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MICROBIOTA BACTERIANA FECAL DE ESPECIES DE VERTEBRADOS
EN LA RESERVA DE LA BIOSFERA MAPIMI

FECAL BACTERIAL MICROBIOTA OF VERTEBRATE SPECIES
IN THE MAPIMi BIOSPHERE RESERVE

Irene Pacheco-Torres!, César A. Meza-Herrera?, Cristina Garcia-De la Pefia?

RESUMEN GENERAL

La Reserva de la Biosfera Mapimi (RBM) es un
ecosistema representativo del Desierto Chihuahuense.
El andlisis de microbiomas de poblaciones silvestres ha
demostrado que las comunidades bacterianas se
encuentran asociadas mediante diversas interacciones
entre especies nativas y no nativas. La transmision
inter-especie de bacterias puede por lo tanto afectar la
dindmica de dichas poblaciones. De lo anterior se
desprende la importancia de la microbiota fecal en la
salud de su hospedero, en especial en poblaciones de
vertebrados con una alta interaccién y diversidad como
la observada en la RBM. El objetivo del presente
estudio fue analizar la microbiota bacteriana fecal
(MBF) de un total de 14 especies de vertebrados: 12
especies de silvestres: vertebrados diurnos (coyote,
CO; gato montés, GM; venado bura, VB; liebre cola
negra, LC y tortuga del bolsén, TB), vertebrados
nocturnos (rata canguro Merriam, DM; rata canguro
Nelson, DN; ratén chihuahuense, CC; ratén Nelson,
CN; ratén cactus, RC; rata magueyera, RM vy
murciélago pélido, MP) y dos especies domésticas
(bovinos, BO y equinos, EQ). Asimismo, se evalud la
similitud y potencial patégeno y/o zoonético de todas
las especies del microbioma de cada vertebrado. Se
colectaron muestras fecales (n=45) utilizando técnicas
especificas para cada especie. Se extrajo el DNA
bacteriano y se amplifico la region V3-V4 del gen 16s
rRNA con primers especificos. La secuenciacion
masiva se realiz6 en un Miseq de lllumina. Los
resultados se analizaron con QIIME utilizando la
referencia de EzBioCloud. El phylum Firmicutes estuvo
presente en todas las muestras de los vertebrados con
una abundancia de 60% del total de todas las
secuencias. Se confirmé la presencia de 24 géneros y
siete especies bacterianas patégenas y/o zoonoéticas
en algunas especies de los vertebrados estudiados. El
analisis de coordenadas principales (PCoA) usado para
comparar la similitud de microbiota bacteriana entre
especie de vertebrados, mostré la separacion de las
especies con base en su composicion y tipo de dieta
conformando cuatro grupos: roedores nocturnos (DM,
DN, CC, CN, RC y RM), carnivoros (CO y GM),
herbivoros rumiantes (BO y VB) y un grupo mixto (EQ,
LC, TB y MP). Con esta investigacion se muestra por
primera vez la estructura de la comunidad microbiana
fecal de especies de vertebrados en la RBM. Las
diferencias y similitudes registradas obedecen, de
manera general, al proceso evolutivo de adaptacién
fisiologica digestiva de estas especies en este habitat
particular. Esta informacion servird de base a estudios
posteriores que profundicen en el papel que
desempefian las bacterias intestinales en la salud de la
fauna silvestre.

Palabras clave: Microbiota bacteriana, vertebrados,
gen 16S rRNA, secuenciacion masiva, Reserva de la
Biosfera
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GENERAL ABSTRACT

The Mapimi Biosphere Reserve (MBR) is a
representative ecosystem from the Chihuahuan desert.
The microbiome analysis of wild populations has shown
that bacterial communities are associated through
diverse interactions between native and no native
species. Therefore, the inter-species bacterial
transmission can affect the dynamics of such
populations. From the above arises the importance of
the fecal microbiota upon the host health status,
especially regarding vertebrate populations with a high
degree of interaction and diversity as observed in the
MBR. The aim of this study was to analyze the fecal
bacterial microbiota (FBM) in a total of 14 species of
vertebrates: 12 of those species were wild diurnal
vertebrates (coyote, CO; bobcat, BC; mule deer, MD;
black-tailed jackrabbit, JR and bolson tortoise, BT),
nocturnal vertebrates (Merriam’s kangaroo rat, MK;
Nelson’s kangaroo rat, NK; Chihuahuan mouse, CM;
Nelson’s mouse, MN; cactus mouse, CM; white-
throated woodrat, WW and pallid bat, PB), and two
domestic species (bovine; BO, equine; EQ).
Additionally, both the similitude and the pathogenic or
zoonotic potential from all the microbiome spices in
each vertebrate were evaluated. Feces samples (n=45)
were collected using specific intra-species collection
techniques. Bacterial DNA was extracted and the V3-
V4 region of the 16S rRNA gene was amplified with
specific primers. The massive sequencing was
performed with a MiSeq lllumina. The results were
analyzed with QIIME using the EzBioCloud reference.
The phylum Firmicutes was present in all vertebrate
samples with an abundance of 60% of the total of all
sequences. The presence of 24 genera and seven
bacterial species as pathogens and zoonotic was
confirmed in some of the studied vertebrate species.
The principal coordinate analysis (PCoA) used to
compare the bacterial microbiota similarites among
vertebrate species, showed a group-separation of
species based on their composition and type of diet,
conforming four groups: nocturnal rodents (MK, NK,
CM, MN, CM, and WW), carnivores (CO and BC),
ruminant herbivores (BO and MD), and a mixed group
(EQ, JR, BT and PB). This research shows for the first
time the structure of the fecal microbial community of
vertebrate species in the RBM. Both, differences and
similarities registered here are due, in general, to the
evolutionary process of digestive physiological
adaptation of these species to this particular habitat.
This information will serve as a basis for further studies
that deepen the role that intestinal bacteria play in
wildlife health.

Keywords: Bacterial microbiota, vertebrates, 16S
rRNA gene, massive sequencing, Biosphere Reserve
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l. INTRODUCCION

Las regiones aridas cubren extensos sectores del planeta tierra las cuales al no ser
utilizadas de manera cuidadosa son propensas a la desertificacion, lo que conlleva
a una amenaza directa a la biodiversidad (Ocafa et al., 1986). Estas regiones
albergan una gran biodiversidad, de la cual muchas especies son endémicas y estan
plenamente adaptadas a la ecologia de estas zonas. Estas regiones proporcionan
hébitats para el 80% de los mamiferos a nivel mundial (Davies et al., 2012). México
es considerado uno de los paises con mayor megadiversidad biolégica vy
aproximadamente un 60% de su territorio lo constituyen las zonas aridas, estas
regiones concentran una porcion importante de la diversidad mexicana que incluyen

un gran namero de endemismos de especies (Montafio y Monroy 2000).

El Desierto Chihuahuense es el de mayor extension en Norteamérica y es una
region arida con gran riqueza de especies en el mundo, y a su vez uno de los mas
amenazados (Hoyt, 2002). La Reserva de la Biosfera Mapimi (RBM) es una regién
representativa de los ecosistemas desérticos de la parte central del Desierto
Chihuahuense en el norte de México. La RBM posee una variedad de ecosistemas
con elementos bioldgicos de caracteristicas especiales de adaptacion y una riqueza
especifica de flora y fauna (CONANP, 2006). La investigacién sobre la fauna en esta
zona ha permitido realizar un analisis global acerca de la organizacién funcional de
las comunidades de vertebrados del Bolsén de Mapimi, y se han descrito
aproximadamente 270 especies de vertebrados. De éstas, 48 se encuentran
protegidas y enlistadas en la NOM-059-SEMARNAT-2010 bajo alguna categoria de
riesgo (Aragon y Garza, 1999; CONANP, 2006).

Por otra parte, la ganaderia extensiva para la cria de ganado bovino y equino ha
sido la actividad econdmica mas importante de la zona, y estas especies domesticas
han interactuado con la fauna silvestre presente en la reserva (Barral, 1988). Esta
actividad antropogénica es una de las principales causas del deterioro ecolégico y
ha afectado la dinamica ecoldgica de los individuos en las poblaciones animales.

Las especies domeésticas, son consideradas portadoras y trasmisoras de
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enfermedades a la fauna nativa, ya que dentro de su tracto intestinal poseen
especies bacterianas perjudiciales (Alvarez—Romero y Medellin, 2005ab; CONANP,
2006; Stanley y Jones, 2003; Milnes et al., 2008)

La microbiota intestinal es un auxiliar importante en la adquisicion de nutrientes y la
respuesta inmune del hospedero ya que puede influir en el comportamiento,
desarrollo y salud general de todos los vertebrados. Asimismo, es un componente
esencial para ciertas funciones necesarias para el organismo (p. €j. la digestion),
facilita la obtencion de energia, favorece la sintesis de vitaminas, colabora en la
proteccion contra patdogenos y regula el desarrollo del intestino (Guarner y
Malagelada, 2003; Neish, 2009; Fraune y Bosh, 2010; Qin et al., 2010).

Se ha demostrado que la dieta y la filogenia del hospedero son factores de
prediccién importantes sobre la composicién microbiana del intestino (Eckburg et
al., 2005; Ley et al., 2008b). Estudios recientes han sugerido que la dieta del
hospedero posee un efecto significativo en la microbiota intestinal, con un aumento
en la diversidad de comunidades bacterianas, desde los vertebrados carnivoros a
omnivoros, hasta los herbivoros (Ley et al., 2008b; Muegge et al., 2011). En un
sentido amplio, el intestino de la mayoria de los vertebrados esta dominado por
bacterias de los phyla Firmicutes, Bacteroidetes y Proteobacteria,
independientemente de la condicion alimenticia del hospedero, aunque la
proporcion de cada grupo varia sustancialmente (Colston y Jackson, 2016). Sin
embargo, los patrones de los microbiomas bacterianos de animales expuestos a
alimentacion intermitente por factores de disponibilidad de alimento no son bien
conocidos (Colston y Jackson, 2016).

Muchos vertebrados se someten a ciclos de alimentacién y ayuno. Esta condicién
provoca cambios en la estructura microbiana intestinal con una disminucion de
abundancia relativa de géneros como Ruminococcus y Coprobacillus (Costello et
al., 2009; Kohl et al., 2014). Aunque la microbiota intestinal posee una amplia gama
de bacterias de importancia, muchas de ellas son poco conocidas debido a que no

pueden ser cultivadas utilizando técnicas estandar (Colston y Jackson, 2016).
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La recoleccion no invasiva es a menudo la Unica técnica factible para obtener
muestras de bacterias intestinales de vertebrados silvestres (Hoss et al., 1992).
Debido al facil acceso que se tiene a la materia fecal de cualquier vertebrado, esta
técnica ha sido ampliamente utilizada como referencia para la caracterizacion de la
microbiota bacteriana intestinal (Ritchie et al., 2010; Handl et al., 2011; Hong et al.,
2011; Amato, 2013; Menke et al., 2015; Yuan et al., 2015; Godon et al., 2016; Kohl
et al., 2017; Pacheco-Torres et al., 2019). La microbiota intestinal ha sido
caracterizada utilizando técnicas de cultivo de bacterias tradicionales, las cuales se
basan en el aislamiento de aquellas que pueden ser cultivadas en laboratorio y que

no necesitan una simbiosis para sobrevivir (Arnold et al., 2016).

Los métodos moleculares como la secuenciacion masiva de regiones del gen 16s
rRNA han ampliado el conocimiento de estas bacterias en humanos y en otros
vertebrados como ratas (Brooks et al., 2003), caballos (Gronvold et al., 2010), perros
y gatos (Garcia-Mazcorro y Minamoto, 2013; Handl et al., 2011; Desai et al., 2009),
bovinos (Rudi et al., 2012), primates (Yildrim et al., 2010) y reptiles (Costello et al.,
2010; Hyde et al., 2016; Garcia-De la Pefa et al., 2019ab). Estas técnicas pueden
ser de gran utilidad para analizar los cambios que puedan llevarse a cabo en la

diversidad bacteriana presente en la fauna.

Actualmente, se observa una pérdida significativa de biodiversidad, la cual dirige a
las especies de vertebrados hacia su extincion a ritmos alarmantes. Por lo anterior,
la pérdida de la diversidad de los microorganismos que habitan de manera
simbidtica dentro de estos hospederos se encuentran bajo las mismas condiciones
(Ley et al., 2008Db). Los estudios que abordan el papel del microbioma en la salud
animal son limitados y muy restringidos. Sin embargo, algunos de ellos han
abordado el papel de los simbiontes bacterianos Unicos en animales, generando un
interés creciente para comprender los factores que afectan el microbioma de los
animales y entender como éste se refleja en el estado fisico, lo cual puede explicar
las diferencias entre los ecosistemas, comunidades, poblaciones y/o las especies.

La importancia de la microbiota radica no solo en la configuracion del sistema
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inmune, sino también en el contexto de los procesos de transmision de patégenos
(Bahrndorff et al., 2016).

El andlisis de microbiomas de poblaciones silvestres ha demostrado que las
comunidades microbianas dependen de sus hébitats, y se encuentran asociados a
las interacciones entre especies (nativas y no nativas) de un determinado lugar. Lo
anterior influye en el cambio de la composicion de las comunidades microbianas
afectadas por la trasmision de bacterias. Estas interacciones también tienen
implicaciones importantes para la conservacion y el manejo de diferentes especies
dentro del medio ambiente (Bahrndoff et al., 2016).

A la fecha, se han realizado algunos estudios sobre microbiota bacteriana de
vertebrados en la Reserva de la Biosfera Mapimi. En dos de ellos se determiné la
composicion de la microbiota bacteriana oral y fecal de la tortuga del Bolson (Garcia-
De la Pefia et al., 2019a; 2019b) y en otro estudio se realiz6 un andlisis preliminar
de la microbiota fecal del coyote (Barraza-Guerrero et al.,, 2017). Sin embargo,
debido a la importancia de la microbiota fecal en la salud del hospedero, es
importante generar conocimiento sobre la abundancia y diversidad de las bacterias
fecales de los vertebrados mas abundantes que habitan en la Reserva de la Biosfera
Mapimi. Esta informacién sera la linea base para prevenir los cambios que se
esperan a mediano y largo plazo debido a los efectos del cambio climatico global.
La alteracion de la temperatura y la humedad del medio ambiente modificaran la
estructura y virulencia de las comunidades bacterianas digestivas, lo cual podria
romper el equilibrio simbidtico que se mantiene actualmente con el hospedero
causando infecciones. Por lo tanto, la informaciéon generada en el presente trabajo
puede utilizarse para elaborar estrategias de manejo y tratamiento de vertebrados
en caso de detectarse enfermedades digestivas causadas por bacterias. Esto
complementara las estrategias de conservacion que se llevan a cabo en esta

reserva.
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Il OBJETIVO GENERAL

Analizar la microbiota bacteriana fecal de especies de vertebrados en la Reserva de
la Biosfera Mapimi.

2.1 Objetivos especificos

o Determinar la abundancia de las bacterias fecales (phylum a especie)
de especies de vertebrados silvestres y domésticos presentes en la reserva.

o Estimar la diversidad alfa y beta de la microbiota bacteriana fecal de

especies de vertebrados silvestres y domésticos que habitan en la reserva.

o Establecer el posible potencial patdégeno/zoonético de las bacterias
fecales de las especies de vertebrados silvestres y domésticos.

.  HIPOTESIS

Existen diferencias en la abundancia y diversidad de bacterias fecales entre

especies de vertebrados de la Reserva de la Biosfera Mapimi.
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V. REVISION DE LITERATURA

4.1 Carnivoros

Debido a su posicion en la cadena alimenticia, las especies del orden Carnivora son
afectadas directamente por los cambios en la comunidad de presas con las que
coexisten y de las cuales dependen. Por ello, los carnivoros se consideran especies
indicadoras del estado de conservacion del ecosistema que habitan Por su
especificidad en el uso de coberturas vegetales y requerimientos de espacios
amplios, los carnivoros son muy vulnerables a la presion del hombre sobre los
ecosistemas (Sunquist y Sunquist, 1989; Poiani et al., 2001; Barea-Azcén et al.,
2006; Andrade-Ponce et al., 2015).

4.1.1 Coyote (Canis latrans)

Clasificacion taxondmica

Cuadro 1. Clasificacion taxonémica del coyote Canis latrans (ITIS, 2019).

Reino Animalia
Filo Chordata
Clase Mammalia
Orden Carnivora
Familia Canidae
Género Canis

Especie canis latrans Say, 1823

24



Generalidades

Se considera que el coyote (Canis latrans, Figura 1) es la especie sobreviviente mas
antigua del género Canis. Este ha jugado un papel controversial en la ecologia de
la fauna silvestre de Norteamérica. Su area de distribucion abarca desde Alaska en
América del Norte, hasta la regién nortefia de la republica de Panama en América
Central (Vaughan, 1983). En este territorio extenso, los coyotes habitan una enorme
variedad de ambientes desde pastizales, matorrales desérticos, asi como bosques
templados y tropicales (Bekoff, 1977). Los coyotes son animales sociales que
comunmente viven en parejas que perduran hasta cuatro afios, son de habitos
nocturnos, aunque presentan una actividad diurna alta, principalmente en lugares

donde no existe presiéon humana (Andelt, 1985).

Figura 1. Canis latrans hembra adulta dentro de la Reserva de la Biosfera Mapimi.
Fotografia tomada de: Coyotes en México - Scientific Figure on ResearchGate. Disponible en:
https://lwww.researchgate.net/figure/Figura-112-Coyote-hembra-adulto-capturado-en-la-Reserva-
de-la-Biosfera-de-Mapimi-en-el_fig2_ 283825607 [accessed 5 Dec, 2019]

Los coyotes son depredadores medianos que pueden incluir en su dieta a
depredadores pequefios; sin embargo, son vulnerables a depredadores mas
grandes. Su dieta consiste en presas de tallas diversas, pero al igual que la mayoria
de los mamiferos depredadores, son consumidores primarios de frutas y materia
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vegetal. No son los unicos depredadores con dieta y papel ecolégico diversos, pero
si son los canidos con mayor éxito (Hernandez y Deliberes, 1994; Hernandez et al.,
2002).

Desde el punto de vista ecolégico, los coyotes juegan un papel importante por su
efecto en las poblaciones de mamiferos pequefios, pero prefieren mamiferos
medianos y pequefios como liebres, conejos y ratones (Hernandez et al., 1994;
Hernandez et al., 2002).

Los coyotes basan su alimentacion mayormente en especies de vertebrados, pero
también consumen ciertos invertebrados y materia vegetal como semillas, frutos y
pastos (Jhonson y Hansen, 1979; MacCracken y Uresh, 1984). En los ambientes
desérticos el alimento mas frecuente para C. latrans son los mamiferos con
dominancia de roedores y lagomorfos, en particular las liebres (Lepus spp.) que
proveen energia suficiente hasta por dos dias. Aunque los coyotes son
consumidores oportunistas, pues incluyen en su dieta una diversidad de
componentes, se ha demostrado que son altamente selectivos en su alimentacién
(Hernandez y Laundré, 2014).

Microbiota de caninos y del coyote

An et al., (2016), compararon la microbiota de tres especies de carnivoros en
cautiverio, En especifico, en las muestras de perro mapache (Nyctereutes
procyonoides) reportaron a Firmicutes como el phylum dominante con una
abundancia relativa media del 90% y se clasificaron los phyla Bacteroidetes y
Fusobacteria. En rangos taxondmicos mas bajos, se caracterizaron bacterias del
orden Clostridiales, donde la abundancia relativa media para esta especie fue de
56%. En 2017, Wu et al., colectaron muestras fecales de lobo en semicautiverio en
China y se analizaron utilizando secuenciacion del gen 16S rRNA. Ellos
determinaron la presencia de Bacteroidetes, Fusobacteria, Firmicutes,

Proteobacteria y Actinobacteria como predominantes.

Menke et al., (2017), realizaron un estudio similar en chacales de lomo negro (Canis
mesomelas), en el cual determinaron la presencia de Fusobacteriaceae y
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Mogibacteriaceae como las familias mas abundantes. De manera mas especifica,
Finlayson-Trick et al., (2017), realizaron un estudio sobre la diferencia taxonémica
de los microbios intestinales en coyote y otros mamiferos, donde determinaron una
abundancia de los érdenes Clostridiales y Fusobacteriales superior a 35%, después

los 6rdenes Bacteroidales y Burkholderiales con 18.5% y 0.2% respectivamente.

Barraza-Guerrero et al., (2017), realizaron un estudio de secuenciacién de las
regiones V3-V4 del gen 16S rRNA en muestras fecales de coyote dentro de la
Reserva de Mapimi para determinar su abundancia y composicion, encontrando la
presencia de nueve phyla donde Fusobacteria fue el mas abundante (67%), seguido

por Firmicutes (26%) y 91 géneros con Fusobacterium como el mas abundante.

4.1.2 Gato montés (Lynx rufus)

Clasificacién taxondmica

Cuadro 2. Clasificacién taxon6mica del gato montés Lynx rufus (ITIS, 2019).

Reino Animalia
Phylum Chordata

Clase Mammalia
Orden Carnivora
Familia Felidae
Genero Lynx

Especie | ynx rufus (Schreber, 1777)

Generalidades

El gato montés (Lynx rufus, Figura 2) es el felino mas estudiado en América del
Norte, especialmente sus habitos alimentarios en Estados Unidos (McCord y
Cardoza, 1982). El gato montés es el lince de menor tamafio y el Unico que aln se

encuentra en la mayor parte de su distribucion historica (Miller, 1992).
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La alimentacién de esta especie la basa principalmente en mamiferos, siendo los
lagomorfos y los roedores sus principales presas, aunque también suele
alimentarse de venados, aves y reptiles de manera ocasional (Miller y Speake, 1978;
Maehr y Brady, 1986; Delibes et al., 1997; Aranda et al., 2002; Luna y Lépez, 2005;
McLean et al., 2005). Es un depredador oportunista, pero con cierta seleccidén hacia
los lagomorfos (Bailey, 1974; Jones y Smith, 1979; McCord y Cardoza, 1982).

Microbiota de felinos y del gato montés

En gatos domeésticos sanos (Handl et al.,, 2011) se evalu6é la microbiota fecal
utilizando pirosecuenciacion del gen 16S rRNA. Este estudio mostré a los phyla
Firmicutes y Actinobacteria como los mas abundantes; la clase mas prevalente fue
Clostridia, dominado por los géneros Clostridium y Ruminococcus. En un estudio
mas reciente (He et al., 2018), realizaron un analisis metagendmico del microbioma
fecal del tigre de Amur (Panthera tigris altaica) en cautiverio, donde se determiné
Proteobacteria como el phylum predominante (44.3%), Firmicutes (31.38%),
Actinobacteria (9.92%) y Fusobacteria (8.20%). La familia dominante de bacterias
en el tigre de Amur fue Enterobacteriaceae.

Figura 2. Lynx rufus dentro de la Reserva de la Biosfera Mapimi.
Fotografia tomada de: Elizalde-Arellano et al., 2014a. Informe final SNIB-CONABIO, proyecto
GT022. Acceso 05 de diciembre del 2019.

28



Han et al., (2019), compara a dos subespecies de leopardo (Panthera pardus
orientalis y P. pardus japonensis) utilizando secuenciacion de alto rendimiento de
las regiones V3-V4 del gen 16S rRNA, ellos observaron que el phylum Firmicutes
(78.4% y 68.6%, respectivamente) fue el mas abundante en ambas subespecies;
sin embargo, en Panthera pardus orientalis el segundo phylum mas abundante fue
Proteobacteria (9.6%) y Actinobacteria (7.6%), mientras que en P. pardus
japonensis los phyla predominantes fueron Actinobacteria (11.6%) y Fusobacteria
(6.4%). Clostridiales fue el orden mas diverso con un 37.9% para el leopardo de
Amur (P. pardus orientalis) y 45.7% para el leopardo del norte de China (P. pardus

japonensis).

