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Abstract

Root-knot nematodes are detrimental to agricultural crops and hard to control once established in the field. The objective of this research
was to evaluate the growth, sporulation, and capture in vitro of asexual fungi against Meloidogyne sp. Molecular identification of the asexual
fungi included in the study was performed by sequencing the ITST region of rDNA. The growth and sporulation of Arthrobotrys sp.,
Dactylellina sp. and Dactylaria sp. was evaluated in five culture media and two types of substrates (rice husks and ground corn). For the
evaluation of attraction and capture of the nematodes, second stage juveniles of Meloidogyne sp. All the evaluated fungal isolates grew
and sporulated in the culture media and substrates. The fungi Arthrobotrys sp. (C19-1-1) and Dactylellina sp. (C19-48) showed greater
effectiveness in attracting and capturing Meloidogyne sp. The evaluated fungal isolates have the potential to colonize different culture
media and substrates. In addition, they can form modified and specialized hyphae that control juvenile Meloidogyne sp. nematodes.
Therefore, future studies should focus on evaluating fungal isolates against root-knot nematodes under field conditions.

Keywords: Tropical agriculture; nematode trapping; biological control; “in vitro”; Orbiliaceae.

Resumen

Los nematodos formadores de agallas son perjudiciales para los cultivos agricolas. El objetivo de esta investigacion fue evaluar el
crecimiento, esporulacion y captura de hongos asexuales contra Meloidogyne sp. en condiciones in vitro. La identificacion molecular de
los hongos asexuales se realizéd con PCR utilizando secuencias de la region ITS del ADNr. Se evalud el crecimiento y esporulacion de
Arthrobotrys, Dactylellina y Dactylaria en cinco medios de cultivos y dos tipos de substratos (cascarilla de arroz y mafz molido). Para la
evaluacion de atraccion y captura de los nematodos se emplearon juveniles de segunda etapa de Meloidogyne sp. Todos los aislamientos
fungicos evaluados crecieron y esporularon en los medios de cultivos y substratos. Los hongos Arthrobotrys sp. (C19-1-1) y Dactylellina sp.
(C19-48) mostraron mayor efectividad en la atraccion y captura de Meloidogyne sp. Los aislamientos fungicos evaluados tienen el potencial
de colonizar diferentes medios de cultivos y substratos. Ademas, pueden formar hifas modificadas y especializadas que controlan
nematodos juveniles de Meloidogyne sp. Por lo tanto, los futuros estudios se deberian centrar en evaluar los aislados fungicos contra los
nematodos formadores de agallas en condiciones de campo.

Palabras clave: Agricultura tropical; captura de nematodos; control bioldgico; “in vitro"; Orbiliaceae.

DOI: https://doi.org/10.17268/sci.agropecu.2024.009

Cite this article:
Vera-Morales, M., Quevedo, A., Pefiaherrera, S., Serrano, L., Sosa, D., Ratti, M. F., Castafieda-Ruiz, R. F, & Magdama, F. (2024). Dindmica
de crecimiento, esporulacién y captura de hongos asexuales sobre Meloidogyne sp., in vitro. Scientia Agropecuaria, 15(1), 121-132.

1. Introduccién

Los nematodos fitoparésitos son organismos que
amenazan la producciéon de cultivos agricolas
(Torto et al., 2018). Los nematodos como los del gé-
nero Meloidogyne, son parésitos obligados que se
encuentran entre los méas destructivos del mundo

(Tapia-Vazquez et al, 2022), tanto en climas
tropicales como templados (Elling, 2013), causando
pérdidas anuales calculadas en méas de $100 mil mi-
llones de ddlares (Mukhtar et al., 2014). Para reducir
las poblaciones de nematodos fitoparasitos se usan
un sinndimero de productos sintéticos (Forghani &
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Hajihassani, 2020; Khan et al, 2023; Silva et al.,
2022), que conlleva a la degradacion del ambiente,
lixiviacion de nutrientes y pérdida de la biodiversi-
dad (Tsiafouli et al., 2015), con efectos nocivos en la
salud humana (Rani et al., 2021). Estos factores han
propiciado la busqueda de alternativas ecoldgicas.
Los hongos que parasitan nematodos son un grupo
de organismos que dependen de hifas modificadas
y especializadas para emboscar a sus presas (Su et
al., 2017). Los hongos asexuales poseen la capaci-
dad de capturar y digerir nematodos mediante me-
canismos Le. produccion de trampas especializa-
das, parasitismo, endoparasitismo, producciéon de
toxinas y de dispositivos especiales (Soares et al.,
2018; Vera-Morales et al., 2022). Las hifas modifica-
das y especializadas estan provistas de paredes méas
gruesas que las hifas vegetativas tipicas (Liu et al,,
2022), y poseen diferentes formas en las que se in-
cluyen anillos de constriccion y cinco tipos de tram-
pas adhesivas (redes adhesivas, perillas adhesivas,
ramas adhesivas, anillos no constrictivos y anillos de
constriccién) que se adhieren, penetran, matan y
digieren los nutrientes de los nematodos (Al-
Hakeem et al., 2022; Karakas, 2020).

