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Resumen 

 

 

Aspergillus spp. en plantas de maní nativo y 
cultivado. Identificación, capacidad 

toxicogénica y control biológico. 
 

 

 

Las especies del género Aspergillus son productoras de aflatoxinas, ácido 

ciclopiazónico y ocratoxina A, importantes por su impacto en la salud humana. El maní 

es un cultivo económicamente importante en Argentina, susceptible a la colonización 

por A. flavus y A. parasiticus, con posterior contaminación con aflatoxinas. A fin de 

reducir dicha contaminación, surgió el biocontrol como alternativa de manejo.  

Se aislaron Aspergillus spp. a partir de diferentes sustratos de plantas nativas y 

cultivadas. Se estudió la capacidad toxicogénica en las secciones Nigri y Flavi y la 

contaminación natural de toxinas en maní, a fin de realizar ensayos de biocontrol in 

vitro. Se analizó la cinética de crecimiento de cepas seleccionadas como potenciales 

biocontroladores. 

Los resultados muestran que las secciones Flavi y Nigri resultan más 

abundantes en plantas cultivadas, mostrando una elevada habilidad competitiva para 

colonizar la semilla.  

La distribución de quimiotipos y esclerocios en A. flavus, podría relacionarse 

con factores climáticos. Muy bajo porcentaje de cepas de A. niger resultaron 

ocratoxicogénicas, ninguna asociada a semilla. Su mayor frecuencia en este sustrato 

podría determinar una menor incidencia de la sección Flavi, debido tal vez a su 

cinética de crecimiento. Estas características apoyan la hipótesis sobre la capacidad 

de A. niger como biocontrolador de cepas toxicogénicas de Aspergillus de la sección 

Flavi. Se encontraron tres cepas atoxicogénicas (A. niger 1636, A. flavus 1639 y A. 

parasiticus 1640) cuyas características demostraron que podrían ser utilizadas como 

agentes de control biológico. 

 

Palabras clave: Aspergillus – maní – biocontrol – aflatoxinas –  ácido ciclopiazónico – 
ocratoxina A – especies nativas de Arachis– Aspergillus flavus – Aspergillus 
parasiticus – Aspergillus niger –  



Abstract 

 

 

Aspergillus spp. in native and cultivated 
peanut plants. Identification, toxigenic 

capacity and biological control. 
 
 

 

 

 

The genus Aspergillus contains several species capable of producing aflatoxins, 

cyclopiazonic acid and ochratoxin A, all important for their impact on human health. 

The peanut is an economically important crop in Argentina and one of the crops most 

susceptible to colonization by A. flavus and A. parasiticus from the soil, with the 

subsequent aflatoxin contamination. In order to reduce the effects of mycotoxins, 

biological control emerged as an alternative. 

Aspergillus spp. were isolated from different substrates of native and cultivated 

plants. Toxigenic capacity in sections Flavi and Nigri and natural contamination in 

peanuts by toxins  were studied, in order to perform biological control tests in vitro. 

The results show that sections Flavi and Nigri are often found in cultivated and 

native peanuts, although they are more abundant in cultivated plants, showing a higher 

competitive ability to colonize the seed.  

The distribution of chemotypes and sclerotia of A. flavus could be related to 

climatic factors. A very low percentage of A. niger strains were ochratoxin-producers, 

and none were associated with seeds. Its higher frequency on this substrate could 

determine a low incidence of Flavi section, perhaps due to its growth kinetics. These 

features support the hypothesis that  A. niger could be a good biocontrol agent against 

toxigenic strains of Aspergillus section Nigri. Three atoxigenic strains (A. niger 1636, A. 

flavus 1639 and A. parasiticus 1640) showed characteristics that suggest that they 

could be used as biological control agents. 

 

Key words: Aspergillus – peanut – biocontrol – aflatoxin – cyclopiazonic acid – 
ochratoxin A – wild Arachis species – Aspergillus flavus – Aspergillus parasiticus – 
Aspergillus niger –  
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INTRODUCCIÓN 

 

1. EL GÉNERO ASPERGILLUS 

 
1.1 Importancia del género 

 

El género Aspergillus P. Micheli ex Haller, 1768 fue descripto por primera vez 

hace casi 300 años por P. A. Micheli (1729), quien lo denominó con este nombre por el 

parecido de la cabeza conidial con un "aspergillum" (instrumento religioso utilizado 

para dispersar el agua bendita). Aspergillus es un género importante en los alimentos, 

desde el punto de vista del deterioro y porque muchas especies producen micotoxinas. 

Aunque algunas se utilizan en la producción de alimentos fermentados (por ejemplo 

Aspergillus oryzae en la fabricación de salsa de soja), la mayoría de las especies de 

Aspergillus producen alteraciones de los alimentos. Son muy comunes en los 

productos almacenados tales como granos, nueces y especias, y son más frecuentes 

en las zonas tropicales y subtropicales que en los climas templados (Pitt & Hocking, 

1997, Hocking 2006). Las especies de este género compiten con las especies de 

Penicillium y Fusarium en el predominio sobre los alimentos de origen animal y 

vegetal. Aspergillus crece a mayor temperatura y menor actividad de agua que 

Penicillium, y si bien tiene un desarrollo más rápido, tarda más tiempo en producir 

esporas, las cuales son más resistentes a la luz y agentes químicos (Hocking 2006). Si 

bien ambos hongos son cosmopolitas y ubicuos, es común que los organismos 

responsables del deterioro de alimentos en zonas tropicales pertenezcan al género 

Aspergillus, mientras que en zonas templadas, dicho deterioro se debe principalmente 

a especies del género Penicillium. Aspergillus y Penicillium son hongos universales. La 

gran mayoría de las especies son saprófitas, comúnmente se encuentran en el suelo, 

la vegetación en descomposición, semillas y granos. Sólo unas pocas especies bien 

conocidas han sido reconocidas como importantes patógenos de humanos o animales 

domésticos. 

Respecto de  la producción de metabolitos tóxicos, numerosas especies dentro 

del género Aspergillus han sido reconocidas como productoras de algunas de las 

micotoxinas de mayor importancia por su impacto en la salud humana y animal, tales 

como las aflatoxinas y la ocratoxina A. Junto con Penicillium y Fusarium, Aspergillus  
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es considerado uno de los géneros más importantes en relación a los hongos 

potencialmente toxicogénicos. 

 

 

1.2 Diagnosis 

 

Aspergillus es un género de hongos ascomicetes, en el cual los estados 

anamórficos se reproducen por la producción de fialosporas (conidios que surgen a 

partir de fiálides). Es un género que contiene más de 180 especies reconocidas (Pitt et 

al., 2000), de las cuales algunas son muy raras, mientras que otras son las más 

comúnmente halladas en todo tipo de sustrato. Aspergillus se caracteriza por su 

conidióforo característico (Fig. 1) que se eleva desde la hifa vegetativa a partir de una 

célula pie que lo origina. El estípite, mide desde alrededor de 50 m hasta varios 

milímetros de longitud desde la célula pie (Klich, 2002a).  

FIGURA 1: Conidióforo de Aspergillus spp.  
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FIGURA 2: Tipos de vesículas del conidióforo de Aspergillus sp. A.- clavada, B.- globosa, C.- 

subglobosa, D.- espatulada. 

 

El extremo apical del estípite se expande formando una vesícula que puede 

poseer varias formas características (Fig. 2). En algunas especies, la célula 

conidiógena o fiálide se forma directamente desde la vesícula, recibiendo el nombre de 

uniseriadas. En otros casos, existe otra capa de células entre las fiálides y la vesícula, 

llamadas métulas. Aquellos Aspergillus que presentan métulas y fiálides, las cuales 

surgen simultáneamente, se denominan biseriados (Fig. 1). Tanto las fiálides en las 

especies uniseriadas como las métulas y fiálides en especies biseriadas pueden 

ocupar la totalidad de la vesícula o parte de ella (Fig. 2B, Fig. 3).  

FIGURA 3: Disposición de fiálides en la cabezuela, ocupando la parte superior de la vesícula 

 

Al conjunto de vesícula, fiálides, métulas (si existen) y conidios se lo denomina 

cabezuela. Si bien este género contiene muchos estados anamórficos, en algunos 

casos se conoce su fase sexual o teleomórfica, la que se corresponde con unos pocos 

ascomicetes y sus ascocarpos son del tipo cleistotecioide. Los conidios varían en 

color, tamaño y forma (Raper & Fennell, 1965; Pitt & Hocking. 1997). Los esclerocios, 

presentes en algunas especies, generalmente son globosos o subglobosos. 
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1.3 Sistemática 

 

El género Aspergillus agrupa muchos estados anamórficos, sin embargo 

existen especies que presentan reproducción sexual. En los casos en que se conoce 

el teleomorfo, hasta el año 2012 se los agrupaba dentro de los géneros 

Chaetosartorya Subram. 1972, Emericella Berk. 1857, Eurotium Link 1809, 

Fennellia B.J. Wiley & E.G. Simmons 1973, Hemicarpenteles A.K. Sarbhoy & Elphick 

1968, Neosartorya Malloch & Cain 1973, Petromyces Malloch & Cain 1973, 

Sclerocleista Subram. 1972 y Warcupiella Subram. 1972, todos pertenecientes a la 

familia Trichocomaceae E. Fisch. 1897, del orden Eurotiales G.W. Martin ex Benny & 

Kimbr. 1980, perteneciente al Phylum Ascomycota Whittaker 1959 (Alexopoulos et al., 

1996). Sin embargo, a partir del 1 de enero de 2013, luego de la edición del último 

Código Internacional de Nomenclatura Botánica (Zhang et al., 2013), el sistema de dos 

nombres de los hongos se sustituye por un único nombre científico de cada especie 

basándose en la prioridad. Puesto que el nombre de Aspergillus es anterior a los 

nombres de los múltiples géneros de teleomorfos asociados, y que la característica 

distintiva es la forma de “aspergillum” de su cabezuela, sumado a que es uno de los 

géneros más antiguamente descriptos, hace que deba ser éste el nombre que deba 

conservarse como único nombre. La Comisión Internacional de Penicillium y 

Aspergillus votó a favor de mantener un amplio concepto genérico para Aspergillus, 

con todos los géneros sexuales considerados sinónimos. De todas maneras, es 

probable  que este taxón se mantenga en un lugar central en los debates futuros sobre 

la nomenclatura y la diversidad micológica. 

Raper y Fennell (1965) aportaron una monografía que ha sido ampliamente utilizada y 

que se basa principalmente en características morfológicas y de cultivo. Sin embargo, 

si bien los nombres de las especies deben seguir las reglas del Código Internacional 

de Botánica, en su trabajo se negaron a la utilización de los nombres correctos para 

los teleomorfos, denominándolos también Aspergillus. Otros taxónomos se ocuparon 

de ésta y otras dificultades sistemáticas que surgieron de esta monografía. 

Subramanian (1971) y Malloch y Cain (1972) propusieron nombres para los 

teleomorfos de Aspergillus y Gams et al. (1985) propusieron una nueva clasificación 

basada en subgéneros y secciones para reemplazar el término incorrecto: “grupo”, de 

acuerdo a lo solicitado por el Código Nomenclatural. Gams y Samson (1985) 

ofrecieron nuevas tipificaciones de Aspergillus y sus teleomorfos asociados y Samson, 

en 1979 elaboró un compendio en cual se aceptan 90 especies descriptas desde 1965 

hasta esa fecha. Una guía de los Aspergillus comunes y sus teleomorfos publicada por 



Introducción 

 

 5 

Klich en 2002a incorpora todos estos avances nomenclaturales. Por otro lado, Pitt & 

Samson (1993) elaboraron una lista de “Nombres de Uso Común (NCU)” para la 

familia Trichocomaceae, que incluye a Aspergillus y sus teleomorfos relacionados. Por 

este medio, los nombres utilizados por Raper y Fennell en 1965 están protegidos 

contra anteriores nombres válidos. Es el caso de A. niger, que se conservó bajo las 

disposiciones del Código Nomenclatural, ya que este nombre era conocido por ser 

precedido por A. phoenicis (Corda) Thom y A. ficuum (Reichardt) Hennings (Pitt 

& Hocking, 2009). 

Actualmente la clasificación de Gams et al. (1985) es la más aceptada por los 

investigadores que estudian el género Aspergillus. La misma divide al género en 6 

subgéneros, los cuales a su vez están distribuidos en una o más secciones. Estudios 

filogenéticos de secuencias de genes de ARN ribosomal llevaron posteriormente a la 

aceptación de 3 subgéneros con un total de 15 secciones y el llamado »grupo 

Warcupiella«, un tratamiento actualmente aceptado por la mayoría de los 

investigadores de Aspergillus (Tabla 1) (Peterson, 2000). 

 

Tabla 1: Clasificación del género Aspergillus según Gams et al. (1985) y Peterson (2000) y sus 
teleomorfos asociados. Tomado de Varga et al., 2003. 

 

* A partir del último Código de Nomenclatura Botánica (Zhang et al., 2013), pasan a llamarse 
Aspergillus. 

Sección Asignación a subgénero Teleomorfo asociado* 
Gams et al. Peterson et al. 

Aspergillus Aspergillus Aspergillus Eurotium 
Restricti Aspergillus Aspergillus - 
Cervini Fumigati Aspergillus - 
Terrei Nidulantes Aspergillus Fennellia 

Flavipedes Nidulantes Aspergillus Fennellia 
Nigri Circundati Aspergillus - 

Circundati Circundati Aspergillus Neopetromyces 
Flavi Circundati Aspergillus Petromyces 

Cremei Circundati Aspergillus Chaetosartorya 
Candidi Circundati Aspergillus - 
Wentii Circundati - - 

Fumigati Fumigati Fumigati Neosartorya 
Clavati Clavati Fumigati Neocarpenteles 

Nidulantes Nidulantes Nidulantes Emericella 
Versicolores Nidulantes - - 

Usti Nidulantes - - 
Sparsi Circundati Nidulantes - 
Ornati Ornati Nidulantes Sclerocleista 

Grupo Warcupiella Ornati Grupo Warcupiella Warcupiella 
 



Introducción 

 

 6 

1.4 Características morfológicas de importancia para la identificación 

 

Inicialmente podemos distinguir características tanto macromorfológicas, 

aquellas que podemos apreciar a ojo desnudo o a lupa; como micromorfológicas, en 

el caso que necesitemos del auxilio del microscopio (Klich, 2002a). 
 
Macromorfología 

Color de la colonia: Debido principalmente al color de los conidios en masa, suele ser 

la característica más importante para la clasificación a nivel de subgénero. 

Diámetro de la colonia: Se considera el crecimiento de la colonia en oscuridad por un 

tiempo determinado, en medios específicos y a temperaturas estándar, midiéndose el 

máximo diámetro de cada una de las tres colonias. En general se utilizan: un período 

de cultivo de tiempo de 7 días, con tres puntos de inóculo en placas de petri grandes a 

25 ºC, aunque en algunos casos se incuba además a 37 ºC.  

Color del micelio: Comprende las hifas vegetativas desde las que se elevan los 

conidióforos, usualmente el micelio es blanco, pero en algunos casos puede tener 

color característico. 

Exudado: Ausencia o presencia y color de las pequeñas gotas de líquido que se 

observan sobre la superficie del micelio. 

Color del reverso: Representa el color del micelio observado bajo la colonia, a través 

del agar al invertir la placa de Petri. 

Pigmentos solubles: Ausencia o presencia y color de pigmentos que difunden dentro 

del agar coloreándolo, más allá del crecimiento de la colonia. 

Esclerocios: Comprende masas de hifas, usualmente esféricas, subesféricas o 

elipsoidales sin esporas. Es importante considerar ausencia o presencia y sus 

características como forma y color. 

Ascoma cleistotecial: En aquellas especies donde se conoce la reproducción sexual, 

este es el tipo de ascoma que se puede encontrar, el mismo contiene ascos y 

ascosporas. Debe documentarse ausencia o presencia. 
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Micromorfología  

Seriación: Se refiere a la presencia de fiálides únicamente (uniseriado) o fiálides y 

métulas (biseriado) entre la vesícula y los conidios. Se considera disposición sobre la 

vesícula, forma y tamaño de ambos tipos celulares. 

Vesícula: Se refiere al ápice expandido del estípite. Su forma y tamaño son 

características de valor en algunas especies. 

Conidio: Deben documentarse forma, tamaño y textura de la superficie. 

Estípite: Son importantes su longitud, color y textura de la superficie. 

Células de Hülle: Comprenden células fuertemente refractivas con pared muy gruesa 

que están asociadas a algunas especies. Es importante destacar ausencia o 

presencia. 

Esclerocios: Forma, tamaño y color tienen valor taxonómico.  

Pared cleistotecial: La forma y textura de las células que forman la pared cleistotecial 

son características de importancia en la determinación de los géneros teleomórficos. 

Ascosporas: Tienen valor taxonómico el color, tamaño y ornamentación de las 

ascosporas, así como bridas o ranuras que las rodean. 

 

 

1.5 Breve descripción de Subgénero Circumdati, sección Flavi: 

 

Aspergillus subgénero Circumdati sección Flavi incluye especies con 

cabezuelas conidiales en tonos de amarillo verdoso a castaño oscuro y esclerocios 

oscuros (Varga et al., 2011) (fig. 4). Varias especies asignadas a esta sección son 

productoras de micotoxinas muy importantes, como las aflatoxinas, el ácido 

ciclopiazónico y el ácido kójico. Los aislamientos de las denominadas especies 

domesticadas, tales como A. oryzae, A. sojae y A. tamarii se utilizan en los procesos 

de fermentación de alimentos orientales y como huéspedes para la expresión de 

genes heterólogos (Campbell-Platt & Cook 1989). 

Utilizando un enfoque polifásico con caracteres morfológicos, datos de 

extrolitos y secuencias de calmodulina parcial y β-tubulina se examinaron las 
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relaciones evolutivas dentro de esta sección (Rodrigues et al., 2009). Los datos 

indican que Aspergillus sección Flavi consiste de 22 especies, que se pueden agrupar 

en siete clados. Entre ellas se destacan: A. flavus Link, A. parasiticus Speare, A. 

tamarii Kita, A. pseudotamarii Ito et al., A. caelatus BW Horn, A. nomius Kurtzman 

Horn & Hesseltine, A. bombycis Peterson et al., A. oryzae (Ahlburg) Cohn, y A. sojae 

Sakaguchi & Yamada ex Murakami. (Tabla 2). Actualmente se han reconocido nuevas 

especies, como Aspergillus minisclerotigenes  aislada de semillas y hojas de plantas 

de maní cultivado (A. hypogaea) y A. arachidicola aislada de hojas de maní nativo (A. 

glabrata) (Pildain et al., 2008). 

La diversificación de las especies de la sección hace muy dificultosa su 

identificación con los métodos morfológicos y fisiológicos convencionales, debido a 

que las características que las definen se encuentran muy solapadas. Es por este 

motivo que en la actualidad, al igual que en otros campos de la Micología, se trata de 

efectuar estudios que incluyan metodologías morfológicas, fisiológicas, químicas y 

genéticas. Uno de los caracteres morfológicos más importantes es la ornamentación 

de la pared del conidio, y junto con características fisiológicas tales como el 

crecimiento a diferentes temperaturas, son los más utilizados para realizar una  

identificación rápida y aproximada entre especies. Pero para lograr una correcta 

determinación es necesario sumar análisis de extrolitos y análisis moleculares como la 

secuenciación de distintos genes (Klich & Pitt, 1988a; Ito et. al, 2001; Peterson et al., 

2001). 
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FIGURA 4: Morfología de la colonia y los conidios a microscopio óptico de especies 
seleccionadas de la sección Flavi. a.- Cultivos en medio MEA, a 25°C y 7 días de incubación en 
oscuridad. b.- Esporas al microscopio óptico. A. arachidicola (4,5-5 μm), A. flavus (3-6 μm), A. 
tamarii (5,5-8 μm) y A. parasiticus (3,5-6 μm)  

  

a b 

A. arachidicola 

A. parasiticus 

A. tamarii 

A. flavus 
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Análisis filogenéticos de la sección, basados en las secuencias de las regiones 

intergénicas (ITS), indican que ésta se encuentra formada por 3 principales clados (A. 

flavus, A. tamarii y A.alliaceus) que tienen correlación con características morfológicas 

y del sistema de las ubiquinonas (Tabla 2) (Rigó et al., 2002). Los clados A. flavus  y 

A. tamarii incluyen a las especies productoras de micotoxinas con gran importancia 

económica, a las que se deben sumar las especies gemelas A. bombycis  y A. nomius 

(Tabla 2).  

 
Tabla 2: Especies que integran la sección Flavi, modificada de Rigó et al., 2002 
Especie de Aspergillus Clado Capacidad toxigénicaa 
A. robustus - - 
A. leporis - - 
A. avenaceus - - 
A. lanosus "A. alliaceus"* - 
A. alliaceus "A. alliaceus"* - 
A. albertensis "A. alliaceus"* - 
A. bombycis - AFB, AFG, ácido kojico 
A. nomius - AFB, AFG, ácido kojico 
A. oryzae "A. flavus" CPA,  ácido kojico 
A. subolivaceus "A. flavus" - 
A. flavus "A. flavus" AFB, CPA, ácido kojico 
A. thomii "A. flavus" - 
A. terricola var. americanus "A. flavus" - 
A. parasiticus "A. flavus" AFB, AFG, ácido kojico 
A. toxicarius "A. flavus" AFB, AFG, ácido kojico 
A. sojae "A. flavus" ácido kojico 
A. caelatus "A. tamarii" ácido kojico 
A. pseudotamarii "A. tamarii" AFB, CPA, ácido kojico 
A. coremiiformis "A. tamarii" - 
A. flavofurcatus "A. tamarii" - 
A. terricola var. indica "A. tamarii" - 
A. terricola "A. tamarii" - 
A. tamarii "A. tamarii" CPA, ácido kojico 
 aAFB: aflatoxina tipo B; AFG: aflatoxina tipo G; CPA: ácido ciclopiazonico. * A partir del último 
Código de Nomenclatura Botánica (Zhang et al., 2013), pasan a llamarse Aspergillus. 

 

El hecho de que las especies productoras de aflatoxinas (A. flavus, A. 

parasiticus, A. nomius, A. bombycis y A. pseudotamarii) estén integrando diferentes 

clados indica que la habilidad de producir aflatoxinas fue perdida (o ganada) varias 

veces durante la evolución (Varga et al., 2003). Los hongos productores de aflatoxinas 

son un mosaico de especies que pertenecen a diferentes clados y en A. flavus los 

aislamientos toxicogénicos como los no-toxicogénicos son parafiléticos (incluyen una 
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parte pero no a todos los descendientes de un ancestro dado) dejando por lo tanto 

incompleta la historia evolutiva (Cotty et al., 1994; Tran-Dinh et al., 1999).  

Entre las especies productoras de aflatoxinas, A. flavus es una de las más 

comúnmente implicada como agente causal de contaminación con esta toxina  

(Bayman & Cotty, 1993) y según muchos autores, es la especie toxicogénica  

dominante en maní (Hill et al., 1985; Horn et al., 1994). Sin embargo, también se han 

registrado mayores proporciones de A. parasiticus, productor de las cuatro aflatoxinas 

conocidas (B1, B2, G1 y G2) en diferentes alimentos (Al-Hmoud N. et al., 2012; 

Rodriguez et al., 2012).  

Existen numerosos estudios que asocian las especies de esta sección con 

productos vegetales, en particular cultivos de interés agronómico como algodón, 

pistacho, maíz, maní y nueces (Perrone et al., 2007; Cotty; 1997, Horn, 2005; Diener 

et al., 1987), cultivados en zonas templadas y subtropicales. En el caso del pistacho 

dónde el órgano que se consume (fruto) es de tipo aéreo, el ciclo de vida de A. flavus 

es el siguiente: En la época de primavera y verano son infectados los frutos, a partir de 

conidios dispersados por el aire, provenientes de esclerocios que se encontraban en el 

suelo como estructuras de resistencia. Durante la época de invierno y otoño, el hongo 

forma los esclerocios que le permiten sobrellevar condiciones adversas (Shams-

Ghahfarokhi M., 2013).  

Para el caso del cultivo de maní (fig. 5), la situación sería semejante, aunque 

dado el pequeño porte de las plantas y la característica hipógea de sus frutos, la 

principal fuente de inóculo sería el suelo. El aire y los insectos se encargarían de 

dispersar los conidios hacia las partes florales y hojas de los cultivos, constituyendo 

fuentes de inóculo menos importantes  (Diener et al., 1987). La infección de los frutos 

se produce principalmente sobre semillas y frutos dañados, fundamentalmente por 

insectos que transportan los conidios (Mack and Davis, 1991; Gianessi L. 2009). 

Taninos, ceras, compuestos de aminoácidos y características estructurales en la 

cubierta de la semilla de maní parecen estar implicadas en la resistencia a la invasión 

de A. flavus y A. parasiticus (Amaya -F et al., 1977, Liang et al., 2006). Sin embargo, 

existen autores que aseguran que la infección del ovario puede producirse a través del 

ginóforo, sin que ésto genere daños visibles en el embrión, permitiendo a las semillas 

germinar igualmente (Griffin y Garren, 1976; Hill et al., 1983; Blankenship et al., 1984; 

Xu et al., 2000). Estas parecen ser, actualmente, las vías más aceptadas de infección 

en el campo, previo a la cosecha. 

 



Introducción 

 

 12 

Figura 5: Ciclo de vida de A. flavus en maní.  

 

 

Reddy et al. (2009) estudiaron las condiciones ambientales necesarias para 

inducir la contaminación por aflatoxinas antes de la cosecha de maní. Destacaron que 

el maní no se contamina con estas micotoxinas si no existe estrés por sequía grave y 

prolongada, incluso con  frecuencia de infección por A. flavus y A. parasiticus  del 

80%. Además, los frutos más grandes y maduros requerían para su contaminación, 

considerablemente más estrés por sequía que los granos pequeños e inmaduros. Las 

semillas de maní se infectan con hongos aflatoxigénicos cuando las vainas están en 

contacto directo con los hongos en el suelo o a través del ginóforo. Éstos pueden 

producir toxinas antes de la cosecha, durante el secado, y en el almacenamiento (Horn 

et al., 1995). 
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1.6 Breve descripción de Subgénero Circumdati, sección Nigri: 

 

La taxonomía de Aspergillus seción Nigri ha sido estudiada por muchos 

taxónomos. Raper y Fennell (1965) publicaron la monografía más completa del género 

Aspergillus que incluyó a todos los Aspergillus con cabezas conidiales negras en el 

mismo grupo (fig. 6).  Propusieron 12 especies y dos variedades, basados en la 

estructura uni o biseriada del conidióforo, el color de la colonia, la forma y 

ornamentación del conidio y la tasa de crecimiento en medio Agar-Czapek. 

Actualmente se reconoce que en todas las clasificaciones conocidas la delimitación de 

algunos taxones es problemática porque se distinguen por diferencias relativamente 

pequeñas en los caracteres variables y por lo tanto han sido artificialmente separados 

en claves diagnósticas. En la revisión de Abarca et al. (2004) se muestra  que la 

clasificación morfológica se corresponde con las relaciones genéticas entre cepas de 

algunos Aspergillus negros. Si bien A. carbonarius y las especies uniseriadas serían 

fácilmente reconocibles (tabla 3), en el llamado “agregado A. niger” plantearon una 

clasificación incorporando información a nivel molecular. 

 

Tabla 3: Clave dicotómica para la clasificación de Aspergillus sección Nigri (Abarca et al., 

2004) 

1. Aspergillus uniseriados 
1. Aspergillus biseriados 
2. Conidio con diámetro mayor a 6 m 
2. Conidio con diámetro menor a 6 m 

A. japonicus / A. aculeatusa 
2b 
A. carbonarius 
“agregado A. niger”c 

aEspecies uniseriadas de la sección, fácilmente reconocibles 
 bA. helicothrix, A. ellipticus y A. heteromorphus no están incluidas en esta clave porque son 
muy poco comunes 
cDatos moleculares indican que el agregado A. niger se puede dividir en dos, tres o incluso 
cuatro taxones, según los diferentes autores. No es posible distinguir entre ellos por medios 
morfológicos. 
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Los miembros de la sección Nigri (anteriormente llamada Grupo Niger), están 

distribuidos mundialmente, y crecen sobre una amplia variedad de sustratos. Es la 

contaminación más prevalente en alimentos en zonas de clima cálido, tanto en 

situación de campo como en almacenamiento (Pitt & Hocking, 2009). El hecho de 

tener los conidios negros proporciona a estas especies protección frente a  la luz UV. 

Su fisiología semejante a la de A. flavus, sugiere que ambas especies compiten en 

muchas situaciones y por ello varios autores han sugerido que podría usarse a A. niger 

como competidor de la especie aflatoxicogénica A. flavus en el campo (Wicklow et al., 

1987, Shantha et al., 1990).  

Esta sección comprende organismos productores de metabolitos secundarios 

tóxicos como la ocratoxina A (OTA), que es una micotoxina nefrotóxica y carcinógena. 

Aspergillus carbonarius y algunos representantes del agregado A. niger son conocidos 

productores de este compuesto (Dalcero et al., 2002; Magnoli et al., 2003; Abarca et 

al., 2004; Samson et al., 2004), aunque los porcentajes de cepas productoras y el 

potencial toxicogénico  dentro de A. carbonarius resultan siempre mayores. 
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FIGURA 6: Morfología de la colonia y los conidios a microscopio óptico de especies 
seleccionadas de la sección Nigri. a.- Cultivos en medio MEA, a 25°C y 7 días de incubación en 
oscuridad. b.- Esporas al microscopio óptico. A. niger (3,5–5 μm), A. aculeatus (3,5–5 μm) y A. 
carbonarius (7–9 μm) 

 

 

 

 

a b 

Agregado niger 

A. aculeatus 

A. carbonarius 
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1.7 Micotoxinas 

 

Como se indicó anteriormente,  Aspergillus es reconocido como uno de los más 

importantes géneros de hongos productores de micotoxinas. Estas pueden ser 

definidas como metabolitos secundarios de origen fúngico, que en pequeñas 

concentraciones resultan tóxicos para vertebrados y otros animales cuando son 

administrados a través de una ruta natural (Frisvad y Thrane, 1996). Estos metabolitos 

constituyen un conjunto heterogéneo tanto desde el punto de vista de su estructura 

química como de su toxicidad en el que se agrupan sólo porque son capaces de 

causar enfermedad y muerte en los seres humanos y otros vertebrados (Bennett & 

Klich, 2003). En la tabla 4 se puede observar un resumen de los principales géneros 

de hongos toxicogénicos y micotoxinas detectadas en algunos alimentos. 

El término “micotoxinas” fue acuñado en 1962 a raíz de una crisis veterinaria 

inusual cerca de Londres, Inglaterra, durante la cual aproximadamente 100.000 pavos 

murieron (Blout, 1961). Cuando esta misteriosa enfermedad X del pavo se relacionó 

con una harina de maní contaminada con metabolitos secundarios de Aspergillus 

flavus (aflatoxinas), alertó a los científicos sobre la posibilidad de que otros metabolitos 

fúngicos pudieran ser mortales. Rápidamente, el término micotoxina se amplió para 

incluir un número de toxinas de hongos conocidos previamente, como por ejemplo los 

alcaloides del cornezuelo del centeno, algunos compuestos que originalmente habían 

sido aislados como antibióticos, como la patulina, y un número de nuevos metabolitos 

secundarios revelados en estudios específicamente realizados con el objetivo de 

descubrir micotoxinas, como el caso de la ocratoxina A. 
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Tabla 4: Principales géneros de hongos toxicogénicos y micotoxinas encontradas en diversos 

alimentos (modificada de Miller, 1991) 

GÉNERO MICOTOXINA ALIMENTO 

Aspergillus 

Aflatoxinas 
Esterigmatocistina 
Ocratoxina A 
Ácido ciclopiazónico 

Cereales, maíz, arroz, 
frutos secos, semillas, 
legumbres, pasas, vino, 
tejidos de animales y 
derivados lácteos. 

Fusarium 
Tricotecenos 
Zearalenona 
Fumonisinas 

Cereales. 

Pencillium 

Patulina 
Citrinina 
Ocratoxina A 
Ácido ciclopiazónico 

Frutas y zumos, arroz, 
queso y cereales. 

Alternaria Alternariol 
Ácido tenuazónico 

Frutas, legumbres y 
productos derivados de 
manzanas y tomates. 

Claviceps Alcaloides del Ergot Cereales. 

 

 

1.7.1 Aflatoxinas (AF) 

 

1.7.1a Origen 

 

En el año 1960 más de 100.000 jóvenes pavos en granjas avícolas en 

Inglaterra murieron en el curso de unos pocos meses de una aparentemente nueva 

enfermedad que se denominó "enfermedad X del pavo". Pronto se encontró que no se 

limitaba a los pavos, sino que patos y faisanes jóvenes también se veían afectados. 

Frente a la alta tasa de mortalidad, se realizó un estudio minucioso de los primeros 

brotes y se detectó que todos estaban asociados con los alimentos, fundamentalmente 

con harina de maní (Sargeant, 1961).  

Las especulaciones realizadas durante 1960 con respecto a la naturaleza de la 

toxina sugirieron que podría ser de origen fúngico. El hongo productor de la toxina fue 

identificado como Aspergillus flavus y entonces se le dio el nombre de aflatoxina en 

virtud de su origen. Este descubrimiento ha llevado a una creciente toma de 

conciencia de los peligros potenciales de estas sustancias como contaminantes de los 
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alimentos que causa enfermedades e incluso la muerte en los seres humanos y otros 

mamíferos. Estudios posteriores revelaron que las aflatoxinas son producidas 

principalmente por algunas cepas de A. flavus y por la mayoría, si no todas, las cepas 

de A. parasiticus, además de otras especies relacionadas, que se desarrollan en 

granos y otros cultivos agrícolas. Estos estudios también revelaron que hay cuatro 

aflatoxinas principales: B1, B2, G1 y G2, más dos productos metabólicos adicionales: 

M1 y M2, que son de importancia como contaminantes directos de alimentos y 

piensos. Las aflatoxinas M1 y M2 se aislaron por primera vez de la leche (Milk) de 

vacas alimentadas con preparados contaminados con aflatoxinas, por ello su 

designación M. Mientras que la denominación B de las aflatoxinas B1 y B2 es el 

resultado de la aparición de fluorescencia azul (Blue) bajo la luz ultravioleta, la 

designación G se refiere a la fluorescencia de color verde (Green) de las mismas por 

exposición a la luz UV. 

 

1.7.1b Datos físicos y químicos 

 

Las aflatoxinas existen como cristales de incoloro a amarillo pálido a 

temperatura ambiente (IARC 2002). Son ligeramente solubles en agua e 

hidrocarburos, solubles en metanol, acetona, y cloroformo, e insolubles en disolventes 

no polares. Las AF son relativamente inestables a la luz y el aire, particularmente en 

solventes polares o cuando se exponen a agentes oxidantes, luz ultravioleta o 

soluciones con un pH por debajo de 3 o por encima de 10. Se descomponen en sus 

puntos de fusión, que son entre 237°C (G1) y 299°C (M1), pero no se destruyen bajo 

condiciones normales de cocción. Pueden ser completamente destruidos por 

tratamiento en autoclave en presencia de amoníaco o mediante tratamiento con 

hidróxido de sodio. En cuanto a su estructura química (fig. 7), estas toxinas son muy 

similares y forman un grupo único de compuestos heterocíclicos de origen natural muy 

oxigenados. Las AF son difuranocumarinas, cumarinas sustituidas, conteniendo anillos 

de bifurano y una configuración de tipo lactona.  
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Figura 7: estructura química de las aflatoxinas AFB1, AFB2, AFG1, AFG2, AFM1 y AFM2. 

(Juan García, 2008) 

 

 

 

 

1.7.1c Toxicidad  

 

Las aflatoxinas son potentes agentes tóxicos, cancerígenos, mutagénicos e 

inmunosupresores. El Comité Científico de la alimentación humana de la Unión 

Europea ha señalado que la AFB1  es un agente cancerígeno genotóxico que 

contribuye al riesgo de padecer cáncer hepático, incluso a dosis sumamente bajas 

(Scientific Committee on Food, 1996). La IARC también ha clasificado a la AFB1 

dentro de la categoría de sustancias del tipo 1 en base a la existencia de suficientes 

evidencias acerca de su carácter carcinogénico para el hombre, tanto aisladamente 

como en mezclas naturales con las otras AF (IARC, 1993; IARC, 2002). La misma 

Agencia clasificó a la aflatoxina M1 en la categoría 2B como corresponde a un agente 

posiblemente carcinogénico para el hombre en base a los estudios realizados con 

animales de experimentación, aunque con evidencias insuficientes por el momento 
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para el ser humano. Las AFB2 y AFG2 han sido estudiadas sólo en animales, 

resultando que las pruebas para AFG2 fueron insuficientes y las de AFB2 fueron 

limitadas como para ser clasificadas como cancerígenas.  

 

1.7.1d Límites máximos 

 

La Unión Europea, por el Reglamento (CE) 1881/2006 de la Comisión de 19 de 

diciembre de 2006 y sus posterior modificación (165/2010) del 26 de febrero de 2010 

ha establecido un contenido máximo de aflatoxina B1 de 2 μg/kg y un contenido 

máximo total de aflatoxinas de 4 μg/kg en todos los cereales y todos los productos 

derivados de los cereales. Se exceptúa  al  maíz que vaya a someterse a un proceso 

de selección u otro tratamiento físico antes del consumo humano para el cual se 

estableció un contenido máximo de aflatoxina B1 de 5 μg/kg y un contenido máximo 

total de aflatoxinas de 10 μg/kg.  

 

 

1.7.1e Organismos productores 

 

Las AF del tipo B (AFB) y G (AFG) son producidas por cepas de varias 

especies del género Aspergillus (A. flavus, A. parasiticus, A. nomius, y A. tamarii, entre 

otras) (Goto et al., 1996; Kurtzman et al., 1987). El crecimiento de estos hongos y la 

producción de toxinas dependen de muchos factores como puede ser el alimento, el 

grado de acidez, la temperatura o humedad ambientales y la presencia de microbiota 

competidora. En la tabla 5 pueden observarse algunos miembros de la sección Flavi y 

su perfil de producción de aflatoxinas. 
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Tabla 5: Producción de aflatoxinas por especies seleccionadas de Aspergillus sección Flavi. 
Modificado de Varga et al., 2011. 

Especies AFB1 AFB2 AFG1 AFG2 

A. arachidicola + + + + 

A. bombycis + + + + 

A. flavus ± ± − − 

A. minisclerotigenes + + + + 

A. nomius + + + + 

A. parasiticus + + + + 

A. parvisclerotigenus + + + + 

A. pseudotamarii + + − − 

A. pseudonomius + − − − 

A. pseudocaelatus + + + + 
 

 

1.7.1f Incidencia natural 

 

Las dos especies más importantes productoras de AF, A. flavus y A. parasiticus 

se distribuyen especialmente en zonas con climas cálidos y húmedos. A. flavus es 

ubicuo, aunque se encuentra mayormente asociado a las partes aéreas de las plantas 

(hojas, flores) y produce sólo AFB, mientras que A. parasiticus produce tanto AFB 

como AFG y está más adaptado al ambiente del suelo con una distribución más 

limitada (EFSA, 2007). A. bombysis, A. ochraceoroseus, A. nomius y A. pseudotamari 

también son productoras de AF, pero se encuentran con menos frecuencia (Filazi & 

Tansel Sireli, 2013). Desde el punto de vista micológico, hay diferencias cualitativas y 

cuantitativas en las habilidades toxicogénicas mostradas por diferentes cepas dentro 

de cada especie aflatoxicogénica, por ejemplo, sólo la mitad de las cepas de A. flavus 

producen aflatoxinas.  

Las AF se han detectado como contaminantes naturales en un gran número de 

productos agrícolas, habiéndose confirmado su presencia en prácticamente todas las 

zonas del mundo y en mayor o menor grado, en casi todos los alimentos de primera 

necesidad. Los alimentos considerados como más susceptibles a la contaminación 

incluyen maíz, maní, pistachos, nueces del Brasil y semillas de algodón. También se 

han encontrado AF en otras semillas oleaginosas como el girasol y la soja, en aceites 
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vegetales sin refinar, en frutos secos como las almendras, avellanas y nueces, en las 

especias como el pimentón, los chiles, la pimienta, etc., en las frutas desecadas como 

los higos secos y las pasas, en el café y el cacao, en los cereales y sus productos 

derivados y en los piensos. En el caso de las oleaginosas, principalmente las semillas 

de soja, girasol, canola, lino y maní, que se utilizan para la producción de aceites de 

cocina, después de la extracción del aceite, el residuo es una valiosa fuente de 

proteínas, especialmente para elaborar alimentos para animales. Además, estas 

semillas y sus productos se consumen principalmente como aperitivos, así como parte 

de los ingredientes de ciertos platos en la dieta diaria humana (Princen, 1983). El maní 

resulta el cultivo más susceptible a la contaminación con aflatoxinas, y este es un 

problema altamente significativo para los productores porque: 1. el cultivo tiene un alto 

valor económico, y 2. gran parte de la cosecha se vende a los mercados europeos que 

imponen límites significativamente menores que en algunos otros países (Filazi & 

Tansel Sireli, 2013). 

 

 

1.7.2 Ácido ciclopiazónico (CPA) 

 

1.7.2a Origen 

 

El CPA se aisló e identificó como un metabolito tóxico a partir de Penicillium 

cyclopium Westling (P. griseofulvum), y los primeros datos de contaminación natural 

con esta toxina fueron en maíz y maní. Esta micotoxina  no fue considerada durante la 

epidemia de mortalidad de pavos en Inglaterra (Enfermedad X del pavo). Sin embargo, 

posteriormente pudo demostrarse que algunos síntomas característicos que sufrían los 

pavos eran de origen neurológico y/o muscular y podrían haber sido causados por la 

presencia simultánea de CPA y las AF  en el mismo alimento (Pacin y Resnik, 2007). 

Debe su nombre a la primera especie de la cual se aisló, aunque luego pudo 

detectarse que varias especies de los géneros Aspergillus y Penicillium presentaban 

capacidad para su biosíntesis. 
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1.7.2b Datos físicos y químicos 

 

El ácido α-ciclopiazónico es un ácido indol-tetrámico (Fig. 8) producido por los 

géneros Aspergillus y Penicillium. Tiene el aspecto de un polvo blanco, higroscópico y 

estable cuando se encuentra en un lugar seco y se almacena a 4°C. El CPA es soluble 

en cloroformo, diclorometano, metanol, acetonitrilo y DMSO (dimetilsulfóxido). 

Figura 8: Estructura química de la molécula de ácido ciclopiazónico (CPA). 

 

 

1.7.2c Toxicidad  

 

La actividad biológica del CPA está relacionada con la inhibición, en forma 

potente y selectiva, del transporte de calcio intracelular, a través de la enzima ATPasa-

Ca2+, en el retículo sarcoplásmico, en especial del músculo esquelético (Suzuki et al., 

1992). Uyama et al., (1992) concluyeron que el CPA es un inhibidor selectivo y 

reversible de la bomba de Ca2+ de los sitios de almacenamiento intracelular de calcio, 

en el músculo liso. Se consideró, por tanto, una herramienta farmacológica valiosa 

para la investigación de los mecanismos de bombeo de Ca2+, como así también de la 

homeostasis intracelular de Ca2+. 

Los principales órganos blanco de esta micotoxina parecen ser el hígado, el 

riñón, el bazo y el páncreas. Puede causar anorexia, pérdida de peso, diarrea, fiebre, 

deshidratación y otros síntomas. Los estudios de alimentación en pollos mostraron 

necrosis de la mucosa digestiva y riñones frecuentemente hinchados o distendidos. 
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1.7.2d Límites máximos 

 

No existe legislación sobre los límites máximos que pueden detectarse en los 

alimentos, debido quizá a que todavía no se cuenta con suficientes datos para su 

evaluación toxicológica (Abbas et al., 2011). Además, el CPA no ha sido tan bien 

estudiado como las demás micotoxinas por una variedad de razones técnicas: no hay 

anticuerpos ni columnas de inmunoafinidad disponibles en el mercado, con lo cual los 

métodos utilizados requieren de cromatografía líquida acoplada a espectrometría de 

masa. Por otro lado, el CPA es inestable en solución en presencia de oxígeno, 

además se une al plástico en soluciones acuosas, con lo cual puede unirse a las 

columnas de cromatografía, lo que lleva a una muy baja recuperación.  

 

 

1.7.2e Organismos productores 

 

Los principales productores de CPA dentro del género Aspergillus son A. 

oryzae, A. tamarii y A. pseudotamarii, junto A. flavus. Numerosos aislamientos de A. 

flavus han demostrado ser capaces de producir simultáneamente CPA y AF, lo cual ha 

sugerido la posibilidad de una acción sinérgica de estas toxinas cuando se encuentran 

como co-contaminantes naturales en alimentos (Kumar & Balachandran, 2009; Smith 

et al., 1992) 

 

1.7.2f Incidencia natural 

 

El CPA puede contaminar una serie de productos agrícolas y alimentos para 

animales. Se lo encuentra a menudo en el maíz, semilla de algodón, maní y sus 

productos, los cuales generalmente son co – contaminados con aflatoxinas y otras 

micotoxinas (Abbas et al., 2008; Vaamonde et al., 2003). Esta toxina también ha sido 

encontrada en los tejidos comestibles de aves de corral, leche y huevos 

presuntamente debido al consumo de alimentos contaminados por parte de estos 

animales. A pesar de la amplia presencia de CPA, existen pocos incidentes de 

micotoxicosis animal y ningún incidente confirmado de intoxicación en seres humanos 

atribuidos al CPA. A pesar de su descubrimiento temprano, la naturaleza 
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aparentemente benigna del CPA obligó a la comunidad científica a destinar una 

atención mucho menor que a sus contrapartes como las aflatoxinas, tricotecenos, 

fumonisinas y las ocratoxinas en las últimas décadas (Yazar & Omurtag, 2008; Moss, 

2002).  

 

 

1.7.4 Ocratoxina A (OTA) 

 

1.7.4a Origen 

 

La ocratoxina A fue aislada de A. ochraceus (de ahí su nombre), en África del 

Sur (Van der Merwe et al., 1965) Su aislamiento fue parte de la investigación a gran 

escala para micotoxinas, durante la "fiebre del oro de micotoxinas” que siguió al 

descubrimiento de las aflatoxinas. 

 

1.7.4b Datos físicos y químicos 

 

En la naturaleza se encuentran varios metabolitos con estructuras químicas 

relacionadas, denominadas ocratoxina A, B, y C. La ocratoxina A (OTA) es la más 

importante por su toxicidad y su ocurrencia natural en diversos alimentos. La OTA es 

una micotoxina producida por el metabolismo secundario de muchas especies de 

hongos filamentosos que pertenecen a los géneros Aspergillus y Penicillium (NTP, 

2011). Es una dihidroisocumarina unida por el grupo 7-carboxilo a una molécula de L-

β-fenilalanina mediante un enlace amida, cuya estructura es la 7-(L-β-fenilalanil-

carbonil)-carboxil-5-cloro-8-hidroxi-3,4-dihidro-3R-metilisocumarina (fig. 9). 
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Figura 9: estructura química de la molécula de ocratoxina A 

 

Esta toxina se produce como un cristal incoloro a temperatura ambiente bajo 

luz normal, pero presenta fluorescencia azul verdosa a la luz ultravioleta (IARC 1993). 

El ácido libre es insoluble en agua pero es moderadamente soluble en solventes 

orgánicos como el cloroformo, el etanol, el metanol y el xileno (Akron 2010, HSDB 

2010). Es inestable en la luz, sobre todo en condiciones de elevada humedad, sin 

embargo, es muy estable en oscuridad en soluciones de etanol (Akron 2010). La 

ocratoxina A también es bastante estable al calor; en productos de cereales, hasta un 

35% de la toxina resiste el  tratamiento en autoclave durante un máximo de 3 horas 

(IARC 1993).  

