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Abstract 

Phytopathogens threaten natural ecosystems and global food security. Horticultural trade is the main 

long‐distance pathway  causing  the  spread of  these organisms and disease outbreaks worldwide. 

Most inspections for disease symptoms are conducted visually but this is insufficient given the large 

number  of  plants  and  the  prevalence  of  asymptomatic  infections.  Therefore,  there  is  increasing 

interest in the use of high‐throughput sequencing (HTS) and environmental DNA (eDNA) for plant 

health surveillance. Many studies have used these technologies to detect phytopathogens, but fewer 

have done so in horticultural settings. Furthermore, much work has focused on the molecular and 

bioinformatic approaches for this work, with relatively little attention given to sample collection. This 

systematic review therefore provides an overview of the available sampling methods and their target 

plant pathogens, with a particular  focus on  the utility of  these sampling methods  in horticultural 

nurseries. It highlights some striking gaps in the literature and opportunities for further research, for 

example, the detection of bacterial phytopathogens using eDNA has received little attention despite 

having considerable potential as a surveillance and/or diagnostic tool. 

Keywords: eDNA; environmental DNA; high‐throughput sequencing; horticulture; phytopathogen 

surveillance; molecular detection; next generation sequencing; plant pathogens 

 

1. Introduction 

Plant Trade, Biosecurity Risk, and the Need for eDNA Pathogen Surveillance in Horticultural Nurseries 

Healthy plants are important to many areas of life, such as agriculture, ecosystem services, and 

the natural environment  in a world where  the global population  reached 8 billion  in 2022 and  is 

expected to reach 9 billion in 2037 [1]. Native and introduced plant pathogens, or phytopathogens, 

are  disease  causing  organisms which  infect  plants  and  cause  a  variety  of  symptoms,  including 

reduced growth and plant death (necrosis). The damage caused by these pathogens can be further 

exacerbated by climate change [2,3]. More specifically, in horticulture plant pathogens threaten the 

global market that is expected to reach US$ 40.24 billion by 2026 [4]. Within this sector, ornamental 

plant trade has been growing steadily for many years [5,6]. These numbers highlight the need for 

maximizing agricultural  efficiency and minimizing agricultural  losses due  to disease  to meet  the 

nutritional needs of the growing population. 

In addition  to native pathogens,  foreign pathogens pose a huge  threat  to natural ecosystems 

globally [7]. Native plant communities have co‐evolved with local pathogenic microorganisms and 

viruses. These ecosystems usually reach a balanced state in which the pathogens cause a manageable 

amount  of  damage  to  their  host  plants  and  wider  ecosystems  [8].  However,  if  a  pathogen  is 
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introduced from another region of the world, it can wreak havoc on these ecosystems as the native 

plant species may not have evolved sufficient immunity [8]. 

Movement of live plant material, timber, and seeds facilitates the entry of phytopathogens into 

new geographical  locations  [2,9–12]. Many phytopathogens are spread by ornamental plants. For 

example, powdery mildews caused by Oidium spp., Erysiphe azaleae, and Podosphaera spiraeae, bacterial 

leaf spots caused by Pseudomonas spp., a grey mold caused by Botrytis cinerea, root rots caused by 

Phytophthora spp., and die‐back caused by Botryosphaeria parva have all been detected on ornamental 

plants  in  northern  Italy  [13].  It  is  very  difficult  to  eradicate  invasive  pathogens  once  they  have 

established in the environment [8], therefore, reliable, early pathogen detection methods are crucial 

to prevent outbreaks. Early detection of plant pathogens  in horticultural nurseries  is also key  to 

reducing their associated economic losses and the quantities of fungicides and pesticides applied. 

The import of infected plant material into nurseries is believed to be re‐sponsible for ca. 69% of 

newly introduced phytopathogen outbreaks worldwide [12]. Normally, plants are visually inspected 

for  disease  symptoms,  which  is  not  practical,  and  often  not  effective,  for  large  shipments  [8]. 

Additionally, many plants may be asymptomatic carriers of pathogens [12,14]. For example, species 

of the bacterial phytopathogen Pectobacterium are known to be spread via the ornamental plant trade, 

and asymptomatic infection is common [14]. One study found that 62% of asymptomatic horticultural 

plant samples were carrying pectinolytic bacteria, most of which were from the genus Pectobacterium 

[14]. Some examples of highly destructive phytopathogens which have been  introduced via plant 

trade include Phytophthora ramorum [8], Dutch elm disease (Ophiostoma spp.) [15], and Ash dieback 

(Hymenoscyphus  fraxineus)  [16]. The  economic  cost of  the Ash dieback outbreak  in  the UK, when 

accounting for safety felling, replanting, and loss of ecosystem services, is estimated to be £15 billion 

[16]. These numbers highlight the risk associated with the plant trade. 

The horticulture sector produces a wide range of plant products such as food plants (e.g., fruits, 

vegetables,  nuts)  and  ornamental  plants  (e.g.,  flowers,  grasses,  Christmas  trees,  outdoor/hardy 

ornamentals, house plants, seeds, bulbs) [4]. The demand for ornamental plants for commercial real 

estate construction is considered the main driver of this market [5]. The global export value of live 

plants and bulbs was US$13 billion  in  the year 2022  [6]. The nursery and floriculture production 

market value stood at US$353.26 billion in 2024 and is expected to reach US$569.46 billion by 2029 

[5].  The  Netherlands  alone  exported  over  US$12  billion  worth  of  ornamental  plant  products 

(including bulbs, live plants, cut flowers, and ornamental foliage) in 2022 [6]. 

Reliable, early pathogen detection methods, such as eDNA (environmental DNA) detection, are 

crucial  in  horticultural  settings  to  reduce  economic  losses  and  to  prevent  the  spread  of  plant 

pathogens within  the horticulture  industry  and natural  ecosystems. The methods used  to detect 

pathogens depends on the type of pathogen and resources available. This review therefore discusses 

the  life histories  of major groups  of phytopathogenic organisms with  respect  to  the  appropriate 

sampling  matrices  to  detect  them  in  horticulture  (e.g.,  water  samples  to  detect  waterborne 

organisms). The various eDNA sample types (air, water, growing media, plant tissue) and the various 

sampling methods and tools which can be used for each type of sample are outlined and compared 

via an extensive literature review. The sampling methods use bespoke and/or commercially available 

tools. We particularly focus on how these surveillance and diagnostic methods may be applied  in 

working horticultural nursery settings. 

2. Materials and Methods 

This review was conducted using key word searches in Scopus and PubMed. The search terms 

used were as follows: (“Environmental DNA” OR “eDNA” OR “high throughput sequencing” OR 

“HTS”  OR  “PacBio”  OR  “Illumina”  OR  “next  generation  sequencing”  OR  “NGS”  OR 

“metabarcoding”) AND (“phytopathogen*” OR “pathogen” OR “disease” OR “oomyc*” OR “fung*” 

OR “virus” OR “viral” OR “bacteria*” OR “nematode*”) AND (“nurser*” OR “horticultur*”). A total 

of 934 unique documents were  found  in  this way, of which 27 were deemed  to be  relevant,  this 

decision was corroborated independently by two researchers to minimize bias. Relevant studies were 
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those which  fulfilled  the  following criteria: used HTS and/or eDNA based methodology  to detect 

phytopathogens in commercial nurseries. 

3. Results & Discussion 

3.1. Challenges of Disease Surveillance in Horticulture 

The  facilities  needed  to  grow  the  diverse  range  of  horticultural  products  can  vary widely, 

ranging from tree farms which resemble small forests, to highly specialized potted plant nurseries, to 

potato fields. Horticultural nurseries typically grow a wide variety of plant taxa making them much 

more complicated than a monoculture system [17]. Nurseries vary widely in size, from large nurseries 

which  ship  plants  internationally  to  small,  highly  specialized  nurseries.  The  irrigation  systems 

employed are also variable; they may rely on manual hand‐watering of plants, overhead sprayers, 

drip  irrigation, microsprinklers,  capillary beds, or a  combination of  these  systems  [17].  Irrigation 

water source is also variable, for example, rainwater, well water, and/or mains water can be used. 

