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RESUMEN 

El maíz (Zea mays L.) es uno de los cultivos con mayor superficie sembrada en el mundo y 

Argentina se encuentra entre los líderes mundiales en producción y exportación. La región 

formada por la Provincia de Santiago del Estero, el este de Tucumán y el norte de Córdoba 

engloba ocho distritos agroclimáticos con características agroecológicas caracterizadas por 

una gran amplitud térmica y períodos de sequía frecuentes que exponen al cultivo a 

patógenos, entre los que destaca el hongo Aspergillus flavus, responsable junto a otros de 

la podredumbre de la espiga y la contaminación de los granos con micotoxinas como 

aflatoxinas y ácido ciclopiazónico (ACP). Es frecuente que la contaminación comience en 

los lotes de producción y que, al cosechar granos infectados, el problema se agrave durante 

el almacenamiento, situación que es promovida por factores hídricos, térmicos, el daño 

causado por insectos y el uso de germoplasma susceptible. El uso de híbridos resistentes 

tanto a orugas de la espiga (maíces Bt) como al patógeno y a la acumulación de 

aflatoxinas, junto con el control biológico del hongo a través de la exclusión competitiva, 

son las herramientas más prometedoras para hacer frente a esta problemática. En este 

trabajo se obtuvieron aislamientos del hongo a partir de espigas de maíz y se caracterizaron 

en cuanto a su capacidad toxigénica y morfotipo de esclerocios, además, aquellos no 

productores de aflatoxinas fueron estudiados para determinar sus grupos de compatibilidad 

vegetativa (GCV) y sus relaciones filogenéticas en base a las secuencias de un segmento 

del gen CaM. Conjuntamente se evaluaron tecnologías Bt frente a la infección natural del 

hongo, así como el comportamiento de híbridos frente a la inoculación con aislamientos 

aflatoxigénicos de A. flavus. Se obtuvieron 58 aislamientos en ocho localidades 

representativas de cada uno de los ocho distritos agroclimáticos, resultando 30 no 

aflatoxigénicos, 28 aflatoxigénicos y la totalidad productores de ACP. La caracterización 

por morfotipo de esclerocios determinó que 6 aislamientos no produjeron esclerocios, 51 

fueron L y solo uno fue S, siendo este último no productor de aflatoxinas. Se ubicaron 8 

aislamientos en 4 GCV. Las secuencias del gen CaM corroboraron la pertenencia de los 

aislamientos al clado A. flavus y la alta similitud nucleotídica entre ellos (99,4 % a 100 %) 

reveló diversidad genética casi nula en esta región geográfica. No se observaron 

diferencias significativas en la proporción de aislamientos entre híbridos comerciales y 

variedades nativas ni entre las campañas estudiadas ni entre distritos agroclimáticos. La 

evaluación de híbridos empleados en la región permitió identificar a los híbridos 510PWU 

y 510PW como los de menor daño de espigas por orugas, sin detectarse infección natural 

con A. flavus ni acumulación de aflatoxinas en ninguno de los estudiados, mientras que la 

inoculación con aislamientos aflatoxigénicos destacó a P2089VYHR como el de mayor 

rendimiento y junto con P1366VYHR resultaron sin acumulación de aflatoxina B1 (AFB1), 

no detectándose diferencias significativas entre híbridos en cuanto al comportamiento 

frente a la infección por el hongo. El tratamiento Inoculado presentó una disminución de 

rendimiento del 4 % respecto al No Inoculado. Por medio de esta investigación se 

conocieron características de las poblaciones del hongo en esta región agrícola del norte 

del país, muchas de ellas compartidas con aislamientos obtenidos en la zona agrícola 

central de Argentina y se detectaron híbridos comerciales de buen comportamiento frente a 

estas poblaciones del hongo en cuanto a la infección y a la acumulación de AFB1.  

 

Palabras claves: aflatoxinas, ácido ciclopiazónico, resistencia genética de maíz, híbridos, 

distritos agroclimáticos.  
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ABSTRACT 

Maize (Zea mays L.) is one of the most widely planted crops in the world and Argentina is 

a world leader in its production and exportation. Santiago del Estero province, the east of 

Tucumán and the north of Córdoba encompasses eight agro-climatic districts, 

characterized agro-ecologically by a wide temperature range and frequent periods of 

drought that expose the crop to pathogens, particularly the fungus Aspergillus flavus, 

responsible, along with others, for ear rot and grain contamination with mycotoxins such as 

aflatoxins B1 (AFB1) and cyclopiazonic acid (CPA). Contamination often begins in the 

field and when infected grains are harvested, and worsens during storage, encouraged by 

hydric and thermal factors, insect damage and the use of susceptible germplasm. The use 

of hybrids resistant to earworms (Bt maize) as well as to the pathogen and to aflatoxin 

accumulation, together with biological control of the fungus through competitive 

exclusion, are the most promising tools to deal with this problem. In this study, we 

obtained isolates of the fungus from ears of corn and characterized them in terms of their 

toxigenic capacity and morphotype of sclerotia. In addition, those that did not produce 

aflatoxins were studied to determine their vegetative compatibility groups (VCG) and their 

phylogenetic relationships based on the sequences of a segment of the CaM gene.  At the 

same time, Bt technologies were evaluated against the natural infection of the fungus, as 

well as the behavior of hybrids against inoculation with aflatoxigenic isolates of A. flavus. 

Fifty-eight isolates were obtained in eight localities representative of each of the eight 

agroclimatic districts that make up the study region, 30 of which were non-aflatoxigenic, 

28 aflatoxigenic, and all producers of CPA. The characterization by sclerotia morphotype 

determined that 6 isolates did not produce sclerotia, 51 were L and only one was S, the 

latter being a non-producer of aflatoxins. Eight isolates were located in 4 GCV. The CaM 

gene sequences corroborated that the isolates belonged to the A. flavus clade and the high 

nucleotide similarity between them (99.4 % to 100 %) revealed almost zero genetic 

diversity in this geographic region. No significant differences were observed in the 

proportion of isolates between commercial hybrids and those for self-consumption, or 

between the crop years studied or between agroclimatic districts. Evaluating the hybrids 

used in the region identified 510PWU and 510PW hybrids as those with the least damage 

to ears by caterpillars, without detecting natural infection with A. flavus or accumulation of 

aflatoxins in any of those studied. Inoculation with aflatoxigenic isolates highlighted 

P2089VYHR as the one with the highest yield and, together with P1366VYHR, without 

accumulation of AFB1. No significant differences were detected between hybrids in terms 

of behavior against infection by the fungus. The Inoculated treatment showed a yield 

decrease of 4 % compared to the non-Inoculated. This research revealed characteristics of 

the fungus populations in this agricultural region of the north of the country, many of them 

shared with isolates obtained in the central agricultural zone of Argentina, and commercial 

hybrids were detected that behave well against these fungus populations in terms of 

infection and accumulation of AFB1. 

Key words: aflatoxin, cyclopiazonic acid, maize genetic resistance, hybrids, agro-climatic 

districts. 
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CIAP: Centro de Investigaciones Agropecuarias 

CZ: Czapeck Dox agar 

dATP: Desoxiadenosina trifosfato 

dCTP: Desoxicitidina trifosfato 

DEPC: dietilpirocarbonato 

DG18: Diclorán Glicerol 18% agar 

dGTP: Desoxiguanosina trifosfato 

dNTP: Desoxinucleósido trifosfato 

DRBC: Diclorán rosa de bengala cloranfenicol agar 

dTTP: Desoxitimidina trifosfato 

EDTA: ácido etilendiaminotetraacético 

g.espiga-1: gramos por espiga 

g.mol-1: gramos por mol 

g: gramo 

GCV: grupos de compatibilidad vegetativa 

ha: hectárea 

HPLC: cromatografía líquida de alta eficacia 

HYP: Agar hipoxantina 

INTA: Instituto Nacional de Tecnología Agropecuaria 

IPAVE: Instituto de Patología Vegetal 

ITS: Espaciador Transcrito Interno 

km: kilómetros 

MAGyP. Ministerio de Agricultura Ganadería y Pesca. 

Mbp: mega pares de bases 

MEA: Extracto de Malta agar 

MINCyT: Ministerio de Ciencia y Tecnología e Innovación 

mm: milímetros 
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mM: milimolar 

N°: número 

AN: Agar Nitrito  

ng.g-1: nanogramo por gramo 

ng: nanogramo 

nm: nanómetros 

pb: pares de bases 

PCR: reacción en cadena de la polimerasa 

ppb: partes por billón 

rADN: ADN ribosomal 

RAPD: Amplificación Aleatoria de ADN Polimórfico 

SAIC: sociedad anónima, industrial y comercial 

SCAR: Región Amplificada de Secuencia Caracterizada 

SMN: Servicio Meteorológico Nacional 

t: tonelada 

TAE: Tris - Acetato - EDTA 

UV: luz ultravioleta 

vs: versus 

WT: “aislamiento salvaje” 

α: alfa 

β: beta 
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CAPÍTULO 1 

INTRODUCCIÓN 

El maíz (Zea mays L.) es uno de los cultivos con mayor superficie sembrada en el 

mundo y alcanza una producción que ronda los 1.100 millones de toneladas (USDA - FAS, 

2020). Argentina se encuentra entre los líderes mundiales en producción de este cereal, 

ocupando el sexto lugar como productor y oscila entre el tercero y cuarto como exportador 

con una producción de alrededor de 60 millones de toneladas (MAGyP, 2020).  

La región conformada por la Provincia de Santiago del Estero, este de Tucumán y 

norte de Córdoba engloba ocho distritos agroclimáticos (D4: Río Muerto; D5: Hickmann; 

D17: Bandera; D18: Monteagudo; D37: Soto; D18A: Monteagudo; 37C: Soto - Norte de 

Córdoba; D61B: Deán Funes) (Figura 1.1) (De Fina, 1973) con características 

agroecológicas particulares para el desarrollo del maíz, siendo responsable de entre 10 % y 

20 % de la producción nacional (MAGyP, 2020), dependiendo de los factores climáticos 

propios de cada campaña agrícola. 

Figura 1.1. Localidades representativas de 8 distritos agroclimáticos de las provincias de 

Santiago del Estero, este de Tucumán y norte de Córdoba. Sachayoj (D4: Río Muerto), 

Quimilí (D5: Hickmann), Bandera (D17: Bandera), Santiago del Estero (D18: 

Monteagudo), Sumampa (D37: Soto), Santa Rosa de Leales (D18A: Monteagudo), Rayo 

Cortado (37C: Soto - Norte de Córdoba) y Villa de Tulumba (D61B: Deán Funes). 

En las últimas dos décadas esta región experimentó una transformación importante 

debida a la expansión de las fronteras agrícolas, con modificación del uso del suelo y 
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evolución hacia sistemas agrícolas en detrimento de los sistemas ganaderos originales 

(Ginzo, 2015). En adición, la disponibilidad de nuevos híbridos adaptados a diferentes 

condiciones agroclimáticas y la modificación del régimen hídrico, producto del cambio 

climático (Cardini et al., 2018), posibilitaron el crecimiento de grandes centros de 

producción en los que el cultivo explora un ambiente con restricciones edafoclimáticas que 

lo exponen a estreses y a agentes bióticos responsables de numerosas enfermedades. 

Diversas especies fúngicas son patógenos del cultivo y algunas de ellas producen 

micotoxinas, metabolitos secundarios nocivos para la salud humana y animal (De Rossi et 

al., 2017; Presello et al., 2016; Martínez et al., 2010). Especies de los género Aspergillus, 

Fusarium, Penicillium y Diplodia, causan podredumbre de la espiga, enfermedad 

favorecida por condiciones climáticas de humedad relativa y temperatura elevadas durante 

la etapa reproductiva del cultivo, ambiente característico de la región mencionada, que 

produce mermas importantes en el rendimiento y potencial contaminación de los granos 

con micotoxinas (Martínez et al., 2010). 

Aspergillus flavus Link es un hongo patógeno y oportunista de animales y plantas, 

con distribución mundial (Grubisha y Cotty, 2015); se lo encuentra como constituyente 

normal de la microbiota del suelo y frente a determinados estreses hídricos y térmicos, 

algunas cepas producen micotoxinas, tales como aflatoxinas y ácido ciclopiazónico (ACP). 

Las aflatoxinas son metabolitos secundarios producidos principalmente por el género 

Aspergillus, con potente actividad hepatotóxica, teratogénica, inmunosupresora y 

mutagénica (Klingelhöfer et al., 2018; Wogan et al., 2012; Reddy et al., 2010). Las que se 

detectan con mayor frecuencia como contaminantes naturales en los cultivos y 

subproductos derivados son del tipo B1, B2, G1, G2 y M1. Toman el nombre de B (blue) y G 

(green) dependiendo de la fluorescencia emitida cuando se observan con luz ultravioleta. 

Dichas aflatoxinas se excitan a longitudes de onda entre 225 nm y 365 nm emitiendo 

fluorescencia azul (blue) o verde (green) (Calvo, 2008). 

La podredumbre de la espiga causada por A. flavus puede iniciarse en los lotes de 

producción, cosechándose granos contaminados con aflatoxinas e incrementándose el 

problema cuando los mismos son almacenados (Folcher et al., 2010; Wu, 2007). En 

condiciones de almacenamiento en silos, son fundamentales el monitoreo de la humedad 

del grano, la temperatura, la aireación y el control de insectos, para impedir el desarrollo 
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del hongo, mientras que en silo bolsas, además de la humedad del grano, se debe tener en 

cuenta confeccionarlos en zonas altas y limpias, con el tensado correcto, evitando el daño 

por roedores. Los insectos predisponen al maíz a la contaminación con hongos debido al 

daño que producen en el grano, facilitando la colonización por parte de patógenos 

(Windham et al., 2018; Munkvold et al., 2012). La principal estrategia de manejo utilizada 

en la región es el empleo de maíces con eventos transgénicos (Bt) que, al sufrir menor 

daño por insectos, tienen menor actividad fúngica y menor contenido de aflatoxinas en 

grano que los maíces no Bt, reduciendo el riesgo de contaminación en silos y almacenajes 

(Mwakinyali et al., 2019; Zhu et al., 2019; Weaver et al., 2017; Hruska et al., 2014; 

Warburton y Williams, 2014). 

A partir del año 2016, numerosos híbridos de maíz sembrados en la región 

experimentaron el quiebre de la resistencia frente al ataque del “cogollero de la 

espiga”(Spodoptera frugiperda) (MRI-ASA, 2017) y como consecuencia se incrementaron 

los problemas de podredumbre de la espiga, infección por A. flavus y contaminación con 

aflatoxinas. De aquí que adquiere suma importancia orientar la investigación científica 

hacia los híbridos utilizados en la región, las líneas progenitoras, los nuevos germoplasmas 

lanzados al mercado y la población de A. flavus presente, con el objetivo de identificar 

fuentes de resistencia a la infección por A. flavus, debido a que esta especie es la principal 

productora de aflatoxinas (Amare y Keller, 2014; Martínez Padrón et al., 2013; Amaike y 

Keller, 2011; Georgianna y Payne, 2009; Brooks et al., 2005). 

Desde la intensa sequía de la campaña 2008 se han evidenciado en esta región 

agrícola problemas con aflatoxinas1. Esto se convirtió en una situación de importancia 

económica debido a diversas razones: el aporte que realiza la región a la producción 

nacional, la distancia a los puertos (más de 500 km) que encarecen el traslado del grano, la 

variación del precio del maíz y la baja disponibilidad de camiones durante la cosecha que 

obligan a desarrollar estrategias comerciales para las cuales se necesita almacenar el grano 

en silo bolsas. A esto último se suma la calidad de confección y atmósfera interna de los 

mismos, las condiciones ambientales de la región que favorecen el desarrollo de hongos 

 
1 Reunión entre ARCOR SAIC e IPAVE-CIAP-INTA, “Presentación de problemas de aflatoxinas en el área 

agrícola centro norte del país y evaluación de posibles soluciones por parte del INTA”, Arroyito, Córdoba, 

junio de 2012; reunión entre Dirección de Promoción de Actividades Científicas MINCyT, ARCOR SAIC, 

IPAVE-CIAP-INTA y CEPROCOR, Córdoba, diciembre de 2012; Jornada de Salud y Reproducción animal, 

EEA Este de Santiago del Estero INTA, Monte Quemado, Santiago del Estero, octubre de 2015. 
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productores de micotoxinas y por último, el volumen importante de granos que es 

transformado en la región debido al crecimiento de proyectos zonales de molienda que 

incorporan valor agregado al maíz. 

El control de hongos causantes de podredumbre de la espiga, como A. flavus, 

mediante fungicidas sintéticos, se dificulta debido a la imposibilidad de alcanzar al 

patógeno localizado en el interior de la espiga y al tiempo de carencia de los diferentes 

productos químicos que contrastan con la necesidad de prontitud de cosecha. En los 

últimos años se han realizado avances significativos a nivel nacional e internacional en el 

control biológico de este hongo en diferentes cultivos, basados en la competencia existente 

entre aislamientos toxigénicos y atoxigénicos (Ul Hassan et al., 2021; Ren et al., 2020; 

Alaniz Zanon et al., 2018, 2013; Hruska et al., 2014; Rosada et al., 2013; Reddy et al., 

2010; Atehnkeng et al., 2008). Para desarrollar ésta y otras estrategias de manejo, 

previamente se deben caracterizar los aislamientos nativos de la zona. 

Los aislamientos de A. flavus no productores de aflatoxinas seleccionados como 

biocontroladores deben cumplir determinados requisitos, tales como ser nativos y 

genéticamente aislados del resto de la población del hongo. Para ello, se debe analizar la 

diversidad genética de la población fúngica nativa a través de estudios como la 

determinación de grupos de compatibilidad vegetativa (GCV) (Grubisha y Cotty, 2015; 

Rodríguez Alvarado et al., 2013; Habibi y Banihashemi, 2008), el análisis de la cantidad y 

tamaño de esclerocios y las relaciones filogenéticas entre ellos (Rodríguez Alvarado et al., 

2013; Gallo et al., 2012; Peterson, 2008). 

CARACTERÍSTICAS GENERALES DEL MAÍZ 

El maíz es una especie monocotiledónea anual perteneciente a la familia de las 

Poáceas (gramíneas) que no se encuentra en estado silvestre (Paliwal, 2001). 

Es una gramínea originaria de Mesoamérica (México y Guatemala) con su centro 

de origen ubicado a lo largo del acantilado occidental de México, a unos 500 km de la 

Ciudad de México (Wilkes y Goodman, 1995). Fue domesticado por los nativos durante un 

período de entre 7.000 y 10.000 años atrás y fueron ellos quienes, a través de mejoras 

genéticas, obtuvieron variedades de grano dulce, amiláceas, duros y dentados, aunque 
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perdió su capacidad de vivir en forma silvestre. Lograron expandir su cultivo por toda 

América (Gear, 2008; Mangelsdorf, 1974) y fue Cristóbal Colón quien lo vio por primera 

vez en Cuba en octubre de 1492 (Fredenburg, 2006; McClintock et al., 1981). 

El maíz tuvo su origen en un ecosistema con invierno seco alternado con lluvias de 

verano, en una región montañosa, con cuestas empinadas y sobre roca caliza. Esta región 

estaba ocupada por especies silvestres de teosinte y Tripsacum por lo que se sostienen 

diferentes teorías respecto al origen del maíz que lo vinculan con estas especies: 

a) Evolución vertical del maíz moderno a partir del silvestre. 

b) Progresión de teosinte a maíz. 

c) Separación del maíz y el teosinte, originados ambos en un ancestro común, 

habiéndose separado durante el proceso evolutivo. 

d) Hibridación entre teosinte y una gramínea desconocida (Acosta, 2009; 

Paliwal, 2001).  

Según Galinat (1988) el maíz deriva del teosinte, ambos se cruzaron libremente y 

debido a ello los genes para resistencia y tolerancia a los estreses naturales presentes en el 

teosinte se transfirieron al maíz. Si bien en la actualidad no se sabe con certeza su origen, 

se considera a México como centro primario de diversidad genética y la zona Andina como 

el secundario (Acosta, 2009). 

La especie posee metabolismo C4, es decir, no presenta fotorrespiración detectable 

(Martínez Álvarez, 2015), es diploide, consta de diez pares de cromosomas (2n=2x) y se 

reproduce por semillas, las cuales pueden presentarse de color blanco, amarillo, rojo, 

morado y hasta negro, pero principalmente son de color amarillo (Ford, 2000; FAO, 1993; 

Xolocotzi, 1985). Las semillas son el resultado de la fecundación cruzada entre óvulos 

dispuestos en una inflorescencia femenina (espiga o mazorca), generalmente única y 

ubicada en posición axial, y granos de polen producidos en una inflorescencia masculina 

(panoja) ubicada en la porción apical del tallo (Figura 1.2). La polinización es anemófila y 

el porcentaje de autofecundación es muy reducido (Eyhérabide, 2012). El ciclo ontogénico 

de la planta de maíz puede dividirse en dos estados fisiológicos (FAO, 1993): 

1. Estado vegetativo: desarrollo y diferenciación de los distintos tejidos hasta el 

momento que aparecen los estigmas en la flor masculina. 
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2. Estado reproductivo: comienza con la fecundación de la estructura femenina en 

la cual se desarrollarán los granos y culmina con la senescencia de la planta. 

Figura 1.2. Planta de maíz y sus partes. Ilustración tomada de 

https://thumbs.dreamstime.com/z/partes-de-la-planta-morfologia-del-maiz-con-las-hojas-

el-sistema-raíz-frutas-y-flores-verdes-aislamientos-en-fondo-blanco-146924894.jpg  

El estudio del ciclo ontogénico se realiza a través de la fenología según las fases del 

desarrollo por las que atraviesa el cultivo, basándose en cambios morfológicos y 

fisiológicos de las plantas. Para el caso del maíz la escala más utilizada es la de Ritchie y 

Hanway (1982), que utiliza caracteres morfológicos macroscópicos para identificar dos 

períodos: vegetativo, subdividido en estadios indicados con la letra V y un subíndice, el 

cual corresponde al orden de la última hoja completamente expandida (lígula visible) al 

momento de la observación (VE: emergencia, V1, V2, Vn, y VT o panojamiento), y el 

reproductivo, señalado con la letra R y un subíndice a partir de R1 (emergencia de los 

estigmas), R2 (cuaje o estado de ampolla), R3 (grano lechoso), R4 (grano pastoso), R5 

(grano duro) y R6 (madurez fisiológica) (Tabla 1.1) (Martínez Álvarez, 2015; INTA, 

2012). 

Tabla 1.1. Estados fenológicos de maíz. 

        Estados vegetativos      Estados reproductivos 

VE Emergencia R1 Emergencia de estigmas 

V1 1° Hoja R2 Cuaje 

V2 2° Hoja R3 Grano lechoso 

Vn Nn Hoja R4 Grano pastoso 

VT Panojamiento R5 Grano duro 

…  R6 Madurez fisiológica 



7 
 

El valor del maíz radica en sus granos, los que constituyen uno de los alimentos 

más antiguos que se conoce. Es por ello que a lo largo de la historia el cultivo sufrió fuerte 

presión de selección que dio como resultado diferentes híbridos con características 

adaptables a ambientes agroecológicos diversos, tales como diferencias en el número de 

hojas, altura de planta, posición de la espiga, número de espigas por planta, ciclo de 

maduración, tipo de grano, número de filas de granos y número de granos. 

El grano de maíz es botánicamente definido como una cariópsis con cuatro 

estructuras principales: pericarpio (5-6 %), aleurona (2-3 %), endosperma (80-85 %) y 

germoplasma (10-12 %) (González Arguinzones, 2013; FAO, 1993) .  

El número de granos producidos por espiga y el peso de los mismos determina el 

rendimiento del cultivo y la formación del mismo comprende tres fases: la fase I, 

correspondiente al período de cuaje de los granos (R2), se extiende unos 10 a 20 días 

posterior a la floración, según la temperatura y el genotipo, y en ella queda definido el 

principal componente del rendimiento que es el número de granos por espiga. La fase II es 

la etapa efectiva de llenado de grano y dura más de la mitad del período total de llenado de 

los granos. Por último, la fase III o etapa final donde la tasa de llenado va declinando hasta 

hacerse nula, completándose de esta manera el crecimiento del grano que alcanza su 

madurez fisiológica y simultáneamente va perdiendo humedad hasta finalizada la etapa, 

donde se visualiza la formación de la capa de abscisión en la punta del grano, la cual 

impide una mayor acumulación de materia seca (“capa negra”) (Cirilo y Andrade, 1994). 

PRODUCCIÓN Y CONSUMO INTERNACIONAL 

El maíz es uno de los cultivos que ocupa la mayor superficie cultivable del mundo, 

pero con diferencias importantes en cuanto a la relación superficie sembrada - rendimiento 

entre países. Históricamente la producción de maíz tuvo una tendencia alcista a lo largo de 

los últimos 35 años (Goizueta, 2014), siendo los mayores productores mundiales Estados 

Unidos, China y Brasil (Tabla 1.2) (USDA - FAS, 2021). 

Los granos de maíz producidos mundialmente tienen como destino final la 

exportación, la alimentación de animales, el consumo humano y la industrialización, 

destacándose en esta última la producción de etanol (Castro y Emiliozzi, 2020; Calzada, 

2016; CEFP, 2007). 
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Los principales países consumidores son Estados Unidos con 35 % del consumo 

mundial y principalmente destinado a la producción de etanol, seguido por China (20 %) y 

la Unión Europea (7 %). En menor medida siguen Brasil y México (Goizueta, 2014). 

