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Resumen 

El nematodo agallador o nudo de la raíz Meloidogyne, es uno de los nematodos más 

devastadores en los cultivos. Ataca una amplia gama de plantas cultivadas, incluyendo hortalizas, 

frutas, y plantas ornamentales. Este nematodo puede reducir el rendimiento de los cultivos, causar 

deformidades en las raíces, afectar la calidad de los productos cosechados y provocar la muerte de 

las plantas en casos severos de infestación. Por otro lado, el manejo integrado de este fitoparásito 

usualmente está enfocado en el uso de pesticidas de origen químico, lo que su vez causa efectos 

perjudiciales en la calidad del agua y suelo, en el medio ambiente, en la salud humana y, además, 

resistencia en las poblaciones de estas especies de nematodos. Esto ha aumentado la necesidad de 

buscar enfoques alternativos y sostenibles, como el control biológico, para disminuir las 

poblaciones este nematodo en los sistemas de cultivo. En este sentido, los hongos nematófagos 

son organismos que poseen la capacidad de atrapar y consumir nematodos. Estos actúan 

produciendo estructuras miceliales especializadas que capturan a los nematodos, como redes 

tridimensionales, pomos adhesivos pedunculados, anillos constrictores, anillos no constrictores, 

que capturan a los nematodos. Una vez atrapados, los hongos liberan enzimas y toxinas para 

descomponer y digerir a sus presas, obteniendo nutrientes de ellas. Del mismo modo, algunos 

hongos también pueden parasitar directamente los nematodos invadiendo su cuerpo mediante el 

uso de esporas. Estos hongos ofrecen un potencial prometedor para el control biológico de 

nematodos fitoparásitos, y a la vez son una alternativa sostenible a los agroquímicos porque no 

impactan al medio ambiente. De esta manera, en la presente investigación se caracterizó 

morfológica y molecularmente hongos nematófagos presentes en suelos agrícolas en la Provincia 

de Chiriquí y se determinó sus mecanismos subyacentes de acción contra el nematodo agallador 

Meloidogyne spp. 

Los muestreos de suelo se realizaron en dos fincas de cultivos en Tierras Atlas y una de 

Tierras Bajas, en la provincia de Chiriquí. Para el aislamiento inicial de hongos nematófagos se 

esparció aproximadamente 1 g de suelo sobre platos que contenían agar agua (AA) y 

posteriormente se agregó una suspensión de nemátodos del género Meloidogyne, con el fin de que 

sirvieran como presa. Las placas Petri se observaron diariamente por una semana con un 

estereoscopio en busca de hifas, conidios, esporas o nematodos parasitados. Cuando aparecían 

estas estructuras mencionadas anteriormente, se transfirieron mediante técnicas de cultivo aséptico 
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en agar papa dextrosa (PDA) con estreptomicina y cloranfenicol al 0.1 % p/v para obtener cepas 

puras. Para la identificación taxonómica de los hongos aislados se realizaron análisis morfológicos 

mediante microscopía de luz y el uso de claves taxonómicas, al igual que el uso de análisis 

moleculares de extracción de ADN fúngico, amplificación mediante PCR y secuenciación del 

espaciador interno escrito (ITS), la región de código de ADN fúngico. Las secuencias obtenidas 

fueron comparadas con secuencias depositadas en las bases de datos de GenBank, Mycobank y 

BoldSystem.  

Se obtuvieron un total de 15 cepas puras, de las cuales dos correspondieron a hongos 

depredadores del género Arthrobotrys asilados de suelos de cultivo de café, siendo A. 

arthrobotryoides y A. musiformis. Debido a la naturaleza nematófaga de estas dos primeras 

especies descritas en la literatura, las mismas fueron seleccionadas para determinar sus 

mecanismos de acción. Las especies A. arthrobotryoides y A. musiformis formaron redes de 

captura bidimensionales y tridimensionales contra Meloidogyne spp., específicamente juveniles 

(J2), confirmando su naturaleza estrictamente nematófaga. Además, se identificó una especie del 

género Neocosmospora, N.  falciformis, y cinco especies distintas del género Trichoderma, entre 

ellas T. asperellum, T. harzianum, T. koningiopsis, T. spirale y T. virens. Por último, una especie 

del género de Rhizoctonia fue aislada dentro del estudio, sin embargo, esta no se incluyó en los 

resultados finales debido a que no es un hongo de carácter nematófago. La calidad de las 

secuencias de esta cepa se mostró baja, y debido a esto no se logró identificar su especie. Los 

resultados de esta investigación demuestran la presencia de hongos nematófagos en suelos 

agrícolas de Chiriquí, y sugieren que en Panamá existe el potencial para desarrollar una estrategia 

de combate biológico contra Meloidogyne spp. en cultivos de importancia estratégica. Además, 

sienta las bases para futuros ensayos de eficacia en condiciones de invernadero y campo, con miras 

a desarrollar formulaciones biológicas para el manejo integrado de nematodos en cultivos de 

importancia económica. 
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Abstract 

The root-knot nematode Meloidogyne is one of the most devastating nematodes in crops. 

It attacks a wide range of cultivated plants, including vegetables, fruits, and ornamental plants. 

This nematode can reduce crop yields, cause root deformities, affect the quality of harvested 

products, and cause plant death in severe cases of infestation. On the other hand, integrated 

management of this phytoparasite usually focuses on the use of chemical pesticides, which in turn 

causes harmful effects on water and soil quality, the environment, human health, and, in addition, 

resistance in the populations of these nematode species. This has increased the need to seek 

alternative and sustainable approaches, such as biological control, to reduce nematode populations 

in cropping systems. In this regard, nematophagous fungi are organisms that have the ability to 

trap and consume nematodes. They act by producing specialized mycelial structures that capture 

nematodes, such as three-dimensional networks, stalked adhesive knobs, constricting rings, and 

non-constricting rings. Once trapped, the fungi release enzymes and toxins to break down and 

digest their prey, obtaining nutrients from them. Similarly, some fungi can also directly parasitize 

nematodes by invading their bodies using spores. These fungi offer promising potential for the 

biological control of plant-parasitic nematodes and are also a sustainable alternative to 

agrochemicals because they do not impact the environment. Thus, the present research aimed to 

characterize morphologically and molecularly nematophagous fungi present in agricultural soils 

in the province of Chiriquí and determine their underlying mechanisms of action against the root-

knot nematode Meloidogyne spp.  

Soil samples were taken from two farms in Tierras Atlas and one in Tierras Bajas, in the 

province of Chiriquí. For the initial isolation of nematophagous fungi, approximately 1 g of soil 

was spread on plates containing water agar (WA), and a suspension of nematodes of the genus 

Meloidogyne was added to serve as prey. The Petri plates were observed daily for a week with a 

stereoscope in search of hyphae, conidia, spores, or parasitized nematodes. When the 

aforementioned structures appeared, they were transferred using aseptic culture techniques to 

potato dextrose agar (PDA) with streptomycin and chloramphenicol at 0.1% w/v to obtain pure 

strains. For the taxonomic identification of the isolated fungi, morphological analyses were 

performed using light microscopy and taxonomic keys, as well as molecular analyses of fungal 

DNA extraction, PCR amplification, and sequencing of the internal transcribed spacer (ITS), the 
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coding region of fungal DNA. The sequences obtained were compared with sequences deposited 

in the GenBank, Mycobank, and BoldSystem databases.  

A total of 15 pure strains were obtained, two of which corresponded to predatory fungi of 

the genus Arthrobotrys isolated from coffee cultivation soils, namely A. arthrobotryoides and A. 

musiformis. Due to the nematophagous nature of these first two species described in the literature, 

they were selected to determine their mechanisms of action. The species A. arthrobotryoides and 

A. musiformis formed two-dimensional and three-dimensional capture networks against 

Meloidogyne spp., specifically juveniles (J2), confirming their strictly nematophagous nature. In 

addition, one species of the genus Neocosmospora, N. falciformis, and five different species of the 

genus Trichoderma were identified, including T. asperellum, T. harzianum, T. koningiopsis, T. 

spirale, and T. virens. Finally, a species of the genus Rhizoctonia was isolated within the study; 

however, it was not included in the final results because it is not a nematophagous fungus. The 

quality of the sequences of this strain was low, and because of this, its species could not be 

identified. The results of this research demonstrate the presence of nematophagous fungi in 

agricultural soils in Chiriquí and suggest that Panama has the potential to develop a biological 

control strategy against Meloidogyne spp. in strategically important crops. Furthermore, it lays the 

foundation for future efficacy trials under greenhouse and field conditions, with a view to 

developing biological formulations for the integrated management of nematodes in economically 

important crops. 
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CAPÍTULO I: MARCO INTRODUCTORIO 

1. Introducción 

Los nematodos son organismos pluricelulares pertenecientes al filo Nematoda (reino 

Animalia), tienen una apariencia de gusanos y generalmente miden alrededor de 0.2–2.5 mm de 

longitud. Presentan diferentes hábitos de vida y alimentación, que varían según su entorno y nicho 

ecológico. Si bien muchos de ellos son de vida libre y se alimentan de hongos, bacterias, protozoos 

o incluso otros nematodos, otros son parásitos e infectan plantas y animales (Stirling, 2014). Los 

nematodos desempeñan un papel crucial en las cadenas alimentarias del suelo, ya que actúan como 

controladores de la población microbiana y, al mismo tiempo, se convierten en presas de muchos 

animales y organismos del suelo (Kudrin et al., 2015).  

Los nematodos fitoparásitos suelen alimentarse directamente de tejido vegetal, a través del 

citoplasma celular, los pelos de la raíz o las células corticales (Decraemer & Hunt, 2013). Estos 

procesos, a su vez, conducen a síntomas de necrosis, decoloración, tumores/agallas, putrefacción 

e incluso la muerte de la planta huésped (Howland & Quintanilla, 2023; Pulavarty et al., 2021). 

Según sus hábitos alimenticios, los nematodos fitoparásitos se agrupan en ectoparásitos, 

semiendoparásitos y endoparásitos (Decraemer & Hunt, 2013; Subedi et al., 2020). Se estima que 

las pérdidas anuales causadas por los nematodos fitoparásitos representan entre el 8.8 % y el 14.6 

% de la producción agrícola mundial, lo que corresponde a un valor entre US$ 100 y US$ 157 mil 

millones por año (Ali et al., 2014). Los nematodos fitopatógenos suelen tener rangos de plantas 

hospederas muy amplios, y afectan el rendimiento y la calidad en cultivos como: Amaranthaceae 

(remolacha azucarera); Fabaceae (soja); Poaceae (también conocidas como gramíneas: arroz, trigo, 

maíz); Solanaceae (tomate, papa, pimiento) entre otros grupos (Sato et al., 2019).  

Actualmente, es común que el manejo integrado de nematodos fitopatógenos se lleva a 

cabo mediante nematicidas de origen químico, prácticas culturales y el cultivo de variedades 

resistentes (Oka et al., 2000). Sin embargo, el uso de químicos sintéticos es el más prevalente en 

las últimas décadas, debido a la necesidad de más alimentos a partir de los escasos recursos 

naturales en el mercado (Moosavi & Zare, 2016). No obstante, la mayoría de los componentes 

químicos causan efectos perjudiciales en la calidad del agua, el suelo, el medio ambiente, la salud 

humana e incluso resistencia en las poblaciones de Meloidogyne (Al-Zaidi et al., 2011). Por otra 
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parte, cuando a menudo se aplica un plaguicida de amplio espectro que debería matar a la plaga, 

se elimina también a los enemigos naturales y microorganismos benéficos (Al-Zaidi et al., 2011; 

Helyer et al., 2014).  

El uso de microorganismos benéficos como bacterias, hongos y virus en el control 

biológico se ha considerado como una alternativa potencial en los últimos años (Nega, 2014). Estos 

pueden producirse en grandes cantidades, actúan específicamente sobre las plagas objetivo y son 

relativamente fáciles de aplicar; ya que se utilizan sobre todo en presentaciones similares a los 

aerosoles (Helyer et al., 2014). En ese sentido, surge la necesidad de buscar enfoques alternativos, 

sostenibles y amigables con el ambiente como el control biológico; con el fin de disminuir y 

controlar las plagas como los nematodos fitopatógenos en sistemas de cultivo convencionales. 

Los hongos ya se han empleado con éxito como agentes de control biológico (ACB) en 

numerosas plagas y enfermedades de los cultivos agrícolas. Por ejemplo, las especies de Beauveria 

y Metarhizium se utilizan para las plagas de insectos (Amatuzzi et al., 2018; Duarte et al., 2016). 

Varias especies de Trichoderma son consideradas ACB contra varios hongos fitopatógenos, 

incluidos especies de los géneros Fusarium, Pythium y Rhizoctonia (Kumari et al., 2023; Maulana 

et al., 2024; Pérez-González et al., 2023). Orbilia oligospora (Fresen) Baral & E. Weber (syn. 

Arthrobotrys oligosporus Fresen.), Metacordyceps chlamydosporia (H.C. Evans) G.H. Sung, J.M. 

Sung, Hywel-Jones & Spatafora (syn. Pochonia chlamydosporia (Goddard) Zare & W. Gams) y 

Purpureocillium lilacinum (Thom) Luangsa-ard, Houbraken, Hywel-Jones & Samson (syn. 

Paecilomyces lilacinus (Thom) Samson), se aplican para el control de nematodos fitoparásitos 

como Meloidogyne spp. Aunque estos antecedentes son prometedores, todavía quedan retos por 

superar, como lograr la producción masiva de estos ACB, educar a los agricultores y desarrollar 

más estudios científicos de campo para demostrar su eficacia (Shukuru et al., 2024). Teniendo en 

cuenta los impactos económicos y sociales de los nematodos fitoparásitos en la seguridad 

alimentaria y nutricional (SAN), es crucial desarrollar nuevas alternativas ambientalmente seguras 

para el manejo integrado de plagas (MIP), con el fin de lograr una eficiencia económica sostenible 

y aumentar el bienestar humano. En ese sentido, la presente investigación se propuso en aislar, 

caracterizar morfológica y molecularmente hongos nemátofagos nativos provenientes de sistemas 

agrícolas convencionales en tres zonas de la provincia de Chiriquí, con el fin de proponer controles 
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potenciales alternativos y agroecológicos contra poblaciones de Meloidogyne spp. y, además 

evaluar sus mecanismos de acción subyacentes bajo condiciones de laboratorio.  

2. Planteamiento del problema 

Cada año, hasta un 40 % de los cultivos agrícolas a nivel mundial se pierden a causa de 

plagas y enfermedades de las plantas. Esto provoca pérdidas anuales en el comercio agroindustrial 

de más de 220 000 millones de dólares afectando gravemente la agricultura, y encamina a que 

millones de personas padezcan hambre (FAO, 2019). Así como existen insectos plaga, agentes 

patógenos como hongos y bacterias, los nematodos fitopatógenos son microorganismos que 

pueden causar grandes daños a la economía agrícola de un país. Los daños causados por los 

nematodos de las plantas a nivel global se han estimado en 80 000 millones de dólares al año 

(Nicol et al., 2011). Los grupos de nematodos fitoparásitos económicamente más importantes son 

los endoparásitos sedentarios, que incluyen especies de los géneros Heterodera, Globodera 

(nematodo enquistador) y Meloidogyne (nematodo agallador) (Williamson & Gleason, 2003). 

Entre los nematodos que afectan a las raíces, especies del género Meloidogyne spp. son las más 

significativas y representan una amenaza económica importante (Khan, et al., 2022a). Estos 

nematodos producen síntomas típicos en las plantas, como un desarrollo atrofiado, 

marchitamiento, decoloración de las hojas, deformación de las raíces (Jones et al., 2013). Como 

consecuencia las plantas no pueden absorber los nutrientes adecuadamente y en casos severos de 

infestación mueren. 

En la actualidad, la estrategia común para controlar los nematodos fitopatógenos es a través 

de tratamientos de origen químico. Sin embargo, el uso desmedido de estos favorece a la 

contaminación del medio ambiente y tiene efectos perjudiciales en la salud humana (Liang et al., 

2019). Los plaguicidas incluyen varios grupos de compuestos químicos, como organoclorados, 

organofosforados, carbamatos, piretroides, entre otros (Carvalho, 2017). En Panamá existe un 

registro aproximado de 64 plaguicidas altamente peligrosos (PAP) vigentes y que están prohibidos 

o no autorizados en otros países (Carranza & Jiménez, 2020). Ante este escenario, surge la 

necesidad de buscar alternativas biológicas promisorias en el control de patógenos y plagas 

incluyendo los nematodos fitopatógenos.  
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3. Justificación e importancia de la investigación  

De todos los enemigos naturales de los nematodos, los hongos nematófagos presentan la 

gama más diversificada de organismos antagonistas (Tazi et al., 2021). Son un grupo diverso de 

microorganismos que incluyen desde atrapadores-depredadores hasta hongos endoparásitos y 

nemato-tóxicos (Yadav et al., 2023). Persmark et al. (1995) evaluó la presencia de hongos 

nematófagos en suelos agrícolas de Centro América y en Panamá se reportaron algunas especies 

de hongos nematófagos, siendo Arthrobotrys eudermatus (Drechsler) M. Scholler, Hagedorn & A. 

Rubner (syn. Monacrosporium eudermatum (Drechsler) Subram), A. musiformis Drechsler, 

Catenaria anguillulae Sorokīn, Hirsutella rhossiliensis Minter & B.L. Brady, Monacrosporium 

sp., O. oligospora (syn. A. oligosporus), Stylopage sp., y Zoophagus pectosporus (Drechsler) 

M.W. Dick (syn. Acaulopage pectospora Drechsler) (Persmark et al., 1995). Debido a los 

diferentes mecanismos de acción reflejan un gran potencial como candidatos para el control 

biológico de los nematodos fitopatógenos y, por consiguiente, han despertado el interés de 

numerosos investigadores (Nordbring‐Hertz et al., 2006).  

Actualmente, el conocimiento sobre el control biológico con hongos en Panamá es escaso, 

y se vuelve casi nulo si se habla de microorganismos como los hongos nematófagos para el control 

biológico de nematodos fitopatógenos (De Lisser, 2022; Persmark et al., 1995). Por esta razón, la 

búsqueda de alternativas biológicas para el control de nematodos fitopatógenos emerge como una 

necesidad urgente en el panorama agrícola actual. La utilización desmedida de tratamientos 

químicos nos plantea hoy, riesgos tanto para el medio ambiente como para la salud humana. En 

este contexto, los hongos nematófagos se presentan como candidatos prometedores para el control 

biológico de estas plagas, dada su diversidad de mecanismos de acción y su potencial efectividad. 

Es esencial continuar investigando y desarrollando estrategias basadas en estos organismos, con 

el fin de mitigar los daños económicos y ambientales asociados a la presencia de nematodos 

fitopatógenos en los cultivos a nivel mundial, regional y local.  

El proyecto de investigación tiene el objetivo de proporcionar una alternativa efectiva y 

sostenible para los agricultores locales, además abordar este vacío de conocimiento al explorar la 

efectividad de estos hongos. En ese contexto, el presente estudio tiene como finalidad abordar estas 

problemáticas a través de la identificación y selección de aquellos hongos nativos con actividad 

antagonista (nematófago y/o nematicida) a partir de cultivos agrícolas convencionales y describir 
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de forma detallada los mecanismos de acción en la supresión de Meloidogyne spp. bajo 

condiciones de laboratorio. 

4. Objetivo general 

Caracterizar morfológica y molecularmente hongos nematófagos nativos aislados de suelos 

agrícolas y determinar sus mecanismos subyacentes de acción, como alternativa de control 

biológico Meloidogyne spp. 

5. Objetivos específicos 

Ø Caracterizar morfológica y molecularmente cepas de hongos nematófagos nativos a partir de 

muestras de suelo de tres fincas de cultivos agrícolas; tomate, café y arroz respectivamente, 

en la Provincia de Chiriquí.  

Ø Determinar los mecanismos de acción por los cuales atacan las diferentes cepas de hongos 

nematófagos nativos en presencia de larvas y huevos de Meloidogyne spp. en ensayos in vitro.  

6. Preguntas de investigación  

1. ¿Qué especies de hongos nematófagos están presentes en los suelos agrícolas muestreados? 

2. ¿Cuáles son las trampas o mecanismos de acción por los cuales actúan estos hongos aislados 

en el control de Meloidogyne spp? 

7. Hipótesis 

Hipótesis nula (H0): En los suelos agrícolas muestreados de la provincia de Chiriquí no existen 

cepas nativas de hongos nematófagos. 

Hipótesis alterna (H₁): En los suelos agrícolas muestreados de la provincia de Chiriquí existen 

cepas nativas de hongos nematófagos. 

8. Alcance del trabajo 

Este estudio tenía el objetivo principal de determinar la presencia de hongos nematófagos 

en suelos de plantaciones de interés agrícola dentro de la provincia de Chiriquí. El estudio se 

realizó en dos centros de investigación; el Centro de Investigaciones Micológicas de (CIMi) y el 

Instituto Interdisciplinario de Investigación e Innovación (i4) de la Universidad Autónoma de 
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Chiriquí y la Estación Experimental del Instituto de Innovación Agropecuaria de Panamá (IDIAP) 

Tierras Atlas, Cerro Punta. La identificación y amplificación de la población de Meloidogyne como 

pie de cría se realizaron en la estación experimental del IDIAP en Tierras Altas. Para ello se 

utilizaron técnicas de laboratorio para la extracción de huevo y posteriormente identificación 

morfológica por corte perineal. Por otro lado, la identificación morfológica y molecular de las 

especies de hongos se llevó a cabo en el CIMi, en colaboración con el Instituto (i4). Para ellos se 

utilizaron técnicas morfológicas apoyadas de claves taxonómicas, técnicas moleculares como 

extracción de ADN fúngico, amplificación de la región ITS mediante PCR convencional con 

cebadores ITS1 forward y ITS4 reverse, electroforesis en gel y purificación de los productos de 

PCR. Las zonas muestreadas que se tomaron en cuenta fueron dos fincas en Río Sereno en cultivos 

de tomate y café, y una tercera en Alanje en cultivo de arroz. Este estudio tomo un aproximado de 

doce meses en ejecución; comenzó a principios de junio 2024 hasta finales de marzo 2025.  

9. Limitaciones 

Algunas limitaciones que se presentaron durante la ejecución del estudio fueron: atraso de 

cuatro meses en la entrega de los kits de biología molecular por parte del proveedor, estos incluían: 

un kit de extracción de ADN fúngico para 50 muestras, una HotStart Taq DNA Polymerase para 

250 reacciones y un kit de purificación de productos de PCR para 50 muestras. Como parte de las 

técnicas moleculares, la PCR presentó algunos problemas en la programación (troubleshooting), 

por ello se repitió unas cuatro a cinco veces para obtener bandas de DNA aceptables. Otra 

limitación fue el número limitado de fincas para muestrear, lo que podría no reflejar la diversidad 

total de hongos nematófagos presentes en otras regiones o tipos de suelo del país. Debido a la falta 

de financiamiento no se pudieron lograr otros objetivos propuestos dentro del estudio, como los 

ensayos experimentales de antagonismo. 
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CAPÍTULO II: REVISIÓN DE LITERATURA 

MARCO TEÓRICO 

10.  Producción agrícola en el mundo  

La agricultura desempeña un papel crucial en la economía de muchos países en desarrollo, 

ya que contribuye significativamente a la producción nacional y a la generación de empleo (García 

et al., 2006). Además, su impacto en la seguridad alimentaria es esencial, sobre todo en las 

naciones menos industrializadas (García et al., 2006). Según la FAO (2024) el valor agregado 

mundial producido por la agricultura y otros rubros creció un 89 % en términos reales entre el 

2000 y 2022, alcanzando los 3,8 billones de dólares en 2022. Este crecimiento se debe a diferentes 

factores como el capital humano, la adopción de investigación y desarrollo tecnológico, inversión 

pública en investigación agropecuaria, uso de pesticidas y fertilizantes, el uso de cantidades 

mayores de terreno y agua entre otras (FAO, 2024; Lachaal, 1994). Por otro lado, si la agricultura 

no satisface a la creciente demanda de productos agroalimentarios, puede impactar de forma 

negativa a la tasa de crecimiento de la economía (Bula, 2020). 