Asimismo, se han realizado con el género Lynx, como el de Nufiez-Diaz et al.,
(2017), quienes describieron la microbiota fecal del lince ibérico (Lynx pardinus) en
cautiverio utilizando el gen 16S rDNA. Ellos encontraron que los phyla Firmicutes y
Proteobacteria fueron los mas abundantes. Eshar et al., (2019), realizaron un
analisis molecular comparativo de la microbiota fecal de gato montés (Lynx rufus) y
gatos domésticos (Felis catus), utilizando secuenciacion lllumina de la region V4 del
gen 16S rRNA, ellos reportaron que en ambas especies Firmicutes fue el phylum
mas abundante, luego seguido por Proteobacteria, Actinobacteria, Bacteroidetes y
Verrucomicrobia; sin embargo, al comparar ambas especies, las muestras de gato

montés contenian mayor abundancia de Proteobacteria y Actinobacteria.

4.2 Herbivoros

Los herbivoros varian en tamafio desde diminutos afidos hasta elefantes enormes.
Algunos de ellos suelen alimentarse solo de hierba, mientras que otros consumen
hojas, corteza, savia, raices, semillas, frutos, flores, néctar o polen. Parte de la
energia almacenada en forma de carbohidratos en las plantas, se transforma en
tejido del herbivoro, la cual a su vez satisface las necesidades energéticas de los
animales del siguiente nivel trofico, los carnivoros. Los herbivoros, situados en el
centro de la cadena alimenticia, mantienen el equilibrio de los niveles superiores o

inferiores, o lo alteran de forma drastica. De igual forma, los herbivoros ejercen una
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presion selectiva marcada sobre las plantas (Dyer et al., 1993; Granados-Sanchez
y Ruiz-Puga, 2008).

4.2.1 Caballo (Equus caballus)

Clasificacién taxonémica

Cuadro 3. Clasificacion taxondmica del caballo Equus caballus (ITIS, 2019).

Reino Animalia
Phylum Chordata
Clase Mammalia
Orden Perissodactyla
Familia Equidae
Género Equus

Especie Equus caballus Linnaeus, 1758

Generalidades

El caballo (Equus caballus, Figura 3), se distribuye en todo el mundo como especie
doméstica y feral. En México, es una especie exotica, la cual se encuentra
practicamente en todo el territorio nacional (Alvarez-Romero y Medellin, 2005a).
Dentro de la Reserva de la Biosfera Mapimi, el caballo fue introducido desde finales
del siglo XIX hasta mediados del siglo XX como parte del desarrollo de la ganaderia
extensiva y la agricultura en el area (CONANP, 2006). Sin embargo, esta especie
puede estar compitiendo por recursos con especies nativas que se alimentan de
pastos o de arbustivas por ramoneo y ejerciendo una presion severa sobre las
poblaciones, aunque a su vez, ésta puede ser una presa alternativa para
depredadores nativos como coyotes y pumas, ademas de ser portador y transmisor
de enfermedades y parasitos a la fauna nativa (Alvarez-Romero y Medellin, 2005a).

El caballo es un mamifero herbivoro no rumiante que consume preferentemente
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pastos, algunas plantas pequefias y pude alimentarse ademas de frutos, hojas,

retofios y hasta corteza (Alvarez-Romero y Medellin, 2005a).

Figura 3. Individuos de Equus caballus dentro de la Reserva de la Biosfera Mapimi.
Fotografia tomada del acervo fotogréafico del Laboratorio del Desierto-Reserva de la Biosfera Mapimi

Microbiota de caballos

Costa et al., (2012), utilizando secuenciacién de alto rendimiento de las regiones
V3-V5 del gen 16S rRNA compararon la microbiota bacteriana fecal de caballos
sanos y caballos con colitis. En este estudio reportan Firmicutes (68%) como el
phylum predominante en caballos sanos, luego Bacteroidetes (14%) vy
Proteobacteria (10%), mientras que, en caballos con colitis, el phylum Bacteroidetes
fue el mas abundante (40%), Firmicutes (30%) y Proteobacteria (18%). O’'Donell et
al., (2013), caracterizaron la microbiota intestinal de caballos de carrera de raza
irfandesa y demostraron que ésta se encuentra dominada por los phyla Firmicutes,
Bacteroidetes, Proteobacteria, Verrucomicrobia, Actinobacteria, Euryarchaeota,
Fibrobacteres y Spirochaetes. A nivel género, se clasificaron Clostridium,

Fibrobacter, Faecalibacterium, Ruminococcus, entre otros.

En caballos alimentados con forraje, utilizando pirosecuenciacion de la region V4
del gen 16S rRNA; se identificaron 16 phyla, los cuales 10 se encontraban en todas
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las muestras, siendo Firmicutes el mas abundante (43.7%), Verrucomicrobia (4.1%),
Proteobacteria (3.8%) y Bacteroidetes (3.7%) (Shepherd et al., 2011). En estudios
mas recientes, Metcalf et al., (2017), evaluaron el impacto de la domesticacion y el
cautiverio en la microbiota fecal de caballo y encontraron que, aunque las
poblaciones bacterianas son distintas, existio un dominio en ambos grupos de los

ordenes Clostridiales, Bacteroidales, Erysipelotrichales y Spirochaetales.

Stewart et al., (2018), caracterizaron la microbiota fecal de caballos sanos
amplificando la regién V1-V2 del gen 16S rDNA, encontrando que las secuencias
dominantes pertenecian a los phyla Bacteroidetes (53-58%) y Firmicutes (31-35%).
Otros phyla lo fueron Spirochaetes, Fibrobacteres, Proteobacteria y Cyanobacteria,

presentes en menor proporcion.

4.2.2 Vaca (Bos taurus)

Clasificacién taxondmica

Cuadro 4. Clasificacion taxondémica de la vaca Bos taurus (ITIS, 2019).

Reino Animalia
Phylum Chordata
Clase Mammalia
Orden Artiodactyla
Familia Bovidae
Género Bos

Especie Bos taurus Linnaeus, 1758
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Generalidades

La vaca (Bos taurus, Figura 4) es un rumiante que se caracteriza por su tipo de
alimentacion y sistema digestivo, ya que es estrictamente herbivora. Su dieta se
constituye predominantemente por diversas especies de pastos, aunque algunos
individuos consumen hierbas y arbustivas de zonas desérticas (Nowak, 1991;
Hernandez et al., 1999; Alvarez-Romero y Medellin, 2005b); sin embargo, durante
la etapa temprana se alimentan solamente de leche materna, por lo que en esta

etapa no se consideran rumiantes (Rural, 2009).

Figura 4. Individuos de Bos taurus dentro de la Reserva de la Biosfera Mapimi.
Fotografia tomada del acervo fotogréfico de la Reserva de la Biosfera Mapimi

En México, la vaca es también una especie exoética y en ciertas areas se distribuyen
grupos grandes de bovinos ferales. El ganado bovino en México deriva en parte del
ganado espafiol introducido por los conquistadores, aunque hoy en dia es posible
identificar una diversidad de cruzas. Los animales mas cercanos al ganado
introducido por los espafioles, son los denominados criollos puros, se les
encuentran en regiones remotas del pais, soportan condiciones desérticas y se
alimentan de hierbas (Gasque et al., 1989; Alvarez-Romero y Medellin, 2005b).

La introduccién de ganado bovino en el Bolson de Mapimi, inici6 a finales del siglo
XVI; a partir de 1880 se inici6 el proceso de colonizacién del Bols6n de Mapimi, lo
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gue fomento el desarrollo de la ganaderia extensiva (CONANP, 2006). Sin embargo,
esta especie puede estar compitiendo por recursos con especies nativas que se
alimentan de pastos, y puede estar provocando una presion severa sobre las
poblaciones de plantas que forrajean los herbivoros domésticos y silvestres y
modificando la dinamica poblacional de plantas y animales, ademas de ser portador
y transmisor de enfermedades a la fauna nativa (Alvarez-Romero y Medellin,
2005b).

Microbiota de vaca

Ozutsumi et al., (2005), analizaron la microbiota fecal del ganado Holstein a través
de la secuencia del gen 16S rRNA y determinaron en sus heces los phyla Fimicutes
(81.3%), Bacteroidetes (14.4%), Actinobacteria (2.5%) y Proteobacteria (1.4%).
Durso et al., (2010) realizaron un analisis en ganado de carne para determinar la
variacion de la diversidad microbiana fecal. En dicho estudio, la microbiota fecal del
ganado se encontré6 dominada por siete phyla, donde miembros de los Firmicutes
(62.8%), Bacteroidetes (29.5%) y Proteobacteria (4.4%) fueron los de mayor

abundancia.

Asimismo, Callaway et al., (2010) evaluaron la diversidad bacteriana en rumen y
heces de ganado bovino alimentado con granos de diversas especies de plantas
utilizando pirosecuenciacién del amplicon FLX codificado con etiqueta bacteriana.
En ese estudio reportaron una composicion bacteriana ruminal y fecal de 259 y 347
especies dentro de 74 y 86 géneros, respectivamente. Sin embargo, solo 25 de ellos
fueron los mas comunes, siendo Clostridium el mas abundante en las heces
(19.7%). Kim et al., (2014) estudiaron la diversidad bacteriana en heces de ganado
alimentado con diferentes componentes de dieta, utilizando pirosecuenciacion de
siguiente generacion del gen 16S rRNA, donde clasificaron a Firmicutes y
Bacteroidetes como los phylum dominantes en todas las muestras; a nivel de
género, Oscilibacter, Turicibacter, Roseburia, Fecalibacterium, Coprococcus,
Clostridium, Prevotella y Succinivibrio representaron mas del 1% de las secuencias

totales.
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4.2.3 Venado bura (Odocoileus hemionus)

Clasificacién taxonémica

Cuadro 5. Clasificacion taxonémica del venado bura Odocoileus hemionus
(ITIS, 2019).

Reino Animalia
Phylum Chordata
Clase Mammalia
Orden Artiodactyla
Familia Cervidae
Genero Odocoileus

Especie  odocoileus hemionus Rafinesque, 1817

Generalidades

El venado bura (Odocoileus hemionus, Figura 5) se distribuye desde Alaska hasta
el sur de Baja California, México, se distribuye también en las grandes planicies de
Kansas y Nebraska en EUA. En México, el venado bura se asocia a ambientes
aridos, incluyendo areas de los desiertos de Chihuahua y Sonora en Coahuila,
Sonora, Chihuahua y Baja California; ademés habita en porciones del noreste de
Durango, norte de Zacatecas, oeste de Nuevo Ledn, noreste de San Luis Potosi y
este de Baja California Sur (Harveson et al., 2014; Aranda, 2000). El venado bura
es un seleccionador intermedio (ramoneador y pastador) de alimento (Hofmann,
1989) y su dieta incluye una gran diversidad de plantas (Kufeld et al., 1973;
Krausman et al., 1997), ademas suele utilizar distintos tipos de alimentos de acuerdo
con la disponibilidad en cantidad y calidad de la vegetacion natural o modificada por

el disturbio humano (Harveson et al., 2014).
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Figura 5. Odocoileus hemionus dentro de la Reserva de la Biosfera Mapimi.
Fotografia tomada del acervo fotografico de la Reserva de la Biosfera Mapimi

La variedad de composicion de la dieta del venado bura, estd asociada a la dinamica
de disponibilidad de los recursos durante las estaciones del afio en las regiones
ecologicas en las que habita (Harveson et al., 2014). Se han identificado 96
especies de plantas consumidas por el venado bura donde el forraje constituye el
80% de su dieta. Una gran proporcion de ésta se encuentras constituida por encinos
(Quercus spp.), guasapol (Ceanothus spp.), mezquite (Prosopis spp.), Palo fierro
(Olneya tesota, Dysodia spp.) nopales (Opuntia spp.), sotol (Dasylirion spp.), yucas
(Yucca spp.) y algunos pastos (Mullenberghia spp. y Bouteloa spp.) (Weber y
Galindo, 2005).

En el desierto, el venado bura consume mayor cantidad de plantas herbaceas
durante la primavera y verano, sin embargo, éstas pueden ser el alimento de mayor
importancia durante todas las estaciones en afios con presencia de lluvias
abundantes (Anderson et al.,, 1965; Harveson et al., 2014). Los factores
nutricionales determinantes para el venado bura son la intensidad de pastoreo de
ganado doméstico (Heffelfinger, 2006) y la precipitacién; aun cuando es una especie
adaptada a climas xeéricos, requiere de fuentes de agua la mayor parte del afio y las
poblaciones estan influenciadas por este factor (Mandujano y Gallina, 1996; Weber
y Galindo, 2005).
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Microbiota en cérvidos

Guan et al., (2017) caracterizaron las comunidades gastrointestinales de venados
sika (Cervus nippon hortulorum) silvestres y en cautiverio para comparar su
microbiota intestinal utilizando secuenciacién de alto rendimiento de la regién V3-
V4 del gen 16S rRNA en plataforma Hiseq Illumina. Estos autores reportaron
Firmicutes (77.62%), Bacteroidetes (18.2%) y Tenericutes (1.32%) como los phyla
predominantes en el venado salvaje, mientras que, en los venados en cautiverio,
Firmicutes (50.7%) fue el phylum predominante, luego Bacteroidetes (31.9%) y
Proteobacteria (4.8%).

Hu et al., (2018), realizaron un andlisis de alto rendimiento del gen 16S rRNA para
conocer la composicion microbiana intestinal del venado almizclero de bosque
(Moschus berezovskii) durante las cuatro estaciones del afio. Los resultados
indicaron que los phyla dominantes fueron Firmicutes y Bacteroidetes. Li et al.,
(2018a), analizaron la composicion de la microbiota fecal de siete especies de la
subfamilia Cervinae criados en un zoolégico y encontraron que Firmicutes y
Bacteroidetes fueron dominantes en su microbiota fecal, mientras que a nivel

familia, Ruminococacceae fueron comunes en las heces de estas especies.

Li et al., (2018b) compararon la microbiota bacteriana de ciervos almizcleros en
cautiverio sanos y diarreicos utilizando secuenciacion del gen 16S rRNA de alto
rendimiento, donde determinaron como dominantes los phyla Firmicutes,
Bacteroidetes, Verrucomicrobia y Proteobacteria. Menke et al., (2019), utilizaron la
secuenciacion de alto rendimiento del gen 16S rRNA en muestras fecales de ciervo
rojo (Cervus elaphus) que habitan en el Parque Nacional de Bosque Béavaro e
investigaron las diferencias en la microbiota bacteriana intestinal entre individuos en
recintos de invierno e individuos que se desplazan liboremente en su medio natural.
En este estudio, la microbiota bacteriana promedio de ambos grupos, consistio
principalmente en los phyla Firmicutes (71.5%), Bacteroidetes (15.55%),
Proteobacteria (4.9%), Actinobacteria (3.68%) y Cyanobacteria (1.21%).
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Delgado et al., (2017), caracterizaron y compararon la microbiota intestinal de
venado cola blanca (O. virginianus) en dos periodos utilizando pirosecuenciacion
del gen 16S rDNA y se cuantificaron asociaciones entre la diversidad de la
comunidad y la composicion. Los resultados mostraron que la microbiota del venado
cola blanca estd compuesta predominantemente por los phyla Firmicutes y
Proteobacteria, cuyas abundancias relativas variaron conforme los periodos de

muestreo.

4.2.4 Liebre cola negra (Lepus californicus)

Clasificacion taxondmica

Cuadro 6. Clasificacién taxonémica de la liebre cola negra Lepus californicus
(ITIS, 2019).

Reino Animalia
Phylum Chordata
Clase Mammalia
Orden Lagomorpha
Familia Leporidae
Género Lepus

Especie | epus californicus Gray, 1837

Generalidades

El género Lepus comprende 29 especies que se distribuyen ampliamente en
ambientes de tundra, estepas y desiertos del nuevo y viejo mundo (Flux y
Angermann, 1990; Hoffmann y Smith, 2005). En México, la liebre de cola negra
(Lepus californicus, Figura 6) se distribuye por la peninsula de Baja California, en el
norte y sur y en la mesa central hasta Hidalgo y Querétaro (Villa y Cervantes 2003);
habitan principalmente en zonas aridas donde la vegetacion es escasa, en la
asociacion mezquite-pastizal y areas con zacate grama (Cynodon dactylon) (L6pez-

Acosta, 1997). La liebre cola negra posee adaptaciones fisiolégicas y de
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comportamiento para su termorregulacion (Reid, 2006). Su alimentacion varia
sustancialmente de acuerdo con la época del afio y sitio, sin embargo, su dieta
consta de hierbas, pastos, arbustos jovenes, cactus e incluso hongos de los cuales
extraen el agua necesaria para su supervivencia (Villa y Cervantes, 2003). Dentro
de la Reserva de la Biosfera Mapimi, se observo a estos organismos alimentarse
de los frutos de Opuntia spp. (Elizalde-Arellano, et al. 2014b). En México se
reconocen 13 subespecies de L. californicus; sin embargo, la subespecie que habita
la Biosfera Mapimi es L. c. texianus, considerada como abundante en el centro del
pais y los Estados Unidos de América, por lo que no se encuentra bajo ninguna

categoria de proteccion (Hall, 1981; Elizalde-Arellano et al., 2014b).

=

Figura 6. Lepus californicus dentro de la Reserva de la Biosfera Mapimi.
Fotografia tomada por: I. Pacheco-Torres, 2018

Microbiota de lagomorfos

Zeng et al., (2015), caracterizaron la microbiota de heces duras y blandas de
conejos rex con peso corporal ato y bajo mediante el uso de lllumina MiSeq dirigida
a la region V4 del gen 16S rRNA. Determinaron una representacion excesiva del
género YS2 (Cyanobacteria) y Bacteroidales, asi como una representacion
insuficiente del género Anaeroplasma y de la familia Clostridiaceae en heces duras
de conejos de gran peso. Por otra parte, miembros de Ruminococcacea y

Akkermansia fueron abundantes en heces blandas.
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Kylie et al.,, (2018), compararon la microbiota fecal de conejos domésticos
(Oryctolagus cuniculi) en una variedad de entornos (carne comercial, de compafiia,
laboratorio y refugio) utilizando la secuenciacion de la region V4 del gen 16S rRNA.
Los resultados indicaron que el phylum Firmicutes fue predominante en todas las

muestras, después Verrucomicrobia, Proteobacteria y Bacteroidetes.

Velasco-Galilea et al., (2018), determinaron los cambios en la microbiota de conejo
a traves del tracto intestinal mediante secuenciacion Illlumina de los amplicones del
gen 16S rRNA en la plataforma MiSeq; ellos detectaron 596 unidades taxonémicas
operacionales (OTU, por sus siglas en inglés), donde se revelé que la diversidad
microbiana estaba dominada por los phyla Firmicutes (76.4%), Tenericutes (7.8%)
y Bacteroidetes (7.4%). Los géneros Oscillospira y Coporococcus se encontraron

de manera abundante en las heces.

De manera especifica, se han realizado estudios enfocados al género Lepus como
el de Posautz et al., (2016), quienes caracterizaron la flora fecal de la liebre parda
europea (Lepus europaeus) en cautiverio utilizando métodos tradicionales de
aislamiento; ellos reportaron que el género Bacillus spp. fue el predominante,
ademas del aislamiento de bacterias patdégenas como Escherichia coli y Clostridium
perfrigens después de que los individuos muestreados hubieran presentado algun
tipo de estrés. Asimismo, Stalder et al., (2019), analizaron la microbiota intestinal y
fecal de individuos de tres poblaciones de esta especie utilizando secuenciacion
lllumina MiSeq del gen 16S rRNA. La abundancia de phyla difiri6 de manera
significativa en muestras fecales e intestinales; sin embargo, en ambos tipos de
muestra, Firmicutes (45.51%), Bacteroidetes (19.30%), Spirochaetes (7.76%) vy

Proteobacteria (573%) dominaron la composicion de la comunidad microbiana.
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4.2.5 Tortuga del Bolson (Gopherus flavomarginatus)

Clasificacién taxonémica

Cuadro 7. Clasificacién taxonémica de la tortuga del Bolson Gopherus
flavomarginatus (ITIS, 2019).

Reino Animalia
Phylum Chordata
Clase Reptilia
Orden Testudines
Familia Testudinidae
Género Gopherus

Especie Gopherus flavomarginatus Legler, 1959

Generalidades

La tortuga del Bolson (Figura 7) es una especie herbivora generalista con
preferencia por pastos (el tipo de pasto depende de su disponibilidad). Esta especie
consume mas de 20 especies de pastos y en la Reserva de la Biosfera Mapimi se
alimenta principalmente de zacate toboso (Hilaria mutica) y zacate navajita
(Boteloua gracilis); asimismo, se alimenta de otras especies de la familia Poaceae,
y de frutos de Opuntia spp. y Prosopis spp. (Aguirre, 1995). La distribucién de esta
especie abarca la region denominada Bolsén de Mapimi al sureste de Chihuahua,
oeste de Coahuila y norte de Durango (Morafka et al., 1989). La depredacién
humana, la perdida y fragmentacion de su habitat por cambios en el uso de suelo,
y los requerimientos de habitat de esta especie, han causado una reduccion en su
distribucion geografica (Morafka et al., 1989). Esta especie contribuye de manera
importante con la estructura y dinamica del desierto Chihuahuense, ya que dispersa

las semillas de las plantas que consume (Trapaga y Leodn, 2006). Ademas, la
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construccion de las madrigueras modifica la riqueza y el porcentaje de la cobertura
vegetal alrededor de las mismas. Esta especie es depredada por coyotes (Canis
latrans), zorros (Vulpes spp), tejones (Taxidea taxus), correcaminos (Geococcyx
californianus), halcones (Falco mexicanus) y cuervos (Corvus spp) (Adest et al.,
1989; Trapaga y Leodn, 2006). Gopherus flavomarginatus se encuentra bajo la
categoria de “peligro de extincion” de la Norma Oficial Mexicana 059 (SEMARNAT,
2010) y en el Apéndice | de la Convencion sobre el Comercio Internacional de
Especies Amenazadas de Fauna y Flora Silvestres (CITES) desde 1979. Ademas,
se le considera como especie en “peligro critico” segun la Lista Roja de la UICN
(Trdpaga y Ledn, 2006; Kiester et al., 2018). La Reserva de la Biosfera Mapimi
(RBM), se establecio por decreto presidencial como Zona de Proteccion Forestal en
1979 y después como Reserva de la Biosfera en el 2000 con el objeto de proteger
y conservar a esta especie de tortuga. LA RBM abarca los municipios de Mapimi y
Tlahualilo en el estado de Durango, Jiménez en el estado de Chihuahua y Francisco
I. Madero y Sierra Mojada en Coahuila, México (CONANP, 2006).

o 4‘.._' s - - .A‘L.'zﬁ
Figura 7. Gopherus flavomarginatus macho adulto dentro de la Reserva de la
Biosfera Mapimi.

Fotografia tomada por: I. Pacheco-Torres, 2017
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Microbiota de tortugas

Abderhman et al., (2016), caracterizaron la microbiota fecal de la tortuga marina
Caretta caretta, amplificando la region V4 del gen 16S rRNA con secuenciacion
MiSeq de lllumina. Ellos encontraron que los phyla mas abundantes fueron
Firmicutes (66%), Proteobacteria (23%) y Bacteroidetes (6.2%). De manera similar,
Ahasan et al., (2017), compararon las comunidades de bacterias fecales de tortugas
verdes (Chelonia mydas) capturadas en medio silvestre y varadas en las regiones
centrales de la Gran Barrera de Coral utilizando secuenciacion de alto rendimiento
dirigido a las regiones V1-V3 del gen bacteriano 16S rRNA. Los resultados indicaron
que el phylum Firmicutes predominé en las muestras de tortugas capturadas en
medio silvestre, después Bacteroidetes y Proteobacteria. En contraste, en las
muestras de los individuos varados, Proteobacteria fue el phylum mas dominante,

luego Bacteroidetes y Firmicutes.

