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Resumen 

La Selva Atlántica es un complejo de ecorregiones que se extiende desde el noreste de 

Brasil hasta Rio Grande do Sul, este de Paraguay y noreste de la Argentina. Alberga una gran 

diversidad de especies, sin embargo, su conocimiento está basado principalmente en la flora y 

fauna, siendo que la funga no ha sido debidamente estudiada a pesar del importante rol que 

cumplen sus organismos en al ambiente como degradadores de la materia orgánica, parásitos 

o simbiontes. Los hongos agaricoides se caracterizan por presentar un himenóforo lamelado y 

basidiomas carnosos. Es un grupo muy diverso, representado en Argentina por 

aproximadamente 2000 especies. Los estudios sobre este grupo en la Selva Atlántica 

Argentina son escasos y fragmentados, pese a que las condiciones ambientales son propicias 

para el desarrollo de los mismos. Por ello, el objetivo del presente trabajo es estudiar la 

diversidad de hongos agaricoides en dos comunidades vegetales de la Selva Atlántica 

Argentina (Selvas Mixtas y Selvas del distrito de los Campos) y analizar si las variables 

ambientales y edáficas afectan los patrones de distribución de las especies fúngicas. Los sitios 

estudiados se localizan en la provincia de Misiones, en los municipios de Puerto Iguazú, San 

Ignacio y Profundidad. Los muestreos se realizaron en épocas favorables para el desarrollo de 

basidiomas (otoño y primavera) durante tres años consecutivos, mediante transectas de 50 m2  

establecidas al azar. El procesado y la identificación taxonómica del material se realizó 

mediante técnicas estandarizadas para el estudio del grupo en cuestión. A partir de esto, se 

aplicaron distintos estadísticos con el fin de caracterizar las comunidades fúngicas existentes 

en los distritos de la SAA, estableciendo también su relación con las diferentes variables 

ambientales y edáficas. Durante el muestreo, se ha obtenido un total de 2746 registros 

pertenecientes a 528 especies/morfoespecies de hongos agaricoides para ambos distritos de la 

SAA. De éstas, se han identificado 87 especies, de las cuales 7 representan nuevas citas para 

el país, 29 amplían su distribución para la provincia de Misiones y se describen 5 especies 

nuevas para la ciencia. Los estudios ecológicos realizados revelan que ambos distritos 

estudiados son altamente diversos y que no exhiben diferencias en la diversidad espacial, pero 

si en la temporal, siendo el otoño mas diverso que la primavera. Se pudo constatar una baja 

similitud entre los sitios muestreadas, siendo el recambio de las especies el principal causante 

de la disimilitud. Asimismo se obtuvo una baja similitud entre las estaciones, contribuyendo 

el recambio de especies y la diferencia de riqueza casi de manera igualitaria a la disimilitud. A 

su vez, se pudo corroborar que el desarrollo de basidiomas de los hongos agaricoides se rige 

por límites estrechos de temperatura y humedad, factores que favorecen el desarrollo de los 

basidiomas en otoño y primavera. Por otra parte, considerando las variables edáficas, las 
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especies mostraron un claro patrón de agrupamiento acorde a los sitios muestreados, sin 

embargo, las correlaciones no son claras para sacar conclusiones respecto a la relación con la 

riqueza y abundancia de especies. Los estimadores de riqueza demostraron que el número 

potencial de especies de hongos agaricoides de la SAA es superior al obtenido en el presente 

trabajo, sin embargo el muestreo fue suficiente para registrar la mayoría de las especies. De 

acuerdo a los modos nutricionales, se confirmo que la mayoría de los hongos agaricoides son 

saprótrofos (96,8), el 0,6% fue registrado como patrótrofo, el 0,3% como potenciales 

simbiótrofos, mientras que del 2,3% restante se desconoce si presentan una relación 

mutualista o parasitaria con su hospedador, por lo que se requiere de estudios mas exhaustivos 

para dilucidar esta cuestión. Finalmente, los resultados obtenidos en este estudio contribuyen 

sustancialmente al conocimiento de los hongos agaricoides que habitan la Selva Atlántica en 

Argentina, demostrando que la diversidad es muy superior a la conocida. Sin embargo, se 

deben realizar estudios más exhaustivos abarcando otros sitios de muestreo y estaciones del 

año para registrar una mayor cantidad de especies, del cual podrían surgir numerosas 

novedades. 
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La Selva Atlántica 

La Selva Atlántica es un complejo de ecorregiones que se extiende desde el noreste de 

Brasil, descendiendo por las serranías costeras hasta Rio Grande do Sul. Hacia el sur, la Selva 

Atlántica ingresa hasta el este de Paraguay y noreste de la Argentina formando la Selva 

Atlántica Interior. A pesar de que la Selva Atlántica ocupa menos del 1% de la superficie del 

planeta, contiene un 7% de las especies conocidas de la Tierra (Placci & Di Bitetti 2006, De 

Angelo 2009) y más del 50% de la biodiversidad de Argentina (Brown et al. 2002) con los 

mayores valores de endemismos de plantas vasculares (Zuloaga et al. 1999). Teniendo en 

cuenta el alto número de especies endémicas y la escasa superficie que conserva 

(aproximadamente el 7 % de su superficie original), la Selva Atlántica fue incorporada en las 

“Global 200” por el Fondo Mundial por la Naturaleza (WWF) (Oslon & Dinerstein 2002) y 

dentro de los “Biodiversity hotspot” por “Conservation International” (Myers et al. 2000, 

Mittermeier et al. 2005). Sin embargo, el conocimiento de la biodiversidad de la región está 

basado principalmente en su flora (plantas vasculares) y fauna (vertebrados). La funga 

(Gravesen 2000), otro grupo de organismos poco conocido, pero ecológicamente muy 

importante, aún no ha sido debidamente tratada, presentando estudios que son aún escasos, 

fragmentarios y distan de ser exhaustivos. 

En nuestro país, esta región biogeográfica es también conocida como Provincia 

Subtropical Oriental (Martínez Crovetto 1963), Selva Atlántica del Paraná Superior (Placci & 

Di Bitetti 2006), Selva Pluvial Semicaducifolia (Oyarzabal et al. 2018) o Provincia 

Paranaense (Cabrera 1994, Burkart et al. 1999, Arana et al. 2021) entre otros, siendo 

nombrada de ahora en más, Selva Atlántica Argentina. Martínez Crovetto (1963) reconoce el 

sector Planaltense en las zonas más elevadas del noreste de Misiones, caracterizado por la 

presencia de Araucaria angustifolia (Bertol.) Kuntze, y el sector Misionero que se caracteriza 

por la existencia de selvas higrófilas con predominio de Lauráceas. Este último incluye varios 

distritos, como ser el distrito del Palo Rosa, de los Laureles, de los campos y del Urunday, 

entre otros. Por otro lado, Cabrera (1994) y Arana et al. (2021) diferencian dos distritos dentro 

de la Provincia Paranaense: el distrito de las Selvas Mixtas, que ocupa casi toda la provincia 

de Misiones; y el distrito de los Campos, que abarca el sur de Misiones y NE de Corrientes. 

En el distrito de las Selvas Mixtas se reconocen tres estratos arbóreos: uno superior con 

árboles de 20-30 m de altura, formado por selvas de laurel [Nectandra saligna Nees & Mart.], 

guatambú [Balfourodendron riedelianum (Engl.) Engl.], maría preta [Diatenopteryx sorbifolia 

Radlk.], cedro [Cedrela fissilis Vell.], anchico colorado [Parapiptadenia rigida (Benth.) 

Brenan], incienso [Myrocarpus frondosus Allemão], lapacho rosado [Handroanthus 
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heptaphyllus (Vell.) Mattos], lapacho amarillo [Tabebuia pulcherrima Sandwith], entre otros, 

sumándose en el extremo norte de la provincia el palo rosa [Aspidosperma polyneuron Müll. 

Arg.] y el palmito [Euterpe edulis Mart.]; un estrato medio donde se destaca el aguay 

[Chrysophyllum gonocarpum (Mart. & Eichler) Engl.], alecrín [Holocalyx balansae Micheli], 

loro blanco [Bastardiopsis densiflora (Hook. & Arn.) Hassl.], petiribí [Cordia trichotoma 

(Vell.) Arráb. ex Steud.] y muchos más; y un estrato de poca altura formado por el cocú 

[Allophylus edulis (A. St.-Hil., A. Juss. & Cambess.) Hieron. ex Niederl.], maricá [Mimosa 

bimucronata (DC.) Kuntze] y guatatumba [Casearia sylvestris Sw.]. Además, se reconoce un 

estrato arbustivo predominado por bambúes y helechos arborescentes en algunas zonas, y un 

estrato herbáceo con gramíneas, helechos y lianas (Cabrera 1994). Al sur de Misiones entre 

las selvas de laurel y el distrito de los Campos, se forma una faja irregular de selvas con 

urunday (Astronium balansae Engl.). Por otra parte, el distrito de los Campos se caracteriza 

por las extensas sabanas de gramíneas que no superan los 1,5 m de altura, alternando a veces 

con matorrales o bosques que se forman a orillas de ríos y lagunas en forma de galerías, cuyo 

componente principal es el urunday [Astronium balansae Engl.] (Cabrera 1994, Arana et al. 

2021). Asimismo, Arana et al. (2021) reconocen además la Provincia del Bosque de Araucaria 

ocupa la porción oriental y más elevada de la provincia de Misiones, entre los 600 y 850 m de 

altitud. Está conformada por bosques húmedos de Araucaria angustifolia alternando con 

Podocarpus lambertii [Klotzsch ex Endl.], laurel layana [Ocotea pulchella (Nees & Mart.) 

Mez], Butia eriospatha [(Mart. ex Drude) Becc.], yerba mate [Ilex paraguariensis var. 

paraguariensis A. St.-Hil.], cedro americano [Cedrela odorata L.] y varias especies de 

Lauraceae. Acompañan a las especies mencionadas diversos arbustos y helechos, así como 

también lianas y epífitas. 

Los hongos agaricoides y su estudio en Argentina 

Los hongos agaricoides son comúnmente llamados “hongos de sombrero” o “setas”. 

Poseen sus basidiomas (basidiocarpo o cuerpos fructíferos) con forma de sombrilla abierta, 

formados por un pie o estípite y un sombrero o píleo, el cual presenta en la cara inferior un 

himenóforo formado por laminillas radiales que soporta el tejido fértil. Son hongos carnosos, 

en general de consistencia blanda y putrescente, lo que lleva a que sus basidiomas sean 

generalmente efímeros, perdurando desde unas pocas horas hasta unas semanas dependiendo 

de la especie (Alexopoulos et al. 1996, Kendrick 2000). Existe una amplia variación en esta 

morfología básica en cuanto a caracteres como el tamaño del basidioma, la presencia de velos 

(universal y parcial) que derivan en diferentes configuraciones de anillos y volvas en el 

estípite, que, sumado a otras características como la fijación de las laminillas y el color de la 
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esporada, describen los hábitos generales (Largent & Baroni 1988). Desde el punto de vista 

microscópico también existe una gran diversidad de caracteres, como el tamaño, la forma, la 

ornamentación y las reacciones químicas de las esporas; la disposición de las capas de 

recubrimiento del basidioma (pileipellis, estipitipellis) y la trama himenoforal; y la presencia 

de estructuras especializadas como los cistidios y las setas, todos ellos caracteres de gran 

valor taxonómico. 

Actualmente se sabe que los hongos agaricoides no corresponden a un grupo 

sistemático, sino a un grupo morfológico, siendo útil esta clasificación para su estudio a 

campo y para la identificación de los hongos con la literatura (Piepenbring 2015). Los 

estudios moleculares realizados en los últimos años, revelaron que estos hongos forman un 

grupo polifilético representado por especies de los órdenes Agaricales, Russulales, Boletales, 

Hymenochaetales, Cantharellales, Cortinariales y Poliporales (Hibbett et al. 2007, Webster & 

Weber 2007, Piepenbring 2015). Cuentan en el mundo con más de 500 géneros y 17.000 

especies (He et al. 2019, Wijayawardene et al. 2020). A pesar de ser uno de los grupos de 

hongos más conspicuos y comparativamente mejor estudiado, una inmensa cantidad de la 

diversidad real sigue sin describirse, escondida bajo nombres de uso común que los datos 

moleculares han revelado que en algunos casos se trata de grupos de especies 

morfológicamente crípticas (Hibbett et al. 2014). Si bien presentan una distribución 

cosmopolita, muchas especies se hallan en áreas geográficas restringidas (Alexopoulos et al. 

1996), mientras que otras fueron registradas solo en la localidad tipo. El basidioma de los 

hongos agaricoides surge de un extenso micelio perenne que se ramifica, muchas veces 

invisible a los ojos, a través del suelo, restos de plantas, animales o de la madera, acumulando 

energía para su fructificación (Kendrick 2000). Esto ocurre de manera estacional cuando las 

condiciones son favorables, generalmente durante el otoño y la primavera, es decir, cuando la 

humedad es relativamente alta producto de las precipitaciones acumuladas y la temperatura no 

es extrema (Ramirez 2014). 

El inicio de la micología en nuestro país estuvo marcado por las contribuciones de 

Spegazzini (Spegazzini 1880abc), quien describió a lo largo de su vida cientos de especies de 

macrohongos. Décadas más tarde, ya en el siglo XX, Singer realizó notables obras referidas a 

los Agaricales (Singer & Digilio 1952, Singer 1969, 1986) y publicó varios tratados 

monográficos que abarcaron diferentes géneros de Agaricales de Sudamérica y el Neotrópico, 

como ser Crepidotus (Singer 1947), Pluteus (Singer 1956, 1958, 1962), Gloiocephala, 

Manuripia, Epicnaphus y Hymenogloea (Singer 1960), Inocybe (Singer 1962), 

Oudemansiella, Macrocystidia, Xerula, Mycenella, Pseudohiatula, Cyptotrama y Flammulina 
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(Singer 1964), Xeromphalina (Singer 1965a), Marasmius y géneros relacionados (Singer 

1965b, 1976), Tricholoma (Singer 1966), Omphalina, Gerronema, Lactocollybia, 

Macrocystidia, Pleurocollybia, Lulesia, Armillariella, Arthrosporella y Callistosporium 

(Singer 1970a), Phaeocollybia (Singer 1970b), Marasmiellus, Crepidotus y Simocybe (Singer 

1973), Campanella, Aphyllotus y Marasmiellus (Singer 1975), e Hydropus (Singer 1982). 

Cabe mencionar también los aportes realizados por Horak, quién contribuyó con 

registros para la Patagonia (Horak 1964a-c, 1967, 1980), y Raithelhuber que publicó 

numerosos trabajos referidos a los Agaricales de Argentina (Raithelhuber 1974, 1977, 1987a, 

1988, 1991, 2004), además de tratados monográficos de algunos géneros presentes en 

Sudamérica (Raithelhuber 1979, 1980, 1984ab, 1985a-f, 1987bc, 1990). Si bien muchos 

micólogos han trabajado en Argentina durante el último siglo estudiando este grupo de 

hongos, el conocimiento es aun notablemente incompleto, existiendo grandes áreas del 

territorio que han sido pobremente estudiadas (Niveiro & Albertó 2008). En la actualidad se 

conocen un poco más de 2000 especies para nuestro país (Niveiro & Albertó 2008, 2012a-c, 

2013a-c, 2014, Wright et al. 2008, Lechner & Papinutti 2011, Papinutti & Lechner 2011, 

Romano & Lechner 2014, Lechner 2015, Niveiro et al. 2015ab, 2017, 2018, 2020a, 2021ab, 

Buyck et al. 2017, Kuhar et al. 2017, 2019, Ramirez et al. 2017, 2021ab, Romano et al. 

2013ab, 2014, 2017ab, 2020, Alberti et al. 2020ab, Martinez et al. 2020, Martinez & Lechner 

2021, Suarez et al. 2021), de las cuales 169 han sido registradas para la Selva Atlántica 

Argentina. Las estimaciones de la diversidad del grupo realizadas por Niveiro (2013) indican 

que se conoce menos del 50% de las especies para el área en cuestión. Esto se refleja en la 

reciente descripción de especies nuevas para la ciencia (Lechner et al. 2006, Niveiro et al. 

2012b, 2014ab, 2021b, Ramirez et al. 2021a) y nuevos registros para la región (Lechner et al. 

2006, Niveiro et al. 2009, 2010, 2011, 2012ab, 2015ab, 2017, 2020b, 2021a, Campi Gaona et 

al. 2015, Grassi et al. 2016, Alberti et al. 2020b, Ramirez et al. 2021b), sumando un total de 

197 especies registradas de hongos agaricoides.  

Rol ecológico de los hongos 

Los hongos son organismos heterótrofos que se alimentan por absorción y colonizan 

una gran variedad de sustratos. Se sabe que las comunidades fúngicas se caracterizan por 

poseer especies saprótrofas, simbiotrófas y patótrofas, estableciendo así relaciones tróficas 

diversas con las comunidades vegetales asociadas (Bills et al. 1986, Villeneuve et al. 1989, 

O’Hanlon & Harrington 2012, Komura et al. 2017). Asimismo, la mayor diversidad de 

hongos es del tipo saprotrófico, particularmente abundantes en regiones tropicales-

subtropicales, y descomponen preferentemente la celulosa y lignina, entre otros compuestos 
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que los demás organismos no pueden degradar (Lodge 1997, Geml et al. 2014), ocupando un 

rol fundamental en el ciclo de la materia y energía, contribuyendo sobre todo a los ciclos de 

carbono y nitrógeno (Piepenbring 2015). Otros forman simbiosis ectomicorrícicas 

(simbiotróficos) con las raíces de especies vegetales como ser Pinaceae, Fagaceae y 

Nothofagaceae (Smith & Read 2010) y generalmente son abundantes en biomas boscosos, en 

climas templados y fríos. Probablemente más del 80% de las plantas terrestres forman 

micorrizas, siendo más común de lo que parece (Piepenbring 2015). Sin embargo, en los 

últimos años, un importante número de especies fúngicas ectomicorrícicas se ha descrito en 

bosques neotropicales, asociadas a especies arbóreas ectotróficas de las familias 

Dypterocarpaceae, Myrtaceae, Nyctaginaceae, Polygonaceae y Fabaceae (Singer et al. 1983, 

Haug et al. 2004, Tedersoo et al. 2010, Henkel et al. 2011, Smith et al. 2011, Séne et al. 

2015), como así también especies de hongos de las que aún se desconoce si presentan una 

relación mutualista o parasitaria (patotróficos) con su hospedero (Halbwachs et al. 2013). 

Considerando este aspecto, hasta la fecha son escasos los trabajos que traten la diversidad y 

riqueza de hongos existentes en los Bosques Subtropicales Sudamericanos y su interacción 

con las comunidades vegetales que allí coexisten.  

Geml et al. (2014) mostraron una marcada diferencia en los componentes de las 

comunidades fúngicas de las Yungas en relación a factores bióticos, como el tipo de 

vegetación (ECM vs. no ECM) y abióticos como la altitud y el clima. Asimismo, demostraron 

que la riqueza y diversidad de macrohongos se relaciona con la estructura de la vegetación, 

habiendo una mayor diversidad de hongos saprótrofos en los bosques subtropicales que se 

establecen a baja altura y una mayor abundancia de especies ectomicorrícicas en bosques 

subtropicales de mayor altitud, en asociación con formaciones boscosas que incluían especies 

ectotróficas. Adicionalmente, otros estudios en regiones tropicales (Munguía et al. 2003, 

2005; Gómez-Hernández et al. 2011), demostraron que el ensamblaje de las comunidades 

fúngicas y la distribución de las especies dentro de los grupos funcionales, están 

correlacionados con la estructura de la vegetación. Para la región a estudiar existen algunos 

antecedentes de especies fúngicas ectomicorrícicas, como Laccaria sp. y Entoloma sp. 

(Wright & Wright 2005, Niveiro 2013), como así también la presencia de potenciales 

hospedadores como Coccoloba sp., Inga sp., Salix sp. y Pisonia sp. (Sulzbacher et al. 2013), 

que están presentes en la Selva Atlántica Argentina (http://www.floraargentina.edu.ar).  

Los hongos agaricoides han sido el objeto de numerosos trabajos de diversidad en la 

SAA, posiblemente más que cualquier otro grupo de hongos. Sin embargo, la mayoría de 

estos estudios tienen un enfoque principalmente taxonómico, mientras que los aspectos 

http://www.floraargentina.edu.ar/
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ecológicos de estos organismos son tratados de manera muy superficial en el mejor de los 

casos. La dificultad para el desarrollo de estudios ecológicos de la funga en diferentes hábitats 

nos ha privado de contestar preguntas tan básicas como el número de especies en una 

localidad específica, o si la diversidad es mayor en un tipo de bosque que en otro. 

Considerando que la SAA es una ecorregión hiperdiversa que alberga un sinfín de nichos 

potenciales para el desarrollo de los hongos en general, es indispensable estudiar la diversidad 

de especies con una visión integradora mediante el análisis caracteres morfológicos y 

moleculares, analizando además la relación entre la diversidad y distintos factores 

ambientales que estructuran las comunidades. 
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Objetivos 

Marasmius longisporus 
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Objetivo general  

• Estudiar la diversidad de hongos agaricoides en dos comunidades vegetales de la Selva 

Atlántica Argentina (Selvas Mixtas y Selvas del distrito de los Campos) y analizar el efecto 

de las variables ambientales y edáficas sobre la estructura de las comunidades fúngicas. 

 

Objetivos particulares 

• Analizar la riqueza de especies de hongos agaricoides que ocurren en las Selvas Mixtas y 

Selvas del distrito de los Campos a partir del relevamiento, descripción e identificación de 

las especies. 

• Analizar la diversidad de hongos agaricoides en relación a los parámetros ambientales. 

• Inferir el modo nutricional de las especies agaricoides investigando las afinidades 

taxonómicas, los hospedantes vegetales y sustratos asociados a cada especie, estableciendo 

así posibles asociaciones simbióticas, parasíticas y saprofíticas en las comunidades de las 

Selvas Mixtas y Selvas del distrito de los Campos. 
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Materiales 

y 

Métodos 

Marasmiellus sp. 
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Sitios de muestreo  

Las colecciones se realizaron en distintas áreas protegidas de la Provincia de Misiones, 

en las cuales se encuentra representada la vegetación del distrito de las Selvas Mixtas (Parque 

Nacional Iguazú y Reserva Nacional Iguazú) y del distrito de los Campos (Parque Provincial 

Teyú Cuaré, Reserva Privada Osununú y Parque Provincial Cañadón de Profundidad) (Fig. 1). 

Las mismas se realizaron dos veces por año en las estaciones favorables para el desarrollo de 

los basidiomas (otoño y primavera) por el término de tres años consecutivos (otoño 2017 - 

primavera 2019). 

 

Fig. 1. Área de estudio y sitios de muestreo. A. Puntos de colecta realizados en el PN Iguazú 

y RN Iguazú. B.  Puntos de colecta realizados en el PP Teyú Cuaré y RP Osununú. C. 

Puntos de colecta realizados en el PP Cañadón de Profundidad. 
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Parque Nacional Iguazú y Reserva Nacional Iguazú 

Tanto el PN Iguazú como la RN Iguazú se ubican en el departamento Iguazú, entre los 

paralelos 25° 31´ y 25° 43´ de latitud S y los meridianos 54° 08´ y 54° 32´ de longitud O, al 

extremo NO de la provincia de Misiones (Fig. 2). Actualmente se considera que tienen una 

superficie de 67.698 ha (SIB 2022), de las cuales las 7.675 ha ubicadas al Oeste, más 

próximas a Puerto Iguazú, se encuentran en la categoría de Reserva Nacional destinadas al 

turismo, 78 en categoría de Reserva Natural Silvestre, mientras que las restantes 59.945 ha se 

encuentran en la categoría de PN propiamente dicho. En esta región el clima es subtropical 

cálido y húmedo, con una precipitación media anual de 1800-2000 mm. No presenta una 

marcada estación seca, pero Crespo (1982) y Di Bitetti (2001) mencionan dos picos de 

precipitaciones para otoño y primavera. Por su parte, la temperatura media anual es del orden 

de los 20,7 °C, con temperaturas medias máximas de 31,8 °C (enero) y temperaturas medias 

mínimas de 10,7 °C (junio y julio). La humedad relativa media anual es del 78,7%. El relieve 

del área es ondulado y su altura oscila entre los 200-350 m snm. Las depresiones que se 

originan entre las lomadas, dan lugar a valles de ríos y arroyos. El suelo es bien drenado, de 

textura arcillosa, muy ácido, rico en óxido de hierro, aluminio y nutrientes. Este tipo de suelo 

es el resultado del proceso de transformación del material basáltico en condiciones de un 

clima cálido y húmedo (Burkart et al. 1999). Los suelos rojos, que son profundos cerca de los 

ríos, se vuelven menos profundos y más rocosos en altitudes mayores (Ligier 2000, Placci y 

Di Bitetti 2006). 

 

Fig. 2. Ubicación de la RN Iguazú y el PN Iguazú. Extraído del plan de gestión del PN Iguazú 

2017-2023. 
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Reserva Privada Osununú, Parque Provincial Teyú Cuaré y Cañadón de Profundidad 

El PP Teyú Cuaré se encuentra contiguo a la RP Osununú, ambas áreas localizadas a 

orillas del río Paraná al sudoeste de la provincia de Misiones, en la localidad y departamento 

San Ignacio (Fig. 3). El PP Teyú Cuaré se ubica a 55° 35´ O y 26° 17´ S, y posee una 

superficie de 78 ha, mientras que la RP Osununú se localiza a 55° 34´ O y 27° 17´ S 

protegiendo una superficie total de 168 ha. Por su parte, el PP Cañadón de Profundidad se 

encuentra localizado al sur de la provincia de Misiones en el municipio de Profundidad, 

departamento Candelaria, a los 55° 43´ de longitud O y 27° 34´ de latitud S, y resguarda 19 ha 

de Selva en el distrito de los Campos. 

El clima es subtropical sin estación seca e isohigro, es decir que las estaciones hídricas 

son poco definidas y en cualquier estación puede haber sequías o lluvias abundantes. En 

cuanto a las precipitaciones, los registros son de 1737,7 mm anuales.  

 

Fig. 3. Ubicación de la RP Osununú y el PP Teyú Cuaré. Extraído del plan de manejo de la 

RP Osununú 2014. 
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En referencia a la temperatura, se registra una media anual de 20,3 °C, la media del mes 

más cálido es de 25,3 °C mientras que la del mes más frío es de 14,9 °C (Martínez-Crovetto 

1963). Aproximadamente la mitad de la superficie del área posee un relieve con suaves 

ondulaciones y algunas colinas producto del modelado fluvial de los afluentes del río Paraná, 

con alturas que van desde los 80 a los 190 m snm, mientras que la otra mitad tiene un declive 

abrupto formando un verdadero cañadón de paredes acantiladas y rocosas. 

Diseño experimental  

Para caracterizar las comunidades fúngicas se realizaron muestreos sistemáticos 

mediante transectas. El diseño experimental se basó en lo propuesto por Gómez -Hernández 

& Williams-Linera (2011) y Lodge et al. (2004) con modificaciones. En cada viaje de 

colección, se delimitaron 5 (cinco) puntos de muestreo al azar en las áreas boscosas de cada 

distrito (distrito de las Selvas Mixtas y distrito de los Campos) que se encuentran detallados 

en la Tabla 1. Dichos puntos fueron numerados consecutivamente del 1 al 30. A su vez, para 

que el muestreo resulte más representativo, se realizaron 4 transectas de 25 x 2 m en cada 

punto de muestreo, donde se registraron y/o colectaron todos los hongos de tipo agaricoides 

presentes. Cada punto estuvo separado de los restantes por una distancia mínima de 1 km para 

asegurar la independencia de los datos.  

 

Tabla 1. Detalle de los viajes de colección realizados. 

Puntos / 

localidad 

Fecha Acompañantes N° de 

registros 

N° de 

colectas 

1 - 5 / Distrito de 

las Selvas 

Mixtas 

20-

24/III/2017 

C. Salvador-

Montoya, N. 

Niveiro, M. Alberti y 

E. Albertó 

239 236 

1 - 5 / Distrito de 

los Campos 

17-

24/IV/2017 

M. L. Thomann 463 375 

6 - 10 / Distrito 

de las Selvas 

Mixtas  

10-

13/X/2017 

M. L. Thomann, M. 

P. Rodriguez y G. 

López 

84 70 

6 - 10 / Distrito 

de los Campos 

16-

19/X/1017 

D. Lining, M. P. 

Rodriguez, S. Y. 

Gauto, F. Gómez y 

N. Niveiro 

103 94 

11 - 15 / Distrito 

de las Selvas 

11-

13/IV/2018 

A. Avalos, N. 

Niveiro, B. R. de 

Madrignac y M. P. 

272 162 
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Mixtas Rodriguez 

11 - 15 / Distrito 

de los Campos 

6-9/IV/2018 A. Avalos, N. 

Niveiro, B. R. de 

Madrignac y M. P. 

Rodriguez 

315 261 

16 - 20 / Distrito 

de las Selvas 

Mixtas 

2-5/X/2018 B. R. de Madrignac, 

J. J. Montaña y N. 

Niveiro 

420 245 

16 - 20 / Distrito 

de los Campos 

19/IX-

1/X/2018 

B. R. de Madrignac, 

J. J. Montaña y N. 

Niveiro 

170 136 

21 - 25 / Distrito 

de las Selvas 

Mixtas 

25-

27/IV/2019 

A. Avalos, N. 

Niveiro, B. R. de 

Madrignac y D. 

Lining 

320 244 

21 - 25 / Distrito 

de los Campos 

22-

24/IV/2019 

A. Avalos, N. 

Niveiro, B. R. de 

Madrignac y D. 

Lining 

196 126 

26 - 30 / Distrito 

de las Selvas 

Mixtas 

12-

13/X/2019 

N. Niveiro, A. 

Somrau, C. Vallejos 

y H. Almirón 

72 50 

26 - 30 / Distrito 

de los Campos 

9-11/X/2019 N. Niveiro, A. 

Somrau, C. Vallejos 

y H. Almirón 

92 69 

 

Colección de hongos 

Los hongos fueron numerados y fotografiados in situ, registrando además el sustrato en 

el que se encontraban creciendo y algunos caracteres que se pierden al deshidratarse (por 

ejemplo, tamaño, forma y coloración del basidioma). Seguidamente, fueron recogidos con la 

ayuda de un cuchillo, de forma que se conservara la base del estípite y su inserción en el 

sustrato, y fueron ubicados en una caja de colección de plástico para ser trasladados hasta el 

laboratorio evitando así el deterioro del material. Una vez en el laboratorio, se seleccionaron 

algunos ejemplares de interés y se tomaron pequeñas muestras de tejido fúngico 

(principalmente del contexto y del ápice del estípite) en sobres de papel manteca rotulados, 

que fueron colocados en bolsas herméticas con sílica gel. Todos los ejemplares coleccionados 

fueron trasferidos a bolsa de papel rotuladas y luego ubicados en la estufa a 45-50 °C 

diseñada para deshidratar completamente los materiales a través de un flujo constante de calor 
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ascendente. Una vez finalizado el proceso de secado del material a campo, los mismos fueron 

almacenados en bolsas de polietileno para evitar que se humedezcan.  

Al regreso de los viajes de colección, se mantuvieron las muestras en freezer (-20 °C) 

por una semana para eliminar posibles insectos, larvas y/o huevos de los mismos y evitar que 

deterioren más tarde las muestras. Posteriormente, se colocó cada una de ellas en una bolsa de 

polietileno con cierre hermético tipo ziploc y se acondicionó para su incorporación al fungario 

CTES, intercalando y ordenando las colecciones por sitio de muestreo y número de transecta. 

Cada una de las muestras fue rotulada con un código diseñado a tal fin. El mismo incluye dos 

letras que hacen referencia a la localidad donde fue colectada (IG= PN Iguazú, TC= PP Teyú 

Cuaré, OS= RP Osununú y PF= PP Cañadón de Profundidad), seguido del punto (números 

consecutivos del 1 al 30), el número de transecta (números del 1 al 4 perteneciente a cada 

transecta) y finalmente el número de cada muestra (números consecutivos a partir del 1 que 

identifica a cada muestra registrada/colectada). Por ejemplo, la muestra IG11-1-6 fue 

colectada en el PN Iguazú, en el punto 11, transecta 1 y pertenece al material colectado N° 6. 

Muestreo de suelo 

El muestreo de suelo se realizó una sola vez al inicio del muestreo de hongos. Consistió 

en la toma de diez muestras compuestas, una por cada punto de muestreo. Cada muestra 

estuvo conformada por 15 submuestras tomadas en las respectivas transectas (al inicio, mitad 

y final de las mismas). Estas submuestras fueron colectadas de los primeros 20 cm de 

profundidad del suelo mediante un tubo de PVC de 5 cm de diám., despejando previamente la 

superficie de toda materia orgánica. El suelo colectado fue homogeneizado en una bolsa de 

polietileno, de la cual se extrajo aproximadamente 1 kg de suelo que conformó la muestra 

(Sparks 1996). Estas muestras fueron procesadas en el Centro Tecnológico de Producción 

(Ce.Te.Pro.) dependiente del Ministerio de Producción de la Provincia de Corrientes, con el 

fin de determinar el % de materia orgánica, % de carbono orgánico, % de nitrógeno total, 

C/N, N-NO3, NH4
+, fósforo y pH. 

Muestreo de variables ambientales 

Se registró en cada punto de colección las coordenadas geográficas obtenidas con un 

GPS portátil Garmin eTrex 10. A su vez, se registró la cantidad de árboles mayores a 30 cm 

de DAP incluidos en cada transecta y se contabilizó el número de maderas gruesas, tocones, 

troncos superiores a 2 m long. y ramas caídas que se encontraban presentes al momento de 

realizar la colecta. 
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Se registró la temperatura y humedad del aire en cada punto mediante un 

termohigrómetro digital colocado a 1 m de distancia del suelo. Los factores macroclimáticos 

como ser las precipitaciones, humedad ambiental y temperatura, se obtuvieron de las 

estaciones meteorológicas más próximas al área de muestreo (Puerto Iguazú y Posadas). 

Dicha información fue solicitada al Servicio Meteorológico Nacional. 

Identificación taxonómica 

Identificación morfológica 

Los hongos recolectados fueron descriptos macroscópicamente en el laboratorio con 

ayuda de un microscopio estereoscópico Leica CME, siguiendo los criterios propuestos por 

Largent (1973), Vellinga (1988) y Lodge et al. (2004). Los códigos de los colores fueron 

descriptos de acuerdo a Kornerup y Wanscher (1978). El hábito de los basidiomas sigue la 

terminología propuesta por Largent & Baroni (1988). Se determinó el número de laminillas 

que van desde el borde del píleo hasta el ápice del estípite (L) y el número de series de 

lamélulas entre las laminillas (l) en ciertos grupos taxonómicos en los cuales es relevante este 

dato (ej. Marasmius). Para el estudio microscópico (elementos que forman la pileipellis, 

contexto del píleo y estípite, trama himenoforal, esporas, basidios y cistidios), se realizaron 

cortes a mano alzada que fueron hidratados con KOH 5% y teñidos con floxina 1%, azul de 

cresilo y reactivo de Melzer principalmente (Wright & Albertó 2002). Las medidas de las 

estructuras microscópicas fueron obtenidas directamente con un aumento final de 1000x, o 

bien, a través de fotografías tomadas mediante el microscopio con cámara incorporada Leica 

ICC50 W, usando el software Image J® (Schneider et al. 2012). Para dichas estructuras, se 

proporciona el intérvalo mínimo-máximo. Para las esporas, se indica además el promedio (x), 

el valor Q (Q= longitud / ancho), el valor medio de Q (Qx), el número de basidiosporas 

medidas por especimen (n) y el número de basidiomas de los que se han medido esporas (N). 

Los autores de nombres científicos se citan de acuerdo al Index Fungorum - Authors of 

Fungal Names (2022), y los acrónimos de herbarios según Thiers (2022). Los ejemplares 

fueron determinados mediante el uso de diferentes claves (Singer 1949, 1986, Singer & 

Digilio 1952, Pegler 1977, 1983, Moser 1983, Niveiro et al. 2014c), además de la utilización 

de claves específicas para cada grupo, las cuales son citadas en las observaciones de cada 

especie. 

Los ejemplares fueron identificados en primera instancia a nivel morfoespecífico, 

teniendo en cuenta sus caracteres macroscópicos (forma, color, tamaño, hábito, color de 

esporada) y microscópicos de fácil y rápida observación (forma, tamaño de esporas y tipo de 
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pileipellis). Se confeccionó un catálogo de imágenes a fin de ilustrar todas las 

especies/morfoespecies colectadas. Las morfoespecies que exhibieron mayor abundancia 

fueron determinadas posteriormente a nivel específico. Los datos obtenidos de la 

determinación de las especies / morfoespecies fueron volcados en una matriz utilizando el 

software Microsoft Excel®, donde se representó la frecuencia de las especies registradas por 

transecta. Se describieron únicamente las especies nuevas para la ciencia y aquellas que 

representan el primer registro para el país.  

Las fotografías obtenidas, al igual que los dibujos de las estructuras microscópicas, 

fueron procesadas y realizadas utilizando los programas Corel DRAW 2018® y Corel 

PHOTO-PAINT 2018®.  

Identificación molecular 

Extracción, amplificación y secuenciación de ADN 

El procesado del material se llevó a cabo en el laboratorio del International Barcode of 

Life Project (IBOL) ubicado en el Instituto de Botánica del Nordeste. Tanto el proceso de 

extracción como el de amplificación fueron llevados a cabo en placas de 96 muestras. La 

extracción del ADN se realizó a partir de pequeños trozos de tejido fúngico (principalmente 

del ápice del estípite o del contexto del píleo), previamente deshidratado y conservado en 

sílica gel. Para ello, se utilizó el protocolo establecido por el Barcode of Life Project (Schoch 

et al. 2012, www.boldsystems.org).  

La región espaciadora del transcrito ribosomal interno (ITS1, 5.8S e ITS2), la cual fue 

sugerida como marcador universal para el estudio de los hongos (Ivanova et al. 2008; Schoch 

et al. 2012) fue amplificada mediante la reacción en cadena de la polimerasa (PCR) utilizando 

los cebadores ITS1-F (5'-CTTGGTCATTTAGAGGAAGTAA-3') y ITS4-B (5'-

CAGGAGACTTGTACACGTCCAG-3’) (Gardes & Bruns 1993). Para la PCR, se utilizó el 

protocolo modificado de Ivanova & Grainger (2006), cuyas concentraciones finales fueron 

5% de trealosa, 1X de buffer, 2.5 mM de MgCl2, 0.2 µM de cada cebador (directo y reverso), 

0.2 mM de dNTPs, 1U de Platinum Taq Polymerasa (Invitrogen), y 30-50 ng/µl de DNA 

templado. Una vez que la placa fue sellada y centrifugada, se colocó en termociclador 

(Vapo.protect, Eppendorf) con el programa de ciclado correspondiente definido por IBOL. 

Las condiciones de la reacción fueron las siguientes: 94 °C durante 5 min, seguido de 35 

ciclos de desnaturalización a 94 °C durante 30 s, alineamiento a 56 °C durante 30 s y 

elongación a 72 °C durante 45 s; seguido de una extensión final a 72 °C durante 10 min.  

http://www.boldsystems.org/
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Finalizado el ciclado se procedió a la siembra de 2 µl del producto de PCR de cada 

espécimen en gel de agarosa (e-gel 96 2% agarosa, Invitrogen) y se determinó la presencia de 

las bandas amplificadas por electroforesis en seco (Mother E-Base Electrophoresis Device, 

Invitrogen), se visualizó en transiluminador de luz UV y se registró las muestras positivas, 

positivas tenue y negativas. Luego se trabajó con las muestras de bandas tenues y negativas. 

Para ello se realizaron pruebas de PCR variando el contenido del molde como duplicación de 

la masa de ADN, diluciones 1/10 y 1/20, y a partir del producto de PCR. 

Los productos de PCR positivos fueron secuenciados en el Canadian Centre for DNA 

Barcoding (CCDB) y las secuencias obtenidas se encuentran depositadas en la base de datos 

del BoldSystems.  

Alineamiento y análisis filogenéticos 

Las secuencias obtenidas fueron ensambladas y editadas manualmente utilizando el 

software Geneious 9.1.4 (Kearse et al. 2012). Se realizaron análisis filogenéticos para las 

especies descriptas de las cuales se obtuvieron secuencias de los materiales estudiados y se 

contaban con secuencias de especies cercanas en la base de datos del Genbank. Para la 

construcción de cada matriz, se seleccionaron las secuencias con alta similitud (90-100 % de 

identidad y e-value de 0,0) utilizando la herramienta BLAST (Basic Local Alignment Search 

Tool) y trabajos previos de cada grupo en cuestión, y cuyas secuencias se encuentran 

depositadas en la base de datos del GenBank. El alineamiento se realizó en línea mediante el 

software MAAFT v.7, bajo el criterio Q-INS-i (Katoh & Standley 2013). El mismo fue 

editado manualmente usando MEGA6 (Tamura et al. 2013). Las potenciales ambigüedades en 

el alineamiento fueron detectadas y eliminadas mediante Gblocks 0.91b (Castresana 2000).  

Tanto el análisis de Máxima Verosimilitud (MV) como el de Inferencia Bayesiana (IB), 

se realizó en línea usando el portal CIPRES (Miller et al. 2010). Para ello, se utilizaron las 

matrices enteras y/o subdivididas en tres particiones (ITS1, 5.8S e ITS2). El análisis de MV se 

llevó a cabo mediante RaxML-HPC v.8 (Stamatakis 2014). El modelo de sustitución de 

nucleótidos empleado para generar 1000 réplicas fue GTRGAMMA, mientras que el resto de 

los parámetros permanecieron por defecto. Sólo se obtuvo el árbol mejor puntuado, y se 

accedió a la confianza de los nodos mediante Rapid bootstrapping (BS). El análisis de IB se 

realizó utilizando MrBayes 3.2.7a (Ronquist & Huelsenbeck 2003, Ronquist et al. 2012). El 

modelo evolutivo se estimó utilizando el criterio de información de Akaike (AIC) obtenido 

mediante jModelTest2 v.1.6. (Guindon & Gascuel 2003, Darriba et al. 2012). Se establecieron 

dos corridas independientes, cada una de ellas a partir de árboles aleatorios con cuatro 
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cadenas independientes y simultáneas (temp= 0,2). Se llevaron a cabo un total de 2×107 

generaciones, muestreando un árbol cada 1000 generaciones. El 25% inicial de los árboles 

muestreados se descartaron, mientras que los restantes se utilizaron para reconstruir un árbol 

de consenso con la regla de la mayoría del 50% y para estimar los valores de probabilidad 

posterior (BPP) de las ramas. Las topologías de los árboles resultantes de los análisis de IB y 

MV fueron comparadas entre sí, y se utilizaron los valores de soporte de BPP y BS para 

apoyar los respectivos nodos compatibles entre los dos árboles. Todos los árboles generados a 

partir de los análisis se visualizaron en el programa FigTree v.1.4.2. 

(http://tree.bio.ed.ac.uk/software/figtree/), y editados con el programa CorelDRAW 2018®. 

Análisis estadísticos 

La diversidad biológica representa un tema central de la teoría ecológica y ha sido 

objeto de amplio debate (Magurran 1988). Es una propiedad emergente de las comunidades 

biológicas que permite describir, caracterizar y entender el funcionamiento de las mismas. La 

misma engloba atributos, como la riqueza específica, equitabilidad y la abundancia de 

individuos, entre otros, que son el resultado de la interacción de una serie de factores (clima, 

suelo, geografía, procesos históricos, heterogeneidad del hábitat, interacciones 

interespecíficas, entre otras) que moldean la estructura de la comunidad (Magurran 2004). A 

fin de establecer un ordenamiento jerárquico para estudiar esta diversidad, Whittaker (1972) 

propone los términos de diversidad alfa (α), beta (β) y gamma (γ). La primera de ellas se 

entiende como la riqueza en especies de un sitio o comunidad particular a la que 

consideramos homogénea, la diversidad beta es el grado de cambio o reemplazo en la 

composición de especies entre diferentes comunidades en un paisaje, mientras que la 

diversidad gamma es la riqueza de especies del conjunto de comunidades que integran un 

paisaje, resultante tanto de las diversidades alfa como de las diversidades beta.  

Estimación de riqueza 

Para calcular la riqueza de especies esperadas para la SAA y cada uno de los distritos, 

se consideraron tres estimadores no paramétricos, ACE (Abundance Coverage Estimator), 

Chao 1 y Chao 2, debido a que son los más utilizados en el grupo taxonómico estudiado 

(Schmit et al. 1999, Nouhra et al. 2012). Tanto ACE y Chao 1, basan sus cálculos en datos de 

abundancia, teniendo en cuenta los “singletons” y “doubletons”, es decir, las especies que 

están representadas en la muestra por exactamente 1 y 2 individuos respectivamente; ACE 

considera además las especies más abundantes, representadas por más de diez individuos por 

defecto. Por su parte, Chao 2 utiliza exclusivamente datos de incidencia (presencia/ausencia), 
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contemplando el número de especies ocurridas en una sola muestra (“uniques”) y a las 

especies que están representadas en exactamente dos muestras (“duplicates”) (Colwell & 

Coddington 1994, Moreno 2001, Pineda -López 2019). Este análisis se realizó mediante el 

software estadístico EstimateS 9.1, con las opciones preestablecidas por el programa (Colwell 

2013). 

Índices de diversidad alfa (α) 

Para analizar la diversidad existente en el Distrito de las Selvas Mixtas y el Distrito de 

los Campos, se calculó la diversidad alfa mediante el índice de Shannon-Wiener (Magurran 

1988). Además, se aplicó la prueba t propuesta por Hutchienson para evaluar si existen 

diferencias estadísticamente significativas entre los ecosistemas estudiados (Magurran 1988, 

Moreno 2001). Para calcular la similitud existente entre los sitios, se utilizó el índice de 

similitud de Jaccard. Los valores de este índice varían entre 0 (cuando no hay especies 

compartidas) y 1 (cuando los sitios tienen la misma composición de especies) (Moreno 2001). 

Se analizaron además los índices de dominancia y equitabilidad de Pielou. Para hallar estos 

valores, se utilizó el software Past (Hammer et al. 2001). A su vez, se analizó la diversidad 

temporal considerando, por un lado, las colectas realizas en otoño, y por otro, aquellas 

realizadas en primavera.  

Curvas de rango-abundancia 

La curva de rango abundancia o curva de Whittaker es una representación gráfica que 

consiste en ordenar jerárquicamente las especies (de mayor a menor). Constituye una 

herramienta que resume una gran cantidad de información en poco espacio y permite 

visualizar los patrones de distribución de la abundancia de las especies en una comunidad. 

 Para comparar la composición, abundancia y uniformidad de especies entre los 

ambientes estudiados, se realizaron gráficos de rango-abundancia (Feinsinger 2001). Para ello 

se graficó la abundancia de las especies contra el rango ocupado por cada especie desde la de 

mayor a la de menor abundancia (Urbina-Cardona et al. 2008). Las abundancias se 

representaron utilizando el Log 10, con el objetivo de estandarizarlas y reducir las diferencias 

entre las especies más abundantes y aquellas escasamente representadas. Este análisis se 

realizó con el software Infostat versión 2018 (Di Rienzo et al. 2018). 

Número efectivo de especies 

Para caracterizar la diversidad alfa de la comunidad de hongos agaricoides, se utilizó la 

propuesta de Hill (1973) como una medida de diversidad verdadera (Jost 2010). La serie de 



   24 

Hill o número efectivo de especies relaciona la riqueza de especies y las abundancias relativas 

de las mismas en distintos órdenes de q. El exponente q determina la sensibilidad del índice a 

las abundancias relativas de las especies; es decir, la influencia que pueden tener las especies 

comunes o las especies raras en la medida de la diversidad. Aunque q puede tomar cualquier 

valor por ser una medida continua, no es prudente utilizar cualquier número, por ello, lo 

aconsejable es reconocer cuál aspecto de la distribución de frecuencias se desea analizar, 

dependiendo de las características del fenómeno estudiado, y, posteriormente, seleccionar 

alguna de las posibilidades (Hill 1973). En sentido figurado, es un indicador que determina 

cuántas especies son consideradas en la muestra analizada, dependiendo de su nivel de rareza. 

