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Podsumowanie Analizy Zagrożenia Agrofagiem (Ekspres PRA) dla ‘Pratylenchus zeae’ Graham, 

1951 
Obszar PRA: Rzeczpospolita Polska 

Opis obszaru zagrożenia: Uprawy prowadzone w naturalnym podłożu glebowym pod osłonami. 

Główne wnioski 

 

Pratylenchus zeae może zostać wprowadzony na obszar PRA z roślinami, odpadami roślinnymi oraz 

z podłożem. Nicień może prawdopodobnie zasiedlać uprawy prowadzone pod osłonami 

w naturalnym podłożu glebowym. 

  

W celu zminimalizowania prawdopodobieństwa wprowadzenia nicienia oraz jego rozprzestrzenienia 

na obszarze Polski należy: 

• Kontrolować przesyłki pod kątem obecności nicienia, co zapobiega wprowadzeniu 

organizmu na obszar PRA; 

• Wykorzystywać wyłącznie materiał rozmnożeniowy wolny od nicienia, w celu 

uniemożliwienia wprowadzenia organizmu na obszar PRA; 

• W przypadku stwierdzenia wystąpienia nicienia w otwartym gruncie podjąć działania 

uniemożliwiające jego dalsze rozprzestrzenienie. W tym celu należy unikać przenoszenia 

agrofaga w glebie przylegającej do narzędzi oraz maszyn rolniczych wykorzystywanych  

w pracach polowych. Zaleca się również unikania rozprzestrzenienia nicienia w materiale 

roślinnym tj. z korzeniami roślin; 

• Zastosować środki ochrony chemicznej dopuszczone do zwalczania nicieni pasożytów roślin 

w określonych uprawach; 

• W przypadku stwierdzenia wystąpienia nicienia w uprawach pod osłonami należy 

przeprowadzić fumigację podłoża stosując preparaty chemiczne zawierające np. dazomet czy 

metam sodowy. 

 

W celu zminimalizowania zadomowienia oraz rozprzestrzenienia nicienia zaleca się: 

• Ugorowanie gleby (Moura i wsp., 2009; Pankhurst i wsp., 2005). 

• Unikanie uprawy sorgo oraz rozplenicy perłowej w monokulturze (Johnson i Burton, 1972). 

• Uprawa bawełny (Gossypium) (Johnson i wsp., 1975); fasoli mungo (Aung i Prot, 1990), 

jęczmienia zwyczajnego odm. Grimmett (Stirling i wsp., 2010), kanawalii mieczokształtnej 

(Arim i wsp., 2006; Obici i wsp., 2011; Santana-Gomes i wsp., 2018), kapusty właściwej 

(Johnson i wsp., 1990), krotolarii rózgowatej (Crotolaria juncea) (Johnson i Campbell, 1080; 

Rosa i wsp., 2003; Moura i wsp., 2009; Moura i wsp., 2010a; Santana, 2014; Santana-Gomes 

i wsp., 2019a), nikli indyjskiej (Araújo Filho i wsp., 2010; Santana i wsp., 2012; Santana-

Gomes i wsp., 2018), rzepaku w formie ozimej (Barbosa Ferraz i Rossi, 1999), rzodkwi 

zwyczajnej (Raphanus sativus) (Hashimi i Hashimi, 1989), truskawki (Brum i wsp., 2019), 

włośnicy odm. Splenda (Stirling i wsp., 2010), wspięgi pospolitej (Aung i Prot, 1990), wspięgi 

wężowatej odm. Red Caloona (Stirling i wsp., 2010), Arachis pintoi (Obici i wsp., 2011), 

Cajanus indicus (Santana, 2014), Crotalaria spectabilis (Santana i wsp., 2012; Santana, 

2014), Mucuna pruriens (Santana, 2014), Stizolobium aterrimum (Moura i wsp., 2009; Moura 

i wsp., 2010a), Stylosanthes spp. (Obici i wsp., 2011). 

• Uprawę soi (Stirling, 2008). 

• Uprawa niewrażliwych odmian marchwi, pszenicy, pomidora i ciecierzycy pospolitej 

(Hashimi i Hashimi, 1989). 

• Zastosowanie roztoczy Lasioseious subterraneous (Manwaring i wsp., 2020) lub 
Protogamasellus mica ogranicza liczebność nicienia (Stirling i wsp., 2017; Manwaring i wsp., 

2020). 
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• Zastosowanie Bacillus amyloliquefaciens (Alves i wsp., 2011). 

• Aplikacja kwasu jasmonowego (Gavin i wsp., 2013). 

• Aplikacja do gleby koncentratu z wodorostu Ecklonia maxima (Waele i wsp., 1988b). 

• Zastosowanie olejków z liści i owoców pieprzu brazylijskiego Schinus terebinthifolius 

(Schwengber i wsp., 2017). 

• Zastosowanie alkoholowych wyciągów z Casearia sylvestris, Eclipta alba, 
Tabernaemontana catharinensis, Serjania erecta oraz Zeyheria montana (Slomp i wsp., 

2009). 

• Zastosowanie bionematocydu Trichodermil (z udziałem Trichoderma harzianum) oraz 

Quartzo (oparty na działaniu Bacillus spp.) (Schoen-Neto i wsp., 2019). 

• Sterylizacja sadzonek winorośli Vitis poprzez zanurzenie w wodzie o temperaturze 30 °C, 

52.8 °C i 23 °C (Askary i wsp., 2018). 

• Wprowadzenie doglebowo resztek roślinnych trzciny cukrowej i soi (Stirling i wsp., 2005). 

• Mulczowanie resztek roślinnych trzciny cukrowej (Stirling i wsp., 2011a). 

• Zastosowanie nawozów mineralnych (Coyne i wsp., 2004). 

• Wprowadzenie doglebowo liści miodli indyjskiej, Acacia albida i tamaryndowca 

indyjskiego w dawce 25, 50 i 100 g/kg gleby (Khan, 1990).  

• Wprowadzenie doglebowo siana z traw lub siana z lucerny, samodzielnie lub z dodatkiem 

azotu (50 t/ha), popiołów z roślin trzciny cukrowej z dodatkiem azotu (50 t/ha), nawozu 

krowiego lub kurzęcego (40 t/ha) (Stirling i wsp., 2003). 

• Aplikacja płynnego nawozu przygotowanego z odchodów drobiowych i bydlęcych 

w uprawie kukurydzy (Nkechi i Shakirat, 2019). 

• Wprowadzenie doglebowo rozdrobnionych roślin konopi indyjskich, katarantusa różowego 

lub Angehs arvensis w proporcji 100g/kg gleby; proszku w proporcji 100g/kg gleby (Thakur, 

2014). 

• Zastosowanie doglebowo wytłoków z udziałem neem (Azadirachta), Pongamia pinnata, 

gorczycy, drzewa tamanu, sezamu, orzecha ziemnego, Madhuca longifolia, bawełny (Sahoo 

i Sahu, 1994). 

• Zastosowanie doglebowo wytłoków z rącznika pospolitego w dawce 1,800 kg/ha (Dinardo-

Miranda i Fracasso, 2010). 

• Zastosowanie doglebowo nawozu opartego na rączniku pospolitym (Dinardo-Minarda  

i Fracasso 2010). 

• Zastosowanie doglebowo popiołów młynowych (Stirling i wsp., 2018). 

• Zastosowanie ekstraktu z liści witanii ospałej w dawce 1300 kg/ha (Khan i wsp., 2009). 

• Zastosowanie preparatu Fertinemakil Plus (środek z dodatkiem miodli indyjskiej  

z fungicydem) (Khan i wsp., 2009). 

• Zastosowanie podkładek winorośli Kober, SO4, 101-14, R99, 420-A, Rupestris du Lot, 

Riparia do Traviú and Telek 5C (Puerari i wsp., 2012). 

• Zaprawienie nasion kukurydzy mieszaniną thiametoksamu z abamectyną (Souza Confort  

i Inomoto, 2015) lub abamektyną (Cabrera i wsp., 2009). 

• Zastosowanie kontroli chemicznej (aldicarb, karbofuran) (McDonald i wsp., 1987; Novaretti 

i wsp., 1998, 2009; Dinardo-Minarda i wsp., 2010a). 

Ryzyko fitosanitarne dla zagrożonego obszaru 

(indywidualna ranga prawdopodobieństwa wejścia, 
zadomowienia, rozprzestrzenienia oraz wpływu  
w tekście dokumentu) 

Wysokie  Średnie  Niskie  

Poziom niepewności oceny: 
(uzasadnienie rangi w punkcie 18. Indywidualne 
rangi niepewności dla prawdopodobieństwa wejścia, 

Wysoka  Średnia  Niska  
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zadomowienia, rozprzestrzenienia oraz wpływu  
w tekście) 
Inne rekomendacje: 
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Ekspresowa Analiza Zagrożenia Agrofagiem: Pratylenchus zeae Graham, 1951 

 

Przygotowana przez: dr hab. Renata Dobosz, mgr Magdalena Gawlak, mgr Daria Rzepecka,  

mgr Agata Pruciak, dr Tomasz Kałuski 

Data: 21.10.2020 

 

Raport został wykonany w ramach Programu Wieloletniego 2016–2020: „Ochrona roślin uprawnych 
z uwzględnieniem bezpieczeństwa żywności oraz ograniczenia strat w plonach i zagrożeń dla 
zdrowia ludzi, zwierząt domowych i środowiska”, finansowanego przez Ministerstwo Rolnictwa 
i Rozwoju Wsi. 
 

 

Etap 1 Wstęp 

 

Powód wykonania PRA: Przyczyną wykonania analizy zagrożenia agrofagiem jest wykrycie 

wystąpienia P. zeae w kilku lokalizacjach w Europie oraz prawdopodobieństwo porażenia przez 

nicienia upraw prowadzonych w naturalnym podłożu glebowym pod osłonami. 

 

Obszar PRA: Rzeczpospolita Polska 

 

Etap 2 Ocena zagrożenia agrofagiem 

 

1. Taksonomia: Siddiqi 2000. 

Rząd: Tylenchida Thorne, 1949 

Podrząd: Tylenchina Chitwood, 1950 

Nadrodzina: Tylenchoidae Örley, 1880 

Rodzina: Pratylenchidae Thorne, 1949 (Siddiqi, 1963) 

Rodzaj: Pratylenchus Filipjev, 1936 

            Gatunek: Pratylenchus zeae Graham, 1951 

            Syn. Pratylenchus cubensis Razjivin & O’Relly, 1976 

                   Pratylenchus impar Khan & Singh, 1974 

                   Pratylenchus indicus Das, 1960 

Pratylenchus jordanensis Hashim, 1983 

 

Nazwa powszechna: 

Angielski: nematode, Corn root lesion 

Hiszpański: nemátodo de las lesiones; nematodo maiz 

Francuski: anguillule des racines du mais 

 

2. Informacje ogólne o agrofagu: 

Cykl życiowy: P. zeae jest wędrującym pasożytem roślin. W cyklu rozwojowym nicienia występują: 

stadium jaja, formy młodociane (J1–J4) oraz samice. Samce znajdowane są niezwykle rzadko. 

Wszystkie stadia rozwojowe nicienia występują w tkankach korzeni jak i w otaczającej je glebie. 

Osobniki młodociane J2–J4 oraz formy dorosłe posiadają zdolność ruchu i mogą wnikać i opuszczać 
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tkanki korzeni. Obserwacje wpływu korzeni roślin kukurydzy pokazało, że wspomagają one proces 

opuszczania jaj przez osobniki młodociane nicienia (de Waele i wsp., 1988).  

Infekcji oraz związanym z nią przemieszczaniem się nicieni w korzeniach, towarzyszą 

uszkodzenia tkanek miękiszu oraz obecność nekroz (Olowe i Corbett, 1976; Olowe, 1977).  

U porażonych przez P. zeae roślin obserwowano zahamowanie wzrostu i rozwoju, spadek ich masy 

i długości, żółknięcie liści, spadek poziomu chlorofilu oraz spadek masy cukru (Azimi, 1984; 

Plowright i wsp., 1990; Cadet i Spaul, 2005; Kagoda i wsp., 2010; Plaisance i wsp., 2015; Bisognin, 

2017; Nzogela i wsp., 2020). U porażonych roślin trzciny cukrowej reprezentującej linie odporne 

obserwowano wzrost aktywności PAL (phenylalanine ammonia-lyase) i TAL (tyrosine ammonia-

lyase) oraz spadek (superoxide dismutase) w korzeniach i liściach (Kathiresan i Mehta, 2005). 

Rozwój P. zeae zachodzi w zakresie temperatur od 20 do 35 oC, przy czym optymalna temperatura 

rozwoju na soi wynosi 30 oC (Acosta i Malek, 1979; Castrol i Ferraz, 1990; Kagoda i wsp., 2010).  

W temperaturze 28 oC cykl rozwojowy P. zea trwa 5 tygodni (Meyer, 1984), a w 30 oC 21 dni (Olowe 

i Corbett, 1976). 

P. zeae posiada zdolność przeżywania w warunkach 0% wilgotności względnej  

w temperaturach od 20 do 35 oC przez 24 godziny, a anhydrobioza nie wpływa ujemnie na 

następujący po niej rozwój populacji nicienia (Swanepoel i Loots, 1988, 1992). P. zeae przeżywają  

7 dni w temperaturze -15 oC (Barker i wsp., 1969). 

Występowaniu nicienia sprzyjają gleby piaszczyste i piaszczysto-gliniaste o optymalnym pH 6,5 

do 7 z niską zawartością węgla (poniżej 2%), sodu i wapnia (Anwar i Khan, 1992; Trevathan  

i wsp., 1985; Godefroid i wsp., 2013). Zaobserwowano, że obecność manganu oraz kwasu 2,4-

dichlorofenoksyoctowego, wpływa ograniczająco na liczebność P. zeae w glebie (Krusberg  

i Blickenstaff, 1964; Cadet i wsp., 2004).  

Wzrostowi populacji P. zeae sprzyja uprawa kukurydzy w monokulturze oraz określona 

sekwencja roślin w płodozmianie tj. np. kukurydza, żyto i wyka kosmata (Brodie i wsp., 1969). 

Obserwacje dynamiki populacji P. zeae pokazały, że w uprawie ryżu wzrost populacji nicienia był 

największy w okresie kwitnienia (Plowright i wsp., 1990), natomiast, w uprawie trzciny cukrowej 

obserwowano dwa piki liczebności: pierwszy w okresie grudzień-styczeń, drugi we wrześniu 

(Montasser i wsp., 2002), a liczebności populacji P. zea rosły wraz ze wzrostem poziomu histydyny 

i kwasu glutaminowego (Showler i wsp., 1990). W uprawie kukurydzy nicienie obserwowano  

w glebie najliczniej w sierpniu, tuż przed zbiorem rośliny (Youssef, 2013). W glebie na czystym 

ugorze P. zeae przeżywa do 6 miesięcy (Plowright i wsp., 1990). 

Porównawcze obserwacje rozwoju populacji P. zeae na odmianach trzciny cukrowej pozwoliły 

stwierdzić międzypopulacyjne zróżnicowanie w obrębie gatunku (Bisognin, 2017). 

W celu poznania funkcjonowania genów oraz ewentualnego wykorzystania tych danych  

w ograniczeniu szkodliwości gatunku dokonano charakterystyki transkryptomu P. zeae oraz 

przeprowadzono ekperyment wyciszenia genów pat-10 and unc-87 skutkujący paraliżem ciała nicieni 

oraz utratą zdolności ruchu (Tan i wsp., 2013; Fosu-Nyarko i wsp., 2016). 

 
Rośliny żywicielskie: P. zeae żeruje na jedno i dwuliściennych roślinach uprawnych oraz na 

chwastach. Doświadczenia, których celem było zbadanie zróżnicowania podatności odmian roślin 

uprawnych na porażenie przez P. zeae, wykazały takie zróżnicowanie wśród odmian trzciny cukrowej 

(Montasser, 2002a; Kathiresan i Mehta, 2005; Chavez i wsp., 2010; Santos i wsp., 2012; Dinardo-

Miranda i wsp., 2019), sorgo (Johnson i Burton, 1973; Motalaote i wsp., 1987), ryżu (Biela i wsp., 

2015; Nzgoela i wsp., 2020), kukurydzy (Peng i Moens, 2003; Kagoda, 2010; Kagoda i wsp., 2015; 

Neves i wsp., 2016), marchwi (Hashimi i Hashimi, 1989; Nguyen Thi Duyen i wsp., 2016) oraz 

Saccharum spontaneum (Bhuiyan i wsp., 2019). Jak dotąd wszystkie testowane odmiany słonecznika 

uznano za odporne na porażenie przez ten gatunek nicienia (Bolton i De Waele, 1989). 
Populacje P. zeae charakteryzuje ograniczona zdolność rozwoju w uprawie krzyżówek trzciny 

cukrowej z Erianthus arundinaceus oraz trzciny cukrowej z Saccharum spontaneum (Stirling i wsp., 

2011; Stirling i wsp., 2012; Bhuiyan i wsp., 2016). Obserwowano także ograniczony rozwój P. zeae 

w uprawie odmian tytoniu odpornych na M. javanica i M incognita (rasy 2 i 4), przy zagęszczeniu 
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początkowym (Pi) populacji nicienia wynoszącym 101, 102 i 103 osobników na roślinę (Biljon  

i Meyer, 2000). 