Durante la última década el consumo mundial creció a una tasa promedio anual de 3,4 %, 

de este, el forrajero representa el 62,5 % y el humano e industrial el 37,5 % (USDA - FAS, 

2021). Países como China, India y la Unión Europea se destacan en este incremento anual 

del consumo con 3,8 %, 6,5 % y 15 %, respectivamente. En México, el consumo creció 

3,3 %, motivado, principalmente, por el incremento del uso del maíz para la alimentación 

animal, siendo la avicultura el principal destino del grano (USDA - FAS México, 2021) y 

en Brasil su consumo creció 2,4 % debido al aumento de la producción de etanol y el uso 

de forraje para el ganado (USDA - FAS Brasil, 2021). 

Tabla 1.2. Principales países productores de maíz y producción. 

País 
Producción de maíz (millones de toneladas) 

2018/19 2019/20 2020/21 

Estados Unidos 364.262 347.782 358.447 

China 257.330 260.770 260.670 

Brasil 101.000 101.000 86.000 

Unión Europea 64.440 65.000 64.413 

Argentina 56.860 58.395 60.525 

India 27.715 28.500 31.510 

México 27.600 25.000 27.350 

Ucrania 35.805 35.800 30.297 

Canadá 13.885 13.400 13.563 

Rusia 11.415 14.275 13.872 

Sudáfrica 11.824 16.000 16.900 

Indonesia 12.000 12.700 11.800 

Nigeria 11.000 11.000 10.000 

Etiopía 8.350 8.400 8.600 

Filipinas 7.608 8.100 8.352 

El consumo humano tiene sus mayores valores en los países de África y Centro 

América con valores de entre 328 y 267 g/persona/día, respectivamente (Ranum et al., 

2014). Estos valores están sujetos al crecimiento de la población y al aumento de los 
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ingresos, los cuales dictan los cambios de preferencias alimentarias y determinan los 

futuros hábitos de consumo de alimentos (FAO, 2017). 

PRODUCCIÓN, COMERCIALIZACIÓN, CONSUMO E 

INDUSTRIALIZACIÓN EN ARGENTINA 

El maíz junto con la soja y el trigo constituyen la base de la producción agrícola 

nacional (CAS, 2014). Argentina es responsable de casi 16 % de la exportación mundial, 

siendo la superficie sembrada durante la campaña 2019/20 de 9,7 millones de hectáreas, 

levemente mayor a la campaña precedente y con una producción de 60,5 millones de 

toneladas (Tabla 1.3) (MAGyP, 2021). 

Tabla 1.3. Superficie sembrada y producción de maíz en diferentes campañas agrícolas en 

Argentina. 

Campaña 

agrícola 

Superficie 

sembrada (ha) 
Producción (t) 

2016/17 8.486.694 49.490.326 

2017/18 9.139.766 43.462.323 

2018/19 9.039.594 56.860.704 

2016/20 9.504.473 58.395.811 

2020/21 9.742.230 60.525.805 

El cultivo de maíz se realiza en una vasta superficie del territorio nacional, 

principalmente en las regiones centro y norte del país (Figura 1.3), bajo diferentes 

condiciones agroecológicas en donde los factores climáticos como precipitaciones, 

radiación, temperatura, evaporación, entre otros, introducen el “azar” en los sistemas 

productivos, repercutiendo en la producción final del cultivo (Totis de Zeljkovich, 2012). 

Las principales regiones productoras son las localizadas en la zona central del país, 

incluyendo a las provincias de Córdoba, Santa Fe y Buenos Aires (zona núcleo). Las zonas 

aledañas son denominadas “regiones marginales” en las que, el desarrollo de estrategias 

adaptadas a estos agroecosistemas diversos, con factores como mejoras en el manejo 

agronómico de los suelos, en el gerenciamiento, en la fertilización, en el riego y 

principalmente en el desarrollo de nuevas tecnologías como el mejoramiento genético de 

las semillas, posibilitaron la expansión del cultivo hacia estas regiones, aumentando el área 
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cultivable y la productividad, dando lugar a grandes centros de producción de maíz (CAS, 

2014; MAIZAR, 2013). 

Figura 1.3. Áreas aptas para el cultivo de maíz en Argentina. Las zonas blancas indican las 

zonas aptas, las grises no aptas por limitaciones edafoclimáticas y las rojas presentan 

limitaciones de uso. Fuente: http://docplayer.es/95667598-Mapas-de-areas-aptas-para-

cultivos-de-secano-en-argentina.html 

La Provincia de Santiago del Estero, integrante de una de estas “regiones 

marginales”, no estuvo exenta del avance de este cultivo. Desde finales de los años 90 se 

evidenció un cambio marcado, especialmente en el extremo noreste de la provincia, en 

donde la modificación del uso del suelo incrementó la superficie destinada a sistemas 

agrícolas en detrimento de los ganaderos. La intensificación de los procesos productivos, el 

acceso a nuevos y numerosos híbridos adaptados a diferentes ambientes agroclimáticos, el 

desarrollo de nuevas áreas de cultivo debido al cambio de condición del suelo por 

desmonte (Ginzo, 2015) y la modificación del régimen hídrico, producto del cambio 

climático (Cardini et al., 2018), han permitido el desarrollo del cultivo en estos sistemas 

agroecológicos con características muy antagónicas, en donde el maíz, además de cumplir 

un rol socio-económico preponderante, tiene formas de cultivo, manejo y comportamientos 

diferentes. 

De Fina (1973) clasificó al país en diferentes distritos agroclimáticos considerando 

las características edafoclimáticas de las regiones. La Provincia de Santiago del Estero, el 

este de Tucumán y el norte de Córdoba adquieren particular interés debido a que son sitios 
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en los cuales el maíz está expuesto a una alta variabilidad climática, la cual, acompañada 

de suelos frágiles, desde el punto de vista nutricional y estructural, exponen al cultivo a 

diferentes estreses que favorecen el desarrollo de enfermedades causadas por diferentes 

patógenos, destacándose A. flavus y su consecuente producción de micotoxinas. 

La región está conformada por ocho distritos agroclimáticos con localidades 

representativas en cada uno de ellos (Figura 1.1) y su importancia radica en el aporte de 

entre 10 % y 20 % que realiza a la producción nacional (MAGyP, 2021), por la proporción 

de cereal que es almacenado en silos bolsas como estrategia comercial o para consumo 

animal y por el incremento de proyectos zonales de molienda que brindan ventajas 

competitivas a la producción y comercialización de productos y subproductos derivados 

del maíz. 

El principal destino del maíz producido en el país es la exportación, cuyo valor 

oscila entre el 60 % y 68 % de la producción nacional, correspondiendo el 99 % a maíz en 

grano y un muy bajo porcentaje a aceite en bruto y almidón, con un ingreso de 

2.893 millones de dólares (9,4 % de las exportaciones totales) (INDEC, 2019). Los 

principales destinos son Vietnam, Egipto, Medio Oriente, Argelia, Malasia, Sudáfrica, 

Corea del Sur y Chile, siendo el resto del maíz producido, procesado y consumido en el 

país. Los elevados impuestos, la evasión impositiva y el retraso en la aplicación de 

tecnología dañan la competitividad, por lo que el procesamiento interno del cereal se 

encuentra muy por debajo de otros países referentes como Brasil y Estados Unidos, con 

65 % y 87 %, respectivamente (MAIZAR, 2018).  

El principal destino interno del maíz es la producción avícola (carne y huevos), 

porcina y bovina (carne y leche); molienda húmeda, cuyo principal producto es la fructosa; 

molienda seca que incluye a las harinas de maíz y polentas; balanceadores que producen 

raciones y mezclas para alimentación animal y producción de etanol para biocombustibles 

(USDA - FAS Argentina, 2021). 

Numerosos actores integran la cadena de valor del complejo maicero en Argentina 

(Figura 1.4) y las moliendas húmedas y secas, junto con la producción de balanceados y 

biocombustibles están creciendo en los últimos años (Bolsa de Cereales, 2018). 
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Figura 1.4. Cadena de valor del complejo maicero argentino. Fuente: 

https://www.bolsadecereales.com/imagenes/retaa/2018-12/161-

lacadenademaizenargentinaretaapaseeee09.11.2018.pdf 

En la molienda húmeda el grano es sometido a un proceso de maceración con agua 

sulfurada, el cual facilita la separación de los componentes básicos presentes en el grano: 

almidón, aceite de maíz (germen) y gluten. Los principales productos que se obtienen son: 

endulzantes calóricos, almidones, subproductos como el "gluten meal" y el "gluten feed", 

jarabes de maíz de alta fructosa, colorante caramelo, jarabe de maltosa, jarabe de glucosa, 

dextrosa y jarabes mezclas. El destino principal de estos subproductos son: forraje, 

balanceados, suplementación en la nutrición animal, industria alimenticia e insumos para el 

sector farmacéutico (Rodriguez Tejeda, 2018; Garzón et al., 2015). Este tipo de 

industrialización presenta el inconveniente que, ante la utilización de maíces contaminados 

con aflatoxinas, éstas se concentran en los subproductos como el gluten y harinas, 

encontrándose niveles de aflatoxinas de hasta tres veces respecto del maíz entero 

(Munkvold y White, 2016). 

Durante el proceso de molienda seca se separan y rompen, a través de procesos 

físicos, el germen, el endosperma y el pericarpio del grano de maíz, obteniéndose harinas 

(polentas), sémolas y trozos o “grits” para elaboración de copos (corn flakes). También se 

obtiene harina zootécnica, compuesta por una mezcla de proporciones variables de 

salvado, germen y harina de menor granulometría. Los principales destinos de los 

productos de la molienda seca son: cervecerías, industria alimenticia para elaboración de 

cereales para desayuno, snacks o expandidos, sopas y forraje (Schabo et al., 2020; Pagkali 

et al., 2018; Rodriguez Tejeda, 2018; MAIZAR, 2017; Garzón et al., 2015). 
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ENFERMEDADES DEL MAÍZ - PODREDUMBRE DE LA ESPIGA 

Las nuevas tecnologías de insumos y procesos que en los últimos años se sumaron 

al complejo maicero argentino, permitieron la expansión del cultivo hacia nuevos 

ambientes, ampliando la fecha de siembra. De esta manera, se creó un corredor verde de 

siembra en el país que se extiende, prácticamente, durante todo el año calendario (Couretot 

et al., 2016), el cual, favorecido por las condiciones edafoclimáticas y susceptibilidad de 

los germoplasmas empleados, permiten el desarrollo y diseminación de enfermedades y 

vectores (Oleszczuk et al., 2020; Rodriguez, 2018; De Rossi et al., 2017; Gimenéz Pecci et 

al., 2012; Varón de Agudelo y Sarria Villa, 2007). 

Las enfermedades pueden ser causadas por agentes bióticos, además de favorecidas 

por abióticos y se las puede agrupar en enfermedades no infecciosas e infecciosas. Las 

primeras son producidas por agentes abióticos tales como temperaturas extremas, exceso o 

deficiencia de nutrientes, disponibilidad de agua edáfica, granizo, fitotoxicidad de 

productos químicos, deficiencias nutricionales, provocando alteraciones que ocasionan 

pérdidas de rendimiento y/o muerte de la planta (Botta y González, 2012). Las 

enfermedades infecciosas son producidas por patógenos bióticos como hongos, virus, 

bacterias, mollicutes y nemátodos (Botta y González, 2012; Pérez y Terrón et al., 2012).  

En el mundo se han reportado 32 virus afectando al cultivo de maíz, siendo los más 

importantes Maize chlorotic mottle virus (MCMV), Maize dwarf mosaic virus (MDMV), 

Maize streak virus (MSV), Maize stripe virus (MSpV), Sugarcane mosaic virus (SCMV), 

Wheat streak mosaic virus (WSMV), Maize red stripe virus (MRSV), Maize mosaic virus 

(MMV), Barley stripe mosaic virus (BSMV), Maize rayado fino virus (MRFV), Barley 

yellow dwarf virus (BYDV), Mal de Rio Cuarto virus (MRCV) y High Plains wheat 

mosaic virus (HPWMoV). Pueden presentarse en infecciones simples y/o mixtas como el 

caso de la necrosis letal del maíz (CLN), resultante de infecciones mixtas de SCMV y 

MCMV (Giménez Pecci et al., 2017; Maurino et al., 2014; Laguna y Gimenéz Pecci, 

2012). Dentro de los mollicutes, Spiroplasma kunkelii es el principal responsable del 

Achaparramiento del maíz (CSS), es transmitido por el cicadélido Dalbulus maidis y puede 

ocasionar graves pérdidas en la producción de este cultivo (Giménez Pecci et al., 2017; 

Virla et al., 2004). Las bacterias presentan numerosos síntomas y se pueden encontrar en 
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infecciones simples y mixtas, siendo las especies Acidovorax avenae, Acidovorax 

temperans, Burkholderia andropogonis, Pantoea ananatis, Pantoea stewartii subsp. 

stewartii, Pseudomonas syringae y Xantomonas vasicola las principales responsables del 

daño foliar en la planta y su consecuente pérdida de rendimiento (Plazas et al., 2018, 2014; 

Munkvold y White, 2016). 

Los hongos constituyen unos de los patógenos más importantes del maíz, pudiendo 

ser saprófitos o parásitos. Pueden atacar todas las partes de la planta causando 

marchitamientos foliares, enanismo y pudriciones de raíz, tallo y espigas (Botta y 

Gonzalez, 2012). Puccinia sorghi, Exserohilum turcicum, Cercospora zeae-maydis y 

Bipolaris maydis entre otros, son responsables de manchas foliares, mientras que las 

pudriciones de raíz y tallo más frecuentes, son ocasionadas por especies como Fusarium 

graminearum, Fusarium verticilloides, Stenocarpella macrospora, Stenocarpella maydis, 

Colletotrichum graminícola y Macrophomina phaseolina (De Rossi et al., 2017; Munkvold 

y White, 2016). 

Dentro de las diferentes especies fúngicas que atacan al cultivo de maíz, las de los 

géneros Aspergillus sp., Fusarium sp., Penicillium sp. y Diplodia sp., causan podredumbre 

de la espiga. Estas adquieren importancia cuando son favorecidas por condiciones 

climáticas de humedad relativa y temperatura ambiente elevadas durante la etapa 

reproductiva del cultivo, ocasionando mermas importantes en el rendimiento, pérdida de 

calidad de los granos y potencial contaminación de los mismos con micotoxinas, 

metabolitos secundarios nocivos para la salud humana y animal (De Rossi et al., 2017; 

Presello et al., 2016; Martínez et al., 2010). 

La colonización de los granos se ve favorecida por el daño de insectos y pájaros y 

por el vuelco de las plantas, dejando a las espigas en contacto con el suelo. Las especies 

fúngicas mencionadas producen la desintegración de tejidos de la espiga y la proliferación 

de micelio, variando este último en color e intensidad, dependiendo de los hongos que 

estén produciendo la infección.  

La mayoría de los patógenos que causan la podredumbre de la espiga proliferan en 

tejidos vegetales vivos, en el rastrojo e incluso en el suelo (Presello y Botta, 2004). De esta 

manera, el ciclo de la podredumbre comienza con esporas sexuales o asexuales que 
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pasaron el invierno y son transportadas mediante agentes bióticos (insectos, pájaros) y/o 

abióticos (viento, impacto de gotas de lluvia) hacia la espiga de maíz donde encuentran las 

dos principales vías de entrada: las heridas en los granos en desarrollo y los estigmas 

durante la floración. El hecho de que estos últimos no estén protegidos por las brácteas, 

como sí lo están los granos, los expone como un primer punto de contacto, considerándose 

una vía principal de entrada para los hongos (Miller et al., 2003). La colonización de los 

estigmas ocurre con mayor intensidad luego de la polinización y puede prolongarse hasta 

la senescencia de los mismos, permitiendo que las hifas crezcan a través de ellos y puedan 

llegar al grano. Generalmente estos hongos no invaden a través del pericarpio sano de los 

granos pero, si encuentran heridas que atraviesen las chalas (brácteas), pueden afectar unos 

pocos granos y comenzar el proceso de infección (Masiello et al., 2019; Gai et al., 2018; 

Vollmeister et al., 2012; Presello et al., 2004). 

Entre las estrategias para manejar las podredumbres de espigas, se destacan las 

orientadas a disminuir el inóculo potencial presente en el lote. Para ello, la selección de 

materiales con resistencia o baja susceptibilidad al patógeno, la elección de la fecha de 

siembra, la rotación para cortar ciclos de vida de patógenos, la fertilización y densidad de 

siembra correctas, el control de malezas e insectos y la cosecha anticipada, entre otros, son 

herramientas adecuadas para ello y permitir la durabilidad de la resistencia genética de los 

híbridos comerciales de maíz (De Rossi et al., 2017; Munkvold y White, 2016; Reis et al.,  

2004).  

CARACTERÍSTICAS DEL GÉNERO Aspergillus 

La denominación primaria del género, “Aspergillum”, fue esgrimida por el biólogo 

italiano Pier Antonio Micheli (1729) debido a la similitud morfológica entre los 

conidióforos del género Aspergillus y los hisopos utilizados para rociar (aspergilar) agua 

bendita en ciertas liturgias (Amaike y Keller, 2011). Esta descripción del hongo en su obra 

“Nova Plantarum Genera” marca el punto de partida de la micología como ciencia. El 

género Aspergillus se encuentra ampliamente distribuido en la naturaleza, incluye más de 

350 especies clasificadas en subgéneros y agrupadas en diferentes secciones, son capaces 

de crecer en distintos sustratos naturales y bajo un amplio rango de condiciones 

medioambientales, lo que las hace extremadamente ubicuas (Figura 1.5) (Frisvad y Larsen, 
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2015; Samson et al., 2014; Martínez Padrón et al., 2013; Bennett, 1988). Las especies 

incluidas en este género son hongos filamentosos (compuesto de cadenas de células, 

llamadas hifas) y saprófitos que desempeñan un papel esencial en la degradación de la 

materia orgánica, formando parte del ciclo medioambiental del carbono y del nitrógeno 

(Pitt, 1994; Van Den Bossche et al., 1988). Se caracterizan por producir enzimas que 

degradan almidón, celulosa, pectinas y otros polímeros (Bennett, 2010), por lo que pueden 

desarrollarse sobre un amplio rango de sustratos naturales como maderas, textiles, cemento 

y medicamentos, entre otros (Pitt y Hocking, 2009). Los alimentos en base a cereales y 

oleaginosas destinados al consumo humano y animal constituyen una excelente fuente 

nutricional para el crecimiento de Aspergillus (Bennett, 2010), por lo que existen muy 

pocos alimentos o “commodities” de los cuales este hongo no sea aislado frecuentemente 

(Pitt y Hocking, 2009). 

Figura 1.5. Imagen en microscopio electrónico de barrido del conidióforo y 

conidios del género Aspergillus. Fuente:http://www.niaid.nih.gov/dir/labs/lci/aspergillus.gi

f  

La reproducción se realiza mediante conidios, los cuales son esporas asexuales 

originadas de células conidiógenas ubicadas sobre conidióforos (Figura 1.6) (Abarca, 

2000). Estos conidios poseen un diámetro de 2 a 3 µm y debido a que cada conidióforo 

puede producir unos 50.000 de ellos y que se dispersan con el viento a distancias que 

dependen de las condiciones climáticas, es posible encontrar gran cantidad de esporas en el 

aire, llegándose a contabilizar un número máximo de mil millones por metro cúbico (Van 

Den Bossche et al., 1988). Cuando una espora se deposita sobre una superficie (sólida o 

líquida) y bajo condiciones ambientales de humedad relativa entre 70 % y 90 % y 

temperatura entre 0° y 45 °C, se produce la germinación de la misma (Klich, 2002). 
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Figura 1.6. Imagen en microscopio óptico de un conidióforo típico del género Aspergillus. 
A: estipe; B: vesícula; C: métulas; D: fiálides; E: conidios. 

Desde el punto de vista morfológico el color es la principal característica 

macroscópica para la identificación de los grupos de Aspergillus, los cuales poseen 

distintos tonos de verde, pardo, amarillo, blanco, gris y negro. Las especies del género se 

caracterizan por la formación de conidióforos (Figura 1.6), los que constituyen estructuras 

unicelulares que poseen tres partes bien diferenciadas: vesícula (extremo apical hinchado), 

estipe (sección cilíndrica situada debajo de la vesícula) y célula pie (sección final, a veces 

separada por un septo, que une el conidióforo con la hifa). Las vesículas presentan, bajo el 

microscopio, cuatro formas básicas: globosa, radiada, columnar o claviforme y sobre estas 

estructuras, se disponen fiálides (células conidiógenas) o métulas y fiálides dependiendo de 

la especie. Las cabezas conidiales que sólo presentan fiálides se denominan uniseriadas, 

mientras que las que presentan fiálides y métulas son denominadas biseriadas. Es a partir 

de las fiálides desde donde se forman las esporas denominadas conidios (Pitt y Hocking, 

2009; Abarca, 2000; Kozakiewicz, 1988). 

Aspergillus sección Flavi incluye 22 especies divididas en siete subtipos. Las 

especies de esta sección presentan cabezas conidiales en tonos amarillo-verdosos y 

esclerocios de color marrón oscuro, conformando, estos últimos, las estructuras de 

resistencia del hongo. Algunos integrantes de esta sección son utilizados en la 

fermentación de alimentos como A. oryzae, A. sojae y A. tamarii, pero la gran mayoría son 

considerados contaminantes de diferentes cultivos agrícolas, deteriorando la calidad de los 

mismos y algunos, como A. flavus, implican un riesgo para la salud humana y animal como 

C 

B 

A 

E 
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consecuencia de la producción de micotoxinas (Donner et al., 2015; Doster et al., 2014; 

Varga et al., 2011; Reddy et al., 2010; Perrone et al., 2007; Diener, 1989). Entre los 

principales productores de micotoxinas se destacan A. nomius, A. parasiticus y A. flavus 

(aflatoxinas); A. terreus (citroviridina); A. niger y A. ochraceus (ocratoxina A) (Carrillo y 

Audicio, 2007). 

Aspergillus flavus Link Y LA PRODUCCIÓN DE MICOTOXINAS 

A. flavus Link es un hongo patógeno y oportunista de animales y plantas con 

distribución mundial (Grubisha y Cotty, 2015). Tiene la capacidad de crecer en sustratos 

con actividad de agua entre 0,76 y 0,98 y en un rango de temperatura de entre 15 °C y 

45 °C, con un óptimo en 30 °C (Pitt y Hocking, 2009; Giorni, 2007). Forma colonias que 

comienzan con una tonalidad blanco-amarillenta, algodonosas o flocosas y con el tiempo 

se tornan pulverulentas y con tonalidades verdosa o verde-amarillentas (Figura 1.7). 

Cuando produce esclerocios, estos son de color marrón oscuro a negro, en ocasiones 

presentan exudados y de tamaños y formas variables, constituyendo este último rasgo, un 

carácter fenotípico (Abbas et al., 2005). La profundidad de la colonia normalmente es de 2 

a 3 mm (Bonifaz Trujillo, 2012; Klich, 2002; Abarca, 2000). 

Figura 1.7. Colonia de Aspergillus flavus Link en medio de cultivo agar extracto de malta 

(MEA). 

Los aislamientos de A. flavus presentan al microscopio cabezas conidiales uni y 

biseriadas, principalmente radiales a columnares. Con micelio septado, hialino, ramificado 

y conidióforos largos y cenocíticos. Los estipes normalmente son rugosos, hialinos o 

pálidos y alcanzan un tamaño de entre 400 a 800 µm x 8 a 17 mm. Las vesículas tienen 

forma esférica o alargadas, con un diámetro de entre 20 a 45 µm y contienen de 1 a 2 series 
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de fiálides. Las métulas alcanzan un tamaño de entre 8 a 10 µm x 5 a 7 µm, mientras que 

las fiálides tienen una longitud de entre 7 a 12 µm x 3 a 4 µm. Los conidios son globosos o 

elipsoidales, miden entre 3 a 6 µm y poseen paredes lisas o ligeramente rugosas (Bonifaz 

Trujillo, 2012; Payne y Yu, 2010; Klich, 2002; Abarca, 2000). 

Posee un genoma de aproximadamente 37 Mb distribuido en 8 cromosomas que 

codifican para más de 12 mil genes funcionales (Chang y Ehrlich, 2010; Payne y Yu, 

2010).  

A. flavus está presente como constituyente normal de la microbiota del suelo y, al 

igual que otras especies de la sección Flavi como A. parasiticus y A. fumigatus, frente a 

determinados estreses hídricos y térmicos algunas cepas producen micotoxinas como 

aflatoxinas y ácido ciclopiazónico (ACP) (Reddy et al., 2010; Montes et al., 2009; 

Hernández Delgado et al., 2007).  

La palabra micotoxina deriva del griego, “mikes” que significa hongo y “toxina” 

que significa veneno. Son productos del metabolismo secundario de algunos hongos, 

excretados al medio en el que se desarrollan y tienen efectos nocivos sobre la salud 

humana y animal (Rasheed et al., 2019; Mauro et al., 2015; Varga et al., 2011; Soriano del 

Castillo, 2007; Fokunang et al., 2006; Kusumoto et al., 2000; Yu et al., 2000; Lacey, 

1989). Cuando las condiciones ambientales y/o la concentración de nutrientes en el medio 

no son las adecuadas, el hongo detiene su crecimiento y sus procesos de síntesis se orientan 

hacia la producción de estos metabolitos secundarios (Yu, 2012; Yu et al., 2010; Guzmán 

de Peña et al., 1998; Lacey, 1989).  

Las aflatoxinas son metabolitos secundarios producidos principalmente por A. 

flavus y otras especies de la sección Flavi como A. parasiticus y A. fumigatus y poseen una 

potente actividad hepatotóxica, teratogenética, inmunosupresora y mutagénica (Reddy et 

al., 2010). La capacidad de síntesis de aflatoxinas es una característica propia del 

aislamiento y no de la especie, por lo que el crecimiento del hongo no implica 

necesariamente la producción de aflatoxinas (Abbas et al., 2011b; Díaz, 1996). 