Según un informe de la FAO (2024) la producción mundial de cultivos primarios aumentó 

un 56 % entre 2000 y 2022, hasta los 9.600 millones de toneladas, un 0,7 % más que en 2021; lo 

que representa 3.500 millones de toneladas más que en el 2000. En el mismo informe se revela 

que los cereales fueron el principal grupo de cultivos producidos en 2022, ocupando algo menos 

de un tercio del total, seguidos de los cultivos azucareros con 23 %, las hortalizas con 12 % y los 

cultivos oleaginosos con 12 %. Solo cuatro principales cultivos primarios representan la mitad de 

la producción mundial; estos incluyen la caña de azúcar con el 20 % del total, maíz con 12 %, trigo 

y arroz con 8 % cada uno (FAO, 2024). 

11.  Producción agrícola en Panamá 

En la última década, Panamá ha experimentado uno de los niveles de crecimiento más altos 

a nivel global. Su economía se centra, principalmente, en el sector de servicios, mientras que la 

contribución del sector agropecuario al Producto Interno Bruto (PIB) es solo de un 3 % (Hesse & 

Zavaleta, 2018). En Panamá la producción agrícola se lleva a cabo a través de dos ciclos de cultivo; 

para contabilizar la producción anual se toman en cuenta ambos periodos. Según el cierre agrícola 
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del año 2022-2023, Panamá involucra alrededor de 78 cultivos desarrollados con diferentes 

tecnologías de producción, en el cual se cosechó 198.120 hectáreas y hubo una producción total 

de 1.649.842 toneladas de productos agrícolas (MIDA, 2023). En el mismo informe se 

consideraron 37 cultivos (entre granos básicos, frutales, hortalizas, cucurbitáceas, raíces y 

tubérculos) que se estima representan un alto impacto para la economía del país (MIDA, 2023).  

12.  Problemas y retos que enfrentan los sistemas agrícolas actuales  

Las técnicas agrícolas modernas han ocasionado importantes cambios medioambientales a 

nivel mundial, tales como: la contaminación, la disminución de la biodiversidad, la contaminación 

de los acuíferos y la alteración de los ciclos biogeoquímicos naturales del nitrógeno y el fósforo, 

el cambio climático, entre otros (Rockström et al., 2009). En ese sentido, la fuerte dependencia de 

la agricultura industrializada de los combustibles fósiles y los fertilizantes no sólo ha provocado 

su deterioro, sino que también ha reducido progresivamente los recursos naturales esenciales para 

nuestra sociedad, hasta alcanzar niveles que podrían poner en peligro los sistemas de sustento de 

la vida en la tierra (Steffen et al., 2015).  

La presencia de agentes patógenos y plagas son considerados otros factores que pueden reducir el 

rendimiento y calidad postcosecha de diversos sistemas agrícolas, especialmente de países en 

menor desarrollo. Según Savary et al. (2019), a escala mundial, las pérdidas de cosechas debidas 

a plagas y patógenos varían en función del tipo de cultivo, con estimaciones medias que van del 

17–30 %. En muchos casos, esto provoca perdidas a nivel socioeconómico, limita una seguridad 

alimentaria eficiente a nivel doméstico, nacional y mundial (IPPC Secretariat, 2021).   

Entre los organismos que causan pérdidas económicas considerables en la agricultura, se 

encuentran los hongos fitopatógenos, tales como: Bipolaris oryzae (Breda de Haan) Shoemaker en 

arróz, Cryphonectria parasitica (Murrill) M.E. Barr en árboles, Hemileia vastatrix Berk. & 

Broome en café y Phytophthora infestans (Mont.) de Bary en papa (Schumann, 1991; Ziska et al., 

2018); e insectos plaga como: Atherigona soccata (Diptera: Muscidae) y Sesamia inferens 

(Lepidoptera: Noctuidae) en sorgo (Geethika et al., 2025), Chilo partellus (Lepidoptera: 

Pyralidae), Rhopalosiphum maidis (Hemiptera: Aphididae) y S. inferens (Lepidoptera: Noctuidae) 

en maíz (Kalyan & Devi, 2025), Emmalocera depressella (Pyralidae: Lepidoptera) y Pyrilla 

perpusilla (Hemiptera: Lophopidae) en caña de azucar (Sai et al., 2025), Hypothenemus 
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hampei (Coleoptera: Curculionidae), Leucoptera coffeella (Lepidoptera: Lyonetiidae) y 

Monochamus leuconotus (Coleoptera: Cerambycidae) en café (Ziska et al., 2018). Entre los 

nematodos parásitos de plantas, las especies del género Meloidogyne son consideradas las más 

agresivas y de gran impacto en la agricultura, debido a las grandes pérdidas económicas que 

pueden provocar. Otros nematodos fitopatógenos más destacados son Heterodera spp. y 

Globodera spp. (nematodos enquistadores) en papa, soya, cereales, remolacha etc. (Bohlmann & 

Sobczak, 2014), Hrischmanniella spp. (nematodo de la pudrición de la raíz) en arroz, algodón, 

caña de azúcar y maíz (Regmi et al., 2016), y Pratylenchus spp. (nematodo lesionador de la raíz) 

en leguminosas, verduras, frutas, plantas ornamentales, café, cacahuetes, etc. (Mandal et al., 2021).  

13.  Principales nematodos fitopatógenos que afectan a los cultivos agrícolas 

Los nematodos son el grupo de organismos invertebrados multicelulares más abundantes 

en la tierra (Bardgett & van der Putten, 2014), representando un estimado de cuatro quintas partes 

del total de la fauna presente (van den Hoogen et al., 2019). Pertenecen al phylum Nematoda y 

varían en tamaño dependiendo de la especie, generalmente oscilando entre 0.2 y 2.5 mm de 

longitud (Flores Francisco et al., 2021). Estos organismos poseen una gran variabilidad genética y 

expresividad fenotípica que les confiere una extensa gama de funciones adaptativas dentro de los 

nichos ecológicos (Lazarova et al., 2021). Dependiendo de su hábito de alimentación estos se 

clasifican en bacteriófagos, fungívoros, hervíboros, onmívoros y depredadores (van den Hoogen 

et al., 2019). Estos se pueden encontrar en vida libre donde descomponen la materia orgánica y 

hacen del suelo un espacio rico en nutrientes y, al mismo tiempo, otros se comportan como 

parásitos provocando daños económicos y problemas en animales y plantas (Iqbal & Jones, 2017). 

Dentro de los nematodos existen especies fitopatógenas que usualmente se alimentan a 

partir del tejido vegetal, a través del citoplasma celular, pelos radiculares o células corticales, y 

además provocan daños a nivel radicular o foliar (Mesa-Valle et al., 2020). De acuerdo al sitio de 

alimentación en la planta estos se clasifican en ectoparásitos, endoparásitos y semiendoparásitos, 

y dependiendo de su motilidad pueden ser migratorios o sedentarios después de la infección 

(Decraemer & Hunt, 2013; Subedi et al., 2020). Los nematodos fitopatógenos poseen una variedad 

de mecanismos virulentos que utilizan para infectar a las plantas sin inducir una fuerte respuesta 

inmune (Warmerdam et al., 2018). De esta manera pueden infectar diversos cultivos de gran 

importancia comercial (Tabla 1), como la remolacha azucarera (Amaranthaceae); soja (Fabaceae); 
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arroz, trigo y maíz (Poaceae); tomate, patata, y pimiento (Solanaceae); entre otras (Sato et al., 

2019). Constituyen una de las principales amenazas para la producción agrícola, ya que ocasionan 

elevadas pérdidas cuantitativas en todo el mundo (Rusinque et al., 2022). Se estima que las 

pérdidas económicas en el sector agrícola causadas por los nematodos representan un 14.6 % en 

climas tropicales y subtropicales en comparación con un 8.8 % en países en desarrollo, lo que 

equivale a un monto entre 80.000 y 118.000 millones de dólares anuales (Nicol et al., 2011; Sasser 

et al., 1987). 

Tabla 1. Principales nematodos fitoparásitos asociados a pérdidas en el rendimiento agrícola.  

Grupo Nematodo Sitio de 
alimentación  

Rango de 
plantas 

hospederas 

Mecanismo de 
acción  

Síntomas en la 
planta Referencia 

Agallador o 
nodulador de 
raíz 

Meloidogyne 
arenaria Cilindro 

vascular/ zona 
de 
diferenciación 

Tomate, arroz, 
pimiento, café, 
pepino entre 
otras. 

Penetra la corteza 
radicular y se 
alimenta de células 
multinucleadas 
gigantes 

Formación de 
agalladas en 
raíces 

 
Khalil & Alqadasi 
(2019), Nimgarri et 
al. (2024), Tiwari et 
al. (2024) 
  

M. hapla  

M. incognita 

M. javanica 

Enquistador 

Goblodera 
pallida 

Sincitio, una 
estructura 
larga 
multinucleada 

Papa, camote, 
remolacha, 
avena, alfalfa 
entre otras   

Los efectores se 
dirigen al núcleo de 
la célula huésped, 
suprimiendo los 
mecanismos de 
defensa de la planta. 

Forma quistes 
en las raíces, a 
partir de las 
células 
multinucleadas 

Babych et al. (2024), 
Bohlmann & 
Sobczak (2014), 
Brown (1969) 

G. rostochiensis 
Heterodera 
glycines 
H. avenae 

H. filipjevi 

Lesionador de 
raíz 

Pratylenchus 
cofeae 

Endoparásito 
radicular 
intracelular  

Frijol, café, 
pepino, 
pimientos 
cebolla, tomate, 
nueces y varios 
tipos de frutas. 

Penetra las células 
corticales y migra a 
otras, causando daño 
en el tejido. 

Reducción del 
crecimiento, 
lesiones en la 
parte radicular y 
áreas necróticas  

Krif et al. (2020), 
Tileubayeva et al. 
(2021) 

P. neglectus 

P. penetrans 

P. thornei 

P. vulnus 

P. zeae 

Barrenador 

 

Endoparásito 
migratorio 
radicular 

Banana, cítricos, 
café, cocoteros, 
entre otras 

Se alimentan y 
migran al parénquima 
cortical y también a 
la estela 

Los sistemas 
radiculares 
pueden 
atrofiarse, no 
fructificar y 
necrosarse. 

Fernandez & Ortega 
(1998), O’Bannon, 
(1977), Price (1994) 

Radopholus. 
citrophilus 

R. similis 

 

Entre los nematodos fitopatógenos más comunes que atacan el sistema radicular se 

encuentra el nematodo agallador o nodulador de la raíz Meloidogyne spp., los nematodos 

enquistadores Heterodera spp. y Globodera spp., el nematodo barrenador de la raíz Radopholus 
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spp., los nematodos lesionadores de raíz Hirschmanniella spp. y Pratylechus spp., el nematodo de 

tallo Ditylenchus spp., el nematodo foliar Aphelenchoides spp. que afecta hojas en las plantas 

hospederas y el nematodo de madera de pino Bursaphlenchus xylophilus (Iqbal & Jones, 2017; 

Jones et al., 2013; Mesa-Valle et al., 2020). Sin embargo, desde una perspectiva económica, las 

especies más importantes son de los géneros Meloidogyne, Heterodera, Globodera, Radopholus y 

Pratylechus (Jones et al., 2013; Rey Páez, 2023).  

14.  El género Meloidogyne 

El nematodo agallador o nudo de la raíz (RKN) es reconocido como una plaga de relevancia 

económica, ya que ocasionan perjuicios en el desarrollo de las plantas y disminución en la 

productividad (Subedi et al., 2020). Especies del género Meloidogyne (Fig. 1) se encuentran 

distribuidas en más de 146 países incluyendo Panamá y afectan más de 300 plantas hospederas 

(Elling, 2013; Walia & Khan, 2023). Existen alrededor de 100 especies, sin embargo, un número 

limitado de estas son consideradas las más comunes y devastadoras, incluyendo M. arenaria, M. 

enterolobii, M. hapla, M. incognita y M. javanica (Azlay et al., 2023; Castagnone-Sereno et al., 

2013; Jones et al., 2013; Rey Páez, 2023; Subbotin et al., 2021).  

Las hembras en su mayoría son partenogénicas, por lo que no necesitan de un macho 

durante la reproducción (Khan et al., 2023). Estos pasan por diferentes estadios: huevo, estadio 

infeccioso (J2), estadio sedentario (J3) y hembra o macho adulto (J4) (Sikandar et al., 2020). Casi 

todas las especies tienen el mismo ciclo de vida, donde las larvas J2 se caracterizan por parasitar 

las raíces de la planta hospedera penetrándolas y produciendo nudos radiculares o protuberancias 

de gran tamaño, es decir, células gigantes multinucleadas (Subedi et al., 2020; Trudgill & Blok, 

2001).  
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Figura 1. Microfotografías de una especie de Meloidogyne. a. Juvenil de segundo estadio (J2). b. Huevo con larva de primer estadio 
(J1). c. Huevo inmaduro. d. Vista lateral de una hembra de M. incognita (J4) extraída de raíces de pimientos (C. annuum L.). e. 
Región anterior de J2 mostrando la posición del estilete (e), los nódulos (n), la glándula esofágica dorsal (ged) y el bulbo medio 
(bm). f. Patrón perineal de M. incognita mostrando el ano (a), la región vulvar (v) y las estrías cuticulares circundantes. Escalas: a. 
45 µm; b-c. 20 µm; d. 90 µm; e. 15 µm. 

 
14.1. Ciclo de vida de Meloidogyne 

El ciclo de vida comienza cuando las hembras depositan en la superficie de la raíz una masa 

gelatinosa de más 1000 huevos (Jones et al., 2013). Los huevos maduran a una larva de estadio J1 

y subsecuentemente mudan a juveniles de estadio J2, los cuales eclosionarán para infectar un sitio 

radicular en la planta (Jones et al., 2013; Rey Páez, 2023). Generalmente, este proceso de eclosión 

depende de factores como la humedad y la temperatura del suelo. Posteriormente, los J2 se 

dispersan por la rizosfera hasta llegar a la corteza radicular de la planta, donde encontrarán un sitio 

para penetrar y establecerse; generalmente en la punta de la raíz, cerca de la zona de elongación 

(Wang et al., 2009; Wyss et al., 1992). Con ayuda del estilete y enzimas degradativas de 

polisacáridos penetran la epidermis de la raíz y una vez dentro migran hacia el cilindro vascular 
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(Fig. 2) donde se establecerán en un sitio permanente para alimentarse (Jones & Goto, 2011). Este 

proceso de alimentación involucra la expansión de cinco a siete células corticales 

aproximadamente, llamadas células gigantes (Williamson & Hussey, 1996). Estas células grandes 

son multinucleadas y le sirven al nematodo como fuente de nutrientes, necesarios para completar 

su desarrollo. Cuando los J2s han completado su fase de infección, estos mudan por lo menos tres 

veces, hasta desarrollarse como adultos (Jung & Wyss, 1999). Resultado de la infección, en el 

desarrollo de las células gigantes se desencadena un notable agallamiento en el tejido radicular 

circundante, esto va acompañado de una división y agrandamiento de las células del periciclo y la 

corteza (Jung & Wyss, 1999). Las hembras maduras ovipositan en un saco gelatinoso los huevos 

para iniciar un nuevo ciclo de vida.  

 
Figura 2. El ciclo de vida del género Meloidogyne: el ciclo comienza cuando la hembra adulta pone huevos en una masa gelatinosa 
sobre o cerca de las raíces. De estos huevos nacen juveniles en segunda etapa (J2), que son los que infectan. Estos se desplazan por 
el suelo y penetran la punta de la raíz o aberturas naturales. Dentro de la raíz, inducen la formación de células gigantes para 
alimentarse y se desarrollan hasta convertirse en adultos. Las hembras provocan la formación de agallas y ponen nuevos huevos, 
reiniciando el ciclo (fuente: creado con BioRender, BioRender.com/t97y137). 

mailto:BioRender.com/t97y137
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14.2. Síntomas producidos por el género Meloidogyne 

Un síntoma muy común por la infección de especies del género Meloidoyne es la formación 

de agallas en los sitios donde se alimentan los nematodos (Elling, 2013). El estadio larvario J2 es 

capaz de parasitar las raíces de la planta huésped penetrando en las células con la ayuda del estilete 

y de las enzimas celulolíticas y pectolíticas (Jones et al., 2013). Este proceso produce nudos en la 

raíz o grandes protuberancias (Fig. 3), que consisten en células gigantes multinucleadas producidas 

por tejido vegetal infectado (Subedi et al., 2020; Trudgill & Blok, 2001). Sin embargo, las plantas 

pueden acarrear otros problemas como, por ejemplo: hojas cloróticas y atrofiadas, crecimiento 

retardado, marchitamiento, raíces atrofiadas y, en casos severos, muerte por falta de nutrientes 

(Elling, 2013; Jones et al., 2013; Priya et al., 2011). En ese sentido, es importante realizar análisis 

de suelos preventivos, con el fin de tomar decisiones más efectivas al momento de manejar dicha 

plaga.  

 
Figura 3. Raíces de pimiento (C. annuum L.) infectadas. a. Daños causados por Meloidogyne en raíces de pimiento. b. Hembra 
extraída de la corteza (véase también Fig. 2-D). c. Típico agallamiento en raíces jóvenes. 
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14.3. Clasificación taxonómica de Meloidogyne sp. 

El nematodo fitopatógeno Meloidogyne sp. tiene la siguiente clasificación taxonómica de acuerdo 

con el Sistema Integrado de Información Taxonómica (ITIS, 2023):  

15.  Manejo integrado de nematodos fitoparásitos  

Cuando los nematodos están presentes en un área de cultivo, el objetivo principal es 

minimizar las poblaciones de estos organismos tanto como sea posible. Algunas prácticas 

culturales (Fig. 4) utilizadas para reducir los impactos negativos, en particular las causadas por 

Meloidogyne spp., incluyen el control químico, la rotación de cultivos, la solarización del suelo, 

el uso de cultivos resistentes, el trampeo de cultivos y el control biológico (Azlay et al., 2023; 

Palomares-Rius et al., 2021; Rey Páez, 2023; Sikandar et al., 2020; Subedi et al., 2020)  

15.1. Combate químico  

Actualmente, la protección de los cultivos contra los nematodos parásitos se lleva a cabo 

mediante fumigantes y no fumigantes químicos, debido a su amplia disponibilidad, fácil aplicación 

y solubilidad en agua (Azlay et al., 2023; Degenkolb & Vilcinskas, 2016; Verdejo, 2005). Los 

compuestos fumigantes comúnmente utilizados para el control de nematodos son el 1,3-

dicloropropeno, el bromuro de metilo, el dibromuro de etileno (DBE), así como los no fumigantes 

como los organofosforados fenamifos, etoprofos, cadusafos y los carbamatos aldicarb, 

carbofurano y oxamilo, entre otros (Grabau et al., 2021; Khanal et al., 2022; Khanal & Desaeger, 

2020; Liu & Grabau, 2022). El bromuro de metilo, el dibromuro de etileno y el 

dibromocloropropano (DBCP) pueden tener efectos cancerígenos, agotar la capa de ozono y en 

algunos casos, resultar muy caros, por lo que son en su mayoría inaccesibles para los pequeños 

productores, lo que dificulta la gestión de esta plaga (Lilley et al., 2011; Onkendi et al., 2014). En 

algunos países, el uso de estos productos está restringido o prohibido por las leyes de protección 

del medio ambiente, debido a sus efectos nocivos para el medio ambiente y la salud humana 

Phylum: Nematoda 

             Clase: Chromadorea  

                      Orden: Tylenchida  

                                   Familia: Heteroderidae 

                                             Género: Meloidogyne  
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(Requena, 2022; Rey Páez, 2023). En consecuencia, nos centramos en explorar las alternativas y 

estrategias de gestión más eficaces.  

15.2. Rotación de cultivos 

Esta práctica consiste en sembrar diferentes plantas en una sección del terreno antes de 

plantar el cultivo principal. Estas plantas deben ser no hospedadoras o malas hospederas de 

nematodos fitoparásitos de géneros como Meloidogyne, Globodera o Pratylenchus, con el fin de 

disminuir las poblaciones de nematodos en el suelo (Moosavi, 2020). Esta práctica agronómica ha 

demostrado ser efectiva, ya que permite que las plantas susceptibles crezcan y produzcan 

rendimientos óptimos (Chen & Tsay, 2006; Everts et al., 2006; Kratochvil et al., 2004; Sandoval-

Ruiz & Grabau, 2023). Sin embargo, en los casos en que Meloidogyne representa una plaga 

significativa, se deben incorporar cultivos de cobertura resistentes a especies comunes de esta 

plaga, como el castor (Ricinus communis L.), la crotalaria (Crotalaria spectabilis Roth), el añil 

volloso (Indigofera hirsute L.), el maíz (Zea mays L.), la caléndula (Tagetes spp.) y la avena 

(Avena sativa L.), entre otros (Stirling, 2014).  

15.3. Solarización del suelo 

Se trata de un método no químico en el que el suelo húmedo se cubre con una lámina de 

plástico transparente, creando condiciones hidrotérmicas debido a los rayos ultravioleta emitidos 

por el sol (Stapleton & DeVay, 1982). Durante este proceso la temperatura del suelo se eleva entre 

2–15 °C en condiciones de clima cálido; provocando la muerte de muchos microorganismos como 

bacterias, hongos y nematodos. Sin embargo, este método depende en gran medida de la 

combinación de la temperatura del suelo y el momento adecuado de aplicación (Collange et al., 

2011). Algunos estudios han demostrado que la solarización del suelo es eficaz para controlar los 

nematodos fitoparásitos (Bakr et al., 2013; Candido et al., 2008; Putri et al., 2021; Rudolph et al., 

2023); no obstante; este método no suele ser rentable para grandes campos infestados debido al 

alto costo del polietileno y al laborioso tratamiento (Gaur & Dhingra, 1991). 

15.4. Cultivos resistentes  

Los cultivos resistentes juegan un papel crucial en el manejo de los nematodos 

fitoparásitos, ofreciendo uno de los métodos más efectivos y respetuosos con el medio ambiente 

para reducir las pérdidas causadas por estas plagas (Lopes et al., 2019; Starr et al., 2002). En la 
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actualidad, los avances en ingeniería genética han revolucionado el campo de la agricultura, 

permitiendo el desarrollo de cultivos resistentes a diversos patógenos transmitidos por el suelo, 

como bacterias, hongos y nematodos. Algunos cultivos como el tomate, la batata y la soja, poseen 

genes de resistencia para ciertas especies de nematodos, aunque su protección a veces se limita a 

patotípos individuales a nivel de especie (Fairbairn et al., 2007). Estas variedades resistentes suelen 

tener un mejor rendimiento que las plantas que son susceptibles a nematodos del género 

Meloidogyne (Subedi et al., 2020). Además de los genes de resistencia natural, otras estrategias 

empleadas involucran genes inhibidores de proteinasas (PI), proteínas antinematodos y ARN de 

interferencia (RNAi, Ali et al., 2017; Fuller et al., 2008). Este método se utiliza a menudo en 

combinación con otras técnicas de cultivo, como extractos botánicos, agentes de control biológico 

(ACB) y/o control químico, con el fin de hacer más robusto el manejo de plagas (Subedi et al., 

2020).  

