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RESUMEN 

El procesamiento del café involucra ciertas etapas de transformación donde este queda 

expuesto a hongos patógenos como el género Penicillium y Aspergillus que logran infestar 

los granos durante la postcosecha y el almacenamiento, dentro de ellos algunas especies 

podrían producir toxinas bastante estables. El objetivo de este estudio fue hacer una 

prospección de los hongos con potencial toxigénico, principalmente de ocratoxina A, en la 

cadena de procesamiento de los granos de café de la provincia de Jaén – Cajamarca. Para 

eso, muestras de granos y frutos de café de dos variedades Caturra y Catimor fueron 

colectadas durante cinco etapas de procesamiento y sembradas en medio DG18. Se aislaron 

los hongos presentes y se estimó el porcentaje de infección de las muestras. Además el 

porcentaje de infección por el género Penicillium no varió entre las variedades Caturra y 

Catimor, así como en las dos colectas realizadas. Se obtuvo mayor presencia de Aspergillus 

en la variedad Catimor de la segunda colecta con 2% de infección en frutos verdes y 2% en 

granos secando. No fueron detectados hongos potencialmente productores de AFLA u OTA 

a través del medio agar coco. Sin embargo, no se puede descartar que otros metabolitos 

puedan haber estado presentes. 

Palabras clave: incidencia, caracterización, postcosecha. 
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ABSTRACT 

The processing of coffee involves certain stages of transformation where it could be exposed 

to pathogenic fungi such as Penicillium and Aspergillus genera that may infest the beans 

during post-harvest and storage, within them some species could produce quite stable toxins. 

The aim of this study was to survey fungi with toxigenic potential, mainly ochratoxin A, in 

the coffee processing chain in the province of Jaén - Cajamarca. For this, samples of coffee 

beans and fruits of Caturra and Catimor varieties were collected during five processing 

stages. The samples were plated in DG18 medium. The fungi were isolated and the 

percentage of infection of the samples was estimated. In addition, the percentage of infection 

by the genus Penicillium did not vary between the varieties, as well as in the two collections 

made. The highest presence of Aspergillus was obtained in the Catimor variety of the second 

collection with 2% infection in green fruits and 2% in drying grains. No AFLA- or OTA-

producing fungi were detected using coconut agar medium. However, it cannot be ruled out 

that other metabolites may have been present. 

Keywords: incidence, characterization, postharvest. 
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I. INTRODUCCIÓN 

El café es una bebida muy consumida en el Perú y en todo el mundo sobre todo de forma 

caliente, preparada a través de la infusión de los granos (principalmente de Coffea 

canephora y Coffea arabica) procesados. La calidad de la bebida final depende de varios 

factores, que pueden incluir la población de microorganismos presentes en la materia 

prima (Iamanaka et al., 2014) . Durante el cultivo del café, las cerezas y los granos pueden 

contaminarse con hongos y bacterias. Estos microorganismos pueden ser eliminados 

durante las diferentes etapas de procesamiento. Sin embargo, algunos hongos pueden 

penetrar y producir toxinas que no son fácilmente degradadas y pueden acumularse en los 

granos (Galarce-Bustos et al., 2014). Algunos estudios encontraron hongos filamentosos 

con alta frecuencia en las cerezas de café después de la cosecha y durante el secado, 

habiendo una mayor cantidad de estos microorganismos cuando los granos presentaban 

algún defecto (Iamanaka et al., 2014; Taniwaki et al., 2003).  

La contaminación de cultivos agrícolas por hongos asociados a la producción de 

micotoxinas es un serio problema en todo el mundo (Solhaug et al., 2016). Entre las 

micotoxinas frecuentes que pueden presentarse en el grano de café, la ocratoxina A 

(OTA) es la más estudiada y la más encontrada. Esta toxina es producida por algunas 

especies fúngicas de los géneros Aspergillus y Penicilium (Batista et al., 2009; Rezende 

et al., 2013; Taniwaki et al., 2003) y puede causar efectos nefrotóxicos, genotóxicos, 

hepatotóxicos, inmunosupresores. y efectos cancerígenos (Sorrenti et al., 2013). En un 

metaanálisis realizado por Khaneghah et al. (2019), se evidencia que no existen estudios 

en el Perú relacionados a la contaminación del café por OTA. 

Al parecer, no hay evidencias de que el café represente una fuente importante de 

exposición a micotoxinas en relación con otros alimentos como los cereales (Bessaire et 

al., 2019). Aparentemente, el café instantáneo suele presentar mayores niveles de OTA 

que el grano tostado (Galarce-Bustos et al., 2014). Sin embargo, hay que notar que, 

dependiendo de la forma de producción y las condiciones ambientales, como aquellas 

prevalentes en los valles del Perú podrían encontrarse niveles de contaminación más 

elevados.  

Un estudio realizado en Francia analizó el contenido de Ocratoxina A en el café tostado 

molido de supermercado, encontrando en todas las muestras trazas de micotoxinas, hasta 
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con un nivel de 10 µg/kg (Tozlovanu & Pfohl-Leszkowicz, 2010). En otro trabajo (von 

Hertwig et al., 2018), muestras de Coffea canephora fueron evaluadas identificando 

especies de Aspergillus productoras de toxinas. 

Se ha demostrado que es importante comprender las relaciones de temperatura versus 

actividad del agua de las especies fúngicas, ya que estos factores combinados influyen en 

las interacciones entre diferentes hongos toxigénicos y no toxigénicos (Magan et al., 

2010). 

En este sentido, el presente trabajo tuvo como objetivo estudiar la micobiota presente en 

dos variedades de café producidas en la provincia de Jaén durante las diferentes etapas de 

procesamiento utilizando técnicas versátiles, así como la inferencia del riesgo de 

contaminación con micotoxinas mediante la identificación de hongos. 
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II. MATERIALES Y MÉTODOS  

2.1. Descripción del entorno del campo de cultivo 

Las muestras de frutos y granos de café (Coffea arabica L.) fueron recolectadas de un 

productor en el caserío de Huabal. El área de producción era de cinco hectáreas de café. 

El cultivo era sin aplicación de productos agroquímicos. El abonamiento era natural a 

base de pulpa de café y abono de cuy, anualmente, al finalizar la campaña. En ciertos 

puntos del campo de cultivo, existían árboles mucho más grandes que las plantas de café, 

creando sombras moderadas. Hace 4 años, el cultivo fue afectado con la enfermedad de 

la roya del café, prejudicando la producción. El lugar donde se encuentra la propiedad era 

montañoso, con la crianza de algunos animales. Esta área de producción presentaba las 

condiciones que se esperaba para la realización de esta investigación, como el hecho de 

contar con dos plantaciones, una de la variedad Catimor y otra de la variedad Caturra. La 

primera de 4 ha y 6 años de edad y, la segunda, de 1 ha y 1 año de edad, respectivamente.  

