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Los hongos se reproducen asexualmente formando
conidios, por mitosis, y sexualmente formando esporas,
que surgen por meiosis, precedida de plasmogamia
(fusión de los protoplasmas de dos células), cariogamia
(fusión de los núcleos de dos células) y recombinación
genética [1]. El estado del hongo en el cual se origina la
reproducción asexual se designa como anamorfo o imper-
fecto; el estado sexual se conoce por teleomorfo o perfec-
to. 

Durante años, muchos hongos patógenos eran
conocidos sólo en su fase asexual y fueron nombrados y
clasificados en Deuteromycota. En 1959, Dawson y
Gentles [2], describen el teleomorfo de Trichophyton aje-
lloi, que es un hongo queratinofílico de suelo. Desde
entonces, diferentes autores han encontrado el estado
sexual de otros hongos del suelo y animales, al ponerlos
en contacto con cepas de signo sexual compatible. Al
teleomorfo se le ha dado un nombre descriptivo, al empa-
rentarlo con especies relacionadas. Así, muchos hongos
patógenos tienen dos nombres, que se corresponden a los
estados anamorfo y teleomorfo. Algunos anamorfos
representan la forma asexuada de dos o más hongos dis-
tintos, lo que indica que forman parte de un complejo de
especies teleomorfas [3]. La determinación del estado
teleomorfo de los hongos patógenos para el hombre puede
tener interés desde diferentes aspectos, como son el taxo-
nómico, epidemiológico y clínico.

INTERÉS TAXONÓMICO

El estado teleomorfo de un hongo patógeno es la
base para su taxonomía biológica, dado que los hongos se
clasifican según las estructuras sexuales. Aunque hoy en
día, la biología molecular ha contribuido al mejor conoci-
miento de la taxonomía y relaciones filogenéticas en el
reino Fungi [4-6]. 

El hongo que produce esporas sexuales puede ser
asignado a seis divisiones: Myxomycota,
Chytridiomycota, Oomycota, Zygomycota, Ascomycota y
Basidiomycota [7]. Los hongos patógenos para el hombre
se incluyen en las tres últimas divisiones (Tablas 1 a 3).

En Zygomycota los extremos de dos hifas son atra-
ídos y, después de contactar, las paredes adyacentes se

disuelven formando un zigoto. La nueva célula aumenta
de tamaño y su pared se hace más gruesa y pigmentada.
Después de un tiempo, del zigoto emerge un esporangió-
foro.

En Ascomycota la fusión de los núcleos no ocurre
directamente y la célula dicariótica se extiende por la for-
mación de hifas ascógenas. En éstas, las células se con-
vierten en ascos y ocurre la meiosis. Después de la
conjugación nuclear y la división reduccional, el asco con-
tiene, usualmente, ocho ascosporas haploides.

En Basidiomycota la “condición dicariótica” es aún
más prolongada. Ambos núcleos se dividen en un proceso
llamado “división nuclear conjugada”, que se repite cada
vez que se forma una nueva célula. En éste micelio secun-
dario, en una célula terminal (basidio) el par de núcleos
dan un núcleo diploide. Después de la meiosis, son produ-
cidas cuatro basidiosporas en el exterior del basidio.

Si las esporas sexuales, sólo se producen a partir de
la fusión de núcleos de dos cepas de diferente signo
sexual, el hongo es heterotálico.

Es posible que todos los hongos posean un estado
sexual o teleomorfo, pero en muchos aún no ha sido des-
crito. Cuando se detecta éste, el hongo debe denominarse
con el nombre correspondiente, distinto al anamorfo.

INTERÉS EPIDEMIOLÓGICO

Existen diferencias geográficas importantes entre
las distintas especies de teleomorfos de los hongos pató-
genos. Así, por ejemplo, Arthroderma benhamiae
(Trichophyton mentagrophytes) se encuentra en el sudeste
asiático y América, mientras queArthroderma vanbreu-
seghamii (Trichophyton mentagrophytes) se encuentra en
Japón y Europa. 

En los aislamientos clínicos de muchos hongos
heterotálicos, se ha encontrado una distribución despro-
porcionada de un signo sexual, mediante estudios de apa-
reamiento con cepas testigo. La mayor parte de las
micosis por Microsporum canisen todo el mundo son
causadas por cepas de signo (-), mientras que cepas (+)
solo causan infecciones en Japón [8]. Las micosis por
Histoplasma capsulatumson causadas por cepas de
signo (-), las de Candida lusitaniae por cepas “6 alpha” y
las de Cryptococcus neoformanspor cepas “alpha” [9-11].
Así, una especie zoófila o antropófila, al adaptarse al
huésped, evolucionaría con pérdida de un signo sexual. 