Populacja P. zeae pochodząca z Tanzanii rozwija się na Oryza sativa (genotyp Khao Pahk Maw) 

oraz O. glaberrima (genotyp TOG5674) odpornych na Meloidogyne graminicola (Nkurunziza, 2018). 

 
Symptomy: Obecność P. zeae w glebie nie wywołuje specyficznych objawów na nadziemnych 

częściach roślin wskazujących jednoznacznie na występowanie tego nicienia. W przypadku silnego 

porażenia zaobserwować można występujące w skupiskach rośliny, które charakteryzuje żółknięcie 

zakończeń liści, więdnięcie i karłowacenie. Końcowym etapem może być też zamieranie roślin. 

Porażenie przez korzeniaki, w tym także przez P. zeae, sugerują brunatne przebarwienia 

obserwowane na korzeniach roślin.  

  

Wykrywanie i identyfikacja: Rośliny podejrzane o porażenie przez P. zeae, wraz z bryłą gleby 

przylegającą do korzeni, przewożone są do laboratorium, w którym dokonuje się izolacji materiału. 

Wszystkie stadia rozwojowe posiadające zdolność poruszania się izoluje się bezpośrednio z gleby 

oraz z tkanek roślin. Identyfikacji gatunku dokonuje się w oparciu o wyniki analizy morfologii  

i morfometrii samic (Corbett, 1969; Roman i Hirschmann, 1969; Khan i Singh, 1974; Loof, 1978; 

Hashim, 1983; Olowe, 1984; Olowe i Corbett, 1987; Saha i Khan, 1987; Ryss, 1988; Handoo  

i Golden, 1989; Cafe Filho i Hauang, 1989; Frederick i Tarjan, 1989; Loof, 1990; Troccoli i wsp., 

1996; Carta i wsp., 2001; Ryss, 2002; Inserra i wsp., 2005; Castillo i Vovlas, 2007; Phani i wsp., 

2014; Araya i wsp., 2016). 

  

Identyfikację molekularną P. zeae można przeprowadzić w oparciu o: 

-sekwencje fragmentu D2-D3 podjednostki 28rDNA (Carta i wsp., 2001; Araya i wsp., 2016; 

Humphreys-Pereira i wsp., 2017); 

- sekwencje fragmentu ITS (de Andrade, 2010; Consoli i wsp., 2012; Phani i wsp., 2014); 

- sekwencje fragmentu 18S i ITS1 (Machado i wsp., 2007); 

- PCR (Kushida i Kondo, 2015); 

- LAMP (Liu i wsp., 2017); 

- PCR RLFP (Orui i Mizukubo, 1999a); 

- RLFP (Waeyenberge i wsp., 2000); 

- technikę reverse dot blot (Uehara i wsp., 1999); 

- Real-time PCR (Berry i wsp., 2008; Kawanobe i wsp., 2015). 

 
 
3. Czy agrofag jest wektorem? Tak Nie X 

 

4. Czy do rozprzestrzenienia 

lub wejścia agrofaga potrzebny 

jest wektor? 

Tak Nie X 

 

5. Status regulacji agrofaga 

Pratylenchus zeae nie jest regulowany w UE. 
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6. Rozmieszczenie 
 

Kontynent Rozmieszczenie (lista 
krajów lub ogólne 
wskazanie – np. 
Zachodnia Afryka) 

Komentarz na temat 

statusu na obszarze 

występowania 

(np. szeroko 
rozpowszechniony, 
natywny etc.) 

Źródła 

Afryka Afryka Południowa Szeroko 

rozpowszechniony. 

Jordaan i wsp., 1989; 

Marais, 1990; 

Jordaan i wsp., 1989; 

Cadet i wsp., 2004; 

Fourie i wsp., 2001 

De Waele i Jordaan 

1988, 1988a;  

Spaull, 1981; 

Spaull i Cadet. 1990; 

Snyman i wsp., 2008; 

Ntidi i wsp., 2012; 

Berry i wsp., 2017 

 Benin Występuje lokalnie. Coyne i wsp., 2001; 

CABI 

 Burkina Faso Występuje lokalnie. Spaull i Cadet, 1990; 

CABI 

 Egipt Szeroko 

rozpowszechniony. 

Oteifa, 1962;  

Ibrahim i wsp., 1988 

 Etiopia Występuje lokalnie. CABI 

 Gambia Występuje lokalnie. CABI 

 Ghana Występuje lokalnie. CABI 

 Gwinea Występuje lokalnie. CABI 

 Kamerun Szeroko 

rozpowszechniony. 

Samsoen i Geraert, 

1975; 

Bridge i wsp., 1995 

 Kenia Szeroko 

rozpowszechniony. 

 

Wolff i Schoemaker, 

1968;  

Kimenju i wsp., 1998; 

Van den Berg i wsp., 

2001; 

Desaeger i Rao, 2000; 

Namu i wsp., 2018 

 Madagaskar Występuje lokalnie. CABI 

 Malawi Występuje lokalnie. CABI 

 Mozambik Występuje lokalnie. CABI 

 Namibia Występuje lokalnie. CABI 

 Nigeria Występuje lokalnie. Babatola, 1984; 
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 Speijer i wsp., 2001 

 Senegal Występuje lokalnie. Fortuner, 1975 

 Somalia Występuje lokalnie. CABI 

 Tanzania Szeroko 

rozpowszechniony. 

Nzogela i wsp., 2020 

 Togo Występuje lokalnie. CABI 

 Uganda Szeroko 

rozpowszechniony. 

Kashaija i wsp., 1994; 

Kagoda, 2010 

 Wybrzeże Kości 

Słoniowej 

 

Gatunek często 

występujący. 

Adiko,1998; 

Coyne i wsp., 2001 

 Zambia Gatunek często 

występujący. 

Lawn i wsp., 1988 

 Zimbabwe Występuje lokalnie. 

 

Martin, 1967; 

Chapoto, 2016 

Ameryka Pd. Argentyna Występuje lokalnie. 

 

Costilla, 1973;  

Troccoli i wsp., 1996 

 Belize  Bridge, 1996 

 Brazylia Szeroko 

rozpowszechniony. 

Dinardo-Miranda  

i wsp., 2003; 

Moura i wsp. 2000; 

Rossi i wsp., 2000 

  Acer Sharma i wsp., 2001 

  Alagos Moura i wsp., 2010 

  Esprito-Santos CABI 

  Goias Machado i wsp., 2010 

  Mato Grosso Silva i wsp., 2008 

  Minas Gerais CABI 

  Pernambuco Moura i wsp., 1999 

  Rio de| Janeiro CABI 

 Ekwador Występuje lokalnie. CABI 

 Kolumbia Występuje lokalnie. Trevathan i wsp., 1985 

 Wenezuela Szeroko 

rozpowszechniony. 

Loof, 1964;  

Crozzoli i wsp., 2001; 

Perichi i wsp., 2002; 

Crozzoli, 2009 

Ameryka Środkowa Belize Występuje lokalnie. Bridge i wsp., 1996 

 Haiti Występuje lokalnie. Jospeh, 2019 

 Jamajka Występuje lokalnie. 

 

Fortuner i Merny, 1979 
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 Kostaryka Występuje często. Sancho i Salazar, 1985; 

Humphreys-Pereira  

i wsp., 2017 

 Kuba Szeroko 

rozpowszechniony. 

Fortuner i Merny, 1979; 

Fortuner i Menry, 1979;  

Fernandez i Ortega, 

1998; 

Peña-Prades i wsp., 

2018 

 Martynika Występuje lokalnie. CABI;  

Rossi i wsp., 1996; 

Quénéhervé i Chotte 

1996 

 Panama Występuje lokalnie.  

Fortuner i Merny, 1979 

 Portoryko Występuje lokalnie. Valle-Lamboy i Ayala, 

1980 

 Salwador Występuje lokalnie. CABI 

 Trinidad i Tobago Występuje lokalnie. Singh i Sandhu, 1973 

Ameryka Pn. Barbados Występuje lokalnie. CABI 

 Kanada Występuje lokalnie. Yu Qing, 2008; 

Bélair i wsp., 2018 

 Meksyk Występuje lokalnie. Gonzalez-Guitron, 2013 

 USA 

 

Szeroko 

rozpowszechniony. 

 

  Arkansas Robbins i wsp., 1987; 

Wehunt i wsp., 1991 

  Floryda Robbins i wsp., 1989a; 

Crow i wsp., 2001; 

Crow i Duncan, 2018 

  Georgia Johnson i wsp., 1974 

  Hawaje Schenck i Schmitt, 

1992 

  Kalifornia Ayoub, 1961; 

Chitambar i wsp., 2018 

  Karolina Północna Ye, 2018 

  K. Południowa Barker i Clyton, 1973 

  Kentucky Bernard, 2018 

  Louisiana Atkins i wsp., 1957 

  Mississippi Cuarezma-Teran i wsp., 

1984 

  Teksas Norton, 1959 
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  Tennessee Bernard, 2018 

  Virginia Eisenback, 2018 

Azja Afganistan Występuje lokalnie. CABI 

 Chiny Występuje lokalnie. Chen i wsp., 2009 

  Fuijan Xie ZhiCheng i wsp., 

2007 

  Hainan Xie ZhiCheng i wsp., 

2007 

 Filipiny Szeroko 

rozpowszechniony. 

Davide, 1988; 

Villanuleva i wsp., 1992 

 Indie Szeroko 

rozpowszchniony. 

Ray i wsp. 1987 

  Andhra Pradesh Sharma i wsp., 1992 

  Bihar CABI 

  Delhi Sethi i Swarup, 1971 

  Gujarat Sharma i wsp., 1992 

  Haryana Bajaj i Bhatti, 1984; 

Kanwar i wsp., 1996 

  Himachal Pradesh Sethi i Swarup, 1971; 

Kaur i Sharma, 1989 

  Jammu and Kashmir Zaki i Mantoo, 2003 

  Jodhpur Bohra i Baqri, 2008 

  Karnataka Sharma i wsp., 1992 

  Kerala Sharma i wsp., 1992 

  Madhya Pradesh CABI 

  Maharashtra CABI 

  Odisha Ray i wsp., 1987 

  Punjab Sethi i Swarup, 1971; 

Sharma i wsp., 1992 

  Rajasthan Sethi i Swarup, 1971 

  Tamil Nadu Sharma i wsp., 1992 

  Uttar Pradesh Sharma i wsp., 1992 

  West Bengal Sharma i wsp., 1992; 

Rama i Desgupta 1998; 

Thapa i wsp., 2008 

 Indonezja Szeroko 

rozpowszechniony. 

CABI 

 Irak Występuje lokalnie. CABI 

 Japonia Występuje lokalnie. Orui i Mizukubo, 1999; 
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Kawanobe i wsp., 2015 

 Malezja Występuje lokalnie. CABI 

 Oman Występuje lokalnie. Mani i wsp., 1997; 

Mani i wsp., 2005 

 Pakistan Znany z kilku 

lokalizacji. 

Hashimi i Hashimi, 

1989; 

Khan i wsp., 2019 

 Sri Lanka Występuje lokalnie. CABI 

 Sumatra Szeroko 

rozpowszechniony. 

Prot i wsp., 1992 

 Tajwan Występuje lokalnie. Chen i wsp., 2009 

Europa Rosja Występuje lokalnie. Ryss, 1988 

 Turcja  Abtahi i Bakooie, 2017 

UE Austria Występuje lokalnie. CABI 

 Bułgaria Pojedyncze 

stanowisko. 

CABI 

 Chorwacja Pojedyncze 

stanowisko. 

Walter i Karssen 2015; 

CABI 

 Hiszpania Pojedyncze 

stanowisko. 

Escuer i wsp., 1993. 

CABI 

 Słowenia Pojedyncze 

stanowisko. 

CABI 

Australia  Szeroko 

ropowszechniony. 

Riley i Kelly, 2002; 

Quader i wsp., 2003; 

Blair, 2005; 

Blair i Stirling, 2006; 

Hodda i Nobbs, 2008 

Oceania Fiji Szeroko 

rozpowszechniny. 

Bridge, 1988 

 Papua Nowa Gwinea Tonga,występuje 

lokalnie. 

Bridge, 1988 

 Polinezja Występuje lokalnie. Bridge, 1988 

 Samoa Występuje lokalnie. Bridge, 1988 
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7. Rośliny żywicielskie i ich rozmieszczenie na obszarze PRA 

 

Nazwa naukowa 

rośliny żywicielskiej 

(nazwa potoczna) 

Występowanie na 

obszarze PRA 

(Tak/Nie) 

Komentarz (np. 

główne/poboczne 

siedliska) 

Źródła 

(dotyczy 

występowania 

agrofaga na roślinie) 

Abelmoschus 

esculentus  

(piżmian jadalny, okra) 

Tak Gatunek uprawny  

w krajach o klimacie 

tropikalnym  

i subtropikalnym. 

Rzadko sprowadzane 

owoce do celów 

spożywczych. Na 

obszarze PRA zdarzają 

się hodowcy amatorzy 

uprawiający okrę pod 

osłonami, a nawet  

w gruncie. 

Oteifa, 1962 

 

Allium cepa (czosnek 

cebula, cebula) 

Tak Roślina uprawiana na 

całym obszarze PRA. 

Hashimi i Hashimi, 

1989; 

Mani i wsp., 1997; 

Bridge i wsp., 2005; 

Khan, 2005 

Allium sativum 
(czosnek pospolity) 

Tak Roślina uprawna 

na całym obszarze PRA. 

Hashimi i Hashimi, 

1989; 

Mani i wsp., 1997 

Allium schoenoprasum 
(czosnek szczypiorek, 

szczypiorek) 

Tak Roślina uprawiana na 

całym obszarze PRA. 

Bala, 1984 

Amaranthus blitoides 
(szarłat komosowaty) 

Tak Roślina pochodząca  

z Ameryki Północnej. 

Na obszarze PRA 

zadomowiony kenofit, 

nieinwazyjny, spotykany 

na siedliskach 

antropogenicznych. 

Castillo i Vovlas, 2007 

Amaranthus deflexus 

(szarłat pochylony) 
Tak Bardzo rzadko 

zawlekana na obszar 

PRA roślina pochodząca 

z Ameryki Południowej. 

Belle i wsp., 2017 

Amaranthus dubius Nie Roślina występująca  

w Ameryce 

Południowej. 

Quénéhervé i wsp., 

2006 

Amaranthus hybridus 

(szarłat prosty) 

Tak Rozpowszechniona na 

obszarze PRA roślina 

miejsc ruderalnych. 

Jordaan i de Waele, 

1988; 

Belle i wsp., 2017 
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Amaranthus spinosus Tak? Roślina uprawiana  

w tropikalnej części 

Ameryki. Potencjalnie 

może być rzadko 

zawlekana na obszar 

PRA. 

Fortuner, 1976; 

Belle i wsp., 2017 

Amaranthus sp. 

(szarłat) 
Tak Na obszarze PRA 

gatunki dziko rosnące 

(w tym pospolicie 

występujące 

w uprawach chwasty) 

oraz rośliny ozdobne. 

Bridge i wsp., 2005 

Ambrosia artemisifolia 
(ambrozja bylicolistna) 

Tak Pochodząca z Ameryki 

Północnej roślina dziko 

rosnąca na obszarze 

Polski, w miejscach 

ruderalnych.  

Zem i Lordello, 1976; 

Castillo i Vovlas, 2007 

Ananas comosus 
(ananas jadalny) 

Tak Roślina uprawna, 

czasem uprawiana  

w warunkach 

pokojowych jako 

doniczkowa na obszarze 

PRA. Owoce 

sprowadzane do celów 

spożywczych. 

Bala, 1984; 

Gonzaga i Santos, 

2009; 

Dias-Arieira i wsp., 

2010 

Andropogon virginicus Nie Trawa występująca 

natywnie w USA. 

Castillo i Vovlas, 2007 

Arachis hypogaea 
(orzacha podziemna, 

orzech ziemny) 

Tak? Jednoroczna roślina 

uprawna pochodząca  

z Ameryki. Do Polski 

sprowadzane są owoce 

do celów spożywczych. 

We florze Polski 

notowana jako 

efemerofit. 

Johnson i wsp., 1974; 

Bridge i wsp., 2005; 

Fourie i wsp., 2017 

Avena sativa (owies 

zwyczajny)  

Tak Roślina uprawna 

na całym obszarze PRA. 

Uprawy główne. 

Mc Donald i wsp., 

2017 

Bidens pilosa (uczep 

owłosiony) 

Tak Efemerofit pochodzący 

z Ameryki Południowej. 

Wnika do zbiorowisk 

antropogenicznych. 

