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ABSTRACT

In vitro evaluation of nematophagous 
fungi of Costa Rica rice-growing regions aga-
inst the root-knot Meloidogyne javanica. Para-
sitism in vitro of 14 isolates of nematophagous 
fungi (6 Trichoderma sp., 4 Paecilomyces sp., 
2 Fusarium oxysporum and 2 Monacrosporium 
sp.) was evaluated againts juveniles and eggs of 
the root-knot nematode, Meloidogyne javanica. 
The fungi, from three rice-producing regions 
of Costa Rica (Central Pacific, Atlantic Huetar 
and Chorotega), were isolated by the sprinkling 
technique, during April 2008 to August 2009. A 
completely randomized design with 10 replica-
tes in water agar (WA) per fungus was used. A 
suspension of 1 to 1.5x106 conidia (cfu.ml-1) per 
Petri dish was inoculated, and during the fourth 
day was added a suspension of 0.5 ml with 150 
juvenile and 100 eggs of M. javanica previously 
disinfected, at room temperature (23-26ºC) and 
with natural light. After 96 hours, it was coun-
ted in every dish the number of living, dead and 
parasitized nematodes, plus eggs parasitized or 
not parasitized. Subsequently, a logistic regres-
sion analysis (RL) for the evaluated variables was 
performed, which showed significant differences 

RESUMEN

Se evaluó el parasitismo in vitro de 14 
aislamientos de hongos nematófagos (6 Tricho-
derma sp., 4 Paecilomyces sp., 2 Fusarium oxys-
porum, y 2 Monacrosporium sp.) contra juveniles 
y huevos del nematodo agallador Meloidogyne 
javanica. Los hongos, de 3 regiones productoras 
de arroz en Costa Rica, (Pacífico Central, Huetar 
Atlántica y Chorotega), se aislaron mediante el 
método de espolvoreado en placas, durante abril 
del 2008 a agosto de 2009. Se utilizó un diseño 
completamente al azar con 10 repeticiones por 
hongo, en agar-agua (AA). Se inoculó una sus-
pensión de 1 a 1,5x106 conidios (ufc.ml-1) por 
plato Petri, y al cuarto día se depositó en 0,5 ml 
una suspensión de 150 juveniles y 100 huevos 
de M. javanica previamente desinfectados, a 
temperatura ambiente (23-26°C) y con luz natu-
ral. Transcurridas 96 h se contó en cada plato el 
número de nematodos vivos, muertos ó parasi-
tados y de huevos parasitados o no parasitados. 
Se realizó un análisis de regresión logística (RL) 
para las variables evaluadas, el cual mostró dife-
rencias significativas (p<0,0001) en el desempe-
ño de los hongos evaluados, presentando rangos 
de entre 10% a 56% en nematodos muertos, de 
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(p<0.0001) in the performance of the evaluated 
isolates, presenting ranges from 10% to 56% in 
dead nematodes, 13% to 79% in parasitic nemato-
des and 1% to 96% in parasitized eggs. In general, 
isolates of Trichoderma sp. (Tri1, Tri2, Tri3 and 
Tri4) were the most efficient in the parasitism 
over juveniles and eggs of M. javanica.

INTRODUCCIÓN

El arroz (Oryza sativa L.) es uno de los 
granos de mayor importancia a nivel mundial 
no solo por su consumo sino por la cantidad de 
personas que dependen de él, sin embargo, su 
rendimiento se ve mermado por una serie de 
enfermedades y plagas entre ellas los nematodos 
fitoparásitos. Un género particular es el nema-
todo agallador Meloidogyne sp., endoparásito 
sedentario presente en muchos cultivos agrícolas 
(Casas y Herrera 2007) especialmente en regio-
nes subtropicales y tropicales (Netscher y Sikora 
1990). Entre los nematodos fitoparásitos es el más 
importante desde el punto de vista económico 
por los daños que produce (Quereshi et ál. 1984) 
con un ámbito de hospederos de más de 2000 
especies de plantas (Barker 1985). De acuerdo 
con Sasser y Freckman (1987), Meloidogyne spp., 
es el más dañino entre los géneros de fitonema-
todos. En plantaciones de arroz Meloidogyne sp., 
puede causar pérdidas de hasta un 20% en arroz 
inundado y de un 30% en arroz semi-inundado 
(Tandigan et ál. 1996, Prasad et ál. 1985).