En este trabajo se usó una transformación que permite elaborar una interpretación unificada e 

intuitiva de la diversidad de especies, mediante el uso de números efectivos, llamada qD (Jost 

2007) cuya fórmula es: 

 

Se utilizaron los órdenes q0, q1 y q2 comúnmente empleados (Moreno 2001). 

➢ q0 = número total de especies (S);  

Cuando q = 0, las abundancias de las especies no contribuyen a la sumatoria de la 

ecuación 1. Es completamente insensible a las abundancias de las especies; por lo tanto, el 

valor obtenido equivale simplemente a la riqueza de especies. 

➢ q1 = frecuencia relativa = Є H´ 

Cuando q = 1, las especies tienen un peso proporcional a su abundancia en la 

comunidad. Cuando el límite de la Ecuación 1 tiende a 1, se convierte en el exponencial del 

familiar índice de Shannon, referido también como diversidad de Shannon.  

➢ q2 = número de especies muy abundantes = 1/λ 

Cuando q = 2 produce el inverso del índice de Simpson, el cual otorga más peso a las 

frecuencias de especies abundantes y no toma en cuenta las especies raras. 

Expresar la diversidad de una comunidad en números de especies efectivas, posibilita 

unificar el análisis haciendo comparable los resultados y también obtener una interpretación 

directa y más sencilla sobre cuál es la diferencia en la diversidad de 2 o más comunidades 

(Jost 2007, 2010, Moreno et al. 2011). Los análisis fueron realizados utilizando el paquete 

Ecuación 1 
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iNEXT (iNterpolation/EXTrapolation) (Hsieh et al. 2016) desarrollado para R (R 

Development Core Team 2013). 

Cálculo de la diversidad beta (β) 

La diversidad beta o βcc, es comúnmente calculada a partir de la medida de disimilitud 

de Jaccard, también conocida como complementariedad de Colwell & Coddington (1994), 

βcc =  

donde, a es el número de especies comunes a ambos sitios, b es el número de especies 

exclusivas del primer sitio, y c es el número de especies exclusivas del segundo sitio. La 

diversidad beta (βcc) varia de 0, cuando dos sitios son idénticos en composición de especies, a 

1, cuando las especies de ambos sitios son completamente diferentes (Colwell & Coddington 

1994). 

La definición de diversidad beta tiene implícitos distintos fenómenos relacionados con 

la estructura de un ensamble y los procesos que originan la variación en la composición de 

especies entre ensambles. Carvalho et al. (2012, 2013) identifican a la diferencia en riqueza 

específica y el reemplazo de especies como procesos causales de esta variación por lo cual 

proponen la partición aditiva de la diversidad beta en estos dos componentes: 

βcc = β−3 + βrich 

Donde la diferencia en riqueza (βrich) se calcula como: βrich =  

Para el cálculo del reemplazo de especies (β−3) se utiliza la ecuación: 

β−3 =  

 Para el análisis de la diversidad beta se utilizó la metodología propuesta por Carvalho 

et al. (2012, 2013), ya que permite cuantificar la diversidad beta per se y explorar los distintos 

procesos involucrados. Los cálculos se realizaron mediante el software R (R Development 

Core Team 2013), utilizando la función “betadiver” del paquete vegan (Oksanen et al. 2011). 

Correlación de la diversidad con las variables ambientales 

Se evaluó además la correlación existente entre la riqueza y abundancia de especies de 

la SAA con los factores micro y macroclimáticos, utilizando un valor de significancia del 5 

%. Las precipitaciones fueron representadas por la lluvia acumulada en los tres y cinco días 

anteriores al muestreo de cada punto, un período que se supone que permite la formación de 

cuerpos fructíferos en respuesta a las precipitaciones (Braga -Neto et al. 2008). Así mismo, se 

realizaron correlaciones entre la riqueza de especies y las variables edáficas obtenidas. Estos 
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análisis se realizaron mediante el índice de Spearman utilizando el software Infostat versión 

2018 (Di Rienzo et al. 2018). 

Escalamiento multidimensional no métrico  

Para analizar la influencia de las distintas variables medidas en la composición de las 

comunidades estudiadas, se utilizó el escalamiento multidimensional no métrico, NMDS (por 

sus siglas en inglés non-metric multidimensional scaling), obtenido mediante el índice de 

disimilitud de Bray-Curtis. En primera instancia se graficó la abundancia de las especies en 

cada punto de colecta y se utilizaron variables ambientales: cantidad de ramas caídas en las 

transectas, precipitaciones, temperatura y humedad microambiental, y amplitud térmica 

(considerada como la diferencia entre la temperatura ambiental máxima y la mínima). Del 

mismo modo, se graficó la abundancia de las especies obtenidas en los primeros 5 puntos de 

cada sitio y las variables del suelo. Esto análisis se llevaron a cabo utilizando el software Past 

(Hammer et al. 2001). 
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Resultados 

Leucoagaricus lilaceus 
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Aspectos taxonómicos y filogenéticos 

Se elaboró un listado con todas las especies citadas previamente para la Selva Atlántica 

Argentina (ver Anexo 1), y una tabla que contiene todos los materiales de los cuales se realizó 

la extracción, amplificación y posterior secuenciación del producto obtenido con su respectivo 

resultado (ver Anexo 2).  

A continuación, se brinda una lista de las especies determinadas en el marco de esta 

tesis, indicando al final de cada nombre aquellas que fueron registradas previamente en la 

SAA (♦), representan un nuevo registro para la Selva Atlántica Argentina (*), nuevo registro 

para la Argentina (+), o bien una especie nueva para la ciencia (#).  

1. Agaricus subrufescens Peck. * 

2. Chaetocalathus liliputianus (Mont.) Singer ♦ 

3. Collybia platensis (Speg.) Singer ♦ 

4. Coprinellus disseminatus (Pers.) J.E. Lange ♦ 

5. Coprinellus domesticus (Bolton) Vilgalys * 

6. Coprinellus rufopruinatus (Romagn.) N. Schwab ♦ 

7. Crepidotus crocophyllus (Berk.) Sacc. * 

8. Crinipellis carecomoeis (Berk. & M.A. Curtis) Singer * 

9. Cyclocybe wrightii (Uhart & Albertó) Uhart, Niveiro & Albertó ♦ 

10. Cyptotrama asprata (Berk.) Redhead & Ginns ♦ 

11. Cystolepiota hemisclera (Berk. & M.A. Curtis) Pegler + 

12. Cystolepiota seminuda (Lasch) Bon * 

13. Dactylosporina steffenii (Rick) Dörfel ♦ 

14. Gerronema xanthophyllum (Bres.) Norvell, Redhead & Ammirati * 

15. Gloeophyllum erubescens (Berk.) Popoff ♦ 

16. Gymnopilus lepidotus Hesler ♦ 

17. Gymnopilus dilepis (Berk. & Broome) Singer * 

18. Gymnopilus chrysopellus (Berk. & M.A. Curtis) Murrill * 

19. Gymnopilus rhyzopalmus # 

20. Gymnopus atlanticus V. Coimbra, Pinheiro, Wartchow & Gibertoni + 

21. Hemimycena longipleurocystidiata Niveiro, Popoff & Albertó ♦ 

22. Hohenbuehelia angustata (Berk.) Singer ♦ 
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23. Hohenbuehelia nigra (Schwein.) Singer ♦ 

24. Hohenbuehelia paraguayensis (Speg.) Singer ♦ 

25. Hohenbuehelia petaloides (Bull.) Schulzer *  

26. Hohenbuehelia portegna (Speg.) Singer * 

27. Hydropus riograndensis Singer * 

28. Hymenopellis radicata (Relhan) R.H. Petersen * 

29. Lentinus crinitus (L.) Fr. ♦ 

30. Lentinus velutinus Fr. ♦ 

31. Leucoagaricus rubrotinctus (Peck) Singer ♦ 

32. Leucoagaricus lilaceus Singer * 

33. Leucoagaricus rubrosquamosus (Rick) Singer ♦ 

34. Leucocoprinus birnbaumii (Corda) Singer ♦ 

35. Leucocoprinus cepistipes (Sowerby) Pat. * 

36. Leucocoprinus cretaceus (Bull.) Locq. ♦ 

37. Leucocoprinus fragilissimus (Ravenel ex Berk. & M.A. Curtis) Pat. ♦ 

38. Leucopaxillus brasiliensis (Rick) Singer & A.H. Sm. ♦ 

39. Leucopaxillus gracillimus Singer & A.H. Sm. ♦ 

40. Macrolepiota mastoidea (Fr.) Singer ♦ 

41. Marasmiellus volvatus Singer ♦ 

42. Marasmius chrysoblepharioides Niveiro & N.A. Ramírez * 

43. Marasmius cladophyllus Berk. ♦ 

44. Marasmius cohortalis Berk. ♦ 

45. Marasmius crinis-equi F. Muell. ex Kalchbr. ♦ 

46. Marasmius ferruginoides Antonín + 

47. Marasmius guaraniticus # 

48. Marasmius haematocephalus (Mont.) Fr. ♦ 

49. Marasmius hygrophanus # 

50. Marasmius leoninus Berk. ♦ 

51. Marasmius leucorotalis Singer * 

52. Marasmius longisporus (Pat. & Gaillard) Sacc. * 

53. Marasmius magnus A.C. Magnago & J.S. Oliveira + 



   30 

54. Marasmius silvicola Singer * 

55. Marasmius spaniophyllus (Berk.) Sacc. ♦ 

56. Marasmius spegazzinii (Kuntze) Sacc. & P. Syd. ♦ 

57. Marasmius teyucuarensis # 

58. Marasmius tricystidiatus N.A. Ramírez & N. Niveiro * 

59. Marasmius ypyrangensis J.S. Oliveira + 

60. Moniliophthora atlantica # 

61. Mycena papyracea Desjardin & Hemmes ♦ 

62. Mycena februaria Singer * 

63. Mycena holoporphyra (Berk. & M.A. Curtis) Singer ♦ 

64. Mycena moconensis Niveiro, Albertó & Desjardin ♦ 

65. Mycena niveipes (Murrill) Murrill ♦ 

66. Mycena paraguariensis (Speg.) Niveiro, Popoff & Albertó ♦ 

67. Oudemansiella canarii (Jungh.) Höhn. ♦ 

68. Panaeolus antillarum (Fr.) Dennis * 

69. Panus similis (Berk. & Broome) T.W. May & A.E. Wood ♦ 

70. Pleurocollybia praemultifolia (Murrill) Singer ♦ 

71. Pleurotus ostreatus (Jacq.) P. Kumm. * 

72. Pleurotus albidus (Berk.) Pegler ♦ 

73. Pleurotus djamor (Rumph. ex Fr.) Boedijn ♦ 

74. Pluteus cervinus (Schaeff.) P. Kumm. * 

75. Pluteus meridionalis Menolli & Capelari + 

76. Pouzarella ferreri T.J. Baroni, Perd.-Sánch. & S.A. Cantrell * 

77. Pouzarella olivacea T.J. Baroni, Albertó, Niveiro & B.E. Lechner * 

78. Pouzarella parvispora T.J. Baroni, Albertó, Niveiro & B.E. Lechner * 

79. Rugosospora pseudorubiginosa (Cifuentes & Guzmán) Guzmán & Bandala ♦ 

80. Tetrapyrgos alba (Berk. & M.A. Curtis) E. Horak ♦ 

81. Tetrapyrgos atrocyanea (Métrod) E. Horak * 

82. Tetrapyrgos nigripes (Fr.) E. Horak ♦ 

83. Trogia cantharelloides (Mont.) Pat. + 

84. Trogia icterina (Singer) Corner ♦ 
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85. Volvariella pusilla (Pers.) Singer * 

86. Xeromphalina tenuipes (Schwein.) A.H. Sm. ♦ 

87. Xerula setulosa (Murrill) R.H. Petersen & T.J. Baroni * 

 

A continuación, se describen e ilustran las especies nuevas y aquellas que constituyen nuevos 

registros para el país, y se discute su relación con las especies más cercanas. 

Clitopilus aff. scyphoides (Fr.) Singer. Figs. 4-5 

Persoonia 12(2): 159 (1984) 

Píleo 5–15 mm de diám., flabeliforme a reniforme, convexo a plano, margen liso, borde 

regular a ondulado; blanco (1A1) a blanco grisáceo (1B2) cuando joven, blanco amarillento 

(1A2) a gris verdoso (1B2) cuando maduro, hasta amarillo grisáceo (1C3) en algunos 

basidiomas; superficie fibrilosa, seca, opaca. Contexto fino, < 1 mm de espesor, blanco 

amarillento (1A2), olor y sabor no testeados. Laminillas sinuadas a subdecurrentes, 

subdistantes, regulares, opacas, lisas, blancas (1A1) a blanco amarillentas (1A2), gris 

amarillento (3B2), margen entero, concoloro con los lados de la laminilla, con lamélulas de 

distintas longitudes, sin intervenosas. Estípite presente en ejemplares jóvenes, reducido y 

lateral, 1–3 × 0.5–1 mm, concoloro con píleo, blanco amarillento (1A2) a blanco grisáceo 

(1B2), superficie glabra, ausente cuando adulto. Esporada no observada. 

Basidiosporas 5.1–7.2 × 2.3–4 µm, x = 5.8 × 2.9 µm, Q= 2.3–1.8, Qx= 2.0, n= 31, N=2, 

elipsoidales en vista lateral, con 6-7 crestas o costillas longitudinales de difícil observación en 

MO, poliédrica en vista polar, hialinas, inamiloides, de paredes delgadas, sin poro 

germinativo. Basidios 15.2–24.5 × 5.2–6.8 µm, claviformes, 4-esporados, de paredes 

delgadas, lisas, hialinas, inamiloides. Basidiolas 12.2– 20.3 × 3.2–5.5 µm, claviformes, de 

paredes delgadas, lisas, hialinas, inamiloides. Pleurocistidios ausentes. Queilocistidios 

ausentes. Trama himenoforal subregular, compuesta de hifas cilíndricas, hasta 8 μm de 

diám., lisas, hialinas, de paredes delgadas. Pileipellis en un cutis de hifas elongadas, 

postradas, de 2.9–5.2 (–8.5) μm, algunas veces infladas en la porción apical, sin 

incrustaciones. Estipitipellis no observada. Caulocistidios ausentes Fíbulas ausentes. 

Hábito y hábitat: crepidotoide a pleurotoide, gregario, creciendo sobre tallos de 

plantas jóvenes de Monteverdia ilicifolia (Mart. ex Reissek) Biral (Cangorosa), 

Pharus lappulaceus Aubl., helechos, lianas y distintas dicotiledóneas no 

identificadas. 
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Fig. 4. Hábito y aspecto general del basidioma de Clitopilus aff. scyphoides. A. IG7-2-3. B. 

IG16-3-7. C-D. IG17-2-15. E. IG30-3-2. F. OS18-3-18. G-H. OS18-3-19. I. IG16-3-25. 

Barras A-B = 10 mm; C, E, I = 20 mm; D, H = 5 mm; F-G = 40 mm. 

Distribución conocida: Francia, Países Bajos (GBIF 2022, Noordeloos 1984), 

Suecia, Polonia y Austria (GBIF 2022).  
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Material Examinado: ARGENTINA, Prov. Misiones: Dpto. Iguazú, Parque 

Nacional Iguazú, inicio del Sendero Macuco, 25°40’41.2” S, 054°26’59.8” O, 

192 m snm, 11/X/2017, leg. Ramirez N. et al., IG7-2-3 (CTES), sobre dicot. Íbid. 

25°43’29.9” S, 054°28’08.6” O, 239 m snm, 02/X/2018, leg. Ramirez N. et al., 

IG16-3-7 (CTES), sobre dicot. Id. IG16-3-25 (CTES), sobre Monteverdia 

ilicifolia. Íbid. 25°38’44.6” S, 054°28’03.7” O, 155 m snm, 03/X/2018, leg. 

Ramirez N. et al., IG17-2-15 (CTES), sobre Pharus lappullaceus. Dpto. San 

Ignacio, Reserva Privada Osununú, 27°16’56.6” S, 055°34’34” O, 200 m snm, 

30/IX/2018, leg. Ramirez N. et al., OS18-3-18 (CTES), sobre Pharus 

lappullaceus. Íd. OS18-3-19 (CTES), sobre dicot. 

 

 

Fig. 5. Caracteres microscópicos de C. aff. scyphoides. A. Basidiosporas. B. Basidios. C. 

Detalle de la pileipellis. Barras = 10 μm. 

Observaciones: Este taxón se caracteriza por el color pálido y el pequeño tamaño de 

sus basidiomas (5–15 mm de diám), estípite reducido a ausente, y basidiosporas angulares en 

vista polar y elipsoidales con costillas longitudinales en vista lateral. Debido al aspecto 

general del basidioma, se correspondería a Clitopilus scyphoides f. reductus Noord. 

(Noordeloos 1984). La principal diferencia con otros taxones infraespecíficos de C. 

scyphoides, como ser C. scyphoides var. intermedius, C. scyphoides f. scyphoides (Fr.) Singer 

y C. scyphoides f. omphaliformis (Joss.) Noordel., es el hábito omfalinoide y la presencia de 

un estípite desarrollado y central que presentan estos últimos (Noordeloos 1984). Una especie 

muy similar en cuanto al hábito y aspecto general del basidioma descripta para Jujuy es C. 

rhodotrama Singer, sin embargo, se diferencia por la coloración rosa coral de las laminillas, 

el mayor tamaño de las basidiosporas [7–9 × 3.5–4.5 µm] y el hábitat, ya que fue 

coleccionada sobre ramas de árboles frondosos, madera en descomposición y suelo (Singer & 

Digilio 1952, Pegler 1983), mientras que los materiales aquí analizados se desarrollaron 

sobre tallos y pecíolos de plantas vivas de dicotiledóneas, monocotiledóneas y helechos. Otra 
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especie con la cual se la puede confundir con facilidad es C. septicoides (Henn.) Singer 

debido a sus semejanzas macroscópicas, pero difiere en el margen transparentemente estriado 

del píleo, el mayor tamaño de las basidiosporas [5.5–9 (–12) × 3.5–5.8 (–6.2) µm], presencia 

de basidios bispóricos además de tetraspóricos, y el hábitat, ya que fue coleccionado en 

diversos sustratos, en su mayoría troncos y ramas en descomposición, a excepción de una 

colección realizada en Tafí del Vale (Tucumán) sobre ramitas, ramas, inflorescencias, hojas 

de Urticaceae, Labiatae y Plantago sp., y otra obtenida en Buenos Aires sobre tronco de 

Populus alba L. (Singer 1946, Singer & Digilio 1952). Se considera al taxón como C. aff. 

scyphoides debido al patrón de distribución que exhibe, y a que en la literatura no se 

presentan claramente los límites morfológicos del mismo y sus categorías infraespecíficas, 

sumado a que las secuencias registradas bajo el mismo nombre en genbank se corresponden a 

entidades diferentes. Es por ello que este grupo de taxones merece un estudio más exhaustivo 

que incluya técnicas morfológicas y moleculares para establecer la correcta identidad de las 

mismas. 

 

Cystolepiota hemisclera (Berk. & M.A. Curtis) Pegler Figs. 6-7 

Kew Bull., Addit. Ser. 9: 378 (1983) 

≡ Agaricus hemisclerus Berk. & M.A. Curtis. Lepiota, Syll. fung. (Abellini) 5: 66, 1887. 

Echinoderma, Docums Mycol. 33 (no. 131): 36, 2004. Mastocephalus, Revis. gen. pl. 

(Leipzig) 2: 860, 1891. 

Píleo 20–55 (-100) mm de diám., ovoide cuando inmaduro, ampliamente convexo a 

plano cuando maduro, algunas veces con un umbo poco definido, margen liso, borde regular; 

amarillo grisáceo (1B3-1B4) a amarillo pálido (2A3), con aréolas poligonales marrones (6E7-

6E8) que rodean cada una de las escamas, las cuales son de tamaño más grande en el margen 

y se achican hacia el centro, en donde los bordes se solapan brindando un aspecto más oscuro 

en dicha zona; superficie escamosa, seca, opaca, escamas cónicas a piramidales, marrón 

oscuro (6F7-6F8), que se desprenden fácilmente al tacto. Contexto de 2–4 mm de espesor en 

el centro del píleo, más delgado hacia los márgenes, blanco amarillento (1A2), sin cambios 

cuando se lo corta, olor y sabor no testeados. Laminillas libres, apretadas, regulares, opacas, 

lisas, blanco amarillento (1A2) a amarillo pálido (1A3) cuando joven, amarillo pálido (2A3) 

con machas irregulares más oscuras en la madurez, margen levemente erosionado, concoloro 

con los lados de la laminilla, con lamélulas de distintas longitudes, sin intervenosas. Estípite 

33–50 × 2–4.5 mm, central, cilíndrico, hueco, base levemente bulbosa en algunos basidiomas, 

ápice concoloro con píleo, blanco amarillento (1A2) a amarillo pálido (2A3) en la porción 
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apical superior al anillo, gris amarillento (2B2) a marrón pálido (6D5-6D6) hacia la base, con 

líneas zigzagueantes de aspecto escamoso, marrón (6E7) a marrón oscuro (6F7), superficie 

glabra. Anillo membranáceo, apical, descendente, inmóvil, blanco amarillento (1A2), con una 

estructura semejante a un collar de color marrón oscuro (6F7), ubicado debajo del anillo y 

adherido al estípite. Esporada blanca (1A1).  

Basidiosporas 3.5–5.9 × 2–2.9 µm, x= 4.9 × 2.4 µm, Q= 1.5–2.4, Qx= 2.0, n= 56, N= 2, 

elipsoidales, basalmente truncadas, a veces con una leve depresión suprahilar, hialinas, lisas, 

dextrinoides, de paredes delgadas, sin poro germinativo. Basidios 15.4–19 × 4.9–5.6 µm, 

claviformes, 4-esporados, de paredes delgadas, lisas, hialinas, inamiloides. Basidiolas 10.2– 

13.2 × 3.2–5.1 µm, claviformes, de paredes delgadas, lisas, hialinas, inamiloides. 

Pleurocistidios ausentes. Queilocistidios 12.5–25 × 9.1–16.1 μm, esferopedicelados 

piriformes a ampliamente claviformes, hialinos, inamiloides, de paredes delgadas, lisas, con 

elementos basales globosos a subglobosos, 2.8–5.1 × 2.4–5.3 μm. Trama himenoforal 

subregular, compuesta de hifas cilíndricas, hasta 14 μm de diám., lisas, hialinas, de paredes 

delgadas. Pileipellis en un epitelio de esferocistos, formada por células globosas a cilíndricas 

infladas, 15.8–31 × 11.9–25.9 μm, con cadenas de células basales mayormente alargadas, 

algunas con la porción apical ensanchada, 21.8–69 × 4.7–11.7 μm. Escamas formadas por 

fascículos de elementos elongados, 26.3–38.4 × 4.5–6,3 μm, que finalizan en cadenas de 

esferocistos, 15.3–38.9 × 10.6–30.4 μm. Estipitipellis formada por hifas de 5.6–15.4 µm de 

diám., paralelas, elongadas. Caulocistidios ausentes Fíbulas presentes. 

Hábito y hábitat: Lepiotoide, gregario a cespitosos, creciendo en suelo con 

abundante humus. 

Distribución conocida: Cuba (Saccardo 1887, Pegler 1983), Colombia (Mata 

2003, Franco -Molano et al. 2010), México, Guatemala, Bolivia, Costa Rica 

(GBIF 2022), Ecuador, Brasil (iNaturalist), Martinica (Pegler 1983) e India 

(Vrinda et al. 1997). Este registro constituye la primera cita de esta especie para 

Argentina. 

Material Examinado: ARGENTINA, Prov. Misiones: Dpto. San Ignacio, 

Reserva Privada Osununú, 27°16'56.6" S, 055°34'34,0" O, 200 m snm, 

30/IX/2018, leg. Ramirez N. et al., OS18-3-13 (CTES). Id. Dpto. Iguazú, Parque 

Nacional Iguazú, 25°42'47.8" S, 054°26'28.5" O, 221 m snm, 13/IV/2018, leg. 

Ramirez N. et al., IG15-3-17 (CTES). Ib. 25°42'46.3" S, 054°26'28.3" O, 226 m 

snm, 13/IV/2018, leg. Ramirez N. et al., IG15-4-15 (CTES). 
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Fig. 6. Cystolepiota hemisclera [A-D = IG15-3-17, E-F = IG15-4-15]. A. Hábitat y aspecto 

general. B. Basidiomas jóvenes. C. Hábito y detalle del anillo. D-E. Detalle de las laminillas 

y el estípite. F. Detalle del píleo. Barras A = 40 mm; B = 5 mm; C-F = 10 mm. 
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Fig. 7. Caracteres microscópicos de C. hemisclera. A. Basidiosporas en reactivo de Melzer. 

B. Basidiosporas en floxina. C. Queilocistidios. D-E. Detalle de la pileipellis. F-G. Detalle 

de los elementos de las escamas. Barras A-C, E-G = 10 μm; D = 20 μm. 

Observaciones: Esta especie se caracteriza por el tamaño relativamente grande de sus 

basidiomas [píleo de 20–55 (-100) mm de diám., estípite 33–50 × 2–4.5 mm], el patrón de 

disposición de las escamas en la superficie del píleo dentro de aréolas cuyos bordes se 

encuentran bien definidos, el anillo bien desarrollado con el llamativo collar debajo del 

mismo, basidiosporas elipsoidales y esferocistos en la pileipellis. Los materiales analizados 

por Pegler (1983) poseen basidiomas relativamente más grandes [píleo 40–70 mm, estípite 4–

7 mm de ancho], carecen del collar por debajo del anillo (o al menos no se describe), y 

presentan basidiosporas levemente más largas (4.5–7.5 µm long., x = 5.5 µm). Asimismo, 

Vrinda et al. (1997) registra esta especie para India con basidiosporas más grandes, de 5.5–

7.5 × 2.5–3.5 µm. Cystolepiota hemisclera guarda gran similitud morfológica con las 

especies de la sección Echinatae Fayod del género Lepiota (Pers.) Gray debido al píleo 

escamoso, esferocistos en el extremo de las escamas, esporas dextrinoides y presencia de 

fíbulas (Singer 1986). Una de ellas, L. aspera (Pers.) Quél., es la que más se asemeja en la 

coloración y ornamentación de la superficie del píleo, pero presenta un mayor tamaño de los 

basidiomas [píleo de 40–115 (150) mm], ausencia de esferocistos en la pileipellis y 

basidiosporas más largas [(5.5) 6.2–6.5 (7.2) µm] (Stallman 2019). Otra especie semejante es 

L. echinacea J.E. Lange, sin embargo, se diferencia por presentar laminillas más espaciadas, 

velo de color marrón, semejante a una red, estípite liso por encima del velo y con escamas 

por debajo del mismo y ausencia de cistidios (Hou & Ge 2020). 
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Gymnopus atlanticus V. Coimbra, Pinheiro, Wartchow & Gibertoni Figs. 8-9 

Mycol. Progr. 14 (110): 3 (2015) 

Píleo 6–25 mm de diám., convexo, ampliamente convexo a plano, estriado a levemente 

sulcado hacia el margen, centro a veces hundido, margen incurvado a recto, borde regular; 

gris amarillento (4B2) a naranja amarronado (5C3-5C4), algunas veces con tonos más 

oscuros, marrón (6E6-6E7) a marrón pálido (6D6-6D4), centro, margen y estrías más pálidas, 

gris amarillento (4B2) a gris anaranjado (6B2), superficie glabra, fibrilosa, seca, opaca. 

Contexto fino, < 2 mm de espesor, blanco amarillento (1A2), olor y sabor no testeados. 

Laminillas anexas a adnatas, apretadas, regulares, algunas veces bifurcadas en el margen, 

opacas, lisas, blanco amarillento (2A2) a amarillo grisáceo (1B3), margen entero, concoloro 

con los lados de la laminilla, con lamélulas de hasta 3 longitudes, sin intervenosas. Estípite 

17–42 × 1–3.5 mm, central, cilíndrico, hueco, igual, amarillo grisáceo (3C3) con fibrillas 

blanco amarillento (1A2) más notorias hacia la base, algunos ejemplares con tonos más 

oscuros, ápice gris amarillento (4B2) a naranja amarronado (5C3) oscureciéndose hacia la 

base, marrón (6D7-6E7) en la porción media, tornándose marrón oscuro (6F7-6F8) hacia la 

base, la cual presenta fibrillas blanco amarillento (1A2); superficie fibrilosa a pruinosa, 

micelio basal poco evidente en algunos ejemplares, abundante en otros, blanco amarillento 

(1A2). Esporada no observada, presumiblemente blanco amarillento (1A2). 

Basidiosporas 6–8.5 × 3.1–4.1 µm, x = 7 × 3.6 µm, Q= 1.5–2.5, Qx= 2, n= 43, N= 2, 

elipsoidales a oblongas, lacrimoides, hialinas, lisas, inamiloides, de paredes delgadas. 

Microsporas 2.1–5.2 × 1.1–2.6 µm, x = 4.1 × 2 µm, Q= 1.4–2.6, Qx= 2, oblongas a 

lacrimoides, hialinas, lisas, inamiloides, de paredes delgadas. Basidios 25–36.1 × 5–6.5 µm, 

claviformes, 4-esporados, de paredes delgadas, lisas, hialinas, inamiloides. Basidiolas 21.2–

25 × 4.2–6.2 µm, claviformes, de paredes delgadas, lisas, hialinas, inamiloides. 

Pleurocistidios ausentes. Queilocistidios ausentes. Trama himenoforal subregular, 

compuesta de hifas cilíndricas de hasta 10 µm de diám, lisas, hialinas, de paredes delgadas. 

Pileipellis en un cutis, compuesto por elementos lisos postrados y otros semejantes a 

estructuras rameales alargados, elementos terminales elongados, 17.1–40 × 5.5–9.6 μm, 

mayormente cilíndricos, algunos con la porción apical diverticulada. Estipitipellis formada 

por hifas de hasta 7,5 µm de diám., paralelas, elongadas. Caulocistidios 19.5–64.7 × 3.6–5.8 

µm, claviformes, flexuosos, irregulares, algunos con el extremo bilobado, de paredes 

delgadas, lisas. Fíbulas presentes en todos los tejidos. 
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Fig. 8. Aspecto general del basidioma de Gymnopus atlanticus. A. TC2-3-5. B. IG5-1-12. C 

OS1-3-14. D. IG5-1-2. Barras = 20 mm. 

 

Hábito y hábitat: Collybioide, gregario, cespitoso, creciendo sobre la hojarasca 

y ramas pequeñas en descomposición. 

Distribución conocida: Brasil (Coimbra et al. 2015).  

Material Examinado: ARGENTINA, Prov. Misiones: Dpto. San Ignacio, 

Parque Provincial Teyú Cuaré, Sendero de la Reina Victoria, 27°16'53.1" S, 

055°35'30.6" O, 190 m snm, 18/IV/2017, leg. Ramirez N. et al., TC2-3-5 (CTES). 

Ib. Dpto. Iguazú, Parque Nacional Iguazú, 25°40'07.2" S, 054°29'53.4" O, 172 m 

snm, 23/III/2017, leg. Ramirez N. et al., IG5-1-12 (CTES), IG5-1-2 (CTES). 
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Fig. 9. Caracteres microscópicos de G. atlanticus. A. Basidiosporas en floxina, nótese las 

microsporas indicadas con flechas negras. B. Detalle de las basidiosporas (superior) y 

microsporas (inferior). C. Basidios. D. Elementos terminales de la pileipellis. E. Corte 

transversal de la estipitipellis. F. Detalle de los caulocistidios. Barras A-D, F = 10 μm; E = 30 

μm. 

Observaciones: Esta especie se caracteriza por el tamaño pequeño a mediano de sus 

basidiomas [píleo 6–25 mm de diám., estípite 17–42 × 1–3.5 mm], la coloración del píleo con 

tonos que van desde el gris amarillento al marrón pálido y la pileipellis en un cutis compuesto 

por elementos rameales de difícil observación y elementos terminales lisos. Estos caracteres 

la ubican dentro de la sección Impudicae (Antonín & Noordel.) Antonín & Noordel., sin 

embargo, la mayoría de las especies de esa sección tienen basidiomas con un olor fuerte y 

generalmente desagradable, no distinguido en los ejemplares aquí analizados (Antonín & 

Noordeloos 1997, 2010). En la descripción original de G. atlanticus se destaca la base del pie 

hirsuta, mientras que en los ejemplares aquí analizados dicho carácter no es tan evidente. 

Asimismo, los ejemplares aquí analizados presentan esporas de dos tamaños, unas 

coincidentes con el tamaño de la descripción original, y otras notablemente más pequeñas 

descriptas aquí como microsporas, que adoptan una coloración más pálida en floxina. Una 

especie con la cual se la puede confundir en cuanto a coloración y aspecto general del 

basidioma es G. talisiae V. Coimbra, Pinheiro, Wartchow & Gibertoni, descripta para Brasil, 

pero se diferencia de esta por el mayor tamaño del píleo [20–60 mm], la ausencia de micelio 

basal y las células terminales de la pileipellis, que poseen incrustaciones marrones y 

depósitos de pigmentos dispersos (Coimbra et al. 2015). Otra especie similar, aunque de 

coloración más oscura, es G. impudicus (Fr.) Antonín, Halling & Noordel., sin embargo, se 
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diferencia por el olor fuerte y desagradable que presentan sus basidiomas y la presencia de 

queilocistidios irregularmente moniliformes a coraloides o ramificados (Noordeloos 1995). 

Otras especies con las cuales se la puede confundir con facilidad son Collybia phylladophila 

Singer y C. collybioides (Speg.) Singer. La primera de ellas se diferencia por presentar el 

margen del píleo transparente, coloración más oscura del basidioma y presencia de una 

hipodermis con pigmentos méleos y sin incrustaciones (Singer & Digilio 1952). Por su parte, 

C. collybioides difiere por la coloración con tonos grisáceos, la mayor longitud del estípite 

[50–75 mm], basidiosporas más angostas [3–3.2 µm] y la presencia de pigmentos incrustados 

en las paredes de las hifas de la pileipellis (Singer & Digilio 1952). En Argentina se conoce 

un posible miembro de Gymnopus sección Impudicae registrado como Micromphale 

macrosporum Singer (Singer 1973, Niveiro & Albertó 2013a, Coimbra et al. 2015), sin 

embargo, se requieren estudios más exhaustivos que integren técnicas tanto taxonómicas 

como moleculares para realizar la combinación en caso de ser necesario. 

Análisis filogenético 

En primera instancia se construyó una filogenia de MV (Anexo 3) con secuencias de 

ITS de especies del género Gymnopus (Coimbra 2017), la cual relaciona a las secuencias 

obtenidas en este trabajo con especies de la sección Impudicae, obteniendo un valor de 

soporte de BS = 91. Esto permitió seleccionar las especies de dicha sección sumadas a las 

propuestas por Coimbra et al. (2015) y obtener así un alineamiento mejor ajustado. Esta 

última matriz incluyó 38 secuencias de 14 taxones pertenecientes a la sección Impudicae. El 

grupo externo estuvo conformado por secuencias de G. dryophilus (Bull.) Murrill, G. 

inusitatus var. cystidiatus Antonín, Finy & Tomšovský, G. loiseleurietorum (M.M. Moser, 

Gerhold & Tobies) Antonín & Noordel., G. androsaceus (L.) Della Magg. & Trassin. y G. 

fusipes (Bull.) Gray, las cuales pertenecen a otras secciones del mismo género y estuvieron 

relacionadas a la sección Impudicae con un valor de soporte de BS = 99 (Anexo 3). Todas las 

secuencias utilizadas para este análisis se encuentran detalladas en la Tabla 2.  

El alineamiento resultó en un total de 820 caracteres, de los cuales 509 eran sitios 

conservados, 295 variables y 225 parsimonioso-informativos. Los mejores modelos de 

sustitución fueron estimados como TVM+G, JC y TPM3uf+G para ITS1, 5.8S e ITS2 

respectivamente. Las topologías obtenidas con los dos métodos filogenéticos fueron similares, 

aunque con pocas diferencias en cuanto al soporte estadístico. Por lo tanto, se eligió el árbol 

de IB y se presentan los valores de soporte de PP / BS para los nodos compatibles (Fig. 10). 

Gymnopus atlanticus se relaciona estrechamente con G. talisiae, obteniendo el máximo 
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valor de soporte (PP = 1 y BS = 100), y ambos a su vez se constituyen como grupo hermano 

de G. montagnei (Berk.) Redhead (PP = 1 y BS = 100). Por otra parte, todas las secuencias 

pertenecientes a la sección Impudicae se agruparon en un clado monofilético bien soportado 

(PP = 1 y BS = 99), dividiéndose a su vez en dos subclados: Foetidi, que reúne a las 

secuencias de G. ceraceicola J.A. Cooper & P. Leonard, G. foetidus (Sowerby) P.M. Kirk, G. 

imbricatus J.A. Cooper & P. Leonard y G. hakaroa J.A. Cooper & P. Leonard (PP = 0,99 y 

BS = 93) e Impudici, que agrupa al resto de las especies, aunque sin soporte. 

 

Fig. 10. Árbol consenso obtenido por el Análisis de Inferencia Bayesiana basado en 

secuencias de ITS de especies de Gymnopus sección Impudicae. Las secuencias obtenidas en 

este trabajo se indican en negrita, mientras que en el recuadro sombreado se muestran las 

secuencias conespecíficas. Los valores de soporte, cuando están presentes, consisten en la 

probabilidad posterior (PP) seguida del bootstrap (BS), separados por una /. Sólo se anotaron 

los nodos con un apoyo superior al 50% y se muestran los valores de soporte superiores a 
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0,90/70. El nombre de los clados corresponde a Coimbra et al. (2015). 

Tabla 2. Set de datos de secuencias de ITS de especies de Gymnopus utilizadas en los análisis 

filogenéticos. Las secuencias disponibles en GenBank se encuentran en: a Klonowska et al. 

(2003), b Mata et al. (2006), c Coimbra et al. (2015), d Petersen & Hughes (2014), e Cooper 

& Leonard (2013), f Matheny et al. (2006), g Antonín et al. (2013), h Mata et al. (2004b), I 

Mata et al. (2004a), j Antonín et al. (2012), k Coimbra (2017), l Wilson et al. (2004). 

Especie 
Voucher  

(Código herbario) 

Código de 

acceso de ITS 

Gymnopus androsaceusa MUCL35155 AF519893 

Gymnopus androsaceusb TENN50317 DQ444315 

Gymnopus atlanticusc URM 87728 KT222654 

Gymnopus atlanticusc URM 87729 KT222659 

Gymnopus atlanticus TC2-3-5 Este estudio 

Gymnopus atlanticus IG5-1-12 Este estudio 

Gymnopus barbipesd TENN67855 KJ416266 

Gymnopus barbipesd TENN67855 KJ416267 

Gymnopus barbipesd TENN67855 KJ416268 

Gymnopus barbipesd TENN67855 KJ416269 

Gymnopus brassicolensb TFB8930 DQ449989 

Gymnopus brassicolensb TFB8931 DQ449990 

Gymnopus brassicolensb TFB8933 DQ449991 

Gymnopus ceraceicolae PDD:90101 KC248392 

Gymnopus ceraceicolae PDD:87483 KC248394 

Gymnopus ceraceicolae PDD:80771 KC248403 

Gymnopus dryophilusf TENN57012 DQ241781 

Gymnopus dryophilusg BRNM707149 JX536157 

Gymnopus dysodesb TFB10474 DQ449987 

Gymnopus dysodesh FB11040 AF505778 

Gymnopus foetidush FB11434 AF505780 

Gymnopus foetidusd TENN59259 KJ416259 

Gymnopus foetidusd TENN61221 KJ416258 

Gymnopus fusipesi TENN59300 AY256711 

Gymnopus fusipesi TENN59217 AY256710 

Gymnopus hakaroae PDD:81086 KC248407 
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Gymnopus hakaroae PDD:87315 KC248410 

Gymnopus imbricatuse PDD:87398 KC248398 

Gymnopus imbricatuse PDD:87186 KC248406 

Gymnopus imbricatuse PDD:101753 KC248411 

Gymnopus impudicusb TENN55261 DQ480109 

Gymnopus impudicusi FB9697 AF505779 

Gymnopus inusitatus var. cystidiatusj BRNM737257 JN247550 

Gymnopus iocephalusb TFB6520 DQ449984 

Gymnopus iocephalusb Duke RV 94154 DQ449986 

Gymnopus iocephalusb TFB8816 DQ449985 

Gymnopus loiseleurietorumk URM 90060 KY321571 

Gymnopus montagneic URM 87715 KT222652 

Gymnopus montagneic URM 87727 KT222653 

Gymnopus montagneib JMCR 143 DQ449988 

Gymnopus pygmaeusc URM 90003 KX869966 

Gymnopus salakensisl AWW29 AY263447 

Gymnopus talisiaec URM 87730 KT222655 

Gymnopus talisiaec URM 87731 KT222656 

Gymnopus talisiaec URM 87733 KT222657 

Gymnopus talisiaec URM 87734 KT222658 

   

 

 

Gymnopilus rhizopalmus Ramirez & Niveiro, sp. nov. Figs. 11-12 

Holotipo: ARGENTINA, Prov. Misiones: Dpto. San Ignacio, Reserva Privada 

Osununú, camino a la aldea, 27°17'19.2" S, 055°34'40.2" O, 227 m snm, 09/IV/2018, leg. 

Ramirez N. et al., OS15-4-2 (CTES). 

Etimología: rhizopalmus, en alusión a su hábitat, ya que crece sobre las raíces de pindó 

[Syagrus romanzoffiana (Cham.) Glassman].  

Píleo 25–50 (70) mm de diám., convexo a ampliamente convexo, margen enrollado 

cuando joven, luego recto, borde regular; amarillo pálido (2A3-3A3) a amarillo grisáceo 

(4B3-4B4), con fibrillas marrones (6D8-6E8) a naranja amarronado (6C8), superficie glabra, 

radialmente fibrilosa, tomentosa hacia el margen, seca, opaca, algunas veces agrietada en 
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ejemplares maduros dejando ver la carne del contexto. Contexto grueso, > 10 mm de espesor 

en el centro del píleo, más delgado hacia los márgenes, amarillo pálido (1A3) a amarillo 

grisáceo (1B3), olor y sabor no testeados. Laminillas sinuadas, con un diente decurrente 

sobre el estípite, apretadas, regulares, opacas, lisas, amarillo grisáceo (4B3-4B4) a amarillo 

pálido (3A3) cuando joven, oscureciéndose en la madurez, naranja amarronado (5C5), margen 

entero, concoloro con los lados de la laminilla, con lamélulas de distintas longitudes. Estípite 

48–65 × 4–7 mm, central, cilíndrico, sólido, con la base bulbosa de hasta 17 mm, ápice 

amarillo pálido (2A3-3A3) a amarillo grisáceo (4B3-4B4) con fibrillas del mismo color, hacia 

la base las fibrillas se oscurecen tornándose naranja amarronado (8C8) a naranja rojizo (8B8); 

superficie fibrilosa a escamosa hacia la base. Anillo simple, al principio membranoso, luego 

evanescente dejando fibrillas sobre el estípite, apical, descendente, inmóvil, marrón (7E8) a 

marrón rojizo (8E8). Esporada no observada, probablemente ferruginea. 

Basidiosporas 8.8–11.8 × 6.3–9.3 µm, x = 9.8 × 7.6 µm, Q= 1.2–1.7, Qx= 1.3, n= 39, 

N=2, subglobosas a ampliamente elipsoidales, ornamentadas con verrugas irregulares, 

dextrinoides, de paredes levemente engrosadas, sin poro germinativo ni plage, meleas en 

KOH. Basidios 30.6–35.4 × 7.5–8.9 µm, claviformes, 4-esporados, con esterigmas elongados 

de hasta 7 µm de long., de paredes delgadas, lisas, hialinas, inamiloides. Basidiolas no 

observadas. Pleurocistidios 18–37.4 × 5.2–10.7 μm, clavados, inamiloides, de paredes 

delgadas, con contenido granuloso de color pardo. Queilocistidios 15.1–28.3 × 2.9–6.8 μm, 

lageniformes a lecitiformes, hialinos, inamiloides, ápice obtuso, a veces subcapitado. Trama 

himenoforal subregular, compuesta de hifas cilíndricas, lisas, hialinas, de paredes delgadas. 

Pileipellis en un cutis, compuesta por cadenas de hifas cilíndricas postradas, 18–50 × 5.2–9.8 

μm, elementos terminales con ápice agudo a obtuso, a veces subcapitado, de paredes 

delgadas, con pigmentos incrustados marrones a méleos, en sectores las hifas se agrupan y 

elevan casi perpendiculares a la superficie. Estipitipellis formada por hifas de 3–8.8 µm de 

diám., paralelas, elongadas, con pigmentos incrustados en sus paredes. Caulocistidios 

ausentes. Fíbulas presentes en todos los tejidos. 

Hábito y hábitat: Cortinarioide, solitario a disperso, creciendo sobre raíces de 

Syagrus romanzoffiana (Cham.) Glassman (Pindó). 

Material Examinado: ARGENTINA, Prov. Misiones: Dpto. San Ignacio, 

Reserva Privada Osununú, camino a la aldea, 27°17'19.2" S, 055°34'40.2" O, 227 

m snm, 09/IV/2018, leg. Ramirez N. et al., OS15-4-2 (CTES) (holotipo). Dpto. 
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Iguazú, Parque Nacional Iguazú, circuito superior, 14/IV/2018, leg. Niveiro N. & 

Ramirez N. 174 (CTES). 

 

Fig. 11. Gymnopilus rhizopalmus [A-D = Niveiro N. & Ramirez N. 174, E-F = OS15-4-2]. A. 

Hábitat. B. Aspecto general del basidioma C. Detalle del píleo. D. Detalle de las laminillas. 

E. Aspecto general del basidioma. F. Detalle del estípite. Barras A, C-E = 20 mm; B = 10 

mm; F = 5 mm. 



   47 

 

Fig. 12. Caracteres microscópicos de G. rhizopalmus. A. Basidiosporas en KOH. B. 

Pleurocistidios. C. Queilocistidios. D. Detalle de la pileipellis. E-F. Detalle de los elementos 

terminales de la pileipellis. Barras = 10 μm. 

Observaciones: Esta especie se caracteriza por el tamaño mediano de sus basidiomas 

[píleo 25–50 (70) mm de diám., estípite 48–65 × 4–7 mm], de color amarillo pálido cubierto 

por fibrillas marrones, la presencia de un anillo fibriloso en el estípite cuya base es bulbosa, 

basidiosporas subglobosas con verrugas, y la presencia de pleuro- y queilocistidios. Pertenece 

a la sección Annulati debido a que el velo parcial permanece sobre el estípite formando un 

anillo persistente (Hesler 1969). Se encuentra estrechamente relacionada con G. robustus 

Guzmán-Dávalos descripta para América Central, sin embargo, ésta presenta basidiomas más 

grandes y robustos [con el píleo de 70-90 mm y el estípite de 110–130 × 10–18 mm], 

pleurocistidios subcapitados con un corto o largo cuello, pileocistidios y caulocistidios 

(Guzmán-Dávalos 1994, Guzmán-Dávalos & Ovrebo 2001). Una especie similar en cuanto al 

aspecto general del basidioma y que pertenece a la misma sección, es G. luteus (Peck) Hesler, 

pero presenta basidiomas de mayor tamaño [píleo de 22–250 mm y estípite de 35–150 × 5–30 

mm], basidiosporas elipsoidales y más pequeñas [(6.2) 6.5–8.3 (9.4) × (4.3) 4.5–5.7 (6.1) μm] 

y presencia de caulocistidos (Hesler 1969, Thorn et al. 2020). Otras especies semejantes en 

cuanto al tamaño y coloración del basidioma son G. palmicola Murril y G. cyanopalmicola 

Guzmán-Dávalos. Sin embargo, la primera se diferencia por presentar basidiosporas más 

pequeñas [7–10 × 5–7 (7.5) μm], pleurocistidios sin color con el ápice a veces mucronado, 

pileocistidios y se encuentra creciendo sobre troncos caídos de palmeras (Murril 1913, Hesler 

1969), mientras que G. cyanopalmicola difiere por presentar basidiomas de mayor tamaño 

[píleo de 50–100 mm, y estípite de 40–210 × 4–21 mm], base del estípite con tintes azules, 
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basidiosporas elipsoidales a oblongas [8.0–8.8 (11.2) × 5–6 (6.8) μm], pleurocistidios 

utriformes con el ápice obtuso a subcapitado y caulocistidios delgadamente lageniformes a 

utriformes (Guzmán-Dávalos & Herrera 2006). Gymnopilus aculeatus (Bres. & Roum.) 