15.5. Cultivos trampa/trampeo 

El uso de cultivos trampa es una valiosa herramienta para el control de nematodos 

fitopatógenos; esta consiste en plantar plantas hospederas susceptibles o resistentes diseñadas para 

madurar y producir en un corto período de tiempo junto con el cultivo principal. Este tipo de 

plantas pueden atacar con la producción de metabolitos secundarios, contener e interrumpir el ciclo 

de vida de las plagas de interés para reducir el daño a los cultivos principales (Samara, 2022). Es 

importante tomar en cuenta que las plantas susceptibles deben ser destruidas en el momento 

adecuado, a fin de interrumpir los ciclos reproductivos de los nematodos fitoparásitos (Halford et 

al., 1999; Scholte, 2000). Aunque el trampeo representa un método eficaz de control de los 

nematodos fitoparásitos, muchos agricultores aún no lo han acogido bien debido al tiempo, los 

esfuerzos y los costos que implican (Moosavi, 2020). 

15.6. Control biológico 

Una gran variedad de microorganismos del suelo interactúa con los nematodos y estos 

contribuyen a los sistemas reguladores que mantienen la integridad natural de las redes tróficas del 

suelo. Cuando se alteran estos procesos biológicos de amortiguación, los nematodos que se 

alimentan de plantas se convierten en plagas. El uso de ACB puede contribuir a mantener, restaurar 

o potenciar los mecanismos naturales de supresión presentes en todos los suelos (Stirling, 2011). 

Los ACB ofrecen una opción de bajo riesgo, económica, natural y a menudo eficaz contra los 
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nematodos fitopatógenos (Borah et al., 2018). En este contexto, los organismos controladores de 

nematodos fitopatógenos, incluidas bacterias, hongos antagonistas, nematodos, virus y 

microartrópodos actúan como organismos depredadores reduciendo el tamaño de la población de 

estos patógenos (Stirling, 2014).  

 
Figura 4. Prácticas culturales en el manejo integrado de nematodos fitopatógenos. a. Control químico. b. Solarización del suelo. 
c. Uso de plantas resistentes. d. Cultivos trampa. e. Rotación de cultivo. f. Control biológico con hongos (creado con BioRender). 

Los hongos constituyen el mayor grupo de microorganismos implicados en la mitigación 

de los nematodos fitopatógenos, con un número diverso de especies como bioagentes, seguidos de 

cerca por las bacterias (Shukuru et al., 2024). Se sabe que son los principales colonizadores de 

diferentes hábitats (Persmark & Jansson, 2006; K. P. Singh et al., 2012; Vaish & Singh, 2002) y 

que parasitan nematodos vivos mediante distintos mecanismos (López-Llorca et al., 2008). Los 

hongos nematófagos se encuentran ampliamente estudiados y constituyen el grupo más importante 

en la supresión de las poblaciones de nematodos. De acuerdo con Moosavi & Zare (2020), el 

número de organismos que podrían ser útiles para el control biológico es limitado, por ello, 

entender cómo funcionan los procesos de supresión puede ser beneficioso para gestionar el control 

de los nematodos fitopatógenos. Por este motivo, los investigadores se han interesado en buscar 

alternativas sostenibles y respetuosas con el medio ambiente a los productos químicos, como el 

control biológico, la modificación genética de las plantas y los fumigantes biológicos. (Huang et 

al., 2016; Kumar & Singh, 2011; Nekoval et al., 2023; Peraza-Padilla et al., 2014; Sahebani & 
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Hadavi, 2008; Sharon et al., 2007; Singh et al., 2012; Tazi et al., 2021; Varela-Benavides et al., 

2017; Zhang et al., 2015). 

Prácticas agrícolas como la rotación de cultivos y la siembra de cultivos resistentes, en 

combinación con ACB, mejoran la gestión de estas plagas (Azeem et al., 2020; Tian et al., 2024). 

Sin embargo, el éxito de los ACB depende a menudo de diversos parámetros, como la selección y 

el uso de las especies más eficaces, los factores medioambientales y las condiciones sanitarias del 

suelo (Afzal & Mukhtar, 2024). 

16.  Hongos nematófagos 

Los hongos tienen diversas estrategias de supervivencia; algunos actúan como saprótrofos 

descomponiendo materia orgánica, patógenos de plantas o animales, otros son endófitos o 

simbiontes de algunos organismos y algunos actúan como depredadores atacando animales y 

obteniendo nutrientes de ellos. Los hongos nematófagos actúan como depredadores de nematodos, 

contribuyendo al control de las poblaciones de estos organismos en condiciones inestables. Estos 

se encuentran tanto en hábitats terrestres como acuáticos y son de naturaleza diversa (Nordbring‐

Hertz et al., 2006).  

En la literatura el primer hongo nematófago aislado y descrito fue Arthrobotrys superbus 

por Corda en 1839, que desconocía su hábito depredador. Barron (1992) sugiere que este 

comportamiento nematófago evolucionó a partir de los hongos ligninolíticos y celulolíticos como 

una adaptación para compensar la competencia por los nutrientes en suelos con deficiencias de 

nitrógeno. En los ecosistemas naturales, los hongos nematófagos juegan un papel crucial en el 

ciclo de nutrientes; descomponen la biomasa, a menudo abundante, capturan nematodos que 

habitan en el suelo y se alimentan de microorganismos descomponedores, liberando así carbono, 

nitrógeno y otros elementos esenciales para que sean reutilizados por otros organismos (Gray, 

1987). En este contexto, para los investigadores, la capacidad de los hongos nematófagos para 

capturar y destruir nematodos representan un alto potencial para el uso como controladores 

biológicos de esta plaga agrícola.  

Los hongos nematófagos comprenden aproximadamente 700 especies que pertenecen a 

diferentes grupos taxonómicos dentro del reino Fungi (Tabla 2), concretamente Ascomycota 

(Orbiliales, Hypocreales), Basidiomycota (Agaricales), Blastocladiomycota (Blastocladiales), 
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Oomycota (Leptomitales, Haptoglossales, Peronosporales) y Zoopagomycota (Zoopagales, Khan 

et al., 2022a; Soares et al., 2018). Son capaces de atacar y consumir nematodos vivos en varias 

fases de su ciclo vital, incluidos huevos, juveniles y adultos (Nordbring-Hertz et al., 2006). Para 

ello utilizan esporas muy especializadas (especies de los géneros Catenaria, Harposporium, 

Myzocytium, Nematoctonus, y Verticillium) o estructuras miceliales conocidas como trampas 

(especies de los géneros Arthrobotrys, Dactylellina, Drechslerella, y Orbilia), para atrapar a los 

nematodos o para parasitar sus huevos y quistes (Elkhateeb et al., 2023; Nordbring-Hertz, 2004). 

Los hongos nematófagos se clasifican en cuatro categorías principales en función de la forma en 

que interactúan con el organismo hospedador: 1) hongos atrapadores de nematodos o 

depredadores, 2) endoparásitos obligados, 3) oportunistas o parásitos de huevos, quistes y hembras 

de nematodos, y 4) productores de metabolitos secundarios o toxinas (Elkhateeb et al., 2023; Gray, 

1987; Kumar, 2020; López-Llorca et al., 2008).  

16.1. Mecanismos de acción de los hongos nematófagos 

Los hongos nematófagos emplean varios mecanismos patógenos durante el proceso de 

infección. Estos pueden ser de tipo mecánico, mediante la producción de aparatos de captura 

especializados (trampas), o mediante la producción de toxinas o enzimas que matan a los 

nematodos (Hyde et al., 2014). Cuando comienza la fase de reconocimiento del nematodo, esta 

incluye la quimiotaxis del hospedador hacia trampas fúngicas, hifas o quimiotaxis de zoosporas 

hacia las aberturas naturales del hospedador (Jansson & Nordbring-Hertz, 1979; Jansson & 

Thiman, 1992).  

La morfología de los nematodos genera dos tipos de barreras a la invasión fúngica. La 

primera es la pared del huevo, compuesta por tres membranas en los nematodos agalladores y 

enquistadores: una membrana vitelina externa (principalmente proteica), una pared de quitina, 

seguido de una membrana lipoproteica interna (Bird & McClure, 1976; Perry et al., 1982). La 

segunda barrera es la cutícula del nematodo. Al producirse el contacto, se genera una sustancia 

extracelular o adhesiva (Devi, 2018) que contiene lectina, una proteína especializada en unirse a 

carbohidratos y se encuentra en la superficie de las trampas (Tunlid et al., 1991a; 1991b). Diversas 

especies de hongos nematófagos muestran afinidad hacia diferentes tipos de azúcares presentes en 

las superficies de sus trampas, actuando como señales químicas para la captura; por ejemplo, el N-

acetilgalactosamina de O. oligospora y el ácido siálico de Drechmeria coniospora (Drechsler) W. 
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Gams & H.-B. Jansson están implicados en la fase de reconocimiento hongo-nematodo (H.-B. 

Jansson & Nordbring-Hertz, 1984; Nordbring-Hertz & Mattiasson, 1979); 2-desoxiglucosa de 

Dactylaria candida (Nees) Sacc. (Nordbring-Hertz et al., 1982); glucosa y manosa presente en 

Arthrobotrys conoides Drechsler, A. eudermata (Drechsler) M. Scholler, Hagedorn & A. Rubner; 

L-sacarosa de A. eudermatum (Drechsler) M. Scholler, Hagedorn & A. Rubner (syn. M. 

eudermatum (Drechsler) Subram.); además, el 2-desoxiglucosa de A. rutgeriensis Z.F. Yu (syn. 

M. rutgeriensis R.C. Cooke & Pramer, Jansson, 1987; Zuckerman & Jansson, 1984).  

Debido a que la cutícula del nematodo es principalmente de una composición proteica (Bird 

& Bird, 2014), también se hace necesario el uso de enzimas proteolíticas para su penetración 

(Yadav et al., 2023). Enzimas como las proteasas serinas PII y Aoz1 producida por O. oligospora 

(Minglian et al., 2004; Tunlid et al., 1994), VcP1 producida por M. chlamydosporia (Segers et al., 

1994); Ver112 producida por Corniculantispora psalliotae (Treschew) Khons., Thanakitp. & 

Luangsa-ard (syn. Lecanicillium psalliotae (Treschew) Zare & W. Gams, Yang, et al., 2005a; 

2005b); la serina proteasa (P32) de 32 kDa producida por el hongo parásito de huevos 

Metapochonia suchlasporia (W. Gams & Dackman) Kepler, S.A. Rehner & Humber (syn. 

Pochonia suchlasporia (W. Gams & Dackman) Zare & W. Gams Lopez-Llorca (1990) están 

altamente relacionadas durante penetración y colonización de larvas.  

16.2. Hongos atrapadores de nematodos (AN) 

Estos hongos producen estructuras hifales especializadas denominadas trampas (Liang et 

al., 2019; Liu et al., 2009). Estas estructuras depredadoras desempeñan papeles fundamentales en 

la biología y el comportamiento de los hongos que se especializan en la captura de nematodos (Liu 

et al., 2009). Existen varios tipos de mecanismos de captura (Gray, 1987), como hifas adhesivas 

no modificadas e indiferenciadas, ramas hifales que forman redes adhesivas tridimensionales, 

anillos constrictores, anillos no constrictores, ramas adhesivas que forman redes adhesivas 

bidimensionales, así como pomos adhesivos sésiles y peciolados (Fig. 5) en las que se capturan 

los nematodos mecánicamente o por adhesión (Devi, 2018; Nordbring‐Hertz et al., 2006; Su et al., 

2017). 
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Tabla 2. Resumen taxonómico de los hongos nematófagos más comunes, sus estructuras de infección y mecanismos de acción. 

División Orden Género Estrucutras de infección Mecanismos de 
acción Referencias 

 Helotiales Dactylaria Anillos constrictores AN Singh et al. (2012) 

Ascomycota 

Hypocreales 

Drechmeria Conidios adhesivos  EDP Wan et al. (2021) 

Fusarium Metabolitos tóxicos PMS  Kundu et al. (2016)  

Harposporium/Podocrella Conidios ingeribles EDP Dai et al. (2022) 

Hirsutella/Ophiocordyceps Conidios adhesivos EDP Sun et al. (2024) 

Lecanicillium/Cordyceps Apresorios PHH Hajji-Hedfi et al. (2018) 

Pochonia/Metacordyceps Apresorios PHH  Bontempo et al. (2014)  

Purpureocillium/Cordyceps Apresorios PHH Messa et al. (2020) 

Trichoderma Conidios adhesivos EDP Peraza Padilla et al. (2014) 

Orbiliales 

Arthrobotrys/Orbilia Redes adhesivas AN Tazi et al. (2021) 

Dactylellina/Orbilia Pomos adhesivos y/o anillos no constrictores AN Kumar (2024) 

Drechslerella/Orbilia Anillos constrictores AN Kumar (2024) 

Basidiomycota Agaricales 

Coprinus Toxinas, y “estructuras esféricas con espinas” PMS Luo et al. (2007) 

Nematoctonus/Hohenbuehelia Conidios adhesivos, pomos adhesivos en forma de 
reloj de arena EDP Kennedy & Tampion (1978) 

Pleurotus “Células en forma de bala” PMS Youssef & El-Nagdi (2021) 

Blastocladiomycota Blastocladiales  Catenaria Zoosporas EDP Singh et al. (2013) 

Oomycota 

Haptoglossales Haptoglossa “Células en forma de bala” EDP Grover et al. (2021) 

Leptomitales Nematophthora Zoosporas PHH Kerry & Crump (1980) 

Peronosporales Myzocytiopsis Zoosporas PHH El-Borai et al. (2011) 

Zoopagomycota Zoopagales 
Cystopage Hifas adhesivas AN Drechsler (1941) 

Stylopage Hifas adhesivas AN Drechsler (1936) 

El primer nombre del género se refiere a la fase anamórfica, mientras que el segundo (después de la barra) indica la fase teleomórfica. Abreviaturas: hongos atrapadores de nematodos (AN), hongos 
endoparásitos (EDP), hongos que parasitan huevos y hembras (PHH), hongos productores de metabolitos secundarios o toxinas (PMS). 
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Las trampas miceliales capturan y penetran a través de la cutícula o cáscara de huevo de 

los nematodos, matándolos y digiriendo su contenido (Devi, 2018; Liu et al., 2009). Diferentes 

factores bióticos y abióticos pueden inducir la formación de estas estructuras, pero el factor más 

importante es la presencia de nematodos vivos que, al tocar el micelio, inducen la formación de 

estas estructuras y sirven al mismo tiempo como fuente de nutrientes adicionales para el hongo 

(Nordbring‐Hertz et al., 2006). La formación de estas trampas también depende del tipo y número 

de nematodos, del nivel de acidez (pH), de la temperatura y de los nutrientes disponibles (Singh et 

al., 2012). Los hongos atrapadores de nematodos comprenden una amplia variedad de taxones con 

diferentes estructuras de captura; por ejemplo, las especies de Stylopage tienen hifas adhesivas, 

Orbilia oligospora forma redes adhesivas, las especies de Drechslerella desarrollan anillos 

constrictores y las especies de Gamsylella tienen ramas adhesivas y pomos sin pecíolo.  

Los efectos de los hongos AN sobre nematodos del género Meloidogyne han sido 

ampliamente estudiados. Singh et al. (2012) en India, utilizaron cinco aislados de A. oligosporus 

para comprobar mediante pruebas in vitro su capacidad depredadora frente a larvas de M. 

graminicola (Golden & Birchfield). En comparación con los demás aislados, el aislado VNS-1 

capturó más nematodos que los demás y mató al 57.8 % de M. graminicola (J2) al cabo de 8 días. 

Kumar (2024) evaluó nueve cepas de hongos atrapadores, incluyendo Orbilia brochopaga 

(Drechsler) Baral, E. Weber, Bin Liu & Z.F. Yu (syn. Drechslerella brochopaga (Drechsler) M. 

Scholler, Hagedorn & A. Rubner), Arthrobotrys dactyloides Drechsler (syn. D. dactyloides 

(Drechsler) M. Scholler, Hagedorn & A. Rubner), Dactylellina gephyropaga (Drechsler) Ying 

Yang & Xing Z. Liu (syn. Dactylella gephyropaga Drechsler), D. phymatopaga (Drechsler) Yan 

Li (syn. D. phymatopaga Drechsler), y otras especies de Arthrobotrys, para el control de M. 

incognita. Estas cuatro especies mostraron tasas de mortalidad de juveniles entre 73.2–99.8 % a 

los cinco días post-inoculación. Por su parte, A. conoides, A. musiformis Drechsler, A. oligosporus 

y A. thaumasius (Drechsler) S. Schenck, W.B. Kendr. & Pramer lograron una reducción moderada 

en nudos de raíces entre 45.3–53.4 %, hembras 55.5–61.1 % y huevos/juveniles 52.9–60.1 % 

respecto al control (Kumar, 2024). 
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Figura 5. Diversidad de estructuras de captura utilizadas por hongos nematófagos (Orbiliales). a. Redes adhesivas de formación 
simple. b. Red adhesiva tridimensional. c. Pomos adhesivos sésiles. d. Red adhesiva bidimensional. e. Pomos adhesivos peciolados. 
f. Ramas adhesivas. g. Anillo no constrictivo. h. Anillo constrictivo abierto. i. Anillo constrictivo cerrado. 
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16.3. Hongos endoparásitos  

Este grupo de hongos parasitan a los nematodos a través de esporas adhesivas o ingeribles, 

como conidios o zoosporas (Barron, 2004; Kumar, 2020). Las esporas se adhieren a la cutícula del 

nematodo o son consumidas por el nematodo y luego germinan dentro de su cuerpo, lo que 

finalmente conduce a la muerte del nematodo (López-Llorca et al., 2008; Moosavi & Zare, 2020). 

En algunas especies, estas esporas se adhieren a la cutícula de la larva o a la cáscara del huevo a 

través de la formación de células hifales especializadas llamadas apresorios (López-Llorca et al., 

2008; Sharon et al., 2007). Para penetrar a través de la cutícula del nematodo, las hifas fúngicas 

excretan una variedad de enzimas fúngicas, como serina proteasas, quitinasas y colagenasas (Liang 

et al., 2010; Yang et al., 2007). El micelio interno digiere el contenido del nematodo y luego 

emerge de él, esporulando en la superficie, continuando así con un nuevo ciclo de infección (Gams 

& Zare, 2003). 

Se conocen aproximadamente 50 especies de hongos endoparásitos que son en su mayoría 

parásitos obligados y tienen una amplia gama de huéspedes (Degenkolb & Vilcinskas, 2016; 

Moosavi & Zare, 2020). Algunos de los hongos que pertenecen a este grupo atacan por esporas 

ingeribles (Fig. 6), como las especies del género Harposporium (teleomorfo: Podocrella), o 

esporas que se adhieren al huésped como las especies del género Drechmeria e Hirsutella, o 

forman zoosporas como las especies de Catenaria (López-Llorca et al., 2008). Las especies del 

género Nematoctonus tienen hábitos depredadores y endoparásitos (Dürschner-Pelz, 1987). A 

diferencia de las especies depredadoras, que utilizan sus hifas como herramientas de captura 

mediante el desarrollo de protuberancias adhesivas llamadas células en forma de reloj de arena, 

las especies endoparásitas han desarrollado un mecanismo más indirecto mediante el uso de 

conidios como trampas especializadas (Gray, 1987). En los últimos años, las especies del género 

Trichoderma también han sido objeto de atención como ACB frente a diferentes tipos de plagas. 

No se consideran hongos nematófagos porque no forman trampas para capturar y parasitar 

nematodos (López-Llorca et al., 2008). No obstante, sus mecanismos de acción han sido descritos 

como parasitismo directo a través de la invasión micelial y parasitismo indirecto a través de la 

producción de nematotoxinas (Peraza Padilla et al., 2014; Szabó et al., 2012; Viterbo et al., 2007; 

S. Zhang et al., 2014). En este sentido, las especies de Trichoderma se consideran micoparásitos 

y nematotóxicos eficaces con un potencial prometedor para el control biológico de Meloidogyne 

(Nandeesha, 2020; Peraza Padilla et al., 2014; Sahebani & Hadavi, 2008) con capacidades de 
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inhibir la eclosión de huevos y juveniles atacando su cutícula o membrana y luego parasitándolos 

(Sharon et al., 2007). 

Sun et al. (2024) comparó la actividad parasitaria de Hirsutella rhossiliensis cepa HR02 en 

tres especies diferentes de nematodos, incluyendo B. xylophilus, C. elegans y M. incognita. Los 

resultados mostraron que el parasitismo fue significativamente mayor en M. incognita, superando 

una tasa del 90 %, después de 16 horas de inoculación fúngica, en comparación con las otras dos 

especies de nematodos. Un estudio similar, realizado con H. rhossiliensis, mostró una mayor 

capacidad de infección y daño contra M. incognita que en las otras especies de nematodos 

utilizadas en el estudio (Cayrol et al., 1986). La aplicación de conidios de Drechmeria coniospora 

a una concentración de >105 junto con larvas (J1) de Panagrellus redivivus como vectores 

infectados con D. coniospora resultó en una reducción significativa de las poblaciones de M. 

incognita y M. javanica en plantas de tomate (Jansson et al., 1985). En un estudio relacionado, D. 

coniospora redujo con éxito el agallamiento en las raíces de las plantas de tomate y alfalfa 

infectadas con M. hapla, sin embargo, esto no se reflejó en la cantidad de J2s presentes por gramo 

de suelo (Townshend et al., 1989). El ácido 5-hidroximetilfurano-2-carboxílico extraído de la cepa 

YMF1.01759 de Drechmeria coniospora tuvo un efecto nematicida contra juveniles de M. 

incognita en todas las concentraciones (400, 200 y 100 μg/mL-1), y también inhibió la eclosión de 

huevos (Wan et al., 2021). Las hembras de M. javanica fueron altamente susceptibles a Catenaria 

anguillulae después de 48 horas de la inoculación con una tasa de mortalidad del 90 % y 7 días 

después de la inoculación con una tasa de mortalidad del 100 % (Singh et al., 1996). En un estudio 

in vitro, la cepa CAS-101 de C. anguillulae presentó la máxima captura registrada después de 

cinco días de inoculación con M. graminicola, y en condiciones de invernadero el número de 

agallas y juveniles en plantas de trigo después de 45 días de inoculación disminuyó a niveles 

significativos (Singh et al., 2013). 

Zhang et al. (2015) demostró que en condiciones in vitro una cepa de T. longibrachiatum 

Rifai a una concentración de 1.5 ́  107 conidios/mL-1 fue capaz de inhibir el movimiento y parasitar 

juveniles J2 de M. incognita, causando una mortalidad superior al 88 % al final de los 14 días 

posteriores a los tratamientos. En otro experimento en condiciones in vitro, una cepa de 

Trichoderma harzianum BI Rifai mostró un efecto significativo en la eclosión de huevos de M. 

javanica (Sahebani & Hadavi, 2008). 
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Mientras que el porcentaje máximo de eclosión en el control fue al tercer día, en los 

tratamientos la eclosión fue aproximadamente un 20 % menor y se retrasó hasta el sexto día. En 

ese sentido, T. harzianum BI no solo redujo la producción de huevos de M. javanica sino que 

también aumentó la debilidad y mortalidad de los huevos (Sahebani & Hadavi, 2008). 