Hasta el momento los nematicidas sintéti-
cos son la principal estrategia de combate contra 
este patógeno, seguido de la rotación de cultivos 
y la utilización de plantas resistentes (Choleva et 
ál. 2006). No obstante, muchos de estos productos 
químicos son retirados del mercado por razones 
toxicológicas o están previstos para su elimina-
ción gradual por lo que la investigación de opcio-
nes de control es un tema de mucha importancia 

13% a 79% en nematodos parasitados y de 1% a 
96% en huevos parasitados. En general, los hon-
gos del género Trichoderma (Tri1, Tri2, Tri3 y 
Tri4) fueron los más eficientes en el parasitismo 
sobre juveniles y huevos de M. javanica. 

en los últimos años (Nico et ál. 2004). En este 
sentido, el combate biológico con hongos antago-
nistas solos o en combinación con otros métodos 
es una alternativa más en el manejo de plagas 
(Agnenin 2011, Khan et ál. 2011, Soto-Barrientos 
et ál. 2011). 

Un grupo que actualmente se estudia entre 
los organismos antagónicos de nematodos son los 
hongos nematófagos, los cuales incluyen a más 
de 200 especies descritas alrededor del mundo 
con alto potencial como controladores biológicos 
(Kerry 2000). De acuerdo con su estrategia de 
captura, estos hongos se dividen en predadores 
o atrapa nematodos porque producen un siste-
ma hifal que sujeta, mata y consume a su presa 
(Barrón 1977), endoparásitos (Gray 1987), pará-
sitos de huevos y hembras (Cave 1995) y produc-
tores de toxinas (Li et ál. 2000). 

En Costa Rica algunos estudios eviden-
cian que los hongos nematófagos se encuentran 
ampliamente distribuidos en suelos del territorio 
nacional, especialmente en sistemas agrícolas 
diversos (Orozco 2005, Barrientos et ál. 2011, 
Peraza et ál. 2011). Por lo tanto, el material para 
incorporar una estrategia de combate biológico 
de nematodos fitoparásitos se encuentra dispo-
nible en el país. Una vez que se cuenta con una 
serie de candidatos para ser usados como contro-
ladores biológicos, el siguiente paso constituye 
la realización de pruebas que permitan la eva-
luación de los mismos para seleccionar aquellos 
que presenten una mayor capacidad antagónica. 
Diversos aislamientos de hongos nematófagos 
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han presentado capacidades antagónicas varia-
bles, como por ejemplo Trichoderma sp. (Eapen 
et ál. 2005, Santhosh et ál. 2005, Naserinasab et 
ál. 2011), Paecilomyces sp. (Xiujuan et ál. 2000, 
Siddiqui y Shaukat 2004), Fusarium sp. (Hyaku-
machi y Kubota 2004) y Monacrosporium sp. 
(González et ál. 2005). El presente estudio tiene 
como objetivo determinar la capacidad antagó-
nica de hongos nematófagos aislados de zonas 
arroceras de Costa Rica contra huevos y juveniles 
del nematodo agallador M. javanica por medio de 
pruebas in vitro. 

MATERIALES Y MÉTODOS

Durante abril del 2008 a enero del 2009 
se realizaron 13 giras de campo en 3 regiones 
productoras de arroz de Costa Rica: Pacífico 
Central, Huetar Atlántica y Chorotega con el 

objetivo de aislar hongos nematófagos. Para 
la búsqueda de estos agentes de combate bio-
lógico se delimitaron en las fincas 3 áreas de 
muestreo de 4 m2 separadas entre sí por una 
distancia de 50 m. En cada punto de muestreo, 
se recolectó con un barreno 5 submuestras de 
suelo a una profundidad de 20 cm. Las mues-
tras fueron almacenadas en bolsas de polieti-
leno debidamente etiquetadas y trasladadas al 
Laboratorio de Nematología de la Escuela de 
Ciencias Agrarias de la Universidad Nacio-
nal en Heredia, Costa Rica, para su debido 
procesamiento y para realizar las pruebas de 
antagonismo in vitro. Con la ayuda de un GPS 
(Global Position System) se determinaron las 
coordenadas de cada punto de muestreo. Los 
sitios seleccionados para los muestreos pre-
sentaron las siguientes características ambien-
tales (Cuadro 1).

Cuadro 1.  Principales características ambientales de las regiones arroceras muestreadas. 