Zem i Lordello, 1976;  

Belle i wsp., 2017 

Brachiaria brizantha 

 

Nie Trawa natywna dla 

tropikalnej  

i południowej Afryki. 

Sharma i wsp., 2001; 

Carvalho i wsp., 2013; 

Belle i wsp., 2017 

Brachiaria decumbens Nie Trawa natywna dla 

tropikalnej i Afryki. 

Carvalho i wsp., 2013; 

Belle i wsp., 2017 
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Brassica oleracea 

subsp. botrytis 

(kalafior) 

Tak Roślina uprawiana na 

obszarze PRA. 

Khan i Chandra, 2017 

Cajanus cajan 

(nikla indyjska) 

Nie Roślina uprawna 

w krajach o klimacie 

tropikalnym. 

Bala, 1984; 

Sharma i Nene, 1992; 

Santana i wsp., 2012 

Camelia sp.  

kamelia 

Tak Na obszarze PRA 

rośliny uprawiane jako 

doniczkowe  

w warunkach 

domowych, 

szklarniowych i na 

tarasach w okresie 

wiosenno-jesiennym. 

Daneel, 2017 

Canavalia ensiformis 

kanawalia 

mieczokształtna 

Nie Roślina uprawna 

pochodząca z Ameryki 

Środkowej. 

Arim i wsp., 2006; 

Santana-Gomes  

i wsp., 2019 

Capsicum annuum 
(papryka roczna) 

Tak Na obszarze PRA  

C. annuum jest rośliną 

uprawianą.  

W cieplejszych rejonach 

kraju możliwa uprawa  

w gruncie, jednak 

częściej pod osłonami. 

Dostępne są odmiany 

ozdobne uprawiane  

w doniczkach  

w warunkach 

domowych. 

Lugo i wsp., 2010 

Capsicum frutescens 

(pieprzowiec 

owocowy) 

Tak Roślina uprawna – ostre 

papryki w wielu 

odmianach (chilli, 

cayenne, piri-piri). 

Możliwa uprawa 

amatorska w warunkach 

domowych. 

Lugo i wsp., 2010 

Carica papaya 
(melonowiec właściwy, 

papaja) 

Nie? Roślina uprawiana 

w strefie tropikalnej 

i subtropikalnej. Roślina 

prawdopodobnie 

sporadycznie uprawiana 

w warunkach 

pokojowych na obszarze 

PRA. Owoce 

sprowadzane do celów 

spożywczych. 

Bala, 1984 
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Caryocar brasiliense 

(drzewipest 

orzechodajny) 

Nie Roślina użytkowa  

z Ameryki Południowej. 

Machado i wsp., 2010 

Catharanthus roseus 

(katarantus różowy, 

barwinek różowy) 

Tak Roślina ozdobna nie 

zimująca na obszarze 

PRA. Uprawiana 

głównie jako roślina 

doniczkowa, także na 

tarasach i w ogródkach. 

Gandrilla i Fernandez, 

2002 

Cenchrus echinatus Nie Trawa natywna dla 

obszaru obu Ameryk. 

Zem i Lordello, 1976; 

Belle i wsp., 2017 

Chloris barbata Nie Trawa rosnąca na 

obszarach tropikalnych. 

Mani i Al-Hinai, 2003 

Chloris gayana Nie Trawa rosnąca na 

obszarach tropikalnych. 

Ntidi i wsp., 2017 

Chenopodium album 

(komosa biała, lebioda) 

Tak Pospolita roślina dziko 

rosnąca na całym 

obszarze PRA. Siedliska 

ruderalne, pospolity 

chwast w uprawach. 

Castillo i Vovlas, 2007 

Chenopodium 
ambrosioides (komosa 

piżmowa) 

Tak Bardzo rzadko 

uprawiana i dziczejąca. 

Na obszarze PRA 

efemerofit. 

Castillo i Vovlas, 2007 

Cicer arietinum 
(Ciecierzyca pospolita) 

Tak Roślina uprawna na 

obszarze PRA. Uprawy 

nie są 

rozpowszechnione 

przeważnie pod 

osłonami. Także 

efemerofit. 

Nene i wsp., 1996 

Citrullus lantanus  
(arbuz zwyczajny) 

Tak Roślina uprawna 

na obszarze PRA 

Uprawy nie są 

rozpowszechnione 

przeważnie w tunelach 

foliowych lub 

warunkach 

szklarniowych. 

Lugo i wsp., 2010 

Citrus sp. (cytrusy) Tak Rośliny uprawne. Na 

obszarze PRA niektóre 

gatunki uprawiane jako 

ozdobne w warunkach 

domowych,  

w szklarniach  

i oranżeriach. Owoce 

sprowadzane do celów 

Radewald i wsp., 

1971; 

Crozzoli, 2002; 

Crozzoli, 2009; 

Phap i wsp., 2016 
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spożywczych  

i przetwórstwa.  

Cleome aculeata Nie Roślina pochodząca  

z Ameryki Południowej 

i Środkowej. 

Quénéhervé i wsp., 

2006 

Coffea arabica 

(kawa arabska) 

Tak Na obszarze PRA 

gatunek coraz częściej 

uprawiany w warunkach 

domowych jako roślina 

doniczkowa. Nasiona 

sprowadzane do celów 

spożywczych. 

Bala, 1984; 

Schneck i Schmitt, 

1992; 

Campos i Villain, 

2005; 

Ravichandra, 2014 

Coffea canephora 

(kawa kongijska) 

Nie Nasiona sprowadzane 

do celów spożywczych. 

Ravichandra, 2014 

Coffea sp. (kawowiec, 

kawa) 

Nie/Tak Ważne rośliny uprawne 

pochodzące z Azji  

i Afryki. Na obszarze 

PRA tylko jako ozdobne 

w warunkach 

domowych. 

Dhanam i Sreedharan, 

2008 

Colocasia esculenta 
(kolokazja jadalna, 

taro) 

Tak Bylina o bulwiastym 

kłączu, które jest jadalne 

(taro). Na obszarze PRA 

roślina ozdobna nie 

zimująca w gruncie 

ze względu na 

wrażliwość na mróz. 

Czasem uprawiana także 

jako roślina ozdobna 

w warunkach 

domowych oraz 

palmiarniach. 

Quénéhervé i wsp., 

2006 

Commelina diffusa Nie Roślina użytkowa na 

obszarach tropikalnych. 

Quénéhervé i wsp., 

2006 

Corymbia citriodora 
(eukaliptus cytrynowy) 

Nie Drzewo rosnące 

natywnie w Australii. 

Belle i wsp., 2018 

Corymbia torelliana Nie Drzewo rosnące 

natywnie w Australii. 

Belle i wsp., 2018 

Crotalaria grahmiana Nie Roślina natywna dla 

Madagaskaru. 

Desaeger i Rao, 2001 

Crotalaria juncea  Nie Roślina użytkowa 

pochodząca z Afryki. 

Van Biljon i wsp., 

2015 

Crotalaria mucronata 

(=Crotalaria pallida) 

 

Nie Roślina użytkowa 

pochodząca z Afryki 

tropikalnej. 

Castillo i Vovlas, 2007 
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Crotalaria ochroleuca Nie Roślina użytkowa 

pochodząca z Afryki 

tropikalnej. 

Arim i wsp., 2006 

Crotalaria 
sphaerocarpa 

Nie Roślina pochodząca  

z Afryki. 

Jordaan i de Waele, 

1988 

Crotolaria sp. Nie Wiele gatunków z tego 

rodzaju to rośliny 

użytkowe w strefie 

klimatu 

międzyzwrotnikowego – 

głównie w Afryce. 

Wang i wsp., 2002 

Cucumis melo (ogórek 

melon) 

Tak Roślina uprawna 

na obszarze PRA 

w gruncie i pod 

osłonami. Owoce 

sprowadzane do celów 

spożywczych. 

Oteifa, 1962; 

Lugo i wsp., 2010 

Cynodon dactylon 
(cynodon palczasty, 

trawa bermudzka) 

Tak Efemerofit na obszarze 

PRA wnikający do 

zbiorowisk 

antropogenicznych. 

Ayoub, 1961; 

Fortuner, 1976; 

Mani i Al-Hinai, 2003 

Cyperus conglomeratus Nie Roślina rosnąca  

w Afryce. 

Mani i Al-Hinai, 2003 

Cyperus rotundus Nie Roślina natywna dla 

Eurazji. 

Zem i Lordello, 1976; 

Belle i wsp., 2017 

Cyperus sp. Tak Rośliny dziko rosnące  

i uprawiane jako 

ozdobne na obszarze 

PRA. 

Mani i Al-Hinai, 2003 

Dactyloctenium 
aegyptium 

Nie Roślina natywna dla 

Afryki. 

Fortuner, 1976; 

Mani i Al-Hinai, 2003 

Datura stramonium 

(bieluń dziędzierzawa)  
Tak  Roślina uprawiana  

i dziko rosnąca na 

siedliskach ruderalnych 

i segetalnych 

na obszarze PRA. 

Roślina ozdobna  

i lecznicza. 

Jordaan i deWaele, 

1988 

Daucus carota 
(marchew zwyczajna) 

Tak Roślina uprawna i dziko 

rosnąca, uprawy 

poboczne. 

Nguyen Thi Duyen  

i wsp., 2016 

Digitaria horizontalis Nie Trawa rosnąca na 

obszarach tropikalnych. 

Belle i wsp., 2017 

Digitaria insularis Nie Trawa pochodząca 

z Ameryki Południowej  

i Środkowej. 

Belle i wsp., 2017 
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Digitaria sanguinalis 
(palusznik krwawy) 

Tak Trawa będąca 

zadomowionym 

archeofitem. Wnika do 

zbiorowisk 

antropogenicznych. 

Ayoub, 1961; 

Fortuner, 1976 

Digitaria spp. 
(palusznik) 

Tak Rośliny dziko rosnące 

i uprawiane na obszarze 

PRA. Często chwasty 

występujące w różnych 

uprawach. 

Zem i Lordllo, 1976 

Diodia teres Nie Roślina pochodząca  

z Ameryk. 

Castillo i Vovlas, 2007 

Dioscorea alata 
(pochrzyn skrzydlaty) 

Nie Pochodząca z Azji 

roślina uprawna. 

Humphreys-Pereira  

i wsp., 2017 

Diospyros kaki  
(hurma wschodnia) 

Tak Drzewo rzadko 

nasadzane w ogrodach 

na obszarze PRA. 

Roślina wrażliwa 

na większe mrozy. 

Owoce sprowadzane do 

celów spożywczych. 

Dias-Areira i wsp., 

2010 

Echinochloa colona Nie Trawa obszarów 

tropikalnych Azji  

i Afryki. 

Mani i Al-Hinai, 

2003; Quénéhervé 

i wsp., 2006; 

Medina i wsp., 2009; 

Belle i wsp., 2017 

Echinochloa crus-galli 
(chwastnica 

jednostronna) 

Tak Jeden z pospolitszych 

chwastów w roślinach 

okopowych na obszarze 

PRA. 

Ayoub, 1961 

Echinochloa 
polystachya 

Nie Trawa natywna dla 

Ameryk. 

Medina i wsp., 2009 

Echinochloa sp. 

(chwastnica) 

Tak Rodzaj traw liczący 

około 35 gatunków 

rosnących głownie  

w strefie 

międzyzwrotnikowej. 

Na obszarze PRA 

rozpowszechniony jeden 

gatunek, a trzy kolejne 

zawlekane jako 

efemerofity. 

Fortuner, 1976 

Eclipta alba Nie Roślina pochodząca  

z Azji. 

Zem i Lordello, 1976 

Eleusine coracana  
(proso afrykańskie)  

Nie Roślina uprawna w Azji 

i Afryce. 

Bridge i wsp., 2005 
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Eleusine indica Nie Roślina użytkowa 

obszarów tropikalnych  

i subtropikalnych. 

Zem i Lordello, 1976; 

Jordaan i de Waele, 

1988. 

Quénéhervé i wsp., 

2006 

Eremochloa 
ophiuroides 

Nie Roślina pochodząca  

z Azji. 

Plaisance i wsp., 

2015; 

Plaisance i wsp., 2017 

Eucalyptus 
camaldulensis  

Tak/Nie? Drzewo pochodzące  

z Australii. Możliwa 

uprawa kolekcjonerska 

w warunkach 

domowych na obszarze 

PRA. Niektóre polskie 

serwisy aukcyjne 

oferują nasiona tego 

gatunku. 

Bellé i wsp., 2018 

Eucalyptus dunnii Nie Endemiczne drzewo 

pochodzące z Australii. 

Bellé i wsp., 2018 

Eucalyptus grandis Nie Roślina użytkowa 

pochodząca z Australii. 

Bellé i wsp., 2018 

Eucalyptus phaeotricha 
(=E. nigra) 

Nie Roślina pochodząca  

z Australii. 

Bellé i wsp., 2018 

Eucalyptus resinifera Nie Roślina użytkowa 

pochodząca z Australii. 

Bellé i wsp., 2018 

Eucalyptus robusta Nie Roślina użytkowa 

pochodząca z Australii. 

Bellé i wsp., 2018 

Eucalyptus saligna Nie Roślina użytkowa 

pochodząca z Australii. 

Bellé i wsp., 2018 

Eucalyptus urograndis Nie Drzewo użytkowe 

będące hybrydą 

gatunkową. 

Bellé i wsp., 2018 

Eucalyptus urophylla Nie Roślina użytkowa 

pochodząca z Indonezji. 

Bellé i wsp., 2018 

Eucalyptus viminali Nie Roślina użytkowa 

pochodząca z Australii. 

Bellé i wsp., 2018 

Eugenia malaccensis 
(czapetka malajska) 

Nie Drzewo pochodzące  

z Malezji. 

Bala, 1984 

Euphorbia heterophylla Nie Roślina użytkowa 

pochodząca z Ameryki 

Południowej. Obecnie 

uprawiana na obszarach 

tropikalnych. 

Quénéhervé i wsp., 

2006; Belle i wsp., 

2017 

Festuca arundinacea 

(kostrzewa trzcinowa) 
Tak Roślina dziko rosnąca 

na całym obszarze PRA. 

Timper i wsp., 2005 
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Ficus carica 
(figowiec pospolity) 

Tak Owoce sprowadzane 

do celów spożywczych. 

Gatunek rzadko 

nasadzany w gruncie 

jako element kolekcji 

prywatnych lub 

ogrodów botanicznych. 

Roślina wrażliwa na 

mrozy stąd częstsza 

uprawa w doniczkach 

w warunkach 

domowych. 

Castillo i Vovlas, 2007 

Galinsoga parviflora 

(żółtlica 

drobnokwiatowa) 

Tak Pospolita roślina 

ruderalna rosnąca na 

całym obszarze PRA. 

Belle i wsp., 2017 

Glycine max  

(soja warzywna, soja 

zwyczajna) 

Tak Roślina uprawna na 

obszarze PRA. Gatunek 

przejściowo dziczejący. 

Ayoub, 1961; 

Johnson i wsp., 1974; 

Robbins, 1982 a,b; 

Robbins i wsp., 1987; 

Wehunt i wsp., 1989; 

Koenning i Barker, 

1998; 

Bridge i wsp., 2005 

Kasapoğlu i wsp., 

2014; 

Lima i wsp., 2015; 

Yánez, 2019 

Gossypium hirsutum 

(bawełna kosmata, 

bawełna zwyczajna) 

Tak Ważna roślina uprawna 

na obszarach o klimacie 

zwrotnikowym. Roślina 

może być uprawiana 

jako ozdobna 

na obszarze PRA, 

jednak bez możliwości 

przezimowania. 

Możliwa uprawa jako 

roślina pokojowa.  

Johnson i wsp., 1974; 

Robbins i wsp., 1989a 

Helianthus annuus 
(słonecznik zwyczajny) 

Tak Roślina uprawna na 

obszarze PRA. Także 

jako roślina ozdobna. 

Lawn i wsp., 1988a; 

Bolton i de Waele, 

1989 

Hibiscus cannabinus 

(ketmia konopiowata) 

Nie Roślina występująca 

w strefie klimatu 

tropikalnego. Uprawiana 

jako włóknodajna 

szczególnie w Azji 

Południowej. 

van Biljon, 2017 

Hippeastrum sp. 

(zwartnica) 

Tak Roślina uprawiana jako 

doniczkowa na obszarze 

PRA. 

Stirling i Stirling, 

2002 
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Humulus lupulus 

(chmiel zwyczajny) 

Tak Roślina uprawiana na 

obszarze PRA, także 

rośliny dziko rosnące. 

Malan i wsp., 1991; 

van Biljon, 2017 

Imperata brasiliensis Nie Trawa rosnąca 

w Ameryce 

Południowej. Roślina 

lecznicza. 

Zem i Lordello, 1976 

Ipomoea batatas (wilec 

ziemniaczany, batat) 

Tak Jadalne bulwy 

sprowadzane do celów 

spożywczych. Może być 

uprawiany jako roślina 

ozdobna – raczej rzadko 

na obszarze PRA. 

