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RESUMEN 

Las especies crípticas son morfológicamente indistinguibles pero genéticamente 

difieren. En el caso de los nematodos las especies crípticas constituyen un grupo 

numeroso dentro de los parásitos de vertebrados. Los nematodos Rhabdochona 

mexicana y Procamallanus neocaballeroi forman parte de la fauna  principal de 

helmintos de peces del género Astyanax. Ambas especies de parásitos tienen 

historias evolutivas independientes, una de origen Neártico y otra de origen 

Neotropical, y han convergido en un área geográfica similar. Astyanax es un 

género de peces diverso, que ha sido capaz de colonizar ambientes de cueva en 

la región de la Sierra del Abra en México, en esta zona algunos de sus parásitos 

han sido capaces de continuar su ciclo de vida en un ambiente considerado 

extremo, incluso parásitos de ciclo de vida indirecto como P. neocaballeroi. La 

colonización de Astyanax desde Mesoamérica hacia su distribución más al norte, 

ha dado lugar a varios linajes evolutivos, y tres especies que se distribuyen en 

México. Esta divergencia permite plantear la hipótesis de que sus nematodos 

parásitos también han divergido, pero los análisis morfológicos clásicos no han 

permitido determinar la presencia de otras especies. Una aproximación molecular, 

es por tanto la metodología inicial para la prospección de especies crípticas en 

este estudio. A partir de los resultados del marcador mitocondrial (Cox1), y dos 

marcadores nucleares (28S y 18S rDNA) se encontró que ambos géneros de 

parásitos están conformados por un complejo de especies, donde varios de estos 

linajes corresponden a especies crípticas debido a que hasta el momento no se 

encontraron diferencias morfológicas. Cada linaje propuesto presenta monofilia 

recíproca, que permite observar una especificidad hospedatoria aún más estricta 

que la reportada previamente, y en la mayoría de los linajes, un patrón geográfico, 

pero sin un significativo aislamiento por distancia. La delimitación de los linajes se 

complementa con las distancias genéticas propuestas para nematodos, siendo 

mayor al 5% para el gen Cox1 en todos los linajes. Sin embargo, no existe una 

correspondencia aparente con los linajes conocidos de Astyanax, lo que permite 

inferir que ambos grupos de parásitos han seguido una historia evolutiva distinta a 
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la de su hospedero. Este estudio logra identificar especies crípticas de nematodos 

parásitos de Astyanax y separar morfológicamente a uno los linajes.  
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ABSTRACT 

The cryptic species are morphologically indistinguishable but genetically different. 

In nematodes the cryptic species constitute a numerous group within vertebrate 

parasites. The nematodes Rhabdochona mexicana and Procamallanus 

neocaballeroi are part of the main helminth fauna from Astyanax genus. Both 

parasite species have distinct evolutionary histories, one of them is from the 

Neartic and the other one is from the Neotropics, but had converged in a similar 

distribution. Astyanax is a genus of fishes highly diverse, it has been able to 

colonize even cave environment in the region of Sierra El Abra in Mexico, where 

some of its parasites have continued its life cycle in this environment considered 

extreme, even parasites with complex life cycles as P. neocaballeroi. Since the 

Astyanax colonization from Mesoamerica to its northern distribution have given 

place to evolutive lineages and three species distributed in Mexico. This 

divergence allows to postulate the hypothesis that nematode parasites from 

Astyanax also had diverged, but the classical morphological analysis do not have 

permitted to determine the presence of other species. A molecular approach is 

hence the initial methodology for the prospection of cryptic species in this study. 

With the results from the mitochondrial (Cox1) and two nuclear markers (28S and 

18S rDNA) it was found that both genus are constituted by a species complex, 

where the lineages correspond to cryptic species due to at the moment no 

morphological differences were found. Each lineage displays reciprocal 

monophyly, which allow to measure a host specificity even higher than previously 

reported, and in most of the lineages a geographic pattern but without a significant 

isolation by distance. The lineage delimitation is complemented with the genetic 

distances postulated for nematodes, been superior to 5% for the Cox1 gene in all 

the lineages. However, there is not a direct correspondence with the lineages from 

Astyanax, which allows to infer that both parasite groups have follow an evolutive 

history distinct to the one from the host. This study achieves to identify cryptic 

species of parasitic nematodes from Astyanax and separate morphologically to one 

of the lineages.  
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INTRODUCCIÓN 

Las especies crípticas son morfológicamente indistinguibles pero difieren 

genéticamente; es decir, tienen historias evolutivas separadas (Pérez-Ponce de 

León & Nadler, 2010; Nadler & Pérez-Ponce de León, 2011; Poulin, 2014). Así el 

concepto de especies crípticas se opone al de especies polimórficas; distintas 

morfológicamente pero sin diferencias genéticas (Wyrobisz et al., 2016). Esto 

implica que los eventos de especiación pueden ocurrir sin cambios fenotípicos, o 

bien, el cambio fenotípico no necesariamente está acompañado de especiación 

(Susoy et al., 2016). La premisa recae en cómo diferenciar especies cuando el 

fenotipo es el mismo y, dónde establecer el límite para considerar que se trata de 

linajes separados. La especie entonces, es aquella unidad  fundamental en 

biología. Para Darwin, una especie es un continuo en el tiempo, cuya historia 

evolutiva va siempre acompañada de distintos mecanismos, así, lo que vemos son 

sólo los linajes sobrevivientes (Darwin, 1859). Sin embargo, nos preguntamos 

¿Qué es una especie? ¿Por qué hay especies? (Coyne & Orr, 1998). Quizá 

resultan preguntas triviales, pero entender el mecanismo aún en nuestros días es 

incierto.  

Ferris (1999) mencionó: “Species Concepts Do Matter in Nematology” haciendo 

referencia a que las especies y las relaciones entre éstas son la base de la 

investigación biológica; cualquier pregunta de investigación planteada, estará 

íntimamente ligada a la especie o especies que elijamos para contestarla. Existen 

conceptos de especie como el planteado para nematodos por Adams (1998) que 

propone conjugar el concepto de especie evolutiva (Simpson, 1951) y el concepto 

filogenético (Eldredge & Cracraft, 1980). De Queiroz (1998; 1999) planteó el 

“concepto unificador de especie”: linajes de metapoblaciones que evolucionan por 

separado; considerando que es la única propiedad necesaria para definir una 

especie. Este concepto permite superar el inconveniente en donde no todas las 

aproximaciones metodológicas responden a cualquier concepto de especie 
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(concepto operacional), y el uso de un concepto ad hoc y a posteriori a los 

resultados.  

Los estudios en donde se reconoce la presencia de especies crípticas pueden 

partir de una aproximación morfológica o bien, una molecular. En la primera, el 

estudio de la morfología de individuos de lo que se considera es una misma 

especie, apoyada en datos moleculares, puede resultar en el descubrimiento de 

nuevas especies.  Por otra parte, estudios para entender la estructura genética 

poblacional de una especie, pueden encontrar que lo que se consideraba una sola 

especie es en realidad un complejo de especies (Pérez-Ponce de León & Nadler, 

2010). Ambas aproximaciones parten de la hipótesis nula de que el taxón 

representa la misma especie. Al partir de un análisis molecular, se pone a prueba 

la monofilia recíproca, si se rechaza la hipótesis inicial, el siguiente paso es 

reevaluar la diagnosis morfológica, o buscar diferencias ecológicas (funcionales) 

(De Meester et al., 2012), y en última instancia, describir a los taxones que 

representan especies distintas (Pérez-Ponce de León & Nadler, 2010). Así, el uso 

de técnicas moleculares ayuda a corroborar la delimitación de especies ya 

descritas o reconocer especies nuevas (Blouin, 2002). Identificar el número de 

especies es pertinente por muchas razones, por ejemplo, determinar el impacto de 

los parásitos en la naturaleza, hacer una estrategia de conservación apropiada de 

especies, o simplemente tener un mejor conocimiento de la biodiversidad (Pérez-

Ponce de León & Nadler, 2010). Si bien los parásitos no han sido considerados en 

la conservación, algunos son de importancia médica y zoonótica, por lo tanto 

delimitar apropiadamente a las especies conlleva a una apropiada estrategia de 

control (Nadler & Pérez-Ponce de León, 2011; Sithithaworn et al., 2015), como 

sucede en nematodos como Trichuris (Hawash et al., 2015) u Oesophagostomum 

(Ota et al., 2015), que parasitan a humanos y otras especies cercanas 

filogenéticamente. O bien, ante un escenario de cambio climático, donde la 

distribución de algunas especies puede ampliarse, como sucede en las dirofilarias, 

parásitos de caninos, y accidentales de humanos (Yilmaz et al., 2016). Para 

algunos científicos como Beveridge y Spratt (2015) sólo: „importa, en un nivel 
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puramente científico‟, porque permite entender los procesos de la evolución de los 

parásitos y su nivel de diversidad. 

La identificación de especies crípticas ha aumentado exponencialmente a partir 

del uso de técnicas moleculares (Bickford et al., 2007), en particular con el uso de 

marcadores mitocondriales, que han hecho posible dilucidar relaciones evolutivas 

entre taxones con una divergencia reciente y descubrir especies crípticas (v. gr., 

Razo-Mendivil et al., 2010, 2015; Derycke et al., 2010; Rosas-Valdez et al., 2011; 

Pérez-Ponce de León & Poulin, 2017). Revelando que especies que parecían 

ampliamente distribuidas u hospedero-generalistas, en realidad representan 

linajes separados con patrones hospedatorios, geográficos, y ecológicos distintos. 

Sin embargo, mantener el estatus de especie críptica puede deberse a una 

metodología inapropiada para distinguirlas o a un esfuerzo de identificación 

insuficiente (Pérez-Ponce de León & Nadler, 2010; Zuñiga-Reinoso & Benitez, 

2015). 

Las especies crípticas son un componente importante de la diversidad global 

(Bickford et al., 2007; Pérez-Ponce de León & Poulin, 2016). Los primeros 

estudios encontraron que las especies crípticas tienen una distribución uniforme 

en todos los grupos de animales (Pfenninger & Schwenk, 2007). Análisis 

posteriores revelaron que hay phyla de Metazoa con mayor diversidad (Trontelj & 

Fiˇser, 2009), por ejemplo, dentro de los helmintos, las especies crípticas son más 

frecuentes en trematodos (Poulin, 2011). Sin embargo, el análisis más reciente 

muestra que no hay una homogeneidad en el número de especies crípticas por 

taxón dentro de los Metazoa, es decir que hay grupos de animales con mayor 

propensión a tener especies crípticas (Pérez-Ponce de León & Poulin, 2016). El 

patrón de heterogeneidad de especies crípticas en helmintos fue corroborado en 

un meta-análisis reciente, donde se analizó un mayor número de estudios y 

después de corregir por el esfuerzo de muestreo y la riqueza de especies, se 

ratificó que efectivamente los trematodos contienen mayor número de especies 

crípticas que otros helmintos (Pérez-Ponce de León & Poulin, 2017). En 

nematodos, el número de especies crípticas descritas ha aumentado en los 
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últimos  años, sobre todo en formas de vida parásitas (Costello, 2016; Poulin & 

Pérez-Ponce de León, 2016), donde se ha sugerido existe mayor potencial para 

diversificar en comparación con las especies de vida libre (Huyse et al., 2005), 

aunque Poulin & Pérez-Ponce de León (2017) mostraron que no existe diferencias 

entre especies de vida libre y parásitos en animales en cuanto a la propensión a 

tener mayor número de especies crípticas. Los nematodos son uno de los grupos 

más diversos de animales, distribuidos en una amplia variedad de ambientes, una 

enorme diversidad de historias de vida y múltiples convergencias a una forma de 

vida parásita (Blaxter & Koutsovoulos, 2015). Estas características hacen de este 

grupo un modelo para probar patrones en relación a la diversidad críptica; detectar 

zonas de alta  diversidad, determinar las variables que determinan su presencia, o 

inferir los mecanismos de diversificación de éstas y sus hospederos, en el caso de 

especies parásitas. Sin embargo, el estudio de las especies crípticas de parásitos 

enfrenta ciertos retos, como la dificultad de encontrar diferencias morfológicas, 

conocer el ciclo de vida complejo de los parásitos, probar el aislamiento 

reproductivo, o distinguir diferencias ecológicas o conductuales, que en ausencia 

de variación morfológica aparente, podrían confirmar la presencia de especies 

crípticas.  

Por otra parte, el estudio de especies con distribución compartida (o co-

distribuidas) permite inferir  patrones similares en los procesos evolutivos que han 

actuado sobre ambas especies (Domínguez-Domínguez & Vázquez-Domínguez, 

2009), y han conducido a su dispersión y colonización, reforzando así las hipótesis 

planteadas, aun cuando las especies responden de manera diferente, es decir, 

presentan historias de vida distintas que dependen de su modo de reproducción o 

de transmisión, entre muchos otros factores. En este mismo contexto, los estudios 

de filogeografía comparada se basan en la premisa de que algunas especies 

presentan una distribución geográfica similar y por lo tanto, una historia evolutiva 

compartida (Avise, 2000). Se pueden dividir en dos fases, una primera que busca 

describir genéticamente a las poblaciones a lo largo del área de distribución, y en 

una segunda fase, que es explicativa, mostrar si los mecanismos y patrones 

evolutivos en las especies de estudio han sido similares (Arbogast & Kenagy, 
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2001). Los nematodos Procamallanus neocaballeroi y Rhabdochona mexicana 

representan en este contexto, un modelo de estudio para una filogeografía 

comparada hospedero-parásito (Galbreath & Hoberg, 2012) y para probar la 

presencia de especies crípticas. Ambas especies parasitan específicamente a dos 

especies de peces dentro del mismo género (Astyanax), que son cercanas 

filogenéticamente. Comparten un área geográfica similar, desde el norte de 

México a partir de Chihuahua y Coahuila, hasta Chiapas en el caso de R. 

mexicana y extendiéndose hacia Nicaragua y Costa Rica para el caso de P. 

neocaballeroi. Además, en parásitos con amplia distribución o múltiples especies 

de hospederos, es posible que representen especies crípticas (Nadler & Pérez-

Ponce de León, 2011).  

Asimismo, una mayor especialización (especificidad hospedatoria) está asociada a 

una mayor posibilidad de co-especiar (Thompson, 1994). Tanto Rhabdochona 

mexicana como P. neocaballeroi, parásitos específicos de Astyanax spp., forman 

parte de su fauna principal de parásitos en México, es decir, son especies de 

parásitos asociadas a un grupo monofilético de especies de hospederos (Pérez-

Ponce de León & Choudhury, 2005). Existen dos especies de Astyanax en México, 

A. aeneus y A. mexicanus y al parecer cinco linajes que representan especies aún 

no descritas (Ornelas-García & Pedraza-Lara, 2015) La especie A. mexicanus 

presenta dos morfotipos, uno de cueva y otro de superficie y está restringida al 

centro-norte de México siendo la especie que tiene el límite más norteño de la 

distribución de todo el orden Characiformes en el Continente Americano (Miller et 

al., 2009). Astyanax aeneus tiene amplia distribución en Mesoamérica, desde el 

centro de México hasta Panamá (Bussing, 2015; Miller et al., 2009). 

Los parásitos de peces han sido uno de los grupos de vertebrados más estudiados 

en México, en comparación a otros grupos de vertebrados (Pérez-Ponce de León 

& Choudhury, 2010; Pérez-Ponce de León et al., 2011). No obstante, la mayoría 

de las poblaciones de A. mexicanus habitantes de cuevas han sido poco 

exploradas; solo existen datos de tres cuevas de las 29 conocidas (Santacruz, 

2013). Esta exploración registró varios grupos de helmintos en A. mexicanus de 
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cueva, incluyendo parásitos con ciclos de vida indirecto, como las larvas de 

nematodos Spiroxys sp. (donde el pez es el hospedero intermediario), y adultos de 

P. neocaballeroi (Santacruz, 2013). Es decir, al menos una de las especies de la 

fauna principal de Astyanax acompañó a su hospedero durante la colonización de 

las cuevas. Este paisaje ofrece un modelo de estudio de los procesos de 

diversificación en un conjunto parásito-hospedero, que conducen a plantearse 

preguntas tales como ¿el aislamiento producido hace millones de años entre las 

poblaciones de cueva y superficie del hospedero ha producido especiación en sus 

parásitos?, o si la variación genética del hospedero se corresponde con la del 

parásito.  

El proceso de diversificación de las especies dentro de Procamallanus y 

Rhabdochona en México se desconoce. Rhabdochona constituye el género de 

nematodos con la mayor riqueza de especies en peces de agua dulce de México 

(Garrido-Olvera et al., 2006) y tienen marcada especificidad hospedatoria, que 

hace posible observar patrones geográficos y probar hipótesis evolutivas de 

asociaciones parásito-hospedero. Rhabdochona lichtenfelsi, por ejemplo, es un 

parásito exclusivo de peces de la familia Goodeidae, que tiene una diferenciación 

genética asociada al aislamiento de las regiones hidrológicas en las cuencas de la 

Mesa Central (Mejía-Madrid et al., 2007), mientras que sus hospederos 

experimentaron una importante radiación adaptativa en el centro-norte de México 

(Domínguez-Domínguez et al., 2010). 

De esta manera, los parásitos de las especies de Astyanax ofrecen un modelo 

para estudiar los procesos de diversificación de su fauna helmintológica, haciendo 

uso de marcadores moleculares que nos permitan explorar si la distribución de 

estas especies de hospederos en diferentes cuencas hidrológicas, o su 

distribución entre ambientes de superficie o de cuevas (donde al menos una 

especie de pez ha desarrollado adaptaciones a esa forma de vida), han influido en 

la formación de especies de parásitos, integrado en el contexto de México como 

un escenario de transición entre la fauna Neártica y Neotropical, donde confluyen 

de manera similar R. mexicana y P. neocaballeroi. Por tal motivo, este estudio 
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tiene como objetivo determinar la variación genética de ambas especies asociadas 

de forma específica a Astyanax spp., para establecer si éstas representan una 

única especie o bien, un complejo de especies crípticas, y si los patrones 

observados se asocian a la diversificación de sus hospederos.  

¿Qué es una especie? Los conceptos de especie  

«Nada impide imaginar dos seres idénticos (de idéntica identidad).  
Sin embargo, para asegurar tal verdad habría que detener el tiempo porque  

un ser vivo ni siquiera se mantiene idéntico a sí mismo  
cuando el presente se desliza de un instante al siguiente”. 

(Jorge Wagensberg, 2010, Las raíces triviales de lo fundamental) 

“El problema de la especie”. Hohenegger (2014) argumentó que „el talón de 

Aquiles en el concepto de especie es la confusión entre aquellos conceptos 

basados en factores que causan las especies y aquellos que proponen los 

métodos para reconocer las especies‟, en este contexto,  el concepto de especie 

resulta fundamental, ya que el uso de distintos criterios puede producir resultados 

diferentes (Doyle, 1995), como definir un número variable de especies (de 

Queiroz, 2005). Este inconveniente es reconciliado al considerar la característica 

compartida entre todos los conceptos de especie, la única propiedad que necesita 

y que conduce a un concepto unificador: metapoblaciones de linajes que 

evolucionan por separado (de Queiroz, 1998). Mientras que para Hohenegger 

(2014) el concepto evolutivo de especie es el único que es consistente con otros 

conceptos. Como se mencionó, Adams (1998) propuso que el concepto más 

adecuado en el campo de los nematodos, es una reconciliación entre el concepto 

evolutivo de especie y el concepto filogenético, ya que de este modo es menos 

vulnerable a errores en el reconocimiento de especies. En el error tipo I se 

reconocen más especies de las que realmente existen; en el error tipo II se 

predicen menor número, y en el error tipo III, las relaciones evolutivas entre las 

especies no están bien representadas (Adams, 1998).  

El concepto de especie biológica (Mayr, 1942), ha sido por mucho tiempo el más 

aceptado en biología. En nematodos probar la compatibilidad reproductiva resulta 
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complicado. Sólo en algunos estudios ha resultado posible, como en especies de 

Caenorhabditis (organismo modelo), donde se ha propuesto debido a la presencia 

de especies crípticas, utilizar el aislamiento reproductivo como criterio principal 

para diferenciar especies, y no la morfología (Felix et al., 2014). En pocos trabajos 

las descripciones taxonómicas hacen mención del concepto de especie aplicado, y 

en el estudio de las especies crípticas no hay consenso en el concepto de especie 

(Pérez-Ponce de León & Nadler, 2010). En este contexto, en este estudio 

utilizamos el concepto unificador de  de Queiroz (1998; 1999). 

El proceso de especiación 

‘El origen de las especies, este misterio de los misterios,  
como lo ha llamado uno de nuestros mayores filósofos’  

(Darwin, 1959, El origen de las especies) 

La especiación fue para Darwin el proceso principal para tratar de explicar cómo 

un continuo en la evolución da lugar a grupos discontinuos morfológicamente 

llamados especies (Coyne, 1992). Esto nos conduce a más preguntas: ¿Cuáles 

son las presiones de selección que conllevan a la especiación? ¿Cuál es la 

cantidad de cambio genético que acompaña a la especiación? (Avise, 2004) o 

¿Qué tan frecuente ocurre en simpatría? En este sentido, este estudio es un 

primer paso, pues no sólo se trata de encontrar diferencias genéticas. Como Butlin 

& Ritchie (2009) señalan: “es acerca de tratar de identificar los cambios clave que 

subyacen la diferenciación y el aislamiento reproductivo, el orden en que los 

cambios ocurren, la forma en que interactúan, y las fuerzas evolutivas que causan 

su propagación”. La especiación depende de que haya menor flujo génico entre 

las poblaciones o las especies incipientes (Coyne & Orr, 2004). Los mecanismos 

pueden ser varios, graduales o puntuales, así, diversos modelos pueden explicar 

la especiación considerando distintas zonas adaptativas: evolución reticulada, 

equilibrio puntuado, entre muchos otros (Hogenegger, 2014). 

Desde un nivel microgeográfico, es decir, en pequeñas escalas espaciales, existen 

adaptaciones locales que trascienden en la historia evolutiva de las especies 
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(Richardson et al., 2014). El efecto fundador en un área geográfica aislada, cuellos 

de botella, deriva génica más selección, también son mecanismos que conducen a 

la especiación. Estos dejan ciertas huellas genéticas que permiten inferir por 

ejemplo, si la población se ha establecido recientemente a partir de un evento 

fundador; donde se esperaría menor variación genética y una relación parafilética 

con la especie de la que derivaron.  

Las especies crípticas ¿Cómo se mantienen? ¿Cómo surgen? ¿Por qué no 
vemos cambios?  

Críptico, del latín crypticus (‘oculto’ 
La importancia del gran principio de selección principalmente 

recae en el poder de seleccionar diferencias escasamente apreciables…  
que pueden acumularse hasta que el resultado se manifiesta ante los ojos de cada espectador 

Charles Darwin, 1859, El origen de las especies 

La teoría evolutiva propone que la adaptación ambiental puede producir cambios 

morfológicos, conductuales, fisiológicos o en el desarrollo (Van Campenhout & 

Vanreusel, 2016), que en última instancia pueden conducir a la especiación. La 

especiación no necesariamente conlleva un cambio, al menos no uno aparente, 

puede haber cambios a nivel genético que no se manifiesten en el fenotipo y 

permanecen como variación genética escondida (Waddington, 1953). Lo contrario 

puede ocurrir, pequeños cambios genéticos conducir a grandes cambios 

morfológicos (Orr, 2005). La variación genética escondida, o críptica, es definida 

como la presencia de más de un alelo en un locus en una población (Barrett & 

Schluter, 2008), que se sigue segregando y no está fijo en la población (Paaby & 

Rockman, 2014). Este puede representar un mecanismo de adaptación incluso 

más rápido que el surgimiento de nuevas mutaciones (Barrett & Schluter, 2008), 

ya que la conservación de la morfología o estasis morfológica, puede enmascarar 

eventos de divergencia profundos (Fujita et al., 2012). La variación genética 

escondida puede revelarse mediante distintos mecanismos, por ejemplo un 

cambio o estrés ambiental (Barrett & Schluter, 2008). Por ejemplo, en Astyanax 

mexicanus, la proteína HSP90 ya estudiada en Drosophila melanosgaster para 

probar la teoría de canalización (Waddington, 1953), produjo mediante un solo 
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cambio ambiental un aumento en la conductividad del agua, la manifestación de 

mayor variación morfológica en la descendencia (Rohner et al., 2013), que en 

condiciones ambientales normales no se presenta. Las especies están expuestas 

a un constante cambio, pero el fenotipo por lo general no varía, o lo hace dentro 

de un intervalo esperado, como sucede en las especies con plasticidad fenotípica.  