Estas micotoxinas pertenecen a la familia de las difurano - cumarinas y se clasifican 

en dos grupos dependiendo de su estructura química (Tabla 1.4) (Urrego Novoa y Díaz, 
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2006). Son inodoras, insípidas e incoloras y forman un grupo de 15 a 20 metabolitos 

químicamente relacionados, de los cuáles cuatro tipos mayoritarios han sido identificados 

como aflatoxina B1 (AFB1), aflatoxina B2 (AFB2), aflatoxina G1 (AFG1) y aflatoxina G2 

(AFG2) (Figura 1.8) (Wu et al., 2013; Urrego Novoa y Díaz, 2006). Otros tipos de 

aflatoxinas, denominadas aflatoxina M1 (AFM1) y aflatoxina M2 (AFM2), han sido halladas 

en leche, como resultado de la alimentación de las vacas con suplementos contaminados 

con AFB1 y AFB2, respectivamente (Van Egmond, 1989). Estas son el producto 

metabólico hidroxilado de las AFB1 y AFB2 y se estima que alrededor del 1 % de la AFB1 

consumida con el alimento es excretada en la leche como AFM1 (Paterson y Lima, 2010; 

Moss, 1991).  

Tabla 1.4. Estructura química de las aflatoxinas 

Grupo 
Tipo de 

Aflatoxina 

Fórmula 

estructural 

Peso molecular 

(g mol-1) 

Punto de 

Fusión (°C) 

Serie 1 

Difurano - cumarinas - 

ciclo - pentanonas 

B1 C17 H12 O6 312 268 - 269 

B2 C17 H14 O6 314 286 - 289 

M1 C17 H12 O7 328 299 

M2 C17 H14 O7 330 293 

Serie 2 

Difurano - cumarinas - 

lactonas 

G1 C17 H12 O6 328 244 - 246 

G2 C17 H14 O7 330 237 - 240 

     
 

                 
      AFB1                                   AFB2                                    AFG1 

                      
       AFG2                                  AFM1                                                       AFM2 

Figura 1.8. Estructura química de las principales aflatoxinas.  
AFB1: aflatoxina B1; AFB2: aflatoxina B2; AFG1: aflatoxina G1; AFG2: aflatoxina G2; AFM1: aflatoxina M1; AFM2: 

aflatoxina M2. 

Se considera que A. flavus solo produce las del tipo B, pero existen reportes que 

indican que también puede producir las del tipo G (Okoth et al., 2018; Saldan et al., 2018; 
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Camiletti et al., 2017; Wicklow y Shotwell, 1983). Debido a su naturaleza química, poseen 

gran estabilidad térmica, con temperaturas de degradación entre 237 °C y 306 °C (Kabak, 

2009), por lo que una vez presentes en los alimentos son difíciles de eliminar. 

La importancia en los alimentos radica no solo en la cantidad, sino en el tipo de 

aflatoxina presente, ya que la AFB1 es considerada la más importante debido a sus 

propiedades carcinogénicas, nefrotóxicas, inmunosupresoras y hepatotóxicas, produciendo 

principalmente, tumores en el hígado de humanos y animales (Paterson y Lima, 2010; 

Wang y Tang, 2004). En estos últimos se observa además, reducción en la ganancia de 

peso, efectos adversos en la reproducción, daño al sistema inmunológico y síntomas 

severos de intoxicación e incluso muerte cuando los niveles tóxicos son lo suficientemente 

altos (Valdivia et al., 2012). La Agencia Internacional de Investigación sobre el Cáncer 

(IARC, 2002) clasificó a las aflatoxinas en el grupo 1, como compuestos carcinógenos para 

humanos y a las tipo M1 en el 2, como compuestos posiblemente carcinogénicos para 

humanos. Los efectos tóxicos de las aflatoxinas dependen de la dosis, duración de la 

ingesta, edad, especie, sexo y del estado nutricional de la persona o animal (Soriano del 

Castillo y Burdasapal, 2007). 

A. flavus coloniza los productos agrícolas como el maíz y produce aflatoxinas tanto 

en el campo como en el transporte, almacenamiento y procesamiento del grano (Devreese 

et al., 2013; Bhat et al., 2010; Driehuis et al., 2008). La producción de aflatoxinas 

comienza poco después de la infección del hongo a las espigas, pudiendo alcanzar en dos 

días una concentración de 200 ng.g-1 a temperatura ambiente, llegando a 2.000 ng.g-1 luego 

de nueve días a temperatura entre 26 °C y 34 ºC (Widstrom, 1992). El estrés hídrico, las 

altas temperaturas, los daños producidos en espigas por insectos de los géneros Heliothis 

sp. y Spodoptera sp., las fechas no adecuadas y las elevadas densidades de siembra y la 

alta incidencia de malezas, favorecen la entrada del patógeno y la posible producción de 

aflatoxinas (Kebede et al., 2012; Rodriguez del Bosque et al., 2010; Rodriguez del Bosque, 

1996). 

El límite máximo de aflatoxinas totales para la comercialización del maíz varía 

entre países, mientras la Unión Europea establece un límite de 4 ng.g-1, Argentina, Brasil y 

Estados Unidos permiten hasta 20 ng.g-1 de aflatoxinas totales (CAA, 2019; Wu, 2015; 

ANVISA, 2011; FDA, 2011). 
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Otra micotoxina de efecto tóxico producida por A. flavus es el ácido ciclopiazónico 

(ACP) (Figura 1.9) (Perrone et al., 2014a; Abbas et al., 2011a; Vaamonde et al., 2003). 

Este metabolito es un ácido indol-tetrámico que posee punto de fusión entre 245 °C y 

256 °C y debido a su estructura ácida puede quelar iones metálicos. Posee una β-dicetona y 

una β-hidroxi α,β-cetona insaturada, con evidencia de ser este último grupo el responsable 

de su actividad quelante. La quelación de cationes como el calcio, magnesio y hierro 

pueden ser importantes mecanismos de toxicidad del ACP (Scott, 1992). 

Figura 1.9. Estructura química del ácido ciclopiazónico (ACP). 

Se asocia al ACP con daños hepáticos, renales y del sistema digestivo, con 

presencia de lesiones hemorrágicas en músculo y tracto gastrointestinal y con producción 

de convulsiones (Smith et al., 1992), por lo que tiene efectos en órganos como hígado, 

riñón, bazo, músculo esquelético, sistema nervioso, tracto gastrointestinal y sistema 

cardiovascular (Cullen et al., 1988; Lomax et al., 1984). En aves para producción de 

huevos se encuentra asociado a la pérdida de calidad de huevo, por su acción quelante de 

minerales en el proceso de formación de la cáscara (Devegowda y Murthy, 2005). 

BIOCONTROL DE AFLATOXINAS - CARACTERIZACION 

MORFOLÓGICA Y MOLECULAR DE Aspergillus flavus  

El control químico de A. flavus se dificulta tanto en precosecha como en el 

almacenamiento, al considerar los períodos de carencia de los fungicidas químicos, la 

generación de resistencia sobre el hongo y sus consecuencias sobre la salud humana y 

animal. Debido a ello, desde hace varios años las técnicas de control biológico, aplicables 

al control del desarrollo de este hongo, han tenido un avance notable, ya que suponen 

menor riesgo toxicológico para los humanos y el ambiente (Shakeel et al., 2018). Entre 

ellas, el principio de exclusión competitiva dado por la competencia entre aislamientos 

toxigénicos y atoxigénicos nativos, tuvo importantes resultados en diferentes cultivos 

como maíz, maní y pistacho (Accinelli et al., 2018; Hruska et al., 2014; Alaniz Zanon et 
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al., 2013; Rosada et al., 2013; Abdel-Hadi et al., 2011; Reddy et al., 2010; Atehnkeng et 

al., 2008; Barros et al., 2007; Pildain et al., 2005). Esta estrategia se sostiene en el hecho 

que los aislamientos no aflatoxigénicos compiten con los aflatoxigénicos nativos por los 

sitios de infección y nutrientes esenciales, desplazándolos y reduciendo de esta manera, la 

capacidad de producir aflatoxinas (Ul Hassan et al., 2021; Ren et al., 2020; Rangel Muñoz, 

2019; Alaniz Zanon et al., 2018). En el caso de A. flavus, se determinó que algunos 

aislamientos de esta especie son incapaces de biosintetizar aflatoxina por lo que pueden ser 

utilizados como herramienta de biocontrol (Cotty et al., 2008).  

Los estudios de estrategias de biocontrol a través de la exclusión competitiva deben 

ser de carácter local, para permitir desplazar los aislamientos toxigénicos a lo largo del 

ecosistema y así reducir las infecciones por parte de éstos (Cotty et al., 2008). Esto se debe 

a que la comunidad fúngica nativa de una zona puede diferir considerablemente respecto a 

otra población situada en otra área, en cuanto a su potencial toxigénico (Cotty, 1997) y 

además, como los aislamientos nativos se consideran mejor adaptados y con mejor 

habilidad competitiva, dan como resultado una mayor eficacia de control (Bandyopadhyay 

et al., 2016; Mehl y Cotty, 2010; Cotty et al., 2008). Prueba de ello existe en Estados 

Unidos, en donde se encuentran registrados en la Agencia de Protección Ambiental (EPA), 

dos aislamientos no aflatoxigénicos (Bandyopadhyay et al., 2016), A. flavus AF36, 

desarrollado por el Departamento de Agricultura de los Estados Unidos y actualmente 

utilizado en cultivos de algodón, almendra, maíz, higo y pistacho (Donner et al., 2015; 

Doster et al., 2014; Mehl et al., 2012) y afla-guard®, producido y distribuido por Syngenta 

y utilizado en cultivos de maíz y maní (Dorner, 2004).  

Los aislamientos de A. flavus no productores de aflatoxinas seleccionados como 

biocontroladores, además de ser nativos, deben estar adaptados al lugar y encontrarse 

genéticamente separados del resto de la población de aislamientos toxigénicos, por lo que 

es fundamental realizar caracterizaciones morfológicas y moleculares de los aislamientos 

nativos promisorios. 

Los estudios necesarios para analizar la diversidad genética de la población fúngica 

nativa deben incluir la determinación de los grupos de compatibilidad vegetativa (VCG) 

(Grubisha y Cotty, 2015; Rodríguez Alvarado et al., 2013; Habibi y Banihashemi, 2008; 

Rodríguez Guerra et al., 2004), el conocimiento de la variabilidad de los aislamientos 
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teniendo en cuenta su producción de esclerocios (cantidad y tamaño) y la secuenciación de 

segmentos génicos, práctica mundialmente utilizada para identificar y caracterizar 

aislamientos de A. flavus (Krimitzas et al., 2013; Gallo et al., 2012; Peterson, 2008). 

Desde la intensa sequía de la campaña agrícola 2008/09 se han recibido reportes 

provenientes de la Provincia de Santiago del Estero, norte de la Provincia de Córdoba y 

este de la Provincia de Tucumán, región englobada en los ocho distritos agroclimáticos 

previamente mencionados, informando de problemas con aflatoxinas en los granos de maíz 

cosechados. Esto adquiere relevancia debido al aporte que realiza la región a la producción 

nacional, a la gran proporción del cereal que es almacenado como estrategia comercial o 

para consumo animal en silos bolsas, con bajos controles del ambiente interno, y al 

crecimiento de proyectos zonales de molienda que incorporan valor agregado al maíz para 

lograr ventajas competitivas.  

El problema de las aflatoxinas comienza en el lote de producción, en el campo, 

cuando A. flavus invade las espigas de maíz y posteriormente se cosechan los granos 

contaminados con el hongo y la micotoxina, incrementándose el problema cuando los 

mismos son almacenados (Folcher et al., 2010; Wu, 2007). Numerosos agentes 

predisponen al maíz a la contaminación con hongos, siendo la acción de los insectos uno 

de los factores principales, debido al daño que producen en el grano (Weaver et al., 2017; 

Bowen et al., 2014; Folcher et al., 2010). Debido a ello, una estrategia efectiva y 

actualmente utilizada en la región, es el empleo de maíces con eventos transgénicos (Bt), 

que al presentar menor daño por insectos tienen menor actividad fúngica y, 

consecuentemente, menor contenido de aflatoxinas en grano que los maíces no Bt, 

reduciendo de esta manera el riesgo de contaminación (Wu, 2007; Folcher et al., 2006;  

Bakan et al., 2002). 

A partir del año 2016, muchos híbridos de maíz sembrados en la región 

experimentaron el quiebre de la resistencia frente al ataque por Spodoptera frugiperda 

(MRI-ASA, 2017), por consiguiente vieron incrementado su nivel de podredumbre de la 

espiga y su exposición a la infección por A. flavus y a la contaminación con aflatoxinas en 

el campo. 
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Entre las diferentes estrategias para reducir la contaminación de los granos de maíz 

con aflatoxinas, además de la mencionada previamente la cual se basa en el biocontrol por 

exclusión competitiva, probablemente la más adecuada es la orientada a la identificación 

de fuentes de resistencia a la infección por A. flavus  (Amare y Keller, 2014; Martínez 

Padrón et al., 2013; Amaike y Keller, 2011; Cleveland et al., 2009; Georgianna y Payne, 

2009; Brooks et al., 2005; Busboom y White, 2004). Para ello, es fundamental el estudio 

de las diferentes líneas progenitoras e híbridos actuales y los que constantemente se 

incorporen al mercado, junto con la caracterización de la población del patógeno. 

HIPÓTESIS 

Las poblaciones de Aspergillus flavus, causantes de podredumbre de la espiga, 

presentan variabilidad genética relacionada a su variación fenotípica. 

Híbridos de maíz con diferente base genética presentan comportamiento diferencial 

frente a la infección con Aspergillus flavus. 

OBJETIVOS GENERALES 

Caracterizar poblaciones de Aspergillus flavus que infectan maíz de los distritos 

agroclimáticos de Santiago del Estero y regiones colindantes. 

Evaluar el comportamiento de híbridos de maíz frente a la infección con A. flavus. 

OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

1. Muestreo y aislamiento de Aspergillus flavus a partir de espigas de maíz de 

plantas en madurez fisiológica, en lotes comerciales y para autoconsumo, de 

8 distritos agroclimáticos.  

2. Determinar la capacidad toxigénica de los aislamientos obtenidos. 

3. Caracterizar los aislamientos a través de la producción de esclerocios. 

4. Caracterizar los aislamientos no aflatoxigénicos mediante el análisis de 

grupos de compatibilidad vegetativa (GCV). 

5. Establecer relaciones filogenéticas en los aislamientos no aflatoxigénicos, 

empleando para ello la secuenciación de segmento del gen CaM. 
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6. Evaluar tecnologías Bt empleadas en la Provincia de Santiago del Estero 

frente a la infección natural por Aspergillus flavus. 

7. Evaluar el comportamiento de híbridos de maíz cultivados comercialmente 

en la Provincia de Santiago del Estero y región colindante frente a la 

inoculación con aislamientos aflatoxigénicos de Aspergillus flavus.  
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CAPÍTULO 2 

AISLAMIENTO Y CARACTERIZACIÓN DE Aspergillus 

flavus A PARTIR DE ESPIGAS DE MAÍZ 

INTRODUCCIÓN  

Argentina se encuentra entre los líderes mundiales en producción de maíz con 

alrededor de 60 millones de toneladas producidas en la campaña agrícola 2020/21 

(MAGyP, 2021). A lo largo de su historia el país se caracterizó por ser un fuerte proveedor 

de granos al mundo, proceso que se intensificó en las últimas dos décadas debido a la 

apertura al mundo globalizado con acceso a nuevos mercados. El incremento de la 

población mundial y su demanda de alimentos y el cambio en los hábitos alimenticios 

brindan al país posibilidades de crecimiento económico importantes.  

La adopción de tecnologías como siembra directa, uso de fertilizantes, tratamiento 

de semillas con insecticidas y fungicidas y herramientas genéticas y biotecnológicas 

permiten mejorar la “performance” de los híbridos de maíz. Además, esto posibilitó la 

expansión del cultivo hacia zonas agroecológicas más vulnerables incrementando la 

productividad y crecimiento económico del sector rural y comunidades relacionadas al 

mismo (Viglizzo, 2010). Estas regiones, integradas por las provincias de Santiago del 

Estero, norte de Córdoba  y este de Tucumán, no dejan de ser ecosistemas frágiles e 

inestables caracterizados por frecuentes período de estrés hídrico, térmico o una 

combinación de ambos, sumado a suelos poco fértiles y con baja estructura (Cardini et al., 

2018; Ginzo, 2015). 

La región estudiada se encuentra entre los 26° y 30° de latitud Sur, con 

temperaturas medias anuales entre 18 °C y 22 °C y precipitaciones anuales entre 600 mm y 

1200 mm. Pertenece a la región “Parque Chaqueño”, con un área crítica en la zona central 

de la Provincia de Santiago del Estero, donde se establece un centro de confluencia 

climática que acentúa la variabilidad de todos los elementos del clima (MAGyP - 

Agroindustria, 2020). Debido a que el maíz cumple un rol socio económico importante, en 

la región coexisten lotes comerciales de gran superficie y lotes de maíz de base genética 

amplia o no mejorados genéticamente, destinados al autoconsumo. El desarrollo del cultivo 
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en estos agroecosistemas, en donde a través del desmonte se suprimió el estrato arbóreo y 

se lo reemplazó por cultivos agrícolas, explora un ambiente con fertilidad variable y 

estreses hídricos y térmicos que debilitan la planta y la predisponen a diferentes patógenos 

(De Rossi et al., 2017; Presello et al., 2016).  

La temperatura ambiental puede alcanzar los 48 °C durante el período reproductivo 

del maíz y si bien las precipitaciones se concentran en la época estival, muchas veces son 

torrenciales y, sumado a la elevada demanda evaporativa, no alcanzan a suplir las 

necesidades del cultivo (MAGyP - Agroinsdustria, 2020), por lo que se generan estreses 

propicios para la infección del maíz con especies del género Aspergillus, uno de los 

responsables de la podredumbre de la espiga (Mahmoud et al., 2013; Presello et al., 2004; 

Etcheverry et al., 1999). Estas, además de deteriorar la calidad de los granos y producir 

mermas de rendimiento, los contaminan con micotoxinas, tales como aflatoxinas, tanto en 

la precosecha como en la poscosecha del cultivo (Martínez et al., 2010). 

Una de las principales barreras que afectan la comercialización de granos de maíz 

es la presencia de micotoxinas (Bhatnagar Mathur et al., 2015; Wu, 2015), variando el 

límite máximo de aflatoxinas totales permitido entre países. En la actualidad estos valores 

son cuestionados, sugiriéndose disminuirlos debido a la elevada toxicidad y daño en la 

salud humana y animal (Londoño Cifuentes y Martínez Miranda, 2017; Wu et al., 2013). Si 

bien existen pocos registros de problemas de granos contaminados con aflatoxinas en la 

región objeto de estudio, se conoce la problemática (reunión efectuada entre MINCyT, 

IPAVE-CIAP-INTA, ARCOR SAIC y CEPROCOR, 2012) y existen registros de ello en 

zonas aledañas (Alaniz Zanon et al., 2018; Camiletti et al., 2018; Nesci et al., 2006; Nesci 

y Etcheverry, 2002). 

Aspergillus flavus incrementa su incidencia y la síntesis de aflatoxinas en espigas 

de maíz (Bhatnagar Mathur et al., 2015) causando la contaminación de los granos (Mauro 

et al., 2015; Perrone et al, 2014a; Pitt y Hocking, 2009; Cotty et al., 2008; Giorni, 2007) 

frente a variaciones anuales de temperatura y precipitaciones que provocan períodos de 

sequía. El estado de floración del maíz es el más vulnerable al ingreso de estos patógenos, 

caracterizándose Aspergillus sección Flavi por contaminar la espiga en dos fases, la 

primera durante la floración, ingresando a través del canal estilar y siendo favorecida por 

altas temperaturas y períodos de sequía, y la segunda fase que ocurre posterior a la 
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maduración del cultivo y es ayudada por altas temperaturas junto con alta humedad 

ambiental (Cotty et al., 2008). En la región, este período coincide con los meses de febrero 

- marzo (verano en el hemisferio sur) y julio – agosto respectivamente, dependiendo de las 

fechas de siembra y genotipos empleados.  

La producción de aflatoxinas en A. flavus es variable, encontrándose aislamientos 

que producen grandes cantidades de estas sustancias, “aislamientos aflatoxigénicos” y 

otros que resultan no productores, “aislamientos no aflatoxigénicos”. Independientemente 

de las aflatoxinas, los aislamientos pueden o no sintetizar ACP (Mauro et al., 2013). El 

conocimiento de la frecuencia de aislamientos productores y no productores de aflatoxinas 

y de ACP, y la cuantificación de la cantidad de micotoxinas que pueden producir, son de 

suma importancia debido a que una baja frecuencia de aislamientos altamente productores 

de micotoxinas puede ser más importante en la contaminación con aflatoxinas que una alta 

frecuencia de aislamientos con baja producción de micotoxinas (Cotty et al., 2008). La 

profundización de estos estudios en una determinada región permite determinar la 

potencialidad y el riesgo de contaminación con micotoxinas de los granos producidos, su 

posterior uso como alimento para el ganado de faena y de producción de leche y las 

consecuentes penalidades y restricciones en la exportación de granos contaminados a 

mercados internacionales.  

Las diferentes especies del género Aspergillus producen estructuras de resistencia 

denominadas esclerocios, consistentes en masas de hifas oscuras y firmes (Klich, 2007) 

que les confieren diferentes características fenotípicas (Abbas et al,. 2005) permitiendo su 

clasificación en dos morfotipos: aislamientos S que producen numerosos esclerocios de 

diámetro menor a 400 µm y asociados a altos niveles de aflatoxinas y aislamientos L que 

producen menor cantidad de esclerocios de diámetro mayor a 400 µm y relacionados a 

niveles variables de aflatoxinas (Singh y Cotty, 2019; Probst et al., 2014, 2010; Alaniz 

Zanon et al., 2013; Mehl et al., 2012; Diedhiou et al., 2011; Jaime García y Cotty, 2010; 

Cotty, 1989). Por ejemplo, existen genotipos de morfotipo L que no producen aflatoxinas, 

es decir, son atoxigénicos, debido a deleciones, inversiones o defectos en uno o más de los 

genes responsables en la biosíntesis de las aflatoxinas (Adhikari et al., 2016). Un tercer 

tipo de morfotipo, el cual no produce esclerocios en condiciones de laboratorio fue 

identificado en las regiones maiceras I y IV de Argentina y en Italia (Giorni, 2007; Barros 
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et al., 2006; Pildain et al., 2004; Novas y Cabral, 2002). En general, los aislamientos con 

morfotipo S se hallan asociados a la habilidad de producir aflatoxinas, mientras que los 

morfotipo L se asocian a aislamientos no aflatoxigénicos. 

El empleo de aislamientos atoxigénicos como herramienta de biocontrol de 

aflatoxinas, a través de la exclusión competitiva, es una práctica agronómica mundialmente 

adoptada en diferentes cultivos comerciales (Bandyopadhyay et al., 2016; Doster et al., 

2014; Mehl et al., 2012). Para que sea exitosa y permita lograr un manejo efectivo de la 

contaminación con aflatoxinas, es necesario conocer la variabilidad genética y la estructura 

de las poblaciones nativas de A. flavus presentes en la región (Horn et al., 1996; Bayman y 

Cotty, 1993). En esta estrategia, que involucra aislamientos atoxigénicos para desplazar a 

los toxigénicos, adquiere suma importancia el estudio de las recombinaciones, con el 

consecuente intercambio genético entre los aislamientos (Geiser et al., 1998). 

Una de las fuentes de variación genética en A. flavus, es la producida por las 

recombinaciones en el ciclo parasexual (Papa, 1973). En éste, las hifas de dos aislamientos 

diferentes se anastomosan y sus núcleos se fusionan, originando un micelio heterocarionte. 

Estos dos núcleos diferentes originan uno diploide, luego se produce un entrecruzamiento 

o intercambio de material genético durante la mitosis y por último se haploidiza por medio 

de aneuploidía (pérdida gradual de cromosomas hasta la restauración del haploide 

recombinante) (Alexopoulos et al., 1996; Hocart et al., 1993; Sinisterra et al., 1993). La 

formación y viabilidad del heterocarionte está regulada por sistemas genéticos alélicos y no 

alélicos. Debido a que A. flavus posee 8 locus het con múltiples alelos, dispuestos en cinco 

grupos de ligamiento, que regulan la compatibilidad vegetativa y por lo tanto la formación 

del heterocarionte, cuando dos aislamientos poseen idéntico set de locus het, éstos 

formarán un heterocarionte estable. Mientras que aquellos que difieran en alguno de esos 

locus serán incapaces de formar el heterocarionte (Leslie y Summerell, 2006; Glass et al., 

2000; Leslie, 1993; Glass y Kuldau, 1992). Los aislamientos que forman un heterocarionte 

estable se denominan “vegetativamente compatibles” (Vaillancourt y Hanau, 1994). 

El hecho de que las hifas de dos aislamientos diferentes puedan anastomosarse y 

fusionarse formando un heterocarionte estable reviste gran importancia en las estrategias 

de exclusión competitiva, en las que se debe evitar el intercambio de material genético 

(Barros et al., 2007). El estudio de la compatibilidad vegetativa entre hongos a través de la 



31 
 

heterocariosis es muy utilizado para subdividir las poblaciones entre diferentes grupos de 

compatibilidad vegetativa (GCV). De esta manera, se puede determinar si los aislamientos 

de un lugar en particular son clones de un progenitor común, los cuales comparten 

determinadas características fenotípicas y de patogenicidad, como la habilidad para 

producir aflatoxinas, o el número de grupos genéticamente diferentes que componen la 

población fúngica (Grubisha y Cotty, 2015; Jaime Garcia y Cotty, 2006; Pildain et al., 

2004; Leslie, 1993; Puhalla, 1985). 