16.4. Hongos parásitos hembras y huevos 

Estos hongos son considerados parásitos facultativos de los huevos maduros e inmaduros, 

así como de las etapas femeninas sedentarias de ciertos nematodos (Lamovšek et al., 2013). 

a b 

c 

Figura 6. Estructuras fúngicas de hongos endoparásitos. a. Estructura de captura de Hohenbuehelia leiospora (syn. Nematoctonus 
leiosporus): conidios y pomo adhesivo en forma de reloj de arena rodeados de mucílago esférico y pegajoso. b. Drechmeria 
coniospora: conidióforos y conidios que emergen de un nematodo infectado. c. Especies de Harposporium: conidios en forma de 
haz y conidióforos que emergen de un nematodo infectado. d. Catenaria anguillulae: zoosporas enquistadas en la parte bucal de 
un nematodo (dibujos modificados según Barnett & Hunter, 1998; Cooke & Godfrey, 1964; Gray, 1987).  

d 
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Generalmente, su modo de acción implica el contacto inicial de las hifas o zoosporas con la 

cutícula o membrana del huevo, la posterior formación de apresorios o quistes respectivamente, y 

el crecimiento del micelio interno, que finalmente agota el contenido del huevo o del cuerpo sésil 

(López-Llorca et al., 2008). En ausencia de huéspedes adecuados, estos parásitos facultativos 

pueden sobrevivir como organismos saprótrofos en la rizosfera sin dificultad (Devi, 2018; Moosavi 

& Zare, 2020). Los hongos de esta categoría son relativamente fáciles de cultivar en masa y son 

más eficaces en la infección porque su huésped es sésil (Moosavi & Zare, 2020).  

Las especies de los géneros Metacordyceps y Purpureocillium son utilizadas a nivel 

mundial en el mercado de control biológico debido a su gran efectividad en la parasitación de 

huevos y otras etapas de diversas especies de nematodos (Lamovšek et al., 2013). En un 

experimento realizado en condiciones in vitro, se evaluaron las cepas bacterianas de Bacillus 

subtilis y Pasteuria fluorescens, así como las cepas fúngicas de Purpureocillium lilacinus y T. 

harzianum por su actividad nematicida frente a juveniles de M. incognita (Nandeesha, 2020). Los 

resultados revelaron que la mortalidad media máxima se registró para P. lilacinum con 67.77 %, 

seguido de T. harzianum con 54.89 %, P. fluorescens con 50.00 % y B. subtilis con 48.89 %. Las 

cuatro especies evaluadas se destacaron como buenos ACB frente a la etapa J2 de M. incognita 

(Nandeesha, 2020). Huang et al. (2016) estudió el potencial nematicida y ovicida de Bacillus 

cereus, P. lilacinum y Syncephalastrum racemosum Cohn ex J. Schröt. En el estudio, P. lilacinum 

y S. racemosum a una concentración del 50 % con 4.5 ´ 108 esporas/mL-1 actuaron como los 

mejores agentes de control para inhibir la eclosión de huevos de M. incognita. 

Metacordyceps chlamydosporia (syn. Pochonia chlamydosporia) se utiliza como ACB, 

debido a su alta eficiencia en la parasitación de huevos y hembras de nematodos. Esta especie 

libera una cascada de enzimas degradativas, incluidas las serinas proteasas y las quitinasas, que 

desempeñan un papel importante en la degradación de la capa externa de los huevos (Khan, et al., 

2022a). De acuerdo con Aminuzzaman et al. (2013), una cepa WZ07-1F-3 de P. chlamydosporia 

logró parasitar el 96.0 % de los huevos de M. incognita, disminuyendo la tasa de eclosión a 68.8 

% y causando la muerte del 47.2 % de los juveniles. En Panamá, De Lisser (2022) probó una cepa 

comercial de P. chlamydosporia (Nema-Kell SC) en condiciones de campo en cultivos de arroz y 

evaluó su eficacia contra poblaciones de nematodos fitopatógenos. Los resultados indicaron que 
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esta cepa con una dosis de tratamiento de 0.75 mL redujo aproximadamente el 63 % de los 

juveniles (De Lisser, 2022).  

16.5. Hongos productores de toxinas o metabolitos secundarios (PMS) 

Este grupo ataca a los nematodos inmovilizándolos a través de la producción de toxinas o 

metabolitos secundarios (PMS), para posteriormente penetrar la cutícula y digerir el contenido 

corporal (López-Llorca et al., 2008). Dentro de este grupo de hongos se han descrito hasta el 

momento más de 200 compuestos con actividad nematicida, entre los que se encuentran alcaloides, 

péptidos, terpenoides, esteroles, compuestos alifáticos, quinonas, entre otros (Li & Zhang, 2014). 

Las especies de Basidiomycota son las productoras predominantes de nematotoxinas, 

especialmente los descomponedores de madera que a menudo carecen de ciertos nutrientes como 

el nitrógeno (Khan et al., 2023; Soares et al., 2018).  

Las especies de Pleurotus son hongos comestibles populares valorados por su alto 

contenido de proteínas y nutrientes (Rosado et al., 2003). Algunas especies secretan potentes 

toxinas letales que inmovilizan y matan a los nematodos, por ejemplo, P. ostreatus (Jacq. P. 

Kumm.) produce microgotas de ácido trans-2-decenedioico, que provoca la inmovilización de los 

nematodos (Kwok et al., 1992). Erazo et al. (2020) mostró que P. ostreatus redujo efectivamente 

el número de agallas causadas por M. incognita en plantas de tomate en condiciones de invernadero 

y no hubo diferencia significativa en comparación con el control químico. Nyangwire et al. (2024) 

observó que P. ostreatus causó una mortalidad del 95 % de M. incognita a las 72 h de exposición 

en una suspensión acuosa. Además, se aplicaron diferentes diluciones del filtrado del hongo in 

vitro y en macetas de berro, mostrando un 95 % de mortalidad a las 48 h y un índice de 

engalanamiento (IG) en las plantas de 0.70 al duplicar el inóculo de P. ostreatus, respectivamente 

(Nyangwire et al., 2024). Otros estudios han demostrado que Coprinus comatus (O.F. Müll.) Pers. 

es capaz de inmovilizar y atrapar juveniles de Meloidogyne mediante bolas espinosas (Luo et al., 

2004, 2007). 

Entre los hongos PMS también se encuentran cepas no patógenas de Fusarium oxysporum 

Schltdl. que pueden tener efectos letales en los J2 de Meloidogyne a través de la producción de 

toxinas bioactivas como el acetato de etilo, acetato de 2-metilbutilo, acetato de 3-metilbutilo, el 

acetato de 2-metilpropilo, fusarubina y anhidrofusarubina (Kundu et al., 2016; Terra et al., 2018). 
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CAPÍTULO III: MARCO METODÓLOGICO 

17.  Área de estudio y zonas de muestreo 

Para este estudio se tomaron en cuenta tres zonas de cultivos dentro de la provincia de Chiriquí; 

dos en el distrito de Renacimiento: corregimiento de Río Sereno, en una finca con cultivo de tomate 

y en el banco de germoplasma de café de la Estación Experimental del Instituto de Innovación 

Agropecuaria (IDIAP), respectivamente. La tercera zona fue una finca en tierras bajas, localizada 

en el distrito de Alanje, en parcelas de arroz (Fig. 7). El primer y segundo muestreo se ejecutó en 

2024 en el corregimiento de Río Sereno durante el mes de junio, en la finca tomatera; a inicios de 

octubre en la finca cafetalera del IDIAP y finalmente el tercero en Alanje durante el mes de 

diciembre 2024.  

 
Figura 7. Georeferenciación de los puntos de muestreos en cada finca: a) Finca de tomate en Río Sereno. b) Finca de café (IDIAP) 
en Río Sereno. c) Parcelas de arroz en Alanje (Mapa: ArcGis, 2025). 
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18.  Muestreo de hongos nematófagos y procesamiento de las muestras 

Dentro de cada finca se escogieron tres sitios de muestreo de aproximadamente 4 m2, separados 

entre sí por una distancia de 50 m (Peraza-Padilla et al., 2011). Con un GPS Garmin (modelo 

GPSmap 64s) se determinó la georreferenciación de los sitios de muestreo (Tabla 3). En cada sitio 

de muestreo se recolectaron un máximo de cinco submuestras de suelo a una profundidad de 20 

cm, cerca de la base de la planta con la ayuda de un barreno (Fig. 8). Entre cada sitio de muestreo 

se procuró hacer un lavado con agua y desinfección con alcohol al 70 % para evitar la 

contaminación cruzada de microrganismos fúngicos entre cada sitio.  

Para obtener una muestra compuesta las cinco submuestras se transfirieron en una bolsa de 

polietileno debidamente etiquetada con la siguiente información: número de muestra, lugar de 

muestreo, coordenadas y altitud. Posteriormente la muestra compuesta se homogenizó de forma 

manual sacudiendo la bolsa de Ziplock®. Las muestras compuestas se transportaron a temperatura 

ambiente a la Estación Experimental del IDIAP en Cerro Punta para ser procesadas.  

 
Figura 8. Diseño de muestreo y recolecta de suelo en las fincas de estudio en la provincia de Chiriquí (creado con BioRender). 
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19.  Aislamiento de hongos nematófagos 

Las muestras de suelos recolectadas se procesaron mediante la técnica de “espolvoreado en placa” 

descrita por Barron (1977), una técnica específica para el aislamiento de hongos nematófagos. Para 

ello se colocaron, por muestra compuesta, cinco repeticiones de aproximadamente 0.5 g a 1.0 g de 

suelo en platos Petri de 9 cm de diámetro con agar-agua (AA) y estreptomicina 0.1 % p/v para 

evitar el crecimiento de bacterias. Las cinco repeticiones fueron pesadas con una balanza analítica 

Kern y fueron esparcidas con tres dedos (con guantes puestos) homogéneamente por toda la placa 

Petri con AA. Posteriormente se adicionó a cada plato Petri un 1 mL de una suspensión de 

nematodos del orden Rhabditida con aproximadamente 100 a 300 juveniles. Estos nematodos 

fueron proveídos por la Estación Experimental del IDIAP en Cerro Punta y fueron inoculados con 

el fin de promover el crecimiento de los hongos nematófagos. Las placas se sellaron con papel 

Parafilm y se incubaron a 27–29 °C en condiciones de oscuridad (Fig. 9). A partir del cuarto día 

de incubación se empezó a realizar un monitoreo de los cultivos con ayuda de un 

estereomicroscopio marca Leica (modelo S9), para verificar la presencia de conidios, hifas, 

esporas o nematodos parasitados. Estas estructuras fúngicas fueron tomadas con una aza estéril de 

punta fina e inoculadas en 4 % de Agar Papa-Dextrosa (PDA) con estreptomicina y cloranfenicol 

al 0.1 % p/v. Para obtener cepas puras todas las placas con crecimiento fúngico activo se aislaron 

y purificaron nuevamente en nuevos platos Petri con PDA. Las cepas puras se conservaron a 4 °C 

para su posterior uso en las pruebas de antagonismo. Todas las placas Petri fueron rotuladas en el 

Tabla 3. Características ambientales de las zonas de muestreo en la provincia de Chiriquí. 

Cultivo Distrito Corregimiento Precipitación 
(mm/anual) 

Temperatura 
(°C) Altitud (msnm) Coordenadas (UTM) 

Tomate
* 

Renacim
iento Río Sereno 2578 23 

m-01 1011 17P 295108 977795 
m-02 1000 17P 295156 977738 
m-03 975 17P 294997 977849 

Café * Renacim
iento Río Sereno 2578 20 

m-01 919 17P 296998 975955 
m-02 907 17P 296992 975983 
m-03 921 17P 296989 976002 

Arroz 
** Alanje Alanje 250 32 

m-01 39 17P 328484 828134 
m-02 40 17P 328505 929184 
m-03 39 17P 328531 929227 

m: muestra. *Bosque Húmedo Tropical (BHT), **Bosque Húmedo Seco (BHS) según la clasificación de Holdrigde (1982). 
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reverso con la siguiente información: fecha, nombre o número de la muestra/cepa, número de 

asilamiento, numero de repetición, iniciales del tesista, y tipo de medio. 

 
Figura 9. Método de espolvoreado en placa para el aislamiento de hongos nematófagos. a. Suelo previamente pesado en balanza. 
b–c. Se toma la muestra de suelo con ayuda de los dedos y se esparce en el AA. d. Suelo esparcido por la placa. e. Inoculación de 
suspensión de nematodos del orden Rhabditida a los platos con la muestra de suelo. f. Incubación de los platos.  
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20.  Extracción de huevos de Meloidogyne a partir de raíces infectadas 
(modificado de Hussey & Barker, 1973) 

20.1. Desinfección de raíces y nematodos agalladores 

A partir de plantas de tomate infectadas con Meloidogyne se obtuvo el inóculo puro para el ensayo 

de antagonismo. Esto se realizó siguiendo el método modificado de Hussey y Baker (1973) el cual 

fue credo para la obtención de huevos de nematodos sedentarios. Primeramente, se verificó si las 

raíces tuvieron síntomas visibles de agallas y presencia de masas de huevos. Luego se lavaron las 

raíces con abundante agua para quitar tierra o cualquiera sedimento, se secaron en papel 

absorbente, y se cortaron con una tijera trozos de 1–2 cm. Aproximadamente 25–50 g de raíces 

cortadas se colocaron en un envase de vidrio con tapa, se añadió una solución de NaOCl al 1 % 

hasta tapar por completo las raíces y se agitaron por aproximadamente 4 minutos; con el fin de 

separar las masas de huevo de las raíces, desinfectar los nematodos y apoyar la eclosión de los 

huevos maduros. Para obtener los huevos y larvas de las raíces, la solución se pasó a través de tres 

tamices de 75 µm (=200 mesh), 38 µm (=400 mesh) y 25 µm (=500 mesh) respectivamente, y se 

lavaron posteriormente con agua de grifo para eliminar el exceso de cloro. Utilizando un frasco 

lavador con agua destilada, se desprendieron cuidadosamente los huevos y larvas retenidos en el 

tamiz de 500 mesh, y se traspasaron a un vaso químico de 100 mL (Fig. 10). Mediante microscopia 

de luz se verificó el resultado de la extracción. La suspensión de nematodos se incubó a una 

temperatura de 30–31 °C para promover la maduración y eclosión de las larvas maduras. Para los 

ensayos de antagonismo se contaron los nematodos y huevos por réplicas de 5 alícuotas de 1 mL 

y se ajustó con la cantidad deseada de 150-200 nematodos/mL en cada plato Petri. 

Cálculo: Ν = !!"!""!#"!$"!%
#

   

Donde: 

  

N = Promedio de nematodos por mL 
N1, N2, N3, N4, N5 = Conteos individuales de nematodos en cada alícuota de 1 mL 
n= Número total de alícuotas tomadas (en este caso, n=5) 
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Figura 10. Método de extracción de huevos de Meloidogyne a partir de raíces de tomate infectadas según Hussey y Baker (1973). 
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21.  Análisis morfológico de los hongos nematófagos 

La identificación morfológica de los hongos nematófagos se realizó mediante la utilización de las 

claves taxonómicas de Cooke & Godfrey (1964) y Barnett & Hunter (1998). Para el análisis 

macromorfológico de cada hongo, se documentaron las colonias en los platos Petri mediante 

fotografías digitales en alta resolución con una cámara marca Canon sx540 hs montada sobre una 

superficie plana, empleando iluminación constante y fondo negro. Las características tomadas en 

cuenta para el análisis macromorfológico fueron:  

Ø Crecimiento micelial en días: rápido, lento o moderado. 

Ø Color de la colonia: utilizando una carta de colores de Munsell. 

Ø Textura del micelio: algodonoso, aterciopelado, lanoso, flocoso, granuloso etc. 

Ø Topografía de la colonia: elevada, plana, presencia de micelio aéreo, plegada, concéntrica o 

irregular. 

Ø Pigmentación difusible: observación de pigmentos liberados al medio de cultivo y su 

coloración. 

Ø Producción de exudados: presencia, cantidad y color de las gotas exudadas sobre el micelio. 

Para el análisis micromorfológico de los hongos se prepararon montajes semipermanentes 

tomando parte del micelio aéreo de la colonia y luego colocándola en un portaobjeto con una gota 

de agua, KOH al 10 % y/o 30 %. La cantidad de estructuras contadas (n) para cada una de las cepas 

fue de 20. Las placas microscópicas se observaron y analizaron en el Centro de Investigaciones 

Micológicas (CIMi) de la UNACHI empleando un microscopio compuesto Olympus© (modelo 

BX43) con cámara digital DP22 a diferentes aumentos. Se tomaron fotografías de las estructuras 

fúngicas microscópicas con ayuda del software CellSens, asociado la cámara. Las estructuras 

fúngicas tomadas en cuenta para el análisis micromorfológico fueron:  

Ø Tipo de hifa: septada, no septada, color, pared lisa o rugosa, delgada o gruesa. 

Ø Conidióforos: presencia o ausencia, ramificación, longitud, grosor, textura y pigmentación 

Ø Fiálides: disposición (solitarias, verticiladas, agrupadas), forma (cilíndricas, ampuliformes, 

subuladas etc.) dimensiones de largo y ancho en µm, color.  



 

37 
 

Ø Conidios: forma (elipsoidal, globosa, fusiforme, subcilíndrica), dimensiones de largo y ancho 

en µm, color, superficie (lisa, o algún tipo de ornamentación), número de septos y disposición 

en la estructura fúngica. 

Ø Clamidosporas: presentes o ausentes, forma, color, dimensiones de largo y ancho en µm y 

disposición (intercalar, terminal o en cadena). 

22.  Análisis molecular de los hongos nematófagos 

22.1. Extracción de ADN fúngico: A partir de las cepas puras de hongos nematófagos se realizó 

la extracción de ADN genómico empleando el kit de extracción DNeasy® Plant ProKit de 

QIAGEN© siguiendo las instrucciones del protocolo con algunas modificaciones. En la parte 

inicial del protocolo se utilizaron microtubos de 2 mL con punta redonda en vez de los microtubos 

facilitados por el fabricante, debido al hecho que estos últimos no se ajustaban a la estructura del 

homogeneizador del laboratorio de la marca Disruptor Genie. Para ello se trasladaron las esferas 

de metal proporcionados por el fabricante a los microtubos de 2 mL antes del inicio de la 

extracción. Al final de la extracción el ADN fue eluido en 50 µL de tampón de elución en vez de 

100 µL. La concentración del ADN genómico extraído fue determinada con un espectrofotómetro 

BioSpec-nano de la marca Shimadzu en el Centro de Investigación y Bioquímica Aplicada 

(CIBQUIA) de la UNACHI. 

22.2. Amplificación de la región ITS mediante PCR y purificación de productos de PCR: 

Se amplificó la región del espaciador transcrito interno (ITS) mediante los cebadores ITS1-F5′—

CTTGGTCATTTAGAGGAAGTAA—3′ (Gardes & Bruns, 1993) e ITS4-5′—

TCCTCCGCTTATTGATATGC—3′ (White et al., 1990), empleando una Taq Polimerasa del Kit 

HotStartTaq Plus Master Mix de QIAGEN©. Para cada muestra de PCR con volumen total de 25 

µL se combinaron alícuotas de 2.0 µL de ADN genómico con 12.5 µL HotStartTaq Plus Master 

Mix, 1.0 µL de primer ITS1-F, 1.0 µL primer ITS4 y 8.5 µL de agua libre de nucleasas. La 

amplificación por PCR se llevó a cabo con el termociclador Q-Cycler Server de la marca Quanta 

Biotech con el siguiente protocolo: un precalentamiento inicial para activar la Taq Polimerasa por 

15 min a 95 °C, y 30 ciclos de desnaturalización por 35 s a 94 °C, alineamiento por 30 s a 55 °C y 

elongación por 60 s a 72 °C, y una elongación final de 10 min a 72 ºC. La longitud, calidad y 

cantidad de los productos generados por PCR se comprobaron empleando electroforesis en gel 

utilizando un gel de agarosa de 1 % (p/v) en 50 mL tampón TAE. Se mezclaron 4 µL de cada 



 

38 
 

producto de PCR con 1 µL de GelRed Prestain Plus 6X DNA Loading Dye de la marca Biotium© 

respectivamente, se añadieron a los posillos del gel junto con 1 µL de una escalera de ADN 

HyperLadder 100 bp de la marca Bioline©. El gel corrió en tampón TAE a 70 voltios (V) por 30-

40 min, y fue observado en un transiluminador TFM-20 DigiDoc-It 120 Imaging System de la 

marca UVP©. Por último, los productos de PCR fueron purificados empleando el Kit QIAquick® 

PCR Purification Kit de QIAGEN© siguiendo las indicaciones del fabricante.  

22.3. Secuenciación y edición de secuencias: Los productos de PCR purificados se enviaron 

con FedEx a Macrogen Inc., Corea del Sur. Las secuencias obtenidas fueron editadas utilizando el 

software Geneious (versión 2025.1.2). Para ello, se realizó la visualización de los cromatogramas 

para verificar la calidad de las lecturas, identificando y corrigiendo manualmente posibles errores 

de bases o regiones ambiguas. Posteriormente, se recortaron las zonas de baja calidad en los 

extremos de las secuencias, asegurando que la secuencia final fuera precisa y confiable para los 

análisis posteriores (HQ > 97 %). En el mismo programa se generaron secuencias consenso a partir 

de la alineación de las lecturas forward y reverse previamente editadas, asegurando la integridad 

y precisión de las secuencias ensambladas. 

22.4. Búsqueda en repositorios de secuencias e identificación de secuencias: Las secuencias 

consenso obtenidas fueron comparadas con secuencias depositadas en los repositorios de 

secuencias internacionales GenBank (https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi), Unite 

(https://unite.ut.ee/analysis.php#) y Mycobank (https://www.mycobank.org/Pairwise_alignment). 

En todos los repositorios se realizó una búsqueda de similitudes para determinar la identidad de 

las secuencias de los hongos nematófagos obtenidas. Para ellos se tomaron en cuenta aspectos 

como: la comparación con secuencias del mismo gen marcador (ITS), los porcentajes de similitud, 

la cobertura de la secuencia (Query Cover), el E-value (valor esperado siempre en 0) y secuencias 

de referencia curadas (Fig. 11). 

https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi
https://unite.ut.ee/analysis.php
https://www.mycobank.org/Pairwise_alignment
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Figura 11. Diagrama de extracción de ADN genómico, amplificación de las regiones ITS mediante PCR y 
secuenciación de hongos nematófagos (creado con BioRender). 

23.  Determinación de los mecanismos de acción de los hongos nematófagos 

23.1. Preparación del inóculo fúngico: Los hongos seleccionados como potenciales candidatos 

para las pruebas de antagonismo se incubaron en medio PDA a una temperatura de 25 °C durante 

7 a 10 días para su producción en masa, siguiendo la metodología de Tazi et al. (2021). Luego se 

preparó una suspensión de esporas con 20 mL de agua destilada estéril dentro de un vaso químico 

de 50 mL, se añadieron 2–3 gotas del surfactante y emulsificante Tween 80 y se homogenizó la 

mezcla. Para ello se raspo delicadamente parte del micelio y se introdujo junto con la mezcla de 

agua y Tween 80. Para separar las esporas del micelio se realizó un tamizaje a través de una gasa 

estéril de dos capas y se traspasó la mezcla a un nuevo vaso químico. Una vez homogenizada la 

suspensión de esporas se determinó la cantidad de esporas (UFC/mL) con ayuda de una cámara de 

Neubauer o hematocitómetro. Dependiendo de la cantidad total de esporas en solución se añadió 

agua o se dividió parte de esta en otro vaso químico para establecer la concentración final de 

conidios a depositar por plato Petri. Para las pruebas de antagonismo, se requería llegar a un ajuste 

de 1.0 o 1.5 × 106 esporas/ml−1 aproximadamente. 



 

40 
 

Procedimiento: se tomaron 3 alícuotas de 10 µL y a cada una se le cuantificó el total aproximado 

de conidios en la cámara de Neubauer. Para ello se consideró contar en los 5 cuadrantes de la 

cámara. Como fueron 3 conteos, en total se contaron 15 cuadrantes; los resultados se promediaron 

y se calculó la cantidad de conidio/mL en un volumen total de 20 mL. 