Por otra parte, se han realizado estudios enfocados al género Gopherus, como el
de Gaillard (2014), quien describié la comunidad microbiana intestinal de G.
polyphemus utilizando excretas y amplificando la regiéon V4 del gen 16S rRNA
mediante secuenciacion lon Torrent PGM. El encontr6 que la comunidad bacteriana
intestinal estuvo dominada por Firmicutes (59.7%), Bacteroidetes (15.9%) vy
Proteobacteria (15.4%). Yuan et al., (2015), caracterizaron la microbiota fecal ntcleo
de G. polyphemus con la region V4 del gen 16S rRNA con MiSeq lllumina y
reportaron 14,104 OTUs representando 434 géneros en todas las muestras
analizadas. De estos, 1,470 OTUs representados en 296 géneros, constituyeron la
microbiota nucleo en el 90% de las muestras. Los phyla dominantes fueron
Bacteroidetes y Firmicutes con 36.5% y 36 %, respectivamente. En el caso de los
Firmicutes, mas del 97% de los OTUs fueron Clostridia asociados a las familias

Ruminococcaceae, Lachnospiraceae y Clostridiales sin clasificar.

Actualmente, Garcia-De la Pefa et al., (2019b), determinaron la comunidad
bacteriana oral de tortuga del Bolson (G. flavomarginatus) en la Reserva de la
Biosfera Mapimi amplificando las regiones V3-V4 del gen 16S rRNA. Los resultados
indicaron que los phyla Proteobacteria, Actinobacteria y Firmicutes fueron los mas
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predominantes dentro de las muestras. En las muestras orales, las clases
Gammaproteobacteria y Pasteurellales fueron las mas abundantes y las familias
Pasteurellaceae, Moraxellacea y Microccaceae las mas representativas.

Garcia-De la Pefia et al., (2019a), compararon la composicion de la microbiota
bacteriana fecal de la tortuga del Bolsén (G. flavomarginatus) en cautiverio y vida
libre utilizando secuenciacion de siguiente generacion de las regiones V3-V4 del
gen 16S rRNA. Ellos lograron caracterizar 21 phyla, donde 19 de ellos se
encontraron en las tortugas de vida libre y 21 en las de cautiverio. En ambas
poblaciones el phylum Firmicutes fue el mas abundante (93% en vida libre y 80%
en cautiverio). Fibrobacteres (11%) fue el segundo mas abundante en los individuos

en cautiverio, mientras que, en vida libre lo fue Cyanobacteria con un 2.6%.

4.3 Murciélago palido (Antrozous pallidus)

4.3.1 Clasificacién taxondmica

Cuadro 8. Clasificacién taxonémica del murciélago péalido Antrozous pallidus
(ITIS, 2019).

Reino Animalia
Phylum Chordata

Clase Mammalia

Orden Chiroptera

Familia Antrozoidae

Género Antrozous
Especie Antrozous pallidus Le Conte, 1856
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4.3.2 Generalidades

El murciélago pélido o desértico nortefio (Antrozous pallidus, Figura 8), se le
encuentra en regiones aridas y semiaridas del oeste de América del Norte desde
México hasta el valle de Okanagan en el centro sur de la Columbia Britanica. Esta
especie es principalmente insectivora y se alimenta de presas grandes que capturan
en el suelo o con menor frecuencia en el vuelo sobre las areas con vegetacion, entre
ellos consumen escarabajos, polillas y hasta escorpiones (Hermanson y O’Shea,
1983; Lenhart et al., 2010). Aunque los insectos son los componentes principales
de la dieta de los murciélagos, también se ha documentado que suelen alimentarse
de lagartijas, murciélagos mas pequefios y ratones de bolsillo (Perognathus flavus)
(Bell, 1982; O’Shea y Vaughan, 1977). En el sur de Arizona esta especie suele

alimentarse de inflorescencias de Agave (Barbour y Davis, 1969).

4.3.3 Microbiota en murciélagos

Avena et al., (2016), realizaron la caracterizacion del microbioma de la piel de
murciélagos recolectados en 14 sitios del estado de Colorado EUA utilizando
secuenciacion de la region V4 del gen 16S rRNA. Ellos reportaron la presencia de
las clases = Gammaproteobateria, = Alphaproteobacteria,  Actinobacteria,
Betaproteobacteria, Bacilli, Flavobacteria, Cytophagia y Thermoleophilia como
representantes del conjunto de datos de todas las muestras. A nivel género se
clasificaron 604, siendo Pseudomonas (9%) y Acetinobacter (5%) los mas
abundantes. Dietrich et al., (2017), determinaron la microbiota de cuatro especies
de murciélagos insectivoros a través de la saliva, orina y materia fecal. En este
estudio, las muestras de saliva estuvieron dominadas por Proteobacteria (>90%)
con diferencias notables entre especies. En contraste, en las muestras fecales y de
orina, el phylum Firmicutes fue el mas abundante con 41.5% y 39.3%,
respectivamente, después Proteobacteria (32.1% y 32.6%) y Actinobacteria (17.6%
y 13.1%).
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Figura 8. Antrozous pallidus dentro de las instalaciones del Laboratorio del Desierto

en la Reserva de la Biosfera Mapimi.
Fotografia tomada del acervo fotografico del Laboratorio de Medicina de la Conservacion FCB-UJED

Vengust et al., (2018), evaluaron la microbiota bacteriana fecal de 12 especies de
murciélagos en Eslovenia mediante secuenciacion de siguiente generacion de la
region V4 del gen 16S rRNA y encontraron 28 phyla, siendo Proteobacteria,
Firmicutes, Bacteroidetes y Actinobacteria los mas abundantes. A nivel phylum no
se reporté diferencia significativa entre especies, sin embargo, a niveles
taxondmicos mas altos existio diferencia en las abundancias de Enterobacteriaceae,

Pseudomonadadeae y Chlamydiaceae.

Fofanov et al., (2018) caracterizaron la microbiota del guano como método indirecto
de la microbiota intestinal en 10 especies de murciélagos utilizando secuenciacion
del gen 16S rRNA en MiSeq Illumina. Los perfiles de microbiota de guano, variaron
entre las 10 especies, a nivel phylum, Proteobacteria, Firmicutes y Bacteroidetes
fueron abundantes en la mayoria de las muestras. Wolkers-Rooijackers et al.,
(2018), investigaron las comunidades microbianas fecales de 37 individuos de
diferentes especies de murciélagos insectivoros de diferentes paises mediante
reaccion en cadena polimerasa (PCR por sus siglas en ingles), y realizando

clonaciones y secuenciacion del gen 16SrDNA bacteriano, ellos reportaron que los
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géneros predominantes son Carnobacterium, Serratia, Pseudomonas,

Enterococcus y Yersinia.

4.4 Roedores

En el mundo el orden mas abundante y diversificado es el de los roedores, pues
éste representa aproximadamente el 40% del total de las especies (Ceballos y
Galindo, 1984). Los roedores son importantes para el ecosistema en el que habitan
por su alta riqueza de especies, sus diversos habitos tréficos los hacen excelentes
dispersores de semillas y polinizadores, siendo esenciales en la estructuracion de
la vegetacion de zonas aridas y reguladores de poblaciones de insectos (Huchon et
al., 2002; Aragon et al., 2012). Asimismo, son ideales para medir el estado de
conservacion de un habitat debido a que ecolégicamente son considerados como
indicadores ambientales para evaluar los cambios a corto y mediano plazo. Algunas
especies de roedores son sensibles a variaciones en el ambiente por su
dependencia a caracteristicas fisicas y climaticas especificas que afectan su
fisiologia, supervivencia y reproduccién (Wilson y Reeder, 2005; Aragén et al., 2012,

Tzab-Hernandez y Macswiney-Gonzalez, 2014).

4.4.1 Heterémidos

La familia Heteromyidae es un grupo de roedores adaptados a matorrales y zonas
aridas, este grupo comprende seis géneros (Chaetodipus, Dipodomys, Heteromys,
Liomys, Microdipodops y Perognathus) (Schmidly et al., 1993; Williams et al., 1993).
Estos géneros tienen abazones en las mejillas que disponen para almacenar
alimento. Esta adaptacion les permite la recolectar y transportar el alimento de forma
muy eficiente en periodos de tiempo cortos (Reichman, 1983). Estos roedores
almacenan su alimento en galerias construidas bajo troncos, rocas y arbustos
(Espinosa y Chavez, 2005) y son depredadores/removedores sustanciales de
semillas, lo cual influye en la estructuraciéon de comunidades de plantas anuales en

habitats desérticos (Sanchez—Cordero y Fleming, 1993). Estos roedores son
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granivoros, recolectores y consumidores de frutos y semillas, aunque pueden incluir
ocasionalmente en sus dietas materia vegetal adicional y artrépodos (Janzen, 1982;
Sanchez-Cordero y Fleming, 1993).

Rata canguro de Merriam (Dipodomys merriami)

Clasificacién taxonémica

Cuadro 9. Clasificacion taxonémica de la rata canguro de Merriam Dipodomys
merriami (ITIS, 2019).

Reino Animalia
Phylum Chordata
Clase Mammalia
Orden Rodentia
Familia Heteromyidae
Género Dipodomys

Especie Dipodomys merriami Mearns, 1890

Generalidades

La rata canguro de Merriam (Dipodomys merriami, Figura 9), es un roedor nocturno
de la familia Heteromyidae que habita en el desierto Chihuahuense; esta especie
vive en ambientes caracterizados por temperaturas extremas Yy escasa
disponibilidad de alimento (Murray et al., 2006). Este roedor ha desarrollado
mecanismos para reducir sus pérdidas de agua, lo suficiente y mantener el equilibrio
hidrico, uno de estos mecanismos es la obtencion del agua través de los procesos

metabdlicos de su alimento (Soholt, 1975).

Esta especie se distribuye en el sur de los Estados Unidos de América y en México
habita en la peninsula de Baja California en el desierto Sonorense y en los estados
de Chihuahua, Coahuila, Durango, Zacatecas y San Luis Potosi (Hall 1981; Reid
2006). Habitan las zonas aridas y prefieren sitios con vegetacion de pastos y

arbustos escasa y en general las zonas abiertas sin vegetacion. D. merriami

48



construye madrigueras de poca profundidad y de construccion simple entre las
raices de los arbustos y se alimenta de semillas, pastos y algunos insectos (Elizalde-
Arellano, 2014b). Las ratas canguro tienen efectos importantes en la
heterogeneidad espacial y temporal de la vegetacion, mediante el consumo y
distribucion de semillas y partes de plantas; ademas, transforma el suelo al construir
sus madrigueras. Debido a estos habitos contribuyen en la diversidad de especies
vegetales locales formando microhabitats (Fields et al., 1999; Murrieta-Galindo y
Cautle-Garcia, 2016).

Figura 9. Dipodomys merriami dentro de la Reserva de la Biosfera Mapimi.
Fotografia tomada del acervo fotografico del Laboratorio de Medicina de la Conservacion FCB-UJED
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Rata canguro de Nelson (Dipodomys nelsoni)

Clasificacién taxonémica

Cuadro 10. Clasificacion taxonémica de la rata canguro de Nelson Dipodomys
Nelsoni (ITIS, 2019).

Reino Animalia
Phylum Chordata
Clase Mammalia
Orden Rodentia
Familia Heteromyidae
Género Dipodomys

Especie Dipodomys nelsoni Merriam, 1907

Generalidades

La rata canguro de Nelson (Dipodomys nelsoni, Figura 10) es una especie endémica
de México (Aragdn, 2006). Esta especie se distribuye en el desierto Chihuahuense
en el este de Chihuahua y noreste de Durango; también habita al este y sureste de
Coahuila, suroeste de Nuevo Leo6n y parte de San Luis Potosi y Zacatecas. La rata
canguro habita en sustrato arenoso-rocoso. En Mapimi, Durango a estos roedores
se les encuentra en zonas de pastizal y de matorral en menor abundancia (Best,
1988; Hernandez et al., 2005; Hernandez y Laundré, 2011; Elizalde-Arellano et al.,
2014b).
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Figura 10. Dipodomys nelsoni capturado dentro de la Reserva de la Biosfera
Mapimi.
Fotografia tomada por: Dra. Cristina Garcia De la Pefia, 2017

Raton de abazones Chihuahuense (Chaetodipus eremicus)

Clasificacion taxondmica

Cuadro 11. Clasificacion taxondmica del raton de bolsillo Chihuahuense
Chaetodipus eremicus (ITIS, 2019).

Reino Animalia
Phylum Chordata

Clase Mammalia
Orden Rodentia
Familia Heteromyidae
Geénero Chaetodipus

Especie Chaetodipus eremicus Mearns, 1898
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Generalidades

El raton de abazones chihuahuense (Chaetodipus eremicus, Figura 11) se
distribuye en el desierto Chihuahuense, en el norte y centro de México en los
estados de Chihuahua, Coahuila y San Luis Potosi, y en el suroeste de los Estados
Unidos de América, especificamente en Nuevo México y Texas (Hall, 1981). Este
roedor se asocia a suelos aluviales blandos o arenosos, es raro encontrarlo en areas
rocosas (Davis and Schmidly, 1994, Findley et al., 1975; Jones y Manning 1991;
Yancey, 1997) y vegetacion de matorral de desierto como acacias, gobernadora,
mezquite, tasajillo y algunos pastos; sin embargo, en ocasiones se le encuentra en
areas riberefias (Schmidly 1977; Yancey, 1997; Root et al., 1999).

Esta especie es estrictamente nocturna y se alimenta principalmente de semillas,
incluidas las de la maleza de escoba (Gutierreza sp.), gobernadora (Larrea sp.) y
mezquite (Prosopis sp.), las cuales deposita en las bolsas de las mejillas (Davis y
Schmidly 1994); asimismo se alimentan de pastos cuando las semillas son escasas
(Schmidly, 1977).

Figura 11. Chaetodipus eremicus capturado dentro de la Reserva de la Biosfera
Mapimi.
Fotografia tomada del acervo fotogréafico del Laboratorio de Medicina de la Conservacién FCB-UJED
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Raton de abazones de Nelson (Chaetodipus nelsoni)

Clasificacién taxonémica

Cuadro 12. Clasificacion taxondmica del raton de abazones de Nelson
Chaetodipus nelsoni (ITIS, 2019).

Reino Animalia
Phylum Chordata
Clase Mammalia
Orden Rodentia
Familia Heteromyidae
Género Chaetodipus

Especie Chaetodipus nelsoni Merriam, 1894

Generalidades

El ratdbn de abazones de Nelson (Figura 12), se distribuye en el sureste de Nuevo
México, el oeste de Texas y en el centro-norte de México (Hall, 1981). Se le
encuentra en sitios de pendientes escarpadas, terrenos arenosos, en pilas de rocas
y en riberas o laderas rocosas (Bailey, 1905; Blair, 1940; Blair, 1949; Boeer y
Schmidly, 1977). A Ch. nelsoni se le encuentra en habitats con vegetacion
predominada por nopal (Opuntia spp), gobernadora (Larrea tridentata), ocotillo
(Fouquieria splendens), mezquite (Prosopis sp), sotol (Dasylirion sp), lechuguilla
(Agave lechuguilla), pasto grama (Cynodon dactylon) y candelilla (Euphorbia
antysiphilitica) (Best, 1994).

El ratdbn de abazones de Nelson es un roedor estrictamente nocturno que abandona
la madriguera al anochecer. Las madrigueras las construye en las bases de los
arbustos espinosos del desierto y rara vez exploran cubiertas de arbustos o rocas.
Se alimentan particularmente de semillas de diversas especies de arbustos y

pastos; ademas consume insectos y otras partes de las plantas. Los alimentos los
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transportan en bolsas externas en las mejillas, los cuales almacenan en camaras
de su sistema de madrigueras (Best, 1994; Schmidly, 1999). Debido a sus habitos
alimenticios, el raton de abazones de Nelson, desempefia un papel importante en
la dispersion de semillas de la vegetacion del desierto, distribuyendo las especies
nativas de la zona, ademas de actuar como una base de alimento de buhos y
serpientes. Las estructuras de sus madrigueras airean los suelos en los que se
encuentra. Ch. nelsoni es considerada una especie indicadora de los pastizales del
desierto Chihuahuense, y es una especie muy caracteristica y abundante dentro de

su zona de distribucion (Best, 1994).

Figura 12. Chaetodipus nelsoni dentro de la Reserva de la Biosfera Mapimi.
Fotografia tomada del acervo fotografico del Laboratorio de Medicina de la Conservacién FCB-UJED

4.4.2 Cricétidos

La familia Cricetidae es una familia extremadamente diversa, pertenece a la
superfamilia Muroidea, la cual esta representada por ratas y ratones de campo
(Leon-Tapia, 2014). Se trata de las familias de mamiferos con mas especies (n=681)
clasificadas en 130 géneros y en 6 subfamilias (Arvicolinae, Cricetinae,
Lophiomyinae, Neotominae, Sigmodontinae y Tylomynae) (ADW, 2014). Estas

especies se extienden por Norteamérica, Sudamérica, Europa y la mayor parte de
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Asia desde el sur y hasta el norte de China. Los cricétidos ocupan un espectro de

hébitats muy amplio e incluye climas secos, humedos, calidos y frios (ADW, 2014).

En México, los cricétidos estan representados por 23 géneros y 142 especies
(Ramirez-Pulido et al., 2014). Algunos de sus géneros incluyen una riqueza de
especies alta, se distribuyen a lo largo del pais como las ratas Neotoma, los ratones
Reithrodontomys y Peromyscus. Otros géneros son menos diversos y su
distribucion se restringe a pequefias areas como las ratas Xenomys y Nelsonia o
los ratones Osgoodomys (Ledn-Tapia, 2014).

En México, los cricétidos se han adaptado a diversos ambientes ecoldgicos, desde
las selvas tropicales hasta las zonas templadas de bosque de coniferas, ademas
por su tamafio pequefio, adaptaciones de masticacién, alimentacion y reproduccion,
constituyen el grupo de roedores y de los mamiferos en general, con mayor éxito

(Cervantes y Ballesteros, 2012).

Raton de cactus (Peromyscus eremicus)

Clasificacion taxondmica

Cuadro 13. Clasificacién taxonémica del ratén de cactus Peromyscus eremicus
(ITIS, 2019).

Reino Animalia
Phylum Chordata
Clase Mammalia
Orden Rodentia
Superfamilia Muroidea
Familia Cricetidae
Subfamilia Neotominae
Genero Peromyscus

Especie Peromyscus eremicus Baird, 1858
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Generalidades

La distribucion del raton de cactus (Peromyscus eremicus, Figura 13), abarca los
estados de Texas, Nuevo México, Arizona, California, Nevada y Utah en Estados
Unidos de América. En México esta especie se extiende por Baja California, Sinaloa,
Sonora, Coahuila, Chihuahua, Durango, Nuevo Ledn, San Luis Potosi, Guanajuato
y Zacatecas (Veal y Caire, 1979). Esta especie es comun en habitats riberefios y de
arbustos del desierto, habita en diversas asociaciones ecolégicas como pastos y
mezquites, 0 en asociaciones representadas con matorrales de salvia y laderas,
incluso en asociaciones de bosques espinosos cortos y arbustos del desierto de
Sonora (Blair, 1943; Vaughn, 1954; Caire, 1978). Puede también habitar en
ambientes rocosos, pero muestra preferencia por sustratos arenosos y suelos
arcillosos (Long, 1940; MacMillen, 1964; Lewis, 1972).

La dieta de este roedor consiste principalmente de frutas y flores de arbustos. Las
semillas, los insectos y la vegetacion verde suele consumirla en cantidades
variables segun la abundancia estacional (Bradley y Mauer, 1973; Meserve, 1976)
y forrajea en arboles de mezquite y arandanos (Davis, 1966). Los ratones de cactus
suelen estimular el sopor durante el verano para conservar el agua y prolongar las
reservas de alimentos o cuando el suministro de energia es limitado (MacMillen,
1964, 1965). P. eremicus es parasitado por el nematodo Gongylonema peromysci,
15 especies de acaros, nueve especies de niguas, cuatro especies de garrapatas,
17 especies de pulgas y por dos especies de piojos (Anoplura) (Whitaker, 1968;
Wrenn y Loomis, 1974). En San Luis Potosi, la mayoria de los individuos
capturados, tenian larvas grandes de mosca bot (Oestridae) debajo de la piel de sus
flancos, espalda o entre sus hombros (Dalquest, 1951).
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Figura 13. Peromyscus eremicus dentro de la Reserva de la Biosfera Mapimi.
Fotografia tomada del acervo fotografico del Laboratorio de Medicina de la Conservacién FCB-UJED

Rata magueyera (Neotoma albigula)

Clasificacion taxondmica

Cuadro 14. Clasificacion taxonémica de la rata magueyera Neotoma albigula
(ITIS, 2019).

Reino Animalia
Phylum Chordata
Clase Mammalia
Orden Rodentia
Familia Cricetidae
Género Neotoma

Especie Neotoma albigula Hartley 1894
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Generalidades

La rata magueyera (Neotoma albigula, Figura 14) es principalmente de hébitos
nocturno, se le encuentra en una variedad de hbitats amplia a lo largo de su rango
geografico (Brown, 1968). Esta especie se distribuye desde el sureste de California
y el sureste de Utah, hasta el centro de Texas, noreste de Michoacan e Hidalgo en
México. En el norte del estado de Chihuahua, N. albigula coexiste con otras
especies de Neotoma (Anderson, 1972; Macedo y Mares, 1988). En é&reas
desérticas, aunque estas especies de ratas enfrentan temperaturas de verano que
frecuentemente estan por debajo de los limites letales, han logrado sobrevivir ya
gue presentan una cantidad reducida de pelaje y un sistema vascular eficiente,
ademas de mantenerse en sus madrigueras durante las temperaturas ambientales
atas (Brown, 1968).

Ademas, la capacidad de N. albigula para sobrevivir en hébitats aridos, se ve
favorecida por las adaptaciones de comportamiento como la nocturnidad y la
eleccion de alimentos ricos en agua para satisfacer su requerimiento hidrico (Lee,
1963; Schmidt-Nielsen y Schmidt-Nielsen, 1952); el consumo de agua se relaciona
inversamente con su disponibilidad en el habitat (Boice, 1969; Boice y Boice, 1968).
Debido a su tamafio, estas ratas requieren mas agua que las ratas canguro o los
ratones de abazones. Se ha demostrado que la rata magueyera es altamente
vulnerable a la desecacién, ya que no tiene capacidad para concentrar urea y
electrolitos en la orina como lo hacen la mayoria de los roedores (Schmidt-Nielsen

et al., 1948) durante las épocas mas secas del afio.

Los cactus ricos en agua constituyen aproximadamente el 90% de la dieta de este
marido, lo que ha llevado a este roedor a generar una adaptacion fisioldgica de
consumir el acido oxalico, un componente del cactus que suele ser altamente toxico
para otros mamiferos (Schmidt-Nielsen, 1964). Como para la mayoria de las
especies que habitan los ecosistemas desérticos, el agua es considerada un factor

limitante para las poblaciones de esta rata en ciertas regiones (Olsen, 1976).
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A N. albigula se le encuentra principalmente en regiones aridas y con frecuencia se
le asocia con grupos de nopales (Opuntia sp.), ya que se ha reportado que esta
cactacea determina su abundancia, ademas de tratarse de un recurso utilizado por
este roedor como fuente de agua mas que de alimento (Olsen, 1976). Cuando el
nopal no esta disponible, las fuentes alternativas de alimento son las yucas y los
enebros (Freeman, 1974). Las areas con gran cantidad de materia vegetal muerta,
mejora la poblacion de esta rata, debido a que proporciona cobertura y material de

construccion para su vivienda (Armstrong, 1972; Blair, 1954).