 

 

1.7.4c Toxicidad 

 

Los estudios realizados hasta la fecha, indican que esta molécula puede tener 

varios efectos: nefrotóxico, hepatotóxico, neurotóxico, teratogénico e inmunotóxico en 

varias especies de animales, y puede causar tumores en los riñones y el hígado en 

ratones y ratas. Sin embargo, su toxicidad varía dependiendo del sexo, la especie y el 

tejido analizado de los animales sometidos a ensayo (O’Brien et al., 2001). El efecto 

genotóxico de la OTA es aún controversial, debido a los resultados contradictorios 

obtenidos en diversas pruebas en mamíferos. Sin embargo, se observó evidencia de 

formación de aductos de ADN tras la exposición crónica a ocratoxina A de ratas y la 

exposición sub-aguda de cerdos (Faucet et al., 2004). Por lo tanto, OTA es un 

carcinógeno comprobado en animales y se clasifica como clase 2B, posible 

carcinógeno humano por la Agencia Internacional para la Investigación sobre el 

Cáncer (Reddy & Bhoola, 2010).  El Programa Nacional de Toxicología (NTP) declara, 
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en relación a esta toxina, que "se anticipa razonablemente que sea un agente 

carcinógeno humano"   

 

1.7.4d Límites máximos 

 

Los límites máximos de contenido de ocratoxina A en determinados productos 

alimenticios están regulados en la Unión Europea por el Reglamento (CE) 1881/2006 

de la Comisión de 19 de diciembre de 2006 por el que se fijó el contenido máximo de 

determinados contaminantes en los productos alimenticios, y sus posteriores 

modificaciones (105/2010 y 594/2012). En este reglamento se estableció una ingesta 

máxima semanal tolerable de OTA (tolerable weekly intake, TWI) de 120 ng/kg de 

peso corporal. También se  determinaron los niveles máximos en los alimentos a base 

de cereales para consumo humano directo en 3 g/kg; 10 g/kg en las pasas de uva; 5 

g/kg en café tostado; 2 g/kg en vinos y 0,5 g/kg en alimentos infantiles y alimentos 

destinados a usos médicos especiales (Comisión Europea, 2006). En cuanto a los 

alimentos destinados para el consumo animal, en 2006 se han establecido niveles 

máximos de OTA para las materias primas de cereal y productos a base de cereal 

destinadas al pienso en 250 g/kg, y para piensos complementarios y completos para 

cerdos en 50 g/kg y para aves en 100 g/kg. 

 

 

1.7.4e Organismos productores 

 

Las ocratoxinas son micotoxinas producidas por diversas especies de los 

géneros Aspergillus y Penicillium. Fue aislada por primera vez a partir de un cultivo de 

Aspergillus ochraceus (sección Circumdati) (Van der Merwe et al., 1965). En 

Aspergillus sección Nigri, A. carbonarius es un importante productor de OTA (Horie, 

1995) y también el agregado A. niger ha sido reportado como productor de OTA 

(Abarca et al., 1994; Dalcero et al., 2002; Magnoli et al., 2003; Battilani et al., 2003a, 

b). El porcentaje informado de los aislamientos ocratoxigénicos pertenecientes al 

agregado A. niger es mucho más bajo que el de las cepas de A. carbonarius (Samson 
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et al., 2004). Existen otras especies del género Aspergillus capaces de producir OTA, 

pero su aparición es muy rara (Frisvad et al., 2004). 

 

1.7.4f Incidencia natural 

 

En zonas cálidas y húmedas se favorece el crecimiento y desarrollo de hongos 

toxicogénicos del género Aspergillus, mientras que en zonas templadas prevalecen los 

representantes del género Penicillium, también productores de OTA. Este hecho, 

sumado a que ambos géneros son capaces de invadir plantas de cereales (que forman 

el primer escalón de la pirámide alimentaria), permiten considerar que, en todo el 

mundo, los cereales serían la principal fuente de contaminación por OTA y que gran 

parte de la ingesta diaria humana de esta micotoxina es debida al consumo de 

productos derivados de cereales diferentes. Sin embargo, en años más recientes la 

OTA también ha sido encontrada como contaminante natural en frutas como las uvas y 

sus productos derivados (pasas, jugos, vinos), en el cacao, café y especias, 

probablemente debido a que muchos Aspergillus negros que son contaminantes 

comunes en estos alimentos, han demostrado poseer la capacidad de sintetizarla 

(Pardo et al, 2005; Belli et al, 2005; Zimmerli y Dick, 1996). 
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2. EL MANÍ  

 

2.1 Descripción del género Arachis L.: 

 

El género Arachis L. es un miembro de la familia Fabaceae (sinónimo: 

Leguminosae), subfamilia Papilionoidae, tribu Aeschynomeneae y subtribu 

Stylosanthinae (Polhill y Raven, 1981). El género se encontraba en un estado de caos 

hasta 1994 cuando Krapovickas y Gregory publicaron una revisión taxonómica del 

mismo. Este trabajo, que les llevó cerca de treinta y cinco años, e implicó volver a 

visitar y recoger muestras en los lugares de cada especie tipo conocida, reconoce 69 

especies agrupadas en 9 secciones. Las secciones se clasifican taxonómicamente 

sobre la base de caracteres morfológicos y atributos del ciclo de vida, distribución eco-

geográfica, evidencia de cruzabilidad, información citológica, forma de la planta, así 

como reacciones cromatográficas y antigénicas. La especie tipo del género, A. 

hypogaea L. se encuentra dentro de la sección Arachis y se divide, a su vez, en 

subespecies. 

Todas las especies de Arachis crecen en Sud América y se postula que el 

género se originó en las sierras de Amambay, Bolivia, en el límite entre Mato Grosso 

del sur y Paraguay, llegando a extenderse 4000 Km., hacia el NE hasta la Amazonia, 

hacia el oeste hasta las primeras estribaciones de los Andes, abarcando parte de 

Brasil, Paraguay, Uruguay, Argentina y Bolivia, desde el nivel del mar hasta los 1450 

m de altitud (Krapovickas & Gregory 1994). 

El maní es una leguminosa anual, bienal o perenne de unos 30 a 60 cm de 

altura, tallo muy ramificado, de crecimiento ascendente cuyas ramas pueden crecer 

rastreras o erectas (decumbentes o procumbentes), a veces rizomatosas o 

estoloníferas. Las hojas son tetrafoliadas, a veces trifoliadas, de mayor tamaño en 

ramas principales que en las de segundo y tercer orden. Los folíolos son 

suborbiculares o lanceolados con indumento constituido por pelos, cilias o 

emergencias. Posee una raíz pivotante que puede alcanzar más de un metro de 

profundidad y con numerosas raíces secundarias ramificadas principalmente en los 

primeros 60 cm de suelo, que conforman un sistema radical de amplio campo de 

absorción (Monge 1981). Las flores son sésiles, de hipanto bien desarrollado y corola 

amarilla o anaranjada. Son hermafroditas, con alrededor de un 98% de 

autopolinización (Schoplocher, 1963), ya que la fecundación es nocturna y se produce 
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antes de la apertura floral (Gillier y Silvestre 1970). Una vez fecundada la flor, se inicia 

el desarrollo del ginóforo o “clavo”, órgano portador del ovario, que crece en dirección 

al suelo debido a su geotropismo positivo de manera que llega a profundizar en tierra 

entre 2 y 8 cm.  El fruto maduro es una legumbre indehiscente subterránea formada 

por una vaina coriácea, que puede contener de una a cinco semillas cilíndricas u 

ovoides que pesan de 0.2 a 2 gr (Parodi, 1972). Las semillas son lisas, envueltas en 

un tegumento blanquecino o amarillo-marrón en las especies silvestres o de varios 

colores en el maní cultivado (Monge 1981, Gispert 1983, Krapovickas y Gregory 2007). 

Contienen proteínas, ácidos grasos, carbohidratos, fibras, vitamina E, calcio, fósforo, 

magnesio, zinc, riboflavina, tiamina, hierro, etc. (Kokalis-Burelle et al., 1997).  

La sección Arachis (tabla 6) carece de rizomas o estolones, su fruto 

generalmente posee dos artículos 1-seminados separados por un itsmo o un solo 

artículo multi-seminado, como en A. hypogaea. Los caracteres que permiten la 

separación de especies dentro de la sección son la presencia o no de artículos en el 

fruto y su característica de anual/bianual o perenne (Krapovickas y Gregory 2007). Su 

distribución geográfica (Fig. 10A) posee una forma peculiar, representada por un eje 

que coincide más o menos con los meridianos de 57º y 58º longitud oeste, abarcando 

las cuencas de los ríos Paraguay y Uruguay y terminando en el río de La Plata. Dentro 

de esta sección se pueden encontrar la especie cultivada A. hypogaea L. y especies 

silvestres como A. villosa Benth. y A. correntina (Burkart) Krapov. & W.C. Gregory (Fig 

11).  
 

TABLA 6: Secciones y Series del género Arachis. Detalle de especies estudiadas en este 
trabajo. Información extraída de Krapovickas y Gregory (2007). 
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Figura 10: Rango de las especies nativas del género Arachis A.- de la sección Arachis. y B.- 
de la sección  Rhizomatosae R1, diploide y R2, tetraploide. (Tomado de Krapovickas y 

Gregory, 2007) 

 

 

Figura 11: Arachis hypogaea y Arachis nativas de la sección Arachis: A. correntina y A. villosa  
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La sección Rhizomatosae comprende plantas perennes, rizomatosas, con 

frutos biarticulados. Las especies tetraploides de esta sección, ocupan una posición 

central  dentro de la gama de distribución del género Arachis, mientras que la especie 

diploide, A. burkartii, crece más al sur y prácticamente no se solapa con la distribución 

de las otras especies rizomatosas, a excepción de una pequeña franja en el extremo 

NE de Corrientes y en la SE de Misiones (Argentina) (Fig 10B).  

Dentro de esta sección se pueden encontrar las especies nativas como A. 

burkartii Handro y A. glabrata Benth. var. glabrata (Fig 12). 
 

FIGURA 12: Especies nativas de la sección Rhizomatosae: A. glabrata y A. burkartii 

 
 
 
 
2.2 Relación entre las especies nativas y la especie cultivada de Arachis, 
importancia de las especies nativas. 

 

Las especies cultivadas de un género, son consideradas parientes muy 

cercanos de las especies nativas del mismo género y se encontrarían estrechamente 

relacionadas. A diferencia de las cultivadas, dichas especies nativas sufren procesos 

como la “selección natural” pues han evolucionado para sobrevivir a grandes cambios 

climáticos como ser: calor y fríos extremos y desastres naturales como sequías e 

inundaciones (Hoyt, 1988). Aunque A. hypogaea posee una gran variación 

morfológica, la variabilidad genética detectada es generalmente baja (Kochert et al., 

1991; Paik-Ro et al., 1992; Stalker & Mozingo, 2001). Es por eso que a pesar del 

esfuerzo para crear bancos de germoplasma (Krapovickas & Rigoni, 1960; Valls et al., 
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1985; Holbrook, 2001; Upadhyaya et al., 2001), el acervo genético disponible no ha 

sido suficiente para resolver muchos problemas agronómicos tales como 

susceptibilidad a varias enfermedades y pestes. Por este motivo, se ha incrementado 

el interés por un grupo de especies silvestres supuestamente afines al maní cultivado 

y por lo tanto “emparentadas” con el mismo, las cuales presentan caracteres 

agronómicos que podrían ser de interés para el mejoramiento del maní (Johnson et al., 

1977; Foster et al., 1981; Singh, 1986; Burow et al., 2001; Simpson, 2001). Como 

ejemplo de esto último, la incorporación del germoplasma de tres especies salvajes 

relacionadas (A. cardenasii Krapov. & WC Gregory, A. digoi Hoehne y A. batizocoi 

Krapov. & WC Gregory) logró la obtención de un nuevo cultivar menos susceptible al 

ataque por nematodes (Simpson & Starr, 2001). 

Varias especies nativas perennes tienen gran importancia como forrajeras, 

para la cobertura de suelos y la formación  de dunas, lo que las hace objeto de interés 

para los programas de agricultura sustentable. A. glabrata fue introducida en Florida 

(USA) desde Brasil en 1936 y es utilizada como leguminosa forrajera de regiones 

subtropicales de Estados Unidos, donde esta planta muestra una excelente adaptación 

(Kerridge, 1995).  Presenta como ventajas una mayor resistencia a insectos y menor 

susceptibilidad a enfermedades, especialmente la mancha foliar temprana 

(Cercospora arachidicola), la mancha foliar tardía (Cercospora personatum) y la roya 

(Puccinia arachidis) (Ruttinger, 1989) entre otras. Sin embargo, debido a que su 

implantación es por rizomas (por la baja producción de semillas) la escala comercial es 

restringida (Williams & Chambliss, 1999).  

En el caso de las especies nativas, el clavo tiene una capa de abscisión bien 

definida que se desintegra a la madurez de la vaina, lo que determina una temprana 

separación de los frutos maduros y dificulta su cosecha. Esta característica, sumada a 

la baja producción de semillas, puesto que su dispersión es principalmente por rizoma, 

hace que estas especies no sean frecuentemente utilizadas en la producción de frutos 

(Pildain, 2006). La ausencia de dicha capa de abscisión en A. hypogaea refleja un 

largo período de domesticación. 

 
 
2.3 Arachis hypogaea L. 

 

Si bien casi todas las especies de Arachis son diploides, el maní cultivado 

(también llamado “mandubí”, “amendoim”, “cacahuate” o “peanut”) es un alotetraploide 

(genoma AABB). La sección Arachis, a la que pertenece, también cuenta con unas 25 
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especies diploides y una especie tetraploide (A. monticola). El hecho de que todas las 

variedades de A. hypogaea presenten el mismo número, tamaño y distribución de los 

sitios rDNA, junto con los datos morfológicos y geográficos, sugiere que el maní se ha 

originado por un evento único de poliploidización, o múltiples involucrando siempre a 

las mismas especies. Además, se evidencia que durante el proceso de 

alopoliploidización no habrían ocurrido grandes rearreglos cromosómicos. Este hecho 

podría explicar los bajos niveles de variabilidad genética hasta ahora encontrados 

entre las variedades (Halward et al., 1991; Kochert et al., 1991). Además, el alto grado 

de homología observado entre los cariotipos de A. hypogaea y A. monticola sugiere 

que el maní cultivado se habría originado a partir de la domesticación del tetraploide 

silvestre.  

En 1994, Krapovickas & Gregory reconocieron dentro de A. hypogaea dos 

subespecies: subsp. hypogaea y subsp. fastigiata, en función de la presencia o 

ausencia de flores en el eje mayor de la planta. A su vez, se aceptaron seis variedades 

botánicas, dos de ellas pertenecientes a la subsp. hypogaea (var. hypogaea y var. 

hirsuta) y cuatro a la subsp. fastigiata (var. fastigiata, var. aequatoriana, var. peruviana 

y var. vulgaris). A. hypogaea subsp. hypogaea var. hypogaea comprende el cultivar 

Virginia y A. hypogaea subsp. fastigiata var. peruviana el cultivar Peruviano. Estos 

cultivares se caracterizan por ser rastreros, razón por la cual reciben el nombre de 

runner (corredoras) y tardan alrededor de 5 a 10 meses en desarrollar. A. hypogaea 

subsp. fastigiata var. fastigiata contiene el varietal Valencia y A. hypogaea subsp. 

fastigiata var. vulgaris al varietal Spanish, ambos erectos. Estos cultivares crecen en 

forma compacta, debido al crecimiento vertical de sus ramas y es por eso que se los 

llama bunchy (manojo). En Sudamérica se cultivan los varietales Spanish y Valencia. 

El varietal Spanish se caracteriza por poseer grano de color pálido generalmente, 

aunque puede ser negro y muy raramente colorado. En Argentina el varietal más 

difundido es el Valencia, fácilmente reconocible por sus frutos de 4 o más semillas 

(Giayetto, 2006).  
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3. CONTROL BIOLÓGICO 

 
3.1 Definición 

El término “control biológico”, y su sinónimo abreviado “biocontrol”, se han 

utilizado en diferentes campos de la biología, especialmente en entomología y 

fitopatología. Este término fue utilizado en relación a fitopatógenos de plantas por Von 

Tubeuf en 1914 y para insectos por Smith en 1919. En entomología, se ha utilizado 

para describir el uso de insectos predadores, nematodos entomopatógenos, o 

patógenos microbianos para suprimir poblaciones de diferentes plagas de insectos. En 

fitopatología, el término se aplica a la reducción de la cantidad de inóculo o de la 

actividad de un patógeno para producir enfermedad, llevada a cabo por uno o más 

microorganismos diferentes al hombre (Cook & Baker, 1989). El concepto también 

abarcaría el uso de patógenos hospedador-específicos para controlar las poblaciones 

de malezas.  En ambos campos, el organismo que suprime la plaga o patógeno se 

conoce como el agente de control biológico (BCA). En términos más generales, el 

término control biológico se ha aplicado también a la utilización de los productos 

naturales extraídos o fermentados a partir de diversas fuentes. Estas formulaciones 

pueden ser mezclas muy simples, de ingredientes naturales con actividades 

específicas, o mezclas complejas con múltiples efectos en el hospedante, así como la 

plaga objetivo o patógeno. Y, dado que dichas sustancias pueden imitar las 

actividades de los organismos vivos, deben ser llamados, más correctamente, 

bioplaguicidas o biofertilizantes, dependiendo el principal beneficio que proporcionan a 

la planta hospedadora. Las diversas definiciones que se ofrecen en la literatura 

científica han causado confusión y controversia. Por ejemplo, los miembros del 

USCOTA (US. Congress Office of Technology Assessment, 1995) tomaron en cuenta 

los modernos desarrollos biotecnológicos y refirieron como control biológico, al “uso de 

organismos naturales o modificados, genes o productos génicos, para reducir los 

efectos de los organismos no deseados y favorecer organismos deseables como 

cultivos, insectos benéficos y microorganismos”. Pero esta definición estimuló mucho 

debate posterior y frecuentemente se considera demasiado amplia por muchos 

científicos que trabajaban en el campo. (Congreso de los EE.UU., 1995). 

 

3.2 Mecanismos de control biológico 

Debido a que el control biológico puede ser resultado de muchos tipos diferentes 

de interacciones entre los organismos, los investigadores se han centrado en la 
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caracterización de los mecanismos que operan en diferentes situaciones 

experimentales. En todos los casos, los patógenos sufren el antagonismo por la 

presencia y las actividades de otros organismos considerados “agentes de control 

biológico (BCA)”. Pal & Gardener (2006), afirmaron que los diferentes mecanismos de 

antagonismo se relacionan con la intensidad  de contacto entre los organismos 

involucrados  y la especificidad de las interacciones (Tabla 7). El antagonismo 

resultaría  del contacto físico directo y/o de un alto grado de selectividad para el 

patógeno por el/los mecanismo/s expresado/s por el BCA.  

 

Tabla 7: Tipos de antagonismo interespecífico que conducen al control biológico de patógenos 
de plantas. Modificado de Pal & Gardener, 2006. 

Tipo de antagonismo Mecanismo Ejemplos 

Antagonismo directo Hiperparasitismo / 
Predación 

Micovirus líticos (algunos no líticos) 

Ampelomyces quisqualis 
Lysobacter enzymogenes 
Pasteuria penetrans 
Trichoderma viridens 

Antagonismo por 
metabolitos 

Antibióticos 2,4-diacetilfluoroglucinol 
Fenacinas 
Lipopéptidos cíclicos 

 Enzimas líticas Quitinasas 
Glucanasas 
Proteasas 

 Productos de desecho Amonio 
CO2 
Cianuro de hidrógeno 

 Interferencia física / 
química 

Bloqueo de los poros del suelo 

Consumo de señales de 
germinación 

Antagonismo  
indirecto 

Competencia Exudados / consumo de lixiviados 

Ocupación física del nicho 
específico 

 Inducción de resistencia en 
el hospedador 

Contacto con paredes celulares 
fúngicas 
Detección de patrones moleculares 
asociados a patógenos 

Inducción mediada por 
fitohormonas 
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3.2 Maní – Aspergillus: biocontrol por antagonismo intraespecífico  

 

La infección de cultivos por algunos miembros de Aspergillus sección Flavi 

puede resultar en la acumulación en  los alimentos cosechables de uno o más de los 

metabolitos fúngicos más tóxicos que se conocen, denominados aflatoxinas (Cotty et 

al., 1994). Como se mencionó anteriormente, existen regulaciones internacionales que 

controlan los niveles máximos de estos contaminantes permitidos en los alimentos. 

 En nuestro país el SENASA, en su resolución 436/02, estableció que debe 

existir un mecanismo de control y certificación antes de la carga del producto, para 

asegurar ciertas condiciones de calidad para el mercado de la Unión Europea, que es 

el más estricto. Es así que existen organismos  inscriptos en el Registro Nacional, que 

están habilitados para emitir certificados respecto de granos y subproductos para 

exportación.  

En Argentina se ha detectado para aflatoxina B1, contaminación con valores 

entre 435 y 625 g/kg (Fernández Pinto et al., 2001) en maní, 0.2–560 g/kg en maíz 

(Resnik et al., 1996), 17–197g/kg en alimentos para  aves de corral (Dalcero et al., 

1997) y 5,4–446,40 g/kg en granos de cebada destinados para consumo porcino 

(Gerbaldo et al., 2011), entre otros. Todos ellos, son valores ampliamente superiores a 

los permitidos para el consumo humano y la exportación de materias primas 

argentinas. Por otro lado, en Argentina no sólo se produce maní para exportación, sino 

que parte de la producción también abastece al mercado interno. De todas las 

provincias productoras (fig. 13), Córdoba es, casi exclusivamente, el centro productor y 

exportador. En las provincias del nordeste, el cultivo del maní se realiza en pequeñas 

explotaciones con semillas de selección propia y con destino a autoconsumo y 

comercio local de los excedentes, con tecnologías de bajos insumos y sin la existencia 

de marcos regulatorios en el aspecto comercial (Ferrero et al, 1996 y 1997).  
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Figura 13: Zonas maniseras de la República Argentina.  

 

 

 

 

Actualmente existe acuerdo generalizado sobre el hecho que la infección de la 

semilla de maní con Aspergillus puede producirse tanto en pre-cosecha (Sétamou et 

al. 1997) como en post-cosecha (Hell et al., 2000), en todos los puntos de 

manipulación del cultivo. Si bien se ha desarrollado tecnología para detectar y eliminar 

aflatoxinas de los productos básicos, que permite cierta descontaminación (Goto & 

Manabe, 1989; Park et al., 1988), estos procedimientos son costosos y pueden 

resultar en una reducción de la calidad de producto. Además, estas metodologías no 

parecen suficientes para garantizar productos libres de aflatoxinas (Cole et al., 1989; 

Cotty, 1989). De acuerdo con Cole & Cotty (1990), una buena gestión para reducir la 

contaminación con aflatoxinas debería comenzar en el campo, antes de la cosecha, 

acompañando todo el desarrollo de las plantas que luego serán cosechadas. Allí es 

donde los hongos toxicogénicos se asocian con los cultivos y por lo tanto, donde 

puede comenzar el proceso de contaminación.  

Muchas estrategias, incluyendo el control biológico, control de plagas de 

insectos, el desarrollo de cultivares resistentes, han sido investigados para reducir las 

aflatoxinas en los cultivos. Entre ellos, el control biológico parece ser el enfoque más 
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prometedor para el control de las aflatoxinas en los cultivos, pre - y post- cosecha. 

Diferentes organismos, incluyendo bacterias, levaduras y hongos, han sido probados 

por su capacidad en el control de la contaminación por aflatoxinas (Yin et al., 2009). 

La incidencia y severidad de la contaminación de los cultivos se ven influidos 

por la estructura genética y el potencial promedio de producción de aflatoxinas de las 

poblaciones de A. flavus. Mehl & Cotty (2013) sugirieron que los recursos asignados  a 

la producción de micelio o conidios dependen  de la disponibilidad de nutrientes como 

de la presencia de genotipos que compitan. El desarrollo de micelio determina la 

colonización de sustratos y obtención de nutrientes, mientras que la producción de 

conidios permite la dispersión. En el medio ambiente, la asignación de recursos a la 

producción de conidios cuando los nutrientes son limitados puede ser un rasgo 

adaptativo que permite la rápida propagación hacia nuevos sustratos u hospedantes. 

Por el contrario, el crecimiento vegetativo proporciona una ventaja en la captura y la 

defensa de los nutrientes. Sin embargo, no todos las cepas de A. flavus  responden de 

manera similar a cualquiera de los nutrientes o la competencia, lo que indica una 

adaptación diferencial y un mecanismo potencial para el nicho de compartimentación 

que permite la coexistencia de múltiples tipos genéticos dentro del entorno. Varios 

estudios han sugerido que la secuencia de inoculación sería un factor importante para 

la eficacia del control biológico por A. flavus atoxicogénicos (Brown et al., 1991; Cotty, 

1990, Cotty & Bhatnagar, 1994) y otros agentes de control biológico (Mandeel & Baker, 

1991; Wilson & Lindow, 1993), pero en escalas de tiempo adecuadas para la 

germinación de esporas y la captura del espacio y los recursos alimenticios. Estos 

estudios sugirieron que es necesario el establecimiento del biocontrolador antes de la 

exposición para la mejora del desplazamiento competitivo (Cotty & Bhatnagar, 1994; 

Mandeel & Baker, 1991; Wilson & Lindow, 1993). Sin embargo, Mehl & Cotty (2011), 

detectaron que la magnitud de la ventaja conferida a la primera cepa que alcanza al 

hospedador era igual para todos los aislamientos examinados y que era independiente 

de la capacidad competitiva innata. Esto sugiere que el desplazamiento competitivo de 

una cepa de A. flavus por otra es determinado por dos factores: (i) las diferencias 

innatas en la capacidad competitiva, y (ii) la ventaja conferida por el acceso previo a 

los tejidos del hospedante. Aunque los mecanismos que contribuyen a estos dos 

factores son desconocidos, los datos de este estudio sugirieron que el segundo factor 

es el resultado de la limitación de los recursos. Cuando ambas cepas competidoras se 

encuentran coinfectando, la ventaja conferida a la primera que coloniza los tejidos del 

hospedante, aumenta con la concentración de inóculo. A bajas concentraciones de 

inóculo, el acceso previo al hospedador no resultaría en una ventaja competitiva, 
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puesto que los recursos aún no resultarían un factor limitante y la competencia por ese 

recurso no contribuiría a la exclusión competitiva. Por otro lado, en altas 

concentraciones de inóculo, sin embargo, este recurso se agotaría o se vería reducido 

por la cepa que inicialmente acceda a los tejidos del hospedador, dejando a la cepa 

competidora en desventaja. Como conclusión destacaron que la variación en la 

composición de las comunidades A. flavus en el tiempo sugiere que las cepas se 

adaptan a las diferentes estaciones del año o las condiciones ambientales, y por lo 

tanto, el momento adecuado de aplicación y la selección de cepas atoxicogénicas que 

puedan producir conidios y dispersarse en condiciones y momentos coincidentes con 

las etapas sensibles en el desarrollo de los cultivos, mejorará la eficacia de control 

biológico de las toxicogénicas de esta especie. 

El potencial de producción de aflatoxinas de las comunidades de hongos puede 

reducirse mediante la aplicación de cepas nativas no toxicógenas de A. flavus (Brown 

et al., 1991; Cotty & Bayman, 1993; Dorner, 2004). Dos cepas no toxicogénicas han 

sido registradas para el control  de las aflatoxinas en los Estados Unidos (Dorner 2004; 

Ehrlich & Cotty, 2004), y algunas cepas no toxicogénicas son conocidas por ser 

particularmente eficaces contra las cepas S (esclerocios pequeños) (Garber & Cotty 

1997; Cotty & Antilla 2003). Aplicaciones de formulaciones no toxicogénicas cambian 

la composición de la comunidad hacia su dominancia frente a los hongos 

toxicogénicos, y como consecuencia directa, reducen el contenido de aflatoxinas de 

los cultivos infectados (Cotty & Bayman 1993; Dorner et al., 1999; Cotty et al., 2008). 

Diversos organismos han sido investigados por su potencial en la reducción de la 

contaminación por aflatoxinas de los cultivos (particularmente bacterias y levaduras). 

Sin embargo, el método de control biológico más exitoso hasta la fecha es la 

aplicación de las cepas no toxicogénicas de A. flavus y A. parasiticus a los suelos 

donde se excluyen competitivamente cepas toxicogénicas naturales. Para que la 

exclusión competitiva pueda ser eficaz, las cepas no toxicogénicas deben ser 

predominantes en los entornos agrícolas cuando los cultivos son susceptibles de ser 

infectados por las cepas toxicogénicas. Tres factores principales, por lo tanto, afectan 

a la eficacia de esta estrategia. En primer lugar, las cepas de biocontrol deben ser 

verdaderamente competitivas frente a las cepas toxicogénicas en el suelo. En segundo 

lugar, la formulación de las cepas de biocontrol debe ser capaz de entregar y dispersar 

conidios de agentes de biocontrol eficazmente en el suelo. Por último, el momento 

adecuado de aplicación de agentes de biocontrol es crucial para asegurar que las 

cepas no toxicogénicas llegan a altos niveles de población cuando la amenaza de la 

infección de cultivos es mayor (Yin et al., 2008). 
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OBJETIVOS GENERALES 

 

 

 

 Aislar cepas de Aspergillus a partir de aire, suelo, hoja, rizosfera, geocarposfera y 

semillas de maní procedentes de plantas nativas y cultivadas de la región 

comprendida por las provincias de Entre Ríos y Corrientes, área en la cual se 

detecta la presencia de poblaciones de ambos tipos de plantas. 

 Caracterizar morfológicamente e identificar taxonómicamente las cepas aisladas. 

 Relacionar la micobiota asociada a los diferentes sustratos de plantas nativas y 

cultivadas con las variaciones de clima y los diferentes tipos de suelo. 

 Determinar la capacidad de producción de toxinas de las cepas aisladas de 

diferentes especies de Aspergillus con capacidad toxicogénica conocida. 

 Evaluar la capacidad de cepas de especies atoxicogénicas provenientes del área 

de muestreo para actuar como agentes biocontroladores de las especies 

toxicogénicas,  
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HIPÓTESIS GENERALES 

 

 

 

 La presencia y frecuencia de diferentes especies del género Aspergillus dependerá 

del sustrato que se analice (hoja, semilla, suelo, geocarposfera, rizosfera y aire). 

 La presencia y frecuencia de diferentes especies del género Aspergillus estará 

relacionada con las condiciones ambientales y del sitio de muestreo (factores 

bióticos y abióticos), y la especie de Arachis que se considere. 

 Las especies potencialmente toxicogénicas mostrarán diferentes perfiles de 

producción de toxinas, y existirá un porcentaje de especies atoxicogénicas. 

 La inoculación del suelo con cepas no-toxigénicas de A. niger o A. flavus puede 

resultar una estrategia de control biológico para reducir la contaminación con 

aflatoxinas. 

 



Aislamiento de Aspergillus spp. 
a partir de hojas, semillas, 
rizosfera y geocarposfera 
de maní nativo y cultivado 

Identificación y caracterización 

y del suelo y aire asociados. 

morfológica 

SECCIÓN 1
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Sección 1:  

 

Aislamiento de Aspergillus spp. a partir de hojas, semillas, 
rizosfera y geocarposfera de maní nativo y cultivado y del 

suelo y aire asociados. Identificación y caracterización 
morfológica. 

 

 

INTRODUCCIÓN  

 

Los organismos clasificados dentro del género Aspergillus son tradicionalmente 

estudiados tanto por sus efectos positivos como negativos. Desde el punto de vista 

beneficioso, son utilizados en la industria alimentaria como agentes fermentadores en 

la producción de ácido cítrico y enzimas (Schuster et al., 2002; Papagianni, 2007). En 

cuanto a sus aspectos negativos, son degradadores de productos agrícolas, 

productores de micotoxinas y patógenos tanto de animales como de vegetales. Desde 

ambos aspectos, es necesario comprender su distribución en la naturaleza y en este 

sentido,  se han llevado a cabo investigaciones sobre su biogeografía y biodiversidad 

(Klich, 2002b; Abbas et al., 2004; Horn, 2006; Donner et al., 2009; Seelan et al., 2009).  

El maní (Arachis hypogaea) es un cultivo de importancia económica en nuestro 

país, resultando patrimonio casi exclusivo de la provincia de Córdoba, ya que le 

corresponde el 91,29% de la producción nacional. Le siguen La Pampa con 3,42%, 

Salta con 2,08%, San Luis con 1,97%, Formosa con 0,60%, Santa Fe con 0,36%, 

Jujuy con 0,22%, y Corrientes 0,06% (SAGPyA, 2008). En la década anterior, China 

exportaba un promedio de 500.000 toneladas anuales de maní, Argentina 300.000 

toneladas y los Estados Unidos, unas 200.000. A partir de 2006 y hasta la fecha, las 

exportaciones de maní comestible de Argentina superaron las 400.000 toneladas 

anuales (Ackermann, 2011) y en 2010, se despacharon 496.000 toneladas de 

manufacturas de grano a 88 países. Este cultivo es frecuentemente  infectado por 

especies pertenecientes al género Aspergillus, las cuales pueden producir 

micotoxinas, altamente dañinas para la salud humana y animal. La contaminación de 

los frutos de maní puede ocurrir en pre- o post-cosecha, particularmente con especies 
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de las secciones Flavi y Nigri. El suelo actúa como un reservorio de estas poblaciones 

fúngicas, en especial en la contaminación pre-cosecha. 

A diferencia de la especie cultivada Arachis hypogaea, las especies nativas del 

género Arachis se caracterizan por la producción de bajas cantidades de frutos 

muchos de los cuales abortan, y los que llegan a madurar, suelen desprenderse 

fácilmente debido a que los ginóforos son estructuras muy frágiles (Krapovickas y 

Gregory, 2007). Actualmente está bastante documentado el uso del potencial genético 

de especies nativas para el mejoramiento de los cultivos, en cuanto a aumentar su 

resistencia frente a factores bióticos y abióticos que generan estrés (Burow et al., 

2001; Simpson, 2001, Rao et al., 2003). De esta manera puede incrementarse su valor 

agronómico, dado que aumentaría también su resistencia a enfermedades y al  

herbivorismo. Sin embargo y dado su parentesco, las especies nativas también 

pueden actuar como reservorio de especies fúngicas del género Aspergillus. Dada 

esta situación, es de gran importancia conocer las poblaciones de las diferentes 

especies de Aspergillus asociadas no solo a su fruto, sino también a sus hojas, 

comparando con las poblaciones halladas en maníes cultivados a fin de inferir si existe 

alguna resistencia a la colonización en plantas nativas o si éstas actuarían como 

reservorios. De la misma forma, es necesario analizar la presencia de estos 

organismos en suelo y en geocarposfera, la capa de suelo en contacto íntimo con el 

fruto. Esta información sería de utilidad para plantear estrategias de manejo que 

disminuyan el riesgo de contaminación con hongos toxicogénicos. 

 

 

 

OBJETIVOS PARTICULARES 

 

 Conocer la distribución del género Aspergillus en poblaciones de maní 

cultivadas y nativas de las provincias de Corrientes y Entre Ríos, considerando 

como diferentes sustratos: hoja, semilla, suelo y geocarposfera.  

 Evaluar la posible resistencia de especies nativas del género Arachis a la 

colonización por parte de especies del género Aspergillus 

 Determinar la importancia de algunas especies nativas del género Arachis 

como reservorios de Aspergillus potencialmente toxicogénicos.  
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 Analizar posibles relaciones entre la distribución del género Aspergillus y 

características ambientales tales como clima y suelo. 

 
 
HIPÓTESIS 

 

 La distribución de las especies  del género Aspergillus depende del sustrato en 

el que sea analizada 

 Los miembros de las secciones Flavi y Nigri se encuentran frecuentemente en 

maníes cultivados y nativos de la Argentina, aún con bajas densidades de 

poblaciones de estos hongos en el suelo. 

 A. flavus, A. parasiticus y A. niger son las especies predominantes en maní 

cultivado y nativo. 

 Las especies nativas de Arachis presentan resistencia natural a la colonización 

por especies del género Aspergillus. 

 Las especies nativas de Arachis pueden actuar como reservorio de hongos 

toxicogénicos.  

 La distribución e incidencia de Aspergillus en maní depende de factores propios 

de cada zona, tales como el clima y tipo de suelo. 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

 
 
1. Muestreo 

Se estudiaron muestras de maní de las provincias de Entre Ríos y Corrientes 

correspondientes al período 2006 - 2007. Para ello se realizaron cuatro viajes de recolección 

en los meses de febrero y mayo de ambos años, en función de obtener hojas y frutos de 

todas las especies de Arachis disponibles. 

Se tomaron las muestras de poblaciones de distintas especies de Arachis nativas de 

acuerdo a los registros de Krapovickas y Gregory (1994).  Las especies recolectadas fueron 

A. villosa, A. correntina y A. glabrata. 

Para la provincia de Entre Ríos se consideraron 3 (tres) sitios de muestreo, todos  

con plantas nativas (ver tabla 1.1, fig. 1.1).  

En el caso de la provincia de Corrientes se tomaron en cuenta 5 (cinco) sitios  con 

plantas nativas y 4 (cuatro) con plantas cultivadas (ver tabla 1.1, fig. 1.1), procurando que 

fueran cercanos (ver tabla 1.2), para optimizar la comparación. En esta provincia, el cultivo 

de maní se presenta como huertos, en pequeños lotes de 1-3 hectáreas cada uno. En estos 

casos se solicitó permiso a los productores para tomar las muestras de la especie cultivada 

Arachis hypogaea.  

En todos los casos se tomaron, además, muestras de suelo, aire, rizosfera y 

geocarposfera asociada a las plantas. Todas las muestras se colocaron en bolsas plásticas 

a 5ºC hasta su análisis.  
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TABLA 1.1 Localidades de las provincias de Corrientes y Entre Ríos de donde se obtuvieron 
muestras de especies de maní cultivado y nativo. 

Sitio Georeferenciacióna Localidad Código 
Sustrato (2006)c 

Provincia 
Especie de 

Arachisb 

 Sustrato (2007) c 

1 33°03´50´´ 
58°22´51´´ 

Gualeguaychu – 
Balnerario  

Ñandubaizal, 
ÑAN 

H – S – G – F 
Entre Rios A. villosa H – S 

2 31°52´20´´ 
58°12´27´´ 

Pqe. Nac. “el 
Palmar”, Colón EP H – S – G – F – R  Entre Rios A. villosa H – S – G – F 

3 32º40’59’’ 
58º11’20’’ Campichuelo CAM 

S – G – F 
Entre Ríos A. villosa H – S – G – F 

4 27º53’17’’ 
58º45’19’’ 

Lomas de 
Empedrado LET 

H – S – A – R  
Corrientes A. glabrata H – S 

5 27°51´42´´ 
58°45´46´´ 

Rio Empedrado, 
sobre Ruta Nac. 

N°12 
RRE 

H – R – S  
Corrientes A. glabrata –  

6 27º29’17’’ 
58º42’23’’ Laguna Brava LB 

H – S – G – F – A – 
R  Corrientes A. correntina 

H – S – G – F 

7 27°25´33´´ 
58°43´28´´ 

Ruta Nac. N°12, 
acceso 

Aeropuerto 
“Punta Comba”, 

Corrientes 

AP 

S – G – F – H  

Corrientes A. correntina 
H – S – G – F 

8 28º45’11’’ 
58º43’14’’ 

Ruta Nac. N°12 
camino a San 

Roque 
RSR 

H – S – G – F 
Corrientes A. villosa H – S 

9 28º25’25’’ 
58º57’59’’ 

Bella Vista – 
Colonia Tres de 

Abril 
TAC 

S – G – F – A  
Corrientes A. hypogaea H – S – G – F 

10 27º28’58’’ 
58º26’58’’ 

San Luis del 
Palmar – 

Esquivel Cué 
(Zona I) 

ECC 

H – S – G – F – R – 
A  

Corrientes A. hypogaea 
H – S – G – F 

11 28º50’22’’ 
58º49’28’’ Nueve de Julio NJC G – F Corrientes A. hypogaea H – S – G – F 

12 27º48’55’’ 
58º47’51’’ Manuel Derqui MDC 

H – S – A – R – G – 
F  Corrientes A. hypogaea 

S – G – F 
aLatitud y Longitud obtenidas por GPS (Global Positioning System) 
bLas especies de Arachis fueron identificadas de acuerdo a Krapovickas and Gregory (2007) 
cEl muestreo resultó dependiente de la disponibilidad y condiciones de las plantas y la presencia o 
ausencia de hojas y frutos. Abreviaturas: S: suelo, G: geocarposfera, A: aire, F: semilla, R: rizosfera, 
H: hoja. 
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FIGURA 1.1 Ubicación geográfica de los sitios de muestreo. Todos los sitios de A. hypogaea (especie 
cultivada) se encuentran al noroeste de Corrientes. En esta misma zona y al este de Entre Ríos se 
localizaron los sitios de muestreo de las especies nativas, siguiendo su distribución (Krapovickas & 
Gregory, 2007) 
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TABLA 1.2 Distancia (en km) entre sitios de muestreo cercanos.  
SITIO DE MUESTREO DISTANCIA ENTRE LOS SITIOS 

10 6 25,58 km 
10 7 27,36 km 
6 7 6,30 km 
12 5 6,17 km 
12 4 9,19 km 
4 5 2,90 km 
9 8 43,59 km 
11 8 13,79 km 
9 11 47,92 km 
3 2 90,06 km 
3 1 45,76 km 
1 2 132,87 km 

Sitios 1-8: Localidades de plantas de maní nativo  Sitios 9-12: Localidades de plantas de maní 
cultivadas.  

 
 
2. Aislamiento de cepas de Aspergillus a partir de semillas de maní cultivado y nativo 

 
2.1 Muestreo de semillas de maní cultivado y nativo  

Para obtener los frutos de plantas de maní nativas fue necesario tamizar el suelo en 

torno a las plantas ya que las legumbres suelen estar sueltas por degradación de los 

ginóforos. Para tamizar el suelo, se tomaron muestras de 10 lugares diferentes y 

representativos de cada sitio de muestreo. Se guardaron todos los frutos encontrados, dado 

que la producción en especies nativas es muy reducida (alrededor de 50 frutos en cada sitio 

de muestreo). En el caso de los frutos de plantas cultivadas se tomaron legumbres al azar 

de las plantas que ya habían sido cosechadas por los productores (alrededor de 400 gr en 

cada caso). Los frutos se colocaron en bolsas plásticas a 5ºC y los aislamientos se 

realizaron durante los 2 meses posteriores a su recolección. 

 
2.2 Aislamiento 

Las legumbres que no presentaban daños fueron seleccionadas y procesadas. 

Previamente fueron “lavadas” con una solución madre de  agua – peptona 0,1 (%) para 

analizar geocarposfera (ver 6.2). Cada una de ellas se esterilizó superficialmente en NaOCl 

2% con 100 µl/l de Tween 20 (1 min) seguido de un lavado breve con agua destilada estéril 

y posterior apertura a mano del fruto con guantes estériles para extraer una semilla por 

vaina. Las semillas procedentes de diferentes vainas fueron luego esterilizadas de la misma 

manera que las vainas, y colocadas en placas de Petri (5 semillas / placa de 9 cm de 

diámetro, 6 placas por sitio, n=30 semillas por sitio de muestreo) conteniendo agar 
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Dicloran18% glicerol (DG18, ver apéndice) e incubadas a 30ºC. Se aislaron todas las cepas 

de Aspergillus detectadas, a través de observaciones diarias a fin de evitar superposición de 

colonias. El número de semillas (ntotal=720) estuvo acotado por el número de frutos hallados  

en especies nativas. Cabe aclarar que no se obtuvieron frutos de la especie de maní A. 

glabrata en ninguno de los viajes de muestreo realizados. 

 

 
3. Aislamiento de cepas de Aspergillus spp. a partir de hojas de maní cultivado y 
nativo 

 

3.1 Muestreo de hojas de maní cultivado y nativo  

Se tomaron 100 hojas de diferentes plantas abarcando todo el sitio de muestreo y se 

colocaron en bolsas plásticas a 5°C. El análisis de las hojas se llevó a cabo dentro de los 5 

días posteriores a la recolección, al llegar al laboratorio.  

 

3.2 Aislamiento 

Sesenta hojas por sitio de muestreo se cortaron en trozos de 0,5 cm de lado y se 

esterilizaron superficialmente en NaOCl 2% con 100 µl/l de Tween 20 (1 min) seguido de un 

lavado breve con agua destilada estéril. Los trozos se colocaron  en placas de Petri (5 trozos 

de hoja / placa de 9 cm de diámetro, 12 placas por sitio, n=60 trozos por sitio de muestreo) 

conteniendo agar Dicloran18% glicerol (DG18) e incubadas a 30ºC aislándose todos los 

Aspergillus detectados (ntotal=1440). Se realizaron observaciones diarias con el fin de evitar 

superposición de colonias. 

 

 
4. Aislamiento de cepas de Aspergillus spp. a partir de suelo asociado a maní 
cultivado y nativo 

 

4.1 Muestreo de cepas de Aspergillus spp. de suelo asociado a plantas de maní 
cultivado y nativo  

Las muestras se conformaron mezclando aproximadamente 0,2 dm3 de suelo 

obtenido de 10 lugares diferentes y representativos de cada sitio de muestreo. Las mismas 

se colocaron en bolsas plásticas a 5ºC y fueron analizadas en los 6 meses siguientes de 

haber sido tomadas. 

 

 
 



Sección 1 – Materiales y métodos 
 

 

 
51 

4.2 Aislamiento  

Se suspendieron 2 gr de muestra de suelo de cada sitio en una solución madre de 

agua-peptona 0,1 %, realizándose tres diferentes diluciones seriales (1:10 / 1:100 / 1:1000) 

(Pitt & Hocking, 2009), las que fueron plaqueadas en cajas de Petri conteniendo agar 

Dicloran 18% glicerol (DG18) e incubadas a 30ºC. Se aislaron Aspergillus representativos de 

colonias con diferente morfología. El análisis se realizó por quintuplicado para cada sitio y 

dilución (15 placas de 9 cm de diámetro por sitio de muestreo, n=180 placas). Se realizaron 

observaciones diarias con el fin de evitar superposición de colonias. 

 

 

5. Aislamientos de cepas de Aspergillus spp. a partir de rizosfera asociada a raíces de 
maní cultivado y nativo 

 

5.1 Muestreo de rizosfera asociada a raíces de maní cultivado y nativo  

Las muestras se conformaron seleccionando 5 raíces diferentes y representativas de 

cada sitio de muestreo. Las raíces se colocaron en bolsas plásticas a 5ºC hasta su análisis 

que se realizó en los 5 días siguientes de la recolección, al llegar al laboratorio.  

 

5.2 Aislamiento 

Se “lavaron” las 5 raíces con una solución madre de agua-peptona (0,1 %). Se 

realizaron diferentes diluciones seriales de la suspensión de “lavado” (1:10 / 1:100 / 1:1000) 

(Pitt & Hocking, 2009), las que fueron plaqueadas en cajas de Petri conteniendo agar 

Dicloran 18% glicerol (DG18) e incubadas a 30ºC. Se aislaron Aspergillus representativos de 

cada morfología colonial y se contaron todas las colonias detectadas. El ensayo se realizó 

por quintuplicado para cada sitio y dilución (15 placas de 9 cm de diámetro por sitio de 

muestreo, n=180 placas). Se realizaron observaciones diarias con el fin de evitar 

superposición de colonias. 

Este análisis no se repitió durante el año 2007, dado que no aportó información 

representativa. 
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6. Aislamiento de cepas de Aspergillus spp. a partir de geocarposfera asociada a 
frutos de maní cultivado y nativo 

 

6.1 Muestreo de geocarposfera asociada a frutos de maní cultivado y nativo 

Los frutos se colocaron en bolsas plásticas a 5ºC y los aislamientos se realizaron 

durante los 2 meses posteriores a su recolección. Se utilizaron como muestra los frutos a 

partir de los cuales se analizaron también las semillas (ver 2.2).  

 
6.2 Aislamiento 

Se “lavaron” todos los frutos con una solución madre de agua-peptona (0,1 %). Se 

realizaron diferentes diluciones seriales de la solución de “lavado” (1:10 / 1:100 / 1:1000) 

(Pitt & Hocking, 2009), las que fueron plaqueadas en cajas de Petri conteniendo agar 

Dicloran18% glicerol (DG18) e incubadas a 30ºC. Se aislaron Aspergillus representativos de 

cada morfología colonial. Para cada dilución se realizó el ensayo por quintuplicado para 

cada sitio (15 placas de 9 cm de diámetro por sitio de muestreo, n=180 placas). Se 

realizaron observaciones diarias a fin de evitar superposición de colonias. Dada la ausencia 

de frutos de la especie de maní A. glabrata (ver 2.2), no se pudo obtener geocarposfera. 

 

 

7. Aislamiento de cepas de Aspergillus spp. a partir de aire asociado a plantas de 
maní cultivado y nativo 

 

7.1 Muestreo de aire asociado a plantas de maní cultivado y nativo  

Para el análisis de aire se colocaron 10 placas de Petri conteniendo agar 

Dicloran18% glicerol (DG18) en el sitio de muestreo, abiertas durante 15 y 30 min. (5 placas 

por cada período de tiempo, n=10 placas por sitio de muestreo). Las cajas se colocaron en 

bolsas plásticas, en conservadora con hielo hasta llegar al laboratorio donde fueron 

incubadas a 30ºC. Los aislamientos se realizaron durante los 7 – 10 días posteriores al 

muestreo.  

 

7.2 Aislamiento 

Se aislaron todos los Aspergillus detectados. Para ello se realizaron observaciones 

diarias a fin de evitar superposición de colonias.  