Many nurseries recycle irrigation water, which is important for water conservation but introduces 

phytosanitary risks if the water is not properly treated [18]. Furthermore, nurseries employ a wide 

range of phytosanitary practices,  for  example,  a  specialized micropropagation nursery will need 

much more  stringent  biosecurity  practices  than  a  nursery  specializing  in  hardy,  outdoor plants. 

Therefore, the challenges facing these facilities, including the phytopathogens, are also diverse and 

require varied solutions. 

Nurseries differ  from other plant growing systems  in several ways which render  them risky 

from  a  biosecurity  perspective.  The warm,  humid, well‐irrigated  conditions  in many  nurseries 

provide  ideal conditions  for pathogens  to  thrive. For example, Phytophthora species are extremely 

well adapted to these environments, their thick‐walled resting spores can survive unseen for long 

periods of time in soil or plant material and their motile zoospores are free‐swimming and spread 

readily in water [7]. The presence of many different types of plants in a small area can make disease 

detection challenging [12] and  facilitate  the spread of pathogens from a coevolved, asymptomatic 

carrier  to a plant with no natural  immunity  [8]. Nurseries may also  facilitate  the hybridization of 

closely related phytopathogenic species, which would never otherwise have come into contact [8]. 

These hybrids  are often more  aggressive  and have wider host  ranges  than  their parent  taxa  [8]. 

Hybrid Phytophthora alni has killed large numbers of riparian alder trees across Europe [7]. A survey 

of ornamental nursery stock  in 2015  isolated a hybrid oomycete which contained genetic material 

from four Phytophthora species and a Phytopythium species [19]. 

3.2. Potential of High‐Throughput Sequencing and Environmental DNA for Plant Pathogen Surveillance 

High‐throughput sequencing (HTS) can detect nucleic acids of any organism present in a sample 

and help identify it without any prior knowledge of what may be present [20]. The European and 

Mediterranean Plant Protection Organization has published guidelines regarding the use of HTS in 

plant health diagnostics [21], highlighting the real regulatory potential of this technology. There are 

numerous studies which have used HTS  for detecting and diagnosing diseases  in plants and  this 

technology has been applied in many sectors, including horticulture (e.g., [22–24]), agriculture (e.g., 

[25–28]), and forestry (e.g., [29]). These methods can be helpful as they can detect pathogens even 

when there are no symptoms present. For example, HTS was used to identify fifteen viruses and three 

viroids  associated  with  fig mosaic  disease  [30].  This  is  significant  as mixed  infections  involve 

synergistic  and  antagonistic  interactions  between  viruses,  and  symptoms  may  be  exacerbated 

depending on the species present [30]. These studies frequently detect species which have not been 

found in a region before (e.g., [30–32]) and often also uncover novel taxa (e.g., [30,31]). 

Environmental  DNA  (eDNA)  is  defined  as  the  genetic  material  left  by  organisms  in  the 

environment [33]. eDNA can be extracted from environmental samples such as air, soil, and water, 

and can be used to assess the presence of species [33]. eDNA‐based studies are becoming increasingly 

routine  for analyzing  the composition of biological communities and  for monitoring of unwanted 
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and/or invasive species. Several recent studies have developed analysis protocols for using eDNA to 

detect and monitor invasive species such as carp [34], bivalves [35], and mice [36]. A curated genomic 

database of notifiable animal viruses in Australia has been developed for surveillance purposes [37]. 

eDNA tools may also be useful for monitoring invasive species in hard to survey regions, such as 

Antarctica [38]. These examples are non‐exhaustive but illustrate the extent to which eDNA‐based 

methods may be useful for the surveillance of invasive species. 

The potential utility of eDNA‐based methods for diagnosis and surveillance in plant nurseries 

and  other  horticultural  settings  is  huge.  These methods  have many  advantages  over  traditional 

identification methods. When combined with a fit for purpose sampling strategy, they potentially 

allow for much more thorough and efficient detection of disease than visual inspections. Widely used 

molecular methods, such as species‐specific real‐time PCR testing are limited to detecting a single 

target species. Other identification methods such as enzyme‐linked immunosorbent assay (ELISA) 

have  their own  issues. For example, when using ELISA  to detect Phytophthora  taxa,  there  is huge 

potential  for  a  false  positive  result  due  to  a  cross‐reaction  with  Pythium  species  which  are 

approximately 10 to 100 times more numerous than Phytophthora species in most samples [39]. A 2025 

study of Phytophthora diversity in British plant nurseries detected 85 unique Phytophthora species or 

complexes using eDNA sampling, including several taxa which had not been previously detected in 

that region [22]. 

The application of eDNA sequencing methods for surveillance in horticultural settings, such as 

commercial nurseries, requires robust, repeatable, and practically applicable sampling and  testing 

methods  for  results  to  be meaningful. Much  attention  is  given  to  the molecular methods  and 

bioinformatic pipelines for eDNA applications in general, with good reason as both have been found 

to  impact  the  outcome  of  a  study  [25,29,40]. However,  the  eDNA  sampling method  also has  an 

important role in the accuracy of surveillance data [41,42]. In comparison with the laboratory‐ and 

computer‐based components of eDNA analysis, consistent sampling methods are more difficult to 

achieve.  Dickie  et  al.  (2018)  reviewed  75  independent  studies  using  eDNA  in  terrestrial  and 

freshwater ecosystems and found that only 5% of studies were replicable for various reasons. Only 

10% of the studies used clearly defined sampling methods and 92% of papers did not clearly define 

the total area that plots are taken to represent. Sampling for eDNA studies differs considerably from 

sampling for other ecological studies. For example, there is usually a time‐lag between sampling and 

obtaining results, the sampling is often difficult to repeat in a consistent manner, and there is also risk 

of contamination which  is potentially highly problematic  [42].  It  is,  therefore, clear  that sampling 

methods require close attention for eDNA to be harnessed to the best extent possible. 

There are many factors which must be considered when selecting an eDNA sample type and 

sampling method, including many which are somewhat unique to horticultural settings. eDNA can 

be extracted from various sampling matrices: air, water, growing media, and/or plant material. The 

type of  sample  taken will  impact what organisms are detected—for example, Phytophthora  capsici 

disperses via water, and only rarely by air [43], so a water sample is far more likely to detect P. capsici 

than an air sample. Logistical considerations such as cost, accessibility, sample stability, and sample 

storage are also important, particularly if the methods must be applied repeatedly, as would be the 

case  for surveillance purposes. Also,  the  layout of horticultural facilities  is extremely variable;  for 

example, plants may be grown  indoors or outdoors,  irrigation  and drainage  systems  take many 

forms, and  the plant species being grown will  impact what pathogens are present. Consequently, 

eDNA sampling for surveillance in horticultural settings involves all the standard issues associated 

with this kind of work, along with several extra issues unique to these settings. 

3.3. Optimizing Sampling Matrices for Contrasting Phytopathogenic Groups 

The  life  histories  of  pathogens  have  considerable  practical  consequences  for  detecting, 

controlling, and avoiding disease outbreaks [44]. In horticultural settings, it is crucial to understand 

how different pathogen groups are spread and what areas may act as reservoirs for the pathogens to 

survive in the absence of susceptible host plants. These factors are important when deciding what 
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kind of sampling is appropriate to detect a given pathogen/group of pathogens using eDNA. Certain 

groups and sampling matrices are represented more frequently than others in the literature. This is 

reflected in the results of the systematic review conducted as part of this paper, as plant material is 

the most used sample matrix. The sampling matrix results for  the detection of phytopathogens  in 

horticultural nurseries from the systematic review are summarized in Figure 1. 