Figura 14. Neotoma albigula dentro de la Reserva de la Biosfera Mapimi.
Fotografia tomada del acervo fotografico del Laboratorio de Medicina de la Conservacién FCB-UJED

Se ha documentado que la actividad de la rata magueyera aumenta la cantidad de
sales solubles totales, bicarbonatos y iones de nitrato en el suelo, atribuido a las
excretas y los materiales utilizados para construir sus madrigueras. Ademas, este
roedor contribuye a la aireacion del suelo y la filtracion de agua en las zonas en que

habita al excavar para construir sus madrigueras (Greene y Reynard, 1932).

4.4.3 Microbiota en roedores

Khol et al.,, (2014), compararon las comunidades microbianas en camaras
intestinales y las heces en roedores herviboros (Neotoma spp.) mediante
secuenciacion del gen 16S rRNA. El phylum Firmicutes fue dominante en el
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estbmago, ciego e intestino grueso, mientras que Bacteroidetes comprendio la
mayor comunidad del intestino anterior, intestino delgado y las heces. Weldon et al.,
(2015), caracterizaron la microbiota intestinal de ratones (Mus musculus
domesticus) silvestres utilizando secuenciacion de alto rendimiento; sus resultados
mostraron que Firmicutes y Bacteroidetes fueron los phyla mas abundantes en

todas las muestras con una media de 68% y 22%, respectivamente.

Maurice et al., (2015), realizaron secuenciacién del gen 16S rRNA de ratones
silvestres (Apodemus sylvaticus) en dos bosques, donde determinaron que los
individuos estaban colonizados por 10 phyla bacterianos, dominados por Firmicutes,
Bacteroidetes y Proteobacteria. Dentro del phylum Firmicutes, Lactobacillus fue el
mas abundante. Li et al., (2017), realizaron un andlisis basado en la secuenciacion
del gen 16S rRNA de muestras luminares y de la mucosa del tracto digestivo de
rata. Se identificaron 21 grupos taxondomicos. La mayor parte de los taxa
pertenecieron a Firmicutes (78.7%) y el resto se distribuyé entre los phyla
Bacteroidetes (9.1%), Proteobacteria (6.6%), bacterias no clasificadas (2.7%),
Tenericutes (1.0%), Actinobacteria (0.8%), Cyanobacteria (0.5%), Deferribacteres
(0.3%) y Deinococcus-Thermus (0.1%).

Debebe et al., (2017), reportaron el microbioma fecal de la rata topo desnuda
(Heterocephalus glaber) en estado de vida avanzado utilizando secuenciacion
lllumina mediante las regiones V3-V4 del gen 16S rRNA. Los phyla predominantes
de las muestras fueron Firmicutes (40.8%), Bacteroidetes (38.8%), Spirochaetes
(12%), Actinobacteria (2.7%), Proteobacteria (2.6%) y Sinergistetes (1.3%).
Ericsson et al. (2018), caracterizaron la microbiota del intestino de raton bajo la
influencia de diversos factores de cria. La microbiota fecal de la muestra de
referencia fue dominada por los phyla Bacteroidetes y Firmicutes, mientras que los
phyla Actinobacteria, Cyanobacteria, Deferribacteres, Proteobacteria, TM7 vy

Tenericutes fueron reportados en menor abundancia.

Schmidt et al., (2019), caracterizaron la microbiota fecal de ratones ciervos
(Peromyscus maniculatus) en cautiverio y vida libre. Los datos se analizaron

mediante secuenciacion Illumina HiSeq del gen 16S rRNA. Los phyla Firmicutes
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(68.9%y 41.1%), Bacteroidetes (20.72% y 50.22%) y Proteobacteria (8.53% y 5.5%)
se encontraron como predominantes entre los individuos en cautiverio y silvestres,

respectivamente.
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V. MATERIALES Y METODOS

5.1 Areade estudio

La Reserva de Biosfera Mapimi (Figura 15) ocupa una superficie de 342,388 ha y
comprende parte de los estados de Chihuahua, Coahuila y Durango, México (26°00’
y 26°10° Ny 104°10’ y 103°20’ O; 1250 msnm). El clima es arido, semicalido BWhw
(e), con una temperatura media anual de 25.5°C y lluvias en verano con una
precipitacion media anual de 264mm (Garcia, 2004). La vegetacion abundante son
los matorrales rosetofilo y microfilo, asi como la vegetacion haldfila y gipsofila
(Rzedowski, 2006).

o
L =

W00W Wrew

Figura 15. Ubicacion de la Reserva de la Biosfera Mapimi.
Fotografia tomada por: I. Pacheco-Torres, 2018

5.2 Trabajo de campo

Para llevar a cabo la toma de muestras fecales se solicitd permiso de colecta
cientifica ante la Direccion General de Vida Silvestre de la Secretaria de Medio
Ambiente y Recursos Naturales (folios 004059/18 y 02241/19).

El trabajo de campo se realizé durante la Ultima semana de julio y la primera semana

de agosto de 2018 y 2019 (10 dias por muestreo).
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5.2.1 Medidas sanitarias

Durante el muestreo, se tomaron las debidas precauciones para evitar el contacto
directo entre las heces y el personal del equipo de trabajo, previniendo la
transmision de microorganismos. Cada integrante del equipo utilizé cubre bocas y

pares de guantes desechables.

5.2.2 Recolecta de heces de vertebrados diurnos

La recolecta de heces de vertebrados diurnos se realizo durante las primeras horas
de luz del dia, realizando recorridos en transectos de 1 km de longitud para colectar
heces frescas de vertebrados con actividades diurnas. Para la identificacion de las

excretas encontradas se uso la referencia de Aranda-Séanchez (2012).

5.2.3 Recolecta de heces de murciélago

La recolecta de heces de murciélago se realizé en una colonia de murciélago
Antrozous pallidus dentro del Laboratorio del Desierto del INECOL en la Reserva de
la Biosfera Mapimi (Medellin et al., 2008). Para la toma de muestras fecales se
colocé una manta blanca estéril debajo de los individuos para evitar contaminacion

de las heces con microorganismos del suelo al momento de caer.

5.2.4 Capturay colecta de heces de roedores nocturnos

Para determinar los sitios de trampeo de roedores se llevo a cabo un recorrido previo
de exploracion en el area de estudio. La ubicacion de los sitios de trampeo se llevo
a cabo con base en la cobertura vegetal, presencia de refugios y evidencias
indirectas de la presencia de roedores (Elizalde-Arellano et al., 2014b); para ello,
durante la noche (0800 a 0400 hrs) a lo largo de un transecto (Nichols y Conroy,
1996; Romero-Almaraz et al., 2007) se colocaron 37 trampas tipo Sherman
manteniendo una distancia entre cada una de ellas de 15 m (Romero-Almaraz et
al., 2007). Dentro de las trampas se colocé cebo compuesto por una mezcla de
avena, platano y vainilla (Romero-Almaraz et al., 2007). Las trampas se revisaron
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cada dos horas para determinar aquellas que se encontraran activas; los roedores
capturados se colocaron en cajas de plastico transparentes, se les tomo fotografias
y fueron identificados a nivel de especie utilizando claves taxonémicas (Alvarez-
Castafieda et al., 2015). Posteriormente, fueron liberados en el mismo sitio de
captura. Para evitar muestrear un mismo roedor, a los individuos capturados se les
coloc6é una marca en la cola con pintura textil no toxica. Las muestras fecales

depositadas en la caja plastica fueron recolectadas con pinzas estériles.

5.2.5 Preservacion de muestras fecales

La preservacién de muestras se realiz6 colocando aproximadamente 0.25 gramos
de las muestras colectadas de las diferentes especies de vertebrados en tubos para
lisis celular ZR BashingBead™ del kit Xpedition™ Zymo BIOMICS™ de la marca
Zymo Research™ y se agregaron 750 pl de solucion lisante/estabilizadora para
conservar el DNA viable. Posteriormente, cada tubo fue procesado en un disruptor

celular TerraLyzer™ durante 30 segundos y se conservo a temperatura ambiente.

5.3 Trabajo de laboratorio

La fase de laboratorio se llevd a cabo en el Laboratorio de Medicina de la
Conservaciéon de la Facultad de Ciencias Biologicas-UJED y en el Laboratorio
Nacional en Salud: Diagndstico Molecular y Efecto Ambiental en Enfermedades
Croénico-Degenerativas de la UNAM ubicado dentro de las instalaciones de la

Facultad de Estudios Superiores-lztacala, Ciudad de México.

Extraccién de DNA. - La extraccion del DNA se llevo a cabo a partir de las muestras
fecales utilizando el kit Xpedition™ Zymo BIOMICS™ de la marca Zymo
Research™. Este proceso se llevd a cabo en una campana de flujo laminar UV con
todos los protocolos de esterilidad para evitar la contaminacion de las muestras. Los
productos de extraccion de DNA se corrieron en geles de agarosa al 1.2% a 80V
durante 45 minutos en camara de electroforesis BIO-RAD para visualizar la
presencia de DNA de alto peso molecular. La visualizacion se llevo a cabo en un
fotodocumentador GelMaxTM (UVP®).
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Cuantificacion del DNA. - La cantidad de DNA obtenida a partir de las muestras se

midid en un fluorémetro marca Qubit® 3.0.

Secuenciacion masiva de siguiente generacion. - Se llevo a cabo la amplificacion
de las regiones V3-V4 del gen 16S rRNA. Para ello, se emplearon los primers
sugeridos por Klindworth et al., (2013). Estas secuencias fueron S-D-Bact-0341-b-
S-17 5"-CCTACGGGNGGCWGCAG-3' y S-D-Bact-0785-a-A-21 5-
GACTACHVGGGTATCTAATCC-3, las cuales producen un amplicon de ~460 pb.

Al unir estas secuencias a los adaptadores “overhang” del protocolo 16S de Illumina

(2013) gquedaron de la siguiente manera: 5-
TCGTCGGCAGCGTCAGATGTGTATAAGAGACAGCCTACGGGNGGCWGCAG-
3 y 5 -

GTCTCGTGGGCTCGGAGATGTGTATAAGAGACAGGACTACHVGGGTATCTAA
TCC-3" (amplicén de ~550 pb). Para este proceso, se utilizd el protocolo de PCR
16S de lllumina (2013) empleando 12.5 pl de MyTaq™ Ready Mix 1X (Bioline®), 1
pl de cada primer (10 nM), 5 pl de DNA (50 ng totales) y 5.5 pl de H20 Grado
Molecular; se utilizo el siguiente ciclo: 95°C por 3 minutos; 25 ciclos de 95°C por 30
segundos, 55°C por 30 segundos, 72°C por 30 segundos; 72°C por 5 minutos en un
termociclador Labnet Multigene™ Gradient PCR. Se colocé 1 ul de algunos
productos de PCR en un chip de Bioanalyzer DNA 1000 para verificar el tamafio del

amplicon (~550 pb).

Se realiz6 la purificacion de los amplicones con perlas Agentcourt® AMPure® XP al
0.8%. Posteriormente, los amplicones se etiquetaron utilizando Nextera XT Index
Kit™ para la creacion de las bibliotecas, siguiendo el protocolo de lllumina (2016),
empleando 25 pl de MyTaq™ Ready Mix 1X (Bioline®), 5 pl de cada primer (N7xx y
S5xx), 5 ul de DNA 'y 10 pl de H20 grado molecular; se utilizo el siguiente ciclo: 95°C
por 3 minutos; 10 ciclos de 95°C por 30 segundos, 55°C por 30 segundos, 72°C por
30 segundos; 72°C por 5 minutos. Se realizé la purificacion de las bibliotecas con
perlas Agencourt® AMPure® XP al 1.2%. Se coloc6 1 ul de la biblioteca final de
algunos productos de PCR seleccionados al azar en un chip de Bioanalyzer DNA

1000 para verificar el tamafio del amplicon esperando un tamafo de ~630 pb.
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Finalmente, se realizé la cuantificacion, normalizacion (equimolaridad), la
agrupacion de las bibliotecas y la secuenciacion masiva de siguiente generacion
(MiSeq lllumina® de 2x250 lecturas de final pareado) siguiendo el protocolo para

metagendmica 16S (lllumina, 2013).

5.4 Andlisis bioinforméatico

Los resultados de la secuenciacion se almacenaron en la aplicacion digital de
lllumina BaseSpace en formato FASTQ. El andlisis de las secuencias se realizo en
Oracle VM VirtualBox 5.1.14 en la plataforma MGLinux mediante el software
bioinforméatico Quantitative Insights Into Microbial Ecology (QIIME) v.1.9.0
(Caporaso et al., 2010). El proceso se inicid ensamblando las secuencias forward
y reverse utilizando el programa PEAR (Zhang et al., 2014) con un traslape de 50
pb, una longitud minima por lectura de 430 pb y maxima de 470 pb, un criterio de
calidad Q30, el cual considera una base erronea por cada 1000 bases y un valor
de P<0.0001. Enseguida, los archivos fueron convertidos a formato FASTA y se
llevd a cabo la eliminacion de secuencias quiméricas de las muestras con
USEARCH (Edgar, 2010).

La seleccion de OTUs se realizé con el método UCLUST (Edgar, 2010) al 97% de
similitud; se obtuvo una secuencia representativa para cada OTU y se asigno la
taxonomia tomando como referencia la base de datos EzBioCloud (Yoon et al.,
2017). Después se construy6 la tabla de OTUs en formato biom (Biological
observation matrix; McDonald et al., 2012), donde se separaron los dominios y se
filtraron los singletons (OTUs que solo tuvieron una observacion), esto ultimo de
acuerdo con Navas-Molina et al., (2013).

Para cada especie de vertebrado se obtuvieron las tablas de abundancia absoluta
de OTUs y se graficé el nimero de secuencias por el nimero de taxa, en la
categoria género, para observar si se logré una profundidad de cobertura adecuada
(curvas de tendencia asintota); estas graficas se realizaron en PAST ver 3.15
(Hammer et al., 2001).

Para aquellas especies de vertebrados que contaban con dos o0 mas muestras se

llevd a cabo un proceso de rarefaccion aleatoria simple (Weiss et al., 2017)
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tomando el maximo valor de secuencias compartidas por todas las muestras de la
especie. De esta forma se obtuvo un archivo BIOM estandarizado para cada
vertebrado.

La diversidad alfa se calculé con los indices de Shannon y Simpson para cada
especie de vertebrado.

Se obtuvieron las abundancias relativas para phylum, familia y género y se
graficaron en Excel como graficas de barras, en Krona (Ondov, 2011) como graficas
de sectores 0 en Morpheus (Morpheus,
https://software.broadinstitute.org/morpheus) como graficos de calor segun
convino. Para las gréficas de calor, se utiliz6 el método de conglomerados
jerarquicos con medida euclidiana para generar un dendograma de las muestras.
Posteriormente, para aquellos vertebrados que contaron con dos o0 mas muestras
se llevo a cabo la determinacién de la microbiota nucleo al 100% (OTUs presentes
en todas las muestras); esto se llevé a cabo a nivel de género con el comando

compute_core_microbiome.py.

5.4.1 Potencial patégeno y/o zoonético

Cada género y especie de bacterias registradas para cada especie de vertebrado
fue consultada en la literatura disponible para indicar su posible potencial patdgeno
0 zoonotico en vertebrados (Jackson et al., 1980; Love et al., 1980; Podschun y
Ulimann, 1998; Stoffel et al., 2000; Acha y Szyfres, 2001; Pienaar et al., 2003; Tu et
al., 2004; Garrity et al., 2005; Diaz-Peromingo et al., 2006; Gomez et al., 2006;
Meerburg y Kijlstra, 2007; Oehler et al., 2009; McClure, 2012; Martinez et al., 2013;
Alvarez-Hernandez et al., 2015; Estell et al.,2016; Julie-Gard, 2016; Acke, 2018;
Ferreira et al.,2018; Hazeleger et al., 2018; Garcia-De la Pefia et al., 2019).
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5.4.2 Comparacion de la composicion de la microbiota bacteriana fecal entre
vertebrados

Se generaron graficas de abundancia relativa comparativas entre las diferentes
especies de vertebrados a nivel de phylum, familia y género en el programa QIIME.
Se calculd la diversidad beta (similitud) entre especies mediante el indice de Bray-
Curtis (Beals, 1984) cuya matriz se utilizo para realizar un andlisis de coordenadas
principales (PCoA) el cual se visualiz6 en el programa Emperor (Vazquez-Baeza et
al., 2013).
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VI. RESULTADOS

6.1 Coyote (Canis latrans)

Se analizaron tres muestras fecales de tres individuos diferentes de coyotes adultos.
La media del nimero total de secuencias obtenidas para las tres muestras antes del
ensamblaje fue de 241,849 y la media de secuencias ensambladas fue de 35,165y
la media de secuencias desechadas fue 206,683; en promedio se eliminaron 192
quimeras, dejando una media de secuencias de calidad de 34,848. Tras la
asignacion taxonomica, se obtuvo una media de secuencias bacterianas de 33,604

gue después de eliminar los singletons fue de 25,672 (Cuadro 15).

Se registro una profundidad de cobertura adecuada en cuanto al numero de OTUs
bacterianos de las muestras, ya que todas las curvas alcanzaron la asintota a partir
de 15,000 secuencias; el proceso de rarefaccion se realizé a 18,000 secuencias
(Figura 16). La media del indice de diversidad de Shannon fue de 4.8 y de Simpson
de 0.84 (Cuadro 16).

Cuadro 15. Numero de secuencias bacterianas fecales obtenidas para cada
individuo de coyote (Canis latrans).

Individuo Totales  Ens ’Des 3QE 4SC 5SB 6SBSS
1 302,633 31,278 271,355 126 31,054 29,727 22,578

2 195,822 47,988 147,834 269 47,562 46,145 35,105

3 227,092 26,230 200,862 181 25,966 24,940 19,334
Media 241849 35165 206 683 192 34848 33604 25672

!Ensamblas, 2Desechadas, *QE: quimeras eliminadas, *SC: secuencias de calidad después
de la eliminacién de quimeras, °SB: secuencias bacterianas después de la asignacion
taxondmica, °SBSS: secuencias bacterianas después de la eliminacién de los singletons.
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Cuadro 16. indices de diversidad alfa para cada muestra fecal de coyote (Canis
latrans).

Muestra  Indice Shannon Indice Simpson

1 4.5 0.78
2 4.8 0.86
3 5.0 0.88
Media 4.8 0.84

T T T T T T
5.0E<03 1.0E+04 1.5E+04 2.0E+04 2.5E+04 3.0E+04
Secuencias

Figura 16. Niamero de secuencias por el nimero de OTUs para cada muestra fecal
de coyote (Canis latrans) sin rarificar.

Se registraron nueve phyla, de los cuales Fusobacteria (¥=68%), Firmicutes
(¥=26.6%), Actinobacteria (x=2.5%), Proteobacteria (x=2.4%) y
Saccharibacteria_ TM7 (x¥=0.18%) fueron los mas abundantes (Figura 17). Se
determinaron 14 clases, entre las que Fusobacteria_c (¥=68%), Clostridia
(x=26.5%), Coriobacteria (¥=2.5%), Gammaproteobacteria (¥=1.2%) vy

Epsilonproteobacteria (Xx=1.03%) mostraron los porcentajes mas altos.

Se obtuvieron 19 6rdenes de los cuales Fusobacterales fue el mas abundante (x=
68%), seguido por Clostridiales (x=26.5%), seguido por Coriobacteriales (¥=2.5%),
Aeromonadales (¥=1.27%) y Campylobacterales (¥x=1.03%). De las 27 familias
registradas predominaron Fusobacteriaceae (¥=68%), Lachnospiraceae (¥x=9.17%),

Clostrodiaceae (x=7.1%), Peptostreptococcaceae (¥=6.0%) y Ruminococcaceae

70



(¥=3.9%) (Figura 18). Se reportaron 87 géneros donde los mas abundantes fueron
Fusobacterium (¥=68%), Clostridium (x=7.1%), Clostridium_g4 (¥=5.3%),
AJS76336_g (¥=3.14%) y Collinsella (x=2.2%). El mapa de calor de los géneros
cuya abundancia relativa fue mayor a 0.01% se muestra en la Figura 19. Se

contabilizaron 87 especies las cuales no se conocen.

100%

90%
80%
H Saccharibacteria_ TM7
70% = Proteobacteria
u Actinobacteria
60% H Firmicutes
® Fusobacteria
50%
40% — n— — T

Coyotel Coyote2 Coyote3 Media

Abundancia relativa

Muestras

Figura 17. Abundancia relativa (%) individual y promedio de los principales phyla
de bacterias fecales de coyote (Canis latrans).
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Figura 18. Abundancia relativa (%) individual y promedio de las principales familias
de bacterias fecales de coyote (Canis latrans).
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Figura 19.Mapa de calor de los géneros bacterianos fecales de coyote (Canis
latrans), cuya abundancia relativa fue mayor a 0.01%.
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Los géneros que se registraron como microbiota ndcleo se muestran en el cuadro
17. Con base en los resultados, se determinaron tres géneros de bacterias que,
segun la literatura disponible, son organismos patégenos o zoonéticos en canidos
(cuadro 18).

Cuadro 17. Géneros de bacterias fecales que conformaron la microbiota nucleo
de coyote (Canis latrans).

Géneros
AB239481 g Eubacterium_g23
Acholeplasma_g2 Faecalibacterium
AJ576336_g FJ880395 g
Anaerobiospirillum Fusobacterium
AY305316_g GL872355_g
Blautia Helicobacter
Butyricicoccus HM123979 g
Campylobacter Hydrogenoanaerobacterium
Caproiciproducens Novosphingobium
Clostridium Oribacterium
Clostridium_g12 Oscillibacter
Clostridium_g24 Paeniclostridium
Clostridium_g#4 Pseudoflavonifractor
Clostridium_g7 Ruminococcus_g4
Collinsella Slackia
Dorea Sporobacter
EF400272_g Succinivibrio

Eisenbergiella

Cuadro 18. Prevalencia (%) de géneros bacterianos potencialmente patégenos y
zoonoticos registrados en muestras fecales de coyote (Canis latrans).

Género y especie  Gram Potencial (%) Referencia
Campylobacter - Zoonatico 100 Bonachea, 2013.
Fusobacterium - Zoonotico 100  Oehler et al., 2009.

Stoffel et al., 2000;

Helicobacter - Patogena/zoonotico 100 Gomez et al., 2006.
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6.2 Gato montés (Lynx rufus)

Las secuencias obtenidas antes del ensamblaje fueron 256,847, las ensambladas
fueron 31,880 y las desechadas fueron 224,467; se eliminaron 243 quimeras,
dejando 31,557 secuencias de calidad. Tras la asignacién taxondmica, se
obtuvieron 30,467 secuencias bacterianas, las cuales después de eliminar los
singletons quedaron 24,070. Se registro una profundidad de cobertura adecuada en
cuanto al numero de OTUs bacterianos de las muestras, ya que la curva alcanzo la
asintota aproximadamente a las 12,500 secuencias (Figura 20). Los indices de
diversidad de Shannon y Simpson fueron de 3.9 y 0.75 respectivamente.