2.2. Recolección de las muestras de café 

Las muestras de café de las variedades Caturra y Catimor fueron recolectadas de un 

campo de cultivo en Huabal - Provincia de Jaén, con 4 años, en conversión al sistema 

orgánico.  

Las colectas fueron realizadas en los meses de julio (Colecta 1) y septiembre (Colecta 2) 

del 2021. La cantidad de muestras obtenidas de cinco etapas de producción fueron: (1) 

720 g de frutos verdes, (2) 800 g de frutos maduros, (3) 1000 g de granos en el proceso 

de fermentación, (4) 590 g de granos en la etapa de secado y (5) 550 g de granos durante 

el almacenamiento. Luego de la recolección, las muestras fueron colocadas en bolsas de 

polietileno con cierre hermético y transportadas al Laboratorio de Sanidad Vegetal del 

INDES-CES / UNTRM-A. Las muestras fueron fraccionadas en cinco partes iguales y 

congeladas para su posterior análisis. 

2.2.1. Tratamientos del estudio 

De acuerdo con la descripción de la recolección de las muestras de café, los tratamientos 

estuvieron constituidos por la combinación de los factores A: Variedad de café; B: época 
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de colecta, y; C: etapas de procesamiento. Esto significa que el presente estudio estuvo 

constituido por un total de 20 tratamientos. 

2.3. Codificación de los aislados 

La codificación de los aislados fue realizada de la siguiente forma:  

- La primera letra de cada código hace referencia al orden de recolección del fruto: 

Primera recolección “P”, segunda recolección “S”; 

- En seguida, se especifica la variedad recolectada: Caturra “RRA” Catimor 

“MOR”;  

- Luego se registra las iniciales de cada etapa trabajada: frutos maduros “M”, frutos 

verdes “V”, granos fermentados “F”, granos en la etapa de secado “S”, granos 

almacenados “A”, y; 

- Un número secuencial de los microorganismos aislados. 

2.4. Siembra directa de las muestras 

Las muestras fueron descongeladas a temperatura ambiente por un tiempo de 70 min. Los 

frutos y granos fueron desinfectados superficialmente con hipoclorito de sodio al 0.4% 

sumergiéndolos por 2 y 1 min, respectivamente.  

Los granos de café de cada variedad fueron sembrados de manera equidistante en placas 

de Petri de 150 x 20 mm sobre la superficie del agar Dicloran Glicerol 18% (DG18) con 

cloranfenicol, en número de 30 por placa. siendo el medio especial para granos o 

alimentos con baja actividad de agua. Los frutos de café fueron sembrados de la misma 

manera, con la modificación de que la siembra en la placa fue antes de verter el medio 

hasta la mitad de los frutos. Las placas fueron incubadas durante 5 días a 25°C y la 

observación del desarrollo de la micobiota en los frutos y granos fue realizada 

diariamente.  

El porcentaje general de infección fue calculada y expresada como la cantidad de granos 

infectados con hongos de crecimiento visibles, según la ecuación adaptada de Pitt y 

Hocking 2009 (I): 
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𝑃𝑜𝑟𝑐𝑒𝑛𝑡𝑎𝑗𝑒 𝑑𝑒 𝑖𝑛𝑓𝑒𝑐𝑐𝑖ó𝑛 = (
𝑁° 𝑑𝑒 𝑔𝑟𝑎𝑛𝑜𝑠 𝑖𝑛𝑓𝑒𝑐𝑡𝑎𝑑𝑜𝑠

𝑁° 𝑑𝑒 𝑔𝑟𝑎𝑛𝑜𝑠 𝑠𝑒𝑚𝑏𝑟𝑎𝑑𝑜𝑠
) ∗ 100   (I) 

2.5. Aislamiento e identificación de hongos 

Con ayuda de un estereoscopio, cada colonia crecida en los granos fue tomada con una 

aguja de inoculación hacia tubos de microcentrífuga de 1.5 ml que contenían agar 

semilíquido (agar agua más Tween 20 al 0.05%) (Pitt & Hocking, 2009).  

Los aislados fueron sembrados en medio Agar Czapek Extracto de Levadura (CYA) a 5, 

25 y 37 °C, en medio Agar Extracto de Malta (MEA) y en medio Agar 25% Glicerol 

Nitrato (G25N) a 25 °C.  En los medios CYA y MEA, fueron sembrados en tres puntos 

equidistantes del centro y el borde de la placa y entre sí (Figura 1). Después de siete días 

de incubación, sus características macroscópicas y microscópicas fueron observadas 

como descrito por Pitt & Hocking (2009). 

Figura 1 

Esquema de la distribución de las siembras (adaptado de Pitt & Hocking, 2009) 

 

2.6. Caracterización macroscópica y microscópica de los aislados 

Las evaluaciones de características macro y micromorfológicas se realizaron de las 

colonias incubadas a 25 °C, ya que las otras temperaturas sirven esencialmente para la 

caracterización y el uso de las claves dicotómicas de Pitt & Hocking (2009). Las 

características macromorfológicas, tales como la tasa de crecimiento de las colonias, 

textura, grado de esporulación, color del micelio, esporulación, pigmentos solubles, 

CYA MEA 

G25N 

5°C 37°C 
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25°C 
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2 

2 2 

1 

1 1 
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2 2 
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2 2 
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exudados, reverso de la colonia, producción de esclerocio, clamidosporas y cleistotecio 

se fueron registrando continuamente, hasta el séptimo día. Además, el diámetro de cada 

una de las colonias se midió a partir del quinto día con vernier, hasta antes de que las 

colonias se sobrepongan. Las características micromorfológicas, tales como forma de los 

conidios, color de la estipe y dimensión, forma y textura del estipe, vesículas, métulas, 

fiálides, conidios, clamidosporas, cleistotecio, ascos y ascosporas se observaron y 

fotografiaron con la ayuda de un microscopio de luz, modelo Carl Zeiss-primo Star 

(Samson et al., 2014). 

La técnica de microcultivo se realizó con cada uno de los diferentes hongos aislados como 

descrito por Alfenas & Mafia (2016). Para ello se utilizó el medio MEA cortado en cubos 

y puesto sobre una lámina portaobjeto, el microorganismo fue sembrado en los costados 

del cubo de medio. Una laminilla cubreobjeto fue colocada sobre el cubo de medio y todo 

eso fue colocado dentro de una placa de Petri y se creó una especie de cámara húmeda 

por la utilización de un pedazo de algodón humedecido con agua destilada estéril. Las 

placas se incubaron a 25 °C, la visualización del crecimiento del hongo fue realizada 

todos los días hasta obtener una imagen clara de la estructura de fructificación del hongo. 