En algunas especies de dermatofitos hay diferen-
cias enzimáticas, en la producción de enzimas proteolíti-
cas, entre las cepas de distinto signo sexual. Y esas
variedades, en infecciones experimentales, se han relacio-
nado con diferencias en la patogenicidad, respuesta infla-
matoria y duración de la infección [12].

Forum micológico
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Zygomycota. Las micosis por zigomicetos son muy
infrecuente en humanos. En el Hospital 12 de Octubre de
Madrid, en el período de tiempo de 1976 a 1994, se diag-
nosticaron 16 casos de zigomicosis [13]. Asimismo, el
aislamiento en muestras clínicas de teleomorfos de hon-
gos mucorales o entomophthorales es un hecho excepcio-
nal, porque casi todas las especies son heterotálicas. Hay
casos publicados de Rhizomucor pusillus [14-17],
Cokeromyces recurvatus[18-20] y Basidiobolus ranarum
[21-26], en pacientes diabéticos, leucémicos y trasplanta-
dos, produciendo cuadros de zigomicosis rinofacial, rino-
cerebral, pulmonar, gastrointestinal, cutánea, subcutánea,
muscular y diseminada. La patogenicidad, por tanto, es
inherente al hongo y no está relacionada con su estado
asexual o sexual.

En contraste a R. pusillus y C. recurvatus, hay des-
critas infecciones por B. ranarumen niños pequeños y en
adultos inmunocompetentes [27-31]. La basidiobolomico-
sis es común en países tropicales de Asia, Africa y
Suramerica. En la actualidad es una patología emergente
en Australia y Estados Unidos [32-34].

Se han descrito infecciones nosocomiales por
R. pusillus, un hongo termófilo capaz de crecer a tempera-
turas de 60°C, en España y Canadá [35,36], y micosis
genitourinarias, colonización endocervical y cistitis cróni-
ca, por C. recurvatusen Estados Unidos [37, 38]. 

Ascomycota Las especies de Euascomycetes con
interés clínico se indican en la tabla 4. Piedraia hortae
causa la “piedra negra”, infección fúngica del pelo del
cuero cabelludo (Figura 1). Es una micosis de regiones
tropicales del Lejano Oriente, islas del Pacífico, América
del Sur y Centroamérica [39,40]. Más infrecuente en
regiones tropicales de Africa y Asia [41].

Leptosphaeria senegalensis, Leptosphaeria tomp-
kinsii, Neotestudina rosatii, Emericella nidulans y
Pseudallescheria boydii producen el “micetoma eumicóti-
co” [42,43]. Son hongos saprófitos que viven en desechos
orgánicos del suelo. Causan, después de una lesión que
permite la entrada del microorganismo, una infección cró-
nica granulomatosa localizada, que afecta a tejidos cutá-
neos, subcutáneos y, a veces, hueso. Los elementos
fúngicos se desarrollan en forma de masas miceliales
compactas, blandas o duras, llamadas gránulos [44]. Es

Tabla 3 . Clasificación de hongos patógenos para el hombre.
____________________________________________________

División Basidiomycota
____________________________________________________

Clase Heterobasidiomycetes
_____________________________

Orden Filobasidiales
Filobasidiella (Cryptococcus)

____________________________________________________

Clase Holobasidiomycetes
_____________________________

Orden Agaricales
Coprinus (Hormographiella

Orden Aphyllophorales
Schizophyllum

____________________________________________________

Tabla 2 . Clasificación de hongos patógenos para el hombre.
____________________________________________________

División Ascomycota
____________________________________________________

Clase Endomycetes
_____________________________

Arxiozyma (Candida) Issatchenkia (Candida)
Clavispora (Candida) Kluyveromyces (Candida)
Debaryomyces (Candida) Pichia (Candida)
Dekkera (Brettanomyces) Saccharomyces (Candida)
Dipodascus (Blastoschizomyces) Stephanoascus (Candida)
Galactomyces (Geotrichum) Yarrowia (Candida)
Hanseniaspora (Kloeckera)

____________________________________________________

Clase Euascomycetes
_____________________________

Orden Dothideales 
Cochliobolus (Drechslera, Curvularia)
Leptosphaeria 
Lewia (Alternaria)
Neotestudina 
Piedraia
Setosphaeria (Exserohilum)