La técnica de laboratorio mediante la cual se determina la compatibilidad 

vegetativa se basa en la observación directa de la formación o no del heterocarionte con 

intercambio genético en la zona de intersección de sus hifas y sus características en 

pruebas de complementación. Los aislamientos vegetativamente compatibles con otros se 

describen como pertenecientes al mismo GCV (Leslie y Summerell, 2006; Vaillancourt y 

Hanau, 1994). 

Debido a que las poblaciones de A. flavus presentes en un determinado 

agroecosistema están compuestas por numerosos GCV, cuyas frecuencias relativas varían 

respecto a los cultivos, regiones y campañas (Atehnkeng et al., 2016; Mehl et al., 2012), 

conocer su diversidad genética mediante el análisis de GCV (Grubisha y Cotty, 2015; 

Rodríguez Alvarado et al., 2013; Habibi y Banihashemi, 2008; Rodríguez Guerra et al., 

2004) facilita la identificación de potenciales aislamientos utilizables en el desarrollo de 

estrategias de biocontrol (Alaniz Zanon et al., 2016; Bandyopadhyay et al., 2016; Mauro et 

al., 2015; Zhou et al., 2015; Tran Dinh et al., 2014). 

El aislamiento y la correcta identificación de A. flavus es fundamental para abordar 

estudios de caracterización de aislamientos que puedan ser utilizados en estrategias de 

biocontrol. La identificación basada solo en características morfológicas presenta una 

moderada sensibilidad y especificidad, pudiendo variar dentro de una misma especie 

(Geiser et al., 2007), además, requiere entrenamiento y conocimientos para diferenciar 

morfológicamente las distintas especies del género Aspergillus (Gherbawy y Voigt, 2010). 

Debido a esto, el uso de caracteres moleculares tiene un papel importante en el 

reconocimiento de taxones fúngicos, ya que la identificación basada en características 

propias del ADN fúngico resultan confiables y necesarias para completar los estudios de 

identificación morfológica (Iheanacho et al., 2014; Geiser et al., 2007). Actualmente, 
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mediante la reacción en cadena de la polimerasa (PCR) para determinados marcadores, se 

pueden identificar diferentes especies del género Aspergillus (Okoth et al., 2018; Samson 

et al., 2014; Devi Prameela et al., 2013; González Salgado et al., 2011). 

Los marcadores moleculares son fragmentos de ADN que pueden corresponder o 

no a un rasgo genético que se expresa (gen), ARN o proteínas, como lo son las regiones no 

codificantes del rDNA o regiones ITS (Espaciador Interno Transcrito), genes codificantes 

como los de EF-1α, β-tubulina, calmodulina, RNA polimerasa II subunidad (RPB2) y 

policétido sintasas (Frisvad et al., 2019; Okoth et al., 2018; Samson et al., 2014; Susca et 

al., 2007; Dao et al., 2005; Perrone et al., 2004; Montes et al., 2003; Carbone y Kohn, 

1999; Glass y Donaldson, 1995). 

En particular, los genes de la calmodulina (CaM) constituyen un carácter molecular 

ampliamente utilizado para establecer relaciones filogenéticas debido a que la base de 

datos de secuencias de CaM está casi completa para las especies aceptadas (Frisvad et al., 

2019; Houbraken et al., 2014; Samson et al., 2014; Peterson, 2008). Es un polipéptido 

altamente conservado que se encuentra presente en células eucariotas, tanto en 

invertebrados como en plantas, humanos y hongos. El gen de la calmodulina codifica para 

receptores citoplasmáticos de Ca2+ que están presentes en células no musculares, 

permitiéndole al Ca2+ mediar respuestas celulares y mantener los niveles de homeostasis en 

tejidos no musculares (Sorensen et al., 2013; Zhang et al., 2012; Pang et al., 2010; Yasui et 

al., 1995). En el género Aspergillus, es importante en la fosforilación y desfosforilación de 

proteínas  involucradas en la biosíntesis de aflatoxinas (Juvvadi y Chivukula, 2006; 

Jayashree et al., 2000). Las proteínas presentan propiedades diferentes cuando están 

fosforiladas y cuando no lo están, por lo que la adición del grupo fosfato a una proteína 

(fosforilación) o la sustracción del mismo (desfosforilación), provoca en ella un fenómeno 

de transconformación con consecuencia en el cambio de sus propiedades biológicas y, por 

lo tanto, una modificación en las características de los procesos en los cuales participan 

(Hernández Fernández, 2012). Los hongos poseen una única copia del gen para la 

calmodulina compuesto de 5 intrones y 5 exones que se traduce en 149 aminoácidos y 

debido a su fácil amplificación y a que presenta regiones conservadas, relacionadas a los 

sitios de unión del Ca2+ y a la vez mutaciones puntuales en las regiones no codificantes, es 

muy utilizado como indicador evolutivo (Visagie et al., 2014; Serra y Peterson, 2007). 
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Para inferir las relaciones filogenéticas entre organismos se utilizan varios métodos, 

los cuales permitirán construir el árbol filogenético correspondiente. Estos árboles son 

diagramas que ilustran el patrón de divergencia entre los individuos analizados, están 

conformados por nodos que soportan las ramas, las que conectan a los individuos de un 

determinado taxón. Se considera que las longitudes de las ramas son proporcionales a la 

cantidad de divergencia genética entre los taxones (Allendorf et al., 2010). 

Dentro de los métodos de reconstrucción de los árboles filogenéticos, los de 

Vecinos más Cercanos (Neighbor-Joining - NJ) (Saitou y Nei, 1987) y Máxima 

Verosimilitud (Maximum-Likelihood - ML) (Tamura y Nei, 1993) están entre los más 

difundidos. En el primero, se genera una matriz de distancias por parejas de secuencias a 

partir del alineamiento múltiple, es decir, se unen las dos secuencias que tengan la menor 

distancia genética y este par inicial es considerado una sola entidad, posteriormente, se 

busca el siguiente terminal que tenga la menor distancia genética con este, es decir, se 

busca la secuencia más parecida. El procedimiento continúa hasta unir todos los terminales 

al “árbol filogenético”. La distancia genética entre dos terminales es calculada en base al 

número total de sustituciones de bases nitrogenadas, o sea, el número de bases 

nitrogenadas que son diferentes en estas dos secuencias. En este método toda la 

información de similitudes y diferencias entre dos secuencias queda resumida por un 

simple número (matriz de distancia) a partir de la cual se reconstruye el árbol filogenético 

(Peña, 2011; Saitou y Nei, 1987). El método de Máxima Verosimilitud (ML) se basa en el 

análisis de los caracteres que forman las secuencias y no en las distancias entre pares de 

éstas. Emplea modelos probabilísticos para seleccionar el mejor árbol y para ello calcula la 

probabilidad de que nuestros datos hayan sido generados por los distintos árboles posibles 

y vuelve el árbol que presenta una máxima probabilidad, es decir, al árbol que es más 

probable que haya generado los datos que hemos observado (árbol máximo verosímil) 

(Felsenstein, 2004).  

El objetivo de este capítulo fue obtener y caracterizar aislamientos de A. flavus a 

partir de espigas de maíz de plantas en madurez fisiológica en la región delimitada para el 

estudio, a fin de conocer la diversidad de esa población. Para ello los objetivos específicos 

fueron: colectar aislamientos en los distintos distritos, en dos campañas diferentes, en lotes 

comerciales y lotes para autoconsumo a fin de determinar la mayor variabilidad posible y 
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estudiar la diversidad de los mismos en cuanto a su capacidad para producir aflatoxinas y 

ACP, morfotipos de esclerocios, número y distribución de los GCV y relaciones 

filogenéticas de secuencias de un segmento del gen CaM de aislamientos no 

aflatoxigénicos. 
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MATERIALES Y MÉTODOS   

MUESTREO 

Los muestreos se realizaron en dos campañas agrícolas. En la campaña 2015/16 se 

evaluó una localidad representativa de cinco distritos agroclimáticos comprendidos en la 

Provincia de Santiago del Estero: Sachayoj (Distrito 4 - Río Muerto), Quimilí (Distrito 5 - 

Hickmann), Bandera (Distrito 17 - Bandera), Sumampa (Distrito 37 - Soto) y Santiago del 

Estero (Distrito 18 - Monteagudo). Un sexto distrito no se consideró ya que corresponde a 

la región de salinas que posee la provincia. Para ampliar el estudio hacia situaciones 

climáticas contrastantes pero colindantes con la Provincia de Santiago del Estero (Figuras 

2.1 y 2.2), en la campaña agrícola 2016/17 se incorporaron las localidades de Villa 

Tulumba (Distrito 61B - Deán Funes) y Rayo Cortado (Distrito 37C - Soto) ubicadas en la 

Provincia de Córdoba y Santa Rosa de Leales (Distrito 18A - Monteagudo) situada en la 

Provincia de Tucumán. De esta manera el estudio comprendió una región de ocho distritos 

agroclimáticos en donde se analizaron muestras de maíz de cada una de las ocho 

localidades representativas.  

 

 

 

Figura 2.1. Isotermas de temperaturas 

medias de Argentina. Serie 1981 – 

2010 (SMN, 2020). 

 Figura 2.2. Isohietas de precipitaciones 

medias de Argentina. Serie 1981 – 2010 

(SMN, 2020). 

 

En cada una de ellas se analizaron 3 situaciones de cultivo de maíz: variedad nativa 

de base genética amplia, cultivada en chacras y con destino al autoconsumo, denominada 

“maíz de chacra” y 2 híbridos utilizados en la región, sembrados en lotes comerciales. En 
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Sumampa se evaluó solo un cultivar para autoconsumo debido a que es el principal sistema 

de cultivo de maíz en este distrito agroclimático.  

Para cada una de las localidades y campañas agrícolas se tomaron 10 espigas 

colectadas al azar a lo largo de una diagonal del lote, en madurez fisiológica y previo a la 

cosecha. Las espigas de cada muestra se trillaron formando una muestra compuesta, se 

secaron en estufa a 38 ºC durante 72 horas para lograr humedad final menor a 12 %, 

minimizando la posibilidad de desarrollo de hongos, y se conservaron a 4 °C hasta su 

utilización (De Oliveira Rocha et al., 2012; Sepúlveda y Piontelli, 2005). 

AISLAMIENTO E IDENTIFICACIÓN MORFOLÓGICA DE 

Aspergillus flavus  

El aislamiento de la micobiota general se realizó mediante el método de siembra 

directa de los granos con desinfección superficial. Se tomaron 100 granos de cada muestra 

(compuesta de 10 espigas) conservada a 4 °C y se les realizó desinfección superficial con 

hipoclorito de sodio al 1 % y posteriormente 3 lavados con agua estéril.  

Para evaluar el medio de cultivo, a modo de prueba se utilizaron algunas muestras. 

Para ello, se sembraron inicialmente 100 granos de cada muestra distribuidos 

homogéneamente en 10 cajas de Petri, conteniendo 10 granos cada una. El medio evaluado 

fue Aspergillus flavus y Aspergillus parasiticus agar (AFPA) (10 g Peptona, 20 g Extracto 

de levadura, 0,5 g Citrato de amonio férrico (C6H11FeNO7), 100 mg Cloranfenicol, 2 mg 

Diclorán, 15 g Agar, 1000 mL Agua destilada c.s.p., pH=6,2). Luego de la siembra, las 

placas se incubaron en oscuridad a 30 °C durante 42 a 48 horas con la finalidad de 

observar reverso anaranjado, indicativo de A. flavus y de A. parasiticus.  

Para evaluar diferencias entre los medios Diclorán Rosa de Bengala Cloranfenicol 

agar (DRBC) y Diclorán glicerol 18% agar (DG18) se siguió la misma metodología que 

para el medio AFPA. Para ello, granos de las muestras obtenidas fueron desinfectados 

superficialmente y 10 submuestras de 10 granos cada una se sembraron, por duplicado, en 

los medios DRBC (10 g Glucosa, 5 g Peptona, 1 g PO4H2K, 0,5 g SO4Mg.7H2O, 25 mg 

Rosa de Bengala, 2 mg Diclorán, 100 mg Cloranfenicol, 15 g Agar, 1000 mL Agua 

destilada c.s.p., pH=5,5) y DG18 (10 g Glucosa, 5 g Peptona, 1 g PO4H2K, 0,5 g 

SO4Mg.7H2O, 220 g Glicerol, 2 mg Diclorán, 15 g Agar, 1000 mL Agua destilada c.s.p., 
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pH=5,5) (Figura 2.3) y se incubaron en estufa durante 7 días a 25 °C, para evaluar 

diferencias entre medios.  

Figura 2.3. Granos de maíz de muestras de espigas colectadas a campo, sembrados en 

medio de cultivo diclorán rosa de bengala cloranfenicol (DRBC) luego de la desinfección 

superficial incubados 7 días a 25°C. 

El resto de los granos de cada muestra se cultivaron solo en medio DG18. Los 

hongos que crecieron sobre los granos cultivados en este medio y que presentaban 

características morfológicas similares a las de A. flavus (Figura 2.4) fueron transferidos al 

medio Extracto de Malta agar (MEA) (20 g Extracto de Malta, 1 g Peptona, 20 g Glucosa, 

20 g Agar, 1000 mL Agua destilada c.s.p., pH=5,6), permaneciendo en estufa durante 7 

días a 25 °C (Pitt y Hocking, 2009).  

Figura 2.4. Crecimiento de diferentes hongos sobre granos de maíz de espigas colectadas a 

campo en medio de cultivo diclorán glicerol 18% (DG18) incubados 7 días a 25°C. 

Las características macroscópicas observadas en el medio MEA fueron: color y 

diámetro de las colonias, color del reverso, presencia de exudados y producción de 

esclerocios. Las características microscópicas analizadas fueron: presencia de fiálides y/o 

métulas en el conidióforo, longitud y rugosidad del estipe y por último diámetro y forma de 
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los conidios (Klich, 2002). Posteriormente, se determinó la especie morfológica mediante 

clave taxonómica para la identificación de especies del género Aspergillus (Klich 2002) y 

los aislamientos con características compatibles con A. flavus se almacenaron siguiendo 

3 métodos de conservación: a) agua destilada estéril con 0,01 % de Tween 20 y 

almacenadas a 4 °C, b) glicerol con 0,01 % de Tween 20 y almacenadas a -80 °C y c) 

crecimiento de micelio en tubos de hemodiálisis en medio MEA, cubierto con glicerol y 

almacenadas a 4 °C (Pitt y Hocking, 2009). Cada aislamiento se rotuló como natural (Wild 

type – WT). 

Para la obtención de los aislamientos monospóricos (M) se realizaron diluciones 

seriadas a partir de esporas de cada aislamiento natural (WT) conservada en agua destilada 

estéril con 0,01 % de Tween 20 y almacenada a 4 °C. La concentración más diluida se 

sembró en medio Agar – Agua 2 % (AA) (15 g Agar, 1000 mL Agua destilada c.s.p., 

pH=7,0) y se incubó en estufa a 27 °C durante 18 horas (Pitt y Hocking, 2009). 

Transcurrido dicho período, se identificaron los conidios germinados bajo lupa 

estereoscópica Nikon SMZ-10 (15X), se tomaron dos de ellos por caja de Petri, se 

transfirieron a cajas con medio MEA y se incubaron durante 7 días a 25 °C. Los cultivos 

monospóricos (M) obtenidos se conservaron siguiendo los tres métodos enumerados 

precedentemente. 

IDENTIFICACIÓN MOLECULAR DE Aspergillus flavus  

Los aislamientos monospóricos obtenidos se cultivaron en MEA durante 7 días a 

25 °C, luego de lo cual, se tomó una alícuota de micelio y se le extrajo el ADN siguiendo 

el método rápido de cuatro pasos propuesto por Liu et al. (2000). Para ello se colocó 

500 µL de tampón lisis (400 mM Tris-HCl [pH 8.0], 60 mM EDTA [pH 8.0], 150 mM 

NaCl, 1 % Dodecilsulfato sódico), en tubos de 1,5 mL, se añadió un pequeño trozo de 

micelio utilizando un palillo estéril con el cual se rompió el micelio y luego se dejó el tubo 

a temperatura ambiente durante 10 min. Posteriormente se adicionaron 150 µl de tampón 

acetato de potasio (pH 4,8; 60 mL de acetato de potasio 5 M; 11,5 mL de ácido acético 

glacial y 28,5 mL de agua destilada), el tubo se agitó brevemente y se centrifugó a 10.000 

revoluciones durante 1 min. Se transfirió el sobrenadante a otro tubo de 1,5 mL y se 

volvió a centrifugar como se describe anteriormente, luego se transfirió el sobrenadante a 
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un nuevo tubo de 1,5 mL, se agregó igual volumen de alcohol isopropílico y se mezcló 

brevemente por inversión del tubo. Se centrifugó el tubo a 10.000 revoluciones durante 2 

min. y se descartó el sobrenadante. El sedimento de ADN resultante se lavó en 300 µL de 

etanol al 70 % y se centrifugó a 10.000 revoluciones durante 1 min, descartándose luego el 

sobrenadante. El sedimento de ADN se secó al aire y se disolvió en 50 μL de 1X Tris-

EDTA. 

Como control positivo se empleó el aislamiento A. flavus CCC 101-92 < NRRL 

3251 provisto por el Centro de Referencia de Micología de la Facultad de Ciencias 

Bioquímicas y Farmacéuticas (Universidad Nacional de Rosario) y como control negativo 

el aislamiento A. parasiticus NRRL 2999 provisto por el Dr. Ricardo Comerio (EEA INTA 

Anguil, La Pampa, Argentina). 

La totalidad de los aislamientos fueron analizados con los juegos de iniciadores 

Asp f1 5´-CCCGTGAAGTTGCCCAGGT-3´; Asp r2 5´-GTCGTTTGGTGAGTGGGAA-

3´ (Devi Prameela et al., 2013) y FLA1 5´-GTAGGGTTCCTAGCGAGCC-3´; FLA2 5´-

GGAAAAAGATTGATTTGCGTTC-3´ (González Salgado et al., 2011). Para cada 

reacción individual se mezcló 1 µL (concentración final 20 – 100 ng de ADN.µL-1, 

cuantificado en Nano Drop, Thermo Fisher Scientific, USA) de solución de ADN con 

24 µL de una solución compuesta por 5 μL de solución tampón de reacción 5x Green 

GoTaq® (Promega®, Madison, WI, USA), 0,5 μL de mezcla de dNTP (10 mM de dATP, 

dCTP, dGTP y dTTP), 1 μL de los cebadores Asp f1 y Asp r2 (2,5 µM) o FLA1 y FLA2 

(20 µM), 1 μL de enzima polimerasa GoTaq® (5U.µL-1, Promega®, Madison, WI, USA) y 

16,5 μL de agua DEPC. La reacción de PCR fue llevada a cabo en un termociclador, con 

las siguientes condiciones: a) un ciclo a 94 ºC por 4 minutos; 40 ciclos a 94 ºC por 

1 minuto, 62 ºC por 1 minuto y 72 ºC por 1,5 minutos; y una extensión final a 72 ºC 

durante 11 minutos según Devi Prameela et al. (2013) y b) un ciclo a 95 ºC por 5 minutos; 

26 ciclos a 95 ºC por 30 segundos, 58 ºC por 30 segundos y 72 ºC por 45 segundos; y una 

extensión final a 72 ºC por 5 minutos según González Salgado et al. (2011).  

Los productos de PCR fueron revelados por electroforesis en gel de agarosa 1,5 % 

en solución tampón TAE (1x) (4,84 g. Tris, 1,14 mL. ácido acético glacial, 2 mL. EDTA 

500 mM (pH=8,0), 1000 mL. agua destilada c.s.p.), visualizados en transiluminador UV, 

previa tinción en solución de GelRedTM Biotium (2,5 ng.µL-1) y corroborados por 
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amplificación de la banda de 490 pb para los cebadores de Devi Prameela et al. (2013) y de 

500 pb para los de González Salgado et al. (2011). El tamaño molecular de los mismos fue 

estimado utilizando el marcador “qLadder 100 pb precisión” (PB-L®, BsAs, Argentina).  

CAPACIDAD TOXIGÉNICA 

Los aislamientos monospóricos de A. flavus fueron evaluados por su capacidad para 

producir aflatoxinas, en medio de cultivo, a través de cromatografía líquida de alta 

eficiencia (HPLC). Los mismos fueron sembrados por duplicado en medio MEA durante 

7 días a 28 ± 2 °C, y posteriormente, se cosechó el micelio para realizar una suspensión de 

esporas en agua destilada estéril con 0,01 % de Tween 20, las cuales fueron contabilizadas 

y ajustadas a 1x105 conidios.mL-1, utilizando un hematocitómetro (cámara de Neubauer). 

Las suspensiones obtenidas para cada aislamiento monospórico fueron almacenadas a 4 ºC 

(De Rodríguez et al., 2011; Borman et al., 2006). Para el experimento se utilizaron viales 

de vidrio de 4 mL conteniendo 1 mL de medio para producción de aflatoxinas y ácido 

ciclopiazónico (150 g Sacarosa, 10 g Peptona de soja, 40 g Glucosa, 20 g Extracto de 

levadura, 1000 mL Agua destilada c.s.p.) y sellados con tapón. El medio se inoculó por 

duplicado, con 4 mL de cada suspensión de esporas almacenadas de los diferentes 

aislamientos y se incubaron durante 7 días a 28 ± 2 °C en oscuridad. Posteriormente, se 

retiró y descartó el micelio y se transfirió el medio de cultivo a un tubo de 1,5 mL al cual 

se adicionó 1 mL de cloroformo. Se agitó durante 30 segundos y se recuperó la fase 

clorofórmica, se filtró con filtros Titan de Nylon de 0,45 µm y se evaporó hasta sequedad.  

Cada muestra del primer grupo de extractos secos fue resuspendida, para la 

determinación de aflatoxinas, en 200 µL de fase móvil acetonitrilo: metanol: H2O 

(17:17:66, V/V/V), posteriormente se adicionó 700 µL de derivatizante ácido 

trifluoroacético: ácido acético glacial: H2O (20:10:70, V/V/V), se agitó y sumergió en baño 

térmico a 65 °C durante 8 ½ minutos. Luego, se enfriaron a temperatura ambiente y 50 µl 

de extracto se inyectaron manualmente en el sistema HPLC, el cual consistió en una 

bomba Hewlett Packard modelo 1100 (Hewlett Packard, Palo Alto, CA) conectada a un 

detector de fluorescencia Hewlett Packard modelo 1046ª y un módulo de datos Hewlett 

Packard Kayak XA (HP ChemStation Rev.A.06.01). Las separaciones cromatográficas se 

realizaron en columna C18 de fase reversa, de acero inoxidable (150 m x 4,6 mm i.d., 5 μm 
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tamaño de partícula; Luna-Phenomenex, Torrance, CA, USA) conectada a una pre-

columna C18, de acero inoxidable (20 mm x 4,6 mm i.d., 5 μm tamaño de partícula, Luna-

Phenomenex, Torrance, CA, USA). Se utilizó la fase móvil acetonitrilo: metanol: H2O 

(17:17:66, V/V/V) a una velocidad de flujo de 1,5 mL.min-1. Se realizó el análisis 

cuantitativo mediante normalización del área de los picos y se elaboró una curva de 

calibración a partir de las áreas obtenidas para diferentes concentraciones de estándares 

(Sigma Aldrich, St. Louis, MO, USA) (Trucksess y Stack, 1994). El límite de detección de 

AFB1 fue de 1 ng.g-1 y cuando no se detectaron aflatoxinas mediante esta técnica, el 

aislamiento se clasificó como no aflatoxigénicos (Doster et al., 2014). 

Para la determinación del ácido ciclopiazónico se resuspendió el segundo extracto 

seco obtenido de cada aislamiento estudiado en 500 µL de fase móvil acetonitrilo: solución 

tampón de ZnSO4 4mM (65:35, V/V), se agitó y se incorporó al mismo equipo descripto 

para la determinación de aflatoxinas. Las separaciones cromatográficas se realizaron en 

columna Agilent ZORBAX RX-SIL (250 mm x 4,6 mm i.d., 5 μm tamaño de partícula) 

conectada a una pre-columna Security Guard (20 mm x 4,6 mm i.d., 5 μm tamaño de 

partícula, Phenomenex). La fase móvil se utilizó a una velocidad de flujo de 0,8 mL.min-1. 

Se realizó el análisis cuantitativo mediante normalización del área de los picos y se elaboró 

una curva de calibración a partir de las áreas obtenidas para diferentes concentraciones de 

estándares de ACP (Sigma Aldrich, USA). El límite de detección de ACP fue de 1 ng.g-1 y 

se consideraron como positivas las muestras con pico similar al espectro y tiempo de 

retención del estándar (Da Motta y Valente Soares, 2000).  

PRODUCCIÓN DE ESCLEROCIOS 

La totalidad de los aislamientos monospóricos fueron caracterizados según su 

capacidad para producir esclerocios, como así también el número y tamaño de los mismos, 

debido  a la correlación entre tamaño y cantidad de esclerocios formados, con la 

producción de aflatoxinas (Barros et al., 2007; Pildain et al., 2005; Cotty, 1989). Cajas de 

Petri de 6 cm de diámetro conteniendo medio Czapek Dox agar (CZ) (30 g Sacarosa, 3 g 

NaNO3, 1 g PO4HK2, 0,5 g SO4.7H2O, 0,5 g KCl, 0,01 g FeSO4.7H2O, 15 g Agar, 

1000 mL Agua destilada c.s.p., pH=7,3) se inocularon centralmente con 10 µL de una 

suspensión de esporas, se realizaron 3 réplicas por cada aislamiento y se incubaron a 
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30 ± 2 °C en oscuridad durante 14 días (Pildain et al., 2005). Posteriormente, a cada caja 

de Petri se le adicionó 5 mL de solución salina Tween 20 % y se raspó la superficie 

desprendiendo el micelio. La suspensión obtenida se filtró en kitasato con filtro Whatman 

N° 2, se secó en estufa a 35 °C durante 4 horas recuperándose los esclerocios (Figura 2.5). 

