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RESUMEN 

Aislamiento de una bacteria ruminal celulolítica y su capacidad para 

mejorar la degradación in vitro de sustratos celulolíticos. 

Paulino Sánchez Santillán, Dr. 

Colegio de Postgraduados, 2014 

Se aisló una bacteria celulolítica (BCA) y un consorcio de bacterias 

celulolíticas (CBC) ruminales en un medio selectivo con base en celulosa 

cristalina, carboximetilcelulosa y fluido ruminal. Se evaluó in vitro, la 

degradación de la materia seca (DEGMS), la producción de ácidos grasos 

volátiles (AGV), y relación acetato:propionato de rastrojo de maíz, pasto 

bermuda y alfalfa inoculados con BCA y CBC solas o en cocultivo con 

bacterias ruminales totales (BRT). También se evaluó al carbón activado 

como lioprotector bacteriano durante el proceso de liofilización. La DEGMS 

fue mayor (p<0.05) en el cocultivo que con BRT (58.08 vs 54.63%); pero 

después de la liofilización el cocultivo no mostró diferencias (p≥0.05) con 

BRT (53.9 vs 55.92%). El cocultivo mejoró (p≤0.05) la DEGMS en alfalfa con 

respecto a las BRT (56.23 vs 49.90%). La BCA mostró la menor DEGMS de 

los sustratos evaluados. La conservación del CBC por liofilización sin 

adición de lioprotector resulto en una marcada disminución en la DEGMS 

a 3.20%. Mientras que, el uso de carbón activado mantuvo la DEGMS en 

31.82%, después de 72 h de incubación. El inoculo CBC en cocultivo con 

BRT favoreció la fermentación acética. Se concluye que tanto BCA y CBC 

propician una fermentación acética de los forrajes evaluados, y que el 

carbón activado es un buen lioprotector para la conservación por 

liofilización de bacterias celulolíticas. 

 

Palabras clave: Rumen, liofilización, carbón activado, ácidos grasos 

volátiles 
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ABSTRACT 

Isolation of a cellulolytic rumen bacterium and its ability to enhances 

the in vitro degradation of cellulolytic substrates. 

Paulino Sánchez Santillán, Dr. 

Colegio de Postgraduados, 2014 

One cellulolytic bacterium (CB) and one consortium of cellulolytic bacteria 

(CCB) were isolated from the rumen on a selective medium containing 

Whatman paper, crystalline cellulose, carboxymethylcellulose and ruminal 

fluid. The in vitro degradation of corn stover, Bermudagrass, and alfalfa by 

BCA and CBC alone or in coculture with total-rumen bacteria (BRT) was 

quantified. Also, the use of activated carbon as bacterial-lyoprotectant in 

the process of lyophilization was evaluated. Among the variables measured 

were: in vitro dry matter degradation (IVDMD), production of volatile fatty 

acids (VFA). The IVDMD was better (p ≤0.05) in the coculture than in BRT 

(58.08 vs. 54.63%). However, the coculture had not differences (p≥0.05) with 

BRT (53.95 vs. 55.92%). after lyophilization. The coculture improved 

(p≤0.05) the IVDMD of alfalfa (56.23%) compared with BRT (49.90%). The 

CB showed the lowest IVDMD in all cellulolytic substrates evaluated. The 

CCB conserved by lyophilization without lyoprotectant decreased 

remarkably its ability to degrade dry matter to a minimum of 3.20 %. In 

contrast CCB lyoprotected with activated carbon before lyophilization 

maintained its IVDMD in 31.82 %, after 72 h incubation. CCB in coculture 

with BRT encouraged the acetate fermentation. We concluded that both CB 

and CCB stimulate the acetate fermentation of the forages evaluated, and it 

is suggested the use of activated carbon as lyoprotectant of cellulolytic 

bacteria preserved by lyophilization. 

 

Keywords: Rumen, lyophilization, activated carbon, volatile fatty acids. 
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1. INTRODUCCIÓN GENERAL 

Las actividades agrícolas dan origen a una variedad de esquilmos usados en 

la alimentación de rumiantes. Los cuales abundan en el país especialmente 

en las áreas de temporal, ya que son parte de las plantas que permanecen en 

el terreno después de cosechar el grano o semilla. La cantidad anual de 

esquilmos oscila en 45 millones de ton de materia seca para los diez 

principales cultivos (maíz, sorgo, trigo, frijol, arroz, cebada, soya, algodón, 

cártamo y ajonjolí); el rastrojo y olote de maíz (25.5 millones de ton) y las pajas 

de sorgo (6.6 millones de ton) representan aproximadamente 81% de los 

residuos de cultivos (SAGARPA, 2009). Los forrajes en el trópico seco de 

México constituyen una fuente importante de alimento para el ganado 

explotado en ranchos de doble propósito; sin embargo, su crecimiento y 

maduración es rápida provocando que disminuyan su contenido nutricional 

(Juárez et al., 2009). 

 

La celulosa, hemicelulosa y lignina son los principales constituyentes de 

materiales celulolíticos de plantas, las cuales incorporan otros polímeros 

estructurales como ceras y proteínas (Malherbe y Cloete, 2002). La fibra es un 

componente heterogéneo de las plantas cuya estructura tridimensional es 

variable y poco conocida, entre 35 y 80% de la materia orgánica de los tejidos 

vegetales está en la pared celular proporcionando rigidez estructural y 

protección (Jung y Allen, 1995). Los carbohidratos son fuente primaria de 

energía para los rumiantes y se dividen en dos fracciones: estructural y no 

estructural. La parte estructural de la planta es mayoritariamente el material 

de la pared celular y es analíticamente definido como fibra detergente neutro 

(FDN), misma que se compone de celulosa, hemicelulosa, lignina y una parte 

de pectina (PSU, 1996). 

 

La población bacteriana contiene de 1010 a 1011 células g-1 de contenido 

ruminal, la mayoría son anaerobias obligadas (107-108 células g-1 contenido 

ruminal), aunque aparecen anaerobias facultativas, estas se agrupan por su 
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forma (cocos, bacilos y espirilos), tamaño (0.3 a 50 µm) o estructura (presencia 

de una envoltura celular, citoplasmáticas y adherencias superficiales). Un 

método de clasificación de las bacterias ruminales es por el tipo de sustrato 

que degradan (celulosa, hemicelulosa, almidón, proteínas) y por el producto 

final de la fermentación (etanol, ácidos grasos volátiles, piruvato y otros). Así 

mismo, se clasifican en: celulolíticas, hemicelulolíticas, pectinolíticas, 

amilolíticas, ureolíticas, productoras de metano, utilización de ácidos y 

proteolíticas (Church, 1993; PSU, 1996).  

 

El ambiente anaeróbico del rumen permite tener mayor eficiencia en la 

degradación de polisacáridos de origen vegetal, atribuyéndolo a los 

microorganismos que lo habitan de forma abundante, como bacterias del 

rumen. Ruminococcus flavefaciens, Ruminococcus albus y Fibrobacter 

succinogenes son consideradas importantes en la degradación de celulosa en 

rumen, dada la producción de un conjunto de enzimas celulolíticas como las 

endoglucanasas, exoglucanasas, β-glucosidasas y hemicelulasas. Las 

bacterias cultivables del rumen representan sólo el 2% del RNAr 16S de las 

bacterias ruminales (Cai et al., 2010). 

 

El interés en la genética de microorganismos del rumen inició por el 

aislamiento de cepas manipuladas para mejorar la función ruminal (Gregg et 

al., 1995; Flint y Scott, 2000). En años anteriores, la genética molecular tuvo 

un papel vital en la comprensión del funcionamiento de los sistemas 

enzimáticos, la dinámica y diversidad de las comunidades microbianas y el 

rumen; descubrimiento de la evolución de los microorganismos del rumen. Los 

microorganismos responsables de la degradación de la pared celular son la 

categoría más estudiada a nivel genético, ya que tienen un potencial en el 

tratamiento previo de la alimentación animal, tratamiento de pasta de papel, 

procesamiento de alimentos e industria textil (Flint y Scott, 2000). 
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2. JUSTIFICACIÓN 

En México se cosechan anualmente 6,226,812 ha de maíz y 1,690,518 ha de 

sorgo, generando alrededor de 70 millones de ton de residuos agrícolas (SIAP, 

2011), además de 51 millones de hectáreas sembradas de pastos tropicales 

(Juárez et al., 2009). Las praderas y residuos agrícolas son usados en la 

alimentación de rumiantes por la cantidad de materia seca y energía 

contenida; así como, su disponibilidad y precio. Sin embargo, la reducción de 

nitrógeno disponible aumenta la pared celular lignificada durante su proceso 

fisiológico; limitando la eficiencia productiva de las unidades de producción 

ganadera. Así, el aislamiento de bacterias ruminales celulolíticas podrían 

emplearse como probiótico o aditivo en la dieta de rumiantes para mejorar la 

degradación de forrajes y/o subproductos agrícolas mejorando con ello la 

población bacteriana celulolítica del rumen. 

 

 

 

3. OBJETIVOS 

 

3.1. Objetivo General 

Aislar una bacteria ruminal celulolítica utilizando medios anaerobios 

selectivos y medir su capacidad de degradación de sustratos celulolíticos en 

cocultivo con bacterias ruminales totales en pruebas in vitro. 

 

 

3.2. Objetivos específicos 

 

a. Aislar una bacteria ruminal celulolítica a partir de una vaca Jersey con 

cánula ruminal usando medios anaerobios selectivos.  

b. Caracterizar morfológicamente las colonias de las bacterias celulolíticas 

que crecieron en medios anaerobios sólidos selectivos. 
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c. Realizar prueba de degradación in vitro en rastrojo de maíz, pasto 

bermuda y alfalfa utilizando la bacteria celulolítica aislada en cocultivo 

con bacterias ruminales totales (50:50). 

d. Obtener un consorcio de bacterias celulolíticas con capacidad para 

degradar papel Whatman a partir de fluido ruminal fresco de una vaca 

Jersey con cánula ruminal. 

e. Utilizar carbón activado como lioprotector en el proceso de conservación 

de un consorcio de bacterias celulolíticas mediante liofilización. 

f. Analizar el efecto del carbón activado en el consorcio de bacterias 

celulolíticas mediante una prueba de degradación in vitro usando papel 

Whatman y celulosa cristalina como sustratos. 

g. Realizar una prueba de degradación in vitro en rastrojo, alfalfa, pasto 

bermuda y celulosa cristalina usando el consorcio de bacterias 

celulolíticas en cocultivo con bacterias ruminales totales (50:50). 

 

 

 

4. HIPÓTESIS 

Es posible aislar bacterias ruminales celulolíticas con alta capacidad 

degradadora a partir de fluido ruminal usando medios de cultivo anaerobios 

selectivos. 

 

Una bacteria celulolítica aislada se puede utilizar como probiótico para 

mejorar la degradación de forrajes y/o subproductos agrícolas usados en la 

alimentación de rumiantes. 
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5. REVISIÓN DE LITERATURA 

 

5.1. Metabolismo de la fibra en rumiantes 

Los forrajes contienen moderada cantidad de azúcares hidrosolubles, la cual 

varía según el tipo de forraje, como es el caso de las gramíneas que contienen 

un menor contenido de azúcares que las leguminosas (Oba, 2011). El 

contenido de azúcares estructurales en forrajes es inversamente proporcional 

a los hidrosolubles. Los microorganismos celulolíticos son eficientes en la 

transformación de celulosa a glucosa por su activo sistema de enzimas 

hidrolíticas (Varga y Kolver, 1997; Nouaille et al., 2009).  