Cálculo: 𝐶 = $$%&'()*&	)(	,&-*)*&.	$&%	,/0)%0-1(	×	34
$

50,1&%	)(	)*6/,*ó-	3.4	×	34&	
% × 20	mL 

C: representa la cantidad en mL a la que debemos aforar (añadir agua) a nuestra suspensión inicial 

de 20 mL. Sin embargo, en caso de que C ≤ 1.0 mL no es necesario aforar.  

23.2. Ensayos de antagonismo: Se establecieron repeticiones de 2 platos Petri de 9 cm de 

diámetro de AA para cada una de las cepas de hongos seleccionados. Este medio es pobre en 

nutrientes y, por lo tanto, permitió el crecimiento tenue de cada hongo. Inmediatamente se 

inocularon 200 µL de una suspensión de esporas, las cuales se dispersaron de forma homogénea 

por todo el plato Petri con un aza triangular de acero esterilizada. Posteriormente los platos se 

incubaron durante 3–5 días entre 26–29 °C y luz natural. Luego se inoculó en cada plato Petri 1 

mL de una suspensión estandarizada previamente de 150 J2 y 100 huevos de Meloidogyne según 

el método de Hussey & Barker (1973). Tras una incubación conjunta de los J2 y huevos con la 

cepa fúngica durante 72 h, se revisó cada plato Petri con la ayuda de un microscopio marca 

Olympus© (modelo BX43) de campo claro a una magnificación de 10X, 20X, 40X para verificar 

la actividad y las estructuras fúngicas de captura de cada hongo, tales como: anillos constrictores 

y no constrictores, pomos adhesivos sin pedúnculo, pomos adhesivos pedunculados, o redes 

adhesivas simples, tridimensionales o bimensionales (Fig. 12). 
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Figura 12. Ensayos de antagonismo in vitro y determinación de los mecanismos de acción mediante microscopía de 
campo claro (creado con BioRender). 
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CAPÍTULO IV: RESULTADOS 

24.  Aislados de hongos nematófagos por zona de muestreo    

En este estudio un total de 74 cepas fueron aisladas entre las tres fincas muestreadas; finca con 

cultivo de tomate, finca de café de la Estación Experimental del Instituto de Innovación 

Agropecuaria (IDIAP) Río Sereno y la finca de Alanje con cultivo de arroz respectivamente. Para 

realizar una mejor selección de las cepas con actividad antagonista, estas se sometieron a un ensayo 

de antagonismo previo (Fig. 12). Esto resultó en un total 15 cepas identificadas y 14 de ellas con 

actividad antagonista, es decir; presentaban una inhibición en la eclosión de huevos, parasitación 

y/o captura de larvas de segundo estadio (Tabla 4).  

Tabla 4. Número de aislamientos en las regiones muestreadas. 

Región Hongos con potencial 
antagonista (aislamiento) 

Hongos sin potencial 
antagonista Total 

Finca de tomate/Río Sereno 1 43 44 
Estación Experimental del 

IDIAP/Río Sereno 5 11 16 

Finca de arroz/Alanje 8 6 14 

Total 14 60 74 

Basado en los análisis morfológicos y moleculares, se identificaron tres géneros dentro del grupo 

de hongos con potencial antagonista: Arthrobotrys, Fusarium y Trichoderma. El género más 

frecuentemente aislado e identificado fue Trichoderma con 66.7 %, seguido de Arthrobotrys con 

20 % y Neocosmospora (syn. Fusarium) con 6.7 %. La cepa N. falciformis (CV15) fue aislada en 

la finca de cultivo de tomate; mientras que las cepas Arthrobotrys arthrobotryiodes (CV02 y 

CV03), A. musiformis (CV01) y T. asperellum (CV04 y CV07) fueron aisladas en la finca de café. 

Por último, las cepas T. harziaum (CV08), T. koningiopsis (CV09), T. spirale (CV11 y CV12) y 

T. virens (CV05) fueron recuperadas principalmente en el cultivo de arroz (Tabla 5). No obstante, 

dentro de este grupo no se lograron identificar mediante análisis molecular las cepas CV10, CV13 

y CV14; esto debido a ciertas ambigüedades con las secuencias disponibles en GenBannk y las 

antes mencionadas, sin embargo, se determinó que pertenecen al género Trichoderma. De acuerdo 

con la ocurrencia por zona de muestreo, en el cultivo de arroz se registró la mayor cantidad de 

cepas con carácter nematófago con 57.1 %, seguido de la finca de café con 35.7 % y la de tomate 

con 7.1 %.  
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Por otro lado, la cepa CV06 corresponde a un 6.7 % en la frecuencia de aislados, sin embargo, no 

se incluyó en la tabla del análisis molecular (Tabla. 6), debido a que esta pertenece a una especie 

del género Rhizoctonia sp. (syn. Ceratobasidium) hongo de la división Basidiomycota y, además, 

endófito de plantas como orquídeas (Hossain, 2019; Mosquera-Espinosa et al., 2010). Por lo tanto, 

no presentó actividad antagonista contra Meloidogyne spp. durante los ensayos. 

Tabla 5. Resumen taxonómico de las especies de HN identificadas por cultivo, zona de muestreo y clasificación de acuerdo con 
su mecanismo de acción. 

Orden Familia Especie N° de colecta Cultivo asociado Grupo de HN 

Orbiliales Arthrobotryaceae 
Arthrobotrys arthrobotryiodes* CV01 

Café 
AN 

Arthrobotrys musiformis  CV02, CV03 AN 

Hypocreales 

Nectriaceae Nescosmospora falciformis* CV15 Tomate PMS 

Hypocreaceae 

Trichoderma asperellum* CV04, CV07 Café 

EDP 

Trichoderma harzianum CV08 

Arroz 

Trichoderma koningiopsis CV09 

Trichoderma spirale CV11, CV12 

Trichoderma virens* CV05 

Trichoderma sp.1 CV13, CV14 

Trichoderma sp. 2 CV10 

Cantharellales Ceratobasidiaceae Rhizoctonia sp. CV06 NA NA 

HN: hongo nematófagos; AN: atrapadores de nematodos; PMS: productor de metabolitos secundarios; EDP: endoparásito, NA: no 
aplica. (*) nuevos reportes de hongos para Panamá.  

Se destaca que algunas de estas especies como N. falciformis pueden tener funciones adicionales 

en el suelo, incluidas actividades fitopatógenas, que podrían afectar negativamente tanto a la salud 

del suelo como a la de las plantas (González et al., 2020; Ismail et al., 2025; Liu et al., 2025). Por 

lo tanto, es esencial evaluar estas especies en detalle para comprender mejor su papel ecológico y 

determinar si podrían formar parte de enfoques agrícolas más sostenibles.  
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25.  Análisis morfológico y molecular de los hongos nematófagos 

Tabla 6. Análisis de similitud de las cepas de hongos nematófagos aisladas en este estudio con cepas existentes en GenBank. 

Hongo Código en 
Genbank Cepa comparada en Genbank QC % Indentidad % 

A. 
arthrobotryiodes 

MH857262.1 Arthrobotrys arthrobotryoides cepa 
CBS:119.54 

93 % 99.13 % 

OQ398127.1 Arthrobotrys arthrobotryoides cepa 
A24 

93 % 99.12 % 

MT052368.1 Arthrobotrys arthrobotryoides cepa 
RM5.2 

89 % 99.10 % 

A. musiformis MN831892.1 Arthrobotrys musiformis cepa 
Mau1Ad 

98 % 99.18 % 

PQ775558.1 Arthrobotrys musiformis cepa 
INIFAP-SCh-03 

94 % 99.66 % 

MH855842.1 Arthrobotrys musiformis cepa 
CBS:110.37 

100 % 97.42 % 

N. falciformis AB779669.1 Fusarium falciforme cepa 20-68 100 % 100.00 % 

OR853709.1 Fusarium falciforme cepa 16-A 100 % 100.00 % 
PQ305859.1 Fusarium falciforme cepa Cr-Ff-

KYM 
100 % 100.00 % 

T. asperellum KU662965.1 Trichoderma asperellum cepa 
TaspDOB-13 

100 % 100.00 % 

KU662968.1 Trichoderma asperellum cepa 
TaspDOB-16 

100 % 100.00 % 

KU987247.1 Trichoderma asperellum cepa 
SGNA7 

100 % 100.00 % 

T. harzianum 
 

 

KT783517.1 Trichoderma harzianum cepa T1 100 % 100.00 % 

KX421473.1 Trichoderma harzianum cepa 
IA5I12F1 

100 % 100.00 % 

MN326481.1 Trichoderma harzianum cepa 
THZVF 

100 % 100.00 % 

T. koningiopsis HM534656.1 Trichoderma koningiopsis cepa 
KUC5063 

100 % 100.00 % 

 JX069203.1 Trichoderma koningiopsis cepa 
PROF5 

100 % 100.00 % 

 
OM515065.1 Trichoderma koningiopsis cepa 

CEN1265 
100 % 100.00 % 

T. spirale HQ608089 Trichoderma spirale cepa TR056 100 % 100.00 % 

 JF439515 Trichoderma spirale cepa F28 100 % 99.84 % 

T. virens MF408340.1 Trichoderma virens cepa CTCCSJ-
A-GS23045 

100 % 100.00 % 

 KF144624.1 Trichoderma virens cepa V-09 100 % 100.00 % 

 
EU330955.1 Trichoderma virens cepa DAOM 

167652 
100 % 100.00 % 

Representación de las secuencias de ITS descritas anteriormente comparadas con otras secuencias existentes en Genbank. Esta 
describe el nombre y número de acceso de la cepa comparada, Query Cover porcentual (QC %) y porcentaje de identidad. La 
cepa de Rhizoctonia sp. (CV06) fue omitida en la tabla debido a la baja la calidad de la secuencia; esto imposibilitó realizar un 
ensamblaje exitoso. 
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Arthrobotrys arthrobotryoides (Berl.) Lindau., Figs. 13–14. 

Sinónimos: Cephalothecium roseum var. arthrobotryoides Berl.; Didymozoophaga 

arthrobotryoides (Berl.) Soprunov & Galiulina; Didymozoophaga arthrobotryoides var. 

indolens Soprunov & Galiulina. 

Clasificación taxonómica: Ascomycota, Pezizomycotina, Orbiliomycetes, Orbiliomycetidae, 

Orbiliales, Arthrobotryaceae.  

Macromorfología: Colonias de rápido crecimiento en agar PDA a 25 °C, alcanzando el borde del 

plato en 7 d, micelio blanquecino al inicio, con tono crema céntrico visible y rosa pálido al 

madurar, parcialmente superficial y sumergido, textura ligeramente aterciopelada con aspecto 

filamentoso; hifas hialinas, septadas, aéreas. A menudo crece en forma de oleadas sucesivas 

formando de 4–5 finos halos concéntricos de los que surgen conidióforos.  

Micromorfología: Micelio extendido, hifas hialinas, filamentosas y septadas, (3–) 4–6 µm de 

ancho (n=20), ramificadas, forman redes tridimensionales adhesivas para atrapar nematodos. 

Conidióforos erectos, con ramificaciones laterales, delgados y filamentosos, septados, hialinos, a 

menudo con repetidas elongaciones distales entre sí con nodos que sujetan los conidios, (260–) 

359–699 (–850) µm de largo (n=20), base (1–) 1.6–3.0 (–4) µm de ancho (n=20), ápice (1–) 1.3–

3.0 (–5) µm de ancho (n=20). Conidios ovoides a obovoides, 0–1 septos, hialinos o ligeramente 

amarillento, ocasionalmente contraídos ligeramente en el septo, con extremos distales 

redondeados, dispuestos en racimos de 15–20 conidios, (18–) 20–24 (–27) × (9–) 10.5–13 (–15) 

µm (n=20). 

Material examinado: Panamá, Provincia de Chiriquí, Distrito de Renacimiento, Corregimiento 

de Río Sereno, UTM 17P 296989 976002, suelo de cultivo de café (Coffea arabica L.), 7 de 

octubre de 2024, C. Villarreal Pérez, CV02 (CIMi-3-000002, IDIAP); misma localidad, fecha y 

colector CV03 (CIMi-3-000003, IDIAP).  

Etimología: El nombre del género Arthrobotrys deriva del griego, donde “arthron” (ἄρθρον) que 

significa “articulado” y “botrys” (βότρυς) que significa “racimo” o “manojo de uvas”. Por lo tanto, 

Arthrobotrys se traduce como “racimo de uvas articulado” (Corda, 1839).  
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Figura 13. Arthrobotrys arthrobotryoides (CV02). a. Colonia en PDA de 8d. b. Conidios. c–e. Parte apical de los conidióforos; 
nodos con dentículos que sostuvieron conidios. f–i. Conidióforos con conidios dispuestos en ramilletes. Escalas: b–d= 10 µm; e, f, 
g, i= 20 µm; h= 100 µm. 
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Figura 14. Arthrobotrys arthrobotryoides (CV02). a. Conidios ovoides a obovoides, 0-1 septos. b. Parte apical de los conidióforos 
mostrando elongaciones repetidas con nodos, donde se forman dentículos cortos que sostienen los conidios. Escalas: a–b= 10 µm. 

Hábitat: esta cepa (CV02) se aisló de suelos asociados a cultivos de café, sin embargo; el género 

Arthrobotrys se puede encontrar asociado a sistemas de cultivos con síntomas de infección con 

nematodos, de forma anamorfa, madera muerta, raíces y otros sustratos (Větrovský et al., 2020). 

Distribución: Alemania (Galgenberg, Grunewald, Boettcherberg, Pfauenisel); Corea del Sur 

(Chinju, Chinyang, Gyeongsang del Sur, Gyeongsang del Norte); Escocia; España (Crevillente); 

E.E.U.U. (California); México (Chiapas; Puebla) (Fritsch & Lysek, 1989; Jeong & Kim, 1988; 

Kim et al., 2001; Lee et al., 2003; Mankau, 1962; Ocampo-Gutiérrez et al., 2021; Olivares-

Bernabeu et al., 2003a; Sánchez-Martínez et al., 2021; Saxena, 2008; Sünder & Lysek, 1988). Esta 

especie representa un nuevo reporte para Panamá y América Central. 

Notas: La especie A. arthrobotryoides se asemeja molecularmente a Arthrobotrys shuifuensis F. 

Zhang & X.Y. Yang, con tan solo 9.6 % de diferencia en la secuencia ITS entre ambos. Sin 

embargo, también se distinguen por la forma de los conidios. La última especie presenta conidios 

oblongos o en forma de cápsula con 1 septo, son más alargados con 17–36 × 5–12.5 µm μm (Zhang 

et al., 2022).  
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Arthrobotrys musiformis Drechsler. Figs. 15–16. 

Sinónimos: Candelabrella musiformis (Drechsler) Rifai & R.C. Cooke; Dactylella 

musiformis (Drechsler) Matsush. 

Clasificación taxonómica: Ascomycota, Pezizomycotina, Orbiliomycetes, Orbiliomycetidae, 

Orbiliales, Arthrobotryaceae. 

Macromorfología: Colonias en PDA a 25 ºC con crecimiento rápido, llegando al borde del plato 

en 7–8 d, el micelio es de crecimiento radial aéreo, forma un 1–2 halos de 1–2 cm de ancho y 1.5–

2 cm alto, de color blanquecino, con superficie filamentosa, siendo menos denso en el centro del 

halo y en la periferia.   

Micromorfología: Micelio extendido, hifas vegetativas, septadas, ramificadas, en su mayoría de 

2.5–6.5 µm de ancho (n=20), forman trampas bidimensionales simples y tridimensionales 

adhesivas. Conidióforos erectos, hialinos, 2–6 septos, no ramificados, (125–) 210–322 (–360) µm 

de largo (n=20), (4–) 5–8 (–9) µm de ancho en la base (n=20) y estrechándose ligeramente en el 

ápice (2.5–) 3–4 (–5) µm de ancho (n=20), donde nacen esterigmas divergentes, simples o 

ramificados (3–) 4–11 (13.5) × 2–4 (–5) µm (n=20), usualmente sosteniendo 2–20 conidios sueltos 

en disposición capitada y candelabroide. Conidios hialinos, elipsoides, clavados, rectos o 

ligeramente curvados, 0-1 septo en el tercio inferior cerca de la base con una leve constricción, 

(24–) 29–40 (–42) × (8–) 11–15 (–19.5) µm (n=20), redondeados en el extremo distal más ancho 

y estrechándose notablemente hacia la base truncada, se forman en un abultamiento en el extremo 

del esterigma o punto de crecimiento. 

Material examinado: Panamá, Provincia de Chiriquí, Distrito de Renacimiento, Corregimiento 

de Río Sereno, UTM 17P 296989 976002, suelo de cultivo de café (Coffea arabica L.), 7 de 

octubre de 2024, C. Villarreal Pérez, CV01 (CIMi-3-000001, IDIAP). 

Etimología: El epíteto musiformis proviene del latín musi- (relativo a la banana, Musa) y el sufijo 

-formis (en forma de), y hace alusión a la morfología característica de los conidios de la especie. 

En una descripción clásica de Drechsler (1937), se señala que, aunque los conidios recuerdan a las 

esporas asexuales de Helminthosporium sativum, una notable protuberancia basal, ausente en éste, 

les confiere un perfil que evoca claramente la forma de una banana (Musa sapientum L.). 
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Figura 15. Arthrobotrys musiformis (CV01). a. Colonia en PDA con 10d. b. Conidióforo con algunos conididos alrededor. c–h. 
Parte apical de los conidióforos, mostrando los esterigmas que sostienen a los conidios. i. Se muestra la disposición candelabroide 
caractirística de A. musiformis. j. Conidios. Escalas: b= 20 µm, c–h= 10 µm, i= 100 µm, j= 10 µm. 
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Figura 16. Arthrobotrys musiformis (CV01). a. Conidios elipsoides y clavados, rectos o ligeramente curvados. b. Conidióforos 
mostrando esterigmas en la parte apical. Escalas: a–b=10 µm. 

Hábitat: En el presente estudio la especie se aisló de suelos asociados a cultivos de café, sin 

embargo, también ha sido reportada en otros tipos de suelos, madera muerta, raíces, y asociada a 

biomas como pastizales, bosques, cultivos agrícolas, entre otros (Větrovský et al., 2020). 

Distribución: Australia (Queensland), Fiyi (Makogai, Batiri), Suecia, Brasil (Minas Gerais), 

China (Yunnan), España, Costa Rica, Nicaragua, Panamá (Rio Sereno, Boquete, Fortuna) (Lei et 

al., 1994; Manueli et al., 1999; McCulloch, 1977; Naves & Campos, 1991; Olivares-Bernabeu et 

al., 2003b; Persmark et al., 1995; Persmark & Jansson, 2006). 

Notas: La especie A. musiformis se asemeja a Drechslerella dactyloides por los conidios 

elipsoides, rectos o ligeramente curvados, pero difiere por sus estructuras de captura. La primera 

captura los nematodos a través de redes adhesivas tridimensionales, mientras que la segunda lo 

hace mediante anillos constrictores. A. musiformis también se asemeja a Arthrobotrys javanica en 

la ramificación en forma de candelabro de los conidióforos y los dispositivos de captura, pero 

difiere en forma y tamaño de los conidios. A. javanica, tiene conidios 20–37.5 (–27.9) × 7.5–10 (–

8.8) μm, estrechamente obovoides o clavados y más pequeños que A. musiformis. 
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Neocosmospora falciformis (Carrión) L. Lombard & Crous, Figs. 17–18. 

Sinónimo: Acremonium falciforme (Carrión) W.; Fusarium falciforme (Carrión) Summerb. & 

Schroers. 

Clasificación taxonómica: Ascomycota, Pezizomycotina, Sordariomycetes, Hypocreomycetidae, 

Hypocreales, Nectriaceae. 

Macromorfología: Colonias en PDA a 25 ºC, alcanzan un diámetro de 7 cm en 7 d, micelio 

aireado escaso, de color blancuzco al inicio y pardo amarillento al madurar, la superficie y el 

reverso del agar con tono de blancuzco a pardo (8–4, 5, según Y-Munsell Color Charts). 

Esporodoquios en forma de cojín. Cuando el cultivo esta viejo, se forma un halo concéntrico de 

apariencia húmeda en el área del inóculo. 

Micromorfología: Hifas vegetativas, septadas, en su mayoría de 2.5–6.5 µm de ancho (n=20). 

Conidióforos simples, hialinos, erectos de (21.5–) 32–72 (–93.5) µm de largo (n=20), base de (3.5–

) 4–5 (–6.5) µm de ancho, ápice (2.5–) 3–4 (–3.5) µm de ancho (n=20), presencia de un colarete 

en forma de copa en la parte apical. Esporodoquios abundantes en el micelio aéreo, irregulares, 

verticalmente ramificados, simpodialmente a células conidiógenas solitarias; células conidiógenas 

monofialídicas, doliformes, ampuliformes a subcilíndricas. Macroconidios hialinos, de pared 

gruesa, fusiformes, falcados, 3–4 septos, (23.5–) 28–35 (–37.5) × (5.5–) 6–7 (–7.5) µm (n=20). 

Microconidios hialinos, de pared gruesa, ovoides o elipsoidales, 0–1 septado, (6–) 9–18 (–21.5) × 

(4.5–) 5.5–7 (–7.5) µm (n=20). Clamidosporas hialinas, pared gruesa, globosas a elipsoidales, en 

hifas terminales, intercalares o en cadenas, 3.5–8.5 µm de ancho (n=20). 

Material examinado: Panamá, Provincia de Chiriquí, Distrito de Renacimiento, Corregimiento 

de Río Sereno, UTM 17P 295108 977795, suelo de tomate (Solanum lycopersicum L.), 18 de junio 

de 2024, C. Villarreal Pérez CV15 (CIMi-3-000015, IDIAP). 

Etimología: El género Neoscosmospora está estrechamente relacionado con el género 

Cosmospora Rabenh, sin embargo, este último difiere por sus ascosporas sin septos y un exoporio 

arrugado, es por ello que Smith (1899) lo clasifica como un nuevo género de Cosmspora (Neo= 

del griegoνέος). El epíteto falciformis proviene del latín falx = “hoz” o “guadaña”, formis = 

“forma”. 
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Figura 17. Neocosmospora falciformis (CV15). a. Colonia en PDA con 10d. b–d. Conidióforos esporodoquiales ramificados. e–f. 
Clamidosporas. g. Conidióforo simple; se muestra en la parte apical un colarete poco notorio. h. Microconidios. i. Macroconidios. 
Escalas: a–i= 10 μm.  
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Figura 18. Neocosmospora falciformis (CV15). a. Conidióforos simples. b. Conidióforos esporodoquiales con formación de 
macroconidios. c. Ápice de las células conidiógenas mostrando colaretes apicales. d. Macro y microconidios. e. Clamidosporas. 
Escalas: a–e= 10 µm. 

Hábitat: En el presente estudio la especie se aisló de suelos asociados a cultivos de tomate, sin 

embargo; según Větrovský et al. (2020) N. falciformis se ha podido aislar mayormente de suelo 

(rizofera), agua y en algunos casos de tejido animal y humano. 

Distribución: Arabia Saudita (El Baha, Jazan, Najran); Brasil; China (Hubei); E.E.U.U. 

(California); España (Alicante, Valencia); Irán (Shiraz); Vietnam (Crespo et al., 2019; González 

et al., 2020; Ismail et al., 2025; Kamali-Sarvestani et al., 2022; Liu et al., 2025; Thao et al., 2021; 

Veloso et al., 2021). La especie representa un nuevo reporte para Panamá y América Central. 