El número de esclerocios se determinó diseminándolos sobre una cuadrícula de 

10 mm x 10 mm, marcada en una caja de Petri, se eligieron al azar 3 cuadrados y se 

efectuaron las observaciones bajo lupa estereoscópica Nikon SMZ-10 (15X). Para la 

determinación del diámetro de los esclerocios estos se esparcieron sobre la caja de Petri 

cuadriculada y se eligieron al azar 26 esclerocios ubicados sobre una de las líneas de la 

cuadrícula previamente definida, sus diámetros se determinaron en microscopio (Nikon 

eclipse Cs1 espectral) (Novas y Cabral, 2002) y de esta manera se clasificaron los 

aislamientos de A. flavus como morfotipos L (diámetro promedio > 400 μm) o S (diámetro 

promedio < 400 μm) (Cotty, 1989). Aquellos aislamientos que no produjeron esclerocios, 

luego del período de incubación, se cultivaron en medio 5/2 agar a 31 °C por 5 a 7 días en 

oscuridad, para inducir la producción de los mismos (Giorni, 2007). Los aislamientos que 

no produjeron esclerocios por ninguna de las técnicas mencionadas se clasificaron como no 

productores (NP) (Novas y Cabral, 2002). 

Figura 2.5. Filtrado y obtención de esclerocios de aislamientos no aflatoxigénicos 

cultivados en medio Czapeck dox. 

GRUPOS DE COMPATIBILIDAD VEGETATIVA 

Se estudio la diversidad presente en la poblacion de aislamientos monospóricos de 

A. flavus no productores de aflatoxinas a través del análisis de compatibilidad vegetativa 

(ACV). Cada aislamiento se cultivó en cajas de Petri conteniendo medio de Selección 

(SEL) (30 g Sacarosa, 3 g NaNO3, 0,5 g PO4HK2, 0,5 g PO4H2K, 0,5 g MgSO4.7H2O, 0,5 g 
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KCl, 25 g KClO3, 10 mL Rosa de Bengala, 1 mL A&M micronutrientes, 20 g Agar, 

1000 mL Agua destilada c.s.p., pH=7) para la obtención de los mutante auxotrófico nit 

(Nitrate – nonutilizing), identificados como sectores de micelio resistente al clorato, 

incapaces de utilizar nitrato como fuente de nitrógeno. Para ello, se retiro la porción central 

del medio SEL con sacabocado, se inoculó con 8 µL de solución de esporas de 

1x106 conidios.mL-1 y se incubaron a 30 ± 2 ºC en oscuridad, hasta la aparición de micelio 

con un patrón de crecimiento “ralo y expansivo”. Se tomaron los extremos de estos 

sectores auxotróficos, recuperando entre 3 y 5 nits por cada aislamiento cultivado y se 

transfirieron a medio MIT (30 g Sacarosa, 3 g NaNO3, 0,5 g PO4HK2, 0,5 g PO4H2K, 0,5 g. 

MgSO4.7H2O, 0,5 g KCl, 15 g KClO3, 1 mL A&M micronutrientes, 20 g Agar, 1000 mL 

Agua destilada c.s.p., pH= 6,5) para su limpieza y estabilización durante 3 días a 30 ± 2 ºC. 

Luego de dicho período, se tomo un extremo de crecimiento del mutante de cada 

aislamiento y se transfirió a medio 5/2 agar (50 mL V-8TM jugo, 20 g Agar, 1000 mL 

Agua destilada c.s.p., pH= 6,5) para favorecer su esporulación y posterior realización de 

soluciones para utilizar en estudios de compatibilidad. Se efectuó el fenotipado de los 

mutantes obtenidos de acuerdo al crecimiento de tipo normal (+) o “ralo y expansivo” (-) 

en medios de cultivo CZ, Agar Hipoxantina (HYP) (50 g Sacarosa, 10 g PO4H2K, 0,2 g 

MgSO4.7H2O, 10 mL Hipoxantina, 1 mL A&M micronutrientes, 20 g Agar, 1000 mL 

Agua destilada c.s.p., pH=5,5) y Agar Nitrito (AN) (50 g Sacarosa, 10 g PO4H2K, 2 g 

MgSO4.7H2O, 0,5 g NaNO2, 1 mL A&M micronutrientes, 20 g Agar, 1000 mL Agua 

destilada c.s.p., pH=5,5),  identificándolos como niaD (incapaces de utilizar nitrato), nirA 

(incapaces de utilizar nitrito y nitrato) y cnx (incapaces de utilizar hipoxantina y nitrato) 

(Tabla 2.1) (Mauro et al., 2013; Pildain et al., 2004). 

Tabla 2.1. Fenotipado de mutantes de aislamientos no aflatoxigénicos de Aspergillus flavus 

en muestras de maíz de ocho localidades de ocho distritos agroclimáticos de Santiago del 

Estero y regiones colindantes de Córdoba y Tucumán durante 2015/16 y 2016/17. 

Tipo de crecimientoa Tipo de mutante 

CZb ANb HYPb  

- + - cnx 

- + + niaD 

- - + nirA 
a (+): crecimiento normal; (-): crecimiento ralo y expansivo. b CZ: Czapeck Dox agar, AN: Agar Nitrito, HYP: Agar 

Hipoxantina. 
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Se evaluó la autocompatibilidad entre mutantes de un mismo aislamiento en medio 

de cultivo Almidón agar (AMD) (36 g Sacarosa, 3 g NaNO3, 0,5 g PO4HK2, 0,5 g PO4H2K, 

2 g MgSO4.7H2O, 0,5 g KCl 20 g Almidón soluble, 1 mL A&M micronutrientes, 20 g 

Agar, 1000 mL Agua destilada c.s.p., pH=6). A cajas de Petri conteniendo medio de 

cultivo AMD se les retiró 2 porciones de la parte central con sacabocado, se inocularon con 

8 µL de solución de esporas de cada fenotipo, de un mismo aislamiento, y se incubaron a 

30 ± 2 ºC en oscuridad. La compatibilidad de los dos mutantes a evaluar se identificó como 

una línea de crecimiento normal en el sitio donde el micelio de ambos entra en contacto 

(Cotty y Taylor, 2003). Posteriormente, todos los mutantes fueron evaluados con 

probadores de los GCV obtenidos por Camiletti et al. (2018) en poblaciones de Argentina. 

Para ello, se retiraron tres porciones de medio AMD con sacabocado, siguiendo un patrón 

triangular en el centro de la caja de Petri, se sembraron dos de los orificios con cada uno de 

los probadores de un determinado GCV y el tercero con la dilución de esporas de los 

mutantes obtenidos de cada aislamiento a caracterizar. Las cajas se incubaron a 31 °C 

durante 5 a 10 días y los mutantes que formaron un heterocarionte estable (línea de 

crecimiento normal) con uno o ambos probadores de un determinado GCV fueron 

considerados como integrantes de este GCV (Agbetiameh et al., 2019).  

RELACIONES FILOGENÉTICAS 

Los aislamientos monospóricos no productores de aflatoxinas se caracterizaron 

molecularmente para estudiar las relaciones filogenéticas entre ellos. Para ello, los 

aislamientos monospóricos no aflatoxigénicos, que se encontraban almacenados en agua 

destilada estéril con 0,01 % de Tween 20, fueron cultivados en medio MEA durante 7 días 

a 30 ± 2 °C y en oscuridad. Posteriormente, se llevaron a cabo 3 metodologías para 

determinar la más efectiva. 

METODOLOGÍA A 

Se tomó una alícuota de micelio de los aislamientos cultivados en MEA y se les 

realizó la extracción de ADN siguiendo el método rápido de cuatro pasos propuesto por 

Liu et al. (2000) según se describe previamente.  
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METODOLOGÍA B 

De los aislamientos cultivados en MEA, tal como se mencionó precedentemente, se 

tomó una porción de micelio y se extrajo su ADN siguiendo la metodología cetyl- 

trimethylammonium bromide (CTAB) propuesta por Leslie y Summerell (2006). Esta 

metodología tuvo 3 variantes antes de realizar la extracción propiamente dicha. En el 

primer caso el micelio fue pulverizado con N2 líquido en mortero, en el segundo se molió 

con pistilo en tubo de 1,5 mL conteniendo 500 µL de solución tampón CTAB 2 % (Tris Cl 

100 mM, EDTA 20 mM y ClNa 1,4 M) y finalmente en el tercer caso el micelio fue 

molido con pistilo en tubo de 1,5 mL al que se le adicionó N2 líquido. Para el primer y 

último caso, posteriormente se incorporaron los 500 µL de solución tampón CTAB 2 % 

mencionado. Posteriormente, a cada muestra se le agregó 1 µL de mercaptoetanol 0,2 % y 

se agitaron durante 30 segundos. Los tubos fueron colocados a baño térmico a 65 °C 

durante 30 min., a cada uno de ellos se les adicionó 25 µL de la mezcla cloroformo - 

alcohol isoamílico (24:1), se agitaron durante 1 min. y se centrifugaron a 10.000 

revoluciones durante 10 min (TA 16 ºC). Posteriormente, se recuperó el sobrenadante y se 

transfirió a un nuevo tubo de 1,5 mL y se repitió el agregado del cloroformo - alcohol 

isoamílico (24:1) y posterior centrifugado a 10.000 revoluciones durante 10 min (TA 

16 ºC). Se recuperó el sobrenadante y se volcó en un nuevo tubo de 1,5 mL, se agregó a 

cada uno 0,66 volúmenes de isopropanol frío, se mezcló por inversión suave del tubo y se 

dejó precipitar por 1 hora. Luego, se centrifugó a 12.000 revoluciones durante 20 min, se 

descartó el sobrenadante por inversión del tubo, evitando que se despegue el pellet del 

fondo del mismo, y se dejó secar boca abajo en papel secante durante 10 a 15 min. 

Posteriormente, se lavó el pellet con 1 mL de etanol 70 % (agitando suavemente el tubo 

para que se despegue el pellet), se lo dejó durante 20 min a -20 ºC y luego se centrifugó a 

10.000 revoluciones durante 10 min. El sobrenadante fue eliminado y cada tubo 

permaneció boca abajo para eliminar el resto de etanol, se dejó secar el pellet y finalmente 

se resuspendió en 50 µL de agua DPC. 

METODOLOGÍA C 

A partir de los aislamientos cultivados en medio MEA, se realizó una suspensión de 

esporas en agua destilada estéril con 0,01 % de Tween 20, se contabilizaron en 

hematocitómetro (cámara de Neubauer) y su concentración se ajustó a 1x106 conidios.mL-
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1. Posteriormente, se inocularon 100 mL de medio Lixiviado de papa y glucosa (LP) 

(100 mL de Infusión de papa a partir de 200 g, 20 g Glucosa, 1000 mL Agua destilada 

c.s.p., pH= 4,5) con la dilución de esporas en matraces de Erlenmeyer (250 mL) y se 

incubaron en agitador orbital a 150 rpm y a 25 ± 2 °C, durante 48 horas. Transcurrido este 

período, se colectó el micelio por filtración en kitasato con bomba de vacío y filtro 

Whatman N° 2, se enjuagó con agua destilada estéril, se pulverizó con N2 líquido en 

mortero (Devi Prameela et al., 2013) y se realizó la extracción de ADN con la metodología 

de CTAB mencionada. 

Las muestras de ADN obtenidas, según cada una de las 3 metodologías, fueron 

cuantificadas por espectrofotometría (Nano Drop, Thermo Fisher Scientific, USA) y se 

sometieron a una electroforesis en gel de agarosa al 1,5 % en solución tampón TAE 1X.  

La concentración y pureza del ADN se determinó por espectrofotometría en 

transiluminador UV, previa tinción en solución de GelRedTM Biotium (2,5 ng.µl-1). La 

estimación de la concentración del ADN se realizó por comparación visual con la 

intensidad de las bandas del marcador “qLadder 100 pb precisión” (PB-L®, Bs As, 

Argentina) de 100 pb y se cotejó con los valores obtenidos en NanoDrop. 

El ADN obtenido y cuantificado de cada aislamiento fue utilizado para amplificar 

un segmento del gen de la calmodulina (CaM) con los iniciadores CL1, 5´-

GA(GA)T(AT)CAAGGAGGCCTTCTC-3´; CL2A, 5´-TTTTTGCATCATGAGTTGGAC-

3´ (O’Donnell et al., 2000). Para cada reacción individual se mezcló 1 µL (concentración 

final 20 – 100 ng de ADN.µL-1) de solución de ADN con 49 µL de una solución 

compuesta por: 10 μL de solución tampón de reacción 5x Green GoTaq® (Promega®, 

Madison, WI, USA), 3 μL de ClMg2, 1 μL de mezcla de dNTP (10 mM de dATP, dCTP, 

dGTP y dTTP), 1,5 μL de los cebadores CL1 y CL2A (10 µM), 0,4 μL de enzima 

polimerasa GoTaq® (5U.µL-1, Promega®, Madison, WI, USA) y 31,6 μL de agua DEPC. 

Una solución sin ADN se incluyó en cada experimento como control negativo a fin de 

probar posibles contaminaciones de los reactivos. La reacción de PCR fue llevada a cabo 

en un termociclador, con las siguientes condiciones: un ciclo a 95 ºC por 2 minutos; 40 

ciclos a 94 ºC por 30 segundos, 55 ºC por 30 segundos, 72 ºC por 50 segundos; y una 

extensión final a 72 ºC durante 7 minutos (O’Donnell et al., 2000). 
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Los productos de PCR fueron revelados por electroforesis en 1,5 % de agarosa en 

solución tampón TAE 1X, visualizados en transiluminador UV, previa tinción en solución 

de GelRedTM Biotium (2,5 ng.µL-1) y corroborados por amplificación de la banda esperada 

de 688 pb. El tamaño molecular de los mismos fue estimado utilizando el marcador 

“qLadder 100 pb precisión” (PB-L®, Bs. As., Argentina) de 100 pb. 

Los fragmentos amplificados se purificaron utilizando columnas de purificación de 

ADN Wizard® SV Gel and PCR clean - Up system (Promega, Madison, WI, USA) según 

especificaciones del fabricante y se cuantificaron por espectrofotometría (Nano Drop, 

Thermo Fisher Scientific, USA). Ambas cadenas de ADN se enviaron para secuenciar 

mediante el método Sanger (Macrogen, Seúl, Corea del Sur), utilizando los 

oligonucleótidos específicos CL1 y CL2A (O’Donnell et al., 2000). 

Las secuencias obtenidas se alinearon con el programa Clustal X2 (Larkin et al., 

2007) y en los casos que resultó necesario se ajustaron manualmente. Se utilizó el 

programa MEGA versión 7 (Kumar et al., 2016) para la selección del mejor modelo de 

sustitución nucleotídica y para obtener los árboles filogenéticos empleando los métodos 

Neighbor-Joining (NJ) (Saitou y Nei, 1987) y Maximum-Likelihood (ML) (Tamura y Nei, 

1993), ambos con un bootstrap de 10.000 réplicas. Se compararon con la secuencia de 

referencia NW_002477238.1 y se utilizó como outgroup a A. niger MH645004.1, ambas 

de la base de datos del GeneBank. 

ANÁLISIS ESTADÍSTICO 

Los datos obtenidos para morfotipo de esclerocios, capacidad toxigénica y 

diversidad de las secuencias del gen CaM fueron analizados utilizando el software 

estadístico InfoStat (Di Rienzo et al., 2020), los valores medios se obtuvieron a través del 

análisis de la varianza (ANOVA) y las diferencias entre medias se compararon utilizando 

el test LSD de Fisher (P < 0,05). 
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RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

AISLAMIENTO E IDENTIFICACIÓN MORFOLÓGICA DE 

Aspergillus flavus  

En la campaña agrícola 2015/16 se recolectaron 13 muestras provenientes de cada 

una de las 5 localidades representativas de los 5 distritos agroclimáticos, pertenecientes a la 

Provincia de Santiago del Estero, en 9 de las cuales se aisló A. flavus. En la campaña 

2016/17, se recolectaron 18 muestras provenientes de 8 localidades, una por cada distrito 

agroclimático, de las provincias de Santiago del Estero, norte de Córdoba y este de 

Tucumán, encontrándose a A. flavus en 11 de las 18 muestras (Tabla 2.2). 

Tabla 2.2. Distribución geográfica y número de aislamientos de Aspergillus flavus. 

Campañas agrícolas 2015/16 y 2016/17. 
Campaña Distrito 

Agroclimático 

Localidad Híbrido Empresa N° aislamientos 

A. flavus 

2015/16 4 - Río Muerto Sachayoj DK 7210 Dekalb 1 

   DK 7310 Dekalb 1 

   Maíz de chacra  2 

 5 - Hickmann Quimilí DK 7210 Dekalb 19 

   DK 7310 Dekalb - 

   Maíz de chacra  1 

 17 - Bandera Bandera DK 7210 Dekalb 1 

   DK 7310 Dekalb 2 

   Maíz de chacra  1 

 18 - Monteagudo Sgo. del Estero DK 7210 Dekalb - 

   DK 390 Dekalb - 

   Maíz de chacra  1 

 37 - Soto Sumampa Maíz de chacra  - 

2016/17 4 - Río Muerto Sachayoj DK 7210 Dekalb 1 

   DK 7310 Dekalb - 

   Maíz de chacra  1 

 5 - Hickmann Quimilí DW 538 Corteva - 

   DK 7310 Dekalb - 

   Maíz de chacra  1 

 17 - Bandera Bandera DK 7210 Dekalb 8 

   DK 7310 Dekalb - 

   Maíz de chacra  - 

 18 - Monteagudo Sgo. del Estero 120 PW Corteva 5 

   510 PW Corteva 2 

   Maíz de chacra  1 

 37 - Soto Sumampa Maíz de chacra  2 

 18A - Monteagudo Leales 120 PW Corteva - 
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Tabla 2.2. Distribución geográfica y número de aislamientos de Aspergillus flavus. 

Campañas agrícolas 2015/16 y 2016/17. Continuación. 
                                      NK 139 SY         Syngenta      - 

   DM 2771 Dekalb 1 

 61B - Deán Funes V. de Tulumba DK 7210 Dekalb 4 

 37C - Soto Rayo Cortado Maíz de chacra  3 

TOTAL     58 

El escaso crecimiento de los aislamientos en el medio AFPA no permitió identificar 

especies de A. flavus y A. parasiticus. Frändberg et al. (2003) reportaron un menor 

recuento de hongos totales en este medio de cultivo comparado con DG18, mientras que 

Pitt et al. (1983) indicaron la existencia de algunos casos de falsos positivos o negativos. 

No se observaron diferencias significativas en el número de aislamientos obtenidos entre 

los medios DRBC y DG18, indicando esto que ambos son apropiados para el crecimiento 

del hongo. 

Se obtuvieron 58 aislamientos de las ocho localidades evaluadas (Anexo 1), con 

características morfológicas de A. flavus de acuerdo a Klich (2002), de los que 

posteriormente se obtuvo su correspondiente aislamiento monospórico (Tabla 2.1). Se 

observó una mejor distribución de aislamientos entre los distritos agroclimáticos en la 

campaña agrícola 2016/17 respecto de su precedente, habiéndose obtenido aislamientos en 

todas las localidades evaluadas (Figuras 2.6 y 2.7). Esto puede deberse a la incorporación 

en el trabajo de nuevos distritos agroclimáticos que posibilitaron explorar otros 

agroecosistemas con características de manejo, y condiciones climáticas y edáficas 

diferentes (Dos Santos et al., 2016; Tola y Kebede, 2016; Villers, 2014; Wu, 2007; Nesci 

et al., 2006), además de las condiciones climáticas propias de la campaña agrícola y 

puntuales de cada lote, como estreses hídricos y térmicos en el período reproductivo que 

pudieron favorecer la colonización del cultivo por parte del patógeno (Díaz et al., 2012; 

Cotty y Jaime García, 2007; Mazzani et al., 2004; Presello et al., 2004). 
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Figura 2.6. Proporción de aislamientos de Aspergillus flavus obtenidos en muestras de 

espigas de maíz de cada localidad representativa de cinco distritos agroclimáticos durante 

la campaña agrícola 2015/16. En la localidad de Sumampa no se obtuvieron aislamientos 

en la campaña. 

Figura 2.7. Proporción de aislamientos de Aspergillus flavus aislados en muestras de 

espigas de maíz de cada localidad representativa de ocho distritos agroclimáticos durante la 

campaña agrícola 2016/17. 

En la campaña agrícola 2015/16, la localidad de Quimilí registró la mayor cantidad 

de aislamientos con 20 identificados, mientras que en la campaña 2016/17 las localidades 

de Bandera y Santiago del Estero registraron la mayoría de los aislamientos, con 8 cada 

una (Figura 2.8). La situación en la localidad de Quimilí puede estar asociada a las 

precipitaciones, debido a que la campaña 2015/16 fue más seca que la siguiente (771 mm 

vs 1.032 mm, para Quimilí). Pero esto contrasta con lo sucedido en Bandera y Santiago del 

Estero, donde las precipitaciones en ambas campañas agrícolas fueron prácticamente 

iguales, con adecuado aporte de agua en el período crítico del cultivo, para Santiago del 

Estero 609 mm y 550 mm, en 2015/16 y 2016/17 respectivamente y para Bandera 

1.034 mm y 994 mm, en 2015/16 y 2016/17 respectivamente (INTA - SIGA, 2020). Esta 

última situación, con número variable de aislamientos por campañas, aún con condiciones 

climáticas similares entre ambas, puede asociarse a otras variables influyentes como la 

presencia de insectos plagas que favorecen la infección con A. flavus (Garcia et al., 2006; 

Williams et al., 2005; Boiça et al., 2001) y a la diferencia en el germoplasma, como el caso 
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de Santiago del Estero (Tabla 2.2) (Presello et al., 2016, 2012; de Luna López et al., 2013; 

Martínez Padrón et al., 2013). 

Figura 2.8. Número de aislamientos de Aspergillus flavus en ocho localidades 

representativas de ocho distritos agroclimáticos. Datos de campañas agrícolas 2015/16 y 

2016/17. 

La presencia de aislamientos de A. flavus en las 8 localidades pertenecientes a los 8 

distritos agroclimáticos estudiados, con condiciones agroecológicas y escenarios 

meteorológicos propios de cada una de ellas y de cada campaña agrícola, da cuenta de la 

amplia distribución del hongo en la zona estudiada, tal como sucede en otras regiones del 

país (Alaniz Zanon et al., 2018; Camiletti et al., 2017; Barros et al., 2003, 2006) y el 

mundo (Bandyopadhyay et al., 2016; Donner et al., 2015; Mauro et al., 2015; Doster et al., 

2014; Perrone et al., 2014a; Gallo et al., 2012; Habibi y Banihashemi, 2008; Cardwell y 

Cotty, 2002). 

IDENTIFICACIÓN MOLECULAR DE Aspergillus flavus  

Los iniciadores Asp f1 y Asp f2 (Devi Prameela et al., 2013) no permitieron 

distinguir a A. flavus de A. parasiticus. Estas dos especies, pertenecientes a la sección 

Flavi, poseen características macro y microscópicas semejante que dificultan la separación 

de las especies morfológicas (Da Silva et al., 2015; Iheanacho et al., 2014; El Khoury et 

al., 2011; Godet y Munaut, 2010; White, 1999).  
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La identidad de los 58 aislamientos de A. flavus se corroboró utilizando los 

iniciadores específicos FLA1 y FLA2, que tienen como blanco la región ITS (González 

Salgado et al., 2011), a través de una amplificación de 500 pb (Figura 2.9).  

Figura. 2.9. Gel de electroforesis exhibiendo los productos de la PCR. M: marcador molecular 

(100 pb ADN Ladder); +: Aspergillus. flavus NRRL 3251 (control positivo);  ̵ : Aspergillus parasiticus (control 

negativo); 1: ASSA2; 2: ASQU7; 3: ASQU21; 4: ASQU10; 5: ASQU15; 6: ASRC2; 7: ASQU12; 8: ASQU6.   

En este trabajo se exploró como alternativa el uso de cebadores diseñados a partir 

de regiones específicas como las del gen de la calmodulina e ITS para identificar a la 

especie, dentro de otras reportadas como β-tubulina, las regiones ITS1 e ITS2 del rADN, 

las regiones variables el extremo 5’ del gen 28S y los genes de la vía biosintética de las 

aflatoxinas (Samson et al., 2014; Arrúa Alvarenga et al., 2012) (ver Relaciones 

Filogenéticas, página 59). 

CAPACIDAD TOXIGÉNICA 

A la totalidad de los aislamientos obtenidos se les determinó la capacidad de 

producir aflatoxinas y ACP por HPLC. Si bien existen reportes indicando que A. flavus 

puede producir aflatoxinas de los grupos B y G en Argentina y en otras partes del mundo 

como Tailandia, Croacia y Kenia (Singh y Cotty, 2019; Okoth et al., 2018; Camiletti et al., 

2017; Baranyi et al., 2015; Perrone et al., 2014b; Sornmayura et al., 2007; Barros et al., 

2006; Vaamonde et al., 2003), solamente se cuantificó la producción de AFB1, debido a la 

mayor frecuencia de producción por parte los aislamientos reportados y toxicidad (Bennett 

y Klich, 2003; Cotty et al., 2008). Se identificaron 30 aislamientos no aflatoxigénicos 

(52 %) y 28 aflatoxigénicos (48 %), del total de aislamientos obtenidos (Tabla 2.3). 