Buscando la identificación de las especies de Aspergillus y Penicillium encontradas, se 

realizaron pruebas con algunos medios selectivos como, Agar Creatina Sacarosa 

Dichloran (CREAD), para la investigación de producción de ácidos por Penicillium del 

Subgénero Penicillium y Agar Aspergillus flavus y parasiticus (AFPA), para el 

aislamiento de Aspergillus flavus y Aspergillus parasiticus. 
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Figura 2 

Estructura microscópica del género Penicillium 

 

 

 

 

 

 

Figura 3 

Estructura microscópica del género Aspergillus 

 

 

 

 

 

 

2.7. Evaluación del potencial toxigenico  

Con el propósito de determinar la producción de metabolitos, las cepas aisladas y 

caracterizadas que fueron identificadas como colonias potencialmente productoras de 

toxinas. En este sentido, fueron inoculadas en el centro de la placa con medio agar coco 

(CAM) e incubadas a 30 °C por 5 días (Kuntawee & Akarapisan, 2015; Lin & Dianese, 

1976). Después de este período, las placas fueron observadas bajo luz ultravioleta de 366 
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nm para verificar si presentaban fluorescencia, indicativo de la producción de AFLA u 

OTA en el medio de cultivo.  

2.8. Análisis estadístico 

Como los datos del experimento fueron esencialmente de conteo, por la naturaleza propia 

de los factores o variables nominales que han dado origen a los tratamientos, tal como el 

factor variedad del café y el factor etapa de procesamiento, así como por la variable 

respuesta (presencia o ausencia de hongos), se utilizó la prueba estadística chi-cuadrado 

de Cochran-Mantel-Haenszel, que es exclusivamente para datos de conteo. Todos los 

resultados fueron analizados con el paquete estadístico del software R (R Development 

Core Team, 2020). 
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III. RESULTADOS 

3.1. Micobiota en las muestras de café 

Los resultados en la Tabla 1 muestra la distribución de la presencia de hongos según 

etapas de procesamiento, colecta y variedades de café, asociado a cada etapa el p-valor, 

la razón de posibilidades y su respectivo intervalo de confianza. 

Tabla 1 

Porcentaje de infección de frutos y granos de café de las variedades Caturra y Catimor 

Etapas de 

procesamiento 

Colecta 1 Colecta 2 
p-

valor* 

Razón de 

posibilidades 

Caturra Catimor Caturra Catimor   

Frutos verdes 82 93 85 87 0.7676 1.1403 

Frutos 

maduros 
45 73 77 67 0.0084 0.5698 

Granos 

fermentados 
72 95 NA 95 1 1 

Granos en 

etapa de secado 
50 73 60 85 0.0212 0.5845 

Granos 

almacenados 
47 33 NA 22 0.1142 1.7463 

Nota. *nivel de significancia de 0.05. 

El p-valor mayor que 0.05 para frutos verdes indica que no existe asociación entre la etapa 

de procesamiento y presencia de hongos controlada por la variable variedad del café 

(Caturra o Catimor). Por la razón de probabilidades común mayor que 1, indica que hay 

una chance mayor de encontrar hongos en la primera colecta que en la segunda colecta. 

En el caso de los frutos maduros, existe asociación entre la etapa de procesamiento y 

presencia de hongos, siendo controlada por la variable variedad de café y hay una chance 

mayor de encontrar hongos en la segunda colecta que en la primera colecta. Para granos 

fermentados, existe asociación entre la etapa de procesamiento y presencia de hongos 

controlada por la variable variedad del café y las chances de encontrar hongos en la 
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primera y segunda colecta son iguales. El p-valor menor que 0.05 para granos secando 

indica que existe asociación entre la etapa de procesamiento y presencia de hongos, 

siendo controlada por la variable variedad del café y hay una chance mayor de encontrar 

hongos en la segunda colecta que en la primera colecta. Los granos almacenados no 

presentan asociación entre la etpa de procesamiento y presencia de hongos siendo 

controlada por la variable variedad de café, pero hay una chance mayor de encontrar 

hongos en la primera colecta que en la segunda. 

Los géneros Penicillium, Aspergillus y Fusarium son los más estudiados por el potencial 

toxigénico que algunas de sus especies presentan (Pitt, 2000). Dentro del porcentaje total 

de hongos encontrados, el principal género en las variedades estudiadas fue Penicillium 

(Figura 4), presentando mayor incidencia en los granos fermentados de la primera colecta. 

Este valor disminuyó en las etapas de secado y almacenado. Fusarium presentó incidencia 

de 14% en frutos verdes y de 11% en frutos maduros en la colecta 1, siendo mayor su 

incidencia que en la coleta 2. En la prueba chi-cuadrado de Cochran-Mantel-Haenszel, el 

p-valor menor que 0.05 (p-value=2.2e-16) indica que las diferentes etapas de 

procesamiento del café y la variedad de café controlan el aparecimiento de los géneros 

fúngicos estudiados en la primera o segunda colecta de muestras.  

Figura 4 

Incidencia fúngica de la primera colecta de los granos de café de la variedad Caturra y 

Catimor en cinco etapas distintas 
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En la segunda colecta (Figura 5), la incidencia de Penicillium fue un poco mayor en la 

etapa de frutos verdes en la variedad Catimor y en los frutos maduros en ambas variedades 

comparado con la colecta 1. Sin embargo, las demás etapas, con excepción de los granos 

fermentados, presentaron menores porcentajes que en la primera colecta. En la variedad 

Catimor, el género Penicillium también fue lo que presentó mayor incidencia en la etapa 

de fermentado, seguido de la etapa de secado. Aspergillus presentó mayor incidencia en 

los frutos verdes y secando de la colecta 2. El p-valor menor que 0.05 (p-value=2.2e-16) 

indica que las diferentes etapas de procesamiento y la variedad de café controlan el 

aparecimiento de los géneros fúngicos estudiados en la segunda colecta. 