Enla naturaleza, los hongos estan ampliamente dis-
tribuidos en la mayorfa de los ecosistemas, incluso
en ambiente extremos (Magan, 2007). En el caso de
muchos hongos filamentosos, pueden adaptarse a
condiciones ambientales y cambiar sus requeri-
mientos nutricionales, pasando de un estilo de vida
saprobio a predador (Vidal-Diez de Ulzurrun &
Hsueh, 2018). Se han reportado aproximadamente
700 especies de hongos que pueden atrapar y de-
vorar nematodos vivos (huevos, juveniles y adultos)
(Jiang et al., 2017), pertenecientes a la mayoria de
los taxones fungicos (Moosavi & Zare, 2012), espe-
cialmente de la familia Orbiliaceae, Ascomycota (Yu
et al,, 2014).

Los hongos cumplen una importante funcién en el
flujo de la materia y energia (Vera-Morales et al.,
2022), por que influyen en las interacciones sinér-
gica, antagonista y aditiva de los microorganismos
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del suelo (Siddiqui & Aziz, 2024). Los hongos que
atrapan nematodos son altamente sofisticados
(Vera-Morales et al., 2023), por lo que su utilizacion
en la produccién vegetal, podria ser opcion viable
para el control biolégico de nematodos. Introducir
hongos que controlan nematodos, es una pro-
puesta inocua con el ambiente (Saha & Khan, 2016).
Sin embargo, la produccion a gran escala es uno de
los principales desafios para su utilizacion comercial
(Quevedo et al., 2021). Las condiciones para el cre-
cimiento, esporulacion y formacién de estructuras
de captura de hongos asexuales no son las mismas,
pues existen medios de cultivos méas favorables que
otros (da Silva et al., 2013), asf como diferentes tipos
de substratos (Kumar et al., 2015).

El biocontrol es una alternativa en el manejo inte-
grado de plagas, que conduce hacia el desarrollo
de estrategias innovadoras en el sector agricola
(Wang et al., 2023). Sin embargo, la falta de dispo-
nibilidad de nematicidas bioldgicos y el escaso es-
tudio de cepas nativas incrementan la necesidad de
la busqueda de potenciales hongos antagdnicos
(Hussain et al., 2020; Nagaraj et al., 2024). Por tanto,
el objetivo principal del estudio fue evaluar y com-
parar la dindmica de crecimiento, esporulacion y
actividad de captura de varias cepas de hongos
asexuales aislados de cuatro localidades del Ecua-
dor contra nematodos juveniles de Meloidogyne
sp., en condiciones in vitro.

2. Metodologia

Aislamiento y caracterizacibn molecular de las
cepas fungicas y del nematodo formador de agallas
Se realizaron cuatro muestreos entre los afios 2017
y 2019. Las cepas fungicas fueron aisladas a partir
de nematodos infectados y material vegetal en
descomposicion, recolectados en cuatro locali-
dades del Ecuador (Tabla 1). Las muestras
colectadas se colocaron en bolsas plasticas y se
transportaron al laboratorio donde se mantuvieron
en cdmaras humedas (Castafieda-Ruiz et al., 2016).

Tabla 1

Lista de las cepas de los hongos asexuales, lugar de aislamiento y localizacién donde se recolecté el material vegetal
CAF Substrato Localidad / Provincia Latitud Longitud
C19-1 Nematodos Naranjal, Guayas 2°48°47"S 79°40°46°0
C19-1-1 Nematodos Naranjal, Guayas 2°48°47"S 79°40°46°0
C19-3 Nematodos Naranjal, Guayas 2°48°47"°S 79°40°46°0
C19-4 Materia orgénica La Aurora, Azuay 2°34°42"'S 79°2129"0
C19-6 Hojas descompuestas La Aurora, Azuay 2°34°42"'S 79°2129"0
C19-10 Nematodos Rio Palenque, Los Rios 0°3516"S 79°21'58”0
C19-45 Hojas descompuestas Rio Palenque, Los Rios 0°3516"S 79°21'58”0
C19-48 Nematodos Rio Palenque, Los Rios 0°3516"S 79°21'58”0
C19-54-1 Hojas descompuestas Rio Palenque, Los Rios 0°3516"S 79°21'58"0
C19-54-3 Hojas descompuestas Rio Palenque, Los Rios 0°3516"S 79°21'58"0
C-2197 Nematodos Santa Rosa, El Oro 3°3034"S 79°57°28”0

CAF: Codigo de aislamiento fungico.
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Se prepararon cultivos monoconidiales de los aisla-
dos y se identificaron con claves de identificacion
taxondmica (Barron, 1977; Cooke & Godfrey, 1964;
Drechsler, 1937; Matsushima, 1971, 1975; Rubner,
1996, Zhang & Hyde, 2014). Los aislamientos se
sembraron en medio de cultivo agar harina maiz
(CMA) el cual es escaso en nutrientes y potencia la
produccion de conidios (Duddington, 1955; J. Li et
al., 2014).

Las cepas se conservaron en la coleccion de cultivos
puros de microorganismos del Centro de Investiga-
ciones Biotecnoldgicas del Ecuador (CIBE) de la
Escuela Superior Politécnica del Litoral (ESPOL). El
ADN fungico fue extraido empleando el protocolo
para amplificacién por PCR (Cenis, 1992). La PCR se
realizd con los cebadores ITST (5'TCC GTA GGT
GAA CCT GCG G 3') e ITS4 (5'TCC TCC GCT TAT
TGA TAT GC 3') (White et al., 1990), empleando el
termociclador Aeris™ (ESCO). La longitud, calidad y
cantidad de los productos de PCR se confirmaron
mediante electroforesis en gel (1% p/v). La identifi-
cacion y verificacion de especies de los aislamientos
recolectados se realizd6 mediante busqueda de si-
militud de secuencias en la base de datos de BLAST
del GenBank (Altschul et al.,, 1997). Se empled el
modelo de GTR+G usando el software Geneious
10.2.6 para alineamientos y construccion del arbol
filogenético y MEGA-X para edicion del arbol.