Similares proporciones entre aislamientos aflatoxigénicos y no aflatoxigénicos fueron 

indicados por Frisvad et al. (2007), Martins et al. (2017) y Taniwaki y Pitt (2013). Se 
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obtuvieron aislamientos productores y no productores de aflatoxinas aislados de las ocho 

localidades representativas de los distritos agroclimáticos estudiados, excepto en Santa 

Rosa de Leales, donde el único aislamiento hallado resultó no aflatoxigénico.  

Tabla 2.3. Producción de AFB1, ACP y morfotipos de esclerocios en aislamientos de 

Aspergillus flavus de espigas de maíz de 8 localidades representativas de 8 distritos 

agroclimáticos de la Provincia de Santiago del Estero, este de Tucumán y norte de 

Córdoba, durante las campañas agrícolas 2015/16 y 2016/17.  
Provincia Localidad Año 

muestreo 

Esclerocios AFB1 

(ng.g-1) 

ACP 

(ng.g-1) 

Aislamiento 

Morfotipo N° Tamaño 

(µm) 

COR Rayo Cortado 2017 L 38,7 823,1 6,43 63,26 ASRC1 

COR Rayo Cortado 2017 NP ND ND <LD 66,23 ASRC2 

COR Rayo Cortado 2017 NP ND ND <LD 60,56 ASRC3 

COR V. Tulumba 2017 L 5 582,12 278,46 8,31 ASVT1 

COR V. Tulumba 2017 L 0,30 496,2 <LD 32,80 ASVT2 

COR V. Tulumba 2017 L 44,1 963,14 405,09 38,56 ASVT3 

COR V. Tulumba 2017 L 35,10 500,92 60,61 12,28 ASVT4 

SE Bandera 2016 L 12,20 500,70 16,31 29,98 ASBA12 

SE Bandera 2016 L 2,60 476,40 <LD 22,80 ASBA3 

SE Bandera 2016 L 12,90 701,64 7,17 29,25 ASBA4 

SE Bandera 2016 L 6 605,56 <LD 14,74 ASBA8 

SE Bandera 2017 L 17,30 643,24 <LD 32,26 ASBA1 

SE Bandera 2017 L 10,40 742,80 5,92 29,31 ASBA10 

SE Bandera 2017 L 75 597,50 <LD 22,34 ASBA11 

SE Bandera 2017 L 34,30 643,58 <LD 32,27 ASBA2 

SE Bandera 2017 L 9,60 871,96 <LD 36,67 ASBA5 

SE Bandera 2017 L 3,50 603,36 90,73 42,98 ASBA6 

SE Bandera 2017 L 29,10 555,14 6,68 35,43 ASBA7 

SE Bandera 2017 NP ND ND <LD 56,91 ASBA9 

SE Quimilí 2016 L 19,80 829,28 7,23 25,61 ASQU1 

SE Quimilí 2016 L 70,30 426,40 <LD 85,45 ASQU10 

SE Quimilí 2016 L 12,50 596,25 2.521,47 17,55 ASQU11 

SE Quimilí 2016 L 25,70 758,20 17,16 15,78 ASQU12 

SE Quimilí 2016 L 14,60 708,41 5,66 51,20 ASQU13 

SE Quimilí 2016 L 62,10 854,32 5,64 38,66 ASQU14 

SE Quimilí 2016 L 2,60 911,50 <LD 43,18 ASQU15 

SE Quimilí 2016 L 5,30 842,70 <LD 24,24 ASQU16 

SE Quimilí 2016 L 7 645,21 <LD 68,69 ASQU17 

SE Quimilí 2016 L 27,60 703,45 <LD 58,72 ASQU18 

SE Quimilí 2016 L 40 940,20 <LD 10,63 ASQU19 

SE Quimilí 2016 L 4,30 740,04 <LD 20,61 ASQU2 

SE Quimilí 2016 L 89,30 824,30 <LD 37,14 ASQU20 

SE Quimilí 2016 L 42,30 833,78 499,07 15,96 ASQU21 

SE Quimilí 2016 L 8,60 927,21 34,01 30,36 ASQU3 

SE Quimilí 2016 L 35,20 662,95 9,35 48,13 ASQU4 

SE Quimilí 2016 L 34,60 644,23 6,33 116,40 ASQU5 

SE Quimilí 2016 L 18,20 641,30 6,04 16,19 ASQU6 

SE Quimilí 2016 L 49,20 688,77 5,76 56,87 ASQU8 
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COR: Córdoba; SE: Santiago del Estero; TUC: Tucumán. 

L: esclerocios de tamaño > 400 µm; S: esclerocios de tamaño < 400 µm; NP: no productor de esclerocios; ND: no 

detectado. 

AFB1: Aflatoxina B1; ACP: ácido ciclopiazónico; <LD: menor al límite de detección de 1 ng.g-1. 

De los aislamientos productores de AFB1, 26 (93 %) registraron concentraciones de 

hasta 500 ng.g-1, destacándose ASQU11 en Quimilí y ASSE3 en Santiago del Estero con 

2.600 ng.g-1 y 48.958 ng.g-1 respectivamente (Anexo 1). La variación en la producción de 

aflatoxinas entre aislamientos está relacionada con el tipo y variedad de enzimas 

hidrolíticas que producen para colonizar el tejido hospedante (Mehl y Cotty, 2008; Mellon 

et al., 2007). Si bien la cantidad de micotoxinas producidas puede estar regida por el origen 

geográfico y las condiciones ambientales (Perrone et al., 2014a; Vaamonde et al., 2003), 

muchas veces puede no diferir entre regiones cercanas debido a la distribución cosmopolita 

que presenta A. flavus (Bayman y Cotty, 1993), nuestros resultados no muestran ningún 

patrón asociado a estas dos características.  

Para estudiar la coocurrencia de aislamientos productores de aflatoxinas y ACP, se 

evaluó la capacidad de producción de esta última en los 58 aislamientos monospóricos 

identificados, encontrándose que la totalidad de los mismos eran productores de ACP 

Tabla 2.3.  Producción de AFB1, ACP y morfotipos de esclerocios en aislamientos de 

Aspergillus flavus de espigas de maíz de 8 localidades representativas de 8 distritos 

agroclimáticos de la Provincia de Santiago del Estero, este de Tucumán y norte de Córdoba, 

durante las campañas agrícolas 2015/16 y 2016/17. Continuación 

SE          Quimilí 2016         L 31,30  632,94 <LD 48,59  ASQU9 

      SE              Quimilí               2017         L           21      458,07       <LD 61,58       ASQU7 

      SE              Sachayoj            2016            L        14,71    824,01       9,81 38,50       ASSA1 

      SE               Sachayoj            2016         L          5,30    472,12     13,25 29,89    ASSA3 

      SE              Sachayoj  2016         L          9,60    781,80      <LD 57,60    ASSA4 

SE Sachayoj 2016 L 24,80 428,90 9,07 79,11 ASSA6 

SE Sachayoj 2017 L 72,10 841,78 70,06 37,99 ASSA2 

SE Sachayoj 2017 L 18 636,42 <LD 13,82 ASSA5 

SE Santiago del Estero 2016 L 8,20 712,52 5,84 18,96 ASSE5 

SE Santiago del Estero 2017 S 144 312,25 <LD 21,80 ASSE1 

SE Santiago del Estero 2017 L 23,40 635,84 <LD 20,63 ASSE2 

SE Santiago del Estero 2017 L 25,70 809,56 48.958,11 22,28 ASSE3 

SE Santiago del Estero 2017 L 51 593,88 290,93 44,91 ASSE4 

SE Santiago del Estero 2017 NP ND ND <LD 14,99 ASSE6 

SE Santiago del Estero 2017 NP ND ND <LD 30,59 ASSE7 

SE Santiago del Estero 2017 L 1 829,63 <LD 22,00 ASSE8 

SE Santiago del Estero 2017 L 6 881,20 <LD 20,83 ASSE9 

SE Sumampa 2017 NP ND ND <LD 32,95 ASSU1 

SE Sumampa 2017 L 44,30 840,72 12,33 55,14 ASSU2 

TUC Sta. R. de Leales 2017 L 19,60 590,68 <LD 51,28 ASLE1 
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(Anexo 1). Esto es importante tanto por la toxicidad del ACP (Uka et al., 2017; Antony et 

al., 2003), como por la utilización de aislamientos para aplicarlos en tácticas de biocontrol 

de aflatoxinas, como el agente AF36 utilizado en la estrategia de exclusión competitiva, el 

cual fue reportado como responsable del incremento de ACP en granos de maíz inoculados 

a campo y en maní (Abbas et al., 2011; Dorner et al., 2000).  

La producción de ACP de los diferentes aislamiento resultó menor que la de AFB1, 

encontrándose solo un aislamiento (2 %) con 116,4 ng.g-1 aislado de la localidad de 

Quimilí (D5: Hickmann), mientras que los 57 (98 %) restantes registraron concentraciones 

menores a 59 ng.g-1. En este estudio se encontraron diferencias significativas, con valores 

medios de 1.905,87 ng.g-1 de AFB1 vs 37,46 ng.g-1 de ACP y valores máximos de 

48.958,47 ng.g-1 de AFB1 vs 116,4 ng.g-1 de ACP, coincidente con Astoreca et al. (2014) y 

Horn et al. (1996) quienes demostraron producciones menores de ACP respecto de AFB1 

por aislamientos de A. flavus.  

La presencia de aislamientos productores de ACP junto con aflatoxinas ha sido 

reportada en Argentina y el mundo (Garcia Cela et al., 2020; Camiletti et al., 2018; Alaniz 

Zanon et al., 2013; Riba et al., 2010; Barros et al., 2006; Razzaghi Abyaneh et al., 2006; 

Vaamonde et al., 2003). Los aislamientos con mayor producción de AFB1 obtenidos en la 

región de estudio, no correspondieron a los de mayor producción de ACP, aunque en la 

localidad de Quimilí se obtuvo el aislamiento con mayor producción de ACP así como el 

segundo con mayor producción de AFB1.  

A diferencia de nuestros resultados, Camiletti et al. (2018) en espigas de maíz en 

Argentina, informó 81 % de aislamientos productores de ACP. Por otro lado, también en 

Argentina pero en trigo, soja y maní, Vaamonde et al. (2003), reportaron entre 73 % y 

94 % de aislamientos productores de esta micotoxina. En Italia y también sobre granos de 

maíz, Giorni (2007) identificó 61 % de aislamientos productores de ACP, mientras que en 

plantaciones orgánicas de nueces en Brasil, Reis et al. (2014) encontraron que 66 % de los 

aislamientos de A. flavus, eran productores de esta micotoxina. Incluso en muestras de 

suelo de plantaciones de pistacho en Republica Checa, Jamali et al. (2012) identificó 81 % 

de aislamientos productores de ACP. 
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PRODUCCIÓN DE ESCLEROCIOS 

De los 58 aislamientos de A. flavus, 6 (10 %) no produjeron esclerocios (NP), 

mientras que 52 (90 %) sí lo hicieron. De estos últimos, 51 (98 %) fueron identificados 

como morfotipo L, con diámetro ˃400 µm (Figura 2.10) y solo el aislamiento ASSE1 

(2 %) correspondió al morfotipo S, con diámetro ˂400 µm (Tabla 2.3) (Anexo 1).  

 

 

Figura 2.10. Esclerocios morfotipo L en aislamiento aflatoxigénico de Aspergillus flavus 

en observación bajo lupa estereoscópica Nikon SMZ-10 (15X) (Izquierda). Esclerocio 

morfotipo L en observación en microscopio Nikon eclipse Cs1 espectral (Derecha). 

Similares proporciones entre morfotipos L, S y NP fueron reportadas en México, en 

aislamientos de granos de maíz, por Moreno (2004), quien informó 86 % de aislamientos 

con esclerocios del tipo L, 4 % del tipo S y 11 % del NP y también por Pildain et al. (2005) 

en Argentina, quien obtuvo 47 % de esclerocios tipo L, 25 % del tipo S y 28 % NP en 

aislamientos provenientes de cultivo de maní.  

La baja o nula presencia del morfotipo S en aislamientos de maíz también fue 

reportada por Giorni (2007) en Italia sobre una población de A. flavus en espigas de maíz, 

en donde solo 1 aislamiento de un total de 70, fue caracterizado como morfotipo S 

mientras que la mayoría resultó NP. También Alaniz Zanon et al. (2018) observaron, en 

aislamientos no aflatoxigénicos de poblaciones de A. flavus presentes en granos de maíz en 

Argentina, 86 % con morfotipo L y 14 % no productores de esclerocios. El predominio del 

morfotipo L en los aislamientos obtenidos en la región estudiada concuerda con lo 

informado en otras partes de Argentina, en donde si bien se identificaron los dos 

morfotipos posibles junto con aislamientos no productores de esclerocios, se destaca la 

prevalencia del morfotipo L (Camiletti et al., 2018; Alaniz Zanon et al., 2016; Barros et al., 
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2006; Sepúlveda y Piontelli, 2005; Nesci y Etcheverry, 2002; Novas y Cabral, 2002) y 

concuerda también con lo reportado en países como Argelia, Brasil, Portugal, Nigeria y 

regiones del África subsahariana (Ait Mimoune et al., 2018; Probst et al., 2014; Costa 

Baquião et al., 2013; Ezekiel et al., 2013, 2014; Guezlane Tebibel et al., 2013; Riba et al., 

2010; Rodrigues et al., 2009, 2011;  Atehnkeng, 2008).  

Los aislamientos tipo S generalmente producen concentraciones mayores de 

aflatoxina que los tipo L o NP, están identificados como los principales responsables de 

contaminación severa del maíz y de la mayoría de las muertes humanas por aflatoxicosis 

(Mehl y Cotty, 2008; Probst et al., 2007; Barros et al., 2006; Lewis et al., 2005; Pildain et 

al., 2005). Se encuentran distribuidos en gran parte del mundo y asociados a la producción 

de aflatoxinas del grupo B, como en Estados Unidos y África (Probst et al., 2014), o de 

ambos tipos de aflatoxinas B y G (Agbetiameh et al., 2018; Okoth et al., 2018; Probst et 

al., 2012; Diedhiou et al., 2011; Donner et al., 2009; Varga et al., 2009; Atehnkeng et al., 

2008; Giorni, 2007; Cotty y Cardwell, 1999; Bayman y Cotty, 1993). El único aislamiento 

S identificado en este estudio fue no productor de AFB1 y corresponde a la localidad de 

Santiago del Estero (ASSE1). La presencia de aislamientos S no productores de aflatoxinas 

fue reportada en Estados Unidos, Ghana y Brasil (Agbetiameh et al., 2018; Gonçalves et 

al., 2012; Horn y Dorner, 1999; Cotty, 1997), se encuentran distribuidos en gran parte del 

mundo y asociados tanto a la producción de aflatoxinas del grupo B, como en Estados 

Unidos y África (Probst et al., 2014), como a la de ambos tipos B y G (Agbetiameh et al., 

2018; Okoth et al., 2018; Probst et al., 2012; Giorni et al., 2007). Además, si bien se 

encuentran asociados a regiones con bajas precipitaciones y altas temperaturas, en donde la 

producción de cantidades elevadas de pequeños esclerocios puede ser un rasgo de 

supervivencia adaptado a ambientes con fluctuaciones rápidas de temperatura y humedad 

(Cardwell y Cotty, 2002; Horn y Dorner, 1999; Orum et al., 1999), esto no fue observado 

en la región analizada, aun cuando presenta estas características climáticas. Por otro lado, 

en Arizona, EEUU, se reportó que la incidencia de aislamientos S estuvo inversamente 

correlacionada con la elevación geográfica (Bigelow et al., 2000), pero para la región en 

estudio esto no pudo ser corroborado debido al escaso número de aislamientos S.  

Se observaron diferencias significativas (P ˂ 0,001) tanto en el tamaño, como en el 

número de esclerocios, para los diferentes aislamientos evaluados y se encontró correlación 
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negativa (r= -0,79) entre el tamaño y el número de esclerocios, indicando esto, que 

disminuyen su tamaño a media que aumentan en número. La producción de aflatoxina se 

correlacionó positivamente con el número de esclerocios (r= 0,62) y negativamente con el 

tamaño (r= -0,38), es decir, que la cantidad de aflatoxina producida aumenta al 

incrementarse la producción de esclerocios y a medida que estos disminuyen su tamaño. 

Resultados similares fueron encontrados por Arrúa Alvarenga et al. (2012) y Pildain et al. 

(2005) pero difieren de los encontrados por Bouti et al. (2020) quienes no encontraron 

correlación entre los esclerocios y la producción de aflatoxinas. Diversos autores sugieren 

que la biosíntesis de aflatoxinas y la morfogénesis de los esclerocios están 

interrelacionadas (Calvo et al., 2004; Chang et al., 2002; Trail et al., 1995; Cotty, 1988; 

Wicklow y Shotwell, 1983). En este estudio no se observó correlación entre la producción 

de ACP y el número y tamaño de esclerocios. 

Debido a que la predominancia de morfotipo L está usualmente asociada a una 

mayor frecuencia de aislamientos atoxigénicos, conocer la proporción de aislamientos tipo 

L, S y NP, puede proveer una estimación rápida de la toxigenicidad de la población de A. 

flavus de la región y brindan la posibilidad de explorar su potencial para el desarrollo de 

estrategias de biocontrol (Mauro et al., 2013; Cotty, 1997, 1989). 

GRUPOS DE COMPATIBILIDAD VEGETATIVA 

Los aislamientos no productores de aflatoxinas (Tabla 2.3) fueron caracterizados 

por determinación de los GCV. El protocolo utilizado (Mauro et al., 2013) no posibilitó 

lograr los mutantes para los estudios de autocompatibilidad entre aislamientos y 

posteriores pruebas de complementariedad entre mutantes de los diferentes aislamientos. 

Se ajustó la técnica con el incremento en la dosis de KClO3 necesaria para lograr los 

mutantes, obteniéndose 8 mutantes de un total de 30 aislamientos no productores de 

aflatoxinas, se clasificaron según fenotipo NirA, NiaD y cnx (Figura 2.11) y se realizaron 

las pruebas de autocompatibilidad y de complementariedad con los probadores de los 

grupos de compatibilidad obtenidos por Camiletti et al. (2018), logrando ubicarlos en 4 

GCV (Tabla 2.4). 
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Figura 2.11. Mutante NiaD obtenido en medio de cultivo Agar Hipoxantina (HYP) (A), 

Agar Nitrito (AN) (B) y Czapeck dox (CZ) (C). 

Tabla 2.4. Grupos de compatibilidad vegetativa de 8 aislamientos no productores de 

aflatoxina de localidades representativas de distritos agroclimáticos de la Provincia de 

Santiago del Estero, este de Tucumán y norte de Córdoba durante las campañas agrícolas 

2015/16 y 2016/17. 

GCV Aislamiento Localidad Provincia 

AM1 ASLE1 Sta. R. de Leales Tucumán 

 ASBA3 Bandera Santiago del Estero 

 ASBA11 Bandera Santiago del Estero 

 ASSE6 Santiago del Estero Santiago del Estero 

AM2 ASQU2 Quimilí Santiago del Estero 

 ASQU16 Quimilí Santiago del Estero 

AM5 ASVT2 V. Tulumba Córdoba 

AM6 ASSE2 Santiago del Estero Santiago del Estero 

GCV: Grupo de Compatibilidad Vegetativa 

Los resultados son preliminares debido a que dicho objetivo no se pudo completar 

por la situación de aislamiento por pandemia por COVID-19 durante 2020 y parte de 2021. 

RELACIONES FILOGENÉTICAS 

Las metodologías A y B no permitieron obtener la concentración mínima de ADN 

necesaria para realizar la secuenciación (50 ng.µg-1), mientras que la metodología C 

posibilitó identificar a la totalidad de las secuencias del gen CaM estudiadas, de los 30 

aislamientos no productores de aflatoxinas, como pertenecientes al clado A. flavus, tanto al 

utilizar Neighbor-Joining (NJ) como Maximum-Likelihood (ML) (Figuras 2.12 y 2.13). El 

polimorfismo entre los aislamientos fue bajo, con identidad nucleotídica entre 99,4 % y 

100 %. La limitada variabilidad genética dentro de la población puede ser debida a que son 

A B C 
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poblaciones jóvenes obtenidas en zonas desmontadas que se incorporaron recientemente a 

la agricultura y que por lo tanto no han sufrido suficientes mutaciones o recombinaciones 

que generen diversidad genética en los aislamientos (Grubisha and Cotty, 2015; Perrone et 

al., 2014b).  

Figura 2.12.  Árbol filogenético construido según el método estadístico Neighbor-Joining 

(NJ) basado en la relación entre segmentos de secuencias del gen CaM de aislamientos de 

Aspergillus flavus no productores de aflatoxinas de localidades representativas de distritos 

agroclimáticos de la Provincia de Santiago del Estero, este de Tucumán y norte de 

Córdoba. Los números de los nodos corresponden a los valores de soporte de bootstrap 

(10000 réplicas). A. flavus NW 002477238.1 fue elegida como secuencia de referencia y A. 

niger MH645004.1 como secuencia externa al grupo. 
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Figura 2.13.  Árbol filogenético construido según el método estadístico Maximum-

Likelihood (ML) basado en la relación entre segmentos de secuencias del gen CaM de 

aislamientos de Aspergillus flavus no productores de aflatoxinas de localidades 

representativas de distritos agroclimáticos de la Provincia de Santiago del Estero, este de 

Tucumán y norte de Córdoba. Los números de los nodos corresponden a los valores de 

soporte de bootstrap (10000 réplicas). A. flavus NW 002477238.1 fue elegida como 

secuencia de referencia y A. niger MH645004.1 como secuencia externa al grupo. 

En este trabajo se utilizó un segmento del gen de la calmodulina porque presenta 

regiones conservadas y variables (Samson et al., 2014; Geiser et al., 2000), mientras que, 
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otras regiones muy estudiadas, tales como β-tubulina e ITS presentan problemas en las 

inferencias de relaciones (Geiser et al., 2007). En esta línea, Perrone et al. (2014b) 

utilizando un segmento del gen de la calmodulina estableció relaciones filogenéticas y 

agrupó aislamientos de A. flavus, provenientes de Ghana y Nigeria, en un mismo cluster. 

Por su parte, Samson et al. (2014), basándose en el mismo gen, ubicó alrededor de 1500 

aislamientos de Aspergillus de la sección Nigri en 25 clados bien definidos, indicando que 

el gen es adecuado para identificar aislamientos en esta sección. También utilizando un 

segmento del gen de la calmodulina, Da Silva et al. (2020), pudieron estudiar la diversidad 

de especies dentro del clado A. niger en Brasil.  

Por otro lado, Nadir et al. (2021) basándose en el gen de la calmodulina junto con 

segmentos del gen de la β-tubulina y la región ITS del rARN, demostró por primera vez la 

presencia de A. vadensis en China. Lo mismo hizo Varga et al. (2011) para proponer a A. 

kambarensis y a A. fasciculatus como sinónimos de A. flavus, mientras que Gonçalves et 

al. (2012) agrupó a estas dos especies junto con A. oryzae, un lugar filogenéticamente 

diferente de A. flavus, lo que da cuenta de la baja especificidad que pueden tener estos 

marcadores moleculares. Por su parte, Alshehri y Palanisamy (2020) utilizando marcadores 

como ITS, β-tubulina y calmodulina, identificaron las especies del género Aspergillus 

responsables de la keratitis infecciosa en humanos, concluyendo que la secuencia de lgen 

de la calmodulina fue la que mejor explicó la diversidad entre las especies del género. 

Pildain et al. (2008) usando segmentos del gen de la calmodulina y β-tubulina identificaron 

a A. oryzae, A. thomii, A. kambarensis, A. fasciculatus y a A. subolivaceus como especies 

estrechamente relacionadas a A. flavus. También utilizando estos dos genes, Rasheed et al. 

(2019) identificaron a A. flavus, A. arachidicola, A. pseudonomius y A. novoparasiticus en 

muestras provenientes de China, no pudiendo lograrlo con la región ITS del rADN. 

Resultados similares fueron reportados por Sivaraman et al. (2018), quienes no lograron 

ubicar a A. flavus y a A. oryzae en diferentes clados, al basarse en la región ITS del rADN. 

De acuerdo a lo mencionado, calmodulina, al igual que β-tubulina son marcadores 

útiles para discriminar especies dentro de la sección Flavi (Nadir et al., 2021; Alshehri y 

Palanisamy, 2020; Da Silva et al., 2020; Singh et al., 2020, 2018; Kamaruddin y Zakaria, 

2019; Makhlouf et al., 2019; Kocsubé et al., 2016; Nováková et al., 2014; Kanbe et al., 

2002), pero para especies de mayor similitud genética, resultan más eficientes los genes 
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relacionados al metabolismo secundario (Abdal Aziz y Ali, 2021; Yuan et al., 2019; Moore 

et al., 2009; Bhatnagar et al., 2006; Yu et al., 2005). Autores como Usman et al. (2019), 

Moore et al. (2009) y Geiser et al. (2000)  reportaron que la utilización del cluster de genes 

de las aflatoxinas es una herramienta útil para realizar estudios filogenéticos en la sección 

Flavi.  
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CONCLUSIONES 

▪ No hubo diferencias significativas entre los medios DRBC y DG18 para el 

aislamiento de A. flavus, mientras que en el medio AFPA se observó desarrollo 

fúngico escaso que no permitió poner de manifiesto el reverso característico. 