Singer, descripta para México y África, también guarda similitud morfológica y puede ser 

confundida con G. rhizopalmus, sin embargo, se diferencia por presentar escamas o espinas 

pilosas suberectas a erectas en la superficie del píleo con tintes rojizos, basidiosporas más 

angostas [4.8–6.8 µm] y ausencia de pleurocistidios (Singer 1949). 

Análisis filogenético 

Se construyó una matriz con distintas secuencias de ITS de especies representantes del 

género Gymnopilus disponibles en la base de datos del Genbank. Esta incluyó 51 secuencias 

de 30 taxones pertenecientes a dicho género, sumado a Galerina autumnalis (Peck) A.H. Sm. 

& Singer como grupo externo (Guzmán-Dávalos et al. 2003). Todas las secuencias utilizadas 

para este análisis se encuentran detalladas en la Tabla 3. 

El alineamiento resultó en un total de 709 caracteres, de los cuales 493 eran sitios 

conservados, 200 variables y 131 parsimonioso-informativos. Los mejores modelos de 

sustitución fueron estimados como TPM2uf+G, JC y TIM2+G para ITS1, 5.8S e ITS2 

respectivamente. Se muestra únicamente el resultado del análisis de Inferencia Bayesiana con 

los valores de soporte de PP / BS para apoyar los nodos compatibles con el análisis de MV, 

debido a que ambos exhibieron una topología similar (Fig. 13). Los análisis realizados apoyan 

que la secuencia OS15-4-2 se encuentra estrechamente relacionada con G. robustus, con 

valores de soporte de PP = 1 y BS = 100. Así mismo, el clado de G. robustus + G. 

rhizopalmus se encuentra relacionado de igual manera con la mayoría de las secuencias 

incluidas en este estudio, formándose un peine en el nodo basal. Es probable que esto se deba 

a que muy pocas especies de este género cuentan con secuencias de ITS, de hecho, la última 

filogenia disponible es la realizada por Guzmán-Dávalos et al. (2003), siendo concordantes 

con los resultados aquí obtenidos.  
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Fig. 13. Árbol consenso obtenido por el Análisis de Inferencia Bayesiana basado en 

secuencias de ITS de especies del género Gymnopilus. La secuencia obtenida en este trabajo 

se indica en negrita, mientras que en el recuadro sombreado se indica las secuencias 

estrechamente relacionadas. Los valores de soporte, cuando están presentes, consisten en la 

probabilidad posterior (PP) seguida del bootstrap (BS), separados por una /. Sólo se anotaron 

los nodos con un apoyo superior al 50% y se muestran los valores de soporte superiores a 

0,90/70. El nombre de los clados corresponde a Guzmán.Dávalos et al. (2003). 
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Tabla 3. Set de datos de secuencias de ITS de especies de Gymnopilus utilizadas en los 

análisis filogenéticos. Las secuencias disponibles en GenBank se encuentran en: a Guzmán-

Dávalos et al. (2003), b Moser et al. (2001), c Peintner et al. (2001), d Hoiland & Holst-

Jensen (Genbank). 

Especie Voucher  
Código de acceso 

de ITS 

Galerina autumnalisa L. Guzmán-Dávalos 5246 AY281020 

Gymnopilus aeruginosusa P. Kroeger 1336 AY280974 

Gymnopilus aeruginosusa SAR 88-431 AY280975 

Gymnopilus aeruginosusa DAOM 137158 AY280976 

Gymnopilus aeruginosusa I. Bartelli 200 AY280977 

Gymnopilus cerasinusa Herb. E. A. Burt. AY280978 

Gymnopilus cf. flavidellusa Murphy 2452 AY280981 

Gymnopilus cf. hispidellusa García s/n AY280984 

Gymnopilus cf. punctifoliusa L. Norvell 92-04.20-1 AY280993 

Gymnopilus cf. rugulosusa Verma M130 AY281006 

Gymnopilus cf. subearleia L. Guzmán-Dávalos 7438 AY281014 

Gymnopilus dilepisa IMI 370900 AY280980 

Gymnopilus fulvosquamulosusa D. Guravich 220 AY280982 

Gymnopilus hispidellusa Standley 53856 AY280983 

Gymnopilus hispidusa D. N. Pegler 3254 AY280985 

Gymnopilus imperialisa Gómez 18197 AY280986 

Gymnopilus junoniusa L. Guzmán-Dávalos 8220 AY280987 

Gymnopilus junoniusa L. Guzmán-Dávalos 8222 AY280988 

Gymnopilus lepidotusa G. Guzmán 30374 AY280989 

Gymnopilus lepidotusa L. Guzmán-Dávalos 7868 AY280990 

Gymnopilus lepidotusa G. Guzmán 30602 AY280991 

Gymnopilus luteofoliusa DAOM 80626 AY280992 

Gymnopilus luteofoliusb IB 19990678 AF325668 

Gymnopilus mediusa García Franco s/n AY280994 

Gymnopilus nevadensisa M.L. Fierros 568 AY280995 

Gymnopilus pampeanusa J.H. Ross 3975 AY280996 

Gymnopilus pampeanusa S.H. Lewis 401 AY281097 

Gymnopilus penetransa L. Guzmán-Dávalos 8196 AY281099 

Gymnopilus penetransa L. Guzmán-Dávalos 8223 AY281000 

Gymnopilus penetransa L. Guzmán-Dávalos 8219 AY281001 

Gymnopilus penetransa L. Guzmán-Dávalos 8215 AY281002 

Gymnopilus picreusa T. Ahti 52192 AY281003 

Gymnopilus picreusc IB 19971027 AF325661 

Gymnopilus purpureosquamulosusa Zoberi 342 AY280979 

Gymnopilus purpureosquamulosusa O. Rollin 89 16 AY281098 

Gymnopilus rhizopalmus OS15-4-2 Este estudio 

Gymnopilus robustusa C. Ovrebo 3528 AY281004 
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Gymnopilus robustusa C. Ovrebo 3509 AY281005 

Gymnopilus sapineusa I. Kytovuori 90-2488 AY281007 

Gymnopilus sapineusd KH15 AJ236079 

Gymnopilus spectabilisa L. Guzmán-Dávalos 8221 AY281008 

Gymnopilus spectabilisa BAFC-32.321 AY281009 

Gymnopilus spectabilisa T. Ahti 49093 AY281010 

Gymnopilus spectabilisa L. Guzmán-Dávalos 8216 AY281011 

Gymnopilus spectabilisa M.A. Perez de Gregorio s/n AY281012 

Gymnopilus spectabilisc IB 19970602 AF325662 

Gymnopilus spa Spooner 290 AY281019 

Gymnopilus subearleia G. Guzmán 11648-A AY281013 

Gymnopilus suberisa M.A. Pérez de Gregorio s/n AY281015 

Gymnopilus subpurpuratusa L. Guzmán-Dávalos 5303 AY281016 

Gymnopilus underwoodiia L. Guzman-Davalos 6248 AY281017 

Gymnopilus validipesa M.A. Vincent 6403 AY281018 

   

 

 

Marasmius sect. Globulares Kühner emend. Antonín & Noordeloos, subsect. 

Leonini J.S. Oliveira & Moncalvo 

 

Marasmius guaraniticus Ramirez, Niveiro & Nouhra, sp. nov.  Figs. 14-15 

Holotipo: ARGENTINA, Prov. Misiones: Dpto. Iguazú, Parque Nacional Iguazú, Isla 

San Martín, 25°41'13.9" S, 054°26'33.7" O, 134 m snm, 11/IV/2018, leg. Ramirez N. et al., 

IG11-1-6 (CTES). 

Etimología: el epíteto específico está dedicado a los pobladores de los montes nativos 

de la selva Misionera, los “Mbyá Guaraní”.  

Píleo 8–40 mm de diám., convexo a ampliamente convexo, centro plano o levemente 

hundido, sulcado-estriado, margen a veces incurvado tendiendo a recto, borde regular; 

marrón-marrón pálido (6E6-6D5) a marrón oscuro (5D4) cuando maduro, con tintes 

ferrugíneos cuando joven, amarillo pardo (5C7) a naranja amarronado (5C5-5C6) en el 

centro, marrón amarillento (5D7-5D8) hacia los bordes, superficie glabra, velutina, seca, 

opaca, higrófana. Contexto fino (< 1 mm), membranáceo, blanco amarillento (1A2), olor 

indistinguible y sabor no testeado. Laminillas anexas, adnatas a sinuadas, subdistantes, L= 

10-14, l= 3, regulares, opacas, lisas, blanco amarillento (1A2) a amarillo pálido (1A3), 

margen entero, concoloro con los lados de la laminilla o ligeramente más oscuro (se oscurece 

al secarse). Estípite 25–40 × 0.8–2 mm, central, cilíndrico, hueco, igual, cartilaginoso, ápice 
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concoloro con las laminillas, algunas veces amarrillo pálido (2A3-4A3), volviéndose marrón 

pálido (6D5) a marrón oscuro (5D4) hacia la base; superficie glabra, lisa, levemente pruinosa 

bajo lupa; con abundante micelio basal estrigoso que cubre casi todo el sustrato, blanco 

amarillento (2A2) a amarillo pálido (3A3-4A3) tornándose anaranjado pálido (5A3) en 

algunas partes. Esporada no observada, presumiblemente blanca (1A1). 

Basidiosporas 9.7–13.5 (14.4) × 3.3–4.9 µm, x = 11.9 × 4 µm, Q= 2.4–3.4, Qx= 3, n= 

25, N= 2, oblongas, subclavadas, con una leve depresión suprahilar, hialinas, lisas, 

inamiloides, de paredes delgadas. Basidios no observados. Basidiolas 17–30 × 5–6.5 μm 

claviformes, lisas, hialinas, de paredes delgadas, inamiloides, abundantes. Pleurocistidios en 

forma de células en cepillo del tipo Siccus, cuerpo principal 7.5–13 × 4.3–7.4 μm, hialinos, 

inamiloides, de paredes finas que se engrosan hacia el ápice, con espinas apicales de hasta 

11.5 μm de long. que no sobresalen la capa en empalizada de basidios y basidiolas, ápice 

agudo, méleas. Queilocistidios en forma de células en cepillo del tipo Siccus, semejantes a 

los pleurocistidios, cuerpo principal 6.2–17.9 × 3.9–7.5 μm, de paredes relativamente finas 

que se engrosan hacia el ápice, con espinas apicales de hasta 10 μm de long., cilíndricas, 

filiformes, meleas a amarillo pálidas, abundantes, hialinos, formando una capa continua a lo 

largo del borde de la laminilla. Trama himenoforal fuertemente dextrinoide, subregular, 

compuesta de hifas entrelazadas, cilíndricas, hasta 8 μm de diám., lisas, hialinas, de paredes 

delgadas. Pileipellis himeniforme, compuesta por células en cepillo del tipo Siccus, cuerpo 

principal 6.8–17.8 × 5.4–10.7 μm, de paredes delgadas que se engrosan hacia el ápice, 

hialinas, con espinas apicales erectas, cortas a elongadas, hasta 8.5 µm de long., cilíndricas, 

filiformes, en forma de aguja, simples, abundantes, meleas. Estipitipellis formada por hifas 

de hasta 6 µm de diám., paralelas, elongadas, dextrinoides. Caulocistidios en forma de 

células en cepillo del tipo Siccus o del tipo amiloflagellula, cuerpo principal 4.4–16.1 × 3.9–

11.5 μm, mayormente reducido, con espinas apicales elongadas, hasta 25.2 μm, ápice agudo, 

abundantes, dispuestos a lo largo de todo el estípite, muy variables en su forma. Fíbulas 

presentes. 

Hábito y hábitat: micenoide, creciendo en pequeñas ramas y troncos húmedos 

en putrefacción.  

Material examinado: ARGENTINA, Prov. Misiones: Dpto. Iguazú, Parque 

Nacional Iguazú, Isla San Martín, 25°41'13.9" S, 054°26'33.7" O, 134 m snm, 

11/IV/2018, leg. Ramirez N. et al., IG11-1-5 (CTES). Íd. IG11-1-6 (CTES) 

(holotipo). Íd. IG11-4-3 (CTES). Ibíd. Camino al destacamento Apepú, 
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25°39'50.6" S, 054°25'15.7" O, 196 m snm, 26/IV/2019, leg. Ramirez N. et al., 

IG24-2-1 (CTES). 

 

Fig. 14. Marasmius guaraniticus. [A-B = IG11-1-5, C-D = IG11-1-6]. A. Aspecto general del 

basidioma. B. Detalle de las laminillas. C. Aspecto general de basidiomas jóvenes. D. Detalle 

de las laminillas y el estípite. Barras = 20 mm. 
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Fig. 15. Caracteres microscópicos de Marasmius guaraniticus. A. Basidiosporas. B. 

Pleurocistidios. C. Queilocistidios. D. Detalle de la pileipellis. E. Caulocistidios. Barras = 10 

μm. 

Observaciones: Esta especie se caracteriza por su píleo de tamaño mediano [8–40 mm 

de diám.], estriado-sulcado, marrón a marrón oscuro con laminillas distantes y amarillentas, 

basidiosporas medianas [9.7–13.5 (14.4) × 3.3–4.9 µm], pleurocistidios en forma de células 

en cepillo del tipo Siccus, y caulocistidios de tipo coraloide con espinas elongadas. Una 

especie muy similar en cuanto al tamaño de las esporas [8.3–12.5 × 2.7–4 µm], 

queilocistidios en forma de células en cepillo y caulocistidios de tipo coraloide, es M. 

trinitatis Singer, pero se diferencia por la forma y coloración olivácea del píleo, disposición 

más apretada de las laminillas y ausencia de pleurocistidios (Singer 1976, Oliveira 2014). 

Otra especie macroscópicamente similar en cuanto a la coloración, forma del píleo y 

disposición de las laminillas es M. grandisetulosus Singer, pero difiere en el mayor tamaño 

de las esporas [16.9–21.5 (23) × 3.5–5.4 μm], presencia de pleurocistidios clavados a 

subfusiformes y ausencia de caulocistidios (Antonín 2007). Marasmius guaraniticus podría 

ser confundida con M. setulosifolius Singer descripta para Bolivia y Panamá, ya que son muy 

similares en cuanto a la coloración del píleo, presencia de pleurocistidios en forma de células 

en cepillo y caulocistidios tipo amiloflagellula. Sin embargo, esta última presenta el píleo 

más pequeño (hasta 27 mm diám.), una disposición más apretada de las laminillas y 

basidiósporas más pequeñas [8.2–10.2 × 3.5–4.7 μm] (Singer 1965, 1976). 
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Marasmius hygrophanus Ramirez, Niveiro & Nouhra, sp. nov. Figs. 16-17 

Holotipo: ARGENTINA, Prov. Misiones: Dpto. San Ignacio, Reserva Privada 

Osununú, Sendero Vainilla, 27°16'46.6" S, 055°34'46.2" O, 152 m snm, 17/IV/2017, leg. 

Ramirez N. & Thomann M.L. OS1-4-14 (CTES).  

Etimología: el epíteto hygrophanus se refiere a la naturaleza higrófana del píleo.  

Píleo 6–30 mm de diám., hemisférico a convexo, tendiendo a ampliamente convexo, 

centro plano o algo umbonado, liso a ligeramente sulcado-estriado, más notorio cuando 

maduro; muy variable en cuanto a coloración, amarillo grisáceo (4C5-4C4) a marrón 

amarillento (5D5), marrón olivo (4E5) a marrón amarillento (5E4-5E5), marrón amarillento 

(5F7) a marrón oscuro (6E7-6F8), generalmente más claro en el centro del píleo; superficie 

glabra, velutina bajo lupa, seca, opaca, higrófana. Contexto fino (< 1 mm), membranáceo, 

blanco amarillento (1A2), olor y sabor no testeados. Laminillas libres a adnatas, 

subdistantes, L= 11-14, l= 3, opacas, lisas, blanco amarillento (1A2) a amarillo pálido (1A3), 

margen entero, concoloro con el borde de las laminillas. Estípite 30–50 × 0.9–1.6 mm, 

central, cilíndrico, hueco, igual, cartilaginoso, amarillo grisáceo cuando joven (2B3) con la 

base marrón clara a marrón dorada (5D6-5D7), oscureciéndose cuando maduro, marrón 

oscuro (7F4-7F5) en la base, aclarándose hacia el ápice, marrón claro en la parte media (6D7-

6D8), amarillo pálido en el ápice (2A3) que se torna concoloro con las laminillas, con escaso 

micelio basal tomentoso, blanco amarillento (2A2) a amarillo pálido (3A3), superficie glabra, 

lisa, lustrosa. Esporada no observada, presumiblemente blanca (1A1). 

Basidiósporas 8.5–10.6 (12) × 2.6–4 µm, x= 9.8 × 3.1 µm, Q= 2.5–4.3, Qx= 3.1, n= 

20; N= 2, oblongas, subclavadas, hialinas, lisas, inamiloides, de paredes delgadas. Basidios 

24.9–32.9 × 4.9–7.3 μm, claviformes, 4-esporados, de paredes delgadas, lisas, hialinas, 

inamiloides. Basidiolas 19.6–25.2 × 3.8–6.6 μm claviformes, lisas, hialinas, de paredes 

delgadas, inamiloides, abundantes. Pleurocistidios ausentes. Queilocistidios en forma de 

células en cepillo del tipo Siccus, cuerpo principal 8.1–17.7 × 3.1–8.6 μm, claviformes a 

irregulares, ocasionalmente ramificados en el ápice, de paredes finas, con espinas apicales 

relativamente cortas de hasta 7 μm de long., erectas, cilíndricas, cónicas, verrucosas o 

moniliformes, abundantes, hialinos, formando una capa continua a lo largo del borde de la 

laminilla. Trama himenoforal fuertemente dextrinoide, subregular, compuesta de hifas 

entrelazadas, cilíndricas, hasta 7 μm de diám., lisas, hialinas, de paredes delgadas. Pileipellis 

himeniforme, compuesta por células en cepillo del tipo Siccus, cuerpo principal 8.1–17.7 × 

3.1–8.6 μm, de paredes delgadas, hialinas, con espinas apicales erectas, cortas a elongadas, 
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hasta 7 µm de long., cilíndricas, filiformes, simples, abundantes, méleas. Estipitipellis 

formada por hifas de hasta 10 µm de diám., paralelas, elongadas, dextrinoides, de paredes 

levemente engrosadas, méleas. Caulocistidios ausentes. Fíbulas presentes. 

Hábito y hábitat: micenoide, a veces cespitoso, creciendo sobre hojarasca y 

pequeñas ramas en descomposición. 

Material examinado: ARGENTINA, Prov. Misiones: Dpto. San Ignacio, 

Reserva Privada Osununú, Sendero Vainilla, 27°16'46.6" S, 055°34'46.2" O, 152 

m snm, 17/IV/2017, leg. Ramirez N. & Thomann M.L. OS1-1-6 (CTES). Íd. OS1-

4-14 (CTES) (holotipo). Íd. OS1-4-15 (CTES). Ib. Sendero de las Aves, 

27°16'58.1" S, 055°34'28.3" O, 213 m snm, 7/IV/2018, leg. Ramirez N. et al. 

OS12-3-20 (CTES). 

 

Fig. 16. Aspecto general del basidioma y las laminillas de Marasmius hygrophanus. A. 

OS1-1-6. B. OS1-4-15. C-D. OS1-4-14. Barras = 10 mm. 
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Fig. 17. Caracteres microscópicos de Marasmius hygrophanus. A. Basidiosporas. B-C. 

Queilocistidios. D. Detalle de la pileipellis. Barras = 10 μm. 

 

Observaciones: Esta especie se caracteriza por la coloración de su píleo, desde 

amarillo grisáceo a marrón oscuro con tintes oliváceos, laminillas subdistantes y ausencia de 

pleurocistidios. Una especie muy semejante en cuanto a la micromorfología es M. ruber 

Singer, pero difiere en la coloración naranja brillante (6A7–6A8) del píleo y las laminillas, el 

hábito solitario y la presencia de dos tipos de hifas en el estípite, una de ellas semejante a las 

hifas esqueléticas (Oliveira 2014). Otra especie similar es M. digilioi Singer, pero se 

diferencia en la coloración gris con tonos oliváceos y el tamaño más pequeño del píleo [5-16 

mm diám.], y por presentar basidiósporas más pequeñas [6–9 × (3) 3.5–4.5 μm] (Singer & 

Digilio 1952, Singer 1976). También se la puede confundir con Marasmius guaraniticus, 

descripta en el presente trabajo, ya que presentan un similar aspecto en cuanto a coloración y 

forma general del basidioma. Sin embargo, se diferencian en que Marasmius guaraniticus 

presenta pleurocistidios con forma de células en cepillo y caulocistidios tipo amiloflagellula. 
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Marasmius teyucuarensis Ramirez, Niveiro & Nouhra, sp. nov.  Figs. 18-19 

Holotipo: ARGENTINA, Prov. Misiones: Dpto. San Ignacio, Parque Provincial Teyú 

Cuaré, sendero hacia el Mirador de la Luna, 27°16'06.9" S, 055°35'07.0" O, 204 m snm, 

20/IV/2017, leg. Ramirez N.A. & Thomann M.L. TC4-2-6 (CTES). 

Etimología: el epíteto específico teyucuarensis hace referencia a la localidad donde se 

colectó el material tipo, el PP Teyú Cuaré. 

Píleo 10–20 mm de diám., convexo a ampliamente convexo hemisférico, a veces plano 

a corrugado cuando maduro, centro plano a levemente deprimido, liso a ligeramente sulcado-

estriado, margen incurvado a recto, borde regular; marrón oliváceo (4D4), marrón amarillento 

a marrón pálido (5D5-5D7), con el centro marrón amarillento cuando maduro (5D8), 

superficie glabra, velutina, seca, opaca, no higrófana. Contexto fino (< 1 mm), 

membranáceo, blanco amarillento (1A2), olor y sabor no testeados. Laminillas libres, 

subdistantes, L= 14-17, l= 4, regulares a irregulares, a veces anastomosadas, opacas, lisas, 

blanco amarillento (1A2) a amarillo pálido (1A3), margen recto, concoloro con el borde de 

las laminillas. Estípite 27–34 × 1–1.5 mm, central, cilíndrico, hueco, igual, cartilaginoso, 

naranja pálido en el ápice (4A3) que se torna concoloro con las laminillas, marrón anaranjado 

en la parte media (5C5-5C6), marrón oscuro (7D8) hacia la base, con escaso micelio basal 

tomentoso, blanco amarillento (2A2) a amarillo pálido (3A3), superficie glabra, lisa, lustrosa. 

Esporada no observada, presumiblemente blanca (1A1).  

 

Fig. 18. Marasmiu teyucuarensis. A. Aspecto general del basidioma. B. Detalle de las 

laminillas. Barras = 10 mm. 
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Basidiosporas 6.8–10 (11) × 2.5–4.5 µm, x= 9 × 3.3 µm, Q= 2.1–3.6, Qx= 2.8, n= 25, 

N= 2, oblongas a subfusoides, con una leve depresión suprahilar, hialinas, lisas, inamiloides, 

de paredes delgadas. Basidios 24–28 × 4–5 μm, claviformes, 4-esporados, de paredes 

delgadas, lisas, hialinas, inamiloides. Basidiolas 17–24.3 × 3–5 μm, claviformes, lisas, 

hialinas, de paredes delgadas, inamiloides, abundantes. Pleurocistidios 22.7–30.8 × 3.7–5.4 

μm, clavados fusoides, cilíndricos, delgadamente lageniformes, irregulares, algunos con el 

ápice capitado, poco evidentes, casi no sobrepasan la capa de basidios y basidiolas, hialinos, 

inamiloides, de paredes delgadas, lisas. Queilocistidios en forma de células en cepillo del 

tipo Siccus, cuerpo principal 12.3–28.3 × 3.9–7.4 μm, de paredes relativamente finas, 

levemente engrosadas hacia el ápice, con espinas apicales de hasta 8 μm de long., cilíndricas, 

filiformes, meleas a amarillo pálidas, abundantes, formando una capa continua a lo largo del 

borde de la laminilla. Trama himenoforal fuertemente dextrinoide, subregular, compuesta 

de hifas entrelazadas, cilíndricas, hasta 7 μm de diám., lisas, hialinas, de paredes delgadas. 

Pileipellis himeniforme, compuesta por células en cepillo del tipo Siccus, cuerpo principal 

6.8–16.1 × 2.2–7.8 μm, de paredes delgadas, hialinas, con espinas apicales cortas, hasta 7 µm 

de long., cilíndricas, filiformes, en forma de aguja, simples, abundantes, meleas. 

Estipitipellis formada por hifas paralelas, elongadas, de paredes levemente engrosadas, 

dextrinoides. Caulocistidios ausentes. Fíbulas presentes. 

Hábito y hábitat: micenoide, cespitoso, creciendo en hojarasca.  

 

Fig. 19. Caracteres microscópicos de Marasmius teyucuarensis. A. Basidiosporas. B. 

Pleurocistidios. C. Queilocistidios. D. Detalle de la pileipellis. Barras = 10 μm. 
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Material examinado: ARGENTINA, Prov. Misiones: Dpto. San Ignacio, 

Parque Provincial Teyú Cuaré, sendero hacia el Mirador de la Luna, 27°16'06.9" 

S, 055°35'07.0" O, 204 m snm, 20/IV/2017, leg. Ramirez N.A. & Thomann M.L. 

TC4-2-6 (CTES) (holotipo). 

Observaciones: Esta especie se caracteriza por su píleo con tintes oliváceos y la 

presencia de pleurocistidios. Macroscópicamente, se la puede confundir con M. 

altoribeirensis J.S. Oliveira, descripta recientemente para Brasil, pero difiere de esta por 

presentar laminillas más distantes (L= 11), setas apicales de células que conforman la 

pileipellis notoriamente más largas (hasta 18.3 µm), y caulocistidos en forma de células en 

cepillo con setas apicales elongadas (Oliveira 2020b). M. teyucuarensis tambien se puede 

confundir macroscópicamente con M. digilioi y M. trinitatis, sin embargo, se diferencia de la 

primera porque esta carece de pleurocistidios y presenta queilocistidios tipo células en cepillo 

entremezclados con elementos ampulosos a ventricosos que a veces están ramificados o 

tienen un ligero abultamiento en la punta, mientras que difiere de M. trinitatis por presentar 

basidiomas de mayor tamaño [píleo 9–34 mm de diám., estípite 27–50 × 1–2 mm], esporas de 

mayor longitud [8.3–12.5 μm] y queilocistidios completamente hialinos (Singer 1976). Otra 

especie similar en cuanto a la coloración del basidioma es M. brunneoolivascens Wannathes, 

Desjardin & Lumyong, pero esta presenta basidiosporas de mayor tamaño [(11) 12–14 (15) × 

4–5 (6) μm] y pleurocistidios de dos tipos, cilíndricos a claviformes y tipo células en cepillo 

(Wannathes et al. 2009).  

 

Marasmius ferruginoides Antonín Figs. 20-21 

Mycotaxon 89 (2): 403 (2004) 

Píleo 7–20 mm de diám., campanulado, convexo hemisférico a plano cuando maduro, 

centro plano, liso a ligeramente estriado, margen recto a ondulado, borde regular; naranja 

intenso (6A8-6B8) a naranja rojizo (7A8-7B8), tornándose naranja pálido hacia los bordes 

(6A5-6A4), superficie glabra, lisa a velutina, seca, opaca, no higrófana. Contexto fino (< 1 

mm), membranáceo, blanco amarillento (1A2), olor y sabor no testeados. Laminillas libres, 

subdistantes, L= 16-19, l= 4, regulares, opacas, lisas, blanco amarillentas (1A2) a amarillo 

pálidas (1A3), margen recto, concoloro con el borde de las laminillas. Estípite 27–45 × 0.7–

1.3 mm, central, cilíndrico, hueco, igual, cartilaginoso, amarillo pálido (3A3) cuando joven, 

oscureciéndose al madurar, naranja pálido en el ápice (5A3) que se torna concoloro con las 
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laminillas, marrón claro en la parte media (6D7-6D8), marrón oscuro (7E8) hacia la base, con 

micelio basal tomentoso, blanco amarillento (2A2) a amarillo pálido (3A3), superficie glabra, 

lisa, lustrosa. Esporada no observada, presumiblemente blanca(1A1).  

 

Fig. 20. Aspecto general del basidioma y las laminillas de Marasmius ferruginoides. A. OS3-

2-14. B. TC4-3-5. C-D. IG18-2-1. Barras A-C = 20 mm; D = 10 mm. 

 

Basidiosporas 9.1–12.6 (13.6) × 2.9–4.3 µm, x= 11.4 × 3.7 µm, Q= 2.6–3.7, Qx= 3.1, 

n= 20, N= 2, oblongas a subcilíndricas, hialinas, lisas, inamiloides, de paredes delgadas. 

Basidios no observados. Basidiolas 16.1–20 × 4.3–6.6 μm claviformes, lisas, hialinas, de 

paredes delgadas, inamiloides. Pleurocistidios 19.8–23 × 4.3–6 μm, clavados fusoides a 

subcilíndricos, inconspicuos, algunos con el ápice levemente mucronado, casi no sobrepasan 

la capa de basidios y basidiolas, distinguibles de estas por su contenido granuloso, hialinos, 

inamiloides, de paredes delgadas, lisas. Queilocistidios en forma de células en cepillo del 
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tipo Siccus, cuerpo principal 8.2–20.9 × 3.7–5.6 μm, claviforme a subcilíndrico, de paredes 

finas, hialinas, con espinas apicales de 3–6.5 μm de long., cilíndricas, filiformes, simples a 

bifurcadas, abundantes, hialinas. Trama himenoforal fuertemente dextrinoide, subregular, 

compuesta de hifas entrelazadas, cilíndricas, hasta 8 μm de diám., lisas, hialinas, de paredes 

delgadas. Pileipellis himeniforme, compuesta por células en cepillo del tipo Siccus, cuerpo 

principal 8.6–17.8 × 3–7.7 μm, de paredes delgadas, hialinas, con espinas apicales cortas, 

hasta 7.1 µm de long., cilíndricas, filiformes, simples, abundantes, meleas. Estipitipellis 

formada por hifas paralelas, elongadas, de paredes engrosadas, hasta 1.5 μm, fuertemente 

dextrinoides. Caulocistidios ausentes. Fíbulas presentes. 

Hábito y hábitat: gimnopoide, creciendo en hojarasca, solitario o en pequeños 

grupos.  

Distribución conocida: Camerún, República Democrática del Congo, Ghana, 

Kenia, Nigeria (Antonín 2004, 2007) y Madagascar (Shay et al. 2017). Este 

registro constituye la primera cita de esta especie para Argentina.  

Material examinado: ARGENTINA, Prov. Misiones: Dpto. San Ignacio, 

Reserva Privada Osununú, 27°16'49.9" S, 055°34'37,6" O, 181 m snm, 

19/IV/2017, leg. Ramirez N. et al., OS3-2-14 (CTES). Id. Parque Provincial Teyú 

Cuaré, 27°17'06.8" S, 055°35'06,3" O, 218 m snm, 20/IV/2017, leg. Ramirez N. 

et al., TC4-3-5 (CTES). Id. Dpto. Iguazú, Parque Nacional Iguazú, 25°39'17.8" S, 

054°27'32.2" O, 182 m snm, 3/X/2018, leg. Ramirez N. et al., IG18-2-1 (CTES). 

 

Fig. 21. Caracteres microscópicos de Marasmius ferruginoides. A. Basidiosporas. B. Corte 

transversal de la laminilla. C. Queilocistidios. D. Detalle de la pileipellis. Barras = 10 μm. 
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Observaciones: Esta especie se caracteriza por su píleo relativamente pequeño [7–20 

mm de diám.], campanulado a plano de color naranja rojizo, laminillas libres sin collario, 

estípite marrón oscuro de superficie lustrosa, basidiosporas oblongas a subcilíndricas, 

pleurocistidios claviformes, queilocistidios en forma de células en cepillo y ausencia de 

caulocistidos. El material original presenta basidiomas cuya coloración del píleo es amarrillo 

pálido a naranja amarillento (Antonín 2004), mientras que los ejemplares aquí descriptos 

coinciden con los descriptos para Madagascar (Shay et al. 2017), exhibiendo una coloración 

naranja intensa. Asimismo, Shay et al. (2017) reportan pleurocistidios más grandes [26.4–

38.4 × 4.8–7.2 µm], a veces lobados con el ápice a menudo mucronado o capitado, mientras 

que los materiales aquí descriptos presentan el ápice levemente mucronado. Una especie muy 

similar en cuanto a coloración del píleo y caracteres micromorfológicos es M. ferrugineus 

(Berk.) Berk. & Curtis, pero difiere principalmente en presentar esporas más largas [15–21 

µm long.] y pleurocistidios más grandes [28.5–57 × 7–17 µm] (Singer 1976). Otra especie 

con la cual se la puede confundir fácilmente es M. suthepensis Wannathes, Desjardin & 

Lumyong, descripta originalmente para Thailandia (Wannathes et al. 2009) y luego registrada 

en Brasil (Oliveira et al. 2020b). Sin embargo, se diferencia de esta principalmente por la 

coloración del píleo que exhibe tonos amarillentos a naranja amarronado y el mayor tamaño 

de los pleurocistidios [27–43 × 5–7 μm] (Wannathes et al. 2009).  

Análisis filogenético 

La matriz incluyó 118 secuencias pertenecientes a 54 taxones clasificados dentro de la 

sección Globulares subsección Leonini (Oliveira et al. 2020b). El grupo externo estuvo 

conformado por secuencias de M. cohaerens (Pers.) Cooke & Quél. y M. cohaerens var. 

mandshuricus Kiyashko, E.F. Malysheva & Antonín, pertenecientes a la sección Globulares 

Subsección Spinulosi. Todas las secuencias utilizadas para este análisis se encuentran 

detalladas en la Tabla 4. El alineamiento resultó en un total de 820 caracteres, de los cuales 

413 eran sitios conservados, 373 variables y 306 parsimonioso-informativos. Los mejores 

modelos de sustitución fueron estimados como TIM3+I+G, JC y HKY+G para ITS1, 5.8S e 

ITS2 respectivamente. 

El análisis de Máxima Verosimilitud arrojó un árbol con una topología similar a la 

Inferencia Bayesiana, por lo que se exhibe únicamente este último con los valores de soporte 

de PP / BS para apoyar los nodos compatibles entre ambos (Fig. 22). Dicha filogenia apoya 

que la secuencia IG18-2-1 es conespecífica con M. ferruginoides, con valores de soporte de 

PP = 1 y BS = 100. Dicha especie se ubica dentro de la serie Graminicolae y se encuentra 
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relacionada con el clado que contiene a M. elaeocephaliformis C.L. Grace, Desjardin & B.A. 

Perry, M. luteoolivaceus J.S. Oliveira, M. hobbitii J.S. Oliveira y las cepas brasileñas de M. 

graminícola Speg.  

Por su parte, Marasmius guaraniticus se encuentra estrechamente relacionado a M. 

trinitatis Dennis (PP = 1 y BS = 98), siendo este último clado el grupo hermano de 

Marasmius hygrophanus (PP 0 0.99 y BS = 95). Estas tres especies sumadas a M. insolitus 

Kiyashko & E.F. Malysheva y M. coarctatus Wannathes, Desjardin & Lumyong, forman un 

clado bien definido (PP = 0.99) que no se encuentra ubicado dentro de las series ya definidas 

por Oliveira et al. (2020b). 

Marasmius teyucuarensis se encuentra relacionada a M. cladophyllus var. glaberripes 

con soporte moderado (BS = 72) ocupando junto a esta última una posición aislada basal 

respecto al resto de los miembros de la subsección Leonini. 
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Fig. 24. Árbol consenso obtenido por el Análisis de Inferencia Bayesiana basado en 

secuencias de ITS de especies de Marasmius sect. Globulares subsect. Leonini. Las 

secuencias obtenidas en este trabajo se indican en negrita, mientras que los clados que 

conforman están en los recuadros sombreados. Los valores de soporte, cuando están 

presentes, consisten en la probabilidad posterior (PP) seguida del bootstrap (BS), separados 

por una /. Sólo se anotaron los nodos con un apoyo superior al 50% y se muestran los valores 

de soporte superiores a 0,90/70 (- indica un valor inferior). El nombre de los clados 

corresponde a Oliveira et al. (2020b). 

Tabla 4. Set de datos de secuencias de ITS de Marasmius utilizadas en los análisis 

filogenéticos, clasificadas por grupos infragenéricos ss. Oliveira et al. (2020b). El doble guión 

(--) indica que esa especie no fue asignada a ninguna serie. Las secuencias generadas en este 

estudio se indican en negrita, mientras que las disponibles en GenBank se encuentran en: a 

Antonín et al. (2010a), b Oliveira et al. (2020b), c Aime & Phillips-Mora (2005), d 

Wannathes et al. (2009), e Kiyashko et al. (2014), f Ramirez et al. (2021a), g Shay et al. 

(2017), h Niveiro & Angelini (s/d), i Niveiro et al. (2018), j Grace et al. (2019), k Tan et al. 

(2009), l Oliveira et al. (2014), m Antonín et al. (2012), n Sharafudheen & Manimohan 

(2018), o Antonín et al. (2010b). 

Especie Seccion/Subseccion/Serie Voucher ITS 

M. aurantioferrugineusa Globulares/Leonini/-- KG 254 FJ904962 

M. aurantioferrugineusa Globulares/Leonini/-- HCCN GBDS-

2861 

FJ904963 

M. aurantioferrugineusa Globulares/Leonini/-- HCCN3571 FJ904964 

M. bellusb Globulares/Leonini/-- JO299 KP635208 

M. cf. cladophyllusc Globulares/Leonini/-- MCA1837 AY916705 

M. cladophyllus var. 

glaberripesb 

Globulares/Leonini/-- JO87 KP635163 

M. cladophyllus var. 

glaberripesb 

Globulares/Leonini/-- JO518 KP635164 

M. coarctatusd Globulares/Leonini/-- NW315 EU935541 

M. coarctatusd Globulares/Leonini/-- NW385 EU935542 

M. guaraniticus Globulares/Leonini/-- IG11-1-5 Este estudio 

M. guaraniticus Globulares/Leonini/-- IG11-1-6 Este estudio 

M. hygrophanus  Globulares/Leonini/-- OS1-1-6 Este estudio 

M. hygrophanus  Globulares/Leonini/-- OS1-4-14 Este estudio 

M. hygrophanus  Globulares/Leonini/-- OS12-3-20 Este estudio 
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M. insolituse Globulares/Leonini/-- LE289497 KF774162 

M. insolituse Globulares/Leonini/-- LE289498 KF774163 

M. jalapensisf Globulares/Leonini/-- 414F MT441867 

M. katangensisg Globulares/Leonini/-- JES227 KX148991 

M. occultatiformise Globulares/Leonini/-- LE295995 KF774157 

M. occultatiformise Globulares/Leonini/-- LE295976 KF774151 

M. occultatiformise Globulares/Leonini/-- LE295973 KF774153 

M. occultatiformise Globulares/Leonini/-- VLA M-16.439 KF774161 

M. ruberb Globulares/Leonini/-- DED8669 KP635193 

M. sph Globulares/Leonini/-- ANGE503 s/d 

M. teyucuarensis Globulares/Leonini/-- TC4-2-6 Este estudio 

M. tricystidiatusf Globulares/Leonini/-- NR100 MT441866 

M. tricystidiatusi Globulares/Leonini/-- CB T6-2 MF683959 

M. trinitatisb Globulares/Leonini/-- JO306 KP635200 

M. congregatusb Globulares/Leonini/Corrugati JO122 KP635165 

M. congregatusb Globulares/Leonini/Corrugati JO307 KP635166 

M. congregatusb Globulares/Leonini/Corrugati JO332 KP635167 

M. congregatusb Globulares/Leonini/Corrugati JO468 KP635168 

M. corrugatiformisj Globulares/Leonini/Corrugati DED8233 KX953757 

M. corrugatiformisj Globulares/Leonini/Corrugati DED8326 KX953756 

M. corrugatiformisg Globulares/Leonini/Corrugati Buyck 97.425 KX148981 

M. corrugatusb Globulares/Leonini/Corrugati JO85 KP635169 

M. corrugatusb Globulares/Leonini/Corrugati JO336 KP635170 

M. corrugatusb Globulares/Leonini/Corrugati JO466 KP635172 

M. corrugatusb Globulares/Leonini/Corrugati JO347 KP635173 

M. corrugatusb Globulares/Leonini/Corrugati JO456 KP635171 

M. pellucidusd Globulares/Leonini/Corrugati NW321 EU935508 

M. pellucidusd Globulares/Leonini/Corrugati NW342 EU935509 

M. pellucidusd Globulares/Leonini/Corrugati NW352 EU935510 

M. pseudoniveoaffinisb Globulares/Leonini/Corrugati JO60 KP635187 

M. pseudoniveoaffinisb Globulares/Leonini/Corrugati JO70 KP635188 

M. pseudoniveoaffinisb Globulares/Leonini/Corrugati MC4536 KP635189 

M. subarborescensj Globulares/Leonini/Corrugati DED8215 KX953755 

M. acerosusk Globulares/Leonini/Graminicolae TYS427 FJ431214 

M. acerosusk Globulares/Leonini/Graminicolae TYS458 FJ431213 

M. adhaesusk Globulares/Leonini/Graminicolae TYS467 FJ431216 

M. adhaesusk Globulares/Leonini/Graminicolae TYS464 FJ431217 
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M. ambicellularisb Globulares/Leonini/Graminicolae JO144 KP635181 

M. bambusiniformisd Globulares/Leonini/Graminicolae NW329 EU935521 

M. bambusiniformisd Globulares/Leonini/Graminicolae NW368 EU935522 

M. bambusiniformisd Globulares/Leonini/Graminicolae NW410 EU935523 

M. brunneoolivascensd Globulares/Leonini/Graminicolae NW112 EU935516 

M. brunneoolivascensd Globulares/Leonini/Graminicolae NW373 EU935517 

M. conchiformisl Globulares/Leonini/Graminicolae JO45 KF741996 

M. conchiformisl Globulares/Leonini/Graminicolae JO117 JX424038 

M. conchiformis var. 

disparl 

Globulares/Leonini/Graminicolae JO290 JX424039 

M. conchiformis var. 

lenipileatusl 

Globulares/Leonini/Graminicolae JO287 JX424042 

M. elaeocephaliformisj Globulares/Leonini/Graminicolae DED8213 KX953758 

M. elaeocephalusj Globulares/Leonini/Graminicolae DED8254 KX953754 

M. ferruginoidesg Globulares/Leonini/Graminicolae JES209 KX148983 

M. ferruginoides Globulares/Leonini/Graminicolae IG18-2-1 Este estudio 

M. graminicolab Globulares/Leonini/Graminicolae JO459 KP635178 

M. graminicolab Globulares/Leonini/Graminicolae JO480 KP635179 

M. graminicolam Globulares/Leonini/Graminicolae BRNM714685 FJ917617 

M. graminicolam Globulares/Leonini/Graminicolae BRNM714696 FJ917618 

M. graminicolam Globulares/Leonini/Graminicolae BRNM714701 FJ917621 

M. graminicolam Globulares/Leonini/Graminicolae BRNM714698 FJ917623 

M. graminicolam Globulares/Leonini/Graminicolae BRNM718799 HQ607378 

M. graminicolam Globulares/Leonini/Graminicolae BRNM718821 HQ607376 

M. griseoroseusl Globulares/Leonini/Graminicolae JO465 KJ173479 

M. griseoroseus var. 

diminutusl 

Globulares/Leonini/Graminicolae JO390 JX424044 

M. hobbitiib Globulares/Leonini/Graminicolae JO309 KP635180 

M. linderioidesl Globulares/Leonini/Graminicolae JO286 JX424037 

M. luteoolivaceusb Globulares/Leonini/Graminicolae JO524 KP635182 

M. makokd Globulares/Leonini/Graminicolae NW201 EU935524 

M. neotropicalisb Globulares/Leonini/Graminicolae JO69 KP635183 

M. neotropicalisb Globulares/Leonini/Graminicolae JO293 KP635184 

M. neotropicalisb Globulares/Leonini/Graminicolae JO325 KP635185 

M. olivascensk Globulares/Leonini/Graminicolae TYS424 FJ431266 

M. suthepensisb Globulares/Leonini/Graminicolae JO329 KP635198 

M. suthepensisb Globulares/Leonini/Graminicolae JO469 KP635199 
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M. suthepensisd Globulares/Leonini/Graminicolae TYS280 EU935520 

M. leoninusb Globulares/Leonini/Leonini JO84 KP635209 

M. leoninusb Globulares/Leonini/Leonini JO320 KP635162 

M. araucariae var. 

siccipesd 

Globulares/Leonini/Luteoli NW364 EU935511 

M. auratusd Globulares/Leonini/Luteoli NW076 EU935501 

M. auratusd Globulares/Leonini/Luteoli NW175 EU935502 

M. cf. ochroleucuse Globulares/Leonini/Luteoli LE295978 KF912952 

M. cystidiatusn Globulares/Leonini/Luteoli CAL 1672 MH216042 

M. cystidiatusn Globulares/Leonini/Luteoli CAL 1669 MH216191 

M. inthanonensisd Globulares/Leonini/Luteoli NW353 EU935514 

M. jasminodorusd Globulares/Leonini/Luteoli NW294 EU935513 

M. jasminodorusd Globulares/Leonini/Luteoli NW414 EU935515 

M. luteolusd Globulares/Leonini/Luteoli NW138 EU935506 

M. luteolusd Globulares/Leonini/Luteoli NW304 EU935507 

M. ochroleucusd Globulares/Leonini/Luteoli NW299 EU935503 

M. pseudopellucidusd Globulares/Leonini/Luteoli NW186 EU935504 

M. pseudopellucidusd Globulares/Leonini/Luteoli NW305 EU935505 

M. strobiluriformiso Globulares/Leonini/Luteoli BRNM714914 GU266263 

M. strobiluriformiso Globulares/Leonini/Luteoli BRNM714915 GU266264 

M. cohaerenso Globulares/Spinulosi/Cohaerentes BRNM652833 GU266261 

M. cohaerenso Globulares/Spinulosi/Cohaerentes BRNM695761 GU266260 

M. cohaerense Globulares/Spinulosi/Cohaerentes LE253819 KF774173 

M. cohaerense Globulares/Spinulosi/Cohaerentes LE295982 KF774174 

M. cohaerense Globulares/Spinulosi/Cohaerentes TENN067916 KF774178 

M. cohaerense Globulares/Spinulosi/Cohaerentes TENN067870 KF774179 

M. cohaerense Globulares/Spinulosi/Cohaerentes TENN061237 KF774177 

M. cohaerense Globulares/Spinulosi/Cohaerentes LE7646 KF774175 

M. cohaerens var. 

mandshuricuse 

Globulares/Spinulosi/Cohaerentes LE29599 KF774167 

M. cohaerens var. 

mandshuricuse 

Globulares/Spinulosi/Cohaerentes LE295990 KF774168 

M. cohaerens var. 

mandshuricuse 

Globulares/Spinulosi/Cohaerentes LE295988 KF774169 

M. cohaerens var. 

mandshuricuse 

Globulares/Spinulosi/Cohaerentes LE295987 KF774170 

M. cohaerens var. Globulares/Spinulosi/Cohaerentes LE295986 KF774171 
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mandshuricuse 

M. cohaerens var. 

mandshuricuse 

Globulares/Spinulosi/Cohaerentes VLA M-16444 KF774172 

    

 

Marasmius sect. Globulares Kühner emend. Antonín & Noordeloos, subsect. 

Globulares J.S. Oliveira & Moncalvo, serie Brunneospermi J.S. Oliveira & 

Moncalvo 

Marasmius magnus A.C. Magnago & J.S. Oliveira  Figs: 23-24 

Phytotaxa 266 (4): 275. 2016. 