T T T T T T T T T
250E+03 5.00E+03 7.50E+03 1.00E+04 1.25E+04 1.50E+04 1.75E+04 2.00E+04 2.25E+04

Figura 20. Numero de secuencias por el numero de OTUs para de muestra fecal de
gato montés (Lynx rufus) sin rarificar.

Siete phyla fueron registrados, de los cuales Fusobacteria (68%), Firmicutes
(23.6%), Actinobacteria (6.7%), Proteobacteria (1.1%) y Saccharibacteria_ TM7
(0.18%) fueron los mas abundantes (Figura 21). Se determinaron nueve clases,
entre las que Fusobacteria_c (68.3%), Clostridia (23.5%), Coriobacteria (6.7%),
Gammaproteobacteria (1.0%) y Saccharimonas_c (0.2%) mostraron los porcentajes
mas altos (Figura 22). Se obtuvieron nueve érdenes de los cuales Fusobacterales
fue el mas abundante (68.3%), luego Clostridiales (23.5%), seguido por

74



Coriobacteriales (6.7%), Aeromonadales (0.96%) y Saccharimonas o0 (0.2%)
(Figura 23). De las 13 familias registradas predominaron Fusobacteriaceae (68.3%),
Peptostreptococcaceae (12.5%), Lachnospiraceae (7.8%), Coriobacteraceae
(6.7%) y Ruminococcaceae (2.9%) (Figura 24).

Se reportaron 46 géneros (Figura 25) donde los méas abundantes fueron
Fusobacterium  (68.3%), Clostridium_g4 (12.1%), Collinsella  (6.0%),
Clostridium_g24 (2.6%) y Blautia (2.1%). Se contabilizaron 47 especies de las
cuales el 93.7% no se conoce, 4.2% posee nomenclatura clave y solo el 2.1% tiene

nombre conocido (Fusobacterium nucleatum).

Bacteria
all

Proteobacteria 1% IE‘

Saccharibacteria_ TM7 0.2% .

— - Tenericutes 0.04% .

Verrucomicrobia 0.008% .

Figura 21. Abundancia relativa (%) de los principales phyla de bacterias fecales de
gato montés (Lynx rufus).
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Figura 22. Abundancia relativa (%) de las principales clases de bacterias fecales de
gato montés (Lynx rufus).
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Figura 23. Abundancia relativa (%) de los principales 6rdenes de bacterias fecales
de gato montés (Lynx rufus).
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Figura 24. Abundancia relativa (%) de las principales familias de bacterias fecales
de gato montés (Lynx rufus).
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Figura 25. Abundancia relativa (%) de los principales géneros de bacterias fecales
de gato montés (Lynx rufus).

Los resultados indican que dos géneros de bacterias son posibles organismos
patégenos o zoonoticos en felinos (Cuadro 19).
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Cuadro 19. Géneros bacterianos potencialmente patdégenos y zoondticos
registrados en la muestra fecal de gato montés (Lynx rufus).

Género y especie Gram Potencial Referencia

Fusobacterium - Pat6gena/zoonético Love et al., 1980; Conrads
et al., 2004.

Campylobacter - Zoonatico Acke, 2018

6.3 Caballo (Equus caballus)

El nimero total de secuencias obtenidas para la muestra fecal de caballo bajo libre
pastoreo antes del ensamblaje fue de 315,764, las secuencias ensambladas fueron
35,161 y desechadas 280,603; se eliminaron 2,678 quimeras, dejando 32,379
secuencias de calidad. Tras la asignacién taxonomica, se obtuvieron 30,910
secuencias bacterianas, las cuales después de eliminar los singletons quedaron
22,619. Se registro una profundidad de cobertura adecuada en cuanto al nimero de
OTUs bacterianos de las muestras, ya que la curva alcanz6 la asintota
aproximadamente a las 12,500 secuencias (Figura 26). El indice de diversidad de

Shannon fue de 8.8 y de Simpson fue de 0.97.

Se registraron 10 phyla, de los cuales Proteobacteria (72.8%), Firmicutes (13.4%),
Actinobacteria (12.5%), Tenericutes (0.56) y Verrucomicrobia (0.35%) fueron los
mas abundantes (Figura 27). Se determinaron 16 clases, entre las que
Alphaproteobacteria (72.8%), Clostridia (13.4%), Actinobacteria ¢ (12.3%),
Mollicutes (0.55%) y Verrucomicrobiae (0.34%) mostraron los porcentajes mas altos
(Figura 28). Se obtuvieron 26 ordenes de los cuales Rhodobacterales fue el méas
abundante (29.5%), seguido por Caulobacterales (16.2%), Sphingomonadales
(15.08%), Clostridiales (13.04%) y Rhizobiales (11.84%) (Figura 29).

De las 46 familias registradas predominaron Rhodobacteraceae (29.5%),
Caulobacteraceae (16.2%), Sphingomonadaceae (15.06%), Christenellaceae
(6.5%) y Rhizobiaceae (5.7%) (Figura 30). Se reportaron 134 géneros (Figura 31)

donde los mas abundantes fueron Brevudimonas (16.2%), género desconocido de
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Rhodobacteraceae (13.1%), Ketogulonicigenium (10.6%), Sphingomonas (6.6%) y
Rhizobium (5.7%).

A nivel género, el 60% de los OTUs logro clasificarse taxondmicamente, siendo
Brevundimonas el mas abundante (16.2%), el 30% fueron bacterias con clave de
identificacion y el 10% restante OTUs desconocidos. Se determinaron 136 especies,
de las cuales el 97% no se conoce, 0.8% posee nomenclatura clave y 2.2% tiene
nombre conocido (Clavibacter michiganensis, Leifsonia xyli y Leucobacter

chromiireducens).

Caballe

1804
160+

140

1204

100+

250E+03 5.00E-03 750603 1.00E+04 1256404 1.50E+04 175504 200604 2255404
Secuencias

Figura 26. Numero de secuencias por el nimero de OTUs para la muestra fecal de
caballo (Equus caballus) sin rarificar.

En este estudio se determinaron que 10 géneros de bacterias son posibles
organismos patdgenos o zoonéticos en caballo (Cuadro 20).
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Fusobacteria 0.03% .

Lentisphaerae 0.02%

Figura 27. Abundancia relativa (%)_de los principales phyla de bacterias fecales de
caballo (Equus caballus).
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Figura 28. Abundancia relativa (%) de las principales clases de bacterias fecales de
caballo (Equus caballus).
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Figura 29. Abundancia relativa (%) de los principales ordenes de bacterias fecales
de caballo (Equus caballus).

Figura 30. Abundancia relativa (%) de las principales familias de bacterias fecales
de caballo (Equus caballus).
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Figura 31. Abundancia relativa (%) de los principales géneros de bacterias fecales

de caballo (Equus caballus).

Cuadro 20. Géneros bacterianos potencialmente patégenos registradas en la

muestra fecal de Caballo (Equus caballus).

Género y especie Gram Potencial Referencia
D - Pienaar et al., 2003; Malnick.
Anaerobiospirillum - Zoonotico
2005
- , Diab et al., 2013; Gohari et al.,
Clostridium + Patogeno 2014
Dietzia + zoonotico Koerner et al., 2009
. , Bailey y Love, 1991; Dorsch et
Fusobacterium - Patogeno al.. 2001
Gordonia N Zo0nético Tsukamura, 1971; Arenskoétter
et al., 2004
Haematobacter - Zoonotico Helsel et al., 2007
Podschun y Ullmann, 1998;
Klebsiella - Patdgeno/Zoonoético Platt y Atherton, 1976; Estell
et al., 2016
Nocardia N Patégeno / Brown-Elliott et al.,, 2006;
Zoondético Condas et al., 2015
Peptoniphilus + Zoondético Brown et al., 2014
Rhodococcus + Patdégeno Camponovo y Garcia, 2006
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6.4 Vaca (Bos taurus)

El nimero promedio de las secuencias obtenidas para las tres muestras fecales de
vaca antes del ensamblaje fue de 283,759, la media de secuencias ensambladas
fue de 155,915 y desechadas fue 127,843; en promedio se eliminaron 2,369
guimeras, dejando una media de secuencias de calidad de 153,032. Tras la
asignacion taxonomica, se obtuvo una media de secuencias bacterianas de
146,683, las cuales después de eliminar los singletons quedaron 109,482 (Cuadro
21). Se registré una profundidad de cobertura adecuada en cuanto al nUmero de
OTUs bacterianos de las muestras, ya que todas las curvas alcanzaron la asintota
a partir de 45,000 secuencias; el proceso de rarefaccién se realiz6 a 90,000
secuencias (Figura 32). Las medias de los indices de diversidad de Shannon y
Simpson fueron 9.2 y 0.99 respectivamente (Cuadro 22).

Cuadro 21. Numero de secuencias bacterianas fecales obtenidas para cada
individuo de vaca (Bos taurus).

Individuo Totales Ens ’Des 3QE 4SC 5SB 6SBSS

1 322,428 138,862 183,566 2,160 136,254 130,967 97,845

2 223,470 145,379 78,091 2,157 142,729 136,010 101,718

3 305,380 183,506 121,874 2,791 180,113 173,074 128,883

Media 283759 155915 127843 2369 153032 146 683 109 482
!Ensamblas, 2Desechadas, *QE: quimeras eliminadas, *SC: secuencias de calidad después
de la eliminacién de quimeras, °SB: secuencias bacterianas después de la asignacion

taxonémica, 8SBSS: secuencias bacterianas después de la eliminacién de los singletons.

Cuadro 22. indices de diversidad alfa para cada muestra de vaca (Bos taurus)

Muestra indice Shannon indice Simpson

1 9.3 0.99
2 9.4 0.99
3 8.9 0.98
Media 9.2 0.99
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Figura 32. Numero de secuencias por el nimero de OTUs para cada muestra de
vaca (Bos taurus) sin rarificar.

Se registraron 17 phyla, de los cuales Firmicutes (¥=88.5%), Verrucomirobia
(¥=6.4%), Cyanobacteria (x=1.3%), Lentisphaerae (x=0.9%) y
Saccharibacteria_ TM7 (x¥=0.8%) fueron los mas abundantes (Figura 33). Se
determinaron 23 clases, entre las que Clostridia (¥=88.8%), Verrucomicrobiae
(¥=6.4%), Vampirovibrio_c (¥=1.3%), Lentisphaeria (Xx=0.9%) y Saccharimonas_c

(x=0.82%) mostraron los porcentajes mas altos.

Se obtuvieron 32 o6rdenes de los cuales Clostridiales fue el mas abundante
(x=88.8%), seguido por Verrucomicrobiales (¥=6.4%), FR888536 o0s (x=1.3%),
Victivallales (x=0.9%) y Saccharimonas_o (¥=0.8%). De las 52 familias registradas
predominaron  Ruminococcaceae  (¥=69%), Lachnospiraceae (¥=11%),
Christensenellaceae (¥=7.2%), Akkermansiaceae (¥=6.4%) y FR888536 f (x=1.3%)
(Figura 34).

Se reportaron 258 géneros donde los mas abundantes fueron Sporobacter
(x=21.6%), AB009176_g (¥=20.1%), Eubacterium_g23 (¥=8.24%), HM630201_g
(¥x=6.4%) y Oscillibacter (¥=2.4%). El mapa de calor de los géneros cuya
abundancia relativa fue mayor a 0.01% se muestran en la figura 35. Se

contabilizaron 273 especies de las cuales el 88.6% no se conoce, el 10.6% posee
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nomenclatura clave y solo el 0.8% tiene nombre conocido (Clavibacter

michiganensis y Campylobacter fetus).
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96%
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90% m Saccharibacteria_TM7
88% & Lentisphaerae

86% = Cyanobacteria

84% m Verrucomicrobia

82% ® Firmicutes

80% = — — N

Vaca3 Vaca2 Vacal Media

Abundancia relativa

Muestras

Figura 33. Abundancia relativa (%) individual y promedio de los principales phyla
de bacterias fecales de vaca (Bos taurus).
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Figura 34. Abundancia relativa (%) individual y promedio de las principales familias
de bacterias fecales de vaca (Bos taurus).
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Los géneros que se registraron como microbiota ndcleo se muestran en la Cuadro

23. Con base en los resultados, se determinaron dos géneros de bacterias que,

segun la literatura disponible son organismos patégenos o zoono6ticos en bovinos

(Cuadro 24).

Cuadro 23. Géneros de bacterias fecales que conformaron la microbiota nucleo de

vaca (Bos taurus).

Géneros

AB009176 ¢
AB185516_¢g
AB192222 ¢
AB218327_¢g
AB239481 ¢
AB264065 ¢
AB506319 g
AB506348 g
Acholeplasma_g2
Actinobaculum
AF018558 ¢
AF286038_¢g
Agathobacter
AJ240981 ¢
AJ400239 g
AJ240981 ¢
AJ400239 g
AJ518873 ¢
AJ576336 ¢
AJ576354 ¢
AM277985 g
AM405620_g
AM500802_g
Aminicella
Anaerovorax
AY305316_g
AY442821 ¢
AY854276 g
BBZZ g
Bifidobacterium
Blautia
Butyricicoccus
Butyrivibrio_g1
Caproiciproducens
Christensenella
Clostridium_g24

Clostridium_g30

Clostridium_g7

Coprococcus_gl
Coprococcus_g2

DQ115988_¢g
DQ353924 ¢g
DQ394632_g
DQ777889 g
DQ904798_g
EF400272_g
EF401862 ¢
EF404038_¢g
EF404387_¢g
EF404788 g
EF406589 ¢
EF436322_¢g
EF436340 g
EF602946 ¢
EF604613 g
Eisenbergiella
Elusimicrobium
EU137610_g
EU259405_¢g
EU259443 ¢
EU381776_g
EU381783_g
EU381914_¢g
EU460979 ¢
EU465635_g
EU465812_¢g
EU504948 ¢
EU775066 ¢
EU791177_¢g
EU794292_¢g
EU842424 ¢
EU843993 g

EU844075_¢g
EU844456_¢g
Eubacterium_g21
Eubacterium_g23
Eubacterium_g4
Eubacterium_g5
Eubacterium_g7
Eubacterium_g8
Faecalibacterium
FJ848389_¢g
FJ848395 g
FJ848448_¢g
FJ879347_¢g
FJ880290_g
FJ880395_g
FJ951890 g
Flexilinea
FR888536_¢g
GL872355 ¢
GQ175418_¢g
GQ422712 g
EU842424 ¢
EU843993_¢g
EU844075_¢g
EU844456_¢g
GQ448104_g
GQ451249 g
GU174072 g
GU174097_¢g
GU174103 ¢
GU302849 ¢
GU322899 ¢
GU324367_¢g
HM124015 ¢
HM124151 g
HM124244 g

HM124260 g
HM630201 g
HQ716403 g
JN162687_¢g

JPZU g
JX096039 g
JX198636 ¢
KE159538 ¢
KE993550 ¢
Lachnospira

LARJ g

LLKB g

Mogibacterium
Murimonas
Olsenella
Oribacterium
Oscillibacter
Pseudoflavonifractor
Romboutsia
Roseburia
HM124015 g
HM124151 g
HM124244 ¢
HM124260 g
Ruminococcus
Ruminococcus_g2
Saccharofermentans
Slackia
Sporobacter
Subdoligranulum
Succinivibrio
Syntrophococcus
Victivallis
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Figura 35. Mapa de calor de los géneros bacterianos fecales de vaca (Bos taurus),
cuya abundancia relativa fue mayor a 0.01%.
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Cuadro 24. Prevalencia (%) de géneros bacterianos potencialmente patégenos y
zoonaticos registrados en muestras fecales de vaca (Bos taurus).

Géneroy especie  Gram Potencial (%) Referencias
Campylobacter fetus - Patégena 33.3 Hoffer, 1981; Julie-Gard,2016
Corynebacterium + Patogena 33.3 Yeruham, 1996; Diaz. 2013

6.5 Venado bura (Odocoileus hemionus)

La media del nimero total de secuencias obtenidas para dos muestras fecales de
individuos adultos de venado bura antes del ensamblaje fue de 158,968,
ensambladas fue de 143,683 y las desechadas 15,285; en promedio se eliminaron
19,752 quimeras, dejando una media de secuencias de calidad de 123,344. Tras la
asignacion taxonodmica, se obtuvo una media de secuencias bacterianas de 117,582
las cuales después de eliminar los singletons fue de 98,892 (Cuadro 25). Se registré
una profundidad de cobertura adecuada en cuanto al nimero de OTUs bacterianos
de las muestras, ya que todas las curvas alcanzaron la asintota a partir de 50,000
secuencias; el proceso de rarefaccion se realiz6 a 85,000 secuencias (Figura 36).
La media de los indices de diversidad de Shannon y Simpson fueron 8.12 y 0.98
respectivamente (Cuadro 26).

Cuadro 25. Numero de secuencias fecales obtenidas para cada individuo de
venado bura (Odocoileus hemionus).

Individuo Totales Ens ’Des QE 4SC °SB 6SBSS
1 163,533 148,476 15,057 16,355 131,527 126,361 105,219
2 154,404 138,891 15,513 23,150 115,162 108,803 92,565
Media 158968 143683 15285 19752 123344 117582 98 892
!Ensamblas, 2Desechadas, *QE: quimeras eliminadas, *SC: secuencias de calidad después
de la eliminacion de quimeras, °SB: secuencias bacterianas después de la asignacion
taxondmica, °SBSS: secuencias bacterianas después de la eliminacién de los singletons.

Se registraron 10 phyla, de los cuales Firmicutes (¥=97.7%), Verrucomirobia
(¥=1.05%), Actinobacteria (¥=0.64%), Cyanobacteria (¥=0.26%) y
Saccharibacteria_TM7 (¥=0.13%) fueron los méas abundantes (Figura 37).

88



1804

160

1404

1204

g 100

80

60

40

20

Cuadro 26. indices de diversidad alfa para cada muestra fecal de venado bura
(Odocoileus hemionus).

Muestra  Indice Shannon Indice Simpson

1 8.1 0.98
2 8.1 0.98
Media 8.1 0.98

Secuencias

Figura 36. Numero de secuencias por el numero de OTUs para cada muestra fecal
de venado bura (Odocoileus hemionus) sin rarificar.

Se determinaron 14 clases, entre las que Clostridia (x=97.7%), Verrucomicrobiae
(x=1.0%), Coriobacteriia  (¥=0.64%), Vampirovibrio_c (x=0.25%) vy
Saccharimonas_c (¥=0.13%) mostraron los porcentajes mas altos. Se obtuvieron
20 6rdenes de los cuales Clostridiales fue el mas abundante (x= 97.7%), seguido
por Verrucomicrobiales (x=1.0%), Coriobacteriales (x¥=0.64%), FR888536 o
(x=0.25%) y Saccharimonas_o (x¥=0.13%). De las 28 familias registradas
predominaron Ruminococcaceae (x= 70.4%), Lachnospiraceae (x¥=18.7),
Christensenellaceae (x=7.4%), Akkermansiaceae (¥=1.0%) y Mogibacterium_f
(¥=1.0%) (Figura 38).

Se reportaron 202 géneros donde los mas abundantes fueron Sporobacter
(¥x=34.15%), AB009176_g (x=8.8%), AB239481 g (¥=4.0%), Pseudoflavonifactor
(¥=3.8%) y Eubacterium_g23 (¥x=3.2%), (Figura 39). Se contabilizaron 202 especies
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de las cuales el 93.6% no se conoce y el 6.4% posee nomenclatura clave. Los

géneros que se registraron como microbiota ndcleo se muestran en la Cuadro 27.
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Figura 37. Abundancia relativa (%) individual y promedio de los principales phyla
de bacterias fecales de venado bura (Odocoileus hemionus).
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Figura 38. Abundancia relativa (%) individual y promedio de las principales familias
de bacterias fecales de venado bura (Odocoileus hemionus).
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Figura 39. Abundancia relativa (%) individual y promedio de los principales géneros
de bacterias fecales de venado bura (Odocoileus hemionus).
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Cuadro 27. Géneros de bacterias fecales que conformaron la microbiota nucleo de
venado bura (Odocoileus hemionus).

Géneros
ABO009176 ¢ Butyricicoccus EU137610 g FJ848389 g JX096039 g
AB185516 ¢ Caproiciproducens EU259405 g FJ848395 g JX198636_¢g
AB218327_¢g Catonella EU266777_g FJ848448 g JX457216_¢g
AB234470 g Christensenella EU358717_¢g FJ879347 ¢ KE159538 g
AB239481 ¢ Clostridium_g12 EU381487_g FJ880290 g KE993550_¢g
AB264083 ¢ Clostridium_g21 EU381776 g FJ880395 g Lachnospira
AB506217_¢g Clostridium_g22 EU381783_g FJ951890 g LARJ g
AB506319 g Clostridium_g24 EU460979 ¢ Flexilinea LLKB_g
AB506348 ¢ Clostridium_g30 EU465635_g FR888536_g Marvinbryantia
Acetanaerobacterium Clostridium_g7 EU775066_¢g GL872355_¢g Microvirga

Adlercreutzia Clostridium_g8 EU791177_¢g Gordonibacter Mobilitalea
AF018558 g Collinsella EU794292 ¢ GQ175418 ¢ Modestobacter
Agathobacter Coprococcus_gl EU842423 ¢ GU174097 g Mogibacterium
AJ240981 ¢ Coprococcus_g2 EU842424 ¢ GU174103_g Murimonas
AJ400239 g DQ115988 g EU843993_¢g GU302849 ¢ Olsenella
AJ518873 ¢ DQ353924 g EU844075_¢g GU303005 g Oscillibacter
AJ576336_g DQ394629 g EU844100 g GU324367_g Phascolarctobacterium
AM277063_g DQ394632 g EU844456 ¢ GU324393 ¢ Pseudoflavonifractor
AM277985 g DQ777889 g EU844681 ¢ Herbinix Romboutsia
AM500802_g DQ815350 g EU844817_¢g HM123979 ¢ Roseburia

Aminicella DQ904798 g EU845632 ¢ HM124015 g Ruminococcus
Anaerofustis DQ905290 g EU861840 ¢ HM124225 g Ruminococcus_g2
Anaerostipes EF400272_¢g Eubacterium_gl17 HM124244 g Ruminococcus_g4
Anaerovorax EF404038_g Eubacterium_g20 HM124260 g Slackia

Atopobium EF404788_¢g Eubacterium_g21 HM630201 g Sphingomonas
AY305316 ¢ EF406589 ¢ Eubacterium_g23 HQ697740 ¢ Sporobacter
AY442821 ¢ EF436322_¢g Eubacterium_g4 HQ716403 g Subdoligranulum
AY571491 ¢ EF436340 ¢ Eubacterium_g5 Hungatella Syntrophococcus
AY854276_¢g EF602946_¢g Eubacterium_g7  JN162687_g Victivallis
AY858456 ¢ EF604613 ¢ Eubacterium_g8  JN162689 g

BBzZ ¢ Eisenbergiella Faecalibacterium JPZU g
Blautia Ercella FJ478799 ¢ JX095379 ¢
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6.6 Liebre cola negra (Lepus californicus)

Se analizaron dos muestras fecales de dos individuos adultos de liebre cola negra.
La media del numero total de secuencias obtenidas para las dos muestras antes del
ensamblaje fue de 266,060, la media de secuencias ensambladas fue de 114,429y
la media de secuencias desechadas fue 151,631; en promedio se eliminaron 2,529
guimeras, dejando una media de secuencias de calidad de 111,522. Tras la
asignacion taxonomica, se obtuvo una media de secuencias bacterianas de 100,877

que después de eliminar los singletons fue de 81,206 (Cuadro 28).