Oteifa, 1962; 

Bernard, 1980; 

Mani i wsp., 1997; 

Bridge i wsp., 2005 

Ipomoea nil (wilec 

wielkokwiatowy) 

Tak Roślina ozdobna 

pochodząca z Ameryki 

Południowej.  

W warunkach Polski 

raczej rzadko spotykana 

ze względu na wysokie 

wymagania cieplne 

(roślina tropikalna). 

Belle i wsp., 2017 

Ipomoea purpurea 

(wilec purprowy) 

Tak Na obszarze PRA 

gatunek uprawiany jako 

roślina ozdobna  

i przejściowo dziczejąca 

(efemerofit). 

Belle i wsp., 2017 

Heliconia spp. Tak Rośliny pochodzące  

z tropikalnej części 

Ameryki. Na obszarze 

PRA uprawiane jako 

ozdobne w warunkach 

domowych. 

Mattos Sobrinho  

i wsp., 2013 

Heterotheca 
subaxillaris 

Nie Roślina z kontynentu 

Amerykańskiego. 

Castillo i Vovlas, 2007 

Hibiscus sabdariffa  
(ketmia szczawiowa) 

Tak Roślina uprawiana 

głownie w krajach 

arabskich i Indiach. Na 

obszarze PRA 

uprawiana amatorsko. 

Bala, 1984 

Hordeum vulgare 

(jęczmień zwyczajny) 

Tak Roślina uprawna na 

obszarze PRA. 

Hashimi i Hashimi, 

1989; 

Bridge i wsp., 2005 

Lactuca sativa (sałata 

siewna) 

Tak Roślina uprawna na 

całym obszarze PRA, 

przejściowo dziczejąca 

(efemerofit). 

Bala, 1984; 

Bridge i wsp., 2005 
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Lablab purpureus 
(=Dolichos lablab, 
wspięga pospolita, 

fasolnik egipski) 

Tak Roślina użytkowa  

w krajach tropikalnych, 

Polsce nasadzana tylko 

jako roślina ozdobna. 

Arim i wsp., 2006 

Leptochloa filiformis 

(=Leptochloa mucronat

a) 

Nie Roślina pochodząca  

z Ameryk. 

Quénéhervé i wsp., 

2006 

Lespedeze sp. 

(lespedeza) 

Tak Na obszarze PRA 

rośliny krzewiaste 

uprawiane jako ozdobne 

w gruncie. 

Castillo i Vovlas, 2007 

Leucaena leucocephala 

(mimoza biała) 

Tak? Na obszarze PRA 

prawdopodobnie 

pojedyncze okazy  

w ogrodach 

botanicznych lub 

prywatnych kolekcjach. 

Azimi, 1984 

Lolium multiflorum 

(życica 

wielkokwiatowa) 

Tak Dawniej roślina 

uprawna sprowadzona 

jako roślina łąkowa. 

Aktualnie zadomowiony 

gatunek występujący 

naturalnie na łąkach. 

Belle i wsp., 2017 

Luziola subintegrata Nie Roślina natywna dla 

tropikalnych Ameryk. 

Medina i wsp., 2009 

Malus domestica 
(jabłoń domowa) 

Tak Roślina uprawna na 

całym obszarze PRA. 

Jedno z najczęściej 

sadzonych drzew 

owocowych na całym 

obszarze kraju. 

Hugo i Storey, 2017 

Malus sp. (jabłoń) Tak Drzewo uprawne i dziko 

rosnące na obszarze 

całego kraju 

Bernard, 1980 

Mangifera indica 

(mango indyjskie) 

Tak Na obszarze PRA 

gatunek uprawiany 

przez kolekcjonerów 

w warunkach 

domowych jako roślina 

doniczkowa. Owoce 

sprowadzane do celów 

spożywczych. 

Bala, 1984 

Mangifera sp.(mango) Tak Rodzaj, do którego 

zaliczamy tropikalne 

drzewa owocowe. Na 

obszarze PRA uprawa 

tylko przez 

Oteifa, 1962 
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kolekcjonerów  

w warunkach 

domowych. 

Manihot esculenta 

(maniok jadalny) 

Tak? Pochodząca z Brazylii 

roślina jadalna. Może 

być uprawiana przez 

hobbystów  

w warunkach 

domowych  

i szklarniowych na 

obszarze PRA. Nie jest 

mrozoodporna. 

Bala, 1984; 

Rosa i wsp., 2014 

Medicago sativa 

(lucerna siewna) 

Tak Roślina uprawna na 

całym obszarze PRA, 

przejściowo dziczejąca. 

Fortuner, 1975; 

Marais, 1990; 

Saxena i wsp., 2002 

Mimosa pudica 
(mimoza wstydliwa) 

Tak Roślina uprawiana na 

obszarze PRA jako 

ozdobna w warunkach 

domowych  

i szklarniowych. 

Quénéhervé i wsp., 

2006 

Mucuna deeringiana 

(=Mucuna pruriens var.

 utilis) 

 

 

Nie Roślina występująca na 

obszarach tropikalnych. 

Santana-Gomes  

i wsp., 2019 

Mucuna puriens 

(świerzbowiec 

właściwy) 

Nie Roślina uprawna 

pochodząca Azji, 

rozpowszechniona  

w rejonach tropikalnych. 

Arim i wsp., 2006 

Musa Dwarf Cavendish 

(bananowiec) 

Tak Roślina uprawiana na 

obszarze PRA jako 

ozdobna w warunkach 

domowych  

i szklarniowych. 

Quénéhervé i wsp., 

2006 

Musa x paradisiaca 

(banan) 
Tak W Polsce uprawiana 

jako roślina doniczkowa 

w warunkach 

domowych  

i oranżeriach. Owoce 

sprowadzane do celów 

spożywczych. 

Mani i Al-Hinai, 

1996; 

Adiko, 1998 

Musa sp. (bananowiec) 

 

Tak Roślina uprawiana 

w oranżeriach 

i w kolekcjach 

prywatnych. Owoce 

sprowadzane do celów 

spożywczych. 

Kashaija i wsp., 1994; 

Bridge i wsp., 1995; 

Chau i wsp., 1997; 

Ravichandra, 2014 
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Nicotiana tabacum 

(tytoń szlachetny) 

Tak Roślina uprawna  

i dziczejąca (efemerofit) 

na całym obszarze PRA. 

Ayoub, 1961; 

Orui i Mizukubo, 

1999; 

Bridge i wsp., 2005; 

van Biljon, 2017 

Oryza sativa (ryż 

siewny) 

Nie Roślina uprawna w Azji 

Południowo-Wschodniej 

w klimacie gorącym  

i bardzo ciepłym. 

Oteifa, 1962; 

Fortuner, 1975; 

Sancho i Salazar, 

1985; 

Fernandez i Ortega, 

1998; 

Bridge i wsp., 1996; 

Coyne i wsp., 2001; 

Bridge i wsp., 2005; 

Medina i wsp., 2009; 

Pili i wsp., 2016; 

McDonald i wsp., 

2017; 

de Souza, 2018; 

Joseph, 2019 

Oryza breviligulata 

(=Oryza barthii) 
Nie Roślina użytkowa 

rosnąca w Afryce. 

Bridge i wsp., 2005 

Oryza glaberrima Nie Roślina użytkowa 

rosnąca w Afryce. 

Bridge i wsp., 2005 

Panicum maximum Nie Trawa pochodząca  

z Afryki. Uprawiana  

w rejonach tropikalnych 

na całym świecie. 

Zem i Lordello, 1976; 

Belle i wsp., 2017 

Panicum virgatum 
(proso rózgowate) 

Tak Roślina uprawiana na 

obszarze PRA jako 

ozdobna w gruncie. 

Cassida i wsp., 2005 

Paspalum fasciculatum Nie Roślina pochodząca  

z Ameryki Południowej. 

Quénéhervé i wsp., 

2006 

Phaseolus vulgaris 

(fasola zwykła, fasola 

zwyczajna) 

Tak Roślina uprawna na 

całym obszarze PRA. 

Bernard, 1980; 

Rossi i wsp., 2000b 

Physalis angulata Nie Roślina natywna dla 

Ameryk. 

Mani i wsp., 2005; 

Quénéhervé i wsp., 

2006 

Phyllanthus amarus Nie Roślina użytkowa 

pochodząca z Ameryki 

Południowej. 

Quénéhervé i wsp., 

2006 

Pimpinella anisum 
(biedrzeniec anyż, 

anyż) 

Tak Roślina rzadko 

uprawiana i przejściowo 

dziczejąca na obszarze 

PRA. 

Abtahi i Bakooie, 

2017 
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Piper betle (pieprz 

żuwny, betel) 

Nie Roślina uprawna  

w strefie klimatu 

tropikalnego. 

Ravichandra, 2014 

Piper longum Nie Roślina użytkowa 

pochodząca z Azji 

wschodniej. 

Ravichandra, 2014 

Piper nigrum  Tak Roślina pochodząca  

z Indii, uprawiana na 

obszarach tropikalnych. 

W warunkach obszaru 

PRA uprawiana rzadko 

przez hobbystów  

w warunkach 

domowych  

i szklarniowych. 

Ravichandra, 2014 

Portulaca quadrifida Nie Roślina użytkowa 

pochodząca z Afryki, 

aktualnie 

rozpowszechniona na 

obszarach strefy 

tropikalnej. 

Mani i Al-Hinai, 2003 

Prunus amygdalus 
(śliwa migdał, 

migdałowiec pospolity) 

Tak Roślina użytkowa 

pochodząca z Azji 

centralnej.  

W warunkach obszaru 

PRA możliwa uprawa 

przez kolekcjonerów  

w warunkach raczej 

szklarniowych, 

ponieważ krzewy mogą 

nie przeżyć zimy. 

Khan i Shaukat, 2016 

Prunus persica 

(brzoskwinia 

zwyczajna) 

Tak Gatunek uprawiany 

na obszarze PRA. 

Drzewo w uprawach 

amatorskich. Owoce 

sprowadzane do celów 

spożywczych. Wiele 

odmian źle znosi 

warunki klimatyczne 

panujące na obszarze 

PRA i może przemarzać. 

Ayuob, 1961; 

Barker i Clyton, 1973 

Raphanus 
raphanistrum 

(rzodkiew świrzepa) 

Tak Roślina dziko rosnąca 

na obszarze PRA. 

Występuje na 

siedliskach ruderalnych  

i segetalnych. 

Belle i wsp., 2017 

Rhynchelytrum repens 
(=Melinis repens) 

Nie Trawa występująca  

w południowej Afryce. 

Belle i wsp., 2017 
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Rottboelia exaltata Nie Trawa obszarów 

tropikalnych. 

Medina i wsp., 2009 

Roettboellia 
cochinchinensis 

Nie Trawa obszarów 

tropikalnych. 

Quénéhervé i wsp., 

2006 

Rosa sp. (róża) Tak Rośliny dziko rosnące 

i ozdobne. Stosunkowo 

dużo gatunków dziko 

rosnących na całym 

obszarze PRA 

na różnych siedliskach. 

Jeden z częściej 

uprawianych rodzajów 

roślin ozdobnych 

powszechnie spotykany 

w ogrodach, parkach 

i przestrzeni miejskiej. 

Ravichandra, 2014 

Rubus sp. (jeżyna) Tak Rośliny uprawne i dziko 

rosnące na całym 

obszarze PRA. 

Wehunt i wsp., 1991 

Saccharum officinarum 
(cukrowiec lekarski, 

trzcina cukrowa) 

Nie Roślina uprawna  

w strefie klimatu 

tropikalnego. 

Ayoub, 1961; 

Andrade i wsp., 1979; 

Peña-Prades i wsp., 

2018 

Saccharum sp. 

(cukrowiec) 

 

Nie Rodzaj roślin z rodziny 

wiechowatych. Głównie 

rosną w strefie klimatu 

tropikalnego. 

Roman i Grullon, 

1968; 

Valle-Lamboy i Alaya, 

1980; 

Spaull, 1981; 

Rossi i wsp., 1996; 

Bridge i wsp., 2005; 

Severino i wsp., 2010; 

Kawanobe i wsp., 

2015; 

Bhuiyan i wsp., 2016; 

Chapoto, 2016; 

de Araujo Noronha  

i wsp., 2017; 

Maranhão i wsp., 

2018; 

Dinardo-Miranda  

i wsp., 2019 

Secale cereale (żyto 

zwyczajne) 
Tak Roślina uprawna 

na całym obszarze PRA. 

Uprawy główne. 

Ayoub, 1961; 

Bridge i wsp., 2005; 

Nicol i wsp., 2011 

Setaria intermedia Nie Trawa występująca  

w Azji (Indie). 

Mani i Al-Hinai, 2003 

Setaria italica 

(włośnica ber) 

Tak Roślina zadomowiona 

na obszarze PRA, może 

Ayoub, 1961 
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być również uprawiana 

jako ozdobna lub 

jadalna w gruncie.  

Sida rhombifolia Nie Roślina użytkowa  

z Chin. 

Belle i wsp., 2017 

Solidago gigantea 
(nawłoć późna, nawłoć 

olbrzymia) 

Tak Pospolita roślina na 

obszarze PRA. Roślina 

inwazyjna. 

Castillo i Vovlas, 2007 

Solanum lycopersicum 
(pomidor zwyczajny) 

Tak Roślina uprawiana na 

obszarze PRA w gruncie 

i pod osłonami. 

Oteifa, 1962; 

Singh, 1975; 

Bernard, 1980; 

Bala, 1984; 

Bridge i wsp., 2005; 

Lugo i wsp., 2010 

Solanum tuberosum 

(ziemniak, psianka 

ziemniak) 

Tak Roślina uprawiana 

na całym obszarze PRA. 

Bernard, 1980; 

Hashim i Hashim, 

1989; 

Bridge i wsp., 2005; 

Marais i wsp., 2015 

Sorghum 
arundinaceum 

Nie Gatunek pochodzący  

z Afryki wschodniej. 

Medina i wsp., 2009 

Sorghum halepense 
(sorgo alepskie) 

Nie Roślina dziko rosnąca 

i uprawiana. 

Ayoub, 1961; 

Belle i wsp., 2017 

Sorghum bicolor  
(=S. vulgare, sorgo 

dwubarwne) 

Tak Roślina ozdobna  

i roślina uprawna na 

obszarze PRA. Uprawy 

poboczne, ale zyskuje 

coraz większą 

popularność. 

Ayoub, 1961 

Sorghum sp. (sorgo) Tak Rośliny uprawne, w tym 

również na obszarze 

PRA. 

Khan, 2005 

Spondias cytherea  
(= S. dulcis, śliwowiec 

słodki) 

Nie Roślina uprawna  

w rejonach tropikalnych. 

Bala, 1984 

Spondias sp. Nie Rośliny występujące 

w Azji. 

Ayoub, 1961 

Stenotaphrum 
secundatum 

Nie Trawa uprawiana  

w rejonach tropikalnych 

i subtropikalnych. 

Plaisance i wsp., 

2015; 

Plaisance i wsp., 2017 

Tagetes minuta Tak? Roślina użytkowa  

w Ameryce 

Południowej. Możliwa 

uprawa w gruncie na 

obszarze PRA jako 

rośliny ozdobnej, 

Jordaan i de Waele, 

1988 
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ponieważ niektóre 

portale aukcyjne oferują 

nasiona w sprzedaży. 

Theobroma 

Grandiflorum 
(kakaowiec cupuacu) 

Nie Roślina użytkowa  

z Ameryki Południowej. 

Souza Santos, 2016 

Tribulus terrestris 

(buzdyganek 

naziemny) 

Tak Raczej rzadko 

uprawiana roślina 

użytkowa na obszarze 

PRA. 

Ayuob, 1961 

Triticium sativum  
(T. aestivum, pszenica 

zwyczajna) 

Tak Roślina uprawna 

na całym obszarze PRA. 

Oteifa, 1962; 

Bridge i wsp., 2005 

Khan, 2005; 

Mc Donald i wsp., 

2017 

Urena lobata Nie Roślina subtropikalna. Quénéhervé i wsp., 

2006 

Vaccinium ashei Nie Roślina z Ameryki 

Północnej. 

Clark i Robbins, 1994 

Vigna unguiculata 
(wspięga wężowata, 

fasolnik chiński)  

Tak Roślina uprawna. 

Na terenie PRA rzadko, 

głównie pod osłonami, 

ale może być również 

uprawiana w gruncie. 

Oteifa, 1962; 

Bala, 1984; 

Bridge i wsp., 2005 

Vitis sp. (winorośl) Tak Rośliny uprawiane 

na obszarze PRA. 

Owoce, liście 

sprowadzane do Polski 

w celach spożywczych. 

Bernard, 1980; 

Askary i wsp., 2018; 

Divers i wsp., 2019 

Zea mays (kukurydza 

zwyczajna) 

Tak Roślina uprawna 

na całym obszarze PRA. 

Uprawy główne. 