Píleo 20–60 mm de diám., convexo a umbonado, campanulado cuando joven, superficie 

seca, glabra o finamente aterciopelada, levemente estriada, marrón rojizo (8E8 a 8E5) en el 

centro, con estrías rojo pastel (8A4) a rojo grisáceo (8C6), las cuales se observan claramente 

en especímenes jóvenes, especímenes sobremaduros generalmente uniformemente coloreados 

con sectores más oscuros, marrón oscuro (8F4 a 8F7); margen entero, levemente ondulado, 

recto a levemente recurvado, formando una característica línea marginal blanca (1A1) la cual 

se va perdiendo en la madurez. Contexto delgado, hasta 3 mm de espesor, blanquecino (1A1), 

membranáceo. Olor y sabor indistintos. Laminillas libres a anexas, no collariadas, distantes, 

blancas (1A1), volviéndose blanco amarillentas (1A2) en especímenes sobremaduros, 

ventricosas, hasta 6 mm de espesor, margen entero, concoloro, 20–21 laminillas por 

basidioma con 1–2 (3) lamélulas entre laminillas, sin intervenosas. Estípite 30–75 × 6–8 mm, 

central, cilíndrico, recto, hueco, robusto, de consistencia cartilaginosa, blanco (1A1), 

volviéndose grisáceo (5B1) a anaranjado grisáceo (5B2), en la madurez castaño amarillento 

(4A2 a 4C3), superficie glabra a fibrilosa, seca, con tomento basal blanquecino (1A1). 

Esporada blanca (1A1).  

Basidiosporas 6.8–8 × 2.5–4 μm, x= 6.9 × 3.3 μm, Q= 2–2.4, Qx= 2.1, n= 25, N= 2, 

oblongas a subcilíndricas, con una leve depresión suprahilar, hialinas, lisas, inamiloides, de 

paredes delgadas. Basidios 28–35 × 4–6 μm, claviformes, 4-esporados, de paredes delgadas, 

lisas, hialinas, inamiloides. Basidiolas 24–32 × 4–7 μm claviformes, lisas, hialinas, de 

paredes delgadas, inamiloides, abundantes. Pleurocistidios 35–48 × 4–6 μm, claviformes a 

cilíndrico-clavado, con el ápice obtuso, hialinos, lisos, inamiloides, de paredes delgadas. 

Queilocistidios ausentes. Trama himenoforal fuertemente dextrinoide, subregular, 

compuesta de hifas entrelazadas, cilíndricas, hasta 12 μm de diám., lisas, hialinas, de paredes 

delgadas. Pileipellis himeniforme, compuesta por células en cepillo del tipo Siccus, cuerpo 
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principal 10–22 × 5–11 μm, de paredes levemente engrosadas, hialinas, con espinas apicales 

erectas, cortas a elongadas, 5–20 × 1–2.5 μm, cilíndricas, filiformes, simples, de paredes 

engrosadas, abundantes, méleas. Estipitipellis formada por hifas de hasta 11 μm de diám., 

paralelas, elongadas, dextrinoides, de paredes levemente engrosadas, méleas. Caulocistidios 

18–24 × 4–6 μm, cilíndricos a lageniformes, ocasionalemnte 2-lobulados, dispersos y poco 

abundantes. Fíbulas presentes. 

Hábito y hábitat: gimnopoide, gregarios, creciendo sobre hojarasca y pequeñas 

ramas en descomposición de dicotiledóneas no identificadas.  

Distribución conocida: Brasil (Magnago et al. 2016) y Argentina (Ramirez et al. 

2021b). 

 

Fig. 23. Marasmius magnus [A-C = N. Niveiro 3096, D = Ramirez N. SE 3-7.]. A. Aspecto 

general del basidioma y hábitat. B. Detalle de las laminillas. C. Detalle de la superficie del 
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píleo y el margen. D. Aspecto general del basidioma y detalle de las laminillas. Escalas A, D 

= 20 mm; C-D =10 mm. 

Material examinado: ARGENTINA, Prov. Misiones: Dpto. Cainguas, Parque 

Provincial Salto Encantado, 27°03'39" S, 054°49'36.5" O, 430 m snm, 02/V/2015, 

leg. Ramirez N. SE 3-7 (CTES). Ibíd. Dpto. San Pedro, Parque Provincial Saltos 

del Moconá, 27°09'02" S, 53°54'05" O, 334 m snm, 26/III/2017, N. Niveiro 3096 

(CTES). Ibíd. Dpto. San Ignacio, Parque Provincial Teyú Cuaré, Sendero de la 

Reina Victoria, 27°16'56.6" S, 055°35'36.9" O, 181 m snm, 18/IVX/2017, leg. 

Ramirez N. & Thomann M.L. TC2-4-30 (CTES). 

 

Fig. 24. Caracteres microscópicos de Marasmius magnus [N. Niveiro 3096]. A. 

Basidiosporas. B. Basidios. C. Basidiolas. D. Pleurocistidios. E. Elementos de la pileipellis. 

F. Caulocistidios. Barra = 10 μm. 

 

Observaciones: Marasmius magnus se caracteriza por sus basidiomas grandes que 

pueden superar los 100 mm de diám., la coloración del píleo rojiza amarronada hacia el 

centro, con tonalidades anaranjadas hacia el margen, finalizando en una línea marginal 

blanquecina, sus basidiosporas oblongas a subcilíndricas, relativamente cortas (6.8–8 μm), y 

laminillas distantes cuyo margen presenta elementos fértiles, sin queilocistidios. Los 
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materiales analizados difieren en algunos caracteres con el material tipo descripto por 

Magnago et al. (2016), por ejemplo, el tamaño del píleo no supera los 60 mm de diám., 

mientras que se describe especímenes de hasta 120 mm en la descripción original; la 

coloración es más oscura, con predominancia de tonos marrón rojizos a rojizos grisáceos, en 

vez de los tonos anaranjados predominantes descriptos originalmente, además de observarse 

pleurocistidios más chicos (hasta 50 μm long.), mientras que lo describen de hasta 87 μm 

long. en el material tipo. Sin embargo, la mayoría de las características morfológicas (ej. 

habito gimnopoide, estípite robusto fibriloso, margen del píleo blanquecino, número, 

distanciamiento y coloración de laminillas, tamaño de las basidiosporas) conllevan al 

concepto de M. magnus.  

Las diferencias encontradas probablemente se deben al análisis de especímenes en 

diferentes estados de desarrollo, o quizás porque los mismos presentan una mayor variabilidad 

fenotípica que los especímenes analizados en la descripción original. Filogenéticamente, el 

espécimen argentino es conespecífico con los materiales descriptos para Brasil según las 

regiones analizadas (ITS1, 5.8s e ITS2), constituyendo un clado bien soportado (PP = 1 y BS 

= 100) (Fig. 1). A su vez, M. magnus se relaciona con M. brunneospermus Har. Takah., M. 

fusicystidiosus Antonín, Ryoo & D. H. Shin, M. macrocystidiosus Kiyashko & E. F. 

Malysheva y M. albimyceliosus Corner, conformando la serie Brunneospermi (Oliveira et al. 

2020b). Si bien todas estas especies comparten caracteres morfológicos similares, como 

basidiomas relativamente grandes, robustos, con estípites cilíndricos, laminillas anchas y 

esporas relativamente pequeñas, M. magnus representa la excepción en relación a la estructura 

de la pileipellis, siendo la única especie de la serie con células en cepillo, mientras que las 

otras especies presentan células globosas lisas (Oliveira et al. 2020b), características de la 

sección Globulares s.str. Singer (1986). Por otro lado, M. magnus presenta similitudes 

morfológicas con otras especies de la tribu Pseudocorrugatus (serie Haematocephalii), como 

ser basidiomas relativamente grandes, con coloraciones marrón rojiza a anaranjadas, estípite 

cilíndrico, robusto, fibroso, esporas oblongas a subcilíndricas que no superan los 13 μm de 

long., y presencia de pleurocistidios poco desarrollados que no sobrepasan el himenio (Singer 

1976, Magnago et al. 2016). 

De estas, M. spegazzinii (Kuntze) Sacc. & P. Syd., es una especie de amplia 

distribución, que convive en el mismo sitio de estudio, y es probablemente confundida con M. 

magnus. Ambas especies pueden diferenciarse porque M. spegazzinii presenta laminillas 

próximas, estípite más delgado, basidiosporas más largas (7.3–11 × 2.3–4.1 μm) y 

queilocistidios con forma de células en cepillo (Singer 1976). Estas diferencias también son 

válidas para otras especies similares como M. aztecus Singer, especie conocida de México 
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(Singer 1976) y M. floridanus Murrill conocida para el este de Estados Unidos (Desjardin 

1991). Al observarse especímenes de M. magnus con coloraciones más oscuras, rojizas 

amarronadas, también podría confundirse con otras especies como M. yarizae Singer, M. 

hylaeae Singer y M. pseudocorrugatus Singer, las cuales presentan basidiomas relativamente 

grandes (aprox. 30 mm diám.) con laminillas distantes (Singer 1976), al igual que los 

materiales aquí estudiados. Sin embargo, estas especies se diferencian por la ausencia de una 

línea marginal blanquecina en la superficie del píleo, tener esporas más grandes, en el rango 

de 8–11 μm de long., y presentar queilocistidios en forma de células en cepillo (Singer 1976). 

Marasmius buzungulo Singer, descripta para África tropical, es otra especie que presenta 

ciertas similitudes con M. magnus como basidiomas relativamente grandes, con coloraciones 

amarronadas rojizas (más similar a los especímenes argentinos), esporas pequeñas y arista 

lamelar con queilocistidios muy dispersos (Antonín 2007), pero se diferencia por sus 

laminillas apretadas, pileipellis formada por elementos lisos entremezclados con células en 

cepillo y sus esporas más pequeñas (4.5–6.5 × 2.7–3.5 μm). 

 

Análisis filogenético 

La matriz incluyó 47 secuencias pertenecientes a 12 taxones clasificados dentro de la 

sección Globulares subsección Globulares, más el grupo externo (Oliveira et al. 2020b). El 

alineamiento resultó en un total de 817 caracteres, de los cuales 533 eran sitios conservados, 

267 variables y 201 parsimonioso-informativos. Los mejores modelos de sustitución fueron 

estimados como HKY+G, TPM1 y TIM3+G para ITS1, 5.8S e ITS2 respectivamente. 

El análisis de Máxima Verosimilitud arrojó un árbol con la misma topología que la 

Inferencia Bayesiana, por lo que se exhibe únicamente este último con los valores de soporte 

de PP / BS para apoyar los respectivos nodos compatibles entre ambos (Fig. 25). Nuestra 

filogenia respalda la secuencia NIV3096 como conespecífica con Marasmius magnus, con 

valores de soporte de PP = 1 y BS = 100 (Fig. 25). Dicha especie se encuentra relacionada con 

otros miembros de la serie Brunneospermi dentro de la subsección Globulares. 



   75 

Fig. 25. Árbol consenso obtenido por el Análisis de Inferencia Bayesiana basado en 

secuencias de ITS de especies de Marasmius sect. Globulares subsect. Globulares. La 

secuencia obtenida en este trabajo se indica en negrita dentro del recuadro sombreado. Los 

valores de soporte, cuando están presentes, consisten en la probabilidad posterior (PP) seguida 

del bootstrap (BS), separadas por una /. Sólo se anotaron los nodos con un apoyo superior al 

50% y se muestran los valores de soporte superiores a 0,90/70 (- indica un valor inferior). El 

nombre de los clados corresponde a Oliveira et al. (2020b). 

 

Tabla 5. Set de datos de secuencias de ITS de Marasmius utilizadas en los análisis 

filogenéticos, clasificadas por grupos infragenéricos ss. Oliveira et al. (2020b). El doble guión 

(--) indica que esa especie no fue asignada a ninguna serie. Las secuencias disponibles en 

GenBank se encuentran en: a Oliveira et al. (2020), b Razaq et al. (2013), c Wannathes et al. 

(2009), d Antonín et al. (2010a), e Kiyashko et al. (2014), f Magnago et al. (2016), g Este 
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estudio, h Seok et al. (GanBank), I Matheny et al. (2006), j Boskovic & Galovic (GenBank), 

k Wang et al. (2015), l Schoch et al. (2012), m Antonín et al. (2014). 

Especie Sección/Subsección/Serie Voucher ITS 

M. pallidibrunneusa Globulares/Globulares/-- MC4706 KP635186 

M. albimyceliosusb Globulares/Globulares/Brunneospermi KP-13 HF546218 

M. albimyceliosusc Globulares/Globulares/Brunneospermi NW422 EU935544 

M. brunneospermusd Globulares/Globulares/Brunneospermi BRNM714568 FJ904966 

M. brunneospermusd Globulares/Globulares/Brunneospermi BRNM714569 FJ904967 

M. brunneospermusd Globulares/Globulares/Brunneospermi KG 237 FJ904968 

M. brunneospermusd Globulares/Globulares/Brunneospermi KPM-NC 

0005011 

FJ904969 

M. fusicystidiosusd Globulares/Globulares/Brunneospermi BRNM714567 FJ917624 

M. macrocystidiosuse Globulares/Globulares/Brunneospermi LE295996 KF774136 

M. magnusf Globulares/Globulares/Brunneospermi FLOR55928 KX228849 

M. magnusf Globulares/Globulares/Brunneospermi FLOR55963 KX228846 

M. magnusf Globulares/Globulares/Brunneospermi ICN179251 KX228847 

M. magnusf Globulares/Globulares/Brunneospermi ICN179252 KX228848 

M. magnusf Globulares/Globulares/Brunneospermi FLOR55929 KX228850 

M. magnusg Globulares/Globulares/Brunneospermi N. Niveiro 3096 MZ293494 

M. nigrodiscuse Globulares/Globulares/Silvicolae Halling 9236 KF774137 

M. nigrodiscuse Globulares/Globulares/Silvicolae TENN49976 KF774138 

M. nigrodiscuse Globulares/Globulares/Silvicolae TENN59556 KF774139 

M. nigrodiscuse Globulares/Globulares/Silvicolae TENN049828 KF774140 

M. silvicolaa Globulares/Globulares/Silvicolae JO357 KP635194 

M. silvicolaa Globulares/Globulares/Silvicolae JO362 KP635195 

M. silvicolaa Globulares/Globulares/Silvicolae JO366 KP635196 

M. maximush Globulares/Globulares/Wynnearum ASIS21445 KF668300 

M. maximusd Globulares/Globulares/Wynnearum BRNM714570 FJ904976 

M. maximusd Globulares/Globulares/Wynnearum BRNM714571 FJ904977 

M. maximusd Globulares/Globulares/Wynnearum KG229 FJ904975 

M. maximusd Globulares/Globulares/Wynnearum KG224 FJ904974 

M. nivicolad Globulares/Globulares/Wynnearum BRNM714573 FJ904971 

M. nivicolad Globulares/Globulares/Wynnearum BRNM714574 FJ904972 

M. nivicolad Globulares/Globulares/Wynnearum BRNM714572 FJ904970 

M. nivicolad Globulares/Globulares/Wynnearum KPM NC 6038 FJ904973 

M. oreadesh Globulares/Globulares/Wynnearum ASIS21388 KF668290 

M. oreadesb Globulares/Globulares/Wynnearum KP 3 HF546217 
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M. oreadesi Globulares/Globulares/Wynnearum PBM2701 DQ490641 

M. oreadesj Globulares/Globulares/Wynnearum SAF2837 MK226505 

M. oreadesk Globulares/Globulares/Wynnearum xsd08131 FJ481042 

M. wynneaed Globulares/Globulares/Wynnearum HCCN-G86 FJ904979 

M. leveilleanusc Leveilleani NW248 EU935566 

M. leveilleanusc Leveilleani NW268 EU935567 

M. graminuml Marasmius/Sicciformes NN005953 JN943595 

M. nigrobrunneusc Marasmius/Sicciformes NW162 EU935570 

M. nigrobrunneusc Marasmius/Sicciformes NW223 EU935572 

M. nigrobrunneus f. 

cinnamoneusc 

Marasmius/Sicciformes NW120 EU935578 

M. ruforotulam Marasmius/Sicciformes BRMN714674 FJ936150 

M. ruforotulam Marasmius/Sicciformes BRMN714676 FJ936152 

M. tenuissimusc Neosessiles NW192 EU935568 

M. tenuissimusc Neosessiles NW199 EU935569 

    

 

Marasmius sect. Marasmius (Pers. Ex St. Amans) Fr., subsect. Sicciformes 

Antonín 

Marasmius ypyrangensis J.S. Oliveira Figs. 26-27 

Pl. Syst. Evol. 306 (31): 41 (2020) 

Píleo 2–10 mm de diám., ampliamente parabólico a convexo, a veces tendiendo a plano 

en ejemplares maduros, centro papilado, dentro de una región umbilicada, sulcado-estriado 

desde la región central hacia el margen, margen recto a ondulado, borde regular; naranja-

naranja amarronado (6B7-6C7), con estrías más oscuras de color naranja rojizo (7A8-7B8) a 

naranja amarronado (7C8), naranja pálido (5A4-5A5) hacia los bordes, papila marrón oscuro 

(6F8-7F8) rodeada por una zona más pálida que el resto del píleo, algunos ejemplares 

exhibieron el píleo con tonos más pálidos y uniformes, naranja pálido (6A3) a naranja 

grisáceo (6C3), papila marrón oscuro (6F8); superficie glabra, velutina bajo lupa, seca, opaca, 

no higrófana. Contexto muy fino (< 1 mm), membranáceo, blanco amarillento (1A2), olor 

indistinguible y sabor no testeado. Laminillas unidas formando un collario, poco evidente en 

ejemplares maduros, subdistantes, L= 11–14, l= 1, regulares, opacas, lisas, blanco amarillento 

(1A2) a amarillo pálido (1A3), margen entero, concoloro con los lados de la laminilla. 

Estípite 23–152 × 0.5–1 mm, central, cilíndrico, hueco, igual, cartilaginoso, ápice amarrillo 

pálido (2A3-4A3), volviéndose marrón pálido (6D5) a marrón oscuro (6E7-6E8) hacia la 
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base; superficie glabra, lisa, lustrosa; base inserta en el sustrato. Esporada no observada, 

presumiblemente blanca (1A1). 

 

Fig. 26. Aspecto general del basidioma de Marasmius ypyrangensis. A. IG10-1-2. B. OS17-1-

3. C. IG16-2-1. D. IG16-3-1. Barras A-B = 20 mm; C-D = 10 mm. 

 

Basidiosporas 8.9–12 × 3.9–4.7 µm, x= 10.4 × 4.4 µm, Q= 2.2–2.8, Qx= 2.4, n= 25, N= 

2, oblongas a subcilíndricas, subclavadas a lacrimoides, algunas veces con una leve depresión 

suprahilar, hialinas, lisas, inamiloides, de paredes delgadas. Basidios 25–30 × 5.5–9.5µm, 

claviformes, 4-esporados. Basidiolas 21.1–26,5 × 5–6.5 μm claviformes, hialinas, de paredes 

delgadas, inamiloides, abundantes. Pleurocistidios ausentes. Queilocistidios en forma de 

células en cepillo del tipo Siccus, cuerpo principal (8.7) 10.1–19.1 × 4–9.3 μm, de paredes 

delgadas que se engrosan hacia el ápice, hialinas, con espinas apicales erectas, hasta 4.8 µm 

de long., cilíndricas, digitiformes a filiformes, simples, algunas veces 2-3 lobadas, 
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abundantes, meleas, formando una capa continua a lo largo del borde de la laminilla. Trama 

himenoforal levemente dextrinoide, irregular, compuesta de hifas entrelazadas, cilíndricas, 

hasta 6 μm de diám., lisas, hialinas, de paredes delgadas. Pileipellis himeniforme, compuesta 

por células en cepillo del tipo Siccus, cuerpo principal (6.5) 8.2–16.2 × (3.7) 5–9.2 μm, de 

paredes delgadas, levemente engrosadas en el ápice, con espinas apicales de hasta 5 μm de 

long., cilíndricas, digitiformes de contorno irregular, meleas a amarillo pálido, abundantes. 

Estipitipellis formada por hifas de hasta 6 µm de diám., paralelas, elongadas, de paredes 

engrosadas, dextrinoides. Caulocistidios ausentes. Fíbulas presentes. 

Hábito y hábitat: marasmioide, gregario, creciendo sobre pecíolos, hojas caídas 

y ramas finas en descomposición. 

Distribución conocida: Brasil (Oliveira et al. 2020a). Este registro constituye la 

primera cita de esta especie para Argentina. 

Material examinado: ARGENTINA, Prov. Misiones: Dpto. Iguazú, Parque 

Nacional Iguazú, 25°41’19.7” S, 054°28’26.3” O, 186 m snm, 13/X/2017, leg. 

Ramirez N. et al., IG10-1-2 (CTES). Ibíd. Camino al aeropuerto, 25°43'29.9" S, 

054°28'08.6" O, 239 m snm, 02/X/2018, leg. Ramirez N. et al., IG16-3-1 (CTES). 

Íb. IG16-2-1 (CTES). Dpto. San Ignacio, Reserva Privada Osununú, Camino a la 

aldea, 27°17'08.4" S, 055°34'08.0" O, 201 m snm, 30/IX/2018, leg. Ramirez N. et 

al. OS17-1-3 (CTES). 

 

Fig. 27. Caracteres microscópicos de Marasmius ypyrangensis. A. Basidiosporas. B. Corte 

transversal de la laminilla. C. Queilocistidios. D. Detalle de la pileipellis. Barras = 10 μm. 
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Observaciones: Esta especie se distingue por presentar un estípite muy elongado en 

relación al diámetro del píleo [estípite 23–152 mm long., píleo 2–10 mm de diám.,] y la 

coloración llamativa de este último que varía en tonos anaranjado pálido a naranja rojizo. 

Respecto a la descripción original (Oliveira et al. 2020a), el píleo presenta coloraciones más 

intensas y no se observaron células lisas, generalmente irregulares en contorno, en los cortes 

de los ejemplares aquí analizados. Las restantes características tanto macroscópicas como 

microscópicas coinciden con las del material tipo, incluso las secuencias de ITS de los 

materiales aquí examinados mostraron un 100% de identidad con M. ypyrangensis. Una 

especie similar en cuanto a la coloración del píleo es M. guayanensis var. erythrocephalus 

Singer descripta para Bolivia (Singer 1976), pero difiere principalmente en la coloración 

negra del estípite y la longitud del mismo [10-40 mm], y el menor número de laminillas [L= 

8-11] (Singer 1976). Otra especie muy semejante en cuanto a caracteres macroscópicos es M. 

brunneoaurantiacus Antonín & Buyck conocida para Madagascar. Sin embargo, se diferencia 

en la longitud del estípite [16–67 mm], basidiosporas en promedio más pequeñas [x= 9.3 × 4.2 

µm] y hábito, creciendo principalmente en hojas de bambú (Shay et al. 2017). Marasmius 

nigrobrunneus f. cinnamomeus Wannathes, Desjardin & Lumyong descripta para Tailandia es 

otra especie con la cual se la puede confundir, sin embargo, esta presenta un estípite más 

pequeño [8–60 × 0.1–0.3 mm] que crece directamente desde un rizomorfo, células no 

setulosas o lisas en la pileipellis y suele estar asociada a hojas y tallos de monocotiledóneas 

(Wannathes et al. 2009). Marasmius pallidocinctus Singer es otra especie muy similar, que 

comparte caracteres como el aspecto general (estípite muy elongado y pileo pequeño), tamaño 

similar y microscopia similar, pero se diferencia porque esta especie presenta coloraciones 

más oscuras, llegando a ferruginea y marrón (Singer 1976). 

 

Moniliophthora atlantica Ramirez & Niveiro sp. nov.  Figs. 28-29 

Holotipo: ARGENTINA, Prov. Misiones: Dpto. San Ignacio, Reserva Privada 

Osununú, 27°17'09.3" S, 055°34'03.6" O, 206 m snm, 30/IX/2018, leg. Ramirez N. et al., 

OS17-2-7 (CTES). 

Etimología: el epíteto atlantica hace referencia al sitio donde fue colectado esta 

especie, la Selva Atlántica Argentina. 

Píleo 3–20 mm de diám., circular, convexo a plano convexo, aplanado cuando maduro, 

subumbonado a ligeramente deprimido en el centro, sulcado-estriado, margen a veces 

incurvado tendiendo a plano, borde regular; de color rojizo pálido (7A3-8A3) a rojizo pastel 
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(7A4-8A4), rojo mate (8B4-8C4) a rojo grisáceo (8B5-8C5), generalmente más oscuro cerca 

del centro, marrón rojizo (8D7-8E6-7); superficie fibrilosa a pubescente, seca, opaca, no 

higrófana. Contexto fino (< 1 mm), membranáceo, blanco amarillento (1A2), olor y sabor no 

registrados. Laminillas anexas a anchamente adnatas, subdistantes, regulares, a veces 

furcadas hacia el margen y con intervenosas, con 3 series de lamélulas, lisas, blanco 

amarillento (1A2) a amarillo pálido (1A3), margen entero, concoloro con los lados de las 

laminillas. Estípite 2–12 × 0.8–2 mm, central, a veces levemente lateral, cilíndrico, hueco, 

igual, ápice concoloro con las laminillas, blanco amarillento (4A2), tornándose naranja pálido 

hacia la mitad del estípite (6A4-6B4), oscureciéndose hacia la base, marrón rojizo (9E6-7) a 

marrón oscuro (9F6-8), superficie fibrilosa a pubescente bajo lupa, más notorio hacia la base, 

con base inserta en el sustrato. Esporada no observada, presumiblemente blanco amarillento 

(1A2). 

 

Fig. 28. Aspecto general del basidioma de Moniliophthora atlantica. A. TC17-2-7. B. IG25-

1-15. C-D. OS18-1-5. E-F. TC19-2-1. Barras = 20 mm. 
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Basidiosporas (7) 8.2–11.1 × 4.5–6.2 (7.2) µm, x= 9.4 ± 0.77 × 5.6 ± 0.45 µm, Q= 1.4–

2.1, Qx= 1,7 ± 0.12, n= 25, N= 2, elipsoidales a oblongas, amigdaliforme en vista lateral, con 

una leve depresión suprahilar, hialinas, lisas, inamiloides, de paredes delgadas, gutuladas. 

Basidios 34.7–50 × 7.5–9 μm, 4-esporados, claviformes, de paredes delgadas. Basidiolas 

22.2–34 × 4–7.7 μm claviformes, de paredes delgadas, abundantes. Pleurocistidios ausentes. 

Queilocistidios 18–33.2 × 2.5–6.4 μm, estrechamente cilíndricos a claviformes, a veces con 

una protuberancia apical digitiforme, ápice redondeado, de paredes delgadas. Trama 

himenoforal subregular, compuesta de hifas entrelazadas, cilíndricas, hasta 7 μm de diám., 

hialinas, inamiloides, de paredes delgadas. Pileipellis en un cutis, compuesto por hifas 

postradas, cilíndricas a infladas, de hasta 8 μm de diám., de paredes delgadas, hialinas, 

inamiloides, cubierta por abundantes pelos incrustados con fíbulas en la base. Pelos 50–315 × 

4–8.5 μm, aciculares, de paredes engrosadas, hasta 3 μm, dextrinoides, a veces con septos 

secundarios, ápices redondeados, no se tornan verde oliváceo en KOH. Estipitipellis formada 

por hifas cilíndricas de hasta 8 µm de diám., paralelas, elongadas, dextrinoides. Pelos 20.1–

44.1 × 4.4–8.3 μm, de paredes engrosadas, hasta 2 μm, similares a los pelos de la superficie 

del píleo, más abundantes en ejemplares jóvenes. Fíbulas presentes en todos los tejidos. 

Hábito y hábitat: marasmioide, creciendo en pequeñas ramas recién caídas y 

tallo de lianas vivas. 

Material Examinado: ARGENTINA, Prov. Misiones: Dpto. San Ignacio, 

Reserva Privada Osununú, 27°17'09.3" S, 055°34'03.6" O, 206 m snm, 

30/IX/2018, leg. Ramirez N. et al., OS17-2-7 (CTES) (holotipo). Íd. OS18-2-5 

(CTES). Ibid. Parque Provincial Teyú Cuaré, 27°17'05.5" S, 055°35'21.1" O, 177 

m snm, 01/X/2018, leg. Ramirez N. et al., TC19-2-1 (CTES); Dpto. Iguazú, 

Parque Nacional Iguazú, 25°43'29.2" S, 054°28'08.6" O, 239 m snm, 02/X/2018, 

leg. Ramirez N. et al., IG16-3-11 (CTES). Ibid. Palmital, 25°41'19.7" S, 

054°28'26.3" O, 186 m snm, 13/X/2017, leg. Ramirez N. et al., IG10-1-1 (CTES). 
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Fig. 29. Caracteres microscópicos de M. atlantica. A. Basidiosporas. B. Basidios. C. 

Queilocistidios. D. Caulocistidios. E. Detalle de la pileipellis. Barras = 10 μm. 

 

Análisis filogenético 

La matriz incluyó 35 secuencias pertenecientes a 20 taxones de Moniliophthora y 

géneros relacionados, a saber, Crinipellis, Chaetocalathus y Marasmius (Tabla 6). Se utilizó 

una secuencia de Tetrapyrgos nigripes (Fr.) E. Horak para enraizar el árbol (Kropp & Albee-

Scott 2012). El alineamiento resultó en un total de 602 caracteres, de los cuales 367 eran sitios 

conservados, 235 variables y 150 informativos por parsimonia. Los mejores modelos de 

sustitución fueron estimados como TPM2uf+G, K80 y SYM+G para ITS1, 5.8S e ITS2 

respectivamente. 

El análisis de Máxima Verosimilitud arrojó un árbol con una topología similar a la 

Inferencia Bayesiana, por lo que se exhibe únicamente este último con los valores de soporte 

de PP / BS para los nodos compatibles entre ambos (Fig. 30). En la filogenia se observan dos 

clados principales: Chaetocalathus, que agrupa a todas las especies representadas en este 
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análisis, aunque sin un buen soporte estadístico, y el clado Moniliphthora/Crinipellis (PP = 

0.93). Dentro de este último, podemos encontrar que la especie aquí propuesta, M. atlantica, 

conforma un clado bien soportado (PP = 0.99 / BS = 100) como grupo hermano de M. 

perniciosa (Stahel) Aime & Phillips-Mora (PP = 1 / BS = 98). 

  

Observaciones: Moniliophthora atlantica se caracteriza por desarrollar basidiomas de 

tamaño pequeño a mediano [píleo 3–20 mm de diám., estípite 2–12 × 0.8–2 mm], de 

coloración rojiza a violácea, cubierto por pelos que mantienen su coloración cuando entran en 

contacto con KOH. Una de las especies más similares en cuanto a coloración y aspecto 

general del basidioma es M. perniciosa, pero difiere de esta principalmente en la forma y 

tamaño de los queilocistidios (forma de botella, de 35–50 × 9–14 μm), la longitud de los 

basidios (31–32 μm) y de los pelos del píleo (80–150 μm) (Singer 1976). Otra especie muy 

similar en cuanto a coloración es M. marginata Kerekes, Desjardin & Vikineswary, descripta 

para Malasia, pero se diferencia de esta por presentar las laminillas marginadas con el borde 

de color marrón rojizo (10D6), basidiosporas en promedio más pequeñas (x = 7.0 ± 1.0 × 4.0 

± 0.6 μm), basidios más cortos (35–36 μm) y pelos del estípite más largos (60–150 μm) 

(Kerekes & Desjardin 2009). Filogenéticamente se relaciona con el clado que contiene a M. 

perniciosa + M. brasiliensis. Un estudio reciente basado en 3 marcadores moleculares (a 

saber, ITS, LSU y RPB1) ha demostrado que esta última es un sinónimo de M. perniciosa 

(Lisboa et al. 2020), por lo que la nueva especie aquí descripta representa el grupo hermano 

de M. perniciosa. Esta última especie está ampliamente estudiada ya que es la causante de la 

principal enfermedad del cacao (Theobroma cacao L.) denominada “Escoba de bruja”, y ha 

sido reportada en numerosos hospedantes de distintas familias como ser Malvaceae, 

Malpighiaceae, Solanaceae, Bixaceae, Sapindaceae, Asteraceae y lianas no identificadas, 

posiblemente pertenecientes a las Bignoniaceae (Lisboa et al. 2020). Dichos autores 

observaron en los hospedantes la presencia de síntomas causados por el hongo, concluyendo 

que existen formas de vida no patógenos (en lianas y Allophylus edulis (A. St.-Hil., A. Juss. & 

Cambess.) Hieron. ex Niederl.) y patógenos (en el resto de los hospedantes estudiados). 

Considerando dicho criterio y la ausencia de síntomas o anomalías visibles en los hospedantes 

de M. atlantica al momento de la colecta, se puede catalogar a esta especie como no patógena. 

Sin embargo, puede ocurrir que los síntomas aparezcan en una etapa más avanzada de 

infección, es decir, posterior al muestreo, razón por la cual no fue observada. Es por ello, que 

se considera necesario un muestreo más amplio a lo largo del tiempo y estudios que abarquen 

otras regiones del genoma para definir esta cuestión. 
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Fig. 30. Árbol consenso obtenido por el Análisis de Inferencia Bayesiana basado en 

secuencias de ITS de Moniliophthora y géneros relacionados. Las secuencias obtenidas en 

este trabajo se indican en negrita, mientras que la nueva especie se destaca en el recuadro 

sombreado. Los valores de soporte, cuando están presentes, consisten en la probabilidad 

posterior (PP) seguida del bootstrap (BS), separados por una /. Sólo se anotaron los nodos con 

un apoyo superior al 50% y se muestran los valores de soporte superiores a 0,90/70 (- indica 

un valor inferior). 
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Tabla 6. Set de datos de secuencias de ITS de Moniliophthora y géneros relacionados utilizadas en los 

análisis filogenéticos. Las secuencias disponibles en GenBank se encuentran en: a Adnaan Farook,V. 

(GenBank), b Kerekes & Desjardin (2009), c Aime & Phillips-Mora (2005), d Bodensteiner et al. 

(2004), e Este estudio, f Wannathes et al. (2009), g Kropp & Albee-Scott (2012), h Niveiro et al. 

(2020a), i Arruda et al. (2005), j Marelli, J-P (GenBank), k Figueira et al. (GenBank), l Phillips-Mora 

et al. (2006a), m Phillips-Mora et al. (2006b), n Evans et al. (2003), o Koch et al. (2018). 

Especie Voucher  
Código de 

acceso de ITS 

Chaetocalathus columellifera AF330 MW295463 

Chaetocalathus columelliferb JFK72 FJ167665 

Chaetocalathus columelliferc MCA2538 AY916686 

Chaetocalathus craterellusb sn223 FJ167664 

Chaetocalathus fragilisb DED6359 FJ167661 

Chaetocalathus fragilisb JFK122 FJ167662 

Chaetocalathus galeatusb JFK67 FJ167663 

Chaetocalathus liliputianusc MCA485 AY916682 

Chaetocalathus liliputianusd C61867 AY571032 

Chaetocalathus liliputianuse IG28-1-2 Este estudio 

Chaetocalathus magnusb DED4763 FJ167666 

Crinipellis aff. iopusb RW774 FJ167636 

Crinipellis aff. iopusb RW829 FJ167638 

Crinipellis aff. iopusb AV97/312 FJ167637 

Crinipellis aff. iopusb AV97/404 FJ167639 

Crinipellis malesianab BO AR491 NR_119706 

Crinipellis scabellad PB302 AY571033 

Marasmius crinisequif NW348 EU935555 

Moniliophthora aurantiacag UTC253824 JN692482 

Moniliophthora canescensb DED7518 FJ167668 

Moniliophthora mayarumh Lodge BZ511 MT162718 

Moniliophthora perniciosai 

(como M. brasiliensis) 

CMR UB 2053 AY317137 

Moniliophthora perniciosaj KG06 EU047935 

Moniliophthora perniciosaj 73-6-01 EU047929 

Moniliophthora perniciosak CP37 AY216470 

Moniliophthora perniciosac MCA2520 AY916743 

Moniliophthora roreril MCA2953 DQ222925 

Moniliophthora rorerim MCA2954 DQ222927 
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Moniliophthora roreri var. gilerin IMI389649 AY230255 

Moniliophthora spc MCA2500 AY916754 

Moniliophthora spj MCA2501 MT162719 

Moniliophthora atlantica OS17-2-7 Este estudio 

Moniliophthora atlantica IG16-3-11 Este estudio 

Moniliophthora ticoih Halling 6433 MT162721 

Moniliophthora ticoih Niveiro 2249 MT162720 

Tetrapyrgos nigripeso MCA6925 MG717370 

   

 

 

Pluteus meridionalis Menolli & Capelari Figs. 31-32 

Phytotaxa 118 (2): 84 (2014) 

Píleo 10–25 mm de diám., convexo, hemisférico a campanulado, umbonado, levemente 

estriado hacia el margen, margen recto, borde regular; blanco a gris pálido (1A1-1B1), con 

estrías grisáceas (1B2) cuando maduro, centro gris pálido (1D1) a gris oscuro (1F1), 

superficie glabra, fibrilosa en el centro, seca, opaca. Contexto fino de 1-2 mm de espesor en 

el centro del píleo, más delgado hacia los márgenes, blanco amarillento (1A2), sin cambios 

cuando se lo corta, olor y sabor no testeados. Laminillas libres, apretadas, regulares, opacas, 

lisas, blanco amarillento (1A2) a amarillo pálido (1A3) cuando joven, rosadas en la madurez 

(8A1), margen entero, concoloro con los lados de la laminilla, con lamélulas de distintas 

longitudes. Estípite 22–50 × 0.7–2.5 mm, central, cilíndrico, hueco, base levemente 

ensanchada, ápice concoloro con píleo, gris amarillento (2B3) hacia la base, la cual presenta 

algunas fibrillas blanquecinas; superficie glabra, lisa. Esporada rosada (8A3). 

Basidiosporas 6.1–10 × 5–7.7 µm, x= 7.7 × 6.1 µm, Q= 1–1.6, Qx= 1.3, n= 30, N= 2, 

subglobosas, globosas a ampliamente elipsoidales hialinas, lisas, inamiloides, de paredes 

engrosadas (hasta 1 µm de espesor), meleas en KOH. Basidios 16.4–24.3 × 5.7–8.5 µm, 

claviformes, 4-esporados, de paredes delgadas, lisas, hialinas, inamiloides. Basidiolas no 

observadas. Pleurocistidios 44.5–76.3 × 9.5–25.8 μm, lageniformes a utriformes, hialinos, 

inamiloides, de paredes delgadas, ápice generalmente obtuso, algunos subcapitados o 

truncados. Queilocistidios semejantes a los pleurocistidios, pero más pequeños, 43–67.3 × 

10.5–18.9 μm, lageniformes, hialinos, inamiloides, ápice obtuso. Trama himenoforal 

divergente, compuesta de hifas cilíndricas, hasta 12 μm de diám., lisas, hialinas, de paredes 

delgadas. Pileipellis en un cutis, compuesta por hifas alargadas y postradas de hasta 7 μm de 
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diám.; elementos terminales elongados, 89–192.4 × 9.2–20 μm, mayormente cilíndricos, 

algunos con la porción subapical ensanchada, ápice generalmente obtuso, algunos capitados. 

Estipitipellis formada por hifas de 5–13 µm de diám., paralelas, elongadas. Caulocistidios 

ausentes. Fíbulas presentes. 

Hábito y hábitat: Pluteoide, gregario, creciendo sobre tronco húmedo en 

putrefacción.  

Distribución conocida: Brasil (Menolli et al. 2014). Este registro constituye la 

primera cita de esta especie para Argentina. 

Material Examinado: ARGENTINA, Prov. Misiones: Dpto. San Ignacio, 

Parque Provincial Teyú Cuaré, Sendero de Borgman, 27°16'52.0" S, 055°35'22.0" 

O, 114 m snm, 11/X/2019, leg. Ramirez N. et al., TC30-4-1 (CTES). 

 

Fig. 31. Pluteus meridionalis [TC30-4-1]. A-B. Aspecto general del basidioma. C. Detalle 

del píleo. D. Detalle de las laminillas y el estípite. Barras = 10 mm. 
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Observaciones: Esta especie se caracteriza por la coloración del píleo con tonos que 

van desde el blanco al gris pálido con el umbo gris oscuro, laminillas libres y rosadas en la 

madurez, basidiosporas subglobosas y pleurocistidios, al igual que los queilocistidos, 

lageniformes a utriformes. El ejemplar aquí descripto se diferencia de la descripción original 

realizada por Menolli et al. (2014) en el tamaño más pequeño del basidioma, el patrón de 

fibrillas que se ubican únicamente en el centro del píleo mientras que en el material tipo 

cubre toda la superficie, y la longitud de las células terminales de la pileipellis [192.4 vs. 140 

μm]. A pesar de carecer de uno de los elementos característicos de la sección, los cistidios 

metuloides, esta especie pertenece a la sección Pluteus. Justo et al. (2011), en base a 

secuencias de ITS, reconocen que pueden existir linajes filogenéticos crípticos dentro del 

concepto morfológico de Pluteus glaucotinctus E. Horak, integrado por las colecciones 

Gossens-Fontana 5274, Thoen 5546, SP394380 y SP394384. A partir de estas muestras, 

Menolli et al. (2014) estudian las características morfológicas de este complejo y las 

relaciones filogenéticas en base a las regiones ITS y tef1, delimitando a P. meridionalis 

Menolli & Capelari (Brasil - SP394380 y SP394384) y P. thoenii Menolli & Minnis 

(República Democrática del Congo - Thoen 5546) como especies diferentes de P. 

glaucotinctus (República Democrática del Congo - Gossens-Fontana 5274), además de 

describir dos nuevos integrantes para este complejo: P. izurun P. Arrill. & Justo (España) y P. 

padanilus Justo & C.K. Pradeep (India). Todas estas especies antes mencionadas guardan una 

gran similitud en cuanto a caracteres morfológicos, sin embargo, presentan una distribución 

bien delimitada.  

Pluteus glaucotinctus es la especie más similar en cuanto a caracteres 

macromorfológicos y coloración del basidioma, sin embargo, se diferencia por el mayor 

tamaño del píleo [hasta 90 mm], el menor tamaño de las células terminales de la pileipelis 

[70–90 × 12.0–17.0 μm], y la presencia de pigmentos intracelulares de color marrón pálido 

en los queilocistidios (Horak 1977, Menolli et al. 2014). Por su parte, Pluteus izurun presenta 

el mismo patrón de distribución de las fibrillas en la superficie del píleo, pero se diferencia 

por la coloración verde azulada en la base del estípite, por la presencia de elementos 

terminales de la pileipellis más elongados [hasta 380 µm] y por la forma de los 

queilocistidios, delgadamente lageniformes a delgadamente utriformes, a veces mucronado 

con una pequeña papila en el ápice (Menolli et al. 2014). Otra especie semejante es P. 

padanilus, quien se diferencia por la coloración azul verdosa en la base del estípite y tonos 

marrones a grises en el píleo, sumado a las basidiosporas de menor tamaño [(6.0–) 6.5–8.0 × 

(4.5–) 5.0–6.0 μm]. La última especie del complejo es P. thoenii, la cual difiere de P. 
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meridionalis por presentar pleurocistidios ovoides, clavados a oblongos y queilocistidios más 

largos y angostos [53–94 × 12.0–15.0 μm], delgadamente utriformes, cilíndricos, 

lageniformes a flexuosos (Menolli et al. 2014). 

 

Fig. 32. Caracteres microscópicos de P. meridionalis. A. Basidiosporas en reactivo de 

Melzer. B. Basidiosporas en floxina. C. Pleurocistidios. D. Queilocistidios. E. Elementos 

terminales de la pileipellis. F. Detalle del ápice de los elementos terminales. Barras A-B = 10 

μm; C-D, F = 20 μm; E = 40 μm. 

Análisis filogenético 

En primera instancia se construyó una matriz con distintas secuencias de ITS de 

especies representantes de las tres secciones infragenéricas de Pluteus: Pluteus, Hispidoderma 

Fayod y Celulloderma Fayod, y se realizó un análisis de Máxima Verosimilitud, el cual 

agrupa todas las especies del complejo P. glaucotinctus con el máximo valor de soporte 

(BS=100) (Anexo 4). Sin embargo, un muestreo restringido a especies de este complejo sirvió 

para evitar la pérdida de datos informativos en el alineamiento a nivel de especie, aumentando 

automáticamente los valores de soporte de los nodos y mejorando la resolución de las 

relaciones filogenéticas relativas entre taxones más cercanos. Esta última matriz incluyó 12 

secuencias de 5 taxones pertenecientes al complejo Pluteus glaucotinctus, entre ellas P. 

hongoi Singer y P. cervinus (Schaeff.) P. Kumm. como grupo externo (Menolli et al. 2014). 

Todas las secuencias utilizadas para este análisis se encuentran detalladas en la Tabla 7. 
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Fig. 33. Árbol consenso obtenido por el Análisis de Inferencia Bayesiana basado en 

secuencias de ITS de especies del complejo Pluteus glaucotinctus. La secuencia obtenida en 

este trabajo se indica en negrita, mientras que en los recuadros sombreados se indican las 

secuencias conespecíficas. Los valores de soporte, cuando están presentes, consisten en la 

probabilidad posterior (PP) seguida del bootstrap (BS), separados por una /. Sólo se anotaron 

los nodos con un apoyo superior al 50% y se muestran los valores de soporte superiores a 

0,90/70. 

 

El alineamiento resultó en un total de 652 caracteres, de los cuales 554 eran sitios 

conservados, 92 variables y 65 parsimonioso-informativos. Los mejores modelos de 

sustitución fueron estimados como TIM2+G, JC y HKY+G para ITS1, 5.8S e ITS2 

respectivamente. Se muestra únicamente el resultado del análisis de Inferencia Bayesiana con 

los valores de soporte de PP / BS para apoyar los nodos compatibles con el análisis de MV, 

debido a que ambos exhibieron la misma topología (Fig. 33). La filogenia construida en 

primera instancia (Anexo 3) apoya que la secuencia TC30-4-1 pertenece al complejo antes 

mencionado, mientras que el análisis de MV indica que es conespecífica con P. meridionalis, 

con un valor de soporte de BS = 82 (Fig. 33). Este grupo se encuentra relacionado de igual 

manera con P. padanilus, P. izurun y una secuencia de P. meridionalis (LASR64), siendo el 

grupo hermano del clado que conforman P. glaucotinctus y P. thoenii con un soporte de PP = 
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1 y BS = 100. Sin embargo, debido a que una secuencia de P. meridionalis adoptó una 

posición distante del resto de las secuencias de la misma especie, se concluye que las 

secuencias de ITS por si solas no son capaces de detectar las diferencias entre especies muy 

cercanas o complejo de especies, siendo que para detectar las diferencias entre ellas, se 

necesitan estudios multidisciplinarios que abarquen otras regiones del genoma. 

 

Tabla 7. Set de datos de secuencias de ITS del complejo Pluteus glaucotinctus y especies 

relacionadas utilizados en los análisis filogenéticos. Las secuencias disponibles en GenBank 

se encuentran en: a Justo et al. (2011), b Justo et al. (2014), c Menolli et al. (2014).  

Especie 
Voucher  

(Código herbario) 

Código de 

acceso de 

ITS 

Pluteus cervinusa REG 13641 HM562152 

Pluteus glaucotinctusa Gossens-Fontana 5274 HM562131 

Pluteus hongoib AJ323 KJ009598 

Pluteus izurun (como P. 

glaucotinctus)c 

ARAN-Fungi 300824-1 JQ065023 

Pluteus izurun (como P. 

glaucotinctus)c 

ARAN-Fungi 300824-2 JQ065024 

Pluteus meridionalis (como P. 

glaucotinctus)a 

LASR64 (SP394380) HM562147 

Pluteus meridionalis (como P. 

glaucotinctus)a 

MC4412 (SP394384) HM562157 

Pluteus meridionalisc FK1084 KJ009767 

Pluteus meridionalis TC30-4-1 Este estudio 

Pluteus padanilusb Pradeep14418 KJ009768 

Pluteus padanilusb Pradeep13844 JQ801374 

Pluteus thoenii (como P. 

glaucotinctus)a 

Thoen 5546 HM562132 
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Trogia cantharelloides (Mont.) Pat. Figs. 34-35 

Essai Tax. Hyménomyc. (Lons-le-Saunier): 129 (1900) 

≡ Panus cantharelloides Mont., Annls Sci. Nat., Bot., 1: 120, 1854. 

Píleo 10–70 mm de diám., infundibuliforme, liso, margen entero y enrollado cuando 

joven, luego ondulado a rimoso, algunas veces con grietas que sobrepasan el tercio del píleo, 

borde regular; amarillo grisáceo (4B3-4C3) a gris amarillento (3B2-4B2) con el centro marrón 

amarillento (5D4-5E4) cuando joven, algunas veces más oscuros, naranja grisáceo (5B4) a 

naranja amarronado (5C4) con el centro marrón claro (5D4), en ocasiones se forman líneas 

circulares concéntricas del mismo color que el centro del píleo, margen blanco amarillento 

(2A2) a gris amarillento (2B2), superficie glabra, seca, opaca. Contexto fino (< 2 mm), 

blanco amarillento (1A2), sin cambios cuando se lo corta, olor y sabor no testeados. 