 

Los principales productos de la fermentación son ácidos grasos volátiles 

(acetato, propionato y butirato) y proteína microbiana. La colonización 

microbiana en fibra es rápida, pero la velocidad de degradación está en función 

de la accesibilidad microbiana al sustrato, naturaleza física y química del 

forraje y cinética de la digestión ruminal. Sin embargo, la asociación de lignina 

con celulosa y hemicelulosa es la limitante de la degradación (Varga y Kolver, 

1997). Los microorganismos del rumen digieren hasta 30% de celulosa y 68% 

de hemicelulosa (Matsui et al., 2010). 

 

5.1.1. Composición de la fibra 

La composición química de las plantas varía y se asocia a los factores genéticos 

y ambientales. La celulosa, hemicelulosa y lignina son los principales 

constituyentes de la pared celular, además de otros polímeros estructurales 

como ceras y proteínas (Calsamiglia, 1997; Özköse et al., 2001; Malherbe y 

Cloete, 2002; Bach y Calsamiglia, 2006). La fibra es un componente 

heterogéneo, cuya estructura tridimensional es variable. La pared celular en 

las células vegetales proporciona rigidez estructural y protección (Jung y Allen, 

1995).  
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La celulosa es el componente más abundante en la biosfera, se encuentra en 

las paredes celulares de las plantas en combinación con lignina formando una 

mezcla de polímeros de ácido fenólico no aprovechables biológicamente 

(Leschine, 1995; Lynd et al., 2002; Church et al., 2004). La celulosa tiene 

estructura lineal no ramificada constituida de 10,000 a 15,000 unidades de 

D-glucosa unidas por enlaces β-1,4 (Warren, 1996; Özköse et al., 2001; 

Malherbe y Cloete, 2002; Nelson y Cox, 2006; Liu et al., 2009). Las moléculas 

de celulosa se orientan paralelamente formando hasta cuatro formas 

cristalinas. La celulosa constituye de 20 a 40% del peso seco de la pared 

celular cuando la planta está en crecimiento y aumenta hasta 60% cuando se 

constituyen las paredes secundarias (Leschine, 1995). 

 

La hemicelulosa es un polisacárido insoluble en agua compuesto por 

moléculas D-glucosa, D-galactosa, D-manosa, D-xilosa, L-arabinosa y ácido 

glucorónico (Breznak y Brune, 1994; Malherbe y Cloete, 2002). La 

hemicelulosa se une a celulosa mediante puentes de hidrogeno (Bach y 

Calsamiglia, 2006) y contiene dos tipos diferentes de polisacáridos: a) 

celulosanos de cadena corta que forman parte de la propia estructura de la 

celulosa y b) polisacáridos amorfos incrustados y asociados íntimamente a la 

lignina de la membrana celular (Church, 1993; Malherbe y Cloete, 2002). La 

principal clase de hemicelulosa es xilano, el cual se caracteriza por la 

presencia de L-arabinosa como sustituyente de D-xilosa en gramíneas y 

cereales (Kuhad et al., 1997). 

 

La lignina no es un carbohidrato y se forma a partir de tres alcoholes derivados 

de fenilpropano: coniferílico, sinapílico y p-cumaril. Se constituye de 

numerosas unidades de fenilpropano agrupadas en una compleja estructura 

entrecruzada. Los aminoácidos fenilalanina y tirosina son considerados los 

precursores de polímeros fenólicos que dan origen a la lignina en la pared 

celular (Jung y Allen, 1995; Nelson y Cox, 2006; Wong, 2009). La incrustación 

física de lignina en fibras vegetales es parte del proceso de maduración de la 
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célula vegetal. En forrajes, la lignina se considera un factor antinutricional 

(Moore y Jung, 2001; Bach y Calsamiglia, 2006) porque interfiere en la 

digestión de los polisacáridos al actuar como barrera física para las enzimas 

microbianas (Jung y Allen, 1995; Moore y Jung, 2001; Nelson y Cox, 2006).  

 

Una forma de cuantificar los componentes de la fibra es mediante un sistema 

que elimina secuencialmente los componentes con detergentes calientes a pH 

7, pH 2 y un ácido fuerte. En el detergente neutro se disuelven proteínas, 

lípidos, almidón y azúcares simples contenidos en las células; el residuo se 

llama fibra detergente neutro (FDN) que se aproxima a la constitución de las 

paredes celulares. Sin embargo, también se disuelven algunos polisacáridos 

mixtos como pectina y β-glucano de las paredes celulares. En detergente ácido 

se eliminan polisacáridos mixtos como la hemicelulosa de las paredes 

celulares, lo que deja un residuo de celulosa, lignina y minerales denominado 

fibra detergente ácido (FDA). El ácido sulfúrico disuelve la celulosa de la 

fracción FDA. La lignina se mide como la pérdida de materia orgánica del 

residuo de ácido durante la combustión (Van Soest et al., 1991; Barbaza, et 

al., 2009). 

 

5.1.2. Metabolismo de la fibra por bacterias celulolíticas en rumen 

La digestión de la fibra requiere una exposición de las moléculas a 

tratamientos químicos, mecánicos o enzimáticos (Barboza et al., 2009). Las 

condiciones del rumen son: pH de 5.5 a 7.2, temperatura entre 39-41 ºC, 

(Zavaleta, 1976; Grudsky y Arias, 1983; Kingston-Smith et al., 2008) y oxido-

reducción entre -250 a -450 milivoltios (Yokoyama y Johnson, 1993). La fase 

gaseosa del contenido ruminal está constituida por 65% de CO2, 27% de 

metano, 7% de nitrógeno, 0.6% de oxígeno, 0.2% de hidrógeno y 0.01% de 

sulfuro de hidrógeno (Arias, 1982; Grudsky y Arias, 1983; Yokoyama y 

Johnson, 1993) propiciando un fermentador anaerobio idóneo para la 

degradación de fibra. 
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Las características físicas y químicas de los carbohidratos regulan su 

fermentación y son el primer paso del ciclo de carbono en rumen. (Stern et al., 

1994; Qi et al., 2007; Anrique, 2010). La fibra es la fuente más importante de 

carbono y energía en la dieta de un rumiante. Sin embargo, los rumiantes no 

producen las enzimas necesarias para digerir fibra, pero albergan bacterias, 

hongos y protozoarios que hidrolizan celulosa y otros carbohidratos presentes 

en la fibra. Los productos intermediarios del metabolismo de los 

microorganismos durante la fermentación son utilizados por los rumiantes 

como fuente de carbono y nitrógeno (Grudsky y Arias, 1983; Calsamiglia, 

1997; Russell y Rychlik, 2001; Galindo y Marrero, 2005; Barboza et al., 2009). 

 

El proceso de la degradación de la fibra se inicia con la adhesión de las 

bacterias a partículas de fibra para formar un biofilm (Barboza et al., 2009). 

La velocidad de adhesión es inversamente proporcional al grado de 

lignificación de la pared celular. La degradación de los componentes de la 

pared celular progresa por la acción de enzimas hidrolasas, pero varía en 

función del entramado tridimensional de los componentes y grado de 

lignificación. Las bacterias fibrolíticas utilizan vías fermentativas para obtener 

energía y producen glucosa o pentosas como productos intermediarios. La 

degradación efectiva de las bacterias fibrolíticas depende de la velocidad del 

tránsito ruminal (Balwin y Allison, 1983; Calsamiglia, 1997; Relling y Mattioli, 

2003). El metabolismo de las hexosas hasta piruvato por la microflora ruminal 

se realiza principalmente por vía glicolítica. Por otro lado, el metabolismo de 

las pentosas presentes en las hemicelulosas ocurre vía interconversión de 

monosacáridos a través del ciclo de las pentosas (Nelson y Cox, 2006).  

 

La fermentación de partículas de fibra vía microbiana, suministra energía para 

el crecimiento microbiano, producción de ácidos grasos volátiles (AGV), 

metano (CH4) y dióxido de carbono (CO2; Taricska et al., 2007; Kingston-Smith 

et al., 2008). La concentración total de AGV y proporciones de cada ácido 

dependen de la composición de la dieta, vías metabólicas predominantes en la 
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fermentación microbiana y velocidad de absorción (Barboza et al., 2009). La 

velocidad de absorción de AGV tiene relación directa con su producción y 

relación inversa con el pH, evitando la acumulación en rumen (Relling y 

Mattioli, 2003) 

 

Los AGV son absorbidos por difusión facilitada en las células de la mucosa 

ruminal y por absorción mediante el paso a circulación sanguínea (Grudsky y 

Arias, 1983; Barboza et al., 2009). Una vez absorbidos, los AGV pueden entrar 

al ciclo de los ácidos tricarboxilicos para oxidarse y proveer a las demandas de 

energía del animal o se depositan en grasa como reserva de energía (Barboza 

et al., 2009). Los gases (CH4 y CO2) son eliminados por la vía del eructo 

(Grudsky y Arias, 1983) y representan una pérdida de energía (Anrique, 2010). 

 

De la energía fermentada en rumen alrededor de 80% es convertida en AGV, 

el resto es perdido como calor y metano (Grudsky y Arias, 1983; Nava y Díaz, 

2001). Las vías metabólicas que intervienen en la formación de los productos 

finales de la fermentación anaerobia microbiana de los carbohidratos son 

complejas por los distintos mecanismos de reacción. Un ejemplo, es la 

fermentación de piruvato (producto de la glicólisis) a CO2, CH4, acetato, 

propionato y butirato (Grudsky y Arias, 1983; Nava y Díaz, 2001; Madigan et 

al., 2009).  

 

El acetato predomina en el balance de producción de AGV y su producción se 

basa en la fermentación por bacterias celulolíticas (Anrique, 2010). La 

producción de acetato en rumen se produce vía piruvato mediante dos 

reacciones: 1) la descarboxilación oxidativa produce acetato, CO2 e hidrógeno 

(Grudsky y Arias, 1983; Madigan et al., 2009); 2) una reacción que produce 

acetato y formato; este último es metabolizado a CO2 e hidrógeno. El acetato 

es la mayor fuente de energía para los rumiantes y constituye alrededor de 

90% de la concentración de AGV en la sangre periférica (Grudsky y Arias, 

1983). 
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Las bacterias amilolíticas producen propionato durante las fermentaciones 

anaerobias, aunque hay bacterias celulolíticas con actividad amilolítica 

(Anrique, 2010). La producción de propionato en rumen ocurre por dos rutas, 

la descarboxilación de succinato y reducción de lactato (Grudsky y Arias, 

1983; Madigan et al., 2009; Anrique, 2010). El 5% de propionato ruminal se 

metaboliza a lactato por el epitelio ruminal y el resto se transporta a hígado 

como fuente de glucosa vía gluconeogénesis (Grudsky y Arias, 1983). 