En nematodos se ha sugerido que la alta diversidad de especies crípticas está 

asociada a su tipo de estructuras sensoriales; donde las señales químicas rebasan 

el efecto de las señales visuales (Bickford et al., 2007). La acumulación de 

mutaciones generando variación genética, puede dar lugar a un fenotipo 

invariante, que puede ser mantenido por mecanismos como una fuerte selección 

estabilizadora o la ´robustez´ a estas mutaciones que se acumulan y generan 

variación críptica. Los cambios pueden amortiguarse desde el desarrollo 

embrionario (Waddington, 1942), como ocurre durante el desarrollo de la vulva en 

nematodos (Braendle et al., 2010). Mientras que los caracteres más susceptibles a 

ser afectados por las mutaciones son aquellos que evolutivamente muestran más 

variación entre especies cercanas (Braendle et al., 2010). Está variación es la que 

estará sujeta a selección y representa posibles trayectorias evolutivas.  

Existen grupos donde la morfología no permite distinguir entre especies como en 

Caenorhabditis brenneri y C. remanei, pero presentan aislamiento reproductivo y 

distinta distribución geográfica (Sudhaus & Kiontke, 2007). Surge la cuestión ¿qué 

permite mantener la misma forma?, una posible respuesta, es una fuerte selección 

estabilizadora sobre la morfología (Dey et al., 2013), o bien, que hay un estasis 

morfológico debido a que no son caracteres sujetos a selección (Bickford, 2007). 

La especiación alopátrica que no implica necesariamente un cambio, sino la 

„simple‟ separación de las poblaciones puede ser un mecanismo que mantiene el 

estasis morfológico y da lugar a especies crípticas. Si bien, es un mecanismo ´más 

sencillo´ de explicar, también existen especies crípticas en simpatría (Murphy et 

al., 2016).  
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La delimitación de especies; el aporte de distintas evidencias 

Un concepto operacional de especie determinará la metodología para abordar 

nuestra pregunta. En los estudios sobre especies crípticas, la sistemática 

molecular ha sido la aproximación metodológica preponderante, que en principio 

se basa en la obtención de monofilia recíproca. La información genética es el 

medio para construir una teoría acerca de cómo los organismos están 

relacionados evolutivamente, es decir, una filogenia. Felix et al., 2014 proponen 

utilizar la información genética para distinguir aquellos grupos muy cercanos 

susceptibles de poner a prueba la hipótesis de aislamiento reproductivo. En este 

contexto el gen mitocondrial citocromo oxidasa 1 (Cox1) ha sido uno de los más 

eficientes. Los marcadores ribosomales para genes como el 18S rDNA o 28S 

rDNA (región D2-D3) han sido ampliamente usados en nematodos (Lazarova et 

al., 2016), debido a una tasa de sustitución más lenta en comparación con los 

genes mitocondriales, y han permitido establecer “Unidades morfológicas 

operacionales” (OTUs por sus siglas en inglés) (Floyd et al., 2002).  

El nivel de divergencia genética ha sido empleado para delimitar a las especies, 

pero no existe un patrón generalizado en nematodos. En Ostertagia ostertagi hay 

variación intra-específica de 6% (Blouin et al., 1998). Van Campenhout et al., 

(2013) en el nematodo de vida libre H. disjuncta, reportó distancias-p intra-

especifícas de 0.3-2.9% e inter-específicas de 13.3-25.7%. Mientras que 

Solorzano et al., (2016) reportó 5.9% de variación intra-específica y 9-12% de 

divergencia inter-especifica en nematodos parásitos del género Trypanoxyuris. En 

otros nematodos como Caenorhabditis brenneri aun con la diversidad nucleotídica 

intraespecifica más alta observada en eucariontes, poblaciones de distintos 

continentes son capaces de reproducirse (Dey et al., 2013). Dada la 

heterogeneidad en los patrones evolutivos en los diferentes organismos, el umbral 

genético de diferenciación será variable para los distintos taxones, o quizá, más 

datos de distintos géneros de nematodos permitan observar si existe un umbral 

para este grupo. Blouin (2002) menciona como punto de corte, un intervalo del 10 

al 20% de diferencias genéticas entre especies hermanas, y una variación intra-          
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específica menor al 2%, al utilizar Cox1. Los genes mitocondriales tienen una alta 

tasa de sustitución, y ofrecen la ventaja de ser  heredados por línea materna y por 

lo tanto tienen un solo haplotipo por muestra (Wu et al., 2008). No obstante, usar 

el marcador más ‘eficaz’ no garantiza identificar especies crípticas, sino el 

esfuerzo de muestreo, es decir, el mayor número de secuencias posibles que 

representen la variación de la población (Poulin, 2011). 

Resulta crucial determinar hasta qué nivel de divergencia se trata en realidad de 

poblaciones aisladas que constituyen una sola especie, o qué tanto es reflejo de la 

estructura poblacional. Es por esto, que el aporte de distintas evidencias puede 

contrarrestar este inconveniente, así como establecer un patrón de divergencia 

para nuestro grupo de estudio. Múltiples criterios permiten delimitar especies, y en 

conjunto conllevan a una taxonomía integrativa (Fujita et al., 2012). Los métodos 

de coalescencia por ejemplo, pueden ser objetivos en especies donde la 

morfología por sí sola no es suficiente. Estos métodos se basan en identificar 

linajes evolutivos distintos (Fujita et al., 2012). El uso de coalescencia se ha 

aplicado en múltiples modelos, entre los más populares destacan el General Mixed 

Yule Coalescence Method (GMYC) (Fujisawa & Barraclough, 2013) o el Poisson 

Tree Processes (PTP) (Zhang et al., 2013). Aunque hasta donde sabemos, 

ninguno de ellos ha sido aplicado en el estudio de especies crípticas de 

nematodos.  

Diversos análisis y representaciones gráficas permiten reconocer diferentes 

mecanismos evolutivos. Las redes de haplotipos permiten inferir los sitios de 

origen de la especie, trazar la ruta de colonización en una infección, observar 

haplotipos únicos o compartidos. Las reconstrucciones filogenéticas representadas 

en cladogramas permiten estudiar las relaciones entre especies, y contrastarla con 

la filogenia de su hospedero, que sumado a una datación molecular, puede dar 

idea del tiempo transcurrido desde su divergencia (Ricklefs & Outlaw, 2010). Otros 

avances metodológicos han surgido, para optimizar el tiempo de análisis y 

resultados de datos cada vez más numerosos. Estudios recientes han empleado el 

genoma mitocondrial, tanto en especies de vida libre como Litoditis marina  



16 
 

(Grosemans et al., 2016), como en el estudio de especies crípticas de parásitos de 

anisakidos, donde ayudó a confirmar a P. decipiens como un complejo de 

especies y refutó el estatus de O. ogmorhini como complejo de especies (Liu et al., 

2016). 

 

La taxonomía integrativa, además de utilizar aproximaciones moleculares, también 

hace uso de análisis estadísticos con los datos morfológicos, para determinar no 

sólo diferencias significativas, sino también definir las variables que explican la 

diferencia, por ejemplo análisis discriminantes, análisis de componentes 

principales, análisis canónicos, análisis de la varianza, etc. Esto ha sido muy útil 

en nematodos en estadios de vida larvarios, donde no existen aún caracteres 

diagnósticos para separar especies, por ejemplo, en larvas de Pseudoterranova 

decipiens se encontró variación morfológica dependiente de la especie de 

hospedero (Hernández-Orts et al., 2013). O bien, en el complejo de especies 

crípticas de Xiphinema (ectoparásitos de plantas) donde además de utilizar 

información filogenética, el análisis multivariado permitió describir dos especies 

nuevas en un grupo donde los caracteres morfológicos se sobrelapan (Archidona-

Luste et al., 2015).  

 

El escenario ideal es llegar a una taxonomía completa, usando datos morfológicos, 

describir a las nuevas especies y preservar el material en colecciones científicas 

(Pérez-Ponce de León & Nadler, 2010). 

 

El estudio de las especies crípticas en nematodos 

‘Nuestro conocimiento en relación a la evolución  
de los nematodos es cercano a nada’  

 (Alfred Kaestner, 1965) 

Los nematodos son uno de los grupos más diversos de animales, con más de 

27,000 especies descritas (Hugot et al., 2001; Blaxter, 2003), enorme diversidad 

de formas de vida, y múltiples convergencias al parasitismo, tanto de plantas como 
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animales (Blaxter & Koutsovoulos, 2015). Las especies crípticas pueden estar 

presentes en cualquier ambiente, incluso en aquellos considerados extremos: 

nematodos parásitos conviviendo con sus hospederos anfípodos marinos en 

ventilas hidrotermales a casi 10,000 m de profundidad (Librado & Rozas, 2009), 

nematodos de vida libre en las heladas temperaturas de la Antártica, donde 

constituyen uno de los grupos más comunes en la zona (Velasco-Castrillón & 

Stevens, 2014), o presentes en cuevas (Eberhard et al., 2014).  

 

Existen grupos de especies crípticas en nematodos que han sido particularmente 

muy estudiados, y han permitido inferir ante una aparente ausencia de diferencias 

morfológicas si existen otros factores diferenciando a las especies, y explicar 

cómo especies tan similares pueden co-existir. Por ejemplo, los nematodos de 

vida libre Trobilus gracilis representan un complejo de especies en la zona 

Paleártica donde al menos tres linajes crípticos han sido encontrados (Ristau et 

al., 2013) o los parásitos de plantas Xiphinema que representan un complejo de 

más de 55 especies (Archidona-Yuste et al., 2016). Otro ejemplo es el de las 

especies crípticas de Litoditis marina, que pese a haber divergido hace varios 

millones de años no han cambiado morfológicamente (Grosemans et al., 2016). 

Estas especies difieren en la composición de su microbioma, comportamiento 

alimenticio, preferencia de temperatura, su efecto en la descomposición de algas y 

en el uso de recursos (De Meester et al., 2015, 2016; Derycke et al., 2016). Es 

decir, que las especies crípticas pueden estar desempeñando una función distinta 

en el ecosistema.  

 

Existen análisis previos de la literatura en relación a especies crípticas de 

nematodos parásitos. Pérez-Ponce de León & Nadler, 2010, por ejemplo, en un 

periodo de junio de 1999 a noviembre de 2009, encontraron 17 estudios sobre 

este tema, donde la mayoría de las especies nuevas descritas correspondieron a 

parásitos. Poulin (2011) en un meta análisis de las especies crípticas de helmintos 

encontró que el número de individuos secuenciados se asocia a la probabilidad de 

encontrar especies crípticas. Pérez-Ponce de León & Poulin (2016) de 1998 a 
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2015 encontraron 49 estudios sobre especies crípticas de nematodos, de los 

cuales 39 corresponden a parásitos.  

 

Al analizar brevemente la tendencia en los estudios de especies crípticas en 

nematodos, en un periodo de seis años comprendido de julio de 2010 a julio de 

2016 a través de una búsqueda en la ISI Web of Knowledge 

(www.webofknowledge.com) y PubMed con las palabras “cryptic” y “nematod*” 

arroja 166 publicaciones, que incluyen especies de vida libre y parásitas (Fig. 1). 

De estos estudios, sólo 54 publicaciones hacen mención de críptico en el contexto 

de especies morfológicas similares pero genéticamente distintas. Como Trontelj & 

Fiˇser, (2009) mencionan, el número de especies crípticas no se correlaciona con 

el número de publicaciones, ya que no es una medida directa de la intensidad de 

estudio. Muchos de estos artículos argumentan en relación al uso de Cox1 como 

marcador molecular para la delimitación de especies sobre todo en aquellas muy 

cercanas. No obstante, el número de estudios que utilizan marcadores nucleares 

como el 18S y 28S, casi iguala a aquellos con mitocondriales. Aunque algunos de 

ellos concuerdan en la baja resolución filogenética para resolver relaciones inter-

especie. Pocos estudios tienen como objetivo principal la prospección de especies 

crípticas, en la mayoría el hallazgo de éstas es un resultado secundario. En 

Rugopharynx que son nematodos parásitos de macropódidos de Australia, se 

planteó como hipótesis la presencia de especies crípticas, con base en que las 

especies conocidas presentan pocas diferencias morfológicas (Chilton et al., 

2016). De tal forma, una aproximación molecular los llevó a validar las especies ya 

descritas morfológicamente y detectar especies crípticas (Chilton et al., 2016). Sin 

embargo, como en muchos de los estudios moleculares similares, no se hizo una 

caracterización morfológica. 
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Figura 1. Número de publicaciones por año de estudios sobre especies 
crípticas de nematodos.  
 

En este momento del estudio de las especies crípticas de nematodos, aun no es 

posible observar un patrón que explique su presencia en un ambiente en particular 

o área biogeográfica, ya que los estudios están concentrados a ciertas áreas de 

estudio, o grupos de parásitos, por ejemplo en la zona Paleártica (Pérez-Ponce de 

León & Poulin, 2016). 

 

El género Procamallanus 

El género Procamallanus (Baylis, 1923) incluye especies marinas y de agua dulce 

que parasitan el sistema digestivo de peces y anfibios (Moravec & Van As, 2015). 

Pertenece a la familia Camallanidae, considerada monofilética, mientras que 

géneros dentro de la familia como Camallanus y Procamallanus forman un grupo 

parafilético, que difieren únicamente en características de la cápsula bucal, lo que 

ha llevado a proponer la reclasificación del grupo (Wijová et al., 2006). El género 

Procamallanus está divido en tres subgéneros de acuerdo con la clasificación de 

Moravec (1998): Procamallanus y Spirocamallanus, presentan una cápsula bucal 

lisa o con surcos espirales, respectivamente, mientras que en el subgénero 

Denticamallanus sólo las hembras tienen surcos espirales y los machos asemejan 

la morfología bucal de Procamallanus. Los espirales bucales por lo tanto, parecen 

haber aparecido en distintos linajes, uno parasitando peces marinos, un segundo 

en anfibios africanos y un tercero, en peces neotropicales (Chabaud & Bain, 

1994). 
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Chabaud & Bain (1994) propusieron el origen de Camallanidae en África, durante 

el Cretácico tardío en nematodos parásitos de anfibios, posteriormente alcanzaron 

Sudamérica al adaptarse a peces marinos, y secundariamente parasitaron a peces 

de agua dulce. Esta hipótesis indica la posibilidad de oleadas de colonización 

separadas de nematodos marinos parasitando a peces de agua dulce, donde una 

reconstrucción filogenética ayudaría a reconocer dicho planteamiento. Además, 

postulan a Procamallaninae con un origen en Gondwana, en peces Siluriformes y 

Cypriniformes (Chabaud & Bain, 1994).  

 

El ciclo de vida de Procamallanus rebecae y P. neocaballeroi estudiado 

experimentalmente ha permitido conocer la morfología en distintos estadios del 

desarrollo (Moravec et al., 1995) (Fig. 2) en los dos hospederos involucrados. 

Primero la larva del nematodo infecta copépodos, luego estos son ingeridos por el 

pez donde el nematodo madura y se reproduce (Moravec et al., 1995). Se ha 

sugerido también un ciclo de vida directo, donde el vertebrado se alimenta de la 

larva de vida libre (Schmidt-Rhaesa et al., 2014), o bien, una reproducción 

partenogenética en especies como P. pacificus dada la baja prevalencia de 

machos (Moravec et al., 2006). 

 

 

 

 

Figura 2. Desarrollo embrionario del primer al tercer estadio de P. 

neocaballeroi. Imagen tomada de (Moravec et al., 1995).  

En México, se han descrito cinco especies de Procamallanus en peces de agua 

dulce: P. jaliscensis parásito de Agonostomus montícola (Mugilidae),  P. gobiomori 

en Gobiomorus maculatus (Eleotridae), P. mexicanus en Cichlasoma geddesi 
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(Cichlidae) (Moravec et al., 2000), P. rebecae en varias especies de cíclidos 

(Salgado-Maldonado, 2006)  y P. neocaballeroi en A. aeneus (Characidae) 

(Caballero-Deloya, 1977). Además, una especie marina, P. chetumalensis en 

Ariopsis assimilis (Ariidae) (González-Solís et al., 2002). La especificidad 

hospedatoria es variable (Fig. 3), por ejemplo, la especie más generalista, P. 

rebecae, parasita cuatro familias de hospederos (Salgado-Maldonado, 2006), 

aunque puede considerarse como un parásito de cíclidos pues 21 de las 24 

especies donde ha sido registrado pertenecen a esta familia. 

 

 

 

 

 

 

Figura 3. Especificidad hospedatoria de las especies de Procamallanus 

distribuidas en México.  

La especie Procamallanus neocaballeroi fue descrita como Spirocamallanus 

neocaballeroi por Caballero-Deloya (1977) en A. fasciatus en el Lago de 

Catemaco, Veracruz. La especie fue despues transferida al género Procamallanus 

y Spirocamallanus pasó a ser considerado un subgénero (Moravec, 1995). Desde 

entonces, la especie sólo ha sido encontrada en el hospedero tipo cuya validez 

taxonómica ha sido cuestionada y parace corresponder a A. aeneus (Ornelas-

García et al., 2008), y en A. mexicanus.  

La morfología de P. neocaballeroi es muy similar a la de P. hillari; ocho papilas en 

la región bucal distribuidas en dos círculos, cuatro papilas precloacales y espículas 
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simétricas (Gallas et al., 2015). Las espículas simétricas también están presentes 

en S. inopinatus y S. incarocai, sin embargo, P. neocaballeroi es la única especie 

mexicana descrita con esta morfología. De este modo, al observar individuos que 

provienen de especies de Astyanax, estos tienen cápsula bucal surcada, casi 

simétrica, y espículas iguales, y por ello se asignan a P. neocaballeroi. La 

distribución de esta especie es amplia; existen registros casi tan al norte como la 

distribución de su hospedero A. mexicanus, y al sur llegando hasta Costa Rica 

(Sandlund, 2010), aunque existen grandes áreas geográficas intermedias donde 

no ha habido reportes (Tabla 1, Fig. 4). Otras especies de Procamallanus 

reportadas en el género Astyanax incluyen a Procamallanus (Spirocamallanus) 

hillari en A. fasciatus, A. jacuhiensis,  A. bimaculatus y A. parahybae (Luque et al., 

2011) en Brasil, así como en A. abramis en Argentina (Ramalho, 2005).  

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Registros previos de P. neocaballeroi de México y Centroamérica. 

Su distribución histórica más al norte llega a los estados de Coahuila y Chihuahua, 

y al sur alcanza hasta Centroamérica, donde habita en el río Torsuani en 

Nicaragua, y en Guanacaste, Costa Rica.  
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Tabla 1. Registros previos de Procamallanus neocaballeroi 
País/Estado Localidad Referencia geográfica Hospedero Referencia 

    Norte Oeste     
México           
Chihuahua Río Primero 26° 48' 54.2'' 105° 12´12.9'' A.mexicanus 1 
  Meoqui 28° 15' 51.00'' 105° 28' 37.53'' Astyanax sp.  1 
Coahuila Río en Celemania, Cuatro Ciénegas 27° 02' 40''  101° 41' 54'' A.mexicanus 2 
Hidalgo Afluente del Río Acamaluco 21° 09' 45''   98° 33' 28'' A.mexicanus 3 

 Río Candelaria 21°04' 59''  98° 04' 27'' A.mexicanus 3; 4 
  Río Tecoluco 21° 11' 16''  98° 17' 18'' A.mexicanus 3 

 Río Tempoal at Atlapexco 20° 55' 16''  98° 17' 27'' A.mexicanus 3; 4 
  Río Tempoal at Río Calabozo 21° 00' 53''  98° 20' 24'' A.mexicanus 3; 4 
Quintana Roo Cenote Box Toro 20° 16' 27''  87° 29' 09'' A. fasciatus 12 
  Cenote Kawash 20° 14' 44''  87° 27' 54'' A. fasciatus 12 

 Gran Cenote 20° 14' 44''  87° 27' 54'' A. fasciatus 12 
San Luis Potosí Axtla de Terrazas 21° 26.02'  98° 52.568' A.mexicanus 5 

 Cueva Chica  21° 51.586' 98° 56.198'  A.mexicanus 5 
Tabasco Lago El Rosario 17° 50' 00'' - 17° 56' 00'' 93° 45' 00'' - 99° 56' 00'' A. aeneus 6 
Veracruz Lago de Catemaco 18° 25' 00''   95° 07' 00'' A. fasciatus 7 
  Lago de Catemaco 18° 25' 00''   95° 07' 00'' B. caballeroi 9 

 Lago de Catemaco 18° 25' 00''   95° 07' 00'' R. guatemalensis 8; 9 
  Lago de Catemaco 18° 24' 50'' 95° 06' 34'' A. fasciatus 10 
Costa Rica Parque Nacional Guanacaste 10° 49' 48'' 85° 19' 26'' A. aeneus 13 
Nicaragua Río Mahogany 12° 03' 22''  83° 59' 07'' A. fasciatus 11 
  Río Torsuani 11° 47' 06''   83° 52' 38'' V.maculicauda 11 
REFERENCIA: 1: Pérez-Ponce de León et al., 2013; 2: Aguilar-Aguilar et al., 2014; 3: Salgado- Maldonado et al., 2004; 4: Caspeta-Mandujano, 2000; 5: Santacruz, 2013; 6: López-
Jiménez, 2001; 7: Salgado-Madonado, 2006; 8: Pérez-Ponce de León et al., 1992; 9: Salgado-Maldonado et al., 2005; 10: CNHE 2233; 11: Aguirre-Macedo et al., 2001; 12: Moravec 
et al., 1995; 13: Sandlund et al., 2010 
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Existen pocos estudios utilizando técnicas moleculares en Procamallanus spp., y 

en general para los miembros de Camallanidae. Li et al., (2008) estudiaron la 

estructura genética poblacional de P. fulvidraconis en el pez gato Pelteobagrus 

fulvidraco, mientras que los estudios de Wu et al., 2008 establecieron una 

distancia de hasta 20.3% en las regiones de espaciadores trasncritos internos 

(ITS1) entre especies de Camallanus. A nivel de morfología ultraestructutural, 

están los estudios hechos en P. halitrophus (Cárdenas et al., 2005), o la distinción 

morfológica entre Spirocamallanus itsblenni y S. monotaxis con base en sólo una 

diferencia morfológica; la posición de la segunda papila preanal en machos (Rigby 

& Font, 2001).  

El género Rhabdochona 

Los spiruridos incluyen especies parásitas de vertebrados con distintas formas de 

vida (Blaxter et al., 2004; Blaxter, 2011). Entre estas especies, el género 

Rhabdochona es un grupo diverso donde cerca de 98 especies han sido descritas  

(Moravec et al., 2013). Rhabdochona está situado dentro de la familia 

Rhabdochonidae que incluye otros nueve géneros: Beaninema, Fellicola, 

Hepatinema, Heptochona, Johnstonmawsonia, Megachona, Pancreatonema, 

Prosungulonema y Vasorhabdochona (Moravec, 2007). La distribución de 

Rhabdochona es cosmopolita (Moravec et al., 2010), parasitando en su mayoría a 

peces de agua dulce (Moravec et al., 2012), que representan el hospedero 

definitivo donde el nematodo madura y se reproduce, mientras que efemerópteros 

pueden actuar como hospederos intermediarios (Moravec, 2007). 