Figura 5 

Incidencia fúngica de la segunda colecta de los granos de café de la variedad Caturra y 

Catimor en cinco etapas distintas 

 

3.2. Caracterización microscópica y macroscópica de las colonias aisladas 

Dentro de la diversidad de especies aisladas se priorizaron los géneros reportados como 

productores de aflatoxinas u ocratoxinas. Con base en Pitt & Hocking (2009), a 

continuación, se describen los aislados identificados mediante sus características macro 

y micromorfológicas y claves dicotómicas (Figuras 16, 17, 18 y 19 en Anexos), siendo 

necesarias otras pruebas bioquímicas, así como moleculares para una identificación 

precisa de las especies. 
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Figura 6 

Aislado PRRA-S4, Aspergillus penicilloides Spegazzini (a) colonias en CYA y MEA, 

después de 7 días de incubación a 25 °C; (b, c, d) conidióforos, escala de barra = 20 

µm 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Aspergillus penicilloides crece muy lentamente en los medios estándar, especialmente en 

CYA y MEA. Produce conidios verdes radiales a partir de vesículas en forma de espátula.  

Colonias en CYA de 3.68 mm de diámetro, microcolonias de micelio verde. Colonias en 

MEA de 4.85 mm de diámetro y colonias similares a las que crecen en CYA solo que 

presentan micelio blanco. Colonias en G25N de 9.36 mm de diámetro, centralmente 

elevadas e irregularmente arrugadas, de textura algodonosa, blanco. Colonias en CY20S 

de 9.42 mm, similares a CYA. Producción de estipes curvadas e irregulares que agrandan 

desde la base, para formar las vesículas espatuladas de 11.08 mm de diámetro, con fiálides 

de 7.32 mm de largo; conidios elipsoidales a esferoidales de 3.78 mm de diámetro. 

 

a 

b c d 
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Figura 7 

Aislado SMOR-S12, Aspergillus versicolor Tirab (a) colonias en CYA y MEA, después 

de 7 días de incubación a 25 °C; (b, c, d, e) conidióforos, escala de barra = 10 µm 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Colonias en CYA de 22.71 mm de diámetro, ligeramente surcadas, de micelio denso, 

color verde opaco, bordes de color beige, inverso de color marrón amarillo a marrón 

anaranjado. En MEA, colonias de 20.88 mm de diámetro, planas y densas de colores 

similares que en CYA. Colonias en G25N de 17.65 mm de diámetro, planas y densas 

ligeramente algodonosas. Estructuras nacidas de hifas superficiales, estipes de paredes 

gruesas, vesículas casi esféricas de 17.67 µm de diámetro, con fiálides de 10.01 µm de 

largo, conidios verdes esféricos de 3.08 µm de diámetro, de paredes finamente lisas. 

 

a 

b c d e 
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Figura 8 

Aislado PRRA-F2P2, Penicillium roqueforti Thom (a) colonias en CYA y MEA, después 

de 7 días de incubación a 25 °C; (b, c, d) conidióforos, escala de barra = 20 µm; (e) 

conidios, escala de barra = 14 µm 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Conidios de color verde, estipe de paredes rugosas, colonias en CYA que exceden los 30 

mm de diámetro, conidios de paredes lisas, colonia mayor a 20 mm de diámetro en 

CREAD, en MEA excede los 40 mm de diámetro, conidios de color verde azulado: P. 

roqueforti. Colonias en CYA de 39.20 mm de diámetro y MEA de 51.58 mm de diámetro, 

ligeramente surcadas, micelio blanco en los márgenes, verde grisáceo a verde opaco, 

reverso pálido, marrón a verde azulado profundo. Conidióforos nacidos de hifas 

subsuperficiales, estipes de 131 µm de largo, con paredes rugosas, fiálides ampuliformes, 

conidios esféricos de 3.22 µm de diámetro, con paredes delgadas y finamente lisas, de 

color verde oscuro y de formación desordenada. 

a 

b c d e 
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Figura 9 

Aislado SMOR-M23, Penicillium solitum Westling (a) colonias en CYA y MEA, después 

de 7 días de incubación a 25 °C; (b, c, d) conidióforos, escala de barra = 10 µm; (e) 

conidios, escala de barra = 5 µm 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Producción de conidios verdes azulados, estipes de paredes finas y suaves, conidios 

maduros y esferoidales, con dos ramificaciones, estructuras completamente definidas, 

colonias verdes a verde grisáceo, reverso del medio CYA con color amarillo a naranja, 

colonias de color verde oscuro: P. solitum. Colonias en CYA de 23.82 mm de diámetro, 

planas levemente surcadas, de textura algodonosa a granular, micelio blanco en los 

márgenes, producción abundante de conidios, reverso amarillo pálido. Colonias en MEA 

de 21.63 mm de diámetro, planas, textura granular, reverso color pálido. Colonias en 

G25N de 23.53 mm de diámetro, características similares a CYA, de reverso amarillo 

pálido. Los conidióforos nacen solos, estipes de longitud indeterminada, de paredes lisas, 

fiálides cilíndricas, conidios esféricos de 3.49 µm de diámetro, con paredes lisas a poco 

rugosas. 

a 

c b d e 
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Figura 10 

Aislado SMOR-F14, Penicillium viridicatum Westling (a) colonias en CYA y MEA, 

después de 7 días de incubación a 25 °C; (b, c, d) conidióforos, escala de barra = 20 

µm 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Colonias en CYA de 27.31 mm de diámetro, surcadas radialmente, densas, 

aterciopeladas, granulares, micelio usualmente discreto, blanco; producción de conidios 

moderada, amarillo verdoso; el reverso en tonos de blanco pálido a naranja. Colonias en 

MEA: 34.91 mm de diámetro, planas u ocasionalmente surcadas radialmente, granulares; 

formación de conidios moderados, de color amarillo verdoso similares a los de CYA; con 

el reverso de marrón anaranjado a marrón amarillento. Colonias en G25N de 24.19 mm 

de diámetro. Conidióforos de paredes rugosas, de fiálides de 16.81 µm de largo, conidios 

de color amarillo verdoso subesferoidales, de 2.73 µm de diámetro con paredes lisas a 

finamente rugosas. 

 

a 

b c d c 
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Figura 11 

Aislado SRRA-S10, Penicillium aurantiogriseum Dierckx (a) colonias en CYA y MEA, 

después de 7 días de incubación a 25 °C; (b, c, d) conidióforos, escala de barra = 20 

µm 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Colonias en CYA de 36.93 mm de diámetro, surcadas radialmente, de textura suave a 

granular; micelio blanco presente en los márgenes, generalmente discreto; producción de 

conidios de moderada a abundante, de color turquesa grisáceo a verde opaco, presencia 

de exudado de marrón a marrón rojizo; reverso pálido. En MEA, colonias de 35.20 mm 

de diámetro, planas, bajas, textura superficial finamente granular; producción de conidios 

intenso, de color turquesa grisáceo a verde opaco. Colonias en G25N de 32.02 mm de 

diámetro, radialmente surcadas, densas, de textura granular; reverso pálido. Conidióforos 

nacidos solos, principalmente de hifas subsuperficiales, estipes de longitud 

indeterminada, con paredes lisas a finamente rugosas, con estructura terminal 

terverticilada; fiálides delgadas, ampuliformes de 12.3 µm de largo; conidios esféricos a 

a 

b c d 
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subesferoidales de 3.41 µm de largo, con paredes lisas, en su mayoría sostenidos en 

columnas largas y bien definidas.  