 

La producción de butirato es vía acetil-CoA a partir de piruvato y acetato 

extracelular (Grudsky y Arias, 1983; Madigan et al., 2009). El 50% del butirato 

se metaboliza en el epitelio ruminal y una pequeña cantidad pasa a hígado 

para metabolizarse en acetil-CoA (Grudsky y Arias, 1983).  

 

 

5.1.3. Factores que regulan la digestión de la fibra en rumiantes 

La digestibilidad de la materia seca se afecta a medida que maduran las 

plantas, debido al incremento de carbohidratos estructurales (Buxton y 

Redfearn, 1997; Barboza et al., 2009). La digestión de la fibra en rumiantes la 

regulan: 1) el acceso de bacterias a los nutrientes es limitado por la estructura 

y composición de la pared celular; 2) la densidad de la población de 

microorganismos celulolíticos predominantes al momento de digerir la fibra; 

3) la adhesión genética de las bacterias que controlan la adhesión a partículas 

de fibra, así como la producción y liberación de enzimas hidrolíticas; y 4) la 

disponibilidad de nutrientes en animales a través de la masticación, salivación 

y cinética del tránsito (Varga y Kolver, 1997).  

 

La digestión de la celulosa se limita por la disponibilidad de sitios en el 

material vegetal y no por una baja actividad celulolítica (Forsberg et al., 2000). 

La degradación de la celulosa depende del grado de unión a sustancias 

refractarias a la digestión (lignina, sílice, cutina) y propiedades intrínsecas 

(grado de cristalinidad, grado de polimerización; Stern et al., 1994). 
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5.2. Bacterias celulolíticas ruminales en el metabolismo de la fibra 

Las actividades metabólicas de las bacterias ruminales son a) degradación de 

polímeros vegetales hasta sus subunidades monoméricas; y b) fermentación 

subsecuente en la producción de energía, esqueletos carbonados y amonio 

para biosíntesis microbiana (Arias, 1982). Las bacterias tienen acceso a los 

tejidos internos fácilmente digeribles a través de estomas, lenticelas o áreas 

dañadas. La digestión de la fibra por bacterias celulolíticas es de adentro hacia 

afuera (Varga y Kolver, 1997).  

 

 

5.2.1. Descripción de bacterias celulolíticas 

Las bacterias fibrolíticas importantes son Fibrobacter succinogenes, 

Ruminococcus flavefaciens y Ruminococcus albus (Morales y Dehority, 2009; 

Wanapat y Cherdthong, 2009; Matsui et al., 2010). Las bacterias fibrolíticas 

degradan estructuras fácilmente digeribles como las células del mesófilo. Sin 

embargo, F. succinogenes digiere parénquima, paredes de células epidérmicas 

y esclerénquima de la hoja (Varga y Kolver, 1997; Shinkai y Kobayashi, 2007). 

Las bacterias fibrolíticas representan de 0.3-4% de la población microbiana 

del rumen (Forsberg et al., 2000). 

 

5.2.1.1. Fibrobacter succinogenes 

Por la singularidad de la secuencia de RNA16S de Bacteroides succinogenes se 

renombró como Fibrobacter succinogenes y fue clasificado como único género 

en el Phylum Fibrobacteres (Brumm et al., 2011). F. succinogenes se clasifica 

dentro del Dominio Bacteria; Phylum Fibrobacteres; Orden Fibrobacterales y 

Familia Fibrobacteraceae (Spain et al., 2010; ExPasy, 2011). Es una bacteria 

celulolítica, bacilo Gram negativo, mesófila, no tiene estado de reposo, inmóvil, 

no forma esporas, estrictamente anaerobia, diámetro de 0.3-0.5 µm y de 0.8 a 

2.0 µm de longitud (Lynd et al., 2002; Krieg et al., 2010; ExPasy, 2011; 

Ransom-Jones et al., 2012). F. succinogenes crece en glucosa, celobiosa, 

lactosa y celulosa, pero no en xilosa y xilano (Brumm et al., 2011). La bacteria 
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es considerada el principal biodegradador de polímeros de la pared celular (Qi 

et al., 2007; Qi et al., 2008; Ransom-Jones et al., 2012).  

 

Las bacterias de este género hidrolizan celulosa a glucosa para utilizarla como 

sustrato de crecimiento y generar energía como ATP (UE, 2011). F. 

succinogenes digiere fibra con mayor velocidad e hidroliza más celulosa 

cristalina que el género Ruminococcus. La bacteria también sintetiza xilanasas, 

pero no utilizan los productos obtenidos de la hidrólisis del xilano, si no que 

actuarían para exponer la celulosa unida a hemicelulosa. F. succinogenes se 

considera filogenéticamente diversa (4 grupos) por los análisis genéticos de la 

secuencia 16S rDNA y la hibridación DNA-DNA (Kobayashi et al., 2008). 

 

Robert Hungate fue el primer investigador en aislar F. succinogenes del rumen 

bovino en 1947. El ácido butírico no es un producto en la fermentación de 

carbohidratos de F. succinogenes. La bacteria se une fuertemente a la 

superficie de la fibra mediante adhesinas. Se han identificado alrededor de 13 

proteínas de unión a celulosa y 31 genes se han correlacionado con la 

traducción de celulasas. Es una especie difícil de aislar y cultivar en 

laboratorio (Ransom-Jones et al., 2012).  

 

5.2.1.2. Ruminococcus flavefaciens 

Ruminococcus flavefaciens se clasifica en el Dominio Bacteria; Phylum 

Firmicutes; Orden Clostridiales y Familia Ruminococcaceae. Son cocos 

inmóviles, miden de 0.3-1.5X0.7-1.8 µm, estrictamente anaerobio, tinción 

Gram positiva, no esporulada, hidroliza pectina, negativo a catalasa (Krause 

et al., 1999; De Vos et al., 2009), cuando son elongadas tienen extremos 

planos, redondeados o puntiagudos en forma de lanceta. La bacteria presenta 

arreglos dicocos, poca motilidad con uno o tres flagelos. R. flavefaciens se 

distingue en la familia Ruminococcaceae por la presencia del ácido meso-

diaminopimélico en la posición tres del peptidoglicano y un pigmento amarillo 

(Murray et al., 1989; Krause et al., 1999).  
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Los nutrientes son obtenidos por rompimiento de celulosa y es capaz de 

fermentar glucosa y xilosa. R. flavefaciens posee celulosomas que son 

estructuras ancladas a la pared celular bacteriana y conecta varios módulos 

de enlace que posee carbohidratos y actividades celulasa-hemicelulasa (Miron 

et al., 2001; Bayer et al., 2008). La bacteria tiene la capacidad de fermentar 

celobiosa y lactosa. Los principales productos en la fermentación son acetato, 

formato y succinato. El contenido de citosina-guanina es 16-44% (De Vos et 

al., 2009). 

 

5.2.1.3. Ruminococcus albus 

Ruminococcus albus pertenece al Dominio Bacteria; Phylum Firmicutes; Orden 

Clostridiales y Familia Ruminococcaceae. Son bacterias estrictamente 

anaerobias, inmóviles, cocos, no producen esporas, forman cadenas de cocos, 

tinción Gram positiva, negativo a catalasa. Se encuentra en heces humanas, 

rumen y otros mamíferos herbívoros (De Vos et al., 2009; Microbewiki, 2011). 

La celulosa, xilano y celobiosa los utiliza como fuentes de carbono. La bacteria 

tiene una amplia gama de actividades enzimáticas: β-glucosidasa, β-

xilosidasa, galactosidasa, β-1-arabinosidasa, celulasas, poligalacturonasa y 

xilanasas. R. albus produce concentraciones micromolares de ácidos 

fenilacético y fenilpropiónico utilizados en la formación del glucocálix (Ezer et 

al., 2008; Hwan et al., 2011).  

 

Su actividad celulolítica en fibra se demostró en rumen mediante la adhesión 

a celulosa y excreción de enzimas celulolíticas en la superficie celular. El 

metabolismo de la glucosa por R. albus produce metabolitos primarios como 

etanol, acetato y succinato, además de H2 como metabolito secundario 

(Asanuma et al., 2009). La bacteria tiene la capacidad de fermentar celobiosa, 

glucosa, manosa, sacarosa y lactosa. Los mayores productos de desecho en la 

fermentación son acetato y formato. El contenido de citosina-guanina es 43-

46% (De Vos et al., 2009). 
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5.2.2. Digestión de la fibra por bacterias celulolíticas 

La adhesión de las bacterias es un mecanismo importante para la degradación 

de la pared celular, ya que es una estrategia microbiana donde se adhieren a 

la fibra para su digestión y reproducción. El proceso en rumen se divide en 

cuatro fases: 1) transporte de las bacterias al sustrato fibroso; 2) adhesión 

inicial no específica de las bacterias a sitios apropiados del sustrato;                   

3) adhesión específica entre las bacterias adheridas y el tejido digerible a través 

de vínculos amplios y adhesinas; y 4) proliferación en colonias de las bacterias 

adheridas en sitios específicos de la fibra (Blanco, 1999; Forsberg et al., 2000; 

Miron et al., 2001). 

 

El primer contacto entre bacterias y fibra depende del tamaño de la población 

celulolítica así como del tamaño y cantidad del sustrato, porque las bacterias 

celulolíticas son inmóviles al carecer de flagelos o cilios. La adhesión se 

presenta por dos medios de transporte. a) El transporte no específico comienza 

por la atracción entre partículas de la fibra y bacterias celulolíticas por iones 

o asociación hidrofóbica por las fuerzas de Van Der Waals. b) El transporte 

específico de las bacterias al sustrato es a través de complejos de proteínas 

llamadas adhesinas y la formación del glucocálix (glucoproteína delgada que 

se adhiere fuertemente a la celulosa). Cuando el glucocálix se forma, inicia la 

proliferación y colonización de las bacterias celulolíticas en fibra y se inicia el 

proceso digestivo (Blanco, 1999; Forsberg et al., 2000; Miron et al., 2001).  

 

Una especie microbiana por si sola es incapaz de producir las enzimas 

necesarias para digerir la pared celular, por tanto las bacterias se asocian 

fisiológicamente para combinar la producción de enzimas hidrolíticas (Blanco, 

1999; Forsberg et al., 2000; Miron et al., 2001). Por ejemplo, R. flavefaciens 

predomina en la superficie de la fibra sin actuar en epidermis, floema y 

esclerénquima; mientras F. succinogenes coloniza los bordes de la célula, 

floema y xilema (Miron et al., 2001). 
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Es importante señalar lo siguiente:  

a) Las bacterias se adhieren a la fibra en los primeros 5 min después de 

su ingestión mediante transporte especifico y no especifico.  

b) El glucocálix sirve como protector y estabilizador de las enzimas 

digestivas sintetizadas por las bacterias, así como para protegerlas de 

los fagos.  

c) Las bacterias se dividen para producir células hermanas y pozos 

digestivos que se hacen visibles en la superficie de la partícula de fibra. 

d) Las bacterias primero colonizan estomas, lenticelas y área dañadas para 

penetrar y hacer una digestión de adentro hacia afuera. 

e) Algunas partes del glucocálix se separa de la partícula de fibra y otra 

permanece unido a la partícula de fibra y pasa al retículo (McAllister et 

al., 1994). 