Ayoub, 1961; 

Johnson i wsp., 1974 

 

 

8. Drogi przenikania 

Możliwa droga przenikania Rośliny do sadzenia (z wyłączeniem nasion) z lub bez 

podłoża 

Krótki opis, dlaczego jest rozważana 

jako droga przenikania 

Istnieje możliwość zawleczenia nicienia z korzeniami i/lub 

podłożem. 

Czy droga przenikania jest zamknięta 

na obszarze PRA? 

Spoza UE tak. 

Czy agrofag był już przechwycony tą 

drogą przenikania? 

Tak, z roślinami Phoenix spp. (den Nijs i wsp., 2016). 
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Możliwa droga przenikania Cebulki i bulwy 

Krótki opis, dlaczego jest rozważana 

jako droga przenikania 

Istnieje możliwość zawleczenia żywych stadiów  

w tkankach. 

Czy droga przenikania jest 

zamknięta na obszarze PRA? 

Spoza UE zakaz sprowadzania bulw ziemniaków,  

w pozostałych przypadkach dozwolone. 

Czy agrofag był już przechwycony 

tą drogą przenikania? 

Nie. 

Jakie stadium jest najbardziej 

prawdopodobnie związane z tą 

drogą przenikania? 

Istnieje możliwość zawleczenia nicienia w każdym 

stadium rozwoju. 

Jakie są ważne czynniki do 

powiązania z tą drogą przenikania? 

Zapewnienie transportowanemu materiałowi właściwych 

warunków zwiększa prawdopodobieństwo przeżycia 

organizmu w tkankach roślin, zwiększając tym samym 

szanse na wprowadzenie organizmu na obszar PRA. 

Czy agrofag może przeżyć transport 

i składowanie w tej drodze 

przenikania? 

Rozwój nicienia zachodzi w temperaturze od 20 do 35 oC  

i może przeżyć w warunkach ograniczonej wilgotności 

względnej oraz niskiej temperaturze do -15 oC. 

Właściwości te pozwalają przypuszczać, że nicień może 

przeżyć transport i składowanie w tej drodze przenikania. 

Czy agrofag może zostać 

przeniesiony z tej drogi przenikania 

na odpowiednie siedlisko? 

W przypadku wprowadzenia organizmu do środowiska, 

poprzez wysadzenie bulw do gleby, jeżeli nicień nie 

zostanie wykryty w materiale. 

Jakie stadium jest najbardziej 

prawdopodobnie związane z tą drogą 

przenikania? 

Istnieje możliwość zawleczenia nicienia w każdym stadium 

rozwoju. 

Jakie są ważne czynniki do 

powiązania z tą drogą przenikania? 

Zapewnienie transportowanym roślinom właściwych 

warunków zwiększa prawdopodobieństwo przeżycia 

organizmu w tkankach roślin, zwiększając tym samym 

szanse na wprowadzenie organizmu na obszar PRA. 

Czy agrofag może przeżyć transport  

i składowanie w tej drodze 

przenikania? 

Rozwój nicienia zachodzi w temperaturze od 20 do 35 oC  

i może przeżyć w warunkach ograniczonej wilgotności 

względnej oraz niskiej temperaturze do -15 oC. Właściwości 

te pozwalają przypuszczać, że nicień może przeżyć transport 

i składowanie w tej drodze przenikania. 

Czy agrofag może zostać 

przeniesiony z tej drogi przenikania 

na odpowiednie siedlisko? 

W przypadku wprowadzenia do środowiska, poprzez 

wysadzenie roślin do gleby. 

Czy wielkość przemieszczana tą 

drogą przenikania sprzyja wejściu 

agrofaga? 

Brak danych o wielkości przemieszczania. 

Czy częstotliwość przemieszczania tą 

drogą przenikania sprzyja wejściu 

agrofaga? 

Brak danych o częstotliwości przemieszczania. 

Ocena prawdopodobieństwa wejścia Niskie Średnie X Wysokie 

Ocena niepewności Niska X Średnia Wysoka 
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Czy wielkość przemieszczania tą 

drogą przenikania sprzyja wejściu 

agrofaga? 

Tak. 

Czy częstotliwość przemieszczania 

tą drogą przenikania sprzyja wejściu 

agrofaga? 

Tak. 

Ocena prawdopodobieństwa wejścia Niskie X Średnie Wysokie 

Ocena niepewności Niska X Średnia Wysoka 

 
Możliwa droga przenikania Ziemia/podłoże do sadzenia 

Krótki opis, dlaczego jest rozważana 

jako droga przenikania 

Istnieje możliwość zawleczenia nicienia z korzeniami 

i/lub podłożem. 

Czy droga przenikania jest 

zamknięta na obszarze PRA? 

Spoza UE tak. 

Czy agrofag był już przechwycony 

tą drogą przenikania? 

Nie. 

Jakie stadium jest najbardziej 

prawdopodobnie związane z tą 

drogą przenikania? 

Istnieje możliwość zawleczenia nicienia w każdym 

stadium rozwoju. 

Jakie są ważne czynniki do 

powiązania z tą drogą przenikania? 

Na skuteczne wprowadzenie nicienia na obszar PRA 

wpływają warunki transportu podłoża do miejsca 

docelowego, głównie temperatura i wilgotność. Zakres 

temperatury i wilgotności, w jakich P. zeae może 

przeżywać oraz przeżywanie w glebie ugorowanej 

pozwalają przypuszczać, że nicień może przeżyć transport 

i składowanie w tej drodze przenikania. 

Czy agrofag może przeżyć transport 

i składowanie w tej drodze 

przenikania? 

Rozwój nicienia zachodzi w temperaturze od 20 do 35 oC  

i może przeżyć w warunkach ograniczonej wilgotności 

względnej oraz niskiej temperaturze do -15 oC. 

Właściwości te pozwalają przypuszczać, że nicień może 

przeżyć transport i składowanie w tej drodze przenikania. 

Czy agrofag może zostać 

przeniesiony z tej drogi przenikania 

na odpowiednie siedlisko? 

Tak, poprzez świadome wprowadzenie podłoża na miejsce 

docelowe. 

Czy wielkość przemieszczana tą 

drogą przenikania sprzyja wejściu 

agrofaga? 

Brak danych, jednak jest to droga zakazana dla krajów 

spoza UE. 

Czy częstotliwość przemieszczania 

tą drogą przenikania sprzyja wejściu 

agrofaga? 

Brak danych, jednak jest to droga zakazana dla krajów 

spoza UE. 

Ocena prawdopodobieństwa wejścia Niskie X Średnie Wysokie 

Ocena niepewności Niska X Średnia Wysoka 

 
Możliwa droga przenikania Odpady roślinne 

Krótki opis, dlaczego jest rozważana 

jako droga przenikania 

Istnieje możliwość zawleczenia nicienia z korzeniami 

i/lub podłożem. 

Czy droga przenikania jest 

zamknięta na obszarze PRA? 

Nie. 

Czy agrofag był już przechwycony 

tą drogą przenikania? 

Nie. 
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Jakie stadium jest najbardziej 

prawdopodobnie związane z tą 

drogą przenikania? 

Umożliwia wprowadzenie organizmu w każdym stadium 

rozwoju. 

Jakie są ważne czynniki do 

powiązania z tą drogą przenikania? 

Zapewnienie transportowanemu materiałowi właściwych 

warunków zwiększa prawdopodobieństwo przeżycia 

organizmu również w odpadach roślinnych, zwiększając 

tym samym szanse na wprowadzenie organizmu na obszar 

PRA. 

Czy agrofag może przeżyć transport 

i składowanie w tej drodze 

przenikania? 

Rozwój nicienia zachodzi w temperaturze od 20 do 35 oC  

i może przeżyć w warunkach ograniczonej wilgotności 

względnej oraz niskiej temperaturze do -15 oC. 

Właściwości te pozwalają przypuszczać, że nicień może 

przeżyć transport i składowanie w tej drodze przenikania. 

Czy agrofag może zostać 

przeniesiony z tej drogi przenikania 

na odpowiednie siedlisko? 

Tak, poprzez świadome wprowadzenie podłoża na miejsce 

docelowe. 

Czy wielkość przemieszczana tą 

drogą przenikania sprzyja wejściu 

agrofaga? 

Brak danych o wielkości przemieszczania. 

Czy częstotliwość przemieszczania 

tą drogą przenikania sprzyja wejściu 

agrofaga? 

Brak danych o częstotliwości przemieszczania. 

Ocena prawdopodobieństwa wejścia Niskie X Średnie Wysokie 

Ocena niepewności Niska X Średnia Wysoka 

 
 

9. Prawdopodobieństwo zasiedlenia w warunkach zewnętrznych (środowisko naturalne  
i zarządzane oraz uprawy) na obszarze PRA 

 
Eksperymentalne dane dotyczące wpływu temperatury na rozwój P. zeae pozwalają przypuszczać, że 

warunki temperaturowe chrakteryzujące obszar PRA, mogą pozwolić na utrzymanie wprowadzonej 

populacji nicienia w sezonie wegetacyjnym. Trudno jednak wiarygodnie stwierdzić, czy możliwy 

będzie rozwój populacji nicienia, wzrost jego populacji w glebie oraz szkodliwy wpływ na uprawy. 

Nieznana jest również podatność odmian roślin żywicielskich nicienia uprawianych w warunkach 

zewnętrznych obszaru PRA. Mimo, że pokazano eksperymentalnie, iż nicień przeżywać może  

w niskich temperaturach (-15 oC) przez siedem dni, brak danych dotyczących wpływu niskich 

temperatur oddziałujących na nicienia przez dłuższy okres czasu (listopad-luty). Nie można zatem 

wykluczyć jego ograniczającego wpływu na P. zeae, jak również wzrostu śmiertelności wywołanego 

spadkiem temperatury otoczenia. 

 
Ocena prawdopodobieństwa zadomowienia 
w warunkach zewnętrznych 

Niskie Średnie X Wysokie 

Ocena niepewności Niska Średnia Wysoka X 
 

10. Prawdopodobieństwo zasiedlenia w uprawach pod osłonami na obszarze PRA 

 

Wzrost populacji P. zeae obserwowany w uprawie soi w warunkach 20 i 25 oC przez 75 dni 

pozwala przypuszczać, że możliwy będzie rozwój nicienia w uprawach pod osłonami, przy 

zachowaniu stałej wartości temperatury.  Jednakże niezbędne jest prowadzenie upraw w naturalnym 
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podłożu glebowym. Należy również spodziewać się wzrostu liczebności populacji nicienia. Trudno 

natomiast oszacować, czy i w jakim stopniu P. zeae będzie ograniczał rozwój uprawy oraz czy 

przyczyni się do wystąpienia szkód.  

Ponieważ rozwój P. zeae przebiega w korzeniach roślin, nie można wykluczyć, że nicienie 

będą rozwijały się również w tkankach korzeni upraw utrzymywanych w podłożu  

z dodatkiem torfu. Nie można wykluczyć też możliwości utrzymania populacji P. zeae  

w podłożu torfowym, chociaż przypuszczalnie samo podłoże nie będzie sprzyjało dynamicznemu 

rozwojowi i wzrostowi populacji. 

 
Ocena prawdopodobieństwa zasiedlenia 
w uprawach chronionych 

Niskie Średnie Wysokie X 

Ocena niepewności Niska X Średnia Wysoka 

 

11. Rozprzestrzenienie na obszarze PRA 

 

Ze względu na to, że samodzielne przemieszczanie nicienia jest bardzo ograniczone, 

rozprzestrzenienie się P. zeae na obszarze potencjalnego zasiedlenia możliwe jest z udziałem 

człowieka: z wodą, porażoną glebą, roślinami oraz z narzędziami i sprzętami służącymi pracom 

rolniczym i ogrodniczym. 

 

Ocena wielkości rozprzestrzenienia na 

obszarze PRA 

Niska X Średnia Wysoka 

Ocena niepewności Niska X Średnia Wysoka 

 

12. Wpływ na obecnym obszarze zasięgu 

Straty spowodowane wystąpieniem i żerowaniem P. zeae zanotowano: 

- w uprawie ryżu w Tanzanii (Nzgoela i wsp., 2020) oraz na obszarze Indii, Brazylii i Kenii (Prot  

i Savary, 1993; Sahoo i Sahu, 1993; Pili, 2016; Souza, 2018). Oszacowano, że na terenie Brazylii 

straty sięgnęły 25%, natomiast w Kenii nawet 29% plonu; 

- w uprawie trzciny cukrowej w Australii (Pankhurst i wsp., 2003) i w Brazylii. Plony zebrane  

w Brazylii były niższe od 20 do 30% (Bellini, 2011); 

- w uprawie kukurydzy w Ugandzie (Kagoda i wsp., 2010a), Kenii (Kimenju i wsp., 1998; Arim  

i wsp., 2006) oraz w Indiach. Na obszarze Indii plony były niższe od 17 do 29% (Yadav, 2017); 

- w uprawie sorgo na obszarze stanu Minessota (USA). Oceniono, że straty sięgnęły 1%, co wyniosło 

około 11 mln $ (Koenning i wsp., 1999); 

- w uprawie roślin warzywnych na terenie Indii Zachodniach (Zachodni UP): w uprawie Cucumis 
sativus zanotowano straty w wysokości 25%, Capsicum annuum 20%, Pisum sativum 10%, 
Coriandrum sativum 25%, Brassica oleracea 6% (Singh i Kumar, 2015).  

 

Określono, że próg szkodliwości w uprawie ryżu i sorgo wynosi 0,5 osobnika/cm3 gleby (Sahoo  

i Sahu, 1993; Castillo i Vovlas, 2007), w uprawie Cenchrus ciliaris 0,2 (Castillo i Vovlas, 2007). 

 

12.01 Wpływ na bioróżnorodność 

 

Przeprowadzone obserwacje współwystępowania P. zeae z innymi organizmami wskazało 

zróżnicowanie ich wzajemnego oddziaływania oraz wpływu na roślinę żywiciela.  
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Obserwowano synergistyczne działanie P. zea i wirusa mozaiki kukurydzy (Nath i wsp., 1978) lub 

Fusarium moniliforme (Jordaan i wsp., 1987) w uprawie kukurydzy; synergistyczne działanie P. zeae 

i Fusarium moniliforme dla roślin sorgo (Be-Rodriguez i Ayala, 1977, 1977a); P. zeae i Talaromyces 
sp. na roślinach ryżu (Kisaakye, 2014) oraz P. zeae, Meloidogyne incognita i Pythium graminicola 

na roślinach trzciny cukrowej (Santo i Holtzmann, 1970; Valle-Lamboy i Ayala, 1980). Badania 

pokazały, że w przypadku równoczesnego występowania P. zeae i Meloidogyne incognita populacje 

mogą wzajemnie ograniczać swój rozwój, przy czym czynnikiem ograniczającym jest bardziej liczna 

populacja każdego z gatunków (Fontana i wsp., 2015; Leite, 2017). P. zeae ogranicza również rozwój 

Quinisulcius aoutus w uprawie sorgo (Cuarezma-Teran i Trevathan, 1985), nie hamuje natomiast 

rozwoju Meloidogyne enterolobii (Leite, 2017).  

Wyniki badań pokazały też, że występowanie bakterii (Bacillus amyloliquefaciens), grzybów 

(Trichoderma harzianum), roztoczy (Lasioseious subterraneous lub Protogamasellus mica) czy 

pierścienic (Pontoscolex corethrurus) hamuje czynności życiowe nicienia ograniczając jego rozwój 

w uprawach (Saxena i wsp., 2002; Omarjee i wsp., 2008; Boyer i wsp., 2013; Alves i wsp., 2011; 

Stirling i wsp., 2017; Schoen-Neto i wsp., 2019; Manwaring i wsp., 2020). 

Biorąc pod uwagę dane doświadczalne opisane powyżej należy przypuszczać, że P. zea może 

również wpłynąć na bioróżnorodność na obszarze PRA. Brak jednak danych eksperymentalnych 

potwierdzających to przypuszczenie. 

 

Ocena wielkości wpływu na 

bioróżnorodność na obecnym obszarze 

zasięgu 

Niska Średnia X Wysoka 

Ocena niepewności Niska Średnia X Wysoka 

 

12.02 Wpływ na usługi ekosystemowe 

 
Usługa ekosystemowa Czy szkodnik ma 

wpływ na tą usługę? 

Tak/nie 

Krótki opis wpływu Źródła 

Zabezpieczająca Tak Spadek jakości uprawy 

i wielkości plonu ryżu, 

trzciny cukrowej, 

kukurydzy, sorgo, 

ogórka, papryki, 

grochu, brokuła  

i kolendry siewnej. 

Prot i Savary, 1993; 

Sahoo i Sahu, 1993; 

Kimenju i wsp., 1998; 

Koenning i wsp., 1999; 

Pankhurst i wsp., 2003; 

Arim i wsp., 2006; 

Kagoda i wsp., 2010a; 

Bellini, 2011;  

Singh i Kumar, 2013; 

Pili, 2016;  

Yadav, 2017; 

Souza, 2018; 

Nzgoela i wsp., 2020 

Regulująca Tak Porażając rośliny 

różnych gatunków 

nicień może 

potencjalnie prowadzić 

do ich zamierania lub 

osłabienia powodując 

zmiany  

Ocena ekspercka. 
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w częstotliwości 

wystąpienia. 