Para realizar los ensayos in vitro, se mantuvieron a
las cepas preservadas en tubos de 2 mL con PDB +
Glicerol (Ritchie, 2001), y la reactivacién en agar
harina de maiz - CMA 1:1, 2% agar, pH 6.3 - 6.4, se
colocod en placas de Petri de 9 cm. de diametro,
incubado a temperatura de 27 +1°C, durante siete
dias.

En todas las pruebas se utilizaron nematodos
juveniles de Meloidogyne de la segunda etapa
provenientes de un cultivo de tomate (Solanum
lycopersicum L.). Se inocularon plantulas de tomate
con una sola masa de huevos del nematodo para
obtener una sola poblacion con la cual se procedio
a desarrollar los experimentos. Esta poblacion de
nematodos (codificada como 4N) se mantiene
actualmente en plantas de tomate en el
invernadero del CIBE-ESPOL. Después de entre 10
y 12 semanas haber inoculado las plantas, sus raices
infectadas fueron colectadas y transportadas para
la extraccion manual de la masa de huevos, lavando
los tejidos cinco veces con agua destilada estéril
conteniendo sulfato de estreptomicina (50 ppm). La
masa de huevos se colocd en placas de Petri con
agar agua mas antibidticos y se mantuvieron a 28
+1°C para que eclosionen. Después de 48 fueron
recolectados juveniles de nematodos en segunda
etapa (Barker et al., 1986).

Vera-Morales et al.

Para la extraccion del ADN del nematodo se colocd
un solo nematodo juvenil J2 en un tubo Eppendorf
de 0,2 mL que contenia 50 pL de una solucién
Buffer (50 mM KCT; 10 mM tris pH 8,2; 2,5 mM
MgCly; 60 pl/mL de proteinasa K; 0,45% NP4Q;
0,45% Tween 20; 0,01% gelatina) (Castagnone-
Sereno et al, 1995). EI ADNr 18S se amplificd
utilizando dos conjuntos de cebadores: 1A (5'-
GGCGATCGAAAAGATTAAGCC-3) 'y 3B (5-
GGCGATCGATTGGCAAATGCTTTCGC-3") (Tigano
et al, 2005). El programa utilizado para la
amplificacién del ADNr 18S se disefio en un
termociclador Aeris™ (ESCO) con los siguientes
ciclos: 1ciclo a 94 °C durante 7 min., seguido de 35
ciclos a 94 °C por 1 min, 50 °C por T min, y 72 °C
por 1 min. Al final se dejé a 72 °C por 10 min.

Crecimiento radial y esporulacién de los
aislamientos

Los medios de cultivo en placas con agar se
prepararon con extractos de zanahoria y harina de
maiz (20 g agar, 40 g zanahoria, 30 g harina de
mafz, 1000 mL H,0); jugo V8 (20 g agar, 200 mL
jugo V8, 800 mL H>O); harina de maiz (20 g agar,
30 g harina de maiz, 1000 mL H,O) y de avena (20
g agar, 40 g avena, 1000 mL H,O). Se usé un control
compuesto Unicamente de agar agua (20 g agar,
1000 mL H0O). Todos los medios de cultivo se
ajustaron a un pH 6,3 — 6,4.

Se emplearon cinco réplicas de placas de Petri (9
cm @) conteniendo 10 mL de medio de cultivo. Se
sembraron con un disco de aproximadamente 6
mm de didmetro que se tomaron del borde de una
colonia en crecimiento activo y se incubaron a 27+1
°C. Una vez que los hongos crecieron, el plato de
Petri se marcé en el borde del avance del
crecimiento de la colonia cada 24 horas durante 8
dias después de la inoculacion. Se registrd la
cantidad de conidios siguiendo el procedimiento
de colocar 5 mL de agua estéril en cada placa de
Petri. Posteriormente, se desprendid el micelio, el
cual fue recolectado en tubos con el fin de contar
el nimero de conidios por mililitro de agua
utilizando la camara de Neubauer.

Produccién de conidios en dos tipos de substratos
Para evaluar la produccion de conidios de los
aislamientos, se utilizaron dos tipos de substratos:
cascarilla de arroz y maiz triturado. Los substratos
se colocaron en frascos de vidrio de 200 mL
humedecidos con agua destilada, los cuales fueron
taponados con algodén y esterilizados dos veces a
121 °C durante 30 minutos, con un reposo de 48
horas. Con un asa bacteriolégica estéril se colocd
en el centro de cada matraz un disco de 8 mm de
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didmetro de cada cultivo. Finalmente, los frascos de
vidrio se inocularon a 28 °C y se realizaron cuatro
conteos a los 7, 10, 13 y 16 dias de inoculacion,
empleando la cdmara de Neubauer para calcular el
ndmero de conidios/mL HyO. Los tratamientos
fueron: T1 =10 g de cascarilla de arroz + 20 mL de
agua y T2 — 10 g maiz triturado + 20 mL de agua.