 

Figure 1. Summary of  the  results obtained  from  the  systematic  literature  review,  illustrating  the number of 

studies found using the contrasting horticultural sampling matrices (plant material, growing media, water, air) 

to detect different phytopathogenic groups. 

These results show that sampling of plant material is more developed/common than any other 

type  of  sampling  matrix  for  pathogen  detection  in  nurseries,  although,  this  is  largely  due  to 

phytopathogenic viruses being exclusively detected  in plant  tissue. Only one study employed air 

sampling,  which  was  successfully  used  to  detect  fungal  phytopathogens  [45].  Bacterial 

phytopathogens are very under‐represented  in  the  literature with no  studies conducted  to detect 

them in nursery settings found here. Studies are distributed across the other phytopathogenic groups 

as follows; ten studies of viruses, nine of fungi, and nine of oomycetes. These results illustrate striking 

gaps in the literature regarding the use of HTS and/or eDNA to detect phytopathogens in nurseries. 

These gaps represent huge opportunities to develop eDNA testing for phytopathogen surveillance. 

For  example,  eDNA  water  sampling  in  nursery  settings  has  been  used  to  successfully  detect 

oomycetes (e.g., [7,22,46,47]) but has not been applied to other phytopathogenic groups. The methods 

used in these studies have already been developed and shown to work for one phytopathogen group, 

so with further research they could be successfully adapted to study others. 

3.3.1. Phytopathogen Life Cycle and eDNA Detection 

The  impact of  life  cycle of  several major phytopathogen groups on  their detection  in eDNA 

samples was  investigated.  In  cases where no examples of  certain phytopathogens were  found  in 

studies with commercial nurseries using eDNA‐based methods, the wider literature has been used 

to  predict  appropriate  sampling  methods.  A  more  comprehensive  description  of  oomycete 

phytopathogens, and the relevant eDNA sample matrices, is given compared to other phytopathogen 

groups. This is because there are many important oomycete pathogens present in nursery systems 
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and comparatively more research has been done on the detection of oomycete phytopathogens from 

environmental  samples  (other  than plant  tissue). Also,  as  the oomycetes  consist of  three distinct 

categories which are transmitted in different ways, this group clearly illustrates the need for careful 

selection of sample matrix when detecting phytopathogens. 

Oomycetes 

The oomycetes are a group of eukaryotic organisms in the Stramenophile clade that superficially 

resemble  filamentous  fungi  [48]  and  includes many  important  phytopathogens  from  the  highly 

diverse groups Phytophthora, Pythium, and downy mildews [48]. Many oomycete species exist in the 

soil and often overwinter as resting spores (oospores or chlamydospores). Pythium and Phytophthora 

species thrive in wet soil conditions which allow their asexual, flagellate zoospores to disperse [49]. 

Oomycetes spread as waterborne spores (zoospores or resting spores  in soil particles) or airborne 

spores (zoosporangia with zoospores) [50]. Insect vectors rarely play a role in oomycete transmission 

[51]. Thus, detecting oomycetes using eDNA requires careful consideration when deciding what kind 

of sample to take. A summary of the main oomycete groups and the optimal sampling matrix for 

their detection is shown in Table 1 (based on matrices in which they have been detected using eDNA 

or otherwise). 

Table 1. Summary of the main Oomycete groups and the appropriate sample media to detect them. 

Oomycete group  Recommended sample type  References 

Pythium spp.  Growing media; water  [24,46,48–50,52] 

Phytophthora spp.  Growing media; water; air  [22,24,46,48,50] 

Downy mildew spp.  Air  [48,53] 

Phytophthora 

There are more than 200 Phytophthora species [54] and they have been detected in water, soil, 

plant tissue, and air samples (Table 1). Phytophthora species mainly rely on free‐swimming zoospores 

in water for dispersal, allowing them to readily move through water in the soil, and are therefore 

generally considered as soil‐borne pathogens [55]. Parke and Grünwald (2012) developed a systems 

approach for the management of Phytophthora species in ornamental nurseries. This work identified 

both water and growing media as key mechanisms of Phytophthora spread in nurseries [17]. Soilborne 

Phytophthora species thrive in wet soil conditions and infect the roots and root collar region of the 

plant  with  motile  biflagellate  zoospores  [56].  Phytophthora  cinnamomi  [55],  Phytophthora  sojae, 

Phytophthora  ultimum,  and  Phytophthora  parasitica  [48]  are  all  important  soil‐borne  Phytophthora 

species.  Many  Phytophthora  species,  such  as  Phytophthora  ramorum,  Phytophthora  kernoviae,  and 

Phytophthora palmivora produce caducous sporangia [55] which infect shoots, leaves, bark, and fruit 

of susceptible host plants [56], and thus, plant material can be tested to detect Phytophthora spp. [57]. 

These sporangia may be spread by wind and wind‐driven rain [55,56]. There are several examples of 

Phytophthora  species detected by aerial sampling,  including Phytophthora  infestans  in experimental 

potato fields [58] and several Phytophthora species in a woody plant nursery [55]. There are also many 

examples of Phytophthora species being detected  in water. Phytophthora species produce flagellate, 

motile zoospores, which enables soilborne species, such as P. cinnamomi and P. sojae, to move through 

soil water [48]. P. cinnamomi DNA can be readily detected in dry soil for up to 90 days [59]. Indeed, 

several Phytophthora species have been detected  in  the growing media of ornamental plants  from 

commercial nurseries [57,60]. Airborne Phytophthora species, such as P. infestans [55], are also spread 

by the movement of water including rain, running water, and splash [56]. Thus, water samples have 

the  potential  to  detect  both  airborne  and  soilborne  species,  so may  detect  the widest  variety  of 

Phytophthora species if sampling is conducted in a robust manner. 
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Pythium 

Many species of Pythium are important plant pathogens [49]. For example, Pythium ultimum is 

found in the soil [61] and is highly destructive, causing root rot and damping off on a wide range of 

hosts (>300 species), including many ornamentals [48,61]. Pythium species have been detected in both 

water  samples  (e.g.,  [46,49,52])  and  soil  samples  (e.g.,  [50]).  Pythium  species  produce  motile 

zoospores, which can swim  through water  to host plants, and  long‐lived resting oospores, which 

persist  in growing media  for  long periods [62]. Therefore, in nursery settings, Pythium species are 

primarily spread through irrigation water and the movement of potting mixtures. Pythium species do 

not produce caducous sporangia and are, therefore, not dispersed by air [62]. Indeed, there does not 

appear to be any significant examples of airborne Pythium species based on the available literature. 

Thus, samples of either water or growing media may be suitable for Pythium detection. 

Downy Mildews 

Most  downy mildews  have  narrow  host  ranges  and  depend  on  their  host  for  growth  and 

reproduction  [48].  Important  species  include Hyaloperonospora  arabidopsidis and Plasmopara viticola 

[48]. Available methods  for  detecting  downy mildews  are  limited  by  the  fact  that  they  are  not 

culturable,  thus, developing new methods  for  their detection  is particularly useful  [63]. They can 

survive  in  soil  as quiescent  oospores  and  initiate  infection  through  roots  but  are predominantly 

spread  via  airborne  sporangiospores which  form  the  characteristic downy  patches  on  the  lower 

surface of host  leaves [48]. Peronospora, the  largest downy mildew genus, has been detected  in air 

samples using microscopy but their molecular analyses failed to detect Peronospora in such air [53]. 

