nematologica 4:67-69.

Seinhorst, J. W. 1966. Nematologica 12:178.
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3.

Bjercicio 33
Tincidn de Nematodos en Tejidos Vegetales

Richard S. Hussey
Department of Plant Pathology
University of Georgia
Athens, GA 30602

Objetivos

La investigacidtn de nematodos endopar&sitos involucra con
frecuencia 1la penetracitn y desarrollo de nematodos
dentro de raices intactas. Se han desarrollado muchos
métodos para tefir y aclarar tejidos infectados: siendo
la mayoria de ellos efectivos en diversos tejidos
vegetales.

La tincibdn con fucsina &cida en lactofenol: es el método
m&s ampliamente utilizado. §Sin embargor un método nuevo
a base de blanquedor clorado como tratamiento de
pretefiidor ha resultado muy confiable y relativamente
f&cil de usar (Byrd et alr 1983). El método del
blanqueador ser& utilizado en el presente ejercicio.

Iiempo Requerido

Después de prepararse los tejidos vegetales infectados.
el ejercicio puede completarse en una sesidn de
laboratorio de 3 h.

Procedimiento
A. Preparacidn de plantas infectadas con nematodos

Sembrar 5 semillas de un cultivar susceptible a
Meloidogyne spp como algodonero o soyar en macetas de
15 cm de di&metror, conteniendo suelo migajdn arenoso.
Después de 7 diass eliminar pléntulas hasta dejar
solamente 2 por macetar mismas que deben inocularse
con 10,000 huevecillos de M. Jincognita (Raza 3).
Inocular las plantas aproximadamente 30 dias antes de
iniciar el ejercicio. Las plantas deben mantenerse en
invernadero o en camaras bioclim&ticas, aplicando
riegos y fertilizando conforme se requiera.
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Tincibédn

1.

2.

5.

6.

7.
8.

9.

Raices agalladas con M. Jincognita de plantas de
algodén, tomate o soya de 30 dias de edadr son
lavadas con agua y colocadas en un vaso de
precipitado de 150 ml. Las raices se pueden
fragmentar en pedazos o dejarse intactas si son muy
pequefas.

Las raices son aclaradasr agreg&ndoles 50 ml de
agua y la cantidad necesaria de cloro para lograr
la concentracidn de 5.25% de NaOCl. La cantidad de
blanquedor a necesitar, depender& de la edad de las
raices. Otilizar como guia 1las siguientes
sugerencias para decidir la cantidad de cloro a
necesitar.

a. Raices jovenes - agregar 10 ml de blanqueador.

b. Raices de edad intermedia - agregar 20 ml de
blanqueador.

c. Raices viejas o lignificadas - agregar 30 ml dec
blanqueador.

Incubar las raices en el blanqueador por 4 min,
agitando de vez en cuando.

Lavar las raices al chorro de agua por 45 segundos
y enseguida sumergirlas en agua de la llave por
espacio de 15 min, hasta quitar los residuos del
blanqueador gque pueden inhibir 1la tincitn de
fucsina &cida.

Drenar el agua y dejar las raices sumergidas en
otros 30-50 ml de agua.

Agregar 1 ml de solucidn madre de fucsina &cida, al
volumen de agua con las raicesr, (la solucibdn madre
del colorante se prepara disolviendo 3.5 gr de
fucsina &cida en 250 ml de A&cido acético y 750 ml
de agua destilada).

Hervir la solucidn por 30 segundos en una parrilla.

Enfriar 1la solucién a 1la temperatura ambiente,
eliminar el colorante y enjuagar las raices con
agua.

Poner 1las raices en 20-30 ml de glicerina
acidificadar junto con unas gotas de HCl 5 N y
calentar hasta destefiir. El1 destehimiento se
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5.

6.

completa cuando 1los tejidos radicales se ven
claros y 1los nematodos destacan por el color
llamativo.

10. Después de destefir, las raices pueden conservarse
en glicerina acidificada hasta que vayan a
examinarse.

C. Conteo de nematodos en tejidos radicales

Los nematodos endoparésitos tefiidoss pueden contarse
directamente en los tejidos radicales. Las raices son
examinadas esparciéndose en una cantidad pequefia de
glicerinar sobre la tapa de una caja de Petri (de
vidrio o de plé&stico): en la que se coloca cuidadosa-
mente la contratapa. De gran utilidad es el rayar la
superficie externa de la tapar para facilitar el
conteo de 1los nematodos con el microscopio de
diseccibtn a 40X.