Notas: La especie fue reclasificada al género Neocosmospora por Lombard et al. (2015). N. 

falciformis se asemeja a Neocosmopora solani (syn. Fusarium solani (Mart.) Sacc. Michelia) en 

la morfología de la colonia, pero se diferencia por la forma y tamaño de sus conidios. Esta última 

presenta microconidios reniformes u obovoides, con base truncada, 0–2 septos, de (9–) 14–16 

(−26) × (4–) 4–4.6 μm, y macroconidios falcados, con una base ampliamente pedicelada, 

generalmente con 4–5 septos, (41–) 45–51 (–56) × (2.5–) 4.5–6 (–8) μm (Sáenz et al., 2024; 

Sandoval-Denis & Crous, 2018). 
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Trichoderma asperellum Samuels, Lieckf. & Nirenberg, Figs. 19–20. 

Clasificación taxonómica: Ascomycota, Pezizomycotina, Sordariomycetes, Hypocreomycetidae, 

Hypocreales, Hypocreaceae.  

Macromorfología: Crecimiento rápido en agar PDA a 25 °C, llegando a los bordes del plato en 

5–6 d, micelio aéreo abundante al inicio y escaso al madurar, coloración verde intensa, más oscura 

en el centro y aclarando hacia la periferia, formando un patrón concéntrico característico de 1–2 

anillos, textura es algodonosa, con un margen bien definido y en expansión radial. Cuando el 

cultivo tiene dos semanas presenta un tono de verde oscuro (5–4, 7.5 GY, según Munsell Color 

Charts), produce gotas en la superficie, cerca del punto del inóculo.  

Micromorfología: Conidióforos hialinos o verdes amarillentos con disposición piramidal, cuyo 

eje central es erecto, septado, de pared gruesa y lisa, hialino o ligeramente pigmentado de color 

verde, (2–) 2.81–4.19 (–4.5) µm ancho (n=20), del eje central, emergen de forma repetida y 

pareadas, ramas primarias laterales, cortas o ligeramente alargadas, proyectándose a casi 90 ° con 

respecto al eje principal, (4–) 5.30–11.85 (–15) × (2.5–) 2.93–4.15 (–4.5) µm (n=20), ramas 

primarias son progresivamente más largas a medida que aumenta la distancia desde la punta hacia 

la base del conidióforo. Fiálides erectas, alargadas, color verde claro a hialinas, con forma de 

botella o ampolla, con base constreñida ligeramente, parte media abultada y ápice más estrecho, 

(6.5–) 7–10 (–11.5) × (2.5–) 3–4 (–4.5) µm (n=20), surgen en el extremo distal de ramas laterales 

primarias o secundarias, agrupadas en verticilos de 2–4, pero algunas emergen directamente del 

axis. Conidios globosos, subglobosos u ovoides, ornamentación finamente espinosa y poco visible 

al microscopio, color verde amarillento, (2–) 2.71–4.12 (–4.8) × (2.5–) 3.17–4.08 (–4) µm (n=20). 

Clamidosporas globosas o subglobosas, de paredes gruesas (8–) 8.61–11.19 (–12) × (8–) 8.54–

10.56 (–11) µm (n=20), terminales, en cadena o intercalares, pueden ser hialinas o ligeramente de 

tono verde pálido. 

Material examinado: Panamá, Provincia de Chiriquí, Distrito de Renacimiento, Corregimiento 

de Río Sereno, UTM 17P 296989 976002, suelo de cultivo de café (Coffea arabica L.), 7 de 

octubre de 2024, C. Villarreal Pérez.  Código de cepa CV04 (CIMi-3-000004, IDIAP); misma 

localidad, fecha y colector CV07 (CIMi-3-000007, IDIAP). 
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Figura 19. Trichoderma asperellum (CV04). a. Colonia en PDA de 15d. b–f. Conidióforos y fiálides que muestran una 
ramificación regular y fiálides que se disponen en verticilos cruciformes y ensanchadas en el medio. g. Conidios. h. Clamidosporas. 
Escalas: b–e= 10 µm, f= 20 µm, g–h= 10 µm. 
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Figura 20. Trichoderma asperellum (CV04, CV07). a. Conidióforos con ramas primarias cortas (CV04). b. Conidióforos con 
ramas primarias alargadas (CV07). c. Conidios. d. Clamidosporas terminales e intercalares. Escalas: a–c= 10 µm. 

Hábitat: En el presente estudio ambas cepas de T. asperellum se aislaron de suelos asociados a 

cultivos de café, probablemente interactuando de forma simbiótica o saprótrofa en la rizosfera. Por 

otro lado, T. asperellum se ha aislado mayormente de suelo y raíces, y asociado a biomas como 

bosques, pastizales, cultivos agrícolas y humedales, entre otros (Větrovský et al., 2020).  

Distribución: Arabia Saudita (Riyadh), Bangladesh, Brasil, Camerún, China (Guangdong), 

Colombia, Corea del Sur, Costa Rica, E.E.U.U, Ecuador, Egipto, Filipinas, India, Israel, México 

(Michoacan), Nigeria, Pakistán, Perú (Akomah-Abadaike & Chim-Makwa Ayooluwa, 2023; 

Andrade-Hoyos et al., 2020; Brito et al., 2014; Degani et al., 2021; El Komy et al., 2015; Iqbal et 

al., 2022; Islam et al., 2021; Khalid & Ramadan, 2018; Oh & Jang, 2025; Pimentel et al., 2022; 

Sebumpan et al., 2022; Surma et al., 2025; Tondje et al., 2007; Ugalde-Monge et al., 2024; Wu et 

al., 2017). La especie representa un nuevo reporte para Panamá.  
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Notas: T. asperellum se asemeja morfológicamente a Trichoderma viride en la colonia, pero se 

distingue por el tamaño de conidios y forma de los conidios, presencia de ornamentación, fiálides, 

patrón de ramificación y clamidosporas (Samuels et al., 1999). Este último presenta solo conidios 

globosos y subglobosos, 3.5–4.5 × 2.7–4.0 µm, con una ornamentación verrugosa notoria al 

microscopio. Fiálides erectas, tendiendo a sigmoidales o en forma de gancho, cilíndricas o 

ligeramente más anchas en el centro que en la base, 7.2–11.5 µm de largo, 3.0–5.5 µm en el medio. 

T. viride tiene a tener una ramificación irregular, ramas no pareadas, clamidosporas usualmente 

ausentes (Samuels et al., 1999). 
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Trichoderma harzianum Rafai, Figs. 21–22.   

Sinónimos: Sporotrichum narcissi Tochinai & Shimada, Trichoderma lignorum var. 

narcissi (Tochinai & Shimada) Pidopl., T. narcissi (Tochinai & Shimada) Tochinai & Shimada. 

Clasificación taxonómica: Ascomycota, Pezizomycotina, Sordariomycetes, Hypocreomycetidae, 

Hypocreales, Hypocreaceae. 

Macromorfología: Colonias en PDA a 25 ºC con crecimiento uniforme y rápido en 4 d, forma 1–

2 halos de 0.5–1 cm de ancho, abundante micelio aéreo, grisáceo debido a la baja producción de 

conidios al inicio, aspecto algodonoso. Cuando el cultivo alcanza 7 d, presenta un tono verde-

amarillento intenso (7–2, 2.5 GY, según Munsell Color Charts). Colonias maduras pigmentan el 

agar de un tono amarillento a marrón pálido.  

Micromorfología: Conidióforos hialinos, ramificados con disposición piramidal, con eje fértil 

septado, pared gruesa y lisa, (2–) 3–4 (–4.5) µm de ancho (n=20); emergen del eje principal ramas 

laterales cortas y largas, usualmente pareadas, (4.5–) 7–10 (–12.5) × (2.5–) 3–4 µm (n=20), con 

una fiálide central y tres periféricas dispuestas alrededor. Fiálides verdosas, lageniformes, 

achaparradas, cortas y anchas en el medio, terminales, solitarias o verticiladas en grupos de 2–5, 

surgen de ramas laterales primarias y secundarias, (3.5–) 6–11 (–13.5) × 2.5–4 (–4.5) µm (n=20), 

más anchas en la base que en el ápice. Conidios globosos, subglobosos y elipsoidales, color verde 

a verde claro, pared gruesa y lisa, (3.5–) 4–5 (–6.5) × (–2.5) 3–4 µm (n=20). Clamidosporas 

pequeñas, globosas a subglobosas, pared gruesa, se producen de forma terminal, en cadena o 

solitarias en las hifas, 6.5–9 (–10.5) × (4.5–) 6–8 (–8.5) µm (n=20).  

Material examinado: Panamá, Provincia de Chiriquí, Distrito de Alanje, UTM 17P 328505 

929184, suelo de cultivo de arroz (Oryza sativa L.), 18 de diciembre de 2024, C. Villarreal Pérez 

CV08 (CIMi-3-000008, IDIAP). 

Hábitat: En el presente estudio el hongo se aisló de suelos asociados a cultivos de arroz, 

probablemente interactuando de forma simbiótica o saprótrofa en la rizosfera, sin embargo; en 

otros estudios T. harzianum se ha aislado de otros tipos de suelo, raíces, sobre otros hongos y como 

endófito, además ha sido asociado a biomas como bosques, cultivos, pastizales, cuerpos de agua, 

entre otros (Větrovský et al., 2020). 
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Figura 21. Trichoderma harzianum (CV08). a. Colonia en PDA de 8d. b–e. Conidióforos y fiálides que muestran una ramificación 
regular, lageniformes y achaparradas. f. Clamidosporas. g. Conidios. Escalas: b–g= 10 µm.  



 

60 
 

 
Figura 22. Trichoderma harzianum (CV08). a. Se muestra los conidióforos ramificados. b. Conidios de pared lisa. c. 
Clamidosporas terminales e intercalares. Escalas: a–c= 10 µm. 

Distribución: Segun Chaverri et al. (2015), T. hazianum es considerado un hongo cosmopolita. 

También ha sido reportada en Panamá (Rosas-Medina & Piepenbring, 2018).  

Notas: Morfológicamente, T. harzianum y Trichoderma zeloharzianum presentan similitudes en 

la estructura de sus conidióforos y fiálides; sin embargo, se diferencian en la disposición de sus 

ramas. En este último en las ramas están organizadas en verticilos con 3–6 fiálides dispuestas 

terminalmente. Además, los conidios de T. harzianum tienden a ser más anchos, en comparación 

con los de T. zeloharzianum, (2.6–) 2.7–3.1 (–3.2) × (2.3–) 2.4–2.6 (–2.7) μm (Qiao et al., 2018). 
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Trichoderma koningiopsis Samuels, Carm. Suárez & H.C. Evans., Figs. 23–24. 

Teleomorfo: Hypocrea koningiopsis Samuels. 

Clasificacion taxonómica: Ascomycota, Pezizomycotina, Sordariomycetes, Hypocreomycetidae, 

Hypocreales, Hypocreaceae. 

Macromorfología: Colonias en PDA a 25 ºC de crecimiento rápido, cubriendo el plato en 5 d, de 

apariencia algodonosa con penachos de tonalidad blanquecina en la periferia del plato. Al inicio 

puede formar un anillo concéntrico estéril cerca del área del inóculo; ocasionalmente, al incubarse 

por más de 14 d, puede observarse una ligera coloración verde pálido, lo que indica la formación 

de conidios. 

Micromorfología: Conidióforos ramificados en disposición verticilada o piramidal, verdosos, 

pero también hialinos, similares a Pachybasium; eje fértil ligeramente delgado, septado, pared 

delgada y lisa, (2.0–) 2.3–3.0 (3.1) µm de ancho (n=20 µm); emergen del eje central fértil ramas 

primarias y secundarias en un ángulo inferior a 90 °, ligeramente alargadas cerca de la base y cortas 

hacia el ápice, usualmente opuestas, (6.6–) 9.4–14.3 (–16.4) × (2.0–) 2.2–2.9 (–3.5) µm (n=20 

µm). Fiálides ampuliformes o lageniformes, erectas, (5.1–) 8.1–13.7 (–16.1) × (1.8–) 2.0–2.6 (–

3.0) µm (n=20 µm), emergen de las ramas primarias y secundarias en grupos de 2–4, pueden 

observarse solitarias en el eje principal cerca del ápice y de forma opuesta e intercalar. Conidios 

globosos, subglobosos y elipsoidales, color verde pálido con tonos amarillentos, (3.5–) 4–5 (–6) × 

(3–) 2.9–3.3 (–3.5) µm (n=20). Clamidosporas de pared gruesa, globosas y subglobosas, terminales 

en su mayoría, escasas en cadena, (5.5–) 6.5–9.0 (–11) × (6–) 6.4–8.1 (–9) µm (n=20).  

Material examinado: Panamá, Provincia de Chiriquí, Distrito de Alanje, UTM 17P 296989 

976002, suelo de cultivo de café (Coffea arabica L.), 7 de octubre de 2024, C. Villarreal Pérez 

CV09 (CIMi-3-000009, IDIAP). 

Etimología: “koningiopsis” proviene de la combinación del nombre de otra especie y un sufijo, 

del griego/latino “koningii”: hace referencia a Trichoderma koningii Oudem., una especie 

previamente descrita. Por lo tanto, T. koningiopsis proviene de la alta similitud con T. koningii 

(Samuels et al., 2006).  
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Figura 23. Trichoderma koningiopsis (CV09). a. Colonia en PDA de 5d. b–e. Se muestran conidióforos ramificados y fiálides 
lageniformes.  f–g. Clamidosporas (flecha). h. Conidios. Escalas: b= 35 µm; c= 20 µm; d= 21 µm; g–f= 10 µm; h= 15 µm. 
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Figura 24. Trichoderma koningiopsis (CV09). a–b. Conidióforos. c. Conidios. d. Clamidosporas. Escalas: a= 25 µm; b= 35 µm; 
c= 15 µm; d= 10 µm. 

Hábitat: En el presente estudio se aisló de suelos asociados a cultivos de arroz, probablemente 

interactuando de forma simbiótica o saprótrofa en la rizosfera. La especie T. koningiopsis también 

ha sido aislada de otros tipos de suelos, hojarasca, ramas, sobre otros hongos y como endófito, 

además; es asociado a biomas como bosques, cultivos, matorrales, cuerpos de agua, entre otros 

(Samuels et al., 2006; Větrovský et al., 2020). 

Distribución: T. koningiopsis es una especie común y cosmopolita, pero es más común en 

latitudes tropicales que en latitudes templadas (Samuels et al., 2006). Esta especie también ha sido 

reportada en Panamá (Rosas-Medina et al., 2020). 

Notas: T. koningiopsis se asemeja filogenéticamente a T. amoenum Z.F. Yu & Y.F. Lv, y además 

por la forma de los conidióforos. Esta última se distingue principalmente tener conidios más 

ensanchados, 3.2–3.9 µm de ancho (Zheng et al., 2021). 
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Trichoderma spirale Bissett, Figs. 25–26 

Clasificación taxonómica: Ascomycota, Pezizomycotina, Sordariomycetes, Hypocreomycetidae, 

Hypocreales, Hypocreaceae.  

Macromorfología: Colonias en PDA a 25 ºC de crecimiento uniforme y rápido en 7 días, forma 

un halo central 0.5–1 cm de grosor, con aspecto algodonoso, al inicio de apariencia micelial 

blancuzca y al madurar de tono verde oliva opaco (6–2, 2.5 GY, según Munsell Color Charts). 

También puede formar un halo blanco en la perifieria junto a uno verde concéntrico de mayor 

tamaño. En cultivos maduros el reverso del plato se pigmenta con un tono amarillo-opaco a marrón 

claro (6–8, 5 Y, según Munsell Color Charts). En el reverso del plato, el desarrollo del micelio 

crece formando líneas rectas de forma radial desde el punto de inóculo hacia la periferia del plato. 

Micromorfología: Hifas hialinas, septadas, pared gruesa a irregular, con aspecto quebradizo. 

Conidióforos ramificados, con eje fértil septado, pared lisa y ligeramente engrosada, 2–4.5 µm de 

ancho; emergen del eje principal ramas primarias y secundarias, perpendicular o ligeramente 

orientadas hacia el extremo del conidióforo, cortas y largas, usualmente erectas, (3.5–) 7–13 (–

13.5) × 2–3 (–3.5) µm (n=20), opuestas, en verticilos y solitarias también. Fiálides verdosas y 

hialinas, subuladas, cortas y largas, de base ligeramente ancha, (6.5–) 9–15 (–19.5) × (1.5–) 2–4 

(–4.5) µm (n=20); en verticilos dispuestas en grupos de 3–5 cuando emergen de ramas primarias 

y secundarias; con una fiálide central y 3–4 periféricas dispuestas alrededor. Conidios 

subglobosos, elipsoidales, verdosos, con ornamentación poco notoria, (3.5–) 5–6 (–7) × (3.5–) 4–

5 µm (n=20). Clamidosporas globosas, subglobosas a elipsoidales, pared gruesa, terminales, 

intercalares y en cadenas, (4.5–) 6–9 (–10.5) × (4.5–) 5–8 (–9) µm (n=20). 

Espécimen examinado: Panamá, Provincia de Chiriquí, Distrito de Alanje, UTM 17P 328505 

929184, suelo de cultivo de arroz (Oryza sativa L.), 18 de diciembre de 2024, C. Villarreal Pérez 

CV11 (CIMi-3-000011, IDIAP); misma localidad, fecha y colector CV12 (CIMi-3-000012, 

IDIAP).  
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Figura 25. Trichoderma spirale (CV11–CV12). a. Colonia en PDA con 10d. b–h. Se muestra los conidióforos con fiálides 
subuladas. i–j. Clamidosporas. k. Conidios. Escalas: a, b, h=20 µm; d–g=10 µm; i–k= 10 µm. 
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Figura 26. Trichoderma spirale (CV11–CV12). a. Conidióforos. b. Conidios. c. Clamidosporas. Escalas: a–c= 10 µm. 

Hábitat: En el presente estudio se aisló ambas cepas de muestras de suelos asociados a cultivos 

de arroz, probablemente interactuando de forma simbiótica o saprótrofa en la rizosfera, sin 

embargo, esta especie también ha sido aislada a otros tipos de suelos, como suelo asociado a bambú 

y endófito en árboles de cacao (Theobroma cacao) (Chaverri et al., 2003). 

Distribución:  Esta especie es considerada cosmopolita (Chaverri et al., 2003). T. spirale también 

ha sido reportada en Panamá (Rosas-Medina & Piepenbring, 2018). 

Notas: T. spirale se asemeja a T. fertile en cuanto lo ancho de los conidioforos y su ramificacion, 

pero el ápice del conidióforo en esta última especie es recto y suele tener varias ramas cortas y 

fértiles en el ápice (Bissett, 1991). Trichoderma subuliforme tiene una relación filogenética 

estrecha con T. spirale. En morfología, T. subuliforme se distingue porque tiene fiálides más 

delgadas, (1.9–) 2.4–3.0 (–3.4) de ancho (Zheng et al., 2021). 
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Trichoderma virens (J.H. Mill., Giddens & A.A. Foster) Arx, Beih., Figs. 27–28. 

Sinónimos: Gliocladium virens J.H. Mill., Giddens & A.A. Foster; Hypocrea virens P. Chaverri, 

Samuels & E.L. Stewart. 

Clasificación taxonómica: Ascomycota, Pezizomycotina, Sordariomycetes, Hypocreomycetidae, 

Hypocreales, Hypocreaceae.  

Macromorfología: Colonias en PDA a 25 º C de crecimiento micelial uniforme y rápido en 4 d, 

flocosa con conidiación efusa que suele cubrir toda la superficie de la colonia, con algo de micelio 

aéreo, al inicio de color blanquecino y durante la maduración con tonos verdes a verde oliva (7–2, 

7.5 GY, según Munsell Color Charts); luego verde oscuro, sin olor característico. 

Micromorfología: Conidióforos con apariencia parcial de Gliocladium o Penicillium rectos, 

septados, pared gruesa y lisa, eje fértil 3–4 µm de ancho (n=20), hialinos, generalmente no 

ramificados y estériles cerca de la base, a veces con tonalidad amarillenta; emergen del eje 

principal una o dos ramas laterales fértiles cortas y ramificándose irregularmente cerca de la punta 

6–10 (–13) × 3–4 µm (n=20), cada rama terminando en un verticilo de 3–6 fiálides, las matulas y 

fiálides surgen en ángulos estrechos. Fiálides de base ancha, lageniformes o ampuliformes (5–) 6–

10 (–11) × (3–) 3.5–5 (–6) µm (n=20), verdosas, surgen de ramas laterales primarias y secundarias. 

Conidios globosos, subglobosos y elipsoidales, con pared gruesa y ornamentación poco visible, 

color verde a verde claro (2.5–) 3–5 (–6) × (2–) 3–3.5 (–4) µm (n=20), amarillentas al contacto 

con KOH. Clamidosporas de pared gruesa, cilíndricas, globosas (7–) 8–10 (–11.5) × (7–) 8–10 (–

11.5) µm (n=20), amarillentas a verdosas.  

Material examinado: Panamá, Provincia de Chiriquí, Distrito de Alanje, UTM 17P 328484 

828134, suelo de cultivo de arroz (Oryza sativa L.), 18 de diciembre de 2024, C. Villarreal Pérez 

CV05 (CIMi-3-000005, IDIAP). 
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Figura 27. Trichoderma virens (CV05). a. Colonia en PDA de 7d. b–f. Conidióforos en forma de Gliocladium. h–i. Clamidosporas 
(flechas). j. Conidios. Escalas: b= 20 µm; c–g= 10 µm; h, i= 10 µm; j= 10 µm. 
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Figura 28. Trichoderma virens (CV05). a. Conidióforos con ramificación similar a Gliocladium. b. Se muestra la forma distal de 
las fiálides, formando un tipo de colarete. c. Conidios. d. Clamidosporas. Escalas: a, b, c, d= 10 µm. 

Habitat: esta cepa se aisló de suelo asociado a cultivo de arroz, probablemente interactuando con 

el cultivo. T. virens también se ha aislado del suelo, de otros hongos, sustratos leñosos en 

descomposición, raíces, aire, agua, polvo, musgos e incluso hielo glaciar (Větrovský et al., 2020). 

Distribución: T. virens es una especie cosmopolita, ampliamente distribuida en el mundo. Según 

Větrovský et al. (2020) se han reportado cepas en América Central, Sudamérica, América del 

Norte, Europa, Asia, África, Antártica y Australia. La especie representa un nuevo reporte para 

Panamá. 

Notas: T. virens se asemeja filogenéticamente a Trichoderma inaequilaterale Z.F. Yu & Y.F. Lv, 

en disposición de los conidióforos con apariencia de Penicillium. Pero esta última se distingue por 

el tamaño y forma de las fiálides, (4.2–) 6.0–13.6 (–19.7) × (2.2–) 2.7–4.1 (–4.7) µm, siendo más 

largas y delgadas que T. virens (Zheng et al., 2021).  
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Trichoderma sp. Pers. 1, Figs. 29, 31. 

Clasificación taxonómica: Ascomycota, Pezizomycotina, Sordariomycetes, Hypocreomycetidae, 

Hypocreales, Hypocreaceae. 

Macromorfología: Colonia en PDA a 25 ºC, de crecimiento rápido llegando a cubrir el plato en 

4 d, aspecto algodonoso, micelio aéreo abundante, tono blanco al inicio, al madurar un tono 

amarillo pálido, anillo central con formación de pústulas algodonosas. En el reverso del plato 

pigmenta ligeramente el agar de un tono amarillo opaco.  