This study was focused on fungal species so it is possible that using molecular methods aimed at 

oomycete detection would allow for the detection of downy mildew species. Thus, air sampling may 

be particularly beneficial when monitoring for downy mildews. However, a recent study found that 

the soil microbiota was a better predictor of a downy mildew (Plasmopara viticola) disease incidence 

than  leaf microbiota—despite  the  airborne nature of  the pathogen  [64].  If  these  effects are better 

understood, it may be possible to predict or detect downy mildews using soil samples in the future. 

Viruses 

Phytopathogenic viruses are small, obligate parasites consisting of a nucleic acid molecule in a 

protein coat (capsid) and are among the most significant threats to plant health globally [65,66]. As 

they do not possess their own metabolism, viruses can be compared to resting stages (e.g., spores and 

cysts) of other pathogenic groups [67]. Thus, viruses can persist in the environment for long periods 

of time  if conditions allow, for example, Poliovirus has been found to persist  in groundwater and 

drinking water  for  550 days  [67]. Phytopathogenic viruses  are present  in water  [68]. Many have 

extremely  wide  host  ranges  and  are  readily  transmitted  between  hosts  [65].  Some  important 

phytopathogenic  viruses  and  their  ornamental plant  hosts  include Chrysanthemum  virus B  and 

Tobacco mosaic virus on chrysanthemum plants, Prunus necrotic ringspot virus on rose plants, and 

Alfalfa  mosaic  virus  on  lavender  [69].  Plant  viruses  are  naturally  transmitted  via  three  main 

pathways: pollen, seed, and vector  [70] and are commonly  transmitted by vegetative propagation 

[69]. Therefore, any  samples  testing any of  these matrices  could  theoretically detect viral eDNA. 

Based on the results of this review, plant material is the most common sample medium used for the 

detection of viral  eDNA. There are many  recent  examples of virus detection using HTS  in plant 

material available in the literature, for example, in detecting viruses in food crops [27,30–32,71–78], 

viruses infecting wild plants (e.g., Senecio coronatus) [79], and viruses infecting ornamental plants [80–

83]. 

There is potential to use alternative sample types to plant tissue. Many highly phytopathogenic 

viruses are transmitted by insect vectors [70]. Tomato spotted wild virus (TSWV) is transmitted by 

thrips;  Tomato  yellow  leaf  curl  virus  (TYLCV)  and  African  cassava mosaic  virus  (ACMV)  are 

transmitted by whitefly; and Cucumber mosaic virus (CMV), Cauliflower mosaic virus (CaMV), Plum 

pox virus (PPV), and Potato virus Y (PVY) are transmitted by aphids [84]. Thus, samples which can 
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detect  insect  vectors may  be  useful  in  plant  virus  surveillance. Valentin  et  al.  (2018)  outlined  a 

protocol for detecting insect infestations using eDNA from crop surfaces [85]. This method has been 

successfully applied to detect the virus‐transmitting insect species Bemisia argentifolii and Tetranychus 

urticae  [86]. Flying  insects  could also be present  in air  samples and  these  could be  tested  for  the 

presence  of  phytopathogenic  viruses.  Viral  RNA  has  been  extracted  from  Prunus  pollen  to 

successfully detect four viruses [87]. This work illustrates the potential utility of pollen sampling for 

plant virus surveillance. Viral RNA extracted from bee and pollen samples has been shown to detect 

different viruses than viral RNA extracted from leaf and flower samples [88] reflecting the fact that 

not all plant viruses are transmitted via pollen. This highlights the need for careful consideration of 

sampling method in accordance with the virus of interest. 

In summary, plant material is the optimal substrate for detecting phytopathogenic viruses. This 

is because, at  the  time of writing,  it  is most developed method  for detecting  these organisms. As 

viruses require  their host  to survive and reproduce  [66],  their presence  in environmental samples 

may not be as consistent or predictable as other phytopathogen groups, making plant tissue a more 

reliable sample medium for their detection. However, there is still potential to develop surveillance 

protocols based on air or water sampling. For example, fifteen different phytopathogenic viruses 

from the Virgaviridae family were detected in water samples (freshwater, wastewater, and sludge) 

in  Mexico  [68].  Different  sampling  methods  will  detect  different  types  of  viruses.  Some 

phytopathogenic  viruses  are  soil‐borne  [89,90]  but  this  literature  review  did  not  find  any 

eDNA/eRNA  studies  conducted  to  detect  these  in  growing media  in  nursery  settings.  Further 

research may  elucidate  how  robust  and  consistent  non‐living  sample matrices  are  for  detecting 

phytopathogenic viruses. 

Fungi 

Fungi are responsible for approximately 70% of all plant diseases, and over 19,000 species of 

phytopathogenic fungi have been identified worldwide [91]. Many important fungal pathogens infect 

ornamental plants. For example, Botrytis cinerea which infects roses and gerbera flowers [92], Fusarium 

spp. which  infect a wide range of ornamental plant species  [93,94], Mycosphaerella mori which has 

been  found  on  ornamental  fig  trees  [95],  and  Colletotrichum  spp.  infect  several  commercially 

important ornamental plant species [92,96,97]. Infected plant material can be tested to detect fungal 

phytopathogens. For example, Cladosporium sp., Phoma herbarum, and Alternaria alternata from pine 

needles  [98],  Heterobasidion  occidentale  from  stems  and/or  ramets  with  leaves  [99],  and  fungal 

grapevine trunk disease agents from vine cuttings [100,101]. 

Many  fungal  species  produce  huge  numbers  of  spores  for  wind  dispersal,  including  the 

causative  agents  of  Ash  dieback  (Hymenoscyphus  fraxineus)  [102],  rust  diseases  such  as 

Chrysanthemum white rust (Puccinia horiana) [103], and powdery mildew diseases such as Erysiphe 

azaleae on Rhododendron plants  [102,104–106]. Fungal  spores are  spread via wind, water,  soil, and 

animal vectors [91]. eDNA from air samples has been used to detect many fungal species including 

Alternaria spp., Cladosporium spp., and Epicoccum spp. [53] and has been successfully applied in forest 

nurseries  [45].  Fungal DNA  from  aerial  sampling  accurately  reflects  disease  prevalence  of Ash 

dieback at  regional scales  [29]. Therefore,  it  is  reasonable  to assume  that  sampling of air may be 

appropriate for detecting many fungal pathogens. 

Fungal  phytopathogens  can  be  detected  using  eDNA  from water  samples. Aquatic  fungal 

species eDNA has been detected in water samples (e.g., [107–109]) but there is limited information 

available  about  the  presence  of  non‐aquatic  fungal  species  DNA  in  water.  Certain  fungal 

phytopathogens are spread via splash dispersal, for example, the causal agent of rice blast disease 

(Magnaporthe oryzae) [92]. Rainwater traps, consisting of a container fitted with a funnel and mesh to 

prevent debris, have been successfully used in forests to detect several fungal phytopathogens such 

as  Alternaria  infectoria,  Botrytis  caroliniana,  Colletotrichum  acerbum,  Fusarium  lunatum,  Ramularia 

armoraciae,  and Verticillium  albo‐atrum  [110]. Although  rainwater  traps may  not  be  practical  in  a 

nursery setting, particularly in indoor nurseries, the success of this study illustrates that fungal eDNA 
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is present in water which has washed over infected plants. Thus, water sampling may be useful even 

for detecting species which are not spread via water. 

Many fungi exist in the soil and phytopathogenic fungi are often soilborne, infecting roots and 

other belowground parts of the plant. For example, Fusarium and Neocosmospora spp. are soilborne 

fungi which cause disease in woody ornamentals such as Bougainvillea, Hebe, and Hibiscus spp. [96]. 