Porcentaje de atraccién y captura de Meloidogyne
sp., por cepas flngicas

Las cepas empleadas en el experimento se
cultivaron en placas de Petri (diametro de 9 cm)
utilizando un medio de agar-harina de maiz para
preservar su capacidad depredadora, segun la
metodologia propuesta por Duddington (1955). En
cuanto a los ensayos de atraccion, se utilizd una
proporcion de 1:10 de agar-harina de maiz. La base
de la caja se dividid en cuatro secciones iguales, y
en cada una de ellas se dispuso un disco de 6 mm
de didmetro, situado a 1 cm del borde de la placa,
siguiendo el protocolo descrito por Hussain et al.
(2018).

En los cuadrantes Iy lll, se dispusieron discos con el
aislamiento, mientras que en los cuadrantes Il y IV
se colocaron discos de agar con harina de maiz
diluida en agua en una proporcidon de 110, sin
presencia del hongo (control). La incubacion se
llevd a cabo durante 24 horas a 28 °C para permitir
el crecimiento del hongo. Posteriormente, se aplico
una gota de agua, previamente ajustada con 50
Jjuveniles de nematodos, la cual se dejo secar
durante 1 hora. Finalmente, se procedié a incubar
por 24 horas antes de realizar la observacion (ver
Figura 1).

Poblacion de nematodos J2

Discos de agar
(Control)

Discos con hongo
(Tratamiento)

Figura 1. Ensayo en placa de Petri para la colocacién de discos de
control, discos con hongo y la poblacion de nematodos.

Vera-Morales et al.

El indice de atraccion se calculé mediante la
formula propuesta por Hsueh et al. (2017):

B+ — # (11 +1V)
BA+ID+ e+~

Indice de atraccion = 100

donde # (I, II, lll y IV) corresponde al nimero de
nematodos que se encuentran en cada uno de los
cuadrantes a las 72 horas. Asi mismo, el nimero de
nematodos capturados fue evaluado para cada
aislamiento. Los experimentos se realizaron con 5
repeticiones.

Disefio experimental y anélisis estadistico

Se utilizé un Disefio Completamente al Azar (DCA).
Los datos correspondientes a la evaluacion de la
esporulacion de los hongos en medios y substratos
se estandarizaron mediante  transformacion
logarftmica Log (x+1) antes de realizar el analisis
estadistico para cumplir con los criterios del anélisis
de varianza (ANOVA). Después de verificar los
supuestos estadisticos y que en el analisis de
ANOVA se mostraran diferencias significativas se
empled la prueba de comparacion de Tukey (p <
0,05). Para el andlisis de datos se procedié a
emplear el paquete estadistico InfoStat version
2020 para Windows.

3. Resultados y discusion

Identificacidn molecular de cepas flngicas

Una vez obtenida las secuencias de las cepas se
construyd el arbol filogénico (Figura 2). Las
similitudes con BLAST mostraron que las secuencias
de ITS de todas las cepas son semejantes con
referencia al GenBank (Tabla 2). De los M
aislamientos fungicos, nueve corresponden al
género Arthrobotrys, uno a Dactylaria y otro a
Dactylellina. Estos resultados son semejantes a una
investigacion previa llevado a cabo por Rubner
(1994), quien evidencid que entre la diversidad
fungica de especies halladas en diferentes regiones
climaticas en Ecuador (Costa, Sierra y Oriente), los
hongos mas comunes pertenecian al género
Arthrobotrys. Segun el autor, de las nueve especies
de hongos asexuales controladores de nematodos
identificados, cinco  pertenecian al  género
Arthrobotrys 'y cuatro a Monacrosporium. Sin
embargo, en Ecuador, la biodiversidad fungica es
poco conocida debido a su extrema riqueza vy
complejidad (Delgado et al,, 2021). Es importante
comprender la diversidad fungica para incluirlos en
los planes de manejo integrado de plagas agricolas
(Elshafie et al, 2006), asi como para la
biorremediacion, la industria quimica y alimentaria
(Delgado et al., 2021).
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MT612105.1 Arthrobotrys eryuanensis CGMCC3.19715
C 1 y is YXY45
MH179783.1 Arthrobolrys musiformis 1.03481
C19-41TS
AY773469.1 Arthrobotrys musiformis SQ77-1
9| | MF948393.1 Arthrobotrys cookedickinsonianus YMF1.00024
100" MF948392.1 Arthrobolrys shizishananus YMF1.00022
NR 159625.1 Arthrobotrys amerosporus CBS 268.83
MH179741.1 Arthrobotrys flagrans 1.01471
C18-2197 ITS
AY773462.1 Arthrobotrys oligosporus 920
100" EU977558.1 Arthrobotrys superbus 127
AY773450.1 Arthrobotrys pyriformis YNWS02-3-1
AY773455.1 Arthrobotrys conoides 670

EU977514.1 Arthrobotrys javanicus 105
r C19-101TS

100

C19-1-11TS
C19-11TS
MF948390.1 Arthrobotrys guizhouensis YMF1.00014
7L AY773454.1 Arthrobotrys vermicola 629
C19-6ITS
| C19-54-1ITS
| C19-451TS
2| MHB857262.1 Arthrobotrys arthrobotryoides CBS:119.54
C19-54-31TS
MNB816816.1 Orbilia jesu-laurae LQ59a
;l (OMB855569.1 Arthrobotrys jinpingensis CGMCC3.20896
C 11 ys jinpir is YXY101
[EU573354.1 Arthrobotrys mangrovisporus MGDW17
AY773446.1 Arthrobotrys pseudoclavatus 1130
. AY773465.1 Arthrobotrys eudermatus SDT24
AY773459.1 Arthrobotrys janus Jan-85