Se registro una profundidad de cobertura adecuada en cuanto al niumero de OTUs
bacterianos de las muestras, ya que todas las curvas alcanzaron la asintota a partir
de 45,000 secuencias; el proceso de rarefaccion se realiz6 a 50,000 secuencias
(Figura 40). La media de los indices de diversidad de Shannon y Simpson fue de
6.9 y 0.96 respectivamente (Cuadro 29).

Cuadro 28. Numero de secuencias fecales obtenidas para cada individuo de
liebre cola negra (Lepus californicus).

Individuo Totales Ens ’Des 3QE 4SC 5SB 6SBSS
1 318,822 143,441 175,381 3,670 139,279 127,711 103,566
2 213,299 85,418 127,881 1,389 83,765 74,043 58,846
Media 266060 114429 151631 2529 111522 100877 81206
!Ensamblas, 2Desechadas, *QE: quimeras eliminadas, *SC: secuencias de calidad después
de la eliminacién de quimeras, °SB: secuencias bacterianas después de la asignacion
taxondmica, °SBSS: secuencias bacterianas después de la eliminacion de los singletons.

Cuadro 29. indices de diversidad alfa para cada muestra fecal de liebre cola negra
(Lepus californicus).

Muestra  Indice Shannon indice Simpson

1 6.8 0.95
2 6.9 0.97
Media 6.9 0.96
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Figura 40. Numero de secuencias por el nimero de OTUs para cada muestra de
liebre cola negra (Lepus californicus) sin rarificar.

Se registraron 16 phyla, de los cuales Firmicutes (¥=86.3%), Synergistetes
(x=4.1%), Lentisphaerae (¥=3.2%), Saccharibacteria_ TM7 (x¥=1.6%) vy
Actinobacteria (x¥=1.2%) fueron los mas abundantes (Figura 41). Se determinaron
33 clases, entre las que Clostridia (¥x=86.3%), Synergistia (x=4.1%), Lentisphaeria
(¥=3.1%), Saccharimonas_c (x=1.6%) y Alphaproteobacteria (¥=1.3%) mostraron
los porcentajes mas altos. Se obtuvieron 49 érdenes de los cuales Clostridiales fue
el mas abundante (x= 86.3%), seguido por Synergistales (¥=4.1%), Victivallales
(x=3.2%), Saccharimonas_o (x¥=1.6%) y Coriobacteriales (¥x=1.1%). De las 83
familias registradas predominaron Ruminococcaceae (x= 43.4%), Lachnospiraceae
(x=31.7), Christensenellaceae (¥=10.7%), Victivallaceae (x¥=3.2%) y Jonquetella_f
(x=2.5%) (Figura 42).

Se reportaron 236 géneros donde los mas abundantes fueron Ruminococcus
(¥=16.2%), Clostridium_gl1l1 (¥=11%), GU302849 g (x¥=8.2%), Oribacterium
(x=7.3%) y IN713389_g (¥=6.3%) (Figura 43). Se contabilizaron 262 especies de
las cuales el 84.7% no se conoce, el 14.9% posee nomenclatura clave y solo el
0.4% tiene nombre conocido (Cloacibacillus porcorum). Los géneros que se

registraron como microbiota nucleo se muestran en la Cuadro 30.
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Figura 41. Abundancia relativa (%) individual y promedio de los principales phyla
de bacterias fecales de liebre cola negra (Lepus californicus).
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de bacterias fecales de liebre cola negra (Lepus californicus).
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Cuadro 30. Géneros de bacterias fecales que conformaron la microbiota nucleo de
liebre cola negra (Lepus californicus).

Género
AB009176 g Blautia Eggerthella FJ951890 g Mogibacterium
AB239481 ¢ Butyricicoccus Eisenbergiella FR888536_¢g Murimonas
AB264073 g Butyrivibrio Enterorhabdus  Geodermatophilus Olsenella
Acetatifactor ~ Caproiciproducens EU382030 g GQ175418 g Oribacterium
AF280863_g Cellulomonas EU504948 ¢ GU174072_¢g Pseudoflavonifractor
AF371685 g Christensenella EU510312 ¢ GU174103 ¢ Roseburia
AJ400239 g Cloacibacillus EU791177 ¢ GU302849 ¢ Ruminococcus
AJ576336 ¢ Clostridium_g11 EU842486 ¢ GU324393 ¢ Sphingomonas
AM277063_g Clostridium_g7 EU842499 ¢ GU324393 g Sporobacter
AM405748 ¢ Clostridium_g8 EU843993 ¢ HQ792120 ¢ Subdoligranulum
AM500802_g Coprococcus_gl EU844456 ¢ JN162689 g Syntrophococcus
Aminicella Coprococcus_g2  Eubacterium_g21 JPZU g Victivallis
Anaerofilum DQ777889 ¢ Eubacterium_g23 JX096039 g
Atopobium EF404788_¢g Eubacterium_g4 KE159538 ¢
AY854276_¢g EF406589_g Eubacterium_g5 KE159571_¢g
BBZZ_g EF436322_g FJ880395_g KE159600_g
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6.7 Tortugadel Bolsén (Gopherus flavomarginatus)

Se analizaron muestras fecales de 10 individuos diferentes de tortuga del Bolsén
adultos. La media del nUmero total de secuencias obtenidas para las muestras antes
del ensamblaje fue de 250,837, la media de secuencias ensambladas fue de
118,002 y la media de secuencias desechadas fue 132,835; en promedio se
eliminaron 1,660 quimeras, dejando una media de secuencias de calidad de
115,964. Tras la asignacion taxonomica, se obtuvo una media de secuencias
bacterianas de 106,311 que después de eliminar los singletons fue de 83,551
(Cuadro 31).

Se registro una profundidad de cobertura adecuada en cuanto al nimero de OTUs
bacterianos de las muestras, ya que todas las curvas alcanzaron la asintota a partir
de 60,000 secuencias; el proceso de rarefaccion se realiz6 a 55,000 secuencias
(Figura 44). La media de los indices de diversidad de Shannon y Simpson fueron

8.0 y 0.96 respectivamente (Cuadro 32).

Cuadro 31. Numero de secuencias bacterianas fecales obtenidas para cada
individuo de tortuga del Bolsén (Gopherus flavomarginatus).

Individuo Totales Ens ’Des QE 4SC 5SB 6SBSS
1 249,434 113,497 135,937 2,071 111,074 101,145 77,878

2 230,612 127,352 103,260 3,103 123,851 116,352 89,403

3 218,503 127,935 90,568 1,205 126,384 116,379 86,177

4 259,329 112,107 147,222 2,249 109,483 102,609 80,587

5 273,855 95,763 178,092 1,740 93,701 82,264 67,894

6 266,287 132,391 133,896 1,583 130,383 118,791 94,243

7 277,616 143,212 134,404 1,624 141,131 131,113 104,600

8 256,784 132,718 124,066 1,111 131,177 120,792 96,135

9 271,927 105,796 166,131 959 104,498 95,584 76,810
10 204,021 89,246 114,775 956 87,960 78,081 61,779
Media 250 837 118 002 132835 1660 115964 106311 83551

!Ensamblas, 2Desechadas, *QE: quimeras eliminadas, *SC: secuencias de calidad después
de la eliminacién de quimeras, °SB: secuencias bacterianas después de la asignacion
taxondmica, °SBSS: secuencias bacterianas después de la eliminacién de los singletons.
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Figura 44. Numero de secuencias por el numero de OTUs para cada muestra de
tortuga del Bolson (Gopherus flavomarginatus) sin rarificar.

Cuadro 32. indices de diversidad alfa para cada muestra fecal de tortuga del Bolson
(Gopherus flavomarginatus).

Muestra indice Shannon indice Simpson

1 9.1 0.99
2 8.5 0.98
3 7.8 0.95
4 7.6 0.96
5 8.1 0.98
6 8.2 0.97
7 7.2 0.94
8 7.3 0.91
9 8.0 0.98
10 8.7 0.98
Media 8.0 0.96

Se registraron 18 phyla, de los cuales, Firmicutes (¥=92.9%%), Cyanobacteria
(x=2.6%), Fibrobacteres (x=1.8), Synergistetes (x=1.1%) y Elusimicrobia (x=0.5%)
fueron los mas abundantes (Figura 45). Se determinaron 30 clases, entre las que
Clostridia (¥x=73.6%), Negativicutes (¥=19.1%), Vampirovibrio ¢ (x¥=2.4%),

Chitinivibrionia (x=1.8%) y Synergistia (¥=1.1%) mostraron los porcentajes mas
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altos. Se obtuvieron 49 ordenes de los cuales Clostridiales fue el mas abundante
(x= 73.1%), luego Hydrogenispora o (¥=19.1%), FR888536 0 (¥=2.4%),
Chitinivibrionales (x=1.8 %) y Synergistales (x=1.1%). De las 87 familias registradas
predominaron Ruminococcaceae (x= 26.2%), Christensenellaceae (x¥=25%),
Hydrogenispora_f (x=19.1%), Lachnospiraceae (x=14%) y Clostridiaceae (x=6.6%)
(Figura 46). Se reportaron 338 géneros donde los mas abundantes fueron
Hidrogenispora (¥=19%), Geénero desconocido de Lachnospiraceae (¥=7.9%),
GQ422712_g (¥x=6.8%), Clostridium (x=6.6%) y AB009176_g (x=6.0%). El mapa de
calor de los géneros cuya abundancia relativa fue mayor a 0.01% se muestran en
la figura 47. Se contabilizaron 397 especies de las cuales el 76.3% no se conoce, el
23.4% posee nomenclatura clave y solo el 0.3% tiene nombre conocido
(Campylobacter fetus). Los géneros que se registraron como microbiota nucleo se
muestran en la Cuadro 33. Con base en los resultados, se determinaron cuatro
géneros y especies de bacterias que, segun la literatura disponible, son organismos
patégenos o zoondticos en tortugas (Cuadro 34).
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Figura 45. Abundancia relativa (%) individual y promedio de los principales phyla
de bacterias fecales de tortuga del Bolsén (Gopherus flavomarginatus).
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Figura 46. Abundancia relativa (%) individual y promedio de las principales familias
de bacterias fecales de tortuga del Bolson (Gopherus flavomarginatus).

Cuadro 33. Géneros de bacterias fecales que conformaron la microbiota nucleo de
tortuga del Bolson (Gopherus flavomarginatus).

Géneros

AB009176 ¢ AY442821 ¢ EF404556 g FJ848395 ¢ Hydrogenispora

AB185816 g AY571491 g EF404788 g FJ848448 ¢ JIN713389 ¢

AB192222 ¢ AY854276_¢g Eggerthella FJ879347_¢g JQ084194 ¢

AB218327 ¢ AY858456 ¢ Eisenbergiella FR888536 ¢ JX095379 ¢

AB239481 ¢ Butyricicoccus EU381776 ¢ GQ138168 g JX198636 g

AB240379 ¢ Caproiciproducens EU775066 g GQ175418 ¢ Oscillibacter

AB240501 g Cellulosilyticum EU843612 ¢ GQ422712_g Pseudobacteroides

AB264073 g Christensenella EU843993 ¢ GQ448104 g Pseudoflavonifractor

AB494744 g Clostridium EU844075 ¢ GU174097 g Ruminococcus

AB606282 g Clostridium_g13 EU844681 g GU302849 g Ruminococcus_g2

Acetivibrio Clostridium_g32 EU878324 ¢ GU322899 ¢ Sedimentibacter

Acholeplasma_g2 Clostridium_g7 Eubacterium_g23 GU324393 ¢ Sporobacter

AF280848 g DQ353937 g Eubacterium_g23 HM124151 g Terrisporobacter

AJ576336_¢g DQ394629 g Eubacterium_g8 HM124244 ¢

AM277985 g DQ394632 ¢ FJ269045 ¢ HQ697740 ¢

Anaerofustis DQ777889 ¢ FJ269091 ¢ HQ716403 g

Anaerovorax DQ905290 ¢ FJ848389 ¢ Hungatella
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Figura 47. Mapa de calor de los géneros bacterianos fecales de tortuga del Bols6n (Gopherus flavomarginatus),
cuya abundancia relativa fue mayor a 0.01%.
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Cuadro 34. Prevalencia (%) de géneros y especies bacterianos potencialmente
patdogenos y zoondéticos registrados en muestras fecales de tortuga del Bolsén
(Gopherus flavomarginatus).

Género y especie Gram Potencial (%) Referencia

Tu et al, 2004;
Bemejat el at., 2014
Garcia-De la Pefa et

Campylobacter fetus

Patégeno/zoondtico 20

Corynebacterium + Patogeno 60 al., 2019b
_ ) Garcia-De la Pefia et

Fusobacterium - Patogeno 10 al., 2019b
. ) Garcia-De la Pefia et

Micrococcus + Patogeno 20 al., 2019b

6.8 Murciélago pélido (Antrozous pallidus)

Se presentan resultados para muestras fecales de seis individuos adultos de
murciélago. La media del namero total de secuencias obtenidas para las dos
muestras antes del ensamblaje fue de 192,128, la media de secuencias
ensambladas fue de 183,079 y la media de secuencias desechadas fue 9,049; en
promedio se eliminaron 5,494 quimeras, dejando una media de secuencias de
calidad de 177,000. Tras la asignacién taxonémica, se obtuvo una media de
secuencias bacterianas de 147,404 que después de eliminar los singletons fue de
117,893 (Cuadro 35). Se registro una profundidad de cobertura adecuada en cuanto
al niumero de OTUs bacterianos de las muestras, ya que todas las curvas
alcanzaron la asintota a partir de 70,000 secuencias; el proceso de rarefaccién se
realiz6 a 103,000 secuencias (Figura 48). La media del indice de diversidad de
Shannon fue de 6.3 y de Simpson fue de 0.92 (Cuadro 36).

Se registraron 19 phyla, de los cuales Firmicutes (x¥=46.2%), Proteobacteria
(¥=24.7%), Synergistetes (x¥x=17.6%), Bacteroidetes (¥=10.3%) y Cyanobacteria
(¥=0.3%) fueron los mas abundantes (Figura 49). Se determinaron 40 clases, entre
las que Clostridia (¥=28.2%), Synergistia (¥=17.6%), Bacilli (¥=17.3%),
Deltaproteobacteria (¥=12.5%) y Gammaproteobacteria (¥=11.4%) mostraron los

porcentajes mas altos. Se obtuvieron 74 érdenes de los cuales Clostridiales fue el
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mas abundante (¥=28.2%), seguido por Synergistales (x=17.7%), Lactobacillales
(x=16.3%), Enterobacteriales (¥=10.8 %) y Bacteroidales (x=10.3%).

Cuadro 35. Numero de secuencias fecales obtenidas para cada individuo de
murciélago palido (Antrozous pallidus).

Individuo  Totales Ens ’Des 3QE 4SC 5SB 6SBSS
1 193,905 181,205 12,700 5,771 174,876 155,128 120,710
2 166,043 157,871 8,172 3,885 153,473 142,363 114,015
3 176,723 169,027 7,696 7,081 161,402 134,670 110,680
4 195,413 188,895 6,518 6,459 181,814 175,414 138,539
5 161,564 154,495 7,069 3,651 150,337 138,706 111,092
6 259,124 246,983 12,141 6,119 240,102 138,145 112,326

Media 192 128 183079 9049 5494 177000 147404 117 893
!Ensamblas, 2Desechadas, *QE: quimeras eliminadas, *SC: secuencias de calidad después
de la eliminacion de quimeras, °SB: secuencias bacterianas después de la asignacion
taxonémica, °SBSS: secuencias bacterianas después de la eliminacién de los singletons.

Cuadro 36. indices de diversidad alfa para cada muestra fecal de murciélago
palido (Antrozous pallidus).

Muestra  indice Shannon indice Simpson

1 6.4 0.95
2 6.3 0.95
3 6.8 0.93
4 5.0 0.82
5 6.2 0.84
6 6.8 0.92
Media 6.3 0.92

De las 141 familias registradas predominaron Synergistaceae (x=17.6%),
Ruminococcaceae (¥=15.8), Enterococcaceae (x¥=15.3 %), Enterobacteriaceae
(¥=10.8%) y Desulfovibrionaceae (¥=9.6%) (Figura 50). Se reportaron 379 géneros
donde los mas abundantes fueron Tamella (¥=16.8%), Enterococcus (x=15.3%),
EF404556 g (¥=10.1%), Desulfovibrio_g2 (¥=9.3%) y Dysgonomonas (¥=6.0%). El
mapa de calor de los géneros cuya abundancia relativa fue mayor a 0.01% se

muestra en la figura 51.
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Figura 48. Numero de secuencias por el nimero de OTUs para cada muestra de
murciélago palido (Antrozous pallidus) sin rarificar.

Se contabilizaron 447 especies de las cuales el 79.8% no se conoce, el 15.2%
posee nomenclatura clave y solo el 5% tiene nombre conocido (Beijerinckia indica,
Campylobacter  jejuni, Cronobacter dublinensis, Desulfovibrio _africanus,
Enterobacter asburiae, Enterococcus faecalis, Enterococcus saccharolyticus,
Erwinia iniecta, Klebsiella pneumoniae, Klebsiella quasipneumoniae, Lactobacillus
sakei, Lactococcus lactis, Listeria grayi, Morganella morganii, Photorhabdus
temperata, Pseudomonas chlororaphis, Salmonella enterica, Serratia marcescens,
Sporomusa rhizae, Staphylococcus hominis, Staphylococcus succinus, Tammella

caduceiae).

Los géneros que se registraron como microbiota ndcleo se muestran en la Cuadro
37. Con base en los resultados, se determinaron ocho géneros y especies de
bacterias que, segun la literatura disponible, son organismos patégenos o

zoonoticos en murciélagos (Cuadro 38).
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Figura 49. Abundancia relativa (%) individual y promedio de los principales phyla
de bacterias fecales de murciélago pélido (Antrozous pallidus).
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Figura 50. Abundancia relativa (%) individual y promedio de las principales familias
de bacterias fecales de murciélago palido (Antrozous pallidus).
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Cuadro 37. Géneros de bacterias fecales que conformaron la microbiota nucleo de
murciélago palido (Antrozous pallidus).

Géneros
AB126235 ¢ Bacillus Dysgonomonas FJ374230 ¢ Oxalobacter
AB218327 ¢ Bacteroides EF400272_¢g FJ462126 ¢ Proteiniphilum
AB239481 ¢ Butyricicoccus EF401862_¢g FR888536_g Pseudoflavonifractor
AB294309 ¢ Cellulomonas EF402988_¢g GQ175418 ¢ Serratia
Actinobacillus Christensenella EF404038_¢g GU174072_¢g Sporobacter
Adiutrix Citrobacter EF404387_¢g GU302849 ¢ Sporomusa
AJ576336_g Clostridium_g24 EF404556_¢g HM123979 ¢ Syntrophomonas
AJ576381 ¢ Clostridium_g6 Ensifer HQ716403 ¢ Tamella
Alistipes Clostridium_g7 Enterobacter JN713389 g
AM277063_g Coprococcus_gl Enterococcus JX457216 g
Anaerotruncus Dehalobacter EU234093 ¢ JX575947 ¢
Anaerovorax  Desulfosporosinus  EU259405 g Lactococcus
AY426448 ¢ Desulfovibrio_g2 FJ269091 ¢ LADO g

Cuadro 38. Prevalencia (%) de géneros y especies bacterianas potencialmente
patbgenas y zoonoticas registradas en las muestras fecales de murciélago palido

(Antrozous pallidus).

Géneros y especies Gram

Potencial (%)

Referencias

Bartonella

Campylobacter
jejuni

Klebsiella
pneumoniae
Klebsiella
guasipneumoniae

Salmonella enterica -
Serratia

marcescens

Proteus -

Treponema -

Patégeno/Zoondtico 50

Zoonotico 17
Patogena/zoondtico 50
Zoonotico 84
Zoonotico 84
Zoondtico 100
Zoonotico 33
Zoonotico 50

Kosoy et al., 2010;
Ferreira et al., 2018,
Bai et al., 2018

Hatta et al.,2016,
Hazeleger et al., 2018

Martinez y Diaz, 2013;

Brisse et al., 2014;
Rodrigues et al., 2018

Muhldorfer, 2012;
Arias, 2013; Islam et
al., 2013

Hume y Willcox, 2004;
Claudio et al., 2018

Penner, 2006;
Drzewiecka, 2016
Radolf, 1996
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Figura 51. Mapa de calor de los géneros bacterianos fecales de murciélago palido (Antrozous pallidus), cuya
abundancia relativa fue mayor a 0.01%.
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6.9 Ratacanguro de Merriam (Dipodomys merriami)

Se presentan resultados para muestras fecales de siete individuos adultos de rata
canguro de Merriam. La media del nimero total de secuencias obtenidas para las
muestras antes del ensamblaje fue de 194,578, la media de secuencias
ensambladas fue de 184,136 y la media de secuencias desechadas fue 10,442; en
promedio se eliminaron 3,026 quimeras, dejando una media de secuencias de
calidad de 180,079. Tras la asignacion taxondémica, se obtuvo una media de
secuencias bacterianas de 161,648 que después de eliminar los singletons fue de
130,634 (Cuadro 39). Se registré una profundidad de cobertura adecuada en cuanto
al niumero de OTUs bacterianos de las muestras, ya que todas las curvas
alcanzaron la asintota a partir de 60,000 secuencias; el proceso de rarefaccion se
realizé6 a 100,000 secuencias (Figura 52). La media del indice de diversidad de
Shannon fue de 7.8 y de Simpson fue de 0.98 (Cuadro 40).

Cuadro 39. Numero de secuencias fecales obtenidas para cada individuo de Rata
canguro de Merriam (Dipodomys merriami).

Individuo  Totales Ens ’Des *QE 4SC 5SB 6SBSS

192,612 184,166 8,446 3,510 180,100 165,271 136,367
162,630 152,575 10,055 2,732 149,410 136,464 107,545
204,079 191,583 12,496 1,601 189,392 170,247 133,845
176,681 167,281 9,400 4,975 161,857 144,596 117,117
201,261 190,760 10,501 3,010 187,150 171,121 139,854
234,374 222,625 11,749 2,960 218,973 188,427 155,695
190,408 179,963 10,445 2,393 173,671 155,410 124,018
Media 194578 184136 10442 3026 180079 161648 130634

No o~ WN PR

!Ensamblas, 2Desechadas, *QE: quimeras eliminadas, *SC: secuencias de calidad después
de la eliminacion de quimeras, °SB: secuencias bacterianas después de la asignacion
taxonémica, °SBSS: secuencias bacterianas después de la eliminacién de los singletons.
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Cuadro 40. indices de diversidad alfa para cada muestra fecal de rata canguro de
Merriam (Dipodomys merriami).

Muestra indice Shannon indice Simpson

1 7.2 0.98
2 8.4 0.99
3 8.2 0.98
4 7.0 0.97
5 7.8 0.99
6 7.6 0.97
7 8.3 0.98
Media 7.8 0.98

3004

Dmerriami7

230+

Dmerriamil

50+

20E+04 A0E+04 6.0E+04 B8.0E+04 1.0E+05 1.2E+05 14E+05
Secuencias

Figura 52. Numero de secuencias por el numero de OTUs para cada muestra fecal
de rata canguro de Merriam (Dipodomys merriami) sin rarificar.

Se registraron 21 phyla, de los cuales, Firmicutes (¥=52.5%), Bacteroidetes
(x=40.8%), Verrucomicrobia (¥=2.1%), Proteobacteria (¥x=1.6%) y Actinobacteria
(x=1.2%) fueron los mas abundantes (Figura 53). Se determinaron 46 clases, entre
las que Clostridia (¥=47.6%), Bacteroidia (¥=40.8%), Bacilli (¥=4.6%),
Verrucomicrobiae (x¥=2.1 %) y Alphaproteobacteria (¥=0.91%) mostraron los
porcentajes mas altos. Se obtuvieron 74 érdenes de los cuales Bacteroidales
(x=40.8%), Lactobacillales (x¥=4.6%), Verrucomicrobiales (x=2.1 %) y FR888536_0

(x=0.84%) fueron los mas abundantes.