Este análisis no se repitió durante el año 2007, dado que no aportó información 

representativa. 
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8. Identificación de Aspergillus spp. 
 

Las cepas aisladas se transfirieron a placas de Agar Papa Dextrosa (PDA apéndice) 

y Agar Czapek Extracto de Levadura (CYA apéndice) y se incubaron a 25ºC durante 7 días 

para ser sometidas a su identificación. 

Se utilizaron las claves de Pitt & Hocking (1985; 1997) y Klich (2002a) y las 

sugerencias de Klich & Pitt (1988a y b). Cada cepa fue sembrada en Agar Czapek Extracto 

de Levadura (CYA, ver apéndice), Agar Extracto de Malta (MEA, ver apéndice), Agar 

Czapek (CZ, ver apéndice) y Agar Glicerol 25% Nitrato (G25N, ver apéndice) e incubada a 

25ºC en todos los medios y a 37ºC y 5ºC en CYA. La observación se realizó a los 7 días de 

incubación. Se midieron los diámetros de las colonias en los tres medios de cultivo 

incubados a las diferentes temperaturas, se registró el color del anverso y el reverso de las 

colonias, su textura, presencia de pigmentos solubles y exudados y la presencia de 

esclerocios. Las características microscópicas observadas fueron: presencia de cabezuelas 

con métulas y fiálides, o con fiálides solamente; tamaño, forma y rugosidad de los conidios y 

largo, color y rugosidad de los estípites.  

Las identificaciones  se complementaron con  el crecimiento en medio diferencial 

Aspergillus Flavus y Parasiticus Agar (AFPA, ver apéndice) Pitt y Hocking (2009) para A. 

flavus, A. parasiticus y A. nomius, donde estas especies producen una coloración naranja – 

amarillenta diagnóstica en el reverso de la colonia luego de 48 hs a 30ºC. Las cepas fueron 

transferidas a tubos pico de flauta con Agar Papa Dextrosa (PDA, ver apéndice) para su 

conservación a 5ºC. 

Las cepas conservadas en tubos pico de flauta fueron a su vez cultivadas en cajas 

de Petri con Cz-Dox como medio de cultivo, al cabo de 7 días de crecimiento se tomaron 5 

plugs con sacabocado estéril de cada una de las colonias y fueron colocados en tubos 

eppendorf de 2ml conteniendo 1 ml de agua destilada estéril y fueron almacenados en 

heladera a 5°C para su conservación. Este método descrito por Smith y Onions (1994) 

asegura la estabilidad genética y características fenotípicas de los microorganismos, 

además de ser un método sencillo, económico y seguro para garantizar la supervivencia de 

cultivos fúngicos por períodos prolongados. 

En el caso de los Aspergillus sección Nigri, fueron a su vez cultivados en medio CYA 

durante 7 días. Posteriormente se “rastrillaron” las esporas en esterilidad y se almacenaron 

en tubos eppendorf conteniendo agua destilada estéril y se mantuvieron en heladera a 5 ºC. 

Se comprobó la estabilidad y viabilidad de las esporas cultivándolas en medio nutritivo, 

hasta  dos años posteriores a su almacenamiento.  

Cepas seleccionadas de A. niger, A. flavus, A. parasiticus y A. oryzae fueron 

ingresadas a la colección BAFC cult de cultivos para su mantenimiento (ver anexo). 
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Cabe aclarar que cada vez que en este capítulo el texto se refiera a A. niger, debe 

entenderse “agregado A. niger”. 

 

 

 

9. Caracterización climática y geográfica de las zonas muestreadas 
 

Para la información sobre las características climáticas de los sitios correspondientes 

a las distintas poblaciones muestreadas, las variables elegidas fueron: altitud, promedio 

estacional de temperaturas y precipitaciones (De Fina, 1992). Se registró la latitud y longitud 

para cada sitio muestreado, utilizando un GPS (Global Positioning System) y a partir de 

bibliografía se estableció el tipo de suelo predominante en cada sitio de muestreo. 

En la tabla 1.3 puede observarse la caracterización climática y geográfica de las 

zonas muestreadas. Respecto del tipo de suelo, pueden observarse, en los sitios de 

muestreo analizados, tres de los tipos que forman parte de la clasificación nacional. Los 

suelos entisoles se caracterizan por ser castaños, arenosos, ligeramente ondulados y 

esqueléticos. Por otro lado, los alfisoles son suelos grises, con alto contenido de arcilla y 

baja permeabilidad; tienen de bajo a mediano contenido de materia orgánica, y por lo tanto 

no son buenos suelos agrícolas. Los molisoles, por otro lado, son suelos negros, sueltos, 

ricos en materia orgánica y con buen drenaje.  

 
TABLA 1.3 Caracterización climática y geográfica de las zonas muestreadas. 
 
 Entre Ríosa Corrientesa 
Ubicación (Lat. Sur) 31 – 33 27 – 29 
Altura s/ nivel mar (metros) 21 – 50 39 – 66 
Clima Templado 

pampeano 
subtropical, tropical sin estación 

seca 
Tipo de suelo Entisoles Entisoles – Alfisoles – Molisoles  
Precipitaciones (mm) 934 – 1003 965 – 1186 
T media °C (Dic/Ene/Feb) 24,9 – 25,3 24,9 – 27,6 
Área agroclimáticab 34 10 
a La zona manisera en la de Corrientes esta mayormente circunscripta a la región noroeste de la 
provincia (27 – 29 º latitud sur). En la provincia de Entre Ríos solo se encontraron sitios de plantas 
nativas. 
b Las áreas son las definidas por DaFina (1992). 
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10. Inoculación de semillas 
 

Para el caso de los sitios de maníes nativos de la especie Arachis villosa (de los 

cuales no se aisló ningún representante de la sección Flavi), se realizó un ensayo de 

inoculación de semillas. Para el mismo se siguió el protocolo de Horn (2005) por el cual se 

lesionó en esterilidad uno de los cotiledones de semillas autoclavadas y no autoclavadas 

con un pequeño sacabocados (3 mm) y a una profundidad aproximada de 1 mm. El tejido de 

maní fue quitado del interior raspando con una aguja de disección. Las semillas así 

preparadas fueron inoculadas con 5 l de diferentes suspensiones de 104 esporas/ml. Las 

suspensiones de esporas fueron obtenidas a partir de cosechar esporas de cultivos de A. 

flavus y A. parasiticus toxicogénicos con pequeñas espátulas. Las esporas se suspendieron 

en 0,2 – 0,4 ml de agar semisólido (al 2 %) con Tween 80 al 0,05 % estéril, en viales (Pitt & 

Hocking, 1997). La concentración de las suspensiones se estimó en cámara de Neubauer. 

En cada caso se consideraron 5 semillas y se agregaron 5 semillas lesionadas pero no 

inoculadas y 5 semillas sin lesionar (Fig. 1.2). Las cajas se incubaron a 25ºC y se revisaron 

diariamente. 
 
 
 
FIGURA 1.2 Ensayo de inoculación. a.- Semillas sin lesionar. b.- Semillas lesionadas sin inocular. c.- 
Semillas lesionadas inoculadas 

 

 

 

11. Análisis estadístico 

 

El número de aislamientos por placas de Petri totales junto con variables ambientales (ver 

Anexo) se analizaron utilizando un análisis de redundancia (RDA), el cual es un método de 

ordenación lineal restringida. Se consideraron 17 variables ambientales en un análisis de 

selección de variables a través del método “fordward” disponible en el programa CANOCO 

b a c 
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(Canoco for Windows 4.5, (c) 1997-2002 Biometris, Wageningen) (ter Braak y Smilauer 

1998), de las cuales el programa seleccionó inicialmente las variables: 14.- Hospedante 

Arachis villosa, 8.- Latitud decimal, 4.- Sustrato hoja y 3.- Sustrato fruto, sin embargo se 

consideró más apropiado para el análisis considerar las variables: 3.- Sustrato fruto, 4.- 

Sustrato hoja, 5.- Sustrato suelo, 6.- Sustrato geocarposfera (redundante), 8.- Latitud 

decimal y 1.- Carácter cultivado. La significancia de la variabilidad en la distribución de 

especies explicada por las variables ambientales seleccionadas fue puesta a prueba con el 

Test de Significancia de Monte Carlo. 

La proporción de éxitos (éxito medido como cajas de Petri con al menos un 

aislamiento / cajas de Petri totales) de las especies más representativas (A. niger, A. 

parasiticus, A. flavus y A. terreus se analizaron utilizando Modelos Lineales Generalizados 

mixtos usando el programa InfoStat versión 2013 (Di Rienzo et al., 2013). Cuando fue 

necesario se aplicaron contrastes de LSD Fisher ( =0,05) o DGC ( =0,05). Se utilizó 

proporción de éxitos para estandarizar los datos de semillas / hojas (unidades reconocibles) 

vs. suelo / geocarposfera (homogenatos). 

Cuando fue necesario se aplicaron test de T para muestras independientes o 

pruebas de Chi-cuadrado de Pearson (Sokal & Rohlf, 1995).  
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RESULTADOS 
 

1. Frecuencia de aislamientos de especies de Aspergillus sp. 

Se aislaron un total de 1276 cepas pertenecientes a 4 subgéneros, 10 secciones 

y 20 especies del género Aspergillus. Las especies mejor representadas pueden 

observarse en la tabla 1.4. En el caso del Subgénero Nidulantes (19,4 %) fue 

dominado por la especie A. terreus, al igual que en el subgénero Aspergillus (5,2 %) 

donde la mayor parte se debe a la presencia de A. amstelodami. El 61 % de los 

aislamientos representan especies potencialmente toxicogénicas del subgénero 

Circumdati.  

TABLA 1.4 Frecuencia relativa al total de aislamientos de las diferentes especies del género 
Aspergillus. 

Subgénero Sección Especie1 Frecuencia relativa 
(%)2 

 Aspergillus 
A. amstelodami (teleomorfo) 5,2 (n=63)** 

Aspergillus A. glaucus (teleomorfo) 0,2 (n=2) 
(5,4 %) Restricti A. restrictus 0,1 (n=1) 

 
Candidi A. candidus 0,1 (n=1) 

 
Flavi 

A. arachidicola* 0,1 (n=1) 

 A. flavus* 5,1 (n=62)** 
Circumdati A. tamarii* 0,5 (n=6) 
(68,5 %) A. parasiticus* 9,2 (n=111)** 

 
Nigri 

A. aculeatus 4,5 (n=62) 

 A. awamori* 1,7 (n=20) 

 A. carbonaruis* 0,1 (n=1) 
  A. niger* 47,4 (n=580)** 

Fumigati 
Fumigati  A. fumigatus* 3 

  8,3 (n=118)** 
(8,3 %) 

 Flavipedes 
A. flavipes 0,1 (n=1) 

 A. niveus 0,1 (n=1) 
Nidulantes Nidulantes A. unguis 0,2 (n=3) 

(17,8 %) 
Terrei 

A. terreus* 16,2 (n=228)** 

 A. terreus var. aureus 0,7 (n=8) 

 Versicolores 
A. sydowi 0,5 (n=6) 

  A. versicolor* 0,1 (n=1) 
 

1 Especies toxicogénicas señaladas con* 

2  Frecuencia relativa mayor al 5 % señaladas con **. El resto fueron consideradas ocasionales. 
3 A. fumigatus implica además otras especies que no fueron dilucidadas. 
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El total de los aislamientos del género se distribuyó en forma bastante 

homogénea entre los diferentes sitios de muestreo, no existiendo diferencias 

significativas en la colonización en ningún sitio en particular. 

Cabe aclarar que cada vez que en esta sección el texto se refiera a A. niger, 

debe entenderse “agregado A. niger”.  

 

 

2. Aislamientos de especies del género Aspergillus a partir de semillas de maní 
cultivado y nativo de las provincias de Entre Ríos y Corrientes 

Se aislaron un total de 299 cepas del género Aspergillus a partir de semillas de 

frutos de maní aparentemente sanos.  

FIGURA 1.3 Incidencia del género Aspergillus sobre semilla de diferentes especies de maní. 
Puede observarse una mayor incidencia de especies toxicogénicas (A. niger, A. flavus, A. 
parasiticus) asociadas a la semillas de A. hypogaea y A. correntina.  

 
Nota: NIG: A. niger, FLAV: A. flavus, PAR: A. parasiticus, ACU. A. aculeatus, RESTR: A. 
restrictus, AWA: A. awamori, TAM: A. tamarii, AMST: A. amstelodami, TERR: A. terreus, UNG: 
A. unguis y FUM: A. sección Fumigati. 
 

En la figura 1.3 puede observarse la incidencia, medida como número de 

semillas infectadas por el género Aspergillus sobre semillas de las diferentes especies 

de maní recolectadas de la zona de estudio. A. hypogaea corresponde a la especie 

cultivada y A. glabrata no se reflejó en la figura porque si bien fue colectada, no se 

encontraron frutos durante ninguno de los muestreos realizados. Las especies de 

Aspergillus más frecuentemente aisladas de semilla resultaron A. niger, A. flavus y A. 
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parasiticus, todas ellas potencialmente toxicogénicas. En su mayoría se relacionaron 

con Arachis hypogaea y A. correntina, ambas halladas en la provincia de Corrientes, 

con mayores temperaturas medias que las correspondientes a la provincia de Entre 

Ríos. También puede observarse una presencia importante de Aspergillus 

amstelodami sobre A. hypogaea, casi exclusivamente debida al sitio de muestreo 

“Nueve de Julio”. De las seis cepas de A. tamarii obtenidas, cinco fueron aisladas de 

fruto de plantas cultivadas en el mismo sitio. 

 

 

3. Aislamiento de especies del género Aspergillus a partir de hojas de maní 
cultivado y nativo de las provincias de Entre Ríos y Corrientes. 

Se aislaron un total de 343 cepas del género Aspergillus a partir de hojas de 

maní, de las cuales 38 % se obtuvieron a partir de plantas cultivadas y el restante 62 

% correspondieron a plantas nativas. 

 

FIGURA 1.4 Incidencia del género Aspergillus sobre hojas de diferentes especies de maní.  

 
Nota: NIG: A. niger, FLAV: A. flavus, PAR: A. parasiticus, ACU. A. aculeatus, TAM: A. tamarii, 
ARA: A. arachidicola, AMST: A. amstelodami, CAN: A. candidus, VER: A. versicolor, SYD: A. 
sydowi, TEA: A. terreus var aureus, TERR: A. terreus, UNG: A. unguis y FUM: A. sección 
Fumigati. 
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La mayor riqueza de especies pudo observarse asociada a la especie nativa 

Arachis villosa, a partir de la cual se registraron 10 de las 14 especies aisladas para 

este sustrato. A partir de esta especie de maní se aisló la única cepa de A. 

arachidicola encontrada (fig. 1.4). 

 

4. Aislamiento de especies del género Aspergillus a partir de suelo asociado a 
plantas de maní cultivado y nativo de las provincias de Entre Ríos y Corrientes. 

Para este sustrato se aislaron un total de 325 cepas del género Aspergillus 

(Fig. 1.5) de las cuales, las especies dominantes fueron: A. niger (33,8 %), A. terreus 

(33,5 %) y Aspergillus Sección Fumigati (12 %). No se aisló de este sustrato ninguna 

cepa perteneciente al Subgénero Aspergillus, y se  encontró una única cepa de A. 

carbonarius, asociada a suelo de un sitio con maní cultivado.  

FIGURA 1.5 Frecuencia relativa de especies del género Aspergillus sobre suelo asociado a 
diferentes especies de maní. 

 

 

Nota: NIG: A. niger, FLAV: A. flavus, PAR: A. parasiticus, ACU. A. aculeatus, AWA: A. awamori,  
TEA: A. terreus var aureus, TERR: A. terreus, CAR: A. carbonarius, FLVI: A. flavipes, NIV: A. 
niveus y FUM: A. sección Fumigati. 
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5. Aislamiento de especies del género Aspergillus a partir de rizosfera asociada 
a frutos de plantas de maní cultivado y autóctono de las provincias de Entre 
Ríos y Corrientes. 

A partir de este sustrato se obtuvieron 40 cepas de Aspergillus. La especie dominante 

con 80 % de los aislamientos resultó A. terreus, seguida por A. niger, A. flavus y A. 

parasiticus, con 7,5; 7,5 y 5 % respectivamente. A partir de este sustrato se obtuvieron 

pocos aislamientos y los mismos se vieron dominados ampliamente por la presencia 

de A. terreus. Fue por estas razones que se decidió que el análisis de este sustrato no 

aportaba información suficientemente relevante como para repetir al año siguiente. 

 

6. Aislamiento de especies del género Aspergillus a partir de geocarposfera 
asociada a frutos de plantas de maní cultivado y nativo de las provincias de 
Entre Ríos y Corrientes. 

A partir de este sustrato se aislaron un total de 243 cepas del género 

Aspergillus de las cuales las especies dominantes fueron: A. niger (45,7 %), A. 

parasiticus, (13.6 %), A. terreus (12,8 %) y Aspergillus sección Fumigati (12,8 %) y A. 

flavus (9,5 %) (Fig. 1.6).  

FIGURA 1.6 Frecuencia relativa de especies de los géneros Aspergillus en geocarposfera 
asociada a fruto de diferentes especies de maní. 

Nota: NIG: A. niger, FLAV: A. flavus, PAR: A. parasiticus, ACU. A. aculeatus, AMST: A. 
amstelodami, SYD: A. sydowi, TEA: A. terreus var aureus, TERR: A. terreus, HERB: A. 
herbariorum y FUM: A. sección Fumigati. 
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7. Aislamiento de especies del género Aspergillus a partir de aire asociado a 
plantas de maní cultivado y nativo de las provincias de Entre Ríos y Corrientes. 

A partir de este sustrato se obtuvieron 26 cepas de Aspergillus, de las cuales 

69 % pertenecieron a A. sección Fumigati y el resto a A. aculeatus. A partir de este 

sustrato se obtuvieron pocos aislamientos y los mismos se vieron dominados por la 

presencia de A. sección Fumigati. Fue por esta razon que se decidió que el análisis de 

este sustrato no aportaba información suficientemente relevante como para repetir al 

año siguiente. 

 

8. Interacciones entre las variables: sustratos, especies de Arachis, especies de 
Aspergillus, tipos de suelo, provincias y condición cultivada vs. nativa. 

No se encontraron diferencias significativas entre la proporción de éxitos (medida 

como cajas con al menos un aislamiento / cajas totales) a partir de los sustratos suelo 

– geocarposfera por un lado, y fruto – hoja por el otro, mientras que si resultaron 

significativamente diferentes los éxitos en las demás combinaciones (Ver Prueba de T, 

pág XIV de anexo, Fig. 1.7)  
 

FIGURA 1.7 Proporción de éxitos (cajas con al menos un aislamiento / cajas totales) en los 
diferentes sustratos analizados.  

 

Nota: Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p < 0,05) 
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El Análisis de Redundancia (RDA) arrojó los siguientes resultados: Las 

combinaciones lineales de la matriz del ambiente explicaron el 24 % de la variabilidad, 

lo que representó una fracción significativa (p=0,006). Esto significa que la variabilidad 

de comportamiento observada de las especies de Aspergillus podría ser explicada por 

los diferentes sustratos, la latitud y el hecho de estar asociada a una planta de maní 

cultivada o nativa (ver Fig. 1.8  y Anexo, pág XIV). El primer eje (horizontal, explica 

12% de la variación), está formado, hacia los valores positivos, por los aportes de las 

localidades ubicadas más hacia el norte, con predominio de plantas cultivadas y sobre 

sustrato fruto. En este caso se observó una predominancia marcada de A. flavus, A. 

parasiticus, A. tamarii y A. amstelodami. A. niger se encontró muy asociado tanto al 

fruto como a la hoja. El mismo eje, pero hacia los valores negativos, se caracteriza por 

latitudes mayores (más al sur), plantas nativas y sobre sustrato diferente al fruto, y 

posee un aporte de los sustratos suelo y geocarposfera, pero es muy débil. En éste se 

observó una mayor presencia de A. terreus y Aspergillus sección Fumigati. 
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FIGURA 1.8 Triplot basado en un Análisis de Redundancia (RDA). Representa la relación entre 

variables ambientales predictoras: carácter cultivado, latitud y diferentes sustratos (flechas 

rojas) de la distribución de las especies (flechas azules), y los sitios de muestreo cultivado y 

nativo (números). 

 
 

El segundo eje (vertical, explica 6,5% de la variación) es mucho menos 

importante y está conformado, hacia los valores positivos por el sustrato hoja, que a su 

vez determina dos grupos, uno asociado a plantas cultivadas de Corrientes donde se 

destaca la presencia de A. niger y A. aculeatus y otro asociado a plantas nativas de 

Entre Ríos. Finalmente, hacia los valores negativos, este eje recibe el aporte de los 

sustratos suelo y geocarposfera, los cuales están muy relacionados, sin dominancia de 

ningún hongo en particular. En resumen, en el caso de las especies mejor 

representadas, A. niger pareció asociarse más a hoja y fruto de plantas de maní 

TAM 
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cultivadas, mientras que A. flavus y A. parasiticus se relacionan mejor con frutos de 

plantas a menores latitudes (provincia de Corrientes), tanto cultivadas como nativas. A. 

terreus se asocia mayormente a suelo y geocarposfera de plantas nativas en Entre 

Ríos y Corrientes y A. sección Fumigati se corresponde con suelo y geocarposfera, 

pero también con hoja de mayores latitudes (provincia de Entre Ríos). Como era de 

esperar, y confirmando los resultados de la figura 1.7, los sustratos suelo y 

geocarposfera resultan altamente relacionados, dado que la geocarposfera es la 

porción de suelo en íntimo contacto con el fruto. 

Las especies más representativas: A. niger, A. parasiticus, A. flavus y A. terreus 

fueron tratadas con Modelos Lineales Generalizados Mixtos (MLGM), con los 

siguientes resultados:  

Resulta 3,5 veces más probable encontrar A. niger en hoja o fruto que en suelo o 

geocarposfera (p<0,0001) y 3 veces más probable hallarlo en una planta de maní 

cultivada que en una nativa (p=0,0301) (Fig.: 1.9a y b, Anexo, pág. XVII), no existiendo 

interacción significativa entre los factores sustrato y carácter cultivado o nativo de la 

especie de Arachis. 
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FIGURA 1.9 Proporción de éxitos, expresada como cajas con al menos un aislamiento / cajas 
totales. a. b.- Aspergillus niger: a.- En función del sustrato. b.- En función del carácter cultivado 
vs. nativo de la especie de Arachis. c. d.- Aspergillus parasiticus. c.- En función del sustrato. d.- 
En función del carácter cultivado vs. nativo de la especie de Arachis. 

 

Nota: Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p > 0,05) 

Para el caso de A. parasiticus, la probabilidad de encontrarlo en fruto es 3,5 

veces mayor que cualquier otro sustrato (p<0,0001), como también es más probable 

hallarlo en plantas cultivadas que nativas (p<0,05) (Fig.: 1.9c y d, Anexo, pág. XVIII). 

Tampoco en este caso se observó interacción significativa entre los factores sustrato y 

carácter cultivado vs. nativo de las plantas de maní.  

Para el caso de A. flavus, existe una interacción sustrato-carácter cultivado 

(p=0,0008), con lo cual puede decirse que esta especie se encuentra asociada 

particularmente a semillas de especies cultivadas, en desmedro de cualquier otra 

combinación de factores (Fig.: 1.10a, Anexo, pág. XX). 
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FIGURA 1.10 Proporción de éxitos (expresada como cajas con al menos un aislamiento / cajas 
totales) en función de la interacción entre el carácter cultivado vs. nativo de la especie de 
Arachis y los sustratos. a.- Aspergillus flavus. b.- Aspergillus terreus. 

 
Nota: Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p > 0,05). 
 

Finalmente para A. terreus, puede observarse en la Fig. 1.10b que existe una 

interacción significativa (p=0,0358) entre los factores sustrato y carácter cultivado vs. 

nativo de la planta de maní. En este caso, es significativamente mayor la proporción 

de éxitos en hoja y suelo de plantas nativas que en el resto de las combinaciones 

posibles.  

Comparando los resultados observados para cada especie, obtenidos a partir de 

la proporción de placas con al menos un aislamiento en función de las placas totales 

sembradas para cada sustrato (éxitos), puede destacarse que A. niger resulta 

significativamente (P<0,0001) más abundante que el resto de las especies (Fig. 

1.11a), seguido por A. terreus, luego A. parasiticus y A. sección Fumigati (que no se 

diferencian en cuanto a la proporción de éxitos) y finalmente A. flavus, como el menos 

abundante. La situación es diferente al analizar el comportamiento de estas especies 

en los sustratos semilla y suelo. Puede visualizarse en la figura 1.11b, que en el 

sustrato fruto, si bien A. niger sigue siendo el invasor dominante, es seguido por A. 

flavus y A. parasiticus, mientras que A. terreus y A. sección Fumigati colonizan la 
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semilla significativamente menos que las otras especies. Por otra parte, en la figura 

1.11c puede observarse que las especies dominantes en suelo son A. niger y A. 

terreus (sin diferencias entre ellas), seguidas por A. sección Fumigati y A. parasiticus y 

finalmente A. flavus con una frecuencia significativamente menor que el resto de las 

especies (Anexo, pág. XXII – XXV). 

FIGURA 1.11 Proporción de éxitos (expresada como cajas con al menos un aislamiento / cajas 
totales) en función de las especies de Aspergillus más representativas. a.- Considerando el 
total de los éxitos. b.- Considerando los éxitos en el sustrato fruto. c.- Considerando los éxitos 
en el sustrato suelo. 

 
Nota: Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p > 0,05). 
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Tomando en cuenta únicamente las secciones Flavi y Nigri, se analizaron los 

datos de éxitos en función de la provincia y su condición cultivada vs. nativa de la 

planta de maní. Comparando (Tabla 1.5) las especies nativas de Arachis de las 

provincias de Corrientes y Entre Ríos, puede observarse que A. parasiticus posee una 

frecuencia significativamente mayor para la provincia de Corrientes. Por otro lado 

(Tabla 1.6), dentro de la provincia de Corrientes, se observa que A. flavus, A. awamori 

y A. niger, son más abundantes en plantas cultivadas, mientras que A. aculeatus, se 

vería más asociado con especies nativas de la provincia de Corrientes.  
 
TABLA 1.5 Éxitos (expresados como cajas con al menos un aislamiento) de las secciones Flavi 
y Nigri asociados a plantas nativas de las provincias de Corrientes y Entre Ríos 
 

  nativas   
  Corrientes Entre Ríos p 
Sección Flavi       
A. flavus 4 4 >0,999 
A. parasiticus 26 4 0,0001* 
A. tamarii 1 0 - 
A. arachidicola 0 1 - 
Sección Nigri       
A. aculeatus 25 10 0,0112** 
A. awamori 2 1 0,5637 
A. carbonarius 0 0 - 
A. niger 63 71 0,4895 

 
* Valor significativo a p<0,01. Test Chi-cuadrado de Pearson. 
 ** Valor significativo a p<0,05. Test Chi-cuadrado de Pearson. 
 
 
 
TABLA 1.6 Éxitos (expresados como cajas con al menos un aislamiento) de las secciones Flavi 
y Nigri asociados a plantas cultivadas y nativas de la provincia de Corrientes 
 

  Corrientes   
  cultivadas nativas p 
Sección Flavi       
A. flavus 29 4 <0,0001* 
A. parasiticus 36 26 0,2041 
A. tamarii 5 1 0,1025 
A. arachidicola 0 0 - 
Sección Nigri       
A. aculeatus 12 25 0,0326** 
A. awamori 10 2 0,0209** 
A. carbonarius 1 0 - 
A. niger 118 63 <0,0001* 

 
* Valor significativo a p<0,01. Test Chi-cuadrado de Pearson. 
 ** Valor significativo a p<0,05. Test Chi-cuadrado de Pearson. 
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Considerando los aislamientos obtenidos de todos los sustratos relacionados con 

el suelo, es decir: fruto, geocarposfera y suelo propiamente dicho, existen diferencias 

entre distintos sitios de muestreo, asociadas al tipo de suelo (Fig 1.12) y a la condición 

planta de maní cultivada vs. nativa. Puede observarse que los sitios cultivados (ECC, 

TAC, NJC y MDC) cuyo suelo son alfisoles y sitios con suelo molisoles resultan en las 

mayores frecuencias, mientras que sitios nativos con suelo alfisoles y sitios con suelos 

entisoles poseen menores densidades fúngicas.  

 

 

 

 
FIGURA 1.12 Proporción de éxitos (expresada como cajas con al menos un aislamiento / cajas 

totales) en función del sitio de muestreo y tipo suelo. 

 
Nota: Sitios de plantas cultivadas de Corrientes: EEC: San Luis del Palmar – Esquivel Cué 
(Zona I), TAC: Bella Vista – Colonia Tres de Abril, MDC: Manuel Derqui, NJC: Nueve de Julio. 
Sitios de plantas nativas en Corrientes: LET: Lomas de Empedrado, RRE: Rio Empedrado, 
sobre Ruta Nac. N°12, LB: Laguna Brava, AP: Ruta Nac. N°12, acceso Aeropuerto “Punta 
Comba”, Corrientes, RSR: Ruta Nac. N°12 camino a San Roque. Sitios de plantas nativas en 
Entre Ríos: CAM: Campichuelo, EP: Pqe. Nac. “El Palmar”, Colón, ÑAN: Gualeguaychu – 
Balnerario  Ñandubaizal. 

 

 

 

También se analizaron los éxitos en función de las diferentes especies de 

Arachis analizadas: A. hypogaea, A. correntina, A. glabrata y A. villosa en función de 

cada sustrato (Tabla 1.7). Puede observarse que para el sustrato suelo, no existen 

diferencias en los suelos asociados a plantas nativas, mientras que si existe diferencia 
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considerando el suelo asociado a la especie cultivada A. hypogaea (para el caso de la 

comparación entre A. hyopgea y A. villosa hay diferencia en este sentido, pero la 

misma no es significativa). En el caso de la geocarposfera la situación es similar, 

puesto que no existen diferencias significativas para la geocarposfera asociada al fruto 

de plantas nativas, pero si entre la especie cultivada y las demás. 

Finalmente, observando qué sucede en la planta, se distingue utilizando tablas 

de contingencia y análisis de 2, una colonización significativamente mayor asociada a 

las semillas de A. hypogaea que a cualquiera de las especies nativas consideradas 

(en las cuales la invasión resultó similar). En cuanto a la hoja, se observa alto número 

de éxitos tanto en la especie cultivada, como  la especie A. villosa, mientras que las 

densidades fúngicas asociadas a A. glabrata y A. correntina se mantuvieron bajas y 

semejantes. 
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TABLA 1.7 Éxitos (expresados como cajas con al menos un aislamiento) en función de las 
diferentes especies de Arachis consideradas, para cada sustrato. 

 

NOTA: HY: A. hypogaea; CORR: A. correntina; GLA: A. glabrata; VILL: A. villosa. 

 

SUSTRATO ESPECIE DE Arachis sp. RELACIÓN
HY > CORR (p<0,0001)
HY > VILL (p<0,0001)

CORR > VILL (p<0,0023)
CORR < HY (p<0,0001)
VILL < HY (p<0,0001)

VILL < CORR (p<0,0023)
HY > CORR (p<0,0001)
HY > VILL (p<0,0001)

CORR ~ VILL (ns)
CORR < HY (p<0,0001)
VILL < HY (p<0,0001)
VILL ~  CORR (ns)

HY > CORR (p<0,0001)
HY > GLA (p<0,0001)

HY ~ VILL (ns)
CORR ~ GLA (ns)

CORR < VILL (p<0,0001)
CORR < HY (p<0,0001)
GLA < HY (p=0,0001)

GLA ~ CORR (ns)
GLA < VILL (p=0,0001)

VILL ~ HY (ns)
VILL > CORR (p<0,0001)

VILL > GLA (p<0,0001)
HY > CORR (p<0,023)
HY > GLA (p<0,0042)

HY ~ VILL (ns)
CORR ~ GLA (ns)
CORR ~ VILL (ns)

CORR < HY (p<0,0023)
GLA < HY (p=0,0042)

GLA ~ CORR (ns)
GLA ~ VILL (ns)
VILL ~ HY (ns)

VILL ~ CORR (ns)
VILL ~ GLA (ns)

A. glabrata (n=26)

HOJA

SUELO

A. villosa  (n=95)

A. hypogaea  (n=58)

A. correntina  (n=36)

A. villosa  (n=46)
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A. hypogaea  (n=75)

A. correntina  (n=18)
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9. Inoculación de semillas de Arachis villosa con A. flavus y A. parasiticus 
toxicogénicos. 

No se detectaron miembros de la Sección Flavi en semillas tanto autoclavadas 

como no autoclavadas no inoculadas (con herida o sin ella) (Fig. 1.13). En el caso de 

semillas no autoclavadas pero inoculadas, además de observar la presencia de A. 

flavus / parasiticus, se detectó la presencia de Aspergillus de la sección Nigri como se 

describió en la sección 1.1 (Fig. 1.14). Finalmente, todas las semillas inoculadas, tanto 

aquellas que fueron esterilizadas por autoclave como aquellas que no, fueron 

colonizadas por A. flavus y A. parasiticus con crecimiento visible a partir de los 2 días 

de inoculadas (Fig. 1.15).  

En todos los casos, se confirmó la identidad de A. flavus / A. parasiticus en forma 

morfológica y por su capacidad toxicogénica (ver 8. y Sección 2). 

FIGURA 1.13 Ensayo de inoculación. Control sin inocular. a y b.- Semillas esterilizadas por 
autoclave c y d.- Semillas no esterilizadas por autoclave. a y c.- Semillas sanas. b y d.- 
Semillas con herida. 
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FIGURA 1.14 Ensayo de inoculación. a.- Semillas esterilizadas por autoclave e inoculadas, se 
detectó colonización de la cepa inoculada. b.- Semillas no esterilizadas pero sí inoculadas, se 
detectó colonización por la cepa inoculada y  por A. niger. 

 

 

 

FIGURA 1.15 Ensayo de inoculación. Semillas esterilizadas y no esterilizadas en autoclave, 
inoculadas con 5 l de suspensiones de 104 esporas/ml de Aspergillus toxicogénicos, luego de 
4 días. a, b, c, j, k, l y n.- Semillas esterilizadas. d, e, f, g, h, i, m y o.- Semillas sin esterilizar. a 
– f.- Semillas del sitio “El Palmar” (EP), inoculadas con las cepas de A. parasiticus 16-TAC (a y 
d.-) y 1-NJC (b y f.-) y la cepa de 2-LB A. flavus (c y f.-). g, j, m y n.- Semillas del sitio 
“Ñandubaizal” (ÑAN) inoculadas con la cepa de A. parasiticus 16-TAC (m y n.-) y la cepa de 2-
LB A. flavus (g y j.-). h, i, k y l.- Semillas del sitio “Campichuelo” (CAM), inoculadas con las 
cepas de A. parasiticus 1-NJC (h y k.-) y 16-TAC (i y l.-). Los colores verdes característicos 
confirman la presencia de A. parasiticus y A. flavus. 
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DISCUSIÓN 
 

 

Los resultados indican que el género Aspergillus se encuentra ampliamente 

representado en la zona de muestreo, tanto en plantas de maní cultivado como nativo. Se 

pudo observar una dominancia marcada de las siguientes especies, a saber: A. niger (45 

%), A. terreus (17,9 %), A. parasiticus (8,7 %), especies de la sección Fumigati (9,2 %), A. 

amstelodami (5,0 %) y A. flavus (5,0 %). El caso de A. amstelodami resulta particular, 

porque todos los aislamientos se restringieron casi exclusivamente a un sitio de muestreo de 

maní cultivado, afectando semillas y hojas. Es probable que la alta frecuencia observada 

sea debida a las prácticas de cultivo llevadas a cabo en ese campo en particular o diferentes 

orígenes de semilla. Resulta preocupante la elevada presencia del subgénero Circumdati, 

conformado por especies potencialmente toxicogénicas (Bayman & Cotty, 1993, Dalcero et 

al., 2002; Magnoli et al., 2003; Abarca et al., 2004; Samson et al., 2004, Goto et al., 1996; 

Kurtzman et al., 1987). De hecho, la mayor parte de los aislamientos obtenidos de semilla 

pertenecen a estas especies, si bien  el subgénero también alberga otras no-toxicogénicas.  

El suelo actúa como reservorio de inóculo primario de A. flavus, y A. parasiticus 

(Horn et al., 1995; Horn & Dorner, 1998), y los frutos de maní están en contacto directo con 

esta fuente de infección. Aún en frutos aparentemente sanos, puede haber colonización 

cuando las plantas son sometidas a estrés hídrico (Sanders et al., 1981) y elevadas 

temperaturas en el suelo alrededor de los frutos, entre 20 y 38 ºC (Blankenship et al., 1984; 

Hill et al., 1983, Sanders et al. 1981, Sanders et al., 1985). Ensayos realizados inoculando 

semillas dañadas con suelos conteniendo poblaciones naturales de hongos, demostraron 

que A. flavus y A. parasiticus colonizan las semillas aún con muy bajas densidades de 

inóculo (menor al 1 % del total de hongos filamentosos) (Horn, 2005b). En estos suelos, 

correspondientes a campos de cultivo de maní en Georgia (USA) las especies de 

Aspergillus predominantes fueron A. niger, A. terreus y A. fumigatus, al igual que en el 

presente trabajo. En otro trabajo, Horn (2006), apoyando a otros autores (Griffin y Garren, 

1974) concluyó que sólo 2,0 propágulos de A. flavus en los 0,5 mm de suelo que conforman 

la geocarposfera serían suficientes para la infección. En el presente estudio se observó que, 

aún en bajas cantidades de Aspergillus de la sección Flavi en suelo, las semillas de maní 

fueron invadidas preferentemente por estos organismos, como puede observarse en las 

figuras 1.11b y c. Horn (2005b), sugiere que la invasión de tejido vivo y la colonización de 

semillas viables podría considerarse una relación saprofítica. Desde este punto de vista, la 
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selectividad de las semillas de maní por Aspergillus de la sección Flavi y A. niger indicaría 

que estas especies tienen una alta “habilidad competitiva saprofítica”, en comparación con 

Aspergillus terreus o la sección Fumigati (ver Fig. 1.10 B y C) las cuales tienen, 

comparativamente, una mayor densidad en el suelo que la incidencia registrada en las 

semillas. Horn (2006), en su estudio sobre colonización de semillas de maní in vitro, también 

detectó que si bien A. terreus tenía una elevada incidencia en la cercanía de las semillas, no 

era ésta la especie invasora, sino integrantes de la sección Flavi.  Esta mayor habilidad 

competitiva saprofítica, puede estar influenciada por factores ambientales (temperatura del 

suelo, humedad, composición y actividad agua del sustrato a colonizar) e intrínsecos (su 

tasa de germinación y crecimiento, tipo y densidad de propágulos, producción de enzimas). 

Los integrantes de la sección Flavi y A. niger, tienen la capacidad de producir diversas 

enzimas que degradan componentes vegetales como celulosa, lignina, pectina y lípidos 

(Olutiola, 1976; Betts & Dart, 1989; Cotty et al., 1990; Long et al., 1998; Xu et al. 2000; 

Mellon & Cotty, 2004; Oyeleke et al. 2010; Oyeleke et al., 2012), lo que podría conferirles 

una mayor habilidad competitiva. Sin embargo, también existen trabajos sobre enzimas 

degradadoras en A. fumigatus y A. terreus (Oyeleke et al., 2010; Parani & Eyini, 2012), sería 

necesario establecer comparaciones entre los extractos enzimáticos a fin de obtener 

conclusiones en este aspecto.  

 El hecho de que A. niger tenga  requerimientos de humedad y temperatura menos 

estrictos  que A. flavus y A. parasiticus (Ayerst, 1969; Marín et al., 1998), le permite 

colonizar una mayor variedad de ambientes y podría explicar su mayor incidencia general, 

en todos los sustratos analizados. Se observó (Fig. 1.16) una tendencia hacia la disminución 

de la frecuencia  de aislamientos de las especies de la sección Flavi a medida que aumentó 

la latitud, es decir, de norte a sur. Este aumento en la latitud, implica una leve disminución 

de la temperatura, factor que influye en la distribución de estas especies. A. flavus tiene un 

crecimiento óptimo entre 29 y 35 ºC, con una temperatura mínima de crecimiento de 12 ºC y 

A. parasiticus posee un crecimiento óptimo entre 24 y 37 ºC y mínimo a 10 – 13 ºC. En la 

provincia de Entre Ríos se registran valores de 25 ºC y 11 ºC en promedio en verano e 

invierno respectivamente, lo que podría  indicar que durante todo el año las temperaturas se 

encuentran en el límite inferior de las esperadas para un crecimiento óptimo. Por otro lado, 

en la provincia de Corrientes, las temperaturas medias resultan de 27 ºC y 15 ºC en verano 

e invierno respectivamente, que al ser más elevadas, favorecerían el crecimiento y mayor 

frecuencia de estas especies. 
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FIGURA 1.16 a.- Variación de la temperatura en los diferentes sitios de muestreo, ordenados según 
latitud creciente. b.- Aislamientos de A.flavus y A. parasiticus y sus líneas de tendencia. 

 

 

 

 

Por otro lado, al comparar los aislamientos provenientes de plantas nativas, puede 

observarse mayor presencia de la sección Flavi en la provincia de Corrientes que en Entre 

Ríos, donde se aislaron muy pocas cepas (sólo el 5,5%). Cabe destacar que no se aislaron 

cepas de la sección Flavi asociadas a semilla de la especie nativa Arachis villosa, lo que 

podría estar reflejando una cierta resistencia de este genotipo a la colonización. El ácido 

linoleico o derivados del mismo, parecen ser moléculas señales que modulan la 

esporulación de varios géneros de hongos. En su trabajo, Calvo et al. (1999), concluyeron 

que el ácido linoleico estimula la diferenciación morfológica en A. nidulans, A. flavus y A. 

parasiticus y posee un efecto esporogénico para miembros de otros géneros. La semilla de 

A. villosa resultó en la menor proporción de ácido linoleico en un estudio realizado entre 

varias especies salvajes del género Arachis (31,4 % vs. 47,4 % en A. appressipila, quien 

tuvo el porcentaje mayor) (Grosso et al., 2000, 2002). Es posible que el bajo contenido en 

este ácido determine  que éste no sea un sustrato adecuado para el desarrollo de A. flavus y 

A. parasiticus. Sin embargo, el hecho de que los ensayos de inoculación resultaran todos en 

una colonización positiva, indicó que las semillas por sí mismas son un sustrato propicio 
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para estos organismos. Sería posible, entonces, que Arachis villosa tuviera un mecanismo 

“in vivo” que impida la colonización por parte de A. flavus y A. parasiticus. Cabe señalar que 

este es el primer trabajo que aborda este tema, aspecto que merecería ser estudiado en 

mayor profundidad para esta especie nativa.  

La capacidad de colonizar tanto semillas autoclavadas como no autoclavadas, 

sugiere que la relación de Aspergillus flavus y parasiticus con las semillas de Arachis sería 

de tipo saprofítica, dado que en el caso de las semillas autoclavadas se trataría de materia 

orgánica muerta y oportunista en el caso de semillas vivas.  

 

La elevada presencia del género Aspergillus detectada en este trabajo en las hojas y 

semillas de maní cultivado durante la pre-cosecha, podría confirmar  la hipótesis sostenida 

por otros autores de que la contaminación observada en maní durante su almacenamiento 

proviene principalmente de la infección durante la pre-cosecha (Sétamou et al., 1997). 

Particularmente se observó una mayor incidencia sobre las hojas de especies nativas. Estos 

resultados podrían indicar que las especies nativas juegan un rol importante como 

reservorios y  fuentes de inóculo del género Aspergillus. Sin embargo, para A. flavus y A. 

parasiticus en particular, las frecuencias en hoja no fueron altas, lo que permite postular que 

la contaminación  podría provenir del suelo (Hell et al., 2000).  En la provincia de Corrientes, 

luego de la cosecha, las plantas son mantenidas al aire libre, sobre el suelo para secar los 

frutos al aire y sol. Además, en esta provincia el cultivo de maní se realiza en forma de 

“huerta”, mezclado con otros cultivos como maíz, poroto, soja, sandía y zapallo. Ésta 

práctica es diferente a otros sistemas agroculturales que se aplican en otras zonas 

maniseras del país.  

Parece existir una relación entre el tipo de suelo en cada sitio de muestreo y la 

frecuencia de aislamiento de las diferentes especies de Aspergillus. La baja incidencia 

encontrada (p<0,01) en los sitios de muestreo de la provincia de Entre Ríos y en el sitio 

“Ruta Nac. N°12 camino a San Roque” (Corrientes), podría deberse al tipo de suelo 

presente en estas localidades, denominado entisoles. Los suelos que caracterizan a esta 

zona son castaños, arenosos, ligeramente ondulados y esqueléticos. Son poco 

evolucionados, agrupan suelos jóvenes sin diferenciación de horizontes. En general suelen 

tener un horizonte superficial claro, de poco espesor, con contenido pobre de materia 

orgánica y con materiales de acarreo por viento (Acosta et al., 2009; Cruzate et al., 2008 a y 

b, Fadda, 2013). Según Fernandez Lopez et al. (2006), éstos son suelos bien drenados, 

algo lavados y ácidos, las texturas gruesas en superficie son responsables de una baja 

capacidad de retención hídrica y de nutrientes, resultando en una baja fertilidad natural y 
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susceptibilidad a la erosión eólica que disminuyen su aptitud. Es probable que el continuo 

lavado de las esporas tenga un impacto sobre la abundancia de la comunidad de hongos 

asociados al suelo en estas zonas disminuyendo su disponibilidad en este sustrato y su 

posterior invasión del fruto. Los sitios ubicados al noroeste de la provincia de Corrientes se 

caracterizaron por suelos del orden de los alfisoles y molisoles. Los alfisoles son suelos 

grises, con alto contenido de arcilla y baja permeabilidad; tienen de bajo a mediano 

contenido de materia orgánica, y por lo tanto no son buenos suelos agrícolas, aunque 

pueden mejorarse con una adecuada fertilización. Los molisoles, por otro lado, son suelos 

negros, sueltos, ricos en materia orgánica y con buen drenaje. Son los de mayor fertilidad y 

potencial agropecuario y forestal del país. Se observó que los sitios con suelos de tipo 

alfisoles resultaron con baja frecuencia de Aspergillus niger, A. parasiticus y A. flavus en el 

caso de sitios con  plantas nativas, pero no en el caso de sitios con plantas cultivadas (Fig. 

1.12). Es probable que la diferencia se deba a que los suelos cultivados son fertilizados y 

por lo tanto, como se describió anteriormente, estos suelos pueden mejorarse y en tal caso 

permitir no sólo el cultivo del maní, sino también un mayor desarrollo de las especies 

fúngicas. El efecto beneficioso de los fertilizantes incrementando las poblaciones fúngicas 

ha sido comentado por varios autores (Kumar et al. 2010, ICRISAT & APRLP, 2003). 

También resultó alta la proporción de éxitos asociados a suelos molisoles, considerados de 

excelente fertilidad. 

Tradicionalmente, los estudios reportan a A. flavus como la especie toxicogénica 

dominante, especialmente en regiones tropicales, aunque también denotan la presencia de 

A. parasiticus y A. niger. La mayoría de estos estudios fueron desarrollados en cultivos y 

suelo asociado a maíz, algodón y maní (Calvert et al., 1978; Sétamou et al., 1997; Cotty, 

1997; Pildain et al., 2005). En bibliografía más reciente se evidencia una mayor prevalencia 

de A. parasiticus en otros productos alimenticios, como diferentes tipos de nueces, maíz, 

girasol y harina de trigo (Al-Hmoud et al., 2012) y también en almendras, en Portugal 

(Rodriguez et al., 2012). En el presente trabajo, la especie dominante fue, en todos los 

casos, A. niger. Por otro lado, A. parasiticus fue aislado con mayor frecuencia en suelo que 

A. flavus, y la incidencia en fruto de ambos resultó similar (Fig. 1.11b). Horn (2003), plantea 

que la distribución de las diferentes especies de hongos en el suelo se presenta en forma de 

“parches” con frecuencias variables. En el caso particular de A. parasiticus, informó sobre 

densidades de inóculo en suelo e incidencias significativamente más altas en campos 

cultivados con maní, que en  campos con otros cultivos. A. parasiticus coloniza 

preferentemente plantas de maní, con frutos hipógeos, frente a cultivos tales como  maíz y 

algodón, con frutos aéreos (Diener et al., 1987; Hill et al, 1985). Este hecho puede explicar 

la baja incidencia de A. parasiticus hallada en hoja, en relación con la detectada colonizando 
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las semillas. Otros estudios coinciden con estos resultados (Vaamonde et al., 1995; Horn & 

Dorner, 1994; Cotty, 1997; Kumeda et al., 2003; Horn, 2005a).  