Micromorfología: Conidióforos poco ramificados, septados e hifas centrales sinuosas. Eje central 

liso, ligeramente delgado, usualmente estéril en la parte baja, y con fiálides en el extremo distal, 

(1.5–) 2–3 de ancho (n=20 µm), ramas primarias emergen del eje central y sostienen grupos de 2–

3 fiálides, (5–) 6.2–10.3 (–13) × (2–) 2.1–3.1 (–4) µm (n=20 µm). Fiálides ampuliformes, largas y 

achaparradas, verdosas, (4–) 6–11.4 (–14) × 2–2.9 (–3.5) µm (n=20 µm). Conidios subglobosos, 

elipsoidales, obovoides, verdosos, pared lisa, (3–) 4–6 (–7) × (2–) 2.1–3.1 (–3.5) µm (n=20 µm). 

Clamidosporas globosas, subglobosas, cilíndricas, terminales y en cadena, (6–) 6.5–11 (–14) × (5–

) 6.1–8.3 (–9).  

Material examinado: Panamá, Provincia de Chiriquí, Distrito de Alanje, UTM 17P 328531 

929227, suelo de cultivo de arroz (Oryza sativa L.), 18 de diciembre de 2024, C. Villarreal Pérez. 

Código de cepa CV13 (CIMi-3-000013, IDIAP); misma localidad, fecha y colector CV14 (CIMi, 

IDIAP). 

Habitat: En el presente estudio el hongo fue asilado de suelos de cultivo de arroz.  

Nota: Esta cepa es similar a la especie T. harzianum descrita en este estudio, en cuanto a la forma 

y tamaño de las fiálides, (3.5–) 6–11 (–13.5) × 2.5–4 (–4.5) µm. Sin embargo, esta última difiere 

en la ramificación de los conidióforos. T. harzianum posee ejes fértiles más alargados, ramificados 

y rectos. Además, el aspecto de la colonia difiere, siendo verdosa con tonos grisáceos. 

Probablemente esta cepa es similar a otras cepas del clado Harzianum, por el barcoding realizado 

preliminarmente. Sin embargo, ya que no se logró identificar a nivel de especie mediante el análisis 

molecular, se optó por conservar únicamente su asignación hasta nivel de género. Hace falta 

secuenciar otras regiones claves del género Trichoderma para determinar la especie concreta.  
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Figura 29. Trichoderma sp. 1 (CV13–CV14). a. Colonia en PDA de 10d. b–e. Se muestran la disposición de los conidióforos 
ramificados y las hifas centrales sinuosas. f. Conidióforo. g. Clamidosporas h. Conidios. Escalas: a–b= 20 µm; f–h= 10 µm. 
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Trichoderma sp. Pers. 2, Figs. 30, 32. 

Clasificación taxonómica: Ascomycota, Pezizomycotina, Sordariomycetes, Hypocreomycetidae, 

Hypocreales, Hypocreaceae. 

Macromorfología: Colonia en PDA a 25 ºC de crecimiento rápido en 5 d, aspecto algodonoso, 

tono blanco al inicio, al madurar forma un anillo concéntrico más grueso de color verde pálido y 

un anillo delgado blanco, que se extiende en la periferia del plato. En el reverso del plato pigmenta 

ligeramente el agar de un tono amarillo opaco.  

Micromorfología: Hifas hialinas, septadas, pared gruesa a irregular, con aspecto quebradizo y con 

disposición de similar a Pachybasium. Conidióforos ramificados, con eje fértil septado, pared lisa 

y ligeramente engrosada, (3–) 3.5–6 µm de ancho, emergen del eje principal ramas primarias, 

perpendicular o ligeramente orientas hacia el extremo del conidióforo, cortas y largas, usualmente 

erectas, (8–) 11.5–26 (–30) × (2–) 2.4–3.7 (–4) µm (n=20), opuestas, en verticilos y solitarias 

también. Fiálides en verticilos en grupos de 2–4, verdosas y hialinas, ampuliformes, cortas y largas, 

de base ligeramente ancha, (8–) 9.5–13 (–15) × (1.5–) 2–3.2 (–3.5) µm (n=20). Conidios 

elipsoidales, ovoides, verdosos, (3–) 3.4–5.3 (–6) × (3–) 3.1–4.5 (–5) µm (n=20). Clamidosporas 

globosas, subglobosas a elipsoidales, pared gruesa, terminales, intercalares y en cadenas, (5–) 6–

8 × (5–) 5.3–7.4 (–8) µm (n=20). 

Material examinado: Panamá, Provincia de Chiriquí, Distrito de Alanje, UTM 17P 328531 

929227, suelo de cultivo de arroz (Oryza sativa L.), 18 de diciembre de 2024, C. Villarreal Pérez 

CV10 (CIMi-3-000010, IDIAP). 

Habitat: En el presente estudio el hongo fue asilado de suelos de cultivo de arroz.  

Nota: Esta cepa es similar a T. spirale descrita en este estudio, en cuanto a la ramificación similar 

a Pachybasium. Sin embargo, esta difiere en la forma y tamaño de fiálides, subuladas, cortas y 

alargas, base ligeramente ancha, (6.5–) 9–15 (–19.5) × (1.5–) 2–4 (–4.5) µm. Del mismo modo, la 

colonia es una característica diferencial entre ambas. Probablemente esta cepa es similar a otras 

cepas del clado Spirale, por el barcoding realizado preliminarmente. Debido a que no se logró 

identificar a nivel de especie mediante análisis molecular, se optó por conservar únicamente su 

asignación hasta el género. Se deben secuenciar otras regiones del ADN para determinar la especie.  
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Figura 30. Trichoderma sp. 2 (CV10). a. Colonia en PDA de 8d. b–h. Conidióforos con disposición similar a Pachybasium. i. 
Clamidosporas. j. Conidios. Escalas: b, d, e, h= 20 µm; c, f, g, i, j= 20 µm. 
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Figura 31. Trichoderma sp. 1 (CV13–CV14). a. Conidióforos con forma típica en cruz. b. Conidios. c. Clamidosporas. Escalas: a, 
b, c= 10 µm. 

 
Figura 32. Trichoderma sp. 2 (CV10). a–d. Conidióforos con disposición similar a Pachybasium. e. Parte apical de un conidióforo 
que conserva los paquetes de conidios. f. Conidios. g. Clamidosporas. Escalas: a, c, d= 10 µm; b, e= 20 µm; f, g= 10 µm. 
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26.  Mecanismos de acción empleados por especies de Arthrobotrys para la 

captura de nematodos 

En los ensayos de antagonismo, A. arthrobotryoides formó estructuras de captura en presencia de 

juveniles (J2) de Meloidogyne spp., específicamente redes tridimensionales. Estas estructuras son 

típicas de los hongos nematófagos del tipo atrapador y permiten la inmovilización y posterior 

penetración del nematodo por parte del micelio (Fig. 33). La formación de dichas trampas fue 

observada únicamente cuando se introdujeron nematodos vivos en el medio, lo que confirma la 

respuesta inducida por la presencia del hospedador. Los huevos eran parasitados, sin embargo; la 

prioridad para este hongo fueron los juveniles. 

 
Figura 33. Redes de captura producidas por A. arthrobotryoides en presencia de J2 de Meloidogyne. a–c) Redes tridimensionales. 
d) Cúmulo (cluster) de juveniles muertos, se observan sus cuerpos consumidos por el hongo (flechas). e–f) Juveniles vivos de 
Meloidogyne spp. atrapados en trampas tridimensionales. Escalas: a, d= 100 µm; b, c, e, f= 20 µm. 
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En comparación, A. musiformis formó redes tridimensionales para capturar juveniles (J2) de 

Meloidogyne spp., aunque en algunos casos también se formaban redes simples. Estas trampas son 

características de los hongos nematófagos del tipo atrapador, y su aparición se dio únicamente tras 

la introducción de nematodos vivos en los platos (Fig. 34). Se observaron algunos huevos 

parasitados, sin embargo, el hongo ataca principalmente juveniles de Meloidogyne spp. 

 
Figura 34. Redes de captura producidas por A. musiformis en presencia de J2 de Meloidogyne. a) Red tridimensional. b–d) Redes 
simples, (b, d) las hifas que germinan se elongan y conectan con el extremo siguiente formando un arco, (c) se observa la formación 
de anillo no constrictor (flecha). e–f) Juveniles vivos de Meloidogyne spp. atrapados en trampas. Escalas: a–f= 20 µm. 
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CAPITULO V: DISCUSIÓN DE RESULTADOS 

27.  Aislamiento de cepas fúngicas en las diferentes fincas muestreadas 

Con el presente estudio se comprobó la existencia de cepas de hongos nematófagos nativas en 

suelos de tres fincas agrícolas en la Provincia de Chiriquí, mediante análisis molecular y 

morfológico. Se identificaron 15 cepas de hongos, que pertenecen a un total de 8 especies, de los 

cuales dos (2) especies pertenecen al grupo de hongos atrapadores: Arthrobotrys arthrobotryoides 

y A. musiformis; al igual que una (1) especie que pertenece al grupo de hongos productores de 

toxinas o metabolitos secundarios: Neocosmospora falciformis. Las demás especies pertenecen al 

género Trichoderma y no representan nematofagos estrictos, sino micoparásitos: Trichoderma 

asperellum, T. harzianum, T. koningiposis, T. spirale, T. virens, y dos (2) especies no identificadas 

de Trichoderma sp. 1 y sp. 2.  

Datos similares fueron obtenidos por Peraza-Padilla et al. (2011) al determinar la presencia de 

hongos nematófagos asociados a suelos de tres regiones arroceras de Costa Rica. Se encontraron 

51 cepas principalmente de los géneros Aspergillus, Fusarium, Paecilomyces, Penicillium, y 

Trichoderma, entre otros. No obstante, las cepas más frecuentemente aisladas pertenecían al 

género Trichoderma sp. con 22 %, seguido de Fusarium sp. con 6 % y Monacrosporium sp. con 

un 4 % (Peraza-Padilla et al., 2011). De forma similar, en un estudio más reciente realizado por 

Ugalde-Monge et al. (2024), se identificaron molecularmente hongos nematófagos presentes en 

suelos de fincas bananeras en una región de Costa Rica. Se reportaron especies como Fusarium 

oxysporum, Fusarium sp., F. pseudocircinatum O'Donnell & Nirenberg, Penicillium steckii Thom, 

Purpureocillium lilacinum, Talaromyces sp., y Trichoderma asperellum. En este estudio, las cepas 

del género Fusarium representaron un 50 % el total de los hongos asilados, seguido de 

Trichoderma con un 25 %, mientras que el resto presentó una frecuencia de 8.33 % cada uno 

(Ugalde-Monge et al., 2024). En Costa Rica, una investigación llevada a cabo por Soto-Barrientos 

et al. (2011), determinó la presencia de hongos nematófagos como potenciales controladores de 

nematodos en ovejas y cabras. Se destacan las especies Arthrobotrys conoides, A. dactyloides, A. 

musiformis y Orbilia oligospora (syn. A. oligosporus) y, además, se obtuvieron cepas 

pertenecientes a los géneros Beauveria, Clonostachys, Lecanicillium y Trichoderma (Soto-

Barrientos et al., 2011). 
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Por otro lado, Persmark et al. (1995) realizaron un estudio con el objetivo de aislar e identificar 

hongos nematógafos asociados a suelos agrícolas en Costa Rica, Nicaragua y Panamá. El estudio 

arrojó un total de 13 especies de hongos nematófagos depredadores, siendo especies del género 

Stylopage más frecuentemente aisladas en los 12 suelos muestreados. Entre las especies 

depredadoras encontradas se registraron Arthrobotrys conoides, Arthrobotrys 

eudermatus (Drechsler) M. Scholler, Hagedorn & A. Rubner (syn. Monacrosporium 

eudermatum (Drechsler) Subram.), Arthrobotrys kirghizicus Soprunov, A. musiformis, 

Dactylellina haptotyla (Drechsler) M. Scholler Hagedorn & A. Rubner (syn. Dactylaria 

sclerohypha Drechsler), Dactylellina leptospora (Drechsler) M. Morelet (syn. Dactylella 

leptospora Drechsler), Monacrosporium candidum (Nees) Xing Z. Liu & K.Q. Zhang, Orbilia 

ellipsospora (Preuss) Bin Liu, E. Weber & Baral (syn. Monacrosporium ellipsosporum (Preuss) 

R.C. Cooke & C.H. Dickinson), Orbilia oligospora (syn. A. oligosporus), y Zoophagus 

pectosporus (Drechsler) M.W. Dick. Del mismo modo, fueron descritas seis especies 

endoparásitas, entre ellas C. anguillulae, D. coniospora, Harposporium harposporiferum 

(Samuels) Spatafora & Kepler (syn. H. anguillulae Lohde), Hirsutella rhossiliensis, Myzocytium 

sp. y Drechmeria balanoides (Drechsler) Spatafora & Kepler (syn. Verticillium 

balanoides (Drechsler) Dowsett, J. Reid & Hopkin; Persmark et al., 1995). 

En un trabajo dirigido por Sánchez-Martínez et al. (2021), se aislaron especies de Arthrobotrys, a 

partir de muestra fecales de animales y suelo en Tapachula, Chiapas, México: A. arthrobotryoides, 

A. conoides, A. musiformis y A. oligospora. Además, se evaluó la capacidad nematófaga de cada 

cepa, revelando una gran variabilidad en las capacidades depredadoras de los diferentes aislados. 

El aislado Z1-1-2 de A. arthrobotryoides presentó la mayor reducción de nematodos (NR), 

disminuyendo 822.8 a solo 51.4 nematodos, lo que representó un 93.7 % NR. En contraste, el 

aislado Z3-2-2 de A. oligospora mostró la menor eficacia, con una reducción 548.5 a 234.2 

nematodos, equivalente a un 57.2 % de NR (Sánchez-Martínez et al., 2021).  

Las investigaciones mencionadas anteriormente confirman la presencia y diversidad de hongos 

nematófagos en diferentes contextos agrícolas, sin embargo, es igualmente importante considerar 

el potencial de control biológico de las especies aisladas en este estudio, en particular aquellas con 

evidencia experimental de eficacia contra los nematodos parásitos de plantas. Aunque las 

investigaciones en la búsqueda de hongos nematófagos en nuestro país es casi nula y se resume a 
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unas cuantas exploraciones, con este estudio se confirma la ocurrencia de este tipo de hongos, lo 

que supone su potencial como antagonista de nematodos fitoparásitos.  

Dentro del grupo de los hongos atrapadores, especies del género Arthrobotrys han cobrado especial 

interés en estudios recientes debido a sus estructuras de captura altamente especializadas, 

sofisticadas y diversas (Zhang et al., 2022). Son el grupo de hongos atrapadores más ampliamente 

distribuidos a nivel mundial (Zhang et al., 2022) y se han aislado de suelo y sedimentos de diversos 

ecosistemas, como tierras de cultivo, bosques, manglares y agua dulce, y también se han registrado 

en aguas termales, desechos animales y troncos de árboles (Kanalbek et al., 2025; Liu et al., 2014; 

Sánchez Portillo et al., 2017; Sánchez-Martínez et al., 2021; Singh et al., 2012a, 2012b; Soto-

Barrientos et al., 2011; Zhang et al., 2020, 2022).  

En este estudio, las especies aisladas A. arthrobotryoides y A. musiformis demostraron ser 

organismos antagonistas letales para juveniles de Meloidogyne spp., mediante la formación activa 

de redes adhesivas en condiciones in vitro. La capacidad nematófaga de estas especies ha sido 

evaluada en otras investigaciones contra nematodos plaga (Cao et al., 2018; Krishan, 2022; Pérez-

Anzúrez et al., 2022; Perrine-Walker, 2021; Soares et al., 2006; Soto-Barrientos et al., 2011; Sri 

Hastuti & Faull, 2018). Una investigación realizada por Ocampo-Gutiérrez et al. (2021), demostró 

que las cepas A. arthrobotryoides (RM5.2), A. conoides (CL25), P. lilacinum (Camp1), y Orbilia 

oligospora (syn. A. oligosporus) (Ovi29), obtuvieron porcentajes de reducción del 75 %, 71 %, 66 

% y 52 % contra larvas (J3) de Haemonchus contortus, respectivamente. Por otro lado, estas 

mismas cepas mostraron una actividad antagonista por arriba de 95 % contra juveniles de 

Panagrellus redivivus. Purba et al. (2022a) llevó a cabo una investigación con cepas de 

Arthrobotrys thaumasius (Drechsler) S. Schenck, W.B. Kendr. & Pramer y A. musiformis, con el 

objetivo de determinar su potencial como agente de control biológico en plantas de tomate 

infectadas con Meloidogyne hapla. Los resultados mostraron que A. thaumasius y A. musiformis 

lograron reducir larvas de M. hapla en plantas de tomate hasta en un 93 % y un 97 %, 

respectivamente. Además, el número de gallamiento producidos por M. hapla en tomate fue menor 

con en presencia de A. musiformis, seguido del tratamiento con A. thaumasius.  

En la presente investigación especies del género Trichoderma fueron altamente frecuentes en las 

fincas muestreadas; con un total de siete (7) cepas identificadas que corresponden a T. aperellum, 
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T. harzianum, T. koningiopsis, T. spirale, T. virens, y tres (3) cepas que corresponden a dos 

morfoespecies que no se lograron identificar a nivel de especie. Esta alta frecuencia de especies 

de Trichoderma se debe, tal vez, al hecho de que se tratan hongos que se encuentra regularmente 

asociados a cultivos de importancia agrícola. Además, pueden haber sido introducidos de manera 

activa, ya que actúan como controladores biológicos u organismos benéficos que facilitan el 

intercambio de nutrientes con las plantas promoviendo su crecimiento (Sánchez Miranda et al., 

2021). Algunas especies de Trichoderma son endófitos y se presentan de forma natural en una 

diversidad de suelos y ecosistemas (Sánchez-Martínez et al., 2023). Actualmente, se reconocen 

diversos mecanismos de acción de Trichoderma como agente de control biológico, entre ellas: 

micoparasitísmo, antibiosis, competencia con el patógeno, promoción del crecimiento de las 

plantas, aumento de la tolerancia de las plantas frente a estreses abióticos y estimulación de sus 

defensas contra los patógenos (Hermosa et al., 2012; Poveda, 2020). Contreras-Soto et al. (2025) 

menciona que el potencial de Trichoderma para potenciar la biodiversidad y mejorar la estructura 

del suelo lo posiciona como un hongo clave en la transformación de los sistemas agrícolas hacia 

modelos más sostenibles y resistentes a los efectos del cambio climático.  

Entre las cepas de Trichoderma identificadas en este estudio, se encuentran las especies T. 

harzianum, T. asperellum y T. koningiopsis, las cuales han sido ampliamente reportadas en la 

literatura como agentes antagonistas eficaces, principalmente contra nematodos del género 

Meloidogyne (Khan et al., 2018; Kiriga et al., 2018; Martínez‐Medina et al., 2017; Saharan et al., 

2023; Sahebani & Hadavi, 2008). De igual forma, en un trabajo conducido por Moo-Koh et al. 

(2022) se evaluaron dos diferentes filtrados a partir de cepas de Trichoderma, entre ellas T. 

ghanense, T. harzianum, T. koningiopsis y T. virens. Las cepas más letales fueron T. harzianum 

Th43-14, T. koningiopsis Th41-11, T. ghanense Th02-04 y T. virens Th32-09, que causaron una 

mortalidad del 51–100 % en los ensayos in vitro contra J2 de M. incognita y M. javanica, 

principalmente debido a sus fracciones residuales (Moo-Koh et al., 2022). Similarmente, en un 

experimento in vitro llevado a cabo por Khan et al. (2022b), se demostró que diferentes 

concentraciones del filtrado de T. virens (S, S/2, S/10, S/25 y S/50) inhibieron eficazmente la 

eclosión de huevos y causaron la mortalidad de J2 de M. incognita. A las 24 horas de incubación, 

la concentración estándar (S) provocó una mortalidad del 83.63 % en los J2, seguida de las demás 

concentraciones evaluadas, S/2, S/10, S/25 y S/50, que también indujeron mortalidad, alcanzando 

valores de 68.72 %, 58.18 %, 47.18 % y 38.72 %, respectivamente. En este mismo trabajo, pero 
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con plantas de garbanzo (Cicer arietinum L.) en macetas, se evaluó la inoculación de T. virens de 

forma individual, simultánea o secuencial con M. incognita, y se observó que todos los 

tratamientos produjeron mejoras significativas en el crecimiento y en las características 

fisiológicas de las plantas, así como una reducción de los parámetros patológicos (Khan et al., 

2022b).  

28.  Mecanismos de acción por A. arthrobotryoides y A. musiformis 

La determinación de los mecanismos de acción se centró exclusivamente en las cepas Arthrobotrys 

arthrobotryoides y A. musiformis, debido a que ambas corresponden a hongos nematófagos 

atrapadores. Este grupo de hongos se caracteriza por formar estructuras de captura como redes 

adhesivas o anillos constrictores, de manera específica y activa en presencia de nematodos (Liu et 

al., 2009). A diferencia de otros hongos con capacidad antagonista, los nematófagos estrictos 

dependen directamente de la interacción con el nematodo para formar las estructuras de captura, 

lo cual justifica su selección para la evaluación de mecanismos de acción en esta etapa del estudio.  

El atrapamiento implica una serie de procesos que incluyen la atracción, la adhesión, la penetración 

y la inmovilización de los nematodos (Nordbring‐Hertz et al., 2006; Yang et al., 2007). Una vez 

la hifa haya penetrado la cutícula del nematodo, el tubo de penetración se transforma en un bulbo 

infeccioso, del cual brotan hifas tróficas que se expanden por todo el cuerpo hasta consumirlo 

internamente (Yang & Zhang, 2014). Algunos estudios coinciden y evidencian la formación de 

estas estructuras de captura en la presencia de nematodos, tales como: Haemonchus contortus, 

Meloidogyne hapla, Panagrellus redivivus, Pratylenchus coffeae, Scutellonema bradys, 

Trichostrongylus colubriformis (Cao et al., 2018; Colinas-Picazo et al., 2024; Haard, 1968; 

Ocampo-Gutiérrez et al., 2021; Pérez-Anzúrez et al., 2022; Perrine-Walker, 2021; Purba et al., 

2022; Soares et al., 2006). 

CAPÍTULO VI: CONSIDERACIONES FINALES 

29.  Conclusiones 

• Se confirmó la presencia de cepas nativas de hongos nematófagos en suelos de tres fincas 

agrícolas de la provincia de Chiriquí, con el aislamiento de un total de 15 cepas, las cuales 

fueron identificadas a través de métodos moleculares y morfológicos. 
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• Las 15 cepas aisladas corresponden a 11 especies de hongos filamentosos, entre ellas dos (2) 

especies de Arthrobotrys: A. arthrobotryoides y A. musiformis, una (1) especie de 

Neocosmospora: N. falciformis, siete (7) especies de Trichoderma: Trichoderma asperellum, 

T. harzianum, T. koningiposis, T. spirale, T. virens, Trichoderma sp.1 y sp. 2., y una (1) especie 

del género Rhizoctonia sp.  

• Las especies A. arthrobotryoides, N. falciformis, T. asperellum y T. virens representan nuevos 

reportes de hongos para Panamá. 

• La frecuencia absoluta mostró que las especies de Trichoderma fueron los hongos más 

frecuentemente aislados con 66.7 %, seguido de Arthrobotrys con 20 % y Fusarium con 6.7 

%. No obstante, según la dispersión geográfica, el cultivo de arroz concentró la mayor 

proporción de cepas con carácter nematófago con un 57.1 %, seguido del café con 35.7 % y el 

tomate con 7.1 %. 

• La alta frecuencia de cepas del género Trichoderma con 10 de 15 aislados sugiere que este 

grupo tiene una importante presencia ecológica en los cultivos agrícolas de Chiriquí. Aunque 

no son nematófagos estrictos, su capacidad para producir metabolitos secundarios y promover 

el crecimiento vegetal los posiciona como candidatos prometedores para el control indirecto 

de nematodos fitoparásitos. 