 

 

5.2.3. Factores que afectan la adhesión de las bacterias a la fibra 

En rumen existen factores que influyen sobre la adhesión de las bacterias 

celulolíticas a partículas de la fibra: 

a) Competencia microbiana. Los hongos del rumen pueden inhibir la 

actividad enzimática de bacterias fibrolíticas. 

b) O2. F. succinogenes disminuye 80% su capacidad de adhesión después 

de 5 min de exposición al O2, pero en R. albus y R. flavefaciens no se 

afecta la capacidad de adhesión. 

c) Temperatura. Disminuye la adhesión en su totalidad en las tres 

bacterias a 4 ó 50 ºC; pero no afecta si se mantiene a 38ºC.  

d) pH. El efecto del pH en la adherencia de las bacterias celulolíticas a la 

celulosa varía de acuerdo a la especie. El pH óptimo de R. albus para 

una eficiente adhesión es 5.5 a 8, cuando desciende el pH a 5 se pierde 

eficiencia de adhesión. F. succinogenes mantiene su adhesividad entre 

5.3 a 6.8. R. flavefaciens presenta descenso de 55% de su adhesión con 

pH 4 y no presenta cambios a pH 6. 
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e) Cationes. Los cationes bivalentes como Ca2+ y Mg2+ aumentan la 

adhesión de R. flavefaciens, sin alterar a R. albus y F. succinogenes. 

f) Otros. El aumento de fuerzas iónicas producen incremento en la 

adhesión de R. albus y F. succinogenes. En contraste, el formaldehído 

disminuye la adhesión de F. succinogenes y R. flavefaciens (Blanco, 

1999; Forsberg et al., 2000; Miron et al., 2001). 

 

 

5.2.4. Sistemas enzimáticos de celulasas 

Las bacterias fibrolíticas producen múltiples enzimas para degradar los 

materiales de las células vegetales. Los tres principales sistemas de actividad 

enzimática son: a) endoglucanasas o 1,4-β-D-glucano-4-glucanohidrolasas 

(EC 3.2.1.4); b) exogluconasa, incluye glucanohidrolasas 1,4-β-D-glucano 

(celodextrinasas; EC 3.2.1.74) y celobiohidrolasas 1,4-β-D-glucano 

(celobiohidrolasas; EC 3.2.1.91); y c) β-glucosidasas o glucohidrolasas β-

glucósido (CE 3.2.1.21 ) (Malherbe y Cloete, 2002; Lynd et al., 2002; Ponce y 

Pérez, 2002; Aro et al., 2005; Valáskova y Baldrian, 2006; Kumar et al., 2008). 

 

Los sistemas de celulasas son más que una aglomeración de enzimas, ya que 

actúan de manera coordinada para hidrolizar la celulosa de manera eficiente. 

Primero, las endoglucanasas rompen al azar los enlaces internos de la 

molécula en regiones amorfas, producen un rápido decremento en la longitud 

de la cadena y un lento incremento de los grupos reductores libres. Segundo, 

las exoglucanasas remueven unidades de glucosa o celobiosa a partir de 

extremos libres de celulosa. Finalmente, β-glucosidasas hidrolizan la celobiosa 

a glucosa que sirve como fuente de carbono (Malherbe y Cloete, 2002; Lynd et 

al., 2002; Valáskova y Baldrian, 2006; Kumar et al., 2008; la Grange et al., 

2010). 

 

Las bacterias anaerobias carecen de capacidad para penetrar con eficacia el 

material celulolítico. Las bacterias activan mecanismos alternativos para 
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hidrolizar celulosa en presencia de otros microorganismos y/o limitada 

cantidad de energía (ATP) para producir enzimas (Forsberg et al., 2000; Miron 

et al., 2001; Lynd et al., 2002).  

 

Los sistemas de celulosomas se encuentran en ambientes anaerobios. Estos 

sistemas sirven para reducir la distancia entre los productos de la hidrólisis y 

la bacteria; porque la actividad enzimática se produce en las proximidades de 

la célula bacteriana. Las celulosomas son protuberancias estables de 

complejos enzimáticos que están firmemente unidas a la pared celular 

bacteriana (Ruminococcus), pero lo suficientemente flexibles para unirse a la 

celulosa microcristalina (Forsberg et al., 2000; Miron et al., 2001; Lynd et al., 

2002).  

 

 

5.2.5. Catabolismo fermentativo y productos finales 

Las bacterias celulolíticas metabolizan la glucosa a glucosa-6-fosfato para 

usarla en la ruta Embden-Meyerhoff del catabolismo del azúcar. Todas las 

especies producen ácido acético y CO2. La bacteria F. succinogenes produce 

acetato y succinato como productos finales de sus vías fermentativas. El 

succinato se libera en el medio y es utilizado por otras bacterias (Selenomonas 

y Veillonella) para generar propionato. Los rumiantes absorben y utilizan el 

acetato como fuente de energía (Lynd et al., 2002; UE, 2011). 

 

Los productos finales de R. flavefaciens son acetato, succinato, H2 y CO2. R. 

albus produce acetato, etanol, H2 y CO2; sin embargo, en presencia de 

microorganismos metanógenos incrementa la producción de acetato y 

disminuye etanol (Lynd et al., 2002; UE, 2011). Acetil-CoA es un punto de 

ramificación clave que se asocia al flujo de carbono para la producción de 

etanol, acetato y succinato. El succinato se convierte a propionato (sustrato 

de la gluconeogénesis en el rumiante) por otras bacterias. La producción de 
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succinato es a través de la fijación neta de CO2 por PEP-carboxiquinasa, con 

conversión posterior a oxaloacetato, malato y succinato (Lynd et al., 2002). 

 

 

 

5.3. Conservación de bacterias 

Los microorganismos son fundamentales en los ciclos biogeoquímicos y su 

conservación y preservación son prioridad en los laboratorios de microbiología 

por el potencial biotecnológico que representan. Los recursos microbianos 

deben conservarse en buen estado fisiológico y genéticamente estables 

(García-Uruburu, 2000; Morales-García et al., 2010; Kumar et al., 2013). Los 

principales métodos de conservación son crecimiento continuo, secado y 

congelación. En el crecimiento continuo, los microorganismos se cultivan en 

agar y se almacenan a temperaturas de 5 a 20 °C, cuyo periodo de 

almacenamiento máximo es de 30 días, posteriormente se transfieren en 

nuevos medios con agar (Kumar et al., 2013).  

 

El método de secado se usa en microorganismos que producen esporas u otras 

estructuras de reposo. El gel de sílice, perlas de vidrio y suelo son sustratos 

utilizados en esta metodología (Kumar et al., 2013). La literatura sobre el 

método de secado y la preservación de microorganismos es muy amplia, pero 

a menudo es específico de una cepa en particular (Morgan et al., 2006). 

 

Los métodos por congelación son liofilización, crioconservación, vapor de 

nitrógeno líquido o congelador a baja temperatura. En la liofilización el 

microorganismo se congela y posteriormente se seca al vacío. Es un método 

de conservación permanente para bacterias, actinomicetos, levaduras y 

hongos (Kumar et al., 2013). La comprensión del proceso de liofilización y los 

factores que afectan la capacidad de los microorganismos para sobrevivir al 

proceso han mejorado en años recientes (Morgan y Vesey, 2009).  
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Los factores que influyen en los resultados de la conservación de bacterias por 

liofilización son: tipo de microorganismo, concentración celular, temperatura 

durante la sublimación, grado de deshidratación logrado, atmósfera del vial 

donde se conservará el microorganismo y las condiciones de almacenamiento 

(García y Urubu, 2000). Sin embargo, el tipo de microorganismo y la 

infraestructura del laboratorio determinan el método de conservación a 

utilizar (Morales-García et al., 2010). 

 

 

5.3.1. Proceso de liofilización 

El secado por congelación también se conoce como liofilización. Es un proceso 

donde las células se congelan en un medio con lioprotector y posteriormente 

se elimina el agua mediante sublimación (Perry, 1995; Mellor y Bell, 2003; 

Morgan y Vesey, 2009; Kumar et al., 2013). La sublimación es un fenómeno 

físico donde un sólido se convierte en vapor sin pasar por el estado líquido 

(Mellor y Bell, 2003; Morgan y Vesey, 2009). El secado por congelación 

involucra el cultivo de microorganismos en condiciones que mejoren la 

tolerancia al proceso, la optimización de un lioprotector y las condiciones de 

secado. Los microorganismos varían su tolerancia a la liofilización. En general, 

las bacterias Gram positivas muestran mejor tolerancia que las Gran 

negativas. Además, diferentes cepas de la misma especie pueden comportarse 

de manera distinta durante el proceso (Perry, 1995; Morgan y Vesey, 2009). 

 

Una desventaja es que no todos los microorganismos reaccionan de la misma 

manera por lo se requiere de pruebas para optimizar el proceso de cada cepa 

(Leslie et al., 1995; Perry, 1998; Kumar et al., 2013). La baja concentración de 

bacterias después de un proceso de liofilización se puede asumir al lioprotector 

utilizado, la concentración inicial de bacterias o el estado fisiológico de las 

células (Muñoz-Rojas et al., 2006; Morgan et al., 2006). El cambio de pH 

produce diferencias morfológicas visibles en las células y el estrés ocasionado 
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desencadena regularmente una tolerancia mejor al proceso de liofilización 

(Morgan et al., 2006). 

 

Las cuatro consideraciones para la conservación de bacterias por liofilización 

son: a) medio de cultivo y preparación de células; b) suspensión de las 

bacterias en un medio adecuado para liofilización; c) el proceso es dependiente 

del equipo para liofilizar y la cantidad de muestras a conservar; y                         

d) almacenamiento después de liofilizar (Kumar et al., 2013).  

 

 

5.3.1.1. Selección del medio de liofilización 

Las bacterias deben suspenderse en medios que proporcionen vialidad a través 

de la congelación, eliminación de agua y almacenamiento (Kumar et al., 2013). 

En bacterias, la fructosa y el sorbitol proporcionan mejores estándares de 

crecimiento que la glucosa (Morgan et al., 2006). Los investigadores no 

consideran que el medio de crecimiento tenga efecto sobre la supervivencia de 

los microorganismos. Los estudios se orientan en el uso de lioprotectores y los 

efectos de la fase de crecimiento (Morgan et al., 2006). 

 

5.3.1.2. Cultivo de las bacterias 

El proceso de liofilización presenta mejores resultados cuando se usan células 

en crecimiento activo. Algunos investigadores cultivan en un medio líquido, 

posteriormente concentran las bacterias mediante centrifugación y suspenden 

en medios para liofilizar. Esta técnica asegura altas concentraciones de 

bacterias y retiene células viales después de un prolongado almacenamiento. 

Las concentraciones son menores cuando se inocula en medios de liofilización. 

Los volúmenes pequeños son permisibles y aceleran el proceso de secado, de 

modo que el volumen máximo debe ser 1/3 de la capacidad del vial (Kumar et 

al., 2013). 
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5.3.1.3. Congelación 

La velocidad de congelación afecta la viabilidad y supervivencia de las 

bacterias. La congelación lenta forma cristales de hielo que genera canales 

para un mejor secado y evita daños en membranas. La congelación rápida 

minimiza daños por formación de cristales (Morgan y Vesey, 2009), genera 

preservación de vialidad celular, pero dificulta la eliminación del agua. La 

congelación rápida crea un bloque sólido disminuyendo la formación de 

canales por lo que el tiempo de secado es mayor (Kumar et al., 2013).  