Figura 12 

Aislado PRRA-S2, Penicillium glabrum Westling (a) colonias en CYA y MEA, después 

de 7 días de incubación a 25 °C; (b, c, d) conidióforos, escala de barra = 20 µm 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Colonias en CYA de 32.94 mm de diámetro, surcadas, bajas, planas y aterciopeladas, 

micelio blanco en los márgenes, micelio de color verde opaco a verde oscuro, al reverso 

pálido. Colonias en MEA de 34.81 mm de diámetro bajas, planas; micelio blanco visible 

sólo en los márgenes; coloreada como en CYA, con el reverso amarillo a marrón. 

Colonias en G25N de 25.96 mm de diámetro, surcadas o rugosas, aterciopeladas; micelio 

blanco. Conidióforos nacidos del micelio superficial, estipe de 65.51 µm de largo, con 

paredes lisas a finamente rugosas, monoverticilados, de diámetro; fiálides numerosas, 

a 

b c d 
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ampuliformes, de 15.18 µm de largo; conidios esféricos de 2.50 µm de diámetro, con 

paredes lisas a muy finamente rugosas, sostenidos en largas columnas bien definidas. 

3.3. Colonias en medio agar coco (CAM) 

Las colonias en la figura 13 muestran los resultados negativos de las pruebas de 

fluorescencia en medio agar coco, examinado bajo luz ultravioleta con longitud de onda 

de 366 nm. 

Figura 13 

Aislados PRRA-F1, PMOR-F20, SRRA-S10, SMOR-F26 del género Penicillium y 

SMOR-V25 del género Aspergillus; imágenes a la izquierda en medio CAM 

visualizadas bajo luz natural y a la derecha visualizadas bajo luz UV (366 nm) 

PRRA-F1 

  

PMOR-F20 

  

SMOR-V25 
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SRRA-S10 

  

SMOR-F26 

  

Nota. PRRA-F1: primera colecta, variedad Caturra, etapa en fermentación, aislado 1. PMOR-F20: primera colecta, 

variedad Catimor, etapa en fermentación, aislado 20. SMOR-V25: segunda colecta, variedad Catimor, etapa del fruto 

verde, aislado 25. SRRA-S10: segunda colecta, variedad Caturra, etapa de secado, aislado 10. SMOR-F26: segunda 

Colecta, etapa en fermentación, aislado 26.  

La figura 14, muestra las principales características macroscópicas propias de cada 

colonia perteneciente al género Aspergillus, siendo el aislado 1 identificado como 

Aspergillus versicolor, el aislado 2 como Aspergillus penicilloides y el aislado 3 

Aspergillus sp. 
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Figura 14 

Colonias de Aspergillus en medio AFPA. 1: SRRA-S12, 2: SMOR-V25, 3: PRRA-S4, 

incubadas por siete días a 25°C; la línea superior muestra las imágenes del anverso de 

la placa y la línea inferior, el reverso 

 

Nota. SRRA-S12: segunda colecta, variedad Caturra, etapa de secado, aislado 12. SMOR-V25: segunda colecta, 

variedad Catimor, etapa de frutos verdes, aislado 25. PRRA-S4: primera colecta, variedad Caturra, etapa de secado, 

aislado 4. 

La figura 15, muestra las características macroscópicas de cultivos en medio CREAD. 

Los aislados 2, 3 y 4 producen ácido donde el púrpura de bromocresol, utilizado como 

indicador orgánico de valoración ácido-base, cambió de color púrpura a amarillo por la 

mudanza de pH del medio. Mientras que el aislado 1, no produce ácido por evidenciar en 

las imágenes que no hubo cambio de color.  

  

1 2 3 
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Figura 15 

Colonias de Penicillium sembradas en medio CREAD. 1: SMOR-M17, 2: SRRA-V1, 3: 

PRRA-S2, 4: SMOR-F11, incubadas por siete días a 25°C 

 

 

Nota. SMOR-M17: segunda colecta, variedad Catimor, etapa de frutos maduros, aislado 17. SRRA-V1: segunda 

colecta, variedad Caturra, etapa de frutos verdes, aislado 1. PRRA-S2: primera colecta, variedad Caturra, etapa de 

secado, aislado 2. SMOR-F11: segunda colecta, variedad Catimor, etapa de secado en fermentación, aislado 11 

  

3 4 1 2 
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IV. DISCUSIÓN 

La micobiota del café ha sido estudiada por varios autores y una diversidad de especies 

fúngicas es descrita como contaminantes del grano de café. Estudios indican que la 

contaminación por hongos es influenciada por las prácticas de procesamiento como la 

fermentación, periodos de secado, y almacenamiento inadecuado  (Noonim et al., 2009). 

El café peruano suele ser procesado mediante el proceso húmedo, generando menos 

contaminación fúngica al ser limpio en comparación al proceso seco (Iamanaka et al., 

2014). En este proceso, los hongos, bacterias y levaduras actúan produciendo un conjunto 

de reacciones biológicas y químicas (Nigam & Singh, 2014). Los resultados encontrados 

mostraron incidencias de más del 90% de contaminación por Penicillium en la etapa de 

fermentación (Figuras 4 y 5), tanto en ambas variedades trabajadas como en cada 

recolección. Frecuentemente los hongos aislados y caracterizados durante la fermentación 

fueron los géneros Aspergillus, Penicillium, Fusarium y Cladosporium, así como descrito 

por Silva et al. (2000, 2008). En la investigación de Cruz-O’Byrne et al. (2021) hacen 

mención que las primeras horas de la fermentación la presencia de los géneros de 

Penicillium y Aspergillus es relativamente baja y posteriormente va disminuyendo hasta 

el final del proceso. Un interesante resultado del estudio de Silva et al. (2008) fue que el 

número de hongos fue inversamente proporcional al número de levaduras; exponiendo 

una disminución de la población fúngica. 