Moravec (1972) subdividió a Rhabdochona en cinco subgéneros: Rhabdochona, 

Globochona, Globochonoides, Sinonema y Beaninema, con base en el número de 

dientes en el prostoma y la morfología de la cauda de la hembra (Moravec, 1975), 

y consideró a los filamentos o protuberancias en los huevos como caracteres 

importantes pero no diagnósticos (Moravec, 1975). Sin embargo, otra clasificación 

ampliamente aceptada, es la propuesta por Chabaud (1975) que dividió al género 

en tan solo tres subgéneros: Rhabdochona, Filochona y Globochona, con base en 
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las características del huevo; huevos sin filamentos, huevos filamentados y huevos 

con glóbulos, respectivamente (Chabaud, 1975  en Pinto et al., 2010).  

La hipótesis evolutiva de Rhabdochona sustentada en el conocimiento 

morfológico, lo considera de origen marino; a partir del Cretácico temprano 

diversificó a peces de agua dulce en cuencas cercanas al mar de Tetis, es decir, al 

sur de Laurasia y norte de Gondwana (Mejía-Madrid et al., 2007). La presencia de 

Rhabdochona en peces ciprínidos sugiere una relación coevolutiva (Moravec, 

2010). Aparentemente el género se originó en Norte América y posteriormente 

colonizó hacia Centroamérica y Sudamérica con los peces Characiformes y 

probablemente otros hospederos (Moravec, 2010), después de emerger el Itsmo 

de Panamá (Mejía-Madrid et al., 2007). Sin embargo, la morfología de especies 

neotropicales de Rhabdochona, como la presencia de procesos cuticulares en la 

cauda, muestra mayor afinidad con las especies de África, particularmente con 

especies de Etiopía (Moravec, 2007). La reconstrucción filogenética de 

habdochona empleando datos morfologícos, lo sitúa como un grupo monofilético, 

pero las especies distribuidas en América no se encuentran cercanamente 

relacionadas, mostrando relaciones geográficas Trans-Pacífico (Mejía-Madrid et 

al., 2007). Las 21 especies americanas, incluyen tres especies reportadas en 

cáracidos; R. mexicana, R. acuminata y R. uruyeni (Moravec, 1998; Pinto et al., 

2009), donde R. acuminata es la especie con la distribución más amplia, desde 

México hasta la Patagonia, Argentina (Cremonte et al., 2002).  

En México existen tres géneros de la familia Rhabdochonidae: Vasorhabdochona, 

Beaninema, y Rhabdochona, siendo éste último el más diverso con 12 especies 

descritas, distribuidas en ambas regiones biogeográficas Neártica y Neotropical 

(Moravec et al., 2012). Las especies de Rhabdochona registradas en México, 

presentan una especificidad hospedatoria variable (Fig. 5), por ejemplo, R. kidderi 

ha sido reportada en 18 especies de hospederos incluidas en siete familias 

(Garrido-Olvera et al., 2006; Salgado-Maldonado, 2006), en contraste las especies 

R. salgadoi o R. mexicana se encuentran restringidas a una sola familia de 

hospederos (Caspeta-Mandujano, 2000; Pinacho-Pinacho et al., 2015).  La amplia 
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distribución de Rhabdochona en México y gran número de especies en contraste 

con otros géneros de parásitos de peces de agua dulce, los hace modelos ideales 

para proponer patrones geográficos y probar hipótesis evolutivas de asociaciones 

parásito-hospedero. Este es el caso de R. mexicana, una especie Neotropical 

asociada con peces de la familia Characidae, en particular con A. mexicanus y A. 

aeneus (Fig. 5).  

Los caracteres diagnósticos de R. mexicana es una cauda cónica y sin 

terminación en punta, huevo maduros sin filamentos, 10 dientes en el prostoma y 

ocasionalmente 11 (Caspeta-Mandujano, 2010), al igual que R. kitsutchi (parásito 

de Oncorhynchus kisuth, Salmoniforme, en Canadá), R. catostomi (de Catostomus 

sp., Cypriniformes, en Canadá), R. paxmani y R. salmonis (de Oncorhynchus 

mykiss en California, EUA) (Caspeta-Mandujano et al., 2000). Además, R. 

mexicana tiene deiridios bifurcados al igual que R. ahuhuellensis y R. lichtenfelsi, 

parásitos de goodeidos y R. kitsuchi, R. paxmani, R. salmonis, parásitos de 

salmónidos que no están relacionados filogeneticamente a los goodeidos (Mejía-

Madrid et al., 2003). 
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Figura 5. Especificidad hospedatoria de las especies de Rhabdochona 
descritas en México.  Número de especies de hospederos de cada especie de 

nematodo y familias compartidas entre especies de parásitos.  

Rhabdochona mexicana se distribuye actualmente tan solo en México, habiéndose 

registrado hasta antes del presente estudio en 20 localidades de ocho estados de 

la República Mexicana, entre la región central y sur del país (Fig. 6, Tabla 2) 
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Figura 6. Registros previos de R. mexicana en hospederos de Astyanax spp.  

Existen escasos estudios utilizando marcadores moleculares en Rhabdochona; 

por ejemplo, a partir del gen 18S rDNA, el género fue situado dentro del Clado III 

(suborden Spirurina) de los nematodos y el género Spinitectus resultó su grupo 

hermano (Nadler et al., 2000). A nivel poblacional, únicamente R. lichtenfelsi ha 

sido estudiada como parásito de goodeidos en el Centro de México (Mejía-Madrid 

et al., 2007). 
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Tabla 2. Registros previos de Rhabdochona mexicana   
Estado Localidad Referencia geográfica Hospedero Referencia 

    Norte Oeste     
Chiapas Puente La Calzada 15° 57' 04'' 91° 39' 46'' A. aeneus 1 

 Río Palenque 17° 12' 57''   92° 06' 22'' A. aeneus 1 
  Río Suchiapa, José María Garza 16° 36' 36''   93° 05' 03''  A. aeneus 1 
Guerrero Río Petatlán 17° 35' 31'' 99° 00' 27''  A. fasciatus* 2; 3 
  Laguna Tres Palos - - A. fasciatus* 4 
Jalisco Río Ayuquila, Achacales 19° 42' 24''  104° 08' 60''  A. aeneus 5 
Morelos Río Amacuzac, Amacuzac 18° 38' 47''  99° 27' 02'' A. fasciatus* 3 

 
Río Amacuzac, Contlalco 18° 38' 58'' 99° 27' 38'' A. fasciatus* 3 

  Río Amacuzac, Las Planchas 18° 49' 03'' 99° 30' 14'' A. fasciatus* 3 
Oaxaca Arroyo San Juan Bautista 17° 43' 13''  96° 18' 46'' A. aeneus 6 
  Arroyo Santiago Dominguillo 17° 41' 16'' 96° 56' 02'' A. aeneus 6 

 
Puente Valle Nacional 17° 46' 15''  96° 18' 33'' A. aeneus 6 

  Río Cuyotepeji 17° 57' 35''  97° 41' 06'' A. fasciatus* 2; 3 

 
Río Petlalcingo 18° 04' 35''  97° 55' 29''  A. fasciatus* 2; 3 

  Río San Agustín Atenango 17° 39' 03''  97° 57' 00'' A. fasciatus* 2; 3 

 
Río Grande, Guelatao 17° 18' 26''  96° 30' 38''  A. aeneus 6 

Querétaro Río Estórax, El Oasis 21° 00' 27''  99° 42' 43''  A. mexicanus 2; 5; 7 

 
Río Estórax 21° 02' 11''  99° 50' 45''  A. mexicanus 2; 5 

San Luis Potosí Arroyo Fracción Sánchez 21° 47' 10'' 100° 41' 13'' A. mexicanus 2; 5 

 
Canoas 22° 9.79''  99° 32' 36.55'' A. mexicanus 7 

  Río Gallinas, Arroyo Canoas 21° 56' 47''  99° 23' 47'' A. mexicanus 5 

 
Río Gallinas, El Rascón 21° 59' 06'' 99° 15' 27'' A. mexicanus 2; 5 

  Vereda 21° 02' 35.34'' 99° 50' 30.5'' A. mexicanus 7 
Veracruz Los Tuxtlas, Lago Escondida 18° 38' 09''  95° 07' 28''  A. aeneus 6 
*A partir de los estudios de Ornelas-García et al., (2008) A. fasciatus no se considera distribuido en México, por lo 
tanto, los registros posiblemente corresponden a A. aeneus 

REFERENCIA: 1: Salgado-Maldonado et al.,2011; 2: Caspeta-Mandujano et al.,2000; 3: Salgado- Maldonado et 
al.,2001; 4: Violante-González et al., 2007; 5: Salgado-Maldonado et al.,2004: 6: Salgado-Maldonado et al., 2005; 
7: Santacruz, 2013 
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El hospedero; Astyanax 

En la familia Characidae se incluye el género Astyanax, distribuido ampliamente 

en América con más de 210 especies (Eschemeyer, 2014 en Ornelas-García & 

Pedraza-Lara, 2016). Las poblaciones de Astyanax spp. distribuidas en Norte 

América y Centroamérica forman un grupo monofilético que migró desde 

Sudamérica antes del cierre del Itsmo de Panamá hace cerca de 8 millones de 

años (Ornelas-García et al., 2008), mediante puentes que conectaban ambas 

partes del continente y permitieron que muchas especies se intercambiaran de 

norte a sur (Winston et al., 2016) en el llamado „Gran Intercambio Biótico 

Americano‟ (Stehli & Webb, 1985).  

El número de especies de Astyanax distribuidas en esta región es controversial; la 

hipótesis más aceptada considera tres especies: A. aeneus, A. mexicanus y A. 

caballeroi, pero se han encontrado al menos cinco linajes en México (Ornelas-

García et al., 2008). Sin embargo, hipótesis con base en caracteres morfológicos 

infieren casi 27 especies en México y Centroamérica (Schmitter-Soto, 2016). De 

acuerdo a Ornelas-García et al., (2008), se considera a A. mexicanus la especie 

con la distribución más norteña entre todos los Astyanax, desde el centro de 

México hasta el Río Colorado en Texas (Miller et al., 2009). Por su parte, A. 

aeneus se distribuye desde el río Papaloapan hasta algunas áreas de 

Centroamérica (Bussing, 2002; Miller et al., 2005), con ciertas áreas de contacto y 

flujo génico entre ambas especies (Hausdorf et al., 2011 en Ornelas-García & 

Pedraza-Lara, 2016). Mientras que A. caballeroi es endémica en el Lago de 

Catemaco, Veracruz (Ornelas-García et al., 2014).  

Cuando poblaciones ancestrales de Astyanax se dispersaron hacia el norte y 

llegaron a México, algunas de ellas lograron colonizar ambientes de cueva en al 

menos tres eventos de colonización (Gross, 2012), que conllevó a la presencia 

actual en 32 cuevas en el noreste de México de individuos de A. mexicanus (Fig. 

7) (Espinasa in prep, 2017).  



31 
 

Estás poblaciones de cueva sufrieron múltiples adaptaciones que convergieron a 

un fenotipo troglobio (Fig. 8), es decir, ausencia de ojos y pigmentación, dando 

lugar a un paralelismo evolutivo. Otras diferencias también evolucionaron en las 

cuevas, como modificaciones en el cerebro: telencéfalo, cerebelo y bulbos 

olfatorios más grandes, tectum óptico reducido (Jeffery, 2001); aumento en el 

número de papilas gustativas, cambios en el esqueleto craniofacial (Gross et al., 

2014); mayor número de neuromastos, etc. (Jeffery, 2001). Los peces de cuevas 

además poseen diferentes comportamientos que en conjunto han sido nombrados 

„síndrome del comportamiento del pez de cueva‟ (Elipot et al., 2014), en que se 

incluyen la pérdida del comportamiento de cardumen (Kowalko et al., 2013), 

disminución de la agresión (Elipot et al., 2013), modificaciones en angulo de 

alimentación (Kowalko et al., 2013) y una atracción hacia las vibraciones 

(Yoshizawa et al., 2010). Por lo tanto, parece que el pez de cueva ha evolucionado 

estrategias diferentes para encontrar comida, reproducirse y orientarse 

físicamente. 

Todas estas características aunadas a la interfertilidad entre poblaciones de cueva 

y superficie permiten hacer experimentos comparativos y complementarios para 

dilucidar los mecanismos que produjeron los cambios adaptativos. Esto ha 

convertido a A. mexicanus en un modelo de estudio (Jeffery, 2001; Borowsky, 

2008) de numerosos temas, como el sueño (Yoshizawa et al., 2015), el ritmo 

circadiano (Beale et al., 2013), la obesidad (Aspiras et al., 2015), la formación de 

mapas espaciales en oscuridad (Santacruz et al., 2015) o la regeneración 

(Yamamoto, comunicación personal), entre otros.  

Astyanax mexicanus representa un modelo ideal para contestar preguntas 

evolutivas tales como ¿cuáles son las características que le ha permitido a esta 

especie colonizar una y otra vez las cuevas y presentar tales paralelismos 

adaptativos en todas sus poblaciones troglobias? ¿Qué especies de parásitos han 

conservado? ¿La divergencia de los peces de cueva han modificado 

morfoógicamente o genéticamente a sus parásitos?  
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Figura 7. Distribución de las poblaciones de A. mexicanus de cuevas. La 

mayoría de las cuevas están localizadas en la Sierra del Abra. Las poblaciones 

enmarcadas en rojo corresponden a una primera oleada de colonización, mientras 

que las poblaciones de cueva en los recuadros verde fueron colonizadas en una 

segunda oleada más reciente. Imagen tomada de Gross (2012). 

Los helmintos de las especies de Astyanax parecen haberlo acompañado desde 

su origen en el sur del continente, conformando una fauna de parásitos principal. 

Al menos 41 especies de helmintos parasitan Astyanax (Pérez-Ponce de León & 

Choudhury, 2010), siendo algunas exclusivas del género, como las especies de 

los géneros de digeneos Wallinia (W. mexicana) (Pérez-Ponce de León et al., 

2015), y Auriculostoma (A. totonacapanensis y A. lobatum, Razo-Mendivil et al., 

2014 Hernández-Mena et al., 2016), o los nematodos P. neocaballeroi y R. 

mexicana, que son objeto del presente estudio.  
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Figura 8. Morfotipos de Astyanax mexicanus habitantes de cuevas y de 
superficie. A) Fenotipo de las poblaciones de superficie de A. mexicanus, B) A. 

mexicanus de cueva Pachón, donde se muestra la ausencia de ojos y 

pigmentación.   

La co-diversificación parásito-hospedero  

En las asociaciones parasitarias los parásitos están asociados a sus hospederos, 

y en ocasiones específicamente a una sola especie, por lo tanto, eventos de 

especiación en el hospedero, pueden generar una barrera reproductiva en las 

poblaciones de parásitos (Avise, 2004). La repetición de estos eventos puede dar 

lugar a una concordancia en filogenias comparadas entre parásitos y hospederos. 

Desde Fahrenholz (Eichler 1948 en Falks & Perkins, 2013), se propuso que la 

diversificación de los parásitos refleja la de sus hospederos, pero ¿qué tan común 

es la co-especiación? La concordancia entre las filogenias no es el fenómeno más 

frecuente en la naturaleza, „es la excepción a la regla‟ (Avise, 2004). Existen otros 

procesos evolutivos que intervienen en la diversificación y generan otros patrones, 

por ejemplo, eventos de duplicación (especiación en el mismo hospedero), 

extinción o cambio de hospedero (Paterson & Gray, 1997). Por ejemplo, en el 

género de nematodos Rugopharynx, parásitos del ualabí y el canguro en Australia 

no hay evidencia de coevolución hospedero-parásito y más bien se observa un 

patrón de cambio de hospedero en la evolución del género de nematodos (Chilton 

et al., 2016).  

En el modelo de estudio Rhabdochona-Astyanax; Procamallanus-Astyanax, 

ambos nematodos tienen una alta especificidad hospedatoria con Astyanax. La 

teoría sugiere que la especificidad hospedatoria moldea la diversificación de los 
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parásitos y su estructura genética, mediada por la capacidad de dispersión del 

hospedero, y el flujo génico que puede ser regulado por el número de especies 

que un parásito puede infectar. Por lo tanto, es posible que se observen patrones 

en común entre Astyanax y sus nematodos, aun cuando estos parecen no 

acompañar a su hospedero en toda su distribución.  
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III. HIPÓTESIS  
 

Las poblaciones de Procamallanus neocaballeroi y Rhabdochona mexicana 

representan una sola especie a lo largo de su área de distribución, pese al 

aislamiento geográfico y diferencias de sus hospederos. 

 

A partir de esta hipótesis, se plantearon los siguientes objetivos: 

 

IV. OBJETIVOS 
 

 Reconocer la posible presencia de especies crípticas a partir del análisis de 

prospección molecular. 

 

 Estimar la divergencia genética de Rhabdochona mexicana y 

Procamallanus neocaballeroi en Astyanax spp. a lo largo de su distribución 

utilizando marcadores nucleares y mitocondriales.  

 

 Realizar análisis filogenéticos de los individuos de diferentes poblaciones 

de ambas especies a lo largo de su área de distribución en busca de 

monofilia recíproca. 

 

 Analizar la variación morfológica de los individuos de P. neocaballeroi y R. 

mexicana en Astyanax spp., y su correlación con la potencial variación 

molecular. 

 

 En el caso de la especie P. neocaballeroi, analizar la divergencia genética 

entre las poblaciones que habitan en Astyanax mexicanus en ambientes de 

superficie con respecto a aquellos que habitan en cuevas. 
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METODOLOGÍA GENERAL 
 
Colecta de los hospederos  
Individuos de Astyanax aeneus y A. mexicanus fueron colectados en 50 

localidades (Tabla 3; Fig. 9) de México, Guatemala y Honduras, utilizando distintas 

artes de pesca, en el periodo comprendido entre 2013 y 2016. Los peces fueron 

sacrificados para llevar a cabo el análisis parasitológico, en el cual se revisaron los 

órganos internos del hospedero. Los nematodos encontrados fueron separados 

por morfoespecie, fijados en formol caliente al 4% para análisis morfológico y en 

etanol 100% para el análisis molecular.  

Figura 9. Sitios de colecta de A. aeneus, A. mexicanus y A. caballeroi. Se 
muestran los puntos de colecta positivos para R. mexicana y P. neocaballeroi 
indicando la especie de hospedero, las localidades en que los parásitos están en 
simpatría, y los sitios donde se encontró el hospedero pero no los nematodos de 
interés.  
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Tabla 3. Localidades de colecta y número de individuos de cada 
especie de nematodo parásito de A. aeneus y A. mexicanus 
País/Estado Localidad Especie 

hospedero N 
Coordenadas Especie 

nematodo Norte Oeste 
México             
Campeche La Libertad, Escárcega A. aeneus - 18° 30' 

53.77'' 
90° 30' 6.44'' P. neocaballeroi 

  Mamantel A. aeneus - 18° 32' 
31.09" 

91° 5' 51.09" X 

 Río Champoton, San 
Antonio del Río 

A. aeneus -  19° 19' 
13.32'' 

90° 33' 21.52'' P. 
neocaballeroi, 
R. mexicana 

  Salto Grande, Candelaria A. aeneus - 18° 11' 
46.01" 

91° 7' 10.48" X 

Chiapas Finca Santa Ana, 
Pichucalco 

A. aeneus - 17° 34' 
14.81" 

93° 3' 55.56" X 

  Gregorio Méndez A. aeneus - 17° 27' 1.97'' 91° 35' 48.37'' P. neocaballeroi 
 Metzabok A. aeneus - 17° 7' 3.41''  91° 37' 

54.61'' 
R. mexicana 

Durango San Juan Francisco 
Javier de Lajas 

A. mexicanus 4 - - X 

Jalisco Arroyo Manántlan A. aeneus - 19° 41' 
45.99" 

104° 8' 32.33" X 

  Barranca el Limón, Santa 
María del Oro 

A. aeneus - 19° 35' 
48.70" 

102° 54' 
14.98" 

X 

 Río La Rosa, San 
Vicente, Tamazula 

A. aeneus - 19° 38' 
56.04'' 

103° 15' 
24.59'' 

R. mexicana 

Morelos Real de Coacalco, 
Yautepec 

A. aeneus - 18° 51' 
35.56'' 

 99° 4' 33.23'' R. mexicana 

 Río Amacuzac, El Chisco A. aeneus - 18.45° 80' 
73'' 

95.19° 04' 02'' R. mexicana 

Oaxaca Nacimiento del Río 
Tehuantepec 

A. aeneus - 16° 53' 
57.68" 

96° 9' 57.33" R. mexicana 

 Río Grande, Matias 
Romero 

A. aeneus - 16° 47' 
30.81" 

95° 1' 0.50" X 

  San Juan del Río A. aeneus - 19° 19' 
14.54" 

99° 11' 39.34" X 

Tamaulipas Carr. A Cd. Victoria, Soto 
La Marina 

A. mexicanus 7 23° 42' 55'' 98° 49' 07'' X 

  Plan de Ayala A. mexicanus 5 23° 34' 02.2'' 99° 24'' R. mexicana 
 Puente Guemez A. mexicanus - 23° 54' 

43.25" 
99° 6' 48.68" X 

  Río Purificación A. mexicanus 10 24° 05' 21.3'' 99° 09' 54'' X 
 Río Guayalejo, La Peñita A. mexicanus - 23° 19' 

39.59'' 
99° 01' 39.22'' P. neocaballeroi 

Querétaro Río Jalpán, Santa María, 
Jalpán 

A. mexicanus - 21° 12' 
14.76'' 

99° 28' 28.2'' P. 
neocaballeroi, 
R. mexicana 

San Luis 
Potosí 

Arroyo Lagartos, Praxis 
de Guerrero 

A. mexicanus 13 - - X 

  Canoas A. mexicanus 2 22° 0' 9.79'' 99° 32' 36.54'' R. mexicana 
 Cascada Micos A. mexicanus - 22° 21' 

12.42" 
98° 20' 38.52" X 

  Cueva Arroyo A. mexicanus 10 - - X 
 Cueva Chica A. mexicanus 15 21° 51' 

35.16'' 
98° 56' 11.87'' P. neocaballeroi 

  Cueva Molinos A. mexicanus 10 - - X 
 Cueva Pachon A. mexicanus 19 - - X 
  Cueva Pichijumo A. mexicanus 1 - - X 
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 Cueva Sabinos A. mexicanus 24 22° 6' 0'' 89° 55' 59.99'' P. neocaballeroi 
  Nacimiento del Río 

Huichihuayán 
A. mexicanus - 21° 28' 48' 98° 58' 1.99'' P. neocaballeroi 

 Río Gallinas, Rascón A. mexicanus - 21° 57' 
59.25" 

99° 14' 41.92" X 

  Vereda A. mexicanus 8 21° 2' 35.34'' 99° 0' 0'' R. mexicana 
Tabasco Camino a Coronel 

Traconis 
A. aeneus 10  17° 56' 

13.15" 
 92° 48' 
41.09" 

P. neocaballeroi 

Veracruz Afluente Río Actopan, 
Loc. La Esperanza 

A. aeneus - 19° 28' 
53.95" 

96° 33' 16.33" R. mexicana 

 Agua Dulce A. aeneus - 18° 7' 45.49'' 94° 11' 19.99'' P. neocaballeroi 
  Catemaco A. caballeroi - 18° 25' 00'' 95° 07' 00'' P. neocaballeroi 
 El Crucero, Paso de 

Ovejas 
A. aeneus - 19° 19' 1.35" 96° 32' 11.59" R. mexicana 

  Laguna Encantada, San 
Andrés, Tuxtla 

A. aeneus - 18.45° 80' 
73'' 

95.19° 04' 02'' R. mexicana 

 Paso del Macho A. aeneus - 18° 58' 
18.80" 

96° 43' 53.32" X 

  Puente Galeana, 
Tecolutla 

A. mexicanus - 20° 25' 44'' 97° 3' 14'' P. neocaballeroi 

 Río Nautla, Camino a 
Mizantla, En "El Jasco" 

A. mexicanus - 20° 6' 31.77'' 96° 47' 11.23'' P. neocaballeroi 

  Río Paso de Ovejas, 
Pueblo el Crucero 

A. aeneus - 19° 19' 1.35'' 96° 32' 11.59'' R. mexicana 

 Río Tonola, Agua Dulce A. aeneus - 18° 7' 45.49'' 94° 11' 19.99'' P. neocaballeroi 
Yucatán Cenote Noc-Ac A. aeneus - 21° 4' 23.00" 89° 43' 14.00" X 
Guatemala Guatemala A. aeneus - 14° 16' 16''  90° 53' 59'' R. mexicana 
  Puente Sansare A. aeneus - 14° 44' 52'' 90° 06' 33'' R. mexicana 
 Río las Cabezas, 

Saranate 
A. aeneus - 14° 44' 23"  90° 4' 52" R. mexicana 

Honduras Baja Mar A. aeneus - 15° 53' 4"  87° 52' 24" X 
X: sitios negativos para ambas especies de parásitos     
 
Análisis morfológico 
Los nematodos fijados en formol caliente al 4%, y algunos ejemplares 

almacenados en alcohol, fueron aclarados en una solución 1:1 de glicerol-alcohol 

70%, medidos y fotografiados en un microscopio invertido motorizado Olympus 

IX81, mediante microscopía de luz e iluminación Normarski. Individuos 

seleccionados fueron preparados para microscopía electrónica de barrido (MEB), 

a través de  deshidrataciones graduales en alcohol, a partir de una concentración 

del 30% hasta el 100%, secadas a punto crítico con CO2, montadas en 

portamuestras con cinta de carbono, recubiertas una mezlca de oro-paladio, y 

observadas en un microscopio Hitachi SU1510.  