Fuente de los Materiales

A. Organismos - cultivos de M. incognita (ver Apéndice
2).

B. Materiales - colorantes y otros reactivos quimicos
esté&ndares para laboratorior como se indica en el
texto.

Obgervaciones a Realizar

Los nematodos en el interior de tejidos vegetales: deben
tefirse de color rosa a rojo y el tejido vegetal debe
permanecer claro. Examinar las raices para localizar los
diferentes estadios de M. incognita (juveniles de segundo
estadio vermiformes o hinchadoss hembras adultas
piriformes, con o sin masas de huevecillos). Observar la
posicitn del nematodo en relacién al tejido agallado.
Determinar la relacidn del nGmero de hembras adultas por
agalla.

Variaciones del Ejercicio para Cambiar el Nivel de
Intensidad

Como variaciones se puede incluir: (1) evaluar plantas
infectadas a diferentes intervalos (1 3 y 6 semanas).
para estudiar el efecto del tiempo sobre la penetracidn y
desarrollo de nematodos (Hussey y Bernard: 1975), y (2)
comparar la penetraciétn y desarrollo de nematodos en
cultivares susceptibles y resistentes a Meloidogyne spp.
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Antes de aclarar con blanqueador las raices de plantas
infectadas de 6 semanas de edadr la reproduccidn de
nematodos puede evaluarse tifiendo las masas de
huevecillos de color rosar mediante la incubacidn del
sistema radical en una solucién acuosa de floxina B
(0.15 gr/1 de agua), durante 15-20 min. La concentracidn
exacta de floxina B no es critica. Después de 1los
tratamientoss lavar las raices para eliminar los residuos
del colorante. La floxima B tifie esencialmente la masa
gelatinosa de huevecillos en cultivares susceptibles y
resistentes, por lo que las raices pueden alGn procesarse
para tefhir nematodos.

7. Consideraciones Importantes

Este método de fucsina &cida y blanqueador es excelente
para tefiir nematodos endopar&sitos en raices de algoddn y
soya. El paso para aclarar los tejidos (tratamiento con
blangueador)r, puede modificarse ligeramente para raices
de otras especies vegetales. El tratar el tejido radical
con blanqueador antes de tefir con 1la fucsina A&cidas
previene la tincibdn excesiva reduciendo de esta manera el
tiempo para destehir.

A. Otros métodos

1. Lactofenol- fucsina §&cida (McBeth et alr 1941).
Este es el mbétodo de tincidén més ampliamente
utilizado. La desventaja que tiene es que el
desteflimiento es muy dificil de realizar,
requiriendo en ocasiones varios dias y ademés se
utiliza fenol: un producto muy tbéxico.

2. Método de McBryde (1936). Este método sencillo
para tefiir nematodos endopar&sitos es particular-
mente Gtil porque no requiere de calentar y
destenir. Es adem&s relativamente répido y muy
f&cil de regqgular. La desventaja que tiene es que
requiere del hidrato de cloral para destehir,
substancia muy controlada en los Estados Unidos.

Referencias Recomendadas

Byrd, D. W.r Jr.r Kirkpatrickr, T.r. and Barkerr K. R.r 1983.
J. Nematol. 15:142-143.

Husseyr R. S.r and Bernardr E. C. 1975. The Am. Biol.
Teacher 37:224-226.

McBeths C. W.r Taylor, A. L.r and Smith, A. L. 1941. Proc.
Helminthol. Soc. Wash. 8:26.
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Ejercicio 34
Extraccidn de Nematodos del Suelo y de Tejidos Vegetales

Terry L. Niblack y Richard S. Hussey
Department of Plant Pathology
University of Georgia
Athens, GA 30602

Objetivos

La caracterizacibdn cualitativa y cuantitativa de la fauna
nematoldgica en cualquier hé&bitats se inicia con
muestreos apropiados como los descritos en el Ejercicio
l. También es importante utilizar un método apropiado de
extracciédn, de tal suerte que las conclusiones sobre 1la
poblacidn muestreadar sean lo m&s cercano posible a 1la

realidad. A continuacibdn se explican los métodos comunes
para extraer nematodos asi como su eficacia relativa.