Wspomagająca Brak danych.   

Kulturowa Brak danych.   

 
Ocena wielkości wpływu na usługi 

ekosystemowe na obecnym obszarze 

zasięgu 

Niska Średnia X Wysoka 

Ocena niepewności Niska Średnia X Wysoka 

 

12.03 Wpływ socjoekonomiczny 

Ograniczanie szkodliwości P. zeae wymaga dodatkowych nakładów finansowych związanych  

z wprowadzeniem na pola środków zwalczających nicienia. Brak jednak szczegółowych danych 

dotyczących wysokości kosztów zwalczania. 

 

Ocena wielkości wpływu 

socjoekonomicznego na obecnym obszarze 

zasięgu 

Niska Średnia X Wysoka 

Ocena niepewności Niska Średnia X Wysoka 

 

13. Potencjalny wpływ na obszarze PRA 

13.01 Potencjalny wpływ na bioróżnorodność na obszarze PRA 

Biorąc pod uwagę oddziaływanie P. zeae na inne organizmy na obszarze występowania gatunku 

należy przypuszczać, że gatunek ten może wpływać na bioróżnorodność na obszarze PRA. Trudno 

jednak wiarygodnie określić w jakim zakresie. Większość roślin żywicielskich to gatunki obce florze 

Polski, jednak nicień poraża także naturalnie występujące na obszarze PRA trawy (kostrzewy, mozgę 

i życice), często spotykane chwasty (np. komosy, żółtlicę) oraz rozpowszechnione i stanowiące 

składniki wielu fitocenoz gatunki z rodzajów: Rosa, Rubus i Carex. 

 
Jeśli Nie 

Ocena wielkości 

wpływu na 

bioróżnorodność na 

potencjalnym obszarze 

zasiedlenia 

Niska X Średnia Wysoka 

Ocena niepewności Niska Średnia Wysoka X 
 

13.02 Potencjalny wpływ na usługi ekosystemowe na obszarze PRA 

Brak danych dotyczących wpływu nicienia na obszarze jego występowania uniemożliwia 

przeprowadzenie wiarygodnego porównania. 

 
Jeśli Nie 
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Ocena wielkości 

wpływu na usługi 

ekosystemowe na 

potencjalnym obszarze 

zasiedlenia 

Niska Średnia X Wysoka 

Ocena niepewności Niska Średnia Wysoka X 
 

13.03 Potencjalny wpływ socjoekonomiczny na obszarze PRA 

W oparciu o dostępne wyniki prac eksperymentalnych można przypuszczać, że na obszarze PRA  

P. zeae może mieć znaczenie w uprawie roślin prowadzonych pod osłonami w naturalnym podłożu 

glebowym. Tam też może być konieczne zastosowanie środków ograniczających ujemny wpływ 

nicienia na uprawę wymagających dodatkowych nakładów finansowych. Nie jest jednak możliwe 

wiarygodne i precyzyjne określenie ich wielkości. 

 

Jeśli Nie 

Ocena wielkości 

wpływu 

socjoekonomiczny na 

potencjalnym obszarze 

zasiedlenia 

Niska X Średnia Wysoka 

Ocena niepewności Niska Średnia Wysoka X 

 

14. Identyfikacja zagrożonego obszaru 

 

W oparciu o dane dotyczące biologii i szkodliwości P. zeae na obszarze jego naturalnego 

występowania oraz warunków panujących na obszarze PRA można przypuszczać, że wprowadzony 

na pole w otwartym gruncie nicień prawdopodobnie nie będzie stanowił zagrożenia dla roślin 

uprawnych. Może natomiast potencjalnie mieć negatywny wpływ na uprawy prowadzone  

w kontrolowanych warunkach temperatury pod osłonami, w naturalnym podłożu glebowym. Ze 

względu na brak danych o wrażliwości odmianowej gatunków uprawianych pod osłonami, trudno 

wiarygodnie określić wielkość wpływu nicienia na prowadzone uprawy. 

 

15. Zmiana klimatu 

 

Każdy ze scenariuszy zmian klimatu (Załącznik 1) zakłada wzrost temperatury w stosunku do 

wartości z okresu referencyjnego 1986–2015. Najbardziej optymistyczny scenariusz RCP 2.6 

prognozuje zmiany o około 1,3°C w perspektywie każdej pory roku. Według optymistycznego RCP 

4.5 nastąpi ocieplenie o 1,6/1,7°C w przedziale 2036–2065 i o około 2,3°C dla lat 2071–2100  

w okresach zimowym oraz letnim. Natomiast realny scenariusz RCP 6.0 zakłada wzrost temperatury 

latem (marzec-sierpień) oraz zimą (wrzesień-luty) o 1,7°C dla 2036– 2065 i 2,7°C dla 2071–2100. 

Pesymistyczna, ale prawdopodobna prognoza – RCP 8.5, spowoduje podwyższenie temperatury 

w okresie zimowym o około 2,3°C w latach 2036–2065 i o około 4,3°C dla 2071–2100. W porze 

letniej wzrost ten będzie zbliżony. 

Największe wzrosty opadów prognozowane są w zimie (2036–2065 od 13,8% do 18,4%, 2071–2100 

od 18% do 33,9%), natomiast najmniejsze w lecie (2036–2065 od -1,3% do 2,1%, 2071–2100 od  
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- 7,8% do 0,1%). Równie istotne są̨ duże różnice pomiędzy 9 i 95 percentylem projekcji (w niektórych 

przypadkach sięgające nawet 100mm), utrudniające oszacowanie zmian opadów w przyszłości. 

Prognozowane zmiany klimatu przypuszczalnie nie zapewnią warunków sprzyjających utrzymaniu 

lub wzrostowi populacji P. zeae w otwartym gruncie oraz nie będą sprzyjały wystąpienia 

szkodliwości spowodowanej wystąpieniem tego nicienia. 

 

15.01 Który scenariusz zmiany klimatu jest uwzględniony na lata 2050 do 2100* 

 

Scenariusz zmiany klimatu: RCP 4.5, 6.0, 8.5 (patrz Załącznik 1) (IPPC, 2014). 

 

15.02 Rozważyć wpływ projektowanej zmiany klimatu na agrofaga. W szczególności rozważyć 
wpływ zmiany klimatu na wejście, zasiedlenie, rozprzestrzenienie oraz wpływ na obszarze 
PRA.  
W szczególności rozważyć poniższe aspekty: 

  

Czy jest prawdopodobne, że drogi przenikania mogą się zmienić na 

skutek zmian klimatu? (Jeśli tak, podać nową ocenę 

prawdopodobieństwa i niepewności.) 

Źródła 

Nie. Ocena ekspercka 

Czy prawdopodobieństwo zasiedlenia może się zmienić wraz ze 

zmianą klimatu? (Jeśli tak, podać nową ocenę prawdopodobieństwa  

i niepewności.) 

Źródła 

Można przypuszczać, że zmiany klimatu mogą w niewielkim stopniu 

zwiększyć szansę nicienia na utrzymanie populacji w glebie,  

w otwartym gruncie. Ze względu na brak danych pokazujących skutki 

działania niskich temperatur na zachowanie P. zeae przez długi okres 

czasu, jednoznaczna i wiarygodna ocena nie jest możliwa. 

Ocena ekspercka 

Czy wielkość rozprzestrzenienia może się zmienić wraz ze zmianą 

klimatu? (Jeśli tak, podać nową ocenę wielkości rozprzestrzenienia  

i niepewności.) 

Źródła 

Można przypuszczać, że zmiany klimatu nie wpłyną na wielkość 

rozprzestrzenienia nicienia. Przewidywane wartości temperatur, choć 

mieszczą się w zakresie temperatur zapewniających rozwój nicienia, 

różnią się od tych charakteryzujących obszary naturalnego 

występowania gatunku. 

Ocena ekspercka 

Czy wpływ na obszarze PRA może się zmienić wraz ze zmianą 

klimatu? (Jeśli tak, podać nową ocenę wpływu i niepewności.) 

Źródła 

Można przypuszczać, że prognozowane zmiany klimatu nie wpłyną 

wyraźnie negatywnie na wielkość upraw. 

Ocena ekspercka 

 

16. Ogólna ocena ryzyka 

P. zeae może zostać wprowadzony na terytorium RP z podłożem, w tkankach roślin i odpadach 

roślinnych. Mimo, że na obszarze PRA w otwartym gruncie uprawiane są rośliny żywicielskie  

P. zeae, można przypuszczać, że jego obecność nie wpłynie negatywnie na uprawę. Gatunek ten może 

być potencjalnie zagrożeniem dla upraw pod osłonami, prowadzonych w naturalnym podłożu 

glebowym. Trudno jednak wiarygodnie oszacować wielkość potencjalnie powodowanych strat. Nie 
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można jednoznacznie wykluczyć możliwości utrzymania populacji P. zeae w podłożu z domieszką 

torfu oraz rozwoju nicienia w korzeniach roślin w nim rosnących.  
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Etap 3. Zarządzanie ryzykiem zagrożenia agrofagiem 

 
17. Środki fitosanitarne 

• Kontrola przesyłek pod kątem obecności nicienia. Zapobiega wprowadzeniu organizmu na obszar PRA; 
• Wykorzystywanie jedynie materiału rozmnożeniowego wolnego od nicienia. Zapobiega wprowadzeniu organizmu na obszar PRA; 
• W przypadku stwierdzenia wystąpienia nicienia w otwartym gruncie należy podjąć działania uniemożliwiające jego dalsze rozprzestrzenienie. 

W tym celu należy unikać przenoszenia nicienia w glebie przylegającej do narzędzi oraz maszyn rolniczych wykorzystywanych w pracach 
polowych. Zaleca się również zaniechanie rozprzestrzenienia nicienia w materiale roślinnym; 

• W sytuacji stwierdzenia wystąpienia nicienia – zastosowanie środków ochrony chemicznej dopuszczonych do zwalczania nicieni pasożytów 
roślin w określonych uprawach; 

• W przypadku stwierdzenia wystąpienia nicienia w uprawach pod osłonami należy przeprowadzić fumigację podłoża stosując preparaty 
chemiczne zawierające np. dazomet czy metam sodowy. 

 
17.01 Środki zarządzania eradykacją, powstrzymywaniem i kontrolą 

 
Etap oceny zagrożenia: Przeniknięcie Zadomowienie Rozprzestrzenienie Wpływ 
 Środki kontroli   

1.01 Uprawa roślin  
w izolacji 

Opis możliwych warunków wykluczających, które mogłyby 
zostać wdrożone w celu odizolowania uprawy od szkodników  
i, w stosownych przypadkach, odpowiednich wektorów. Np. 
specjalna konstrukcja, taka jak szklarnie szklane lub plastikowe. 

        

1.02 Czas sadzenia  
i zbiorów 

Celem jest wytworzenie fenologicznej niezgodności  
w interakcji szkodnik/uprawa poprzez oddziaływanie lub 
korzystanie z określonych czynników uprawowych, takich jak: 
odmiany, warunki klimatyczne, czas siewu lub sadzenia oraz 
poziom dojrzałości/wieku roślin, sezonowy czas sadzenia  
i zbioru. 

     X   
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1.03 Obróbka chemiczna 
upraw, w tym materiału 
rozmnożeniowego 

          

1.04 Obróbka chemiczna 
przesyłek lub podczas 
przetwarzania 

Stosowanie związków chemicznych, które mogą być użyte do 
roślin lub produktów roślinnych po zbiorach, podczas 
przetwarzania lub pakowania i przechowywania. Środki,  
o których mowa, są następujące: 
a) fumigacja; b) pestycydy do opryskiwania/namaczania; c) 
środki do dezynfekcji powierzchni; d) dodatki do procesu; e) 
związki ochronne. 

        

1.05 Czyszczenie 
i dezynfekcja urządzeń, 
narzędzi i maszyn 

Fizyczne i chemiczne czyszczenie oraz dezynfekcja obiektów, 
narzędzi, maszyn, środków transportu, urządzeń i innych 
akcesoriów (np. skrzynek, garnków, palet, wsporników, 
narzędzi ręcznych). Środki mające tutaj zastosowanie to: mycie, 
zamiatanie i fumigacja. 

     X   

1.06 Zabiegi na glebę Kontrola organizmów glebowych za pomocą wymienionych 
poniżej metod chemicznych i fizycznych: 
a) Fumigacja; b) Ogrzewanie; c) Solaryzacja; d) Zalewanie; e) 
Wałowanie/ugniatanie gleby; f) Biologiczna kontrola 
augmentacyjna; g) Biofumigacja. 

     X   

1.07 Korzystanie  
z niezanieczyszczonej 
wody 

Chemiczne i fizyczne uzdatnianie wody w celu 
wyeliminowania mikroorganizmów przenoszonych przez wodę. 
Środki, o których to: obróbka chemiczna (np. chlor, dwutlenek 
chloru, ozon); obróbka fizyczna (np. filtry membranowe, 
promieniowanie ultrafioletowe, ciepło); obróbka ekologiczna 
(np. powolna filtracja piaskowa). 

        

1.08 Obróbka fizyczna 
przesyłek lub podczas 
przetwarzania 

Dotyczy następujących kategorii obróbki fizycznej: 
napromieniowanie/jonizacja; czyszczenie mechaniczne 
(szczotkowanie, mycie); sortowanie i klasyfikowanie oraz 
usuwanie części roślin (np. korowanie drewna). Środki te nie 
obejmują: obróbki na ciepło i zimno (pkt. 1.14); szarpania  
i przycinania (pkt. 1.12). 

        

1.09 Kontrolowana 
atmosfera 

Obróbka roślin poprzez magazynowanie w atmosferze 
modyfikowanej (w tym modyfikowanej wilgotności, O2, CO2, 
temperatury, ciśnienia). 
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1.10 Gospodarka odpadami Przetwarzanie odpadów (głębokie zakopywanie, 
kompostowanie, spalanie, rozdrabnianie, produkcja 
bioenergii ...) w autoryzowanych obiektach oraz urzędowe 
ograniczenie przemieszczania odpadów. 

        

1.11 Stosowanie odpornych 
i tolerancyjnych 
gatunków/odmian 
roślin 

Rośliny odporne stosuje się w celu ograniczenia wzrostu  
i rozwoju określonego szkodnika i/lub szkód, które powodują  
w porównaniu z odmianami roślin wrażliwych w podobnych 
warunkach środowiskowych i pod presją szkodników. 
Ważne jest, aby odróżnić rośliny odporne od tolerancyjnych 
gatunków/odmian. 

     X Ograniczenie 
wzrostu i rozwoju 
nicienia w glebie.  

1.12 Cięcie i Przycinanie Cięcie definiuje się jako usuwanie porażonych roślin i/lub nie 
porażonych roślin żywicielskich na wyznaczonym obszarze, 
natomiast przycinanie definiuje się jako usuwanie tylko 
porażonych części roślin bez wpływu na żywotność rośliny. 

        

1.13 Płodozmian, łączenie  
i zagęszczenie upraw, 
zwalczanie 
chwastów/samosiewów  

Płodozmian, łączenie i zagęszczenie upraw, zwalczanie 
chwastów/samosiewów są stosowane w celu zapobiegania 
problemom związanym ze szkodnikami i są zazwyczaj 
stosowane w różnych kombinacjach, aby uczynić siedlisko 
mniej korzystnym dla szkodników. 
Środki te dotyczą (1) przydziału upraw do pól (w czasie  
i przestrzeni) (uprawy wielogatunkowe, uprawy zróżnicowane) 
oraz (2) zwalczania chwastów i samosiewów jako żywicieli 
szkodników/wektorów. 

  X 
 

Ograniczenie 
wzrostu i rozwoju 
nicienia w glebie. 

1.14 Obróbka cieplna  
i zimna 

Zabiegi w kontrolowanej temperaturze mające na celu zabicie 
lub unieszkodliwienie szkodników bez powodowania 
jakiegokolwiek niedopuszczalnego uszczerbku dla samego 
poddanego obróbce materiału. Środki, o których mowa to: 
autoklawowanie; para wodna; gorąca woda; gorące powietrze; 
obróbka w niskiej temperaturze. 

     X Ograniczenie 
rozprzestrzenienia 
się nicienia.  

1.15 Warunki transportu Szczególne wymogi dotyczące sposobu i czasu transportu 
towarów w celu zapobieżenia ucieczce szkodników i/lub 
skażenia. 
a) fizyczna ochrona przesyłki; 
b) czas trwania transportu. 
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1.16 Kontrola biologiczna  
i manipulacje 
behawioralne 

Inne techniki zwalczania szkodników nieobjęte w pkt 1.03  
i 1.13: 
a) Kontrola biologiczna; 
b) Technika SIT (Sterile Insect Technique); 
c) Zakłócenie rozrodczości; 
d) Pułapki. 