 

5.3.1.4. Secado  

Es la etapa donde se elimina el agua congelada por sublimación (Morgan y 

Vesey, 2009). El uso de volúmenes pequeños beneficia el proceso de secado 

porque el agua se elimina rápidamente dada la superficie de contacto. El 

secado secundario ayuda a forzar la salida de agua residual mediante el 

aumento de temperatura en la muestra. Un ejemplo, es el uso de secadores de 

estante donde las muestras se colocan a una temperatura de 20 °C por varias 

horas. La aplicación de temperaturas más altas afecta fisiológicamente las 

bacterias liofilizadas (Kumar et al., 2013). Si el producto se descongela o se 

derrite durante el proceso de secado, la ebullición del agua produce colapsos 

en los productos (Morgan y Vesey, 2009). La temperatura de almacenamiento 

ideal es a 4 °C y en sitios que no formen humedad (Kumar et al., 2013). 

 

 

5.3.2. Lioprotectores 

La viabilidad de bacterias liofilizadas se mejora con sustancias que actúan 

como lioprotectores. Sin embargo, el tipo de lioprotector debe adecuarse a los 

requerimientos de la bacteria a resguardar. El punto limitante del método de 

liofilización es el escaso conocimiento sobre la conservación de bacterias 

(Morgan y Vesey, 2009; Morales-García et al., 2010). 
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Los lioprotectores se añaden durante el crecimiento del microorganismo, antes 

de la congelación o en el secado. Algunos lioprotectores funcionan en varias 

especies. Los lioprotectores usados en bacterias incluyen sólidos no grasos de 

la leche, suero, adonitol, etc. Los lioprotectores se clasifican en dos categorías: 

formadores de vidrio amorfo y sales cristalinas eutécticas (Morgan et al., 2006; 

Morgan y Vesey, 2009). 

 

Los formadores de vidrio amorfo muestran mejor protección durante la 

liofilización porque inducen viscosidad dentro y fuera de la célula que produce 

movilidad mínima molecular. Este tipo de lioprotectores retienen productos 

liberados por las células dentro de la estructura de cristal antes de la 

congelación. Las sales eutécticas generan estructuras cristalinas del medio de 

crecimiento y los solutos contenidos se cristalizan a diferentes temperaturas. 

Sin embargo, la formación de estos cristales daña la membrana de la célula 

y/o genera daños irreversibles (Morgan et al., 2006; Morgan y Vesey, 2009). 

 

Existen estudios donde el uso de lioprotectores en la conservación de bacterias 

son disacáridos como la trehalosa, lactosa, maltosa y sacarosa (Muñoz-Rojas 

et al., 2006) y la hidroxiyectoina (Manzera et al., 2004). El fundamento del uso 

de disacáridos es porque sustituyen las moléculas de agua de la célula durante 

el proceso de congelación (Morales-García et al., 2010). Cuando se adiciona 

trehalosa como lioprotector, la célula la transporta dentro del citoplasma y 

estabiliza la membrana citoplasmática durante la desecación. Cabe señalar, 

la acumulación de trehalosa intracelular sólo es posible cuando el 

microorganismo no tiene la capacidad de usarla como fuente de carbono 

(Morgan et al., 2006). En bacterias Gram negativas se ha utilizado mioinositol 

como lioprotector (Muñoz-Rojas et al., 2006). 

 

El glicerol no funciona como lioprotector debido al elevado punto de 

evaporación e higroscopicidad. Los productos liofilizados con glicerol como 

lioprotector tienen la característica de ser viscosos. El dimetilsulfóxido no se 
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recomienda como lioprotector, porque es tóxico y daña las células microbianas 

cuando termina el proceso por incremento en su concentración (García y 

Urubu, 2000).  
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Capítulo 1 . AISLAMIENTO DE UNA BACTERIA RUMINAL 

CELULOLÍTICA Y SU CAPACIDAD DE DEGRADACIÓN IN VITRO 

EN COCULTIVO CON BACTERIAS RUMINALES TOTALES 

 

 

1.1 INTRODUCCIÓN 

Las bacterias celulolíticas anaerobias aisladas se clasifican en cinco 

categorías: actinomicetos, formadores de esporas termófilas, bacilos, no 

formadores de esporas y cocos (Hungate, 1950). Los principales géneros de 

bacterias celulolíticas anaerobias son: Acetivibrio, Anaerocellum, Bacteroides, 

Butyrivibrio, Caldicellulosiruptor, Clostridium, Desulfurococcus, Enterococcus, 

Eubacterium, Fibrobacter, Halocella, Ruminococcus, Spirochaeta y Thermotoga 

(Tsavkelova y Netrusov, 2012). En el rumen sólo algunas bacterias celulolíticas 

se han cultivado y representan el 2% del RNAr 16S de las bacterias ruminales, 

entre las que destacan Ruminococcus flavefaciens, Ruminococcus albus y 

Fibrobacter succinogenes (Cai et al., 2010). 

 

Publicaciones anteriores a 1950 sobre aislamiento de bacterias anaerobias 

dejan dudas sobre el procedimiento; aunque las bacterias se hayan aislado 

con éxito, las técnicas descritas eran confusas y los criterios usados no fueron 

rigurosos que dejan duda de la pureza de los cultivos axénicos (Hungate, 

1950). Hungate (1950) pública la primera metodología capaz de ser 

reproducible para el aislamiento de bacterias celulolíticas anaerobias. En 

1969, Hungate describió una técnica denominada “Método del tubo rodado 

para el cultivo de bacterias anaerobias estrictas”. En 1972, Bryant publicó 

diversos comentarios que mejoraron la técnica de Hungate (1969). La técnica 

descrita por Hungate en 1950 se ha modificado en muchos aspectos con la 

finalidad de adaptarse a las necesidades de estudio y las particularidades de 

cada científico (Bryant, 1972).  
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1.2. MATERIALES Y MÉTODOS 

El estudio se realizó en el Laboratorio de Microbiología Ruminal y Genética 

Microbiana, del Colegio de Postgraduados, Campus Montecillo. El experimento 

se desarrolló en una campana de bioseguridad Labconco con purificador de 

clase II provista de rayos ultravioleta.  

 

 

1.2.1. Aislamiento de la bacteria celulolítica ruminal 

Se obtuvo fluido ruminal de una vaca Jersey con cánula ruminal. El fluido 

ruminal se centrifugó 1,157 g a 25 °C por 3 min en una centrifuga Eppendorf 

5804. Se tomó el sobrenadante y se utilizó como inóculo inicial. La preparación 

de los medios de cultivo celulolíticos líquidos y sólidos (Cuadro 1.1) se realizó 

con base en la técnica de Hungate (1969) modificada por Bryant y Robison 

(1962) y Cobos y Yokoyama (1995). Los medios de cultivo antes de ser vertidos 

se esterilizaron 121 °C a 15 PSI por 15 min en una esterilizadora Tuttnover 

2540F. Los procesos de inoculación y preparación de medios de cultivo 

selectivos celulolíticos se realizaron bajo flujo continuo de CO2 para conservar 

condiciones de anaerobiosis. Los medios de cultivo antes de utilizarlos se 

incubaron a 39 °C por 72 h en una incubadora Riossa modelo EO-71 para 

comprobar esterilidad. 

 

El primer medio selectivo se preparó con base en papel Whatman-fluido 

ruminal (W-FR). En tubos de cultivo (18x150 mm) se colocó una tira de papel 

Whatman (3x30 mm) y se adicionaron 9 mL de medio W-FR (Cuadro 1.1). Un 

tubo de cultivo se inoculó con 1 mL de inóculo inicial (3 repeticiones 

independientes) y se incubó a 39 °C hasta la degradación del papel Whatman 

(72 h). Cuando se degradó el papel Whatman, se transfirió 1 mL a otro tubo 

de cultivo con medio W-FR y se incubó a 39 °C hasta la degradación del papel 

Whatman (72 h). Se realizaron 3 transferencias totales en medio W-FR. 
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1.2.1.1. Primera prueba de degradación in vitro de materia seca 

La primera prueba de degradación in vitro se realizó para corroborar el proceso 

de aislamiento de una bacteria celulolítica y comparar su capacidad de 

degradación in vitro con bacterias ruminales totales (BRT). Los sustratos 

fueron pasto bermuda molido (1 mm Ø) y celulosa cristalina a peso constante. 

Los inóculos fueron: a) consorcio de bacterias celulolíticas (CBC); se usó la 

tercera transferencia en medio W-FR como inóculo; y b) BRT; se obtuvo fluido 

ruminal de una vaca Jersey con cánula ruminal. El fluido ruminal se 

centrifugó 1,157 g a 25 °C por 3 min, se tomó el sobrenadante y se utilizó 

como inóculo. La concentración de bacterias totales se midió en los inóculos y 

se igualó la concentración.  

 

Para la medición de la concentración de bacterias totales se mezcló 1 mL de 

muestra con 0.25 mL de formaldehído (10%), las bacterias se observaron y se 

contaron en una cámara Petroff-Hausser utilizando un microscopio Olympus 

EX51; el valor obtenido se sustituyó en la siguiente ecuación: 

 

[B] = (𝑥̅) (FD) (2X107) 

Dónde:  

[B] = Concentración de bacterias por mL. 

𝑥̅ = Media del conteo de bacterias. 

FD = Factor de dilución de la muestra (mL volumen total / mL de la muestra). 

2x107 = Constante de la capacidad volumétrica de la cámara Petroff-Hausser. 

1 mL = [1000 mm3/ (0.05 mm x 0.05 mm x 0.02 mm)]. 

 

En tubos de cultivo (18x150 mm) se pesaron 0.1 g de sustrato y se adicionaron 

9 mL de medio con base en fluido ruminal (FR, Cuadro 1.1). Dos tubos de 

cultivo se inocularon con 1 mL de cada inóculo y se incubaron 39 °C por 72 

h. La capacidad de degradación in vitro de la materia seca (%DEGMS) se 

calculó al recuperar por filtración en papel Whatman No. 541 el sustrato no 

degradado, se secó a 60 °C por 72 h en una estufa Riosa H8-62 y se pesó para 
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estimar la cantidad de sustrato degradado. La fórmula para obtener %DEGMS 

fue: 

 

% DEGMS = 

MSi (g) – MSn (g) 
x 100 

MSi (g) 

 

Dónde: 

% DEGMS = porcentaje de degradación in vitro de la materia seca. 

g MSi = g de materia seca inicial. 

g MSn = g de materia seca no degradada. 

 

La información del %DEGMS fue analizada como un diseño completamente al 

azar con un arreglo factorial de tratamientos 2x2, considerando como factores 

a los inóculos (CBC y BRT) y sustratos (pasto bermuda y celulosa cristalina). 

Las medias fueron ajustadas por mínimos cuadrados usando el PROC 

LSMEANS de SAS (2011) y comparadas con la prueba de Tukey ajustada. 