Tiempo Requerido
Una sesidn de laboratorio de 3 h.

Métodos para Extraccidn del Suelo
Procedimiento

Se han desarrollado varios métodos para extraer nematodos
del suelo (Barker et al. 1978). Los métodos escogidos
para este ejercicio han mostrado ser confiables y por
ello son de uso muy comGn en nematologia.

A. Toma de muestras del suelo

Colectar 1 1litro de suelo de un jardin, bosque o
terreno agricola. El suelo debe colectarse del &rea
radical de 1la plantar mezclarse completamente
rompiendo a la vez los terrones y eliminando piedras y
residuos indeseables.

B. Centrifugacidén y flotacidn con azficar

Es el método m&s utilizado para extraer nematodos del
suelo (Barker et alr. 1978). Los nematodos vivos y
muertos, son recuperados del suelo haciéndolos flotar
en una solucidn azucarada durante la centrifugacibén.
Con éste métodor también se recuperan otros organismos
ed&ficos como Protozoarios: Rotiferos, Artrdpodos.
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Tardigrados, esporas y micorrizas.

1.

2.

3.

4.

5.

9.
10.

11.

12.

13.

Colocar 100 CI3

de 1 litro.

de suelo en un vaso de pléstico

Agregar agua suficiente en el vaso hasta completar
el volumen de 800 ml.

Mezclar con un agitador motorizado de laboratorio
(1550 rpm) durante 20 segundos, y permitir que ‘el
suelo se sedimente por 60 segundos.

Decantar 1la suspensidn sobre la malla de dos
tamices de 15 cm de diémetro empotrados entre si;
40 mallas (abertura de 425 um) y 400 mallas
(abertura de 38 um), respectivamente.

Lavag el tamiz de 40 cuando todavia esté sobre el
de 400.

Transferir con una pizetar los nematodos y
residuos retenidos sobre la malla del tamiz de 400
a un vaso de precipitado de 150 ml.

Agitar la suspensidn del vasor antes de vaciar a
los tubos de centrifuga (50 ml) de fondo plano.

Colocar 1los tubos en él cabezal horizontal.,
asegurando balancear 1los pesos antes de
centrifugar.

Centrifugar a 400 X g por 5 min.

Decantar cuidadosamente el agua de 1los tuboss
procurando perturbar al minimo el precipitado que
contiene los nematodos.

Rellenar parcialmente los tubos con una solucién
de sacarosa (454 gr en suficiente agua hasta 1
litro) y resuspender el precipitade agit&ndolo con
una varilla. Enseguidar vaciar 1la suspensidn
hasta aproximadamente 6 mm antes del borde de la
boca del tubo. Limpiar la varilla agitadora
después de haberse utilizado.

Centrifugar a 400 X g por 60 segundos (no usar el
freno para parar la centrifuga).

Inmediatamente decantar 1la solucidn azucarada
conteniendo los nematodosr sobre la malla de un
tamiz 500 (abertura de 28 um) de 7.5 o de
diametror dejando a la vez 1los residuos en el
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C.

fondo del tubo.

14. Cuidadosamente arrastrar con agua los nematodos a
un vaso de precipitado de 150 ml por medio de una
pizeta y sosteniendo ligeramente inclinado el
tamiz. Procurar mantener en el vaso un volumen
final de agua inferior a 30 ml.

15. Si no hay necesidad de observar o contar las
muestras inmediatamenter, almacenar el vaso en un
lugar cerrado a 14 C.

Embudo de Baermann

Este método (Flegg y Hooper: 1970)r es particularmente
apropiado para extraer nematodos muy activos del
suelo. La recuperacidén de juveniles de segundo
estadior se facilita con este método porque los huevos
eclosionan cuando el suelo es incubado en los embudos.

l. Unir al tallo de un embudo de vidrio de 10 cm de
diémetror un tubo de hule de 7.5 cm de largo.
Colocar a los embudos en los soportes.

2. Cortar trozos de mallas de metal o de pléstico (de
aproximadamente 10 mallas), de tamaho adecuados
para acomodar en la boca del embudo.

3. Cerrar el tubo con pinzas y llenar con agua hasta
tocar la malla.

4. Eliminar las burbujas de aire atrapadas en el
tubor abriendo ligeramente la pinza para permitir
la salida de un poco de agua.