Región Precipitación
(mm/anual)

Altitud 
(msnm)

Temp.
(ºC)

Humedad 
Relativa 

(%)

Zona de 
vida Cantón

Huetar Atlántico 3525 50 27 84 Bh-T

Puerto Viejo, Sarapiquí

Matina

Talamanca

Pacífico Central 3317 6 27 85 Bh-T Parrita

Chorotega 1200 20 28 70 Bh-S
Nicoya

Cañas

*Según clasificación de Holdridge (1982): Bh-T (Bosque Húmedo Tropical), Bh-S (Bosque Húmedo Seco).

Desinfección de raíces y nematodos 
agalladores 

Masas de huevos y nematodos fueron 
obtenidas de plantaciones comerciales de tomate 
(Solanum lycopersicum) de la localidad de San 
Isidro de Heredia. Las plantas muestreadas evi-
denciaban síntomas visibles de agallamiento con 
una alta presencia de masas de huevos así como 

de nematodos. Para la desinfección de raíces se 
empleó la metodología de Barker (1985), que 
aunque es para extracción de huevos, permite la 
desinfección de los mismos ya que utiliza hipo-
clorito de sodio (NaOCL). Se colocó entre 20 a 
50 g de raíz previamente lavada en un beaker con 
hipoclorito de sodio al 0,5% y se agitó durante 3 
min. La solución se pasó a través de un tamiz de 
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0,001 pulgadas (25 UM) para retener los huevos, 
los cuales se lavaron posteriormente con agua 
destilada para eliminar el exceso de cloro y per-
mitir su desinfección superficial. 

Identificación de la especie de Meloidogyne 
mediante diseño perineal

Hembras de Meloidogyne fueron extraídas 
con una aguja de disección a partir de raíces con 
agallas visibles. Las hembras fueron transferidas 
a una gota de ácido láctico al 45% y cortadas a 
la mitad para remover el contenido del cuerpo. 
En un estereoscopio y con la ayuda de un bisturí 
se realizaron cortes de la parte posterior con el 
objetivo de retirar el exceso de cutícula alrededor 
de la región ano-genital. Posteriormente, los dise-
ños perineales se colocaron en un portaobjetos y 
se observaron en un microscopio Olympus BX50 
a 100X. Cada montaje se comparó mediante la 
observación de los rasgos morfométricos de los 
patrones perineales y mediante el uso de la clave 
de Taylor y Sasser (1983). Se identificó taxonó-
micamente la especie como M. javanica (Treub 
1885) Chitwood 1949. 

Preparación del inóculo y determinación de 
unidades formadoras de colonias (UFC)

Catorce hongos fueron seleccionados para 
las pruebas in vitro (Cuadro 2) y se cultivaron en 
un medio papa-dextrosa-agar (PDA) de acuerdo 
con la metodología empleada por Khan y Goswa-
mi (2000). Esta técnica consistió en cultivar pre-
viamente sobre un medio rico en nutrientes como 
PDA cada uno de los hongos aislados para per-
mitir su rápido crecimiento. Una semana después, 
se utilizó una asa bacteriológica cubierta con el 
hongo y se introdujo en un beaker con 20 ml de 
agua destilada estéril con Tween 80 (surfactante 
y emulsificante) y se agitó por 30 segundos. Este 
procedimiento se realizó para cada uno de los 
hongos. Posteriormente homogenizada la suspen-
sión, se realizó el conteo de esporas en un hema-
tocímetro y se determinó la concentración de 
conidios (ufc.ml-1) a depositar por plato Petri que 
osciló entre 1 y 1,5X106. Pruebas preliminares 
de crecimiento micelial permitieron comprobar 
que cantidades mayores de micelio dificultaban 
la observación de los nematodos. Los hongos se 
incubaron durante 4 días a temperatura ambiente 
y luz natural para facilitar su crecimiento.

Cuadro 2. Géneros, especies y origen de los aislamientos utilizados en las pruebas de antagonismo in vitro contra huevos y 
juveniles de M. javanica.