Molecular methods have been applied to detect phytopathogenic fungi  in soil, such as using real‐

time PCR to detect Cryphonectria parasitica which causes chestnut blight [111]. Based on our literature 

search, it seems that little work has been done using phytopathogenic eDNA extracted directly from 

the growing medium, although, there are some studies which have used these methods to investigate 

fungal diversity in forest nurseries and have detected pathogenic taxa (e.g., [112,113]). Soil eDNA is 

useful for assessing fungal diversity and is a useful tool for monitoring environmental health [114]. 

Fungal eDNA from soil detects more total species than fruitbody inventories, however, IUCN red‐

listed species are missed more frequently by eDNA approaches. This is largely due to these species 

not being represented in the DNA reference database used [115]. Thus, eDNA extracted from soil and 

growing media samples may be used to detect fungal phytopathogens. 

Bacteria 

Many important phytopathogens are bacteria [116–118]. Phytopathogenic bacteria have a wide 

range of survival strategies and can colonize plant surfaces and internal plant tissue [119]. Based on 

the  systematic  literature  review  conducted  for  this work,  there  appears  to be  a huge gap  in  the 

literature regarding the use of eDNA technologies for the detection of bacterial phytopathogenic taxa 

in horticultural nurseries. No studies which used eDNA methods to detect bacterial phytopathogens 

in commercial nurseries have been found. This lack of knowledge will stifle the application of these 

powerful techniques in detecting bacterial plant pathogens. However, it is possible to make certain 

assumptions or inferences, based on current knowledge of bacterial plant pathogens, to guide the use 

of eDNA. 

Phytopathogenic bacterial DNA can be isolated from infected tissue in adult plants [120–122] 

and seeds  [123]. Bacterial phytopathogens are  transmitted  in several ways. Many bacteria species 

possess flagella, which allow them to move independently to some degree [124]. The plant growth 

promoting bacteria, Azospirillum brasilense and Pseudomonas fluorescens, have been shown to migrate 

up to 80mm in soil towards wheat seedlings in the presence of chemical attractants (chemotaxis) [125]. 

However,  in  the absence of  these chemical attractants  it  is unlikely  that bacteria can move such a 

distance [126]. Water and wind flow can aid passive movement of bacteria through and/or over soil 

[124]. Phytopathogenic bacteria may also be transmitted via animal vectors [118]. Many species of 

phytopathogenic bacteria are restricted to either the sieve tubes in the phloem or to the vessels in the 

xylem [127]. These can be transmitted by graft inoculation and are mostly vectored by insects which 

feed in the xylem (sharpshooters) or the phloem (psyllids, leafhoppers) [127]. Many insect groups can 

spread  bacterial  pathogens  from  plant‐to‐plant,  including  several  flying  insects.  Ralstonia 

solanacearum, which causes bacterial wilt in ornamental species, is spread by water drops and several 

flying insects including bees, wasps, and flies [118]. It is possible to detect insect vectors using eDNA 

extracted from air samples. Thus, it may be possible to recover bacterial eDNA using air, soil, or water 

samples. 

It is likely that water samples would provide useful eDNA results for bacteria, particularly in 

horticultural  settings,  for  various  reasons. There  is  evidence  that  they work  as  phytopathogenic 

bacterial eDNA from the genus Agrobacterium has been detected using water sampling in hydroponic 

systems  [128].  Air  sampling  also  has  potential;  eDNA  of  the  phytopathogenic  bacteria  Bacillus 

altitudinus and Pantoea aurantiacum has been detected in air samples taken from polytunnels [129]. 

Aerial sampling may yield variable results as it is dependent on weather conditions and/or the flight 

paths of flying insect vectors. Also, in a horticultural greenhouse setting there may be limited wind 

and flying  insects, making  consistent  aerial  sampling  throughout  the  facility difficult  to  achieve. 

Because bacteria have limited mobility in growing media, particularly if the growing medium is dry, 
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the  results  obtained  from  a  growing media  sample may  vary  unpredictably  depending  on  the 

heterogeneity of the media. 

Watering  and drainage  regimes are  static  and predictable within plant nurseries. Therefore, 

water  sampling may provide  a more  representative  and meaningful  insight  into  the presence of 

bacterial  taxa  in a nursery system  than both air and growing media sampling. Water sampling of 

growing media leachate may provide a more suitable assessment of the bacterial species present in 

the growing media. More work is needed to gain insight into how the presence of bacteria in growing 

media  translates  into  the presence of bacteria/bacterial DNA  in water  leachate  from  the growing 

media. HTS is extremely sensitive so it should be possible to detect even small amounts of bacteria 

in  the  leachate. Several phytopathogenic bacteria have been reported  to be present  in open water 

and/or  irrigation  systems,  including  Pseudomonas  syringae  complex  (e.g.,  [130,131]),  Ralstonia 

solanacearum  complex  (e.g.,  [132,133]),  Erwinia  carotovora  (e.g.,  [134]),  Dickeya  sp.  (e.g.,  [135]), 

Xanthomonas  campestris  complex  (e.g.,  [136]),  X.  axonopodis  complex  (e.g.,  [137]),  and  Clavibacter 

michiganensis subsp. michiganensis (e.g., [138]). Regarding the detection of phytopathogenic bacteria 

in irrigation systems, there is a lack of clear guidelines about methodology [117]. 

3.3.2. eDNA Sample Matrices and Methods 

There are several eDNA sampling methods available for each sample type (air, water, growing 

media, and plant material). These technologies are very powerful and can be used in novel ways. For 

example, honeybee pollen pellet  contents have been used  to detect  several oomycete and  fungal 

phytopathogens  [147].  There  are  many  innovative  methods  available,  many  of  which  provide 

excellent  results  but may  not  be  practical  for  surveillance  purposes  in  horticultural  settings  for 

various  reasons.  Such  settings  require  low  cost,  non‐destructive,  and  representative  sampling 

methods which will not interfere in the running of the business. Logistical considerations associated 

with each sample medium are summarized in Table 2. 

Table 2. Logistical considerations associated with each sampling medium. 

Sample 

type 

Organisms 

detectable 
Cost of single set up   

Consumables cost per 

sample (not incl. 

extraction or 

sequencing) 

Requirements 

(sampling) 

Requirements 

(storage) 
References 

Plant 

material 
All    Negligible  Negligible 

Sterile blade for 

taking portion of 

plant 

Liquid nitrogen 

and ‐70 °C freezer 

OR silica gel in 

airtight container 

[139] 

Water  All 

Varies depending on set 

up required, e.g., 

Knapsack Sprayer 15L* 

costs ca. 250‐300EUR and 

re‐usable syringe filter 

holders cost ca. 200EUR 

From 1EUR per sample 

for consumables (i.e., 

filters and storage vials) 

OR ca. 15EUR for 

complete single‐use kit 

Appropriate 

filters, filter units, 

and pumps OR 

commercially 

available kit   

Buffer solution & 

sterile container 
[140–143] 

Air 
Fungi, viruses, 

oomycetes 

e.g., Air samplers** cost 

5,000‐15,000EUR 

Filters cost from ca. 

20EUR per sample 

Air sampler 

AND appropriate 

filters, filter units, 

and pumps 

Buffer solution & 

sterile container 
[144–146] 

Growing 

media 

Fungi, bacteria, 

oomycetes 
Negligible  Negligible 

Sterile 

shovel/spoon, 

bag for 

homogenizing   

Buffer solution & 

sterile container 
[25,50] 

*e.g., Cooper Pegler CP15 2000 Series **e.g., Sartorius MD8 Airport Air Sampler; Compact Air Sampler Coriolis 

(Bertin Technologies). 
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The EPPO has published guidelines about using HTS for plant health diagnostics [20] and the 

requirements  for sampling protocols  [21]. Owing  to  their ability  to detect nucleic acids  from any 

organism, HTS  tests are prone  to contamination  [20]. Thus, selecting sampling methods  that will 

minimize  the risk of contamination  is crucial. Samples should be selected appropriately based on 

prior knowledge of the distribution of the pest to be detected, and they should be representative of 

the material under examination [21]. Details such as the date and time of sampling, the equipment 

used, sampling location, sample description, and the name of the sample collector should be recorded 

[21]. Sampling  for eDNA generally  involves  sample  collection using  traditional, widely available 

sampling tools; for example, collecting water in a sterile bottle. This  is followed by processing the 

sample  appropriately  for  eDNA  extraction,  for  example,  filtering  the  collected  water  using 

specialized  eDNA  filters.  The  available  sampling methods,  and  the  associated  advantages  and 

disadvantages are outlined here. 