En la provincia de Corrientes se cultiva A. hypogaea subsp. fastigiata var. fastigiata 

cultivar Valencia, de la cual  se aislaron un total de 117 cepas de la sección Flavi, 49 

identificadas como A. flavus, 63 como A. parasiticus y 5 como A. tamari  confirmando los 

resultados  de Pildain (2006) para especies cultivadas en esta misma provincia. Los 

cultivares difieren principalmente en el contenido y tipo de ácidos grasos de la semilla, por 

ejemplo, el varietal Valencia tiene elevado contenido de ácido linoleico (Asibuo et al., 2008; 

Onemli, 2012). Esta característica  favorecería la colonización por parte de A. flavus y A. 

parasiticus ya que se ha comprobado que el contenido de ácido linoleico de la semilla 

induce la esporulación en estas especies (Xu et al., 2000).  

El presente trabajo es uno de los primeros que analiza la presencia de especies del 

género Aspergillus en plantas de maníes nativos, y el primero que aborda el estudio de las 

semillas de estas plantas. Del análisis de los resultados se desprende que las hojas de 

especies nativas de Arachis son sustratos propicios para el desarrollo de varios 

representantes del género. La especie predominante es A. niger, tanto en plantas nativas 

como cultivadas, seguida por A. terreus, aunque ésta fue aislada habitualmente de hojas de 

plantas nativas y se ha observado que no coloniza con preferencia la semilla. 

Es posible que los factores ambientales afecten a las poblaciones de hongos en su 

conjunto y que las diferencias no puedan ser fácilmente explicadas solo por el clima, sino 

que la composición de cultivos, el tipo de suelo y la práctica agropecuaria, entre otros, 

serían factores que influyen en su distribución. 

 

 

 
CONCLUSIONES PARCIALES 

 

 

 El género Aspergillus se encuentra ampliamente distribuido en las zonas cultivadas 

con maní en la provincia de Corrientes y también en áreas de las provincias de Entre 

Ríos y Corrientes donde crecen las especies nativas. 

 Los miembros de las secciones Flavi (A. parasiticus y A. flavus) y Nigri (A. niger) se 

encuentran frecuentemente en maníes cultivados y nativos, aunque resultan más 

abundantes en plantas cultivadas.  
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 La infección con la sección Flavi de semillas de plantas nativas de la provincia de 

Corrientes es mayor que la de Entre Ríos. 

 A. niger resulta la especie más abundante para todos los sustratos. En suelo 

comparte la dominancia con A. terreus. 

 A. flavus y A. parasiticus mostraron una elevada habilidad competitiva para colonizar 

la semilla, dado que con menor frecuencia relativa en el suelo, se registró mayor 

incidencia en semillas.  

 Las especies nativas difieren en la diversidad y porcentaje de incidencia de 

Aspergillus de la sección Flavi. En particular, ningún integrante de esta sección fue 

aislado de semillas de A. villosa, lo que podría indicar algún grado de resistencia. 

 La composición de la micobiota en estudio es muy semejante en plantas nativas y 

cultivadas, restándole importancia al rol de las primeras como reservorio de 

Aspergillus toxicogénicos  

 La distribución e incidencia de Aspergillus en maní se encuentra influenciada por 

factores propios de cada zona, tales como clima, tipo de suelo y prácticas 

agroculturales.  

 



Aislamiento de Aspergillus spp. 

Aspergillus toxicogénicos. 

SECCIÓN 2

Capacidad toxicogénica en las 
secciones Flavi y Nigri. 

Contaminación natural con 
toxinas en maní. 
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Sección 2:  

 

Aspergillus toxicogénicos. Capacidad toxicogénica en las 
secciones Nigri y Flavi.  

Contaminación natural con toxinas en maní 
 

 

INTRODUCCIÓN  
 

Aspergillus sección Flavi incluye especies con cabezuelas conidiales en tonos 

de amarillo verdoso a marrón oscuro y esclerocios oscuros (Varga et al., 2011). Varias 

especies asignadas a esta sección son productoras de micotoxinas muy importantes, 

como las aflatoxinas (AF), el ácido ciclopiazónico (CPA) y el ácido kójico. Existen 

también, especies llamadas “domesticadas” como A. oryzae, A. sojae y A. tamarii que 

se utilizan ampliamente en la industria alimentaria. Algunos integrantes de esta 

sección son considerados de elevada importancia, dado que son especies que 

normalmente colonizan y contaminan materias primas básicas y que se encuentran en 

la base de la cadena alimenticia. En este sentido, A. flavus y A. parasiticus son 

destacados como los agentes productores de aflatoxinas por excelencia en algodón, 

pistacho, maíz, maní y nueces (Perrone et al., 2007; Cotty; 1997, Horn, 2005a; Diener 

et al., 1987), cultivados en zonas templadas y subtropicales. En A. flavus ha sido bien 

documentada la existencia de variación fenotípica. Existen ciertas cepas de A. flavus 

que producen esclerocios pequeños muy abundantes y algunas de estas cepas 

producen aflatoxinas tanto del tipo B como G (Hesseltine et al., 1970; Saito et al., 

1986; 1989), mientras que los aislamientos que producen menos esclerocios y de 

mayor tamaño, parecen asociarse a la producción de aflatoxina tipo B únicamente. Los 

tipos B y G de aflatoxinas difieren en la estructura de su anillo y presentan diferente 

fluorescencia bajo luz ultravioleta (azul y verde, respectivamente) (Singh et al., 1991). 

Las cepas de A. flavus pueden clasificarse, en función de la producción de aflatoxinas 

y ácido ciclopiazónico, o la ausencia de toxinas, en diferentes quimiotipos (Vaamonde 
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et al., 2003) (ver tabla 2.1), los cuales tendrán cierta correlación con la presencia y tipo 

de esclerocio. Los esclerocios, y por lo tanto las cepas que los producen, se clasifican 

en tipo "L" o "S" en función de sus dimensiones: L para esclerocios de tamaño  400 

m y S para esclerocios con tamaño < 400 m (Cotty, 1989).  

TABLA 2.1 Quimiotipos de A. flavus basados en la producción de aflatoxinas y CPA 
(Vaamonde et al., 2003). 
 

Quimiotipo Micotoxinas 
AFB AFG CPA 

I + - + 
II + + + 
III + - - 
IV - - + 
V - - - 

 

En Argentina, las regiones de producción de maní se encuentran en el centro y 

sur de la provincia de Córdoba, sin embargo, existen pequeños cultivos de tipo local 

en otras provincias como Corrientes. En la zona mesopotámica, también pueden 

encontrarse especies nativas, como Arachis glabrata, A. villosa y A. correntina, entre 

otras (Krapovickas y Gregory, 2007). Estas especies pueden servir como un reservorio 

de cepas micotoxicogénicas o tal vez podrían tener una cierta resistencia a la 

colonización de estas cepas. Existen muchos datos sobre la colonización por 

Aspergillus sección Nigri y Flavi y la posterior contaminación por micotoxinas del maní 

comercial (Magnoli et al., 2006, 2007). Sin embargo, muy poco se sabe acerca de la 

colonización de especies nativas de maní. 

Aspergillus sección Nigri comprende un grupo estrechamente relacionado de 

hongos que están ampliamente distribuidos en el suelo, aire, restos orgánicos y partes 

de plantas de todo el mundo (Griffin y Garren, 1976). Muchos investigadores han 

estudiado la taxonomía de los llamados Aspergillus negros y el grupo es 

continuamente revisado (Abarca et al. 2004, Samson et al. 2004, Varga et al. 2011). 

Los Aspergillus negros causan un impacto significativo en la sociedad moderna, tanto 

por ser los más comunes agentes de deterioro de los alimentos como por su utilización 

en la industria de la fermentación, dada su capacidad de producir enzimas hidrolíticas, 

tales como amilasas o lipasas y ácidos orgánicos como el ácido cítrico y ácido 

glucurónico (Varga et al. 2000). También han sido propuestos como objetos de estudio 

de la biotecnología, desde que A. niger, usado bajo ciertas condiciones industriales se 

le ha otorgado el estatus GRAS (Generally Regarded As Safe –Generalmente 



Sección 2 - Introducción 

 

 

 85 

 

considerado como seguro) de la Agencia Estadounidense de Alimentos y 

Medicamentos (FDA: “Food and Drug Administration”). 

Aunque la principal fuente de la sección Nigri es el suelo, se encuentran entre 

los hongos más comunes que causan deterioro de los alimentos y degradación 

biológica de otros materiales. Varios informes evidencian que los miembros del 

complejo de especies de A. niger, junto con A. carbonarius y A. japonicus / aculeatus 

son a menudo responsables de la descomposición postcosecha de fruta fresca 

(manzanas, peras, melocotones, cítricos, uvas, higos, fresas, tomates, melones, etc) y 

algunas verduras (especialmente las cebollas, el ajo y batatas). Por otro lado, también 

es uno de los hongos más comunes aislados de frutos secos, granos, semillas 

oleaginosas y frutos secos (maníes, pistachos, avellanas, almendras, nueces, etc) 

(JECFA, 2001).  

En la década de 1990 se identificaron integrantes de sección Nigri del género 

Aspergillus como capaces de producir ocratoxina A (OTA). Ueno et al. (1991) fueron 

los primeros en informar de esta producción de micotoxinas por A. foetidus. Más tarde 

Abarca et al. (1994) y Horie (1995) reportaron producción de OTA por A. niger y A. 

carbonarius. OTA es una potente nefrotoxina reconocida por la IARC (Agencia 

Internacional para la Investigación del Cáncer) como un posible carcinógeno humano. 

Posee propiedades teratogénicas, inmunotóxicas, y posiblemente genotóxicas (Ringot 

et al., 2006). A. carbonarius, ha recibido mayor importancia con respecto a su 

capacidad para la producción de toxinas cancerígenas potentes. Sin embargo, algunas 

especies pertenecientes al llamado agregado Aspergillus niger han sido reportados 

como productores de OTA (Dalcero et al, 2002; Magnoli et al, 2003; Abarca et al, 

2004; Samson et al, 2004; Astoreca et al., 2009). También otros miembros 

pertenecientes a esta sección se mencionaron como productores de OTA como por 

ejemplo A. aculeatus (Magnoli et al., 2006). En varios países de América del Sur, se 

ha detectado la presencia de cepas de Aspergillus negros productores de ocratoxina A 

(Urbano et al., 2001; Rosa et al., 2002; Batista et al., 2003; Magnoli et al., 2003, 2004, 

2006; Romero et al., 2005; Rosa et al., 2006; Ponsone et al., 2007, 2010; Fraga et al., 

2007). El suelo sirve como una fuente importante de inóculo de estos hongos en 

cultivos susceptibles a la contaminación por ocratoxina A (Magnoli et al., 2006), así 

como los maníes. La ocratoxina A ha sido ampliamente documentada como 

contaminante global de una amplia variedad de alimentos, incluidos los productos de 

cereales, café, frutos secos, especias, cerveza, vino, uvas, jugo de uva y frutas secas 

(Pardo et al, 2005; Belli et al, 2005; Zimmerli & Dick, 1996). 
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OBJETIVOS PARTICULARES 

 

 Determinar la capacidad de producir aflatoxinas AFB1, AFB2, AFG1 y AFG2 y 

CPA de las cepas de Aspergillus de la sección Flavi aisladas a partir de plantas 

cultivadas y nativas de maní. 

 Analizar la producción, contabilizar el número y el tamaño (L o S) de los 

esclerocios de las cepas de A. flavus aisladas a partir de plantas cultivadas y 

nativas de maní. 

 Determinar la relación entre la presencia de aislamientos toxicogénicos de la 

sección Flavi en las semillas y la contaminación natural de las mismas con 

aflatoxinas de tipo B y G y CPA 

 Determinar la capacidad de producir OTA de las cepas de Aspergillus de la 

sección Nigri aisladas a partir de plantas cultivadas y nativas de maní. 

 

 

 

 

 

HIPÓTESIS 

 

 Los aislamientos de A. flavus pertenecerán en su mayoría al quimiotipo I 

(producción de aflatoxinas tipo B y CPA). 

 A. flavus típicos, productores de esclerocios tipo L serán los más frecuentes en 

plantas nativas y cultivadas de maní en la Argentina. 

 Los aislamientos atípicos de A. flavus, productores de esclerocios tipo S, 

producirán aflatoxinas tipo B y G. 

 La producción de esclerocios y aflatoxinas se encontrará afectada por el 

sustrato y las condiciones ambientales. 

 La presencia de cepas toxicogénicas en una muestra de semilla puede servir 

como indicador de la contaminación natural de la misma. 

 El porcentaje de cepas de Aspergillus niger productoras de OTA resultará bajo, 

contrariamente a lo esperado en el caso de A. carbonarius. 

 La producción de OTA se encontrará afectada por el sustrato y las condiciones 

ambientales. 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

 
 
 
1. SECCIÓN FLAVI  
 
 

1.1 Aislamientos 

 
En este estudio se utilizaron 62 aislamientos de A. flavus, 111 de A. parasiticus, 6 de 

A. tamarii y 1 de A. arachidicola, obtenidos de suelo, rizosfera, geocarposfera, hoja y semilla 

de plantas de maní nativo y cultivado de las provincias de Entre Ríos y Corrientes, tal cual 

se especifica en la Sección 1 (Tabla 1.2). En la provincia de Entre Ríos no se registraron 

sitios con plantas cultivadas. 

En la tabla 2.2 se presenta la procedencia geográfica y el sustrato de cual fueron 

aisladas las cepas en estudio. Algunos aislamientos inicialmente identificados como A. 

flavus resultaron atípicos cuando se determinó su producción de esclerocios y toxinas, dado 

que corresponden a cepas S productoras de aflatoxinas de tipo B y G y de ácido 

ciclopiazónico. 

 

 

 

 

 
 

 



Sección 2 – Materiales y métodos 
 

 

 
88 

 
TABLA 2.2 Aislamientos de sección Flavi. Procedencia geográfica y sustrato. 

SUSTRATO ENTRE RÍOS CORRIENTES 

A. flavus 

MANÍ CULTIVADO 

FRUTO - 21 
HOJA - 0 
SUELO - 2 
GEOCARPOSFERA - 19 
RIZOSFERA - 0 

A. flavus 

MANÍ NATIVO 

FRUTO 0 1 
HOJA 3 1 
SUELO 1 6 
GEOCARPOSFERA 0 1 
RIZOSFERA 0 0 

Cepas S atípicas 

MANÍ CULTIVADO 

FRUTO - 3 
HOJA - 0 
SUELO - 0 
GEOCARPOSFERA - 3 
RIZOSFERA - 0 

Cepas S atípicas 

MANÍ NATIVO 

FRUTO 0 0 
HOJA 0 0 
SUELO 0 0 
GEOCARPOSFERA 0 1 
RIZOSFERA 0 0 

A. parasiticus 

MANÍ CULTIVADO 

FRUTO - 20 
HOJA - 4 
SUELO - 16 
GEOCARPOSFERA - 23 
RIZOSFERA - 0 

A. parasiticus 

MANÍ NATIVO 

FRUTO 0 21 
HOJA 5 2 
SUELO 0 10 
GEOCARPOSFERA 0 10 
RIZOSFERA 0 0 

A. tamarii 

MANÍ CULTIVADO 

FRUTO - 5 
HOJA - 0 
SUELO - 0 
GEOCARPOSFERA - 0 
RIZOSFERA - 0 

A. tamarii 

MANÍ NATIVO 

FRUTO 0 0 
HOJA 0 1 
SUELO 0 0 
GEOCARPOSFERA 0 0 
RIZOSFERA 0 0 

A. arachidicola 

MANÍ CULTIVADO 

FRUTO - 0 
HOJA - 0 
SUELO - 0 
GEOCARPOSFERA - 0 
RIZOSFERA - 0 

A. arachidicola 

MANÍ NATIVO 

FRUTO 0 0 
HOJA 1 0 
SUELO 0 0 
GEOCARPOSFERA 0 0 

 RIZOSFERA 0 0 
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1.2 Capacidad toxicogénica. Producción de aflatoxinas tipo B (AFB) y G (AFG) y 
ácido ciclopiazónico (CPA) 

 
Para detectar las micotoxinas producidas por los aislamientos en estudio se utilizó el 

método rápido de screening (método de plug) para micotoxinas extracelulares e 

intracelulares desarrollado por Filtenborg y Frisvad (1980) y la modificaciones de Filtenborg 

et al. (1983) para cromatografía en capa delgada (TLC). 

Las cepas consideradas se cultivaron en medio agar CYA siguiendo la metodología 

de Pitt & Hocking, 2009 (inoculación en tres puntos de una  solución de esporas en placa de 

Petri de vidrio de 10 cm de diámetro) incubando durante 7 días a 25ºC. Al fin de la 

incubación se cortaron 3 cilindros con sacabocados de 6 mm (plugs) del centro de cada 

colonia.  

Para la detección de aflatoxinas, cada plug se colocó en el punto de siembra 

correspondiente a la cepa sobre un cromatofolio de sílica gel 60 con el agar contra el gel y 

se dejó secar la mancha antes de proceder a desarrollar la placa. Como solvente de 

desarrollo se utilizó la mezcla cloroformo - acetona (90:10). Para la visualización se utilizó 

una lámpara de luz UV (366 nm), bajo la cual las AFB se revelan como manchas azules y 

las AFG se observan como manchas de color celeste-verdoso. Cada cepa fue también 

corrida con estándar interno, para descartar falsos positivos, y en la calle central se corrió el 

estándar puro. 

Para la detección de CPA, los cromatofolios de sílica gel 60 fueron pretratados 

sumergiéndolos en una solución de ácido oxálico 10% en metanol durante 10 min y secados 

al aire. Posteriormente fueron mantenidos en desecador con  sílica gel y activados antes de 

usar colocándolos en estufa a 120ºC durante una hora. Tres plugs se colocaron en el punto 

de siembra correspondiente a la cepa sobre la placa de TLC con el agar contra el gel previa 

adición de 1-2 gotas de cloroformo al micelio para extraer la toxina. Se dejó secar la mancha 

antes de proceder a desarrollar la placa. Cada cepa fue también corrida con estándar 

interno, para descartar falsos positivos, y en la calle central se corrió el estándar puro. Como 

solvente de desarrollo se utilizó la mezcla etilacetato – 2-propanol – 25%NH3 en agua (4:3:2) 

(Romero et al., 2005). Para la visualización se utilizó luz visible, luego del tratamiento de las 

placas con un spray de reactivo de Erlich (anexo medios de cultivo y reactivos), el cual 

revela manchas de color violeta en presencia de CPA.  
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Los resultados negativos fueron confirmados empleando maní como sustrato según 

la modificación de la técnica de Shotwell et al, 1966 y la técnica de Fernández Pinto et al., 

2001 y repitiendo el ensayo. 

En el caso de A. parasiticus se adaptó la tabla de Vaamonde et al., 2003 a fin de 

cubrir su producción de aflatoxinas (tabla 2.3) 

 
Tabla 2.3 Quimiotipos de A. parasiticus basados en la producción de aflatoxinas Modificado de 
Vaamonde et al. (2003). 

Quimiotipo Micotoxinas  
AFB AFG 

QI + - 
QII - + 
QIII + + 
ATOX - - 

 

 

1.3 Producción de esclerocios 

 
A fin de obtener esclerocios se inocularon placas de 6 cm de diámetro (tres por cada 

aislamiento) en medio Czapeck (Cz), y se incubaron a 30 ºC en oscuridad durante 14 días. 

En el caso de no obtenerse resultados positivos en estas condiciones, se inocularon placas 

con los medios agar papa glucosado (APG) o Czapeck con extracto de levadura (CYA) o se 

incubaron dichos aislamientos en erlenmeyers conteniendo semillas de maní y agua 

destilada previamente esterilizada. Los aislamientos que resultaron negativos también en 

estas condiciones, fueron considerados como no productores de esclerocios (Pildain et al., 

2004). Para contar y medir el tamaño de los esclerocios fue necesario separarlos del micelio 

y los conidios. Para ello se colocaron 5ml de Tween 20 (100µl/l) en cada una de las placas 

de Petri y se raspó la superficie con espátula de Drigalsky. Luego se filtró con papel y se 

lavaron los esclerocios repetidas veces con agua destilada para separarlos de los conidios y 

finalmente se secaron al aire sobre papel de filtro. 

 

Posteriormente se calculó el número y se midió el tamaño promedio de los 

esclerocios. Se dispersaron los esclerocios en cajas de Petri de 6 cm de diámetro, y se 

utilizó una cuadrícula de 10 mm de lado para estimar el número, contando la cantidad de 

esclerocios en al menos 5 (cinco) cuadrados de 1 cm2, elegidos al azar, por cada réplica. 

Para evaluar diámetros, se midieron 30 (treinta) esclerocios al azar, suponiendo la forma de 
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los esclerocios como aproximadamente un esferoide. Los aislamientos fueron clasificados 

como cepa S o L (Cotty, 1989; Novas y Cabral, 2002). 

 

 

 

1.4 Confirmación por análisis molecular de la identidad de cepas 
seleccionadas 

A fin de confirmar la identificación taxonómica, determinada sobre la base de 

caracteres morfológicos, se seleccionaron 9 aislamientos (ver tabla 2.4): tres de A. flavus y 

de A. parasiticus, utilizados posteriormente en los ensayos de control biológico (sección 3), 

dos de A. minisclerotigenes y una de A. tamarii. 

 
TABLA 2.4 Cepas seleccionadas de A. flavus, A. parasiticus y A. minisclerotigenes. Código de la 
colección de cultivos y procedencia. 

 

Cepas seleccionadas 

Código 
de 

BAFCcult 
Procedencia 

A. flavus 3109 SUELO / LB 

A. parasiticus 3110 SUELO / NJC 

A. parasiticus 3111 GP / TAC 

A. flavus 1638 GP / ECC 

A. flavus 1639 GP / AP 

A. parasiticus 1640 FRUTO / MDC 

A. minisclerotigenes 4229 FRUTO / ECC 

A. minisclerotigenes  4237 GP / ECC 

 
NOTA: Sitios con plantas nativas de la provincia de Corrientes: LB: “Laguna Brava”, AP: 
“Aeropuerto”. Sitios con plantas cultivadas de la provincia de Corrientes: NJC: “Nueve de Julio”, 
TAC: “Tres de Abril”, ECC: “Esquivel Cué”, MDC: “Manuel Derqui”. Sitio con plantas nativas de la 
provincia de Ente Ríos: EP: “El Palmar”. GP: geocarposfera.  
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1.4.1 Extracción de ADN 
Los aislamientos de Aspergillus sección Flavi seleccionados fueron cultivados en 

medio APG a 27°C en oscuridad durante 4 días. El micelio fue rastrillado de la superficie del 

agar y colocado en tubos “eppendorf” para su posterior homogenización con mortero 

adicionando 150 l de Buffer de lisis (dos veces). Posteriormente se procedió a la extracción 

de ADN con el Kit de extracción UltraCleanTM Microbial DNA Isolation (MOBIO Laboratories, 

Inc, USA. Catalog 12224-50, Lot U12L21)., siguiendo las instrucciones del fabricante. Este 

Kit permite extraer ADN ribosomal  provocando la lisis celular mediante una combinación de 

calor, detergente y destrucción mecánica debida a perlas vítreas. El ADN liberado se enlaza 

a un filtro de sílice, se lava y se recupera el ADN en un buffer Tris (10 mM, pH8)  libre de 

sales.  

 

1.4.2 Amplificación por PCR 
Para amplificar la región ITS1, ARN ribosomal 5,85 e ITS2 (Internal transcribed 

spacer = espaciadores transcriptos internos) se utilizaron los primers universales ITS1 (5’-

TCCGTAGGTGAACCTGCGG-3’) e ITS4 (5’-TCCTCCGCTTATTGATATGC-3’) (White et al. 

1990, Glass & Donaldson, 1995). La mezcla de reacción de PCR empleada (para una 

reacción) estuvo compuesta por: 1 l   dNTPs, 5 l Buffer PCR 10X (50 mM KCl; 10 mM 

Tris-HCl a pH 8.3) (INVITROGEN), 0,5 l Taq DNA polimerasa Recombinante (1U) 

(INVITROGEN), 1 μl de cada primer (10 mM), 1,5 l Cl2Mg (50 mM) (INVITROGEN) y 2 - 5 

l de ADN genómico; en un volumen final de 50 μl (utilizando agua ultra pura – miliQ –). 

Además de las reacciones correspondientes a las muestras se incluyó un control con todos 

los reactivos de PCR y reemplazando el volumen de ADN por uno igual de agua miliQ. 

La PCR se llevó a cabo en un Termociclador Boeco TC-Pro (Alemania) con el 

siguiente programa: 1 ciclo a 94° C por 3 min., seguido por 50 ciclos a 94° C por 45 seg. 

(desnaturalización), 55º C por 45 seg. (annealing) y 72º C por 1 min. (extensión). Se realizó 

una extensión final de 7 min. a 72º C.  

Los productos amplificados se evaluaron en geles de agarosa al 1 %, en 0,5X TBE 

(TBE 5X: 54 gr Tris; 27,5 gr Ácido bórico; 20 ml EDTA 0,5 M pH 8,0; H2Odd a 1000 ml) a  fin 

de verificar la amplificación de un único producto y estimar su tamaño. Para el desarrollo de 

la electroforesis se mezclaron 10 l de ADN amplificado con 3 l de loading buffer 

conteniendo GelRed. El gel fue revelado utilizando un transiluminador de luz UV. Los 

productos se conservaron a -18°C para su posterior secuenciación, en caso de amplificación 

satisfactoria. 
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1.4.3 Purificación del producto de PCR y secuenciación 
 

Los productos de la amplificación fueron purificados a través del kit de purificación MO 

BIO Gel (Mo bio Laboratories Inc.). La cuantificación de los productos de extracción y la de 

los productos purificados se realizó por medio de un fluorómetro Qbit (Invitrogen, USA) con 

el kit de cuantificación Qbit DNA High Sensitive.  

Ambas hebras de cada fragmento de ADN fueron secuenciadas por el Servicio de 

Secuenciación y Genotificado del Departamento de Ecología, Genética y Evolución de la 

FCEN.  

 

 

 

1.4.4 Análisis filogenético 

Las secuencias fueron revisadas y editadas con el programa BioEdit sequence 

alignment editor versión 7.0.5.3 (Hall, 1999). Se utilizó el programa Vector NTI Advance 10 

(Invitrogen, USA) para definir la secuencia final a partir de secuencias parciales obtenidas 

con ambos primers. En caso de que se presentaran ambigüedades en los picos del 

cromatograma se utilizó la convención IUPAC para sustituciones nucleofílicas (Liébecq, 

1992). Las secuencias obtenidas se compararon con secuencias de especies de Aspergillus 

incluidas en la base de datos del Centro Nacional para la Información Biotecnológica (NCBI 

por sus siglas en inglés, http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi, GenBank), utilizando la 

herramienta básica de búsqueda BLAST (Basic Local Alignment Search Tool) disponible en 

él. En la Tabla 2.5 se detallan las secuencias de referencia incluidas en los análisis. Los 

nombres de las especies a las que pertenecen las secuencias se mantuvieron tal como 

aparecen en el GenBank.  

Se construyó una matriz con las secuencias seleccionadas y las mismas fueron  

alineadas utilizando el programa Clustal W través del programa BioEdit citado más arriba. 

Para los alineamientos se asignó una penalidad de 15 a la apertura de gaps y de 6 para la 

elongación de los mismos.  

La matriz obtenida fue analizada por el método de máxima parsimonia utilizando el 

programa NONA (Goloboff, 1999) en Winclada (Nixon, 2002). Se generó una matriz que 

contó con 20 taxones y 21 caracteres (luego de descartar 419 que resultaron no 

informativos).  Para el análisis de parsimonia se empleó la estrategia de búsqueda heurística 

mediante Múltiple TBR + TBR (tree-bisection-reconnection) con 1000 secuencias de adición 

al azar, 10000 árboles fueron guardados en memoria para su bisección y reconexión. 

Posteriormente se obtuvo el árbol consenso estricto y el soporte de los nodos se calculó 
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mediante 1000 réplicas de Bootstrap. Todos los caracteres fueron considerados con el 

mismo peso. 

 

Tabla 2.5 Secuencias de referencia.  

Especie Colección Procedencia 
N° Acceso Gene 

Bank 
(Internal transcribed 

spacer) 

A. minisclerotigenes CBS 117620 Semilla de Arachis 
hypogaea, Argentina JF422073 

A. parvisclerotigenus CBS 121.62 Arachis hypogaea; 
Nigeria EF409240 

A. parasiticus CBS 115.37 Desconocido FJ491464 

A. parasiticus NRRL 6433 Maíz, Carolina del Norte, 
Estados Unidos EF661568 

A. arachidicola CBS 117610 Hoja de Arachis glabrata, 
Argentina EF409241 

A. tamarii CBS 575.65 Salsa de soja, China JN217234 
A. tamarii NRRL 427 Tomate, Estados Unidos JN217233 

A. nomius NRRL 25585 Excremento de gusano 
de seda,Japón AF027861 

A. flavus NRRL 32353 
Maíz, Illinois River Valley 

Sand Field, Kilbourne, 
Illinois, Estados Unidos 

JN093260 

A. flavus NRRL 4818 
Comida, Manteca. 

University of Wisconsin, 
Estados Unidos  

EF661563 

A. niger  CBS 113.33 Alemania EF094826 

A. niger CBS 554.65 Connecticut, Estados 
Unidos FN594540 

A. niger FN394672 Uvas, Italia FN394672 
A. niger NRRL 3 Estados Unidos EF661153 

A. niger NRRL 326 Connecticut, Estados 
Unidos EF661154 

A. awamori ITEM 3856 Higos secos, 
supermercado, Turquía FN394666 

A. awamori ITEM 4502 Desconocido FN394678 
A. tubingensis   AJ964876 
A. tubingensis CBS 134.48 Desconocido FN594558 

A. costaricaensis CBS 115574 Suelo, Isla Taboga, 
Costa Rica FN594545 

A. piperis CBS 112811 Pimienta negra, 
Dinamarca FN594554 

A. brasiliensis NRRL 35574 Estados Unidos KC796373 
A. brasiliensis NRRL 26652 Estados Unidos EF661161 
A. carbonarius CBS 111.26 Papel FN594544 

A. sclerotioniger CBS 115572 Café arábico, Kamataka, 
India FN594557 

A. ibericus CBS 121593 Viñedo, Portugal FN594550 
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El análisis bayesiano se llevó a cabo utilizando el programa Mr Bayes 3.1.2 

(Huelsenbeck & Ronquist, 2001; Ronquist & Huelsenbeck, 2003). Dicho análisis fue 

realizado utilizando el modelo evolutivo  JC + G (Jukes-Cantor, 1969; con gamma= 0.0575), 

establecido usando el programa MEGA versión 5.2 (Tamura et al, 2011). En este modelo la 

tasa de sustitución nucleotídica se considera igual para todos los pares de los cuatro 

nucleótidos. Se corrieron 4 cadenas por 1000000 generaciones (“mcmc ngen”=1000000, 

“samplefreq”=100) hasta una frecuencia de la desviación estándar inferior a 0,01 (0.003658). 

Los primeros 2500 árboles fueron descartados. La visualización del árbol generado se 

realizó utilizando el programa TreeViewX (Page, 1996).  

También se realizó análisis de máxima verosimilitud, utilizando el programa Mega 5.2 

(op. cit). El soporte de los nodos se calculó mediante 1000 réplicas de Bootstrap, y se utilizó 

el mismo modelo evolutivo que en el análisis bayesiano. 

 
 
1.5 Contaminación natural con aflatoxinas tipo B (AFB) y G (AFG) y ácido 

ciclopiazónico (CPA) en maníes cultivados y nativos  
 

Para el estudio de contaminación natural se consideraron maníes obtenidos en los 

cuatro sitios de muestreo de maní cultivado, para los años 2006 y 2007. En el caso de los 

maníes nativos, debido a la baja cantidad de frutos producidos, se mezclaron frutos  

procedentes de todos los sitios de muestreo para obtener una muestra única que  resultó 

particularmente dominada por la presencia de maníes de “El Palmar. La extracción de 

aflatoxinas se realizó por el Método Oficial de la AOAC para análisis en maní (método BF, 

970.45, AOAC). Se extrajeron 12,5 g de muestra con 62,5 ml de una mezcla de metanol – 

agua (55:45), 25 ml de hexano y 0,5 g de NaCl a elevada velocidad en licuadora durante 1 

minuto. La mezcla se centrifugó a 2000 rpm durante 5 minutos y se tomaron 

cuantitativamente 12,5 ml de la fase acuosa, que se transfirieron a una ampolla de 

decantación. Las aflatoxinas se extrajeron con 12,5 ml de cloroformo, agitando durante 1 

minuto. El extracto clorofórmico se llevó a sequedad en evaporador rotatorio a presión 

reducida y 60 ºC. EL extracto se redisolvió en benceno – acetonitrilo (98:2). En todos los 

casos en que fue posible, la extracción se realizó por duplicado. 

El método de extracción de CPA utilizado fue una modificación (Fernández Pinto et 

al., 2001) del método propuesto por Prasongsidh et al. (1998) para el análisis de CPA en 

leche. Una submuestra de 12,5 g de maní fue molida en un molinillo de café. Posteriormente 

se mezcló con 50 ml de una mezcla metanol – 2 % Bicarbonato de sodio en agua (7:3). La 

mezcla fue tratada a alta velocidad en licuadora durante 3 min, centrifugada a 1500 rpm por 

15 min y luego filtrada utilizando filtros de café. 25 ml del filtrado fueron desgrasados dos 
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veces con 25 ml de hexano y agitando manualmente durante 3 min. En amboss  casos se 

descartó la fase superior (hexano). Luego se agregaron 12,5 ml de una solución de KCl al 

10 % y la mezcla se acidificó a pH 2 utilizando una solución de HCl 6 N. La solución fue 

transferida cuantitativamente a otra ampolla de decantación, en la cual el CPA fue extraído 

dos veces utilizando 12,5 ml de cloroformo y filtrado sobre una capa de sulfato de sodio 

anhidro en filtro de café. El extracto clorofórmico fue evaporado hasta sequedad en 

evaporador rotatorio y se resuspendió en 10 l de cloroformo. En todos los casos en que fue 

posible, la extracción se realizó por duplicado. 

La presencia de aflatoxinas y CPA fue determinada por cromatografía en capa 

delgada (TLC) utilizando placas de sílica gel G 60 (20 x 20 cm, Merck). Las placas para CPA 

fueron inmersas completamente en una solución 10 % (m/m) de ácido oxálico en metanol 

por 10 min, calentadas a 120 ºC durante 1 h y enfriadas antes de utilizar. Las placas fueron 

sembradas con 5 l de cada extracto. Cada muestra fue corrida, además, con estándar 

interno, y en la calle central se corrió el estándar puro. Las placas se desarrollaron de la 

misma forma que para la capacidad toxicogénica (ver punto 3.), tanto para aflatoxinas como 

para CPA. 

 
 

 
 
 
2. SECCIÓN NIGRI 
 

2.1 Aislamientos 
Para este estudio se utilizaron 400 aislamientos de A. niger (Tabla 2.6), 45 de A. 

aculeatus, 20 A. awamori y 1 de A. carbonarius, provenientes de las provincias de Entre 

Ríos y Corrientes, como se especifica en la Sección 1. A. carbonarius fue aislado de suelo 

asociado a plantas cultivadas de la provincia de Corrientes. Cabe aclarar que en la provincia 

de Entre Ríos no se registraron sitios de plantas cultivadas. 
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TABLA 2.6 Aislamientos de Aspergillus sección Nigri. Procedencia geográfica y sustrato. 

SUSTRATO ENTRE RÍOS CORRIENTES 

A. niger 
MANÍ CULTIVADO 

FRUTO - 73 

HOJA - 33 

SUELO - 50 

GEOCARPOSFERA - 57 

 A. niger 
MANÍ NATIVO 

FRUTO 9 85 

HOJA 0 5 

SUELO 22 29 

GEOCARPOSFERA 18 19 

A. aculeatus 
MANÍ CULTIVADO 

FRUTO - 2 

HOJA - 2 

SUELO - 0 

GEOCARPOSFERA - 0 

 A. aculeatus 
MANÍ NATIVO 

FRUTO - 1 

HOJA 12 21 

SUELO 1 3 

GEOCARPOSFERA - 3 

A. awamori 
MANÍ CULTIVADO 

FRUTO - 2 

HOJA - 0 

SUELO - 14 

GEOCARPOSFERA - 0 

A. awamori 
MANÍ NATIVO 

FRUTO 0 0 

HOJA 0 0 

SUELO 1 3 

GEOCARPOSFERA 0 0 

A. carbonarius 
MANÍ CULTIVADO 

FRUTO - 0 

HOJA - 0 

SUELO - 1 

GEOCARPOSFERA - 0 

A. carbonarius 
MANÍ NATIVO 

FRUTO 0 0 

HOJA 0 0 

SUELO 0 0 

GEOCARPOSFERA 0 0 
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2.2 Capacidad toxicogénica: Producción de ocratoxina A 

 
 
 

Para la detección de ocratoxina A (OTA) producida por los aislamientos en estudio se 

utilizó el método rápido de screening para OTA desarrollado por Bragulat et al. (2001). Las 

cepas de A. niger y A. carbonarius se cultivaron inoculando tres puntos en agar CYA durante 

7 días a 25ºC. Una vez finalizado este lapso se cortaron con un sacabocado tres cilindros de 

5 mm de diámetro (plug) del centro de las colonias, se pesaron y se colocaron en un 

pequeño vial. Posteriormente se agregaron 0,5 ml de metanol a cada vial y se 

homogeneizaron con vortex a fin de extraer la toxina. Luego de 60 min. a temperatura 

ambiente, se repitió la homogeneización con vortex y los extractos se filtraron utilizando 

filtros Agilent Technologies 25/0.2 micras NL, directamente en viales de color ámbar y fueron 

inyectados en el HPLC. Los filtrados que no se analizaron inmediatamente se conservaron a 

-18ºC hasta el momento de su análisis. La detección y cuantificación de OTA se realizaron 

utilizando un cromatógrafo líquido Shimadzu LC-CA (Shimadzu, Kyoto, Japón) equipado con 

una válvula de muestra Rheodyne 1, un bucle de 20 l y un detector espectrofluorométrico 

Shimadzu RF-10AXL (excitación λ: 333 nm, emisión λ: 460 nm) empleando una columna 

C18 (Waters Spherisorb 5μm, ODS2, 4,6 x 250 mm). La fase móvil, formada por acetonitrilo, 

agua y ácido acético (49:49:2) fue bombeada con una velocidad de flujo de 1 ml / min. 

Para la cuantificación de OTA se construyó una curva de calibración utilizando 

diluciones de estándar de OTA (Sigma-Aldrich, Argentina) realizando una regresión lineal 

entre el área del pico y la concentración conocida de estándar. Los extractos con tiempo de 

retención semejante al estándar (alrededor de 11,8 min.) fueron considerados positivos. La 

identidad del pico se confirmó co-inyectando la muestra con el estándar. EL límite de 

detección fue de 0,07 g OTA/g agar y todos los solventes utilizados fueron de calidad 

HPLC. 
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2.3 Confirmación por análisis molecular de la identidad de cepas 
seleccionadas 

Se seleccionaron 8 aislamientos para este análisis (Tabla 2.7), a fin de confirmar su 

identidad, determinada previamente en forma morfológica. Dada la diversidad presente en el 

denominado “agregado A. niger”, se consideraron dos representantes de cada “morfotipo” 

detectado: 1- <conidio liso>, 2- <conidio liso a espinoso> y cuatro considerados como 3- 

<conidio típico> (Fig. 2.1). 

 
 
 
 
FIGURA 2.1 Morfotipos detectados dentro del llamado “agregado A. niger”. a.- <Conidio liso>: 
Conidios lisos presentes en el morfotipo con el mismo nombre. b.- <Conidio liso a espinoso>: 
Conidios espinosos presentes en este morfotipo. La flecha indica la presencia de espinas. c. y d.- 
<Conidio típico>: Morfología típica de conidios de A. niger, con crestas y barras irregulares. La flecha 
indica la presencia de dichas rugosidades. Escala: 5 m. 
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TABLA 2.7 Aislamientos seleccionados del “agregado A. niger”. Procedencia, morfotipos y perfil 
toxicológico 

Cepas 
seleccionadas 

Código 
de 

BAFCcult 
Procedencia MORFOTIPO 

Producción 
OTA 

“A. niger” 1636 FRUTO / ECC <típico> nd 

“A. niger” 1637 GP / MDC 
<conidio liso a 

espinoso> 
nd 

“A. niger” 1641 FRUTO / AP <típico> nd 
“A. niger” 1642 SUELO / ECC <típico> + 
“A. niger” 1643 SUELO / ECC <típico> + 

“A. niger” 1645 GP / NJC 
<conidio liso a 

espinoso> 
+ 

“A. niger” 3226 SUELO / MDC <conidio liso> + 
“A. niger” 3228 FRUTO / ECC <conidio liso> nd 

 
NOTA: Sitios con plantas nativas de la provincia de Corrientes: AP: “Aeropuerto”. Sitios con 
plantas cultivadas de la provincia de Corrientes: NJC: “Nueve de Julio”, ECC: “Esquivel Cué”, 
MDC: “Manuel Derqui”. GP: geocarposfera. OTA: Ocratoxina A. nd: no detectable 

 
 
 

2.3.1 Extracción de ADN 
El ADN de los aislamientos de Aspergillus sección Nigri seleccionados fue extraído 

de la misma forma que fue explicado para la sección Flavi (ver 1.5.4) 

 

2.3.2 Amplificación por PCR 
Para la secuenciación del gen parcial de calmodulina, se usaron los primers Cmd5 

(5'-CCGAGTACAAGGAGGCCTTC-3') y Cmd6 (5'-CCGATAGAGGTCATAACGTGG-3') 

(Hong et al., 2005). La mezcla de reacción de PCR empleada fue la misma que para el caso 

de la sección Flavi (ver 1.5.2) 

La PCR se llevó a cabo en un Termociclador Boeco TC-Pro (Alemania) con el 

siguiente programa: 1 ciclo a 94° C por 5 seg., seguido por 36 ciclos a 94° C por 45 seg. 

(desnaturalización), 56º C por 45 seg. (annealing) y 72º C por 1 min. (extensión).  Se realizó 

una extensión final de 10 min. a 72º C.  

Los productos amplificados se trabajaron de la misma forma que en el punto 1.5.2. 
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2.3.3 Purificación del producto de PCR y secuenciación 

Los productos de la amplificación fueron purificados a través del kit de purificación MO 

BIO Gel (Mo bio Laboratories Inc.). La cuantificación de los productos de extracción y la de 

los productos purificados se realizó por medio de un fluorómetro Qbit (Invitrogen, USA) con 

el kit de cuantificación Qbit DNA High Sensitive. Ambas hebras de cada fragmento de ADN 

fueron secuenciadas por el Servicio de Secuenciación y Genotificado del Departamento de 

Ecología, Genética y Evolución de la FCEN.  

 

2.3.4 Análisis filogenético 

Las secuencias fueron trabajados en iguales condiciones que las que se explicaron para 

la sección Flavi (ver 1.5.4) con las siguientes excepciones:  

- Con las secuencias obtenidas para el gen de calmodulina, se generó una matriz que 

contó con 25 taxones y 129 caracteres (luego de descartar 328 que resultaron no 

informativos). Ver secuencias de referencia en tabla 2.5.  

- El modelo evolutivo utilizado fue K2 + G (Kimura 2 - parámetros, 1980; con gamma= 

0.361), establecido usando el programa MEGA versión 5.2 (Tamura et al, 2011). Este 

modelo distingue entre transiciones (purina a purina o pirimidina a pirimidina) y 

transversiones (purina a pirimidina y viceversa) y asume que la frecuencia de los diferentes 

nucleótidos es igual. 

- Se corrieron 4 cadenas por 500000 generaciones (“mcmc ngen”=500000, 

“samplefreq”=100) hasta una frecuencia de la desviación estándar inferior a 0,01 (0,006746). 

Los primeros 1250 árboles fueron descartados (25%).  La visualización del árbol generado 

se realizó utilizando el programa TreeViewX (Page, 1996). 

- También se realizó análisis de máxima verosimilitud, utilizando el programa Mega 5.2 

(op. cit). El soporte de los nodos se calculó mediante 1000 réplicas de Bootstrap, y se utilizó 

el mismo modelo evolutivo que en el análisis bayesiano. 

 

3. Análisis estadístico 
Las pruebas estadísticas apropiadas se eligieron teniendo en cuenta que los datos a 

analizar son variables categóricas, es decir, datos de frecuencia clasificados en clases 

excluyentes y en escala nominal.  

Para el análisis de la existencia de asociación entre la producción de esclerocios y 

aflatoxinas de A. flavus, con la especie de maní (plantas cultivadas o nativas) para las 

provincias de Corrientes y Entre Ríos se aplicaron Pruebas de Independencia para Tablas 

de Contingencia del programa Infostat versión 2013 (Di Rienzo et al., 2013). Esta misma 

prueba se utilizó además para comparar producción de esclerocios y aflatoxinas de cepas 

de A. flavus procedentes de diferentes sustratos. 
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RESULTADOS 
 

 

1. SECCIÓN FLAVI 

1.1 Capacidad toxicogénica. Producción de aflatoxinas tipo B (AFB) y G 
(AFG) y ácido ciclopiazónico (CPA) 

De las 180 cepas pertenecientes a la sección Flavi aisladas, todas fueron 

analizadas a fin de conocer su habilidad para producir ácido ciclopiazónico y 

aflatoxinas B1, B2, G1 y G2. La tabla 2.8 muestra la contaminación de cepas 

toxicogénicas de las cinco especies de Aspergillus verdes que fueron aisladas de los 

diferentes sustratos. 

TABLA 2.8 Proporción de cepas toxicogénicas de Aspergillus sección Flavi aisladas de maní 
cultivado y nativo.* 

 

* Productoras de al menos una de las toxinas consideradas (AFB, AFG y CPA) 

 

Los porcentajes de cada representante de la sección Flavi, como así también 

las proporciones de cepas toxicogénicas y atoxicogénicas de los mismos, pueden 

observarse en la figura 2.2. La especie más abundante dentro de la sección resultó A. 

parasiticus seguido por A. flavus, abarcando entre ambos aproximadamente el 92 % 

de los aislamientos. Cabe remarcar, que 7 de los aislamientos caracterizados como A. 

flavus originalmente en base a caracteres morfológicos, fueron identificados 

posteriormente como A. minisclerotigenes debido a su capacidad de producir 

aflatoxinas B y G además de esclerocios de tipo S. 

 

A. flavus A. parasiticus A. minisclerotigenes A. tamarii A. arachidicola
Fruto  14/15  16/17  3/3  5/5  0/0
Hoja  4/4  3/3 0/0  0/0  0/0
Suelo  3/3  20/24  0/0  0/0  0/0
Geocarposfera  12/15  11/13  3/3  0/0  0/0
Rizosfera 0/0  2/2  0/0  0/0  0/0
Aire  2/2  5/5  0/0  0/0  0/0

Fruto  0/1  19/19  0/0  0/0  0/0
Hoja  3/4  5/7  0/0  1/1  1/1
Suelo  7/8  10/10  0/0  0/0  0/0
Geocarposfera  0/2  8/11  0/0  0/0  0/0

Rizosfera  1/1  0/0  1/1  0/0  0/0
Aire  0/0  0/0  0/0  0/0  0/0

Sustrato

MANÍ CULTIVADO

MANÍ NATIVO

N° de cepas toxicogénicas /analizadas
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FIGURA 2.2 Porcentajes (sobre el número total de aislamientos) de cada representante de la 

sección Flavi, discriminados por atoxicogénicos (ATOX), productores de CPA únicamente 

(CPA), productores de CPA y aflatoxinas (CPA + AF) y productores de aflatoxinas únicamente 

(AF) 

 

 

 

 

El porcentaje de las cepas de A. flavus aflatoxicogénicas en las áreas 

analizadas es de 23,6 %. El porcentaje de cepas productoras de aflatoxinas y CPA 

puede observarse en la tabla 2.9. El 83,6 % de las cepas de A. flavus produjeron CPA, 

en un 28,3 % en combinación con aflatoxinas y ninguna cepa produjo sólo aflatoxinas. 

En concordancia con la bibliografía, ninguna de las cepas de A. flavus fueron capaces 

de producir aflatoxinas de tipo G (tabla 2.9). El 16,4 % de los aislamientos obtenidos 

de las provincias de Entre Ríos y Corrientes resultaron atoxicogénicos bajo las 

condiciones de estudio utilizadas. 