De las 127 familias registradas predominaron s24-7 f (x¥=35.1%),

Ruminococcaceae (x¥=23%), Lachnospiraceae (x¥=22.6%), Lactobacillaceae
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(x=4.4%) y Akkermansiaceae (¥=2.1%) (Figura 54). Se reportaron 427 géneros
donde los mas abundantes fueron Genero desconocido de S24-7 f (¥=9.8%),
EF602759 g (x=8.5%), Eisenbergiella (¥=6.8%), Ruminococcus (¥=5%) vy
JN713389 g (x=4.7%). El mapa de calor de los géneros cuya abundancia relativa

fue mayor a 0.01% se muestran en la figura 55.

Se contabilizaron 548 especies las cuales el 74% no se conoce, el 23.7% posee
nomenclatura clave y solo el 2.3% tiene nombre conocido (Alistipes inops, Bacillus
subtilis, Bifidobacterium animalis, Bifidobacterium pseudolongum, Bifidobacterium
thermacidophilum, Christensenella minuta, Kallotenue papyrolyticum, Lactobacillus
delbrueckii, Propionibacterium acnes, Sanguibacteroides justesenii,
Staphylococcus petrasii, Streptococcus gallolyticus, Treponema porcinum). Los
géneros que se registraron como microbiota nucleo se muestran en la Cuadro 41.
Con base en los resultados, se determinaron siete géneros de bacterias que, segun

la literatura disponible, son organismos patégenos o zoondticos en roedores

(Cuadro 42).
B B = Em =
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E Cyanobacteria
H Actinobacteria
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E Firmicutes
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Figura 53. Abundancia relativa (%) individual y promedio de los principales phyla

de bacterias fecales de rata canguro de Merriam (Dipodomys merriami).
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Figura 54. Abundancia relativa (%) individual y promedio de las principales familias
de bacterias fecales de rata canguro de Merriam (Dipodomys merriami).

Cuadro 41. Géneros de bacterias fecales que conformaron la microbiota nucleo de
rata canguro de Merriam (Dipodomys merriami).

Géneros

AB009176_¢g EF602946_¢g HM124260_g

AB185816 g Eisenbergiella JN713389 g

AB606282_¢g EU234093_¢g JQ084490_g

Adlercreutzia EU504948 ¢ KE159538 ¢
Anaerotruncus EU844456 ¢ KE159600_g

BBZZ_g Eubacterium_g17 Oscillibacter
Butyricicoccus Eubacterium_g23 Pseudoflavonifractor
Caproiciproducens HM123979 ¢ Ruminococcus
EF406589 ¢ HM124151 ¢ Sporobacter
EF445272 ¢ HM124244 g Subdoligranulum
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Cuadro 42. Prevalencia (%) de géneros bacterianos potencialmente patégenos y
zoonaticos registrados en muestras fecales de rata canguro de Merriam (Dipodomys

merriami).
Géneros y especies Gram Potencial (%) Referencias
Acha vy Szyfres; 2001;
Corynebacterium + Patégeno/zoondtico 14.2 Ciuoderis-Aponte Ochoa-
Amaya, 2010
: Meerburg et al.,, 2006;
C lobact - Paté 3 7 L ’
ampylobacter atogeno/zoonaotico 5 Meerburg y Kijistra, 2007
: . ‘e Batteiger, 2012; Ramsey et
Chlamydia - Patogeno/zoonodtico  14.2 al., 2016: Borel et al., 2018
: . Borenshtein et al., 2007;
Citrobacter - Patogeno 14.2 Bouladoux et al.. 2017
Jackson et al, 1980;
Klebsiella - Patégeno/zoondtico 71  Podschun y  Ullmann,
1998; Bleich et al., 2008.
Streptococcus + Patégeno 86 Belletal, 1958
Elliot, 2007,
Streptobacillus - Zoonotico 14.2 Gaastra et al., 2009; Gupta
y Oliver, 2019
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Figura 55. Mapa de calor de los géneros bacterianos fecales de rata canguro de Merriam (Dipodomys merriami),

cuya abundancia relativa fue mayor a 0.01%.
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6.10 Ratacanguro de Nelson (Dipodomys nelsoni)

Se presentan resultados para muestras de fecal de rata canguro de Nelson. El
namero total de secuencias obtenidas antes del ensamblaje fue de 2,623,935, las
secuencias ensambladas fueron 1,102,213 y las secuencias desechadas fueron
1,521,722. Tras la asignacion taxondémica, se obtuvieron 1,006,226 secuencias
bacterianas que después de eliminar los singletons quedaron 637,068. Se registrd
una profundidad de cobertura adecuada en cuanto al nimero de OTUs bacterianos
de las muestras, ya que la curva alcanz6 la asintota cerca de las 300,000
secuencias (Figura 56). El indice de diversidad de Shannon fue de 9.2 y de Simpson
fue de 0.98.

Se registraron nueve phyla, de los cuales Firmicutes (92.1%), Cyanobacteria (6.2%),
Verrucomicrobia (0.98%), Actinobacteria (0.60%) y Proteobacteria (0.08%) fueron
los méas abundantes (Figura 57). Se determinaron 14 clases, entre las que Clostridia
(92%), Vampirovibrio_c (6.2%), Verrucomicrobiae (0.98%), Coriobacteriia (0.60%) y
Negativicutes (0.09%) mostraron los porcentajes mas altos (Figura 58). Se
obtuvieron 28 érdenes de los cuales Clostridiales fue el mas abundante (92%),
seguido por FR888526 0 (6.2%), Verrucomicrobiales (0.98%), Coriobacteriales
(0.6%) e Hydrogenispora_o (0.09%) (Figura 59).

Dnelsoni

3001

250

200
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50

0

T T T T T T T T
T.50E+04 1.50E+05 2.25E+05 3.00E+05 3.75E+03 4.50E=05 5.25E+05 6.00E+03
Secuencias

Figura 56. Numero de secuencias por el nimero de OTUs de la muestra de rata
canguro de Nelson (Dipodomys nelsoni) sin rarificar.
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De las 41 familias registradas predominaron Ruminococcaceae (57.7%),
Lachnospiraceae (27.3%), Christenellaceae (6.7%), FR888536 f (6.2%) vy
Akkermansiaceae (0.98%) (Figura 60). Se reportaron 210 géneros (Figura 61)
donde los méas abundantes fueron Pseudoflavonifactor (16.7%), JN713389 g
(11.3%), KE159538 g (8.6%), Sporobacter (8.5%) y Eisenbergiella (6.6%). Se
determinaron 244 especies, de las cuales el 83.6% no se conoce y 16.4% posee
nomenclatura clave. Con base en los resultados, se determind un solo género
bacteriano que, segun la literatura disponible, es un organismo patdgeno en

roedores (Cuadro 43).

Bacteria

all

Verrucomicrobia 1% |!

Actinobacteria 0.6%

Protecbacteria 0.09% .

Tenericutes 0.01% .

Bacteroidetes 0.004% -

~Saccharibacteria_TM7 0.0006% .

Chloroflexi 0.0003% .

Figura 57. Abundancia relativa (%) de los principales phyla de bacterias fecales de
rata canguro de Nelson (Dipodomys nelsoni).
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Verrucomicrobiae 1% .
Actinobacteria 0.6% .
Proteobacteria 0.09% [l
Mollicutes 0.01% .

Bacteroidia 0.004% -
/——/ Saccharimonas_c 0.0006% .

Thermomicrobia 0.0003% .

Figura 58. Abundancia relativa (%) de las principales clases de bacterias fecales de
rata canguro de Nelson (Dipodomys nelsoni).
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/~—— Verrucomicrobiales 1% [
/
Actinovacteria 0.6% [l

Molicutes 0.01% .

Bacteroidales 0.004% .

/—Sacchan'monas_o 0.0006% .

DQ129389_0 0.0003% .

Figura 59. Abundancia relativa (%) de los principales ordenes de bacterias fecales
de rata canguro de Nelson (Dipodomys nelsoni).
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j——— Akkermansiaceze 1% [

Actinobacteria 0.6% .
P ia 0.
/ teobacteria 0.09% .

Mollicutes 0.01% .

Bacteroidales 0.004% .

imonas_o 0.0006% .

DQ129389_f 0.0003% .

Figura 60. Abundancia relativa (%)¥de las principales familias de bacterias fecales

rata canguro de Nelson (Dipodomys nelsoni).

100%

90%

80%

70%

60%

50%

Abundancia relativa

40%

30%

20%

10%

Dipodomys nelsoni

mHM124260_¢g
® Eubacterium_g23
= AB185816_g
mHM123979 g
® Desconocido
B Ruminococcus
= FR888536_¢
® Eisenbergiella
= Sporobacter

= KE159538 g
mJN713389_¢g

® Pseudoflavonifractor

Figura 61. Abundancia relativa (%) de los principales géneros de bacterias fecales

de rata canguro de Nelson (Dipodomys nelsoni).
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Cuadro 43. Geénero bacteriano potencialmente patdégeno registrado en rata
canguro de Nelson (Dipodomys nelsoni) segun la literatura disponible.

Género y especie Gram Potencial Referencia
Ashford et al., 2001; Cavanagh
et al., 2002; McClure, 2011

Mycobacterium + Patdgeno/zoondtico

6.11 Ratdn de abazones chihuahuense (Chaetodipus eremicus)

Se presentan resultados para muestras fecales de tres individuos adultos de ratén
de bolsillo del desierto de Chihuahua. La media del numero total de secuencias
obtenidas para las muestras antes del ensamblaje fue de 186,440, la media de
secuencias ensambladas fue de 174,945 y la media de secuencias desechadas fue
11,495; en promedio se eliminaron 5,466 quimeras, dejando una media de
secuencias de calidad de 168,948. Tras la asignaciéon taxonémica, se obtuvo una
media de secuencias bacterianas de 147,138 que después de eliminar los
singletons fue de 120,012 (Cuadro 44).

Se registroé una profundidad de cobertura adecuada en cuanto al nimero de OTUs
bacterianos de las muestras, ya que todas las curvas alcanzaron la asintota a partir
de 70,000 secuencias; el proceso de rarefaccion se realizé a 90,000 secuencias
(Figura 62). La media del indice de diversidad de Shannon fue de 7.0 y de Simpson
fue de 0.96 (Cuadro 45).

Se registraron 10 phyla, de los cuales Bacteroidetes (¥=53.2%), Firmicutes
(¥=39.4%), Verrucomicrobia (x=4.8%), Proteobacteria (¥=1.4%) y Tenericutes
(¥=0.5%) fueron los mas abundantes (Figura 63). Se determinaron 20 clases, entre
las que Bacteroidia (¥=53.2%), Clostridia (¥=39.4%), Verrucomicrobiae (¥=4.8%),
Alphaproteobacteria (x=1 %) y Mollicutes (¥=0.5%) mostraron los porcentajes mas
altos. Se obtuvieron 32 6érdenes, de los cuales Bacteroidales (¥=53.2%),
Clostridiales (¥=39.4%), Verrucomicrobiales (x=4.8%), Rhodospirillales (x=0.9%) y
GU196243 o0 (x=0.4%) fueron predominantes.
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Cuadro 44. Numero de secuencias bacterianas fecales obtenidas para cada
individuo de ratén de abazones chihuahuense (Chaetodipus eremicus).

Individuo Totales 1Ens ’Des 3QE 4SC 5SB 6SBSS
1 165,833 157,280 8,553 10,856 145,945 130,442 107,438
2 225,177 210,702 14,475 3,252 206,800 187,430 152,626
3 168,310 156,853 11,457 2,289 154,098 123,541 99,973

Media 186440 174945 11495 5466 168948 147138 120012

!Ensamblas, ?2Desechadas, *QE: quimeras eliminadas, “SC: secuencias de calidad después
de la eliminacién de quimeras, °SB: secuencias bacterianas después de la asignacion
taxonoémica, °SBSS: secuencias bacterianas después de la eliminacién de los singletons.

Cuadro 45. indices de diversidad alfa para cada muestra fecal de raton de
abazones chihuahuense (Chaetodipus eremicus).

Muestra Indice Shannon  indice Simpson

1 6.9 0.95
2 7.5 0.98
3 6.8 0.97
Media 7.0 0.96

T T T T T T T
2.0E+04 4.0E+04 6.0E+04 8.0E+04 1.0E+05 1.2E+05 1.4E+05

Figura 62. Numero de secuencias por el nimero de OTUs para cada muestra fecal
de raton de abazones chihuahuense (Chaetodipus eremicus) sin rarificar.

De las 58 familias registradas predominaron S24-7_f (k= 38.6%), Ruminococcaceae
(¥=19.3%), Lachnospiraceae  (¥=15.3%), Rikenellaceae  (¥=6.5%) vy
Akkermansiaceae (¥=4.8%) (Figura 64). Se reportaron 254 géneros donde los mas

abundantes fueron Genero desconocido de S24-7_f (x=18.5%), Eisenbergiella
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(x=6.5%), EF602759 g (x=5.8%), Alistipes (x¥=5.6%) y 230 (¥=4.8%). El mapa de
calor de los géneros cuya abundancia relativa fue mayor a 0.01% se muestra en la
figura 65 Se contabilizaron 325 especies las cuales el 73.8% no se conoce, el 25.6%
posee nomenclatura clave y solo el 0.6% tiene nombre conocido (Parabacteroides
goldsteinii, Streptococcus constellatus). Los géneros que se registraron como

microbiota ndcleo se muestran en la Cuadro 46.
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Figura 63. Abundancia relativa (%) individual y promedio de los principales phyla
de bacterias fecales de ratén de abazones chihuahuense (Chaetodipus eremicus).
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Figura 64. Abundancia relativa (%) individual y promedio de las principales familias
de bacterias fecales de raton de abazones chihuahuense (Chaetodipus eremicus).

Cuadro 46. Géneros de bacterias fecales que conformaron la microbiota nucleo de
ratdn de abazones chihuahuense (Chaetodipus eremicus).

Géneros
AB185816_¢g DQ353904 ¢ FJ880767_¢g
AB218327_g DQ815350_¢g FR888536_¢g
AB239481 ¢ EF400272_g GQ175418 g
AB606237_¢g EF402988_¢g GU174097_g¢g
AB606282_¢g EF404038_g GU174103 ¢
AB606326_¢g EF404788_¢g GU302849 ¢
AB626934_¢g EF406589_¢g HM123979_¢g
Acetatifactor EF445272 ¢ HM124151 g
Adlercreutzia EF602759 ¢ HM124244 ¢
Akkermansia EF602946 ¢ HM124260 g
Alistipes Eisenbergiella HQ716403 g
Anaerotruncus Enterococcus JN713389 ¢
AY305316_¢g EU381776_¢g JPZU g
AY994025 ¢ EU457152_¢g KE159538 ¢
BBZZ_g EU457907_¢g KE159571_¢g
Blautia EU504948 ¢ LLKB g
Butyricicoccus EU622770 ¢ Oscillibacter
Caproiciproducens EU842486 ¢ Pseudoflavonifractor
Catonella EU844456 ¢ Ruminococcus

Cellulosilyticum
Clostridium_g21
Clostridium_g24
Clostridium_g7
Collinsella

Eubacterium_g23

Eubacterium_g8

Faecalibacterium

FJ879347 g
FJ880395 g

Ruminococcus
Ruminococcus_g2
Sporobacter
Subdoligranulum
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Con base en los resultados, se determinaron cuatro géneros y especies de bacterias
que, segun la literatura disponible, son organismos patdogenos o zoonéticos en
roedores (Cuadro 47).

Cuadro 47. Prevalencia (%) de géneros y especies bacterianas potencialmente

patbgenas y zoongticas registradas en muestras fecales de raton de bolsillo del
desierto de Chihuahua (Chaetodipus eremicus).

Género y especie Gram Potencial (%) Referencia

Meerburg et al., 2006;
Meerburg y Kijlstra, 2007
Borenshtein et al., 2007;

Campylobacter

Patogeno/zoondtico 33.3

Citrobacter - Patogeno 67 Bouladoux et al., 2017
Jackson et al, 1980;
Klebsiella - Patdgeno/zoondtico 33.3 Podschun y Ullmann,

1998; Bleich et al., 2008
Streptococcus L. Diaz-Peromingo et al.,
+ )
constellatus Zoonotico 333 2006.

6.12 Raton de bolsillo de Nelson (Chaetodipus nelsoni)

Se presentan resultados para muestras fecales de dos individuos adultos de ratén
de bolsillo de Nelson. La media del nUmero total de secuencias obtenidas para las
dos muestras antes del ensamblaje fue de 185,688, la media de secuencias
ensambladas fue del75,905 y la media de secuencias desechadas fue 9,781; en
promedio se eliminaron 2,521 quimeras, dejando una media de secuencias de
calidad de 172,857. Tras la asignacion taxondémica, se obtuvo una media de
secuencias bacterianas de 141,573 que después de eliminar los singletons fue de
119,639 (Cuadro 48). Se registré una profundidad de cobertura adecuada en cuanto
al niumero de OTUs bacterianos de las muestras, ya que todas las curvas
alcanzaron la asintota a partir de 48,000 secuencias; el proceso de rarefaccion se
realiz6 a 103,000 secuencias (Figura 66). La media del indice de diversidad de
Shannon fue de 7.3 y de Simpson fue de 0.97 (Cuadro 49).
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Cuadro 48. Numero de secuencias bacterianas fecales obtenidas para cada
individuo de ratén de abazones de Nelson (Chaetodipus nelsoni).

Individuo Totales Ens ’Des *QE 4SC 5SB 6SBSS
1 187,620 176,442 11,178 2,235 173,671 130,354 107,734
2 183,754 175,369 8,385 2,808 172,043 152,793 131,544

Media 185688 175905 9781 2521 172857 141573 119639

!Ensamblas, 2Desechadas, *QE: quimeras eliminadas, *SC: secuencias de calidad después
de la eliminacién de quimeras, °SB: secuencias bacterianas después de la asignacion
taxonémica, °SBSS: secuencias bacterianas después de la eliminacién de los singletons.

Cuadro 49. indices de diversidad alfa para cada muestra fecal de ratén de
abazones de Nelson (Chaetodipus nelsoni)

Muestra indice Shannon indice Simpson
1 7.1 0.97
2 7.4 0.98
Media 7.3 0.97
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Figura 66. Numero de secuencias por el nimero de OTUs para cada muestra ratén
de abazones de Nelson (Chaetodipus nelsoni) sin rarificar.

Se registraron 12 phyla, de los cuales, Bacteroidetes (¥=54.5 %), Firmicutes
(x=37.5%), Proteobacteria (x¥=3.2%), Cyanobacteria (¥=2.5%) y Actinobacteria

(x=0.7%) fueron los mas abundantes (Figura 67). Se determinaron 22 clases, entre
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las que Bacteroidia (¥=54.5%), Clostridia (x=37.1 %), Vampirovibrio_c (x=2.5%),
Epsilonproteobacteria (¥x=1.4%) y Alphaproteobacteria (¥x=1.4%) mostraron los
porcentajes mas altos. Se obtuvieron 31 6rdenes de los cuales Bacteroidales fue el
mas abundante (x= 54.5%), seguido por Clostridiales (¥x=37.1%), FR888536 0
(x=2.5%), Campylobacterales (x=1.44%) y Rhodospirillales (x¥=1.4%). De las 52
familias registradas predominaron S27-7_f (x= 40.1%), Ruminococcaceae (¥=18.8),
Lachnospiraceae (x=16.2%), Rikenellaceae (x=6.1%) y Bacteroidiaceae (x=4.1%)
(Figura 68).

Se reportaron 230 géneros donde los mas abundantes fueron Género desconocido
de S24-7 f (¥=18.7%), EF602759 g (x=9.5%), Alistipes (¥=6.1%), JN713389 g
(¥=6.0%) y Bacteroides (x=4.1%) (Figura 69). Se contabilizaron 267 especies de las
cuales el 82% no se conoce, el 16.5% posee nomenclatura clave y solo el 1.5%
tiene nombre conocido (Alistipes inops, Bifidobacterium pseudolongum, Klebsiella
quasipneumoniae, Sanguibacteroides justesenii). Los géneros que se registraron

como microbiota nucleo se muestran en la Cuadro 50.
100%
90%
80% B Verrucomicrobia
H Actinobacteria
70%
Cyanobacteria

60% u Proteobacteria

Abundancia relativa

® Firmicutes

50% H Bacteroidetes

40%

Chnelsoni2 Chnelsonil

Muestras

Figura 67. Abundancia relativa (%) individual y promedio de los principales phyla
de bacterias fecales de ratén de abazones de Nelson (Chaetodipus nelsoni).
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Figura 68. Abundancia relativa (%) individual y promedio de las principales familias
de bacterias fecales de ratdén de abazones de Nelson (Chaetodipus nelsoni).
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Figura 69. Abundancia relativa (%) individual y promedio de los principales géneros
de bacterias fecales de raton de abazones de Nelson (Chaetodipus nelsoni).
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Cuadro 50. Geéneros de bacterias fecales que conformaron la microbiota nucleo de
raton de abazones de Nelson (Chaetodipus nelsoni).

Géneros
AB009176_g AY994025 g EF445272 ¢ Faecalibacterium JQ084194 ¢
AB185816 ¢ Bacillus EF602759 ¢ Faecalibaculum JQ084490 ¢
AB198590 g Bacteroides EF602946_¢g FJ367735_¢g KE159538 ¢
AB218327_¢g BBZZ g EF604613_g FJ462126 ¢ KE159571 ¢
AB239481 ¢ Bifidobacterium Eisenbergiella FJ848448 ¢ KE159600 g
AB248646 ¢ Blautia Enterorhabdus FJ879347 ¢ Klebsiella
AB377176 ¢ Butyricicoccus Escherichia FJ880395 g Lachnospira
AB491207 ¢ Butyricimonas EU006213 ¢ FJ880767_¢g Lactonifactor
AB506319 ¢ Caproiciproducens EU234093 ¢ FJ880859 ¢ LARJ g
AB606237 ¢ Cellulosilyticum EU259405 ¢ FJ881160 ¢ LLKB_g
AB606282 ¢ Christensenella EU381695 ¢ FJ951890 ¢ Marvinbryantia
AB606326 g Clostridium_g12 EU381776 g FR888536 ¢ Natranaerovirga
AB626912 g Clostridium_g21 EU381783 ¢ GQ175418 ¢ Olsenella
AB626934 g Clostridium_g24 EU457152 ¢ GQ422712 g Oscillibacter
Acetatifactor Clostridium_g27 EU457907 g GQ448104 ¢ Oxalobacter
Acetitomaculum Clostridium_g7 EU504948 ¢ GU174097 g Prevotella
Acinetobacter Clostridium_g8 EU509117 ¢ GU174103 g Pseudoflavonifractor
Adlercreutzia Collinsella EU622749 ¢ GU302849 ¢ Rhizobium
AF018558 g Coprococcus_g2 EU622770 ¢ GU324367_g Roseburia
Agathobacter DQ353904 ¢ EU791023 ¢ GU324393 ¢ Ruminococcus
AJ400239 g DQ815350_g EU842486 ¢ HM123979 ¢ Ruminococcus_g4
AJ576336_g DQ815871 ¢ EU844075 ¢ HM124151 g Sanguibacteroides
Akkermansia EF400272_g EU844456 ¢ HM124244 ¢ Sporobacter
Alistipes EF402988 g EU845632_¢g HM124247 g Streptococcus
Allobaculum EF404038 g Eubacterium_g17 HM124260 g Streptomyces
AM277985 ¢ EF404387_g Eubacterium_g20 HM124337_g Subdoligranulum
Anaerotruncus EF404788 g Eubacterium_g23 Hungatella Syntrophococcus
AY305316 g EF406589 g Eubacterium_g4 JN162687_g Syntrophomonas
AY854276 ¢ EF406773_¢g Eubacterium_g6 JN713389 g
AY994025 ¢ EF406806 ¢ Eubacterium_g8 JPZU ¢

Con base en los resultados, se determinaron tres géneros de bacterias que, segun

la literatura disponible, son organismos patdégenos o zoondéticos en roedores

(Cuadro 51).