Modelo: 

 

Yijk =  +αi + Bj + (αB)ij + ijk 

 

dónde: 

Yijk = Variable de respuesta en la repetición k;  i=1,2 

Nivel j de b, nivel i de A.    j =1,2 

 =  Media general 

αi = Efecto del factor A al nivel i. 

Bj = Efecto del factor B al nivel j. 

(αB)ij = Efecto de la interacción AB al nivel i, j. 

ijk = Error aleatorio. 
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Cuadro 1.1. Composición de medios de cultivo para el aislamiento de 

microorganismos celulolíticos. 

Componente (100 mL) W-FR FR CMC-FR CMC-FRS 

Agua destilada (mL) 52.6 52.6 52.6 50.6 

Líquido ruminal clarificado1 (mL) 30.0 30.0 30.0 30.0 

Solución mineral I2 (mL) 5.0 5.0 5.0 5.0 

Solución mineral II3 (mL) 5.0 5.0 5.0 5.0 

Resarzurina 0.1%4 (mL) 0.1 0.1 0.1 0.1 

Peptona de soya (g) 0.2 0.2 0.2 0.2 

Cisteina-sulfido5 (mL) 2.0 2.0 2.0 2.0 

Extracto de levadura (g) 0.1 0.1 0.1 0.1 

Carbonato de sodio, sol a 8%6 (mL) 5.0 5.0 5.0 5.0 

Carboximetilcelulosa (g) - - 0.2 0.2 

Agar - - - 2 

 
1. Líquido ruminal fresco, se filtró con manta de cielo, se centrifugó 12,857 g por 10 min y se 

esterilizó a 15 PSI a 121 ºC por 15 min; el proceso se repitió dos veces. 

2. Contiene (1 L) K2HPO4, 6 g.  

3. Contiene (1 L) KH2PO4, 6 g; (NH4)2SO4, 6 g; NaCl, 12 g; MgSO4, 2.45 g; CaCl-2H2O, 1.6 g.  

4. Contiene (100 mL) Resarzurina 0.1 g. 

5. 3.125 g de L-cisteína (disuelta en 2N NaOH hasta pH 10), más 3.125 g de Na2S-9H2O; la 

mezcla se aforó a 250 mL con agua destilada y se esterilizó a 15 PSI a 121 ºC por 15 min. 

6. Contiene (100 mL) Na2CO3, 8 g. 

 

 

1.2.1.2. Aislamiento de la bacteria celulolítica 

Un medio líquido (CMC-FR) y uno sólido (CMC-FRS) se prepararon con base 

en carboximetilcelulosa-fluido ruminal (Cuadro 1.1). El medio CMC-FRS se 

preparó al adicionar 9 mL de medio CMC-FRS en un tubo de cultivo (18x150 

mm). El tubo de cultivo se inclinó 10° hasta su solidificación. El medio CMC-

FR se preparó en un tubo de cultivo (18x150 mm) con 9 mL de medio CMC-

FR.  
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La tercera transferencia en medio W-FR se usó para inocular un tubo con 

medio CMC-FRS por estriado con un asa bacteriológica y se incubó a 39 °C 

por 72 h para obtener colonias definidas y aisladas. La colonia que presentó 

buena definición y aislamiento se transfirió a un tubo de cultivo con medio 

CMC-FR y se incubó a 39 °C por 24 h. Al término de la incubación, una 

muestra se observó en un microscopio Olympus EX51 usando una 

amplificación de 1000 veces para identificar las bacterias que crecieron. El 

proceso se repitió hasta lograr una sola morfología de bacteria celulolítica. La 

bacteria celulolítica aislada (BCA) se caracterizó morfológicamente y se 

determinó su tinción Gram. 

 

 

1.2.1.3. Segunda prueba de degradación in vitro 

La bacteria celulolítica aislada (BCA) antes de conservarse en medio CMC-FR 

mediante liofilización, se evaluó mediante una segunda prueba de degradación 

in vitro para determinar si existió un efecto positivo en cocultivo (50:50) con 

BRT. El pasto bermuda (Cynodon dactylon) se usó como sustrato, se molió (1 

mm Ø), se lavó con agua corriente para eliminar micropartículas (< 25 µm), se 

filtró el exceso de agua corriente con manta de cielo y se llevó a peso constante. 

La concentración de bacterias totales se determinó a BRT y BCA, para igualar 

la concentración y preparar un cocultivo (50:50). En tubos de cultivo (18x150 

mm) se pesó 0.1 g de pasto bermuda y se adicionaron 9 mL de medio FR. Tres 

tubos de cultivo se inocularon con 1 mL de cada inóculo y se incubaron a 39 

°C por 72 h. El %DEGMS se calculó según lo descrito en el apartado primera  

prueba de degradación in vitro. 

 

Los datos del %DEGMS fueron analizadas usando un diseño completamente 

al azar. Los datos se analizaron usando el PROC GLM de SAS (2011) y las 

medias comparadas con Tukey (α=0.05). El modelo estadístico fue: 

 

Yij = μ + τi ij 
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dónde: 

Yij = Variable de respuesta en la repetición j, i=1,2 

Nivel i de tratamiento,    j=1,2. 

μ = Media general. 

τi =Efecto del i-ésimo inóculo. 

ij = Error aleatorio. 

 

 

1.2.2. Conservación de la bacteria 

En un vial serológico (100 mL) se pesó 1 g de celulosa cristalina y se 

adicionaron 50 mL de medio FR. Un vial serológico se inoculó con 2 mL de la 

bacteria celulolítica aislada (BCA) de un tubo de cultivo con medio CMC-FR y 

se incubó a 39 °C por 72 h. El vial se colocó en un congelador de rodillo 

Labconco Shell Freezer durante 40 min para alcanzar una temperatura de -38 

ºC. Inmediatamente, el vial se guardó en un ultracongelador ThermoScientific 

Revco (-54 ºC) hasta su liofilización. 

 

El contenido del vial se liofilizó durante 24 h en una Liofilizadora Labconco 

Freezone 4 L en modo automático (condiciones: temperatura de -40 ºC y 

presión de 0.24 mBar). 

 

 

1.2.3. Prueba de degradación in vitro de forrajes 

Los sustratos alfalfa (Medicago sativa), pasto bermuda (Cynodon dactylon), y 

rastrojo de maíz (Zea mays) se molieron (1 mm Ø), se lavaron con agua 

corriente para eliminar micropartículas (< 25 µm), se filtró el exceso de agua 

corriente con manta de cielo y se llevaron a peso constante. En tubos de cultivo 

(18x150 mm) se pesaron 0.05 g de sustrato y se adicionaron 9 mL de medio 

FR (Cuadro 1.1). Los inóculos fueron a) BCA, en un tubo de cultivo con medio 

CMC-FR se adicionaron 0.05 g de liofilizado de BCA y se incubó a 39 °C por 

24 h. b) BRT, según lo descrito en el apartado primera prueba de degradación 
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in vitro; y c) cocultivo entre BCA y BRT (50:50). La concentración de bacterias 

totales se determinó en BCA y BRT para igualar la concentración. Tres tubos 

de cultivo con un sustrato se inocularon con 1 mL de cada inóculo y se 

incubaron a 39 °C por 72 h. El pH se midió a las 72 h de incubación con un 

potenciómetro modelo 250A (calibración con pH 7 y 4). El %DEGMS se calculó 

según lo descrito en el apartado primera prueba de degradación in vitro. 

 

 

1.2.3.1. Ácidos grasos volátiles 

Para estimar la concentración en unidades miliMolar (mM) de ácidos grasos 

volátiles (AGV) a las 72 h de incubación, se tomó 1 mL del medio y se depositó 

en tubos para microcentrifuga con 0.25 mL de ácido metafosfórico (25%; 

proporción 4:1). Las muestras se centrifugaron a 18,800 g por 10 min en una 

centrífuga Ilettich EBA21 y el sobrenadante se colocó en viales para 

cromatografía. Los AGV (acetato, propionato y butirato) se analizaron en un 

cromatógrafo Perkin Elmer, modelo Claurus 500 con detector de ionización de 

flama (FID); las condiciones de análisis fueron: 1 µL de volumen de inyección; 

columna 15 m x 0.32 mm (Elite FFAP; temperatura de 130 °C en horno, 250 

°C en inyector y 250 °C en columna; se usó nitrógeno como gas acarreador 

(flujo 8 mL min-1); H2 y O2 como gases para generar flama (flujo 45 y 450 mL 

min-1); tiempos de retención de 1.26 min para acetato, 1.60 min para 

propionato y 2.09 para butirato. 

 

Los valores obtenidos de acetato, propionato y butirato se utilizaron para 

estimar la eficiencia de fermentación (EF) usando la ecuación de Chalupa 

(1980): 

 

EF = ((0.62A + 1.09P + 0.78B)/(A+P+B))*100 

 

dónde:  

EF = Eficiencia de la fermentación (%). 
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A = Acetato (mM). 

P = Propionato (mM). 

B = Butirato (mM). 

 

 

1.2.3.2. Análisis estadístico 

Las variables del %DEGMS, AGV y pH fueron analizadas como un diseño 

completamente al azar con un arreglo factorial de tratamientos 3x3, 

considerando como factores a los inóculos (BCA, BRT y cocultivo) y sustratos 

(rastrojo de maíz, pasto bermuda y alfalfa). Las medias fueron ajustadas por 

mínimos cuadrados usando el PROC LSMEANS de SAS (2011) y comparadas 

con la prueba de Tukey ajustada.  

 

Yijk =  +αi + Bj + (αB)ij + ijk 

 

dónde: 

Yijk = Variable de respuesta en la repetición k;  i=1,2 

Nivel j de b, nivel i de A.    j =1,2 

 =  Media general 

αi = Efecto del factor A al nivel i. 

Bj = Efecto del factor B al nivel j. 

(αB)ij = Efecto de la interacción AB al nivel i, j. 

ijk = Error aleatorio. 

 

Los coeficientes de correlación entre %DEGMS, AGV y pH se calcularon 

usando el procedimiento CORR de SAS (2011). 
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1.3. RESULTADOS  

 

1.3.1. Pruebas de degradación in vitro antes de liofilizar la bacteria 

El Cuadro 1.2 muestra la primera prueba de degradación in vitro usando como 

inóculo un consorcio de bacterias celulolíticas (CBC). El CBC no presentó 

diferencias (p>0.05) con las bacterias ruminales totales (BRT) en el porcentaje 

de degradación in vitro de la materia seca (%DEGMS) en pasto bermuda. Sin 

embargo, en celulosa cristalina el CBC fue diferente a BRT y cuantificó el 

menor (p≤0.05) %DEGMS de la prueba (Cuadro 1.2). 

 

Cuadro 1.2. Degradación in vitro de materiales celulolíticos por un 

consorcio de bacterias celulolíticas  

Sustrato Inóculo % DEGMS 

Pasto bermuda 
BRT 63.10a (0.52)* 

CBC 59.60a (0.70) 

Celulosa cristalina 
BRT 57.30a (2.63) 

CBC 19.69b (3.55) 

 

Medias con distinta literal son diferentes (p≤0.05). 

* Valores entre paréntesis representan el error estándar. 