AY773461.1 Arthrobotrys thaumasius 917
9_9[ C 1 is CGMCC3.20944
IS 1 y gensis XYX96

DQ491512.1 Arthrobotrys yunnanensis AFTOL-ID 906
MHB858353.1 Arthrobotrys clavisporus CBS 545 63
MF948389.1 Arthrobotrys obovatus YMF1.00011
JF304780.1 Arthrobotrys koreensis C45
MH179732.1 Arthrobotrys scaphoides 1.01442
NR 159626.1 Arthrobotrys botryosporus CBS 321.83
55|~ MK493125.1 Arthrobotrys latisporus H.B. 8952
72|~ MH179793.1 Orbiia cladodes 1.03514
84! MZ326655.1 Arthrobotrys robustus nefuA4
MH179720.1 Arthrobotrys dianchiensis 1.00571
MF926580.1 Arthrobotrys arthrobotryoides AOAC
MT612334.1 Arthrobotrys shuifuensis CGMCC3.19716
ON808617.1 Arthrobotrys shuifuensis YXY48
s MH179688.1 Arthrobotrys elegans 1.00027
.1 ys mi ides YMF1.00028
AY773445.1 Arthrobotrys sinensis 105-1
72|L KT932086.1 Arthrobotrys indicus YMF1.01845

5.1

MF948388.1 Arthrobotrys dendroides YMF1.00010

MH179760.1 Arthrobotrys polycephalus 1.01888
1 r is CGMCC3.20998
C 1 i YXY80

. y
MHB857384.1 Geniculifera cystosporia CBS 439.54
EF445991.1 Arthrobotrys paucisporus ATCC 96704
U51960.1 Arthrobotrys gampsosporus CBS 127.83

MH179727.1 Arthrobotrys psychrophilus 1.01412
80"~ KP036623.1 Arthrobotrys salinus SF 0459
1001 AY773452.1 Arthrobotrys iridis 521

MHB861834.1 Arthrobotrys multiformis CBS 773.84
ol 1 Y is CGMCC3.20894

%0 1 is YXY87
MHB58355.1 Arthrobotrys reticulatus CBS 550.63
7‘— MH179707.1 Arthrobotrys longiphorus 1.00538
MK537299.2 Arthrobotrys xiangyunensis YXY10-1
FJ185261.1 Arthrobotrys nonseptatus YMF1.01852
U51964.1 Dactylelina copepodii CBS 487.90
AF106531.1 Dactylelina appendiculata CBS 206.64
C19481TS
AY902794.1 D: . CBS229.54
MK372061.1 Datylelina yushanensis CGMCC3.19713
AY773464.1 Drechslerella coelobrocha FWY03-25-1
AY773460.1 D 91
9 AY773463.1 Drechslerella dactyloides expo-5
) AY773456.1 Drechslerella brochopaga 701

.1 Dactylaria higginsii CBS 121934

|
100l C19-3ITS

AY773447.1 Vermispora fusanina YXJ13-5

—_—

050
Figura 2. Arbol filogenético de las cepas de los hongos asexuales y su similitud mas cercana con los nimeros de accesién del GenBank,

con el modelo GTR+G y bootstrap de 1000 réplicas.
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4N
AY942626.1 Meloidogyne javanica strain 13
HE667740.1 Meloidogyne cruciani
AY942621.1 Meloidogyne floridensis
AY942623.1 Meloidogyne arenaria strain 36
AY284621.1 Meloidogyne incognita Melolnc1
AY942632.1 Meloidogyne morocciensis
70 | KF993645.1 Meloidogyne lopezi h4
KF993648.1 Meloidogyne arabicida 237B
HEB67743.1 Meloidogyne izalcoensis
AY942622.1 Meloidogyne paranaensis
HEB67744.1 Meloidogyne konaensis
LN713298.1 Meloidogyne luci MbNb
HEB667741.1 Meloidogyne hispanica
84 ' FJ559408.1 Meloidogyne ethiopica
KR082316.1 Meloidogyne christiei 1471
AF442200.1 Meloidogyne exigua
KJ130033.1 Meloidogyne chitwoodi CAMC2
AY593895.1 Meloidogyne fallax MeloFal1
EU669937.1 Meloidogyne minor MeloMin2
MN037410.1 Meloidogyne aegracyperi
AY942631.1 Meloidogyne oryzae
KJ636370.1 Meloidogyne kralli MeloKra1
KJ636260.1 Meloidogyne naasi MeloNaa4
E[EU669946.1 Meloidogyne ardenensis MeloArd2
AY593894.1 Meloidogyne ardenensis MeloArd
KJ636385.1 Meloidogyne duytsi MeloDuy2
AF442198.1 Meloidogyne microtyla
8 AY268119.1 Meloidogyne hapla
91 AY593892.1 Meloidogyne hapla MeloHap4

| EF189177.1 Meloidogyne spartinae
a2 F JN241838.1 Meloidogyne graminis 500
100 - JN241856.1 Meloidogyne marylandi 488

100 - MHO11979.1 Meloidogyne oleae U93 1
I niHo11980.1 Meloidogyne oleae U95 3
KC875392.1 Meloidogyne artiellia MeloArt1
KJ636400.1 Meloidogyne mali MeloUim4
MW342769.1 Meloidogyne paramali. 5445-1 clone 1
100 = MW342770.1 Meloidogyne paramali. 5445-1 clone 2
l{ KY433422.1 Meloidogyne africana T647
HE667739.1 Meloidogyne coffeicola

80 MF278755.1 Meloidogyne aberrans GuiZ-6
a9 [ KC875386.1 Meloidogyne ichinohei Melolch4
100 | AF442191.1 Meloidogyne ichinohei
KJ510864.1 Pratylenchus oleae M83 2

84

100

0.050

Figura 3. Arbol filogenético del nematodo (4N) y su similitud méas cercana con los nimeros de accesion del GenBank.