Laminillas decurrentes, apretadas, regulares a ocasionalmente bifurcadas, opacas, lisas, lila 

(16B3-16B4) a gris liláceo (16B2) cuando joven, gris amarillento (3B2) en la madurez, 

margen entero, concoloro con los lados de la laminilla, con lamélulas de distintas longitudes. 

Estípite 22–50 × 1–2.5 mm, central o excentrico, cilíndrico, fistuloso, blanco amarillento 

(2A2) a gris amarillento (2B2), con abundante micelio basal blanquecino; superficie glabra, 

lisa. Esporada no observada, presumiblemente blanca (1A1). 

Basidiosporas 3–5.3 × 1.9–3.1 µm, x= 3.9 × 2.5 µm, Q= 1.2–2.2, Qx= 1.6, n= 36, N= 2, 

subglobosas a ampliamente elipsoidales, lacrimoides, hialinas, lisas, inamiloides, de paredes 

delgadas. Basidios 25.2–28.5 × 4.2–5.9 µm, claviformes, 2-4-esporados, de paredes delgadas, 

lisas, hialinas, inamiloides. Basidiolas 17.9–20 × 2.9–3.5 µm, claviformes, de paredes 

delgadas, lisas, hialinas, inamiloides. Pleurocistidios ausentes. Queilocistidios ausentes. 

Trama himenoforal irregular, compuesta de hifas cilíndricas entelazadas entre sí, de hasta 8 

μm de diám., lisas, hialinas, de paredes delgadas a algo engrosadas (hasta 1 μm). Pileipellis 

en un cutis, compuesta por hifas entremezcladas alargadas, postradas de 2.1–4 μm de diám. 

Pileocistidios ausentes. Estipitipellis formada por hifas de 1.9–4.3 µm de diám., elongadas y 

entremezcladas formando una densa red. Caulocistidios ausentes. Fíbulas presentes en todos 

los tejidos. 

Hábito y hábitat: Clitocibioide, gregario, creciendo sobre la hojarasca, en 

ocasiones sobre el suelo.  

Distribución conocida: Brasil (Singer 1965, Wartchow et al. 2011), Colombia 

(Velásquez et al. 1989), Venezuela, Puerto Rico, Panamá, Bélice, El Salvador, 
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Trinidad y Tobago, Guayana Francesa, México, Nicaragua, Costa Rica, Perú, 

Honduras, Bolivia, Estados Unidos y África (GBIF 2022). Este registro 

constituye la primera cita formal de esta especie para Argentina. 

Material Examinado: ARGENTINA, Prov. Misiones: Dpto. San Ignacio, 

Reserva Privada Osununú, Sendero Vainilla, 27°16'46.9" S, 055°34'39.6" O, 180 

m snm, 17/IV/2017, leg. Ramirez N. & Thomann M.L., OS1-4-3 (CTES). Ib. 

27°16'46.9" S, 055°34'37.6" O, 181 m snm, 19/IV/2017, leg. Ramirez N. & 

Thomann M.L., OS3-2-7 (CTES). Id. Dpto. Iguazú, Parque Nacional Iguazú, 

Cruce rutas 12 y 101, 25°40'07.2" S, 054°29'53.4" O, 227 m snm, 20/III/2017, 

leg. Ramirez N. et al., IG5-4-19 (CTES). Id. IG5-4-20 (CTES). Dpto. Gral. 

Manuel Belgrano, San Antonio, Instalaciones del INTA, Campo anexo Manuel 

Belgrano, en plantaciones de Araucaria angustifolia, 26°3'8.3" S, 053°46'14.0" 

O, 23/03/2017, N. Niveiro et al. 3146 (CTES). 

 

Fig. 34. Aspecto general del basidioma Trogia cantharelloides. A. IG5-4-19. B. OS1-4-3. C. 

IG5-4-20. D. OS3-2-6. Barras = 20 mm. 
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Fig. 35. Caracteres microscópicos de Trogia cantharelloides. A. Basidiosporas. B. Corte de 

la pileipellis. C. Corte de la estipitipellis. Barras A-B = 10 μm; C = 30 μm. 

Observaciones: Esta especie se caracteriza por sus basidiomas infundibuliformes, con 

laminillas decurrentes de tonos lilaceos, delgadas, apretadas y ocasionalmente furcadas 

(Corner 1966). Si bien Trogia es un genero diverso con mas de 150 taxones descriptos 

(www.indexfungorum.org), no son muchas las especies que presentan formas similares a 

Lentinus, con basidiomas infundibuliformes, himenoforo lamelado y sin cistidios (grupo C ss. 

Corner 1966). La especie mas proxima es T. infundibuliformis Berk. & Broome, con 

distribución principalmente asiática, que se diferencia por la superficie del píleo con 

tonalidades lilaceas y las esporas de mayor longitud (7–8 um) (Corner 1966). Otras especies 

del mismo grupo son T. pleurotoides Corner, que se diferencia por sus tonalidades azul-

verdosas, y T. ochreophylla Corner, que se diferencia por su estípite lateral o excéntrico y la 

superficie del píleo con tonalidades grisaceas a amarillentas (Corner 1966).  

Si bien es una especie de amplia disctribución, conocida desde Florida hasta Argentina, 

no existen muchos registros formales y descripciones completas en la bibliografia (Corner 

1966, Velásquez et al. 1989), siendo muchas de estas observaciones realizadas en plataformas 

como iNaturalist (https://www.inaturalist.org/), o eventos desarrollados en el marco de la 

misma. 
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Aspectos ecológicos  

Diversidad espacial 

Diversidad alfa 

Riqueza y abundancia de especies de la SAA 

Durante el período de muestreo, se ha obtenido un total de 2746 registros pertenecientes 

a 528 especies/morfoespecies de hongos agaricoides en la Selva Atlántica Argentina (ver 

Anexo 5). Aproximadamente el 40 % (n=1085) fueron clasificados a nivel específico, el 52 % 

(n=1418) como morfoespecie perteneciente a algún género, el 3 % (n=93) como morfoespecie 

perteneciente a alguna familia y el 5 % restante (n=150) no pudo ser clasificado dentro de las 

categorías anteriores ya que no contaban con las estructuras necesarias para su identificación 

debido a que eran ejemplares jóvenes e infértiles, sobremaduros, o bien se encontraban en mal 

estado de conservación (Fig. 37). 

 

Fig. 37. Nivel de determinación de los ejemplares colectados en la Selva Atlántica Argentina 

(SAA).  

La totalidad de los ejemplares registrados se encuentra distribuida en 21 familias, dentro de 

las cuales, las que presentan el mayor número de representantes son Marasmiaceae, 

Agaricaceae, Mycenaceae y Omphalotaceae, con 100, 97, 42 y 38 especies/morfoespecies 

respectivamente (Fig. 38). 
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Fig. 38. Riqueza de especies de hongos agaricoides de la Selva Atlántica Argentina (SSA) 

distribuida por familia. 

Considerando la abundancia de ejemplares colectados, la familia que cuenta con mayor 

número de registros es Marasmiaceae (37 %, 1014 registros) seguida de Agaricaceae (14 %, 

378 registros), Mycenaceae (11 %, 314 registros) y Omphalotaceae (8 %, 214 registros). El 

resto de las familias cuenta con una abundancia de individuos menor al 5% (Fig. 39). 

 

Fig. 39. Abundancia (%) de ejemplares de hongos agaricoides registrados en la Selva 

Atlántica Argentina (SAA) distribuida por familia. 
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Teniendo en cuenta el número de especies por género, el que presentó mayor riqueza 

fue Marasmius (71) seguido por Mycena (36), Marasmiellus (24), Pluteus (24.), Lepiota (19) 

y Leucoagaricus (19). Los géneros restantes no superan las 13 especies cada uno (Fig. 40). 

 

Fig. 40. Abundancia de especies/morfoespecies de hongos agaricoides de la Selva Atlántica 

Argentina (SSA) distribuidas en cada género. 

De todas las especies halladas en la SAA, las que presentan una mayor abundancia son 

Marasmius haematocephalus (Mont.) Fr. (n=78), seguida por Trogia cantharelloides (Mont.) 

Pat. (n=66), Marasmius ypyrangensis J.S. Oliveira (n=65), Clitopilus aff. scyphoides (n=62), 

Marasmius longisporus (n=58), Marasmius spegazzinii (Kuntze) Sacc. & P. Syd. (n=51), 

Crinipellis carecomoeis (Berk. & Curtis) Singer (n=47), Mycena holoporphyra (Berk. & 

M.A. Curtis) Singer (n=47), Marasmius leoninus Berk. (n=43), Gymnopus atlanticus V. 

Coimbra, Pinheiro, Wartchow & Gibertoni (n=34), Marasmius cohortalis (n=32) y 

Marasmius cladophyllus Berk. (n=30) (Fig. 41). El resto de las especies no superaron los 30 
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registros, presentando la mayoría de ellas, menos de 10 registros (455 

especies/morfoespecies) (ver Anexo 5). 

Considerando todos los registros obtenidos, 204 especies/morfoespecies han sido 

encontradas una única vez, ya sea en uno u otro distrito de la SAA. 

 

Fig. 41. Especies mas abundantes de la Selva Atlántica Argentina (SAA). 

Estimación de la riqueza específica de hongos agaricoides de la SAA 

Según los estimadores de riqueza utilizados, durante el período de muestreo, se pudo 

registrar entre el 67,2% (Chao 2) y el 70,3 % (Chao 1) de las especies esperadas (Tabla 8). 

Graficando estos resultados, se observa que el extremo de la curva de acumulación de 

especies observadas (Sobs) no alcanzó una asíntota, indicando que el número de especies 

registradas aumentará conforme se continúen con los eventos de muestreo en el área. Este 

mismo comportamiento de la curva presentaron los estimadores analizados (Fig. 42). 

Tabla 8. Número de especies observadas (Sobs) y esperadas (ACE, Chao 1 y Chao 2) para la 

Selva Atlántica Argentina (SAA). 

 Sobs ACE Chao 1 Chao 2 

SAA 528 767,6 750,6 786 

% muestreado  68,8 70,3 67,2 
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Fig. 42. Riqueza de especies observadas (Sobs) y estimadas por ACE, Chao 1 y Chao 2 para 

la Selva Atlántica Argentina (SAA).  

 

Diferencias en la diversidad de hongos agaricoides entre el distrito de las Selvas Mixtas y 

el distrito de los Campos 

Riqueza y abundancia de especies 

En el distrito de las Selvas Mixtas (DSM) se observó una mayor riqueza con 368 

especies/morfoespecies y 1407 registros, mientras que el distrito de los Campos (DC) contó 

con 1339 registros pertenecientes a 332 especies/morfoespecies (Anexo 5). En la Fig. 43 se 

observan las curvas de acumulación de especies de la SAA, visualizándose una pequeña 

diferencia entre los sitios estudiados, presentando el DSM apenas 36 especies/morfoespecies 

más que el DC. El índice de diversidad de Shannon-Wiener indica que el DSM es levemente 

menos diverso que el DC, con valores de 5,21 y 5,27 respectivamente. Sin embargo, dicha 

diferencia no fue estadísticamente significativa. (Tabla 9). Por otra parte, el índice de 

diversidad verdadera arrojó valores de 169 y 184,2 especies efectivas para el DSM y el DC 

respectivamente, siendo este último 0,09 veces más diverso que el DSM.  
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Fig. 43. Curvas de acumulación de especies para ambos distritos de la Selva Atlántica 

Argentina (SAA). DSM: distrito de las Selvas Mixtas, DM: distrito de los Campos. 

 

Tabla 9. Valores de diversidad de hongos agaricoides en los distritos de la Selva Atlántica 

Argentina (SAA).  

 Sobs H´ exp(H´) Var t df p 

DSM 368 5,21 169,0 0,0011 -1,37 2711,3 0,168 

DC 332 5,27 184,2 0,0008    

 

Referencias: Sobs: riqueza de especies observadas, H´: índice de diversidad de Shannon-

Wiener, exp (H´): número efectivo de especies, Var: varianza, t: valor del Test de Student, 

df: grados de libertad, p: probabilidad asociada. 

Si bien la riqueza de especies en cada sitio es elevada, la composición específica de la 

misma es diferente, aunque se mantienen constantes los géneros dominantes en ambos 

distritos. Se observó que el DC presenta una mayor diversidad en los géneros dominantes, 

entre los cuales, quienes contaron con un mayor número de especies fueron Marasmius (45) y 

Mycena (22), seguidos por Marasmiuellus (21), Pluteus (18), Lepiota (11) y Leucoagaricus 

(11). Por su parte, el DSM tuvo un marcado predominio del género Marasmius (54), seguido 

por Mycena (30), Pluteus (15), Marasmiellus (14) y Psathyrella (14). Los géneros restantes 

presentaron menos de 10 especies cada uno. 
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Las comunidades estudiadas, no poseen un grupo de especies dominantes, lo que se 

reflejó tanto en los valores elevados de equitabilidad (DSM= 0,8828; DC= 0,9092) cómo en 

los bajos valores de dominancia (DSM= 0,01038; DC= 0,00812) (Tabla 10).  

Por otra parte, se observó una similitud de 0,32575 entre el DSM y el DC, lo que indica 

que el 33% de las especies halladas en la SAA (aproximadamente 172 especies), se 

encuentran representadas en los dos distritos (Fig. 44). 

 

Tabla 10: Riqueza, abundancia e índices de dominancia, equitabilidad y diversidad de hongos 

agaricoides en los distritos de la Selva Atlántica Argentina (SAA).  

 DSM DC 

Riqueza de especies (S) 368 332 

Abundancia 1407 1339 

Dominancia (D) 0,01038 0,008126 

Equitabilidad (J) 0,8828 0,9092 

Índice de Shannon (H´) 5,21 5,27 

 

Referencias: DSM: distrito de las Selvas Mixtas, DC: distrito de los Campos, S: riqueza de 

especies/morfoespecies encontradas, Abundancia: total de individuos relevados. D: índice de 

dominancia de Simpson, J: índice de equitabilidad de Pielou, H´: índice de diversidad de 

Shannon-Wiener. 

 

Fig. 44. Diagrama de Venn donde se representa el número total de especies por sitio 

estudiado, detallando los taxones exclusivos y compartidos del distrito de las Selvas Mixtas y 

el distrito de los Campos.  
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Estructura de las comunidades de hongos agaricoides de los sitios estudiados 

Los ambientes estudiados presentan una curva de rango-abundancia con una 

distribución log-normal, aunque las frecuencias relativas de las especies individuales y la 

composición de las mismas son diferentes en cada sitio. Si bien ambos distritos describen una 

gráfica similar, la composición y dominancia en cada uno de ellos difiere. Mientras que en 

DSM la dominancia está claramente representada por el género Marasmius, en DC cobran 

importancia otros géneros como Trogia y Mycena. Así, el DSM presenta como especies 

dominantes a Marasmius haematocephalus (n=56), seguido de Marasmius longisporus 

(n=50), Marasmius ypyrangensis (n=45), Clitopilus aff. scyphoides (n=41), Crinipellis 

carecomoeis (n=34), Marasmius cladophyllus (n=30) y Marasmius spegazzinii (n=29). Por su 

parte, en el DC predomina Marasmius leoninus con 43 registros, seguido por Trogia 

cantharelloides (n=39), Mycena holoporphyra (n=34), Gymnopus atlanticus (n=27), 

Marasmius haematocephalus (n=22), Marasmius spegazzinii (n=22), y Clitopilus aff. 

scyphoides con 21 registros (Fig. 45). 

 

 

Fig. 45. Curvas de rango-abundancia de las especies del Distrito de las Selvas Mixtas (DSM) 

en negro y del Distrito de los Campos (DC) en gris. M. haem: Marasmius haematocephalus, 

M. lon: Marasmius longisporus, M. ypy: Marasmius ypyrangensis, Cl. scy: Clitopilus aff. 

scyphoides, Cr. Car: Crinipellis carecomoeis, M. clado: Marasmius cladophyllus, M. speg: 

Marasmius spegazzinii, M. leo: Marasmius leoninus, T. cant: Trogia cantharelloides, My. 

holo: Mycena holoporphyra, G. atl: Gymnopus atlanticus. 
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Estimación de la riqueza específica de hongos agaricoides para el DSM y el DC 

Según los estimadores no paramétricos utilizados, en el DSM se pudo registrar entre el 

57,5% (Chao 2) y el 60,7 % (Chao 1) de las especies esperadas (Tabla 11), mientras que en el 

DC se registró entre el 72% y el 79,5% acorde a Chao 2 y Chao 1 respectivamente (Tabla 12). 

Las curvas de acumulación de especies observadas en ambos casos, aún no han alcanzado la 

asíntota (Figs. 46 y 47). 

Tabla 11. Número de especies observadas (Sobs) y esperadas (ACE, Chao 1 y Chao 2) para 

el Distrito de las Selvas Mixtas (DSM). 

 Sobs ACE Chao 1 Chao 2 

DSM 368 612,4 606,7 640,1 

% muestreado  60,1 60,7 57,5 

 

 

Fig. 46. Riqueza de especies observadas (Sobs) y estimadas para el Distrito de las Selvas 

Mixtas.  
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Tabla 12. Número de especies observadas (Sobs) y esperadas (ACE, Chao 1 y Chao 2) para 

el DC. 

 Sobs ACE Chao 1 Chao 2 

DC 332 480 462,9 510,9 

% muestreado  76,7 79,5 72 

 

 

Fig. 47. Riqueza de especies observadas (Sobs) y estimadas para el Distrito de los Campos. 

 

Perfil de diversidad 

Se construyó el perfil de diversidad observado para ambos puntos de muestreo partiendo 

de una intrapolación del DC (comunidad que presenta menor abundancia) a un nivel de 

cobertura de la muestra de 0,87 (Fig. 48). En ambos sitios hay algunas pocas especies 

dominantes, mientras que el resto están representadas por un número bajo de individuos. 

Asimismo, se puede observar que el DSM es mas diverso que el DC, y esa diferencia es 

significativa ya que no se observa el solapamiento de los niveles de confianza (q0). Ambas 

comunidades presentan casi el mismo número de especies raras (q1) mientras que el DC  tiene 

una mayor dominancia de especies que el DSM (q2). En la tabla 13 se muestran los valores 

observados y esperados para cada valor de q. 
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Fig. 48. Perfiles de diversidad observados de las comunidades de hongos agaricoides del 

Distrito de las Selvas Mixtas (DSM) en negro y el DC en gris comparadas a un nivel de 

cobertura de 0,87 a partir de una intrapolación del DC. Las líneas discontinuas indican los 

límites de confianza a un valor de 0,95. 

Tabla 13. Diversidad  de especies de hongos agaricoides del Distrito de las Selvas Mixtas 

(DSM) y el Distrito de los Campos (DC), mostrando los valores observados en el muestreo y 

los estimados.  

  
Observado Estimado 

Sitio Orden qD LCL UCL qD LCL UCL 

DSM 

0 368.00 350.36 385.64 611.99 543.08 687.03 

1 184.19 170.86 197.51 233.05 221.86 249.05 

2 96.33 86.53 106.13 103.33 94.95 114.48 

DC 

0 299.70 285.90 313.50 466.10 411.88 529.08 

1 186.44 176.97 195.92 237.85 224.45 248.46 

2 119.92 109.09 130.74 135.42 120.83 145.75 

 

Referencias: Orden: orden de diversidad de q seleccionado, qD: diversidad estimada para 

cada orden de q, LCL: límite de confianza inferior (α = 0,05), UCL: límite de confianza 

superior (α = 0,05). 

Diversidad beta 

La disimilitud total (βcc) entre ambos sitios es 0,6742, lo cual significa que las 356 

especies no compartidas representan el 67,42% del número total de especies. La contribución 
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del recambio (β-3) a esta disimilitud total es 0,6060, por lo que del 67,42% de la disimilitud 

total, el 60,6% corresponde a la substitución de las 160 especies del DC por 160 especies del 

DSM. Es decir, las 320 especies reemplazadas constituyen el 60,6% de las 528 especies 

totales. Por otra parte, la contribución de las diferencias en riqueza (βrich) entre los dos sitios 

es 0,0681, por lo tanto, de la disimilitud total, la diferencia en riqueza entre el DC y el DSM 

(36 especies) constituye el 6,81% de las especies totales. 

 

Diversidad temporal  

Se analizó la variabilidad del número y abundancia de especies en un plano temporal, 

para ello se consideraron dos estaciones del año contrastantes (Tabla 14) y se observó que en 

el otoño la abundancia total fue de 1805 registros obteniéndose en todos los años valores que 

superaron los 500 ejemplares. Por otra parte, en primavera se registró un total de 941 

ejemplares, con un pico máximo de abundancia de 590 ejemplares durante el 2018.  

Tabla 14. Abundancia de hongos agaicoides registrados en la Selva Atlántica Argentina 

(SAA) de acuerdo a las estaciones muestreadas. 

 Otoño Primavera 

2017 702 187 

2018 587 590 

2019 516 164 

Total 1805 941 

 

Considerando los valores de riqueza específica, se observa que esta se comporta de 

manera similar a la abundancia, mayor número de especies en otoño (425 

especies/morfoespecies), y un valor notablemente menor para la primavera (253 

especies/morfoespecies). El índice de diversidad de Shannon-Wiener indica que el otoño es 

significativamente más diverso que la primavera, con valores de 5,32 y 4,86 respectivamente. 

Por otra parte, el índice de diversidad verdadera arrojó valores de 205 y 130,2 especies 

efectivas para otoño y primavera, respectivamente; indicando que este último es 0,57 veces (o 

57 % menos diverso) que el otoño (Tabla 15). 
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Tabla 15. Valores del índice de diversidad de Shannon-Wiener en las estaciones muestreadas 

en la Selva Atlántica Argentina (SAA).  

 Sobs H´ exp(H´) Var t df p 

Otoño 425 5,32 205 0,0009 8,80 1933,6 2,83 E-18 

Primavera 253 4,87 130,2 0,0017    

 

Referencias: Sobs: riqueza de especies de hongos agaricoides observadas, H´: índice de 

diversidad de Shannon-Wiener, exp(H´): número efectivo de especies, Var: varianza, t: valor 

del Test de Student, df: grados de libertad, p: probabilidad asociada. 

Las estaciones muestreadas presentaron una elevada equitabilidad (otoño= 0,8796: 

primavera= 0,88), mientras que la dominancia exhibió valores bajos (otoño= 0,0009; 

primavera= 0,015) (Tabla 16). Estos resultados revelan que las comunidades estudiadas, no 

poseen un grupo de especies dominante.  

 

Tabla 16: Riqueza, abundancia e índices de dominancia, equitabilidad y diversidad del otoño 

y primavera de la Selva Atlántica Argentina (SAA).  

 Otoño Primavera 

Riqueza de especies (S) 425 253 

Abundancia 1805 941 

Dominancia (D) 0,0009 0,015 

Equitabilidad (J) 0,8796 0,88 

Índice de Shannon (H´) 5,32 4,87 

 

Referencias: S: riqueza de especies/morfoespecies de hongos agaricoides encontrados, 

Abundancia: total de individuos relevados. D: índice de dominancia de Simpson, J: índice 

de equitabilidad de Pielou, H´: índice de diversidad de Shannon-Wiener. 

Por otra parte, analizando el valor del índice de Jaccard, se observa una similitud de 

0,284 entre el otoño y la primavera, indicando que el 28% de las especies (aproximadamente 

150 especies), fueron registradas en ambas estaciones (Fig. 49). 
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Fig. 49. Diagrama de Venn que expresa el solapamiento de especies de hongos agaricoides de 

la Selva Atlántica Argentina (SAA) entre las estaciones muestreadas. 

 

Estructura de las comunidades de hongos agaricoides en otoño y primavera 

Si bien la riqueza de especies en cada estación es elevada, la ocurrencia y abundancia de 

especies es diferente en primavera y otoño. Al graficar las curvas de rango-abundancia, se 

observa que las mismas exhiben una distribución log-normal. Aunque, para ambas estaciones 

se describe una gráfica similar, el otoño presenta como especies dominantes a Trogia 

cantharelloides (n=66), seguido de Marasmius longisporus (n=55), Marasmius spegazzinii 

(n=48), Crinipellis carecomoeis (n=47), Marasmius haematocephalus (n=46), Mycena 

holoporphyra (n=41) y Marasmius leoninus (n=40) y sin embargo, en la primavera 

predominan Clitopilus aff. scyphoides y Marasmius ypyrangensis, con 62 y 56 registros 

respectivamente, seguidas por Marasmius haematocephalus (n=32) y Lentinus crinitus (n=18) 

(Fig. 50). 
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Fig. 50. Curvas de rango-abundancia de las especies hongos agaricoides de la Selva Atlántica 

Argentina (SAA) de otoño (negro) y primavera (gris). T. cant: Trogia cantharelloides, M. 

lon: Marasmius longisporus, M. speg: Marasmius spegazzinii, Cr. Car: Crinipellis 

carecomoeis, M. haem: Marasmius haematocephalus, My. holo: Mycena holoporphyra, M. 

leo: Marasmius leoninus, Cl. scy: Clitopilus aff. scyphoides, M. ypy: Marasmius 

ypyrangensis, L. crin: Lentinus crinitus. 

 

Estimación de la riqueza específica de hongos agaricoides para las estaciones 

muestreadas 

Según los estimadores utilizados, en otoño se pudo registrar entre el 57,5% (Chao 2) y 

el 60,7% (Chao 1) de las especies esperadas (Tabla 17), mientras que en primavera se registró 

entre el 61,9% y el 64,1% acorde a Chao 2 y Chao 1 respectivamente (Tabla 18). En las 

figuras 51 y 52 se puede observar que, en ambos casos, las curvas de acumulación de especies 

aún no han alcanzado la asíntota. 

Tabla 17. Número de especies de hongos agaricoides observadas (Sobs) y esperadas (ACE, 

Chao 1 y Chao 2) para el otoño en la Selva Atlántica Argentina (SAA). 

 Sobs ACE Chao 1 Chao 2 

Otoño 368 612,4 606,7 640,1 

% muestreado  60,1 60,7 57,5 
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Fig. 51. Riqueza de especies de hongos agaricoides observadas (Sobs) y estimadas para el 

otoño en la Selva Atlántica Argentina (SAA).  

Tabla 18. Número de especies de hongos agaricoides observadas (Sobs) y esperadas (ACE, 

Chao 1 y Chao 2) para la primavera en la Selva Atlántica Argentina (SAA). 

 Sobs ACE Chao 1 Chao 2 

Primavera 425 664 663,1 686,5 

% muestreado  64 64,1 61,9 
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Fig. 52. Riqueza de especies de hongos agaricoides observadas (Sobs) y estimadas para la 

primavera en la Selva Atlántica Argentina (SAA). 

Diversidad beta 

La disimilitud total (βcc) entre ambas estaciones fue de 0,7159, lo que significa que las 

378 especies no compartidas representan el 71,59% del total de especies. La contribución del 

recambio (β-3) a esta disimilitud total fue de 0,3961. Así, el 39.61% del total de la βcc, 

corresponde a la substitución de las 103 especies de la primavera por 103 especies del otoño. 

Por otra parte, la contribución de la diferencia en riqueza (βrich) entre ambas estaciones fue de 

0,3258; por lo tanto, del 71,59% de la disimilitud total, la diferencia en riqueza entre las 

estaciones (172 especies) constituye el 32,58% de las especies totales. 

 

Relación de la riqueza y abundancia de hongos agaricoides con los factores ambientales 

Teniendo en cuenta las variables ambientales que influyen en el desarrollo de los 

basidiomas, se encontró una correlación positiva estadísticamente significativa entre la 

riqueza y la humedad micro (r= 0,42; P < 0,01) y macroambiental (r= 0,36; P < 0,01). Este 

mismo comportamiento se observó para la abundancia de especies/morfoespecies respecto a 

la humedad micro (r= 0,51; P < 0,01) y macroambiental (r= 0,41; P < 0,01). Por otro lado, la 

riqueza específica se correlacionó de manera inversa y estadísticamente significativa con la 

temperatura microambiental (r= -0,50; P < 0,01), macroambiental (r= -0,50; P < 0,01) y la 

amplitud térmica (r= -0,43; P < 0,01). Del mismo modo se comportó la abundancia de hongos 
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agaricoides respecto a la temperatura microambiental (r= -0,52; P < 0,01), macroambiental 

(r= -0,56; P < 0,01) y la amplitud térmica (r= -0,50; P < 0,01). Valores similares en las 

correlaciones se obtuvieron al analizar los resultados del DSM y del DC por separado (Anexo 

6 y 7). Por otra parte, no se halló correlación entre la riqueza y abundancia de 

especies/morfoespecies de hongos agaricides de la SAA respecto a las precipitaciones, la 

cantidad de árboles y maderas gruesas (Tabla 19). Los valores obtenidos en cada punto de 

muestreo para cada una de las variables se detallan en el Anexo 8.  

Tabla 19. Resultados del análisis de correlación entre la riqueza y abundancia de hongos 

agaricoides de la Selva Atlántica Argentina (SAA), con los factores ambientales.  

Variable (1) Variable (2) n Spearman p-valor 

Riqueza (S)  

Temp. micro (°C) 60 -0,50 0,0001 

Hum. micro (%) 60 0,42 0,0009 

Temp. macro (°C) 60 -0,50 <0,0001 

Hum. macro (%) 60 0,36 0,0053 

Amp. term. (°C) 60 -0,43 0,0006 

Prec. 5 días (mm) 60 -0,02 0,8578 

Prec. 3 días (mm) 60 -0,01 0,9441 

Árb>10 60 -0,02 0,8544 

MG>10 60 -0,17 0,1862 
     

Abundancia (n)  

Temp. micro (°C) 60 -0,52 <0,0001 

Hum. micro (%) 60 0,51 <0,0001 

Temp. macro (°C) 60 -0,56 <0,0001 

Hum. macro (%) 60 0,41 0,0010 

Amp. term. (°C) 60 -0,50 0,0001 

Prec. 5 días (mm) 60 0,05 0,7291 

Prec. 3 días (mm) 60 0,06 0,6734 

Árb>10 60 0,09 0,5156 

MG>10 60 -0,21 0,1140 

 

Referencias: n: número de datos obtenidos para cada variable, p-valor: probabilidad 

asociada, Riqueza sp.: riqueza de especies/morfoespecies, Temp. micro: temperatura medida 

en el punto de muestreo, Hum. micro: humedad ambiental medida en el punto de muestreo, 

Temp. macro: temperatura promedio medida en la estación meteorológica mas cercana, 

Hum. macro: humedad promedio medida en la estación meteorológica mas cercana, Amp. 

term: diferencia entre la temperatura máxima y mínima registrada, Prec. 5 días: 

precipitaciones acumuladas los 5 días previos al muestreo Prec. 3 días: precipitaciones 

acumuladas 3 días previos al muestreo, Árb>10: árboles mayores a 10 cm de DAP, MG>10: 
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ramas caídas mayores a 10 cm de diámetro o 1 m de longitud. En negrita se señalan los 

valores estadísticamente significativos. 

Además, se analizaron las fluctuaciones de la abundancia de especies/morfoespecies 

obtenidas en el DSM (Fig. 53) y en el DC (Fig. 54), respecto a las precipitaciones diarias 

ocurridas durante los tres años consecutivos que duró el trabajo de campo. En lineas 

generales, se puede observar que, previo a cada muestreo, hubieron eventos de 

precipitaciones. Sin embargo, estas fueron disminuyendo principalmente hacia la primavera 

del 2019, donde se registraron los valores mas bajos tanto de precipitaciones acumuladas, 

como de abundancia de especies/morfoespecies. Asimismo, se observó que la abundancia en 

otoño, para ambos distritos, siempre fue mayor que en la primavera; visualizandose un pico 

durante la primavera 2018 en el DSM, probablemente debido a que en dicho período se 

registraron también valores de temperatura más bajos (19,4–22,8 °C) respecto a la primavera 

del 2017 (21,6–25 °C) y 2019 (29,9–30°C) (ver anexo 8). 
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Fig. 53. Abundancia de hongos agaricoides del Distrito de las Selvas Mixtas (DSM) en relación a las precipitaciones diarias obtenidas durante los muestreos. A. 

2017, B. 2018 y C. 2019. 
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Fig. 54. Abundancia de hongos agaricoides del Distrito de los Campos (DC) en relación a las precipitaciones diarias obtenidas durante los muestreos. A. 2017, B. 

2018 y C. 2019. 
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Finalmente, se realizó un análisis de escalamiento multidimensional no métrico (NMDS)  

utilizando el índice de similitud de Bray-Curtis para la matriz de abundancias agrupadas por 

géneros (Fig. 55). Las ordenaciones basadas en esta métrica demostraron una clara separación 

estacional (temporal) entre los puntos realizados en otoño con respecto a los realizados en 

primavera; indicando que las comunidades de hongos agaricoides en ambas estaciones son 

diferentes. Además, se observa que la composición de especies en otoño guarda mayor relación 

con la humedad microambiental, mientras que en primavera se relacionan más con la 

temperatura, la amplitud térmica y la cantidad de maderas gruesas (sustrato disponible para 

especies xilófagas). Por el contrario, no hubo una agrupación evidente al analizar la composición 

de especies en un plano espacial (DSM y DC). Para este análisis se obtuvo un valor de stress = 

0.2, por lo que la ordenación proporciona una buena representación de la variación de los datos. 

 

Fig. 55. Representación gráfica mediante escalamiento multidimensional no métrico (NMDS). 

En el gráfico se puede apreciar el grado de asociación entre la composición de especies de 

hongos agaricoides de la Selva Atlántica Argentina (SAA) por sitio y en relación a las distintas 

variables ambientales. Se indica en color azul los puntos realizados en el Distrito de las Selvas 

Mixtas (DSM), mientras que en color rojo se destacan aquellos realizados en el Distrito de los 

Campos (DC). Asimismo, los circulos representan los muestreos realizados en otoño, mientras 

que las cruces se corresponden a aquellos realizados en primavera. Stress = 0.2. 

 



   118 

Relación de la riqueza y abundancia con las variables edáficas 

Para conocer la relación entre la riqueza y abundancia de hongos agaricoides en la SAA 

respecto a las variables edáficas, se realizó un análisis de correlación (Tabla 20). En el mismo, se 

puede observar que la única correlación estadísticamente significativa se da entre la riqueza de 

especies y el amonio (r= 0,64; p=0,046). El resto de las variables no se correlacionaron con la 

riqueza ni con la abundancia de especies. Todos los valores obtenidos para cada uno de los 

parámetros del suelo, discriminados según el sitio de colecta, se encuentran detallados en el 

Anexo 9. 

Tabla 20. Resultados del análisis de correlación entre la riqueza y abundancia de hongos 

agaricoides de la Selva Atlántica Argentina (SAA) con las variables edáficas.  

Variable (1) Variable (2) n Spearman p-valor 

Riqueza (S)  

pH 10 -0,01 0,9734 

N 10 0,09 0,8022 

P 10 0,05 0,8992 

MO 10 0,08 0,8282 

CO 10 0,08 0,8282 

Amonio 10 0,64 0,0461 

N-Nitrato 10 0,52 0,1262 

C/N 10 0,15 0,6876 
     

Abundancia (n)  

pH 10 -0,24 0,4971 

N 10 -0,16 0,6618 

P 10 0,20 0,5724 

MO 10 -0,29 0,4221 

CO 10 -0,29 0,4221 

Amonio 10 0,44 0,2063 

N-Nitrato 10 0,35 0,3251 

C/N 10 -0,15 0,6742 

 

Referencias: n: número de datos obtenidos para cada variable, p-valor: probabilidad asociada, 

Riqueza sp.: riqueza de especies/morfoespecies, pH: potencial hidrógeno, N: nitrógeno total, P: 

fósforo, MO: materia orgánica, CO: carbono orgánico, N-Nitrato: relación nitrógeno-nitrato, 

C/N: relación carbóno-nitrógeno. En negrita se señalan los valores estadísticamente 

significativos. 

Además, se analizaron los datos del DC y del DSM por separado. Para el distrito de los 

Campos (DC), la única correlación estadísticamente significativa se da entre la abundancia de 

especies y el fósforo (r=0,97; p=0,0048) (Tabla 21), mientras que para el DSM, no existe 

correlación entre ninguna de las variables analizadas (Tabla 22). 
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Tabla 21. Resultados del análisis de correlación entre riqueza y abundancia de hongos 

agaricoides del Distrito de los Campos (DC) con las variables edáficas.  

Variable (1) Variable (2) n Spearman p-valor 

Riqueza (S)  

pH 5 0,00 >0,9999 

N 5 -0,40 0,4237 

P 5 0,60 0,2301 

MO 5 -0,10 0,8415 

CO 5 -0,10 0,8415 

Amonio 5 0,50 0,3173 

N-Nitrato 5 0,40 0,4237 

C/N 5 0,50 0,3173 
     

Abundancia (n)  

pH 5 -0,41 0,4925 

N 5 -0,67 0,2189 

P 5 0,97 0,0048 

MO 5 -0,67 0,2189 

CO 5 -0,67 0,2189 

Amonio 5 -0,21 0,7406 

N-Nitrato 5 0,41 0,4925 

C/N 5 -0,15 0,8048 

 

Referencias: n: número de datos obtenidos para cada variable, p-valor: probabilidad asociada, 

Riqueza sp.: riqueza de especies/morfoespecies, pH: potencial hidrógeno, N: nitrógeno total, P: 

fósforo, MO: materia orgánica, CO: carbono orgánico, N-Nitrato: relación nitrógeno-nitrato, 

C/N: relación carbóno-nitrógeno. En negrita se señalan los valores estadísticamente 

significativos. 

Tabla 22. Resultados del análisis de correlación entre la riqueza y abundancia de hongos 

agaricoides del Distrito de las Selvas Mixtas (DSM) con las variables edáficas.  

Variable (1) Variable (2) n Spearman p-valor 

Riqueza (S)  

pH 5 0,21 0,7406 

N 5 0,21 0,7406 

P 5 -0,56 0,3217 

MO 5 0,21 0,7406 

CO 5 0,21 0,7406 

Amonio 5 0,67 0,2189 

N-Nitrato 5 0,46 0,4338 

C/N 5 0,10 0,8696 
     

Abundancia (n)  

pH 5 0,41 0,4925 

N 5 0,36 0,5528 

P 5 -0,67 0,2189 

MO 5 0,36 0,5528 
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CO 5 0,36 0,5528 

Amonio 5 0,56 0,3217 

N-Nitrato 5 0,15 0,8048 

C/N 5 -0,21 0,7406 

 

Referencias: n: número de datos obtenidos para cada variable, p-valor: probabilidad asociada, 

Riqueza sp.: riqueza de especies/morfoespecies, pH: potencial hidrógeno, N: nitrógeno total, P: 

fósforo, MO: materia orgánica, CO: carbono orgánico, N-Nitrato: relación nitrógeno-nitrato, 

C/N: relación carbóno-nitrógeno. 

La composición de especies halladas en los primeros 5 puntos de muestreo mostró un 

agrupamiento diferencial entre el DSM y el DC en relación a las variables edáficas consideradas 

(pH, N, P, CO, MO, Amonio, N-Nitrato y C/N) (Fig. 56). Además, se observa que la 

composición de especies del DC guarda mayor relación con el amonio, mientras que las especies 

del DSM se asocian mas con la N-Nitrato y C/N. 

 

Fig. 56. Representación gráfica mediante escalamiento multidimensional no métrico (NMDS). 

En el gráfico se puede apreciar el grado de asociación entre la composición de especies de 

hongos agaricoides de la Selva Atlántica Argentina por sitio en relación a las distintas variables 

edáficas. Los circulos azules representan los puntos 1 al 5 realizados en el Distrito de las Selvas 

Mixtas (DSM), mientras que los circulos rojos se corresponden al Distrito de los Campos (DC). 

Los polígonos representan un intervalo de confianza del 95% alrededor de cada grupo. N: 

nitrógeno total, C/N: relación carbóno-nitrógeno, MO: materia orgánica, CO: carbono orgánico, 

P: fósforo, N-Nitrato: relación nitrógeno-nitrato, pH: potencial hidrógeno. Stress = 0.22. 
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Preferencia de sustrato y modos nutricionales 

Durante los muestreos realizados en la SAA, se registraron cuatro tipos de sustratos en los 

cuales se encontraban creciendo los hongos agaricoides: a- hojarasca: compuesta por hojas y 

ramas pequeñas caídas que forman un colchón de 10 cm de espesor, aproximadamente, sobre el 

suelo del bosque, b- troncos, tocones y ramas gruesas de árboles y arbustos caídos y en 

descomposición, c- suelo, y d- tallos y ramas de plantas vivas. El 59% (n=1605) de los hongos 

agaricoides fue registrado creciendo sobre la hojarasca, el 30% (n=826) sobre troncos y maderas 

gruesas, el 8% (n=229) en el suelo, y el 3% restante (n=86) sobre plantas vivas (Fig. 57). Una 

proporción similar se conserva al analizar los resultados para cada sitio estudiado (Tabla 23). 

 

 

Fig. 57. Abundancia (%) de especies de hongos agaricoides de la Selva Atlántica Argentina 

(SAA) según el tipo de sustrato de crecimiento. 

 

Tabla 23. Abundancia de especies de hongos agaricoides de la Selva Atlántica Argentina (SAA) 

registrados en el Distrito de las Selvas Mixtas (DSM) y el Distrito de los Campos (DC) 

clasificados según el sustrato. 

 Hojarasca Troncos Suelo Planta viva 

DSM 798 (57%) 428 (30%) 126 (9%) 55 (4%) 

DC 807 (60%) 398 (30%) 103 (8%) 31 (2%) 

Total SAA 1605 826 229 86 
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Las familias Marasmiaceae y Mycenaceae presentaron la mayor parte de sus especies 

creciendo en la hojarasca. Entre las familias que crecieron sobre troncos se destacan: Pluteaceae, 

Psathyrellaceae, Polyporaceae y Crepidotaceae; mientras que la mayoría de las Agaricaceae y 

especies de los géneros Entoloma e Inocybe, desarrollaron sus basidiomas en el suelo. Las 

especies que se registraron creciendo sobre alguna planta viva pertenecen a diversos géneros. 

Entre ellas se puede mencionar: Clitopilus aff. scyphoides, Moniliophthora atlantica, 

Hohenbuehelia portegna, Oudemansiella canarii, Mycena niveipes, Ciclocybe wraightii, 

Crinipellis sp3, Rickenella sp1, Crinipellis carecomoeis, Marasmiuellus sp22 y Gymnopilus 

rhizopalmus.  

Considerando los modos nutricionales de los hongos agaricoides, el que predomina en la 

SAA es el saprótrofo humícola (degradadores de hojarasca) con el 66,8% de los registros, 

seguido por el saprótrofo xilófago (hongos que habitan en la madera y que colonizan ramas 

muertas, troncos o restos de madera en el suelo) con el 29,9% de los registros (Fig. 58). 

Moniliophthora atlantica es la única especie determinada dentro del grupo de los patótrofos 

(0,6% de los registros), mientras que las especies de Entoloma spp. e Inocybe spp. fueron 

clasificadas como potencialmente ECM. (simbiótrofos). No se pudo dilucidar si Gymnopilus 

rhizopalmus y Clitopilus aff. scyphoides presentan una relación parasitaria o mutualista con sus 

hospedantes (2,3% de los registros). 

 

Fig. 58. Modos nutricionales de los hongos agaricoides registrados en la Selva Atlántica 

Argentina (SAA). 
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Discusión 

Calocybe sp. 
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Riqueza y abundancia de hongos agaricoides en la Selva Atlántica Argentina 

Durante el desarrollo de esta tesis, se registró un total de 2746 hongos agaricoides pertenecientes a 

528 especies/morfoespecies. Para el análisis de este gran volumen de información obtenido a campo, fue 

indispensable la organización de los datos. En primera instancia, la confección de un catálogo de 

imágenes permitió el ordenamiento y rápida caracterización de los especímenes colectados. Se logró 

identificar un total de 87 especies, de las cuales 46 fueron registradas previamente en la SAA, 29 

representan nuevos registros para la provincia de Misiones, 8 especies se citan por primera vez para 

Argentina, mientras que se describen 5 especies nuevas para la ciencia. Se realizó un listado de todas las 

especies citadas previamente para la región en estudio (Anexo 1), contabilizándose un total de 197 

especies de hongos agaricoides para la Selva Atlántica Argentina (Niveiro y Albertó 2012a-c, 2013a-c, 

2014, Niveiro et al. 2012ab, 2015ab, 2017, 2020b, 2021a, Campi Gaona et al. 2015, Grassi et al. 2016, 

Alberti et al. 2020b), número considerablemente menor si se lo compara con otro bioma altamente 

diverso como las Yungas argentinas, que cuenta con más de 600 especies de hongos agaricoides 

descriptas (Niveiro y Albertó 2012a-c, 2013a-c, 2014). Con las adiciones logradas mediante el presente 

estudio, se eleva sustancialmente el número de hongos agaricoides para la provincia de Misiones, 

resultando un total de 239 especies conocidas para la SAA. Además, se cuenta con 330 morfoespecies 

asignadas a algún género, 29 morfoespecies asignadas a alguna familia, y 81 morfoespecies que no 

pudieron ser clasificadas dentro de las categorías anteriores ya que eran muestras escasas (basidiomas 

pequeños y solitarios), no contaban con las estructuras necesarias para su identificación (ejemplares 

jóvenes e infértiles o sobremaduros), o bien se encontraban en mal estado de conservación. Sin embargo, 

cabe destacar que del análisis de estas colecciones podrían surgir especies nuevas para la ciencia y 

numerosos registros para el país o la región. Así mismo, es importante resaltar que los hongos agaricoides 

forman parte de un grupo hiperdiverso que cuenta con aproximadamente 500 géneros y 17.000 especies 

(He et al. 2019, Wijayawardene et al. 2020), y que, a su vez, cada género o grupo de especies tiene sus 

propios caracteres de importancia taxonómica, por lo que la determinación específica de grandes 

colecciones por parte de especialistas puede llevar años o hasta incluso décadas (Braga-Neto el al. 2008). 

De las especies mas abundantes encontradas en la SAA, Maramsius haematocephalus, Trogia 

cantharelloides, M. longisporus, M. leoninus, M.cohortalis, M. cladophyllus y Mycena holoporphyra 

presentan una amplia distribución en paises americanos, mientras que otras como M. ypyranguensis y 

Gymnopus atlanticus fueron descriptas recientemente para la funga brasileña.  

Asimismo, en el presente trabajo se registró una gran diversidad de hongos agaricoides, la cual 

puede deberse a la cantidad de nichos disponibles para los hongos, en gran medida aportado por la 

diversidad de especies arbóreas que habitan la Selva Atlántica Argentina, entre 53 y 73 especies por 

hectárea en el Parque Nacional Iguazú (Placci & Giorgis 1993) que, sumado a las condiciones 

ambientales propias de cada sitio, proporcionan un sinfín de microhábitats posibles para el desarrollo este 

grupo de hongos. Esto se evidencia a su vez en la cantidad de especies raras, es decir, 

especies/morfoespecies que presentaron un solo registro (n=204) o bien fueron registradas dos veces 
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(n=92). Numerosas especies registradas desarrollaron pequeños basidiomas con diámetros de pileos 

inferiores a 2-3 cm y estípites delgados, por ejemplo, especies de Conocybe, Coprinus s.l., 

Leucocoprinus, Marasmius, Mycena, Psathyrella, Tetrapyrgos y Marasmiellus, cuyos basidiomas eran a 

menudo efímeros, lo cual muchas veces dificulta el registro de estas especies en el campo.  

Los valores de diversidad beta espacial permitieron distinguir dos comunidades fúngicas diferentes, 

observandose que la disimilitud está explicada en gran medida por el remplazo de especies entre el DSM 

y el DC. En cambio, al analizar la diversidad beta temporal, se nota que la disimilitud está explicada de 

manera casi igualitaria por la diferencia de especies y el remplazo de las mismas, cobrando relevancia la 

diferencia de especies entre las estaciones, ya que en otoño la riqueza específica es mayor (n=425 en 

otoño y n=253 en primavera).  