Los esquemas de cada morfotipo encontrado se hicieron con una cámara clara 

acoplada a un microscopio Olympus BX51 y editadas en Adobe Illustrator CS6. 
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Algunos ejemplares de R. mexicana y P. neocaballeroi depositados en la 

Colección Nacional de Helmintos (CNHE) del Instituto de Biología, UNAM, fueron 

revisados para contrastar la morfología con los ejemplares obtenidos en este 

estudio.  

Análisis molecular 
Para el análisis morfológico de cada individuo se preservó la región anterior y 

posterior de cada individuo para el análisis morfológico (hologenóforo sensu Pleijel 

et al., 2008). La extracción de ADN genómico de nematodos individuales, se llevó 

a cabo colocando la muestra en 100 μl de solución de lisis (100 mM Tris HCl, 200 

mM NaCl, 0.5M EDTA pH8, 10% Sarkosyl) y se añadió  proteínasa K previo a la 

incubación de 8 h a 56°C (ocasionalmente agitando el tubo). Después de la 

disolución del tejido, se añadió DNAzol® Reagent (Invitrogen, cat. 10503027) de 

acuerdo a las instrucciones del fabricante. Para la extracción de ADN también se 

utilizó para la extracción de ADN el kit REDExtract-N-Amp™ Tissue PCR Kit 

(Sigma, cat. XNAT) siguiendo el protocolo del fabricante. Las condiciones óptimas 

para una amplificación específica se obtuvieron probando varias temperaturas de 

alineamiento. Se amplificaron dos regiones nucleares; el gen 18S y el gen 28S 

rDNA, además, una región mitocondrial que corresponde al gen citocromo oxidasa 

subunidad 1 (Cox1). Los primers empleados se enlistan en la Tabla 4, Fig. 10.  

Las reacciones de PCR (25 μl) consistieron en 2 μl de DNA genómico, 1 μl de 

cada cebador (10 pmol cada uno), 0.125 μl Taq DNA Polymerase (Vivantis, cat. 

PL1202), 2.5 μl dNTP (2 mM), 1.5 μl MgCL2, y 14.375 μl de ddH2O. Las 

condiciones del PCR para los cebadores JB3-JB4.5 y pr-a–pr-b fueron las 

siguientes: desnaturalización inicial de 94°C por 2 min; 30 ciclos de 94°C por 1 min 

(desnaturalización), 40°C por 1 min (alineación), 72°C por 2 min (extensión) y 

72°C por 7 min (extensión final). Para los cebadores COIintF-COIintR: 

desnaturalización inicial de 94°C por 2 min, seguido de 30 ciclos de 94° por 1 min, 

45°C por 1 min, 72° por 2 min y una extensión final de 72° C por 7 min.  Para las 

combinaciones de cebadores LCO-HCO y 507-HCO las condiciones fueron: 

desnaturalización inicial de 94°C por 2 min, seguido de 30 ciclos de 94° por 1 min, 

48°C por 1 min, 72° por 2 min y una extensión final de 72° C por 7 min. Para los 
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cebadores para 28S rDNA fueron: desnaturalización inicial de 94°C por 2 min; 30 

ciclos de 94° por 1 min, 50°C por 1 min, 72° por 2 min y una extensión final de 

72°C por 7 min. Para amplificar la región 18S rDNA el programa fue: 

desnaturalización inicial de 94°C por 4 min, seguido de 33 ciclos de 94°C por 30 s, 

54°C por 30s, 72°C por 1 min, y una extensión final de 7 min a 94°C. Los 

productos de PCR fueron purificados enzimáticamente con ExoSAP (Affymetrix, 

cat. 78201), y secuenciados en las instalaciones del Laboratorio de Secuenciación 

Genómica del Instituto de Biología-UNAM, y en el High Througput Genomics Unit 

de la Universidad de Washington, EUA.  

 

Tabla 4. Secuencias de primers utilizados para amplificar marcadores 
nucleares y mitocondriales  

Nombre del 
primer Región Secuencia (5´-3´) Referencia 

JB3  Cox1 F: TTTTTTGGGCATCCTGAGGTTTAT Gasser et al., 1999 
JB4.5  Cox1 R: TAAAGAAAGAACATAATGAAAATG Gasser et al., 1999 
pr-a  Cox1 F: TGGTTTTTTGTGCATCCTGAGGTTTA Bessho et al., 1992 
pr-b Cox1 R: AGAAAGAACGTAATGAAAATGAGCAAC Bessho et al., 1992 
COIintF Cox1 F: TGATTGGTGGTTTTGGTAA Casiraghi et al., 2001 
COIintR Cox1 R: ATAAGTACGAGTATCAATATC Casiraghi et al., 2001 
LCO1490 Cox1 F: GGTCAACAAATCATAAAGATATTGG Folmer et al., 1994 
HCO2198/588 Cox1 R: TAAACTTCAGGGTGACCAAAAAATCA Folmer et al., 1994 
507 Cox1 F: AGTTCTAATCATAARGATATYGG Nadler et al., 2006 
391 28S rDNA F: AGCGGAGGAAAAGAAACTAA  Nadler & Hudspeth, 1998 
502 28S rDNA F: CAAGTACCGTGAGGGAAAGTTGC García-Varela & Nadler., 2005 
536 28S rDNA R: CAGCTATCCTGAGGGAAAC García-Varela & Nadler., 2005 
G18S4 18S rDNA F: GCTTGTCTCAAAGATTAAGCC Nadler et al., 2000 
136 18S rDNA R: TGATCCTTCTGCAGGTTCACCTAC Nadler et al., 2000 
649 18S rDNA R: TAAGAACGGCCATGCACCAC Nadler et al., 2000 
ssU18A 18S rDNA F: CATGAAAGATTAAGCCATG - 

ssU26R 18S rDNA R: CATTCTTGGCAAATGCTTTG - 
 
(F) primer forward; (R) primer reverse.   
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Figura 10. Diagrama esquemático de la posición relativa de los primers. Las 

flechas indican la dirección de la amplificación de cada primer durante el PCR. 

PCR: primer utilizado en la amplificación, SEQ: primer utilizado en la reacción de 

secuenciación. 

Análisis filogenéticos 
Las secuencias obtenidas fueron ensambladas en el programa Geneious v4.8.4 

(http://www.geneious.com, Kearse et al., 2012). Posteriormente, se alinearon con 

el algoritmo de ClustalW v2 (ClustalW2) del EMBL-EBI (McWilliam et al., 2013).  El 

modelo de evolución para cada marcador molecular, se obtuvo mediante 

jModelTest v2.1.7 (Darriba et al., 2012) y fue seleccionado mediante el criterio 

Akaike (AIC). Los análisis filogenéticos se llevaron a cabo mediante dos 

aproximaciones; Máxima Verosimilitud (ML) e Inferencia Bayesiana (BI), mediante 

los programas RAxML 1.3 (Stamatakis, 2014) y Mr. Bayes (Huelsenbeck & 

Ronquist, 2001), respectivamente. Los árboles finales fueron visualizados en 

FigTree v1.4.2 (Rambaut, 2016). Las distancias genéticas observadas (distancia 

p) a nivel intraespecifíco e interespecifíco fueron calculadas en MEGA7 (Kumar et 

al., 2015). 
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Análisis genéticos 
Se utilizó Cox1 como marcador molecular para medir la estructura genética de los 

linajes de Rhabdochona y Procamallanus de Astyanax, a través de varios 

estadísticos implementados en DNASP v. 5.10.1  (Librado & Rozas, 2009): 

número de haplotipos, diversidad haplotipica, promedio de diferencias 

nucleotidicas por sitio (π), tasa de mutación poblacional usando el número de 

sitios segregantes y la distribución del número de diferencias pareadas entre las 

muestras de cada linaje con un análisis de mismatch.  

 

Aislamiento por distancia  
Se calcularon las distancias euclidianas entre pares de localidades de colecta, y 

las distancias genéticas con el marcador mitocondrial Cox1, asumiendo cada 

localidad como poblaciones separadas. Con esta información se evaluó si las 

diferencias genéticas entre poblaciones están asociadas con el aislamiento 

geográfico. Se hizo una prueba de Mantel implementada en el programa en línea 

“Isolation by distance” v3.23 para determinar si la correlación es significativa 

estadísticamente (http://ibdws.sdsu.edu/~ibdws/)  (Bohonak, 2002).  
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RESULTADOS 
 

Los resultados de la tesis están presentados en dos capítulos con formato de 

artículo. El primer artículo describe el análisis de prospección molecular de 

especies en Procamallanus neocaballeroi, y el segundo capítulo expone los 

resultados de variación genética y morfológica en Rhabdochona mexicana. 

Finalmente, la discusión general esboza los puntos en común entre los dos 

géneros de nematodos parásitos de Astyanax.  
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CAPÍTULO I 
 
Prospección molecular de Procamallanus neocaballeroi 

(Nematoda: Camallanidae) en Astyanax spp. (Characidae) 
habitantes de cuevas y de superficie 
 
RESUMEN 
Promacallanus neocaballeroi es un nematodo parásito de la familia Camallanidae 

que se distribuye desde Coahuila, en el norte de México, hasta Nicaragua, 

mostrando una estricta especificidad hospedatoria a dos especies del género 

Astyanax; A. aeneus y A. mexicanus. Esta última tiene poblaciones que habitan en 

diferentes cuencas hidrológicas y también algunas que habitan en cuevas en 

algunas localidades de México. En este estudio, ejemplares de P. neocaballeroi 

fueron recolectados de 10 localidades en México, dos de ellas correspondiendo a 

cuevas. Se generaron secuencias nucleótidicas de un marcador mitocondrial 

(Cox1) y dos marcadores nucleares (18S y 28S rDNA). Las reconstrucciones 

filogenéticas se infirieron a través de Máxima Verosimilitud e Inferencia Bayesiana, 

con base en Cox1, permitieron recuperar tres linajes genéticos, cada uno con un 

patrón geográfico y hospedatorio definido, y divergencias genéticas de 5 a 7% 

entre dichos linajes. El Linaje I agrupó las dos poblaciones de cueva y varias de 

superficie, es decir, mientras que el hospedero ha divergido en varios linajes, las 

poblaciones de Procamallanus Linaje I no reflejan la misma divergencia. El estudio 

morfológico no permitió, por el momento, encontrar diferencias entre linajes. Con 

base en estos resultados, se propone que P. neocaballeroi de Astyanax spp. 

constituye un complejo de especies crípticas.  

Palabras clave: especie críptica, nematodos, Procamallanus, Astyanax.  

 

INTRODUCCIÓN 
Procamallanus neocaballeroi (Nematoda: Camallanidae), fue descrita como 

Spirocamallanus neocaballeroi por  Caballero-Deloya (1977) parasitando a 
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Astyanax fasciatus (= A. caballeroi) del Lago Catemaco, Veracruz. Originalmente 

se describió como Spirocamallanus neocaballeroi. Pertenece a una familia de 

nematodos parásitos de hospederos marinos y de agua dulce (Moravec & Van, 

2015). El género está dividido en seis subgéneros, tres de ellos presentes en 

América (Moravec, 1998). En México, seis especies de Procamallanus son 

conocidas en peces de agua dulce, y sólo una de peces marinos; P. 

chetumalensis de Ariopsis assimilis (González-Solís et al., 2002). Procamallanus 

neocaballeroi es considerado dentro del subgénero Spirocamallanus, por la 

presencia de surcos espirales en la cápsula bucal en ambos sexos (Olsen, 1952). 

Esta especie difiere claramente de las especies congenericas que se distribuyen 

en México, por la presencia de espículas simétricas. Este nematodo tiene una 

amplia distribución; desde Cuatro Ciénegas, Coahuila en la parte norte de México, 

hasta Nicaragua (Aguirre-Macedo et al., 2001) y Costa Rica (Sandlund et al., 

2010). Asimismo, exhibe una estricta especificidad hospedatoria hacia carácidos, 

en particular Astyanax mexicanus y A. aeneus. Astyanax mexicanus se ha 

registrado en 29 cuevas (Jeffery, 2001). Esta especie tiene dos morfos interfertiles, 

uno que habita la superficie y otro que habita cuevas, y tiene características 

troglobias. El origen de Astyanax es complejo, la divergencia entre las poblaciones 

de cueva y superficie ocurrió hace varios millones de años, resultando en múltiples 

colonizaciones de cueva, que repetidamente dieron lugar a un fenotipo troglobio, 

es decir, ocurrió un paralelismo evolutivo (Gross, 2012). Las especies de Astyanax 

distribuidas en México y Centro América, están conformadas por al menos cinco 

linajes genéticamente distintos, que implican la presencia de mayor número de 

especies, además de A. aeneus y A. mexicanus (Ornelas-García et al., 2008). 

 

El surgimiento de los estudios moleculares ha sido de gran importancia en varios 

niveles de la clasificación taxonómica; particularmete, su uso ha sido clave en la 

detección de especies crípticas (Leduc, 2016; Schenk, 2016), es decir, organismos 

morfológicamente indistinguibles, pero genéticamente distintos (Pérez-Ponce de 

León & Nadler, 2010; Nadler & Pérez-Ponce de León, 2011). La teoría sugiere que 

especies de parásitos con amplia distribución y que se encuentran en múltiples 



46 
 

especies de hospederos tienen mayor probabilidad de representar especies 

crípticas. Procamallanus neocaballeroi es altamente específico hacia carácidos, 

sin embargo, parece que junto a su hospedero ha invadido una amplia área 

geográfica, incluyendo ambientes de cueva (Santacruz, 2013). La amplia 

distribución geográfica de la especie, aunada a la divergencia de su hospedero en 

dos ambientes contrastantes hace millones de años, permite realizar un estudio de 

prospección molecular para determinar si es posible que la especie represente un 

complejo de especies crípticas. 

 

El objetivo principal de este estudio es realizar una prospección molecular con el 

fin de detectar especies crípticas en P. neocaballeroi como parásito de Astyanax 

spp., e investigar si existe una diferenciación genética del parásito que este 

correlacionada con los linajes de Astyanax en Norte América, considerando en el 

caso de A. mexicanus a aquellas poblaciones habitantes de cuevas y de 

superficie. 

 
MATERIALES Y MÉTODOS 
Colecta de muestras, extracción de ADN y secuenciación 
Ejemplares de dos especies de Astyanax fueron recolectados de 10 localidades en 

México (Tabla 1, Fig. 1), incluyendo ambientes de cuevas y superficie. Los peces 

se obtuvieron con redes tipo chinchorro o con electropesca, se mantuvieron con 

vida hasta su traslado al laboratorio, donde fueron sacrificados para 

posteriormente ser disectados y obtener los organos internos. Estos fueron 

colocados separadamente en cajas de Petri con solución salina al 0.65%. Los 

nematodos recuperados se fijaron, algunos en alcohol caliente para el estudio 

morfológico y otros se colocaron directamente en OH 100% para el estudio 

molecular. La región intermedia del nematodo se utilizó para los análisis 

moleculares, la región anterior y posterior, se preservó para para los análisis 

morfológicos y como vouchers para ser depositados en la Colección Nacional de 

Helmintos (CNHE).  
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Para el estudio morfológico, los organismos, o los extremos de éstos, fueron 

colocados en glicerina y montados en preparaciones semipermanentes. Para el 

estudio molecular, el ADN genómico fue extraído utilizando el kit de extracción 

REDEextract kit (Sigma) y DNAzol (Thermo Fisher Scientific), siguiendo las 

instrucciones del fabricante. Los PCR fueron hechos en reacciones de 25μl; 

0.125μl de TaqDNA polimerasa (Vivantis), 1μl de cada primer, 2.5 μl dntp 2mM, 

1.5 μl  MgCl2, 2.5 μl Buffer, 14.375 μl de agua libre de nucleasas, y 2μl del 

templado de ADN. Los primers utilizados se enlistan en Tabla 2. Los detalles de 

amplificación para los primers pr-a–pr-b fueron los siguientes: desnaturalización 

inicial de 94°C por 2 min; 30 ciclos de 94°C por 1 min (desnaturalización), 40°C 

por 1 min (alineación), 72°C por 2 min (extensión) y 72°C por 7 min (extensión 

final). Para los primers COIintF-COIintR: desnaturalización inicial de 94°C por 2 

min, seguido de 30 ciclos de 94° por 1 min, 45°C por 1 min, 72° por 2 min y una 

extensión final de 72° C por 7 min. Para las combinaciones de primers LCO-HCO 

y 507-HCO las condiciones fueron: desnaturalización inicial de 94°C por 2 min, 

seguido de 30 ciclos de 94° por 1 min, 48°C por 1 min, 72° por 2 min y una 

extensión final de 72° C por 7 min. Para los primers del marcador 28S rDNA 

fueron: desnaturalización inicial de 94°C por 2 min; 30 ciclos de 94° por 1 min, 

50°C por 1 min, 72° por 2 min y una extensión final de 72°C por 7 min. Para 

amplificar la región 18S rDNA se efectuó la desnaturalización inicial de 94°C por 4 

min, seguido de 33 ciclos de 94°C por 30 s, 54°C por 30s, 72°C por 1 min, y una 

extensión final de 7 min a 94°C. Los productos de PCR fueron purificados 

enzimáticamente con Exo-SAP-IT (Affymetrix) y secuenciados en el Laboratorio de 

Secuenciación Genómica, Instituto de Biología, UNAM.  

 
Análisis filogenéticos  
Las secuencias de ADN fueron ensambladas en Geneoius (Kearse et al., 2012), 

alineadas en la plataforma en línea Clustal W (McWilliam et al., 2013), y 

analizadas visualmente en Mesquite (Maddison & Maddison, 2016), para 

determinar ambigüedades. El modelo de sustitución más adecuado se calculó en 

JModelTest (Darriba et al., 2012) utilizando el criterio de información Akaike (AIC). 
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Las filogenias para cada gen fueron reconstruidas mediante una aproximación de 

Máxima Verosimilitud (ML) y de Inferencia Bayesiana (BI). Se incluyeron en la 

matriz del gen Cox1 las secuencias disponibles en el GenBank de las especies 

Camallanus cotti (EU598890.1), C. hypophthalmichthys (EU598816.1), S. istiblenni 

(KC517405.1) y D. lutrae (EU646614.1) miembro de Dracunculoidea, la familia 

hermana de Camallanoidea (Nadler et al., 2000). Para el análisis del 28S se 

utilizaron las secuencias del GenBank: C. waelhreow (FJ969499.1), C. nithoggi 

(FJ969498.1), C. tuckeri (FJ969497.1) y Camallanus sp. (HQ730896.1), y se 

generó una secuencia de Rhabdochona mexicana para utilizarse como grupo 

externo. En la matriz del marcador 18S se incluyeron las secuencias del GenBank: 

P. monotaxis (JF803931.1), S. istiblenni (EF180076.1), P. annulatus (JF803932.1), 

P. sigani (HM545908.1), S. philippinensis (JF934736.1), P. pintoi (DQ442666.1), 

C. oxycephalus (DQ503463.1), C. lacustris (DQ442663.1), C. cotti (EF180071.1), 

S. rarus (DQ494195.1), P. pacificus (DQ442665.1), P. laevionchus (KP274849.1), 

P. fulvidraconis (JF803914.1), P. cyathopharynx (DQ813445.1) y D. lutrae 

(JF934737.1) como grupo externo. Además, se generaron secuencias para los 

tres marcadores moleculares de especies de Procamallanus de varias especies de 

ciclídos (Cichlidae) y de Procamallanus recuperados en A. montícola (Mugilidae). 

Los análisis de Máxima Verosimilitud fueron realizados en el programa RAxML 1.3 

mediante un análisis completo de bootstrap (Stamatakis, 2014). La reconstrucción 

bayesiana se hizo en MrBayes 3 (Huelsenbeck & Ronquist, 2001). Consistió en 

dos corridas independientes de Cadenas de Markov Monte Carlo (MCMC) por 10 

millones de generaciones con muestreos de áboles cada 1000 generaciones. 

Todos los árboles generados fueron visualizados en in FigTree v1.4.3 (Rambaut, 

2016).  

 

Divergencia genética y aislamiento por distancia 
Las distancias-p no corregidas del marcador mitocondrial Cox1 fueron calculadas 

en MEGA v.6 (Kumar et al., 2015). Las distancias-p en conjunto con las distancias 

geográficas euclidianas, se emplearon para definir si la similitud genética entre las 

poblaciones disminuye cuando aumenta la distancia geográfica, es decir, un 



49 
 

patrón de aislamiento por distancia (Wright, 1940 en Jensen et al., 2005). Los 

resultados se evaluaron con una prueba de Mantel para probar la asociación no 

aleatoria entre ambas matrices (diferencias significativas estadísticamente). El 

análisis se hizo con 10, 000 permutaciones en el programa en línea de Isolation by 

distance v3.23 (http://ibdws.sdsu.edu/~ibdws/)  (Bohonak, 2002). Los análisis se 

hicieron considerando a cada localidad como una población distinta, y se 

compararon entre los linajes recuperados en las reconstrucciones filogenéticas.  

 

Análisis de estructura poblacional 
Las matrices alineadas del marcador Cox1 fueron utilizadas para los análisis 

efectuados en DNAsp (Librado & Rozas, 2009), excluyendo los sitios con gaps del 

alineamiento. El formato de los datos se asignó como haploide usando un código 

genético “mtflatworm”. Se calculó el número de haplotipos, diversidad haplotipica, 

diversidad nucleótidica, D de Tajima e índice Nei. Para determinar la estructura 

poblacional, se calculó Fst entre cada par de poblaciones en el programa 

ARLEQUIN v3.5.2.2 (Excoffier & Lischer, 2010). Se construyó una red de 

haplotipos usando Minimun Spanning Network (Bandelt et al., 1999) utilizando 

Population Analysis with Reticulate Trees (PopART) (http://popart.otago.ac.nz) 

(Leight & Bryant, 2015). 