%DEGMS, porcentaje de degradación in vitro de la materia seca a 72 h; BRT, inóculo de 

bacterias ruminales totales (concentración de 5.57x109 bacterias mL-1, se diluyó 1 mL en 9 

mL de medio C-FR); CBC, inóculo de un consorcio de bacterias celulolíticas después de la 

tercera transferencia en medio de papel Whatman-fluido ruminal (concentración de 6.89x108 

bacterias mL-1). 

 

El Cuadro 1.3 muestra la degradación in vitro de pasto bermuda usando como 

inóculo la bacteria celulolítica aislada en cocultivo con bacterias ruminales 

totales antes de liofilizar. El cocultivo presentó el mejor %DEGMS en pasto 

bermuda (58.08%) por lo que mejoró 3.45 puntos porcentuales el %DEGMS 

respecto a BRT (p≤0.05). En contraste, la BCA sólo degrado 6.13% la materia 

seca del pasto bermuda. Sin embargo, por el efecto cuantificado de la BCA en 
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cocultivo con BRT se tomó la decisión de conservar la bacteria. La BCA se 

caracterizó morfológicamente, se liofilizó y se desarrolló una tercera prueba de 

degradación in vitro utilizando tres sustratos celulolíticos. 

 

Cuadro 1.3. Degradación in vitro de pasto bermuda por una bacteria 

celulolítica aislada en cocultivo con bacterias ruminales totales 

Tratamiento %DEGMS 

Cocultivo 58.08a (0.39)* 

BRT 54.63b (0.49) 

BCA 6.13c (0.44) 

 

Medias con distinta literal son diferentes (p≤0.05). 

* Valores entre paréntesis representan el error estándar. 

%DEGMS, porcentaje de degradación in vitro de la materia seca a 72 h; BRT, inóculo de 

bacterias ruminales totales (concentración de 6.5x109 bacterias mL-1, se diluyó 1 mL en 9 mL 

de medio C-FR); BCA, inóculo de la bacteria celulolítica aislada (concentración de 6.4x108 

bacterias mL-1); Cocultivo, relación 50:50. 

 

1.3.2. Descripción morfológica de la bacteria celulolítica aislada 

La Figura 1.1 muestra colonias definidas y aisladas de la BCA en medio sólido 

de carboximetilcelulosa-fluido ruminal (CMC-FRS). Las colonias de BCA 

presentaron forma circular, bordes enteros, elevación convexa, textura 

membranosa y color blanco-cremoso (Ramírez-Gama et al., 1998). La BCA se 

observó a 1000 amplificaciones, se identificó una morfología en forma de 

cocos, formación de dicocos y ocasionalmente cadenas de tres o más cocos 

(Figura 1.3). La BCA presentó tinción de Gram positiva (Figura 1.2). 
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Figura 1.1. Colonias de la bacteria celulolítica aislada en medio sólido. 

 

 

Figura 1.2. La bacteria celulolítica aislada presentó una tinción Gram 

positiva 
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Figura 1.3. Bacteria celulolítica aislada observada a 1000 

amplificaciones 

 

1.3.3. Prueba de degradación in vitro de sustratos celulolíticos 

El Cuadro 1.4 muestra el efecto de BCA en cocultivo con bacterias ruminales 

totales (BRT) sobre tres sustratos celulolíticos. Los mejores porcentajes de 

degradación in vitro de la materia seca (%DEGMS) se presentaron en la 

interacción de rastrojo con los inóculos BRT y cocultivo, sin diferencias entre 

ellos (p≥0.05); pero diferentes (p≤0.05) al resto de las interacciones. En 

contraste, los valores menores %DEGMS se cuantificaron en la interacción de 

la BCA con pasto bermuda y rastrojo, sin diferencias (p>0.05) entre ellos 

(Cuadro 1.4). 

 

El efecto positivo (p≤0.05) de adicionar BCA en BRT (cocultivo) en el %DEGMS 

se cuantificó sólo en alfalfa; ya que el cocultivo (56.23%) fue diferente (p≤0.05) 

a BRT (49.90%). En pasto bermuda y rastrojo no se observaron diferencias 

entre cocultivo y BRT (p≥0.05). La BCA en cada sustrato cuantificó el menor 

(p≤0.05) %DEGMS (Cuadro 1.4).  

 

El pH y la producción total de ácidos grasos volátiles (AGV) muestran una 

relación directa. Dentro de cada sustrato, el pH y AGV no presentaron 
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diferencias (p>0.05) entre cocultivo y BRT. La BCA presentó el pH más alto 

(p≤0.05) en cada sustrato, el cual se asoció directamente con la menor (p≤0.05) 

producción de AGV. La mayor producción de AGV la cuantificaron las 

interacciones del cocultivo y BRT con pasto bermuda, sin diferencias (p≥0.05) 

entre ellos, pero diferentes (p≤0.05) al resto de las interacciones (Cuadro 1.4). 

 

Cuadro 1.4. Degradación in vitro de materiales celulolíticos por una 

bacteria celulolítica aislada en cocultivo con bacterias ruminales 

Sustrato Inóculo % DEGMS pH AGV 

Alfalfa 

BCA 25.42d (0.36)* 7.07a (0.02) 35.79e (0.34) 

BRT 49.90c (1.38) 6.97bc (0.01) 52.88d (0.63) 

Cocultivo 56.23b (0.50) 6.93c (0.01) 53.41d (0.77) 

Pasto 

bermuda 

BCA   7.56e (0.48) 6.99b (0.01) 32.48f (0.09) 

BRT 55.92b (0.52) 6.80de (0.01) 60.36a (0.70) 

Cocultivo 53.96b (0.62) 6.82d (0.01) 58.85ab (0.22) 

Rastrojo 

BCA   9.63e (0.22) 6.92c (0.01) 34.28ef (0.52) 

BRT 60.94a (0.54) 6.76e (0.01) 55.75c (0.51) 

Cocultivo 62.61a (0.50) 6.76e (0.01) 56.78bc (0.29) 

 

Medias en una columna con distinta literal son diferentes (p≤0.05). 

* Valores entre paréntesis representan el error estándar. 

%DEGMS, porcentaje de degradación in vitro de la materia seca a 72 h; AGV, concentración 

en mM de los ácidos grasos volátiles a 72 h de incubación; BRT, inóculo de bacterias 

ruminales totales (concentración 8.5X109 bacterias mL-1, se diluyó 1 mL en 9 mL de medio C-

FR); BCA, inóculo de la bacteria celulolítica aislada (concentración 9.5X108 bacterias mL-1); 

Cocultivo, relación 50:50. 

 

El Cuadro 1.5 muestra la contribución del acetato, propionato y butirato en la 

producción final de AGV de las interacciones entre inóculos y sustratos 

celulolíticos. La interacción BCA-alfalfa produjo la mayor proporción de 

acetato (83.42%) y fue diferente (p≤0.05) al resto de las interacciones. Se 

observó un efecto positivo en el porcentaje de acetato con la adición de la BCA 

a BRT (cocultivo); ya que en cada sustrato el cocultivo mostró mejor (p≤0.05) 
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proporción de acetato que BRT. Además, la proporción de acetato producido 

por la BCA en cada sustrato fue mayor (p≤0.05) y diferente al resto de los 

inóculos (Cuadro 1.5). 

 

Cuadro 1.5. Porcentaje de acetato, propionato y butirato en la 

concentración final de ácidos grasos volátiles 

Sustrato Inóculo Acetato, % Propionato, % Butirato, % 

Alfalfa 

BCA 83.42a (0.12)* 9.14g (0.10)  7.44c (0.04) 

BRT 68.39d (0.16) 21.91cd (0.23)  9.70b (0.09) 

Cocultivo 69.74c (0.13) 20.38e (0.07)  9.89b (0.06) 

Pasto 

bermuda 

BCA 82.01b (0.05) 10.12f (0.03)  7.86c (0.03) 

BRT 66.84e (0.41) 23.27b (0.36)  9.89b (0.07) 

Cocultivo 68.03d (0.14) 21.44d (0.05)  10.53a (0.12) 

Rastrojo 

BCA 81.95b (0.10) 10.20f (0.04)  7.86c (0.13) 

BRT 65.53f (0.23) 24.60a (0.17)  9.87b (0.07) 

Cocultivo 67.72de (0.28) 22.47c (0.14)  9.81b (0.15) 

 

Medias en una columna con distinta literal son diferentes (p≤0.05). 

* Valores entre paréntesis representan el error estándar. 

BRT, inóculo de bacterias ruminales totales (concentración 8.5x109 bacterias mL-1, se diluyó 

1 mL en 9 mL de medio C-FR); BCA, inóculo de la bacteria celulolítica aislada (concentración 

9.5x108 bacterias mL-1); Cocultivo, relación 50:50. 

 

El mejor porcentaje de propionato se mostró en la interacción rastrojo-BRT 

(24.60%) y fue diferente (p≤0.05) al resto de las interacciones. El inóculo BRT 

cuantificó mayor proporción de propionato que el cocultivo en cada sustrato 

(p≤0.05). La BCA mostró las menores (p≤0.05) proporciones de propionato en 

cada sustrato. El mayor (p≤0.05) porcentaje de butirato lo cuantificó la 

interacción pasto bermuda-cocultivo (10.53%) y fue diferente (p≤0.05) al resto 

de las interacciones. El cocultivo no presentó diferencias (p>0.05) con BRT en 

alfalfa y rastrojo; pero, si en pasto bermuda (p≤0.05). El menor (p≤0.05) 

porcentaje de butirato se cuantificó para BCA en cada sustrato, sin diferencias 

(p>0.05) entre ellos (Cuadro 1.5). 
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El Cuadro 1.6 muestra los resultados de la eficiencia de fermentación de las 

interacciones entre inóculos y sustratos. La mejor (p≤0.05) eficiencia 

fermentativa la mostró la interacción de rastrojo-BRT (75.11%) y fue diferente 

(p≤0.05) al resto de las interacciones. El inóculo BCA cuantificó la menor 

(p≤0.05) eficiencia de fermentación en todos los sustratos. La adición de BCA 

a BRT (cocultivo) redujo (p≤0.05) la eficiencia de fermentación de BRT, ya que 

en cada sustrato los cocultivos fueron menores (p≤0.05) a BRT (Cuadro 1.6). 

 

Cuadro 1.6. Estimación del porcentaje de eficiencia de fermentación 

utilizando la producción de ácidos grasos volátiles 

Sustrato Inóculo Eficiencia de la fermentación (%) 

Alfalfa BCA 67.51g (0.05)* 

Alfalfa BRT 73.81d (0.10) 

Alfalfa Cocultivo 73.25e (0.02) 

Bermuda BCA 68.05f (0.00) 

Bermuda BRT 74.55b (0.06) 

Bermuda Cocultivo 73.77d (0.02) 

Rastrojo BCA 68.10f (0.01) 

Rastrojo BRT 75.11a (0.03) 

Rastrojo Cocultivo 74.21c (0.07) 

 

Medias en con distinta literal son diferentes (p≤0.05). 

* Valores entre paréntesis representan el error estándar. 