5. Colocar un papel dobler tipo "kleenex".,
"Kimwipes®™, etcs resistentes a la humedadr, sobre
la malla y agregar enseguida agua hasta rebasar el
nivel del papel.

6. Cuidadosamente colocar 30 cm3 de suelo sobre el
papel (de la misma clase que se utilizd en el
primer método).

7. Agregar cuidadosamente m&s agua al embudo.
levantando una de 1las esquinas del papel Yy
dirigiendo el agua hacia las paredes del embudo.
Nunca dirigir el agua al bulto de la muestra. El
nivel del agua debe estar ligeramente por encima
de la mallar 1lo suficiente para mantener
humedecida la muestra.
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5.

8. Doblar las esquinas del papel hacia el centro de
la muestrar de tal manera que é&stas queden
cubiertas.

9. Reponer el agua evaporada conforme se necesite
como se describe en el paso #7. De lo contrarior
dejar sin perturbar el embudo por 48 h.

10. Los nematodos que se han sedimentado en el tubo de
hules son colectados al abrir 1ligeramente la
pinzar permitiendo la salida de 10-30 ml de agua a
un vaso de precipitado de 100 ml.

11. Este método puede modificarse muy f&cilmente para
satisfacer una gama elevada de necesidades. La
bandeja de Baermann es una modificacién para
extraer nematodos de grandes cantidgdes de suelo.
En este métodor el suelo (100 cm™ o més), es
colocado sobre papeles resistentes a la humedad en
un tamiz malla 10 de 15 cm de di&metro (o un
cedazo parecido)s el cual descansa dentro de una
bandeja con el volumen suficiente de agua hasta
rebasar ligeramente a la malla. Los nematodos son
colectados de la bandeja 48 h después, mediante el
uso de tamices.

Observaciones a Realizar

Después de haberse extraido nematodos de muestras de
suelo del mismo origen con los 2 métodos anteriores,
contarlos individualmente. Para ellor la suspensidn
contenida en el vaso de precipitado debe agitarse antes
de sacar una alicuota y ponerla en el contador. Estos
contadores se pueden hacer con las tapas de las cajas de
Petri (7.5 X 3.5 X 1.5 cm), a las que pueden gravérseles
rayas en la superficie externar con el propbsito de
facilitar el conteo de nematodos bajo el microscopio de
diseccibdn. Calcular el ntimero ge nematodos contenidos en
un volumen base de 100 cm™ para cada muestrar Yy
comparar la eficiencia de los métodos de extraccidn. Las
variaciones con este ejercicio pueden ser: (i) evaluar la
eficiencia de extraccidtn de nematodos con los 3 métodos,
procesando muestras inoculadas con un nGmero conocido de
nematodos; (ii) comparar la eficiencia de ambos métodos
con diferentes tipos de suelos y (iii) determinar 1la
eficiencia relativa con diferentes especies de nematodos.

Consideraciones Importantes

Ambos procedimientos de extraccidn tienen ventajas y
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6.

7.

desventajas. El método de centrifugacidn y flotacidn
permite el procesamiento r&pido de varias muestras y no
requiere que los nematodos sean muy activos para poderlos
extraer. Sin embargor 1los nematodos muy grandes se
extraen pobremente con este método. Se requiere de un
equipo relativamente caro. El embudo de Baermann,s por
otro lador es simple y requiere de componentes muy
baratos. Sin embargor, solamente se recuperan nematodos
activos (los Criconematidos son dificiles de extraer) y
la cantidad de suelo que se puede procesar por embudo, es
muy pequefia. Otra desventaja es que se requiere de 48 h
para obtener una recuperacidn adecuada. Ciertos
nematodos como los juveniles de Meloidogyner pueden pasar
las mallas de los tamices de 400 y 500, si se orientan
adecuadamente.

Tiempo Reguerido
Una sesidn de laboratorio de 3 h.

Métodos para Extraer Nematodos de Tejidos Vegetales
Procedimientos

Los nematodos endopar&sitos vermiformes emigran fuera de
los tejidos vegetales al incubarse en agua. En esta
parte del ejercicio se va a utilizar el método de
incubacién que es el més facil de usar y requiere de
mucho menos equipo que el método de extraccidn de tejidos
vegetales. No obstanter el método de macerado y
filtrador es m&s ré&pido para extraer nematodos
endoparésitos migratorios de cualquier tejido vegetal.