De los cinco quimiotipos establecidos por Vaamonde et al. (2003) para A. 

flavus, el que se presenta en mayor frecuencia es el IV (solo CPA) con el 60 % de los 

aislamientos seguido por el I (AFB + CPA) y el V (atox) con el 23,6 % y 16,4 % 

A. flavus

A. arachidicola

A. minisclerotigenes
A. parasiticus

A. tamarii

7,2

18,3

5,0

0,6

3,955,0

6,7
3,3

AF + CPA

CPA

ATOX

AF
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respectivamente (Tabla 2.10). Cabe destacar que el quimiotipo III (AF sin CPA) no se 

encuentra representado en las zonas analizadas (Tabla 2.10). Todos los 

representantes del quimiotipo II, productores de esclerocios tipo S, fueron identificados 

como A. minisclerotigenes, tal como se verá más adelante. 

De la tabla 2.10 puede desprenderse que el 80,6 % de las cepas posiblemente 

toxicogénicas fueron aisladas de la provincia de Corrientes. De las únicas cuatro 

cepas de A. flavus obtenidas de la provincia de Entre Ríos, ninguna resultó productora 

de aflatoxinas. 

 
 
TABLA 2.9 Porcentaje de cepas productoras de ácido ciclopiazónico y aflatoxinas 
(discriminadas en B1, B2, G1 y G2) 
 

 
CPA 

Aflatoxinas 

 B1 B2 G1 G2 

A. flavus (n=55) 83,6 20,0 3,0 0,0 0,0 

A. minisclerotigenes (n=7) 100,0 100,0 0,0 100,0 0,0 

A. arachidicola (n=1) 0,0 100,0 100,0 100,0 100,0 

A. parasiticus (n=111) 0,0 72,97 3,6 84,7 22,5 

A. tamarii (n=6) 100,0 0,0 0,0 0,0 0,0 
 
 

 

 

TABLA 2.10 Quimiotipos de A. flavus observados para las provincias analizadas, basados en 
la producción de aflatoxinas y CPA. 

Provincia 
Quimiotipoa 

I II III IV V  

Entre Ríos 0 0 0 3 1  

Corrientes 13 0 0 30 8  

Total 13 0 0 33 9  
aQuimiotipos: I (AFB y CPA); II (AFB, AFG y CPA); III (AFB sin CPA); IV (solo CPA); V (sin 
producción de aflatoxinas ni CPA). 

 
 

La prueba de independencia 2 de Pearson para tablas de contingencia, señaló 

que existen diferencias significativas  ( 2= 11,55; p = 0,0031) en cuanto a la frecuencia 
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de los aislamientos productores de diferentes quimiotipos (ver anexo página X) en la 

provincia de Corrientes. Analizando la distribución en las especies (fig. 2.3) A. 

hypogaea y A. correntina pudo observarse que la primera estuvo dominada por cepas 

productoras de CPA únicamente (quimiotipo IV), mientras que A. correntina alojó 

especies de Aspergillus del quimiotipo I en mayor proporción. 

 
 
FIGURA 2.3 Frecuencia absoluta de aislamientos de A. flavus para la provincia de Corrientes. 
Para cada quimiotipo la barra representa la frecuencia de cepas aisladas de cada especie de 
Arachis. 
  

 
NOTA: Quimiotipos: I (AFB y CPA); IV (solo CPA); V (sin producción de aflatoxinas ni CPA). 
Los quimiotipos II (AFB; AFG y CPA) y III (AFB sin CPA) no fueron representados por no 
presentar aislamientos de A. flavus asociados. A. glabrata no fue representada porque se 
obtuvo únicamente un aislamiento de esta especie. 

 

Desde el punto de vista de la producción de toxinas (fig. 2.3), el quimiotipo IV 

se encontró mejor representado en la especie cultivada (93% de los aislamientos), 

mientas que los quimiotipos I y V se observaron distribuidos en forma bastante 

homogénea entre A. hypogea y la especie nativa A. correntina. Al comparar las 

especies de Arachis en función de los aislamientos productores (I y IV) o no 

productores de toxinas, no se detecta asociación significativa (p = 0,0303).  

Como puede observarse en la fig. 2.4, los aislamientos obtenidos de la especie 

nativa  A. villosa, únicamente representaron a los quimiotipos productores de CPA o 

no productores. En un 75 % fueron aislados de hoja y uno de suelo. 
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FIGURA 2.4 Frecuencia absoluta de aislamientos de A. flavus para la especie A. villosa. 
Producción de toxinas. 

 
NOTA: Quimiotipos: I (AFB y CPA); IV (solo CPA); V (sin producción de aflatoxinas ni CPA). 
Los quimiotipos II (AFB; AFG y CPA) y III (AFB sin CPA) no fueron representados por no 
presentar aislamientos de A. flavus asociados. 

 

Al analizar la distribución geográfica (fig. 2.5) de las muestras en la provincia de 

Corrientes, se pudo agrupar los sitios “Esquivel Cué”, “Aeropuerto” y “Laguna Brava” 

como NORTE y los sitios “Camino a San Roque”, “Tres de Abril” y “Nueve de Julio” 

como SUR, separados por alrededor de 130 km. Se encontraron diferencias 

significativas ( 2= 7,44, p =0,0242, pág. XXV del anexo) que permiten inferir que la 

distribución de los quimiotipos está asociada a la ubicación geográfica (norte o sur), 

aunque este análisis no permite inferir dónde se encuentran las diferencias. 

Profundizando en el estudio, al realizar la tabla de contingencia nuevamente entre 

presencia de quimiotipo I o IV y ubicación geográfica, pudo observarse que el 

quimiotipo productor de aflatoxina B y CPA se encuentra alrededor de 10 veces más 

probablemente asociado a aislamientos obtenidos de plantas del norte que del sur de 

la provincia de Corrientes ( 2= 6,72, p =0,0096).  
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FIGURA 2.5 Frecuencia absoluta de aislamientos de A. flavus. Quimiotipos I, IV y V según su 
ubicación geográfica para la provincia de Corrientes. 

 
NOTA: Quimiotipos: I (AFB y CPA); IV (solo CPA); V (sin producción de aflatoxinas ni 
CPA). Los quimiotipos II (AFB; AFG y CPA) y III (AFB sin CPA) no fueron 
representados por no presentar aislamientos de A. flavus asociados. 

 

 

 

Analizando los diferentes sustratos (fig. 2.6) , se detectó que la probabilidad de 

obtener aislamientos productores pertenecientes al quimiotipo I en sustratos externos 

a las plantas (suelo y geocarposfera) sería 5 veces mayor que la probabilidad de 

aislarlos de las plantas (hojas y semillas) ( 2= 4.95, p =0,0261, ver anexo pág.: XXVI)  
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FIGURA 2.6: Frecuencia absoluta de aislamientos de A. flavus productores de los quimiotipos I 
y IV (productores de toxinas) en los distintos sustratos.  

  
NOTA: Quimiotipos: I (AFB y CPA); IV (solo CPA); V (sin producción de aflatoxinas ni CPA). 
Los quimiotipos II (AFB; AFG y CPA) y III (AFB sin CPA) no fueron representados por no 
presentar aislamientos de A. flavus asociados. 

 

Respecto de A. parasiticus, ningún aislamiento resultó productor de CPA 

(tabla 2.9) en concordancia con la bibliografía, y un 3,6% de las mismos produjo las 

cuatro aflatoxinas. De la tabla 2.11 puede desprenderse que el 97 % de las cepas 

toxicogénicas fueron aisladas de la provincia de Corrientes. Las únicas cinco cepas de 

A. parasiticus obtenidas de la provincia de Entre Ríos, tres resultaron productoras de 

aflatoxinas y todas se hallaron asociadas a la hoja de estas plantas. 
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TABLA 2.11 Quimiotipos de A. parasiticus observados para las provincias analizadas, basados 
en la producción de aflatoxinas. 

Provincia 
Quimiotipoa 

QI QII QIII ATOX 

Entre Ríos 0 0 3 2 

Corrientes 5 18 73 10 

Total 5 18 76 12 
aQuimiotipos: QI (AFB); QII (AFG); QIII (AFB y AFG); ATOX (sin producción de aflatoxinas). 

 

 

 

La prueba de independencia 2 de Pearson para tablas de contingencia, mostró 

que existen diferencias significativas  ( 2= 12,9; p = 0,0048) en cuanto a la frecuencia 

de los aislamientos productores de diferentes quimiotipos (ver anexo página XI) en la 

provincia de Corrientes. Analizando la distribución en las especies (fig. 2.7a) A. 

hypogaea y A. correntina pudo observarse que en ambas abundaron los aislamientos 

pertenecientes al quimiotipo III (productor de las 4 aflatoxinas), mientras que A. 

correntina además alojó cepas de Aspergillus del quimiotipo II (productor de AFG). 
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FIGURA 2.7 Frecuencia porcentual de aislamientos de A. parasiticus para la provincia de 
Corrientes. a.- Cepas productoras de los diferentes quimiotipos relativas al total aisladas por 
especie de Arachis. b.- Cepas aisladas de Arachis hypogaea y Arachis correntina, relativas al 
total de los quimiotipos. 

 
aQuimiotipos: I (AFB); II (AFG); III (AFB y AFG); ATOX (sin producción de aflatoxinas). 

 

Desde el punto de vista de la producción de toxinas (fig. 2.7b), los quimiotipos I 

y II se vieron mejor representados en la especie nativa, mientas que el quimiotipo III y 

las cepas atoxicogénicas se encontraron más presentes en A. hypogea. Sin embargo, 

al comparar estas especies de Arachis en función de los aislamientos productores (I, II 

y III) o no de aflatoxinas, la distribución resultó independiente de la condición nativa o 

cultivada ( 2= 0,29; p = 0,5895). 

Para la especie A. villosa, todos los aislamientos toxicogénicos aislados (67 %) 

pertenecieron al quimiotipo III, productor de ambas aflatoxinas. Ninguno de estos 

aislamientos fue obtenido de semilla. 
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Considerando los diferentes sustratos, no se encontró asociación significativa 

( 2= 1,50; p = 0,2209) entre la presencia de A. parasiticus toxicogénicos o 

atoxicogénicos asociados a la planta (semilla y hoja) o a los sustratos externos a la 

planta.  

 

 

FIGURA 2.8 Frecuencia absoluta de aislamientos de A. parasiticus productores (TOXICOG) o 
no (ATOX) de toxinas en los distintos sustratos. 

 
 

 

 

 

 

Para el caso de A. minisclerotigenes, se encontraron siete cepas. Estas 

cepas fueron identificadas morfológicamente como A. flavus (ver sección 1) sin 

embargo, en base a la producción de toxinas, esclerocios y ubicación geográfica del 

aislamiento, se concluyó que pertenecían a la especie A. minisclerotigenes. Todas 

estas cepas producen esclerocios de tipo S y su perfil toxicogénico incluye a las 

toxinas CPA, AFB1 y AFG1. Todas estas cepas fueron aisladas de la provincia de 

Corrientes. El 87 % provinieron de A. hypogaea, de los cuales 3 pertenecieron a 

semilla y los otros tres a geocarposfera. Sólo un aislamiento fue obtenido de rizosfera 

de A. glabrata durante el primer muestreo. La confirmación taxonómica de esta 

especie se realizó por métodos moleculares (Ver 1.3).  
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A. tamarii fue aislado preferentemente asociado a semillas de maní cultivado y 

produjo únicamente ácido ciclopiazónico bajo las condiciones de estudio utilizadas.  

Finalmente, A. arachidicola fue aislada de hoja de la especie nativa Arachis 

villosa, y resultó productora de AFB1, AFB2, AFG1 y AFG2. 

 

1.2 Producción de esclerocios en A. flavus 

El 49 % de las cepas de A. flavus analizadas en este estudio (n= 55) produce 

esclerocios bajo las presentes condiciones de cultivo. De las cepas productoras,  el 11 

% fueron clasificadas como tipo S (diámetro de esclerocios < 400 µm). La proporción 

de aislamientos productores de esclerocios fue casi igual que la de no productores, 

siendo los de tipo L los más frecuentes. La producción de esclerocios y el tipo varió 

entre las dos provincias analizadas, la Figura 2.9a muestra las frecuencias absolutas 

de aislamientos productores de esclerocios (tipo L y S) o no productores, de donde se 

desprende que en la zona de Entre Ríos no se aisló ninguna cepa productora de 

esclerocios tipo S.  
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FIGURA 2.9 Frecuencia absoluta de aislamientos productores de esclerocios de A. flavus a.- 
para las provincias de Corrientes y Entre Ríos b.- para las especies A. hypogaea, A. correntina 
y A. villosa. 

 
L: esclerocios  400 µm de diámetro; S: esclerocios < 400 µm de diámetro; ND: producción no 
detectada bajo las condiciones de cultivo utilizadas.  

 

 

De las cepas atoxicogénicas de A. flavus, un 33,3 % produjeron esclerocios de 

tipo L y el 66,7 % restante no produjeron esclerocios. No se obtuvieron cepas 

atoxicogénicas productoras de esclerocios tipo S. Si bien la proporción de cepas 

obtenidas de A. hypogaea resultó mayor que para las especies de maní nativas (fig. 

2.9b), no existe relación significativa entre cepas productoras o no de esclerocios en 

plantas de maní nativas o cultivadas ( 2= 0,46; p = 0,4963; pág. XXVI del anexo). 

Se encontró una asociación positiva ( 2= 7,40; p = 0,0065; pág. XXVII del 

anexo) entre la ubicación geográfica (NORTE: sitios “Esquivel Cué”, “Aeropuerto” y 
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“Laguna Brava” o SUR: “Camino a San Roque”, “Tres de Abril” y “Nueve de Julio”) y la 

presencia de esclerocios (tipo L) o ausencia de ellos dentro de la provincia de 

Corrientes (Fig. 2.10). Este resultado permite inferir que la distribución de los 

esclerocios está asociada a la ubicación geográfica (norte o sur). Fue necesario retirar 

del análisis los esclerocios tipo S debido a su muy baja frecuencia. Según la razón de 

probabilidades, es aproximadamente 6,7 veces más probable detectar esclerocios tipo 

L al norte que al sur de la provincia de Corrientes. Los únicos A. flavus productores de 

esclerocios tipo S fueron aislados a partir de plantas ubicadas en los sitios de 

muestreo más al norte (2 de plantas cultivadas y uno de la especie nativa A. 

correntina) 

 

 

FIGURA 2.10 Frecuencia absoluta de aislamientos productores de esclerocios de A. flavus. 
Esclerocios tipo L vs. no detectados según su ubicación geográfica para la provincia de 
Corrientes. 

 

L: esclerocios  400 µm de diámetro; S: esclerocios < 400 µm de diámetro; ND: producción no 
detectada bajo las condiciones de cultivo utilizadas. Los esclerocios tipo S fueron retirados del 
análisis por su baja frecuencia.  

 

No se detectó asociación positiva en la detección de esclerocios entre los 

diferentes sustratos analizados, ni considerándolos por separado (suelo, 

geocaraposfera, semilla y hoja), ni agrupándolos en sustratos relacionados con el 

suelo (suelo, geocaraposfera y semilla vs. hoja) o agrupándolos en sustratos 
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relacionados con la planta o fuera de ella (suelo y geocaraposfera vs. semilla y hoja) 

(pág. XVIII – XIX del anexo). 
 

 

1.3. Confirmación por análisis molecular de la identidad de cepas 
seleccionadas. 

La amplificación por PCR de secuencias parciales de la región ITS1, ARN 

ribosomal 5,85 e ITS2 (Internal transcribed spacer = espaciadores transcriptos 

internos) utilizando los cebadores universales ITS1 e ITS4, dio como resultado 

productos del tamaño esperado para los aislamientos del género Aspergillus (Peterson 

et al., 2001). Las secuencias variaron en longitud entre 560-1200 pb, con una longitud 

de alineamiento de aproximadamente 440 pb. Por inferencia Bayesiana se obtuvo el 

cladograma que se observa en la figura 2.11. En el análisis de parsimonia 21 

caracteres resultaron informativos, se obtuvieron 9 árboles más parsimoniosos, con 

una longitud de 31 pasos y valores de Ci (Índice de consistencia)= 80 y Ri (Índice de 

retención)= 90, cuya topología fue muy similar a la obtenida por Mr Bayes. Los valores 

de “bootstrap” (vb) y probabilidades posteriores bayesianas (PPB) pueden observarse 

en la misma figura.  

De la observación de la topología del árbol se desprende la formación de dos 

grandes clados: “A. flavus / A. parasiticus” (87% de vb, 0.97 de PPB) y “A. tamarii” 

(99% de vb, 0.99 de PPB) (Fig. 2.10). Dentro del primero puede destacarse la 

formación de un pequeño clado: “A. minisclerotigenes” (64% de vb, 0.95 de PPB). Sin 

embargo, dentro del gran clado “A. flavus / A. parasiticus” las relaciones no están 

completamente resueltas. A. arachidicola se agrupa con A. parasiticus con alto valor 

de soporte (87% de vb, 0.97 de PPB) lo que señala que están muy relacionados. De 

este mismo grupo se desprende (75% de vb, 0.98 de PPB) el grupo que incluye A. 

flavus, A. parvisclerotigenus y al clado “A. minisclerotigenes”.  

 

 

Figura 2.11 Árbol obtenido por análisis bayesiano a partir de secuencias de la región ITS1, 
ARN ribosomal 5,85 e ITS2. Los valores de “bootstrap” del análisis de parsimonia se muestran 
en azul y los de PPB en rojo (no se registraron valores menores al 50%). La barra inferior 
indica la distancia genética. En los casos en los que la topología no fue exactamente igual, se 
dibujaron en rojo las ramas pertenecientes al cladograma del análisis bayesiano y en azul  las 
ramas pertenecientes al análisis de parsimonia. 
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De los aislamientos testeados, BAFC 4229 y 4237 se agruparon en el clado “A. 

minisclerotigenes”, y BAFC 4269 claramente se asoció con el clado “A. tamarii”. Los 

aislamientos BAFC 3109 y 1639 se encontraron más afines a las especies de A. flavus 
/ A. parvisclerotigenus y las restantes BAFC 1638, 1640, 3110 y 3111 parecieron más 

relacionadas con las especies de A. parasiticus / A. arachidicola, todas ellas presentes 

en el gran clado “A. flavus / A. parasiticus”. 

La figura 2.12 muestra el árbol obtenido por el análisis de máxima verosimilitud. 

Puede observarse, en rasgos generales, la misma topología que en los árboles 

generados por los otros dos análisis. Se detecta la formación de dos grandes clados 

con soportes mayores al 90%: clado “A. tamarii” y  clado “A. flavus / A. parasiticus”. 

Dentro de este último pueden distinguirse un grupo formado por A. parasiticus y A. 

arachidicola (soporte: 80%)  los cuales no pueden ser diferenciados y otro grupo 

(soporte: 81%) que incluye a A. flavus y A. parvisclerotigenus y de donde se 

desprende el clado “A. minisclerotigenes” con un valor de soporte medio (63%). 

 

Figura 2.12 Árbol obtenido por análisis de máxima verosimilitud a partir de secuencias de la 
región ITS1, ARN ribosomal 5,85 e ITS2. Los valores de “bootstrap” pueden observarse sobre 
las ramas (no se registraron valores menores al 50%).  
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1.4 Contaminación natural de aflatoxinas tipo B (AFB) y G (AFG) y ácido 
ciclopiazónico (CPA) en maníes cultivados y nativos  

La tabla 2.12 muestra la contaminación de ácido ciclopiazónico (CPA) y 

aflatoxinas (B1, B2, G1 y G2) en muestras de maní obtenido de plantas cultivadas y 

nativas de las provincias de Corrientes y Entre Ríos. 

TABLA 2.12 Contaminación de CPA y aflatoxinas en muestras de semilla de maní obtenidas 
de plantas cultivadas y nativas durante los muestreos 2006 – 2007. 

MUESTRAa AÑO CPA 
AFLATOXINAS 

B1 B2 G1 G2 
ECC 2006 +++c ++ - - - 
MDC 2006 - - + - + 
NJC 2006 + - - - + 
TAC 2006 - + - + - 

NATIVASb 2006/7 - - - - - 

ECC 2007 - - - - - 
MDC 2007 - - - - - 
NJC 2007 ++ - - - + 
TAC 2007 + + - - - 

NOTA: TAC: Bella Vista – Colonia Tres de Abril, EEC: San Luis del Palmar – Esquivel Cué 
(Zona I), NJC: Nueve de Julio, MDC: Manuel Derqui.  
a Todas las muestras se analizaron por duplicado 
b La muestra denominada NATIVAS incluye semillas de los sitios EP ( Pqe. Nac. “el Palmar”, 
Colón), CAM (Campichuelo), LB (Laguna Brava) y AP (Ruta Nac. N°12, acceso Aeropuerto 
“Punta Comba”), de ambos años. 
c Intensidad de la mancha revelada: + leve, ++ moderada, +++ fuerte. 

TABLA 2.13 Número de cepas productoras de CPA y aflatoxinas B1, B2, G1, G2 en muestras 
de semillas de maní obtenidas de plantas cultivadas y nativas durante los muestreos 2006 – 
2007. 

 

* Sitios de plantas cultivadas.  # Sitios de plantas nativas. 

De la tabla 2.13 puede destacarse que se obtuvieron aislamientos productores 

de ácido ciclopiazónico de las semillas de los sitios de plantas cultivadas “Esquivel 

2006 2007 2006 2007 2006 2007 2006 2007 2006 2007
ECC* 8 0 14 1 0 0 12 1 0 0
TAC* 0 2 1 0 0 0 0 0 0 0
MDC* 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0
NJC* 2 10 6 0 0 1 6 0 2 0
AP# 0 0 3 1 0 0 6 1 0 0
LB# 0 0 2 1 0 0 10 2 6 1

G2CPA B1 B2 G1
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Cué” durante el año 2006, “Tres de Abril” durante 2007 y “Nueve de Julio” durante los 

años 2006 y 2007. Estos resultados concordaron con la contaminación natural 

registrada en las semillas de maní, que resultó positiva para las muestras ECC (2006), 

TAC (2007) y NJC (2006 y 2007). No se registraron cantidades detectables de ácido 

ciclopiazónico en el sitio “Manuel Derqui” durante el año 2007 ni en la muestra de maní 

analizadas del sitio “Esquivel Cué” (tabla 2.12). 

 

En el caso de las aflatoxinas tipo B (tabla 2.13), se aislaron cepas productoras 

de AFB1 particularmente de plantas cultivadas del sitio “Esquivel Cué”, aunque 

también de “Nueve de Julio” y una pocas de dos sitios nativos: “Laguna Brava” y 

“Aeropuerto” durante el año 2006. Para el año 2007, se redujo el número de cepas 

aisladas para ambos sitios de plantas cultivadas (de hecho, no se obtuvo ningún 

aislamiento para el sitio “Nueve de Julio”) y también para los sitios de plantas nativas. 

Relacionando estos datos con la contaminación natural registrada (tabla 2.12), se 

cumple que las semillas obtenidas del sitio “Esquivel Cué” contenían aflatoxinas B1 

durante el año 2006, aunque no pudo registrarse esta toxina durante el año 2007. 

Contrariamente a lo esperado, no fue posible detectar AFB1 en las semillas del sitio 

“Nueve de Julio” para ninguno de los dos años. Se detectó contaminación en las 

semillas de plantas cultivadas del sitio “Tres de Abril”, en la cual se aisló una única 

cepa productora de la misma.  

Tomando ahora las aflatoxinas B2, únicamente se detectó una cepa productora 

aislada a partir de maníes cultivados y ninguna a partir de maníes nativos. De la 

misma forma, no se registró de esta toxina en ninguna muestra de semillas, con la 

excepción del sitio de plantas cultivadas “Manuel Derqui”, en el cual se detectó una 

pequeña cantidad de AFB2 (tabla 2.12). 

 

Considerando ahora las aflatoxinas de tipo G (tabla 2.13), se aislaron cepas 

productoras de AFG1 de plantas de los sitios “Esquivel Cué” y “Nueve de Julio” 

(plantas cultivadas) y “Aeropuerto” y “Laguna Brava” (plantas nativas) durante el año 

2006. Durante el año 2007 se aislaron menor cantidad de cepas productoras de esta 

toxina de los mismos sitios. Respecto de la contaminación natural de esta toxina en 

muestras de maní, pudieron registrarse pequeños valores de la misma en maníes 

tomados de plantas de los sitios cultivados “Tres de Abril” durante el año 2006 (tabla 

2.12). 

Para el caso de la AFG2 (tabla 2.13), se detectaron cepas productoras en un 

sitio cultivado (“Nueve de Julio”) y uno nativo (“Laguna Brava”) para el año 2006 y sólo 
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el mismo sitio nativo durante el año 2007. Respecto de la contaminación natural (tabla 

2.12), se observó presencia de AFG2 en “Nueve de Julio” los dos años muestreados y 

en “Manuel Derqui” durante el año 2006.  

 

Puesto que existen indicios para pensar que las secciones Flavi y Nigri son 

competitivamente excluyentes, al utilizar los mismos recursos y compartir el mismo 

tipo de ambiente, se decidió comparar  las frecuencias de ambas secciones. Puede 

observarse en la tabla 2.14 que en el sitio “Nueve de Julio” se aislaron mayor número 

de cepas de A. sección Nigri del muestreo del año 2007, que para el año 2006, lo que 

está acompañado por una menor frecuencia de especies aflatoxicogénicas respecto 

del año anterior. Esta tendencia no se observó en el sitio “Esquivel Cué” ni en “Manuel 

Derqui”, ubicados geográficamente más al norte, con mayores temperaturas. En el 

caso de los aislamientos productores de CPA parecería existir una tendencia opuesta. 
  

 

TABLA 2.14 Frecuencia de cepas de Aspergillus sección Flavi (discriminados en productores 
de CPA, AFB y AFG) y sección Nigri asociadas a semillas cosechadas los años 2006 y 2007. 

 
 

 

 

  

productores CPA productores AFB productores AFG A . sección Nigri
A. tamarii A. flavus A. parasiticus
A. flavus A. parasiticus A. arachidicola

A. arachidicola A. minisclerotigenes
A. minisclerotigenes

ECC 8 14 12 33
TAC 0 1 0 0
MDC 0 0 0 0
NJC 2 6 8 0
ECC 0 1 1 10
TAC 2 0 0 13
MDC 0 0 0 0
NJC 10 1 0 16

2006

2007
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2. SECCIÓN NIGRI  
2.1 Aislamientos de A. niger, A. aculeatus, A. awamori y A. carbonarius.  
De las 580 cepas de A. niger aisladas, 400 fueron analizadas a fin de conocer 

su habilidad para producir ocratoxina A. También se evaluaron 20 cepas de A. 

awamori, 45 cepas de A. aculeatus de las 62 aisladas y la única cepa de A. 

carbonarius hallada. La tabla 2.15 muestra la contaminación de cepas 

ocratoxicogénicas de las cuatro especies de Aspergillus negros que fueron aisladas de 

los diferentes sustratos. 

TABLA 2.15 Producción de OTA por Aspergillus sección Nigri aisladas de maní 
cultivado y nativo. 
 

 N° de cepas toxicogénicas /analizadas 
Sustrato A. niger A. carbonarius A.awamori A. aculeatus 

MANÍ 
CULTIVADO 
 

Fruto 0/73 0 0/2 0/2 
Hoja 0/33 0 0 0/2 
Suelo 3/50 1/1 0/14 0 

GP 1/57 0 0 0 

MANÍ 
NATIVO 
 

Fruto 0/94 0 0 0/1 
Hoja 0/5 0 0 0/33 
Suelo 1/51 0 0/4 0/4 

GP 0/37 0 0 0/3 
     

 

2.2. Capacidad toxicogénica: Producción de ocratoxina A 
A. niger resultó la especie más ampliamente distribuida en las muestras y la 

más frecuentemente aislada en todos los sustratos (excepto en hoja de maníes 

nativos, en los cuales fue más frecuente A. aculeatus). A pesar de su ubicuidad, 

únicamente 5 cepas (0,86%) resultaron productoras de OTA. Los niveles de toxinas 

producidas se encontraron entre 0,07 y 0,31 g OTA/g agar, con un valor promedio de 

0,17 g OTA/g agar. Ninguna de las cepas de A. aculeatus ni A. awamori analizadas 

resultó productora de OTA, mientras que la única cepa de A. carbonarius aislada 

resultó ocratoxicogénica y con un valor de 58,29 g OTA/g agar (alrededor de 350 

veces más que el promedio calculado para A. niger). En las páginas VII - XII del anexo 

están representados los cromatogramas de los aislamientos ocratoxicogénicos. 

Como puede observarse en la figura 2.13, no se aislaron Aspergillus de la 

sección Nigri ocratoxicogénicos asociados a fruto u hoja de maní, ni cultivado ni nativo.  
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FIGURA 2.13 Porcentaje de cepas toxicogénicas de la sección Nigri del género 
Aspergillus,  a.- En función de los diferentes sustratos analizados. b.- En función de la 
condición nativa o cultivada de la planta de maní. 

 
 

 

 2.3 Confirmación por análisis molecular de la identidad de cepas 
seleccionadas. 

La amplificación por PCR de secuencias parciales del gen de calmodullina 

utilizando los cebadores Cmd5 y Cmd6, dio como resultado productos del tamaño 

esperado para los aislamientos del género Aspergillus (Peterson et al., 2001). Las 

secuencias variaron en longitud entre 500-600 pb, con una longitud de alineamiento de 

aproximadamente 460 pb. Por inferencia Bayesiana se obtuvo el cladograma que se 

observa en la figura 2.14. En el análisis de parsimonia 129 caracteres resultaron 

informativos, se obtuvieron 18 árboles más parsimoniosos, con una longitud de 292 

pasos y valores de Ci (Índice de consistencia)= 71 y Ri (Índice de retención)= 82, cuya 

topología fue muy similar a la obtenida por Mr Bayes. Los valores de “bootstrap” (vb) y 

probabilidades posteriores bayesianas (PPB) pueden observarse en la misma figura.  
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De la observación de la topología del árbol se desprende la formación de 

cuatro clados: “A. awamori / A. niger” (99% de vb, 1.00 de PPB), “A. tubingensis y 

otros” (90% de vb, 0.96 de PPB), “A. brasiliensis” (100% de vb, 1.00 de PPB) y “A. 

carbonarius y otros” (95% de vb, 0.85 de PPB) (Fig. 2.13). En el primer clado, puede 

distinguirse la formación de dos subclados: A. niger y A. awamori, sumamente 

emparentados, si bien el valor de las probabilidades posteriores bayesianas es 

elevado, no lo es tanto el valor de soporte (de 78 % y 65% respectivamente), lo que 

indica que son especies muy cercanas. El clado “A. tubingensis y otros” agrupa 

además de esta especie a otras emparentadas, como son A. costaricaensis y A. 

piperis. El tercer clado está claramente determinado y soportado por ambos análisis y 

definido por la especie A, brasiliensis. Finalmente, el clado “A. carbonarius y otros” 

asocia A. carbonarius, A. sclerotioniger y A. ibericus. 

De los aislamientos testeados, BAFC 1645 y 1637, ambos pertenecientes al 

morfotipo con conidios <lisos a espinosos> se agruparon en el clado “A. brasiliensis”. 

Los aislamientos BAFC 1636 y 3226 clasificados como morfotipo <típico> y <conidio 

liso> respectivamente, claramente se asociaron al subclado “A. niger” y los 

aislamientos BAFC 3228 (morfotipo <conidio liso>) y 1641 (morfotipo <típico>) se 

asociaron al subclado “A. awamori”  mientras que las cepas BAFC 1642 y 1643 ambas 

con morfotipo <típico> se encontraron afines tanto a A. niger como A. awamori, en un 

punto intermedio. 
 

 

 

 

Figura 2.14 Árbol obtenido por análisis bayesiano a partir de secuencias parciales del gen de 
calmodulina. Los valores de “bootstrap” del análisis de parsimonia se muestran en azul y los de 
PPB en rojo (no se registraron valores menores al 50%). La barra inferior indica la distancia 
genética. En los casos en los que la topología no fue exactamente igual, se dibujaron en rojo 
las ramas pertenecientes al cladograma del análisis bayesiano y en azul  las ramas 
pertenecientes al análisis de parsimonia. * Indica que la topología de esas ramas no fue la 
misma en el análisis de parsimonia y no se agregó en la figura para no dificultar su 
interpretación. (+) Aislamientos productores de ocratoxina A. 
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La figura 2.15 muestra el árbol obtenido por el análisis de máxima verosimilitud. 

Puede observarse, en rasgos generales, la misma topología que en los generados por 

los otros dos análisis. Se detectó la formación de los mismos cuatro clados, tres de 

ellos con soportes mayores al 90 y el clado de “A.carbonarius y otros” soportado por 

un valor de 79%. Los aislamientos en estudio siguieron igual comportamiento que con 

los otros dos análisis filogenéticos. 

Figura 2.15 Árbol obtenido por análisis de máxima verosimilitud a partir de secuencias 
parciales del gen de calmodulina. Los valores de “bootstrap” pueden observarse sobre las 
ramas (no se registraron valores menores al 50%). (+) Aislamientos productores de ocratoxina 
A. 
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DISCUSIÓN 
 

 

Las mayoría de las especies del género Aspergillus que producen aflatoxinas 

son miembros de la  sección Flavi (Cary et al., 2009; Frisvad & Samson, 2004), y las 

de mayor influencia en la producción agrícola son A. flavus y A. parasiticus. De todos 

los A. flavus estudiados en este trabajo, 23,6 % produjeron aflatoxinas y 83,6 % 

generaron ácido ciclopiazónico in vitro. Resultados similares (Vaamonde et al., 2003; 

Razzaghi-Abyaneh et al., 2006; Gallagher, 1978) se han obtenido en cuanto a la 

frecuencia de aislamientos productores de CPA, siempre por encima del 75 %. Sin 

embargo, la incidencia de A. flavus aflatoxicogénicos reportada para maní suele ser 

mayor que la encontrada en este trabajo, con valores superiores al 70 % (Blaney et al., 

1998; Horn & Dorner, 1999; Vaamonde et al., 2003). Al mismo tiempo, el porcentaje de 

cepas de A. flavus atoxicogénicas encontradas (14,6 %) es mayor al reportado en la 

bibliografía (Blaney et al., 1998; Vaamonde et al., 2003), aunque también existen 

trabajos que documentan hasta un 64,2 % y 77 % de aislamientos de A. flavus 

atoxicogénicos obtenidos de maní en India y de almendras en Portugal 

respectivamente (Krishna Kishore et al., 2002; Rodriguez et al., 2009). El quimiotipo III, 

productor de aflatoxinas de tipo B pero no de AFG ni CPA es muy poco común y en 

este caso no se registró entre las cepas analizadas. Este resultado está en 

concordancia con los de Horn y Dorner (1999) que detectaron 0,6% de este tipo de 

cepas, Blaney et al. (1989), quien informó de que sólo 1 de los 38 aislamientos de A. 

flavus (2,6%) produjeron sólo AFB1, Vaamonde et al. (2003) que reportaron 2,2 % y 

Rodriguez et al. (2009), para quienes ninguna cepa de A. flavus resultó con este perfil 

de toxinas.  

 

La especie nativa Arachis villosa, fue mencionada en la sección anterior por no 

encontrarse su semilla, asociada a ningún aislamiento de las especies potencialmente 

toxicogénicas. En este caso, debemos mencionar que las cepas de A. flavus aisladas 

de hoja de esta especie y suelo donde la misma crece, resultaron únicamente 

productoras de CPA o no productoras de toxinas, lo que podría sugerir que las cepas 

aflatoxicogénicas de A. flavus estarían poco relacionadas con esta especie nativa de 

maní. En el caso de la especie A. parasiticus, si bien los 6 aislamientos obtenidos 

resultaron productores de ambas aflatoxinas, ninguno fue registrado en semilla, sino 

en hoja y suelo. 
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Siete de las cepas originalmente identificadas como A. flavus (6 aisladas de 

fruto y geocarposfera de plantas de maní cultivadas y la restante de rizosfera de la 

especie nativa Arachis glabrata) pertenecieron al quimiotipo II, el cual puede 

considerarse atípico. Estas cepas son morfológicamente similares a A. flavus pero 

producen aflatoxinas B y G en combinación con CPA. Varios autores han mencionado 

que algunas cepas de A. flavus producen aflatoxinas de tipo B y G (Hesseltine et al., 

1970, Saito et al., 1986, Klich y Pitt, 1988, Saito y Tsuruta, 1993, Vaamonde et al., 

1995 y Cotty y Cardwell, 1999), pero no hicieron referencia a la producción de CPA. 

Las 7 especies  mencionadas produjeron esclerocios de tipo S. Cepas con 

características similares fueron aisladas de suelo de Tailandia (Saito et al., 1986) y 

fueron nombradas como A. flavus var. parvisclerotigenus (Saito y Tsuruta, 1993). La 

mayoría de las cepas productoras de aflatoxinas G de A. flavus están relacionadas con 

el fenotipo S. En un trabajo que analizaba A. flavus aislados de América del Norte y 

Oeste de África (Cotty y Cardwell, 1999) encontraron que más del 40 % de las cepas 

de África Occidental eran de tipo S y producían tanto aflatoxinas B como G, mientras 

que las cepas S de América del Norte sólo producían aflatoxinas B. Posteriormente 

Pildain et al. (2008) propusieron la especie A. minisclerotigenes para aislamientos 

productores de esclerocios tipo S,  CPA, AFB y AFG obtenidos de plantas o campos 

de maní de Argentina, Australia, Nigeria y Texas. Algunas de éstas son las mismas 

que ya habían sido descriptas como A. flavus grupo II por Geiser et al. (1998, 2000). 

En ese mismo trabajo, se destaca que ambas especies son genéticamente diferentes, 

aunque desde el punto de vista morfológico y perfil de extrolitos sean muy similares 

sugiriendo que existe una variabilidad intraespecífica gradual. En este trabajo, se tomó 

la decisión de denominar a estas cepas como A. minisclerotigenes, dada la cercanía 

de la zona de muestreo analizada con la provincia de Córdoba (de dónde se aisló 

originalmente A. minisclerotigenes). Esta identidad fue confirmada por estudios 

moleculares, como se discute más adelante. 

Las cepas de A. parasiticus son típicamente aflatoxicogénicas, produciendo 

AFB y AFG pero no CPA. En el presente trabajo se registraron 10,8 % de A. 

parasiticus como atoxicogénicos, aunque varios autores han reportado que los 

aislamientos de este tipo son extremadamente raros (Blaney et al., 1998; Horn et al., 

1996; Vaamonde et al., 2003). 

Debe destacarse el hallazgo de una cepa de A. arachidicola, aislada de hoja de 

Arachis villosa. Esta especie también fue creada por Pildain et al. (2008), en referencia 

a aislamientos semejantes morfológicamente a A. parasiticus: cabezas conidiales 

biseriadas, conidios en masa color verde oscuro y capacidad  para producir aflatoxinas 
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B1, B2, G1 y G2 pero no CPA. La evidencia que permitió diferenciar esta especie de 

A. parasiticus fue la coloración del reverso de la colonia en medio AFPA. Este test, en 

A. parasiticus y A. flavus detecta la presencia de ácidos aspergílicos a través de la 

aparición de color anaranjado (test+) mientras que se observó como color crema o 

levemente amarillento en A. arachidicola (test -). Es importante señalar su hallazgo 

porque fue encontrado en el mismo sustrato (hoja) y también en una especie de 

Arachis nativa (Arachis villosa) en la provincia de Entre Ríos. Originalmente fue 

descripta para Arachis glabrata en la provincia de Corrientes. Esto puede indicar que 

la especie se encuentra en plantas nativas de Arachis, en ambas provincias, aunque 

en muy baja frecuencia, lo que tal vez sea producto de una reciente especiación. Los 

resultados del presente trabajo demuestran la presencia de estos nuevos taxones en 

Argentina, lo que confirma su prevalencia en el hemisferio sur y la asociación de este 

tipo de cepas con maníes y suelos relacionados. 

Todos los aislamientos de A. tamarii obtenidos fueron productores únicamente 

de ácido ciclopiazónico, confirmando que esta especie no es aflatoxicogénica. Este 

resulta un dato interesante, puesto que este organismo se utiliza como A. oryzae y A. 

sojae en fermentaciones alimentarias tradicionales orientales. Goto et al. (1996) 

describieron a A. tamarii como capaz de producir aflatoxinas B1 y B2, sin embargo los 

mismos autores destacan que las cepas que estudiaron serían hongos semejantes 

morfológicamente a A. tamarii, pero que podrían conformar un taxón diferente, dado su 

perfil de micotoxinas.   

 

El 42 % de las cepas de A. flavus analizadas produjo esclerocios tipo L con un 

diámetro promedio de 613,7 ± 103,6 m, mientras 11,5 % de los aislamientos produjo 

esclerocios tipo S con un diámetro promedio de 344,3 ± 26,0 m. El 52 % de las cepas 

aisladas no produjo esclerocios bajo las condiciones de estudio. La preponderancia de 

esclerocios tipo L está de acuerdo con otros trabajos, aunque difiere de ellos en la 

proporción de cepas no productoras de esclerocios, que es más elevada (Pildain et al., 

2005; Nesci y Etcheverry, 2002). De acuerdo con Klich (2007), la producción de 

esclerocios no parece estar relacionada con la producción de aflatoxinas, aunque la 

presencia de esclerocios pequeños está siempre asociada a mayor producción o a la 

presencia de las cuatro aflatoxinas simultáneamente. En el presente estudio, la 

correlación era positiva (datos no mostrados), pero al ser retirados del análisis 

aquellos aislamientos que producían AFB y AFG, esta relación se desvaneció. Varios 

autores han tratado de encontrar correlaciones entre la producción de esclerocios y 

aflatoxicidad, pero los datos publicados son contradictorios. Algunos estudios refieren 
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correlaciones positivas entre producción elevada de aflatoxinas y esclerocios 

pequeños (Novas & Cabral, 2002; Pildain et al., 2004), mientras que otros reportan 

una correlación inversa (Abbas et al., 2005). De acuerdo a Cotty (1989), las cepas de 

tipo S y numerosos esclerocios por lo general producen altos niveles de aflatoxinas.  

En el presente trabajo, pudo detectarse variación geográfica en la distribución 

de los esclerocios para la provincia de Corrientes. Resulta más probable detectar 

esclerocios tipo L al norte que al sur de la provincia de Corrientes. Cotty (1997), 

comparando áreas de producción de algodón de los Estados Unidos también registró 

variación geográfica en la distribución de esclerocios tipo L. Las cepas productoras de 

esclerocios tipo S no seguirían el mismo comportamiento. El autor concluye que las 

diferencias observadas entre las comunidades siempre son representativas de 

aislamiento geográfico y/o adaptación, y pueden generar diferentes posibilidades de 

contaminación con aflatoxinas en cultivos instalados en diferentes áreas geográficas. 

Por otro lado, no se han descripto factores que influyan en la incidencia de la cepa S 

entre diferentes regiones pero algunos estudios indican que la rotación de cultivos 

puede ser un factor que determine la composición de cepas de A. flavus en el ámbito 

regional (Jaime-García y Cotty, 2006). De las cepas de A. flavus con esclerocios 

pequeños que sólo producían AFB1, ninguna fue aislada de la provincia de Entre Ríos. 

 

A partir de los aislamientos obtenidos se seleccionó un grupo de cepas para 

corroborar su identificación por medio de la secuenciación de la región ITS1, ARN 

ribosomal 5,85 e ITS2. Este grupo incluyó las cepas a ser ensayadas como posibles 

controladores, dos de las identificadas como A. minisclerotigenes y un A. tamarii. Los 

resultados permitieron diferenciar dos clados: (“A. tamarii”, “A. flavus / A. parasiticus”), 

el clado “A. tamarii” contó con un alto valor de soporte, acorde con otros autores 

(Peterson et al., 2001; Peterson, 2008; Varga et al., 2011). El aislamiento BAFC 4269 

caracterizado como A. tamarii morfológicamente (debido al color oliváceo a castaño de 

sus conidios en masa) se agrupó en este clado con un valor de soporte de 99% (PPB= 

0.99). Estos datos y la caracterización química dada por la producción de ácido 

ciclopiazónico únicamente, confirman que dicho aislamiento pertenece a la especie A. 

tamarii. Por extensión, se considera que todos los aislamientos que responden a las 

mismas características morfológicas y químicas de la cepa BAFC 4269 pertenecen al 

mismo taxón. 

Por otra parte, dentro del gran clado “A. flavus / A. parasiticus” las relaciones 

no están completamente resueltas. Para el caso de las especies afines a A. flavus / A. 

parvisclerotigenus y el clado A. minisclerotigenes, puede observarse que el pequeño 
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clado: “A. minisclerotigenes” (64% de vb, 0.95 de PPB), es consistente con los 

resultados obtenidos por Pildain et al. (2008) trabajando sobre secuencias del gen de 

-tubulina, e incluyó a los aislamientos BAFC 4429 y 4237, confirmando su identidad. 

Si bien, como ya se indicó anteriormente, A. minisclerotigenes es morfológicamente 

muy similar a A. parvisclerotigenus,  los metabolitos secundarios y la secuenciación 

del gen -tubulina permitieron delimitarlas como dos especies diferentes, con algunas 

características morfológicas solapadas (Pildain, et al., 2008). Este estudio confirma 

esta separación, aunque de todas formas, deberíamos seguir considerando a A. 

minisclerotigenes y A. parvisclerotigenus como especies crípticas ya que 

morfológicamente son indistinguibles. Es necesario realizar análisis morfológicos, de 

extrolitos y moleculares para finalmente arribar a su identidad.  

Los aislamientos BAFC 3109 y 1639 se encontraron más afines a las especies 

A. flavus / A. parvisclerotigenus. Con el auxilio de las herramientas moleculares 

utilizadas no podríamos, en este caso, decidir su identidad. Sin embargo, en base al 

análisis de toxinas que indicaron ausencia de producción de aflatoxinas o sólo 

producción de AFB y morfológicos, que mostraron ausencia de esclerocios o 

producción únicamente de esclerocios tipo L, se descartó la posibilidad de que se 

tratara de ejemplares de A. parvisclerotigenus y se confirmó su identidad como A. 

flavus. De todas formas es preciso analizar otras secuencias para completar los 

análisis moleculares. Todas estas disquisiciones confirman una vez más, la necesidad 

de trabajar con estudios polifásicos que incluyan tanto análisis morfológicos como de 

extrolitos y moleculares al momento de identificar en forma fehaciente un aislamiento 

del género Aspergillus. 

A. arachidicola se agrupa con A. parasiticus con alto valor de soporte (87% de 

vb, 0.97 de PPB) lo que señala que son especies que están muy relacionadas y no 

podrían ser diferenciadas utilizando la secuenciación de la región ITS1, ARN ribosomal 

5,85 e ITS2. Sin embargo, a pesar de su gran parecido morfológico (Pildain et al., 

2008), el reverso en medio AFPA, que detecta la presencia de ácidos aspergílicos, 

resulta de color anaranjado (presencia) en A. parasiticus mientras que se observa 

como color crema o levemente amarillento en A. arachidicola (ausencia), lo que 

permitiría su diferenciación. Los aislamientos BAFC 1640, 3110 Y 3111 resultan afines 

tanto a A. parasiticus como a A. arachidicola,  pero ya que su reverso en el medio 

AFPA es de color anaranjado, se concluye que serían A. parasiticus. El aislamiento 

BAFC 1638, morfológicamente fue caracterizado como A. flavus, aunque el análisis 

molecular indica que se parecería más a A. parasiticus / A. arachidicola. Dado que 

resultó un aislamiento no toxicogénico (por lo tanto su perfil de micotoxinas no puede 
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ser utilizado para tomar una decisión) y los análisis morfológicos y moleculares no 

resultan congruentes, se tomó la resolución de seguir considerándolo como A. flavus.  

Sería necesario realizar nuevos análisis incluyendo la secuenciación de otros genes 

para confirmar esta decisión o considerarlo como un taxón afín a ambas especies pero 

diferente de ellas. 

 

En relación a la contaminación de los maníes con aflatoxinas, pudo observarse 

que para el año 2006 en la estación “Esquivel Cue”, a pesar de haber aislado cepas 

aflatoxicogénicas productoras tanto de AFB como AFG de estas semillas, sólo se 

registró AFB1 como contaminante natural de la muestra. Estos resultados implican que 

la invasión, el crecimiento y la toxigenicidad de Aspergillus serían procesos 

independientes, o al menos regulados de diferente manera. Es posible que la 

producción de toxinas tenga un rango más estrecho de temperatura y humedad, y sea 

dependiente del sustrato que coloniza el hongo. La capacidad toxicogénica medida en 

condiciones de laboratorio puede ofrecer un panorama del contenido aflatoxicogénico 

potencial de una muestra de maní, sin embargo no necesariamente es un fiel reflejo de 

la realidad. Un caso semejante se observó para el muestreo 2006 del sitio “Nueve de 

Julio”, donde si bien se aislaron cepas productoras tanto de AFB como AFG, sólo se 

detectó una pequeña cantidad de aflatoxina G2. Para el año 2007 se hallaron muy 

pocos aislamientos y como reflejo de esto, la incidencia natural de aflatoxinas fue 

mínima en todos los sitios de muestreo.  