Tabla 2

Resultados BLAST de secuencias ITS ADNr e los hongos asexuales aislados de Ecuador
CAF Especie NUmero de acceso de GenBank NUmero de nucleétidos Maxima similitud (%)
C19-1 Arthrobotrys sp. OR015865 624 97,35%
C19-1-1 Arthrobotrys sp. OR015866 624 97,35%
C19-3 Dactylaria sp. OR015867 587 85,24%
C19-4 Arthrobotrys sp. OR015868 631 98,42%
C19-6 Arthrobotrys sp. OR015869 630 96,95%
C19-10 Arthrobotrys sp. OR015870 186 97,36%
C19-45 Arthrobotrys sp. OR015871 529 96,95%
C19-48 Dactylellina sp. OR015872 602 88,31%
C19-54-1 Arthrobotrys sp. OR015873 388 97,12%
C19-54-3 Arthrobotrys sp. OR015874 235 97,25%
C-2197 Arthrobotrys sp. OR237879 656 98%

CAF: Codigo de aislamiento fungico.
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Figura 4. Comparacion de medias + desviacion estandar del crecimiento radial de las cepas fungicas en diferentes tipos de medios de
cultivos (agar agua, agar extracto de harina de maiz, agar extracto de zanahoria y harina de maiz, agar extracto de avena y agar jugo v8).
Letras diferentes encima de las columnas indican diferencias estadisticamente significativas, segun la prueba de Tukey (p < 0.05).

Como resultado de la amplificacién mediante PCR
del gen 18S del ADN ribosomal utilizando los ceba-
dores de nematodos 1Ay 3B, se obtuvo amplicones
especificos para el nematodo Meloidogyne sp.
(Figura 3). Segun resultados de investigaciones pre-
vias mencionaron que los nematodos formadores
de agallas reportadas en Ecuador hasta la fecha
fueron cinco especies pertenecientes a los nemato-
dos género Meloidogyne las mismas que corres-
ponden a M. incognita, M. arenaria, M. graminicola,
M. hapla y M. javanica, siendo M. incognita la mas
frecuente en los cultivos agricolas (Calderén et al.,
2022; Chavez-Arteaga et al., 2022).

Crecimiento radial y esporulacién de cepas flngicas
en medios de cultivos

Los resultados de la evaluacion del crecimiento de
las cepas fungicas en los medios de cultivo
evaluados demostraron diferencias entre los
tratamientos. Entre los medios de cultivos, el agar
extracto de avena y el agar extracto de harina de
maiz fueron los que presentaron los mayores
promedios de crecimiento radial con 26,4 mm y
25,9 mm, respectivamente, frente al agar agua y
jugo v8 con 23,8 mmy 22,2 mm, respectivamente.
Mientras que las cepas que presentaron resultados
mayores a 26 mm de crecimiento radial durante los
siete dias fueron C19-45 (28 mm), C19-54-3 (27,1
mm), C-2197 (26,6 mm), C19-10 (26,5 mm) y C19-
54-1(26,2 mm) (Figura 4).

Las cepas de los hongos asexuales en el presente
estudio desarrollaron velocidades diversas de cre-
cimiento. Se ha reportado que el medio de cultivo
agar harina de maiz y agar avena proporcionan un
buen crecimiento micelial en las cepas de hongos
asexuales (Martins et al,, 2009; Wang et al., 2017),

mientras que el medio agar agua permite que
hongos se desarrollen lentamente por ser un medio
escaso en nutrientes (Orozco et al., 2015).

En cuanto a los resultados de la evaluacion de la
esporulacion de las cepas de hongos asexuales,
presentaron diferencias siendo el medio de agar
extracto de avena con un promedio mayor de
esporulacion de 2,59 x 108 conidios/mL, seguido del
agar jugo v8 y agar extracto de zanahoria y harina
de maiz con 2,0 x 10°y 19 x 10° conidios/mL,
respectivamente. El medio de agar agua fue el que
demostré menor cantidad de conidios (2,45 x 10°
conidios/mL) (Figura 5).

El agar extracto de avena y el agar extracto de
harina de maiz fueron los que presentaron los
mayores promedios de crecimiento radial y la
mayor esporulacién correspondié a agar extracto
de avena frente al agar agua como control. El
resultado de la esporulacién de una cepa de hongo
asexual que atrapa nematodos ha sido reportado
previamente, donde demostraron que los medios
naturales y seminaturales son eficaces para la
esporulacion de los hongos, pudiendo alcanzar
cantidades de 1 x 10° conidios/mL en condiciones
controladas (Quevedo et al., 2021). La media de la
esporulacion en el presente estudio vario entre 2,45
x 10> en el medio de agar agua hasta 2,59 x 10° en
el medio agar avena. Estos valores se encuentran
dentro del rango correspondiente a una
investigacion previa donde los hongos producian
en diferentes medios de cultivos 1,4 x 10*y 1,01 x 10°
conidios/placa de Petri (Martins et al., 2009). En el
agar agua los hongos asexuales producen muy
poca cantidad de conidios por ser un medio
extremadamente pobre en nutrientes (Orozco et
al., 2015).
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Producciéon de conidios en dos tipos de substratos
Los resultados de la esporulacion de las cepas en
los substratos de maiz molido y en cascarilla de
arroz en los dfas 7, 10, 13 y 16 mostraron diferencias
entre ambos substratos (Tabla 3). EI substrato de
maiz molido favorecio la esporulacién de las cepas
fingicas con un promedio de 3,01 x 107
conidios/mL, mientras que la cascarilla de arroz
resulto con un promedio de 2,86 x 10° conidios/mL.
De entre los dias evaluados, en el caso del substrato
de maiz molido la mayor esporulacion se presentd
en el dia 16 con 3,64 x 107 conidios/mL, con relacion
al dia 7 donde la esporulacion fue menor con 2,40
x 107 conidios/mL.