La mayoría de los estudios llevados a cabo en distintas comunidades vegetales pertenecientes a 

regiones geográficas distantes que tratan la diversidad de hongos, se enfocan en el grupo de los 

macrohongos (hongos cuyas estructuras reproductivas son visibles a simple vista). Por ejemplo Schmit et 

al. (1999) registraron 177 especies de macrohongos en un bosque templado de roble en Estados Unidos, 

O'Dell et al. (1999) obtuvieron un total de 150 especies ectomicorrícicas en un bosque de Tsuga 

heterophylla (Raf.) Sarg. en Washington, mientras que O'Hanlon & Harrington (2012) reportaron 186 

especies de macrohongos en 4 tipos de bosques (roble, fresno, pino y picea) en Irlanda. Por otra parte, los 

estudios realizados en regiones tropicales obtuvieron un número mayor de especies que las registradas en 

climas templado-fríos: Gómez-Hernández & Williams-Linera (2011) registraron 509 especies de 

macrohongos en los bosques tropicales nubosos de México, mientras que Lopez-Quintero et al. (2012) 

reconocieron 403 morfoespecies de macrohongos (233 Agaricales) para los Bosques Amazónicos de 

Colombia. Mas al sur, Komura et al. (2017) registraron 290 taxones de macrohongos para la Selva 

Amazónica Central en Brasil, mientras que Macena Pereira et al. (2018) registraron 88 morfoespecies de 

Agaricales para Bahía, Brazil. Por su parte, Paz et al. (2015) citan 142 especies de macrohongos en un 

bosque nativo de Araucaria angustifolia en el sur de Brasil. En base a los datos obtenidos por los autores 

antes mencionados, se pudo observar que los hongos agaricoides son un grupo hiperdiverso en la SAA 

con 528 especies/morfoespecies encontradas. Sin embargo, debemos ser cautelosos al realizar 

comparaciones con estos trabajos ya que difieren en el diseño experimental para la toma de datos, sumado 

a que relevaron el gran grupo de los macrohongos. 

Estudios recientes utilizando técnicas de analisis de ADN ambiental, mostraron una gran diversidad 

de hongos en las Yungas argentinas, proporcionando información detallada sobre la diversidad y la 

composición taxonómica y funcional de las comunidades existentes (Geml et al. 2014, Nouhra et al. 

2018). Sin embargo, estos estudios no necesariamente captan la totalidad de la comunidad micelial de una 

zona determinada. Porter et al. (2008) demostraron mediante un estudio llevado a cabo en un bosque 

templado de Canadá, que el muestreo de cuerpos fructíferos dio como resultado un conjunto de especies 

diferente que el recuperado a partir del ADN extraido de una muestra ambiental de suelo. Esto indica que 

no existe un único método de muestreo que pueda desentrañar completamente las comunidades de hongos 
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en un bosque. No obstante, la producción de estructuras reproductivas indica la actividad de los micelios 

y los estudios de esporomas apuntan al menos a un subconjunto de taxones lo suficientemente 

establecidos para participar en la reproducción sexual (Komura et al. 2017). 

Sin lugar a dudas, la determinación taxonómica de los hongos continúa siendo un reto por varias 

razones: muchas especies presentan descripciones incompletas, los ejemplares tipos se encuentran 

extraviados o mal conservados, las claves dicotómicas para la determinacion de las especies son escasas, 

entre otros. Todo esto, sumado a la falta de especialistas en algunos grupos contribuyen al desafío que 

enfrentan los micólogos taxónomos a diario. Estos problemas se agravan en las zonas hiperdiversas como 

lo es la Selva Atlántica, donde muchas especies pueden no estar descriptas. Sin embargo, dada la 

importancia del rol ecológico de los hongos en los procesos de los ecosistemas, estos problemas no 

deberían utilizarse para excluir a los hongos de los estudios de biodiversidad. 

Por otra parte, el advenimiento de las técnicas de identificación utilizando el DNA ribosomal 

nuclear o mitocondrial ha ayudado a conocer mejor a los hongos y las relaciones entre ellos (Guevara et 

al., 2004, 2005) pero al mismo tiempo han mostrado que este tipo de herramientas son de ayuda parcial 

para la identificación de especies e interpretación de la filogenia de los hongos. Así la complementación 

de los estudios tanto de taxonomía clásica como los de identificación molecular son actualmente una de 

las mejores estrategias para tratar de entender la taxonomía de los hongos (Watling 2000). Durante este 

trabajo, se realizó la extracción y amplificación de la región de ITS de 237 muestras que fueron 

incorporadas a la base de datos del IBOL, de las cuales se obtuvieron 120 secuencias positivas y 117 

negativas o que no cumplieron con los estandares de calidad propuestos por el IBOL. Solo fue posible 

analizar una pequeña porcion de estas secuencias, principalmente aquellas pertenecientes a grupos de los 

cuales se contaban con trabajos de referencia o bien secuencias de especies identificadas y relacionadas 

depositadas en las bases de datos (ej. Marasmius). La región de ITS resultó ser un buen indicador de 

variabilidad a nivel de especies en la mayoría de los grupos analizados, sin embargo, no fue suficiente 

para resolver las relaciones filogenétias dentro de complejos de especie, como el complejo Pluteus 

glaucotinctus tratado en este trabajo. Para ello será necesario recurrir a otras regiones del genoma y 

realizar análisis concatenados. En muchos casos, al analizar la similitud de las secuencias resultantes a 

traves del BLAST (NCBI) se obtenían valores altos relacionados a secuencias no identificadas obtenidas 

mediante técnicas de analisis de ADN ambiental o bien valores bajos de similitud (80-90%). Esto último 

es un indicio de que algunos grupos de hongos no han sido secuenciados aún, existiendo un vacío de 

información que imposibilita el analisis de estas secuencias (Braga-Neto et al. 2008).  

Estimación de la riqueza de especies de Agaricales 

Las comunidades de hongos son muy diversas y, debido a su naturaleza críptica y a menudo 

efímera, la probabilidad de encontrar y registrar todas las especies presentes durante cualquier esfuerzo de 

muestreo es baja. De hecho, debido a los problemas asociados a la obtención de un registro completo de 

una comunidad fúngica, muchos de los estudios de este tipo utilizan estimadores de riqueza. En el 

presente trabajo se utilizaron dos estimadores que basan sus cálculos en datos de abundancia (ACE y 
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Chao 1). Contemplando que la muestra está formada por los basidiomas de las especies de hongos 

agaricoides y que se trata de organismos cuyos limites individuales no se encuentran bien establecidos, 

Pineda López (2019) recomienda usar además, estimadores que utilicen datos de incidencia (es decir que 

contemplen la presencia o ausencia de las especies) como Chao 2, evitando así contar dos veces al mismo 

individuo. 

Con el diseño experimental propuesto en este estudio, se estima que hay entre 750 y 786 especies 

de hongos agaricoides en la SAA de acuerdo al estimador considerado, lo que indicaría que se registró 

entre un 67,2 % y un 70,3 % de las especies potencialmente existentes. De acuerdo a estos valores 

obtenidos, se considera que el esfuerzo de muestreo realizado fue satisfactorio. Si se resta el porcentaje de 

la cobertura de la muestra al total, se tiene la proporción de la comunidad que pertenece a especies aún no 

muestreadas, lo que se denomina como “déficit de cobertura”, que en este caso sería entre 30-33%. Esto 

corresponde a la pendiente de una curva calculada con datos de frecuencia de especies (curva de 

acumulación) donde se espera que dicha pendiente sea pequeña para considerar una muestra casi 

completa. Es decir, que la pendiente es la probabilidad de que el próximo individuo muestreado sea de 

una especie no muestreada previamente (Chao & Jost 2012). Este déficit de cobertura podría ser mejorado 

si se continuaran con los muestreos por un lapso de tiempo mayor, contemplando además otras estaciones 

no relevadas en el presente estudio. Diversos autores han informado de la importancia del muestreo de 

macrohongos durante períodos de varios años para registrar la mayoría de las especies presentes en un 

sitio (Bills et al. 1986, Schmit et al. 1999, Smith et al. 2002, O'Hanlon & Harrington 2012, Nouhra et al. 

2012, entre otros). Sin embargo, es difícil determinar cuántos años de muestro se requieren para 

documentar la totalidad de las especies de macrohongos en un hábitat (Gabel & Gabel 2007), ya que 

existen muestreos intensivos de más de 20 años en un mismo sitio donde encontraron especies que no se 

habían registrado con anterioridad (Straatsma et al. 2001, Egli et al. 2006). 

Diferencias entre las comunidades del distrito de las Selvas Mixtas y el distrito de los Campos 

El distrito de las Selvas Mixtas y el distrito de los Campos presentaron una pequeña diferencia en 

cuanto a riqueza y abundancia de especies, siendo mayores en el primer sitio. Teniendo en cuenta la 

riqueza, el DSM contó con 36 especies/morfoespecies más que el DC, mientras que presentó 68 registros 

más que este último. Sin embargo, estas diferencias no son estadísticamente significativas. Por otra parte, 

al construir los perfiles de diversidad se observa que el DSM es significativamente más diverso que el DC 

en cuanto a la riqueza de especies. Los valores obtenidos mediante los índices de equitabilidad y 

dominancia, no exhiben diferencias notables entre los sitios estudiados, revelando valores muy similares. 

El primero nos indica que un elevado número de las especies son igualmente abundantes (principalmente 

las que presentan pocos registros, es decir entre 1 y 3 individuos registrados), mientras que el segundo, 

señala que existen muy pocas especies bien representadas. Ambos análisis son válidos para los dos sitios 

estudiados. 

Si bien cada uno de los sitios posee una importante riqueza específica, la similitud entre ambos es 

baja, observándose un 33 % de solapamiento entre sí. Este porcentaje está representado por 172 
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especies/morfoespecies y corresponde a las más abundantes de la SAA. En el DSM se registraron 196 

especies/morfoespecies que no se encontraron en el DC, mientras que 160 especies/morfoespecies son 

propias del DC, es decir, no se encontraron en el DSM (Fig. 44). El recambio de especies entre ambos 

sitios es el mayor responsable de la disimilitud obtenida (βcc), siendo muy pequeño el aporte de la 

diferencia de riqueza (6,81%). 

Las curvas de rango-abundancia para cada uno de los sitios son similares en que siguen una 

distribución log-normal, aunque las frecuencias relativas de las especies individuales son diferentes. En el 

DSM, las especies más abundantes son Marasmius haematocephalus, M. longisporus, M. ypyrangensis, 

Clitopilus aff. scyphoides, Crinipellis carecomoeis, M. cladophyllus y M. spegazzinii, en cambio en el DC 

predominan M. leoninus, Trogia cantharelloides, Mycena holoporphyra, Gymnopus atlanticus, M. 

haematocephalus, M. spegazzinii y Clitopilus aff. scyphoides. Que la curva se ajuste a una distribución 

log-normal significa que los datos provienen de un muestreo representativo, es decir, se debe al gran 

tamaño de la muestra (Garrido-Pérez et al. 2018). Asímismo, esto expresa que son varios los factores que 

determinan la fructificación de las diferentes especies de hongos agaricoides, siendo que la variación al 

azar de estos factores dará como resultado la distribución normal del número de individuos por especie 

(Moreno 2001). 

Efecto de las variables ambientales en la diversidad  de hongos agaricoides 

La ocurrencia de especies de hongos depende de muchos factores tales como la temperatura, las 

precipitaciones y las condiciones edáficas, que tienen efectos muy diferentes en distintas especies (Bills et 

al. 1986, Ferris et al. 2000, Munguía et al. 2003). Para la producción del esporoma del hongo, la humedad 

debe estar por encima de un cierto nivel y la temperatura dentro de un cierto rango, y ambos deben ser 

favorables durante un cierto período de tiempo para desencadenar la aparición de diferentes especies de 

hongos (Wilkins & Harris 1946, Thoen 1976). Debido a estos límites bastante estrechos, las condiciones 

óptimas se darían en otoño y en primavera, explicando de esta manera la diferencia estacional obtenida en 

el presente trabajo, tanto en la abundancia como en la riqueza de las especies. Se observó una correlación 

inversa, estadísticamente significativa, entre la riqueza y abundancia con la temperatura. Esto indica que 

cuando la temperatura desciende, tanto la riqueza como la abundancia de hongos agaricoides aumentan, 

debido a que estas condiciones favorecen la actividad de micelio y la formación de los basidiomas. Las 

altas temperaturas pueden inhibir la formación de basidiomas, provocando la desecación de las capas 

superficiales de la hojarasca y la desecación de los basidiomas (Pinna et al. 2010). Por el contrario, las 

temperaturas mínimas relientizan el crecimiento del micelio y también limitan la fructificación, ya que 

casi todos los basidiomas carnosos colapsan a temperaturas cercanas a 0°C (Arnolds 1981). Sin embargo, 

se ha demostrado que un "choque de frío" influye en el inicio de la fructificación in situ (Pinna et al. 

2010). 

Asimismo, se obtuvo una correlación positiva entre la humedad ambiental y la riqueza y 

abundancia de especies, lo que significa que cuanto más humedo sea el ambiente, mayor será la riqueza y 
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abundancia de especies/morfoespecies. Llamativamente, no se observó correlación entre las 

precipitaciones acumuladas los días previos a los muestreos y la riqueza y abundancia de 

especies/morfoespecies, como si se observó en el estudio de Braga-Neto et al. (2008). En las gráficas de 

las precipitaciones diarias acumuladas durante el período abarcado en el presente estudio (Figs. 53 y 54), 

se observa que se registraron eventos de precipitaciones previos a cada muestreo. Sin embargo, al 

considerar unicamente las precipitaciones acumuladas los 3 o 5 días previos a cada colecta, se pierde el 

dato de los mm caídos con anterioridad, los cuales pueden ser suficientes como para mantener los 

requerimientos de humedad necesarios para la fructificación de los hongos agaricoides a lo largo del 

período de muestreo. La cantidad y distribución de las precipitaciones tienen efectos importantes en dos 

etapas de la formación del hongo: 1- en la iniciación del primordio (un periodo seco puede impedir el 

desarrollo de los primordios), y 2- su posterior expansión (Dix & Webster 1995). Dado que la formación 

de los basidiomas lleva algún tiempo, la lluvia es seguida por la fructificación con algún retraso, razón 

por la cual no se obtuvo una marcada correlación con la abundancia y riqueza de especies. Si bien las 

precipitaciones son un determinante primario de la disponibilidad de agua en los ecosistemas forestales, 

es probable que los hongos respondan mejor al potencial hídrico del sustrato y no a las precipitaciones en 

sí (Braga-Neto et al. 2008). Es por ello que se recomienda para futuros estudios tener en cuenta la 

humedad del sustrato, ya que ella influye directamente en la disponibilidad de agua para la formacion de 

los basidiomas.  

Por otra parte, la cantidad de maderas gruesas y árboles mayores a 10 cm de DAP fueron tenidas en 

cuenta como una medida posible de la cantidad de sustrato disponible para las especies xilógafagas. En 

referencia a esto, Villeneuve et al. (1989) sugirieron que la estructura de las plantas leñosas y la 

producción de materia orgánica afectan la riqueza de macromycetes debido a la disponibilidad de hábitat 

y la disponibilidad y calidad de los recursos. Por su parte, Gates et al. (2011a) sostienen que la madera 

muerta de todos los tamaños y en todas las etapas de descomposición soporta un conjunto amplio y 

diverso de especies de macrohongos saproxílicos. Además, Heilmann-Clausen et al. (2005) encontraron 

que la madera muerta representa múltiples nichos para los hongos, y que la diversidad de especies de 

árboles es un factor principal en la estructuración de las comunidades de hongos. Por su parte, Gómez-

Hernández & Williams-Linera (2011) postulan que el contenido de agua del suelo y otros factores 

correlacionados con la altitud, tales como temperatura del aire, son los principales factores que 

determinan la distribución de los macromycetes. En los resultados aquí obtenidos no se encontró una 

correlación evidente entre la riqueza y abundancia de especies/morfoespecies y la cantidad de maderas 

gruesas y árboles. Esto puede deberse a que el sustrato de preferencia de la mayoría de las especies 

estudiadas fue la hojarasca.   

Considerando las variables edáficas tenidas en cuenta en el presente estudio, se evidenció un claro 

agrupamiento de las especies colectadas en los primeros cinco puntos acorde a los distritos muestreados, 

sin embargo las correlaciones establecidas con la riqueza y abundancia de especies no son claras para 

sacar conclusiones al respecto. Esto se debe a que se realizó unicamente un solo muestreo de suelo al 
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inicio de la colecta (es decir, en los puntos del 1 al 5 en cada distrito) y por lo tanto el número de muestras 

es insuficiente. A fin de poder establecer las relaciones de las variables edáficas con la diversidad de 

hongos agaricoides, se recomienda realizar este tipo de muestreos en todas las transectas donde se 

colectan los hongos, ya que ello podría señalar si hay incidencia o no en la formación de basidiomas, y si 

los valores de cada parámetro varian de un punto a otro. 

Preferencia de sustratos y modos nutricionales en los hongos agaricoides 

Un componente muy importante de la diversidad de hongos agaricoides en la SAA son los hongos 

de la hojarasca, ya que más de la mitad de los registros fueron obtenidos en este sustrato. Entre las 

especies encontradas en la hojarasca, aquellas pertenecientes a los géneros Marasmius y Mycena fueron 

las mas abundantes. Estas suelen presentar basidiomas pequeños y delicados, por lo que el dominio 

espacial requerido para desarrollar sus estructuras reproductivas es muy pequeño, y las hojas con una 

superficie grande, o bien una ramita fina, pueden contener muchos basidiomas, incluso de varias especies 

(Gates et al. 2021). Estos géneros responden rápidamente a las lluvias, rehidratándose o formando nuevos 

basidiomas. Es por ello que la riqueza taxonómica comparativamente mayor de las comunidades de 

hojarasca podría explicarse por la mayor presencia de géneros como Marasmius, Marasmiellus, 

Tetrapyrgos, entre otros, que son resistentes a la desecación (Lodge & Cantrell 1995). Asimismo,  

concluyeron que la diversidad de los hongos saprófitos es mayor en áreas con latitudes bajas, altitudes 

medias y bajas, precipitaciones de moderadas a altas, alta diversidad de hábitats y, en menor medida, en 

áreas con mayor diversidad de huéspedes y abundancia de recursos, por lo que las condiciones 

ambientales presentes en la SAA serían propicias para este grupo de hongos. Por otra parte, 

aproximadamente el 30% de los hongos agaricoides de la SAA fue registrado sobre maderas gruesas y 

troncos en descomposición. La madera proporciona una serie de hábitats dependiendo del diámetro, el 

estado de descomposición, la cobertura de briófitos, entre otros; especialmente la de gran diámetro, que 

proporciona un entorno amortiguado que resiste la desecación y mantiene el micelio viable (Gates et al. 

2011a). Algunos trabajos reportan a los xilófagos como el grupo mas abundante, sin embargo, dichos 

estudios hacen foco en los macrohongos, dentro de los cuales se encuentra el gran grupo de los 

“Aphyllophorales” sensu Alexopoulos et al. (1996), cuyo sustrato de preferencia es la madera (Ferris et 

al. 2000, Gates et al. 2021). 

Considerando las especies que se encontraban creciendo sobre algún árbol vivo, se deduce que 

Hohenbuehelia portegna, Oudemansiella canarii, Mycena niveipes, Ciclocybe wrightii, Crinipellis sp3, 

Rickenella sp1, Crinipellis carecomoeis y Marasmiuellus sp22 se encontraban degradando la corteza de 

sus huéspedes, ya que al momento de colectar los ejemplares esta se desprendía facilmente. Por otra parte, 

Clitopilus aff. scyphoides fue colectada sobre tallos verdes y ramas de distintas especies de 

dicotiledóneas, monocotiledóneas y helechos, por lo que no presenta especificidad de hospedante. Dada la 

gran abundancia de esta especie, y la ausencia de síntomas en sus hospedantes al momento de la colecta 

que demuestren algun tipo de daño o lesión, sería logico pensar mas bien en una relación simbiótica que 

parasitaria. Asi mismo, Gymnopilus rhyzopalmus se encontró creciendo directamente sobre las raíces de 
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su huesped, y todos los registros obtenidos fueron siempre sobre Pindó, por lo que se puede predecir que 

presenta una relación específica con su hospedante. Sin embargo se necesitan más datos para confirmar el 

modo nutricional de ambas especies. 

Moniliophthora atlantica es otra especie que se encontró creciendo sobre tallos de liana y también 

en pequeñas ramas caídas. Las especies de este género son consideradas parásitas, siendo M. roreri y M. 

perniciosa las causantes de grandes perdidas económicas en cultivos de cacao (Aime & Phillips-Mora 

2005). Sin embargo, Lisboa et al. (2020) en base a la presencia/ausencia de síntomas, estudios 

morfológicos y filogenéticos con 3 marcadores moleculares, proponen que dentro del concepto de M. 

perniciosa, existen biotipos patógenos y no patógenos. Los materiales aquí analizados de M. atlantica, 

estaban creciendo sobre pequeñas ramas caídas y el tallo de una liana, que a simple vista no tenía 

evidencias de algún daño causado por el hongo. Sin embargo, puede ocurrir que los síntomas de la 

enfermedad se manifiesten en otro estadío de la infección, antes o después del muestreo donde fue 

colectado. Es por ello que se sugiere continuar con los estudios y las observaciones a campo de esta 

especie para así poder documentar este evento. 

Respecto a las especies consideradas portencialmente ectomicorrícicas, estas se encontraban 

creciendo en el suelo y pertenecen a los géneros Entoloma, Tricholoma, Lyophyllum e Inocybe, dentro de 

los cuales se cuentan con especies reportadas como ECM (Tedersoo et al. 2010). Dado que un hongo 

ectomicorrícico puede fructificar a 20 m de su árbol huésped (Dickie & Reich 2005), la ausencia de un 

huésped ectomicorrícico en las transectas no excluiría necesariamente la fructificación de una especie de 

hongo ectomicorrícico en una transecta que no tuviera árboles huéspedes (Gates et al. 2021). Sin 

embargo, es preciso determinar estas morfoespecies y obtener secuencias de ADN para poder resolver 

con certeza el modo nutricional de estas muestras.  
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En el marco de esta tesis, se estudió la diversidad de los hongos agaricoides en la Selva Atlántica 

Argentina, donde se identificó un total de 87 especies. Se describieron e ilustraron aquellas que 

representan novedades taxonómicas y se discutió la relación con las especies más cercanas en 

base a datos morfológicos y moleculares. 

Se describen 5 especies de hongos agaricoides por primera vez para la ciencia, Gymnopilus 

rhyzopalmus, Marasmius guaraniticus, Marasmius hygrophanus, Marasmius teyucuarensis y 

Moniliophthora atlántica. 

Se describen por primera vez para Argentina a Cystolepiota hemisclera, Gymnopus 

atlanticus, Marasmius ferruginoides, Marasmius magnus, Marasmius ypyrangensis, Pluteus 

meridionalis y Trogia cantharelloides. 

Se amplía la distribución a la provincia de Misiones de Agaricus subrufescens Coprinellus 

domesticus, Crepidotus crocophyllus, Crinipellis carecomoeis, Cystolepiota seminuda, 

Gerronema xanthophyllum, Gymnopilus dilepis, Gymnopilus chrysopellus, Hohenbuehelia 

petaloides, Hohenbuehelia portegna, Hydropus riograndensis, Hymenopellis radicata, 

Leucoagaricus lilaceus, Leucocoprinus cepistipes, Marasmius chrysoblepharioides, Marasmius 

leucorotalis, Marasmius longisporus, Marasmius silvicola, Marasmius tricystidiatus, Mycena 

februaria, Panaeolus antillarum, Pleurotus ostreatus, Pluteus cervinus, Pouzarella ferreri, 

Pouzarella olivacea, Pouzarella parvispora, Tetrapyrgos atrocyanea, Volvariella pusilla, Xerula 

setulosa.  

Para caracterizar la funga de la SAA, se estudiaron las comunidades del distrito de la 

Selvas Mixtas y del distrito de los Campos. Ambas son comunidades que resguardan una alta 

diversidad sin presentar diferencias en la diversidad espacial, sin embargo, las estructuras de las 

comunidades son diferentes, presentando varias especies en común, pero así también muchas 

especies exclusivas. Asimismo, se observó diferencias en la diversidad temporal, siendo el otoño 

más diverso que la primavera. 

Entre las variables que rigen el desarrollo de basidiomas de los hongos agaricoides y sus 

patrones de distribución, las que se encuentran estrechamente relacionadas son la temperatura y 

la humedad ambiental. 

En cuanto a la relación de la diversidad de hongos agaricoides con las variables edáficas, si 

bien el análisis de NMDS muestra un claro agrupamiento de las especies de cada distrito por 

separado, las correlaciones no son claras para sacar conclusiones al respecto.  
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Se registraron tres modos nutricionales en las comunidades analizadas: simbiótrofo, 

patótrofo y saprótrofo, siendo este último predominante entre los hongos agaricoides, 

demostrando así la importancia de este grupo de hongos en la descomposición de la materia 

orgánica. Sin embargo, estudios adicionales podrían confirmar las especies micorrícicas y 

desenmascarar otros tipos de asociaciones con la vegetación que a priori no pudieron 

evidenciarse con claridad. 

Finalmente, los resultados obtenidos en este estudio contribuyen sustancialmente al 

conocimiento de los hongos agaricoides que habitan la Selva Atlántica en Argentina, 

demostrando que la diversidad es muy superior a la que se conoce actualmente. Es por ello que 

se deben aunar los esfuerzos por continuar los estudios en esta región considerada prioritaria 

para la conservación desde un enfoque multidisciplinario, abarcando aspectos ecológicos, 

morfológicos y filogenéticos. 
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Marasmius haematocephalus 
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Anexo 1. Lista de especies de hongos agaricoides citadas para la Selva Atlántica Argentina y 

su distribución en Argentina. Extraído y modificado de Niveiro & Albertó (2012a-c, 2013a-c, 

2014), Niveiro et al. 2012ab, 2014b, 2015a, 2017, 2020b, 2021ab, Campi Gaona et al. 2015, 

Grassi et al. 2016, Alberti et al. 2020b. 

 

Agaricus L. 

Agaricus endoxanthus Berk. & Broome, J. Linn. Soc., Bot. 11(56): 548, 1871.  

Dist: MNES 

Ref: Wright et al. (2008), Wright & Wright (2005). 

 

Agaricus pampeanus Speg., Anales Soc. Ci. Argent. 9: 280, 1880.  

Dist: S, T, MNES, FSA, CH, BA, CBA, MZA, N, RN, CHU, SC, TF 

Ref: Albertó (1996), Farr (1973), Heinemann (1986, 1987, 1990), Raithelhuber (1974, 

1988b, 1991, 2000a, 2004), Singer (1954), Spegazzini (1880a, 1899a, 1926b), Wright & 

Albertó (2002). 

 

Agaricus parasilvaticus Heinem., Bull. Jard. Bot. État. Bruxelles 32: 156, 1962.  

Dist: MNES 

Ref: Wright et al. (2008). 

 

Agaricus sulcatellus Heinem., Bull. Jard.Bot. Natl. Belg. 60(3-4): 365, 1990.  

Dist: MNES 

Ref: Heinemann (1990, 1993). 

 

Agrocybe Fayod 

Agrocybe pediades (Fr.) Fayod, Ann. Sci. Nat., Bot., sér. 7 9: 358, 1889. 

≡ Agaricus pediades Fr., 1821. 

Dist: S, T, MNES, ER, CBA, MZA, BA, N 

Ref: Raithelhuber (1988, 1991, 2004), Singer (1969), Spegazzini (1881, 1899, 1912, 1926a, 

1926b), Wright & Albertó (2002). 

 

Agrocybe neocoprophila Singer, Lilloa 26: 95, 1954 [1953]. 

Dist: MNES. 

Ref: Grassi et al. (2016). 

 

Agrocybe puiggarii (Speg.) Singer, Lilloa 22: 492, 1949. 

≡ Pholiota puiggarii Speg., 1889. 

Dist: T, MNES 

Ref: Farr (1973), Raithelhuber (1988, 1991, 2004), Singer & Digilio (1952). 

 

Agrocybe retigera (Speg.) Singer, Lilloa 22: 493, 1949. 

≡ Naucoria retigera Speg., 1922. 

Dist: T, MNES 

Ref: Farr (1973), Singer (1950a), Singer & Digilio (1952). 
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Armillaria (Fr.) Staude 

Armillaria puiggarii Speg., Bol. Acad. Nac. Ci. Republ. Argent. 11(4): 384, 1889. 

Dist: S, T, MNES, BA 

Ref: Farr (1973), Raithelhuber (1987, 1991, 1992b, 2004), Singer (1950a, 1956b, 1970), 

Singer & Digilio (1952), Wright & Albertó (2002). 

 

Arrhenia Fr. 

Arrhenia epichysium (Pers.) Redhead, Lutzoni, Moncalvo & Vilgalys, Mycotaxon 83: 47, 

2002. 

≡ Agaricus epichysium Pers., 1794. 

Dist: MNES. 

Ref: Grassi et al. (2016). 

 

Calocybe Kühner 

Calocybe cyanea Singer ex Redhead & Singer, Mycotaxon 6(3): 501, 1978.  

Dist: T, MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer & Digilio (1952). 

 

Chaetocalathus Singer 

Chaetocalathus liliputianus (Mont.) Singer, Lilloa 8: 527, 1943 [1942].  

≡ Pleurotus liliputianus Mont., 1855. 

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1976), Singer & Digilio (1952), Wright & 

Wright (2005). 

 

Claudopus Gillet 

Claudopus niger Niveiro, Albertó & T.J. Baroni, New Zealand Journal of Botany: 3, 2021.  

Dist: MNES 

Ref: Niveiro et al. (2021b). 

 

Clitocybe (Fr.) Staude 

Clitocybe aprilis Singer, Lilloa 25: 27, 1952 [1951]. 

Dist: T, MNES 

Ref: Niveiro et al. (2010), Raithelhuber (1987, 1990a, 1991, 1994c), Singer & Digilio 

(1952). 

 

Clitocybe asema Singer, Beih. Sydowia 7: 11, 1973. 

Dist: T, MNES 

Ref: Niveiro et al. (2010), Raithelhuber (1987, 1990a, 1991, 1992a, 2004), Singer (1973b), 

Singer & Digilio (1952). 

 

Clitocybe melliolens Singer, Lilloa 25: 34, 1952 [1951]. 

Dist: MNES, BA, LP, RN, TF 

Ref: Niveiro et al. (2010), Raithelhuber (1974, 1977, 1987, 1990a, 1991, 1992a, 2004), 

Singer (1969), Singer & Digilio (1952), Wright & Albertó (2002). 
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Clitocybe pruinosa (Lasch) P. Kumm., Führ. Pilzk. (Zwickau): 120, 1871.  

≡ Agaricus pruinosus Lasch, 1874. 

Dist: MNES 

Ref: Spegazzini (1926b). 

 

Clitocybe subhygrophanoides Singer, Sydowia 6: 181, 1952.  

Dist: MNES, N, RN, TF 

Ref: Horak (1980), Niveiro et al. (2010), Raithelhuber (1977, 1987, 1990a, 1991, 1992a, 

2004), 

Singer (1952a, 1954, 1969). 

 

Clitocybula (Singer) Singer ex Métrod 

Clitocybula azurea Singer, Beihefte zur Sydowia 7: 18, 1973. 

Dist: MNES 

Ref: Niveiro et al. (2021a). 

 

Clitopilus (Fr. ex Rabenh.) P. Kumm. 

Clitopilus hobsonii (Berk. & Broome) P.D. Orton, Trans. Brit. Mycol. Soc. 43: 174, 1960.  

≡ Agaricus hobsonii Berk., 1860.  

Dist: J, T, FSA, MNES, CTES, BA, N 

Ref: Horak (1980), Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1969). 

 

Clitopilus septicoides (Henn.) Singer, Lilloa 22: 606, 1951 [1949]. 

≡ Pleurotus septicoides Henn., 1904.  

Dist: J, T, MNES, BA 

Ref: Singer (1951, 1953a), Singer and Digilio (1952), Wright and Wright (2005). 

 

Collybia (Fr.) Staude 

Collybia platensis (Speg.) Singer, Sydowia 6: 185, 1952. 

≡ Marasmius platensis Speg., 1899 [1898]. 

Dist: MNES, BA, N, RN, TF 

Ref: Farr (1973), Horak (1980), Niveiro et al. (2010), Raithelhuber (1974, 1977, 1987, 1991, 

1994a, 2000a), Singer (1951b, 1952a, 1954), Singer & Digilio (1952), Spegazzini (1899a, 

1902, 1926b), Wright & Albertó (2002). 

 

Conocybe Fayod 

Conocybe filaris (Fr.) Kühner, Encyclop. Mycol. 7: 159, 1935. 

≡ Agaricus togularis var. filaris Fr., 1884. 

Dist: MNES. 

Ref: Grassi et al. (2016). 

 

Conocybe magnispora var. striatella Singer, Lilloa 25: 305, 1952 [1951].  

Dist: T, MNES 

Ref: Singer & Digilio (1952). 

 

Conocybe missionum Singer, Lilloa 25: 308, 1952 [1951].  
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Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1988, 1991, 2004), Singer & Digilio (1952), Wright & Wright (2005).  

 

Coprinellus P. Karst. 

Coprinellus disseminatus (Pers.) J.E. Lange, Dansk Bot. Ark. 9(6): 93, 1938.  

≡ Agaricus disseminatus Pers., 1801. 

Dist: T, MNES, BA, N, RN 

Ref: Ramadori (1985a), Raithelhuber (1977, 1988, 1991, 2000a, 2004), Singer (1953b, 1954, 

1969), Singer & Digilio (1952), Spegazzini (1880a, 1899, 1908, 1919), Wright & Albertó 

(2002). 

 

Coprinus Pers. 

Coprinus rufopruinatus Romagn., Bull. Trimestriel Soc. Mycol. France 92(2): 204, 1976.  

Dist: MNES 

Ref: Lechner et al. (2006), Wright et al. (2008), Wright & Wright (2005). 

 

Crepidotus (Fr.) Staude 

Crepidotus australis Singer, Beih. Nova Hedwigia 44: 478, 1973. 

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (2004), Singer (1973a), Wright & Wright (2005). 

 

Crepidotus calolepis subsp. tigrensis (Speg.) Singer, Beih. Nova Hedwigia 44: 471, 1973. 

≡ Agaricus (Crepidotus) tigrensis Speg., 1881. 

Dist: MNES, BA, CBA 

Ref: Farr (1973), Niveiro et al. (2010), Raithelhuber (1974, 1988, 1991, 2004), Singer (1947, 

1950a, 1973a), Singer & Digilio (1952), Spegazzini (1881, 1926a, 1926b), Wright & Albertó 

(2002). 

 

Crepidotus nephrodes (Berk. & M.A. Curtis) Sacc., Syll. fung. 5: 882, 1887.  

≡ Agaricus nephrodes Berk. & M.A. Curtis, 1853. 

Dist: T, MNES, ER, N, RN, TF 

Ref: Horak (1964a), Raithelhuber (1988, 1991, 2004), Singer (1953b, 1954, 1973a), Singer 

& Digilio (1952), Wright & Albertó (2002), Wright et al. (2008), Wright & Wright (2005).  

 

Crepidotus palmarum Singer, Lilloa 25: 406, 1952 [1951]. 

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1988, 1991, 2004), Singer (1953a, 1973a), Singer & Digilio (1952), 

Wright & Wright (2005). 

 

Crepidotus quitensis Pat., Syll fung. 11: 63, 1895.  

Dist: S, T, MNES 

Ref: Horak (1964a), Raithelhuber (1988, 1991, 2004), Singer (1953a, 1973a), Singer & 

Digilio (1952), Wright & Wright (2005). 

 

Crepidotus quitensis f. mixta Singer, Lilloa 25: 408, 1952 [1951]. 

Dist: MNES 

Ref: Singer & Digilio (1952), Wright & Wright (2005).  
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Crinipellis Pat. 

Crinipellis missionensis Singer, Lilloa 25: 226, 1952 [1951].  

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1976), Singer & Digilio (1952), Wright & 

Wright (2005). 

 

Cyclocybe Valen. 

Cyclocybe cylindracea (DC.) Vizzini & Angelini, Index Fungorum 154: 1, 2014. 

≡ Agaricus cylindraceus DC., 1815. 

Dist: MNES. 

Ref: Grassi et al. (2016). 

 

Cyclocybe wrightii (Uhart & Albertó) Uhart, Niveiro & Albertó, Rodriguesia 

71(e02272018): 23, 2020. 

≡ Agrocybe wrightii Uhart & Albertó, 2009. 

Dist: MNES. 

Ref: Uhart & Albertó (2009), Niveiro et al. (2020b). 

 

Cyptotrama Singer 

Cyptotrama asprata (Berk.) Redhead & Ginns, Can. J. Bot. 58(6): 731, 1980.  

≡ Agaricus aspratus Berk., 1847. 

Dist: MNES, BA 

Ref: Moreno & Albertó (1996), Niveiro et al. (2010), Wright & Albertó (2002). 

 

Cystolepiota Singer 

Cystolepiota adulterina (F.H. Møller) Bon, Doc. Mycol. 6(24): 43, 1976. 

≡ Lepiota adulterina F.H. Møller, 1959 [1957-58].  

Dist: MNES 

Ref: Niveiro et al. (2010). 

 

Dactylosporina (Clémençon) Dörfelt 

Dactylosporina steffenii (Rick) Dörfelt, Feddes Repert. Spec. Nov. Regni Veg. 96(3): 237, 

1985.  

≡ Tricholoma steffenii Rick, 1930. 

= Oudemansiella steffenii (Rick) Singer, 1953.  

Dist: T, MNES, BA 

Ref: Raithelhuber (1979, 1987, 1991, 2004), Singer (1964), Singer & Digilio (1952), Wright 

& Albertó (2002). 

 

Entoloma (Fr.) P. Kumm. 

Entoloma howellii (Peck) Dennis, Bull. trimest. Soc. mycol. Fr. 69(2): 159, 1953. 

≡ Nolanea howellii Peck, 1911 [1910]. 

Dist: MNES. 

Ref: Grassi et al. (2016). 
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Entoloma olivaesimile E. Horak, Sydowia 35: 87, 1982.  

Dist: MNES 

Ref: Horak (1982), Raithelhuber (1987, 1991, 2004). 

 

Entoloma pampeanum Speg., Anales Mus. Nac. Buenos Aires 6: 119, 1899 [1898]. 

Dist: MNES, BA, N, RN, TF 

Ref: Farr (1973), Horak (1978, 1980), Raithelhuber (1977, 1987, 1991, 2004), Singer (1969), 

Spegazzini (1899a). 

 

Entoloma permutatum E. Horak, Sydowia 30(1-6): 62, 1978) [1977]. 

Dist: MNES 

Ref: Grassi et al. (2016). 

 

Entoloma pruinatum E. Horak, Cryptog. Mycol. 4(1): 23, 1983. 

Dist: MNES 

Ref: Horak (1983), Raithelhuber (1991, 2004). 

 

Galerina Earle 

Galerina mycenaeformis B.E. Lechner & J.E. Wright, Fungal Diversity 21: 136, 2006.  

Dist: MNES 

Ref: Lechner et al. (2006), Wright et al. (2008). 

 

Galerina velutipes Singer, Mon. Gal.: 284, 1964.  

Dist: MNES 

Ref: Horak (1992), Raithelhuber (1991, 2004), Smith & Singer (1964). 

 

Gloiocephala Massee 

Gloiocephala spathularia Singer, Sydowia 14: 271, 1960.  

Dist: S, MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1960b, 1976), Wright & Wright (2005).  

 

Gymnopilus P. Karst. 

Gymnopilus earlei Murrill, Mycologia 5(1): 22, 1913.  

Dist: MNES 

Ref: Wright et al. (2008), Wright and Wright (2005). 

 

Gymnopilus lepidotus Hesler, Mycol. Mem. 3: 40, 1969.  

Dist: MNES 

Ref: Lechner et al. (2006), Wright et al. (2008), Wright & Wright (2005). 

 

Gymnopus (Pers.) Roussel 

Gymnopus dryophilus (Bull.) Murrill, N. Amer. Fl. (New York) 9(5): 362, 1916.  

≡ Agaricus dryophilus Bull., 1790. 

Dist: T, MNES, CBA, BA, RN, TF 
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Ref: Horak (1980), Raithelhuber (1977, 1987, 1991, 1992e, 2004), Singer (1953b, 1969), 

Singer & Digilio (1952), Wright & Albertó (2002), Wright et al. (2008), Wright & Wright 

(2005). 

Heliomyces Lév. (= Marasmius Fr.) 

Heliomyces etrabeculatus Speg., Bol. Acad. Ci. (Córdoba) 23(3-4): 384-386, 1919. 

Dist: MNES 

Ref: Farr (1973), Singer (1950a, 1951b), Spegazzini (1926b). 

 

Hemimycena Singer 

Hemimycena longipleurocystidiata Niveiro, Popoff & Albertó, Phytotaxa 177 (1): 50, 2014. 

Dist: MNES. 

Ref: Niveiro et al. (2014b). 

 

Hiatula (Fr.) Mont. [= Mycena (Pers.) Roussel] 

Hiatula benzonii (Fr.) Sacc., Syll. fung. 5: 305, 1887.  

≡ Agaricus benzonii Fr., 1828. 

Dist: MNES 

Ref: Spegazzini (1909). 

 

Hohenbuehelia Schulzer 

Hohenbuehelia angustata (Berk.) Singer, Lilloa 22: 255, 1951.  

≡ Panus angustatus Berk., 1847. 

Dist: J, T, MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 1994d, 2004), Singer (1953b), Singer & Digilio (1952), 

Wright et al. (2008), Wright & Wright (2005). 

 

Hohenbuehelia atrocoerulea f. portegna (Speg.) Singer, Lilloa 25: 112, 1951.  

≡ Agaricus portegnus Speg., 1881. 

Dist: S, CAT, MNES, BA, TF 

Ref: Farr (1973), Raithelhuber (1974, 1987, 1991, 1994d, 2004), Singer (1950a), Singer & 

Digilio (1952), Spegazzini (1881, 1902, 1912, 1926b), Wright et al. (2008), Wright & 

Wright (2005). 

 

Hohenbuehelia nigra (Schwein.) Singer, Lilloa 22: 256, 1951 [1949].  

≡ Agaricus niger Schwein., 1822. 

Dist: T, MNES, BA 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 1994d, 2004), Singer (1969), Singer & Digilio (1952), 

Wright et al. (2008), Wright & Wright (2005). 

 

Hohenbuehelia paraguayensis (Speg.) Singer, Lilloa 25: 467, 1952.  

≡ Pleurotus paraguayensis Speg., 1922. 

Dist: T, MNES 

Ref: Farr (1973), Raithelhuber (1987, 1991, 1994d, 2004), Singer (1951b), Singer & Digilio 

(1952), Wright & Wright (2005). 

 

Hygroaster Singer 

Hygroaster iguazuensis B.E. Lechner & J.E. Wright, Mycotaxon 91: 10, 2005.  
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Dist: MNES 

Ref: Lechner et al. (2005), Wright et al. (2008), Wright & Wright (2005). 

 

Hypholoma (Fr.) P. Kumm. [= Psilocybe (Fr.) P. Kumm.] 

Hypholoma trinitense (Dennis) Pegler, Kew Bull., Addit. Ser. 9: 509, 1983.  

≡ Pholiota trinitensis Dennis, 1970. 

Dist: MNES 

Ref: Lechner et al. (2006), Wright et al. (2008), Wright & Wright (2005). 

 

Laccaria Berk. & Broome 

Laccaria cyanolamellata B.E. Lechner & J.E. Wright, Fungal Diversity 21: 132, 2006. 

Dist: MNES 

Ref: Lechner et al. (2006), Wright et al. (2008). 

 

Lactarius Pers. 

Lactarius deliciosus (L.) Gray, Nat. Arr. Brit. Pl. (London) 1: 624, 1821.  

≡ Agaricus deliciosus L., 1753. 

Dist: MNES, BA, AP 

Ref: Barroetaveña (2006), Niveiro et al. (2009), Raithelhuber (2004), Wright & Albertó 

(2002). 

 

Lactocollybia Singer 

Lactocollybia epia (Berk. & Broome) Pegler, Kew Bull., Addit. Ser. 12: 77, 1986.  

≡ Agaricus epius Berk. & Broome, 1871. 

Dist: S, T, MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 1992d, 2004), Singer (1970), Singer & Digilio (1952).  

 

Lactocollybia microspora Singer, Sydowia 15:51, 1962 [1961].  

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 1992d, 2004), Singer (1961, 1970), Wright & Wright (2005).  

 

Lentinellus P. Karst. 

Lentinellus castoreus (Fr.) Kühner & Maire, Bull. Trimestriel Soc. Mycol. France 50: 16, 

1934.  

≡ Lentinus castoreus Fr., 1838 [1836-1838]. 

Dist: MNES, T, BA 

Ref: Niveiro et al. (2010), Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer & Digilio (1952), Wright 

& Albertó (2002). 

 

Lentinus Fr. 

Lentinus berteroi (Fr.) Fr., Syst. Orb. Veg. (Lundae) 1: 77, 1825.  

≡ Agaricus bertieri Fr., 1821. 

Dist: S, T, MNES, ER, BA 

Ref: Pegler (1983), Raithelhuber (2004), Spegazzini (1909, 1919, 1926b), Wright & Albertó 

(2002), Wright & Wright (2005). 

 

Lentinus crinitus (L.) Fr., Syst. Orb. Veg. (Lundae) 1: 77, 1825.  
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≡ Agaricus crinitus L., 1763. 

Dist: S, MNES, ER, BA 

Ref: Pegler (1983), Raithelhuber (1991), Singer (1950a), Singer & Digilio (1952).  

Lentinus fasciatus Berk., J. Bot. (Hooker) 2: 146, 1840. 

Dist: MNES 

Ref: Singer (1951b), Spegazzini (1926b). 

 

Lentinus scleropus (Pers.) Fr., Syn. generis Lentinus: 10, 1836.  

≡ Agaricus scleropus Pers., 1827. 

Dist: MNES, FSA 

Ref: Raithelhuber (1987, 2004), Singer (1950a), Singer & Digilio (1952). 

 

Lentinus strigellus Berk., J. Linn. Soc., Bot. 10(45): 302, 1868. 

Dist: T, MNES, CH 

Ref: Farr (1973), Lechner et al. (2006), Pegler (1983), Raithelhuber (1987, 1991), Singer 

(1951b), Singer & Digilio (1952), Spegazzini (1899a, 1919), Wright & Wright (2005).  

 

Lentinus strigosus (Schwein.) Fr., Epicr. syst. mycol. (Upsaliae): 388, 1838 [1836].  

≡ Agaricus strigosus Schwein., 1822. 

Dist: J, S, T, CAT, MNES, CH, BA 

Ref: Pegler (1983), Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1951b), Singer & Digilio 

(1952), Spegazzini (1919, 1926b), Wright & Wright (2005). 

 

Lentinus swartzii Berk., J. Bot. (Hooker) 2: 632, 1843. 

Dist: S, T, MNES, BA 

Ref: Farr (1973), Pegler (1983), Raithelhuber (1974, 1987, 1991, 2004), Singer (1950a, 

1951b), Singer & Digilio (1952), Spegazzini (1880a, 1899a), Wright & Albertó (2002), 

Wright & Wright (2005). 

 

Lentinus velutinus Fr., Linnaea 5: 510, 1830. 

Dist: S, T, MNES, BA 

Ref: Moreno & Albertó (1996), Pegler (1983), Raithelhuber (1974, 1987, 1991), Spegazzini 

(1899a, 1919), Wright & Wright (2005). 

 

Lepiota (Pers.) Gray 

Lepiota gigantea Speg., Anales Mus. Nac. Buenos Aires 19(12): 260, 1909.  

Dist: MNES 

Ref: Farr (1973), Spegazzini (1909). 

 

Lepiota helveola Bres., Fung.Trident. 1(1): 15, 1882 [1881].  

Dist: MNES, BA 

Ref: Ramarodi (1985), Wright et al (2008), Wright & Wright (2005). 

 

Lepiota sulfureofloccosa Speg., Anales Mus. Nac. Buenos Aires 19(12): 261, 1909.  

Dist: MNES 

Ref: Farr (1973), Spegazzini (1909). 
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Lepista (Fr.) W. G. Sm. 

Lepista nuda (Bull.) Cooke, Handbook of British Fungi 1: 192 (1871).  

≡ Agaricus nudus Bull., 1790. 

Dist: MNES, ER, BA, N, RN, TF 

Ref: Ramarodi (1985a, 1992), Raithelhuber (1974, 1977, 1987, 1991, 1992b, 2004), Singer 

(1969), Wright et al. (2008), Wright & Wright (2005). 

 

Leucoagaricus Locq. ex Singer 

Leucoagaricus rickianus (Speg.) Singer, Beih. Sydowia 7: 68, 1973. 