▪ La identidad de A. flavus fue corroborada con el test molecular basado en los 

iniciadores propuesto por González Salgado et al. (2011), mientras que el 

desarrollado por Devi Prameela et al. (2013) no permitió diferenciar a A. flavus 

de A. parasiticus. 

▪ El gen CaM fue útil para corroborar la ubicación de todos los aislamientos en el 

clado A. flavus. 

▪ Se evidencia la alta prevalencia del patógeno en la región y su presencia activa 

en las dos campañas analizadas.  

▪ Los híbridos comerciales y los maíces para autoconsumo analizados y 

cultivados en los ocho distritos agroclimáticos resultaron infectados con A. 

flavus. 

▪ No se observaron diferencias significativas en la proporción de aislamientos 

aflatoxigénicos entre híbridos comerciales y maíces para autoconsumo. 

▪ Se evidenció una proporción similar de aislamientos aflatoxigénicos y no 

aflatoxigénicos, con producción de ACP en todos los aislados. Dos aislamientos 

produjeron elevados niveles de AFB1, ASSE3 en Santiago del Estero durante la 

campaña 2016/17 y ASQU11 en Quimilí durante la campaña 2015/16.  

▪ La población de A. flavus analizada presenta poca variación de morfotipos de 

esclerocios. 

▪ El gen CaM no resultó un marcador adecuado para evaluar la diversidad 

genética de la población no aflatoxigénica, requiriéndose el análisis de regiones 

menos conservadas y relacionadas al metabolismo secundario del hongo para 

estudiar con mayor profundidad la diversidad genética de los aislamientos. 
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CAPÍTULO 3 

COMPORTAMIENTO DE HÍBRIDOS DE MAÍZ CON 

DIFERENTE BASE GENÉTICA ANTE LA INFECCIÓN DE 

ESPIGAS CON Aspergillus flavus 

INTRODUCCIÓN 

La región conformada por la Provincia de Santiago del Estero, el norte de Córdoba 

y el este de Tucumán es responsable de entre 6 y 12 millones de toneladas de maíz, de las 

60 millones que se producen anualmente en el país (MAGyP, 2020). El desarrollo de 

tecnologías de insumos y procesos, como son los nuevos híbridos lanzados al mercado 

anualmente y los cambios en el manejo de los recursos productivos, sumados a 

modificaciones en los regímenes hídricos y térmicos producto del cambio climático, 

posibilitaron la modificación de los agroecosistemas originales de la región (Cardini et al., 

2018; Ginzo, 2015). En ellos, el cultivo de maíz encontró condiciones propicias para su 

rápida expansión, pero sin estar exento a numerosos agentes bióticos y abióticos que 

deprimen rendimiento y calidad de granos (De Rossi et al., 2017; Presello et al., 2016; 

Martinez et al., 2010; Wu, 2007; Folcher et al., 2006).  

Las plagas insectiles y fúngicas que atacan a la espiga son un componente 

importante en la disminución de la rentabilidad en las producciones agrícolas de la región.  

Entre las primeras se encuentran el “gusano cogollero” (Spodoptera frugiperda) y la “isoca 

de la espiga” (Heliothis=Helicoverpa zea). Las larvas de S. frugiperda tienen hábitos 

cortadores, defoliadores y cogolleros, pudiendo alimentarse de los granos, mientras que las 

larvas de H. zea dañan los estigmas, penetran en la espiga y la consumen (Pogue, 2002). 

Además del daño directo en el grano de maíz, facilitan la colonización de patógenos 

fúngicos que deterioran la espiga (Dos Santos Almeida et al., 2016; Munkvold et al., 2012; 

Wu, 2007; Garcia et al., 2006; Boiça et al., 2001). 

Los maíces transgénicos resistentes a insectos o Bt son plantas modificadas por 

ingeniería genética que expresan proteínas insecticidas provenientes de la bacteria 

esporuladora Bacillus thuringiensis, la cual produce 2 tipos de toxinas: proteínas Cry (Van 
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Frankenhuyzen, 2009) y proteínas Vip “Vegetative Insecticidal Protein” (Bravo et al., 

2012).  

Más del 96 % de los maíces sembrados en el país son transgénicos (ArgenBio, 

2019) y la liberación continua al mercado de híbridos Bt, con nuevos y más apilamientos 

de genes que expresan diferentes toxinas, es una de las herramientas disponibles para 

enfrentar esta problemática. La mencionada tecnología debe estar acompañada de la 

realización de refugios por parte del productor, con la finalidad de retrasar la aparición de 

insectos resistentes, de los cuales se cuenta con evidencia en la actualidad (Trumper, 

2014). 

En adición al daño causado por los insectos, las condiciones agroecológicas y el 

germoplasma utilizado afectan el desarrollo del cultivo y lo predisponen a la infección de 

numerosos patógenos fúngicos asociados a la podredumbre de la espiga, tales como 

especies de los géneros Aspergillus, Fusarium, Penicillium y Diplodia (De Rossi et al., 

2017; Mahmoud et al., 2013; Presello et al., 2004; Etcheverry et al., 1999), siendo algunas 

de ellas, responsables de la contaminación de los granos con micotoxinas nocivas para la 

salud humana y animal (Chulze, 2010; Martinez et al., 2010; Santos Chona, 2010). 

Las aflatoxinas producidas por A. flavus, son responsables de graves problemas de 

contaminación en la mayoría de los agroecosistemas mundiales (Camiletti et al., 2018, 

2017; Cardwell y Cotty, 2002; McGee et al., 1996), produciendo pérdidas de rendimiento y 

de calidad de los granos cosechados. El consumo de alimentos contaminados, además de 

ser causal de enfermedades que pueden resultar fatales, producen cuantiosos costos 

económicos y pérdida de productividad (Gizachew et al., 2016; Presello et al., 2016, 

2014a, 2009), por lo que la presencia de micotoxinas en granos constituye una de las 

principales barreras que afectan la comercialización de granos de maíz en el mundo 

(Presello et al., 2008). 

La contaminación por micotoxinas evidencia un desafío importante para la 

inocuidad de los alimentos (López et al., 1999), especialmente en países o regiones con 

clima tropical y/o subtropical, donde se estima que alrededor de 4,5 billones de personas 

están expuestas a aflatoxinas (Villers, 2014). De esta manera, adquieren importancia 

diferentes tácticas para reducir la infección del cultivo por A. flavus y su posterior 
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contaminación con aflatoxinas, como las orientadas a reducir el estrés en el cultivo a través 

de fertilización adecuada, manejo de fecha y densidad de siembra, control de malezas, 

aplicación de fungicidas sintéticos o biológicos, control de insectos, humedad y calidad de 

cosecha y condiciones de almacenamiento que eviten el desarrollo del patógeno 

(Chalivendra et al., 2020; Krnjaja et al., 2019; Chulze, 2010), siendo el empleo de 

cultivares resistentes la mejor estrategia para reducir la contaminación con micotoxinas en 

granos (Logrieco et al., 2021; Guo et al., 2017; Presello et al., 2016; Amare y Keller, 2014; 

Martínez Padrón et al., 2013; Wiatrak et al., 2005; Bruns, 2003). Varios factores se 

encuentran asociados a la resistencia a la infección por A. flavus y a la acumulación de 

aflatoxinas como son la rigidez de la chala, la resistencia a nivel de pericarpio y 

subpericarpio (Cary et al., 2011), la producción de proteínas relacionadas a la inhibición 

del crecimiento del hongo como es la inhibidora de la tripsina (TI) (Chen et al., 2016), las 

poliaminas y su rol en la defensa de la planta frente a estreses (Majumdar et al., 2019), el 

nivel de ácido linoleico (Scarpari et al., 2014) y el metabolismo de las oxilipinas en plantas 

de maíz (Battilani et al., 2018). Además de la identificación de genes relacionados a la 

resistencia a la infección y/o contaminación con aflatoxinas (Prasad et al., 2019; Hawkins 

et al., 2018), la sobreexpresión de genes antifúngicos que codifican proteínas o péptidos 

asociados a la resistencia (Rajasekaran et al., 2018), el silenciamiento de genes inducido 

por el huésped basados en la interferencia de ARN (Gilbert et al., 2018; Ojiambo et al., 

2018) y el uso de tecnologías de edición de genes, como CRISPR/Cas9, para el 

silenciamiento o la introducción de genes de resistencia en el maíz (Gao, 2018).  

El objetivo de este capítulo fue evaluar las tecnologías Bt presentes en híbridos de 

maíz en la región frente a la infección natural por A. flavus y el comportamiento de 

híbridos de maíz frente a la inoculación con aislamientos aflatoxigénicos del hongo. 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

Se llevaron a cabo dos ensayos experimentales (A y B) para estudiar la relación 

entre híbridos comerciales empleados en la región en estudio (Figura 3.1), el daño por 

orugas en espigas, el porcentaje de infección por A. flavus y la acumulación de AFB1. 

Figura 3.1. Localidades evaluadas en las provincias de Santiago del Estero y del Chaco en 

ensayos de análisis de tecnologías Bt frente a la infección natural por Aspergillus flavus y 

de comportamiento de híbridos de maíz frente a la inoculación con aislamientos 

toxigénicos del hongo. 

En el ensayo A se evaluaron dos híbridos comerciales con diferentes eventos 

genéticos (Bt e isolíneas no Bt) sembrados en la Provincia de Santiago del Estero, 

totalizando cinco materiales genéticos frente a la infección natural por A. flavus, 

correlacionando el daño causado por insectos y la presencia de aflatoxinas, determinadas 

por HPLC, en espigas de. 

En el ensayo B se evaluó el comportamiento de cinco híbridos de maíz empleados 

comercialmente en la Provincia de Santiago del Estero y región colindante frente a la 

inoculación con aislamientos aflatoxigénicos de A. flavus. 

ENSAYO A  

Se realizó en la campaña agrícola 2017/18 en la localidad de Otumpa, Santiago del 

Estero, Argentina (-27.2155°; -62.0627°; 156 msnm) sobre un suelo Haplustol típico 

‣ Sachayoj 

‣ Gancedo Otumpa ‣  
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(INTA, 2019). El estudio consistió en 5 tratamientos conformados por híbridos templados 

comerciales con diferentes proteínas introducidas para el control de lepidópteros (ISAAA, 

2019) (Tabla 3.1) T1: 510PW, T2: 510PWU, T3: 510RR, T4: DK7210VT3Pro y T5: 

DK7210RR. La implantación del cultivo se realizó en siembra directa el 15 de enero de 

2018 en un lote con antecesor soja. Las parcelas fueron de 546 m2 formadas por 7 surcos 

con 0,52 m de espaciamiento ente hileras y 150 m de largo con una densidad de 

5,67 plantas.m-2.  

Tabla 3.1. Híbridos comerciales evaluados en la campaña 2017/18 y sus correspondientes 

proteínas introducidas para el control de lepidópteros. 

Tratamientos Tecnología Proteína (transgenes introducidos) 

510PW Powercore (PW) Cry1F, Cry1A.105 y Cry2Ab2 

510PWU Powercore ultra (PWU) Cry1F, Cry1A.105, Cry2Ab2 y Vip3Aa20 

510RR  No Bt 

DK7210VT3Pro VT Triple Pro Cry1A105, Cry2Ab2 y Cry3Bb1 

DK7210RR  No Bt 

Los registros de precipitaciones y temperaturas se tomaron de la estación 

agrometeorológica del Instituto Nacional de Tecnología Agropecuaria (INTA) de Quimilí, 

Santiago del Estero, Argentina (Figura 3.2).  

Figura 3.2. Diagrama ombrotérmico de la localidad de Quimilí (Provincia de Santiago del 

Estero) durante la campaña agrícola 2017/18. 

Cuando el cultivo alcanzó la madurez fisiológica (julio) se recolectaron 300 espigas 

sobre los 5 surcos centrales de cada tratamiento y posteriormente se determinó la severidad 

del daño por orugas en espiga, estimada como el porcentaje de área dañada por espiga 
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muestreada. A los fines prácticos del presente estudio se analizó la proporción de espigas 

con severidad mayor a 3 %.               

Se trilló manualmente cada espiga, los granos obtenidos se secaron en estufa para 

lograr una humedad final de 14 %, humedad comercial del maíz, y se determinó el 

rendimiento (g.espiga-1).  

Se detectó y cuantificó la producción de AFB1 en los diferentes genotipos 

siguiendo la metodología propuesta por Alaniz Zanon et al. (2018). Para ello, cada muestra 

se molió y homogeneizó para obtener 25 g de granos molidos de maíz. Posteriormente, se 

colocaron en frascos Erlenmeyer y se adicionó el solvente de extracción acetonitrilo: agua 

(84:16, V/V), se agitó durante 30 minutos en agitador orbital (Figura 3.3) y se filtró el 

sobrenadante utilizando papel Whatman N°4. Se pasaron 5 mL del extracto crudo a través 

de una columna de limpieza MycoSep®224 AflaZon (Laboratorios Romer, USA) (Figura 

3.4), se recuperaron 2 mL del extracto purificado, se colocaron en un vial y se evaporaron 

hasta sequedad con nitrógeno gaseoso.  

Figura 3.3. Frascos Erlenmeyer conteniendo maíz molido y solvente de extracción 

acetonitrilo: agua (84:16, V/V) en agitador orbital. 
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Figura 3.4. Extracto crudo filtrado en columna de limpieza MycoSep®224 AflaZon. 

Posteriormente, se resuspendió el extracto seco de cada muestra en 200 µL de fase 

móvil acetonitrilo: metanol: H2O (17:17:66, V/V/V) y se prosiguió la reacción de 

derivatización descripta previamente en la sección materiales y métodos del capítulo 2. Se 

inyectaron manualmente 50 µL en el sistema HPLC el cual consistió en una bomba 

Hewlett Packard modelo 1100 (Hewlett Packard, Palo Alto, CA) conectada a un detector 

de fluorescencia Hewlett Packard modelo 1046A y un módulo de datos Hewlett Packard 

Kayak XA (HP ChemStation Rev.A.06.01). Las separaciones cromatográficas se 

realizaron en columna C18 de fase reversa, de acero inoxidable (150 mm x 4,6 mm i.d., 

5 μm tamaño de partícula; Luna-Phenomenex, Torrance, CA, USA) conectada a una pre-

columna C18, de acero inoxidable (20 mm x 4,6 mm i.d., 5 μm tamaño de partícula, Luna-

Phenomenex, Torrance, CA, USA). Se utilizó la fase móvil acetonitrilo: metanol: H2O 

(17:17:66, V/V/V) a una velocidad de flujo de 1,5 mL.min-1 y solventes marca Biopack. Se 

realizó el análisis cuantitativo mediante normalización del área de los picos y se elaboró 

una curva de calibración a partir de las áreas obtenidas para diferentes concentraciones de 

estándares de AFB1 (Sigma Aldrich, St. Louis, MO, USA). El límite de detección de 

aflatoxinas fue de 1 ng g-1 (Doster et al., 2014). 

Se determinó la relación entre el porcentaje de espigas dañadas por orugas, el 

rendimiento para cada tratamiento y la concentración de aflatoxinas. 
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ENSAYO B  

El ensayo se realizó durante las campañas agrícolas 2018/19 y 2019/20 en las 

localidades de Sachayoj, Provincia de Santiago del Estero (-26.6884; -61.9637; 190 msnm) 

sobre un suelo Argiustol típico y de Gancedo, Provincia de Chaco (-27.4429; -61.7890°; 

90 msnm) sobre suelo Haplustol údico (INTA, 2019), ambos con cultivo antecesor soja. El 

experimento consistió en un ensayo multifactorial en 3 bloques completos aleatorizados en 

donde se evaluaron 5 híbridos comerciales de amplio empleo en la región junto con 

P1366VYHR como control resistente a la podredumbre de la espiga por A. flavus (Ph.D. 

Sergio Uhart, comunicación personal) (Tabla 3.2). Cada parcela experimental constó de 4 

surcos de ancho sembrados a 0,52 m ente sí con una extensión de 4 m, delimitando una 

superficie de 6,24 m2.  En la localidad de Sachayoj, los híbridos se sembraron el 

23/01/2019 y el 3/01/2020, con 3,15 pl.m-1, mientras que en Gancedo las siembras se 

realizaron el 26/01/2019 y el 20/01/2020, con 3,17 pl.m-1. 

Tabla 3.2. Características de los híbridos comerciales evaluados en las campañas 2018/19 y 

2019/20 junto a sus tecnologías para el control de insectos en las localidades de Sachayoj 

(Provincia de Santiago del Estero) y Gancedo (Provincia del Chaco). 

Híbridos Tecnología Proteína (transgenes introducidos) 

DK7210VT3Pro VT Triple Pro Cry1A105, Cry2Ab2 y Cry3Bb1 

P2089VYHR Leptra Cry1F, Cry1Ab, Vip3A 

Next 22.6PWU Powercore ultra Cry1F, Cry1A.105, Cry2Ab2 y Vip3Aa20 

Next 25.8PWU                              Powercore ultra Cry1F, Cry1A.105, Cry2Ab2 y Vip3Aa20 

DS510PWU Powercore ultra Cry1F, Cry1A.105, Cry2Ab2 y Vip3Aa20 

P1366VYHR 

(Control Tolerante) 
Leptra Cry1F, Cry1Ab, Vip3  

Los datos meteorológicos de ambas campañas agrícolas fueron obtenidos de la 

estación agrometeorológica de la estancia “El Estribo” (Sachayoj, Provincia de Santiago 

del Estero) y de la estancia “Santa Guillermina” (Gancedo, Provincia del Chaco). En 

Sachayoj la precipitación acumulada fue de 1.105 mm y 842 mm, con 172 mm y 102 mm 

durante el período crítico del cultivo (marzo, correspondiente a la floración del maíz), en 

las campañas 2018/19 y 2019/20 respectivamente (Figura 3.5). Mientras que en Gancedo la 

precipitación acumulada fue de 1.250 mm y 845 mm, con 225 mm y 35 mm durante el 

período crítico del cultivo, durante 2018/19 y 2019/20 respectivamente (Figura 3.6). 
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Figura 3.5. Diagrama ombrotérmico de la localidad de Sachayoj (Provincia de Santiago del 

Estero) durante las campañas agrícolas 2018/19 y 2019/20. 

Figura 3.6. Diagrama ombrotérmico de la localidad de Gancedo (Provincia del Chaco) en 

las campañas agrícolas 2018/19 y 2019/20.  

De los aislamientos de A. flavus y a los cuales se les determinó la capacidad de 

producir aflatoxinas en el capítulo 2, se seleccionaron ASSE3, ASQU11 y ASQU16, el 

primero de ellos colectado en la localidad de Santiago del Estero y los dos últimos en 

Quimilí, todos en la Provincia de Santiago del Estero, debido a su alta producción de 

AFB1, 48.958 ng.g-1, 2.521 ng.g-1 y 499 ng.g-1, respectivamente. Se tomaron 8 µl de cada 

uno de los 3 aislamientos almacenados y conservados a 4 °C en la Micoteca del IPAVE – 

CIAP – INTA y se sembraron en medio MEA, incubándose durante 7 días a 25 °C (Pitt y 

Hocking, 2009). Luego de dicho período, se realizó una suspensión de esporas en agua 

destilada estéril, se contabilizaron las esporas en hematocímetro (cámara de Neubauer) y 

previo a la salida a campo e inoculación, se elaboró un inóculo mixto con partes iguales de 

cada aislamiento con una concentración individual de 103 esporas.mL-1 (Rodriguez, 2018). 
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Cuando el cultivo alcanzó el estado fenológico R1 (Ritchie y Hanway, 1982), 10 

espigas al azar de los 2 surcos centrales de cada parcela, se inocularon con jeringa 

automática (tratamiento Inoculado). Para ello, se inyectaron 2 mL de la suspensión conidial 

del inóculo mixto en el canal de los estigmas, en la parte apical de la espiga y siendo cada 

planta inoculada marcada con cintas de tela y pintura en una porción del tallo para su 

posterior identificación (Rodriguez, 2018). Al llegar a la madurez fisiológica se 

recolectaron las 10 espigas inoculadas de cada parcela, junto con su espiga vecina más 

próxima no inoculada, constituyendo esta última, el tratamiento No Inoculado. Se trillo 

cada espiga, se ajustó la humedad del grano a 14 % y se estimó el rendimiento (kg.ha-1) 

según lo detallado en el punto anterior. 

En cada muestra, de cada tratamiento, se determinaron dos parámetros: porcentaje 

de granos cosechados infectados con A. flavus, medido como el porcentaje de granos con 

crecimiento del hongo sobre el total de granos analizados y acumulación de AFB1. Para el 

primero, se tomaron 100 granos de cada muestra, se les realizó desinfección superficial con 

inmersión en hipoclorito de sodio al 1 % y 3 lavados consecutivos con agua destilada 

estéril, se sembraron en bandeja plástica (50 granos por bandeja) esterilizada con óxido de 

etileno, en medio DG18 (Figura 3.7) y se incubaron en estufa durante 7 días a 25 °C (Pitt y 

Hocking, 2009) Luego, se corroboró la especie fúngica mediante clave taxonómica para la 

identificación de especies del género Aspergillus (Klich, 2002). 

Figura 3.7. Granos de maíz sembrados en medio DG18 para la determinación de su carga 

fúngica a los 7 días de incubación a 25° C. 

La producción de AFB1 de los diferentes germoplasmas se cuantificó por HPLC 

con detección de fluorescencia y limpieza por extracción en fase sólida según se detalla en 

el ensayo A, y se exploró la relación entre los híbridos evaluados, el rendimiento, el 

porcentaje de infección por el hongo y la concentración de aflatoxinas.  
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SEGURIDAD 

Debido a que AFB1 es una micotoxina altamente tóxica, la manipulación de todos 

los ensayos de esta tesis se realizaron con cuidado y utilizando ropa de cobertura, guantes 

quirúrgicos y semimáscara 3M 6200 con cartucho 6001. El material de vidrio utilizado y 

los residuos generados se descontaminaron durante 30 minutos en una solución de 

hipoclorito de sodio al 10 % y sobre eso mismo, una vez transcurrida la primera media 

hora, se agregó una solución de acetona al 10 % y se dejó actuar otra media hora. 

ANÁLISIS ESTADÍSTICO 

El análisis estadístico se realizó con el software estadístico InfoStat (Di Rienzo et 

al., 2020) y las diferencias entre medias se compararon con el test DGC con 5 % de 

significancia, para el ensayo A y con el test LSD Fisher con un 5 % de significancia para el 

ensayo B. 
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RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

ENSAYO A 

El análisis de las diferencias entre medias de rendimiento para cada tratamiento 

permitió identificar tres grupos en orden decreciente de rendimiento: el primero integrado 

por el híbrido 510PWU con 162,76 g.espiga-1, seguido por el híbrido DK7210VT3Pro con 

155,87 g.espiga-1 y finalmente el grupo conformado por los híbridos 510RR, DK7210RR y 

510PW con 145,89 g.espiga-1, 143,06 g.espiga-1 y 139,55 g.espiga-1, respectivamente 

(Figura 3.8). Ma y Subedi (2005) encontraron que bajo condiciones controladas en las que 

no había daño por orugas no se evidenciaron diferencias entre híbridos Bt y no Bt, por lo 

que se infiere que las diferencias de rendimiento son producidas por el daño causado por la 

alimentación de las orugas en las espigas (Marques et al., 2019; Bowen et al., 2014; 

Casmuz et al., 2010; Betancourt y Scatoni, 2006). Asociado a esto, Bernardi et al. (2016) 

encontraron que larvas de S. frugiperda sobreviven menos tiempo en granos de maíces Bt 

que en no Bt, lo que indicaría menor tiempo de alimentación y consecuentemente menor 

daño en la espiga. 

Figura 3.8. Media de rendimiento para 5 híbridos comerciales Bt (510PWU, 510PW y 

DK7210VT3Pro) y no Bt (510RR y DK7210RR) en Santiago del Estero, Argentina. 

Campaña agrícola 2017/18. Los valores medios seguidos de la misma letra no son 

significativamente diferentes (P < 0.05; Test DGC). 
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Se observaron diferencias significativas en la proporción de espigas con severidad 

de daño por orugas mayor a 3 % (Figura 3.9). El híbrido 510RR fue el más dañado por 

orugas de la espiga, seguido por los híbridos DK7210RR y DK7210VT3Pro; finalmente 

los híbridos 510PWU y 510PW fueron los que mejor comportamiento presentaron, con 

menor proporción de espigas dañadas (Figura 3.10). Waquil et al. (2013) hallaron 

diferencias en el daño en espigas de maíz causados por S. frugiperda, siendo mayor en 

híbridos con una sola proteína Cry respecto a híbridos con dos proteínas Cry apiladas. 

Marques et al. (2019) encontraron que el evento Vip3Aa20 y el apilamiento del mismo con 

diferentes proteínas Cry reducían significativamente el daño de H. zea en espigas de maíz 

respecto a sus correspondientes isohíbridos no Bt. Balbi y Flores (2015) analizaron la 

presencia de orugas de H. zea en espigas de diferentes híbridos Bt, encontrando que los 

híbridos que poseían la tecnología Víptera (Cry1Ab, Vip3Aa20, mcry3A) tenían solo 

7,5 % de las espigas con presencia de orugas, seguido por VT3Pro (Cry1A.105 + Cry2Ab 

+ Cry3Bb1) con 58 %, luego por Powercore (Cry1A.105 + Cry2Ab + Cry1Fa2) con 83 %, 

y finalmente los híbridos con tecnología TDMax (Cry1Ab) poseían la totalidad de las 

espigas estudiadas con presencia de orugas.   