A. Preparaciédn de tejido vegetal infectado con nematodos

Obtener una planta de soya infectada 30 dias con
especies de Pratylenchus. Sacar la raiz, lavarla y
limpiarla de 1las particulas de suelo. Dividir el
sistema radical en 2 partes iguales en base al peso y
extraer los nematodos endopar&sitos por medio de los
dos métodos siguientes:

B. Método de incubacidn (Hooper, 1970)

l. Cortar las raices con tijeras en segmentos de
5-10 cm de largo.

2, Colocar 1los fragmentos radicales dentro de un

frasco de aproximadamente 1 litro, agregando agua
suf iciente hasta cubrirlos.

239



C.

3.

4.

5.

6.

Puede agregarse agua oxigenada (10 ml/l1) a 1la
suspensidn para enriquecerla de oxigeno. 8i los
frascos requieren de incubarse por periodos
mayores de 24 h entonces es aconsejable utilizar
algdn tipo de antibidtico de amplio espectro como
el Sulfato de estreptomicina, con el propdsito de
reducir el crecimiento bacteriano.

Tapar los frascos con sus respectivas tapaderas e
incubarlos a 22-24 C durante 24 h.

Colectar los nematodos agregando agua al frasco
hasta la mitad de su volumen; enseguidar agitar y
vaciar el contenido sobre la malla (60 = abertura
de 250 um) de un tamiz de 15 cm de dilmetro,
empotrado a su vez sobre otro de malla 500.
Repetir el procedimiento dos o tres veces y
enseguida trasferir con agua 1los nematodos
retenidos sobre la malla del tamiz de abertura més
pequena. Para &sto; inclinar el tamiz y arrastrar
los nematodos a la parte m&s baja del tamiz con el
agua de una pizeta. Poner la suspensidén en un
vaso de precipitado de 150 ml. Se puede agregar
m&s agua a las raices para sequir incubando hasta
7 dias m&s de la manera descrita, si se cambia
regularmente el agua.

Agitar la suspensidn del vaso y decantar en un
disco contador para observar o almacenar 1los
nematodos en recipientes cerrados a 14 C.

Método de macerado y filtrado (Hooper, 1970)

1.

2.

3.

4.

5.
6.

Fragmentar las raices en porciones de 2.5 om de
largo.

Colocar 5 gr de raices en un vaso de licuadora y
agregar 100 ml de agua.

Licuar a la m&xima velocidad por espacio de 10-15
segundos (el tiempo debe ajustarse en funcidn al
tipo de licuadora).

Vaciar el macerado en un tamiz de 15 om de
di&metro de malla 400, colocado a su vez dentro de
un recipiente adecuado y agregar el suficiente
volumen de agua hasta cubrir la superficie de 1la
malla.

Dejar reposar la suspensidn por 48 h.

Agregar agua al recipiente y decantar en un tamis
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10.

malla 500 de 7.5 cm de diémetro. Inclinar el
tamiz y arrastrar los nematodos y residuos con
agua a un vaso de precipitado.

7. El1 vaso conteniendo la suspensiédn se puede
almacenar a 14 C o si se prefiere decantar sobre
un disco contador para observar los nematodos.

Observaciones a Realizar

Los nematodos deben contarse con la ayuda del microscopio
de diseccidn a 40X. Determinar los nGmeros de nematodos
fitoparé&sitos obtenidos por gr de raiz en cada método y
hacer un reporte sobre la eficiencia de cada uno de los
métodos probados. Adem&s de los nematodos fitoparésitos.
¢se recuperan otra clase de nematodos de 1los tejidos
vegetales como por ejemplo omnivoros?

Consideraciones Importantes

El método de incubacidn es muy sencillo y se requiere de
poco esfuerzo y tiempo para preparar una muestrar aungue
su eficiencia puede no ser tan buena como la obtenida con
otros métodos. Ambos métodos son convenientes para
extraer nematodos a partir de partes vegetales
infectadas. El método de incubacidn es bueno solamente
para nematodos migratorios endopar&sitos. Por otro lado.
las formas no filamentosas de nematodos sedentarios
endoparésitos, como las especies de Meloidogyne Yy
Heteroderar son obtenidas con el método de maceracidn.
Después del macerador muchos estadios de estos nematodos
se pueden contar. sacando alicuotas de la suspensibn del
tejido macerado y observé&ndolos bajo el microscopio de
diseccibn.