• El estudio representa una contribución relevante al conocimiento micológico y nematológico 

en Panamá, al documentar la presencia de cepas nativas de hongos nematófagos en suelos 

agrícolas de la provincia de Chiriquí. La caracterización morfológica, molecular y funcional 

de estas cepas refuerza su potencial como agentes de control biológico, ofreciendo alternativas 

sostenibles frente al uso intensivo de nematicidas químicos. 

30.  Recomendaciones  

• Ampliar el número y áreas de muestreo en diferentes regiones de la provincia y del país, con 

el fin de generar un inventario más completo de los hongos nematófagos nativos, así como 

evaluar su distribución en diferente cultivos y tipos de suelo. 

• El estudio se limitó a determinar los mecanismos de acción de dos cepas, y es pertinente 

evaluar los mecanismos de las demás cepas y determinar la efectividad de las cepas más 

prometedoras, como A. musiformis, A. arthrobotryoides y T. harzianum, ya sea mediante 

ensayos in vitro, en condiciones de invernadero o campo.  
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• Se recomienda estudiar la producción de metabolitos secundarios en cepas como A. 

musiformis, A. arthrobotryoides, N. falciformis y T. virens, para comprender mejor sus 

mecanismos de acción y su potencial en el MIP.  

• En el futuro es importante promover investigaciones interdisciplinarias con miras a fomentar 

la conservación de la biodiversidad microbiana nativa, integrando la microbiología, 

nematología, agronomía y biotecnología para avanzar hacia el diseño de soluciones ecológicas 

aplicables a diferentes sistemas de producción agrícola.  
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CAPÍTULO VII: ANEXOS 

A continuación, se incluirán anexos como fotografías, documentos y archivos recopilados durante 

el proceso de investigación, los cuales resultan indispensables para la evidencia y respaldo 

metodológico del estudio:  

 
Figura 35. Muestreo #1: Finca de tomate localizada en Río Sereno, Provincia de Chiriquí.  

https://doi.org/10.1146/annurev.py.22.090184.000523
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Figura 36. Muestreo #2 en la finca de café del IDIAP sede Río Sereno, Provincia de Chiriquí. Se encontraban conmigo la Dra. 
Tina A. Hofmann y la Ing. Karina Castro, MSc. 
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Figura 37. Metodología de Barron (1977), para el aislamiento y cultivo de los hongos nematófagos en AA. 
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Figura 38. Realizando inoculaciones de nematodos a los hongos cultivados previamente en medios agar-agua, Estación 
Experimental IDIAP-sede Cerro Punta, Provincia de Chiriquí. 
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Figura 39. Fotografías de algunos procesos en la extracción de ADN fúngico, PCR y electroforesis en gel. 
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Figura 40. Fotografías de la purificación de los productos de PCR mediante uso de Kit QIAGEN. 
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Figura 41. Informe de análisis de medición de las cantidades de ADN fúngico extraído por muestra, mediante espectrofotometría 
de masas. La unica cepa faltante es la CV15, esto debido a que tardó en crecer. 
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Figura 42. Pruebas de PCR de los hongos analizados en el estudio. a) PCR #1. b) PCR #2. c) PCR #3. d) PCR #4. e) PCR #5. f) 
PCR #6. El recuadro en rojo delimita los dímeros y cebadores utilizados. 
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Secuencias consensos de las cepas caracterizadas molecularmente: 

 
CV01_Assembly_consensus_sequence 2 reads from CV01 assembled using Geneious 

AAAGTCGTAACAAGGTTTCCGTAGGTGAACCTGCGGAAGGATCATTACCAATGAAC
GGGAGGCCTCACGGCCTTTCGTACTGCCTGTTCGACCGCCTTAACTGTGCGGTCAAC
TGGTTAACCCTTTGTGAACCAAAAAACCTTTCGCTTCGGCAGCTGGGCCCTAACCGG
CCTGTCAGCCTGCCGTTAGCACCCTTCAAAAACTTGTTGTCAAAACATTGTCTGATA
ACCAAATTTTCGAATGAAAATTAAAACTTTCAACAACGGATCTCTTGGTTCCCGCAT
CGATGAAGAACGCAGCGAAACGCGATAGTTAATGTGAATTGCAGAATTCAGTGAAT
CATCGAGTCTTTGAACGCACATTGCGCCCATTGGTATTCCTTTGGGCATGTCTGTTTG
AGCGTCATTACAACCCCTCAGCTAACGCTGGTTTTGAACCCGAACGGCCTCGTGCTG
CACCGGTTTTAAAGTTGTAAGCTCTGCTGGCCGCTCTGCCCCAACCAGAACATAGTA
AGCAACTACTTGTTAGGGTGAAGGTGAACGGTTACGGCCTGAACAAAACCTACCAC
TTCTCAAGGTTTGACCTCAGATCAGACAAGGATACCCGCTGAACTTAAGCATA 

>CV02_Assembly_consensus_sequence 2 reads from CV02 assembled using Geneious 

GTAAAAGTCGTAACAAGGTTTCCGTAGGTGAACCTGCGGAAGGATCATTACCAATG
CAGCGAGAAATCGCTACAAACCACCTGCTGGCGGCCCTCACGGGCTGCCAACTGGT
CAACCCTTTGTGAACCAAAAAACCTTTCGCTTCGGCAGCTGGGCTCCCTAACCGGGC
CTGTCAGCCTGCCGCTAGCACCCAACCAAAAAACCTGTTGTCAAACATTGTCTGATA
ACCAAAATTTTCGAATGAAAATCAAAACTTTCAACAACGGATCTCTTGGTTCCCGCA
TCGATGAAGAACGCAGCGAAACGCGATAGTTAATGTGAATTGCAGAATTCAGTGAA
TCATCGAGTCTTTGAACGCACATTGCGCCCATTGGTATTCCTTTGGGCATGTCTGTTT
GAGCGTCATTACAACCCCTCAGCTACCGCTGGTTTTGAATTGGAACGGGTAACACCG
CGCCGGTTTTAAAGTTGTAAGCTCTGCTGGCCGCTCTGCCCCAACCAGAACATAGTA
AGCAACTACTTGTTAGGGTGAAGCTGAACGGTACGGCCTGAACAAAACCTACCCTTC
TCAAGGTTTGACCTCAGATCAGACAAGGATACCCGCTGAACTTAAGCA 

>CV03_Assembly_consensus_sequence 2 reads from CV03 assembled using Geneious 

AAGTAAAAGTCGTAACAAGGTTTCCGTAGGTGAACCTGCGGAAGGATCATTACCAA
TGCAGCGAGAAATCGCTACAAACCACCTGCTGGCGGCCCTCACGGGCTGCCAACTG
GTCAACCCTTTGTGAACCAAAAAACCTTTCGCTTCGGCAGCTGGGCTCCCTAACCGG
GCCTGTCAGCCTGCCGCTAGCACCCAACCAAAAAACCTGTTGTCAAACATTGTCTGA
TAACCAAAATTTTCGAATGAAAATCAAAACTTTCAACAACGGATCTCTTGGTTCCCG
CATCGATGAAGAACGCAGCGAAACGCGATAGTTAATGTGAATTGCAGAATTCAGTG
AATCATCGAGTCTTTGAACGCACATTGCGCCCATTGGTATTCCTTTGGGCATGTCTGT
TTGAGCGTCATTACAACCCCTCAGCTACCGCTGGTTTTGAATTGGAACGGGTAACAC
CGCGCCGGTTTTAAAGTTGTAAGCTCTGCTGGCCGCTCTGCCCCAACCAGAACATAG
TAAGCAACTACTTGTTAGGGTGAAGCTGAACGGTACGGCCTGAACAAAACCTACCC
TTCTCAAGGTTTGACCTCAGATCAGACAAGGATACCCGCTGAACTTAAGCATA 

>CV04_Assembly_consensus_sequence 2 reads from CV04 assembled using Geneious 
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AAGTAAAAGTCGTAACAAGGTCTCCGTTGGTGAACCAGCGGAGGGATCATTACCGA
GTTTACAACTCCCAAACCCAATGTGAACGTTACCAAACTGTTGCCTCGGCGGGGTCA
CGCCCCGGGTGCGTCGCAGCCCCGGAACCAGGCGCCCGCCGGAGGAACCAACCAAA
CTCTTTCTGTAGTCCCCTCGCGGACGTATTTCTTACAGCTCTGAGCAAAAATTCAAAA
TGAATCAAAACTTTCAACAACGGATCTCTTGGTTCTGGCATCGATGAAGAACGCAGC
GAAATGCGATAAGTAATGTGAATTGCAGAATTCAGTGAATCATCGAATCTTTGAACG
CACATTGCGCCCGCCAGTATTCTGGCGGGCATGCCTGTCCGAGCGTCATTTCAACCC
TCGAACCCCTCCGGGGGATCGGCGTTGGGGATCGGGACCCCTCACACGGGTGCCGG
CCCCTAAATACAGTGGCGGTCTCGCCGCAGCCTCTCCTGCGCAGTAGTTTGCACAAC
TCGCACCGGGAGCGCGGCGCGTCCACGTCCGTAAAACACCCAACTTTCTGAAATGTT
GACCTCGGATCAGGTAGGAATACCCGCTGAACTTAAGCATAT 

>CV05_Assembly_consensus_sequence 2 reads from CV05 assembled using Geneious 

AAGTAAAAGTCGTAACAAGGTCTCCGTTGGTGAACCAGCGGAGGGATCATTACCGA
GTTTACAACTCCCAAACCCAATGTGAACGTTACCAAACTGTTGCCTCGGCGGGATCT
CTGCCCCGGGTGCGTCGCAGCCCCGGACCAAGGCGCCCGCCGGAGGACCAACCAAA
ACTCTTATTGTATACCCCCTCGCGGGTTTTTTACTATCTGAGCCATCTCGGCGCCCCT
CGTGGGCGTTTCGAAAATGAATCAAAACTTTCAACAACGGATCTCTTGGTTCTGGCA
TCGATGAAGAACGCAGCGAAATGCGATAAGTAATGTGAATTGCAGAATTCAGTGAA
TCATCGAATCTTTGAACGCACATTGCGCCCGCCAGTATTCTGGCGGGCATGCCTGTC
CGAGCGTCATTTCAACCCTCGAACCCCTCCGGGGGGTCGGCGTTGGGGATCGGCCCT
TTACGGGGCCGGCCCCGAAATACAGTGGCGGTCTCGCCGCAGCCTCTCCTGCGCAGT
AGTTTGCACACTCGCATCGGGAGCGCGGCGCGTCCACAGCCGTTAAACACCCCAAA
CTTCTGAAATGTTGACCTCGGATCAGGTAGGAATACCCGCTGAACTTAAGC 

>CV07_Assembly_consensus_sequence 2 reads from CV07 assembled using Geneious 

AAGTAAAAGTCGTAACAAGGTCTCCGTTGGTGAACCAGCGGAGGGATCATTACCGA
GTTTACAACTCCCAAACCCAATGTGAACGTTACCAAACTGTTGCCTCGGCGGGGTCA
CGCCCCGGGTGCGTCGCAGCCCCGGAACCAGGCGCCCGCCGGAGGAACCAACCAAA
CTCTTTCTGTAGTCCCCTCGCGGACGTATTTCTTACAGCTCTGAGCAAAAATTCAAAA
TGAATCAAAACTTTCAACAACGGATCTCTTGGTTCTGGCATCGATGAAGAACGCAGC
GAAATGCGATAAGTAATGTGAATTGCAGAATTCAGTGAATCATCGAATCTTTGAACG
CACATTGCGCCCGCCAGTATTCTGGCGGGCATGCCTGTCCGAGCGTCATTTCAACCC
TCGAACCCCTCCGGGGGATCGGCGTTGGGGATCGGGACCCCTCACACGGGTGCCGG
CCCCTAAATACAGTGGCGGTCTCGCCGCAGCCTCTCCTGCGCAGTAGTTTGCACAAC
TCGCACCGGGAGCGCGGCGCGTCCACGTCCGTAAAACACCCAACTTTCTGAAATGTT
GACCTCGGATCAGGTAGGAATACCCGCTGAACTTAAGCATA 

>CV08_Assembly_consensus_sequence 2 reads from CV08 assembled using Geneious 

GTAAAAGTCGTAACAAGGTCTCCGTTGGTGAACCAGCGGAGGGATCATTACCGAGT
TTACAACTCCCAAACCCAATGTGAACGTTACCAAACTGTTGCCTCGGCGGGATCTCT
GCCCCGGGTGCGTCGCAGCCCCGGACCAAGGCGCCCGCCGGAGGACCAACCAAAAC
TCTTTTTGTATACCCCCTCGCGGGTTTTTTATAATCTGAGCCTTCTCGGCGCCTCTCGT
AGGCGTTTCGAAAATGAATCAAAACTTTCAACAACGGATCTCTTGGTTCTGGCATCG
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ATGAAGAACGCAGCGAAATGCGATAAGTAATGTGAATTGCAGAATTCAGTGAATCA
TCGAATCTTTGAACGCACATTGCGCCCGCCAGTATTCTGGCGGGCATGCCTGTCCGA
GCGTCATTTCAACCCTCGAACCCCTCCGGGGGGTCGGCGTTGGGGATCGGCCCTCCC
TTAGCGGGTGGCCGTCTCCGAAATACAGTGGCGGTCTCGCCGCAGCCTCTCCTGCGC
AGTAGTTTGCACACTCGCATCGGGAGCGCGGCGCGTCCACAGCCGTTAAACACCCA
ACTTCTGAAATGTTGACCTCGGATCAGGTAGGAATACCCGCTGAACTTAAGC 

>CV09_Assembly_consensus_sequence 2 reads from CV09 assembled using Geneious 

AAAGTCGTAACAAGGTCTCCGTTGGTGAACCAGCGGAGGGATCATTACCGAGTTTA
CAACTCCCAAACCCAATGTGAACCATACCAAACTGTTGCCTCGGCGGGGTCACGCCC
CGGGTGCGTCGCAGCCCCGGAACCAGGCGCCCGCCGGAGGGACCAACCAAACTCTT
TCTGTAGTCCCCTCGCGGACGTTATTTCTTACAGCTCTGAGCAAAAATTCAAAATGA
ATCAAAACTTTCAACAACGGATCTCTTGGTTCTGGCATCGATGAAGAACGCAGCGAA
ATGCGATAAGTAATGTGAATTGCAGAATTCAGTGAATCATCGAATCTTTGAACGCAC
ATTGCGCCCGCCAGTATTCTGGCGGGCATGCCTGTCCGAGCGTCATTTCAACCCTCG
AACCCCTCCGGGGGGTCGGCGTTGGGGATCGGGAACCCCTAAGACGGGATCCCGGC
CCCGAAATACAGTGGCGGTCTCGCCGCAGCCTCTCCTGCGCAGTAGTTTGCACAACT
CGCACCGGGAGCGCGGCGCGTCCACGTCCGTAAAACACCCAACTTCTGAAATGTTG
ACCTCGGATCAGGTAGGAATACCCGCTGAACTTAAGC 

>CV10_Assembly_consensus_sequence 2 reads from CV10 assembled using Geneious 

AAAGTCGTAACAAGGTCTCCGTTGGTGAACCAGCGGAGGGATCATTACCGAGTTTA
CAACTCCCAAACCCAATGTGAACGTTACCAAACTGTTGCCTCGGCGGGATCTCTGCC
CCGGGTGCGTCGCAGCCCCGGACCAAGGCGCCCGCCGGAGGACCAACCAAAACTCT
TTTGTATACCCCCTCGCGGGTTTTTATATCTGAGCCATCTCGGCGCCTCTCGTAGGCG
TTTCGAAAATGAATCAAAACTTTCAACAACGGATCTCTTGGTTCTGGCATCGATGAA
GAACGCAGCGAAATGCGATAAGTAATGTGAATTGCAGAATTCAGTGAATCATCGAA
TCTTTGAACGCACATTGCGCCCGCCAGTATTCTGGCGGGCATGCCTGTCCGAGCGTC
ATTTCAACCCTCGAACCCCTCCGGGGGGTCGGCGTTGGGGATCGGCCCTTTACGGGG
CCGGCCCCGAAATACAGTGGCGGTCTCGCCGCAGCCTCTCCTGCGCAGTAGTTTGCA
CACTCGCATCGGGAGCGCGGCGCGTCCATTGCCGTTAAACACCCAACTTTCTGAAAT
GTTGACCTCGGATCAGGTAGGAATACCCGCTGAACTT 

>CV11_Assembly_consensus_sequence 2 reads from CV11 assembled using Geneious 

AAAGTCGTAACAAGGTCTCCGTTGGTGAACCAGCGGAGGGATCATTACCGAGTTTA
CAACTCCCAAACCCAATGTGAACGTTACCAAACTGTTGCCTCGGCGGGATCTCTGCC
CCGGGTGCGTCGCAGCCCCGGACCAAGGCGCCCGCCGGAGGACCAACCAAAAACTC
TTTTGTATACCCCCTCGCGGGTTTTTATATCTGAGCCATCTCGGCGCCTCTCGTAGGC
GTTTCGAAAATGAATCAAAACTTTCAACAACGGATCTCTTGGTTCTGGCATCGATGA
AGAACGCAGCGAAATGCGATAAGTAATGTGAATTGCAGAATTCAGTGAATCATCGA
ATCTTTGAACGCACATTGCGCCCGCCAGTATTCTGGCGGGCATGCCTGTCCGAGCGT
CATTTCAACCCTCGAACCCCTCCGGGGGGTCGGCGTTGGGGATCGGCCCTTTACGGG
GCCGGCCCCGAAATACAGTGGCGGTCTCGCCGCAGCCTCTCCTGCGCAGTAGTTTGC
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ACACTCGCATCGGGAGCGCGGCGCGTCCATTGCCGTAAAACACCCAACTTTCTGAA
ATGTTGACCTCGGATCAGGTAGGAATACCCGCTGAACTTAA 

>CV12_Assembly_consensus_sequence 2 reads from CV12 assembled using Geneious 

AAAGTCGTAACAAGGTCTCCGTTGGTGAACCAGCGGAGGGATCATTACCGAGTTTA
CAACTCCCAAACCCAATGTGAACGTTACCAAACTGTTGCCTCGGCGGGATCTCTGCC
CCGGGTGCGTCGCAGCCCCGGACCAAGGCGCCCGCCGGAGGACCAACCAAAAACTC
TTTTGTATACCCCCTCGCGGGTTTTTATATCTGAGCCATCTCGGCGCCTCTCGTAGGC
GTTTCGAAAATGAATCAAAACTTTCAACAACGGATCTCTTGGTTCTGGCATCGATGA
AGAACGCAGCGAAATGCGATAAGTAATGTGAATTGCAGAATTCAGTGAATCATCGA
ATCTTTGAACGCACATTGCGCCCGCCAGTATTCTGGCGGGCATGCCTGTCCGAGCGT
CATTTCAACCCTCGAACCCCTCCGGGGGGTCGGCGTTGGGGATCGGCCCTTTACGGG
GCCGGCCCCGAAATACAGTGGCGGTCTCGCCGCAGCCTCTCCTGCGCAGTAGTTTGC
ACACTCGCATCGGGAGCGCGGCGCGTCCATTGCCGTAAAACACCCAACTTTCTGAA
ATGTTGACCTCGGATCAGGTAGGAATACCCGCTGAACTTAA 

>CV13_Assembly_consensus_sequence 2 reads from CV13 assembled using Geneious 

AAAGTCGTAACAAGGTCTCCGTTGGTGAACCAGCGGAGGGATCATTACCGAGTTTA
CAACTCCCAAACCCAATGTGAACGTTACCAAACTGTTGCCTCGGCGGGATCTCTGCC
CCGGGTGCGTCGCAGCCCCGGACCAAGGCGCCCGCCGGAGGACCAACCAAAACTCT
TTTTGTATACCCCCTCGCGGGTTTTTTATAATCTGAGCCTTCTCGGCGCCTCTCGTAG
GCGTTTCGAAAATGAATCAAAACTTTCAACAACGGATCTCTTGGTTCTGGCATCGAT
GAAGAACGCAGCGAAATGCGATAAGTAATGTGAATTGCAGAATTCAGTGAATCATC
GAATCTTTGAACGCACATTGCGCCCGCCAGTATTCTGGCGGGCATGCCTGTCCGAGC
GTCATTTCAACCCTCGAACCCCTCCGGGGGGTCGGCGTTGGGGATCGGCCCTGCCTC
TTGGCGGCGGCCGTCTCCGAAATACAGTGGCGGTCTCGCCGCAGCCTCTCCTGCGCA
GTAGTTTGCACACTCGCATCGGGAGCGCGGCGCGTCCACAGCCGTTAAACACCCAA
CTTCTGAAATGTTGACCTCGGATCAGGTAGGAATACCCGCTGAACTTAA 

>CV14_Assembly_consensus_sequence 2 reads from CV14 assembled using Geneious 

AAAGTCGTAACAAGGTCTCCGTTGGTGAACCAGCGGAGGGATCATTACCGAGTTTA
CAACTCCCAAACCCAATGTGAACGTTACCAAACTGTTGCCTCGGCGGGATCTCTGCC
CCGGGTGCGTCGCAGCCCCGGACCAAGGCGCCCGCCGGAGGACCAACCAAAACTCT
TTTTGTATACCCCCTCGCGGGTTTTTTATAATCTGAGCCTTCTCGGCGCCTCTCGTAG
GCGTTTCGAAAATGAATCAAAACTTTCAACAACGGATCTCTTGGTTCTGGCATCGAT
GAAGAACGCAGCGAAATGCGATAAGTAATGTGAATTGCAGAATTCAGTGAATCATC
GAATCTTTGAACGCACATTGCGCCCGCCAGTATTCTGGCGGGCATGCCTGTCCGAGC
GTCATTTCAACCCTCGAACCCCTCCGGGGGGTCGGCGTTGGGGATCGGCCCTGCCTC
TTGGCGGCGGCCGTCTCCGAAATACAGTGGCGGTCTCGCCGCAGCCTCTCCTGCGCA
GTAGTTTGCACACTCGCATCGGGAGCGCGGCGCGTCCACAGCCGTTAAACACCCAA
CTTCTGAAATGTTGACCTCGGATCAGGTAGGAATACCCGCTGAACTTAA 

>CV15_Assembly_consensus_sequence 2 reads from CV15 assembled using Geneious 
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GTAAAAGTCGTAACAAGGTCTCCGTTGGTGAACCAGCGGAGGGATCATTACCGAGT
TATACAACTCATCAACCCTGTGAACATACCTATAACGTTGCCTCGGCGGGAACAGAC
GGCCCCGTAACACGGGCCGCCCCCGCCAGAGGACCCCCTAACTCTGTTTCTATAATG
TTTCTTCTGAGTAAACAAGCAAATAAATTAAAACTTTCAACAACGGATCTCTTGGCT
CTGGCATCGATGAAGAACGCAGCGAAATGCGATAAGTAATGTGAATTGCAGAATTC
AGTGAATCATCGAATCTTTGAACGCACATTGCGCCCGCCAGTATTCTGGCGGGCATG
CCTGTTCGAGCGTCATTACAACCCTCAGGCCCCCGGGCCTGGCGTTGGGGATCGGCG
GAAGCCCCCTGCGGGCACAACGCCGTCCCCCAAATACAGTGGCGGTCCCGCCGCAG
CTTCCATTGCGTAGTAGCTAACACCTCGCAACTGGAGAGCGGCGCGGCCACGCCGT
AAAACACCCAACTTCTGAATGTTGACCTCGAATCAGGTAGGAATACCCGCTGAACTT
AA 

 
 

 
 