El ambiente en el que son secados los granos de café influencia en el nivel de 

contaminación fúngica que pueden poseer. Los granos en proceso de secado colectados 

en el presente trabajo se obtuvieron de secadores solares, por lo que se estima la obtención 

de los menores porcentajes de granos infectados. El proceso de secado es importante ya 

que permite que el café pergamino se seque por completo y puede disminuir la 

contaminación. Fue encontrada una incidencia de 60% por hongos del género Penicillium 

en la etapa de secado, los porcentajes concuerdan con Suárez Quiroz et al. (2004) quienes 

estudiaron muestras de café en México y reportaron una incidencia de hongos entre el 

80% para el café procesado en húmedo en comparación con el 92% para el café procesado 

en seco. Los resultados obtenidos en la etapa de secado pueden atribuirse a dificultosas 

condiciones de cultivo y cosecha, si el grano no se llega a manipular correctamente 

después de la cosecha (Elmholt & Rasmussen, 2005). 



 

42 

 

Durante el almacenamiento, la contaminación fúngica de los granos de café verde se 

podría introducir debido a la humedad del café después del proceso de secado y el período 

de almacenamiento extendido (Maman et al., 2021). Se evaluaron las muestras 

recolectadas con dos semanas en almacenamiento y nuestros resultados mostraron un 

15% de infección del género Penicillium en la segunda colecta de granos almacenados. 

Estos resultados contradicen lo encontrado por Geremew et al. (2016) que reportan que 

un almacenamiento más largo resulta en una menor contaminación por hongos. 

Fue posible determinar el porcentaje de infección que llegó hasta 95% (Tabla 1). 

Considerando cada tipo de muestra de grano de café, en Caturra se reporta la aparición 

de Aspergillus spp. en dos muestras. Para los granos de café Catimor, estuvo presente en 

una muestra solamente. La baja abundancia de Aspergillus podría deberse a los efectos 

del biocontrol que ejercen las levaduras que se encuentran presentes durante el 

fermentado (de Souza et al., 2017; Masoud & Kaltoft, 2006). En el estudio realizado por 

Gil-Serna et al. (2014) muestran el crecimiento de Aspergillus en café verde bajo 

diferentes condiciones ambientales, mencionando que una temperatura cálida y alta 

humedad favorecen el crecimiento de hongos. 

El objetivo del trabajo fue estudiar la micobiota del café y esto incluye un intento de 

identificación de especies. La especie Penicillium roqueforti fue identificada en el 

presente trabajo de acuerdo a sus características biológicas (O’brien et al., 2008; Pitt & 

Hocking, 2009). Esta especie ha sido reportada en la uva, que es un cultivo de importancia 

económica, al igual que el café (Harwig et al., 1978). Esta especie de hongo tiene 

importancia en la industria alimentaria. Es mundialmente conocida por ser de gran 

importancia industrial utilizada en la producción y maduración de quesos azules, 

impactando en las características organolépticas, con la producción de metilcetonas, 

responsables del típico aroma que brinda al queso azul (Coton et al., 2020; Ropars et al., 

2012). Además, se ha desarrollado un nuevo alimento a base de cereales con la 

fermentación de P. roqueforti (Dwivedi et al., 2015). Sin embargo, hay relatos de la 

produción de otros tipos de micotoxinas por esta especie (Scott, 1981). 

Lograron extraer solistatinol un análogo fenólico de la compactina, aislado de Penicillium 

solitum (Larsen et al., 2007; Sorensen et al., 1999). La compactina, es un potente inhibidor 

de la biosíntesis del colesterol y son útiles contra la aterosclerosis (Shaligram et al., 2008). 
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El café podría ser una fuente importante de este microorganismo, para ser usado dentro 

de procesos biotecnológicos. 

El Aspergillus versicolor, aunque no es productor de AFLAs u OTA, produce 

esterigmatocistina que es un metabolito relacionado a las AFLA, siendo producida en la 

misma vía metabólica, pero en las fases finales (Bennett et al., 2003). 

Las contaminaciones por el género Fusarium ocurren normalmente en el campo (Ma et 

al., 2013). Este patógeno de plantas es caracterizado por causar enfermedades en los 

cultivos, ocasionando pérdidas económicas, asociada también a la producción de toxinas 

(Asam et al., 2017). Aunque su abundancia en este estudio no fue notable en comparación 

al género Penicillium, su presencia fue alta en los granos verdes y maduros de ambas 

variedades, corroborando la información del género Fusarium estar más asociado a 

contaminaciones en el campo, mientras Penicillium y Aspergillus, en el almacenamiento 

(Champ et al., 1991). 

Las especies de Penicillium que son reportadas como no toxigénicas, podrían no ser un 

peligro latente, suponiendo que no son patógenos, y, al contrario, podrían presentar 

algunos potenciales beneficios para las plantas, como mayor acceso a nutrientes, 

protección contra la desecación, protección contra insectos que se alimentan de la 

superficie, y protección contra hongos parásitos y otros microorganismos (White, 2000). 

Sin embargo, identificaciones más precisas son necesarias para garantizar que otras 

micotoxinas no pueden ser producidas por las especies encontradas en esta investigación. 

No obstante, la presencia de mohos alojados en los granos de café puede influenciar en la 

calidad organoléptica de la bebida final. Es importante destacar que hongos como 

Penicillium pueden tener otras funciones importantes en el ambiente, como la 

solubilización de fosfatos (Asea et al., 1988; Nahas, 1996; Whitelaw et al., 1999). La 

presencia de estos microorganismos puede estar relacionada a las prácticas agrícolas, 

condiciones de cultivo, condiciones y temperatura de almacenamiento y transporte.  
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V. CONCLUSIONES 

En la parcela de estudio ubicada en las alturas de Huabal se reporta alta infección fúngica 

por el género Penicillium y Aspergillus en la etapa de fermentación húmeda del café, 

seguido de los granos en el proceso de secado. En las demás etapas los géneros más 

comunes fueron Cladosporium, Fusarium, Rhizopus, Aureobasidium.   

Los hongos están distribuidos en ambas variedades de café, siguiendo una tendencia 

similar en cada recolección. No se detectaron hongos potencialmente productores de 

AFLA u OTA. Eso no significa que estos no existan.  
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VI. RECOMENDACIONES 

Con base en las conclusiones, se recomienda que los monitoreamientos de hongos en los 

granos de café sean periódicos.  

Los hallazgos en este estudio se espera que sean de utilidad para futuras investigaciones 

e influencie en la toma de decisiones que impliquen la optimización en sus procesos. 
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ANEXOS 

Figura 16 

Clave dicotómica general 

Presenta crecimiento en los tres medios estándar (CYA, 

MEA, G25N) (1); de características filamentosas (2), muestra 

mayor crecimiento en CYA y MEA que en G25N (3), de hifas 

tabicadas (4), con esporas maduras presentes dentro de los 

siete días (5), los conidios menores a 10 µm llevadas sobre 

sus fiálides y con estipes bien definidos (9), con estipes no 

hinchados con o sin métula y ramificaciones intermedias (10). 