Género o especie Código Procedencia

Trichoderma sp. Tri1 Cañas, Guanacaste
Trichoderma sp. Tri2

Nicoya, GuanacasteMonacrosporium sp. Mo1
Paecilomyces sp. Pae1
Trichoderma sp. Tri3

Batán, LimónPaecilomyces sp. Pae2
Monacrosporium sp. Mo2
Trichoderma sp. Tri4

La Delia, Sarapiquí. Heredia
Trichoderma sp. Tri5
Paecilomyces sp. Pae3
Fusarium sp. Fu
Trichoderma sp. Tri6

Parrita, Puntarenas
Fusarium oxysporum FuO
Trichoderma sp. Tri7 Talamanca, Limón



PERAZA et ál.: Hongos nematófagos en zonas arroceras 23

Agronomía Costarricense 38(2): 19-32. ISSN:0377-9424 / 2014

Pruebas de antagonismo in vitro

Se establecieron repeticiones de 10 cajas 
Petri de 9 cm de diámetro por cada uno de los 
hongos seleccionados para evaluar el potencial 
antagónico. Cada caja contenía 22 ml de AA (20 
g.l-1), medio pobre en nutrientes que permitió la 
esporulación tenue del hongo en toda el área de la 
placa. Seguidamente cada plato Petri se inoculó 
con 200 μL de las suspensiones de esporas, las 
cuales fueron dispersadas en forma homogénea 
sobre la superficie del medio con un triángulo 
de vidrio esterilizado. Luego se incubaron de 3 
a 4 días a temperatura ambiente (23-26°C) y luz 
natural. Transcurridas 96 h, se depositó por plato 
Petri 0,5 ml de una suspensión que contenía 150 
juveniles y 100 huevos de M. javanica estan-
darizados previamente mediante el conteo de 5 
alícuotas de 1 ml. Pasado el tiempo de incubación 
cada caja se revisó en un microscopio invertido 
(Oympus CK30) a una magnificación de 10X y 
40X para verificar la capacidad antagónica de 
cada hongo mediante el conteo en el número de 
nematodos vivos, muertos, parasitados y huevos 
parasitados o no parasitados. Como controles, se 
establecieron 5 cajas Petri con agar-agua (AA) 
más el hongo y 5 cajas Petri con agar-agua (AA) 
con juveniles y huevos del nematodo únicamente.

Evaluación (Diseño experimental)

Se utilizó un diseño completamente al azar 
con 10 repeticiones por tratamiento. La unidad 
experimental consistió en una caja Petri con 
medio agar agua (AA). 

Variables de respuesta

1. Número de nematodos vivos
2. Número de nematodos muertos
3. Número de nematodos parasitados
4. Número de huevos sin parasitar
5. Número de huevos parasitados

Las lecturas de las variables se realizaron 
a los 3 y 4 días después de la inoculación de los 
juveniles y huevos del nematodo. En este ensayo 
in vitro se distinguieron 3 categorías de larvas: 

a) libres y vivas, aquellas que se desplazaban por 
la caja continuamente; b) parasitadas, aquellas 
en cuyo interior se encontró estructuras fúngicas 
como esporas e hifas; o atrapadas en anillos como 
en el caso de Monacrosporium c) muertas, aque-
llas que permanecían rígidas o en inmovilidad 
permanente sin contacto del hongo. En el caso de 
los huevos, se determinó si estaban parasitados o 
no parasitados. Se calculó la capacidad depreda-
dora o parasítica (%) tanto de juveniles como de 
huevos de cada caja Petri de la siguiente manera: 

% nematodos parasitados = N° de nematodos parasitados x 100
                                                    Total de nematodos 

 % huevos parasitados = N° de huevos parasitados x 100
                                               Total de huevos 

Análisis estadístico

Las variables obtenidas fueron de naturale-
za dicotómica, ya que únicamente se observaron 
2 resultados posibles: nematodos vivos o muertos, 
nematodos parasitados o no parasitados, huevos 
parasitados y no parasitados, por lo que los datos 
fueron transformados a lógitos para un análisis 
de regresión logística (RL). De esta manera, se 
determinó cómo fue afectada la proporción de 
éxito, es decir, nematodos muertos o parasitados 
y huevos parasitados por los diferentes hongos.

La función lógito fue y= log (p/1-p), 
Donde:

y= valor de lógito.
p= probabilidad de que ocurra con éxito en n 
ensayos binomiales.
n= número de ensayos binomiales o sea número 
de nematodos o de huevos por caja Petri.