≡ Lepiota rickiana Speg., 1919. 

Dist: T, MNES 

Ref: Farr (1973), Singer (1973), Spegazzini (1899a, 1926b). 

 

Leucoagaricus rubrosquamosus (Rick) Singer, Lilloa 22: 422, 1951 [1949]. 

≡ Lepiota rubrosquamosa Rick, 1920. 

Dist: MNES 

Ref: Lechner et al. (2006), Wright et al (2008), Wright & Wright (2005). 

 

Leucocoprinus Pat. 

Leucocoprinus birnbaumii (Corda) Singer, Sydowia 15: 67. 1962.  

≡ Agaricus birnbaumii Corda, 1839. 

Dist: Ch, CTES, MNES, T, SF, BA. 

Ref: Catania (1998), Wright & Albertó (2002), Campi Gaona et al. (2015). 

 

Leucocoprinus cretaceus (Bull.) Locq., Bull. Mens. Soc. Linn. 14: 93, 1945.  

≡ Agaricus cretaceus Bull., 1788. 

Dist: CTES, MNES. 

Ref: Niveiro et al. (2012a). 

 

Leucocoprinus fragilissimus (Rav. ex Berk. & M. A. Curtis) Pat., Essai Taxon.: 171. 1900.  

≡ Hiatula fragilissima Rav., 1853. 

Dist: CTES, MNES. 

Ref: Niveiro et al. (2012a). 

 

Leucocoprinus tenellus (Boud.) Locq., Bull. mens. Soc. linn. Soc. Bot. Lyon 12: 95, 1943. 

≡ Lepiota tenella Boud., 1905. 

Dist: MNES. 

Ref: Grassi et al. (2016). 

 

Leucopaxillus Boursier 

Leucopaxillus gracillimus Singer & A.H. Sm., Pap. Michigan Acad. Sci. 28: 131, 1943 

[1942].  

Dist: MNES 

Ref: Lechner et al. (2006), Singer & Digilio (1952), Wright et al. (2008), Wright & Wright 

(2005). 
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Lulesia Singer 

Lulesia lignicola B.E. Lechner & J.E. Wright, Fungal Diversity 21: 133, 2006.  

Dist: MNES 

Ref: Lechner et al. (2006), Wright et al. (2008). 

Macrolepiota Joss. 

Macrolepiota mastoidea (Fr.) Singer, Lilloa 22: 417, 1951. 

≡ Agaricus mastoideus Fr., 1821.  

Dist: MNES, BA 

Ref: Ramarodi (1995), Wright & Wright (2005). 

 

Macrolepiota gracilenta var. goossensiae (Beeli) Heinem., Bull. Jard. Bot. Nat. Belg. 

39:211, 1969. 

≡ Lepiota goossensiae Beeli, 1927. 

Dist: MNES 

Ref: Lechner et al. (2006), Wright et al. (2008). 

 

Marasmiellus Murrill 

Marasmiellus bonaerensis (Speg.) Singer, Beih. Nova Hedwigia 44: 179, 1973.  

≡ Marasmius bonaerensis Speg., 1899 [1898]. 

Dist: MNES, BA 

Ref: Farr (1973), Raihelhuber (2004), Singer (1951b, 1973a), Spegazzini (1899a), Wright & 

Wright (2005). 

 

Marasmiellus coilobasis (Berk.) Singer, Beih. Nova Hedwigia 44: 30, 1973. 

≡ Marasmius coilobasis Berk., 1856. 

Dist: MNES. 

Ref: Grassi et al. (2016). 

 

Marasmiellus concolor (Berk. & M.A. Curtis) Singer ex Singer, Sydowia 9: 392, 1955.  

≡ Marasmius concolor Berk. & M.A. Curtis, 1868. 

Dist: MNES 

Ref: Wright & Wright (2005). 

 

Marasmiellus eburneus (Theiss.) Singer, Sydowia 15: 57, 1962 [1961].  

≡ Marasmius eburneus Theiss., 1909. 

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (2004), Singer (1973a). 

 

Marasmiellus gilvus (Pat.) Singer, Sydowia 9: 383, 1955.  

≡ Marasmius gilvus Pat., 1893. 

Dist: MNES 

Ref: Raihelhuber (2004), Singer (1973a), Wright & Wright (2005). 

 

Marasmiellus iguazuensis Singer, Lilloa 22: 328, 1973.  

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (2004), Singer (1973a), Wright & Wright (2005). 
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Marasmiellus microscopicus (Speg.) Singer, Lilloa 25: 162, 1951.  

≡ Agaricus microscopicus Speg., 1883. 

Dist: MNES 

Ref: Farr (1973), Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1951b), Singer & Digilio (1952). 

Marasmiellus misionensis Singer, Lilloa 22: 329, 1973.  

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (2004), Singer (1973a). 

 

Marasmiellus oligocinsulae Murrill, Bull. Torrey Bot. Club 66: 160, 1939.  

Dist: MNES 

Ref: Singer (1951b), Wright & Wright (2005). 

 

Marasmiellus rugulosus (Berk. & M.A. Curtis) Singer, Pap. Michigan Acad. Sci. 32: 130, 

1946.  

≡ Marasmius rugulosus Berk. & M.A. Curtis, 1868. 

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 2004), Singer (1973a), Singer & Digilio (1952), Wright & Wright 

(2005). 

 

Marasmiellus tener Singer, Beih. Nova Hedwigia 44: 333, 1973.  

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (2004), Singer (1973a).  

 

Marasmiellus umbonifer Singer, Beih. Nova Hedwigia 44: 333, 1973.  

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (2004), Singer (1973a). 

 

Marasmiellus vinosus Singer, Rev. Mycol. (Paris) 18(1): 10, 1953.  

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1953a, 1973a), Singer & Digilio (1952), 

Wright & Wright (2005). 

 

Marasmiellus volvatus Singer, Fieldiana Botany 21: 37, 1989. 

Dist: MNES. 

Ref: Niveiro et al. (2015a). 

 

Marasmius Fr. 

Marasmius androsaceus var. androsaceus (L.) Fr., Epicr. syst. mycol. (Upsaliae): 385, 

1838) [1836-1838]. 

≡ Agaricus androsaceus L., 1753. 

Dist: MNES. 

Ref: Grassi et al. (2016). 

 

Marasmius araucariae Singer, Sydowia 18: 319, 1965 [1964].  

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1965b, 1976). 
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Marasmius berteroi (Lév.) Murrill, N. Amer. Fl. (New York) 9(4): 267, 1915.  

≡ Heliomyces berteroi Lév., 1844. 

Dist: S, T, MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1950a, 1965b, 1976), Singer & Digilio (1952), 

Wright & Wright (2005). 

 

Marasmius berteroi var. major Singer, Sydowia 18: 249, 1965 [1964].  

Dist: T, MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1976). 

 

Marasmius brevipes Berk. & Ravenel, Ann. Mag. Nat. Hist.12: 426, 1853 [1853-1859].  

Dist: MNES 

Ref: Wright & Wright (2005). 

 

Marasmius caespitosus Peck, Syll. fung. 5: 507, 1873.  

Dist: MNES 

Ref: Spegazzini (1926b). 

 

Marasmius caespitosus var. hymenorhizus Speg., Bol. Acad. Ci. (Córdoba) 28: 291, 1926.  

Dist: MNES 

Ref: Farr (1973), Spegazzini (1926b). 

 

Marasmius cladophyllus Berk., Hooker's J. Bot.Kew Gard. Misc.8: 138, 1856.  

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1965b, 1976). 

 

Marasmius cohortalis Berk., Syll. fung. 5: 516, 1887.  

Dist: T, MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1965b, 1976), Wright et al. (2008), Wright & 

Wright (2005). 

 

Marasmius cohortalis var. hymeniicephalus (Speg.) Singer, Sydowia 12: 89, 1959 [1958].  

≡ Agaricus hymeniicephalus Speg., 1883. 

Dist: T, MNES, BA 

Ref: Farr (1973), Raithelhuber (1987, 1991), Singer (1965b, 1976). 

 

Marasmius concolor Berk. & M.A. Curtis, J. Linn. Soc., Bot.10(45): 299, 1868.  

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer & Digilio (1952). 

 

Marasmius corrugatus var. aurantiacus (Murrill) Singer, Fl. Neotrop. Monogr. 17: 193, 

1976.  

≡ Gymnopus aurantiacus Murrill, 1939. 

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1965b, 1976). 
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Marasmius corrugatus var. portonovensis Singer, Fl. Neotrop. Monogr. 17: 195, 1976. 

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1965b, 1976), Wright & Wright (2005).  

 

Marasmius crinis-equi F. Muell. ex Kalchbr., Grevillea 8: 153, 1880. 

Dist: FSA, MNES 

Ref: Farr (1973), Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1951b, 1965b, 1976), Singer & 

Digilio (1952), Spegazzini (1909), Wright et al. (2008), Wright & Wright (2005). 

 

Marasmius eucladopus Singer, Sydowia 18(1-6): 169, 338, 1965 [1964]. 

Dist: MNES. 

Ref: Grassi et al. (2016). 

 

Marasmius haematocephalus (Mont.) Fr., Epicr. syst. mycol. (Upsaliae): 382, 1838.  

≡ Agaricus haematocephalus Mont., 1837. 

Dist: J, T, MNES, CBA 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1965b, 1976), Singer & Digilio (1952), 

Spegazzini (1909), Wright et al. (2008).  

 

Marasmius haematocephalus var. atroviolaceus Singer, Sydowia 18: 300, 1965 [1964].  

Dist: S, T, MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991), Singer (1965b). 

 

Marasmius haematocephalus var. leucophyllus Singer, Fl. Neotrop. Monogr. 17: 214, 1976.  

Dist: S, T, MNES 

Ref: Singer (1976). 

 

Marasmius haematophilus (Mont.) Singer  

Dist: MNES 

Ref: Wright & Wright (2005). 

Obs. Aparentemente M. haematophilus nunca fue publicado, Wright & Wright (2005) 

probablemente se confundieron al escribir M. haematocephallus (Mont.) Fr. 

 

Marasmius leoninus Berk., Hooker's J. Bot. Kew Gard. Misc. 8: 135, 1856.  

Dist: MNES, CTES, CBA 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1965b, 1976). 

 

Marasmius marthae Singer, Sydowia 12: 137, 1959 [1958].  

Dist: T, MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1965b, 1976), Wright et al. (2008), Wright & 

Wright (2005). 

 

Marasmius misionensis Singer, Sydowia 18:190, 1965 [1964]. 

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1965b, 1976), Wright & Wright (2005).  
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Marasmius neosessilis Singer, Sydowia 9:392, 1955.  

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987), Singer (1965b), Wright & Wright (2005). 

 

Marasmius niveus Mont., Ann. Sci. Nat., Bot.1: 117, 1854.  

Dist: MNES 

Ref: Lechner et al. (2006), Wright et al. (2008), Wright & Wright (2005). 

 

Marasmius pallenticeps Singer, Fl. Neotrop. Monogr. 17: 127, 1976.  

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1976). 

 

Marasmius pallipes Speg., Anales Soc. Ci. Argent. 16(6): 272, 1883.  

Dist: S, MNES, BA. 

Ref: Farr (1973), Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1965b, 1976), Singer & Digilio 

(1952), Spegazzini (1899a, 1909), Wright & Wright (2005). 

 

Marasmius paucifolius Murrill, N. Amer. Fl. (New York) 9(4): 262, 1915.  

Dist: MNES 

Ref: Singer (1965b). 

 

Marasmius phaeocystis Singer, Nova Hedwigia 29(1-2): 111, 1976.  

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1976). 

 

Marasmius poromycenoides Singer, Sydowia 18:226, 1965 [1964].  

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991), Singer (1965b, 1976), Wright & Wright (2005). 

 

Marasmius rhabarberinus Berk., Hooker's J. Bot. Kew Gard. Misc. 8: 135, 1856.  

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1965b, 1976), Wright & Wright (2005).  

 

Marasmius rhodocephalus Fr., Syll. fung. 5: 552, 1887.  

Dist: MNES, CBA 

Ref: Spegazzini (1926a, 1926b). 

 

Marasmius rotalis Berk. & Broome, Journ. Linn. Soc., Bot.14:40, 1875.  

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1991, 2004), Singer (1965b), Singer & Digilio (1952), Wright & Wright 

(2005). 

 

Marasmius rotula (Scop.) Fr., Epicr. syst. mycol. (Upsaliae): 385, 1838.  

≡ Agaricus rotula Scop., 1772. 

Dist: MNES, BA 

Ref: Ramarodi (1985c), Wright & Wright (2005). 
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Marasmius sanguirotalis var. paucilarnellatus (Singer) Singer, Fl. Neotrop. Monogr. 17: 

137, 1976. 

≡ Marasmius marthae var. paucilamellatus Singer, 1959.  

Dist: T, MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1976), Wright & Wright (2005). 

Marasmius spaniophyllus var. iguazuensis (Singer) Singer, Sydowia 18: 210, 1965.  

≡ Marasmius iguazuensis Singer, 1952 [1951]. 

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991), Singer (1965b, 1976), Singer & Digilio (1952), Wright & 

Wright (2005). 

 

Marasmius spegazzinii Sacc. & P. Syd., Syll. fung. 14: 117, 1899. 

Dist: MNES 

Ref: Farr (1973), Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1951b, 1965b, 1976), Singer & 

Digilio (1952), Wright et al. (2008), Wright & Wright (2005). 

 

Marasmius tenuissimus (Jungh.) Singer, Fl. Neotrop. Monogr. 17: 258, 1976.  

≡ Pleurotus tenuissimus Jungh., 1887. 

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1991, 2004). 

 

Marasmius trichorhizus var. pallenticeps Singer, Sydowia 18: 178, 1965 [1964].  

Dist: MNES 

Ref: Singer (1965b). 

Obs: Marasmius trichorhizus es un sinónimo de M. crinis-equis. 

 

Marasmius viegasii Singer, Bol. Supta Serv. Café S. Paulo 32: 369, 1957.  

Dist: MNES 

Ref: Lechner et al. (2006), Wright et al. (2008), Wright & Wright (2005). 

 

Melanoleuca Pat. 

Melanoleuca balansae (Speg.) Singer, Lilloa 23: 177, 1950.  

≡ Agaricus balansae Speg., 1883. 

Dist: MNES, FSA 

Ref: Farr (1973), Raithelhuber (1987, 1991, 1992e, 2004), Singer (1950a). 

 

Melanotus Pat. [= Psilocybe (Fr.) P. Kumm.] 

Melanotus eccentricus (Murrill) Singer, Lilloa 13: 87, 1947.  

≡ Crepidotus eccentricus Murrill, 1917. 

Dist: MNES 

Ref: Wright & Wright (2005). 

 

Micropsalliota Höhn. 

Micropsalliota cardinalis Heinem., Bull. Jard. Bot. Nat. Belg. 59(3-4): 459, 1989. Dist: 

MNES 

Ref: Heinemann (1993). 
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Mycena (Pers.) Roussel 

Mycena alphitophora (Berk.) Sacc., Syll. fung. (Abellini) 5: 290, 1887. 

≡ Agaricus alphitophorus Berk., 1876 [1877]. 

Dist: MNES. 

Ref: Grassi et al. (2016). 

Mycena granulifera Maas Geest. & de Meijer, Verh. KonNed. Akad. Wetensch., Afd. 

Natuurk., Sect. 2, 97: 122, 1997. 

Dist: MNES 

Ref: Wright et al. (2008). 

 

Mycena holoporphyra (Berk. & M.A. Curtis) Singer, Sydowia 15: 64, 1962.  

≡ Agaricus holoporphyrus Berk. & M.A. Curtis, 1869. 

Dist: MNES 

Ref: Niveiro et al (2011). 

 

Mycena moconensis Niveiro, Albertó & Desjardin, Mycotaxon 119: 168, 2012 

Dist: MNES. 

Ref: Niveiro et al. (2012b). 

 

Mycena niveipes (Murrill) Murrill, Mycologia 8(4): 221, 1916.  

≡ Prunulus niveipes Murrill, 1916. 

Dist: MNES 

Ref: Lechner et al. (2006), Wright & Wright (2005). 

 

Mycena paraguariensis (Speg.) Niveiro, Popoff & Albertó, Cryptog. Mycol. 38(1): 128, 

2017. 

≡ Agaricus paraguariensis Sing., 1883.  

Dist: MNES 

Ref: Lechner et al. (2006), Wright et al. (2008), Wright & Wright (2005), Buyck et al. 

(2017). 

 

Mycena paranaensis Maas Geest. & de Meijer, Verh. Kon. Ned. Akad. Wetensch., Afd. 

Natuurk., Sect. 2, 97: 93, 1997. 

Dist: MNES, BA 

Ref: Moreno & Albertó (1996), Niveiro et al. (2010), Raithelhuber (2004), Wright & Albertó 

(2002), Niveiro et al (2015b). 

 

Mycena plectophylla (Mont.) Dennis, Kew Bull., Addit. Ser. 3: 39, 1970.  

≡ Marasmius plectophyllus Mont., 1854. 

Dist: T, MNES, N 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 1992e), Singer (1950a), Singer & Digilio (1952), Spegazzini 

(1926b). 

 

Mycena sosarum Singer, Mycologia 51(3): 389, 1959.  

Dist: T, MNES 

Ref: Singer (1959), Wright & Wright (2005). 
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Mycena spinosissima (Singer) Desjardin, Biblthca Mycol. 159: 15, 1995. 

≡ Marasmius spinosissimus Singer, 1951. 

Dist: MNES. 

Ref: Grassi et al. (2016). 

 

Mycena subtenerrima Rick, Brotéria 24: 100, 1930.  

Dist: MNES 

Ref: Niveiro et al. (2010). 

 

Mycena vinosella Speg., Bol. Acad. Ci. (Córdoba) 28: 285, 1926.  

Dist: MNES 

Ref: Farr (1973), Spegazzini (1926b). 

 

Naucoria (Fr.) P. Kumm. 

Naucoria microsperma Speg., Bol. Acad. Ci. (Córdoba) 28: 322, 1926.  

Dist: MNES 

Ref: Farr (1973), Spegazzini (1926b). 

 

Nothopanus Singer 

Nothopanus eugrammus (Mont.) Singer, Mycologia 36(4): 365, 1944. 

≡ Agaricus eugrammus Mont., 1837. 

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004). 

 

Oudemansiella Speg. 

Oudemansiella canarii (Jungh.) Höhn., Sitzungsber. Kaiserl. Akad. Wiss., Wien, Math.- 

Naturwiss. Cl., Abt. 1 118: 276, 1909. 

≡ Agaricus canarii Jungh., 1838. 

Dist: S, T, MNES, FSA, CH, ER, BA, “Patagonia”. 

Ref: Farr (1973), Raithelhuber (1979, 1987, 1991, 1995, 2004), Singer (1950a, 1964), Singer 

& Digilio (1952), Spegazzini (1880a, 1881, 1899a, 1926b), Wright et al. (2008), Wright & 

Wright (2005). 

 

Oudemansiella cubensis (Berk. & M. A. Curtis) R. H. Petersen, Nova Hedwigia, Beih. 137: 

283, 2010. 

≡ Agaricus (Amanita) cubensis Berk. & M.A. Curtis, 1869. 

= Oudemansiella platensis (Speg.) Speg., 1881. 

Dist: BA, CTES, MNES. 

Ref: Alberti et al. (2020b). 

 

Panaeolus (Fr.) Quél 

Panaeolus subbalteatus (Berk. & Broome) Sacc., Syll. fung. 5: 1124, 1887.  

≡ Agaricus subbalteatus Berk. & Broome, 1861. 

Dist: MNES 

Ref: Niveiro et al. (2010), Singer & Digilio (1952). 
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Panellus P. Karst. 

Panellus pusillus (Pers. ex Lév.) Burds. & O.K. Mill., Beih. Nova Hedwigia 51: 85, 1975.  

≡ Gloeoporus pusillus Pers. ex Lév., 1844. 

Dist: T, BA, MNES 

Ref: Moreno & Albertó (1996), Singer (1950a, 1953a, 1953b), Singer & Digilio (1952), 

Wright & Albertó (2006), Wright & Wright (2005). 

Panus Fr. 

Panus similis (Berk. & Broome) T.W. May & A.E. Wood, Mycotaxon 54: 148, 1995.  

≡ Lentinus similis Berk. & Broome, 1875. 

Dist: MNES 

Ref: Lechner et al. (2005a), Wright & Wright (2005). 

 

Panus tephroleucus (Mont.) T.W. May & A.E. Wood, Mycotaxon 54: 148, 1995.  

≡ Lentinus tephroleucus Mont.,1851. 

Dist: S, T, MNES 

Ref: Raithelhuber (1991, 2004), Singer (1950a), Singer & Digilio (1952). 

 

Phaeomarasmius Scherff. 

Phaeomarasmius ciliatus Singer, Sydowia 7: 250, 1953.  

Dist: MNES, N, RN, TF 

Ref: Horak (1980), Raithelhuber (1988, 1991, 2004), Singer (1953a, 1954, 1969), Singer & 

Digilio (1952), Wright et al. (2008), Wright & Wright (2005). 

 

Pholiotina Fayod 

Pholiotina septentrionalis (A.H. Sm.) Singer, Sydowia 4: 143, 1950. 

≡ Pholiota septentrionalis A.H. Sm., 1935. 

Dist: MNES 

Ref: Wright & Wright (2005). 

 

Pleurocollybia Singer 

Pleurocollybia praemultifolia (Murrill) Singer, Mycologia 39(1): 80, 1947. 

≡ Gymnopus praemultifolius Murrill, 1945 [1944].  

Dist: MNES 

Ref: Lechner et al. (2006). 

 

Pleurotus (Fr.) P. Kumm. 

Pleurotus albidus (Berk.) Pegler, Kew Bull., Addit. Ser. 10: 219, 1983.  

≡ Lentinus albidus Berk., 1843. 

Dist: S, T, MNES, CBA, BA 

Ref: Albertó et al. (2002), Farr (1973), Lechner et al. (2004, 2005b), Raithelhuber (1974, 

1987, 1991, 2000a, 2004), Singer (1950a, 1951b), Singer & Digilio (1952), Spegazzini 

(1880a, 1880b, 1880c, 1899a, 1919, 1926b), Wright & Albertó (2002), Wright et al. (2008), 

Wright & Wright (2005). 

 

Pleurotus djamor (Rumph. ex Fr.) Boedijn, Rumphius Memorial Volume: 292, 1959. 

≡ Agaricus djamor Rumph. ex Fr., 1821. 

Dist: MNES, BA 
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Ref: Lechner et al. (2004, 2005b), Spegazzini (1880c), Wright & Wright (2005). 

 

Pleurotus djamor var. cyathiformis Corner, Beih. Nova Hedwigia 69: 123, 1981.  

Dist: MNES 

Ref: Lechner et al. (2004). 

 

Pleurotus djamor var. roseus Corner, Beih. Nova Hedwigia 69: 124, 1981.  

Dist: MNES, BA 

Ref: Lechner et al. (2004, 2005b), Wright et al. (2008). 

 

Pleurotus pulmonarius (Fr.) Quél., Mém. Soc. Émul. Montbéliard, Sér. 2 5: 11, 1872.  

≡ Agaricus pulmonarius Fr., 1821. 

Dist: MNES, BA 

Ref: Lechner et al. (2003, 2004, 2005b), Raithelhuber (1991, 2004), Spegazzini (1899a), 

Wright & Albertó (2002). 

 

Pluteus Fr. 

Pluteus aethalus (Berk. & M.A. Curtis) Sacc., Syll. fung. 5: 674, 1887. 

≡ Agaricus aethalus Berk. & M.A. Curtis, 1868. 

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer & Digilio (1952), Wright & Wright (2005).  

 

Pluteus caldariorum Henn., Verh. Bot. Vereins. Prov. Brandenburg 40: 139, 1899 [1898].  

Dist: MNES 

Ref: Wright & Wright (2005). 

 

Pluteus polycystis Singer, Lloydia 21: 271, 1959 [1958].  

Dist: MNES 

Ref: Singer (1959a), Wright & Wright (2005). 

 

Pluteus riberaltensis var. missionensis Singer, Sydowia 15: 131, 1962 [1961].  

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1991, 2004), Singer (1962), Wright & Wright (2005). 

 

Pluteus rimosellus Singer, Lilloa 25: 262, 1952 [1951].  

Dist: MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1959a), Singer & Digilio (1952). 

 

Pluteus subcervinus (Berk. & Broome) Sacc., Syll. fung. 5: 666, 1887.  

≡ Agaricus subcervinus Berk. & Broome 1871. 

Dist: MNES 

Ref: Lechner et al. (2006), Wright & Wright (2005). 
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Pluteus xylophilus (Speg.) Singer, Lilloa 22: 405, 1951 [1949]. 

≡ Entoloma xylophilum Speg., 1926. 

Dist: MNES. 

Ref: Grassi et al. (2016). 

 

Pouzarella Mazzer 

Pouzarella sepiaceobasalis (E. Horak) T.J. Baroni, N. Amer. Fung. 3(7): 260, 2008. 

≡ Pouzaromyces sepiaceobasalis E. Horak, 1983.  

Dist: MNES 

Ref: Horak (1983). 

 

Psathyrella (Fr.) Quél. 

Psathyrella candolleana (Fr.) Maire, Bull. Soc. Mycol. France 29: 185, 1913.  

≡ Agaricus candolleanus Fr., 1818. 

Dist: T, MNES, CBA, BA, TF, AP 

Ref: Horak (1967), Ramadori (1992, 1995), Raithelhuber (1974, 1988, 1991, 2000a, 2004), 

Singer (1969), Singer & Digilio (1952), Spegazzini (1880c, 1887a, 1887b, 1919, 1926a, 

1926b), Wright & Albertó (2002). 

 

Psilocybe (Fr.) P. Kumm. 

Psilocybe coronilla (Bull.) Noordel., Persoonia 16(1): 128, 1995. 

≡ Agaricus coronilla Bull., 1792. 

Dist: MNES. 

Ref: Grassi et al. (2016). 

 

Psilocybe cubensis (Earle) Singer, Sydowia 2(1-6): 37, 1948. 

≡ Stropharia cubensis Earle, 1906. 

Dist: MNES. 

Ref: Grassi et al. (2016). 

 

Psilocybe squalens (Fr.) P. Karst., Syll. fung. 5: 1054, 1887.  

≡ Agaricus squalens Fr., 1838. 

Dist: MNES 

Ref: Spegazzini (1926b). 

 

Resupinatus Nees ex Gray 

Resupinatus applicatus (Batsch) Gray, Nat. Arr. Brit. Pl. (London) 1: 617, 1821.  

≡ Agaricus applicatus Batsch, 1786. 

Dist: T, MNES, BA, N, RN, TF 

Ref: Horak (1967, 1980), Niveiro et al. (2010), Raithelhuber (1987, 1991, 1994d, 2004), 

Singer (1954), Spegazzini (1880b, 1887a, 1887b, 1909, 1919, 1926b), Wright & Albertó 

(2002). 

 

Resupinatus striatulus (Pers.) Murrill, N. Amer. Fl. (New York) 9(4): 242, 1915.  

≡ Agaricus striatulus Pers., 1801. 

Dist: MNES, TF 

Ref: Niveiro et al. (2010), Singer (1969). 
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Russula Pers. 

Russula puiggarii (Speg.) Singer, Lilloa 23: 239, 1950.  

≡ Clitocybe puiggarii Speg. (1889). 

Dist: MNES 

Ref: Farr (1973), Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer (1950a, 1950b), Singer & Digilio 

(1952). 

 

Schizophyllum Fr. 

Schizophyllum commune Fr., Observ. mycol. (Havniae) 1: 103, 1815. 

Dist: J, S, T, CAT, MNES, CH, CTES, ER, MZA, CBA, BA, N, RN 

Ref: Horak (1967), Raithelhuber (1974, 1987, 1991), Singer (1950a, 1953b, 1954), Singer & 

Digilio (1952), Spegazzini (1880c, 1887a, 1899a, 1919, 1926a, 1926b), Wright & Albertó 

(2002). 

 

Stropharia (Fr.) Quél. 

Stropharia rugosoannulata Farl. ex Murrill, Mycologia 14(3): 139, 1922. 

Dist: T, MNES, BA 

Ref: Raithelhuber (1974, 1988, 2004), Singer & Digilio (1952), Wright & Albertó (2002), 

Wright et al. (2008), Wright & Wright (2005). 

 

Stropharia semiglobata (Batsch) Quél., Mém. Soc. Émul. Montbéliard, Sér. 2 5: 143, 1872.  

≡ Agaricus semiglobatus Batsch, 1786. 

Dist: S, T, MNES, CBA, BA, MZA, N, RN, TF, IM 

Ref: Horak (1967, 1980), Niveiro et al. (2010), Ramadori (1985b, 1992), Raithelhuber (1991, 

2004), Singer (1954, 1969), Singer & Digilio (1952), Spegazzini (1887a, 1887b, 1899, 1919, 

1926a, 1926b), Watling & Richardson (2010), Wright & Albertó (2002). 

 

Tephrocybe Donk 

Tephrocybe fibrillosa (Singer) Raithelh., Metrodiana 19(2): 58, 1992.  

≡ Calocybe fibrillosa Singer, 1950. 

Dist: T, MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 1992a, 2004), Singer (1950b), Singer & Digilio (1952).  

 

Tetrapyrgos E. Horak 

Tetrapyrgos alba (Berk. & M.A. Curtis) E. Horak, Sydowia 39: 101, 1987 [1986].  

≡ Laschia alba Berk. & M.A. Curtis, 1868. 

= Campanella alba (Berk. & M.A. Curtis) Singer, 1945.  

Dist: MNES, AP 

Ref: Raithelhuber (1991, 2004), Singer (1969, 1975), Wright & Wright (2005). 

 

Tetrapyrgos nigripes (Schwein.) E. Horak, Sydowia 39: 102, 1987 [1986].  

≡ Agaricus nigripes Schwein., 1822. 

Dist: S, T, MNES, BA, CH 

Ref: Farr (1973), Horak (1983), Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Ramirez et al. (2013), 

Singer (1951b, 1973), Singer & Digilio (1952), Spegazzini (1926b), Wright & Wright 

(2005). 
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Tetrapyrgos subdendrophora (Redhead) E. Horak, Sydowia 39: 103, 1987 [1986]. 

≡ Campanella subdendrophora Redhead, 1974. 

Dist: MNES. 

Ref: Grassi et al. (2016). 

 

Trogia Fr. 

Trogia icterina (Singer) Corner, Monogr. Cantharelloid Fungi: 218, 1966.  

≡ Marasmiellus icterinus Singer, 1948. 

Dist: S, T, CAT, MNES 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 1992c, 2004), Singer (1959, 1970), Singer & Digilio (1952), 

Wright et al. (2008). 

 

Volvariella Speg. 

Volvariella bombycina (Schaeff.) Singer, Lilloa 22: 401, 1951 [1949].  

≡ Agaricus bombycinus Schaeff. 1774. 

Dist: T, MNES, BA 

Ref: Raithelhuber (1987, 1991, 2004), Singer & Digilio (1952), Spegazzini (1880, 1908, 

1926b). 

 

Volvariella taylorii (Berk. & Broome) Singer, Lilloa 22: 401. 1951 [1949].  

≡ Agaricus taylorii Berk. & Broome, 1854. 

Dist: S, T, J, MNES. 

Ref: Niveiro et al. (2017). 

 

Xeromphalina Kühner & Maire 

Xeromphalina tenuipes (Schwein.) A.H. Sm., Pap. Michigan Acad. Sci. 38: 84, 1953.  

≡ Collybia tenuipes Schwein., 1887. 

Dist: T, CAT, MNES 

Ref: Farr (1973), Raithelhuber (1991), Ramirez et al. (2013), Singer (1950a, 1953b, 1965a), 

Singer & Digilio (1952), Spegazzini (1926b). 
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Anexo 2. Lista de ejemplares de hongos agaricoides a partir de los que se realizó la extracción 

de ADN, amplificación de la región ITS y posterior secuenciación, indicando aquellos 

materiales de los cuales se obtuvieron secuencias. 

Voucher  Localidad Familia Género o especie Secuencia 

CTES_IG1_4_7 PN Iguazú Tricholomataceae Clitocybe – 

CTES_IG1_3_2 PN Iguazú Mycenaceae Mycena aff. straminella Si 

CTES_IG1_3_4 PN Iguazú Psathyrellaceae Psathyrella – 

CTES_IG1_3_5 PN Iguazú Tricholomataceae Collybia – 

CTES_IG1_4_8 PN Iguazú Mycenaceae Xeromphalina tenuipes – 

CTES_IG2_2_1 PN Iguazú Strophariaceae Stropharia – 

CTES_IG2_2_11 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius Si 

CTES_IG2_2_12 PN Iguazú Pleurotaceae Pleurotus albidus – 

CTES_IG2_2_13 PN Iguazú Panaceae Panus Si 

CTES_IG3_1_1 PN Iguazú Marasmiaceae Tetrapyrgos – 

CTES_IG3_1_6 PN Iguazú Tricholomataceae Clitocybe – 

CTES_IG3_1_11 PN Iguazú Omphalotaceae Gymnopus Si 

CTES_IG3_1_13 PN Iguazú Tricholomataceae Clitocybe Si 

CTES_IG3_3_8 PN Iguazú Tricholomataceae Marasmius Si 

CTES_IG3_2_2 PN Iguazú Entolomataceae Clitopilus Si 

CTES_IG3_2_7 PN Iguazú Mycenaceae Mycena Si 

CTES_IG3_2_16 PN Iguazú Marasmiaceae Gerronema Si 

CTES_IG3-2-22 PN Iguazú Agaricaceae Leucoagaricus – 

CTES_IG3_4_1 PN Iguazú Tricholomataceae Clitocybe – 

CTES_IG3_4_14 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius spegazzinii Si 

CTES_IG4_1_7 PN Iguazú Strophariaceae Panaeolus aff. antillarum Si 

CTES_IG4_1_8 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmiellus – 

CTES_IG4_2_1 PN Iguazú Callistosporaceae Callistosporium imbricatum Si 

CTES_IG4_2_3 PN Iguazú Pluteaceae Pluteus Si 

CTES_IG4_2_5 PN Iguazú Mycenaceae Mycena – 

CTES_IG4_4_3 PN Iguazú Mycenaceae Mycena Si 

CTES_IG4_4_8 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius – 

CTES_IG4_4_9 PN Iguazú Mycenaceae Mycena Si 

CTES_IG4_4_12 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius – 

CTES_IG5_1_2 PN Iguazú Omphalotaceae Gymnopus atlanticus – 

CTES_IG5_1_11 PN Iguazú Tricholomataceae Clitocybe – 

CTES_IG5_3_7 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius – 

CTES_IG5_4_1 PN Iguazú Mycenaceae Mycena – 

CTES_IG5_4_3 PN Iguazú Inocybaceae Neopaxillus – 

CTES_IG5_4_9 PN Iguazú Marasmiaceae Gerronema Si 

CTES_IG5_4_19 PN Iguazú Marasmiaceae Trogia cantharelloides Si 

CTES_IG5_4_32 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius cladophyllus – 

CTES_OS1_1_6 RP Osununú Marasmiaceae Marasmius hygrophanus – 

CTES_OS1_1_35 RP Osununú Marasmiaceae Marasmius leucorotalis Si 

CTES_OS1_3_13 RP Osununú Marasmiaceae Marasmius – 

CTES_OS1_3_14 RP Osununú Omphalotaceae Gymnopus atlanticus Si 

CTES_OS1_4_3 RP Osununú Tricholomataceae Lepista – 
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CTES_OS1_4_8 RP Osununú Marasmiaceae Gerronema – 

CTES_OS1_4_14 RP Osununú Marasmiaceae Marasmius hygrophanus – 

CTES_OS1_4_22 RP Osununú Entolomataceae Clitopilus Si 

CTES_OS1_1_13 RP Osununú Marasmiaceae Lactocollybia – 

CTES_OS1_1_11 RP Osununú Omphalotaceae Gymnopus Si 

CTES_IG11_1_5 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius guaraniticus Si 

CTES_IG11_1_6 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius guaraniticus Si 

CTES_IG11_3_25 PN Iguazú Strophariaceae Galerina Si 

CTES_IG11_2_1 PN Iguazú Tricholomataceae Leucopaxillus gracillimus – 

CTES_OS13_1_12 RP Osununú Agaricaceae Lepiota Si 

CTES_IG11_2_6 PN Iguazú Agaricaceae Leucoagaricus lilaceus Si 

CTES_OS12_2_13 RP Osununú Entolomataceae Clitocella Si 

CTES_IG13_4_10 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius – 

CTES_IG11_2_4 PN Iguazú Lyophyllaceae Calocybe Si 

CTES_IG6_3_3 PN Iguazú Pleurotaceae Hohenbuehelia portegna – 

CTES_IG7_2_3 PN Iguazú Pleurotaceae Clitopilus scyphoides Si 

CTES_OS14_2_2 RP Osununú Hygrophoraceae Hygrocybe Si 

CTES_IG11_3_17 PN Iguazú Pleurotaceae Pleurotus djamor – 

CTES_IG15_3_5 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius – 

CTES_IG11_4_1 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius tricystidiatus – 

CTES_IG3_3_11 PN Iguazú Agaricaceae Agaricus – 

CTES_IG5_1_12 PN Iguazú Omphalotaceae Gymnopus atlanticus – 

CTES_IG11_1_1 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius Si 

CTES_IG11_1_2 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius ferruginoides – 

CTES_IG11_2_3 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius cohortalis Si 

CTES_IG13_4_11 PN Iguazú Entolomataceae Pouzarella Si 

CTES_IG14_2_8 PN Iguazú Agaricaceae Agaricus – 

CTES_IG15_1_2 PN Iguazú Mycenaceae Mycena holoporphyra Si 

CTES_IG15_2_7 PN Iguazú Pluteaceae Pluteus – 

CTES_IG15_4_7 PN Iguazú Agaricaceae Lepiota Si 

CTES_OS17_2_7 RP Osununú MArasmiaceae Moniliophthora atlantica Si 

CTES_OS3_2_16 RP Osununú Agaricaceae Leucoagaricus lilaceus – 

CTES_OS3_4_1 RP Osununú Agaricaceae Leucoagaricus – 

CTES_OS3_4_8 RP Osununú Entolomataceae Clitopilus Si 

CTES_OS10_2_2 RP Osununú Tricholomataceae Clitocybe – 

CTES_OS12_1_12 RP Osununú Mycenaceae Mycena holoporphyra – 

CTES_OS12_1_13 RP Osununú Tricholomataceae Clitocybe Si 

CTES_OS12_3_13 RP Osununú Marasmiaceae Marasmius leoninus – 

CTES_OS12_3_14 RP Osununú Marasmiaceae Marasmius – 

CTES_OS12_3_20 RP Osununú Marasmiaceae Marasmius hygrophanus Si 

CTES_OS12_3_23 RP Osununú Agaricaceae Leucoagaricus – 

CTES_OS12_4_1 RP Osununú Agaricaceae Agaricus Si 

CTES_OS12_4_16 RP Osununú Physalacriaceae Xerula Si 

CTES_OS12_4_17 RP Osununú Agaricaceae Agaricus – 

CTES_OS12_4_22 RP Osununú Agaricaceae Agaricus – 

CTES_OS13_1_5 RP Osununú Tricholomataceae Tricholoma – 

CTES_OS13_1_14 RP Osununú Agaricaceae Agaricus – 

CTES_OS13_1_15 RP Osununú Omphalotaceae Gymnopus – 
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CTES_OS13_2_1 RP Osununú Mycenaceae Mycena – 

CTES_OS13_3_7 RP Osununú Marasmiaceae Marasmius – 

CTES_OS13_3_10 RP Osununú Agaricaceae Lepiota Si 

CTES_OS13_3_11 RP Osununú Strophariaceae Stropharia Si 

CTES_OS13_3_13 RP Osununú Agaricaceae Rugosospora pseudorubiginosa Si 

CTES_OS13_3_15 RP Osununú Pluteaceae Pluteus – 

CTES_OS13_4_24 RP Osununú Marasmiaceae Maramius Si 

CTES_OS13_4_26 RP Osununú Marasmiaceae Maramius silvicola Si 

CTES_OS14_4_22 RP Osununú Marasmiaceae Gerronema Si 

CTES_OS15_1_7 RP Osununú Lyophyllaceae Calocybe Si 

CTES_OS15_1_9 RP Osununú Tricholomataceae Lepista Si 

CTES_OS15_4_2 RP Osununú Strophariaceae Gymnopilus rhyzopalmus Si 

CTES_OS15_4_3 RP Osununú Omphalotaceae Gymnopus Si 

CTES_OS15_4_10 RP Osununú Strophariaceae Gymnopilus chrysopellus – 

CTES_OS15_4_13 RP Osununú Agaricaceae Macrolepiota – 

CTES_PF5_1_9 PP Profundidad Mycenaceae Mycena holoporphyra – 

CTES_PF5_3_6 PP Profundidad Omphalotaceae Gymnopus – 

CTES_PF5_4_4 PP Profundidad Mycenaceae Mycena Si 

CTES_PF5_4_5 PP Profundidad Agaricaceae Agaricus Si 

CTES_PF11_1_6 PP Profundidad Pluteaceae Pluteus Si 

CTES_PF11_1_9 PP Profundidad Marasmiaceae Marasmius – 

CTES_OS15_4_1 RP Osununú Agaricaceae Macrolepiota gracilenta – 

CTES_PF11_2_8 PP Profundidad Mycenaceae Mycena niveipes – 

CTES_PF11_3_1 PP Profundidad Mycenaceae Mycena paraguariensis – 

CTES_PF11_3_13 PP Profundidad Agaricaceae Cyclocybe wrightii – 

CTES_PF11_3_21 PP Profundidad Agaricaceae Lepiota – 

CTES_PF11_4_1 PP Profundidad Rickenellaceae Rickenella – 

CTES_TC2_2_7 PP Teyú Cuaré Mycenaceae Mycena – 

CTES_TC2_3_5 PP Teyú Cuaré Omphalotaceae Gymnopus atlanticus Si 

CTES_TC2_2_19 PP Teyú Cuaré Marasmiaceae Tetrapyrgos atrocyanea – 

CTES_TC2_3_12 PP Teyú Cuaré Marasmiaceae Marasmius – 

CTES_TC2_3_32 PP Teyú Cuaré Marasmiaceae Marasmius cohortalis – 

CTES_TC2_4_9 PP Teyú Cuaré Omphalotaceae Gymnopus Si 

CTES_TC2_4_14 PP Teyú Cuaré Tricholomataceae Leucopaxillus gracillimus – 

CTES_TC2_4_27 PP Teyú Cuaré Omphalotaceae Rhodocollybia Si 

CTES_TC4_1_12 PP Teyú Cuaré Omphalotaceae Gymnopus Si 

CTES_TC4_3_24 PP Teyú Cuaré Tricholomataceae Clitocybe – 

CTES_TC8_1_3 PP Teyú Cuaré Marasmiaceae Hydropus Si 

CTES_TC8_2_5 PP Teyú Cuaré Polyporaceae Lentinus – 

CTES_IG11_2_2 PN Iguazú Panaceae Panus Si 

CTES_OS3_1_5 RP Osununú Marasmiaceae Marasmius – 

CTES_OS12_2_18 RP Osununú Agaricaceae Macrolepiota gracilenta Si 

CTES_IG6_4_4 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius Si 

CTES_IG11_3_15 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius haematocephalus Si 

CTES_IG14_1_5 PN Iguazú Omphalotaceae Neonothopanus Si 

CTES_OS3_2_3 RP Osununú Marasmiaceae Marasmius haeatocephalus – 

CTES_IG19_1_3 PN Iguazú Pluteaceae Pluteus Si 

CTES_OS10_2_4 RP Osununú Omphalotaceae Marasmiellus – 
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CTES_IG15_1_1 PN Iguazú Marasmius Marasmius cohortalis – 

CTES_OS18_2_7 RP Osununú Agaricaceae Agaricus Si 

CTES_IG16_1_11 PN Iguazú Agaricaceae Agaricus Si 

CTES_IG19_3_12 PN Iguazú Agaricaceae Agaricus – 

CTES_TC20_2_6 PP Teyú Cuaré Psathyrellaceae Panaeolus – 

CTES_TC20_4_3 PP Teyú Cuaré Marasmiaceae  Marasmius – 

CTES_IG4_2_8 PN Iguazú Inocybaceae Inocybe – 

CTES_IG6_1_1 PN Iguazú Marasmiaceae Chaetocalathus liliputianus – 

CTES_IG6_1_3 PN Iguazú Marasmiaceae  Marasmius – 

CTES_IG9_1_1 PN Iguazú Inocybaceae Crepidotus Si 

CTES_IG10_1_2 PN Iguazú Marasmiaceae  Marasmius ypyrangensis Si 

CTES_TC20_1_1 PP Teyú Cuaré Inocybaceae Crepidotus – 

CTES_IG10_3_2 PN Iguazú Pleurotaceae Pleurotus – 

CTES_IG11_3_6 PN Iguazú Omphalotaceae Marasmiellus Si 

CTES_IG11_3_27 PN Iguazú Marasmiaceae  Marasmius – 

CTES_IG11_4_6 PN Iguazú Inocybaceae Inocybe Si 

CTES_IG13_4_14 PN Iguazú Pluteaceae Pluteus – 

CTES_IG16_1_8 PN Iguazú Mycenaceae Mycena – 

CTES_IG16_1_10 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius Si 

CTES_IG16_2_4 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius Si 

CTES_IG16_3_1 PN Iguazú Marasmiaceae  Marasmius ypyrangensis Si 

CTES_IG16_3_2 PN Iguazú Marasmiaceae  Marasmius – 

CTES_IG16_3_3 PN Iguazú Marasmiaceae  Marasmius silvicola – 

CTES_IG16_3_7 PN Iguazú Entolomataceae Clitopilus scyphoides Si 

CTES_IG16_3_11 PN Iguazú Marasmiaceae Moniliophthora atlantica Si 

CTES_IG16_3_17 PN Iguazú Agaricaceae Lepiota – 

CTES_IG16_3_19 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius silvicola – 

CTES_IG16_3_26 PN Iguazú Entolomataceae Clitopilus scyphoides Si 

CTES_IG16_4_6 PN Iguazú Marasmiaceae  Marasmius – 

CTES_IG16_4_9 PN Iguazú Marasmiaceae  Marasmius – 

CTES_IG16_4_16 PN Iguazú Psathyrellaceae Psathyrella Si 

CTES_IG17_1_13 PN Iguazú Marasmiaceae Gerronema – 

CTES_IG17_3_21 PN Iguazú Strophariaceae Deconica Si 

CTES_IG17_3_22 PN Iguazú Tricholomataceae Lepista Si 

CTES_IG17_3_26 PN Iguazú Marasmiaceae  Marasmius – 

CTES_IG17_4_2 PN Iguazú Agaricaceae Chlorophyllum Si 

CTES_IG18_1_11 PN Iguazú Marasmiaceae  Marasmius longisporus Si 

CTES_IG18_1_14 PN Iguazú Inocybaceae Crepidotus – 

CTES_IG18_2_1 PN Iguazú Marasmiaceae  Marasmius ferruginoides Si 

CTES_IG18_2_2 PN Iguazú Marasmiaceae  Trogia icterina Si 

CTES_IG18_2_4 PN Iguazú Pleurotaceae Resupinatus Si 

CTES_IG18_3_5 PN Iguazú Marasmiaceae Calyptella Si 

CTES_IG18_3_21 PN Iguazú Omphalotaceae Marasmiellus Si 

CTES_IG18_4_25 PN Iguazú Agaricaceae Lepiota Si 

CTES_IG19_1_10 PN Iguazú Agaricaceae Leucoagaricus Si 

CTES_IG19_1_11 PN Iguazú Agaricaceae Lepiota Si 

CTES_IG19_1_16 PN Iguazú Inocybaceae Inocybe – 

CTES_IG19_1_17 PN Iguazú Marasmius Marasmius Si 
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CTES_IG19_2_4 PN Iguazú Marasmiaceae Crinipellis carecomoeis – 

CTES_IG19_2_11 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius – 

CTES_IG19_2_13 PN Iguazú Marasmiaceae Gerronema Si 

CTES_IG19_3_28 PN Iguazú Mycenaceae Mycena moconensis – 

CTES_IG19_3_42 PN Iguazú Pluteaceae Pluteus – 

CTES_IG19_4_13 PN Iguazú Mycenaceae Mycena moconensis Si 

CTES_IG19_4_15 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius Si 

CTES_IG19_4_16 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius – 

CTES_IG20_1_8 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius cohortalis – 

CTES_IG20_2_1 PN Iguazú Agaricaceae Leucoagaricus Si 

CTES_IG20_2_3 PN Iguazú Agaricaceae Agaricus Si 

CTES_IG21_1_4 PN Iguazú Inocybaceae Crepidotus Si 

CTES_IG21_3_15 PN Iguazú Marasmiaceae Campanella Si 

CTES_IG21_4_3 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius longisporus Si 

CTES_IG21_4_9 PN Iguazú Psathyrellaceae Psathyrella – 

CTES_IG21_4_10 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius Si 

CTES_IG22_3_8 PN Iguazú Agaricaceae Cystolepiota Si 

CTES_IG22_3_13 PN Iguazú Tricholomataceae Clitocybe – 

CTES_IG23_1_1 PN Iguazú Tricholomataceae Singerocybe Si 

CTES_IG23_2_14 PN Iguazú Inocybaceae Crepidotus – 

CTES_TC30_3_14 PP Teyú Cuaré Tricholomataceae Resupinatus Si 

CTES_IG23_4_20 PN Iguazú Marasmiaceae Campanella Si 

CTES_IG23_4_27 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius – 

CTES_IG24_3_18 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius Si 

CTES_IG24_3_26 PN Iguazú Marasmiaceae Marasmius ypyrangensis – 

CTES_TC30_4_1 PP Teyú Cuaré Pluteaceae Pluteus meridionalis Si 

CTES_IG26_2_3 PN Iguazú Pleurotaceae Hohenbuehelia petaloides Si 

CTES_IG26_3_1 PN Iguazú Pleurotaceae Resupinatus – 

CTES_IG27_1_5 PN Iguazú Pluteaceae Pluteus – 

CTES_IG28_1_2 PN Iguazú Tricholomataceae Resupinatus Si 

CTES_IG28_4_8 PN Iguazú Tricholomataceae Clitocybe – 

CTES_OS1_3_23 RP Osununú Marasmiaceae Marasmius cohortalis – 

CTES_OS10_2_3 RP Osununú Marasmiaceae Marasmius – 

CTES_OS12_1_7 RP Osununú Marasmiaceae Marasmius Si 

CTES_OS12_1_9 RP Osununú Pluteaceae Pluteus – 

CTES_OS12_1_16 RP Osununú Mycenaceae Mycena niveipes – 

CTES_OS12_2_7 RP Osununú Marasmiaceae Marasmius Si 

CTES_OS17_1_3 RP Osununú Marasmiaceae Marasmius ypyrangensis Si 

CTES_OS17_2_1 RP Osununú Marasmiaceae Marasmius spaniophyllus Si 

CTES_OS17_4_10 RP Osununú Marasmiaceae Marasmius leucorotalis Si 

CTES_OS18_1_5 RP Osununú Tricholomataceae Resupinatus Si 

CTES_OS22_1_2 RP Osununú Marasmiaceae Calyptella – 

CTES_OS22_2_8 RP Osununú Mycenaceae Mycena Si 

CTES_OS23_1_1 RP Osununú Mycenaceae Mycena Si 

CTES_PF5_3_4 PP Profundidad Marasmiaceae Marasmius Si 

CTES_PF5_3_8 PP Profundidad Marasmiaceae Marasmius haematocephalus Si 

CTES_IG26_3_3 PN Iguazú Pluteaceae Pluteus Si 

CTES_PF11_3_22 PP Profundidad Marasmiaceae Marasmius Si 
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CTES_PF21_1_7 PP Profundidad Agaricaceae Melanophyllum – 

CTES_PF21_2_1 PP Profundidad Entolomataceae Clitopilus – 

CTES_PF21_2_5 PP Profundidad Omphalotaceae Marasmiuellus – 
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Anexo 3. Árbol obtenido del Análisis de Máxima Verosimilitud basado en secuencias de ITS de 

especies del género Gymnopus. Las especies pertenecientes a la sección Impudicae se muestran en el 

recuadro sombreado. Los valores de soporte consisten en el bootstrap (BS).  
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Anexo 4. Árbol obtenido del Análisis de Máxima Verosimilitud basado en secuencias de ITS de 

especies del género Pluteus. Las especies del complejo P. glaucotinctus se muestran en el recuadro 

sombreado. Los valores de soporte consisten en el bootstrap (BS).  