Capítulo 7 - "Penicillium y géneros relacionados". 

 

Deriva al Capítulo 7 - 

"Penicillium y géneros 

relacionados". 

 

Crecimiento en los medios estándar CYA, MEA Y G25N (1). 

de crecimiento y estructura filamentosa (2), crecimiento 

mayor en CYA y MEA que en G25N (3), presencia de hifas 

semi-tabicadas (4), esporas maduras presentes en siete días 

(5), conidios de menos de 10 µm de tamaño y estipe formado 

(9), fiálides soportadas por hinchazones más o menos 

esféricos en los ápices del estipe (10), conidios de colores, 

presencia de vesícula de más de 10 µm de diámetro, estipes 

no septados (11). Capítulo 8 - "Aspergillus y sus 

teleomorfos". 

Deriva al Capítulo 8 - 

"Aspergillus y sus 

teleomorfos". 

 

Nota. Adaptado de Pitt & Hocking (2009).
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Figura 17 

Clave para géneros productores de penicilli. Los conidios no están truncados en la base, completamente simétricos, de colonias brillantes 

y colores diferentes (1), los conidios son maduros, de esféricos a elipsoidales, en tonos de azul, verde y/o gris 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Género Scopulariopsis 

 

Género Geosmithia 

 

Género Paecilomyces 

 
Género Penicillium 

 

Sub género Furcatum  

 

Sub género Penicillium  

 

Capítulo 7 - "Penicillium y géneros relacionados" 

Sub género  

Aspergilloides 
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Figura 18 

Clave para los Subgéneros de Penicillium 

 

1 

Penicillium monoverticilados o 

con solo una proporción menor que 

lleva métula. 

Subgénero 

Aspergilloides 

PRRA-S2 

2 

Penicillium comúnmente 

biverticilados o más complejos.  

Penicillium predominantemente 

teverticilados; las colonias en 

G25N no suelen tener menos de 18 

mm de diámetro. 

Subgénero 

Penicillium 

PRRA F2 

SMOR-M23 

SRRA-S10 

SMOR-F26 

SMOR-F14 

SMOR-S15 

SMOR-S37 

PMOR-S4 

SMOR-F20 

PMOR- S9 

SMOR-F14 

SMOR-S16 

3 

Penicillium biverticilados o 

irregularmente monoverticilados y 

biverticilados; relación de longitud 

de métula a fiálide mucho mayor 

que uno; colonias en G25N de más 

de 9 mm de diámetro. 

Subgénero 

Furcatum 

No fueron encontrados 

aislados relacionados 

con este Subgénero. 
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Figura 19 

Clave para Géneros de Aspergillus 

Capítulo 8 - 

"Aspergillus y 

sus 

teleomorfos" 

Género Neosartorya.  

Género Aspergillus. 

Género Emerycella 

PRRA-S4 

SRRA-S12 

SMOR-V25 
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Tabla 2 

Descripción de colonias macroscópicas y microscópicas, tomando como guía el libro de Pit & Hocking (2009) 

N 
Colonias macroscópicas 

Anverso y Reverso 
Micrografía vista a 40X Descripción y promedios de medidas 

SMOR-

F20 

 

CYA 

 

MEA 

 

 

 

 

 

 

Penicillium nalgiovense 

 

 

Colonias en CYA de 32.34 mm de diámetro, 

radialmente surcadas, densas y velutinosas a 

bastante algodonosas, con producción de conidios 

densos, de color verde opaco; inverso pálido. 

Colonias en MEA de 28.41 mm de diámetro, 

planas, densas a algo algodonosas, por lo general 

muy esporuladas, de color blanco a verde opaco; 

reverso coloreado en tonos marrón anaranjado 

intenso. Colonias en G25N de 18.98 mm de 

diámetro, planas, densas a algodonosas, 

producción de conidios abundante, verde opaco, 

como en CYA; reverso pálido a marrón dorado. 

Conidióforos nacidos de las hifas superficiales, 

estipes largos de longitud indeterminada, a 

menudo ramificados irregularmente, de paredes 

lisas, con penicilos irregulares; penicilli muy 
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variable dentro de una sola preparación, en la 

forma más característica una estructura terminal 

teverticilados, a veces con métulas o ramas 

intercaladas irregulares; fiálides ampuliformes, de 

7–10 mm de largo; conidios esféricos a 

subesferoidales, de 3,06 µm de diámetro, de 

paredes lisas, en columnas cortas. 

PMOR- 

S9 

CYA 

 

MEA 

 

 

 

 

Penicillium hirsitum 

Colonias en CYA de 29.86 mm de diámetro, 

radialmente surcadas, textura superficial 

típicamente granular a coremial; micelio blanco 

en los márgenes; producción de conidios 

moderada, verde opaco; ocasionalmente marrón 

rojizo; reverso en color pálido. Colonias en MEA 

de 27.38 mm de diámetro, planas, textura 

superficial generalmente granular; micelio 

blanco; producción de conidios moderada, en 

colores similares a los de CYA; reverso pálido a 

amarillo intenso, marrón anaranjado. Colonias en 

G25N de 18.38 mm de diámetro, surcadas, de 

micelio blanco a amarillo; inverso verde amarillo 
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brillante. Los conidióforos nacen comúnmente de 

las hifas superficiales, de longitud indeterminada, 

típicamente con paredes notablemente rugosas, 

con grandes penicilos terminales terverticilados a 

cuaternarios; ramas 1–2 por penicilli, típicamente 

con paredes rugosas; métula generalmente de 

paredes ásperas; fiálides ampuliformes; conidios 

esféricos, de 3.39 µm de diámetro, con paredes 

lisas a muy finamente rugosas, sostenidas en 

cadenas desordenadas. 

PMOR-

S4 

CYA 

 

MEA 

 

 

Penicillium nalgiovense 

Conidios de color verde grisáceo pálido, estipes 

de paredes lisas, sus conidios miden no más de 

3.5µm. P. nalgiovense. Colonias en CYA de 

23.60 mm de diámetro, radialmente surcadas, 

velutinosas, producción de conidios verde opaco, 

de reverso color pálido a rubio. Colonia en MEA 

de 25.11 mm de diámetro, plas y densas, muy 

esporosas de color verde opaco, reverso de color 

naranja a marrón. Colonias en G25N de 20.56 mm 

de diámetro, planas densas, de color verde opaco, 

de reverso pálido. Conidióforos nacidos de hifas 
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superficiales, estípites comúnmente de longitud 

indeterminada, ramificados irregularmente, de 

paredes lisas, a veces con ramas intercaladas 

irregulares; fiálides ampuliformes a acerosas, 

conidios esféricos de 2.58 µm de diámetro, de 

paredes lisas. 