Al igual que en los aislamientos fúngicos, la incidencia de ácido ciclopiazónico 

en muestras de maní fue la más elevada. En casi todos los sitios donde se registraron 

cepas de A. flavus y A. tamarii productoras de CPA, este toxina también fue 

encontrada como contaminante natural de la muestra de maní. En el sitio “Nueve de 

Julio” la presencia de CPA en la muestra, sin el hallazgo de cepas productoras, podría 

deberse a la presencia de algún otro organismo productor de la toxina no considerado 

en este estudio (cepas pertenecientes al género Penicillium, por ej.: P. camemberti, P. 

chrysogenum y P. commune, entre otros). 

 

Como se mencionó anteriormente, Aspergillus sección Nigri cobró importancia 

hace algunos años por su capacidad potencial de producir otra micotoxina de interés: 

la ocratoxina A. En este trabajo, además, la alta incidencia de estos organismos 

detectada en todos los sitios y todos los sustratos analizados,  determinó la necesidad 

de abordarlos con mayor detenimiento. Estudios similares al presente fueron 

realizados en Tailandia, España, Grecia, Brasil y Botswana (Pitt et al., 1993; Jimenez 
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et al., 1991; Mphande et al., 2004; Tjamos et al., 2004; Gonçalez et al., 2008) y en 

Argentina, en la provincias de Córdoba, Mendoza, San Juan, Salta y Catamarca 

(Magnoli et al., 2006; 2007; Romero et al., 2005). A. niger resultó la especie de mayor 

prevalencia, presente en 40 % de las cajas con al menos un aislamiento fúngico. Estos 

resultados serían congruentes con lo encontrado en la bibliografía, que indica que A. 

niger suele ser la especie dominante. (Luna et al., 2010;  Pardo, et al. 2004). A. 

carbonarius, sin embargo, fue aislado en mucha menor proporción que lo reportado 

anteriormente por otros autores, ya que sólo se detectó un aislamiento en todos los 

sitios, sustratos y años muestreados. Magnoli et al. (2006) detectaron en semillas de 

maní almacenadas en la provincia de Córdoba, en orden decreciente: A. niger, 

A. awamori  y A. carbonarius en frecuencias de 89%, 68% y 4%, respectivamente. 

Otros autores, trabajando en yerba mate elaborada en la provincia de Misiones, 

encontraron frecuencias diferentes: A. aculeatus (32 %), A. japonicus  (27 %), A. 

foetidus (16 %), A. niger  (9 %), A. carbonarius (9 %) y A. awamori (7 %) (Castrillo et 

al., 2013). Los resultados del presente trabajo se asemejan más a los obtenidos en 

maní en Córdoba, lo que resulta esperable, dado que el sustrato y las condiciones 

climáticas serían semejantes. 

No resulta llamativa la alta detección de Aspergillus sección Nigri. Estos 

organismos pueden sobrevivir al proceso de secado al sol debido a la resistencia 

relativa de las esporas negras a la luz solar y la radiación UV. Anderson et al. (2000), 

concluyeron que la resistencia de las esporas de A. niger podría ser atribuida a la 

presencia de pigmentos protectores en las capas de pared que rodean a la espora.  

 

Debido a esta elevada presencia de Aspergillus negros en la micobiota 

asociada a todos los sustratos, se estudió el potencial toxicogénico de las cepas 

aisladas. De las 673 cepas de la sección aisladas, se analizaron 466 a fin de conocer 

su habilidad para producir ocratoxina A (400 del agegado A. niger, 45 de A. aculeatus, 

20 de A. awamori y 1 de A. carbonarius). Si bien A. niger fue el contaminante más 

ampliamente distribuido, solo 5 cepas resultaron OTA productoras (0,9%). Los 

porcentajes de aislamientos productores de A. niger según la bibliografía son bastante 

variables, dependiendo del número de aislamientos testeados y el origen geográfico. 

Estos porcentajes pueden variar entre 0,6 y 18,5% (Abarca et al., 1994, 2003; Tèren et 

al., 1996; Heenan et al., 1998; Sage et al., 2002; Taniwaki et al., 2003; Battilani et al., 

2003; Serra et al., 2003; Romero et al., 2005; Magnoli et al., 2007). Sin embargo, Da 

Rocha Rosa et al. (2002) detectaron un 30% y Magnoli et al. (2003) un 43,1% y un 25 
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% de A. niger productores de OTA en uvas de Brasil y Argentina respectivamente y 

Magnoli et al. (2006) registraron un 25% en maníes argentinos cultivados. 

Durante el muestreo del año 2006, si bien el agregado A. niger resultó ser el 

contaminante más abundante en semillas de maní tanto cultivado como nativo (50 % 

de los aislamientos fueron obtenidos de este sustrato), ninguna cepa aislada de 

semilla resultó productora de OTA. Aunque el número de cepas productoras fue 

escaso (5), la mayor parte (4) provinieron de suelo y geocarposfera de maní cultivado 

y la restante de suelo de maní nativo. Durante el año 2007, ninguna de las cepas del 

agregado A. niger resultó productora de OTA. En particular, si bien el 37% de los 

aislamientos fueron de semilla, ninguno resultó toxicogénico. Ninguna de las muestras 

de A. aculeatus analizada resultó productora de OTA, coincidiendo con la bibliografía 

(Samson et al., 2004). Existen muchos trabajos que indican que A. carbonarius es 

mucho menos común que A. niger, y reportan un porcentaje más elevado de cepas 

ocratoxicogénicas, con una producción mucho más elevada que para A. niger (Da 

Rocha Rosa et al., 2002; Magnoli et al., 2003; Abarca et al., 2003; Romero et al., 

2005). Datos de otros investigadores indican que esta especie puede producir, en 

condiciones de ensayo, entre 0,5 y 234 g de OTA/g de agar luego de 7 días en medio 

CYA (Bragulat et al. 2001; Sage et al., 2002; Da Rocha Rosa et al., 2002). En este 

trabajo, la única cepa de A. carbonarius registrada produjo, bajo las condiciones del 

análisis, 58,78 µg de OTA/g de agar y fue aislada de suelo de maní cultivado. La 

frecuencia de A. carbonarius (0,08% de los aislamientos totales) en los sitios de 

muestreo seleccionados es considerablemente menor que los porcentajes reportados 

por otros autores aún en maní, que en general están entre el 10 y 15% (Magnoli et al., 

2006, 2007). De estos datos podría inferirse que la OTA no sería un contaminante muy 

importante en el maní cultivado en esta zona. Si bien Magnoli et al. (2006) indican en 

base a sus resultados, que existiría una exposición humana a la ocratoxina A en 

Argentina a través de la ingestión de semillas de maní y productos de maní, destacan 

que el mayor porcentaje de cepas ocratoxicogénicas (57%) se encontró dentro de la 

ssp A. carbonarius.  

Según los resultados obtenidos, no parece existir relación entre cepas 

toxicogénicas de la sección Nigri y la especie de Arachis, salvo por la mayor 

asociación al suelo circundante de Arachis hypogaea, la especie cultivada. 

 

Como se ha comentado en la Introducción General, la taxonomía de la sección 

Nigri está en continua revisión. Dada su potencialidad como toxicogénicos, es de suma 

importancia poder discriminar entre los miembros de esta sección, puesto que algunas 
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cepas se utilizan para elaborar productos de consumo humano. En principio, sólo a 

ciertas cepas de A. niger sensu stricto se le ha dado el estado de GRAS – Generally 

Recognized As Safe –, y sólo en relación con determinados procesos industriales. Se 

han propuesto diversos esquemas abordando su estudio taxonómico (Abarca et al., 

2004, Varga et al., 2011 y Samson et al., 2007b). Samson et al. (2007b) propusieron 

un acercamiento polifásico para la identificación  usando análisis molecular, morfología 

y crecimiento en medios específicos a diferentes temperaturas, perfil de extrolitos y 

reacción de Ehrlich. Finalmente, el número aceptado de especies para esta sección 

fue 19, incluyendo especies recientemente descriptas. Debe destacarse que no es 

sencillo determinar A. niger sensu stricto, sino que se cree que en realidad A. niger se 

trataría de un agregado de especies indistinguibles morfológicamente (Abarca et al., 

2004). Por otro lado, Kozakiewicz ya en 1989 notó que la maduración de los conidios 

de los Aspergillus negros suele ser lenta y que por lo tanto son necesarias alrededor 

de 5 semanas para poder observar conidios maduros, ampliando la confusión. Dentro 

del agregado A. niger podrían distinguirse molecularmente especies como A. 

tubingensis, A. foetidus, A. phoenicis, A. niger y A. brasilensis (Varga et al., 2007), 

aunque podrían ser más. También podrían incorporarse a este agregado especies 

como A. acidus, A. costaricaensis, A. lacticoffeatus, A. piperis (Samson et  al., 2004), y 

A. vadensiss (de Vries et al., 2005) Por supuesto, estas especies difieren en su 

capacidad de producir metabolitos secundarios y producción de esclerocios. Todos los 

anteriores menos A. niger han sido generalmente reportados como no productores de 

ocratoxina A (Storari et al., 2012; Samson et al., 2004), aunque otros autores 

encontraron a A. tubingensis como productor de esta toxina (Perrone et al., 2006; 

Palencia et al., 2012). No se ha encontrado información sobre A. phoenicis. También 

se ha detectado que A. tubingensis es capaz de producir esclerocios. En el presente 

estudio, se detectaron 574 cepas del agregado A. niger (45 % del total de las cepas 

aisladas), en su gran mayoría atoxicogénicos, que si bien muestran fenotipos 

levemente diferentes y distintas capacidades para producir esclerocios, no acumulan 

suficientes diferencias morfológicas como para separarlos en diferentes especies. De 

acuerdo con Abarca et al., 2004, si bien puede observarse una especiación a nivel 

molecular, esto no se refleja morfológicamente y la aproximación a la taxonomía de 

este grupo por medios moleculares resulta en un nivel de complejidad semejante a la 

descripta anteriormente por medios morfológicos. Debemos destacar que dentro del 

agregado A. niger como en otros complejos de especies fúngicas existe una 

importante y gradual variabilidad que hace difícil la delimitación de especies. Como 

ejemplo de esta dificultad A. awamori, identificado en este trabajo como tal bajo la 
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concepción de Klich (2002), no parecería ser una especie realmente diferente de A. 

niger. Perrone et al. (2011) reportaron a A. awamori como una especie críptica de A. 

niger, considerándola una filoespecie.  

Para aportar datos tendientes a clarificar estas cuestiones y convalidar la 

identidad de cepas de diferentes morfotipos seleccionadas, se realizó la secuenciación 

parcial del gen de calmodulina en ocho aislamientos. Los resultados evidenciaron la 

formación de cuatro clados: “A. awamori / A. niger” (99% de vb, 1.00 de PPB), “A. 

tubingensis y otros” (90% de vb, 0.96 de PPB), “A. brasiliensis” (100% de vb, 1.00 de 

PPB) y “A. carbonarius y otros” (95% de vb, 0.85 de PPB). En el primer clado, puede 

distinguirse la formación de dos subclados: A. niger y A. awamori, sumamente 

emparentados, lo que indica que son especies muy cercanas. Los aislamientos BAFC 

1636 y 3226 clasificados como morfotipo <típico> y <conidio liso> respectivamente, 

claramente se asociaron al subclado “A. niger” y los aislamientos BAFC 3228 

(morfotipo <conidio liso>) y 1641 (<morfotipo típico>) se asociaron al subclado “A. 

awamori”  mientras que las cepas BAFC 1642 y 1643 ambas con morfotipo <típico> se 

encontraron afines tanto a A. niger como A. awamori, en un punto intermedio. De estos 

aislamientos, BAFC 3226, 1642 y 1643 resultaron productores de ocratoxina A 

(OTA+). Si bien se pudo establecer la identidad en los casos de A. niger BAFC 1636 

(OTA-), 3226 (OTA+) y A. awamori BAFC 3228 (OTA-) y 1641 (OTA-), no es suficiente 

el criterio de morfotipo ni la producción de ocratoxina A para decidir entre estas dos 

especies. Es por esta razón que los 505 aislamientos considerados como “Agregado 

A. niger” y 20 identificados como A. awamori en la sección 1,  requerirían del análisis 

de sus secuencias génicas para confirmar sus identidades. Este resultado es acorde 

con los obtenidos por Perrone et al. (2011) que indicaron que A. awamori sería una 

especie críptica de A. niger, sólo distinguible de ésta por medios moleculares. También 

merecen mayor atención los aislamientos BAFC 1642 y 1643, dado que por el 

momento serían afines a ambas especies, pero diferentes de las dos. 

El clado “A. tubingensis y otros” agrupa además de esta especie a otras 

emparentadas, como son A. costaricaensis y A. piperis. Estas especies comparten la 

capacidad de producir ocratoxina A y esclerocios, resultando también emparentadas al 

comparar sus secuencias del gen de -tubulina (Samson et al., 2004; Peterson, 2008)  

El tercer clado está claramente determinado y soportado por ambos análisis y 

definido por la especie A. brasiliensis. Los aislamientos BAFC 1645 y 1637, ambos 

pertenecientes al morfotipo con conidios <lisos a espinosos> se agruparon en este 

clado, confirmando su identidad. En el trabajo de referencia de A. brasiliensis (Varga et 

al., 2007) pueden observarse fotografías en las que se distinguen conidios en 



Sección 2 – Discusión 

 

 

 136 

diferentes grados de maduración, tal cual se determinó en este trabajo. En base a 

estos resultados, se concluye que los 75 aislamientos con el morfotipo conidio <liso a 

espinoso> podrían pertenecer a esta especie. Cabe destacar que el aislamiento A. 

brasiliensis BAFC  1645 resultó productor de ocratoxina A (0,13 g OTA/g agar). Éste 

sería el primer registro de producción de ocratoxina A de la especie A. brasiliensis. 

Finalmente, el clado “A. carbonarius y otros” asocia A. carbonarius, A. 

sclerotioniger y A. ibericus. Todas estas especies son fácilmente distinguibles del 

llamado agregado A. niger por tener conidios grandes (entre 7 y 9 m), mientras que 

las especies del agregado poseen conidios cuyo tamaño se encuentra entre 3 y  5 m. 

(Silva et al., 2011; Samson et al., 2007).  

 

Las especies de la sección Nigri son consideradas importantes competidores 

de A. flavus (Hill et al., 1983; Zorzete et al., 2013), dado que tienen requerimientos 

nutricionales similares para el crecimiento y la germinación de los conidios y con 

frecuencia son aislados del mismo hábitat (Griffin y Garren, 1974) y los mismos 

sustratos. Además, la abundancia relativa de estas especies depende de factores 

climáticos y agronómicos que son poco conocidos (Paterson & Lima, 2010 y Pitt & 

Hocking, 2009). En este trabajo se observó una tendencia hacia la reducción en la 

frecuencia de aislamientos de miembros de la sección Flavi en relación con un mayor 

grado de aparición de la sección Nigri. Este resultado se vió relacionado con los sitios 

de plantas cultivadas presentes más al sur de la provincia de Corrientes, con 

temperaturas medias entre 14,2 – 14,6 °C durante el invierno y 26,8 – 27,0 °C en 

verano. Para  el sitio más norteño “Esquivel Cué”, se observaron altas frecuencias 

tanto de A. sección Nigri como sección Flavi. Tal vez las temperaturas más elevadas 

en esta zona (15,4 y 27,5 °C en promedio en invierno y verano respectivamente) y que 

pueden llegar hasta los 42 °C en el mes de enero resulten más propicias para el 

desarrollo fúngico y entonces no se evidencie la competencia.   

La importante presencia del agregado A. niger en todos los sustratos permite 

hipotetizar sobre la posibilidad de utilizar cepas atoxicogénicas bien caracterizadas de 

la especie sensu stricto como controlador natural. 
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CONCLUSIONES PARCIALES 

 

 El quimiotipo más abundante de A. flavus resultó ser el IV, solo productor de 

CPA, seguido por el quimiotipo I, productor de CPA y AFB, lo que destaca la 

necesidad de ampliar los estudios sobre la incidencia de contaminación con 

ácido ciclopiazónico. 

 La distribución de los quimiotipos se relaciona con el sustrato y con factores 

climáticos. A. flavus quimiotipo I se encuentra más asociado a la parte externa 

de la planta y en sitios ubicados al norte de la provincia de Corrientes indicando 

una posible influencia de la temperatura. 

 Las especies recientemente descriptas, A. arachidicola y A. minisclerotigenes  

se encontraron en la zona de estudio, confirmando la hipótesis planteada por 

Pildain et al. (2008). 

 La producción de esclerocios de A. flavus no estaría relacionada con la 

condición nativa o cultivada de las plantas de maní. 

 La distribución de los aislamientos productores de esclerocios se relaciona con 

factores climáticos, asociándose más al norte de la provincia de Corrientes. 

 En Aspergillus sección Flavi, la secuenciación de la región ITS no sería 

suficiente para distinguir entre las especies A. arachidicola y A. 

parvisclerotigenus de las especies altamente relacionadas: A. parasiticus y A. 

flavus, respectivamente. 

 Dada la muy baja proporción de cepas de A. niger ocratoxicogénicas y que 

ninguna de estas cepas fue aislada de semilla se podría inferir una baja 

contaminación con OTA en los maníes cultivados de la región estudiada. Esto 

se vería reforzado por la mínima presencia de A. carbonarius en la comunidad 

de Aspergillus asociada a la zona de estudio.  

 Se confirma que la especie  A. aculeatus no es productora de ocratoxina A. 

 En Aspergillus sección Nigri, la secuenciación del gen de calmodulina es una 

herramienta útil para distinguir especies, aún dentro del llamado agregado A. 

niger. 

 Se registra por primera vez producción de ocratoxina A por parte de la especie 

A. brasiliensis. 

 La elevada presencia de A. sección Nigri y el hecho de que su mayor 

frecuencia en semilla esté asociada a una menor frecuencia de A. sección Flavi 

permite considerar a los primeros como posibles organismos de control 

biológico.  
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Sección 3:  
 

Ensayos de control biológico in vitro. Crecimiento de cepas 
toxicogénicas y atoxicogénicas. 

 

 

 

INTRODUCCIÓN  
 

El maní es uno de los cultivos más susceptibles a la colonización por parte de A. flavus 

y A. parasiticus y su posterior contaminación con aflatoxinas. Esto es así, debido 

probablemente a su íntimo contacto con el suelo que resulta en una fuente de inóculo 

permanente (Horn et al., 1995; Horn and Dorner, 1998) y a su rico contenido en ácido 

linoleico que favorece el desarrollo y la esporulación de estas especies fúngicas (Xu et al., 

2000). Cuando se suman estrés hídrico y elevada temperatura en torno al fruto, están dadas 

las condiciones ideales para la colonización de A. flavus y A. parasiticus. 

Además del riesgo para la salud planteado por los productos contaminados, existen 

pérdidas económicas significativas debidas a la disminución de la producción y el costo de 

los programas de monitoreo de aflatoxinas (Robens & Cardwell, 2005). Suma a este 

panorama la imposibilidad de la exportación ante la falta de cumplimiento de los niveles 

máximos permitidos (EC - 1881/2006; 165/2010) en mercados exigentes como el europeo. 

Si bien se ha desarrollado tecnología para detectar y eliminar aflatoxinas de los productos 

básicos, que permite cierta descontaminación (Goto & Manabe, 1989; Park et al., 1988), 

estos procedimientos son costosos y pueden resultar en una reducción de la calidad del 

producto. A fin de reducir todos estos efectos, surgió el control biológico como alternativa. El 

control biológico puede ser de tres tipos básicos, éstos son: 1.- El uso de un agente que 

elimine la plaga como un depredador o parásito (o hiperparásito en el caso de los hongos), 

2.- un agente que segregue alguna toxina capaz de destruir a la plaga y 3.- el uso de un 

agente que compita con la plaga en su nicho ecológico, desplazándola. Actualmente existe 

consenso en que el último tipo de control es el más apropiado como estrategia ante la 

contaminación por aflatoxinas previa a la cosecha de los productos agrícolas (Cole & Cotty, 

1990; Yin et al., 2008). 

A fin de aplicar una buena técnica de manejo a través de la exclusión competitiva, 

resulta imprescindible el conocimiento de la cinética de crecimiento de cepas toxicogénicas 

y no toxicogénicas a fin de predecir el comportamiento de ambas cuando se presentan 
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simultáneamente. Se han desarrollado modelos de crecimiento que se adaptaron con éxito 

al crecimiento de Penicillium roqueforti (Valik et al., 1999), Penicillium brevicompactum 

(Membré & Kubaczka, 2000), Aspergillus flavus (Gibson et al. 1994) y A. niger (Mitchell et 

al., 2004) entre otros. En general, se acepta como modelo de crecimiento el tipo logístico. 

En él, cuando un medio nutritivo es inoculado con un microorganismo, el cultivo en 

crecimiento pasa a través de un número de fases. Inicialmente, no se produce crecimiento y 

este período se conoce como fase lag (fase de retraso), que se puede considerar como un 

período de adaptación. Después de un intervalo durante el cual la tasa de crecimiento se 

incrementa gradualmente, las células se dividen a una velocidad constante y máxima y este 

período se conoce como fase log (fase exponencial). El crecimiento exponencial no puede 

continuar por tiempo indefinido, ya que en el medio se agotan los nutrientes y se enriquece 

con metabolitos, varias enzimas se sintetizan en la fase exponencial, mientras muchos 

metabolitos secundarios aparecen en la siguiente fase estacionaria, cuando no hay 

crecimiento neto. 

  

 

 

 

 

OBJETIVOS PARTICULARES 

 
 

 Comparar, en base a un modelo logístico, el crecimiento en condiciones axénicas de 

diferentes cepas de Aspergillus toxicogénicos y atoxicogénicos aislados de la zona 

de estudio. 

 Analizar el comportamiento de cepas toxicogénicas y atoxicogénicas de la misma o 

diferente especie cuando son cultivadas en forma simultánea. 

 Estudiar el efecto sobre Arachis hypogaea de cepas atoxicogénicas inoculadas en el 

suelo. 

 Evaluar la capacidad de cepas atoxicogénicas de A. flavus, A. parasiticus y A. niger 

encontradas en el área de muestreo para actuar como agentes biocontroladores de 

las especies toxicogénicas. 

 

 

 

 



Sección 3 – Introducción 
 

 

 
140 

HIPÓTESIS 

 
 

 El crecimiento de cepas de Aspergillus flavus, A. parasiticus y A. niger estará 

relacionado con su capacidad de producir o no micotoxinas. 

 En función de sus parámetros de crecimiento, existirá variedad de respuesta en 

el enfrentamiento de cepas toxicogénicas y atoxicogénicas. Al menos alguna 

cepa atoxicogénica será capaz de excluir competitivamente a las cepas 

toxicogénicas. 

 La inoculación del suelo con cepas atoxigénicas de A. niger, A. flavus o A. 

parasiticus puede resultar una estrategia de control biológico para reducir la 

contaminación con aflatoxinas. 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

 
 
1. Aislamientos utilizados 

Se utilizaron cepas toxicogénicas y atoxicogénicas de A. flavus, A. parasiticus y 

cepas atoxicogénicas de A. niger (Tabla 3.1). Las cepas toxicogénicas fueron seleccionadas 

según su toxicidad: aquellas con capacidad de producir mayor diversidad de toxinas o con 

mayor producción de las mismas. En el caso de las cepas atoxicogénicas, se seleccionaron 

dos asociadas a plantas cultivadas y una aislada de plantas nativas. Finalmente, se 

testearon dos cepas de A. niger, una asociada a plantas cultivadas y otra a plantas nativas, 

seleccionándose la cepa 1636 por su crecimiento más adecuado a los fines de los ensayos 

posteriores (datos no mostrados). La identidad de todas las cepas fue corroborada por 

medios moleculares (ver sección 2). 

Las cepas fueron mantenidas en medio agar papa glucosado – APG – (ver anexo, 

pág. I) en heladera. Posteriormente, fueron repicadas en medio APG para obtener activo 

crecimiento a 30 ºC. Al cabo de 5-7 días se repicaron nuevamente a cajas de Petri de 9 cm 

de diámetro conteniendo el mismo medio y se dejaron crecer a 30 ºC durante 7 días a fin de 

generar el inóculo para cada experiencia. 
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TABLA 3.1 Cepas seleccionadas de A. flavus, A. parasiticus y A. niger. Procedencia y perfil 
toxicológico 

Cepas 
seleccionadas 

Código 
de 

BAFCcult 
Procedencia 

TOXINAS 

OTA CPA AFB1 AFB2 AFG1 AFG2 

A. flavus1 3109 SUELO / LB nc + + - - - 
A. parasiticus1 3110 SUELO / NJC nc - + + + + 
A. parasiticus1 3111 GP / TAC nc - + - + + 
A. flavus2 1638 GP / ECC nc - - - - - 
A. flavus2 1639 GP / AP nc - - - - - 
A. parasiticus2 1640 FRUTO / MDC nc - - - - - 
A. niger2 1636 FRUTO / ECC - nc nc nc nc nc 
A. niger2 3112 SUELO / EP - nc nc nc nc nc 

Trichoderma  

harzianum2 

SAPRÓFITA3 

4368 

MADERA 

DEGRADADA/ 

Platanus 

acerifolia / 

CABA 

nc nc nc nc nc nc 

Trichoderma  

harzianum2 

ENDOFÍTICA3 

4414 

MADERA 

SANA / 

Platanus 

acerifolia / 

CABA 

nc nc nc nc nc nc 

 
NOTA: Sitios con plantas nativas de la provincia de Corrientes: LB: “Laguna Brava”, 
AP: “Aeropuerto”. Sitios con plantas cultivadas de la provincia de Corrientes: NJC: 
“Nueve de Julio”, TAC: “Tres de Abril”, ECC: “Esquivel Cué”, MDC: “Manuel Derqui”. Sitio 
con plantas nativas de la provincia de Ente Ríos: EP: “El Palmar”. GP: geocarposfera. 
nc: No corresponde, porque no producen esta toxina. 1 Cepas toxicogénicas. 2 Cepas 
atoxicogénicas. 3 Cepas cedidas por la Lic. Carolina Robles 

 
 

 
2. Crecimiento in vitro 

Para estudiar el crecimiento individual de cada cepa, se utilizaron placas de Petri de 

150 mm de diámetro. Se inoculó cada cepa en un extremo de la misma, a 20 mm del borde 

y se incubó en oscuridad durante 14 días a 28 ºC. El medio nutritivo utilizado fue Czapeck 

(CZ) (ver anexo, pág. I) en todos los casos. 

Las placas fueron inoculadas con 5 l de diferentes suspensiones de 103 esporas/ml. 

Las suspensiones de esporas fueron obtenidas a partir de la cosecha de esporas de cultivos 
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de 7 días en activo crecimiento de A. flavus, A. parasiticus y A. niger con pequeñas 

espátulas. Cada cosecha se suspendió en 0,2 – 0,4 ml de agar semisólido (al 2 %) con 

Tween 80 al 0,05 % estéril, en viales (Pitt & Hocking, 1997, 2009) y su concentración se 

estimó en cámara de Neubauer. 
El ensayo fue realizado por quintuplicado para cada cepa, tomando fotografías 

diariamente para cada cultivo. 

Para estimar el crecimiento, dado que estos organismos crecen superficialmente y no 

poseen un diámetro parejo, se calculó la variable superficie. Utilizando el programa Corel 

PHOTO-PAINT 12 (2003) se enmascaró y luego destacó con un color la superficie cubierta 

por el hongo y la superficie correspondiente a la caja. Con las fotos así tratadas, se utilizó el 

software ImageJ (Rasband, W.S., 1997-2012) a fin de calcular las áreas enmascaradas. 

Posteriormente se calculó el porcentaje cubierto de la placa (superficie cubierta por el hongo 

/ superficie total de la placa) 

 

 
3. Cultivo Dual in vitro 

Consistió en el enfrentamiento de una cepa toxicogénica (TOX) con una 

atoxicogénica (ATOX, considerada controladora) en una placa de Petri, para comparar el 

crecimiento de la cepa toxicogénica en presencia de la cepa posiblemente controladora. El 

objetivo de este análisis fue simular interacciones competitivas inter-cepas o inter-

específicas para estudiar el comportamiento de la cepa toxicogénica. Todas las cepas 

toxicogénicas fueron enfrentadas con las cepas A. flavus 1638, 1639, A. parasiticus 1640 y 

A. niger 1636.  La cepa A. niger 3112 no fue utilizada para los siguientes estudios porque su 

crecimiento resultó menor que el de 1636 (datos preliminares, no mostrados). También se 

realizaron autoenfrentamientos, simulando el comportamiento competitivo de colonias de la 

misma cepa. 

Se modificó la técnica de cultivo dual descripta por Morton & Strouble (1955), en la 

cual se utilizan como inóculo discos de micelio de 5 mm de diámetro. Este método de 

inoculación no es propicio para hongos como los pertenecientes al género Aspergillus o 

Penicillium con elevada producción de conidios, dado que los mismos son expulsados de los 

conidióforos generando colonias satélites que distorsionan los resultados. Se prepararon 

cajas de Petri de vidrio de 90 mm con medio APG (agar – papa – glucosado) y CZ 

(Czapeck). En cada caja se sembraron enfrentadas (a 1 cm del borde de la caja) la cepa 

toxicogénica y la controladora. La inoculación se llevó a cabo según la técnica de Pitt & 

Hocking, 2009. Para cada cepa se preparó una suspensión de 103 esporas/ml  (estimado en 

cámara de Neubauer), de la cual se sembraron 5 l. Las suspensiones de esporas fueron 

obtenidas a partir de la cosecha de esporas de cultivos de 7 días en activo crecimiento de A. 
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flavus, A. parasiticus y A. niger con pequeñas espátulas. Cada cosecha se suspendió en 0,2 

– 0,4 ml de agar semisólido (al 2 %) con Tween 80 al 0,05 % estéril, en viales (Pitt & 

Hocking, 1997, 2009). Todos los tratamientos se realizaron por cuatriplicado. En la tabla 3.2 

puede observarse el esquema de siembras. 

 

TABLA 3.2 Esquema de siembras. Cada cepa toxicogénica se enfrentó con las posibles 
controladoras propuestas. En la tercera columna se indica el tipo de relación establecida. 

CEPA TOXICOGÉNICA CEPA CONTROLADORA TIPO DE RELACIÓN 

A. flavus (BAFCcult 3109) 

A. flavus (BAFC 1638) intra-específica 

A. flavus (BAFC 1639) intra-específica 

A. parasiticus (BAFC 1640) inter-específica 

A. niger (BAFC 1636) inter-específica 

Trichoderma  harzianum 

SAPRÓFITA (BAFC 4368) 
inter-específica 

Trichoderma  harzianum 
ENDOFÍTICA (BAFC 4414) 

inter-específica 

A. flavus (BAFC 3109)* intra-específica / intra-cepa 

A. parasiticus (BAFCcult 3110) 

A. flavus (BAFC 1638) inter-específica 

A. flavus (BAFC 1639) inter-específica 

A. parasiticus (BAFC 1640) intra-específica 

A. niger (BAFC 1636) inter-específica 

Trichoderma  harzianum 

SAPRÓFITA (BAFC 4368) 
inter-específica 

Trichoderma  harzianum 
ENDOFÍTICA (BAFC 4414) 

inter-específica 

A. parasiticus (BAFC 3110)* intra-específica / intra-cepa 

A. parasiticus (BAFCcult 3111) 

A. flavus (BAFC 1638) inter-específica 

A. flavus (BAFC 1639) inter-específica 

A. parasiticus (BAFC 1640) intra-específica 

A. niger (BAFC 1636) inter-específica 

Trichoderma  harzianum 

SAPRÓFITA (BAFC 4368) 
inter-específica 

Trichoderma  harzianum 
ENDOFÍTICA (BAFC 4414) 

inter-específica 

A. parasiticus (BAFC 3111)* intra-específica / intra-cepa 

* Control de crecimiento en presencia de una colonia de la misma cepa. 
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Las placas se incubaron en oscuridad durante 14 días a 28 ºC. Se realizaron 

observaciones y se tomaron fotografías diarias. 

Para estimar la cobertura de cada cepa, se utilizaron las fotos del día 14. Se trabajó 

como se explicó en el punto 2, con el auxilio de los programas Corel PHOTO-PAINT 12 

(2003) e ImageJ (Rasband, W.S., 1997-2012) a fin de calcular el área cubierta por cada 

cepa y el área total de la placa. Posteriormente se calculó el porcentaje cubierto por la cepa 

toxicogénica (superficie cubierta por el hongo / superficie total de la placa). 

A fin de observar el grado de exclusión competitiva entre cepas competidoras del 

género Aspergillus, (ver parejas en tabla 3.2) se prepararon sendas suspensiones de 103 

esporas/ml (estimado en cámara de Neubauer) y se sembraron 5 l de cada una en el 

mismo punto de siembra. Se tomaron fotografías. 

 

 

 

4. Microcultivos 
Con el fin de estudiar con más detalle posibles interacciones entre las hifas, se 

realizaron microcultivos en portaobjetos. Se esterilizaron en autoclave portaobjetos y placas 

de Petri de 90 mm de diámetro conteniendo papel de filtro y codo de vidrio. El papel de filtro 

fue humedecido con agua destilada estéril a fin de generar cámaras húmedas para 

mantener los microcultivos. Una pequeña cantidad de medio CZ fue volcada sobre cada 

portaobjetos y se mantuvo formando un ángulo con la mesada para permitir que deslizara y 

se formara una película delgada de medio. En ambos extremos del portaobjetos se 

sembraron suspensiones de esporas (ver 2.) de la cepa toxicogénica y la cepa controladora. 

El microcultivo así preparado se introdujo en la cámara húmeda y se incubó en oscuridad 

por tres días a 28 ºC. Diariamente se controló la humedad de las cámaras y el grado de 

acercamiento de las colonias bajo lupa. Cuando se detectó una posible zona de contacto se 

observó al microscopio óptico y se tomaron fotografías. 
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5. Ensayos en macetas 
Se trabajó con semillas de Arachis hypogaea del sitio de maní cultivado Esquivel 

Cué. Se seleccionaron las semillas de este sitio por presentar la mejor viabilidad y generar 

plantas más sanas que las de otros sitios y porque el objetivo fundamental es hallar un 

controlador para  plantas de maní cultivado. 

La viabilidad de las semillas se evaluó colocando 10 semillas, previamente 

esterilizadas con hipoclorito de sodio 50% durante un minuto, en cámara húmeda constituida 

por una placa de Petri conteniendo papel de filtro humedecido con agua destilada estéril. 

Durante tres días se incubó en estufa a 28 ºC y se calculó el porcentaje de germinación. 

Siguiendo el mismo protocolo se indujo la germinación de las semillas para el 

ensayo. Se utilizaron semillas pregerminadas con el objetivo de descartar fallas por sanidad 

y viabilidad. 

Las cepas atoxicogénicas (controladoras) seleccionadas (BAFC1636, 1638, 1639, 

1640) fueron repicadas en medio APG para obtener activo crecimiento a 30 ºC. Al cabo de 

5-7 días se repicaron nuevamente a placas de Petri de 90 mm de diámetro conteniendo el 

mismo medio y se dejaron crecer a 30 ºC durante 7 días. 

El soporte utilizado fue trigo candeal. El mismo se preparó en bolsas de 500 gr con la 

adición de 35 ml de agua destilada. Esta preparación se agitó durante 20 minutos en 

agitador a fin de homogeneizar el contenido de agua y luego se esterilizó en autoclave 

durante 60 minutos a 121 ºC. Se permitió que la mezcla tomara temperatura ambiente 

durante toda la noche y al día siguiente se autoclavó nuevamente durante 60 minutos a 121 

ºC. Nuevamente se dejó a temperatura ambiente. 

Luego del período de crecimiento de las cepas de Aspergillus se cosecharon sus 

esporas con una espátula pequeña, las cuales se suspendieron en agua destilada estéril. Se 

utilizaron 150 ml de una suspensión de concentración 106 conidios/ml (controlado por 

hemocitómetro) de cada cepa para inocular una bolsa de trigo preparada como se indica 

más arriba y se agitó durante 3 horas en agitador para homogeneizar el inóculo. Las bolsas 

fueron incubadas por 24 hs. a 31 ºC (humedad inicial de 28 – 32%). 

En el caso de la bolsa de trigo control (sin hongos), solo se le adicionaron 150 ml de 

agua destilada estéril y se siguió igual procedimiento que con las demás.  

Para todos los casos se comprobó el desarrollo axénico de los controladores y la 

ausencia de crecimiento en el caso del control colocando un grano de trigo tomado al azar 

en una placa de Petri con medio APG. Para el caso de los controladores, se realizó 

nuevamente la determinación taxonómica y la detección de toxinas a fin de confirmar su 

identidad.  
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La tierra utilizada para preparar las macetas fue de tipo comercial, tindalizada: bolsas 

con tierra fueron colocadas en autoclave a 1 atm con espita abierta, durante 1 hora por día, 

3 días seguidos. 

Se prepararon 20 macetas para cada tratamiento y 20 para el control (total: 100 

macetas). Se utilizaron macetas sopladas de 1 l, las cuales se llenaron con tierra tindalizada. 

Posteriormente se colocaron en forma superficial aproximadamente 30 g de inóculo sobre 

soporte orgánico en cada maceta. Las macetas se dejaron reposar 2 días para permitir la 

colonización de las cepas fúngicas, y luego de este período se sembraron las semillas 

pregerminadas como se indicó más arriba.  

El ensayo se llevó a cabo en el Invernadero de Ciudad Universitaria (FCEyN, UBA), 

desde el 7 de enero hasta el 30 de abril del año 2012. Todo el proceso se documentó con 

fotos. 

Se tomaron 20 hojas y 10 raíces de cada tratamiento para analizar su posible 

colonización por micelio de Aspergillus. El protocolo seguido fue el mismo que el utilizado en 

el punto 3.2 de la Sección 1. También se realizó un raspado de la superficie externa de 5 

vainas de frutos pertenecientes a cada tratamiento. 

 

 

 

 

 

6. Análisis estadísticos 
 

Crecimiento in vitro: Todas las cepas fueron analizadas desde el punto de vista del 

crecimiento, por quintuplicado. El porcentaje cubierto para cada réplica fue ajustado a una 

curva logística en el módulo Análisis de regresión no linear del programa Infostat. De esta 

manera se obtuvieron los valores de los tres parámetros que definen dicha curva. Con los 5 

valores de cada parámetro obtenidos para cada cepa (7 cepas, 5 curvas para cada una) se 

armó una matriz y se realizó un Análisis de varianza con tres variables dependientes: 

parámetros ,  y , y una variable de clasificación: cepa. 

Cultivo Dual in vitro: Para el análisis del efecto de todas las cepas controladoras 

sobre cada cepa toxicogénica, se comparó la cobertura de la cepa toxicogénica creciendo 

junto con las distintas cepas consideradas controladoras y en el autoenfrentamiento. La 

comparación se llevó a cabo utilizando Modelos Lineales Generales  (MLG), dado que la 

variable cumple con el supuesto de distribución normal. Debido a que se registraron  

varianzas diferentes para los distintos tratamientos, se incorporó al modelo una función de 

varianza VarIdent, la cual estima un valor de varianza diferente para cada tratamiento (Zuur 
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et al 2009). Para reducir el número de varianzas a estimar (y el número de  grados de 

libertad empleados) se reagruparon los tratamientos en función de sus varianzas.  Para 

cobertura de A. parasiticus 3110 se estimaron 3 varianzas (una para los tratamientos con 

varianzas altas, otro para varianzas medias y otro para bajas) y para las otras variables 

(cobertura de A. parasiticus 3111 y cobertura de A. flavus 3109) se estimaron 2 varianzas 

(tratamientos con varianzas altas y bajas). 

Ensayos de control en macetas: Para analizar la supervivencia de las plantas se 

utilizó una prueba de homogeneidad de chi – cuadrado (Sokal & Rohlf, 1995) y luego se 

analizó cuál de todos los tratamientos estaba aportando más al valor de F de la prueba. 
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RESULTADOS 

 
 
 
1. Crecimiento in vitro 

 

 

Las curvas de crecimiento de las diferentes cepas analizadas se ajustaron a una 

función logística. En la ecuación de crecimiento logístico (ec. 3.1) α es la asíntota, es decir el 

valor de la función cuando t (edad del cultivo, en días) tiende a infinito o crecimiento 

máximo; β es la tasa de crecimiento; y  es un parámetro tasa relacionado con el valor de t 

para el punto de inflexión (Mitchell et al., 2004; Mazaheri & Shojaosadati, 2013). 

 

 

  ( 3.1) 

   
 

Analizando las curvas de crecimiento, pudo observarse un comportamiento variable 

en condiciones constantes de temperatura y actividad acuosa. (tabla 3.3, figura 3.1). Se 

detectaron cepas  con tasa de crecimiento considerablemente alta junto con un punto de 

inflexión intermedio, que generaron  colonias mayor cobertura.. Fue el caso de las cepas de 

A. flavus toxicogénica 3109 y de A. niger atoxicogénica 1636. En el caso de la cepa de A. 

parasiticus atoxicogénica 1640, con una mayor tasa de crecimiento alcanzó una menor 

(aunque de todas formas elevada) cobertura máxima, dado que alcanzó el punto de inflexión 

más temprano. Las cepa de A. flavus atoxicogénica 1639 y las dos de A. parasiticus 

toxicogénicas 3110 y 3111 mostraron los tres parámetros significativamente menores que 

las curvas anteriormente descriptas. Finalmente, en el caso de la cepa atoxicogénica de A. 

flavus, una tasa de crecimiento medianamente alta, acompañada por un punto de inflexión 

temprano, determinó una baja cobertura final. 
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TABLA 3.3 Parámetros que definen la función logística.  

CEPA  GAMMA BETA  ALFA   n  
 BAFCcult 3109  

(TOX)F 0,39 49,08 114,01 5 F 
BAFCcult 1636 

(ATOX)N 0,39 59,19 120,76 5 F 
BAFCcult 1640 

(ATOX)P 0,42 64,05 99,63 5 C 
BAFCcult 1639  

(ATOX)F 0,38 37,3 79,87 5 A 
BAFCcult 3110 

(TOX)P 0,3 37,18 75,41 5 D 
BAFCcult 3111 

(TOX)P 0,34 41,22 71,89 5 E 
BAFCcult 1638 

(ATOX)F 0,42 49,32 55,78 5 B 
 
NOTA: Para cada cepa los parámetros se estimaron por MANOVA,  a partir de cinco curvas logísticas 
ajustadas por regresión no lineal. (F) A. flavus, (P) A. parasiticus, (N) A. niger. Filas con letra común 
no son significativamente diferentes (p < 0,05). 
 

 

FIGURA 3.1 Cinética de crecimiento de diferentes cepas del género Aspergillus incubadas en 
oscuridad, a 30°C en medio CZ.  Curvas promedio calculadas a partir de valores ,  y  ajustados 
por función logística. ( ) BAFCcult 1639, (■) BAFCcult 1638, (▲) BAFCcult 1640, (○) BAFCcult 3110, 
(Δ) BAFCcult 3111, (●) BAFCcult 3109, (□) BAFCcult 1636. 

 
NOTA: Curvas con una letra común no son significativamente diferentes (p < 0,05) en base al Análisis 
de Varianza Multivariado. Pueden observarse las diferentes curvas con su dispersión en el Anexo 
página XIII) 
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Las figuras 3.2 y 3.3 muestran el crecimiento de las cepas de los diferentes 

Aspergillus considerados para este estudio. 

 
 
FIGURA 3.2 Crecimiento de cepas toxicogénicas: a, d, g, j.-  A. parasiticus 3111. b, e, h, k.- 
A. flavus 3109. c, f, i, l.- A. parasiticus 3110. a-c.- día 3, d-e.- día 6, f-h.- día 9, i-l.- día 14. 
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FIGURA 3.3 Crecimiento de cepas atoxicogénicas: a, d, g, j.-  A. niger 1636. b, e, h, k.- A. 
parasiticus 1640. c, f, i, l.- A, flavus 1639. a-c.- día 3, d-e.- día 6, f-h.- día 9, i-l.- día 14. 
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FIGURA 3.4 Crecimiento de cepas atoxicogénicas: A. flavus 1638. a.- día 3, b.- día 6, c.- día 
9, d.- día 14. 

 
 
 
 
2. Cultivo Dual in vitro 

 
Desde el punto de vista de las cepas toxicogénicas, pudieron observarse los 

siguientes resultados: Existieron diferencias significativas (p <0,0001) en la cobertura de la 

cepa de A. parasiticus 3110 cuando fue cultivada en conjunto con algunas de las cepas 

posiblemente controladoras propuestas (figura 3.6).  

 
TABLA 3.4 Medias de las diferentes coberturas alcanzadas por A. parasiticus 3110 en presencia de 
las cepas controladoras. Contrastes realizados por DGC (Alfa=0,05). 
 

 

  

 

 
NOTA: Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p > 0,05). En rojo: Control. 
*Medias semejantes al control. # Medias significativamente menores al control. M9E: Trichoderma 
harzianum BAFCcult 4414. M9S: T. harzianum BAFCcult 4368. 
   

 

 

En la tabla 3.4 puede apreciarse que el enfrentamiento de dos inóculos de la misma 

cepa, determinó una cobertura de aproximadamente el 50 % de la placa. La presencia de 

las cepas de A. flavus 1638 y A. parasiticus 1640 le permitieron alcanzar una cobertura 

semejante al control. Por otro lado, las cepas de A. flavus 1639, A. niger 1636 y Trichoderma 

harzianum endofítica, generaron una disminución significativa de la cobertura de A. 

A. parasiticus  BAFCcult 3110 Medias Contrastes
A. flavus  BAFCcult 1638 47 A *

A. parasiticus  BAFCcult 3110 45,78 A *
A. parsiticus  BAFCcult 1640 43,72 A *

M9E           35,25 B #
A. flavus  BAFCcult 1639 35,05 B #
A. niger  BAFCcult 1636 30,89 B #

M9S           16,06 C #
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parasiticus 3110. Finalmente, la cepa de T. harzianum saprofítica resultó la más eficiente 

impidiendo el desarrollo de la cepa toxicogénica. 

Para el caso de A. parasiticus 3111, existieron diferencias significativas (p <0,0001) 

en cuanto a la cobertura alcanzada en presencia de los diversos competidores probados 

(figura 3.7). Puede destacarse de la tabla 3.5 que todas las cepas probadas, salvo A. flavus 

1638 resultaron efectivas generando una reducción en la cobertura de la cepa toxicogénica. 

Tanto en el ensayo control, como en el caso de la cepa 1638, A. parasiticus 3111 alcanzó 

una cobertura de aproximadamente el 50 %. 

 
TABLA 3.5 Medias de las diferentes coberturas alcanzadas por A. parasiticus 3111 en presencia de 
las cepas controladoras. Contrastes realizados por DGC (Alfa=0,05). 
 

  
 

NOTA: Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p > 0,05). En rojo: Control. 
*Medias semejantes al control. # Medias significativamente menores al control. M9E: Trichoderma 
harzianum BAFCcult 4414. M9S: T. harzianum BAFCcult 4368. 
 
 
 

 

En el caso de A. flavus 1639 y A. parasiticus 1640, la cobertura de la cepa 

toxicogénica resultó de aproximadamente un 35 % y para A. niger 1636 y T. harzianum 

saprofítica entre un 25 y un 30 %. Finalmente, y como en el caso anterior, la cepa T. 

harzianum endofítica resultó más eficiente reduciendo la cobertura de la cepa toxicogénica a 

un 13 %. 

La tercera cepa evaluada, A. flavus 3109, también mostró diferencias significativas 

(p <0,0001) en cuanto a su cobertura en presencia de los diversos competidores probados 

(figura 3.8). Pudo observarse que las cepas 1639 de A. flavus, 1636 de A. niger, y T. 

harzianum saprofítica permiten que la cepa toxicogénica cubra aproximadamente el 50 % de 

la placa, al igual que el control.  

 
 
 
 

A. parasiticus  BAFCcult 3111 Medias Contrastes
A. parasiticus  BAFCcult 3111 47,98 A *

A. flavus  BAFCcult 1638 46,88 A *
A. flavus  BAFCcult 1639 37,86 B #

A. parsiticus  BAFCcult 1640 35,57 B #
A. niger  BAFCcult 1636 29,45 C #

M9S           26,95 C #
M9E           12,79 D #
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TABLA 3.6 Medias de las diferentes coberturas alcanzadas por A. flavus 3109 en presencia de las 
cepas controladoras. Contrastes realizados por (Alfa=0,05). 

 

  
 
 

NOTA: Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p > 0,05). En rojo: Control. 
*Medias semejantes al control. # Medias significativamente menores al control. € Medias 
significativamente mayores al control. M9E: Trichoderma harzianum BAFCcult 4414. M9S: T. 
harzianum BAFCcult 4368. 
 