Water Sampling 

Water sampling has several advantages over other substrates. Water is used in irrigation and is 

therefore present in regular volumes in most horticultural settings. Many plant pathogens are spread 

via water  [22,148]  giving  it  high  potential  for  use  in  surveillance.  Also,  it  is  likely  that many 

phytopathogens not spread by water could also be detected in irrigation run‐through in nurseries as 

they may be washed off the plant and/or through the growing medium. Depending on the location 

from which they are taken, water samples can include a much larger catchment than plant material 

or growing media samples. For example, if water was sampled from a drain after watering a group 

of  plants,  the  phytopathogens  from  all  the  plants  could,  in  theory,  be  detected. However,  the 

downside of  this  is  that  if a  certain phytopathogen  is detected  in a water  sample,  it may not be 

possible to identify which plant—if any—is infected with the pathogen. The eradication of the pest 

may therefore require the destruction of healthy plants depending on what plants are present in the 

infected water  sample  catchment, which may be more  expensive  for growers.  Incentives may be 

necessary for growers to cooperate with these surveillance measures. 

Despite the abundance of water in nurseries, irrigation and drainage systems are so variable that 

it  is  extremely difficult  to develop  consistent  and  repeatable  protocols  for  generalized  sampling 

[17,149]. Run‐off water  from  nursery plants  often percolates directly  into  the  ground, making  it 

difficult  to  collect.  Even  if  accessible  drainage  systems  are  present  in  the  nursery,  obtaining  a 

sufficient  volume  of water may  be difficult  as most water will  be used up  by  the  plants.  Some 

protocols  require  large  volumes  of  water  (e.g.,  [22])  which may  not  be  realistic  for  long‐term 

surveillance as this may require overwatering plants. Water samples usually require filtration on site 

for eDNA preservation purposes. On‐site filtration allows for convenient transport and containment 

of samples which may contain pathogens,  thus reducing  the risk of spreading  these organisms  to 

other  nurseries.  However,  on‐site  filtration  can  be  time  consuming  and  requires  specialized 

equipment. 

To maximize  the  utility  of  water  sampling  for  eDNA  purposes,  clear  guidelines must  be 

developed. Water  sampling  for  eDNA  extraction generally  involves  collecting  and  subsequently 

filtering the water sample. Most eDNA water sampling tools were developed for use in larger bodies 

of  water  (e.g.,  rivers,  lakes,  reservoirs,  etc.)  than  those  present  in  nurseries.  Therefore,  some 

modification of standard sampling methods will almost always be necessary to make them suitable 

for use  in nursery  settings. Water  taken  from  large waterbodies generally  contains more diluted 

pathogen concentrations and lower debris content than nursery irrigation waste. Water taken from a 

nursery, may  contain  large  amounts  of debris  such  as  growing media particles  and  fallen plant 

material. This means that protocols which have been developed in environments such as lakes, rivers, 

and reservoirs may call for a much larger volume of water (e.g., 5L to 10L; Table 2) than is practical 

and/or necessary for sampling from e.g., a nursery drain. The filtration step for water samples taken 

from nurseries is expected to be more laborious as filters are likely to become clogged much more 

rapidly due to the presence of debris, thus, some degree of prefiltering may be required to remove 
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large particles. Considerations such as where within  the system and when  to  take  the sample are 

crucial [117]. The turbidity of the water to be taken is also important [117] as it has been found that 

turbid water can negatively affect eDNA recovery [150]. 

The practical method of physically taking the water sample is important to consider. Low‐cost, 

easy, reliable, and replicable methods are required for surveillance. Samples can be collected in sterile 

containers on site and  then subsequently filtered  in a  laboratory using sterile filter  funnels and a 

vacuum pump [151]. Commercially available kits for collecting water samples for eDNA extraction, 

such as  the Sylphium eDNA Sampling Set  (SYL009), are based on manually  syringing  the water 

sample through a filter paper. These kits are easy to use and standardize but can take a long time to 

filter the water, can be difficult to use for large volumes of water, and have more limited choice of 

appropriate filter types. An alternative method for field filtration of samples involves pushing water 

through a filter using an adapted, knapsack sprayer. This method, developed by Scibetta et al. (2012) 

[152] to assess Phytophthora diversity, has been successfully applied in nursery settings [22]. This 

method allows  for much  larger volumes of water  to be sampled  than  the commercially available 

syringe filters. The potential downsides of this method include higher initial costs and the potential 

for pathogen spread as the equipment will be reused. 

The sample volume required is extremely important and there is a huge range in the volumes of 

water used across eDNA studies (Table 2). In general, sampling larger water volumes results in a 

higher yield of DNA [153]. Several studies have used as little as 15 mL of water to successfully detect 

target  organisms  such  as  mosquitos  [154],  frogs  [155],  and  phytopathogenic  viruses  from  the 

Virgaviridae family [68]. Sampling of larger water volumes, even when taken through larger pore 

sizes (64µm) than traditional sampling methods (0.45µm), has been shown to improve detection of 

aquatic plant and mollusc taxa [156]. However, this method is only applicable for taxa which have 

some proportion of their eDNA contained in large fragments, such as in pieces of tissue, faeces, or 

globs  of  mucous  [156].  Thus,  these  methods  are  not  generally  appropriate  for  phytopathogen 

detection, nevertheless,  these  results  illustrate  the  importance of sample volumes. Wittweer et al. 

[150] compared oomycete (the crayfish plague agent Aphanomyces astaci) eDNA recovery from water 

collected by a simple depth filtration of ~1L of water to a comparatively much more labour‐intensive 

and costly dead‐end ultrafiltration of ~100L of water. The  results showed  that  the higher‐volume 

more laborious method was slightly better at detecting oomycete eDNA. However, the simple depth 

method was deemed most cost‐effective, easy‐to‐use, and fast, making it the superior method overall 

[150]. The most common volumes of water  for detecting phytopathogens, based on  the  literature, 

range  from  1L  to  5L,  although  replicates  are often  taken  followed by  subsequent pooling of  the 

samples. However, these studies have generally, though not exclusively, been conducted in larger 

water bodies  than  those present  in a plant nursery, so  it  is possible  that a smaller volume would 

suffice  in  nursery  settings. A  summary  table  of  some  example  studies which  have  successfully 

detected relevant organisms in water, the volume of water used, and the filter types used, is shown 

in Table 3. 

Water samples for eDNA extraction are normally filtered and the general consensus is that it is 

the most effective method for maximizing DNA recovery from samples [157]. Filtration should be 

conducted as soon as possible after sampling, and  ideally within 24 hours  [157]. Longmire’s  lysis 

buffer is generally the optimal buffer for storing eDNA samples [153]. However, in water samples 

with high proportions of PCR inhibitors like tannins and humic acids, CTAB may be a better choice 

[153]. The  type of filter used during  the filtration  step  is  important, and different filter  types are 

appropriate for different target organisms [150]. Filters can be composed of several different materials 

(Table 2) including glass fiber, nylon, cellulose nitrate, polycarbonate, nitrocellulose, polyvinylidene 

fluoride, and mixed cellulose ester [39,150]. Filter pore size is also crucial to consider—smaller pore 

sizes will get clogged quicker, and larger pore sizes risk missing smaller particles of target organisms. 