Figura 3.9. Espiga de maíz con tecnología PWV sin daños por orugas (izquierda) y espiga 

de maíz con tecnología RR dañada por orugas (derecha). 
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Figura 3.10. Proporción de individuos con severidad de daño por orugas mayor a 3% para 

cinco híbridos comerciales Bt (510 PWU, 510 PW y DK7210 VT3Pro) y no Bt (510 RR y 

DK 7210 RR) en Santiago del Estero, Argentina. Campaña agrícola 2017/18. Los valores 

medios seguidos de la misma letra no son significativamente diferentes (P < 0.05; Test 

DGC). 

No se detectó la presencia de AFB1 en los diferentes híbridos comerciales 

evaluados. Esto puede estar asociado a que en la campaña agrícola 2017/18 la precipitación 

acumulada fue de 674 mm, coincidente con la precipitación promedio de la zona, la cual se 

encuentra entre los 600 mm y 700 mm anuales (Galván et al., 2003), durante el ciclo del 

cultivo fue de 299 mm y en el transcurso del período crítico del cultivo, correspondiente a 

dos semanas pre y post floración (Presello et al., 2012), la precipitación acumulada fue de 

17 mm registrándose al final de dicho período. Probablemente el cultivo no sufrió un estrés 

hídrico importante y de estar presentes hongos aflatoxigénicos, no se dieron las 

condiciones adecuadas para producir aflatoxinas (Coppock et al., 2018; Tola y Kebede, 

2016; Darwish et al., 2014; Villers, 2014; Ni et al., 2011). 

Para todos los híbridos se observó correlación negativa significativa entre la 

severidad de daño por orugas y el rendimiento (-0,25), mientras que no se observó 

correlación entre la severidad y la concentración de AFB1. Resultados diferentes fueron 

reportados por Gradziel et al. (1995) y Lynch y Wilson (1991) en cultivos de maní y 

nueces respectivamente, al encontrar una correlación positiva entre las aflatoxinas y el 

daño por insectos. Wicklow (1991) encontró que cuando se duplicaba el porcentaje de 

daño por lepidópteros en espigas de maíz el contenido de aflatoxinas se incrementaba 20 

veces. Wu (2007) y Williams et al. (2005) estudiaron el daño por orugas en espigas de 
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maíz en diferentes híbridos Bt y no Bt, reportando que, al incrementarse el daño en las 

espigas, también aumentaba la concentración de aflatoxinas en los granos de las mismas. 

Cardwell y Cotty (2002) informaron que el nivel de infección de espigas de maíz con A. 

flavus y Fusarium verticillioides fue menor en híbridos Bt respecto a sus isolíneas no Bt, 

indicando que existiría una relación directa con el daño de orugas en espigas de maíz e 

indirectamente con la concentración de aflatoxinas, al suponer la relación existente entre la 

infección por el hongo y la producción de esta micotoxina. Similares resultados obtuvieron 

Bakan et al. (2002) al estudiar la presencia de hongos del género Fusarium en híbridos Bt 

y no Bt. Al igual que lo que ocurre con las aflatoxinas, Folcher et al. (2010) reportaron que 

los niveles de fumonisinas, producidas por hongos del género Fusarium, eran menores en 

híbridos Bt respecto a no Bt.  

ENSAYO B 

En este ensayo se midieron tres parámetros en los seis híbridos analizados: 

rendimiento, porcentaje de granos infectados con A. flavus y acumulación de AFB1. El 

estudio de la disminución del rendimiento entre los tratamientos Inoculado y No Inoculado 

permitió observar diferencias significativas entre ellos con disminución del rendimiento de 

4 % (395 kg.ha-1), lo que da cuenta del efecto que A. flavus tiene sobre el rendimiento del 

cultivo (Figura 3.11) independientemente de la producción de la toxina, de acuerdo a lo 

reportado por Rehman et al. (2021),  Molo et al. (2019) y De Rossi et al. (2017). Técnicas 

menos agresivas como la inoculación a través del asperjado de los estigmas, también 

reportaron estas diferencias entre tratamientos (Zafar et al., 2021), pero existen reportes 

contradictorios respecto a su efectividad, lo que además, resulta afectado por condiciones 

ambientales, localización de los ensayos y germoplasmas evaluados (Windham y Williams, 

2016; Williams y Windham, 2012).  
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Figura 3.11. Medias de rendimiento para tratamiento Inoculado respecto a No inoculado 

con los aislamientos nativos ASSE3, ASQU11 y ASQU16 de Aspergillus flavus 

productores de aflatoxinas, durante las campañas agrícolas 2018/19 y 2019/20 en 

Sachayoj, Provincia de Santiago del Estero y Gancedo, Provincia del Chaco. Los valores 

medios seguidos de la misma letra no son significativamente diferentes (P < 0.05; Test 

LSD). 

El análisis de las diferencias entre los rendimientos medios para cada híbrido 

obtenidos durante las campañas agrícolas 2018/19 y 2019/20 permitió identificar al híbrido 

P2089VYHR como el de mejor performance, con un rendimiento de 11.089 kg.ha-1, 

durante 2018/19, coincidente con la campaña que registró las mayores precipitaciones, 

mientras que el híbrido menos rendidor fue P1366VYHR con 7.747 kg.ha-1 durante la 

campaña agrícola siguiente. El resto de los híbridos no mostraron diferencias significativas 

entre ellos, con rendimientos entre 8.900 kg.ha-1 y 10.000 kg.ha-1 (Figura 3.12), al igual 

que la interacción híbrido x tratamiento. Si bien las localidades pertenecen a ambientes 

agroclimáticos distintos, no se observaron diferencias entre ellas ni entre campañas. Esto se 

debe a que durante la campaña 2018/19 la región fue afectada por un evento Niño - ENSO 

muy fuerte, seguido por una campaña agrícola con transición hacia un evento Neutro - 

ENSO (Null, 2021; SMN, 2021), los cuales se caracterizan por precipitaciones por encima 

del registro normal y con distribución uniforme (Heinzenknecht, 2011; Kurtz et al., 1998), 

por lo que estas condiciones climáticas impidieron explorar la variabilidad ambiental 

existente en la región estudiada.  
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Figura 3.12. Medias de rendimiento de seis híbridos comerciales durante las campañas 

agrícolas 2018/19 y 2019/20. Los valores medios seguidos de la misma letra no son 

significativamente diferentes (P < 0.05; Test LSD).  

La infección con A. flavus mostró diferencias significativas entre los tratamientos y 

las campañas agrícolas, alcanzando el tratamiento Inoculado niveles de infección promedio 

por encima del 50 % en ambas campañas (Figura 3.13). Estos valores son esperables en 

inoculaciones artificiales y en condiciones de escasas precipitaciones al momento de la 

floración y elevadas temperaturas (Giorni et al., 2016), siendo estas últimas frecuentes en 

la región de estudio (Figuras 3.5 y 3.6). La infección natural ocurrida bajo el tratamiento 

No Inoculado reportó mayor porcentaje de infección durante 2019/20, coincidente con la 

campaña agrícola con menores precipitaciones durante la floración del maíz (marzo, 

198  mm promedio en 2018/19 versus 68 mm promedio en 2019/20), sometiendo al cultivo 

a estrés hídrico junto al térmico característico de la región y favoreciendo, de esta manera, 

la infección y desarrollo del patógeno (Massomo 2020; De Rossi et al. 2017; Presello et al. 

2016; Bhatnagar et al. 2015). En esta línea y para la misma región de estudio, Camiletti et 

al. (2017) reportaron diferencias en los niveles de infección natural por A. flavus en granos 

de maíz a campo, asociadas a campañas agrícolas con períodos de sequía estresantes para 

el cultivo. Presello et al. (2004) también indicaron que son esperables elevados niveles de 

infección por Aspergillus cuando se producen sequías durante la floración del maíz.  

 

 

 

2018/19 2019/20

P2089VYHR P1366VYHR 25.8 PWU DS510PWU DK7210VT3P 22.6 PWU
7000

8250

9500

10750

12000

R
en

d
im

ie
n
to

 (
K

g
.h

a-
1
)

A

B B

B

B

B

B B

B

BB

C

A

B B

B

B

B

B B

B

BB

C

2018/19 2019/20



82 
 

 Figura 3.13. Medias de porcentaje de infección de granos de maíz por aislamientos nativos 

de Aspergillus flavus productores de aflatoxinas para tratamientos Inoculado y No 

Inoculado durante las campañas agrícolas 2018/19 y 2019/20 en Sachayoj y Gancedo. Los 

valores medios seguidos de la misma letra no son significativamente diferentes (P < 0.05; 

Test LSD). 

No se encontraron diferencias significativas en los niveles de infección del 

patógeno entre localidades, lo cual podría asociarse a que las condiciones climáticas 

propias de los años Niño - ENSO y de transición a Neutro - ENSO son generales para toda 

la región afectada, a diferencia de los años Niña - ENSO en los que estas cambian en pocos 

kilómetros (Heinzenknecht, 2011; Kurtz et al., 1998).  

La técnica de inoculación utilizando jeringa automática no permitió observar 

diferencias significativas entre los híbridos evaluados en cuanto a su nivel de infección por 

A. flavus. En este trabajo se adoptó esta técnica debido a que fue empleada con éxito en 

otras regiones de Argentina pero con diferentes condiciones ambientales, germoplasmas 

y/o patógeno (Rodriguez, 2018; Presello et al., 2014b). Por otro lado, Windham y Williams 

(2007) indicaron que técnicas que dañan mecánicamente los granos de maíz, como las de 

presión utilizando un “pinche”, son más agresivas y por lo tanto más eficientes y 

consistentes en determinar el comportamiento de germoplasmas a la acumulación de 

toxinas, mientras que las técnicas menos agresivas, como el uso de jeringa automática y el 

asperjado sobre estigmas, son recomendadas para identificar germoplasmas resistentes a la 

infección del patógeno. En ensayos de campo utilizando estas dos técnicas menos 

agresivas, Windham y Williams (2012) reportaron elevados niveles de infección en 
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germoplasmas susceptibles, por lo que los resultados de esta tesis indicarían que los 

híbridos evaluados pueden ser susceptibles a la infección por A. flavus, lo cual debe ser 

corroborado utilizando algún método menos invasivo como la técnica de asperjado de 

estigmas. Diferencias en el nivel de infección de A. flavus utilizando métodos que dañan 

mecánicamente al grano fueron reportadas, pero solo estudiando el comportamiento de 

híbridos de conocida resistencia y susceptibilidad al patógeno (Windham et al., 2018; Luna 

López et al., 2013; Williams et al., 2013; Ankala et al., 2011).  

La correlación entre rendimiento y porcentaje de infección por A. flavus fue 

significativa (P < 0.05) pero muy débil (-0.19). Esta relación también fue reportada por 

Zafar et al. (2018), en ensayos llevados a cabo en Pakistán sobre 14 genotipos de maíz, 

quienes encontraron asociación entre el nivel de infección del patógeno y parámetros 

asociados al rendimiento del cultivo.  

El análisis de las diferencias entre los valores de acumulación de AFB1 para cada 

híbrido durante las campañas agrícolas 2018/19 y 2019/20 identificó al híbrido 

P2089VYHR junto con el control resistente P1366VYHR sin acumulación de AFB1 

(Figura 3.14). Las condiciones climáticas de la región alternan entre años con abundantes y 

escasas precipitaciones y con elevadas temperaturas en la época de crecimiento del cultivo, 

por lo que los requerimientos hídricos mínimos del maíz de alrededor de 600 mm durante 

el ciclo de cultivo y de 180 mm a 200 mm en el período de floración y cuaje de granos son 

difíciles de alcanzar, haciendo que la acumulación de AFB1 en los granos cosechados se 

modifique entre las diferentes campañas agrícolas (Zúñiga Oñate, 2016; FAO, 2012; Totis 

de Zeljkovich, 2012; María José Galdeano, comunicación personal). 
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Figura 3.14. Medias de acumulación de AFB1 en granos de maíz de espigas inoculadas con 

aislamientos de Aspergillus flavus productores de aflatoxinas durante las campañas 

agrícolas 2018/19 y 2019/20 en Sachayoj y Gancedo. Los valores medios seguidos de la 

misma letra no son significativamente diferentes (P < 0.05; Test LSD). 

Las diferencias significativas (P < 0.05) registradas para este parámetro, entre el 

tratamiento Inoculado y el No Inoculado, permiten destacar la efectividad de la técnica 

basada en jeringa automática, en concordancia con lo informado por otros autores (Guo et 

al., 2017; Giorni et al., 2016; Williams et al., 2013; Windham y Williams, 1998). En 

Estados unidos y utilizando la misma técnica de inoculación, Chalivendra et al. (2020) y 

Windham et al. (2018), informaron diferencias entre híbridos resistentes y susceptibles a la 

acumulación de aflatoxinas. Además, el empleo de esta técnica permitió identificar y 

registrar diferentes líneas de maíces resistentes a la acumulación de aflatoxinas (Guo et al., 

2017; Brown et al., 2016; Williams y Windham, 2012; Henry et al., 2009). 

No se observó correlación entre el rendimiento y la acumulación de aflatoxinas, 

coincidente con lo reportado por Wahl et al. (2017) en ensayos llevados a cabo a lo largo 

de Estados Unidos en numerosos años. Por su parte, la correlación entre el nivel de 

infección por A. flavus y la acumulación de aflatoxinas fue significativa pero débil (0.35). 

Esto último también fue informado por Williams et al. (2013) quienes, en estudios 

realizados en Estados Unidos durante dos años sobre diez híbridos de maíz, también 

hallaron asociación entre estos dos parámetros pero mucho más fuerte. Estas diferencias 

pueden deberse a que la infección por A. flavus y la acumulación de aflatoxinas son 

parámetros que dependen de las condiciones ambientales, de la susceptibilidad del 

germoplasma de maíz y de la habilidad de los aislamientos del patógeno para ingresar al 

grano (Horn, 2003).  
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CONCLUSIONES 

▪ Los híbridos Bt tuvieron mejores rendimientos que los no Bt, a excepción del 

510PW que fue similar a los no Bt.  

▪ Los híbridos 510PW y 510PWU, de tecnologías Powercore y Powercore ultra 

respectivamente, resultaron los menos dañados por orugas en espigas. 

▪ En el ensayo llevado a cabo bajo condiciones naturales de infección no se pudo 

concluir respecto a la resistencia al patógeno y a la acumulación de aflatoxina 

debido a la insuficiente presión natural del inoculo.  

▪ La técnica de inoculación utilizando jeringa automática no permitió observar 

diferencias significativas entre los híbridos evaluados en cuanto a su nivel de 

infección por A. flavus, pero sí en la acumulación de aflatoxinas. 

▪ El elevado nivel de infección de A. flavus en los híbridos bajo el tratamiento 

Inoculado, es indicativo de la susceptibilidad que presentan los diferentes 

germoplasmas al patógeno. 

▪ Las diferencias encontradas en el nivel de infección natural (tratamiento No 

Inoculado), en ambas campañas agrícolas, están asociadas a las condiciones 

climáticas de la región, las cuales favorecieron la infección y el desarrollo del 

patógeno. 

▪ La infección con el patógeno produjo disminución del rendimiento en los 

híbridos comerciales estudiados. 

▪ La acumulación de AFB1 se relacionó con el nivel de infección, pero no con el 

rendimiento en los híbridos comerciales estudiados. 

▪ El ensayo bajo inoculación con aislamientos toxigénicos del patógeno se 

detectó buen comportamiento de P2089VYHR, híbrido de amplia difusión en la 

región, frente al impacto sobre el rendimiento y a contaminación de los granos 

con AFB1, en este último caso junto al control resistente P1366VYHR. 
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CAPÍTULO 4 

CONCLUSIONES GENERALES 

En este trabajo de tesis se caracterizó la población de Aspergillus flavus que infecta 

la espiga de maíz en una región del norte de Argentina y se evaluó el comportamiento de 

híbridos de maíz cultivados en la región frente a la infección por el hongo. El maíz cumple 

un rol fundamental en la economía de la región y las condiciones climáticas que allí 

explora el cultivo lo expone a estreses térmicos e hídricos que a su vez posibilitan el 

desarrollo del hongo y la producción de micotoxinas. Las aflatoxinas y el ácido 

ciclopiazónico implican serios riesgos a la salud humana y animal, además de generar 

rechazos en la exportación del grano, al superar los umbrales de contenido de la toxina 

fijados por los diversos países del mundo y a la recirculación dentro del país de estas 

partidas rechazadas. 

Se aisló A. flavus de espigas de maíz de 8 distritos agroclimáticos que integran la 

región semiárida del Parque Chaqueño argentino, comprendida por la Provincia de 

Santiago del Estero, norte de Córdoba y este de Tucumán y los aislamientos obtenidos se 

caracterizaron de manera morfológica, molecular y toxigénica, junto con el análisis de los 

morfotipos de esclerocios producidos por el hongo y de las relaciones filogenéticas 

obtenidas a través de la secuenciación de un segmento del gen de la calmodulina (CaM). 

De esta manera se concluye que: 

▪ A. flavus está presente en todas las localidades de los 8 distritos agroclimáticos 

analizados durante las campañas agrícolas 2015/16 y 2016/17. 

▪ El maíz en la región se infecta con A. flavus en precosecha, con el cultivo en el 

lote de producción, lo que implica un problema grave en la poscosecha del 

cultivo frente a la posibilidad de contaminación de los granos con micotoxinas. 

▪ La proporción entre aislamientos aflatoxigénicos y no aflatoxigénicos es 

similar; todos ellos son productores de ácido ciclopiazónico. 

▪ La población de A. flavus analizada exhibe poca variación de morfotipos de 

esclerocios. La gran mayoría produce esclerocios L relacionados con bajas 

producciones de toxina. 
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▪ La elevada identidad nucleotídica de esta población para el gen CaM indica 

que, al menos para este carácter, no hay variabilidad genética. 

El empleo de híbridos con características genéticas que brinden resistencia a la 

acumulación de aflatoxinas, así como al daño por insectos de la espiga que favorecen el 

ingreso del hongo y su posterior contaminación del grano es una de las mejores estrategias 

para hacer frente a la problemática de las aflatoxinas en granos. Híbridos con diferentes 

tecnologías Bt (Cry y Vip) que expresan proteínas insecticidas, así como la búsqueda de 

germoplasmas resistentes a A. flavus y/o a la acumulación de aflatoxinas fueron estudiados 

en este trabajo, concluyendo que: 

▪ Si bien la infección natural no tuvo presión suficiente para identificar 

diferencias entre híbridos con diferentes tecnologías Bt, en cuanto a la 

acumulación de aflatoxina, el estudio permitió detectar diferencias en cuanto al 

rendimiento y a la severidad de daño por orugas en la región agrícola analizada. 

▪ Existen diferencias entre híbridos comerciales actualmente empleados en la 

región en el comportamiento frente a la infección por A. flavus y a la 

acumulación de aflatoxinas. 

Esta investigación posibilitó conocer características de la población de A. flavus 

presentes en una región agrícola relativamente nueva del norte del país, proveniente de 

monte nativo y avanzar en los primeros estudios para identificar aislamientos con 

potencialidad para ser utilizados en estrategias de biocontrol de aflatoxinas en maíz. 
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ANEXO 1 

Tabla 1. Aislamientos de Aspergillus flavus de espigas de maíz de ocho localidades de 

distritos agroclimáticos de la Provincia de Santiago del Estero, N de Córdoba y E de 

Tucumán. AFB1, ACP y morfotipo de esclerocios durante campañas 2015/16 y 2016/17. 

Provincia Localidad 
Año 

muestreo 

Esclerocios 
AFB1 

(ng.g-1) 

ACP 

(ng.g-

1) 

Identidad 

nucleotídica* 

Sustitución 

nucleotídica 
Aislamiento 

Morfotipo Número 
Tamaño 

(µm) 

COR Rayo Cortado 2017 L 38,7 823,1 6,43 63,26     ASRC1 

COR Rayo Cortado 2017 NP ND ND <LD 66,23 0,994 1 27 47 ASRC2 

COR Rayo Cortado 2017 NP ND ND <LD 60,56 0,994 1 27 47 ASRC3 

COR Tulumba 2017 L 5 582,12 278,46 8,31     ASVT1 

COR Tulumba 2017 L 0,30 496,2 <LD 32,80 0,998  27  ASVT2 

COR Tulumba 2017 L 44,1 963,14 405,09 38,56     ASVT3 

COR Tulumba 2017 L 35,10 500,92 60,61 12,28     ASVT4 

SE Bandera 2016 L 12,20 500,70 16,31 29,98     ASBA12 

SE Bandera 2016 L 2,60 476,40 <LD 22,80 0,994 1 27 47 ASBA3 

SE Bandera 2016 L 12,90 701,64 7,17 29,25     ASBA4 

SE Bandera 2016 L 6 605,56 <LD 14,74 1    ASBA8 

SE Bandera 2017 L 17,30 643,24 <LD 32,26 1    ASBA1 

SE Bandera 2017 L 10,40 742,80 5,92 29,31     ASBA10 

SE Bandera 2017 L 75 597,50 <LD 22,34 0,994 1 27 47 ASBA11 

SE Bandera 2017 L 34,30 643,58 <LD 32,27 1    ASBA2 

SE Bandera 2017 L 9,60 871,96 <LD 36,67 1    ASBA5 

SE Bandera 2017 L 3,50 603,36 90,73 42,98     ASBA6 

SE Bandera 2017 L 29,10 555,14 6,68 35,43     ASBA7 

SE Bandera 2017 NP ND ND <LD 56,91 0,994 1 27 47 ASBA9 

SE Quimilí 2016 L 19,80 829,28 7,23 25,61     ASQU1 

SE Quimilí 2016 L 70,30 426,40 <LD 85,45 0,994 1 27 47 ASQU10 

SE Quimilí 2016 L 12,50 596,25 2521,47 17,55     ASQU11 

SE Quimilí 2016 L 25,70 758,20 17,16 15,78     ASQU12 

SE Quimilí 2016 L 14,60 708,41 5,66 51,20     ASQU13 

SE Quimilí 2016 L 62,10 854,32 5,64 38,66     ASQU14 

SE Quimilí 2016 L 2,60 911,50 <LD 43,18 0,996  27 47 ASQU15 

SE Quimilí 2016 L 5,30 842,70 <LD 24,24 1    ASQU16 

SE Quimilí 2016 L 7 645,21 <LD 68,69 1    ASQU17 

SE Quimilí 2016 L 27,60 703,45 <LD 58,72 1    ASQU18 

SE Quimilí 2016 L 40 940,20 <LD 10,63 0,994 1 27 47 ASQU19 

SE Quimilí 2016 L 4,30 740,04 <LD 20,61 0,998   47 ASQU2 

SE Quimilí 2016 L 89,30 824,30 <LD 37,14 0,994 1 27 47 ASQU20 

SE Quimilí 2016 L 42,30 833,78 499,07 15,96     ASQU21 

SE Quimilí 2016 L 8,60 927,21 34,01 30,36     ASQU3 

SE Quimilí 2016 L 35,20 662,95 9,35 48,13     ASQU4 

SE Quimilí 2016 L 34,60 644,23 6,33 116,40     ASQU5 

SE Quimilí 2016 L 18,20 641,30 6,04 16,19     ASQU6 

SE Quimilí 2016 L 49,20 688,77 5,76 56,87     ASQU8 

SE Quimilí 2016 L 31,30 632,94 <LD 48,59 1    ASQU9 

SE Quimilí 2017 L 21 458,07 <LD 61,58 1    ASQU7 

SE Sachayoj 2016 L 14,71 824,01 9,81 38,50     ASSA1 

SE Sachayoj 2016 L 5,30 472,12 13,25 29,89     ASSA3 

SE Sachayoj 2016 L 9,60 781,80 <LD 57,60 0,994 1 27 47 ASSA4 

SE Sachayoj 2016 L 24,80 428,90 9,07 79,11     ASSA6 

SE Sachayoj 2017 L 72,10 841,78 70,06 37,99     ASSA2 

SE Sachayoj 2017 L 18 636,42 <LD 13,82 0,998  27  ASSA5 

SE Santiago del Estero 2016 L 8,20 712,52 5,84 18,96     ASSE5 
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COR: Córdoba; SE: Santiago del Estero; TUC: Tucumán. 

L: esclerocios de tamaño > 400 µm; S: esclerocios de tamaño < 400 µm; NP: no productor de esclerocios; ND: no 

detectado. 

AFB1: Aflatoxina B1; ACP: ácido ciclopiazónico; <LD: menor al límite de detección de 1 ng.g-1. 

  

Tabla 1. Aislamientos de Aspergillus flavus de espigas de maíz de ocho localidades de 

distritos agroclimáticos de la Provincia de Santiago del Estero, N de Córdoba y E de 

Tucumán. AFB1, ACP y morfotipo de esclerocios durante campañas 2015/16 y 2016/17. 

Continuación. 
SE Santiago del Estero 2017 S 144 312,25 <LD 21,80 1    ASSE1 

SE Santiago del Estero 2017 L 23,40 635,84 <LD 20,63 0,994 1 27 47 ASSE2 

SE Santiago del Estero 2017 L 25,70 809,56 48958,11 22,28     ASSE3 

SE Santiago del Estero 2017 L 51 593,88 290,93 44,91     ASSE4 

SE Santiago del Estero 2017 NP ND ND <LD 14,99 0,994 1 27 47 ASSE6 

SE Santiago del Estero 2017 NP ND ND <LD 30,59 1    ASSE7 

SE Santiago del Estero 2017 L 1 829,63 <LD 22,00 0,996  27 47 ASSE8 

SE Santiago del Estero 2017 L 6 881,20 <LD 20,83 1    ASSE9 

SE Sumampa 2017 NP ND ND <LD 32,95 0,994 1 27 47 ASSU1 

SE Sumampa 2017 L 44,30 840,72 12,33 55,14     ASSU2 

TUC Leales 2017 L 19,60 590,68 <LD 51,28 0,994 1 27 47 ASLE1 
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