Orden Eurotiales 
Emericella (Aspergillus)
Eurotium (Aspergillus)
Neosartorya (Aspergillus)
Fennellia (Aspergillus)
Eupenicillium (Penicillium)
Penicilliopsis (Penicillium)
Talaromyces (Penicillium)

Orden Hypocreales
Nectria (Acremonium)
Hypocrea (Acremonium)

Orden Microascales
Microascus (Scopulariopsis)
Pseudallescheria (Scedosporium)

Orden Onygenales 
Ajellomyces (Blastomyces, Histoplasma)
Aphanoascus (Chrysosporium)
Arthroderma (Microsporum, Trichophyton)

Orden Sordariales 
Chaetomium

____________________________________________________

Tabla1 . Clasificación de hongos patógenos para el hombre.
____________________________________________________

División Zygomycota
____________________________________________________

Orden Mucorales
Absidia Mucor
Apophysomyces Rhizomucor 
Chlamydoabsidia Rhizopus
Cokeromyces Saksenaea
Cunninghamella Syncephalastrum
Mortierella

____________________________________________________

Orden Entomophthorales
Basidiobolus
Conidiobolus

____________________________________________________

Tabla 4 . Especies de Euascomycetes aislados en humanos.
____________________________________________________

Leptosphaeria senegalensis
Leptosphaeria tompkinsii
Neotestudina rosatii
Piedraia hortae
Emericella nidulans (Aspergillus nidulans)
Microascus cinereus (Scopulariopsis sp.)
Microascus cirrosus (Scopulariopsis sp.)
Pseudallescheria boydii (Scedosporium apiospermum)
Aphanoascus fulvescens (Chrysosporium sp.)
Chaetomium atrobrunneum
Chaetomium globosum
Chaetomium strumarium

____________________________________________________
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común en zonas tropicales de Asia, Africa y América
Central [45-48]. Se han comunicado casos de micetomas
por N. rosatii en Australia [49].

En el “Duke University Medical Center” de
Durham (North Carolina, Estados Unidos) hay descrito un
caso de abscesos cerebrales por E. nidulans, en un pacien-
te trasplantado de médula ósea [50]. Se han publicado
otras micosis por E. nidulansen Reino Unido y China,
una masa fúngica en seno maxilar y una infección pulmo-
nar, respectivamente [51,52].

El 90% de las micosis por P. boydii son miceto-
mas. P. boydiies la causa más común de micetoma eumi-
cótico en Europa y Estados Unidos, sin embargo, también
es causa de otras micosis. Desde 1990 a 1997 se han des-
crito en distintos países casos de queratitis, endoftalmitis,
sinusitis, neumonía necrosante, abscesos pulmonares y
cerebrales, meningitis, artritis y osteomielitis, endocardi-
tis, infecciones cutáneas, subcutáneas, genitourinarias y
diseminadas [53-70]. Se dan en pacientes inmunocompro-
metidos, en trasplantados, leucémicos, sida [71,72] e
incluso en inmunocompetentes y en la infancia [53,57].
En la “Yale University School of Medicine”, en New
Haven (Connecticut, Estados Unidos) se han dado casos
de infección nosocomial por P. boydii[73]. 

Aphanoascus fulvescens es un hongo queratinófilo
del suelo, relacionado con los dermatofitos, que puede
habitar transitoriamente la piel y aislarse de infecciones
humanas [74]. Se han descrito casos de dermatofitosis por
A. fulvescensen Estados Unidos, México, Australia y
Nueva Guinea [75].

Microascus y Chaetomiumson causa de micosis
cutánea [76,77] y onicomicosis [78-80] en pacientes
inmunocompetentes. En ADVP y trasplantados,
Chaetomium atrobrunneum y Chaetomium strumarium
han originado abscesos cerebrales [81,82]. Y, en pacientes
leucémicos, Chaetomium globosum ha causado cuadros de
neumonía y empiema [83,84]. En Estados Unidos está
descrita, en trasplantados, la hialohifomicosis pulnonar y
diseminada por Microascus cirrosus y Microascus cine-
reus[85, 86].

Aunque en algunas levaduras aisladas de muestras
clínicas las células pueden existir como células haploides
o diploides, después de la fusión celular, el hallazgo de
Endomycetes en humanos es un hecho excepcional
(Tabla 5). En un estudio realizado por nosotros en 61.212
muestras obtenidas de pacientes con patología diversa, de
2.135 cepas de levaduras aisladas, tan sólo se obtuvieron 8
cepas en su estado sexual: 1 Kluyveromyces marxianus, 2
Pichia anomala, 1 Pichia farinosa, 1 Pichia membranae-
faciens y 3 Saccharomyces cerevisiae[87]. Los
Endomycetes supusieron una incidencia del 0,4% del total
de levaduras aisladas. 