Otrog Métodos
A. CaAmara nebulizadora (Hooper. 1970)

Este es el método m&s comin para obtener nematodos
migratorios endopar&sitos; sin embargor, su
implementacidn requiere de equipo especializado. Una
niebla intermitente muy fina lava los nematodos de las
raices en su movimiento descendente hacia el fondo de
un embudo de Baermann modificado.

La contaminacidén microbiana no es un problema con este
método. Los nematodos deben colectarse cada 24 h.
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B. Incubacidn con agitacidédn

Este método involucra la agitacidn lenta de secciones
radicales infectadas con nematodos, y suspendidas en
una solucidn con antibibdbticos dentro de frascos
Erlemmeyer puestos en el agitador giratorio. Los
nematodos son colectados de la solucidn con tamices de
aberturas pequenass 72 h después de incubarse.

11. Fuente de los Materiales

A. Agitador de laboratorio motorizado (accionar directos
1550 rpm).

Fisher Scientific Company
711 Forbes Avenue
Pittsburgh, PA 15215.

B. Tamices.

W. S. Tyler, Inc.

Combustion Engineering, Inc.
8200 Tyler Boulevard
Mentor, OH 44060-4293.

C. Centrifuga con cabezal horizontal y tubos de 50 ml de
fondo redondo.

Fisher Scientific Company
711 Forbes Avenue
Pittsburgh, PA 15215.
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Agric. Fish and Foodr London.
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London.
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Ejercicio 35

Preparacidén de Patrones Perineales de Meloidogyne spp y

de Conos Vulvares de Nematodos Enquistados

R. D. Riggs
Department of Plant Pathology
University of Arkansas
Fayetteville, Arkansas 72701

Objetivo

Obtener las porciones de la cuticula de hembras maduras
de nematodos que contengan la regiétn del perineo (ano y
vulva) » para identificar especies.

Tiempo Requerido
Un minimo de 2 h.
Procedimiento
A. Preparativos antes del ejercicio
l. Obtener raices de tomater frescas o preservadas,
que estén infectadas con Meloidogyne spp.
2. Obtener quistes frescos o preservados.

Cortes de patrones perineales

1.

Separar las hembras maduras de raices por medio de
agujas de diseccibn:, escalpelos pequefosr navajas
o cuchillos quirGrgicos. Las hembras obtenidas
pueden ponerse en una gota tibia de lactofenol y
fucsina &cida para tefir la cuticula.

Transferir hembras a un portaobjetos o una pieza
de "plexiglas”.

Cortar la parte posterior del cuerpo de la hembra
utilizando dos escalpelos o navajas.

a. Hacerlo bajo el microscopio estereoscdpico.

b. Recortar la cuticula, hasta donde sea posible
alrededor del &rea perineal.

c. 81 1los cortes se hacen sobre el plexiglas,

transferir los patrones (tefiidos de rojo) a un
portaobjetos.
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c.

4.
5.

6.
7.
8.

d. Asegurarse de voltear el patrdn perineal en el
portaobjetos de tal suerte que la superficie
externa de la cuticula este orientada hacia el
objetivo del microscopio.

Colocar el cubreobjetos sobre el patrdn.

Agregar lactofenol por 1l1los bordes del

cubreobjetoss hasta llenar el volumen delimitado

por los bordes de los mismos.

Limpiar los excesos de lactofenol.

Sellar el cubreobjetos con Zut o parafina.

Observar con el microscopio compuesto.

Corte de conos vulvares

1.

2.

3.

4.
5.
6.
7.

Obtener quistes de color café claror, tamizando
suelos infestados o colect&ndolos individualmente
de fragmentos radicales infectados.

Transferir a los quistes por medio de fbrceps o
pinzas a un portaobjetos o una pieza de plexiglas.

Separar el extremo posterior del cuerpo utilizando
un par de escalpelos o0 navajas quirdrgicas muy
bien afiladas.

a. Cortar la punta.

b. Cortar 1lo suficientemente lejos de 1la punta
para obtener también 1las estructuras del
subcono.

c. Asegurar gque la porcidn posterior esté
levantada sobre el portaobjetos (en ocasiones
el cono se monta en el hoyo hecho con la punta
caliente de una aguja de diseccidn, introdu-
cida en el substrato gelatina-glicerina).