 
RESULTADOS 
Relaciones filogenéticas con base en las secuencias mitocondriales 
Se generaron 40 secuencias del gen Cox1 de P. neocaballeroi recolectados de A. 

mexicanus, A. aeneus y A. caballeroi. El alineamiento final consistió de 70 

terminales, incluyendo las 40 secuencias de P. neocaballeroi y 26 secuencias de 

otras tres especies de Procamallanus, con una longitud de 806 pares de bases. El 

análisis se corrió utilizando GTR+G+I como el mejor modelo de sustitución. Los 

análisis con Máxima Verosimilitud e Inferencia Bayesiana produjeron topologías 

similares, ambos recuperando tres linajes separados por especie de hospedero 

cada uno con altos valores de bootstrap y probabilidad posterior (Fig. 2). El primer 

linaje incluye a la especie nominal P. neocaballeroi de la localidad tipo (Lago de 
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Catemaco, Veracruz), y dos localidades más (Puente Galeana, en el Río Tecolutla 

- PGT y en el Río Nautla, camino a Mizantla - RNJ, ambos también en Veracruz) 

(Tabla 1), parasitando inclusive carácidos que ocurren en simpatría, A. aeneus y 

A. caballeroi. El segundo linaje incluye las poblaciones que se encuentran más al 

norte de la distribución de P. neocaballeroi (cueva Sabinos y cueva Chica), así 

como poblaciones de superficie de Tamaulipas, Querétaro y San Luis Potosí, 

todos en A. mexicanus. Las dos localidades de cueva se agrupan en subclados 

distintos, que también contienen a las poblaciones de superficie. Un tercer linaje 

está conformado por ejemplares de P. neocaballeroi que parasitan a A. aeneus de 

Campeche (LLE) y Veracruz (RTA) (Tabla 1).  

 

Relaciones filogenéticas con base en las secuencias nucleares 
Los árboles obtenidos con las regiones del gen 28S y 18S rDNA no recuperan los 

tres linajes genéticos obtenidos con el gen mitocondrial, y muestran una menor 

resolución en relación a la relación entre los tres linajes (Fig. 3 y 4). La posición 

filogenética de P. neocaballeroi con base al gen 18S rDNA, la coloca como 

especie hermana de P. pintoi. La parafilia con el género Camallanus se mantiene 

como había propuesto previamente Nadler et al., (2007). 

 

Divergencia genética y aislamiento por distancia 
La divergencia genética entre los linajes fue mayor al 5% entre cada linaje del 

complejo Procamallanus-Astyanax (Tabla 3): variando de 5.11% a 6.79%, donde 

el valor más alto corresponde a la distancia genética entre P. neocaballeroi y 

Procamallanus Linaje I. La variación intra-especifíca fue de 0.40% a 1.76%, siendo 

el valor más bajo de Procamallanus Linaje I y el valor más alto a P. neocaballeroi. 

  

No se observó un patrón significativo de aislamiento por distancia, aun cuando la 

correlación fue alta: P. neocaballeroi (prueba de Mantel, r= 0.9587) y 

Procamallanus Linaje I (prueba de Mantel, r= 0.8484, p= 0.0574). Las gráficas de 

las correlaciones entre las distancias genéticas y geográficas se muestran en la 
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Fig. 6. Procamallanus linaje II no fue analizado porque está representado 

únicamente por dos localidades.  

 

Análisis de estructura poblacional 
Los valores de diversidad genética  se muestran en la Tabla 4. Los linajes de 

Procamallanus-Astyanax mostraron alta diversidad genética: la haplotipica fue de 

0.250 a 0.858, y la nucleotidica de 0.00247 a 0.01050, con P. neocaballeroi 

mostrando la mayor diversidad genética. 

 

Los valores de Fst (Tabla 5) fueron altos entre todas las poblaciones comparadas, 

lo que indica elevada diferenciación genética, es decir, poco flujo génico y alta 

deriva génica. Los valores más altos fueron entre las poblaciones de 

Procamallanus Linaje I de Cueva Chica y Cueva Sabinos, aspecto que sugiere 

poblaciones más aisladas y con mayor diferenciación genética. Los valores de Fst 

de Procamallanus Linaje II no se calcularon debido a que la población de Río 

Tonalá (RTA) está representada por un solo individuo.  

 

Las redes de haplotipos concuerdan con los resultados anteriores; la mayoría de 

los haplotipos en el complejo Procamallanus-Astyanax no fueron compartidos 

entre poblaciones (Fig. 6, Tabla 6). En P. neocaballeroi se observó un patrón 

geográfico en la distribución de los haplotipos  (Fig. 6A), la población de Lago de 

Catemaco (LC) presentó el mayor número de haplotipos únicos, mientras que las 

poblaciones más cercanas entre ellas (Río Tecolutla - PGT y en el Río Nautla, 

camino a Mizantla – RNJ) compartieron un haplotipo. En Procamallanus Linaje I, 

un haplotipo fue compartido entre seis individuos de cuatro poblaciones (Fig. 6B), 

tanto de nematodos de A. mexicanus de superficie y de Cueva Chica. Los 

nematodos de cueva Sabinos no tuvieron ningún haplotipo en común con las otras 

poblaciones. En Procamallanus Linaje II cada población tuvo haplotipos únicos 

conectados por pocos pasos (Fig. 6C). 
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Estudio morfológico 
Las medidas de cada uno de los linajes de Procamallanus-Astyanax se detallan en 

la Tabla 7. En el análisis de los caracteres diagnósticos utilizados en el género 

Procamallanus, no se encontraron diferencias morfológicas que permitieran 

separar y describir a cada uno de los linajes (Fig. 7); la terminación caudal en las 

hembras y machos es similar (Fig. 8). Los nematodos de Procamallanus Linaje I 

difieren en tamaño en la mayoría de los caracteres, pero es necesario un mayor 

número de individuos. En Procamallanus Linaje II, no se dispusieron de 

nematodos adultos machos para hacer mediciones. A continuación se detallan 

algunas de las principales características de cada uno de los linajes.  

 

Procamallanus neocaballeroi (de A. aeneus y A. caballeroi) (Fig. 9) 

Nematodos de tamaño mediano con cutícula lisa. La apertura oral ovalada está 

rodeada por seis elevaciones; el par de elevaciones laterales son de mayor 

tamaño (Fig. 9A). Además, ocho papilas en un arreglo circular (cuatro grandes y 

cuatro pequeñas) y un par de anfidios laterales. Cápsula bucal casi circular 

(levemente más ancha que larga) de color naranja, con una superficie interna con 

15 a 18 surcos espirales serrados en toda la cápsula bucal (Fig. 9B). Esófago 

glandular tres veces más grande que el esófago muscular. Deiridios pequeños 

simples situados a la altura del anillo nervioso (Fig. 9C). El poro excretor se 

encuentra por debajo del anillo nervioso. Cauda con terminación en punta sin 

extensiones cuticulares en ambos sexos (Fig. 9D).  

 

Procamallanus Linaje I (de A. mexicanus) (Fig. 10) 

Nematodos de tamaño mediano con cutícula ligeramente estriada. La apertura oral 

tiene forma oval, está rodeada por seis elevaciones, siendo el par de elevaciones 

laterales más prominentes que el resto (Fig. 10B). Además, 13 a 16 surcos 

espirales apenas visibles en posición apical. Anillo nervioso rodeando al esófago 

muscular en la primer mitad, poro excretor por debajo del anillo nervioso (Fig. 

10A). Deiridios pequeños y simples. La cauda en ambos sexos tiene terminación 

en punta (Fig. 10C).   
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Procamallanus Linaje II (de A. aeneus) (Fig. 11) 

Nematodos de tamaño mediano, con capsula bucal simétrica. La apertura oral 

está rodeada por ocho papilas y dos anfidios, además seis elevaciones; siendo el 

par lateral más prominente que el resto (Fig. 11A). La cápsula bucal presenta 18 

surcos espirales dentados (Fig. 11A). Deiridios pequeños y simples (Fig. 11C).  

 

Observaciones 
Individuos de Procamallanus Linaje I a diferencia de P. neocaballeroi y 

Procamallanus Linaje II tienen una apertura oral más pequeña que apenas deja 

visibles los surcos internos, además un menor número de surcos espirales. El 

margen serrado de los surcos espirales se ha reportado en P. belenensis parásito 

de Ageneiosus ucayalensis (Giese et al., 2009). Los nematodos de 

Procamallanus-Astyanax son muy similares morfológicamente a P. hilarii reportada 

en los carácidos A. fasciatus y A. jacuhiensis en Brasil (Gallas et al., 2015); pero 

son de mayor tamaño, tienen menor número de surcos espirales y presentan una 

bifurcación distal en ambas espículas, carácter que no se observa en los 

individuos analizados en este estudio.  

 

DISCUSIÓN 
En este estudio encontramos que Procamallanus neocaballeroi representa un 

complejo de al menos tres especies crípticas, apoyado en la monofilia recíproca, 

divergencia genética y un patrón hospedatorio y geográfico distinto. Los dos 

linajes genéticos que fueron reconocidos, denominados aquí como Linaje I y 

Linaje II, tienen una gran similitud morfológica, por este motivo, decidimos referir 

ambos linajes como especies crípticas. La divergencia genética entre los linajes 

del complejo Procamallanus-Astyanax está por encima del umbral propuesto para 

especies congenéricas de nematodos utilizando el marcador mitocondrial Cox1, 

que es ampliamente utilizado en estudios de prospección molecular (Blouin, 2002; 

Pérez-Ponce de León & Nadler, 2010).  
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Los resultados permiten inferir una distribución geográfica más restringida en el 

complejo de especies Procamallanus-Astyanax y una especificidad hospedatoria 

más estricta. Procamallanus neocaballeroi parásita a A. aeneus y A. caballeroi, y 

se encontró en ambos morfotipos de Astyanax en el Lago de Catemaco (Ornelas-

García et al., 2014), la localidad tipo de P. neocaballeroi (Caballero-Deloya, 1977). 

Esto indica que ambos morfotipos se alimentan del hospedero intermediario de P. 

neocaballeroi.  Las poblaciones de Procamallanus de cueva y superficie se 

agrupan en un mismo linaje, Procamallanus linaje I. La hipótesis inicial era que los 

nematodos de hospederos de cueva y superficie formarían linajes distintos, 

considerando que los peces de cueva se separaron hace millones de años de los 

peces de superficie (Bradic et al., 2012). Ambas cuevas donde se encontraron 

nematodos corresponden a hospederos provenientes de la oleada de colonización 

más antigua (Bradic et al., 2012), pero pertenecen a linajes distintos (Dowling et 

al., 2002; Ornelas-García et al., 2008; Strecker et al., 2012). Las poblaciones de 

parásitos podrían estar conectadas si existe flujo génico entre sus hospederos 

(Bradic et al., 2012) que permita el intercambio genético entre sus parásitos. Una 

siguiente hipótesis es que Procamallanus Linaje I estaba presente en Astyanax 

desde antes que éste colonizara las cuevas, y por lo tanto, el tiempo de 

separación no ha sido el suficiente para generar un proceso de especiación del 

parásito. El hospedero podría representar un ambiente constante para el parásito, 

donde los cambios fenotípicos del hospedero no se han reflejado en cambios en 

su respuesta al parásito, actuando como un amortiguador del ambiente 

contrastante donde vive el hospedero. Por otro lado, el linaje II de Procamallanus 

parasita exclusivamente a A. aeneus.  

 

El complejo Procamallanus-Astyanax constituye por lo tanto un ejemplo de 

especiación reciente, donde un género de parásitos ha divergido en un solo grupo 

de hospederos, los carácidos. El tiempo corto de la separación de los linajes 

podría explicar la aparente estasis morfológica observada, o bien, debemos 

considerar también la carencia de las herramientas para encontrar las diferencias. 

Es probable que un estudio más detallado de microscopía electrónica de barrido 
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permita observar diferencias ultraestructurales entre las poblaciones y que, con 

base al conjunto de caracteres puedan describirse como especies nuevas. 
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Lista de tablas

Tabla 1. Sitios de colecta, especie de nematodo, número de nematodos recuperados (n), especie de hospedero y 
código de identificación de cada nematodo. El número de localidad corresponde al mismo utilizado en la Fig. 1 
# Especie de 

nematodo n Estado Localidad Código Especie de 
hospedero Latitud Longitud Cox1 28S 18S 

1 Procamallanus Linaje I 1 Tamaulipas Río Guayalejo, La 
Peñita 

RGP A. mexicanus 23°19' 39.59'' 99°01' 39.22'' 172A 172A - 

4 Procamallanus Linaje I 1 San Luis Potosí Nacimiento del Río 
Huichihuayán 

NRH A. mexicanus 21° 28' 48' 98° 58' 1.99'' 73A 73A 73A 

3 Procamallanus Linaje I 12+4  Cueva Sabinos CS A. mexicanus 22° 06' 00'' 89° 55' 59.99'' 119A, 37A, 
121A, 27A, 
198A 

37A, 30A, 
198A, 
119A 

121A 

2 Procamallanus Linaje I 6+?  Cueva Chica CC A. mexicanus 21° 51' 35.16'' 98° 56' 11.87'' 28A, 123A, 
36A, 197A 

28A, 197A 197A 

5 Procamallanus Linaje I 2+? Querétaro Río Jalpán, Santa 
María, Jalpán 

RJ A. mexicanus 21° 12' 14.76'' 99° 28' 28.2'' 145A 59A, 145A 145A 

7 P. neocaballeroi  7+? Veracruz Puente Galeana, 
Tecolutla 

PGT A. aeneus 20° 25' 44'' 97° 03' 14'' 55A, 150A, 
149A, 72A, 
151A, 64A 

72A, 
151A, 
149A 

55A, 149A 

8 P. neocaballeroi 2+1  Río Nautla, Camino a 
Mizantla, En "El 
Jasco" 

RNJ A. aeneus 20° 06' 31.77'' 96° 47' 11.23'' 38A 38A - 

6 P. neocaballeroi  7+4  Lago Catemaco LC A. caballeroi 18° 25' 00'' 95° 07' 00'' 110A,109A, 
115A, 143A, 
108A, 140A, 
141A 

110A, 
108A, 
115A, 
109A 

109A 

9 Procamallanus Linaje II 1  Río Tonola, Agua 
Dulce 

RTA A. aeneus 18° 07' 45.49'' 94° 11' 19.99'' 58A 58A - 

10 Procamallanus Linaje II 7 Campeche La Libertad, 
Escárcega 

LLE A. aeneus 18° 30' 53.77'' 90° 30' 6.44'' 82A, 99A, 
160A, 161A, 
162A, 163A, 
164A 

160A, 
161A, 99A 

161A 

Código del sitio de muestreo (#), número de nematodos colectados (n).  
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Tabla 2. Primers utilizados en este estudio. 
 Gen 

amplificado Nombre del primer Secuencia (5′➔3′) Referencia 

Cox1 COI int F F: TGATTGGTGGTTTTGGTAA 1 

 
COI int R R: ATAAGTACGAGTATCAATATC 1 

  pr-a F: TGGTTTTTTGTGCATCCTGAGGTTTA 2; 3 

 
pr-b R: AGAAAGAACGTAATGAAAATGAGCAAC 2; 3 

  LCO1490 F: GGTCAACAAATCATAAAGATATTGG 4 

 
HCO2198/588 R: TAAACTTCAGGGTGACCAAAAAATCA 4 

  507 F: AGTTCTAATCATAARGATATYGG   
28S rDNA 391 F: AGCGGAGGAAAAGAAACTAA  3; 5 
  502 F: CAAGTACCGTGAGGGAAAGTTGC 6 

 
536 R: CAGCTATCCTGAGGGAAAC 6 

18S rDNA G18S4 F: GCTTGTCTCAAAGATTAAGCC 7; 8 

 
136 R: TGATCCTTCTGCAGGTTCACCTAC 5; 8 

  649 R: TAAGAACGGCCATGCACCAC 8 
F: forward; R: reverse 

 REFERENCIA: 1: Casiraghi et al., 2001; 2: Bessho et al., 1992; 3: Nakano et al., 2006; 4: Folmer et al., 1994; 5: Nadler & Hudspeth, 1998; 6: García-Varela & 
Nadler, 2005; 7: Blaxter et al., 1998; 8:  Nadler et al., 2000 
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Tabla 3. Estimación de la divergencia evolutiva entre las especies del complejo Procamallanus-Astyanax con el marcador 
Cox1 

  
P. neocaballeroi Procamallanus 

Linaje I 
Procamallanus 

Linaje II 
Procamallanus 

Costa Rica 
P. rebecae S. istiblenni P. jaliscensis C. cotti C. hypophthalmichthys 

P. neocaballeroi 1.76 (0.29) 
       

 Procamallanus Linaje I 6.79 (0.78) 0.40 (0.11)       
 Procamallanus Linaje II 5.11 (0.68) 6.51 (0.77) 0.66 (0.14)      
 Procamallanus Costa Rica 14.11 (1.12) 15.93 (1.20) 14.79 (1.19) 0.98 (0.27)     
 P. rebecae 14.53 (1.17) 14.33 (1.19) 14.85 (1.18) 11.73 (1.12) 0.93 (0.15) 

   
 S. istiblenni 16.42 (1.96) 16.44 (1.91) 16.17 (1.91) 13.77 (1.65) 12.01 (1.61) - 

  
 P. jaliscensis 16.99 (1.23) 17.65 (1.21) 17.20 (1.24) 12.53 (1.07) 12.14 (1.06) 12.98 (1.60) 2.79 (1.16)  
 C. cotti 17.91 (1.76) 19.39 (1.86) 17.19 (1.73) 15.23 (1.69) 13.81 (1.57) 17.13 (1.88) 16.53 (1.67) - 

 C. hypophthalmichthys 19.67 (1.91) 20.38 (1.81) 19.09 (1.79) 16.20 (1.90) 15.32 (1.75) 15.51 (1.81) 15.93 (1.61) 12.65 (1.52) - 

Dracunculus lutrae 24.80 (1.73) 25.28 (1.70) 23.19 (1.61) 23.32 (1.77) 22.98 (1.76) 24.59 (2.28) 22.31 (5.23) 23.36 (1.95) 24.12 (2.10) 

Las distancias p están expresadas en porcentajes, el error estándar se muestra entre paréntesis. Los número en la diagonal son las distancias intra-específicas. Sombreado en gris están las distancias 
inter-específicas y en azul las distancias intra-específicas, del complejo Procamallanus-Astyanax. 
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Tabla 4. Diversidad genética de las poblaciones de Procamallanus colectadas en hospederos Astyanax spp. 
Poblaciones No. Individuos No. sitios 

variables (S) 
No. haplotipos Diversidad 

haplotipica 
No. promedio 
de diferencias 
nucleotidicas 
(k) 

Diversidad 
nucleotidica 
(Pi) 

D de Tajima Fu´s Fs 

Procamallanus neocaballeroi 

PGT 7 1 2 0,600 0,600 0,00168 1,22474 0,626 

RNJ 2 0 1 0 0 0 - - 

LC 7 6 4 0,900 2,600 0,00436 -0,66823 -0,567 

Total 16 9 6 0,848 3,757 0,01050 1,05800 0,273 

Procamallanus Linaje I 
RJ 2 - - - - - - - 

CC 5 0 1 0 - 0 - - 

NRH 1 - - - - - - - 

CS 7 1 2 0,286 0,28571 0,00073 -1,00623 -0,095 

RGP 1 - - - - - - - 

Total 16 4 4 0,670 0,96703 0,00247 -0,76153 -0,494 

Procamallanus Linaje II 
LLE 7 0 1 0 0 0 - - 

RTA 1 - - - - - - - 

Total 8 2 2 0,250 0,50000 0,00248 -1,31009 0,762 
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Tabla 5. Haplotipos en el complejo Procamallanus-Astyanax 
Procamallanus neocaballeroi Procamallanus Linaje I Procamallanus Linaje II 

H I H I H I 

H 1 150A, 149A, 153A, 38A H 1 189A, 198A, 190A, 
37A, 119A, 121A H 1 58A 

H 2 55A, 152A, 151A H 2 27A H 2 
163A, 82A, 162A, 
161A, 164A, 160A, 
99A 

H 3 140A H 3 192A, 188A, 197A, 
123A, 145A, 73A     

H 4 108A, 109A H 4 172A   
H 5 143A         
H 6 110A         
H: haplotipo, I: clave individuo     
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Tabla 6. Comparaciones entre las poblaciones de Procamallanus spp. de 
hospederos Astyanax spp. 
Procamallanus neocaballeroi 

Población 1 Población 2 Fst Dxy Da Gst Nst 
LC PGT 0,81250 0,01788 0,01453 0,14286 0,81415 
LC RNJ 0,84483 0,01620 0,01369 0,27607 0,84592 

PGT RNJ 0,50000 0,00168 0,00084 0,24119 0,50000 

Procamallanus Linaje I 
CC CS 0,87500 0,00292 0,00256 0,68643 0,87505 
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Tabla 7. Morfometría de los adultos de Procamallanus spp. parásitos de Astyanax spp. 

  

P. neocaballeroi 
(Caballero-Deloya, 

1970) 
CNHE P. neocaballeroi 

Procamallanus                                          
Linaje I 

Procamallanus 
Linaje II 

n=8 n=4 n=2 n=2 n=5 n=7 n=7 n=2 

M H H M H M H H 

Longitud del cuerpo 4.620-
7.208 

11.460-
17.024 7.393-8.679 - - 3.08592-3.8205 - - 

Anchura máxima 0.128-
0.201 0.248-0.425 0.172-0.218 0.14105-0.19747 0.161665-0.3276 0.11718-0.1519 0.273-0.546 0.17794 

Largo cápsula bucal 0.059-
0.064 0.064-0.068 0.065816-0.076989 0,04991 0.05208-0.06293 - - - 

Longitud cápsula incluyendo anillo basal (largo) - - 0.077449-0.080523 0.05859-0.06727 0.06076-0.09485 0.04774-0.06944 0.0651-0.07378 0.06727 

Ancho cápsula bucal  0.059-
0.072 0.068-0.077 0.063283-0.069511 0.05859-0.06293 0.06076-0.066185 0.04123-0.05859 0.04774-0.04774 0.06293 

Anillo basal (largo x ancho) - - 

(0.013451-
0.013683) x 
(0.037824-
0.045777) 

(0.011935-
0.01302)x(0.3255-
0.03689) 

(0.00651-
0.01302)x(0.03638-
0.05691) 

(0.005425-
0.01736) x 
(0.02604-
0.03472) 

(0.01085-
0.01519) x 
(0.03038-
0.04123) 

0.05691 x 0.01302 

Número de surcos espirales (en vista lateral) - - 17 16 15-18 13-16 14-16 18 

Longitud esófago muscular  0.342-
0.428 0.356-0.440 0.400-0.455 0.3731-0.4186 0.4004-0.455 0.27993-0.36239 0.34937-0.39277 0.40145 

Ancho esófago muscular  0.068-
0.094 0.124-0.136 0.113-0.121 0.06293-0.09114 0.09982-0.1365 0.06293-0.07378 0.0868-0.1183 0.09982 

Longitud esófago glandular  0.813-
1.672 1.459-1.672 1.274-1.428 1,2558 1.5379-1.729 0.7735-0.9191 1,95013 - 

Ancho esófago glandular 0.055-
0.107 0.124-0.171 0.110-0.115 0,07161 0.1085-0.11501 0.05859-0.0819 0.0819-0.12152 - 

Longitud de radio entre esófago muscular y 
glandular - - - - - - - - 

Anillo nervioso desde la extremidad anterior 0.166-
0.179 0.192 0.188-0.206 - 0.18622-0.1953 0.12369-0.1729 0.1456-0.2002 - 

Poro excretor desde la extremidad anterior 0.235-
0.295 0.299-0.372 0.332 0,24738 0.23219 0.18879-0.20181 0.21917-0.31038 - 

Deiridios desde la extremidad anterior - - 0.210-0.214 0,135625 0,18011 0.08029-0.11718 - - 

Ancho máximo intestino 0.049-
0.107 0.085-0.145 - - - - - - 

Ala caudal  - - - Presente - - - - 

Papilas precloacales  4 - - 4 - 4 - - 
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Papilas postcloacales 4 + 1 - - 4 - 4+1 - - 

Espícula izquierda 0.049-
0.107 - - 0.06076-0.06727 - 0.07812-0.10465 - - 

Espícula derecha 0.049-
0.107 - - 0,0651 - - - - 

Ancho máximo espículas 0.008 - - 0.00651-0.01519 - - - - 

Gubernaculum Ausente - - - - - - - 

Longitud cauda 0.119-
0.192 0.094-0.181 - 0,14973 0.07595-0.1085 0.11284-0.13454 0.08897-0.11501 - 

Vulva postecuatorial desde extremidad anterior - 6.612-9.821 4.564 - - - - - 

Larvas  - - - - - - - - 

Procesos terminales - 0.021-0.028 0.03038-0.03689 - 0.019153-0.03906 0.03689-0.04991 0.01736-0.03472 - 

CNHE: Colección Nacional de Helmintos; M: macho; H: hembra.  
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Fig. 2   
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Fig. 3 
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Fig. 4 
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Fig. 6 
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Fig. 10 
 



77 
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Leyendas de figuras 
 
Figura 1. Sitios de colecta. 