En una amplia revisión de la literatura no hemos
encontrado ninguna micosis en humanos por Dekkera o
Hanseniaspora. Hay referido un caso de aislamiento de
Hanseniaspora uvarum, a partir de la cavidad oral de una
mujer con lesiones producidas por el uso de dentadura
postiza [88], y, recientemente, nosotros hemos aislado
una cepa de Dekkera anomala y dos de H. uvarum, en las
uñas de tres mujeres con onicomicosis.

K. marxianus se ha referido como patógeno opor-
tunista en muy pocas ocasiones [89]. En España hay des-
crito, por nuestro grupo, un caso de vaginitis [90].

P. anomala (Hansenula anomala) y S. cerevisiae
han sido aislados como microbiota comensal del tracto
respiratorio, tracto digestivo y piel, de neonatos, pacientes
sometidos a hospitalización prolongada, antibioterapia
intensa o implantación de catéteres o prótesis [91,92].
También se han asociado, en estos mismos pacientes y en
otros atendidos en UCI, diálisis peritoneal ambulatoria
(DPA), o usuarios de drogas por vía parenteral, pacientes
con sida y neoplasias, a muguet [93], infección del tracto
urinario [94,95], vulvovaginitis [96-98], meningitis [91],
neumonía [99-102], empiema [103], endocarditis
[104,105], peritonitis [106,107] y fungemia [108-114]. 

Pichia angusta (Hansenula polymorpha) se ha
recuperado de un nódulo linfático intestinal, de un niño
con enfermedad granulomatosa crónica [115]. P. farinosa
y P. membranaefaciensse han aislado de la mucosa oral
de pacientes con cáncer o sida [87,116].

En el Hospital Universitario “Puerta del Mar” de
Cádiz, hemos aislado una cepa de Saccharomyces exiguus
en una mujer con vaginitis recurrente (datos no publica-
dos).

Yarrowia lipolytica ha sido relacionada con un
caso de fungemia, en un varón alcohólico con fiebre recu-
rrente [117]. En éste año 1998, en el Hospital
“Torrecárdenas” de Almería, ha habido una fungemia por
Y. lipolytica en un niño de 8 años, con una leucemia
aguda linfoblástica (datos no publicados).

Basidiomycota. La incidencia de infecciones
humanas por basidiomicetos es muy baja [118]. En 1971,
Speller y MacIves publicaron el aislamiento de Coprinus
cinereusde la válvula aórtica y del tejido miocárdico de
un paciente con endocarditis aguda, después del implante
de una válvula mitral protésica [119]. Más recientemente,
en el Hospital Clínico de la “Universität Leipzing”, en
Hautklinik (Alemania), hay descrita una micosis pulmo-
nar invasiva por Coprinus sp. en un paciente leucémico
[120]. Si bien, es posible, que en realidad, estas micosis
fueran producidas por Hormographiella aspergillata, que
es el anamorfo de C. cinereus[121,122].

Tabla 5 . Especies de Endomycetes aislados en humanos.
____________________________________________________

Dekkera anomala (Brettanomyces anomalus)
Hanseniaspora uvarum (Kloeckera apiculata)
Kluyveromyces marxianus (Candida kefyr)
Pichia angusta 
Pichia anomala (Candida pelliculosa)
Pichia farinosa 
Pichia membranaefaciens (Candida valida)
Saccharomyces cerevisiae (Candida robusta)
Saccharomyces exiguus (Candida holmii)
Yarrowia lipolytica (Candida lipolytica)

____________________________________________________Figura 1. Piedra negra. El micelio de Piedraia
hortae, de paredes oscuras, se extiende sobre
el tallo piloso y en él se forman nódulos.
Gentileza de Michael R McGinnis.

Teleomorfos en muestras clínicas
Hernández-Molina JM y García-Martos P
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Schizophyllum commune es un patógeno oportunis-
ta emergente en Norteamérica y Europa. Es causa de sinu-
sitis maxilar, meningitis, abscesos cerebrales y masa
pulmonar [123-129], en pacientes inmunocompetentes,
diabéticos e inmunodeprimidos, por tratamiento con corti-
coterapia o sida.