En este estudio se probaron como substratos el
maiz molido y la cascarilla de arroz, para observar
el crecimiento y esporulacion (Figura 6). Segun un
estudio reporta que las condiciones nutricionales
son importantes tanto para la formacion de hifas

1.90E+07
mAgar Agua (c)
@ Agar Maiz (b)
S LI0ESOT OAgar Zan/Maiz (ab)
O Agar Avena (a)
L 10E407 B Agar jugo v8 (ab)

7.00E+06

Promedio de esporulacion

3.00E+06

-1,00E+06 | C19-1

C19-1-1 C19-3 C19-4 C19-6
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modificadas y especializadas, asi como para el cam-
bio de estilo de vida de saprobio a predador, por lo
que esta caracteristica les permite colonizar dife-
rentes tipos de fuentes de carbono (Orozco et al.,
2015), asf como numerosos entornos con materia
organica en descomposicion (Swe et al., 2009).

En otra investigacién del maiz junto con otros
granos como guisantes y cebada demostraron
buena respuesta de crecimiento y esporulacion
(Kumar et al., 2015). Ademés, nos permiten conocer
la importancia de los métodos de produccion
masiva de cepas fungicas benéficas empleadas en
la agricultura (Flores et al., 2021). A pesar de que en
el presente estudio la cascarilla de arroz no permitié
buena esporulacion de los hongos asexuales, otra
investigacion muestra que este substrato ha sido
empleado con éxito después de 60 dias de
colonizacion  para la especie del hongo
endoparasito Purpureocillium lilacinum llegando a
producir 7x107 conidios/g (Shirazi et al., 2019).

C19-54-1 C19-54-3

C19-48

C19-10 C19-45 C-2197

Cepas de hongos nematofagos

Figura 5. Comparacion de medias + desviacion estandar de la esporulacion de las cepas fungicas en los medios de cultivos de agar agua,
agar extracto de harina de mafz, agar extracto de zanahoria y harina de mafz, agar extracto de avena y agar jugo v8. Letras diferentes
encima de las columnas indican diferencias estadisticamente significativas, segun la prueba de Tukey (p < 0.05).

Tabla 3
Numero de conidios de los hongos asexuales, en los substratos de maiz molido y cascarilla de arroz durante los dias 7, 10, 13 y 16
Dias Dfa 7 Dfa 10 Dfa 13 Dia 16
St G Maiz Cascarilla Maiz Cascarilla Maiz Cascarilla Maiz Cascarilla
molido de arroz molido de arroz molido de arroz molido de arroz
C19-1 6,0x10%a)"  50x10°(b)  4,2x10%a)  50x10°(b)  2,1x10%a)  7,5x10°(b) 1,1x10%(a) 8,0x10°(a)
C19-1-1 6,0x10%a)  3,5x10°(b)  59x10%a)  8,5x10°(b)  3,3x10%@)  6,0x10°(b) 3,1x10%(a) 4,0x10°(b)
C19-3 8,0x10°(a) 6,0x10°@)  8,5x10°(a) 1,2x10%(a) 9,5x10%(a)  5,5x10°(a) 5,0x10%(a) 2,5x10%(a)
C19-4 4,8x10%(a) 1,0x10%0b)  2,6x10%a)  7,5x10°(b) 1,1x10%(a) 6,0x10°(a) 2,3x10%@)  7,0x10°(b)
C19-6 1,3x107(a) 9,0x10°(b)  2,2x107(a) 1,0x10%0b)  2,6x107(a)  1,5x108(b) 1,6x107(a) 2,5x10°(b)
C19-10 2,9x10%@)  8,5x10°(b)  3,7x10%a)  50x10°(b)  2,3x10%@)  4,0x10°(b) 1,9x108(a) 7,0x10°(b)
C19-45 1,4x107(a) 1,1x108(b) 1,5x107(a) 1,8x10%b)  3,0x107(a) 1,7x105(b) 6,8x10%(a) 1,9x10%(b)
C19-48 1,9x10%(a) 3,4x107(b)  2,8x10%a) 1,5x107(b) 2,1x10%(a) 1,9x107(b) 3,6x10(a) 1,4x107(b)
C19-54-1 1,1x10%(a) 3,5x10°(b)  1,2x10%a)  4,0x10°(b)  8,0x10°(@)  4,5x10°(b)  5,5x10°(a) 3,5x10°(a)
C19-54-3 8,0x10°@@)  3,5x10°(b)  7,0x10°@)  3,5x10°(b)  8,5x10°(@)  3,0x10%(b)  4,5x10°(@@)  4,5x10°(a)
C-2197 29x107@)  3,6x10%b)  2,8x107(a)  4,0x10%Db) 1,1x107(a) 5,6x10%b)  6,4x108(b) 1,1x107(a)

* Letras diferentes entre las columnas de maiz molido y cascarilla de arroz durante los dias 7, 10, 13 y 16 indican diferencias significativas

segun la prueba de Tukey (p < 0.05).
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Figura 6. A) Célula conidiégena y conidios de Arthrobotrys sp. B) Produccion de conidios de Arthrobotrys sp. en el substrato de maiz
molido a los 10 dfas de siembra. C) Produccién de conidios de Arthrobotrys sp. en cascarilla de arroz a los 10 dfas de siembra.