Se consideró que ocurrió un éxito cuando 
un nematodo o huevo murió o fue parasitado. 
Finalmente, las proporciones estimadas de mor-
talidad o parasitismo de cada hongo y del testigo 
fueron comparados entre sí mediante la prueba de 
Chi-cuadrado de Wald (SAS Institute Inc. 2008). 
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RESULTADOS Y DISCUSIÓN

Evaluación del antagonismo in vitro de 
hongos nematófagos

El análisis de regresión lineal (RL) mos-
tró diferencias significativas en la capacidad 

antagónica de los 14 aislamientos de hongos 
nematófagos contra juveniles y huevos de M. 
javanica (p<0,0001) para las variables de res-
puesta: nematodos vivos, muertos, parasitados 
y huevos parasitados (Cuadro 3). 

Cuadro 3.  Actividad parasítica y ovicida in vitro de los hongos Trichoderma, Paecilomyces, F. oxysporum y Monacrosporium 
contra el nematodo M. javanica. 

CÓDIGO HONGO % Nema 
Vivos

% Nema
Muertos

% Nema 
Parasitados

% Huevos sin 
parasitar

% Huevos 
parasitados

Mo2 Monacrosporium 39 g 42   b 19 j 99 i 1 i

Mo1 Monacrosporium 44 h 40 bc 17 j 99 i 1 I

Pae1 Paecilomyces 35 fg 32  d 34 ghi 52 h 48 h

Pae2 Paecilomyces 18 c 39 bc 43 e 52 h 48 h

Pae3 Paecilomyces 29 e 37  c 34 gh 41 f 59 f

Fu Fusarium 29 e 35 cd 36 fg 46 g 54 g

FuO F. oxysporum 21 cd 39 bc 41 ef 49 gh 51 gh

Tri2 Trichoderma 39 gh 32   d 30 hi 4 a 96 a

Tri7 Trichoderma 24 d 22   e 54 d 16 c 84 c

Tri6 Trichoderma 53 i 18   f 29 i 19 d 81 d

Tri4 Trichoderma 13 b 16   f 71 b 11 b 89 b

Tri5 Trichoderma 22 d 13   g 66 c 20 d 80 d

Tri3 Trichoderma 9 a 12   g 79 a 26 e 74 e

Tri1 Trichoderma 31 ef 56   a 13 k 5 a 95 a

Testigo 90 j 10   g 0 0 100 0 0 0

Porcentajes con diferente letra (a, b, c, d, e, f, g, h, i, j) en la misma columna son significativamente diferentes (p<0,0001) de 
acuerdo con la prueba de Chi-cuadrado de Wald.

Juveniles de Meloidogyne (J2)

Los juveniles (J2) de M. javanica presen-
tes en las cajas testigo sin hongos nematófagos 
presentaban movimiento después de 3 días de 
inoculados; sin embargo, a partir del cuarto día 
su movimiento fue cada vez menor para final-
mente morir por no tener una fuente de alimento. 
En el caso de las cajas que contenían hongos 
nematófagos, los juveniles de M. javanica pre-
sentaron movimiento vigoroso un día después de 

ser inoculados. No obstante, a los 2 días siguien-
tes muchos juveniles se observaron inmóviles, 
parasitados o atrapados en redes pegajosas. Los 
juveniles parasitados por los diferentes hongos 
se encontraron en un rango que osciló entre 13% 
y 79% (Cuadro 3). El aislamiento que presentó 
la mayor capacidad antagónica contra juveniles 
de M. javanica fue Tri3 de Trichoderma con 
un 79%, mientras que el que presentó la menor 
capacidad antagónica fue Tri1 de Trichoderma 
con un 13%.
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En las cajas Petri inoculadas con Tri3, 
Pae3 y FuO correspondientes a Trichoderma, 
Paecilomyces y F. oxysporum respectivamente, 
se observó la presencia de esporas adheridas a 
la cutícula de los juveniles que posteriormente 
germinaron y formaron micelio que consumió 
el contenido de los nematodos. Por lo tanto estos 
hongos nematófagos pueden considerarse endo-
parásitos. Por otra parte, las hongos Mo1 y Mo2 
de Monacrosporium formaron redes pegajosas a 
las cuales se adhirieron los nematodos para ser 
posteriormente consumidos por el hongo, por lo 
tanto, estos hongos fueron considerados depreda-
dores o atrapa-nematodos.