Pre‐filtering  samples  through mesh with  large  pores,  to  remove  particulate matter,  could  help 

prevent clogging. However, it is possible that DNA may be concentrated around these particles, so 

this step may impact results. Hong et al. [39] compared the filtration of Phytophthora and Pythium taxa 
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using  several filter  types with various pore  sizes  (ranging  from  0.45‐5.0µm), various  thicknesses 

(ranging from 6‐180µm), and composed of various materials. The results showed that polyvinylidene 

fluoride filters  of pore  size  5µm  and  thickness  125µm were  the  optimal  choice  both  in  terms  of 

filtering  time  and  recovery  rates  [39].  This  pore  size  is  consistent with  current work  detecting 

oomycetes in water samples for eDNA purposes as the most frequently used pore size is 3µm or 5 

µm [49]. However, filtration using larger pore size, while time efficient, could potentially fail to detect 

smaller organisms like bacteria. In a similar study, Wang et al. [158] assessed various filter pore sizes 

(ranging from 0.1‐0.45µm) for filtering freshwater bacterial communities. They found that a small but 

significant percentage of bacteria can pass through even the smallest pore size tested (0.1µm) and 

that an average of 50% of bacteria passed through the larger pore size (0.45µm) and in one case 87% 

of the bacteria passed through these pores [158]. These studies highlight the need to carefully select 

an appropriate filter for the target taxa based on the size of the cells or spores which are of interest. 

It is possible to preserve eDNA samples without filtration, and it would be highly convenient if 

on‐site filtration was not necessary when taking multiple samples in a busy nursery setting. Water 

samples may be preserved without filtration either by storing them at ‐80 °C or at room temperature 

with added Longmire’s solution at a ratio of 1:3 Longmire’s solution to sample volume [159]. It has 

been found that wild pig (Sus scrofa) DNA is detectable in water samples preserved in this way for 

56 days  post‐sampling using  both  preservation methods,  however, DNA  concentration declined 

during this period and this decline was starker in the samples stored at room temperature [159]. DNA 

was not detected in any samples stored at room temperature without Longmire’s solution [159]. This 

work provides interesting results which indicate that it should be possible to filter samples off‐site. 

However,  this work did not  attempt  to  assess  the diversity present  in  the  samples  and how  the 

microbial communities may change with time, as it was not relevant for their purposes. It is possible 

that certain taxa may be outcompeted by other opportunistic taxa in ways that do not occur in the 

environment. Thus,  further research  is needed  to quantify  the changes  in  the microbes present  in 

unfiltered samples over time. 

Table 3. Summary of how various organisms have been successfully detected using water sampling. 

Pathogen 

group 
Organism 

Water 

volume 
Filter used    Reference 

Oomycetes 

Phytophthora  10L 
5µm cellulose acetate and 

cellulose nitrate mixture 
[160] 

Phytophthora, Pythium, 

Phytopythium 
1L  5µm mixed cellulose ester filters  [46] 

Phytophthora    3 x 5L  1.2µm mixed cellulose ester filters  [22] 

Phytophthora  ~15L 

Combined a 100µm nylon mesh 

filter, a 20µm nylon mesh filter, 

and a 5µm nitrocellulose filter 

[161] 

Bacteria  Pseudomonas syringae    1L 
0.45µm mixed cellulose ester 

filters 
[162] 

Fungi 

Aquatic fungi  1L  0.7µm GF/F glass filters  [107] 

Batrachochytrium 

dendrobatidis (fungal 

amphibian pathogen) 

<500mL 

(average 

270mL) 

0.22µm capsule filters  [108] 

Aquatic fungi  3 x 2L 
5µm polyethersulfone (PES) 

membrane filters 
[109] 

Viruses 

Phytopathogenic viruses 

from the Virgaviridae 

family 

15mL  n/a  [68] 
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Growing Media Sampling 

Growing media sampling has several key advantages for phytopathogen detection, particularly 

in a nursery context. Normally, a relatively large sample of growing media is taken and homogenized 

(e.g., in a sealed bag) and a subsample of this mixture is taken for subsequent testing (e.g., [25,50]). 

Most plants in nurseries are grown in some sort of growth media so it is easy to access and widely 

available. Furthermore, many important plant pathogens are found in the rhizosphere [25]. It can be 

difficult to identify the causal agents of root diseases visually in a timely manner as aboveground 

symptoms often appear at  late stages and are not very  indicative of  the root pathogen  [25]. Some 

phytopathogens, such as P. cinnamomi, have been found to produce resting structures which persist 

in the roots of asymptomatic non‐host plants [163], and growing media sampling may be useful in 

detecting such pathogens. 

Several  studies  have  illustrated  the  utility  of  soil  sampling  for  phytopathogen  surveillance. 

eDNA collected  from topsoil  (0 to 30 cm depth) samples taken near symptomatic,  infected potato 

roots, and sequenced using Oxford Nanopore’s MinION, has been able to successfully detect bacteria, 

fungi, chromists, and nematodes [25]. Rossmann et al. [50] compared DNA baiting methods to eDNA 

metabarcoding  for  the detection  of plant  pathogenic  oomycetes  (Phytophthora  and Pythium).  Soil 

samples, approximately 1 L in volume, were taken from the root zone of woody ornamental plants. 

These were further sub‐sampled by taking 50 mL, homogenizing it, and then finally taking 250 mg 

for eDNA extraction [50]. The results illustrated the utility of eDNA methods as the metabarcoding 

provided sensitive and unbiased detection of all oomycetes detected by traditional baiting methods 

[50]. 

There are some disadvantages of growing media sampling. For example, as growing media is 

heterogeneous it may be difficult to take a large enough sample to be representative of the overall 

diversity  present.  If  small  sample  sizes  are  taken,  then  many  species  may  be  missed  due  to 

heterogeneity in the growing medium [50]. In potted plants, soil may be tightly packed and difficult 

to remove, and it may contain a lot of root material. Taking a large volume of soil from near the roots 

of  a  potted  plant  is  potentially  very  damaging  to  the  health  and  saleability  of  the  plant.  Foliar 

pathogens may also be missed. Furthermore, growing media contains diverse microbial communities 

and, therefore, the data obtained may be difficult to analyze due to a high degree of non‐pathogen 

DNA  sequence  ‘noise’  [25]. Microbial  cell  density  and  respective  genome  size  (for  example  the 

bacterial genome is much smaller than the fungal genome) could also introduce a bias towards the 

detection of certain pathogens [25]. Soils also have high humic acid content, which can act as a PCR 

inhibitor and negatively impact DNA yields [153]. 

Air Sampling 

Aerial dispersal  is a  common and well‐documented mechanism by which pathogens  spread 

[164]. eDNA extracted from air samples may be useful in detecting any pathogens which produce 

airborne  spores,  including many  fungal  and  some  oomycete  phytopathogens. Air  sampling  has 

already been applied in several studies at different spatial and temporal scales. It has been shown 

that permanent aerobiological networks, which are widely used for monitoring pollen counts, can 

not only detect forest pathogenic fungi, but also provide insights into their abundance at a regional 

scale  [29]. Airborne  sporangia of Phytophthora  infestans have,  for  example, been detected using  a 

Burkard recorder spore‐trap [58]. 