        

1.17 Kwarantanna po 
wejściu i inne 
ograniczenia dotyczące 
przemieszczania się  
w kraju importującym 

Obejmuje kwarantannę po wejściu (PEQ) odpowiednich 
towarów; ograniczenia czasowe, przestrzenne i dotyczące 
końcowego wykorzystania w państwie importującym 
odpowiednich towarów; zakaz przywozu odpowiednich 
towarów do państwa rodzimego. 
Odpowiednie towary to rośliny, części roślin i inne materiały, 
które mogą być nosicielami szkodników, w postaci zarażenia, 
porażenia lub zakażenia. 

        

Środki pomocnicze     
2.01 Kontrola i odławianie Kontrolę definiuje się jako urzędowe wizualne badanie roślin, 

produktów roślinnych lub innych regulowanych artykułów  
w celu stwierdzenia obecności szkodników lub stwierdzenia 
zgodności z przepisami fitosanitarnymi (ISPM 5). 
Skuteczność pobierania próbek i późniejszej inspekcji w celu 
wykrycia szkodników może zostać zwiększona poprzez 
włączenie technik odłowu i wabienia. 

X     
 

2.02 Testy laboratoryjne Badanie, inne niż wizualne, w celu ustalenia, czy istnieją 
szkodniki, przy użyciu urzędowych protokołów 
diagnostycznych. Protokoły diagnostyczne opisują minimalne 
wymogi dotyczące wiarygodnej diagnozy organizmów 
szkodliwych podlegających regulacjom prawnym. 

 X     
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2.03 Pobieranie próbek Zgodnie z normą ISPM 31 kontrola całych przesyłek jest 
zazwyczaj niewykonalna, dlatego też kontrolę fitosanitarną 
przeprowadza się głównie na próbkach uzyskanych z danej 
przesyłki. Należy zauważyć, że koncepcje pobierania próbek 
przedstawione w tym standardzie mogą mieć zastosowanie 
również do innych procedur fitosanitarnych, zwłaszcza doboru 
jednostek do badań. 
Do celów kontroli, testowania i/lub nadzoru próbka może być 
pobierana zgodnie z statystycznymi lub niestatystycznymi 
metodologiami pobierania próbek. 

 X     
 

2.04 Świadectwa 
fitosanitarne i paszport 
roślin 

Oficjalny dokument papierowy lub jego elektroniczny 
odpowiednik, zgodny ze wzorem świadectwa IPPC, 
potwierdzający, że przesyłka spełnia fitosanitarne wymogi 
przywozowe (ISPM 5): 
a) świadectwo fitosanitarne (przywóz); 
b) paszport roślin (handel wewnętrzny UE). 

X     
 

2.05 Certyfikowane  
i zatwierdzone 
pomieszczenia  

Obowiązkowa/dobrowolna certyfikacja/zatwierdzanie 
pomieszczeń jest procesem obejmującym zbiór procedur  
i działań wdrażanych przez producentów, podmioty zajmujące 
się kondycjonowaniem i handlowców przyczyniających się do 
zapewnienia zgodności fitosanitarnej przesyłek. Może być 
częścią większego systemu utrzymywanego przez NPPO w celu 
zagwarantowania spełnienia wymogów fitosanitarnych roślin  
i produktów roślinnych przeznaczonych do handlu. Kluczową 
właściwością certyfikowanych lub zatwierdzonych 
pomieszczeń jest możliwość śledzenia działań i zadań (oraz ich 
składników) związanych z realizowanym celem fitosanitarnym. 
Identyfikowalność ma na celu zapewnienie dostępu do 
wszystkich wiarygodnych informacji, które mogą pomóc  
w udowodnieniu zgodności przesyłek z wymogami 
fitosanitarnymi krajów importujących. 

      
 

2.06 Certyfikacja materiału 
rozmnożeniowego 
(dobrowolna /oficjalna) 

  X     
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2.07 Wyznaczanie stref 
buforowych 

Norma ISPM 5 definiuje strefę buforową jako "obszar 
otaczający lub przylegający do obszaru urzędowo 
wyznaczonego do celów fitosanitarnych, w celu 
zminimalizowania prawdopodobieństwa rozprzestrzenienia się 
szkodnika docelowego na wyznaczony obszar lub z niego, oraz 
podlegający środkom fitosanitarnym lub innym środkom 
zwalczania, jeśli właściwe" (norma ISPM 5). Celem wytyczenia 
strefy buforowej może być zapobieganie rozprzestrzenianiu się 
z obszaru występowania szkodników oraz utrzymanie miejsca 
produkcji wolnego od szkodników (PFPP), miejsca (PFPS) lub 
obszaru (PFA).  

        

2.08 Monitoring           
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17.02 Wymienić potencjalne środki dla odpowiednich dróg przenikania. 

 
Możliwe drogi przenikania  
(w kolejności od najważniejszej) 

Możliwe środki 

rośliny do sadzenia (z wyłączeniem 
nasion) z lub bez podłoża 

2,01; 2,02; 2,03; 2.04; 2,06 

cebulki i bulwy 2,01; 2,02; 2,03; 2.04; 2,06; Sprowadzanie materiału wolnego 
od nicienia.  

ziemia/materiał do sadzenia 2,02; 2,03; 2.04; Sprowadzanie podłoża wolnego od nicieni 
lub sterylizacja po wprowadzeniu na obszar PRA. 

odpady roślinne 2,02; 2,03; 2.04;  
Kontrola przesyłek pod kątem obecności nicienia. 
W przypadku użycia na kompost – sterylizacja. 

 
 

18. Niepewność 

 
Na podstawie zebranych danych można przypuszczać, że P. zeae może powodować szkody  
w uprawach pod osłonami. Brak danych dotyczących podatności odmian uprawianych gatunków 
roślin powoduje, że trudno wiarygodnie określić wielkość powodowanych przez niego strat. Nie jest 
również możliwa wiarygodna ocena wielkości środków, jakie trzeba by przeznaczyć na ograniczenie 
potencjalnej szkodliwości wystąpienia tego nicienia. 
 

19. Uwagi 

 
Brak. 
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Załącznik 1 
Tabela 1. Modele zmiany temperatury w okresie zimowym wg scenariuszy RCP 2.6, 4.5, 6.0 i 8.5. 
Wartości 5% i 95% oznaczają odpowiedni percentyl. 

RCP 2.6 
 2036-2065 

IX-XI 
 2071-2100 

IX-XI 
 2036-2065 

XII-II 
 2071-2100 

XII-II 
CanESM2 9,85 9,80 0,54 0,65 
CNRM-CM5 9,69 9,82 1,03 0,93 
GISS-E2-H 8,95 8,67 1,04 0,30 
GISS-E2-R 8,71 8,54 -0,26 -0,88 
HadGEM2-
AO 10,28 10,01 0,92 0,54 
HadGEM2-ES 10,58 10,49 0,58 1,06 
IPSL-CM5A-
LR 10,24 10,08 2,24 1,73 
IPSL-CM5A-
MR 9,99 9,71 0,52 -0,08 
MIROC5 10,38 10,52 0,69 1,28 
MIROC-ESM 10,58 10,83 1,39 1,76 
MPI-ESM-LR 9,08 8,75 -0,49 -0,14 
MPI-ESM-MR 8,89 9,12 0,37 0,43 
MRI-CGCM3 8,79 9,06 -0,63 0,20 
NorESM1-M 9,69 9,84 0,65 0,31 
NorESM1-ME 9,75 10,10 0,24 0,62 
ŚREDNIA: 9,70 9,69 0,59 0,58 
5,00% 8,77 8,63 -0,53 -0,36 
95,00% 10,58 10,61 1,65 1,74 

RCP4.5 
 2036-2065 

IX-XI 
 2071-2100 

IX-XI 
 2036-2065 

XII-II 
 2071-2100 

XII-II 
ACCESS1-0 10,11 11,01 0,08 1,43 
ACCESS1-3 10,52 11,14 1,31 1,79 
CanESM2 9,84 10,44 1,04 1,59 
CCSM4 9,65 10,20 0,17 -0,15 
CMCC-CM 10,79 11,92 3,07 4,43 
CMCC-CMS 10,14 11,27 2,72 2,99 
CNRM-CM5 9,85 10,53 1,15 2,68 
GISS-E2-H 9,38 10,22 1,31 2,70 
GISS-E2-H-
CC 9,41 9,64 0,73 0,79 
GISS-E2-R 9,49 9,77 0,65 0,67 
GISS-E2-R-
CC 9,34 9,62 0,30 0,69 
HadGEM2-
AO 10,60 11,65 1,48 2,55 
HadGEM2-CC 10,26 11,40 1,70 3,28 
HadGEM2-ES 10,93 11,86 2,00 2,19 
inmcm4 8,64 9,00 -0,12 1,07 
IPSL-CM5A-
LR 10,54 11,15 2,74 3,11 
IPSL-CM5A-
MR 10,38 11,10 1,25 1,91 
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IPSL-CM5B-
LR 10,29 10,47 0,55 2,74 
MIROC5 11,00 11,54 1,34 2,52 
MIROC-ESM 10,89 11,44 1,58 2,24 
MPI-ESM-LR 9,22 9,52 -0,40 0,18 
MPI-ESM-MR 9,52 9,56 1,12 1,04 
MRI-CGCM3 9,19 9,90 -0,67 0,78 
NorESM1-M 9,90 10,45 1,02 1,43 
NorESM1-ME 9,61 10,21 0,43 1,52 
ŚREDNIA: 9,98 10,60 1,06 1,85 
5,00% 9,20 9,53 -0,34 0,28 
95,00% 10,92 11,82 2,74 3,25 

RCP6.0 
 2036-2065 

IX-XI 
 2071-2100 

IX-XI 
 2036-2065 

XII-II 
 2071-2100 

XII-II 
CCSM4 9,65 10,27 0,28 0,57 
GISS-E2-H 9,79 10,41 1,54 1,66 
GISS-E2-R 9,48 9,87 0,99 0,96 
HadGEM2-
AO 10,13 11,52 0,99 1,54 
HadGEM2-ES 10,40 12,95 1,66 2,32 
IPSL-CM5A-
LR 10,47 11,55 2,42 3,20 
IPSL-CM5A-
MR 10,29 11,83 0,55 1,94 
MIROC5 10,65 11,84 0,71 2,74 
MIROC-ESM 10,76 12,26 1,55 2,80 
MRI-CGCM3 9,25 10,05 -0,14 1,01 
NorESM1-M 9,57 10,92 0,78 2,01 
NorESM1-ME 9,59 11,22 0,12 1,88 
ŚREDNIA: 10,00 11,22 0,95 1,89 
5,00% 9,38 9,97 0,00 0,78 
95,00% 10,70 12,57 2,00 2,98 

RCP 8.5 
 2036-2065 

IX-XI 
 2071-2100 

IX-XI 
 2036-2065 

XII-II 
 2071-2100 

XII-II 
ACCESS1-0 10,38 13,39 1,93 4,04 
ACCESS1-3 10,85 13,19 1,61 3,66 
CanESM2 10,62 13,05 1,39 2,99 
CCSM4 9,91 11,83 0,40 1,96 
CMCC-CESM 11,06 12,78 3,55 6,50 
CMCC-CM 11,33 14,06 3,45 6,83 
CMCC-CMS 10,82 13,73 2,69 5,96 
CNRM-CM5 10,58 11,79 2,21 4,41 
GISS-E2-H 10,02 11,82 1,40 3,63 
GISS-E2-H-
CC 10,15 11,38 1,23 2,91 
GISS-E2-R 9,80 11,33 1,32 3,17 
GISS-E2-R-
CC 10,27 11,23 1,90 2,42 
HadGEM2-
AO 10,92 13,59 1,87 4,34 
HadGEM2-CC 11,51 14,29 3,76 5,87 
HadGEM2-ES 11,89 14,48 2,13 4,54 
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inmcm4 9,00 10,12 0,70 2,19 
IPSL-CM5A-
LR 11,25 13,83 3,29 5,85 
IPSL-CM5A-
MR 11,25 13,12 1,13 3,52 
IPSL-CM5B-
LR 10,93 13,00 3,23 5,84 
MIROC5 11,47 13,48 1,99 4,46 
MIROC-ESM 11,67 13,97 2,36 4,55 
MPI-ESM-LR 9,99 11,95 0,33 2,47 
MPI-ESM-MR 10,02 11,69 1,02 2,80 
MRI-CGCM3 10,12 11,28 0,48 2,34 
MRI-ESM1 9,85 11,61 0,63 2,83 
NorESM1-M 10,40 12,00 1,11 2,63 
NorESM1-ME 10,25 11,77 1,55 2,96 
ŚREDNIA: 10,60 12,58 1,80 3,91 
5,00% 9,82 11,25 0,42 2,24 
95,00% 11,62 14,22 3,52 6,34 

 
Tabela 2. Modele zmiany temperatury w okresie letnim wg scenariuszy RCP 2.6, 4.5, 6.0 i 8.5. 
Wartości 5% i 95% oznaczają odpowiedni percentyl. 

RCP 2.6 
 2036-2065 

III-V 
 2071-2100 

III-V 
 2036-2065 VI-

VIII 
 2071-2100 VI-

VIII 
CanESM2 9,11 9,20 18,69 18,77 
CNRM-CM5 9,26 9,14 18,05 18,35 
GISS-E2-H 9,12 8,08 18,12 17,88 
GISS-E2-R 8,95 7,80 17,90 17,28 
HadGEM2-
AO 9,61 9,74 20,84 20,41 
HadGEM2-ES 10,00 9,87 20,38 20,66 
IPSL-CM5A-
LR 10,00 9,51 19,34 19,17 
IPSL-CM5A-
MR 9,31 8,89 19,13 18,63 
MIROC5 10,91 11,14 19,71 19,53 
MIROC-ESM 10,27 9,98 19,65 20,22 
MPI-ESM-LR 8,52 8,61 17,82 17,99 
MPI-ESM-MR 8,24 8,40 18,12 18,07 
MRI-CGCM3 8,25 8,91 17,65 17,57 
NorESM1-M 9,63 9,81 18,85 18,97 
NorESM1-ME 9,26 9,72 18,85 19,00 
ŚREDNIA: 9,36 9,25 18,87 18,83 
5,00% 8,25 8,00 17,78 17,50 
95,00% 10,46 10,33 20,50 20,47 

RCP4.5 
 2036-2065 

III-V 
 2071-2100 

III-V 
 2036-2065 VI-

VIII 
 2071-2100 VI-

VIII 
ACCESS1-0 9,34 10,14 19,96 20,91 
ACCESS1-3 9,37 10,64 20,53 21,36 
CanESM2 9,44 9,75 19,30 19,68 
CCSM4 9,35 9,79 19,63 20,25 
CMCC-CM 10,18 11,18 18,87 19,48 
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CMCC-CMS 9,42 9,89 18,99 19,68 
CNRM-CM5 9,36 10,48 18,24 19,43 
GISS-E2-H 9,27 10,01 18,63 19,48 
GISS-E2-H-
CC 10,47 10,95 19,00 19,32 
GISS-E2-R 8,81 9,38 18,29 18,52 
GISS-E2-R-
CC 9,09 9,43 18,45 18,46 
HadGEM2-
AO 9,85 10,50 21,97 22,00 
HadGEM2-CC 9,84 10,73 20,26 20,64 
HadGEM2-ES 10,58 10,97 21,20 21,93 
inmcm4 8,38 8,80 17,94 18,26 
IPSL-CM5A-
LR 9,96 10,85 19,56 20,00 
IPSL-CM5A-
MR 9,63 9,93 19,58 20,39 
IPSL-CM5B-
LR 9,77 10,19 19,03 19,97 
MIROC5 11,59 11,88 19,54 20,30 
MIROC-ESM 10,50 10,66 20,23 21,24 
MPI-ESM-LR 8,79 9,17 18,58 18,90 
MPI-ESM-MR 9,09 9,33 18,88 19,17 
MRI-CGCM3 8,46 9,00 17,89 18,07 
NorESM1-M 10,02 10,29 19,49 19,96 
NorESM1-ME 9,43 10,46 18,79 19,89 
ŚREDNIA: 9,60 10,18 19,31 19,89 
5,00% 8,53 9,03 18,00 18,30 
95,00% 10,56 11,14 21,07 21,82 

RCP6.0 
 2036-2065 

III-V 
 2071-2100 

III-V 
 2036-2065 VI-

VIII 
 2071-2100 VI-

VIII 
CCSM4 9,06 9,59 19,21 20,03 
GISS-E2-H 9,41 10,07 18,84 19,61 
GISS-E2-R 8,86 9,53 18,41 19,02 
HadGEM2-
AO 9,30 10,54 20,61 22,90 
HadGEM2-ES 10,05 11,25 20,62 22,83 
IPSL-CM5A-
LR 10,11 11,10 19,41 20,46 
IPSL-CM5A-
MR 9,37 10,58 19,15 20,67 
MIROC5 10,99 12,75 19,58 20,42 
MIROC-ESM 10,11 11,39 19,83 21,80 
MRI-CGCM3 8,57 8,96 17,64 18,49 
NorESM1-M 9,43 10,78 18,80 20,31 
NorESM1-ME 9,19 10,47 18,73 20,21 
ŚREDNIA: 9,54 10,58 19,24 20,56 
5,00% 8,73 9,27 18,06 18,78 
95,00% 10,51 12,00 20,61 22,86 