Colocar el cubreobjetos.

Agregar lactofenol bajo el cubreobjetos.

Sellar el cubreobjetos con Zut o parafina.

Observar con el microscopio compuesto.
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4. Fuente de los Materijales

A. Meloidogyne spp y nematodos enquistados (ver Apéndice
2).

B. Equipo
l. Navajas y cuchillos quirGrgicosr obtenerse en

2.

establecimientos comerciales especializados.

Escalpelos con navajas #11 o #15, pueden comprarse
en cualquier casa comercial de productos
cientificos.

5. Observaciones a Realizar
A. Meloidogyne spp

Fig. 1.

1.
2.

Observar la posicidén relativa del ano y la vulva.

Observar el patrén de las lineas alrededor de 1la
vulva y el ano (Fig. 1).

Quistes de nematodos

1.
2.
3.
4.

Observar la presencia del bullae.
Observar el tamafo y forma de la fenestra.
Observar la estructura del subpuente.

Medir la distancia entre ano y vulva asi como la
longitud de la ranura o hendidura vulvar.

Terminus de la cola Arco dorsal

Fasmidio Linea lateral

Puntuaciones
Ano

Estrias

Morfologia general de un patrdén perineal (después de

Sasser y Carter, 1982).
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6. Resultados Esperados

El presente ejercicio permitir& a 1los estudiantes

preparar montajes perineales tanto de Meloidogyne spp
como de quistes de nematodoss los que son necesarios para
identificar especies.

7. Yariaciones del Ejercicio para Cambiar el Nivel de
Intensidad
A. Incrementar el nGmero de especies por identificar.

B. Solicitar la descripcién de las diferencias entre las
especies estudiadas.

8. Consideraciones Importantes

A. Asegurarse de voltear la regidn posterior en el
portaobjetos.

B. Recortar los excesos de cuticula alrededor del patrdn.

C. Asegurar que 1los instrumentos cortantes estén bien
afilados.

D. Usar solamente quistes de color café claro.

Referencias Recaomendadas
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Mulveyr R. H., and A. M. Golden. 1983. Jour. Nematol.
15:1-59.

Sasserr J. N., and C. C. Carter. 1982. Root-knot nematodes
(Meloidogyne sp.): Identification, morphological and
physiological variation, host range, ecology and
control. In Riggss R. D. (Ed.). Nematology in the
Southern Region of the United States. South. Coop.
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Apéndice 1

Este manual de laboratorio de Fitonematologia - versidbn en
Espaliol - puede solicitarse al Centro Agronbmico Tropical de
Investigacién y Ensefianza (CATIE), Turrialbar Costa Rica.

Apéndice 2

La obtenciétn de un cultivo de nematodo u hongor puede lograrse
en forma gratuita solicit&ndolo directamente a las personas
y/o0 instituciones que al margen se mencionan. El solicitar un
nGmero mayor puede condicionar un cargo adicional que debe
negociarse con las personas y/o instituciones involucradas.

Cultivos en callos de alfalfa Dr. M. RieA=1
Pratylenchus penetrans Dept. of

D. ~renatus Ohio Stat

Culti



transportar
fronteras.

Las 4 razas para utili-

zarse en el Ejercicio 13.

(axénico o monoxénico)
(axénico o monoxénico)

Eascherichia coli OP-50

Cultivos de hongos

Dr. K. R. Barker

Dept. of Plant Pathology
North Carolina State
University

Raleigh, NC 27695

Dr. B. M. Zuckerman
Dept. of Plant Pathology
University of
Massachusetts

Amhersts MA 01003

Culture
12301

American Type
Collection (ATCC)
Park Lawn Drive

Rockville MD 20852

Apéndice 3

fitopatbgenos en

Cuando se soliciten cultivos de nematodos de 1los Estados
Unidos de Américar el solicitante debe obtener un permiso para
el pais y fuera de sus
Para mayor informacidn, asi como para obtener las
formas respectivas, dirigirse a:

Biological Assessment Support Staff

USDA - APHIS
Federal Building
6505 Belcrest Road
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