En las cajas Petri testigo sin hongos nema-
tófagos, los juveniles vivos se encontraron en 
un 90%, mientras que en las cajas inoculadas 
con hongos nematófagos, los juveniles vivos se 
encontraron en un 9% a 53% (Cuadro 3). Los 
juveniles muertos sin señales aparentes de que 
fueron parasitados se encontraron en el rango de 
10% a 56% principalmente por parte de los ais-
lamientos Tri1 (56%), Tri2 (32%), Pae2 (39%) y 
Mo1 (40%) (Cuadro 3). Dado que el porcentaje de 
juveniles muertos en presencia de los aislamien-
tos anteriores fue significativamente (p<0,0001) 
más alto que el de los testigos (10%), fue probable 
la producción de sustancias tóxicas o antibióticas 
por parte de los hongos antes mencionados. La 
producción de estas sustancias fue previamente 
reportada para varias especies de hongos nemató-
fagos, Cylindrocarpon destructans, Verticillium 
chlamydosporium (Chen y Chen 2003); Pochonia 
chlamydospora, V. lecanii, P. lilacinus, Tricho-
derma sp. (Eapen et ál. 2005); F. oxysporum 
(Athman 2006) y Trichoderma harzianum (Nase-
rinasab et ál. 2011).

Huevos

En las cajas testigo no se observaron 
huevos parasitados, mientras que en las cajas 
inoculadas con hongos nematófagos los hue-
vos parasitados oscilaron entre 1% y 96%. 
Los aislamientos con mayor capacidad anta-
gónica contra huevos de M. javanica fueron 
Tri2 (96%) y Tri1 (95%). Los aislamientos de 

Monacrosporium (Mo1 y Mo2) no presenta-
ron actividad antagónica contra huevos de M. 
javanica por lo que los huevos sin parasitar se 
observaron en un 99% (Cuadro 3). 

Trichoderma 

Trichoderma es un hongo que presenta 
mecanismos directos e indirectos de antagonis-
mo contra nematodos. Entre los mecanismos 
directos se encuentran el micoparasitismo y la 
producción de nematotoxinas (Benítez 2004). 
Los mecanismos indirectos consisten en la com-
petencia por nutrientes o espacio y la antibiosis 
(producción de metabolitos) (Benítez 2004). De 
acuerdo con las observaciones y resultados obte-
nidos en esta investigación, es probable que los 
Trichoderma sp., aislados de las zonas arroceras 
ejercieran efectos antagónicos directos de mico-
parasitismo y posible efecto nematotóxico sobre 
juveniles de M. javanica. 

El micoparasitismo se observó como una 
invasión micelial agresiva que finalizó con la 
digestión total tanto de juveniles como de hue-
vos en sus diferentes etapas de embriogénesis 
(Figura 1 A, B, C y D). El micoparasitismo en 
Trichoderma sugiere la existencia ya documen-
tada de enzimas líticas como ß-1,3-gluconasa, 
N-acetilglucosaminidasa, quitinasa, glucanasa, 
celulasa y proteasa y de algunos antibióticos 
volátiles como 6-penthyl-α-pyrone, ácido harciá-
nico, ácido heptelídico, alameticina, gliotoxina, 
gliovirina, glisoprenina, hadacidina, malfor-
mina, masoilactona, peptaibolitos, tricholín, y 
viridinas (Goldman et ál. 1994). Estas enzimas 
líticas (quitinolíticas, proteolíticas) de diversos 
tipos y la acción de algunos antibióticos volátiles 
podrían explicar la desintegración de la cutícula 
de juveniles y la cubierta de huevos. Además, 
las nematotoxinas son compuestos químicos que 
pueden inactivar, inmovilizar o matar nema-
todos (Barrón 1977, Kerry 2000, Siddiqui y 
Shaukat 2004a). La presencia de nematotoxinas 
en las cajas Petri inoculadas con Trichoderma 
representó un 30% en la cantidad de juveniles 
inmóviles sin signos de parasitosis. El número 
de nematodos inmóviles presente en las cajas 
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Fig. 1. (A, B, C y D). Trichoderma sp., parasitando huevos de M. javanica en varias etapas de desarrollo; el hongo consumió 
el contenido de los huevos y cesó el proceso de embriogénesis. (E y F) Nematodos parasitados y desintegrados por 
Trichoderma; se observó crecimiento micelial interno con absorción del contenido del nematodo. 100X.
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inoculadas con Trichoderma fue significativa-
mente mayor al que se observó en los platos Petri 
testigos sin hongos, lo cual apoya la hipótesis de 
la producción y liberación al medio de nematoto-
xinas por parte de estos aislamientos.