 
Figura 2. Análisis de inferencia bayesiana inferido de las secuencias del 
marcador Cox1. La barra de escala muestra el número de sustituciones por sitio. 

Los valores de probabilidad posterior se muestran en cada nodo. 

 

Figura 3. Árbol de máxima verosimilitud utilizando el gen ribosomal 28S 
rDNA. Rhabdochona mexicana, es utilizado como grupo externo.  

 

Figura 4. Árbol de Inferencia Bayesiana utilizando gen 18S rDNA. Dracunculus 

lutrae fue utilizado como grupo externo.  

 

Figura 5. Redes de haplotipos del complejo Procamallanus-Astyanax. Cada 

haplotipo está numerado de acuerdo a la Tabla 7. Las líneas transversales 

representan el número de cambios en pares de bases entre haplotipos. El tamaño 

y color de los círculos corresponde al número de individuos y la población a la que 

pertenecen, respectivamente.  A) P. neocaballeroi, B) Procamallanus Linaje I y C) 

Procamallanus Linaje II.  

 

Figura 6. Análisis de aislamiento por distancia entre las poblaciones de cada 
linaje del complejo Procamallanus-Astyanax. A) P. neocaballeroi, B) 

Procamallanus Linaje I. 

 

Figura 7. Región anterior de P. neocaballeroi. A) P. neocaballeroi Linaje I, B) 

Cápsula bucal de P. neocaballeroi Linaje I, y C) P. neocaballeroi Linaje II.  

 

Figura 8. Variación morfológica de la región posterior de hembras de 
Procamallanus-Astyanax. A) P. neocaballeroi, B) P. neocaballeroi Linaje I y C) P. 

neocaballeroi Linaje II, D) Vista ventrolateral terminación posterior macho 
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Procamallanus Linaje I, E) Terminación posterior del macho Procamallanus Linaje 

II en vista lateral. 

 

Figura 9. Fotografías de microscopía electrónica de barrido de P. 

neocaballeroi. A) Vista apical del extremo anterior, mostrando las elevaciones 

cuticulares (asteriscos) y las papilas (p). B) Detalle de la cápsula oral mostrando 

los surcos espirales serrados (flecha). C) Región del deiridio. D) Vista ventral de la 

región posterior de una hembra, la flecha señala el ano.  

Figura 10. Microfotografías Procamallanus Linaje I. A) Fotografía mediante 

iluminación Nomarski de la región anterior, donde se muestra el anillo nervioso 

(asterisco), el poro excretor (flecha blanca) y la separación entre el esófago 

muscular y glandular (flecha negra). B) Vistal apical de la región anterior, se 

muestran las elevaciones cuticulares (asterisco) y las papilas (p). C) Región 

anterior macho en vista ventral, con las espículas invaginadas (flecha blanca) y las 

papilas pareadas (flecha negra).  

Figura 11. Fotografías de microscopía electrónica de barrido de 
Procamallanus  Linaje II. A) Vista apical región anterior. B) Detalle de los surcos 

de la cápsula oral. C) Región del deiridio. D) Cauda hembra.  
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CAPÍTULO II 
 

Diversidad genética de Rhabdochona mexicana en Astyanax spp. 
en México, ¿una sola especie o un complejo de especies? 
 
RESUMEN 
El análisis de la diversidad genética en nematodos ha revelado la existencia de 

entidades desconocidas con los estudios taxonómicos clásicos, las denominadas 

especies crípticas, aquellas que son morfológicamente similares pero 

genéticamente distintas. El género Rhabdochona es un grupo de nematodos 

ampliamente estudiado. Algunos representantes exhiben una estricta especificidad 

hospedatoria, como es el caso de R. mexicana que ha sido reportada únicamente 

en A. aeneus y A. mexicanus en México. El hospedero ha divergido en varios 

linajes desde Centroamérica hasta el norte de su distribución en la frontera entre 

México y E.U. A. Debido a la marcada asociación de R. mexicana y su hospedero 

en un área geográfica amplia, es posible plantear la hipótesis de que el parásito 

también ha divergido y que está conformado por varios linajes evolutivos 

morfológicamente similares. Por lo tanto, el objetivo principal de este estudio es 

realizar una prospección molecular en la búsqueda  de especies crípticas en R. 

mexicana. Los resultados obtenidos con el marcador mitocondrial y los datos 

concatenados de todos los marcadores moleculares (mitocondrial y dos genes 

nucleares), revelaron cuatro linajes evolutivos distintos de R. mexicana en 

Astyanax spp., indicando la presencia de tres especies crípticas, con patrones 

geográficos distintos, y con una especificidad hospedatoria estricta. Los linajes en 

ambos complejos de nematodos son similares morfológicamente y por lo tanto 

permanecen como especies crípticas, con la excepción del Linaje III presenta 

caracteres fenotípicos distintos.  

Palabras clave: Rhabdochona mexicana, Astyanax, especie criptíca.  

 

INTRODUCCIÓN 
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Los nematodos son un grupo numeroso de organismos con más de 27,000 

especies descritas (Hugot et al., 2001; Blaxter, 2003); están distribuidos en una 

amplia variedad de ambientes, presentan una enorme diversidad de historias de 

vida y múltiples casos de convergencia a una forma de vida parásita (Blaxter & 

Koutsovoulos, 2015). Estas características hacen de este grupo un modelo para 

probar patrones evolutivos en relación a la diversidad críptica, es decir, aquellas 

especies con una morfología indistinguible pero genéticamente distintas (Pérez-

Ponce de León & Nadler, 2010).  

 
Rhabdochona es un género cosmopolita de nematodos con 97 especies descritas 

asociadas a peces de agua dulce (Moravec et al., 2013). En América, 

Rhabdochona conforma un ensamblaje no monofilético de cerca de 21 especies 

(Mejía-Madrid et al., 2007a). En México 12 especies se han reconocido, la mayoría 

con especificidad hospedatoria a nivel de familia, entre ellas Rhabdochona 

mexicana (Caspeta-Mandujano et al., 2000), que ha sido registrada en ocho 

estados, parasitando a dos especies de carácidos, Astyanax aeneus y A. 

mexicanus, es decir, exhibiendo una estricta especificidad hospedatoria. Astyanax 

es el género que alcanza la distribución más al norte en el Continente Americano 

dentro de la familia Characidae (Miller et al., 2009). Su historia evolutiva ha sido 

sumamente estudiada (Ornelas-García et al., 2008; Bradic et al., 2012; Gross, 

2012), y aun cuando sigue siendo controversial, ha permitido inferir un origen 

Neotropical y el proceso de colonización en Mesoamérica, donde ha dado lugar a 

múltiples linajes (Ornelas-García et al., 2008).  

 

Las asociaciones evolutivas entre los hospederos y sus parásitos, pueden 

resolverse cuando las filogenias de ambos están resueltas, pero la presencia de 

especies crípticas aún desconocidas puede cambiar el escenario evolutivo de la 

diversificación de las especies. Los nematodos parásitos están limitados a la 

distribución del hospedero, el cual está restringido a cuerpos de agua, lo que 

promueve una mayor estructura poblacional y limita la dispersión de sus parásitos, 

sobre todo aquellos donde el pez representa el hospedero definitivo; además, la 
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estricta especificidad hospedatoria está asociada a una mayor posibilidad de co-

especiar (Thompson, 1994). Existen otros escenarios plausibles donde el 

hospedero no guía la diversificación de sus parásitos, por ejemplo en R. 

lichtenfelsi parásito exclusivo de peces de la familia Goodeidae (Pérez-Ponce de 

León, 2003), la diferenciación genética está asociada al aislamiento de las 

regiones hidrológicas donde habita, y no a la diversificación de sus hospederos 

(Mejía-Madrid et al., 2007b).  

 

Actualmente, la delimitación de especies en Rhabdochona está basada 

únicamente en la morfología, lo que conlleva constantes cambios nomenclaturales  

y conflictos taxonómicos, como ocurre en la discriminación entre R. kidderi y R. 

ictaluri (Moravec et al., 2012). El problema puede ser resuelto con el uso de 

técnicas moleculares que ayudan a corroborar la delimitación de especies ya 

descritas o reconocer especies nuevas (Blouin, 2002), así como revelar especies 

que aparentemente tienen una amplia distribución o son hospedero-generalistas, 

en realidad son linajes separados con patrones hospedatorios, geográficos y 

ecológicos distintos. En particular, el marcador molecular citocromo oxidasa 

subunidad 1 (Cox1) ha sido útil para resolver la presencia de especies crípticas, 

debido a su alta tasa de sustitución (Nadler & Pérez-Ponce de León, 2011) que 

provee resolución filogenética aún en especies muy cercanas.  

 

El objetivo de este estudio es hacer una prospección de especies crípticas de 

Rhabdochona mexicana asociada de forma específica a Astyanax spp. a partir de 

una aproximación molecular, donde se pone a prueba la monofilia recíproca, es 

decir, se hace uso del concepto unificador de especie como linajes evolutivos 

separados (De Queiroz, 2007). La hipótesis nula es que el taxón representa una 

sola especie en toda su área de distribución, independiente de la especie de 

hospedero.  

 

MATERIALES Y MÉTODOS 
Colecta de muestras y métodos moleculares 
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Los nematodos se recuperaron de 15 poblaciones naturales en diferentes 

localidades de México y Guatemala (Tabla 1, Fig. 1). Los peces se obtuvieron con 

redes tipo chinchorro o con electropesca. Los peces recolectados se mantuvieron 

con vida hasta su traslado al laboratorio, donde fueron sacrificados para 

posteriormente ser disectados y sujetos a un análisis parasitológico. Los 

nematodos recuperados se fijaron, algunos en alcohol caliente para el estudio 

morfológico y otros se colocaron directamente en OH 100% para el estudio 

molecular. La extracción de ADN genómico se hizo de nematodos individuales, 

utilizando un fragmento medio del cuerpo, preservando la región anterior y 

posterior para análisis morfológicos. En la extracción se empleó REDE-Extract-N-

Amp Tissue PCR Kit (Sigma) y DNAzol Reagent (ThermoFisher), siguiendo las 

instrucciones del fabricante. Una región del gen Cox1 fue amplificada y dos 

regiones nucleares de los genes 28S y 18S rDNA. Los primers se enlistan en la 

Tabla 2. Las reacciones de PCR (25 μl) consistieron en 2 μl de DNA genómico, 1 

μl de cada primer (10 pmol cada uno), 0.125 μl Taq DNA Polymerase (Vivantis, 

cat. PL1202), 2.5 μl dNTP (2 mM), 2.5 μl Buffer, 1.5 μl MgCL2, y 14.375 μl de 

ddH2O. Las condiciones del PCR para los primers JB3-JB4.5 y pr-a–pr-b fueron 

las siguientes: desnaturalización inicial de 94°C por 2 min; 30 ciclos de 94°C por 1 

min (desnaturalización), 40°C por 1 min (alineación), 72°C por 2 min (extensión) y 

72°C por 7 min (extensión final). Para los primers COIintF-COIintR: 

desnaturalización inicial de 94°C por 2 min, seguido de 30 ciclos de 94° por 1 min, 

45°C por 1 min, 72° por 2 min y una extensión final de 72° C por 7 min. Para las 

combinaciones de primers LCO-HCO y 507-HCO las condiciones fueron: 

desnaturalización inicial de 94°C por 2 min, seguido de 30 ciclos de 94° por 1 min, 

48°C por 1 min, 72° por 2 min y una extensión final de 72° C por 7 min. Para los 

primers del marcador 28S rDNA fueron: desnaturalización inicial de 94°C por 2 

min; 30 ciclos de 94° por 1 min, 50°C por 1 min, 72° por 2 min y una extensión 

final de 72°C por 7 min. Para amplificar la región 18S rDNA el programa fue: 

desnaturalización inicial de 94°C por 4 min, seguido de 33 ciclos de 94°C por 30 s, 

54°C por 30s, 72°C por 1 min, y una extensión final de 7 min a 94°C. Los 

amplicones fueron purificados enzimáticamente utilizando ExoSAP-IT (Affymetrix), 
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y secuenciados en el Laboratorio de Secuenciación Genómica de la Biodiversidad 

y de la Salud, Instituto de Biología, UNAM. 

 

Análisis filogenéticos 
Las secuencias forward y reverse fueron ensambladas en Geneious v7 (Kearse et 

al., 2012), alineadas con el algoritmo implementado en Clustal Omega (McWilliam 

et al., 2013) y editadas en Mesquite v3.10 (Maddison & Maddison, 2016). La 

matriz de Cox1 fue cortada después del alineamiento final. El mejor modelo de 

sustitución para los alineamientos generados se obtuvo en jModelTest v2.1.7 

(Posada, 2008) y fue seleccionado bajo el criterio de información Akaike (AIC). El 

modelo de sustitución GTR + I + I se usó en los análisis de Máxima Verosimilitud 

(ML) e Inferencia Bayesiana (IB). Se utilizaron secuencias de cuatro especies más 

de Rhabdochona obtenidas en este estudio. En la reconstrucción con base al gen 

Cox1 se usó una secuencia del GenBank de R. lichtenfelsi (DQ991009.1). Para la 

matriz del gen 28S rDNA no se encontraron secuencias en GenBank. En la 

reconstrucción filogenética con el gen 18S rDNA se emplearon las secuencias 

disponibles en GenBank: R. hospeti JF803938.1, R. hellichi hellichi JF803913.1, R. 

hellichi turkestanica JF803937.1, R. denudata DQ442659.1, R. guerreroensis 

JF934732.1, R. mazeedi JF803936.1. Para todos los análisis se generaron 

secuencias Spinitectus spp., el grupo hermano de Rhabdochona (Nadler et al., 

2000). Para el gen 18S rDNA se utilizó también como grupo externo la secuencia 

de S. tabascoensis JF803922.1 que esta disponible en Genbank. Se hicieron 

reconstrucciones filogenéticas de la matriz concatenada de los genes nucleares 

(28S +18S rDNA) y con una matriz concatenada con secuencias de los tres 

marcadores (Cox1 +28S rDNA +18S rDNA). Los análisis de ML se hicieron en 

RaxML v1.5 mediante un análisis completo de bootstrap (Stamatakis, 2014). Los 

análisis de IB se llevaron a cabo en MrBayes v3.2.5 (Ronquist & Huelsenbeck, 

2003), incluyeron dos corridas paralelas de 10 millones de generaciones, los 

árboles en cada cadena fueron evaluados cada 1000 generaciones y se usó un 

burn-in de 25%. Los árboles generados se visualizaron en FigTree v1.4.2 y 

editaron en Adobe Illustrator CS6. 
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Análisis de la diversidad genética 
En el programa DnaSP v5.10.1 (Librado & Rozas, 2009) se obtuvieron los valores 

de número de haplotipos, número de sitios variables (S), diversidad haplotipica 

(Hd), diversidad nucleotidica (π), D de Tajima, Fu´s Fs y promedio de diferencias 

nucleotidicas (k). Las redes de haplotipos se construyeron por separado para cada 

uno de los linajes encontrados en el programa PopArt (http://popart.otago.ac.nz). 

El nivel de variación entre especies y dentro de cada especie, se calculó a partir 

de la distancia-p no corregida en MEGA v7 (Kumar et al., 2015) utilizando 

secuencias de Cox1 y 28S rDNA. Para evaluar la correlación entre las distancias 

genéticas y las distancias geográficas euclidianas se usó una prueba de Mantel 

implementada en el programa en línea de Isolation by distance v3.23 

(http://ibdws.sdsu.edu/~ibdws/)  (Bohonak, 2002).  

 

Análisis morfológico 
Las regiones anterior y posterior de cada nematodo, así como material de la 

Colección Nacional de Helmintos, UNAM (CNHE), se aclararon en una solución 

alcohol-glicerol y examinaron por medio de microscopía de luz e iluminación 

Normarski (DIC). Algunos individuos fueron preparados para observación en 

microscopía electrónica de barrido (MEB). Los dibujos se hicieron con cámara 

clara acoplada a un microscopio Olympus BX51 y editadas en Adobe Illustrator 

CS6. 

 

RESULTADOS 
Análisis filogenéticos 
Un total de 37 individuos colectados en 15 localidades de R. mexicana asociados 

a A. aeneus y A. mexicanus fueron secuenciados. En total 48 secuencias para el 

gen Cox1 de otras especies de Rhabdochona y siete secuencias de especies de 

Spinitectus que se usaron como grupo externo. Las reconstrucciones filogenéticas 

obtenidas con ML e IB utilizando el marcador mitocondrial, recuperaron topologías 

similares con altos valores de probabilidades posteriores y apoyo de bootstrap en 

los nodos que separan los cuatro linajes recuperados en Rhabdochona mexicana 
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en Astyanax spp. (Fig. 2). Las topologías recuperadas con Inferencia Bayesiana y 

Máxima Verosimilitud para el marcador mitocondrial Cox1 y la matriz concatenada  

del gen mitocondrial y los nucleares fueron similares. Diferencias en la topología 

fueron encontradas con el marcador 28S rDNA y los datos combinados de los 

marcadores ribosomales (28S y 18S rDNA), donde no se recupera la monofilia de 

todo el complejo Rhabdochona-Astyanax, debido al cambio en la posición 

filogenética de R. acuminata como especie hermana del complejo Rhabdochona-

Astyanax. Es por esto, que la delimitación de los linajes dentro del complejo está 

basada en la topología del análisis de los datos combinados.  

 

El primer linaje está integrado por poblaciones de R. mexicana de la localidad tipo, 

que es el Río Jalpan en el estado de Querétaro (RJ) y poblaciones de otras seis 

localidades, obtenidas tanto en A. mexicanus como en A. aeneus. Este linaje 

corresponde con la especie R. mexicana. El segundo grupo (Linaje I) está 

conformado por poblaciones de Jalisco (RRT) y Guatemala (G y RCG) en A. 

aeneus. El Linaje II corresponde a poblaciones de nematodos de A. mexicanus 

obtenidos en las localidades más al norte de México, incluyendo San Luís Potosí 

(CA) y un registro nuevo para el estado de Tamaulipas (PA). El linaje más 

divergente es el Linaje III, que corresponde a individuos que parasitan a A. aeneus 

distribuidos en Veracruz (PM y RPO) y Chiapas (ME). La especie hermana del 

complejo de especies Rhabdochona-Astyanax es R. acuminata, quien es también 

parásito de carácidos. No obstante, el árbol obtenido en el análisis de máxima 

verosimilitud de la región del gen 28S (Fig. 3), R. acuminata separa el Linaje III del 

resto del complejo Rhabdochona-Astyanax. Las relaciones filogenéticas usando el 

marcador 18S tienen una resolución baja y no están bien resueltas en todos los 

nodos (Fig. 4), sin embargo, la monofilia del Linaje III está apoyada en ambos 

análisis con los marcadores nucleares. Los datos concatenados de los tres 

marcadores moleculares produjeron un alineamiento de 3671pb. Se obtuvo la 

misma topología que separa a las especies de Rhabdochona-Astyanax en cuatro 

linajes, y mantiene el estatus de R. acuminata como especie hermana (Fig. 5), con 

altos valores de apoyo de bootstrap y de probabilidades posteriores a partir de los 
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análisis con ML y BI. El árbol concatenado de los marcadores nucleares generó un 

alineamiento de 3097 pb, donde la reconstrucción filogenética bayesiana mantiene 

cuatro linajes monofiléticos con apoyo de probabilidades posteriores de alto a 

moderado, recupera a Rhabdochona acuminata como el grupo hermano de los 

linajes I y II, así como R. mexicana, con el Linaje III como hermano de todos ellos 

(Fig. 6). En la misma Fig. 6 se muestra el contraste en relación a la monofilia 

obtenida con el marcador mitocondrial para los cuatro linajes que parasitan a 

Astyanax.  

 

Análisis de la divergencia y diversidad genética 
El promedio de la distancia genética con el marcador mitocondrial Cox1 entre las 

especies de Rhabdochona fue de 10.78%, con un mínimo y máximo de 5.21% y 

15.17%, respectivamente y una variación intra-específica de 0.08 a 4.83%. En los 

linajes del complejo Rhabdochona-Astyanax, la variación intra-específica más alta 

fue en R. mexicana (1.16%) y la más baja en Rhabdochona Linaje I (0.24%) 

(Tabla 3). La variación en la región 28S rDNA entre especies de Rhabdochona y el 

complejo Rhabdochona-Astyanax fue de 0.33 a 7.24%, donde el valor más alto de 

variación correspondió al Linaje III de Rhabdochona (Tabla 4), y no existió 

variación a nivel intra-específico.  

 

Los resultados de la diversidad genética de las 15 poblaciones muestreadas se 

presentan en la Tabla 5. El número de haplotipos dentro de cada linaje fue de dos 

a ocho, la diversidad haplotídica (Hd) fue de 0.500 a 0.897 y la diversidad 

nucleotídica (Pi) fue de 0.002 a 0.010. Rhabdochona mexicana y el Linaje II 

mostraron dos haplotipos cada uno. El Linaje I exhibió cinco haplotipos, sólo uno 

de ellos compartido entre dos individuos de la población de Jalisco (RRT), y el 

resto de los individuos con haplotipos únicos (Tabla 6). La red de haplotipos del 

Linaje III mostró  un patrón en forma de estrella con cuatro haplotipos (Fig. 7). El 

aislamiento por distancia (Fig. 8) en todos los linajes, excepto el Linaje I donde no 

fue posible analizarlo, mostraron una alta correlación entre la distancia geográfica 

y la divergencia genética, sin embargo en ninguno de los casos la correlación fue 
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estadísticamente significativa. La estructura genética de las poblaciones de los 

distintos linajes se muestra en la Tabla 7. El valor más alto de Fst fue entre las 

poblaciones de Chiapas (PM) y Veracruz (RPO) dentro del Linaje III (Fst = 

0.9444), y el valor más bajo entre las dos poblaciones de Guatemala (G y RCG) 

(Fst = 0.28571). La divergencia nucleotídica (Dxy) fue muy baja, de 0.00856 a 

0.01956, lo que indica que existe diferenciación entre las poblaciones dentro de 

cada linaje.  