RCP 8.5 
 2036-2065 

III-V 
 2071-2100 

III-V 
 2036-2065 VI-

VIII 
 2071-2100 VI-

VIII 
ACCESS1-0 10,25 12,42 21,62 24,39 
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ACCESS1-3 10,26 11,55 21,48 23,92 
CanESM2 9,43 11,26 20,12 23,17 
CCSM4 9,96 10,77 20,02 21,56 
CMCC-CESM 10,34 11,89 18,76 20,17 
CMCC-CM 10,24 13,20 18,89 21,40 
CMCC-CMS 9,48 11,44 19,25 21,66 
CNRM-CM5 9,79 10,99 19,07 20,76 
GISS-E2-H 9,63 11,51 19,30 20,88 
GISS-E2-H-
CC 10,62 12,43 19,27 21,05 
GISS-E2-R 10,23 11,11 18,97 19,88 
GISS-E2-R-
CC 9,86 11,39 18,87 20,35 
HadGEM2-
AO 10,49 12,31 22,44 25,87 
HadGEM2-CC 11,36 12,65 21,41 24,62 
HadGEM2-ES 10,80 12,63 22,08 25,74 
inmcm4 8,52 9,71 18,23 19,96 
IPSL-CM5A-
LR 10,70 13,23 20,11 22,81 
IPSL-CM5A-
MR 9,97 11,78 20,10 22,71 
IPSL-CM5B-
LR 10,45 11,98 19,87 22,07 
MIROC5 11,76 14,07 20,43 22,37 
MIROC-ESM 10,84 12,46 21,01 23,90 
MPI-ESM-LR 9,32 10,66 18,86 20,85 
MPI-ESM-MR 8,63 10,11 19,15 20,94 
MRI-CGCM3 9,09 10,20 18,49 19,77 
MRI-ESM1 8,53 10,39 18,47 20,39 
NorESM1-M 9,97 11,62 19,65 22,23 
NorESM1-ME 9,75 11,32 19,36 21,54 
ŚREDNIA: 10,01 11,67 19,83 22,04 
5,00% 8,56 10,14 18,48 19,90 
95,00% 11,20 13,22 21,94 25,40 

 
Tabela 3. Modele zmiany opadu w okresie zimowym wg scenariuszy RCP 2.6, 4.5, 6.0 i 8.5. Wartości 
5% i 95% oznaczają odpowiedni percentyl. 

RCP 2.6 
 2036-2065 IX-

XI 
 2071-2100 IX-

XI 
 2036-2065 

XII-II 
 2071-2100 

XII-II 
CNRM-CM5 149,2 142,3 116,2 112,6 
GISS-E2-H 137,9 137,1 119,5 108,2 
GISS-E2-R 149,5 140,8 110,6 98,0 
HadGEM2-
AO 122,7 121,7 101,7 89,7 

HadGEM2-ES 133,7 123,3 107,1 98,9 
IPSL-CM5A-
LR 140,7 148,7 109,5 119,3 

IPSL-CM5A-
MR 128,2 143,3 105,0 116,2 

MIROC5 147,7 154,2 103,7 111,2 



74 
 

MIROC-ESM 166,9 180,7 146,0 166,7 
MPI-ESM-LR 128,3 142,1 101,9 100,3 
MPI-ESM-MR 125,6 145,3 96,6 109,0 
MRI-CGCM3 111,4 122,3 90,8 107,4 
NorESM1-M 144,4 139,6 110,7 109,1 
NorESM1-ME 135,0 136,1 120,8 103,4 
ŚREDNIA: 137,2 141,2 110,0 110,7 
ZMIANA (%): 2,4 5,4 11,0 11,7 
5,00% 118,745 122,09 113,62 114,675 
95,00% 155,59 163,475 153,01 158,885 

RCP 4.5 
 2036-2065 IX-

XI 
 2071-2100 IX-

XI 
 2036-2065 

XII-II 
 2071-2100 

XII-II 
ACCESS1-0 140,9 127,2 111,3 119,0 
ACCESS1-3 137,9 135,9 116,3 122,9 
CCSM4 158,0 155,3 101,7 107,1 
CMCC-CM 128,2 121,1 124,7 128,3 
CMCC-CMS 131,5 152,1 119,0 127,5 
CNRM-CM5 157,2 157,1 110,5 121,3 
GISS-E2-H 148,5 146,4 113,4 114,8 
GISS-E2-H-
CC 134,4 145,4 106,7 116,9 

GISS-E2-R 138,8 142,9 107,2 95,4 
GISS-E2-R-
CC 143,3 140,2 110,7 99,8 

HadGEM2-
AO 120,3 117,4 103,2 113,3 

HadGEM2-CC 129,8 125,0 130,1 129,4 
HadGEM2-ES 119,1 138,2 115,4 116,4 
inmcm4 157,3 146,3 99,4 114,5 
IPSL-CM5A-
LR 133,5 152,0 107,6 111,6 

IPSL-CM5A-
MR 136,7 121,8 113,6 115,7 

IPSL-CM5B-
LR 153,2 159,1 108,4 118,1 

MIROC5 160,6 156,6 102,8 120,5 
MIROC-ESM 165,4 175,6 159,6 174,0 
MPI-ESM-LR 148,7 136,2 101,6 96,9 
MPI-ESM-MR 146,7 153,7 102,1 101,3 
MRI-CGCM3 120,0 136,2 109,4 100,6 
NorESM1-M 140,0 144,5 113,4 114,4 
NorESM1-ME 144,5 140,6 119,0 125,3 
ŚREDNIA: 141,4 142,8 112,8 116,9 
ZMIANA (%): 5,5 6,6 13,8 18,0 
5,00% 120,045 121,205 101,615 97,335 
95,00% 160,21 158,8 129,29 129,235 

RCP 6.0 
 2036-2065 IX-

XI 
 2071-2100 IX-

XI 
 2036-2065 

XII-II 
 2071-2100 

XII-II 
CCSM4 145,2 151,7 106,2 110,2 
GISS-E2-H 138,5 145,2 100,3 121,2 
GISS-E2-R 161,1 147,1 116,7 102,5 
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HadGEM2-
AO 120,0 130,4 104,8 100,0 

HadGEM2-ES 138,9 119,8 119,5 115,4 
IPSL-CM5A-
LR 141,3 135,4 113,6 123,3 

IPSL-CM5A-
MR 123,2 133,0 113,0 124,6 

MIROC5 160,6 181,9 109,0 119,4 
MIROC-ESM 158,3 170,6 162,3 170,0 
MRI-CGCM3 126,8 131,7 113,7 113,4 
NorESM1-M 135,6 129,3 113,9 131,4 
NorESM1-ME 137,3 127,1 119,5 121,4 
ŚREDNIA: 140,6 141,9 116,0 121,1 
ZMIANA (%): 4,9 5,9 17,1 22,2 
5,00% 121,76 123,815 102,775 101,375 
95,00% 160,825 175,685 138,76 148,77 

RCP 8.5 
 2036-2065 IX-

XI 
 2071-2100 IX-

XI 
 2036-2065 

XII-II 
 2071-2100 

XII-II 
ACCESS1-0 132,2 125,1 111,9 129,5 
ACCESS1-3 139,5 137,1 129,6 142,1 
CCSM4 170,6 150,0 115,4 130,5 
CMCC-CESM 145,8 185,1 148,7 185,7 
CMCC-CM 133,9 133,6 123,2 136,4 
CMCC-CMS 140,6 145,6 114,2 142,9 
CNRM-CM5 169,3 171,9 120,0 131,9 
GISS-E2-H 154,4 158,5 99,6 119,0 
GISS-E2-H-
CC 133,8 144,9 107,8 112,2 

GISS-E2-R 148,5 140,0 111,6 106,2 
GISS-E2-R-
CC 147,9 136,4 107,8 109,4 

HadGEM2-
AO 114,6 125,8 106,0 117,9 

HadGEM2-CC 125,9 117,6 121,0 144,0 
HadGEM2-ES 121,4 121,6 120,2 141,6 
inmcm4 146,0 153,5 99,6 130,9 
IPSL-CM5A-
LR 150,4 144,3 108,8 118,4 

IPSL-CM5A-
MR 119,4 145,3 130,7 134,5 

IPSL-CM5B-
LR 150,0 162,1 114,1 130,9 

MIROC5 157,1 173,5 119,5 129,7 
MIROC-ESM 167,7 182,5 163,9 195,1 
MPI-ESM-LR 129,8 123,4 107,0 118,0 
MPI-ESM-MR 125,8 150,6 129,2 133,1 
MRI-CGCM3 133,9 128,8 102,7 135,0 
MRI-ESM1 142,7 146,8 97,0 111,7 
NorESM1-M 140,5 151,3 114,8 128,9 
NorESM1-ME 136,2 150,1 126,1 135,6 
ŚREDNIA: 141,5 146,4 117,3 132,7 
ZMIANA (%): 5,6 9,3 18,4 33,9 
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5,00% 119,9 122,05 99,6 109,975 
95,00% 168,9 180,25 144,2 175,275 

 
Tabela 4. Modele zmiany opadu w okresie letnim wg scenariuszy RCP 2.6, 4.5, 6.0 i 8.5. Wartości 
5% i 95% oznaczają odpowiedni percentyl. 
RCP 2.6  2036-2065 III-

V 
 2071-2100 III-

V 
 2036-2065 VI-

VIII 
 2071-2100 VI-

VIII 
CNRM-CM5 148,0 143,2 245,0 239,9 
GISS-E2-H 111,5 102,8 219,1 224,3 
GISS-E2-R 140,1 127,8 248,3 244,2 
HadGEM2-AO 118,2 118,4 140,0 173,4 
HadGEM2-ES 125,3 141,0 186,6 172,8 
IPSL-CM5A-
LR 

129,3 126,9 238,0 243,0 

IPSL-CM5A-
MR 

122,4 132,0 212,0 229,4 

MIROC5 135,8 134,1 218,7 216,9 
MIROC-ESM 142,6 145,4 242,0 257,1 
MPI-ESM-LR 144,3 141,4 201,4 191,9 
MPI-ESM-MR 127,8 130,1 199,5 181,1 
MRI-CGCM3 112,4 117,4 214,6 227,8 
NorESM1-M 118,8 120,2 214,0 227,7 
NorESM1-ME 131,7 135,0 206,2 195,2 
ŚREDNIA: 129,2 129,7 213,2 216,1 
ZMIANA (%): 7,3 7,7 2,7 4,1 
5,00% 112,085 112,29 170,29 173,19 
95,00% 145,595 143,97 246,155 248,715 
RCP 4.5  2036-2065 III-

V 
 2071-2100 III-

V 
 2036-2065 VI-

VIII 
 2071-2100 VI-

VIII 
ACCESS1-0 146,2 152,3 186,7 159,9 
ACCESS1-3 154,0 157,1 172,1 174,4 
CCSM4 116,9 127,8 193,9 187,7 
CMCC-CM 127,9 127,2 199,1 195,3 
CMCC-CMS 135,7 159,2 214,3 216 
CNRM-CM5 141,7 160,1 239,4 235,2 
GISS-E2-H 113,5 113,1 225,9 212,3 
GISS-E2-H-CC 130,5 146,8 223,7 202,3 
GISS-E2-R 141,2 134,1 234,1 222,2 
GISS-E2-R-CC 125,7 132,3 209,3 241,1 
HadGEM2-AO 122,9 135,2 141 140,5 
HadGEM2-CC 159,1 147,0 158,3 173 
HadGEM2-ES 135,9 146,2 160,9 162,6 
inmcm4 100,4 109,8 204 184,1 
IPSL-CM5A-
LR 

129,9 131,9 247,4 237 

IPSL-CM5A-
MR 

126,2 127,6 208,2 206,6 

IPSL-CM5B-
LR 

114,3 129,0 232,5 226 

MIROC5 134,8 150,5 237,8 225,8 
MIROC-ESM 147,4 154,1 256,5 236,9 
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MPI-ESM-LR 145,9 140,0 182,8 171,3 
MPI-ESM-MR 120,8 128,4 172,8 181,1 
MRI-CGCM3 116,0 123,6 223,2 231,3 
NorESM1-M 120,9 127,8 195,4 190,7 
NorESM1-ME 140,1 135,2 208,7 188,4 
ŚREDNIA: 131,2 137,3 205,3 200,1 
ZMIANA (%): 9,0 14,0 -1,1 -3,6 
5,00% 113,62 114,675 158,69 160,305 
95,00% 153,01 158,885 246,2 236,985 
RCP 6.0  2036-2065 III-

V 
 2071-2100 III-

V 
 2036-2065 VI-

VIII 
 2071-2100 VI-

VIII 
CCSM4 135,1 126,9 199,1 210,6 
GISS-E2-H 101,7 105,9 208,5 208,6 
GISS-E2-R 136,1 143,2 212,3 224,0 
HadGEM2-AO 134,6 124,3 158,1 124,0 
HadGEM2-ES 132,3 135,7 177,9 159,7 
IPSL-CM5A-
LR 

132,3 129,9 231,4 239,7 

IPSL-CM5A-
MR 

120,2 116,9 230,0 191,5 

MIROC5 141,4 145,4 217,8 236,3 
MIROC-ESM 154,5 159,9 264,9 265,0 
MRI-CGCM3 107,8 122,4 237,3 240,3 
NorESM1-M 129,6 125,3 202,5 201,5 
NorESM1-ME 128,7 126,1 204,4 193,4 
ŚREDNIA: 129,5 130,2 212,0 207,9 
ZMIANA (%): 7,6 8,1 2,1 0,1 
5,00% 105,055 111,95 168,99 143,635 
95,00% 147,295 151,925 249,72 251,415 
RCP 8.5  2036-2065 III-

V 
 2071-2100 III-

V 
 2036-2065 VI-

VIII 
 2071-2100 VI-

VIII 
ACCESS1-0 152,4 139,4 152,2 133,6 
ACCESS1-3 145,4 176,8 160,9 151,8 
CCSM4 123,2 133,4 197,0 176,6 
CMCC-CESM 165,4 169,6 230,6 228,9 
CMCC-CM 148,0 130,3 208,4 181,8 
CMCC-CMS 150,3 161,7 211,2 188,4 
CNRM-CM5 158,5 171,7 241,1 246,8 
GISS-E2-H 124,4 117,7 203,8 206,6 
GISS-E2-H-CC 145,9 133,5 250,2 215,3 
GISS-E2-R 146,0 138,4 253,7 220,3 
GISS-E2-R-CC 128,6 132,0 226,1 216,9 
HadGEM2-AO 122,0 128,3 134,0 93,9 
HadGEM2-CC 144,6 175,4 158,0 133,5 
HadGEM2-ES 137,4 142,3 156,1 132,4 
inmcm4 119,9 117,3 177,2 163,0 
IPSL-CM5A-
LR 

121,4 120,4 233,1 213,0 

IPSL-CM5A-
MR 

126,8 136,3 194,8 175,2 

IPSL-CM5B-
LR 

130,3 142,0 220,0 220,0 
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MIROC5 154,4 145,0 214,3 232,2 
MIROC-ESM 148,2 178,3 263,4 264,2 
MPI-ESM-LR 139,0 147,4 182,5 152,4 
MPI-ESM-MR 150,1 151,0 182,2 151,0 
MRI-CGCM3 125,9 152,5 229,5 246,9 
MRI-ESM1 140,5 160,7 224,5 235,6 
NorESM1-M 127,6 129,7 205,6 192,8 
NorESM1-ME 131,7 147,7 213,4 204,5 
ŚREDNIA: 138,8 145,3 204,8 191,4 
ZMIANA (%): 15,3 20,7 -1,3 -7,8 
5,00% 121,55 118,375 153,175 132,675 
95,00% 157,475 176,45 252,825 246,875 

 
Tabela 5 Wartości referencyjne (okres 1986-2015) i zmiany w stosunku  do przewidywanej wartość 
temperatury wg scenariuszy RCP 2.6, 4.5, 6.0, 8.5 

 IX-XI XII-II III-VI VII-X 
1986-2015 à 8,5 -0,7 8,1 17,6 

RCP 
2.6 

2036-2065 1,2 1,29 1,26 1,27 

2071-2100 1,19 1,28 1,15 1,23 

RCP 
4.5 

2036-2065 1,48 1,76 1,5 1,71 

2071-2100 2,1 2,55 2,08 2,29 

RCP 
6.0 

2036-2065 1,5 1,65 1,44 1,64 

2071-2100 2,72 2,59 2,48 2,96 

RCP 
8.5 

2036-2065 2,1 2,5 1,91 2,23 

2071-2100 4,08 4,61 3,57 4,44 
 
 

 
 