Cuadro 51. Prevalencia (%) de géneros bacterianos potencialmente patégenos y
zoonoticos registrados en muestras fecales de raton de abazones de Nelson
(Chaetodipus nelsoni).

Género y especie Gram Potencial (%) Referencia
Meyer, 1976; Zheludkov vy
Brucella - Patogeno/zoondtico 50 Tsirelson, 2010. Alvarez-
Hernandez et al., 2015
. ” Meerburg et al, 2006;
mpyl r - i
Campylobacte Patégeno/zoondtico 50 Meerburg y Kilstra, 2007
Streptococcus + Patdégeno 100 Bell etal, 1958

127



6.13 Ratdn de cactus (Peromyscus eremicus)

Se presentan resultados para muestra fecal de raton de cactus. EI nimero total de
secuencias obtenidas antes del ensamblaje fue de 143,991, las secuencias
ensambladas fueron 96,925 y las secuencias desechadas fueron 47,066; se
eliminaron 3,883 quimeras, dejando 93,042 secuencias de calidad. Tras la
asignacion taxonomica, se obtuvieron 88,567 secuencias bacterianas que después
de eliminar los singletons fueron 63,131. Se registré una profundidad de cobertura
adecuada en cuanto al numero de OTUs bacterianos de la muestra, ya que la curva
alcanz6 la asintota cerca de las 22,500 secuencias (Figura 70). El indice de

diversidad de Shannon fue de 9.9 y de Simpson fue de 0.97
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Figura 70. Numero de secuencias por el numero de OTUs de la muestra de raton
de cactus (Peromyscus eremicus) sin rarificar.

Se registraron seis phyla, de los cuales Firmicutes (94.6%), Proteobacteria (3.2%),
Tenericutes (1.2%), Saccharibacteria_TM7 (0.73%) y Cyanobacteria (0.06%) fueron
los mas abundantes (Figura 71). Se determinaron siete clases, entre las que
Clostridia  (94.6%), Epsilonproteobacteria  (3.2%), Mollicutes  (1.2%),
Saccharimonas_c (0.7%) y Vampirovibrio_c (0.06%) mostraron los porcentajes mas
altos (Figura 72). Se obtuvieron siete 6rdenes de los cuales Clostridiales fue el mas
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abundante (94.6%), seguido por Camylobacterales (3.2%), Acholeplasmatales
(1.2%), Saccharimonas_o (0.7%) y FR888526 o0 (0.06%) (Figura 73). De las 10
familias registradas predominaron Lachnospiraceae (64.4%), Ruminococcaceae
(21.2%), Christenellaceae (8.9%), Helicobacteraceae (3.2%) y Acholeplasmataceae
(1.2%) (Figura 74). Se reportaron 78 géneros (Figura 75) donde los mas abundantes
fueron Eisenbergiella (31.1%), género desconocido de Lachnospiraceae (16.8%),
Pseudoflavonifactor (12.7%), HM124260 g (5.2%) y Oscillibacter (4.2%). Se
determinaron 79 especies, de las cuales el 97.4% no se conoce y 2.6% posee

nomenclatura clave.

Verrucomicrobia 1% |!

Actinobacteria 0.6%

Protecbacteria 0.09% .

Tenericutes 0.01% .

Bacteroidetes 0.004% -

~Saccharibacteria_TM7 0.0006% .

Chloroflexi 0.0003% .

Figura 71. Abundancia reléti_va (%) de los principales phyla de bacterias fecales de
ratén de cactus (Peromyscus eremicus).
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Figura 72. Abundancia relativa (%) de las principales clases de bacterias fecales de
raton de cactus (Peromyscus eremicus).
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Figura 73. Abundancia relativa (%) de los principales ordenes de bacterias fecales
de ratdn de cactus (Peromyscus eremicus).
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Figura 74. Abundancia relativa (%) de las principales familias de bacterias fecales
de ratdn de cactus (Peromyscus eremicus).
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Figura 75. Abundancia relativa (%) de los principales géneros de bacterias fecales
de ratdn de cactus (Peromyscus eremicus).
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6.14 Rata magueyera (Neotoma albigula)

Se presentan resultados para muestras fecales de tres individuos adultos de rata
magueyera. La media del nimero total de secuencias obtenidas para las muestras
antes del ensamblaje fue de 191,104, la media de secuencias ensambladas fue de
168,898 y la media de secuencias desechadas fue 22,206; en promedio se
eliminaron 2,275 quimeras, dejando una media de secuencias de calidad de
166,044. Tras la asignacion taxonomica, se obtuvo una media de secuencias
bacterianas de 146,676 que después de eliminar los singletons fue de 124,885
(Cuadro 52). Se registré una profundidad de cobertura adecuada en cuanto al
namero de OTUs bacterianos de las muestras, ya que todas las curvas alcanzaron
la asintota a partir de 75,000 secuencias; el proceso de rarefaccion se realizé a
110,000 secuencias (Figura 76). La media del indice de diversidad de Shannon fue
de 7.0 y de Simpson fue de 0.96 (Cuadro 53).

Cuadro 52. Numero de secuencias bacterianas fecales obtenidas para cada
individuo de rata magueyera (Neotoma albigula).

Individuo Totales Ensambladas Desechadas

QE SC SB  SBSS

1 209,262 197,879 11,383 2,160 195,136 156,939 126,835
2 172,079 163,497 8,582 2,353 160,606 143,573 119,186
3 191,972 145,318 46,654 2,313 142,390 139,516 128,634
Media 191104 168 898 22 206 2275 166044 146676 124885

!Ensamblas, 2Desechadas, *QE: quimeras eliminadas, *SC: secuencias de calidad después
de la eliminacién de quimeras, °SB: secuencias bacterianas después de la asignacion
taxonémica, 8SBSS: secuencias bacterianas después de la eliminacién de los singletons.

Cuadro 53. Indices de diversidad alfa para cada muestra fecal de rata magueyera
(Neotoma albigula).

Muestra  Indice Shannon Indice Simpson
1 7.9 0.99
2 7.5 0.98
3 55 0.92
Media 7.0 0.96
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Figura 76. Numero de secuencias por el numero de OTUs para cada muestra de
rata magueyera (Neotoma albigula) sin rarificar.

Se registraron 11 phyla, de los cuales Firmicutes (¥=52.1%), Bacteroidetes
(x=24.6%), Saccharibcteria_ TM7 (x¥=9.2%), Actinobacteria (¥=5.6%) vy
Proteobacteria (¥=4.9%) fueron los mas abundantes (Figura 77). Se determinaron
24 clases, entre las que Clostridia (x¥x=51.5%), Bacteroidia (x¥=24.6%),
Saccharimonas_c (¥=9.2%), Coriobacteriia (x¥=5.4%) y Alphaproteobacteria
(x=4.1%) mostrando los porcentajes mas altos. Se obtuvieron 36 6rdenes, siendo
Clostridiales (¥=51.5%), Bacteroidales (x¥=24.6%), Sacharimonas_o (x¥=9.2%),
Coriobacteriales (¥x=5.5%) y Rhodospirillales (x=4.0%) los dominantes. De las 66
familias registradas predominaron Ruminococcaceae (x= 33.5%), S24-7 f
(x=18.6%), Lachnospiraceae (¥=15.3%), Saccharimonas f (¥=9.2%) vy

Coriobacteriaceae (x=5.4%) (Figura 78).

Se reportaron 270 géneros donde los méas abundantes fueron AJ400239 (x=9.2%),
Ruminococcus (¥=8.6%), JN713389_g (¥=8.2%), género desconocido de S24-7 f
(x=7.4%) y EU504948 g (x¥=4.2%). El mapa de calor de los géneros cuya
abundancia relativa fue mayor a 0.01% se muestra en la figura 79. Se contabilizaron
306 especies las cuales el 85.6% no se conoce, el 13.1% posee nomenclatura clave

y solo el 1.3% tiene nombre conocido (Actinobacillus equuli, Bacillus subtilis,
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Bifidobacterium pseudolongum, Sanguibacteroides justesenii). Los géneros que se
registraron como microbiota nucleo se muestran en la Cuadro 54. Con base en los
resultados, se determinaron dos géneros de bacterias que, segun la literatura
disponible, son organismos patégenos o zoonaticos en roedores (Cuadro 55).

100%

90% [ [
80%
® Verrucomicrobia
70% ® Proteobacteria
60% = Actinobacteria
u Saccharibacteria_TM7
50% H Bacteroidetes
40% = Firmicutes
30% e e B T

Neotomal Neotoma2 Neotoma3 Media

Abundancia relativa

Muestras

Figura 77. Abundancia relativa (%) individual y promedio de los principales phyla
de bacterias fecales de rata magueyera (Neotoma albigula).
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Figura 78. Abundancia relativa (%) individual y promedio de las principales familias
de bacterias fecales de rata magueyera (Neotoma albigula).
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Cuadro 54. Géneros de bacterias fecales que conformaron la microbiota nucleo de
rata magueyera (Neotoma albigula).

Género
AB009176 ¢ Clostridium_g24 Eubacterium_g8 KE159538 ¢
AB185816 ¢ Clostridium_g7 FJ881166_g KE159600_g
AB198590 ¢ Collinsella FJ951890 ¢ Lachnospira
AB239481 g Coprococcus_g2 FR888536_¢g LARJ g
AB606282_¢g EF404387_g GQ175418 ¢ LLKB_g
Acetatifactor EF404788 g GQ422712 g Microvirga
AJ400239 g EF602946_g GU302849 ¢ Oscillibacter
Akkermansia Eisenbergiella Helicobacter Pseudoflavonifractor
AM277063_g EU381783_g HM123979 ¢ Roseburia
Anaerotruncus EU465635 g HM124015 g Ruminococcus
AY994025 g EU504948 ¢ HM124151 g Ruminococcus_g4
BBZZ ¢ EU504948 ¢ HM124244 ¢ Sporobacter
Butyricicoccus EU844075 g HM124260 g
Caproiciproducens EU844456 ¢ JN713389 g
Christensenella Eubacterium_g17 JQ084194 ¢
Clostridium_g18 Eubacterium_g23 JX198636 ¢

Cuadro 55. Prevalencia (%) de géneros bacterianos potencialmente patdégenos en
muestras fecales de rata magueyera (Neotoma albigula).

Género y especie Gram Potencial (%) Referencia
Corynebacterium + Patdgeno 66.6 Yeruham et al. 1996; Diaz. 2013.
Streptococcus + Patogeno 66.6 Bell etal, 1958
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6.15 Comparacion de la composicion de la microbiota bacteriana fecal
entre vertebrados

En la figura 80, se observa la abundancia relativa a nivel phylum de todas las

especies bacterianas fecales de vertebrados de la Reserva de la Biosfera Mapimi

considerados en el presente estudio.
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Figura 80. Abundancia relativa a nivel phylum de todas las especies bacterianas
fecales de vertebrados de la Reserva de la Biosfera Mapimi considerados en el

presente estudio.
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En la figura 81, se observa la abundancia relativa a nivel familia de todas las
especies bacterianas fecales de vertebrados de la Reserva de la Biosfera Mapimi
considerados en el presente estudio, donde se representa Ruminococcaceae
(verde azul), Clostridiaceae (azul claro) y S24-7_f (rosa) de manera abundante.

Figura 81. Abundancia relativa a nivel familia de todas las especies bacterianas
fecales de vertebrados de la Reserva de la Biosfera Mapimi considerados en el
presente estudio.
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En la figura 82, se observa la variabilidad de abundancia relativa a nivel género
de todas las especies bacterianas fecales de vertebrados de la Reserva de la

Biosfera Mapimi considerados en el presente estudio

¢ flavomarginatus - -‘lll-l|ll_}

. ru}cus . -

C. latrans

L. californicus I
P. eremicus
Ch. nelsoni
A. pallidus

0. hemionus

Figura 82. Abundancia relativa a nivel género de todas las especies bacterianas
fecales de vertebrados de la Reserva de la Biosfera Mapimi considerados en el
presente estudio.
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Segun los resultados de la matriz de diversidad beta de Bray-Curtis, existe una

diferencia significativa entre los vertebrados considerados con respecto a su

composicion de microbiota bacteriana fecal. Esto fue evidente en el grafico de

PCoA (Figura 83) donde es posible visualizar segregacion entre el grupo de

carnivoros (C. latrans y L. rufus) (amarillo), el grupo de los rumiantes (B. taurus

y O. hemionus), el grupo de los roedores (P. eremicus, D. nelsoni, Ch. eremicus,

D. merriami, N. albigula y Ch. nelsoni) y un grupo diverso (L. californicus, G.

flavomarginatus, E. caballus y A. pallidus).
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Figura 83. Analisis de coordenadas principales (PCoA) de las secuencias
bacterianas fecales de los vertebrados de la Reserva de la Biosfera Mapimi

considerados en el presente estudio.
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VIl. DISCUSION

Se observaron diferencias en la abundancia y diversidad de bacterias fecales
entre especies de vertebrados de la Reserva de la Biosfera Mapimi. El conjunto
de secuencias bacterianas analizadas de este estudio proporciona una vision
general de la microbiota fecal de la comunidad de vertebrados silvestres y
domésticos presentes en la Reserva de la Biosfera Mapimi. Se detectd que el
phylum Firmicutes estuvo presente de manera abundante (60.2%) en todas las
muestras; este phylum ha sido reportado en otras especies de vertebrados
similares o distintas a las de este estudio (Ley et al., 2005; Ley et al., 2008a;
Gruninger et al., 2016; Pacheco-Torres et al., 2019). El phylum Bacteroidetes fue
el segundo mas abundante en todas las secuencias (12.4%); este phylum se
encuentra asociado al contenido luminal en animales incluyendo al hombre (Ley
et al., 2005; Nava et al., 2011).

La microbiota de los carnivoros (coyote y gato montés) estuvo representada por
los phyla Fusobacteria (68% para ambos) y Firmicutes (26.6 y 23.6%
respectivamente), ya reportados con anterioridad (Nelson et al., 2013;
Roggenbuck et al., 2014). En los herbivoros rumiantes (Vaca y Venado), los
phyla Firmicutes y Verrucomicrobia representaron la mayor abundancia de las
secuencias (88.5%-6.4% y 97.7%-1.1% respectivamente); estos phyla se han
documentado como parte de la microbiota fecal de ganado bovino y herbivoros
domésticos (Rudi et al., 2012; O’ Donell et al., 2017) y recientemente como parte

del microbioma fecal de cérvidos (Li et al., 2018Db).

En el caso de los herbivoros no rumiantes como el caballo, el phylum
Proteobacteria fue el mas abundante (72%), el cual est4 asociado a la dieta del
hospedero (Shepherd et al., 2012); para la tortuga y la liebre negra, el phylum
abundante fue Firmicutes (86.3 y 92.2%) y el segundo mas abundante en liebre
fue Synergistetes (4.14%), este ultimo no ha sido reportado con anterioridad
como parte de la microbiota fecal de lagomorfos, lo que representa un primer
reporte para esta especie y esta zona. Para la tortuga del Bolson el segundo mas
abundante fue el phylum Cyanobacteria (2.6%), mismo reportados por Garcia-
De la Pefia et al., (2019a).

141



El murciélago palido mostré una abundancia de los phyla Firmicutes (46.2%) y
Proteobacteria (24.7%), los cuales han sido reportados por Dietrich et al., (2017)
en murciélagos insectivoros y Vengust et al., (2018) en 12 especies diferentes

de murciélagos en Eslovenia.

En el caso de los roedores, D. merriami y D. nelsoni presentaron el phylum de
los Firmicutes como el mas abundante en sus muestras (52.5% y 40.8%
respectivamente), esto mismo ha sido reportado por Pacheco-Torres et al.,
(2018). El phylum Bacteroidetes fue el segundo mas abundante en las muestras
de D. merriami (40.8%), mientras que para D. nelsoni, Cyanobacteria ocupo este
lugar (6.2%). Los ratones de abazones (Ch. eremicus y Ch. nelsoni), mostraron
una abundancia muy similar donde Bacteroidetes (53.2% y 54.5%
respectivamente) y Firmicutes (39.4% y 37.5% respectivamente) fueron los phyla

mas abundantes.

El ratdbn de cactus (P. eremicus) presentd el phylum Firmicutes de manera
abundante (94.6%), seguido por Proteobacteria (3.2%), mientras que la rata
magueyera (N. albigula) presentd el phylum Firmicutes con una abundancia de
52.1% seguido por el phylum Bacteroides (24.6%); estos phyla fueron reportados
por Miller et al., (2014) en esta especie como los mas abundantes de la
microbiota fecal por choque inducido por oxalato. A partir de estos resultados se
identificaron diferencias en la composicion bacteriana de las especies de
vertebrados tanto silvestres como en el ganado bovino y equino. Segun diversos
estudios, estas diferencias en la biodiversidad de los microbiomas intestinales
entre vertebrados, se encuentra estrechamente relacionado con su filogenia,
dieta, fisiologia y ecologia ya que se trata de factores dominantes asociados a
ésta (Ley et al., 2008a; McFall-Ngai et al., 2013; Maurice et al., 2015; Brooks et
al., 2016; Colston y Jackson, 2016).

Con base en la literatura disponible, se reporta la presencia de 24 génerosy 7
especies bacterianas que poseen algun grado de potencial zoondético o patdégeno
en 11 de las especies de vertebrados; sin embargo, el conocimiento para algunos
otros grupos aun es incierto debido a la falta de investigacion. EI mayor niamero
de estos géneros se encontraron en los grupos de los roedores, murciélagos,
equinos y bovinos, los cuales son organismos considerados vectores o

trasmisores de enfermedades.
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Los resultados del analisis de coordenadas principales (PCoA), mostraron
agrupamiento de las especies de vertebrados segun su tipo de dieta, en el cual
se formaron cuatro grupos separados en roedores nocturnos, rumiantes,
carnivoros y un grupo mixto entre estos. La coordenada principal 1 (PC1) separa
el grupo de los roedores nocturnos de los carnivoros y los herbivoros rumiantes,
dejando un grupo variado entre estos (caballo, tortuga, murciélago y liebre).
Estos resultados respaldan una asociacion entre la membresia de la comunidad

microbiana y la dieta de cada vertebrado (Ley et al., 2008a).

Se ha documentado que la microbiota de los carnivoros suele ser menos diversa
en comparacion con el grupo de los herbivoros, mientras que la microbiota de
los omnivoros suele ser intermedia entre ambos grupos (Ley et al., 2008a). En
esta investigacion, los resultados obtenidos permiten corroborar esta
informacion, ya que las muestras de coyote y gato montés presentaron menor
cantidad de phyla a comparacion de la microbiota del grupo de los herbivoros
incluyendo los herbivoros rumiantes y los no rumiantes (caballo y tortuga) que
también es posible analizarlos en los indices de diversidad alfa obtenidos. En
particular, los carnivoros de este estudio formaron un grupo distinto debido a su
alta abundancia relativa de Fusobacterias, las cuales han sido reportadas por
otros autores en especies de carnivoros del mundo. Sin embargo, su
funcionalidad dentro del intestino de estos aun es desconocida, aunque la
mayoria de las especies estan relacionadas a la degradacion de proteinas
(Colston y Jackson, 2016).

El grupo de los vertebrados herbivoros mostré en el PCoA una diferencia de
comunidades bacterianas fecales entre los fermentadores del intestino anterior
(vaca y venado) y fermentadores del intestino posterior (caballo), donde sus
configuraciones microbianas estan relacionadas con sus estructuras intestinales.
En los herbivoros rumiantes, es muy probable que la microbiota sea digerida
después de la fermentacion, mientras que, en animales como el caballo, es
probable que los microbios fermentativos se excreten en las heces (Ley et al.,
2008a).

La microbiota fecal del caballo, murciélago, tortuga y liebre se agruparon
formando un grupo mixto entre los carnivoros y los herbivoros rumiantes. Las

especies dentro de este grupo, con excepcién de los murciélagos, también
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suelen alimentarse de plantas, sin embargo, su fisiologia digestiva tiende a ser
diferente al del ganado bovino y los cérvidos (Steven y Hume, 2004). Aunque el
murciélago basa su dieta en insectos y pequefios roedores, esta observacion
podria sugerir que albergan linajes involucrados en la descomposicién de una
dieta basada en plantas (Ley et al., 2008a). Estas diferencias se han relacionado
con las presiones selectivas de los entornos intestinales de las especies de
vertebrados, siendo los limites espaciales los promotores de la diversidad beta
entre las microbiotas fecales de estos (Moeller et al., 2017).

Con los avances en la biologia molecular, como la secuenciacion de proxima
generacion, es posible abordar de manera especifica la composicion bacteriana
fecal de cualquier vertebrado. Sin embargo, la mayor parte de las investigaciones
se centran en organismos modelo o en cautiverio por su facil acceso, esto
representa un serio problema, ya que las condiciones controladas alteran la
composicién de la microbiota, por lo que probablemente no representa la
variacion natural de les especies o poblaciones (Delsuc et al., 2014; Delport et
al., 2016). Por lo anterior, se debe considerar la pérdida de la diversidad
bacteriana de la microbiota de un individuo como amenaza para las poblaciones

silvestres.

El conocimiento de la composicion bacteriana fecal de los vertebrados silvestres
o domésticos asociados a éstos, permite generar métodos para enfrentar
desafios de conservacion de especies vulnerables y planear medidas sobre los
efectos indeseables causados por las perturbaciones antropogénicas o
climaticas en estas zonas que afecten la fisiologia y la salud de los organismos.
En el mismo sentido, con dicha informacion se puede analizar la transmision de
la microbiota bacteriana entre especies nativas y no nativas estrechamente

relacionadas o con dietas similares (Ley et al., 2008a).
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VIIl. CONCLUSIONES

Esta investigacion muestra por primera vez la estructura de la comunidad

microbiana fecal de especies de vertebrados en la RBM.

Se observaron diferencias en la abundancia y diversidad de bacterias fecales

entre especies de vertebrados de la Reserva de la Biosfera Mapimi.

El phylum Firmicutes estuvo presente en todas las muestras de los vertebrados
con una abundancia de 60% del total de todas las secuencias.

Se registro la presencia de 24 géneros y siete especies bacterianas patdogenas
y/o zoondticas en algunas especies de los vertebrados estudiados.

Las muestras de coyote y gato montés presentaron menor cantidad de phyla en
comparacién de la microbiota del grupo de los herbivoros incluyendo los
herbivoros rumiantes y los no rumiantes (caballo y tortuga).

El andlisis de coordenadas principales (PCoA) mostré6 separacion de las
especies con base en su composicién y tipo de dieta conformando cuatro grupos:
roedores nocturnos, carnivoros (coyote y gato montés), herbivoros rumiantes
(vaca y venado bura) y un grupo mixto (caballo, liebre, murciélago y tortuga del

bolson).

Las diferencias y similitudes registradas obedecen, de manera general, al
proceso evolutivo de adaptacion fisioldgica digestiva de estas especies en este

habitat particular.

Estos resultados constituyen una linea base de conocimiento para
investigadores, veterinarios y tomadores de decisiones para monitorear la salud

digestiva de estas especies de vertebrados contribuyendo a su conservacion.
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