 

Análisis morfológico 
El Linaje III de Rhabdochona presenta los rasgos morfológicos más diferentes en 

relación a R. mexicana y el resto del complejo Rhabdochona-Astyanax (Tabla 8). 

Es por tanto, la especie que se detalla morfológicamente en el presente estudio. 

Del resto de los linajes se obtuvieron además muy pocos ejemplares para el 

análisis morfológico. Para Rhabdochona Linaje I, con dos ejemplares no se 

observan diferencias morfológicas (Fig. 9 y 10) respecto a R. mexicana (Fig. 11), 

pues ambas presentan deiridios bifurcados (Fig. 12 y 13), 10 dientes en el 

prostomo (Fig. 14), y un arreglo similar de las papilas cloacales. Rhabdochona . El 

Linaje III, a diferencia de los otros tres linajes presenta un prostoma con 14 dientes 

(en lugar de 10), y un número de 14 a 15 papilas precloacales, y el resto de los 

linajes tan solo de 3 a 8. A continuación se presenta una pequeña descripción 

morfológica de este linaje a partir de 15 ejemplares que se recolectaron de A. 

aeneus. 

 

Rhabdochona Linaje III (Fig. 15 y 16) 
Nematodos de tamaño mediano, con cutícula lisa. Prostoma provisto con 14 

dientes internos. La apertura oral está rodeada por cuatro papilas cefálicas y dos 

anfidios laterales. Los deiridios son simples y de gran tamaño, situados en 

posición posterior al prostomo (Fig. 16C). La cauda en individuos de ambos sexos 

es cónica, sin extensiones cuticulares. 

 

Macho (medidas en milímetros, con base en ocho individuos de A. aeneus) 
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Longitud del cuerpo 7.864-10.522 (9.514), ancho máximo 0.163-0.200 (0.181) . 

Longitud del prostoma 0.023-0.034 (0.029), ancho del prostoma 0.015-0.023 

(0.019), longitud del vestíbulo incluyendo el prostoma 0.112-0.128 (0.117). 

Longitud esófago muscular 0.221-0.342 (0.305), longitud esófago glandular 1.783-

3.235 (2.458). Anillo nervioso, deiridios y poro excretor 0.125-0.169 (0.150), 0.039-

0.049 (0.042)  y 0.202-0.249 (0.220), respectivamente desde la región anterior. 

Deiridios largos, simples. Área rugosa ausente. Catorce pares de papilas 

preanales, y de seis a ocho papilas post cloacales. Longitud de la espícula 

izquierda 0.414-0.451 (0.430), longitud espícula derecha 0.117-0.138 (0.125). 

Longitud cauda 0.151-0.347 (0.272).  

 

Hembra (medidas en milímetros, con base en siete individuos de A. aeneus) 
Longitud del cuerpo 11.615-27.258 (16.866), ancho máximo 0.154-0.327 (0.218). 

Longitud del prostoma 0.024-0.041 (0.034), ancho del prostoma 0.021-0.028 

(0.024), longitud del vestíbulo incluyendo el prostoma 0.112-0.128 (0.117). 

Longitud esófago muscular 0.173-0.436 (0.300). Anillo nervioso, deiridios y poro 

excretor 0.147-0.227 (0.185), 0.039-0.045 (0.042)  y 0.173-0.240 (0.204)  

respectivamente, desde la región anterior. Deiridios largos, simples. Distancia 

entre la vulva y la la región anterior 4.618-14.100 (7.862). Longitud de la cauda 

0.218-0.364 (0.311).  

 

Hospedero: Astyanax aeneus. 

 

Sitio de infección: intestino 

 

Localidad: Río Paso de Ovejas, Pueblo el Crucero en Veracruz, México (RPO) 

(19° 19' 1.35'' N, 96° 32' 11.59'' O).  

 

Otras localidades: Metzabok en Chiapas, México. (17° 7' 3.41''  N, 91° 37' 

54.61'' O) y Paso del Macho (18° 58' 18.80", 96° 43' 53.32") en Veracruz, México.  

Observaciones:  



90 
 

Rhabdochona Linaje III posee deiridios simples y 14 dientes en el prostoma al 

igual que dos especies congenéricas, R. marcusenii, especie descrita en África 

(Moravec & Jirků, 2014) y R. acuminata (Cremonte et al., 2002), la especie 

hermana del complejo Rhabdochona-Astyanax.  

 

DISCUSIÓN 
En el presente estudio se reconocieron cuatro linajes genéticos con monofilia 

recíproca en las especies de Rhabdochona parasitando a dos especies de 

Astyanax, que de acuerdo al concepto unificador de especie (De Queiroz 1998; 

1999) corresponden a linajes evolutivos que se han separado, es decir, especies 

distintas. No existe un patrón geográfico evidente en las relaciones evolutivas 

entre los linajes, y dentro de algunos linajes, el agrupamiento de las poblaciones 

es difícil de explicar, como sucede en el Linaje I que agrupa poblaciones de 

Jalisco, México y Guatemala, poblaciones aisladas por cientos de kilómetros sin 

aparentes poblaciones intermedias. Sin embargo, sólo observamos el paisaje 

actual, de tal manera que muchas poblaciones pudieron haberse extinguido, o el 

muestreo no permitió recuperarlas. Los otros linajes  están conformados por las 

poblaciones más cercanas geográficamente, aunque aparentemente, el 

aislamiento por distancia no es el factor que ha moldeado la estructura genética 

actual de las poblaciones. Los niveles de diferenciación entre las poblaciones de 

cada linaje muestran estructura genética poblacional, considerando los valores de 

Fst.  

El complejo Rhabdochona-Astyanax es monofilético de acuerdo a los análisis 

mitocondriales y combinados de todos los marcadores, y los linajes que lo 

conforman tienen monofilia recíproca. Si bien la topología en las reconstrucciones 

filogenéticas no es exactamente igual, puede ser reflejo de eventos de especiación 

recientes. Un tiempo corto desde el evento de especiación también puede ser la 

explicación de la aparente ausencia de variación morfológica en las especies 

crípticas de R. mexicana (Linaje I y Linaje II). Predecimos que la metodología 

empleada en este estudio aumenta la probabilidad de encontrar otras especies 

crípticas aún en las especies de Rhabdochona ya descritas, así como resolver 
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conflictos taxonómicos en el grupo, por lo que será recomendable expandir el 

muestreo de lo que se considera una misma especie y obtener muestras para 

realizar un estudio de prospección molecular como el presente.  

Al analizar por primera vez organismos nunca antes estudiados mediante 

aproximaciones moleculares, hace muy probable encontrar especies nuevas. Está 

tendencia es particularmente común en nematodos, donde la diagnosis está 

basada en pocos caracteres morfológicos. En Rhabdochona, la asignación de 

especie a menudo es dada en automático considerando únicamente la especie de 

hospedero donde el parásito es encontrado, es decir, basada en la especificidad 

hospedatoria.  

En nematodos, distintos niveles en las distancias genéticas entre especies han 

sido propuestos (Blouin, 2002). Pero las diferencias en las tasas de sustitución y la 

alta variación intra-específica en algunas especies (Blouin et al., 1998) hacen 

necesario establecer un umbral para cada grupo de estudio, donde una buena 

aproximación puede ser comparar la divergencia genética con especies cercanas 

filogenéticamente. En este estudio, la inclusión de otras especies de Rhabdochona 

permite establecer un valor aproximado en el patrón de divergencia genética. 

Aunque la adición de más especies puede modificar esta tendencia, así como las 

relaciones filogenéticas encontradas. El único estudio genético poblacional previo 

en especies de Rhabdochona corresponde a R. lichtenfelsi especie que parasita a 

godeidos en el centro de México, donde se obtuvo una variación intraespecífica de 

4.3-4.9% para el marcador Cox1 y no hubo evidencia de especiación (Mejía-

Madrid et al., 2007), mientras que las especies del complejo Rhabdochona-

Astyanax superan el 5% de diferencia inter-específica.  

Este trabajo muestra la primera hipótesis filogenética  basada en caracteres 

moleculares de algunas especies de Rhabdochona en peces de México y 

Centroaméricay la no monofilia de las especies de Rhabdochona en América. 

Además, cada especie de Rhabdochona parasita a la especie de hospedero 
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esperado, evidenciando su historia evolutiva en conjunto y la especificidad 

hospedatoria como un valor importante en los eventos de especiación del parásito.  

Estos resultados infieren aún mayor especificidad hospedatoria a la esperada, con 

linajes exclusivos de A. mexicanus o A. aeneus, y sólo R. mexicana en ambos 

hospederos. También destaca la importancia de las filogenias moleculares en 

diferenciar especies cercanas aún en simpatría.  

Nuestra visión de las asociaciones hospedero-parásito puede ser modificada con 

el descubrimiento de especies crípticas, por ejemplo, las hipótesis establecidas 

sobre la diversificación de los parásitos con sus hospederos desde que 

colonizaron el continente Americano. Este trabajo reconoció complejos de 

especies crípticas y además generó información relevante como códigos de barras 

genéticos para la futura identificación de especies de Rhabdochona.  
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Lista de tablas

Tabla 1. Sitios de colecta de individuos de Rhabdochona de Astyanax spp.  
# Especie de 

nematodo 
n Estado/País Localidad Código Especie de 

hospedero 
Latitud Longitud Cox1 28S rDNA 18S rDNA 

   México         

1 R. mexicana Linaje II 6 Tamaulipas Plan de Ayala PA A. mexicanus 23°34'02.2'' 99°24'' 136A, 
139A 

136A, 137A, 
139A 

136A, 137A 

2 R. mexicana Linaje II 1 San Luis 
Potosí 

Río Gallinas, en Arroyo Canoas CA A. mexicanus 22° 0' 9.79'' 99° 32' 
36.549'' 

186A 186A - 

3 R. mexicana 1  Antes Vereda, Aquismón VE A. mexicanus 21° 2' 35.34'' 99° 0' 0'' 187A - - 

4 R. mexicana 5 Querétaro Río Jalpán, Santa María, Jalpán RJ A. mexicanus 21° 12' 14.76" 99° 28' 28.2" 15A, 26A 2A, 14A, 
15A 

15A 

5 R. mexicana 1  Río Estórax, en El Oasis OA A. mexicanus 20° 59' 59.98" 99° 42' 30.37" 185A - - 

6 R. mexicana 1 Morelos Real de Coacalco, Yautepec RCY A. aeneus 18° 51' 
35.561'' 

99° 4' 33.232'' 1A 1A - 

7 R. mexicana 1  Río Amacuzac, en El Chisco RAM A. aeneus 18.45° 80' 73'' 95.19° 04' 02'' 206A 206A - 

8 R. mexicana 6 Veracruz Afluente Río Actopan, Loc. La Esperanza RAE A. aeneus 19° 28' 53.95'' 96° 33' 16.33'' 7A, 8A, 9A, 
10A, 11A, 
12A 

7A, 9A, 11A 11A 

9 Rhabochona Linaje III 18  Río Paso de Ovejas, Pueblo el Crucero RPO A. aeneus 19° 19' 1.35'' 96° 32' 11.59'' 154A, 
155A, 56A, 
125A, 
126A 

125A, 126A, 
154A 

126A, 155A 

10 Rhabochona Linaje III 1  Paso del Macho PM A. aeneus 18° 58' 18.80" 96° 43' 53.32" 71A 71A - 

11 R. mexicana Linaje I 2 Jalisco Río La Rosa, San Vicente, Tamazula RRT A. aeneus 19° 38' 56.04'' 103° 15' 
24.59'' 

24A 23A, 24A 24A 

12 R. mexicana 2 Oaxaca Nacimiento del Río Tehuantepec NCR A. aeneus 16° 53' 57.68" 96° 9' 57.33" 21A, 168A 21A, 168A - 

13 Rhabochona Linaje III 6 Chiapas Metzabok ME A. aeneus 17° 7' 3.41'' 91° 37' 54.61'' 97A, 165A, 
166A 

97A, 166A - 

14 Rhabdochona Linaje I 2 Guatemala Guatemala G A. aeneus 14° 4' 16"  90° 53' 59" 204A, 
205A 

204A, 205A  

15 Rhabdochona Linaje I 2   Río las Cabezas, Saranate RCG A. aeneus 14° 44' 23"  90° 4' 52" 89A, 193A 89A 89A 

Código del sitio de muestreo (#), número de nematodos colectados (n).  
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Tabla 2. Secuencias de los primers utilizados en este estudio. 
Gen 
amplificado 

Nombre del 
cebador Secuencia (5′➔3′) Referencia 

Cox1 COI int F F: TGATTGGTGGTTTTGGTAA 1 

 
COI int R R: ATAAGTACGAGTATCAATATC 1 

  pr-a F: TGGTTTTTTGTGCATCCTGAGGTTTA 2; 3 

 
pr-b R: AGAAAGAACGTAATGAAAATGAGCAAC 2; 3 

  LCO1490 F: GGTCAACAAATCATAAAGATATTGG 4 

 
HCO2198/588 R: TAAACTTCAGGGTGACCAAAAAATCA 4 

  507 F: AGTTCTAATCATAARGATATYGG 9 
28S rDNA 391 F: AGCGGAGGAAAAGAAACTAA  5; 9 
  502 F: CAAGTACCGTGAGGGAAAGTTGC 6 

 
536 R: CAGCTATCCTGAGGGAAAC 6 

18S rDNA G18S4 F: GCTTGTCTCAAAGATTAAGCC 7; 8 

 
136 R: TGATCCTTCTGCAGGTTCACCTAC 5; 8 

  649 R: TAAGAACGGCCATGCACCAC 8 
F: forward; R: reverse 

 REFERENCIA: 1: Casiraghi et al., 2001; 2: Bessho et al., 1992; 3: Nakano et al., 2006; 4: Folmer et 
al., 1994; 5: Nadler & Hudspeth, 1998; 6: García-Varela & Nadler, 2005; 7: Blaxter et al., 1998; 8:  
Nadler et al., 2000; 9: Nadler et al., 2006 
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Tabla 3. Estimación de la divergencia evolutiva entre las especies de Rhabdochona y el 
grupo externo Spinitectus spp. con el marcador Cox1 

Clave 
especie 1 2 3 4 5 6 7 8 

1 - 
       2 5.21 (0.8) - 

      3 6.84 (0.9) 7.20 (0.9) - 
     4 12.15 (1.2) 12.31 (1.2) 12.83 (1.3) - 

    5 12.59 (1.2) 12.83 (1.3) 13.51 (1.3) 8.90 (1.0) - 
   6 13.88 (1.2) 14.20 (1.2) 15.01 (1.3) 12.39 (1.2) 10.99 (1.1) - 

  7 11.92 (1.3) 12.53 (1.3) 13.07 (1.3) 10.34 (1.2) 7.34 (1.0) 9.61 (1.0) - 
 8 12.24 (1.4) 13.60 (1.5) 14.70 (1.5) 12.04 (1.4) 9.16 (1.3) 10.02 (1.2) 8.99 (1.3) - 

9 15.19 (1.4) 16.18 (1.5) 16.53 (1.4) 14.88 (1.4) 14.30 (1.4) 14.30 (1.3) 12.16 (1.3) 11.99 (1.5) 
  

Clave Especie Variación intra-específica 
   1 R. mexicana 1.16% 
   2 Rhabdochona Linaje II 0.24% 
   3 Rhabdochona Linaje I 1.50% 
   4 Rhabdochona Linaje III 0.96% 
   5 R. acuminata 0.08% 
   6 R. canadensis-Gila 4.83% 
   7 R. salgadoi 0.45% 
   8 R. lichtenfelsi - 
   9 Spinitectus spp. 6.10% 
   

Las distancias p están expresadas en porcentajes, el error estándar se muestra entre paréntesis. Sombreado en gris corresponde a las distancias del 
complejo Rhabdochona-Astyanax 
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Tabla 4. Estimación de la divergencia evolutiva entre las especies de Rhabdochona y el 
grupo externo Spinitectus spp. con el marcador 28S rDNA 
Clave 
especie 1 2 3 4 5 6 7 8 

1 - 
       2 0.46 (0.20) -       

3 0.33 (0.17) 0.35(0.19) -      
4 7.21 (0.89) 7.24 (0.90) 6.93 (0.87) -     
5 5.24 (0.70) 5.33 (0.70) 5.03 (0.68) 5.46 (0.80) -    
6 5.78 (0.71) 5.83 (0.72) 5.41 (0.68) 5.68 (0.79) 4.69 (0.64) -   
7 6.47 (0.73) 6.46 (0.73) 6.14 (0.71) 6.32 (0.80) 5.07 (0.65) 2.57 (0.48) -  
8 5.91 (0.71) 5.94 (0.72) 5.52 (0.69) 5.26 (0.76) 3.89 (0.61) 2.47 (0.48) 2.76 (0.49) - 
9 22.59 (1.29) 22.65 (1.31) 21.80 (1.25) 24.09 (1.35) 22.82 (1.27) 20.01 (1.16) 20.74 (1.17) 20.28 (1.16) 

         
Clave Especie 

     1 R. mexicana 
      2 Rhabdochona Linaje I 
      3 Rhabdochona Linaje II 
      4 Rhabdochona Linaje III 
      5 R. acuminata 
      6 R. salgadoi 
      7 R. lichtenfelsi 
      8 R. canadensis 
      9 Spinitectus spp. 
      Las distancias p están expresadas en porcentajes, el error estándar se muestra entre paréntesis. Sombreado en gris corresponde a las distancias del 

complejo Rhabdochona-Astyanax 
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Tabla 5. Diversidad genética de las poblaciones de Rhabdochona spp. recolectadas de 
Astyanax spp. en México y Centroamérica 
Población No. 

Individuos 
No. 
Haplotipos 

No. sitios 
variables 
(S) 

Diversidad 
haplotidica 
(Hd) 

Diversidad 
nucleotidica 
(Pi) 

D de Tajima Fu´s Fs Número 
promedio de 
diferencias 
nucleotidicas 
(k) 

Rhabdochona mexicana 

RJ 5 2 3 0,40000 0.00231 -1,04849 1,688 1,20000 

VE 1 - - - - - - - 

OA 1 - - - - - - - 

RCY 1 - - - - - - - 

RAE 6 5 8 0,93300 - -1,40833 -1,515 2,66667 

NCR 2 1 0 0 0 - - - 

RAM 1 - - - - - - - 

Total 17 8 12 0,89744 0.00368 0,085120 0,507 3,96154 

Rhabdochona Linaje I 

G 2 2 3 1 0.00563 - - 3,00000 

RCG 2 2 3 1 0.00721 - - 3,00000 

RRT 2 1 0 0 0 - - - 

Total 6 5 11 0.93300 0.00236 0.73124 -0,217 5,40000 
Rhabdochona Linaje II 

PA 3 1 0 0 0 - - - 

CA 1 - - - - - - - 

Total 4 2 3 0.50000 0.00241 -0,75445 1,716 1,50000 

Rhabdochona Linaje III 

RPO 5 3 2 0.73333 0.00287 -0,05002 -0,427 0,86670 

PM 1 - - - - - - - 

ME 4 2 1 0.50000 0.00083 -0,61237 0,172 0.50000 

Total 10 4 7 0.78800 0.01067 1,28010 1,731 3,22222 
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Tabla 6. Haplotipos en el complejo Rhabdochona-Astyanax 
Rhabdochona mexicana 

Rhabdochona Linaje 
I 

Rhabdochona Linaje 
II Rhabdochona Linaje III 

H I H I H I H I 
H 1 10A, 11A, 12A, 15A, 

13A, 14A, 168A, 
187A, 206A, 21A, 
26A, 7A, 8A, 9A 

H 1 193A H 1 136A, 137A, 
139A 

H 1 191A, 166A, 165A, 
97A 

H 2 1A, 2A, 185A H 2 204A H 2 186A H 2 126A, 125A, 154A 

    H 3 205A     H 3 155A, 56A 
  H 4 23A, 24A   H 4 71A 
    H 5 89A         
H: haplotipo, I: individuo       
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Tabla 7. Comparaciones entre las poblaciones de Rhabdochona spp. de 
hospederos Astyanax spp. 
Rhabdochona mexicana 

Población 1 Población 2 Fst Dxy Da Gst Nst 
RAE RJ 0.68072 0.01143 0.00778 0.19354 0.68193 
RAE NCR 0.75933 0.00999 0.00758 0.24664 0.75933 
RJ NCR 0.84229 0.00785 0.00661 0.54023 0.84229 

Rhabdochona Linaje I 

G RRT 0.87500 0.01956 0.01711 0.33333 0.87623 
G RCG 0.28571 0.00856 0.00244 0.00000 0.28787 

RRT RCG 0.80000 0.01834 0.01467 0.33333 0.80149 

Rhabdochona Linaje III 

ME RPO 0.94444 0.01788 0.01689 0.50943 0.94499 
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Tabla 8. Medidas morfológicas de Rhabdochona spp. de Astyanax spp. 

  

  

R. mexicana (Caspeta-
Mandujano et al., 2000) 

R. mexicana 
Rhabdochona  

Linaje I 
Rhabdochona 

Linaje II Rhabdochona  Linaje III 

n=23 n=25 n=25 n=21 n=1 n=1 n=2 n=2 n=8 n=7 
M H M H M H M H M H 

Longitud del cuerpo 4.55-9.23 8.90-18.18 3.13-6.67 2.61-10.56 - 23.65 5.914-6.128 - 
7.864-10.522 
(9.514) 

11.615-27.258 
(16.866) 

Anchura máxima 0.079-0.188 0.155-0.300 0.037-0.076 0.036-0.092 0.149 0.291 0.127-0.145 0.221 0.163-0.200 (0.181) 0.154-0.327 (0.218) 

Prostoma (largo) 0.019-0.026 0.023-0.033 0.012-0.024 0.009-0.024 0.021 0.034 0.017-0.019 - 0.023-0.034 (0.029) 0.024-0.041 (0.034) 

Prostoma (ancho) 0.013-0.023 0.019-0.026 0.007-0.015 0.004-0.016 0.010 0.017 0.008-0.010 - 0.015-0.023 (0.019) 0.021-0.028 (0.024) 

Longitud del vestíbulo 
incluyendo el prostoma  0.115-0.161 0.102-0.234 0.076-0.112 0.076-0.109 - 0.173 0.101-0.104 0.0868 0.084-0.123 (0.110) 0.112-0.128 (0.117) 

Longitud del esófago 
muscular 0.184-0.280 0.214-0.425 0.136-0.266 0.112-0.240 0.253 0.527 0.210-0.269 0.2137 0.221-0.342 (0.305) 0.173-0.436 (0.300) 

Longitud del esófago 
glandular 1.50-4.55 2.40-5.41 0.729-1.101 0.674-1.082 - 3.931 2.764 - 1.783-3.235 (2.458) - 

Anillo nervioso desde 
región anterior 0.135-0.188 0.165-0.250 0.115-0.153 0.108-0.158 - 0.254 0.136-0.138 - 0.125-0.169 (0.150) 0.147-0.227 (0.185) 

Poro excretor desde 
región anterior 0.204-0.306 0.250-0.359 0.117-0.232 0.124-0.230 0.217 0.392 0.234-0.260 - 0.202-0.249 (0.220) 0.173-0.240 (0.204) 

Deiridios desde región 
anterior 0.039-0.059 0.052-0.075 0.019-0.055 0.023-0.055 0.049 0.073 0.039 - 0.039-0.049 (0.042) 0.039-0.045 (0.042) 

Papilas precloacales 
subventrales 3-4 y 5 - 6-8 - 7 - 3, 4 - 14, 15 - 

Papilas postcloacales 6 - 3-5 - 4+1 - 4, 5 - 6, 8 - 

Área rugosa ausente - ausente - - - - - - - 

Espícula izquierda 0.468-0.587 - 0.297-0.379 - 0.616 - 0.401-0.501 - 0.414-0.451 (0.430) - 

Longitud del fuste 0.138-0.178 - - -   - - - - - 

Espícula derecha 0.082-0.108 - 0.067-0.100 - 0.115 - 0.088-0.091 - 0.117-0.138 (0.125) - 
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Longitud de radio entre 
las espículas 1 : 5.2-6.9 - - - - - - - - - 

Cauda cónica 0.165-0.217 0.101-0.224 0.134-0.194 0.122-0.170 0.171 0.291 0.112-0.130 - 0.151-0.347 (0.272) 0.218-0.364 (0.311) 

Vulva postecuatorial 
desde la extremidad 
anterior - 4.96-10.89 - 1.580-4.730 - 13.20 - - - 4.618-14.100 (7.862) 

Huevos - 
0.036-0.039 × 
0.019 - 0.035 x 0.016 - - - 

0.023-
0.033 x 
0.011-
0.013 - - 

M: macho, H: hembra. Las medidas están expresadas en milimetros. Entre paréntesis se muestran las medidas promedio.  
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Fig. 2 
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Leyendas de las figuras 
Figura 1. Localidades de muestreo de Rhabdochona en hospederos de Astyanax 

mexicanus y A. aeneus. El número de cada localidad corresponde con los 

números de la Tabla 1.  