 

 

 

 

 

 

Al igual que en los casos anteriores, la cepa T. harzianum endofítica permitió a la 

cepa toxicogénica cubrir únicamente un 15 % de la placa. A diferencia de las cepas 

toxicogénicas estudiadas anteriormente, A. flavus  3109 fue capaz de cubrir mayor 

porcentaje de la placa en presencia de A. parasiticus 1640 y A. flavus 1638 que en el cultivo 

dual con ella misma. En la figura 3.5 pueden observarse los cultivos duales de inóculos de la 

misma cepa atoxicogénica. 

  

A. flavus  BAFCcult 3109 Medias Contrastes
A. parsiticus  BAFCcult 1640 64,94 A €

A. flavus  BAFCcult 1638 62,39 A €

A. flavus  BAFCcult 1639 50,06 B *
A. niger  BAFCcult 1636 46,92 B *
A. flavus  BAFCcult 3109 46,84 B *

M9S          44,4 B *
M9E          15,21 C #
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Figura 3.5 Enfrentamiento de inóculos de la misma cepa atoxicogénica. a.- A. flavus 1638, b.- A. 
parasiticus 1640, c.- A. flavus 1639, d.- A. niger 1636.  Notar que todas cubren aproximadamente 50 
% de la placa. 
 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
Figura 3.6 Enfrentamiento en cultivos duales para la cepa de A. parasiticus toxicogénica 3110, vs. 
todas las cepas controladoras (flecha negra). a.- A. flavus 1638, b.- A. parasiticus 1640, c.- A. flavus 
1639, d.- A. niger 1636, e.- Trichoderma harzianum endofítico, frente, f.- T. harzianum endofítico, 
reverso, g.- T. harzianum saprofítico, frente, h.- T. harzianum saprofítico, reverso. i.- Enfrentamiento 
de inóculos de la misma cepa toxicogénica (3110). 
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Figura 3.7 Enfrentamiento en cultivos duales para la cepa de A. parasiticus toxicogénica 3111, vs. 
todas las cepas controladoras (flecha negra). a.- A. flavus 1638, b.- A. flavus 1639, c.- A. parasiticus 
1640, d.- A. niger 1636, e.- Trichoderma harzianum endofítico, frente, f.- T. harzianum endofítico, 
reverso, g.- T. harzianum saprofítico, frente, h.- T. harzianum saprofítico, reverso, i.- Enfrentamiento 
de inóculos de la misma cepa toxicogénica (3111). 
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Figura 3.8 Enfrentamiento en cultivos duales para la cepa de A. flavus  toxicogénica 3109, vs. todas 
las cepas controladoras (flecha negra). a.- A. flavus 1639, b.- A. niger 1636, c.- Trichoderma 
harzianum endofítico, frente, d.- T. harzianum endofítico, reverso, e.- T. harzianum saprofítico, frente, 
f.- T. harzianum saprofítico, reverso, g.- A. parasiticus 1640, h.- A. flavus 1638, i.- Enfrentamiento de 
inóculos de la misma cepa toxicogénica (3109). 
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El resultado de la coinoculación de esporas de cepas toxicogénicas y atoxicogénicas 

puede observarse en la figura 3.9. Estos estudios reflejan el mismo comportamiento que los 

cultivos duales.  

En la coinoculación de A. niger 1636 con A. parasiticus 3110 y 3111 (fig. 3.9k, l), sólo 

pudo detectarse crecimiento de A. niger, mientras que al coinocularlo con A. flavus 3109, 

una porción de la placa quedó cubierta por A. niger y la otra por A. flavus (fig. 3.9j). En éste 

último caso, al examinar el reverso de la placa (fig. 3.10c), pudo detectarse una vez más, la 

presencia de una línea de contacto entre las cepas. Para el caso de las coinoculaciones  A. 

flavus 1639 con A. parasiticus 3110 y 3111 (fig. 3.9h, i) puede observarse crecimiento 

conjunto de ambas cepas (evidenciada la presencia de A. flavus por sus esclerocios) y 

líneas de contacto mucho menos marcadas que el caso anterior en el reverso (fig. 3.10a y 

b). En la coinoculación 1639 – 3109, solo pudo verificarse crecimiento de A. flavus (fig. 

3.9g). En la coinoculación de A. parasiticus 1640 con 3110 y 3111(fig. 3.9e, f) no pudo 

analizarse el efecto debido probablemente a que se trataba de dos competidores de la 

misma especie, pero en enfrentamiento con 3109, solo pudo verificarse crecimiento de ésta 

última (fig. 3.109d). Finalmente (fig. 3.9a, b y c), y como era de esperar, la cepa de A. flavus 

1638 no pudo prosperar en ninguno de los casos (3109, 3110, 3111) 
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FIGURA 3.9 Coinoculación de esporas de cepas toxicogénicas y atoxicogénicas. a.- 3109 x 1638, b.- 
3110 x 1638, c.- 3111 x 1638, d.- 3109 x 1640, e.- 3110 x 1640, f.- 3111 x 1640, g.- 3109 x 1639, h.- 
3110 x 1639, i.- 3111 x 1639, j.- 3109 x 1636, k.- 3110 x 1636, l.- 3111 x 1636. Las flechas indican los 
esclerocios de A. flavus 1639. 
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FIGURA 3.10 Coinoculación de esporas de cepas toxicogénicas y atoxicogénicas reverso de la 
placa. a.- 3110 x 1639, b.- 3111 x 1639, c.- 3109 x 1636. Las flechas indican líneas de contacto. 
 

 
 
 
 
3. Microcultivos 
 

A modo de ejemplo, se presentan los resultados de los enfrentamientos A. 

parasiticus 3111 (toxicogénica) vs. A. parasiticus 1640 (controladora), A. parasiticus 3111 

(toxicogénica) vs A. niger 1636 (controladora) y A. parasiticus 3110 (toxicogénica) vs. A. 

niger 1636 (controladora) 

Puede observarse en la figura 3.11 que el micelio de las cepas A. parasiticus 3111 y 

A. parasiticus 1640 cambia su dirección de crecimiento (a y b). Las hifas pasan de un 

crecimiento radial, a tangencial respecto del borde de las respectivas colonias. Hacia el 

extremo del micelio (b) puede observarse cierto grado de decoloración de las hifas, tanto en 

la cepa toxicogénica como en la controladora. Tampoco se observa disminución o 

malformación de conidióforos en ninguno de los dos casos (c y d). No se evidenció 

sobrecrecimiento  de ninguna de las dos cepas sobre la otra (fig. 3.12)  
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FIGURA 3.11 Microcultivos enfrentando las cepas A. parasiticus 3111 (toxicogénica) y A. parasiticus 
1640 (controladora). a, b.- Crecimiento vegetativo. La flecha blanca señala hifas de A. parasiticus 
3111. La flecha negra indica A. parasiticus 1640. c, d.- Producción de conidióforos. c.- de A. 
parasiticus 3111, d.- de A. parasiticus 1640. e.- Aspecto del microcultivo. Escala: a.- 20 m. b, c, d.- 
10 m. 
 

  

  

 

a b 

c d 

e 
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Figura 3.12 Enfrentamiento en cultivos duales para la cepa de A. parasiticus toxicogénica 3111 y 
A. parasiticus 1640 (controladora). a.- Puede observarse que las cepas crecieron sin tocarse, 
dejando un espacio entre ellas (flecha blanca) al cabo de 30 días de cultivo. b.- En el reverso de la 
caja tampoco se observó línea de contacto entre las colonias (flecha negra). 

 
 

Para el caso del enfrentamiento A. parasiticus (3111) con el controlador A. niger (1636) 

(figura 3.13) también pudo observarse, en principio (a), un cambio de dirección de 

crecimiento del micelio (a y b). Las hifas pasan de un crecimiento radial, a tangencial 

respecto del borde de las respectivas. En este caso pudo notarse que al transcurrir el 

tiempo, hubo contacto entre los micelios de ambas cepas, registrándose una mayor 

ramificación de las hifas de ambos organismos (b). Como en el caso anterior, no se 

alteraron el número ni la forma de  conidióforos y conidios. (c y d).  Al cabo de 30 días (en 

placa) pudo detectarse un pequeño solapamiento, de la cepa de A. niger sobre A. 

parasiticus (Fig. 3.14a) con presencia de conidióforos. En el reverso (fig. 3.14b) también  

apareció una línea de contacto con diferente coloración, producida por la cepa toxicogénica. 
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FIGURA 3.13 Microcultivos enfrentando las cepas A. parasiticus 3111 (toxicogénica) y A. niger 1636 
(controladora). a, b.- Crecimiento vegetativo. b.- Mayor ramificación en la zona de contacto entre los 
micelios. La flecha blanca señala hifas de A. parasiticus 3111. La flecha negra indica A. niger 1636. c, 
d.- Producción de conidióforos. c.- de A. parasiticus 3111, d.- de A. niger 1636.  e.- Aspecto del 
microcultivo.Escala: a, b, d.- 10 m. c.- 20 m. 

 

  

  

 

e 

a b 

c d 
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Figura 3.14 Enfrentamiento en cultivos duales para la cepa de A. parasiticus toxicogénica 3111, vs. 
A. niger. a.- Puede observarse crecimiento y producción de conidióforos de A. niger sobre la cepa 
toxicogénica (flecha blanca) al cabo de 30 días de cultivo. b.- En el reverso de la caja apareció 
también una línea de contacto, generada por  la cepa toxicogénica (flecha negra). 
 

 
 

 

Finalmente, en el caso del enfrentamiento A. parasiticus (3110) con el controlador A. 

niger (1636) (figura 3.15) pudo detectarse que al transcurrir el tiempo, hubo contacto entre 

los micelios de ambas cepas registrándose hifas colapsadas en la cepa toxicogénica (a). 

Como en todos los casos, no se alteraron el número ni la forma de  conidióforos y conidios. 

(c y d).  Al cabo de 30 días (en placa) pudo detectarse un pequeño solapamiento, de la cepa 

de A. niger sobre A. parasiticus (Fig. 3.16a) con presencia de conidióforos. En el reverso 

(fig. 3.16b) también puede evidenciarse una línea de contacto con diferente coloración, 

producida por la cepa toxicogénica. 
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FIGURA 3.15 Microcultivos enfrentando las cepas A. parasiticus 3110 (toxicogénica) y A. niger 1636 
(controladora). a.- Crecimiento vegetativo de la cepa toxicogénica. b.- Crecimiento vegetativo de la 
cepa controladora. La flecha negra señala hifas de A. parasiticus 3110 colapsadas. c, d.- Producción 
de conidióforos. c.- de A. parasiticus 3110, d.- de A. niger 1636.  e.- Aspecto del microcultivo. Escala: 
20 m. 
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Figura 3.16 Enfrentamiento en cultivos duales para la cepa de A. parasiticus toxicogénica 3110, vs. 
A. niger. a.- Puede observarse crecimiento y producción de conidióforos de A. niger sobre la cepa 
toxicogénica (flecha blanca) al cabo de 30 días de cultivo. b.- En el reverso de la caja pudo 
observarse también una línea de contacto, generada por  la cepa toxicogénica (flecha negra).  
 

 
 

 

 

4. Ensayos en macetas 

 

La viabilidad de las semillas utilizadas resultó del 90 %. La tabla 3.7 indica  que todas 

las cepas de Aspergillus sección Flavi aisladas del mismo lote de semillas produjeron 

toxinas in vitro. También se registró incidencia natural de CPA y AFB en semillas del mismo 

lote.  

 

 
TABLA 3.7: Cepas productoras de ácido ciclopiazónico (CPA) y aflatoxinas /AFB y AFG) aisladas de 
semilla e incidencia natural de estas toxinas en la estación Esquivel Cué. 
 

  
 

 

La colonización del suelo en cada maceta resultó eficiente en todos los tratamientos 

(fig. 3.17), evidenciada  por la presencia inicial de micelio blanco y posterior aparición de 

esporas en masa color verde o negro. Al final de la experiencia cada suelo resultó 

completamente colonizado con el respectivo controlador. 

 

productores CPA productores AFB productores AFG ATOXICOGÉNICOS
A. flavus A. flavus A. parasiticus

A. parasiticus A. parvisclerotigenus
A. parvisclerotigenus

Nº CEPAS AISLADAS 5 13 12 0
INCIDENCIA 

NATURAL EN MANÍ +++ ++ - *



Sección 3 – Resultados 
 

 

 
169 

FIGURA 3.17 Colonización por Aspergillus del suelo utilizado. a.- Puede observarse el micelio blanco 
(flecha) creciendo sobre los granos de trigo candeal y suelo, b.- Macetas inoculadas con A. flavus 
1639. c.- Macetas inoculadas con A. niger 1636. Las flechas negras indican la tonalidad (verde o 
negra) que tomó el suelo, debida al color de las esporas en masa del hongo inoculado. 
 
 

 
 

 

Al finalizar el ciclo de la planta, para cada tratamiento se tomaron muestras de hojas 

con el objetivo de aislar micelios colonizadores y analizar su capacidad toxicogénica. En el 

caso de plantas cuyo suelo fue inoculado con cepas de A. flavus o A. parasiticus, se   

aislaron cepas de  ambas especies. En el caso de las macetas inoculadas con A. niger se 

obtuvieron cepas de A. parasiticus y A. niger, mientras que en las macetas control (sin 

inoculación) se aislaron cepas de las tres especies (fig. 3.18). Se analizaron en su 

capacidad toxicogénica entre 5 y 7 de los aislamientos de la sección Flavi obtenidos en el 

caso de las inoculaciones con A. flavus y A. parasiticus. En el caso de las macetas 

inoculadas con A. niger, en las que pocas colonias representaban a la sección Flavi, solo se 

evaluó una cepa. En cuanto a la capacidad toxicogénica de las cepas aisladas (tabla 3.8), 

pudo detectarse que para el tratamiento con A. flavus 1639, casi todos los A. flavus aislados 

fueron productores de CPA y el único A. parasiticus encontrado resultó atoxicogénico. Para 

el caso de macetas inoculadas con A. parasiticus 1640 se encontró una baja proporción de 

AFG1 producida por cepas de A. parasiticus y una  pequeña cantidad de AFB1 y CPA 

proveniente de cepas de A. flavus. Tres cepas de A. parasiticus resultaron atoxicogénicas. 

En cuanto a las macetas inoculadas con A. flavus 1638, se obtuvieron A. parasiticus 

productores de AFG1 y el único A. flavus aislado resultó atoxicogénico. Para el tratamiento 

con A. niger 1636 se encontraron muy pocos representantes de la Sección Flavi, el único 
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analizado resultó atoxicogénico. Finalmente, para el tratamiento control (sin inóculo), todas 

las cepas aisladas de la Sección Flavi resultaron toxicogénicas. 

 
TABLA 3.8 Cepas de A. sección Flavi aisladas de hojas los diferentes tratamientos aplicados y 
capacidad toxicogénica de las mismas 
 

TRATAMIENTO 
CEPA AISLADA 

DE HOJA 
CAPACIDAD TOXICOGÉNICA 

INÓCULO DE 

A. flavus BAFCcult 1639 

A. flavus CPA+ / AFB- / AFG- 

A. flavus CPA+ / AFB- / AFG- 

A. flavus CPA+ / AFB- / AFG- 

A. flavus CPA+ / AFB- / AFG- 

A. flavus* CPA- / AFB- / AFG-  

A. parasiticus* AFB- / AFG- 

INÓCULO DE A. parasiticus 

BAFCcult 1640 

A. flavus CPA+ / AFB- / AFG- 

A. flavus CPA- / AFB1+ / AFG- 

A. parasiticus* AFB- / AFG- 

A. parasiticus AFB- / AFG1+ 

A. parasiticus* AFB- / AFG- 

A. parasiticus* AFB- / AFG- 

A. parasiticus AFB- / AFG1+ 

INÓCULO DE 

A. flavus BAFCcult 1638 

A. flavus* CPA- / AFB- / AFG- 

A. parasiticus AFB- / AFG1+ 

A. parasiticus AFB- / AFG1+ 

A. parasiticus AFB- / AFG1+ 

A. parasiticus AFB- / AFG1+ 

INÓCULO DE 

A. niger BAFCcult 1636 

  

A. parasiticus* AFB- / AFG- 

  

CONTROL SIN INÓCULO 

A. flavus CPA+ / AFB- / AFG- 

A. flavus CPA+ / AFB- / AFG- 

A. flavus CPA+ / AFB1+ / AFG- 

A. parasiticus AFB- / AFG1+ 

A. parasiticus AFB- / AFG1+ 

NOTA: CPA: ácido ciclopiazónico, AFB: aflatoxina B, AFG: aflatoxina G. * cepas 
atoxicogénicas 
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FIGURA 3.18 Aspergillus   en hoja de Arachis hypogaea cultivadas  en suelos con distintos 
tratamientos. a.- Suelo inoculado con A. flavus 1638. b.- Suelo inoculado con A. niger 1636. 
c.- Suelo inoculado con A. flavus 1639 d.- Suelo inoculado con A. parasiticus 1640. e.- 
Control 
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Para el caso de la raíz (tabla 3.9), puede destacarse que en los suelos inoculados 

con las cepas de A. flavus 1639 y A. parasiticus 1640, el 80 % de las cepas de A. flavus 

aisladas en el primer caso y el 75 % de cepas de A. parasiticus aisladas en el segundo caso 

resultaron atoxicogénicas. En ambos tratamientos la especie predominantemente aislada 

fue la inoculada (alrededor del 80%). En el suelo inoculado con la cepa de A. flavus 1638 

sólo un 33 % de las cepas de A. flavus aisladas resultaron atoxicogénicas, y un 40 % de las 

cepas aisladas representaron a la especie A. parasiticus. En las macetas inoculadas con la 

cepa de A. niger 1636 no se aislaron representantes de la sección Flavi. En el tratamiento 

control se halló un 40 % de A. parasiticus toxicogénicos y de las cepas de A. flavus 

registradas, sólo un 33 % resultaron atoxicogénicas.  

También se observaron las vainas de los frutos de las plantas crecidas en 

invernadero, advirtiéndose colonización fúngica luego de 10 días posteriores a la cosecha. 

Para el caso de los frutos de macetas con suelo inoculado con A. flavus o A. parasiticus, se 

observó colonización de Aspergillus “verdes” (fig. 3.19). Para la maceta con suelo inoculado 

con A. niger, la colonización de las vainas resultó con Aspergillus “negros”. En las plantas 

crecidas en suelo no inoculado (control), no fue sencillo reconocer la colonización, sin 

embargo en lupa pudo registrarse principalmente micelio de la sección Flavi, dada la 

tonalidad verdosa observada. 
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TABLA 3.9 Cepas de A. sección Flavi aisladas de raíces de los diferentes tratamientos aplicados y 
capacidad toxicogénica de las mismas 
 

TRATAMIENTO 
CEPA AISLADA 

DE RAIZ 
CAPACIDAD TOXICOGÉNICA 

INÓCULO DE 

A. flavus BAFCcult 1639 

A. flavus* CPA- / AFB- / AFG- 

A. flavus* CPA- / AFB- / AFG- 

A. flavus* CPA- / AFB- / AFG- 

A. flavus* CPA- / AFB- / AFG- 

A. flavus CPA- / AFB1+ / AFG-  

A. parasiticus* AFB- / AFG- 

INÓCULO DE A. parasiticus 

BAFCcult 1640 

A. flavus CPA- / AFB1+ / AFG- 

A. parasiticus AFB- / AFG1+ 

A. parasiticus* AFB- / AFG- 

A. parasiticus* AFB- / AFG- 

A. parasiticus* AFB- / AFG- 

INÓCULO DE 

A. flavus BAFCcult 1638 

A. flavus CPA+ / AFB1+ / AFG- 

A. flavus CPA+ / AFB1+ / AFG- 

A. flavus* CPA- / AFB- / AFG1- 

A. parasiticus AFB- / AFG- 

A. parasiticus  AFB- / AFG1+ 

INÓCULO DE 

A. niger BAFCcult 1636 

- - 

- - 

- - 

CONTROL SIN INÓCULO 

A. flavus* CPA- / AFB- / AFG- 

A. flavus CPA+ / AFB- / AFG- 

A. flavus CPA+ / AFB1+ / AFG- 

A. parasiticus AFB1+ / AFG- 

A. parasiticus AFB1+ / AFG1+ 

NOTA: CPA: ácido ciclopiazónico, AFB: aflatoxina B, AFG: aflatoxina G. * cepas 
atoxicogénicas 
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FIGURA 3.19 Frutos cosechados de plantas crecidas en suelo inoculado con diversas cepas 
atoxicogénicas, luego de 10 días de incubación a temperatura ambiente. a, b, i, j.- A. flavus, c, d.- A. 
niger, g, h.- A. parasiticus, e, f.- Control, sin inoculación. a, c, e, g, i.- Legumbre completa, puede 
observarse el color en masa de las esporas (Flecha negra) y el interior de la misma (flecha blanca). b, 
d, f, h, j.- Detalle para observar micelio y/o conidióforos. Escala: 200 m. 
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A pesar de la profusa colonización externa de los frutos, en todos los casos pudo 

advertirse que tanto el interior del pericarpio como las semillas, se encontraron libres de 

crecimiento miceliano y/o conidióforos visibles (Fig. 3.18, flecha blanca). Al realizar un 

raspado superficial de las vainas en medio nutritivo, pudo aislarse una cepa de cada 

tratamiento y 2 del control. Las mismas se analizaron en su capacidad toxicogénica y los 

resultados pueden observarse en la tabla 3.10. 

 

 

 
TABLA 3.10 Capacidad toxicogénica de cepas aisladas de vainas de Arachis hypogaea cultivada en 
invernadero 
 

 
 NOTA: CPA: ácido ciclopiazónico, AFB: aflatoxinas de tipo B, AFG: aflatoxinas de tipo G 

 

 

 

 

La sobrevida de las plantas en los diferentes tratamientos resultó no – homogénea 

( 2=15,3005; p=0,00412). El tratamiento que realizó un mayor aporte a la formación de este 

valor de chi – cuadrado resultó ser el de A. niger 1636, con una sobrevida 

considerablemente menor (tabla 3.11, fig. 3.20) que el control y los demás tratamientos. A 

pesar de este resultado, en dicho tratamiento se registró la mayor cantidad de semillas, lo 

que sumado al bajo número de plantas sobrevivientes, determinó una relación gr de semilla / 

planta sobreviviente casi tres veces mayor que en los otros tratamientos y el control. El resto 

de los tratamientos y el control produjeron cantidades semejantes de semillas, salvo el caso 

de A. parasiticus 1640 que fue levemente mayor que estas últimas.  
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Tabla 3.11 Valores de número de semillas iniciales, plantas sobrevivientes al fin de la experiencia, 
número de plantas con flor, con ginóforos y gramos de semilla producida. En la última fila puede 
observarse la proporción gr de semilla / planta sobreviviente. * Valores significativamente no – 
homogéneos. 

 

 
 
 
 
 
FIGURA 3.20 Plantas de Arachis hypogaea cultivadas en tierra inoculada con A. niger 1636. Detalle 
de planta muerta.  

 
En la figura 3.21 puede observarse distintas etapas de desarrollo de la planta. 

 
 
FIGURA 3.21 Desarrollo de la planta de Arachis hypogaea. a.- Germinación, observar los cotiledones 
(flecha), b y c.- primeras hojas, d.- flor, e.- ginóforo (flecha), f.- frutos. 
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Finalmente, desde el análisis de la incidencia natural de aflatoxina B, G y ácido 

ciclopiazónico de las semillas cosechadas en vivero (tabla 3.12), sólo se encontró CPA y 

AFB1 en el tratamiento control (sin la aplicación de ningún controlador) y de CPA en el 

tratamiento de suelo inoculado con A. flavus 1639. 

 
TABLA 3.12 Incidencia natural de micotoxinas en semillas cosechadas de plantas de Arachis 
hypogaea cultivadas en vivero 
  

 
NOTA: CPA: ácido ciclopiazónico, AFB: aflatoxinas de tipo B, AFG: aflatoxinas de tipo G 

TRATAMIENTO CPA AFB AFG
A. niger  BAFCcult 1636 - - -

A. parsiticus  BAFCcult 1640 - - -
A. flavus  BAFCcult 1639 + - -
A. flavus  BAFCcult 1638 - - -

CONTROL  ++  + (B1) -

INCIDENCIA NATURAL
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DISCUSIÓN 

 

La biomasa es un parámetro fundamental en la caracterización del crecimiento 

microbiano a través del cálculo de tasas y rendimiento. Su determinación directa en 

medio sólido es muy difícil debido al problema de separar la colonia microbiana del 

sustrato. Esto es especialmente cierto para los cultivos que involucran a los hongos, 

ya que las hifas penetran en el sustrato y se unen fuertemente a él (Raimbault, 1998). 

De todos los métodos que se han desarrollado para la estimación de la biomasa la 

medida del diámetro de la colonia es muy utilizada (Valík et al., 1999). Sin embargo 

esto es sólo posible para cultivos que crecen radialmente y que se mantienen con esta 

forma. En el caso de cultivos fúngicos cuyo desarrollo es superficial pero que no 

respetan el crecimiento radial ya sea por límites físicos o la presencia de otra colonia 

cercana, es preciso utilizar otro método de estimación. Es por esta razón que en este 

trabajo se decidió utilizar una medida indirecta del crecimiento que se denominó 

cobertura. 

 La cinética de crecimiento  de las diferentes cepas analizadas resultó variable. 

De las cepas atoxicogénicas, las que merecen mayor atención son dos. A. niger 

BAFCcult 1636 que resultó ser la que alcanzó mayor cobertura final, dada por una tasa 

de crecimiento elevada y un punto de inflexión intermedio. Esta estrategia podría 

identificarse como un crecimiento elevado y sostenido en el tiempo. A. parasiticus 

BAFCcult 1640, con una mayor tasa de crecimiento pero un punto de inflexión más 

temprano, alcanzó una menor cobertura final, lo que refleja una estrategia de 

colonización más rápida pero que se frena tempranamente. También se destaca la 

cepa toxicogénica de A. flavus BAFCcult 3109, con desarrollo semejante a A. niger. 

Estas estrategias de crecimiento pueden llevar a una mayor habilidad competitiva, con 

ocupación más rápida del sustrato y mayor producción de esporas. El hecho de no 

observar ninguna estrategia que agrupe a las cepas por toxicogénicas vs. 

atoxicogénicas o por diferentes especies, remarca que la cinética de crecimiento es 

una característica intrínseca de la cepa en estudio. Es por esta razón que al momento 

de considerar cepas atoxicogénicas como controladoras, es necesario conocer su 

cinética de crecimiento. Además, una cepa considerada “controladora” será eficiente o 

no dependiendo de las cepas toxicogénicas con las que se enfrente. Esto significa que 

diferentes formulaciones de biocontroladores podrían ser efectivas en diferentes 

ambientes, con distintas cepas productoras de micotoxinas. Por otro lado, no se debe 

olvidar la posible recombinación dada por grupos de compatibilidad vegetativa o por 
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reproducción sexual (recientemente descripta en A. flavus por Horn et al., 2009), que 

podrían alterar el resultado final de la aplicación de una cepa atoxicogénica.  

De acuerdo con Abbas et al. (2011), muchas disciplinas que buscan agentes de 

control biológico deben adoptar el principio de precaución, comúnmente expresado 

como "primero no hacer daño" (“FIRST DO NO HARM”). Los esfuerzos para reducir la 

contaminación por micotoxinas se aplican en el contexto de un complejo sistema 

ecológico con poblaciones diversas y posibilidades de competencia. Teniendo en 

cuenta que hay mucha diversidad genética dentro de A. flavus, la selección de cepas 

de control debe considerar una serie de características para asegurar que al ser 

introducida no será perjudicial. Esto incluye la capacidad de producir ácido 

ciclopiazónico de las cepas seleccionadas como controladoras, ya que se han 

propuesto como posibles biocontroladoras algunas cepas productoras de esta 

micotoxina, lo que también representa un riesgo para la salud (Abbas et al. 2011). 

El estudio de la cinética de crecimiento es, además, de gran utilidad para 

predecir las condiciones en las que se producirá la colonización y contaminación de 

los alimentos con toxinas (Valík et al., 1999; Membré & Kubaczka, 2000). Esto podría 

permitir un adecuado manejo de las condiciones ambientales y de almacenamiento a 

fin de reforzar los resultados obtenidos por biocontrol. 

 

Los cultivos duales entre cepas toxicogénicas y atoxicogénicas reflejaron el 

mismo comportamiento que las cepas analizadas creciendo en forma solitaria. A. niger 

BAFCcult 1636 resultó ser una buena competidora frente a las cepas toxicogénicas de 

A. parasiticus 3110 y 3111. Los efectos inhibidores intraespecíficos que la cepa 1636 

puede ejercer sobre ella misma (fig 3.8d) son mayores que los efectos interespecíficos  

de la cepa 3110 sobre la 1636 (fig. 3.5d) y menores que los de la 1636 sobre la 3110.  

(Begon et al., 1996). Se puede concluir que la cepa de A. niger 1636 es una 

competidora interespecífica fuerte mientras que la cepa A. parasiticus 3110 se 

comportaría como una competidora interespecífica débil. Dados estos resultados 

podría suponerse que en una co-inoculación A. niger no permitiría el desarrollo de A. 

parasiticus. Lo mismo sucedería con la cepa 3111, la cepa de A. niger 1636 sería una 

competidora interespecífica fuerte mientras que la cepa A. parasiticus 3111 se 

comportaría como una competidora interespecífica débil. Macroscópicamente, en 

ambos casos fue posible distinguir un crecimiento de A. niger sobre A. parasiticus, 

como así también una línea de enfrentamiento en el reverso del cultivo, generada por 

la cepa toxicogénica. Desde el punto de vista microscópico se dieron efectos 

diferentes en ambos casos. Para el enfrentamiento con 3111, se observó mayor 
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ramificación de ambos micelios en la zona del contacto, mientras que al enfrentar A. 

niger con 3110, pudieron distinguirse hifas colapsadas de este último. Estos resultados 

indican que tal vez la relación establecida en este caso no sea puramente por 

ocupación del nicho ecológico, sino que además podría haber alguna acción más 

directa de A. niger sobre A. parasiticus. También A. flavus BAFCcult 1639 actuaría 

como una competidora interespecífica fuerte (aunque menos que A. niger), mientras 

que A. flavus BACcult 3110 y 3111 serían competidores débiles. La misma situación 

se plantearía entre A. parasitiucs BAFCcult 1640 y A. parasiticus BAFCcult 3111. Sin 

embargo, en estos últimos casos , ambos micelios no llegaron a tocarse, sino que 

desviaron sus hifas en vez de crecer alguno sobre el otro. Puede observarse (fig. 3.1) 

que la cepa de A. parasiticus posee un desarrollo con la menor capacidad de carga de 

las tres cepas toxicogénicas testeadas.  

La cepa toxicogénica de A. flavus 3109 resultó una competidora fuerte al igual 

que las anteriormente nombradas (atoxicogénicas: 1636 y 1639). Al enfrentar esta 

cepa de A. flavus contra A. niger BAFCcult 1636 y A. flavus 1639, éstas sólo pudieron 

competir con ella con la misma eficiencia que A. flavus 3109 podría competir consigo 

misma (tabla 3.6, fig. 3.7a, b, i) Es decir que las cepas controladoras no serían en este 

caso efectivas para frenar el crecimiento de la cepa toxicogénica. Por otro lado, frente 

a A. parasiticus 1638, éste resultaría un competidor débil, mientras que A. flavus 3109 

sería el competidor fuerte (tabla 3.6, fig. 3.7a, i). Cabe destacar que A. flavus BAFCcult 

1638 resultó la cepa de menor capacidad de carga de todas las testeadas (fig. 3.1). 

De los ensayos de co-inoculación de esporas, puede concluirse que A. niger  

1636, además de ser un competidor fuerte, es capaz de excluir competitivamente a los 

A. parasiticus 3110 y 3111 y disminuir el desarrollo de A. flavus 3109 (también 

competidor fuerte). También en este caso se encontró un efecto, aunque menor que el 

de A. niger, de A. flavus 1639 sobre las mismas cepas de A. parasiticus, en este caso 

A. flavus es capaz de reducir el desarrollo de éstas, pero no las excluye. También en 

esta oportunidad, A. flavus 3109 se mostró como un competidor fuerte, desplazando a 

1639. A. flavus 1638, el competidor más débil utilizado en estos ensayos, no pudo 

desarrollarse con ninguno de las cepas toxicogénicas testeadas. 

Dorner y Horn (2007) trabajando con cepas atoxicogéncias de A. flavus (cepa 

NRRL 21882) y A. parasiticus en preparaciones individuales o en conjunto, 

concluyeron que A. flavus es un agente de biocontrol más agresivo que A. parasiticus 

aún actuando sólo (es decir que no parecía haber un comportamiento sinérgico entre 

ambas cepas controladoras), dado que se encontró como el colonizador más frecuente 

en los maníes, aún en los suelos inoculados con A. parasiticus. Similares resultados 
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encontraron Horn et al., (1994) trabajando con cepas mutantes de A. parasiticus. 

También sugirieron que las cepas de A. flavus toxicogénicas fueron colonizadoras más 

agresivas que las atoxicogénicas En este trabajo, una de las dos cepas de A. flavus 

atoxicogénicas (1639) testeadas resultó más agresiva in vitro que las dos cepas de A. 

parasiticus (3110 y 3111), la otra (1638) fue la menos agresiva. La cepa toxicogénica 

de A. flavus (3109) fue altamente agresiva. 

A. niger no es propuesto normalmente como biocontrolador, probablemente por 

su capacidad de enfermar las plantas. La pudrición de la cebolla causada por 

Aspergillus niger van Tieghem produce amplias pérdidas bajo condiciones de 

almacenamiento (Thamizharasi & Narasimham, 1992). Como un patógeno fuerte, A. 

niger puede causar la putrefacción de numerosas frutas y hortalizas (Leong et al., 

2004; Diedhiou et al., 2007; Fatima et al., 2009; Mathew, 2010). Estos patógenos 

causan grandes pérdidas en los cultivos agrícolas. También se ha encontrado que A. 

niger produce pudrición de la corona de la planta de maní (Suzui & Makino, 1980) y 

decoloración de vainas y semillas, generando entre 1 y 50 % de mortandad de plantas. 

En este trabajo pudo observarse que la sobrevida de las plantas inoculadas con esta 

especie fue de apenas un 30 %. Sin embargo, y a pesar de la alta mortalidad, fueron 

las plantas con mayor masa de semillas. Los brotes de esta enfermedad son 

reportados como esporádicos (Damicone & Melouk, 1998) y parecen estar 

relacionados con estrés previo. El calor extremo o fluctuaciones en la humedad del 

suelo durante la etapa de plántula, la mala calidad de semillas, e insectos perforadores 

de raíz pueden agravar la enfermedad. Estos resultados preliminares indicarían que A. 

niger tendría capacidad patogénica solamente sobre las plantas más débiles, 

permitiendo la sobrevida de las plantas más vigorosas y con mayor producción de 

legumbres. 

Especies del género Trichoderma son conocidas controladoras de patógenos 

vegetales (Bagwan, 2011; Agarwal et al., 2011; Gaigole et al., 2011), incluso de 

especies del género Aspergillus. En todos los casos T. harzianum resultó una 

excelente competidora, en particular la cepa endofítica, sobre todas las cepas 

toxicogénicas testeadas. En este trabajo se utilizaron dos cepas de la especie T. 

harzianum, únicamente como testigos de cepas biocontroladoras, y no a fines de 

conocer sus interacciones con el género Aspergillus. 

Según el trabajo de Pitt et al. (1991), Arachis hypogaea puede ser invadida 

sistémicamente por A. flavus y A. parasiticus a partir del suelo o de semillas 

contaminadas. El examen microscópico que hicieron estos autores, reveló que las 



Sección 3 – Discusión 

 

 

 182 

hifas penetran en los tejidos con poco o ningún daño a las células, ocupando espacios 

intercelulares y en los haces vasculares, sin generación de sintomatologías.  

Al analizar las plantas de cada tratamiento, pudo observarse diferencias entre 

las cepas toxicogénicas / atoxicogénicas inoculadas, en raíz y hoja. Para los suelos 

inoculados con A. flavus 1639 y A. parasiticus 1640 la proporción de cepas 

atoxicogénicas resultó mayor en raíz que en hoja. En el caso del suelo inoculado con 

A. niger 1636, se pudo aislar una cepa de Aspergillus sección Flavi de hoja, pero 

ninguna de raíz, detectándose en ambos órganos la presencia de A. niger. Estos 

resultados están de acuerdo con Pitt et al. (1991), que informaron que A. flavus 

podrían invadir todas las partes de la planta, con una mayor incidencia en raices y en 

las partes del tallo adyacentes a los suelos. Otro trabajo fue llevado a cabo en 

Indonesia (Dharmaputra et al., 2003) con resultados similares. Estos autores, al 

inocular el suelo con cepas atoxicogénicas de A. flavus, las encontraban después en 

raíz, tallo y flores cercanas al suelo. Por otro lado, al inocular el suelo con A. niger 

hallaban todas las partes de la planta invadidas por este hongo (raíz, tallo, pecíolo, 

hoja y flor). Esto indicaría una mayor capacidad de colonización sistémica por parte de 

A. niger 

En el caso de las plantas crecidas en suelo no inoculado (control), se aislaron 

A. parasiticus y A. flavus toxicogénicos en su mayoría, tanto de hoja como de raíz. Es 

probable que estos aislamientos correspondan a esporas presentes en el aire o bien 

de hongos que ya preexistieran en la semilla, como puede observarse en la tabla 3.7. 

Klich et al. (1984) discutieron en su trabajo sobre algodón, que una posible vía de 

entrada para conidios presentes en el aire podrían ser pequeñas rupturas en los 

cotiledones de las semillas de este cultivo. El caso del suelo inoculado con A. flavus 

1638 resultó particular, puesto que el 80 % de las cepas aisladas tanto de hoja como 

de raíz resultaron toxicogénicas. Este resultado no llama la atención, dado que esta 

cepa resultó una competidora débil (tablas 3.4, 3.5 y 3.6), y por lo tanto poco agresiva 

y probablemente incapaz de colonizar la semilla y desplazar a las cepas toxicogénicas.  

Todas las cepas aisladas de las vainas de frutos producidos en invernadero, 

bajo las condiciones de estudio, respetaron la especie y la condición atoxicogénica del 

tratamiento aplicado, mientras que para el caso control, se detectaron cepas 

toxicogénicas. Finalmente, el análisis de las semillas obtenidas de plantas crecidas en 

invernadero, no mostraron incidencia natural de ninguna de las toxinas testeadas en 

suelo inoculado con A. niger 1636 y A. parasiticus 1640. En las semillas producidas en 

suelo inoculado con A. flavus 1639 se detectó una baja contaminación de CPA y en el 

control de CPA y AFB1. 
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CONCLUSIONES PARCIALES 

 

 

 Las diferencias en las cinéticas de crecimiento, indica que son características 

intrínsecas de la cepa y no parecen relacionarse con la condición toxicogénica 

- atoxicogénica. 

 Las cepas de A. flavus, A. parasiticus, y en mayor medida A. niger serían 

capaces de invadir sistémicamente los tejidos de la planta, sin producción de 

sintomatología. 

 Las cepas de A. niger 1636 y en menor medida A. flavus 1639 y A. parasiticus 

1640 resultan buenas competidoras frente a dos de las tres cepas 

toxicogénicas testeadas por lo cual podrían ser utilizadas como 

biocontroladoras para reducir la incidencia de Aspergillus toxicogénicos en las 

semillas de maní. 
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CONCLUSIONES GENERALES 

 

 

El maní es un cultivo de gran importancia en nuestro país, principalmente 

tomando en cuenta su valor de exportación. Dada su conocida propensión a la 

contaminación con micotoxinas, se encuentra sujeto a regulaciones cada vez más 

estrictas, fundamentalmente en relación con las aflatoxinas. Esta situación genera la 

necesidad de investigar métodos de control que permitan minimizar el riesgo de dicha 

contaminación. El presente trabajo se ha enfocado hacia la búsqueda de agentes de 

control biológico que puedan ser utilizados como estrategia de prevención.    

Se presenta por primera vez un estudio sistemático del género Aspergillus 

asociado a especies nativas del género Arachis, que muestra una presencia 

semejante a la de plantas cultivadas, siendo las secciones Flavi y Nigri las mejor 

representadas.   

Se plantea que Arachis villosa tiene un comportamiento levemente diferente al 

resto de las especies nativas, lo que indicaría cierto grado de resistencia a la 

colonización por parte de las cepas aflatoxicogénicas. Esta condición merecería ser 

investigada a futuro. 

Entre la diversidad de quimiotipos de A. flavus detectados, el alto porcentaje de 

cepas productoras de ácido ciclopiazónico (quimiotipos I y IV), sugiere la necesidad de 

ampliar los estudios sobre la incidencia de esta micotoxina en el maní cultivado en la 

zona. 

Se registró una proporción mayor que la habitualmente citada de cepas 

atoxicogénicas de A. flavus y A. parasiticus, cuyo interés radica en su potencial 

capacidad como biocontroladores.  



Conclusiones Generales 

 

 

 185 

 

Se amplía el espectro de especies toxicogénicas para el maní de la región con 

el hallazgo de A. arachidicola y A. minisclerotigenes, especies reciente descriptas. 

Las cepas de la sección Nigri aisladas de los diferentes sustratos en la región 

geográfica considerada, mostraron muy bajo potencial de producción de ocratoxina A 

debido a la baja proporción de A. niger ocratoxicogénicos y a la mínima presencia de 

A. carbonarius. Por otra parte, se registró por primera vez la producción de ocratoxina 

A por parte de A. brasiliensis. 

En cuanto al control biológico, el aporte de este trabajo es la obtención de tres 

cepas que resultaron buenas competidoras en los sistemas estudiados, por lo que 

podrían ser consideradas en estudios posteriores que confirmen tal comportamiento. 

No se observó relación entre velocidad de crecimiento y capacidad toxicogénica en las 

cepas estudiadas. Conociendo las limitaciones de aplicación de biocontroladores 

específicos, es importante el desarrollo de agentes de control biológicos en sistemas 

locales y/o su eventual aplicación en forma conjunta.  