Porcentaje de atraccién y captura de Meloidogyne
sp. por cepas flungicas

El porcentaje de atraccion y captura presentaron di-
ferencias entre las especies de hongos asexuales
evaluadas y los controles. En general los hongos lo-
graron un promedio de 61,13% de actividad preda-
dora frente al 36,7% de los controles (Figura 7).
Existen resultados que han demostrado a cepas
flngicas del género Arthrobotrys capaz de causar
una tasa de mortalidad significativamente diferente
a los controles, por encima del 25% (Nicola et al,,

2014).  Otros  hongos  asexuales ~ como
Purpureocillium lilacinum y Arthrobotrys oligosporus
120
A W Atraccion
@ Control
90
2
2
o 60
=
S
=%}
30
0

Cepas fungicas

pueden causar una tasa de mortalidad por encima
del 70% (Tazi et al., 2021).

Las cepas que mayor actividad de atraccion
tuvieron frente a Meloidogyne sp., fueron las cepas
de Arthrobotrys sp. C19-1-1 con el 73,6% vy
Dactylellina sp. C19-48 con el 77,6%. Se ha repor-
tado que A. oligosporus es capaz de depredar y
suprimir a juveniles de M. incognita en un 74%
frente al 36% tratamiento control (Soliman et al.,
2021). Sin embargo, la capacidad de producir
sustancias con efectos nocivos para los nematodos
depende de cada especie e incluso de cada aislado
de hongo asexual (de Hollanda et al., 2016).

- 7rvm

Figura 7. A) Comparacion de porcentajes + desviacion estandar de la atraccion de los nematodos hacia las cepas de hongos asexuales.
Letras diferentes encima de las columnas indican diferencias estadisticamente significativas entre las cepas fungicas y sus controles, segin
la prueba de Tukey (p < 0.05). B) Estructuras de captura de Arthrobotrys sp. C) Nematodos capturados en redes adhesivas del hongo

Arthrobotrys sp.
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En este estudio se ha demostrado la eficiencia de
los hongos asexuales en la produccion de hifas mo-
dificadas y especializadas para atrapar nematodos.
Estos organismos pueden detectar a sus presas y
después formar sus estructuras de captura (Yang et
al., 2020). Este comportamiento de la morfogénesis
de las estructuras de captura se puede observar en
condiciones de escasez de nutrientes y en presen-
cia de los nematodos (Wang et al., 2019). Adicional,
se han documentado la capacidad que tienen los
hongos asexuales en producir compuestos organi-
cos volatiles para imitar sefiales alimenticias y se-
xuales, lo que mantiene a los nematodos cerca du-
rante el proceso de infeccion (Kassam et al., 20271).
Como resultado de la evaluacién de la actividad
predadora de hongos asexuales, se cultivaron en
medios de cultivos empobrecidos de nutrientes, lo
gue mostro una gran cantidad de formacion estruc-
turas de captura. Estos resultados concuerdan con
estudios donde los hongos asexuales cultivados en
medio de agar harina de maiz tienden a producir
més hifas modificadas y especializadas (Saxena et
al., 1987) y a emplear compuestos organicos volati-
les para potenciar la captura hacia los nematodos
(Lin & Hsueh, 2021), haciendo que las hifas modifi-
cadas se forman principalmente alrededor de los
nematodos capturados (Davila & Hio, 2005).

4. Conclusiones

Es posible concluir que la capacidad de detectar
nematodos entre los aislamientos de hongos
asexuales puede variar enormemente, pues existen
cepas de la misma especie mas sensibles que otras.
Con el presente estudio, se ha ampliado la
comprensién  sobre las especies de hongos
asexuales en las diferentes localidades del Ecuador,
y su influencia en el control in vitro de nematodos
formadores de agallas. Las cepas C19-45 y C19-54-
3 de hongos asexuales, evaluadas en este estudio,
destacan por su potencial como agentes de
biocontrol de nematodos. Esto se evidencia en su
respuesta de crecimiento en los diversos medios de
cultivo analizados. En contraste, las cepas C19-48 y
C-2197 demostraron un marcado aumento en la
esporulacion cuando se cultivaron en medios con
agar. En cuanto al substrato utilizado, se observo
que el maiz molido, tras 16 dias, favorecid una
mayor esporulacion de las cepas en comparacion
con la cascarilla de arroz. Dentro de este contexto,
la cepa C19-48 se destaco al presentar la mayor
cantidad de conidios por mililitro. La cepa C19-1-1
exhibid la maxima actividad de captura. Este
hallazgo resalta la importancia de considerar no
solo la esporulacion sino también la capacidad de

Vera-Morales et al.

captura al evaluar el potencial de agentes de
biocontrol.  El desarrollo de estrategias de
produccidn es un paso altamente significativo para
obtener un producto eficiente en el manejo de
nematodos en el suelo.
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