 

Figura 2. Análisis de inferencia bayesiana utilizando el marcador 
mitocondrial Cox1 . Se muestran las probabilidades posteriores y valores de 

bootstrap. Los linajes se establecieron con base en los datos del árbol 

concatenado.  

 

Figura 3. Análisis de Inferencia Bayesiana utilizando el marcador 28S rDNA. 
En los nodos se muestran las probabilidades posteriores. 

 

Figura 4. Análisis de Inferencia Bayesiana utilizando el marcador 18S rDNA. 
En los nodos se muestran los valores de las probabilidades posteriores.  

 

Figura 5. Reconstrucción filogenética mediante Inferencia Bayesiana 
utilizando una matriz concatenada de los marcadores mitocondriales y 
nucleares (Cox1+ 28S rDNA + 18S rDNA). En los nodos se muestran los valores 

de probabilidad posterior y valores de bootstrap obtenidos en el análisis de 

Máxima Verosimilitud.  

 

Figura 6. Congruencia entre los árboles de Inferencia Bayesiana utilizando 
secuencias mitocondriales y nucleares que muestran cuatro linajes distintos 
en Rhabdochona-Astyanax, y que son señalados con las cajas grandes de 
diferentes colores. El árbol a la izquierda muestra la reconstrucción filogenética 

mediante utilizando datos mitocondriales de Cox1 y el árbol de la derecha 

corresponde a la matriz concatenada de los marcadores nucleares (28S + 18S 

rDNA). En los nodos se muestran los valores de probabilidad posterior.  
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Figura 7. Redes de haplotipos de los linajes del complejo Rhabdochona-

Astyanax. Cada haplotipo está numerado de acuerdo a la Tabla 6. Las líneas 

transversales representan el número de cambios en pares de bases entre 

haplotipos. El tamaño y color de los círculos corresponde al número de individuos 

y la población a la que pertenecen, respectivamente.  A) R. mexicana, B) 

Rhabdochona Linaje I, C) Rhabdochona Linaje II y C) Rhabdochona Linaje III. 

 

Figura 8. Aislamiento por distancia. A) R. mexicana, B) Rhabdochona Linaje II, 

C) Rhabdochona Linaje III.  

 

Figura 9. Rhabdochona mexicana Linaje I. A) y B) Terminación anterior hembra, 

C) cauda hembra.  

 

Figura 10. Fotografías de microscopía electrónica de barrido de 
Rhabdochona mexicana Linaje I. A) Región posterior de una hembra, B) Vista 

apical de la región anterior, la flecha señala una papila cefálica, C) deiridio 

bifurcado, y D) vista lateral de la región anterior. Abreviaciones: a-anfidio; p-papila 

cefálica y s-sublabio.  

 

Figura 11. Fotografías de microscopía electrónica de barrido de R. mexicana. 

A) Región posterior de un macho, la flecha señala las papilas, B) deiridios 

bifurcados, C) región anterior y D) prostoma armado con 10 dientes, la flecha 

señala uno de los dientes.  

 

Figura 12. Deiridios  bifurcados. A) Rhabdochona Linaje II y B) Rhabdochona 

mexicana.  

 

Figura 13. Microfotografías con microscopía electrónica de barrido de los 
deiridios  bifurcados en representantes del complejo Rhabdochona-

Astyanax. A) R. mexicana de A. aeneus de una en Veracruz, B) R. mexicana de 
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A. mexicanus de la localidad tipo en el Río Estórax, Querétaro, C) R. mexicana 

parásito de A. mexicanus, en Oaxaca, y D) Rhabdochona Linaje I.  

 

Figura 14. Vista apical de las especies crípticas del complejo Rhabdochona-

Astyanax. A), B) y C) Rhabdochona mexicana y D) Rhabdochona Linaje I.  

 

Figura 15. Rhabdochona Linaje III. A) Vista lateral de la región anterior en una 

hembra, B) terminación cefálica en vista lateral, C), D) y E) variación morfológica 

de la terminación posterior en hembras, de las localidades ME, PM, RPO, 

respectivamente, F) vulva y G) región posterior macho.  

 

Figura 16. Microfotografías Nomarski de Rhabdochona Linaje III. A) Región 

anterior del holotipo, las flechas señalan la posición del deiridio, el poro excretor y 

la división entre el esófago muscular, y glandular, desde la región anterior, 

respectivamente, B) y C) variación morfológica de la región anterior, las felchas 

señalan los deiridios, D) terminación posterior de una hembra, E) vulva y F) región 

posterior macho.  

 

Figura 17. Fotografías de microscopía electrónica de barrido de 
Rhabdochona Linaje III. A) Vista apical de una hembra, B) vista lateral, la flecha 

indica la posición del poro excretor, C) deiridio simple, y D) Región caudal de un 

macho, la flecha indica el último par de papilas postcloacales.  
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DISCUSIÓN GENERAL 
 
Los resultados generados en el presente estudio nos permitieron reconocer que 

Procamallanus neocaballeroi y Rhabdochona mexicana, que parasitan a Astyanax 

en el área geográfica comprendida en Mesoamérica, están formadas por múltiples 

linajes que no difieren morfológicamente y por tanto se decidió mantenerlas como 

como especies crípticas. La excepción ocurre en uno de los linajes de 

Rhabdochona, el Linaje III, que presenta características morfológicas conspicuas 

que lo separan del resto del complejo Rhabdochona-Astyanax y que fueron 

observadas una vez que la divergencia genética demostró que podían representar 

unidades evolutivas independientes.  Esta especie será descrita en otro trabajo. 

 

El complejo de especies de Rhabdochona-Astyanax forman un grupo monofilético, 

independientemente de que el Rhabdochona Linaje III se asemeje más a la 

especie hermana de todo el complejo, R. acuminata, que es parásito de otros 

carácidos principalmente, en particular de Brycon spp. Los patrones de 

diversificación en Rhabdochona-Astyanax están estrechamente ligados a la 

historia evolutiva de sus hospederos. Lo anterior corrobora la idea de que 

Rhabdochona es un género diverso y reconocido por su alta especificidad 

hospedatoria a nivel de familia. Es de esperar que las relaciones filogenéticas 

dentro del género estén dictadas primordialmente por las de sus hospederos, es 

decir, especies de hospederos más cercanos evolutivamente tendrán especies de 

Rhabdochona relacionadas. En Procamallanus-Astyanax se presenta un patrón 

similar, con un complejo de tres especies que conforman un grupo monofilético 

exclusivo de Astyanax. Es posible que la adición de otras especies de 

Procamallanus que parasitan a Astyanax y a otros carácidos del Neotrópico, que 

incluso son más similares morfológicamente (Gallas et al., 2015), permita 

evidenciar un patrón de diversificación de Procamallanus dentro de Astyanax. 

 

La historia de dos especies de nematodos de los géneros Procamallanus y 

Rhabdochona que parasitan a especies del género Astyanax, representa un 
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escenario de especiación reciente donde ambos grupos de parásitos parecen 

haber diversificado en asociación con Astyanax, es decir, la historia evolutiva de 

los parásitos está ligada estrechamente a la del hospedero definitivo (Criscione et 

al., 2005), hacia quienes exhiben una alta especificidad hospedatoria y 

congruencia geográfica (Poulin et al., 2011), es decir,  parasitan a un linaje de 

hospederos cercanamente relacionados que incluye especies hermanas (forman 

un grupo monofilético en Norte América y la parte alta de Centro América) 

(Ornelas-García et al., 2008), e incluye linajes que utilizan al mismo hospedero en 

todos los sitios, o que infectan como máximo a dos especies de hospederos. La 

especificidad hospedatoria puede evolucionar rápidamente en nematodos cuando 

sólo un hospedero está disponible (Jaenike, 1993), pero no refleja si los parásitos 

efectivamente perdieron la habilidad de infectar a otros hospederos.  La teoría 

sugiere que la especialización hospedatoria de un parásito lo puede conducir a la 

extinción (Day et al., 2016), y pocos estudios sustentan una idea opuesta 

(Mendlova & Šimková, 2014). Muchos factores pueden moldear la evolución de la 

especificidad hospedatoria: el ciclo de vida del parásito, tamaño del hospedero e 

incluso la longevidad del mismo (Walker et al., 2017). 

 

Se ha postulado para ambos parásitos un origen totalmente opuesto, 

Procamallanus de origen Neotropical (Chabaud & Bain, 1994) y Rhabdochona de 

origen Neártico (Moravec, 2010). Sin embargo, en Rhabdochona nuestros 

resultados no coinciden claramente con un origen Neártico, lo cual puede deberse 

a distintas explicaciones, una de ellas que el género Rhabdochona estaba en 

Mesoamérica antes de la llegada de los carácidos, y diversificó dentro de 

Astyanax cuando estos colonizaron Sudamérica. En Procamallanus la 

reconstrucción filogenética muestra claramente un origen Neotropical, que sumado 

a la abundancia de especies del género en territorios al sur (De Oliveira, et al., 

1991; Moravec et al., 2004) y las relativamente pocas especies descritas al norte 

(Moravec et al., 2000; González-Solís et al., 2002), sugieren un origen Neotropical. 

A su vez Procamallanus, es un grupo parafilético, pero la adición de más especies 

de Procamallanus sobre todo aquellas reportadas en Astyanax de Sudamérica 
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(Kohn et al., 1989; Acosta et al., 2015) podría resultar en la formación de un grupo 

monofilético de parásitos de carácidos, dada la importante diversificación de 

especies que han dado lugar a la fauna núcleo de Astyanax en todo América 

(Choudhury et al., 2017). 

 

Se sabe que Astyanax colonizó Mesomamérica a partir de Sudamérica, tras el 

cierre del Itsmo de Panamá (Ornelas-García et al., 2008), trayendo consigo 

parásitos del sur, dando como resultado la diversificación de ambos grupos de 

nematodos, ya que los patrones de colonización de estos parecen estar 

determinados por el hospedero y su distribución geográfica. Esto se ha visto en 

otros helmintos específicos de Astyanax, por ejemplo, en el tremátodo Wallinia 

mexicana se ha sugerido que el aislamiento de su hospedero, A. mexicanus, en la 

región norte de México ha mediado su diversificación (Pérez-Ponce de León et al., 

2015).   

 

El género Astyanax no solamente ha diversificado ampliamente en diferentes 

linajes genéticos (Ornelas-García et al., 2008), sino que parece que también ha 

contribuido a la diversificación de sus parásitos. Esto mediado quizá por factores 

de competencia o aislamiento en conjunto, es decir, eventos de alopatría que han 

producido diversidad en tan sólo dos especies de nematodos en tres especies de 

hospederos. Astyanax mantiene una enorme riqueza de parásitos con diversas 

formas de vida, que en conjunto podrían revelar el efecto del hospedero en los 

procesos de diversificación, sobre todo si estos están más ligados a su hospedero, 

como se ha visto en Procamallanus y Rhabdochona, siendo más predominantes 

en los procesos de diversificación que las características de sus helmintos. Por 

ejemplo, se podría esperar que hubiera comunidades de parásitos de A. 

mexicanus en la región norte de su distribución, separadas de poblaciones al sur. 

En conjunto con evidencia de parásitos con ciclo de vida directo, donde la 

diversificación esperada es más alta que la de su hospedero (ej. Light & Hafner, 

2007) y que ciertos estudios muestran patrones de co-especiación más evidentes 

(ej. Vanhove et al., 2015), podrían dar más robustez a esta hipótesis.  
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En ambos complejos de especies, los nematodos que parasitan a A. aeneus se 

encuentran en la parte basal de los árboles filogenéticos, lo que podría coincidir 

con aislamiento geográfico o algún evento geológico que actuó como barrera. Esto 

subraya el potencial de los estudios comparativos entre dos especies con un 

patrón de distribución similar y hospedero-específicas, para contrastar de manera 

más precisa la historia evolutiva de estos nematodos con la de sus hospederos. 

 

En ambos géneros de parásitos, pese al muestreo extensivo de poblaciones de 

Astyanax desde Centroamérica que realizamos, se infiere que no han „seguido‟ a 

su hospedero en toda su área de distribución, siendo  variables ambientales o la 

distribución diferencial del hospedero intermediario aquellas que explican su 

ausencia. Cabe destacar que variaciones estacionales en las prevalencias de los 

parásitos también pueden afectar su representatividad en el muestreo y sesgar las 

inferencias planteadas.  

 

Existen poblaciones cercanas a las cuevas donde Rhabdochona en Astyanax ha 

sido encontrado (Santacruz, 2013); sin embargo, sólo Procamallanus ha sido 

capaz de invadir las cuevas, posiblemente junto con su hospedero, pero en 

eventos relativamente recientes, pues conforma un grupo monofilético con 

poblaciones de superficie cercanas a las cuevas, aún en Astyanax de cueva de 

linajes distintos.  

 

De las dos especies con las que se trabajó en este estudio inicialmente, solo una 

de ellas, P. neocaballeroi, incluyó poblaciones que fueron recolectadas de 

Astyanax mexicanus habitantes de cuevas, particularmente en Cueva Chica y 

Cueva Sabinos. Consideramos que el habitat en este caso podría representar una 

barrera ecológica que hubiera generado un mecanismo de diversificación y que 

era posible que estas poblaciones representaran un linaje y por consecuente una 

especie que está asociada con A. mexicanus en localidades de superficie. Sin 

embargo, nuestros resultados arrojan que las poblaciones de cueva y superficie 

representan la misma especie, tal y como pasa con la especie de hospedero, A. 
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mexicanus, que a pesar de tener rasgos morfológicos diferentes como la ausencia 

de ojos en las poblaciones de cuevas (Jeffery, 2001; Gross et al., 2016), 

representan la misma especie y los rasgos son considerados adaptaciones a esa 

forma de vida en la oscuridad. 

 

La presencia de Procamallanus Linaje I en el pez de cueva y la monofilia recíproca 

que conforma con poblaciones en hospederos de superficie permite proponer 

varias hipótesis: 1) El Linaje I de Procamallanus estaba presente en Astyanax 

desde antes que éste colonizara las cuevas. Esta propuesta tiene consistencia si  

se asume que las poblaciones están efectivamente aisladas, y si el tiempo de 

separación es reciente y  no ha sido el suficiente para generar un proceso de 

especiación del parásito, ya que ambas cuevas corresponden a linajes distintos de 

hospederos (Dowling et al., 2002; Ornelas-García et al., 2008; Strecker et al., 

2012). Esto concuerda con un origen en común de la especie de hospedero 

derivado de un ancestro que habitaba la superficie y colonizó las dos cuevas 

donde se ha registrado el Linaje I de Procamallanus (Bradic et al., 2012). Autores 

como Hausdorf et al., (2011), proponen una hipótesis diferente, donde los 

individuos de Cueva Chica llegaron a partir de un grupo de peces distinto del que 

llegó a Cueva Sabinos. Bradic et al., (2012) también menciona que las 

poblaciones de A. mexicanus de cada una de estas cuevas difieren más entre sí 

de lo que difieren de sus contrapartes de superficie, quizá debido a un fenómeno 

de cuello de botella. Por su parte, las poblaciones de Procamallanus se vieron 

menos afectadas  por estos eventos microevolutivos y por lo tanto no han 

experimentado un proceso de diversificación. 2) En una segunda hipótesis, se 

postula que efectivamente ha habido flujo génico entre las poblaciones de 

hospederos de cueva y superficie posterior a la colonización de las cuevas (Bradic 

et al., 2012) y junto con este intercambio ha habido flujo génico de las poblaciones 

de Procamallanus Linaje I, por lo cual representan un mismo linaje genético. Los 

estudios en peces indican que tanto en Cueva Sabinos como en Cueva Chica se 

ha reportado poco o nulo flujo génico con Astyanax de superficie (Strectker et al., 

2012), pero es probable qiue éste sea suficiente para los parásitos, pues sus 
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tamaños poblacionales podrían ser mayores que los de su hospedero y suficientes 

para mantener la variación genética (Criscione & Blouin, 2005; Huyse et al., 2005). 

Cabe resaltar que si bien este estudio no tuvo un enfoque ecológico, las 

prevalencias de Procamallanus Linaje I aparentemente son mayores en los peces 

de cueva que aquellos en superficie. La presencia de otros parásitos en los peces 

de cueva (p. ej. monogeneos, Santacruz datos no publicados) podría ayudar a 

esclarecer el patrón evolutivo en Procamallanus Linaje I, aunque es el único 

parásito con ciclo de vida indirecto registrado dentro de las cuevas (Santacruz, 

2013).  

 

La presencia de Procamallanus Linaje I en las cuevas permite inferir que las 

cuevas no sólo fueron invadidas por Astyanax, sino también organismos capaces 

de fungir como hospederos intermediarios de nematodos con ciclo de vida 

indirecto y que los estadios de vida libre de Procamallanus han podido adaptarse y 

sobrevivir en las condiciones ambientales de las cuevas. Las cuevas son 

consideradas como ambientes extremos donde es difícil sobrevivir y por lo tanto 

presentan una baja diversidad de especies, y aquellas que han logrado sobrevivir 

han desarrollado múltiples adaptaciones para la vida en las cuevas (ej. Jeffery, 

2001; Liu et al., 2017). Procamallanus Linaje I parecería haber „encontrado‟ 

mejores condiciones si efectivamente las prevalencias son más altas y se ha 

mantenido por tanto tiempo tras el aislamiento de su hospedero. Sin embargo, en 

cuevas el estudio de helmintos es escaso (Castle et al., 1987; Santacruz, 2013) y 

tiene como principal limitante el hecho de que las poblaciones de hospederos 

tienen muy baja abuundancia y no es posible tener tamaños de muestra lo 

suficientemente altos como para hacer comparaciones que den mayor sustento a 

los datos. 

 

El trabajo que aquí presentamos constituye un claro ejemplo de la existencia de 

especies de parásitos con espeficidad hospedatoria, donde caracteres 

morfológicos, al menos aquellos empleados tradicionalmente como diagnósticos 

entre especies, han permanecido en estasis y prácticamente no han cambiado, o 
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lo han hecho muy poco. Es probable que la similitud fenotípica resulte de nuestra 

incapacidad, por el momento, de observar cambios entre los linajes (Pérez-Ponce 

de León & Nadler, 2010), o bien, puede reflejar una especiación reciente (Poulin & 

Pérez-Ponce de León, 2017) con una huella genética aparente, pero no aún 

feneticamente. Asimismo, es posible que las diferencias se presenten en otros 

rasgos, como aquellos conductuales, ecológicos, etc. (De Meester et al., 2015, 

2016; Derycke et al., 2016). Esto claramente se contrapone a la visión clásica 

donde se espera que un evento de especiación sea acompañado de un cambio 

morfológico (ver Raboski et al., 2013). En parásitos y sobre todo aquellos con ciclo 

de vida complejos, es difícil demostrar un aislamiento reproductivo completo, pero 

la monofilia recíproca, un patrón geográfico y hospedatorio distinto, la 

estructuración genética de sus poblaciones, así como divergencias genéticas por 

encima del umbral para especies distintas (Blouin, 2002) son argumentos que 

corroboran el planteamiento de la existencia de complejos de especies crípticas. 

 

Por otro lado, estudios más detallados de la morfología de las especies crípticas 

propuestas, en donde se añada un mayor número de ejemplares y se busquen 

caracteres de diversa índole, quizás a través de análisis ultraestructurales con 

microscopía electrónica de barrido o confocal, por ejemplo, quizá permitirán 

encontrar diferencias morfológicas. Además, incrementar el esfuerzo de muestreo 

al incorporar otras localidades donde se han registrado tanto Rhabdochona como 

Procamallanus en Astyanax a lo largo de su distribución en Mesoamérica, pero no 

están representadas en este estudio, será de gran ayuda para comprender la 

biogeografía histórica derivada de las interpretaciones filogenéticas. 

 

La historia de Procamallanus spp. y Rhabdochona spp. en Astyanax analizada en 

conjunto será aún más evidente cuando la propia historia de su hospedero llegue 

a un mayor consenso y esclarecimiento (Gross, 2015) y se defina con exactitud el 

numero de linajes genéticos (especies) que constituyen lo que en la actualidad se 

reconoce como A. mexicanus y A aeneus.  
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El género Astyanax resulta entonces un buen modelo de estudio sobre las 

interacciones hospedero-parásito, como ocurre con otras especies de peces 

(Barber, 2013; Vanhove et al., 2016) que también exhiben paralelismos evolutivos. 

Pero Astyanax ofrece un modelo de estudio en ambientes contrastantes (cuevas), 

en el que ciclos de vida complejos se han mantenido.  

 

La tendencia actual avanza hacia una taxonomía integrativa (Dayrat, 2005), 

particularmente cuando la taxonomía clásica con base en el diagnóstico 

morfológico es insuficiente para resolver conflictos taxonómicos o reconocer 

especies crípticas. Una taxonomía integrativa está constituida por herramientas de 

la taxonomía alfae incorpora otras aproximaciones metodológicas que incluyen 

morfometría, información molecular y análisis de delimitación de especies con el 

uso de coalescencia, entre muchos otros que ya han sido empleados en 

nematodos (Silva et al., 2012; Hando et al., 2014). El uso de aproximaciones 

moleculares en dos especies de nematodos parasitando tres especies de 

hospederos, y dando lugar a seis linajes más, esboza un escenario donde el 

número de especies de helmintos para esta región que incluye la zona de 

transición del componente Neártico y Neotropical puede incrementar 

exponencialmente. 
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CONCLUSIONES 
 

 Rhabdochona mexicana y Procamallanus neocaballeroi están formados por 

múltiples linajes de parásitos  asociados a peces del género Astyanax, 

definidos con base a monofilia recíproca, divergencia genética y patrón 

hospedatorio.  

 

 El complejo Procamallanus-Astyanax está constituito por tres linajes; P. 

neocaballeroi parásito de A. aeneus y A. caballeroi, Procamallanus Linaje I 

especifíco de A. mexicanus de cueva y superficie, y Procamallanus Linaje II 

parásito de A. aeneus.  

 

 Los nematodos parásitos de peces de cueva y superficie forman un linaje, 

Procamallanus Linaje I.  

 

 El complejo de Rhabdochona-Astyanax está conformado por cuatro linajes: 

R. mexicana, dos linajes de especies crípticas y un tercer linaje que se 

detalla morfológicamente.  

 

 Las especies de Procamallanus y Rhabdochona tienen una estricta 

especificidad hospedatoria hacia especies de Astyanax spp., más alta que 

la reportada previamente. 

 
 Se necesita mayor número de ejemplares de nematodos para identificar si 

existen diferencias morfológicas que separen a los linajes propuestos para 

ambos complejos de especies crípticas.  
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