Capacidades antagónicas llevadas a cabo 
contra Meloidogyne por parte de hongos del 
género Trichoderma fueron previamente reporta-
das por Howell (2003), González (2004), Siddiqui 
y Shaukat (2004a), Eapen et ál. (2005), Santhosh 
et ál. (2005) y Naserinasab et ál. (2011). En el 
caso de esta investigación, de los 7 aislamientos 
de Trichoderma probados, únicamente Tri3 y 
Tri4 presentaron una capacidad para parasitar 
juveniles (>70%). Por otra parte, los 7 aislamien-
tos de Trichoderma presentaron capacidades 
(>70%) para parasitar huevos. Por lo tanto, todos 
los hongos del género Trichoderma demostraron 
un buen desempeño como micoparásitos, algunos 
contra juveniles y otros contra huevos de M. java-
nica. Desigualdades en la especificidad de los 
hongos nematófagos son explicadas en función de 
diferencias en la capa cuticular, específicamente 
de receptores que facilitan la interacción hongo-
cutícula u hongo-pared al tratarse de huevos 
(Tunlid et ál. 1992, Jaffee y Muldoon 1995a). 
En general, los hongos Trichoderma aislados 
de zonas arroceras de Costa Rica fueron más 
eficientes al parasitar huevos que juveniles de M. 
javanica quizás al mostrar una actividad quitino-
lítica o capacidad de degradar quitina, complejo 
proteínico presente en la capa media de la pared 
de huevos. Todos los aislamientos de Trichoder-
ma presentaron algún grado de nematoxicidad; 
sin embargo, Tri1 destacó de entre el resto de 
hongos debido a la presencia de más de 50% de 
nematodos inmóviles, por lo que podría catalo-
garse como el mejor productor de nematotoxinas 
de los 7 hongos examinados. 

Paecilomyces

Al igual que Trichoderma, en el caso de 
Paecilomyces se identificaron como mecanismos 
de antagonismo contra M. javanica, el micopa-
rasitismo y producción de nematotoxinas. Ais-
lamientos de Paecilomyces tienen la capacidad 
de producir enzimas quitinolíticas que pueden 
destruir la pared de los huevos y la cutícula de 
juveniles (Zaki 1994, Xiujuan et ál. 2000), lo 
cual facilita el proceso de micoparasitismo. Por 
otro lado, la producción de nematotoxinas como 
leucinostatina y lilacinina por Paecilomyces fue 
previamente reportada en otras investigaciones 
(Barrón 1977, Kerry 2000, Xiujuan et ál. 2000, 
Siddiqui y Shaukat 2004). Estos datos coinciden 
con los de Khan et ál. (2006) al demostrar que en 
etapas tempranas de la embriogénesis así como en 
etapas más prontas a la eclosión de huevos, estos 
fueron parasitados por aislamientos de Paeci-
lomyces. En los resultados obtenidos se evidenció 
la capacidad de infectar todas las etapas del desa-
rrollo de huevos y juveniles de M. javanica. Por 
ejemplo, Pae1, Pae2 y Pae3 ejercieron un efecto 
antagónico de nematodos en un 34%, 43% y 34%, 
mientras que parasitaron huevos en un 48%, 48% 
y 59% respectivamente. Estas diferencias eran de 
esperarse quizás por factores propios en la efi-
cacia del control de estos hongos ya que pueden 
inhibir la capacidad de movimiento de algunos 
nematodos y la alteración en los procesos vitales 
como la eclosión y la alimentación. Como con-
secuencia en el caso de los nematodos afectados, 
pudieron morir al agotar sus reservas nutriciona-
les y ser presa fácil de los hongos como lo men-
ciona Marbán y Thomason (1985). De acuerdo 
con los resultados obtenidos, posiblemente algu-
nas enzimas y sustancias facilitaron la capacidad 
antagonista debido a la mortalidad y parasitismo 
mostrada por estos hongos (Figura 2 A, B, C y D). 
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Fusarium