Detecting eDNA in air samples requires consideration of several factors including the sampler 

to be used, the placement location and height of the sampler, the volume of air to be collected, and 

the period over which the air should be collected. Air sampling can be achieved by different methods: 

filtration, cyclone, impingement, or impaction technologies. Filtration methods pass air through filter 

membranes using pumps [165]. Cyclone samplers use centrifugal forces to capture bioaerosols on the 

surface  of  the  sampler  [165].  Impingement  sampling  passes  air  through  nozzles  and  collects 

bioaerosols  in  a  liquid  collection medium  as  the  air  passes  into  the  liquid.  Impaction  sampling 

involves collecting air samples through nozzles and subsequently impacting them onto surfaces such 
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as gelatine or agar plates [165]. Filtration based methods have been reported to recover higher yields 

of DNA  than  impaction‐  or  impingement‐based  arial  sampling methods  [166].  Studies  of DNA 

extracted  from air  tend  to use either filtration‐based  technology  (e.g.,  [165,167]) or  cyclone‐based 

technology (e.g., [168,169]). Commercially available air samplers include the filtration based MD8 air 

sampler (Sartorius) [170] and the cyclonic Coriolis air sampler (Bertin Technologies) [171]. Airborne 

fungal diversity has also been successfully assessed using eDNA extracted from volumetric samplers 

mounted with sticky tape [172,173]. 

Plant Material Sampling 

Sampling  and  testing  of  plant material  is  the most  common  technique  for  detecting  plant 

pathogens. These samples are those taken from any part of the plant, including leaf, flower, root, and 

stem.  Some  advantages  of  sampling  plant  tissue  include  ease  of  collection,  a  higher  chance  of 

detecting the pathogen if it is present, and lower cost. Plant material samples for eDNA extraction 

should ideally be frozen immediately using liquid nitrogen and stored at ‐70 °C, or alternatively dried 

in a sealed container with a 10‐fold excess of silica gel [139]. Many studies have used HTS of plant 

material to identify pathogens with good results. Some recent studies have found viruses and viroids 

associated with fig mosaic disease in Iraq [30], tobacco ringspot virus and tomato ringspot virus in 

pawpaw trees in the USA [78], and viruses associated with grapevine in Mexico and India [31,32]. 

Samples  can be  targeted at  symptomatic areas of  the plant,  so  the  causal agent  is unlikely  to be 

missed. A major disadvantage of sampling plant  tissue  for surveillance purposes  is  the  relatively 

small catchment area which will only elucidate the pathogens present in the portion of the plant taken 

for analysis. Time and  labor  costs  required  to  select  infected material  should also be  considered. 

eDNA from asymptomatic leaves will not detect pathogens which are present on nearby leaves or 

other plants [78]. This is in stark contrast to air or water sampling, which may detect a wide range of 

pathogens present in the environment, which have been captured in the air or water. Many pathogens 

are present  in  the soil and  infect plant  roots  [25], and  these may be unlikely  to be present  in  the 

aboveground parts of plants. 

4. Conclusions 

This  systematic  literature  review has  summarized  the  available  literature  and discussed  the 

practical  implications  of  different  sampling  methods  for  detecting  phytopathogenic  organisms 

(viruses, oomycetes,  fungi, bacteria, and nematodes) using eDNA metabarcoding  in horticultural 

settings. Further research investigating the optimal eDNA sample types to detect specific groups of 

phytopathogenic organisms will be crucial  to allow  these  technologies  to  reach  their potential.  In 

some cases, the methods discussed have not been applied specifically to phytopathogens but rather 

to other taxa. The existing literature about eDNA from water samples, for example, is predominantly 

focused on  invertebrate species  like fish and amphibians  [174]. Research on bacterial eDNA, and 

specifically  phytopathogenic  bacterial  eDNA,  detection  is much  less  developed  than  for  fungi, 

oomycetes, and viruses. This represents a striking gap in the literature which should be addressed 

before using eDNA based methods routinely  for phytopathogen surveillance purposes. Emerging 

eDNA sampling technologies used in other fields (e.g., human health) may be applied to horticulture. 

It is our opinion that, where appropriate, water testing should be optimized and employed for 

detecting many phytopathogens in horticultural nurseries. This is because run‐off irrigation water 

has a much larger catchment than other sampling methods, as it could, in theory, provide insight into 

the pathogen risk status in the nursery. Metabarcoding of water samples is particularly suitable for 

high‐risk pathogens of the genus Phytophthora as several studies have illustrated its utility already 

and water  has  been  identified  as  being  a  high  risk  for  its  spread  in  ornamental  nurseries  [17]. 

However, the downside to this is that if a sample is positive for a certain phytopathogen, it may be 

very difficult to locate the infected plant(s) in the nursery. The development of a trace‐back system 

(Figure 2), involving testing a series of key points in the drainage system may allow for the infected 

plant to be triangulated to a certain area of the nursery, and the appropriate phytosanitary measures 
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to be applied. In this system, if the final drain is clear of certain phytopathogens, the entire nursery 

could be deemed at a low risk from these taxa. This, however, relies on a significant change in the 

physical organization of nurseries, in the types of samples collected by inspection services, and in the 

types of diagnostics routinely applied to plant pathogen surveys. 

 

Figure 2. Simple schematic of a water‐testing “trace‐back” system to locate infected plants within a nursery. 

Further research  is needed  to  link disease presence  to phytopathogen eDNA presence  in  the 

environment. DNA can persist extracellularly in the environment for extended periods depending 

on the conditions, making it difficult to distinguish between dead and viable organisms [175]. RNA 

deteriorates rapidly after cell death, so can provide a more accurate representation of whether living 

pathogens are present [175]. Many phytopathogens may exist in the environment at low levels so, 

from a phytopathological perspective, linking the amount of eDNA present in the environment to 

disease presence is also crucial. If a regulated pathogen is detected in run‐off water in a nursery, for 

example, it is essential that the diagnosis is robust and that a high level of certainty can be given that 

the pathogen  is present. Failure to make these connections could result in huge  losses for nursery 

owners  if  they  were  asked  to  destroy  healthy  plants.  The  legislation  regarding  regulated 

phytopathogens may need to be altered to allow for negligible levels of these pathogens to be present 

in the environment, but more work is certainly required to define these “negligible” levels. Testing 

run‐off irrigation water from deliberately inoculated plants in experimental settings may bridge this 

knowledge gap, providing proof for what has been observed in numerous studies—that eDNA from 

infectious phytopathogens  is present  in  the  environment.  It would  also  allow  for  comparison of 

eDNA detection to traditional visual inspection. Robust, repeatable methods are required for eDNA 

phytopathogen  surveillance  to  become  routine.  This  requires  detailed  protocols  at  all  stages  of 

testing;  sampling,  DNA  extraction,  and  subsequent  bioinformatic  analyses. Work  is  needed  to 

validate  these methods  so  that  the use of  eDNA  to detect phytopathogens  can be  accredited  for 

widespread use. 

Author Contributions: Conceptualization, K.D.  and T.R.H.; methodology, K.D.  and T.R.H;  formal  analysis, 

K.D.; investigation, K.D.; resources, T.R.H.; data curation, K.D. and C.M.; writing—original draft preparation, 

K.D.; writing—review and editing, T.R.H., R.OH, C.M., A.R., M.T.; visualization, K.D.; supervision, T.R.H. and 

R.OH.; project administration, T.R.H.; funding acquisition, T.R.H. and R.OH. All authors have read and agreed 

to the published version of the manuscript. 

Preprints.org (www.preprints.org)  |  NOT PEER-REVIEWED  |  Posted: 14 January 2026 doi:10.20944/preprints202601.1065.v1

© 2025 by the author(s). Distributed under a Creative Commons CC BY license.

https://doi.org/10.20944/preprints202601.1065.v1
http://creativecommons.org/licenses/by/4.0/


  17  of  26 

 

Funding: This  research was  funded by  the Department of Agriculture, Food and  the Marine,  Ireland, grant 

number 2023RP998. 

Institutional Review Board Statement: Not applicable. 

Informed Consent Statement: Not applicable. 

Data Availability Statement: No new data were created or analyzed in this study. 

Conflicts of Interest: The authors declare no conflicts of interest. 

Abbreviations 

The following abbreviations are used in this manuscript: 
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