SMOR-

V25 

 

CYA 

 

MEA 

 

 

 

 

Aspergillus sp. 

Colonias en CYA de 42.95 mm de diámetro, 

planas o ligeramente arrugadas, moderadamente 

profundas, algodonosas, con micelio blanco a 

amarillo pálido; producción de conidios 

moderada, de color amarillo grisáceo; reverso 

pálido. Colonias en MEA colonias llenaron la 

placa el 7 mo día, planas, relativamente densas, 

velutinosas; micelio blanco; abundante 

producción de conidios, marrón; reverso pálido. 

Colonias en G25N de 29.78 mm de diámetro, 

planas, profundas, con áreas de micelio blanco 

algodonoso, abundantes esporas en tallos largos; 

conidios de color amarillo pardusco; reverso 

marrón pálido. Conidióforos nacidos de hifas 

aéreas, con paredes finas y lisas; vesículas casi 
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 esféricas, 47.80 µm de diámetro, con métulas y 

fiálides densamente empaquetadas en toda la 

superficie; conidios esféricos, de 3.03 µm de 

diámetro, de paredes lisas, nacidas en cabezas 

radiadas sueltas. 



 

62 

 

SMOR-

F14 

 

CYA 

 

MEA 

 

 

 

 

Penicillium viridicatum 

 

 

Conidios de color verde, estructuras claras, 

conidios de paredes suaves, colonias en CYA, no 

exceden los 35 mm de diámetro: Penicillium 

viridicatum. Colonias en CYA de 27.31 mm de 

diámetro, surcadas radialmente, densas, 

velutinosas, granulares, micelio usualmente 

discreto, blanco; producción de conidios 

moderada, amarillo verdoso; el reverso en tonos 

de blanco pálido. Colonias en MEA: 34.91 mm de 

diámetro, planas u ocasionalmente surcadas 

radialmente, granulares; formación de conidios 

moderados, de colores amarillo verdosos 

similares a los de CYA; marrón anaranjado 

inverso a marrón amarillento. Conidióforos de 

paredes rugosas, con penicilos grandes, 

teverticilados, de fiálides de 16.81 µm de largo, 

conidios de color amarillo verdoso 

subesferoidales, de 2.73. µm de diámetro con 

paredes lisas a finamente rugosas. 



 

63 

 

SMOR-

F26 

 

 

 

CYA 

 

MEA 

 

 

 
 

Penicillium sp. 

Colonias en CYA de 39.06 mm de diámetro, 

planas y surcadas radialmente, típicamente bajas 

con una textura granular; micelio discreto, blanco; 

producción de conidios intensa en toda el área de 

la colonia, de color predominantemente verde 

opaco a grisáceo, en las áreas marginales; 

exudado claro a marrón pálido; reverso de 

amarillo a marrón anaranjado, de color intenso en 

los márgenes. MEA de 34.55 mm de diámetro, 

planas y bajas y aterciopeladas los conidios que 

producen es abundante con una apariencia de 

polvo seco; reverso pálido a amarillo marrón bajo. 

Los conidióforos definidos, con estipe con 

paredes rugosas con estructura terminal 

biverticilados, fiálides ampuliformes de 13.43 µm 

de largo, conidios esféricos de 3.06 µm, de 

paredes lisas, generalmente agrupadas. 
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SMOR-

S16 

 

 

 

CYA 

 

MEA 

 

 
 

Penicillium sp. 

 

Colonias en CYA de 29.53 mm de diámetro, 

surcadas radialmente, umbonada en el centro, 

conidios producidos en cantidades moderadas, 

verde opaco, reverso pálido. Colonias en MEA de 

36.32 mm de diámetro, planas, producción de 

conidios densa, coloreada como en CYA, reverso 

pálido a marrón anaranjado. Colonias en G25N de 

22.96 radialmente surcadas, densas, textura 

granular. Conidióforos nacidos de hifas 

superficiales, solos, estípites largos, con paredes 

lisas, con penicilos terminales, típicamente 

terverticilados; las ramas nacen solas, fiálides 

muy compactas, ampuliformes a casi cilíndricas, 

de 8.90 µm de largo, con métulas cortas; conidios 

elipsoidales verde opaco, 3.02 µm de largo, 

paredes lisas, sostenidos en cadenas irregulares 

largas. 
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SMOR-

S15 

 

 

CYA 

 

MEA 

 

  

Penicillium italicum 

Conidios color verde, esferoidales, conidios 

menores de 6 µm, las colonias en CYA y en MEA 

sobrepasan los 30 mm de diámetro. P. italicum. 

Colonias en CYA de 29.69 mm de diámetro, 

densas, granulares, presenta coremia en los 

márgenes, micelio blanco alrededor de la colonia, 

conidios verdes grisáceo., reverso pálido. 

colonias en MEA de 35.57 mm de diámetro, 

planas, coloreada como en CYA. Reverso de 

marrón amarillo. Conidióforos nacidos de hifas 

superficiales o subsuperficiales, con paredes 

delgadas y lisas, con estructura terminal 

teverticilados regulares a irregulares; ramas 1-2 

por conidióforo, fiálides de forma 

aproximadamente cilíndrica; conidios nacidos 

como cilindros, agrandados y redondeados con la 

maduración, de elipsoidales a cilíndricas cortas, 

de 3.45 µm de largo, con paredes lisas, nacidas en 

largas cadenas desordenadas. 
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SMOR-

S37 

 

CYA 

 

 

MEA 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Penicillium crustosum 

 

 

 

Colonias en CYA de 36.57 mm de diámetro, 

comúnmente surcadas radialmente, textura 

granular y un polvo de apariencia superficial, con 

una pequeña coremia en los centros; micelio 

discreto, blanco; producción de conidios intensa 

en toda el área de la colonia, de color verde opaco 

o ligeramente más grisáceo; reverso pálido o más 

comúnmente de amarillo. Colonias en MEA de 

33.76 mm de diámetro, planas, generalmente 

bajas y aterciopeladas; subsuelo del micelio; los 

conidios se producen muy abundantemente; 

reverso amarillo marrón bajo. Los conidióforos 

provienen principalmente de hifas del subsuelo, 

estipes largos, con paredes rugosas, con estructura 

terminal teverticilados; fiálides ampuliformes, de 

9–11 µm de largo; conidios esféricos, de 3.16 µm 

de diámetro, con paredes lisas, sostenidas en 

masas. 
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Figura 20 

Datos de campo obtenidos del agricultor  

 