En relación a los aspectos taxonómicos se confirma la necesidad de aplicar un 

enfoque polifásico para la identificación dentro del género Aspergillus, que contemple 

tanto análisis morfológicos como moleculares y de producción de extrolitos. Nuestros 

resultados indican que distintas regiones del genoma son útiles en diferentes casos, 

por lo cual es aconsejable utilizar la mayor cantidad de genes posible. 
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ANEXO 

 

1.- ABREVIATURAS Y SIGLAS: 

AF: aflatoxinas 

AFB: aflatoxinas de tipo B,  AFB1  (de tipo B1), AFB2 (de tipo B2) 

AFG: aflatoxinas de tipo G,  AFG1  (de tipo G1), AFG2 (de tipo G2) 

AFPA: Aspergillus Flavus y Parasiticus Agar 

AP: Ruta Nac. N°12, acceso Aeropuerto “Punta Comba”, Corrientes 

BAFCcult: Cepario de la colección de cultivos de la Universidad de Buenos Aires 

CAM: Campichuelo 

CPA: ácido ciclopiazónico 

CYA: Agar Czapeck Extracto de Levadura 

CZ: Agar Czapeck-Dox 

DG 18: Agar Dicloran 18% Glicerol 

EEC: San Luis del Palmar – Esquivel Cué (Zona I) 

EP: Parque Nacional “El Palmar”, Colón 

G25N: Agar Glicerol 25% Nitrato 

LB: Laguna Brava 

LET: Lomas de Empedrado 

MDC: Manuel Derqui, NJC: Nueve de Julio 

MEA: Agar Extracto de Malta 

ÑAN: Gualeguaychu – Balnerario  Ñandubaizal 

PDA: Agar Papa Dextrosa 

RRE: Rio Empedrado, sobre Ruta Nac. N°12 

RSR: Ruta Nac. N°12 camino a San Roque 

TAC: Bella Vista – Colonia Tres de Abril 
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2.- MEDIOS DE CULTIVO Y REACTIVOS 

Agar Dicloran 18% Glicerol (DG18) (Pitt y Hocking, 1997) 

Glucosa 10 g 
Peptona 5 g 
KH2PO4 1 g 
MgSO4·7H2O 0,5 g 
Glicerol 220 g 
Agar 15 g 
Dicloran 0,2% p/v en etanol 2 mg 
Cloranfenicol 100 mg 
Agua destilada 1 l 

  

Agar Papa Dextrosa (PDA) (Kirk et al., 2001) 

Papa 200 g 
Dextrosa 15 g 
Agar 20 g 
Agua destilada 1 l 

 

Agar Czapeck Extracto de Levadura (CYA) (Pitt y Hocking, 1997) 

KH2PO4 1 g 
Czapeck concentrado 10 ml 
Solución de metales traza 1 ml 
Extracto de Levadura 5 g 
Sacarosa 30 g 
Agar 15 g 
Agua destilada 1 l 

 

Agar Extracto de Malta (MEA) (Kirk et al., 2001) 

Extracto de Malta 20 g 
Peptona 1 g 
Glucosa 20 g 
Agar 20 g 
Agua destilada 1 l 

 

Agar Glicerol 25% Nitrato (G25N) (Pitt y Hocking, 1997) 

KH2PO4 0,75 g 
Czapeck concentrado 7,5 ml 
Extracto de Levadura 3,7 g 
Glicerol 250 g 
Agar 12 g 
Agua destilada 750 ml 
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Aspergillus Flavus y Parasiticus Agar (AFPA) (Pitt y Hocking, 1997) 

Peptona 10 g 
Extracto de Levadura 20 g 
Citrato férrico de amonio 0,5 g 
Agar 15 g 
Dicloran 0,2% p/v en etanol 2 mg 
Cloranfenicol 100 mg 
Agua destilada 1 l 

  

Agar Czapeck-Dox (CZ) (Bayman & Cotty, 1991) 

KH2PO4 1 g 
MgSO4·7H2O 0,5 g 
NaNO3 3 g 
KClO 5 g 
FeSO4 0,01 g 
Sacarosa 30 g 
Agua destilada 1 l 

  

Reactivo de Erlich (Fernández Pinto et al., 2001) 

4-dimetilaminobenzaldehído 1 g 
Etanol 75 ml 
HCl concenttrado 25 ml 

 

3.- CEPAS INGRESADAS A LA COLECCIÓN BAFCcult ESPECIE, SUSTRATO, 
LOCALIDAD  
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3.- CEPAS INGRESADAS A LA COLECCIÓN BAFCcult ESPECIE, SUSTRATO, LOCALIDAD.  CONTINUACIÓN 

BAFC GÉNERO ESPECIE SUSTRATO PROVINCIA LOCALIDAD
3234 Aspergillus niger GEOCARPOSFERA  de Arachis correntina Corrientes Laguna Brava, Corrientes
3235 Aspergillus niger? GEOCARPOSFERA  de Arachis correntina Corrientes Laguna Brava, Corrientes
3236 Aspergillus niger? GEOCARPOSFERA  de Arachis correntina Corrientes Laguna Brava, Corrientes
3237 Aspergillus niger GEOCARPOSFERA  de Arachis hypogaea Corrientes Bella Vista – Colonia Tres de Abril, Corrientes
3238 Aspergillus niger? GEOCARPOSFERA de Arachis villosa Entre Ríos Pqe. Nac. “el Palmar”, Colón, Entre Ríos
3239 Aspergillus niger GEOCARPOSFERA de Arachis villosa Entre Ríos Pqe. Nac. “el Palmar”, Colón, Entre Ríos
3240 Aspergillus niger? FRUTO de Arachis correntina Corrientes Laguna Brava, Corrientes
3286 Aspergillus niger? GEOCARPOSFERA  de Arachis correntina Corrientes Ruta Nac. N°12, acceso Aeropuerto “Punta Comba”, Corrientes
3287 Aspergillus niger? GEOCARPOSFERA  de Arachis correntina Corrientes Laguna Brava, Corrientes
3288 Aspergillus niger? GEOCARPOSFERA  de Arachis hypogaea Corrientes Nueve de Julio, Corrientes
3289 Aspergillus niger? FRUTO de Arachis hypogaea Corrientes San Luis del Palmar – Esquivel Cué (Zona I), Corrientes
3290 Aspergillus niger? GEOCARPOSFERA  de Arachis correntina Corrientes Laguna Brava, Corrientes
4228 Aspergillus flavus HOJA de Arachis villosa Entre Ríos Campichuelo, Entre Ríos
4229 Aspergillus flavus FRUTO de Arachis hypogaea Corrientes San Luis del Palmar – Esquivel Cué (Zona I), Corrientes
4230 Aspergillus flavus FRUTO de Arachis hypogaea Corrientes San Luis del Palmar – Esquivel Cué (Zona I), Corrientes
4231 Aspergillus flavus FRUTO de Arachis hypogaea Corrientes San Luis del Palmar – Esquivel Cué (Zona I), Corrientes
4232 Aspergillus flavus FRUTO de Arachis hypogaea Corrientes San Luis del Palmar – Esquivel Cué (Zona I), Corrientes
4233 Aspergillus flavus FRUTO de Arachis hypogaea Corrientes San Luis del Palmar – Esquivel Cué (Zona I), Corrientes
4234 Aspergillus flavus GEOCARPOSFERA  de Arachis hypogaea Corrientes San Luis del Palmar – Esquivel Cué (Zona I), Corrientes
4235 Aspergillus flavus GEOCARPOSFERA  de Arachis hypogaea Corrientes San Luis del Palmar – Esquivel Cué (Zona I), Corrientes
4236 Aspergillus flavus GEOCARPOSFERA  de Arachis hypogaea Corrientes San Luis del Palmar – Esquivel Cué (Zona I), Corrientes
4237 Aspergillus flavus GEOCARPOSFERA  de Arachis hypogaea Corrientes San Luis del Palmar – Esquivel Cué (Zona I), Corrientes
4238 Aspergillus flavus GEOCARPOSFERA  de Arachis hypogaea Corrientes San Luis del Palmar – Esquivel Cué (Zona I), Corrientes
4239 Aspergillus flavus SUELO de Arachis villosa Entre Ríos Pqe. Nac. “el Palmar”, Colón, Entre Ríos
4240 Aspergillus flavus SUELO de Arachis glabrata Corrientes Lomas de Empedrado, Corrientes
4241 Aspergillus flavus SUELO de cultivos de Arachis hypogaea Corrientes Manuel Derqui, Corrientes
4242 Aspergillus flavus SUELO de cultivos de Arachis hypogaea Corrientes Manuel Derqui, Corrientes
4243 Aspergillus flavus FRUTO de Arachis hypogaea Corrientes Nueve de Julio, Corrientes
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3.- CEPAS INGRESADAS A LA COLECCIÓN BAFCcult ESPECIE, SUSTRATO, LOCALIDAD.  CONTINUACIÓN 

BAFC GÉNERO ESPECIE SUSTRATO PROVINCIA LOCALIDAD
4244 Aspergillus flavus AIRE de cultivos de Arachis hypogaea Corrientes Bella Vista – Colonia Tres de Abril, Corrientes
4245 Aspergillus flavus FRUTO de Arachis hypogaea Corrientes Bella Vista – Colonia Tres de Abril, Corrientes
4246 Aspergillus flavus GEOCARPOSFERA  de Arachis hypogaea Corrientes San Luis del Palmar – Esquivel Cué (Zona I), Corrientes
4247 Aspergillus flavus FRUTO de Arachis hypogaea Corrientes Nueve de Julio, Corrientes
4248 Aspergillus parasiticus FRUTO de Arcahis correntina Corrientes Ruta Nac. N°12, acceso Aeropuerto “Punta Comba”, Corrientes
4249 Aspergillus parasiticus FRUTO de Arcahis correntina Corrientes Ruta Nac. N°12, acceso Aeropuerto “Punta Comba”, Corrientes
4250 Aspergillus parasiticus AIRE de cultivos de Arachis hypogaea Corrientes San Luis del Palmar – Esquivel Cué (Zona I), Corrientes
4251 Aspergillus parasiticus AIRE de cultivos de Arachis hypogaea Corrientes San Luis del Palmar – Esquivel Cué (Zona I), Corrientes
4252 Aspergillus parasiticus FRUTO de Arachis hypogaea Corrientes San Luis del Palmar – Esquivel Cué (Zona I), Corrientes
4253 Aspergillus parasiticus FRUTO de Arcahis correntina Corrientes Laguna Brava, Corrientes
4254 Aspergillus parasiticus FRUTO de Arcahis correntina Corrientes Laguna Brava, Corrientes
4255 Aspergillus parasiticus FRUTO de Arcahis correntina Corrientes Laguna Brava, Corrientes
4256 Aspergillus parasiticus GEOCARPOSFERA  de Arachis correntina Corrientes Laguna Brava, Corrientes
4257 Aspergillus parasiticus GEOCARPOSFERA  de Arachis correntina Corrientes Laguna Brava, Corrientes
4258 Aspergillus parasiticus SUELO de Arachis correntina Corrientes Laguna Brava, Corrientes
4259 Aspergillus parasiticus HOJA de Arachis glabrata Corrientes Lomas de Empedrado, Corrientes
4260 Aspergillus parasiticus RIZOSFERA de Arachis glabrata Corrientes Lomas de Empedrado, Corrientes
4261 Aspergillus parasiticus RIZOSFERA de Arachis hypogaea Corrientes Manuel Derqui, Corrientes
4262 Aspergillus parasiticus AIRE de cultivos de Arachis hypogaea Corrientes Manuel Derqui, Corrientes
4263 Aspergillus parasiticus SUELO de cultivos de Arachis hypogaea Corrientes Manuel Derqui, Corrientes
4264 Aspergillus parasiticus FRUTO de Arachis hypogaea Corrientes Nueve de Julio, Corrientes
4265 Aspergillus parasiticus HOJA de Arachis hypogaea Corrientes Nueve de Julio, Corrientes
4266 Aspergillus parasiticus SUELO de Arachis villosa Corrientes Ruta Nac. N°12 camino a San Roque, Corrientes
4267 Aspergillus parasiticus FRUTO de Arachis correntina Corrientes Laguna Brava, Corrientes
4268 Aspergillus tamarii HOJA de Arachis glabrata Corrientes Lomas de Empedrado, Corrientes
4269 Aspergillus tamarii FRUTO de Arachis hypogaea Corrientes Nueve de Julio, Corrientes
4270 Aspergillus tamarii FRUTO de Arachis hypogaea Corrientes Nueve de Julio, Corrientes
4271 Aspergillus tamarii FRUTO de Arachis hypogaea Corrientes Nueve de Julio, Corrientes
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4- FIGURAS ADICIONALES 

 

SECCIÓN 2.: CROMATOGRAMAS DE CEPAS PRODUCTORAS DE OCRATOXINA A 

 

CROMATOGRAMAS DE A. niger BAFCcult: 1642 

 

 

 
 

  

Tr OTA: 12,088 

FM: 49:49:2 

Flujo: 1 ml/min 
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CROMATOGRAMAS DE A. niger BAFCcult: 1643 

 

 
 
 

 

Tr OTA: 12,501 

FM: 49:49:2 

Flujo: 0,9 ml/min 
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CROMATOGRAMAS DE A. niger 14-LB-S22  

 
 

  

Tr OTA: 11,85 

FM: 49:49:2 

Flujo: 0,9 ml/min 
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CROMATOGRAMAS DE A. niger BAFCcult: 3226 

 
 

Tr OTA: 12,014 

FM: 49:49:2 

Flujo: 1 ml/min 
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CROMATOGRAMAS DE A. carbonarius BAFCcult: 1644 

 

Tr OTA: 12,004 

FM: 49:49:2 

Flujo: 1 ml/min 
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SECCIÓN 3 

Cinética de crecimiento de diferentes cepas del género Aspergillus incubadas en 
oscuridad, a 30°C en medio CZ.  Curvas promedio calculadas a partir de valores ,  y 
 ajustados por función logística. Dispersión correspondiente a las diferentes réplicas 

(5). a.- A. niger 10-ECC, b.- A. flavus 2-LB, c.- A. parasiticus 4-MDC, d.- A. flavus 2-
AP, e.- A. parasiticus 1-NJC, f.- A. parasiticus 16-TAC, g.- A. flavus 37-ECC. 
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5.- ANÁLISIS ESTADÍSTICO 

SECCIÓN 1 

 Interacciones entre las variables: sustratos, especies de Arachis, 
especies de Aspergillus, tipos de suelo, provincias y condición cultivada 
vs. nativa. 

 
a) Prueba de T para muestras independientes considerando la proporción de éxitos en 
los diferentes sustratos. (Fig 1.7) 

    Variable          Grupo 1     Grupo 2     n(1) n(2) Media(1) Media(2) p-valor 

 
FRUTO GP 180 180 0.05 0.02 0,0159* 

PROPORCIÓN  FRUTO HOJA 180 216 0.05 0.05 0,9306 
DE FRUTO SUELO 180 216 0.05 0.03 0,034* 

ÉXITOS GP HOJA 180 216 0.02 0.05 0,0061* 

 
GP SUELO 180 216 0.02 0.03 0,5918 

  HOJA SUELO 216 216 0.05 0.03 0,0154* 
Abreviatura: GP: geocarposfera. En los casos en que no existió homogeneidad de varianzas a 
un nivel de significación del 5 %, se utilizó la corrección de Satterwhite. * Valor significativo a 
p<0,05 

 

b) Análisis de Redundancia (RDA) entre variables ambientales predictoras (carácter 
cultivado, latitud y diferentes sustratos) de la distribución de las especies, y los sitios de 
muestreo cultivado y nativo. (Fig 1.8) 

Program CANOCO Version 4.5 February 2002 - written by Cajo J.F. Ter Braak 
 (C) 1988-2002 Biometris - quantitative methods in the life and earth sciences 
 Plant Research International, Wageningen University and Research Centre 
 Box 100, 6700 AC Wageningen, the Netherlands 
 CANOCO performs (partial) (detrended) (canonical) correspondence analysis, 
 principal components analysis and redundancy analysis. 
 CANOCO is an extension of Cornell Ecology program DECORANA (Hill,1979) 
 
 For explanation of the input/output see the manual or 
 Ter Braak, C.J.F. (1995) Ordination. Chapter 5 in: 
 Data Analysis in Community and Landscape Ecology 
 (Jongman, R.H.G., Ter Braak, C.J.F. and Van Tongeren, O.F.R., Eds) 
 Cambridge University Press, Cambridge, UK, 91-173 pp. 
 
 *** Type of analysis *** 
  Model             Gradient analysis 
                      indirect        direct       hybrid 
 linear            1=PCA        2= RDA       3 
 unimodal       4= CA        5= CCA        6 
    ,,                7=DCA       8=DCCA       9 
                    10=non-standard analysis 
 Type analysis number 
 Answer =  2 
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Forward selection of envi. variables =    0 
 Scaling of ordination scores         =    2 
 Diagnostics                          =    1 
 
 No samples omitted 
 Number of samples            40 
 Number of species            18 
 Number of occurrences       155 
 
No interaction terms defined 
 
 Squareroot-transformation of species data 
 No species-weights specified 
 No  sample-weights specified 
 Centering/standardization by species  =    1 
 Centering/standardization by samples  =    0 
 
 No. of active  samples:     40 
 No. of passive samples:      0 
 No. of active  species:     17 
 
 Total sum of squares in species data =     22.7774     
 Total standard deviation in species data TAU =    0.183020     
 ****** Collinearity detected when fitting variable     6 ****** 
 
1 
 **** Correlation matrix **** 
  
 SPEC AX1   1.0000 
 SPEC AX2   0.3510   1.0000 
 SPEC AX3  -0.1691  -0.2716   1.0000 
 SPEC AX4   0.3609   0.3527  -0.2525   1.0000 
 ENVI AX1   0.7013   0.0000   0.0000   0.0000   1.0000 
 ENVI AX2   0.0000   0.5839   0.0000   0.0000   0.0000   
1.0000 
 ENVI AX3   0.0000   0.0000   0.6082   0.0000   0.0000   
0.0000   1.0000 
 ENVI AX4   0.0000   0.0000   0.0000   0.4073   0.0000   
0.0000   0.0000   1.0000 
 CULTIVAD   0.4145   0.0993  -0.2822   0.1612   0.5910   
0.1700  -0.4641   0.3957 
 FRUTO      0.4073   0.0180  -0.1437  -0.0861   0.5808   
0.0308  -0.2363  -0.2115 
 HOJA      -0.0532   0.4768   0.3139   0.0273  -0.0758   
0.8165   0.5161   0.0670 
 GEOCARPO  -0.1214  -0.2063  -0.1774  -0.2674  -0.1730  
-0.3533  -0.2918  -0.6565 
 SUELO     -0.2328  -0.2885   0.0073   0.3262  -0.3319  
-0.4940   0.0119   0.8011 
 LATDEC     0.5283  -0.1789   0.2363   0.0607   0.7533  
-0.3064   0.3885   0.1491 
 
          SPEC AX1 SPEC AX2 SPEC AX3 SPEC AX4 ENVI AX1 ENVI 
AX2 ENVI AX3 ENVI AX4 
 
 CULTIVAD   1.0000 
 FRUTO      0.0000   1.0000 
 HOJA       0.0000  -0.3333   1.0000 
 GEOCARPO   0.0000  -0.3333  -0.3333   1.0000 
 SUELO      0.0000  -0.3333  -0.3333  -0.3333   1.0000 
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 LATDEC     0.4751   0.0000   0.0000   0.0000   0.0000   
1.0000 
 
          CULTIVAD FRUTO    HOJA     GEOCARPO SUELO   
 LATDEC   
 
    N name    (weighted) mean    stand. dev. inflation factor 
 
    1 SPEC AX1         0.0000         1.4258 
    2 SPEC AX2         0.0000         1.7125 
    3 SPEC AX3         0.0000         1.6443 
    4 SPEC AX4         0.0000         2.4554 
    5 ENVI AX1         0.0000         1.0000 
    6 ENVI AX2         0.0000         1.0000 
    7 ENVI AX3         0.0000         1.0000 
    8 ENVI AX4         0.0000         1.0000 
    1 CULTIVAD         0.4000         0.4899         1.2915 
    3 FRUTO            0.2500         0.4330         1.5000 
    4 HOJA                     0.2500         0.4330         1.5000 
    5 GEOCARPO         0.2500         0.4330         1.5000 
    6 SUELO            0.2500         0.4330         0.0000 
   10 LATDEC         -29.3847         2.1386         1.2915 
 
 
 **** Summary **** 
 
 Axes                                       1      2      3      4 Total variance 
 
 Eigenvalues                       :   0.124  0.065  0.034  0.011         1.000 
 Species-environment correlations  :  0.701  0.584  0.608  0.407 
 Cumulative percentage variance 
    of species data                :    12.4   18.9   22.4   23.5 
    of species-environment relation:    52.0   79.3   93.5   98.2 
 
 Sum of all               eigenvalues                                            1.000 
 Sum of all canonical     eigenvalues                                    0.239 
 
1 
 
 *** Unrestricted permutation *** 
 
 
 Seeds:  23239   945 
 
 
 **** Summary of Monte Carlo test **** 
 
 Test of significance of first canonical axis: eigenvalue =    0.124 
                                               F-ratio    =    4.827 
                                               P-value    =    0.0400 
 
 Test of significance of all canonical axes  : Trace      =    0.239 
                                               F-ratio    =    2.135 
                                               P-value    =    0.0060 
 
 (  499 permutations under reduced model) 
 
[Wed Jun 05 20:30:28 2013] CANOCO call succeeded 
[Wed Jun 05 20:30:40 2013] Running CanoDraw 
[Wed Jun 05 20:30:40 2013] CanoDraw call succeeded 
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c) Modelos Lineales Generalizados Mixtos (MLGM). Aspergillus niger. Proporción de 
éxitos, expresada como cajas con al menos un aislamiento / cajas totales. (fig. 1.9) 

Especificación del modelo en R 
      

       modelo.g15_EXITOS_ML<-glmer(cbind(EXITOS 
     ,as.numeric(as.character(NUM.CAJAS))-

EXITOS)~1+CULT.CORR+SUSTRATO+SUSTRATO:CULT.CORR+(CULT.CORR-1|LOC) 
,family=myFamily 

      ,na.action=na.omit 
      ,REML=F 
      ,AGQ=1 
      ,data=R.data15) 
      

       Resultados para el modelo: modelo.g15_EXITOS_ML 
    

       Variable dependiente: EXITOS 
      

       General 
      

       Familia  Enlace nAGQ 
    binomial logit  1 
    

       
       Medidas de ajuste del modelo 

      
       N   AIC    BIC   logLik Deviance 

  44 203.14 222.77 -90.57 181.14 
  AIC y BIC menores implica mejor 

      
       Pruebas de hipótesis secuenciales para los efectos fijos 

    
             Term         Chi-square df p-value 

   CULT.CORR          4.0 1 0.0452* 
   SUSTRATO           70.07 3 <0.0001* 
   CULT.CORR:SUSTRATO 0.45 3 0.9307 
   

       * Valores significativos a p<0.05 
      Efectos fijos 
      

                                    Estimate Std. Error z value Pr(>|z|) 
  (Intercept)                  -1.12 0.49 -2.3 0.0217 
  CULT.CORR1                   0.89 0.57 1.57 0.1167 
  SUSTRATOGEOCARPOSFERA        -1.4 0.32 -4.38  <0.0001 
  SUSTRATOHOJA                 -0.01 0.29 -0.03 0.9781 
  SUSTRATOSUELO                -1.33 0.3 -4.37  <0.0001 
  CULT.CORR1:SUSTRATOGEOCARP.. 0.21 0.46 0.45 0.6501 
  CULT.CORR1:SUSTRATOHOJA      0.19 0.45 0.42 0.6744 
  CULT.CORR1:SUSTRATOSUELO     0.29 0.45 0.66 0.512 
  

       
       Parámetros de los efectos aleatorios 

     
       Groups    Name    Variance Std.Dev. Corr    

 LOC    CULT.CORR0 1.42 1.19         
        CULT.CORR1 0.11 0.33 0    
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       Medias ajustadas y errores estándares para CULT.CORR 
    Inversa de la función de enlace con efecto aleatorio=0 
    LSD Fisher (Alfa=0.05) 

      Procedimiento de corrección de p-valores: No 
     

       CULT.CORR PredLin E.E. Media E.E.       
1 -0.74 0.2 0.32 0.04 A     
0 -1.81 0.45 0.14 0.05    B  

Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p > 0.05) 
   

       Medias ajustadas y errores estándares para SUSTRATO 
    Inversa de la función de enlace con efecto aleatorio=0 
    LSD Fisher (Alfa=0.05) 

      Procedimiento de corrección de p-valores: No 
     

       SUSTRATO PredLin E.E. Media E.E. 
  HOJA -0.59 0.28 0.36 0.06 A 

 FRUTO -0.68 0.28 0.34 0.06 A 
 SUELO -1.86 0.28 0.13 0.03 

 
B 

GEOCARPOSFERA -1.97 0.29 0.12 0.03 
 

B 
Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p > 0.05) 

    

d) Modelos Lineales Generalizados Mixtos (MLGM). Aspergillus parasiticus. Proporción 
de éxitos, expresada como cajas con al menos un aislamiento / cajas totales. (Fig. 1.9) 

 

Especificación del modelo en R 
    

       modelo.g03_EXITOS_ML<-glmer(cbind(EXITOS 
   ,as.numeric(as.character(NUM.CAJAS))-

EXITOS)~1+SUSTRATO+CULT.CORR+SUSTRATO:CULT.CORR+(CULT.CORR-1|LOC) 
,family=myFamily 

     ,na.action=na.omit 
     ,REML=F 

      ,AGQ=1 
      ,data=R.data03) 

     
       Resultados para el modelo: modelo.g03_EXITOS_ML 

  
       Variable dependiente: EXITOS 

     
General 

      
       Familia  Enlace nAGQ 

    binomial logit  1 
    

       
       Medidas de ajuste del modelo 
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N AIC BIC logLik Deviance 
  44 135.59 155.22 -56.8 113.59 
  AIC y BIC menores implica mejor 

    
       
       Pruebas de hipótesis secuenciales para los efectos fijos 

  
             Term         Chi-square df p-value 

   SUSTRATO           18.91 3 0.0003* 
   CULT.CORR          4.45 1 0.0348* 
   SUSTRATO:CULT.CORR 2.16 3 0.54 
   * Valores significativos a p<0.05 

      
       
       Efectos fijos 

      
       
                             Estimate 

Std. 
Error z value Pr(>|z|) 

  (Intercept)                  -2.52 0.6 -4.2  <0.0001 
  SUSTRATOGEOCARPOSFERA        -1.07 0.49 -2.17 0.0303 
  SUSTRATOHOJA                 -1.34 0.56 -2.39 0.0169 
  SUSTRATOSUELO                -1.61 0.53 -3.01 0.0027 
  CULT.CORR1                   1.09 0.67 1.62 0.1054 
  SUSTRATOGEOCARPOSFERA:CULT.. -0.3 0.7 -0.42 0.6715 
  SUSTRATOHOJA:CULT.CORR1      -0.04 0.82 -0.05 0.9601 
  SUSTRATOSUELO:CULT.CORR1     0.73 0.69 1.06 0.2882 
  

       
       Parámetros de los efectos aleatorios 

    
       Groups    Name    Variance Std.Dev. Corr    

 LOC    CULT.CORR0 1.63 1.28         
        CULT.CORR1 0.02 0.14 0    
 

       
       Medias ajustadas y errores estándares para SUSTRATO 

  Inversa de la función de enlace con efecto aleatorio=0 
  LSD Fisher (Alfa=0.05) 

     Procedimiento de corrección de p-valores: No 
   

       SUSTRATO PredLin E.E. Media E.E. 
  FRUTO -1.97 0.34 0.12 0.04 A 

 GEOCARPOSFERA -3.19 0.37 0.04 0.01 
 

B 
SUELO -3.21 0.35 0.04 0.01 

 
B 

HOJA -3.33 0.42 0.03 0.01 
 

B 
Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p > 0.05) 
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Medias ajustadas y errores estándares para CULT.CORR 
  Inversa de la función de enlace con efecto aleatorio=0 
  LSD Fisher (Alfa=0.05) 

     Procedimiento de corrección de p-valores: No 
   

       CULT.CORR PredLin E.E. Media E.E. 
  1 -2.33 0.21 0.09 0.02 A 

 0 -3.52 0.53 0.03 0.01 
 

B 
Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p > 0.05) 

  

e) Modelos Lineales Generalizados Mixtos (MLGM). Aspergillus flavus. Proporción de 
éxitos, expresada como cajas con al menos un aislamiento / cajas totales. (Fig. 1.10) 

Especificación del modelo en R 
     

        modelo.g18_EXITOS_ML<-glmer(cbind(EXITOS 
    ,as.numeric(as.character(NUM.CAJAS))-

EXITOS)~1+CULT.CORR+SUSTRATO+SUSTRATO:CULT.CORR+(CULT.CORR-1|LOC) 
,family=myFamily 

      ,na.action=na.omit 
      ,REML=F 

       ,AGQ=1 
       ,data=R.data18) 

      
        Resultados para el modelo: modelo.g18_EXITOS_ML 

   
        Variable dependiente: EXITOS 

     
        General 

       
        Familia  Enlace nAGQ 

     binomial logit  1 
     

        Medidas de ajuste del modelo 
     

        N AIC BIC logLik Deviance 
   44 63.21 82.84 -20.61 41.21 
   AIC y BIC menores implica mejor 

     
        Pruebas de hipótesis secuenciales para los efectos fijos 

   
        Term Chi-square df p-value 

    CULT.CORR 7.95 1 0.0048* 
    SUSTRATO 39.16 3 <0.0001* 
    CULT.CORR:SUSTRATO 16.67 3 0.0008* 
    * Valores significativos a p<0.05 
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        Efectos fijos 

       
                                     Estimate Std. Error z value Pr(>|z|) 

   (Intercept)                  -4.58 1.01 -4.56  <0.0001 
   CULT.CORR1                   3.63 1.08 3.36 0.0008 
   SUSTRATOGEOCARPOSFERA        0.18 1.23 0.15 0.881 
   SUSTRATOHOJA                 0.63 1.16 0.54 0.5892 
   SUSTRATOSUELO                -0.19 1.23 -0.16 0.8746 
   CULT.CORR1:SUSTRATOGEOCARP.. -2.15 1.32 -1.63 0.104 
   CULT.CORR1:SUSTRATOHOJA      -20.34 3344.28 -0.01 0.9951 
   CULT.CORR1:SUSTRATOSUELO     -3.78 1.62 -2.33 0.0198 
   

        Parámetros de los efectos aleatorios 
     

        Groups    Name    Variance Std.Dev. Corr    
  LOC    CULT.CORR0 0 0         
         CULT.CORR1 0.33 0.57         
  

        
        Medias ajustadas y errores estándares para SUSTRATO*CULT.CORR 

  Inversa de la función de enlace con efecto aleatorio=0 
   DGC (Alfa=0.05) 

      
        SUSTRATO CULT.CORR PredLin E.E. Media E.E. 

  FRUTO 1 -0.96 0.39 0.28 0.08 A 
 GEOCARPOSFERA 1 -2.92 0.49 0.05 0.02 

 
B 

HOJA 0 -3.96 0.58 0.02 0.01 
 

B 
GEOCARPOSFERA 0 -4.4 0.71 0.01 0.01 

 
B 

FRUTO 0 -4.58 1.01 0.01 0.01 
 

B 
SUELO 0 -4.78 0.71 0.01 0.01 

 
B 

SUELO 1 -4.93 1.06 0.01 0.01 
 

B 

HOJA 1 -20.67 3344.28 1.10E-09 
3.50E-

06 
 

B 
Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p > 0.05) 
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f) Modelos Lineales Generalizados Mixtos (MLGM). Proporción de éxitos (expresada 
como cajas con al menos un aislamiento / cajas totales) en función de las especies de 
Aspergillus más representativas Datos totales (Fig. 1.11a). 

 

Especificación del modelo en R 
 
modelo.g16_EXITOS_ML<-glm(cbind(EXITOS 
,as.numeric(as.character(NUM.CAJAS))-EXITOS)~1+ESPECIE 
,family=myFamily 
,na.action=na.omit 
,data=R.data16) 
 
Resultados para el modelo: modelo.g16_EXITOS_ML 
 
Variable dependiente: EXITOS 
 
 
 
General 
 
Familia   Enlace Convergencia Escala 
binomial logit  Alcanzada      1.00 
 
 
Medidas de ajuste del modelo 
 
N     AIC      BIC    logLik   Deviance 
220 1245.21 1262.18 -617.60    901.48 
AIC y BIC menores implica mejor 
 
 
 
Pruebas de hipótesis secuenciales para los efectos fijos 
 
         Df Deviance Resid. Df Resid. Dev Pr(>Chi) 
NULL                          219     1173.87          
ESPECIE  4   272.39       215      901.48   <0.0001 
 
 
Efectos fijos 
 
            Estimate Std. Error z value Pr(>|z|) 
(Intercept)    -3.31       0.17  -19.75  <0.0001 
ESPECIEFUM      0.56       0.21    2.63   0.0084 
ESPECIENIG      2.16       0.18   11.84  <0.0001 
ESPECIEPAR      0.66       0.21    3.14   0.0017 
ESPECIETERR     1.18       0.19    6.08  <0.0001 
 
 
Medias ajustadas y errores estándares para ESPECIE 
Inversa de la función de enlace con efecto aleatorio=0 
LSD Fisher (Alfa=0.01) 
Procedimiento de corrección de p-valores: No 
 
ESPECIE PredLin E.E. Media E.E.             
NIG        -1.15 0.07  0.24 0.01 A           
TERR      -2.12 0.10  0.11 0.01    B        
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PAR        -2.65 0.12  0.07 0.01       C     
FUM        -2.75 0.13  0.06 0.01       C     
FLAV       -3.31 0.17  0.04 0.01          D  
Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p > 0.01) 
 
 

g) Modelos Lineales Generalizados Mixtos (MLGM). Proporción de éxitos (expresada 
como cajas con al menos un aislamiento / cajas totales) en función de las especies de 
Aspergillus más representativas. Fruto (Fig. 1.11b). 

Especificación del modelo en R 
 
modelo.g18_EXITOS_ML<-glm(cbind(EXITOS 
,as.numeric(as.character(NUM.CAJAS))-EXITOS)~1+ESPECIE 
,family=myFamily 
,na.action=na.omit 
,data=R.data18) 
 
Resultados para el modelo: modelo.g18_EXITOS_ML 
 
Variable dependiente: EXITOS 
 
 
 
General 
 
Familia   Enlace Convergencia Escala 
binomial logit  Alcanzada      1.00 
 
 
Medidas de ajuste del modelo 
 
N   AIC     BIC    logLik   Deviance 
50 292.58  302.14  -141.29   216.73 
AIC y BIC menores implica mejor 
 
 
 
Pruebas de hipótesis secuenciales para los efectos fijos 
 
         Df Deviance Resid. Df Resid. Dev Pr(>Chi) 
NULL                                49      331.09          
ESPECIE  4   114.36        45      216.73   <0.0001 
 
 
Efectos fijos 
 
            Estimate Std. Error z value Pr(>|z|) 
(Intercept)    -1.91       0.23   -8.38  <0.0001 
ESPECIEFUM     -2.11       0.63   -3.38   0.0007 
ESPECIENIG      1.50       0.28    5.41  <0.0001 
ESPECIEPAR      0.19       0.31    0.62   0.5339 
ESPECIETERR    -0.98       0.41   -2.37   0.0176 
 
 
Medias ajustadas y errores estándares para ESPECIE 
Inversa de la función de enlace con efecto aleatorio=0 
LSD Fisher (Alfa=0.05) 
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Procedimiento de corrección de p-valores: No 
 
ESPECIE PredLin E.E. Media E.E.          
NIG        -0.42 0.16  0.40 0.04 A        
PAR        -1.72 0.21  0.15 0.03    B     
FLAV       -1.91 0.23  0.13 0.03    B     
TERR      -2.89 0.34  0.05 0.02       C  
FUM        -4.03 0.58  0.02 0.01       C  
Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p > 0.05) 
 

 

h) Modelos Lineales Generalizados Mixtos (MLGM). Proporción de éxitos (expresada 
como cajas con al menos un aislamiento / cajas totales) en función de las especies de 
Aspergillus más representativas. Suelo (Fig. 1.11c). 

Especificación del modelo en R 
 
modelo.g19_EXITOS_ML<-glm(cbind(EXITOS 
,as.numeric(as.character(NUM.CAJAS))-EXITOS)~1+ESPECIE 
,family=myFamily 
,na.action=na.omit 
,data=R.data19) 
 
Resultados para el modelo: modelo.g19_EXITOS_ML 
 
Variable dependiente: EXITOS 
 
 
 
General 
 
Familia   Enlace Convergencia Escala 
binomial logit  Alcanzada      1.00 
 
 
Medidas de ajuste del modelo 
 
N   AIC     BIC    logLik   Deviance 
60 264.76  275.23  -127.38    148.04 
AIC y BIC menores implica mejor 
 
 
Pruebas de hipótesis secuenciales para los efectos fijos 
 
         Df Deviance Resid. Df Resid. Dev Pr(>Chi) 
NULL                          59      229.28          
ESPECIE  4    81.23         55      148.04   <0.0001 
 
 
Efectos fijos 
 
            Estimate Std. Error z value Pr(>|z|) 
(Intercept)    -4.78       0.58   -8.24  <0.0001 
ESPECIEFUM      2.09       0.62    3.39   0.0007 
ESPECIENIG      3.07       0.60    5.13  <0.0001 
ESPECIEPAR      1.83       0.63    2.92   0.0035 
ESPECIETERR     2.95       0.60    4.93  <0.0001 
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Medias ajustadas y errores estándares para ESPECIE 
Inversa de la función de enlace con efecto aleatorio=0 
LSD Fisher (Alfa=0.05) 
Procedimiento de corrección de p-valores: No 
 
ESPECIE PredLin E.E. Media  E.E.            
NIG        -1.71 0.15  0.15    0.02 A        
TERR      -1.82 0.15  0.14    0.02 A        
FUM        -2.68 0.22  0.06    0.01    B     
PAR        -2.94 0.24  0.05    0.01    B     
FLAV       -4.78 0.58  0.01 4.8E-03       C  
Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p > 0.05) 
 

SECCIÓN 2 

 
 Capacidad toxicogénica. Producción de aflatoxinas tipo B (AFB) y G 

(AFG) y ácido ciclopiazónico (CPA) 

 
a)  Pruebas de Independencia para Tablas de Contingencia. A. flavus: Quimiotipos I, 
IV y V según la ubicación geográfica del aislamiento que lo produce para la provincia 
de Corrientes. 

 

Frecuencias: FRECUENCIAS 
 
Frecuencias absolutas 
En columnas:QUIMIOTIPOS 
UBICACIÓN GEOGRÁFICA I  IV V  Total 
NORTE       11 14  6    31 
SUR          1 15  2    18 
Total       12 29  8    49 
 
Frecuencias esperadas bajo independencia 
En columnas:QUIMIOTIPOS 
UBICACIÓN GEOGRÁFICA  I     IV    V   Total 
NORTE        7.59 18.35 5.06 31.00 
SUR          4.41 10.65 2.94 18.00 
Total       12.00 29.00 8.00 49.00 
 
 
 
    Estadístico       Valor gl   p    
Chi Cuadrado Pearson  7.44  2 0.0242 
Chi Cuadrado MV-G2    8.39  2 0.0151 
Coef.Conting.Cramer   0.28           
Coef.Conting.Pearson  0.36           
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b)  Pruebas de Independencia para Tablas de Contingencia. A. flavus: Presencia de 
quimiotipos I y IV (productores de toxinas) en plantas de Arachis sp. o en su exterior. 
 
 
Frecuencias: FRECUENCIAS 
 
Frecuencias absolutas 
En columnas:QUIMIOTIPOS I Y IV 
SUSTRATOS I  IV Total 
EXTERIOR  10 12    22 
PLANTAS    3 18    21 
Total     13 30    43 
 
Frecuencias esperadas bajo independencia 
En columnas:QUIMIOTIPOS I Y IV 
SUSTRATOS  I     IV   Total 
EXTERIOR   6.65 15.35 22.00 
PLANTAS    6.35 14.65 21.00 
Total     13.00 30.00 43.00 
 
 
 
     Estadístico        Valor gl   p    
Chi Cuadrado Pearson    4.95  1 0.0261 
Chi Cuadrado MV-G2      5.16  1 0.0231 
Irwin-Fisher bilateral   0.31    0.0452 
Coef.Conting.Cramer     0.24           
Coef.Conting.Pearson    0.32           
Coeficiente Phi          0.34           
 
Cocientes de chance (odds ratio) 
 
 Estadístico    Estim LI 95% LS 95% 
Odds Ratio 1/2  5.00   1.22  20.41 
Odds Ratio 2/1  0.20   0.05   0.82 
 
 
 
 

 Producción de esclerocios en A. flavus 

 
a) Pruebas de Independencia para Tablas de Contingencia. A. flavus: Esclerocios 
detectados vs. no detectados en plantas nativas y cultivadas 
 
Frecuencias: FRECUENCIAS 
 
Frecuencias absolutas 
En columnas:ESCLEROCIOS 
CONDICIÓN PLANTA  D  ND Total 
CULTIVADA   18 21    39 
NATIVA       9  7    16 



Anexo 

 

 

 XXVII 

Total        27 28    55 
 
Frecuencias esperadas bajo independencia 
En columnas:ESCLEROCIOS 
CONDICIÓN PLANTA   D     ND   Total 
CULTIVADA   19.15 19.85 39.00 
NATIVA       7.85  8.15 16.00 
Total        27.00 28.00 55.00 
 
 
 
     Estadístico        Valor gl   p    
Chi Cuadrado Pearson    0.46  1 0.4963 
Chi Cuadrado MV-G2      0.46  1 0.4960 
Irwin-Fisher bilateral  -0.10    0.5619 
Coef.Conting.Cramer     0.06           
Coef.Conting.Pearson    0.09           
Coeficiente Phi         -0.09           
 
 
b) Pruebas de Independencia para Tablas de Contingencia. A. flavus: Esclerocios tipo 
L vs. no detectados según la ubicación geográfica del aislamiento que lo produce para 
la provincia de Corrientes. 
 
Frecuencias: FRECUENCIAS 
 
Frecuencias absolutas 
En columnas:ESCLEROCIOS 
UBICACIÓN GEOGRÁFICA L  ND Total 
NORTE       16 12    28 
SUR          3 15    18 
Total       19 27    46 
 
Frecuencias esperadas bajo independencia 
En columnas: ESCLEROCIOS 
UBICACIÓN GEOGRÁFICA  L     ND   Total 
NORTE       11.57 16.43 28.00 
SUR          7.43 10.57 18.00 
Total       19.00 27.00 46.00 
 
 
 
     Estadístico        Valor gl   p    
Chi Cuadrado Pearson    7.40  1 0.0065 
Chi Cuadrado MV-G2      7.91  1 0.0049 
Irwin-Fisher bilateral   0.40    0.0130 
Coef.Conting.Cramer     0.28           
Coef.Conting.Pearson    0.37           
Coeficiente Phi          0.40           
 
Cocientes de chance (odds ratio) 
 
 Estadístico    Estim LI 95% LS 95% 
Odds Ratio 1/2  6.67   1.69  26.32 
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Odds Ratio 2/1  0.15   0.04   0.59 
 
 
 
 
 
 
c)  Pruebas de Independencia para Tablas de Contingencia. A. flavus: Esclerocios 
detectados vs. no detectados en los diferentes sustratos de Arachis sp. 
 
Frecuencias: FRECUENCIAS 
 
Frecuencias absolutas 
En columnas:ESCLEROCIOS 
SUSTRATOS D  ND Total 
FRUTO      6 10    16 
GP         9  8    17 
HOJA       4  4     8 
SUELO      6  5    11 
Total     25 27    52 
 
Frecuencias esperadas bajo independencia 
En columnas:ESCLEROCIOS 
SUSTRATOS  D     ND   Total 
FRUTO      7.69  8.31 16.00 
GP         8.17  8.83 17.00 
HOJA       3.85  4.15  8.00 
SUELO      5.29  5.71 11.00 
Total     25.00 27.00 52.00 
 
 
 
    Estadístico       Valor gl   p    
Chi Cuadrado Pearson  1.07  3 0.7833 
Chi Cuadrado MV-G2    1.08  3 0.7810 
Coef.Conting.Cramer   0.10           
Coef.Conting.Pearson  0.14           
 
d)  Pruebas de Independencia para Tablas de Contingencia. A. flavus: Esclerocios 
detectados vs. no detectados en sustratos relacionados con el suelo o con partes 
aéreas de Arachis sp. 
 
 
Frecuencias: FRECUENCIAS 
 
Frecuencias absolutas 
En columnas:ESCLEROCIOS 
SUSTRATOS  D  ND Total 
HOJA        4  4     8 
SUST SUELO 21 23    44 
Total      25 27    52 
 
Frecuencias esperadas bajo independencia 
En columnas:ESCLEROCIOS 
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SUSTRATOS   D     ND   Total 
HOJA        3.85  4.15  8.00 
SUST SUELO 21.15 22.85 44.00 
Total      25.00 27.00 52.00 
 
 
 
     Estadístico        Valor gl   p     
Chi Cuadrado Pearson    0.01  1  0.9058 
Chi Cuadrado MV-G2      0.01  1  0.9058 
Irwin-Fisher bilateral    0.02    >0.9999 
Coef.Conting.Cramer     0.01            
Coef.Conting.Pearson    0.02            
Coeficiente Phi           0.02            
 
 
e) Pruebas de Independencia para Tablas de Contingencia. A. flavus: Esclerocios 
detectados vs. no detectados en plantas de Arachis sp. o en su exterior. 
 
Frecuencias: FRECUENCIAS 
 
Frecuencias absolutas 
En columnas:ESCLEROCIOS 
SUSTRATOS D  ND Total 
EXTERIOR  15 13    28 
PLANTA    10 14    24 
Total     25 27    52 
 
Frecuencias esperadas bajo independencia 
En columnas:ESCLEROCIOS 
SUSTRATOS  D     ND   Total 
EXTERIOR  13.46 14.54 28.00 
PLANTA    11.54 12.46 24.00 
Total     25.00 27.00 52.00 
 
 
 
     Estadístico        Valor gl   p    
Chi Cuadrado Pearson    0.73  1 0.3917 
Chi Cuadrado MV-G2      0.74  1 0.3910 
Irwin-Fisher bilateral    0.12    0.4193 
Coef.Conting.Cramer     0.08           
Coef.Conting.Pearson    0.12           
Coeficiente Phi          0.12           
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Sección 3 

 
 

 Crecmiento in vitro 

 
a)  Análisis de Varianza Multivariado (MANOVA) para los coeficientes a, b y g de las 
diferentes réplicas de las curvas de crecimiento logístico 
 
Análisis de la varianza multivariado 
 
Cuadro de Análisis de la Varianza (Wilks) 
F.V. Estadístico  F    gl(num) gl(den)   p        
CEPA     3.2E-03 27.13      18      74 <0.0001    
 
Cuadro de Análisis de la Varianza (Pillai) 
F.V. Estadístico  F   gl(num) gl(den)   p        
CEPA        1.95 8.63      18      84 <0.0001    
 
Cuadro de Análisis de la Varianza (Lawley-Hotelling) 
F.V. Estadístico   F    gl(num) gl(den)   p        
CEPA       78.32 107.33      18      74 <0.0001    
 
Cuadro de Análisis de la Varianza (Roy) 
F.V. Estadístico   F    gl(num) gl(den)   p        
CEPA       76.15 355.38       6      28 <0.0001    
 
Prueba Hotelling Alfa=0.05 
Error: Matriz de covarianzas común gl: 28 
 CEPA          GAMMA BETA  ALFA   n                    
2-AP      0.38 37.30  79.87  5 A                 
37-ECC   0.42 49.32  55.78  5    B              
4-MDC    0.42 64.05  99.63  5     C           
1-NJC     0.30 37.18  75.41  5          D        
16-TAC   0.34 41.22  71.89  5           E     
2-LB      0.39 49.08 114.01  5                F  
10-ECC   0.39 59.19 120.76  5                F  
Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p > 0.05) 
 
Análisis discriminante 
 
Análisis discriminante lineal 
 
Casos leidos 39 
 
Variables 
      
GAMMA 
BETA  
ALFA  
 
Variables de clasificación 
     
CEPA 
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Análisis de la varianza univariados 
Variable SC Trat       gl Grupo    CM Grupo CM Error gl Error    F      p-valor 
GAMMA        0.06          6                     0.01      1.4E-03         28       6.85    0.0001 
BETA      3315.8         6         552.64    26.85    28        4.36   0.0032 
ALFA             17036.17       6      2839.36    66.20    28   42.89 <0.0001 
 
Prueba de Homogeneidad de Matrices de Covarianzas 
Grupos N  Estadístico gl p-valor 
     7            35       62.23 36  0.0043 
 
Autovalores de Inv(E)H 
Autovalores  %    % acumulado 
      76.15 97.23       97.23 
       1.67  2.13       99.36 
       0.50  0.64      100.00 
 
Funciones discriminantes canónicas 
            1     2    
Constante -59.21 -8.82 
GAMMA     103.28 37.85 
BETA       -0.20 -0.09 
ALFA        0.34 -0.01 
 
Funciones discriminantes - datos estandarizados con las varianzas comunes 
              1          2          
GAMMA  3.81  1.40 
BETA   -2.20 -1.05 
ALFA    2.74 -0.09 
 
Centroides en el espacio discriminante 
Grupo    Eje 1 Eje 2 
10-ECC   9.72 -1.04 
16-TAC  -7.96 -0.58 
1-NJC    -9.91 -1.68 
2-AP     -0.58  1.14 
2-LB     10.05  0.20 
37-ECC  -6.50  1.94 
4-MDC    5.18  0.02 
 
 
Grupos sugeridos por el Análisis de discriminantes. 
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 Cultivo Dual in vitro 
 
 
 
a) CEPA BAFCcult 3109 
 
Especificación del modelo en R 

       modelo.006_COBERTURA.LB_REML<-gls(COBERTURA.LB~1+COMPETIDOR.LB 
 ,weights=varComb(varIdent(form=~1|Code.LB)) 

   ,method="REML" 
     ,na.action=na.omit 
     ,data=R.data06) 

      
       Resultados para el modelo: modelo.006_COBERTURA.LB_REML 

  
       Variable dependiente: COBERTURA.LB 

    
        
Medidas de ajuste del modelo 

    
       N AIC BIC logLik Sigma R2_0 

 22 92.93 99.3 -37.47 1.79 0.96 
 AIC y BIC menores implica mejor 

    
       Pruebas de hipótesis marginales (SC tipo III) 

   
 

numDF F-value p-value 
   (Intercept) 1 6672.5 <0,0001 
   COMPETIDOR.LB 6 178.73 <0,0001 
   

       
       Pruebas de hipótesis secuenciales 

    
 

numDF F-value p-value 
   (Intercept) 1 13301.63 <0,0001 
   COMPETIDOR.LB 6 178.73 <0,0001 
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Estructura de varianzas 
     

       Modelo de varianzas: varIdent 
    Formula: ~ 1 | Code.LB 

     
       Parámetros de la función de varianza 

    
       Parámetro Estim 

     1 1 
     2 3.4 
     

       
       
       Medias ajustadas y errores estándares para COMPETIDOR.LB 

  DGC (Alfa=0.05) 
      

       COMPETIDOR.LB Medias E.E.             
1640 64.94 0.89 A           
1638 62.39 3.04 A           
1639 50.06 0.89    B        
1636 46.92 0.89       C     
3109 46.84 1.26       C     
M9S           44.4 1.26       C     
M9E           15.21 1.26          D  

Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p > 0,05) 
  

 
 
b) CEPA BAFCcult 3110 
 
Especificación del modelo en R 

    
      modelo.001_COBERTURA.NJC_REML<-
gls(COBERTURA.NJC~1+COMPETIDOR.NJC 
,weights=varComb(varIdent(form=~1|Code.NJC)) 

  ,method="REML" 
     ,na.action=na.omit 
     ,data=R.data01) 
     

      Resultados para el modelo: modelo.001_COBERTURA.NJC_REML 
 

Variable dependiente: COBERTURA.NJC 
   

      Medidas de ajuste del modelo 
    

      N   AIC    BIC   logLik Sigma R2_0 
22 102.33 109.41 -41.17 2.7 0.9 
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AIC y BIC menores implica mejor 
   

      Pruebas de hipótesis marginales (SC tipo III) 
                  numDF F-value p-value 

  (Intercept)    1 1054.46 <0,0001 
  COMPETIDOR.NJC 6 92.19 <0,0001 
  

      
      Pruebas de hipótesis secuenciales 

                  numDF F-value p-value 
  (Intercept)    1 3390.09 <0,0001 
  COMPETIDOR.NJC 6 92.19 <0,0001 
  

      Estructura de varianzas 
    

      Modelo de varianzas: varIdent 
    Formula: ~ 1 | Code.NJC 
    

      Parámetros de la función de varianza 
   Parámetro Estim 

    2 1 
    1 2.7 
    3 0.45 
    Medias ajustadas y errores estándares para COMPETIDOR.NJC 

 DGC (Alfa=0.05) 
     

      COMPETIDOR.NJC Medias E.E.          
1638 47 1.35 A        
3110 45.78 5.15 A        
1640 43.72 1.35 A        
M9E            35.25 5.15    B     
1639 35.05 1.35    B     
1636 30.89 1.35    B     
M9S            16.06 0.85       C  

Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p > 0,05) 
 
 
 
 
c) CEPA BAFCcult 3111 
 
Especificación del modelo en R 

     
       modelo.003_COBERTURA.TAC_REML<-
gls(COBERTURA.TAC~1+COMPETIDOR.TAC 

 ,weights=varComb(varIdent(form=~1|Code.TAC)) 
   ,method="REML" 

      



Anexo 

 

 

 XXXV 

,na.action=na.omit 
      ,data=R.data03) 
      

       Resultados para el modelo: modelo.003_COBERTURA.TAC_REML 
  

       Variable dependiente: COBERTURA.TAC 
    

        
 
 
 
Medidas de ajuste del modelo 

     
       N   AIC   BIC  logLik Sigma R2_0 

 22 89.98 96.36 -35.99 1.52 0.95 
 AIC y BIC menores implica mejor 

     
       Pruebas de hipótesis marginales (SC tipo III) 

    
                      numDF F-value p-value 

   (Intercept)    1 2594.08 <0,0001 
   COMPETIDOR.TAC 6 148.04 <0,0001 
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Pruebas de hipótesis secuenciales 
    

                      numDF F-value p-value 
   (Intercept)    1 9373.14 <0,0001 
   COMPETIDOR.TAC 6 148.04 <0,0001 
   

       Estructura de varianzas 
     

       Modelo de varianzas: varIdent 
     Formula: ~ 1 | Code.TAC 
     

       Parámetros de la función de varianza 
    

       Parámetro Estim 
     1 1 
     2 3.21 
     

       Medias ajustadas y errores estándares para COMPETIDOR.TAC 
  DGC (Alfa=0.05) 

      
       COMPETIDOR.TAC Medias E.E.             

3111 47.98 1.07 A           
1638 46.88 0.76 A           
1639 37.86 0.76    B        
1640 35.57 2.43    B        
1636 29.45 0.76       C     
 M9S           26.95 3.44       C     
 M9E            12.79 1.07          D  

Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p > 0,05) 
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