 



185 
 

Anexo 5. Lista de especies/morfoespecies de hongos agaricoides registradas para el Distrito de las 

Selvas Mixtas (DSM) y el Distrito de los Campos (DC), ordenadas de manera decreciente según su 

abundancia total en la SAA.  

Especie / Morfoespecie Familia Total DSM Total DC Total SAA 

Marasmius haematocephalus Marasmiaceae 56 22 78 

Trogia cantharelloides Marasmiaceae 27 39 66 

Marasmius ypyrangensis Marasmiaceae 45 20 65 

Clitopilus aff. scyphoides Entolomataceae 41 21 62 

Marasmius longisporus Marasmiaceae 50 8 58 

Marasmius spegazzinii Marasmiaceae 29 22 51 

Crinipellis carecomoeis Marasmiaceae 34 14 48 

Mycena holoporphyra Mycenaceae 13 34 47 

Marasmius leoninus Marasmiaceae 0 43 43 

Gymnopus atlanticus Omphalotaceae 7 27 34 

Marasmius cohortalis Marasmiaceae 20 12 32 

Marasmius cladophyllus Marasmiaceae 30 0 30 

Rugosospora pseudorubiginosa Agaricaceae 14 14 28 

Marasmius crinis-equi Marasmiaceae 17 10 27 

Xeromphalina tenuipes Mycenaceae 9 17 26 

Mycena sp1 Mycenaceae 16 7 23 

Gymnopus aff. subcyathiformis Omphalotaceae 7 16 23 

Coprinellus disseminatus Psathyrellaceae 12 11 23 

Clitocybe sp2 Tricholomataceae 12 11 23 

Lepiota sp3 Agaricaceae 11 11 22 

Calyptella sp1 Marasmiaceae 10 11 21 

Marasmius sp4 Marasmiaceae 12 9 21 

Leucopaxillus gracillimus Tricholomataceae 12 8 20 

Agaricus sp3 Agaricaceae 8 11 19 

Marasmius ferruginoides Marasmiaceae 5 14 19 

Marasmius sp21 Marasmiaceae 16 3 19 

Oudemansiella canarii Physalacriaceae 11 8 19 

Mycena sp9 Mycenaceae 5 13 18 

Lentinus crinitus Polyporaceae 3 15 18 

Lepiota sp2 Agaricaceae 5 12 17 

Marasmius spaniophyllus Marasmiaceae 9 8 17 

Moniliophtora atlantica Marasmiaceae 7 10 17 

Hohenbuehelia portegna Pleurotaceae 15 2 17 

Pluteus sp2 Pluteaceae 15 2 17 

Pluteus sp8 Pluteaceae 7 10 17 

Agaricus sp8 Agaricaceae 3 13 16 

Campanella sp1 Marasmiaceae 13 3 16 

Chaetocalathus liliputianus Marasmiaceae 11 5 16 

Hemimycena sp2 Mycenaceae 16 0 16 

Parasola sp1 Psathyrellaceae 15 1 16 

Mycena aff. straminella Mycenaceae 15 0 15 

Mycena sp11 Mycenaceae 10 5 15 
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Gymnopus sp7 Omphalotaceae 5 10 15 

Agaricaceae sp5 Agaricaceae 2 12 14 

Marasmius sp28 Marasmiaceae 12 2 14 

Marasmius sp35 Marasmiaceae 2 12 14 

Marasmius sp40 Marasmiaceae 14 0 14 

Mycena sp2 Mycenaceae 1 13 14 

Leucoagaricus lilaceus Agaricaceae 3 10 13 

Marasmius sp12 Marasmiaceae 4 9 13 

Mycena niveipes Mycenaceae 1 12 13 

Marasmiellus sp17 Omphalotaceae 10 3 13 

Rhodocollybia sp1  Omphalotaceae 0 13 13 

Psathyrella sp8 Psathyrellaceae 12 1 13 

Campanella sp4 Marasmiaceae 12 0 12 

Marasmius sp36 Marasmiaceae 2 10 12 

Mycena sp7 Mycenaceae 2 10 12 

Lentinus velutinus Polyporaceae 6 6 12 

Marasmius sp46 Marasmiaceae 6 5 11 

Tetrapyrgos atrocyanea Marasmiaceae 4 7 11 

Tetrapyrgos nigripes Marasmiaceae 5 6 11 

Stropharia sp1 Strophariaceae 11 0 11 

Agaricus sp2  Agaricaceae 0 10 10 

Leucocoprinus sp3 Agaricaceae 6 4 10 

Macrolepiota gracilenta Agaricaceae 3 7 10 

Campanella sp2 Marasmiaceae 10 0 10 

Crinipellis sp3 Marasmiaceae 4 6 10 

Marasmius teyucuarensis Marasmiaceae 0 10 10 

Mycena sp5 Mycenaceae 3 7 10 

Marasmiellus sp5 Omphalotaceae 1 9 10 

Hohenbuehelia paraguayensis Pleurotaceae 1 9 10 

Lentinus sp3 Polyporaceae 1 9 10 

Cystolepiota sp1 Agaricaceae 4 5 9 

Agaricaceae sp6 Agaricaceae 2 7 9 

Trogia icterina Marasmiaceae 7 2 9 

Marasmius hygrophanus Marasmiaceae 0 9 9 

Marasmius sp30 Marasmiaceae 4 5 9 

Hydropus riograndensis Mycenaceae 4 5 9 

Mycena moconensis Mycenaceae 3 6 9 

Marasmiellus sp19 Omphalotaceae 9 0 9 

Dactylosporina steffenii Physalacriaceae 3 6 9 

Psathyrella sp7 Psathyrellaceae 6 3 9 

Indeterminado 20  1 8 9 

Agaricaceae sp19 Agaricaceae 0 8 8 

Crinipellis sp1 Marasmiaceae 4 4 8 

Marasmius sp20 Marasmiaceae 4 4 8 

Marasmius sp43 Marasmiaceae 8 0 8 

Mycena sp16 Mycenaceae 1 7 8 

Hemimycena sp1 Mycenaceae 4 4 8 

Gymnopus sp4 Omphalotaceae 0 8 8 
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Pluteus sp3 Pluteaceae 0 8 8 

Pluteus sp16 Pluteaceae 4 4 8 

Coprinellus domesticus Psathyrellaceae 8 0 8 

Psathyrella sp2 Psathyrellaceae 6 2 8 

Leucocoprinus fragilisimus Agaricaceae 2 5 7 

Agaricaceae sp2 Agaricaceae 0 7 7 

Agaricaceae sp3 Agaricaceae 3 4 7 

Agaricaceae sp18 Agaricaceae 1 6 7 

Gerronema sp2 Marasmiaceae 4 3 7 

Lactocollybia sp2 Marasmiaceae 3 4 7 

Marasmius sp26 Marasmiaceae 3 4 7 

Marasmius sp29 Marasmiaceae 1 6 7 

Marasmius sp50 Marasmiaceae 7 0 7 

Marasmius sp51 Marasmiaceae 7 0 7 

Mycena paraguariensis  Mycenaceae 2 5 7 

Mycena sp6 Mycenaceae 5 2 7 

Mycena sp26 Mycenaceae 6 1 7 

Mycena sp28 Mycenaceae 6 1 7 

Marasmiellus sp2 Omphalotaceae 3 4 7 

Marasmiellus sp11 Omphalotaceae 3 4 7 

Marasmiellus sp15 Omphalotaceae 6 1 7 

Cyptotrama asprata Physalacriaceae 1 6 7 

Pleurotus albidus Pleurotaceae 6 1 7 

Coprinus sp1 Psathyrellaceae 1 6 7 

Collybia sp3 Tricholomataceae 0 7 7 

Indeterminado 48  1 6 7 

Leucoagaricus sp2 Agaricaceae 4 2 6 

Marasmius silvicola Marasmiaceae 3 3 6 

Marasmius sp38 Marasmiaceae 5 1 6 

Marasmius sp54 Marasmiaceae 6 0 6 

Mycena sp14 Mycenaceae 5 1 6 

Gymnopus sp6 Omphalotaceae 0 6 6 

Hohenbuehelia sp2 Pleurotaceae 4 2 6 

Lepista sp2 Tricholomataceae 5 1 6 

Clitocybe sp1 Tricholomataceae 3 3 6 

Clitocybe sp8 Tricholomataceae 1 5 6 

Collybia platensis Tricholomataceae 6 0 6 

Indeterminado 21  0 6 6 

Indeterminado 33  3 3 6 

Cystolepiota seminuda Agaricaceae 1 4 5 

Lepiota sp7 Agaricaceae 5 0 5 

Lepiota sp12 Agaricaceae 3 2 5 

Lepiota sp14 Agaricaceae 0 5 5 

Crepidotus sp1 Crepidotaceae 3 2 5 

Calocybe sp1 Lyophyllaceae 4 1 5 

Marasmius leucorotalis Marasmiaceae 1 4 5 

Marasmius guaraniticus Marasmiaceae 5 0 5 

Marasmius sp34 Marasmiaceae 0 5 5 
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Marasmius sp37 Marasmiaceae 5 0 5 

Marasmiellus aff. rhizomorphigenus Omphalotaceae 4 1 5 

Marasmiellus sp1 Omphalotaceae 4 1 5 

Marasmiellus sp13 Omphalotaceae 0 5 5 

Marasmiellus sp21 Omphalotaceae 0 5 5 

Resupinatus sp2 Tricholomataceae 2 3 5 

Psathyrella sp3 Psathyrellaceae 0 5 5 

Gymnopilus lepidotus Strophariaceae 0 5 5 

Clitocybe sp7 Tricholomataceae 2 3 5 

Singerocybe sp1 Tricholomataceae 4 1 5 

Indeterminado 15  2 3 5 

Indeterminado 22  0 5 5 

Agaricus subrufescens  Agaricaceae 0 4 4 

Lepiota sp6 Agaricaceae 4 0 4 

Lepiota sp8 Agaricaceae 0 4 4 

Leucoagaricus sp14 Agaricaceae 4 0 4 

Leucocoprinus birnbaumii Agaricaceae 1 3 4 

Leucocoprinus cepistipes Agaricaceae 2 2 4 

Leucocoprinus sp5 Agaricaceae 0 4 4 

Agaricaceae sp4 Agaricaceae 1 3 4 

Agaricaceae sp15 Agaricaceae 4 0 4 

Crepidotus sp3 Crepidotaceae 1 3 4 

Crepidotus sp9 Crepidotaceae 2 2 4 

Clitopilus sp1 Entolomataceae 3 1 4 

Gerronema sp4 Marasmiaceae 3 1 4 

Lactocollybia sp1 Marasmiaceae 0 4 4 

Marasmius sp18 Marasmiaceae 0 4 4 

Marasmius sp22 Marasmiaceae 0 4 4 

Marasmius sp25 Marasmiaceae 2 2 4 

Marasmius sp27 Marasmiaceae 2 2 4 

Marasmius sp33 Marasmiaceae 0 4 4 

Tetrapyrgos sp4 Marasmiaceae 3 1 4 

Mycena sp25 Mycenaceae 0 4 4 

Mycena sp30 Mycenaceae 4 0 4 

Hemimycena longipleurocystidiata Mycenaceae 2 2 4 

Marasmiellus sp6 Omphalotaceae 2 2 4 

Hohenbuehelia petaloides Pleurotaceae 2 2 4 

Hohenbuehelia sp1 Pleurotaceae 1 3 4 

Pleurotus djamor Pleurotaceae 3 1 4 

Pleurotus sp1 Pleurotaceae 2 2 4 

Pluteus sp15 Pluteaceae 2 2 4 

Coprinellus rufopruinatus Psathyrellaceae 3 1 4 

Coprinus sp7 Psathyrellaceae 4 0 4 

Panaeolus antillarum Psathyrellaceae 3 1 4 

Galerina sp2 Strophariaceae 4 0 4 

Gloeophyllum erubescens Polyporaceae 3 1 4 

Indeterminado 9  0 4 4 

Indeterminado 10  0 4 4 
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Indeterminado 14  0 4 4 

Indeterminado 35  4 0 4 

Agaricus sp1 Agaricaceae 0 3 3 

Cystolepiota hemisclera Agaricaceae 2 1 3 

Lepiota sp10  Agaricaceae 1 2 3 

Lepiota sp11 Agaricaceae 0 3 3 

Leucoagaricus sp9 Agaricaceae 3 0 3 

Leucocoprinus cretaceus Agaricaceae 1 2 3 

Leucocoprinus sp2 Agaricaceae 1 2 3 

Agaricaceae sp1 Agaricaceae 0 3 3 

Agaricaceae sp21 Agaricaceae 0 3 3 

Conocybe sp1 Bolbitiaceae 2 1 3 

Conocybe sp3 Bolbitiaceae 0 3 3 

Simocybe sp1 Crepidotaceae 0 3 3 

Crepidotus crocophyllus Crepidotaceae 2 1 3 

Crepidotus sp7 Crepidotaceae 3 0 3 

Pouzarella ferreri Entolomataceae 3 0 3 

Lyophyllum sp1 Lyophyllaceae 0 3 3 

Lyophyllaceae sp1 Lyophyllaceae 3 0 3 

Campanella sp3 Marasmiaceae 3 0 3 

Marasmius tricystidiatus Marasmiaceae 1 2 3 

Marasmius sp7 Marasmiaceae 3 0 3 

Marasmius sp16 Marasmiaceae 1 2 3 

Mycena sp29 Mycenaceae 3 0 3 

Marasmiuellus volvatus Omphalotaceae 1 2 3 

Marasmiellus sp7 Omphalotaceae 0 3 3 

Gymnopus aff. omphalodes Omphalotaceae 0 3 3 

Gymnopus sp5 Omphalotaceae 0 3 3 

Resupinatus sp1 Tricholomataceae 3 0 3 

Pluteus cervinus Pluteaceae 1 2 3 

Pluteus meridionalis Pluteaceae 2 1 3 

Pluteus sp11 Pluteaceae 0 3 3 

Coprinus sp6 Psathyrellaceae 0 3 3 

Psathyrella sp1 Psathyrellaceae 2 1 3 

Psathyrella sp4 Psathyrellaceae 3 0 3 

Psathyrella sp6 Psathyrellaceae 3 0 3 

Leucopaxillus brasiliensis Tricholomataceae 3 0 3 

Collybia sp2 Tricholomataceae 2 1 3 

Lentinus similis Polyporaceae 3 0 3 

Indeterminado 1  0 3 3 

Indeterminado 12  0 3 3 

Indeterminado 16  2 1 3 

Indeterminado 43  1 2 3 

Indeterminado 56  0 3 3 

Indeterminado 61  1 2 3 

Indeterminado 75  0 3 3 

Agaricus sp4 Agaricaceae 2 0 2 

Agaricus sp6 Agaricaceae 0 2 2 
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Cystolepiota sp3 Agaricaceae 2 0 2 

Lepiota sp13 Agaricaceae 1 1 2 

Lepiota sp18 Agaricaceae 2 0 2 

Lepiota sp19 Agaricaceae 2 0 2 

Leucoagaricus sp5 Agaricaceae 0 2 2 

Leucoagaricus sp11 Agaricaceae 0 2 2 

Leucoagaricus sp12 Agaricaceae 0 2 2 

Leucoagaricus sp16 Agaricaceae 2 0 2 

Leucocoprinus sp7 Agaricaceae 1 1 2 

Leucocoprinus sp8 Agaricaceae 2 0 2 

Leucocoprinus sp9 Agaricaceae 2 0 2 

Agaricaceae sp7 Agaricaceae 0 2 2 

Agaricaceae sp9  Agaricaceae 0 2 2 

Agaricaceae sp10 Agaricaceae 2 0 2 

Agaricaceae sp12 Agaricaceae 2 0 2 

Agaricaceae sp22 Agaricaceae 1 1 2 

Macrolepiota sp2 Agaricaceae 0 2 2 

Conocybe sp2 Bolbitiaceae 1 1 2 

Crepidotus sp4 Crepidotaceae 0 2 2 

Crepidotus sp5 Crepidotaceae 2 0 2 

Citocella sp1 Entolomataceae 0 2 2 

Clitopilus sp3 Entolomataceae 0 2 2 

Pouzarella sp1 Entolomataceae 2 0 2 

Entolomataceae sp4 Entolomataceae 1 1 2 

Hygrocybe sp1 Hygrophoraceae 0 2 2 

Hygrocybe sp2 Hygrophoraceae 2 0 2 

Marasmius sp8 Marasmiaceae 2 0 2 

Marasmius sp14 Marasmiaceae 0 2 2 

Marasmius sp17 Marasmiaceae 0 2 2 

Marasmius sp23 Marasmiaceae 0 2 2 

Marasmius sp24 Marasmiaceae 0 2 2 

Marasmius sp31 Marasmiaceae 1 1 2 

Marasmius sp32 Marasmiaceae 0 2 2 

Marasmius sp39 Marasmiaceae 1 1 2 

Marasmius sp44 Marasmiaceae 2 0 2 

Marasmius sp48 Marasmiaceae 2 0 2 

Marasmius sp49 Marasmiaceae 2 0 2 

Marasmius sp55 Marasmiaceae 2 0 2 

Marasmius sp59 Marasmiaceae 2 0 2 

Marasmius sp60 Marasmiaceae 2 0 2 

Mycena sp4 Mycenaceae 2 0 2 

Mycena sp15 Mycenaceae 0 2 2 

Mycena sp21 Mycenaceae 1 1 2 

Mycena sp23 Mycenaceae 2 0 2 

Neonothopanus sp1 Omphalotaceae 2 0 2 

Marasmiellus sp3 Omphalotaceae 0 2 2 

Marasmiellus sp9 Omphalotaceae 1 1 2 

Marasmiellus sp14 Omphalotaceae 0 2 2 
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Marasmiellus sp16 Omphalotaceae 2 0 2 

Marasmiellus sp18 Omphalotaceae 1 1 2 

Marasmiellus sp20 Omphalotaceae 0 2 2 

Gymnopus sp3 Omphalotaceae 0 2 2 

Gymnopus sp9 Omphalotaceae 2 0 2 

Hymenopellis radicata Physalacriaceae 1 1 2 

Xerula sp2 Physalacriaceae 0 2 2 

Hohenbuehelia angustata Pleurotaceae 1 1 2 

Hohenbuehelia nigra Pleurotaceae 1 1 2 

Resupinatus sp3 Tricholomataceae 0 2 2 

Resupinatus sp4 Tricholomataceae 2 0 2 

Pluteus sp1 Pluteaceae 1 1 2 

Pluteus sp6 Pluteaceae 1 1 2 

Pluteus sp9 Pluteaceae 2 0 2 

Pluteus sp10 Pluteaceae 0 2 2 

Pluteus sp12 Pluteaceae 0 2 2 

Pluteus sp13 Pluteaceae 1 1 2 

Pluteus sp17 Pluteaceae 0 2 2 

Pluteus sp18 Pluteaceae 2 0 2 

Pluteus sp19 Pluteaceae 2 0 2 

Pluteus sp22 Pluteaceae 2 0 2 

Coprinus sp4 Psathyrellaceae 1 1 2 

Galerina sp1 Strophariaceae 2 0 2 

Gymnopilus chrysopellus Strophariaceae 1 1 2 

Gymnopilus sp1 Strophariaceae 0 2 2 

Gymnopilus sp2 Strophariaceae 2 0 2 

Lepista sp1 Tricholomataceae 0 2 2 

Clitocybe sp3 Tricholomataceae 2 0 2 

Clitocybe sp6 Tricholomataceae 1 1 2 

Rickenella sp1 Rickenellaceae 0 2 2 

Rickenella sp2 Rickenellaceae 1 1 2 

Indeterminado 6  0 2 2 

Indeterminado 18  0 2 2 

Indeterminado 19  0 2 2 

Indeterminado 26  1 1 2 

Indeterminado 34  2 0 2 

Indeterminado 41  2 0 2 

Indeterminado 44  2 0 2 

Indeterminado 53  1 1 2 

Indeterminado 60  0 2 2 

Indeterminado 65  2 0 2 

Indeterminado 67  0 2 2 

Agaricus sp7 Agaricaceae 0 1 1 

Agaricus sp9 Agaricaceae 0 1 1 

Agaricus sp10 Agaricaceae 0 1 1 

Agaricus sp11 Agaricaceae 1 0 1 

Agaricus sp12 Agaricaceae 1 0 1 

Agaricus sp13 Agaricaceae 1 0 1 
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Chlorophyllum sp1 Agaricaceae 1 0 1 

Cystolepiota sp2 Agaricaceae 1 0 1 

Cystolepiota sp4 Agaricaceae 1 0 1 

Lepiota aff. besseyi Agaricaceae 0 1 1 

Lepiota sp1 Agaricaceae 0 1 1 

Lepiota sp5 Agaricaceae 1 0 1 

Lepiota sp15 Agaricaceae 1 0 1 

Lepiota sp16 Agaricaceae 1 0 1 

Lepiota sp17 Agaricaceae 1 0 1 

Leucoagaricus rubrosquamosus Agaricaceae 0 1 1 

Leucoagaricus sp3 Agaricaceae 0 1 1 

Leucoagaricus sp4 Agaricaceae 0 1 1 

Leucoagaricus sp6 Agaricaceae 0 1 1 

Leucoagaricus sp7 Agaricaceae 0 1 1 

Leucoagaricus sp8 Agaricaceae 1 0 1 

Leucoagaricus sp10 Agaricaceae 1 0 1 

Leucoagaricus sp13 Agaricaceae 0 1 1 

Leucoagaricus sp15 Agaricaceae 1 0 1 

Leucoagaricus sp17 Agaricaceae 1 0 1 

Leucoagaricus sp18 Agaricaceae 1 0 1 

Leucocoprinus sp4 Agaricaceae 0 1 1 

Leucocoprinus sp6 Agaricaceae 0 1 1 

Leucocoprinus sp10 Agaricaceae 1 0 1 

Melanophyllum sp1 Agaricaceae 0 1 1 

Agaricaceae sp8 Agaricaceae 1 0 1 

Agaricaceae sp11 Agaricaceae 1 0 1 

Agaricaceae sp13 Agaricaceae 1 0 1 

Agaricaceae sp14 Agaricaceae 1 0 1 

Agaricaceae sp16 Agaricaceae 1 0 1 

Agaricaceae sp17 Agaricaceae 1 0 1 

Agaricaceae sp20 Agaricaceae 0 1 1 

Macrolepiota sp1 Agaricaceae 0 1 1 

Conocybe sp4 Bolbitiaceae 0 1 1 

Pholiotina sp1 Bolbitiaceae 1 0 1 

Callistosporium imbricatum  Callistosporaceae 1 0 1 

Crepidotus sp6 Crepidotaceae 1 0 1 

Crepidotus sp8 Crepidotaceae 1 0 1 

Clitopilus scyphoides Entolomataceae 1 0 1 

Clitopilus sp2 Entolomataceae 1 0 1 

Clitopilus sp4 Entolomataceae 0 1 1 

Entoloma sp1 Entolomataceae 1 0 1 

Entoloma sp2 Entolomataceae 1 0 1 

Pouzarella olivacea Entolomataceae 1 0 1 

Pouzarella parvispora Entolomataceae 1 0 1 

Entolomataceae sp1 Entolomataceae 0 1 1 

Entolomataceae sp2 Entolomataceae 0 1 1 

Entolomataceae sp3 Entolomataceae 1 0 1 

Entolomataceae sp5 Entolomataceae 0 1 1 
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Inocybe sp1 Inocybaceae 0 1 1 

Inocybe sp2 Inocybaceae 0 1 1 

Inocybe sp3 Inocybaceae 1 0 1 

Inocybe sp4 Inocybaceae 1 0 1 

Inocybe sp5 Inocybaceae 1 0 1 

Inocybe sp6 Inocybaceae 1 0 1 

Inocybe sp7 Inocybaceae 1 0 1 

Inocybe sp8 Inocybaceae 1 0 1 

Rugosomyces sp1 Lyophyllaceae 1 0 1 

Macrocystidia sp1 Macrocystidiaceae 1 0 1 

Crinipellis sp2 Marasmiaceae 1 0 1 

Crinipellis sp4 Marasmiaceae 1 0 1 

Crinipellis sp5 Marasmiaceae 0 1 1 

Gerronema xanthophyllum Marasmiaceae 1 0 1 

Gerronema sp3 Marasmiaceae 1 0 1 

Gerronema sp5 Marasmiaceae 1 0 1 

Gerronema sp6 Marasmiaceae 0 1 1 

Lactocollybia sp3 Marasmiaceae 0 1 1 

Marasmius chrysoblepharioides Marasmiaceae 0 1 1 

Marasmius magnus Marasmiaceae 0 1 1 

Marasmius sp5 Marasmiaceae 1 0 1 

Marasmius sp6 Marasmiaceae 1 0 1 

Marasmius sp10 Marasmiaceae 1 0 1 

Marasmius sp41 Marasmiaceae 1 0 1 

Marasmius sp42 Marasmiaceae 1 0 1 

Marasmius sp45 Marasmiaceae 1 0 1 

Marasmius sp47 Marasmiaceae 0 1 1 

Marasmius sp52 Marasmiaceae 1 0 1 

Marasmius sp53 Marasmiaceae 0 1 1 

Marasmius sp56 Marasmiaceae 1 0 1 

Marasmius sp57 Marasmiaceae 1 0 1 

Marasmius sp58 Marasmiaceae 0 1 1 

Marasmius sp61 Marasmiaceae 1 0 1 

Tetrapyrgos sp3  Marasmiaceae 1 0 1 

Marasmiaceae sp1 Marasmiaceae 1 0 1 

Hydropus sp1 Mycenaceae 0 1 1 

Mycena februaria Mycenaceae 1 0 1 

Mycena papyraceae Mycenaceae 0 1 1 

Mycena sp10 Mycenaceae 0 1 1 

Mycena sp13 Mycenaceae 1 0 1 

Mycena sp17 Mycenaceae 1 0 1 

Mycena sp18 Mycenaceae 0 1 1 

Mycena sp19 Mycenaceae 0 1 1 

Mycena sp20 Mycenaceae 1 0 1 

Mycena sp22 Mycenaceae 1 0 1 

Mycena sp24 Mycenaceae 1 0 1 

Mycena sp27 Mycenaceae 1 0 1 

Mycena sp31 Mycenaceae 1 0 1 
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Mycena sp32 Mycenaceae 1 0 1 

Marasmiellus sp4 Omphalotaceae 0 1 1 

Marasmiellus sp8 Omphalotaceae 0 1 1 

Marasmiellus sp10 Omphalotaceae 1 0 1 

Marasmiellus sp12 Omphalotaceae 0 1 1 

Marasmiellus sp22 Omphalotaceae 0 1 1 

Gymnopus sp2  Omphalotaceae 0 1 1 

Gymnopus sp8 Omphalotaceae 0 1 1 

Rhodocollybia sp2 Omphalotaceae 1 0 1 

Oudemansiella sp1 Physalacriaceae 1 0 1 

Xerula sp3 Physalacriaceae 0 1 1 

Pleurotus ostreatus Pleurotaceae 1 0 1 

Pluteus aff. eliae Pluteaceae 1 0 1 

Pluteus sp4 Pluteaceae 0 1 1 

Pluteus sp5 Pluteaceae 0 1 1 

Pluteus sp7 Pluteaceae 0 1 1 

Pluteus sp20 Pluteaceae 0 1 1 

Pluteus sp21 Pluteaceae 1 0 1 

Volvariella pusilla Pluteaceae 1 0 1 

Volvariella sp1 Pluteaceae 0 1 1 

Volvariella sp2 Pluteaceae 1 0 1 

Coprinus sp2 Psathyrellaceae 1 0 1 

Psathyrella sp5 Psathyrellaceae 0 1 1 

Psathyrella sp9 Psathyrellaceae 1 0 1 

Psathyrella sp10 Psathyrellaceae 1 0 1 

Panaeolus sp2 Psathyrellaceae 1 0 1 

Panaeolus sp3 Psathyrellaceae 0 1 1 

Cyclocybe wrightii Strophariaceae 0 1 1 

Deconica sp1 Strophariaceae 1 0 1 

Gymnopilus dilepis Strophariaceae 0 1 1 

Gymnopilus rhyzopalmus Strophariaceae 0 1 1 

Gymnopilus sp5 Strophariaceae 1 0 1 

Psilocybe sp1 Strophariaceae 1 0 1 

Psilocybe sp2 Strophariaceae 1 0 1 

Stropharia sp2 Strophariaceae 0 1 1 

Stropharia sp3 Strophariaceae 1 0 1 

Baeospora sp1 Tricholomataceae 1 0 1 

Tricholoma sp1 Tricholomataceae 0 1 1 

Lepista sp3 Tricholomataceae 1 0 1 

Clitocybe sp4 Tricholomataceae 1 0 1 

Clitocybe sp5 Tricholomataceae 1 0 1 

Clitocybe sp9 Tricholomataceae 1 0 1 

Collybia sp1 Tricholomataceae 1 0 1 

Collybia sp4 Tricholomataceae 0 1 1 

Collybia sp5 Tricholomataceae 0 1 1 

Collybia sp6 Tricholomataceae 0 1 1 

Panus sp1 Panaceae 1 0 1 

Panus sp2 Panaceae 1 0 1 
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Lentinus sp4 Polyporaceae 1 0 1 

Indeterminado 2  0 1 1 

Indeterminado 3  0 1 1 

Indeterminado 4  0 1 1 

Indeterminado 5  1 0 1 

Indeterminado 7  0 1 1 

Indeterminado 8  0 1 1 

Indeterminado 11  0 1 1 

Indeterminado 13  0 1 1 

Indeterminado 17  1 0 1 

Indeterminado 23  0 1 1 

Indeterminado 24  0 1 1 

Indeterminado 25  0 1 1 

Indeterminado 27   0 1 1 

Indeterminado 28  0 1 1 

Indeterminado 29  1 0 1 

Indeterminado 30  1 0 1 

Indeterminado 31  1 0 1 

Indeterminado 32  0 1 1 

Indeterminado 36  1 0 1 

Indeterminado 37  1 0 1 

Indeterminado 38  1 0 1 

Indeterminado 39  1 0 1 

Indeterminado 40  1 0 1 

Indeterminado 42  1 0 1 

Indeterminado 45  1 0 1 

Indeterminado 46  1 0 1 

Indeterminado 47  1 0 1 

Indeterminado 49  1 0 1 

Indeterminado 50  1 0 1 

Indeterminado 51  1 0 1 

Indeterminado 52  1 0 1 

Indeterminado 54  1 0 1 

Indeterminado 55  1 0 1 

Indeterminado 57  1 0 1 

Indeterminado 58  0 1 1 

Indeterminado 59  0 1 1 

Indeterminado 62  0 1 1 

Indeterminado 63  1 0 1 

Indeterminado 64  1 0 1 

Indeterminado 66  0 1 1 

Indeterminado 68  0 1 1 

Indeterminado 69  0 1 1 

Indeterminado 70  0 1 1 

Indeterminado 71  1 0 1 

Indeterminado 72  1 0 1 

Indeterminado 73  1 0 1 

Indeterminado 74  1 0 1 
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Indeterminado 76  1 0 1 

Indeterminado 77  1 0 1 

Indeterminado 78  1 0 1 

Indeterminado 79  1 0 1 

Indeterminado 80  0 1 1 

Indeterminado 81  0 1 1 

TOTAL  1407 1339 2746 

 

Anexo 6. Resultados del análisis de correlación entre la riqueza y abundancia de hongos agaricoides 

del Distrito de las Selvas Mixtas (DSM) y variables ambientales.  

Variable (1) Variable (2) n Spearman p-valor 

Riqueza (S)  

Temp. micro (°C) 30 -0,48 0,0074 

Hum. micro (%) 30 0,37 0,0459 

Temp. macro (°C) 30 -0,45 0,0119 

Hum. macro (%) 30 0,25 0,1772 

Amp. term. (°C) 30 -0,37 0,0414 

Prec. 5 días (mm) 30 -0,13 0,4988 

Prec. 3 días (mm) 30 -0,20 0,2818 

Árb>10 30 0,02 0,9294 

MG>10 30 0,03 0,8738 
     

Abundancia (n)  

Temp. micro (°C) 30 -0,55 0,0018 

Hum. micro (%) 30 0,51 0,0040 

Temp. macro (°C) 30 -0,57 0,0011 

Hum. macro (%) 30 0,36 0,0478 

Amp. term. (°C) 30 -0,52 0,0035 

Prec. 5 días (mm) 30 -0,03 0,8631 

Prec. 3 días (mm) 30 -0,08 0,6643 

Árb>10 30 0,22 0,2328 

MG>10 30 -0,04 0,8467 

 

Referencias: n: número de datos obtenidos para cada variable, p-valor: probabilidad asociada, 

Riqueza sp.: riqueza de especies/morfoespecies, Temp. micro: temperatura medida en el punto de 

muestreo, Hum. micro: humedad ambiental medida en el punto de muestreo, Temp. macro: 

temperatura promedio medida en la estación meteorológica mas cercana, Hum. macro: humedad 

promedio medida en la estación meteorológica mas cercana, Amp. term: diferencia entre la 

temperatura máxima y mínima registrada, Prec. 5 días: precipitaciones acumuladas los 5 días previos 

al muestreo, Prec. 3 días: precipitaciones acumuladas 3 días previos al muestreo, Árb>10: árboles 

mayores a 10 cm de DAP, MG>10: ramas caídas mayores a 10 cm de diámetro o 1 m de longitud. En 

negrita se señalan los valores estadísticamente significativos. 



197 
 

Anexo 7. Resultados del análisis de correlación entre la riqueza y abundancia de hongos agaricoides 

del Distrito de los Campos (DC) y las variables ambientales.  

Variable (1) Variable (2) n Spearman p-valor 

Riqueza (S)  

Temp. micro (°C) 30 -0,54 0,0020 

Hum. micro (%) 30 0,54 0,0022 

Temp. macro (°C) 30 -0,53 0,0025 

Hum. macro (%) 30 0,5 0,0046 

Amp. term. (°C) 30 -0,49 0,0058 

Prec. 5 días (mm) 30 0,04 0,8216 

Prec. 3 días (mm) 30 0,21 0,2739 

Árb>10 30 -0,1 0,5927 

MG>10 30 -0,34 0,0632 
     

Abundancia (n)  

Temp. micro (°C) 30 -0,56 0,0012 

Hum. micro (%) 30 0,64 0,0002 

Temp. macro (°C) 30 -0,59 0,0006 

Hum. macro (%) 30 0,50 0,0047 

Amp. term. (°C) 30 -0,54 0,0021 

Prec. 5 días (mm) 30 0,14 0,4539 

Prec. 3 días (mm) 30 0,26 0,1658 

Árb>10 30 -0,05 0,7959 

MG>10 30 -0,31 0,0966 

 

Referencias: n: número de datos obtenidos para cada variable, p-valor: probabilidad asociada, 

Riqueza sp.: riqueza de especies/morfoespecies, Temp. micro: temperatura medida en el punto de 

muestreo, Hum. micro: humedad ambiental medida en el punto de muestreo, Temp. macro: 

temperatura promedio medida en la estación meteorológica mas cercana, Hum. macro: humedad 

promedio medida en la estación meteorológica mas cercana, Amp. term: diferencia entre la 

temperatura máxima y mínima registrada, Prec. 5 días: precipitaciones acumuladas los 5 días previos 

al muestreo, Prec. 3 días: precipitaciones acumuladas 3 días previos al muestreo, Árb>10: árboles 

mayores a 10 cm de DAP, MG>10: ramas caídas mayores a 10 cm de diámetro o 1 m de longitud. En 

negrita se señalan los valores estadísticamente significativos. 

 

Anexo 8. Detalle de los puntos de muestreo realizados en el Distrito de las Selvas Mixtas (DSM) y el 

Distrito de los Campos (DC) con sus correspondientes valores para cada variable ambiental.  

Sitios S Ab T° micro H micro T° macro H macro AT P5 P3 Árb MG 

DSM 1 19 22 21,4 87,5 23,8 81,4 11,7 16,0 0,0 12 1 

DSM 2 28 39 22,7 89,5 23,8 81,4 11,7 16,0 0,0 4 10 

DSM 3 48 71 22,0 96,0 23,5 78,3 11,3 0,0 0,0 13 13 

DSM 4 19 36 21,3 97,6 23,0 88,8 6,9 2,0 2,0 11 14 

DSM 5 32 71 20,5 99,0 23,8 81,4 11,7 16,0 0,0 17 3 
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DSM 6 5 13 21,5 97,5 21,6 88,3 7,3 165,0 107,0 19 5 

DSM 7 10 13 24,4 93,5 23,2 86,5 8,8 153,0 84,0 16 3 

DSM 8 8 11 27,2 94,5 23,2 86,5 8,8 153,0 84,0 13 4 

DSM 9 11 16 26,2 94,0 25,0 75,4 10,4 113,0 7,0 8 5 

DSM 10 16 31 23,5 93,8 21,8 96,2 5,8 89,0 6,0 10 1 

DSM 11 43 61 26,8 88,5 25,5 77,5 12,2 0,0 0,0 11 14 

DSM 12 34 58 24,7 84,5 25,2 76,6 12,2 0,0 0,0 15 7 

DSM 13 26 48 29,0 74,0 25,2 76,6 12,2 0,0 0,0 13 8 

DSM 14 23 44 24,3 88,0 25,3 77,7 11,2 0,0 0,0 18 11 

DSM 15 32 61 26,3 89,5 25,3 77,7 11,2 0,0 0,0 15 11 

DSM 16 38 78 23,3 96,0 22,8 94,3 4,5 74,0 74,0 20 5 

DSM 17 46 78 21,4 97,0 19,4 93,8 3,5 74,4 39,4 15 6 

DSM 18 51 88 21,1 98,7 19,4 93,8 3,5 74,4 39,4 16 8 

DSM 19 51 98 20,4 97,5 21,2 72,6 7,9 75,4 2,4 15 10 

DSM 20 41 78 26,2 68,7 21,2 72,6 7,9 75,4 2,4 20 6 

DSM 21 37 60 23,6 93,0 22,9 87,5 7,7 35,0 8,0 12 13 

DSM 22 22 34 23,4 93,0 22,9 87,5 7,7 35,0 8,0 30 5 

DSM 23 26 95 21,4 98,5 22,3 92,9 5,4 26,0 26,0 25 9 

DSM 24 32 59 21,9 97,0 22,3 92,9 5,4 26,0 26,0 16 7 

DSM 25 29 72 25,3 96,0 21,9 96,0 6,9 53,0 53,0 16 6 

DSM 26 16 24 29,7 54,0 29,9 56,6 15,7 0,0 0,0 17 14 

DSM 27 9 15 30,1 59,5 29,9 56,6 15,7 0,0 0,0 19 16 

DSM 28 12 14 26,5 79,0 30,0 57,8 13,4 19,0 19,0 9 19 

DSM 29 6 10 34,7 48,0 30,0 57,8 13,4 19,0 19,0 17 16 

DSM 30 7 9 34,1 44,5 30,0 57,8 13,4 19,0 19,0 13 11 

DC 1 49 105 21,4 87,5 21,4 77,5 8,4 24,0 24,0 17 9 

DC 2 40 116 22,7 89,4 22,7 79,4 10,4 31,0 7,0 13 5 

DC 3 37 84 22,0 96,0 22,0 86,0 2,2 59,0 35,0 14 6 

DC 4 42 105 21,3 98,6 21,3 92,6 2,5 39,0 39,0 7 0 

DC 5 35 53 21,5 99,2 21,5 86,8 5,6 141,0 123,0 10 10 

DC 6 14 19 23,3 91,7 24,9 64,6 14,8 11,0 0,0 25 15 

DC 7 19 24 24,0 74,7 27,8 65,0 10,6 5,0 0,0 19 13 

DC 8 23 26 26,1 78,7 27,8 65,0 10,6 5,0 0,0 15 9 

DC 9 8 10 33,4 55,3 30,8 59,2 10,6 24,0 24,0 10 6 

DC 10 17 24 19,9 80,0 21,4 80,7 13,0 27,0 27,0 11 7 

DC 11 35 57 24,0 81,5 24,4 61,0 11,5 0,0 0,0 11 12 

DC 12 53 89 20,4 88,5 24,7 65,5 13,3 0,0 0,0 13 15 

DC 13 45 77 25,0 85,0 24,7 65,5 13,3 0,0 0,0 12 6 

DC 14 24 37 22,9 83,0 25,3 68,8 11,5 0,0 0,0 12 9 

DC 15 38 55 22,5 86,3 26,1 65,4 12,7 0,0 0,0 12 8 

DC 16 5 13 28,5 71,5 27,7 65,3 12,0 44,0 22,0 14 17 

DC 17 17 39 19,0 97,3 22,2 77,0 9,0 26,0 26,0 18 8 

DC 18 26 53 21,0 93,5 22,2 77,0 9,0 26,0 26,0 17 14 

DC 19 23 28 22,6 93,7 23,7 82,2 10,3 49,0 49,0 8 6 

DC 20 31 37 26,8 76,0 23,7 82,2 10,3 49,0 49,0 17 7 

DC 21 36 46 22,6 89,0 22,7 85,8 7,2 48,0 48,0 20 26 

DC 22 23 45 20,0 93,5 23,3 80,4 12,8 48,0 5,0 21 18 
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DC 23 8 10 25,6 86,0 23,3 80,4 12,8 48,0 5,0 26 8 

DC 24 22 45 24,5 84,0 23,3 80,4 12,8 48,0 5,0 18 10 

DC 25 17 50 24,1 94,5 25,7 79,4 9,9 79,0 31,0 23 12 

DC 26 9 19 26,8 60,0 24,9 50,9 13,8 15,0 0,0 14 15 

DC 27 12 14 22,3 80,5 27,2 53,3 16,0 0,0 0,0 11 15 

DC 28 11 16 26,9 76,0 27,2 53,3 16,0 0,0 0,0 12 12 

DC 29 10 17 30,7 49,0 27,2 53,3 16,0 0,0 0,0 12 16 

DC 30 14 26 25,0 67,0 29,5 55,2 14,0 0,0 0,0 9 21 

 

Referencias: S: riqueza de especies/morfoespecies de hongos agaricoides encontradas, Ab: 

abundancia total, T° micro: temperatura medida en el punto de muestreo (°C), H micro: humedad 

ambiental medida en el punto de muestreo (%), T° macro: temperatura promedio medida en la 

estación meteorológica más cercana(°C), H macro: humedad promedio medida en la estación 

meteorológica más cercana (%), AT: amplitud térmica, expresada como la diferencia entre la 

temperatura máxima y mínima registrada (°C), P5: precipitaciones acumuladas los 5 días previos al 

muestreo, P3: precipitaciones acumuladas 3 días previos al muestreo, Árb: árboles mayores a 10 cm 

de DAP, MG: ramas caídas mayores a 10 cm de diámetro o 1 m de longitud. 

 

Anexo 9. Valores obtenidos para las distintas variables del suelo de la Selva Atlántica Argentina 

(SAA) durante los primeros 5 puntos de colecta en cada sitio.  

 DSM 1 DSM 2 DSM 3 DSM 4 DSM 5 DC 1 DC 2 DC 3 DC 4 DC 5 

pH 1:2,5 5,15 5,96 5,64 5,8 5,82 6,9 4,77 5,2 4,74 6,2 

N (%) 0,27 0,37 0,54 0,60 0,47 0,51 0,30 0,39 0,28 0,65 

P (ppm) 6 2 4 5 3 4 14 3 5 2 

MO (%) 3,20 3,31 4,91 4,95 3,95 4,66 2,24 3,19 4,03 5,36 

CO (%) 1,86 1,92 2,85 2,87 2,29 2,70 1,30 1,85 2,34 3,11 

NH4+ (mg Kg-1) 22 34 33 19 26 55 23 35 30 26 

N-NO3 (mg Kg-1) 11,01 10,24 14,79 8,11 9,30 15,84 12,84 11,51 4,99 8,71 

C/N 6,87 5,19 5,27 4,79 4,87 5,30 4,33 4,74 8,35 4,78 

 

Referencias: DSM: Distrito de las Selvas Mixtas, DC: Distrito de los Campos, pH: Potencial 

hidrógeno, N: Nitrógeno total, P: Fósforo, MO: Materia Orgánica, CO: Carbono Orgánico, NH4+: 

Amonio, N-NO3: Relación Nitrógeno-Nitrato, C/N: Relación Carbono-Nitrógeno. 