INTERÉS EN LA IDENTIFICACIÓN DE ESPECIES

La identificación, en el Laboratorio de Micología,
de los hongos patógenos humanos se hace habitualmente
mediante el examen de las estructuras producidas durante
la fase vegetativa; pero, en algunas ocasiones, el recono-
cimiento del estado teleomorfo es muy útil para la identi-
ficación correcta de una especie.

Las características de crecimiento y el comporta-
miento fisiológico o bioquímico de la forma perfecta, son
iguales que para la forma imperfecta. Por ello, la produc-
ción de esporas sexuales es esencial para la identificación
de teleomorfos.

Zygomycota. En mucorales y entomophthorales las
zigosporas, fácilmente reconocibles, no suelen observarse
en cultivo, porque se requieren dos cepas diferentes, de
signos sexuales compatibles, para su formación. La pro-
ducción de esporas sexuales debe ser considerada en la
identificación de zigomicetos inusuales o atípicos [130].

En los medios de cultivo habituales, algunos aisla-
mientos de R. pusillusproducen, ocasionalmente,
zigosporas. Son negras, elipsoidales, de 60-70 µm de diá-
metro [131]. Las esporas de C. recurvatusy B. ranarum,
se pueden observar en cultivos en agar copos de patata
(PDA) a 25-30°C. En unos 7-10 días, producen abundan-
tes zigosporas en la superficie de las hifas. En C. recurva-
tus, las zigosporas cuando maduran son marrones,
globosas, de 33-55 µm de diámetro, con proyecciones
puntiagudas afiladas en su superficie [131]. En B. rana-
rum, las zigosporas son redondeadas, de 20-50 µm, de
paredes lisas, con dos protuberancias en la superficie, que
no forman parte de la pared y son restos de los tubos
copulativos [132].

Ascomycota. Los Euascomycetes, en agar patata-
zanahoria (PCA) o agar harina de maíz (CMA), después
de varias semanas, producen unas estructuras llamadas
ascomas o ascocarpos, inmersos en el medio o superficia-
les, agrupados o no, cubiertos de hifas tabicadas, hialinas
o pardas. Los ascomas son de color canela, marrón oscuro
o negros, esféricos u ovalados, de 100-350 µm de diáme-
tro, con abertura (peritecios) o cerrados (cleistotecios),
con un penacho de pelos en la parte apical o sin pelos.
Los cleistotecios se abren al madurar, por una ruptura
irregular de la pared (Figura 2).

El ascoma puede estar delimitado por una pared
continua, peridium, formada por varias capas de células
aplanadas, de textura angular o epidermoidea
(Pseudallescheria). O bien, por un entramado de hifas
más o menos compacto, recibiendo el nombre de gimno-
tecio (Arthroderma). En los gimnotecios, las hifas peri-
diales pueden ser similares o diferentes a las vegetativas;
formadas por células hinchadas u osiformes, constreñidas
o no, con ápices oscuros o no, de células de borde romo,
pincho o espiral [133]. Desde el gimnotecio pueden
extenderse hifas enroscadas (Ajellomyces).

En el interior del ascocarpo se encuentran los ascos
o sacos, ovalados, elipsoidales, esféricos o cilíndricos,
que contienen ocho ascosporas. La pared del asco es uni-
tunicada o bitunicada y desaparece cuando las ascosporas
maduran.

Las ascosporas pueden ser uni o pluricelulares; hia-
linas o de color; esféricas, elipsoidales, lenticulares, arri-
ñonadas o fusiformes; de 4-10 x 10-30 µm, lisas u
ornamentadas, con apéndices o sin ellos.

En la “piedra negra”, el examen directo, con KOH
al 10%, de los bordes de los nódulos, revela la presencia
del micelio dematiáceo deP. hortae (134). Cuando se
aplastan los nódulos se ven ascos ovalados, de 30x50 µm,
que contienen ascosporas hialinas, fusiformes, curvadas,
de 10x30 µm, con un filamento espiral de 10 µm en cada
polo [135,136]. P. hortaecrece muy lentamente y en cul-
tivo no produce, generalmente, ni ascos ni ascosporas.

Leptosphaeria origina peritecios negros, globula-
res, de 100-300 µm de diámetro, cubiertos de hifas marro-
nes onduladas. Los ascos son cilíndricos, en forma de
bastón, de 20 x 80-110 µm, de doble pared. Las ascospo-
ras son hialinas o ligeramente marrones, elipsoidales a
fusiformes, de 8-10 x 23-30 µm, de paredes lisas. Las
diferencias entre las dos especies, L. senegalensis y
L. ompkinsii, se encuentran en las ascosporas: forma,
tamaño, tabicación y naturaleza de la vaina gelatinosa que
las rodea [132,137,138].