En la naturaleza, la capacidad antagóni-
ca de Fusarium opera a través de mecanismos 
diferentes a los observados para Trichoderma y 
Paecilomyces. Algunos aislamientos de Fusa-
rium son endófitos, los cuales colonizan raíces 
sin causar daño alguno a la planta hospedante. 
Cuando Fusarium coloniza raíces puede pro-
ducir y liberar al suelo sustancias con acción 
repelente o nematicida (Dabatat y Sikora 2007, 
El-Fattah et ál. 2007). Algunos aislamientos de 
Fusarium en un estado endofítico pueden produ-
cir sustancias promotoras de crecimiento vegetal 

e inductoras de resistencia contra nematodos 
fitoparásitos (Hyakumachi y Kubota 2004). En 
ensayos in vitro, algunos hongos del género 
Fusarium mostraron capacidad antagónica al 
parasitar tanto juveniles como huevos. En esta 
investigación los aislamientos Fusarium sp. (Fu) 
y F. oxysporum (FuO) mostraron una capacidad 
antagónica de 38,5% y 52,5% contra juveniles y 
huevos de M. javanica respectivamente (Figura 
3 A y B). Datos similares fueron reportados 
por El-Fattah et ál. (2007) para aislamientos 
no patogénicos de F. oxysporum usados en el 
control de M. incognita en raíces de tomate. La 
presencia de juveniles inmóviles en las cajas 

Fig. 2.  (A). Huevos y juveniles de M. javanica parasitados por Paecilomyces sp. (B). Forma aberrante parasitada*. (C y D). 
Infección de varios estados de desarrollo de huevos de M. javanica. Se observó cambios morfológicos por acción 
ovicida. 100X. *Estado juvenil (J3 o J4) que adquiere forma de salchicha el cual deja de alimentarse y muda hasta 
convertirse en un adulto (macho o hembra).
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Petri inoculadas con Fusarium sugiere la pre-
sencia de nematotoxinas en el medio, informa-
ción que fue reportada previamente para este 
hongo por Dabatat y Sikora (2007) y El-Fattah 
et ál. (2007). 

Monacrosporium

Por último, los aislamientos de Mona-
crosporium sp. (Mo1 y Mo2), mostraron un efec-
to parasítico bajo del 1% y 18% sobre juveniles 
y huevos debido quizás a que estos aislamientos 
presentaron una capacidad parasítica poco efi-
ciente al comportarse más de manera saprófita 
que depredadora. No obstante, se observó la 
presencia de nematodos atrapados en redes 
pegajosas (Figura 4 A, B, C y D). Por otra parte, 
el medio de cultivo que se utilizó quizás perju-
dicó la efectividad del hongo en la reducción del 
número de estados infectivos (J2) ya que estudios 
realizados por Dijksteerhuis et ál. (1994) deter-
minaron que medios ricos en nutrientes como 
papa-dextrosa-agar (PDA) y harina de maíz-agar 
(HMA) favorecen un abundante crecimiento 
de micelio no así agar-agua (AA) medio que 
se empleó en los ensayos de esta investigación. 
Sin embargo, Nordbring (1998) señala que el 
desarrollo de micelio no está relacionado con 
la actividad nematófaga; no obstante, González 

et ál. 2005, observaron en ensayos realizados 
in vitro una reducción en el número de larvas 
cuando el crecimiento micelial fue abundante 
con el uso de PDA y HMA. Se comprobó que 
M. ellipsosporium controló eficientemente a 
M. incognita a nivel de invernadero y campo 
con reducciones en el número de agallas del 42 
al 49% (Mankau y Wu 1985). El control de M. 
javanica por acción de M. cionopagum en suelo 
fue aproximadamente del 100% en pruebas rea-
lizadas por Jaffee y Muldoon (1995b). 

Esta investigación genera el primer infor-
me de la actividad predadora in vitro de los 
hongos Trichoderma sp., Paecilomyces sp., F. 
oxysporum y Monacrosporium sp., aislados de 
suelos arroceros de Costa Rica contra huevos y 
juveniles del nematodo agallador M. javanica. 
Los hongos evaluados mostraron diferencias en 
la actividad antagónica, lo cual podría estar 
relacionado directamente con los mecanismos 
de acción de cada aislamiento. Con base en los 
antagonistas aislados, se recomienda a futuro rea-
lizar muestreos en las regiones Brunca y Huetar 
norte no incluidas en esta investigación. De esta 
manera, se podría crear una micoteca de hongos 
nematófagos de todas las regiones arroceras con 
potencial para ser utilizados como biocontrolado-
res de nematodos.

Fig. 3.  (A) Forma aberrante parasitada y (B). Huevos de M. javanica. parasitados por F. oxysporum.100X.
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