N. rosatii produce bajo la superficie del agar cleis-
totecios negros, esféricos u ovalados, de 350 µm, rodea-
dos por hifas pardas. Los ascos son globulares, de 11 a
35 µm, de paredes bitunicadas. Las ascosporas son marro-
nes, elipsoidales, constreñidas en el septo transverso
mediano, de 4 x 10 µm, de paredes lisas [137,138].

E. nidulansproduce cleistotecios de color amari-
llento a canela, globulares, de 100-200 µm, junto a células
de Hülle. Los ascos son esféricos, de 7-12 µm. Las ascos-
poras son rojo púrpura, lenticulares, de 3-4 x 4-5 µm, lisas
y con crestas ecuatoriales [137,139].

P. boydii produce cleistotecios sumergidos, de
color marrón oscuro, esféricos, de 100-200 µm, cubiertos
de hifas tabicadas marrones de paredes gruesas. Los ascos
son elipsoidales o casi esféricos, de 9-13 x 12-18 µm. Las
ascosporas son de color pajizo, elipsoidales, simétricas o
ligeramente aplanadas, de 4-5 x 6-7 µm, con dos poros
germinales [137].

A. fulvescensda lugar a cleistotecios marrones,
esféricos, de 290-500 µm. Los ascos son elipsoidales o
esféricos, de 7-9 x 9-11 µm. Las ascosporas son ligera-
mente marrones, lenticulares, de 2-3 x 3-5 µm, reticuladas
irregularmente [139].

Microascus produce peritecios negros, esféricos,
de 140-340 µm, con un cuello bien pronunciado. Los
ascos son casi esféricos, de 7-11 x 9-15 µm. Las ascospo-
ras son amarillas o naranja-rojizas, arriñonadas o triangu-
lares, de 3-4 x 5-7 µm, con un poro germinal [139].

Chaetomium presenta peritecios de color verde
pálido, esféricos u ovalados, 70-280 µm, con un penacho

Figura 2. Ascomas (cleistotecios) maduros de
Pseudallescheria boydii.
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o de los cultivos es característico la presencia de hifas
dicarióticas, a menudo distinguidas por la presencia de
unas conexiones en abrazadera o fíbulas sobre los sep-
tos [1]. 

Los basidios están contenidos en un basidiocarpo,
flabeliforme o medusoide, que se observa en los medios
de cultivo a las 2-3 semanas de incubación [143]. Pueden
ser necesarios estudios de fusión hifal para inducir la fase
de desarrollo en seta (Figura 5).

de pelos en la parte apical. Los ascos son claviformes, de
8-16 µm. Las ascosporas son grisáceas o marrones, fusi-
formes, de 4-8 x 8-12 µm [139].

Los Endomycetes pueden producir la fase sexual
en medios micológicos comunes o necesitar medios espe-
ciales de esporulación. Un medio excelente de esporula-
ción es el de acetato de potasio-extracto de
levadura-glucosa, medio de McClary modificado por
Adams [140]. Otros medios son el agar acetato de Fowell
[141], el agar extracto de malta (MEA) y el agar-V8. En
2-7 días, a 25°C, se obtienen las ascosporas. Las ascospo-
ras se ven en exámenes en fresco, con microscopía de
campo claro o contraste de interferencia diferencial
(Figura 3). Algunos micólogos prefieren usar las tinciones
de Ziehl-Neelsen o Gram (Figura 4). 

Las levaduras producen de 1-4 ascosporas por asco,
con forma de riñón o gajo de naranja, de sombrero, hemis-
feroidal o esférica [87]. Las ascosporas adoptan una dis-
posición tetraédrica o lineal en ascos persistentes o
evanescentes.

Basidiomycota.Los basidiomicetos, en agar de
Czapek o PDA forman colonias de crecimiento rápido,
blancas, algodonosas y densas; sensibles a la cicloheximi-
da (400 µg/ml) y tolerantes a benomil (10 µg/ml)
[129,142]. En el estudio, mediante microscopía de campo
claro o electrónica, de las hifas de materiales patológicos

Figura 3. Visualización en fresco de las
ascosporas de Endomycetes. Gentileza de
Koichi Makimura.

Figura 4. Visualización mediante tinciones de las ascosporas de
Endomycetes.

Figura 5. Basidiocarpo de Coprinus cinereus
en PDA. Gentileza de Josepa Gené.
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