BRT, inóculo de bacterias ruminales totales (concentración 8.5x109 bacterias mL-1, se diluyó 

1 mL en 9 mL de medio C-FR); BCA, inóculo de la bacteria celulolítica aislada (concentración 

9.5x108 bacterias mL-1); Cocultivo, relación 50:50. 
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1.4. DISCUSIÓN  

La información sobre descripción morfológica, sustratos usados para su 

crecimiento y su tinción de Gram de la bacteria celulolítica aislada (BCA) del 

rumen se utilizaron para inferir el género al que pertenece con base en el 

Manual de Bergey’s (Manual® Bergey’s of Systematic bacteriology, 2009). La 

BCA se clasificó dentro del género Ruminococcus, ya que son cocos que se 

encuentran en pares y cadenas (Figura 1.3). Su tinción Gram es positiva 

(Figura 1.2). Es un coco estrictamente anaerobio y requiere de carbohidratos 

fermentables para crecer (uso de carboximetilcelulosa y celulosa cristalina 

como sustratos en el proceso de aislamiento). La BCA produjo acetato, 

propionato y butirato como productos de la fermentación microbiana (Cuadro 

1.5. 

 

En la presente investigación se cuantificó el efecto de adicionar una bacteria 

celulolítica asilada (BCA) a una población de bacterias ruminales totales (BRT) 

en la degradación de sustratos celulolíticos mediante una prueba de 

degradación in vitro. Además, se midió la capacidad de degradación in vitro de 

la BCA como cultivó puro. Los resultados mostraron un efecto positivo en la 

degradación in vitro de la materia seca (%DEGMS) de la alfalfa cuando se 

adicionó BCA a BRT en una relación 50:50. Sin embargo, el cocultivo no 

propició efecto en %DEGMS de rastrojo y pasto bermuda (Cuadro 1.3). Los 

resultados descritos se debieron a que histológica y químicamente existen 

diferencias en la conformación de la pared celular entre leguminosas y 

gramíneas (Fondevila y Dehority, 1996); porque la alfalfa contiene 59% de FDN 

(NRC, 2007) que contrasta con el 71% de FDN de pasto bermuda (Combellas 

et al., 1972) y el 70% de FDN de rastrojo (NRC, 2007). La alfalfa muestra más 

contenido celular de fácil fermentación que los otros sustratos (Cuadro 1.3).  

 

En la literatura no se encontraron artículos sobre la adición de bacterias 

celulolíticas a una población de microorganismos ruminales para observar el 

efecto en variables productivas. Además, es mínima la información sobre el 
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uso de bacterias celulolíticas como probiótico en rumiantes o pretratamiento 

en insumos forrajeros para rumiantes. La investigación en ciencia aplicada 

sobre bacterias ruminales no esclarece el efecto de adicionarlas al sistema 

ruminal. 

 

Los resultados específicos en pasto bermuda muestran que antes de liofilizar 

la BCA existió diferencia (p≤0.05) entre cocultivo y BRT (Cuadro 1.3); pero, al 

conservar la BCA por liofilización se perdió dicha diferencia (p≥0.05) entre 

cocultivo y BRT (Cuadro 1.4). Esta situación se atribuye a que durante el 

proceso de liofilización no se utilizó un lioprotector, que ayudará a conservar 

sus características genéticas. Dado que el uso de lioprotectores en el proceso 

de liofilización de células bacterianas mejora la conservación de las 

características genéticas e incrementa la supervivencia (Muñoz-Rojas et al., 

2006; Morales-García et al., 2010). 

 

Existen estudios sobre aislamiento de bacterias celulolíticas a partir de 

rumiantes. Algunos autores basan la medición de la actividad enzimática 

celulolítica en técnicas de colorimetría para las enzimas producidas. Cai et al 

(2010) aislaron una nueva bacteria celulolítica identificada como 

Cellulosilyticum ruminicola a partir de Bos grunniens (Yak). La actividad 

celulolítica se midió en un ensayo de reducción de azúcares cuantificados por 

colorimetría. Otros autores midieron la capacidad de degradación de 

Ruminococcus albus, R. flavefaciens y/o Fibrobacter succinogenes como 

cultivos puros o en cocultivo entre ellas (Odenyo et al., 1991; Varel et al., 1991; 

Fondevila y Dehority, 1996; Ossa et al., 2003; Min et al., 2006; Grilli et al., 

2011) pero no en cocultivo con bacterias ruminales.  

 

El %DEGMS de la BCA como inóculo axénico en sustratos celulolíticos 

utilizados en la presente investigación se debe a la capacidad específica como 

cultivo bacteriano para degradar diferentes tipos de pared celular (Fondevila y 

Dehority, 1996). La BCA presentó mayor capacidad de degradación sobre 
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alfalfa que pasto bermuda y rastrojo (Cuadro 1.4). Sin embargo, los resultados 

obtenidos en pasto bermuda son menores a lo observado por Ruminococcus 

flavefaciens en degradaciones in vitro con 48 h de incubación en pastos 

tropicales (11.96%; Ossa et al., 2003).  

 

El grado de degradación de la BCA sobre los sustratos celulolíticos se 

atribuyen a dos factores: a) la necesidad de interactuar con otros 

microorganismos; y b) la capacidad de represión catabólica por la presencia 

de glucosa u otros compuestos en el medio. 

 

Cobos (2007) destaca la interacción de las bacterias celulolíticas con otros 

microorganismos mediante interdependencia alimentaria y/o alimentación 

cruzada. En el primer caso, Ruminococcus albus necesita ácidos grasos de 

cadena ramificada producidos por Megasphaera elsdenni para una adecuada 

degradación de celulosa a glucosa, la cual es usada por ambas bacterias. En 

el segundo caso, cuando se adhieren R. albus y F. succinogenes a una partícula 

de fibra, liberan celulasas que degradan la celulosa a glucosa, misma que es 

absorbida para obtener ATP. 

 

Leschine (1995) menciona, en ambientes anaerobios la degradación de 

celulosa se produce por una interacción de comunidades complejas de 

microorganismos. Las bacterias y hongos degradan celulosa a través de 

sistemas extracelulares y los productos de su hidrólisis están disponibles 

como fuentes de carbón y energía para otros microorganismos.  

 

Thurston et al (1994) demostraron la capacidad de represión metabólica para 

R. albus. La bacteria inhibe la síntesis de celulasas o sistemas de transporte 

de xilosa cuando hay glucosa disponible en el medio. Además, Walter y 

Schrempf (1996) también reportaron la represión metabólica para 

Streptomyces reticuli. 
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La determinación de los coeficientes de correlación de la variable %DEGMS 

con el resto de las variables (Cuadro 1.7) muestra la influencia ejercida en la 

producción de AGV y niveles de pH. El %DEGMS tiene alta correlación positiva 

con la concentración de AGV, porcentaje propionato y porcentaje butirato. Así, 

cuando se incrementó la degradación in vitro aumentó la producción de AGV 

y la participación de propionato y butirato. En contraste, se cuantificó una 

correlación altamente negativa con el pH y el porcentaje acetato. A medida que 

aumentó la degradación in vitro se disminuyó el pH y la participación del 

butirato en la producción final de AGV (Cuadro 1.7). 

 

Cuadro 1.7. Coeficientes de correlación entre eficiencia de 

fermentación, pH, ácidos grasos volátiles y porcentaje de degradación in 

vitro de la materia seca 

Variable EF %DEGMS pH AGV Acetato Propionato Butirato 

EF 1 0.943 -0.765 0.967 -0.998 0.998 0.940 

%DEGMS  1 -0.675 0.946 -0.940 0.940 0.887 

pH   1 -0.743 0.760 -0.761 -0.708 

AGV    1 -0.968 0.963 0.941 

Acetato     1 -0.998 -0.953 

Propionato      1 0.935 

Butirato       1 

 

Todos los coeficientes de correlación son significativos (p≤0.05). 

EF, Eficiencia de la fermentación (%); %DEGMS, porcentaje de degradación in vitro de la 

materia seca; AGV, ácidos grasos volátiles (mM); Acetato, Propionato y Butirato, porcentaje de 

participación en la producción de AGV. 

 

La oxidación de los carbohidratos estructurales durante una fermentación 

anaerobia produce ácidos grasos de cadena corta (acetato, propionato y 

butirato; Barboza et al., 2009). La proporción de estos AGV depende del 

producto a fermentar y el tipo de bacterias que la fermentan. Así, la 
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fermentación de materiales celulolíticos produce menos que aquellos 

productos de fácil fermentación como granos o pastas (Zavaleta, 1976). Juárez 

et al (2009) reportaron una producción de 23.3 mM de AGV totales a 24 h de 

incubación de pasto bermuda, el cual se inoculó con líquido ruminal fresco de 

ovinos fistulados y alimentados con heno de alfalfa. La proporción de acetato 

en AGV totales fue de 71.2%. 

 

La BCA presentó la mejor proporción de acetato en comparación con el resto 

de los inóculos y la adición de BCA a BRT (cocultivo) propició una mejor 

proporción de acetato en la producción final de AGV. Estos resultados se 

deben a que la producción de acetato se favorece con la participación de 

bacterias celulolíticas. En contraste, los niveles obtenidos de la proporción de 

propionato en BRT se atribuye a la presencia de bacterias amilolíticas 

(Anrique, 2010). Cabe destacar, las bajas proporciones de butirato que se 

reportan en la presente tesis son consecuencia del uso de carbohidratos 

estructurales, ya que su producción incrementa con la fermentación de 

azúcares como la fructosa o la galactosa (Oba, 2011). 

 

La BCA no mostró resultados positivos en cocultivo con BRT en la producción 

de ácidos grasos volátiles (AGV). Sin embargo, es importante discutir la 

relación del pH con la producción de AGV (Cuadro 1.4), así como la 

composición de los AGV según el tipo de inóculo (Cuadro 1.5). Russell y Wilson 

(1996) mencionan al pH como factor determinante para el crecimiento de las 

bacterias celulolíticas y su actividad. En el presente experimento el pH osciló 

entre 6.76 y 7.07, el cual se mantuvo dentro del rango de pH que requieren 

las bacterias celulolíticas para su correcto funcionamiento (Relling y Mattioli, 

2003; VanLier-Regueiro, 2008; Barboza et al., 2009; Contreras y Noro, 2010); 

ya que su desarrollo se inhibe cuando el pH es menor de 6 (Zavaleta, 1976; 

Owens y Goetsch, 1993; Russell y Rychlik, 2001; Chen et al., 2011). 
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Zavaleta (1976) menciona que la producción de AGV disminuye conforme 

aumenta el pH, lo cual concuerda con los resultados obtenidos en la presente 

tesis, ya que el pH mostró una correlación negativa (-0.743) con los AGV 

(Cuadro 1.7). El pH presentó una correlación altamente positiva con el 

porcentaje acetato (0.76). En contraste, el pH se correlacionó negativamente 

con el porcentaje de propionato (-0.761) y porcentaje de butirato (-0.708). Lo 

anterior se atribuye a que el pH se asocia al tipo de AGV producido; el aumento 

en la proporción de acetato acerca el pH a 6.9 y el aumento del propionato 

produce una acidificación (Relling y Mattioli, 2003). 

 

Los mejores resultados de eficiencia de fermentación se muestran con el 

inóculo BRT en cada sustrato, porque la producción de propionato interfiere 

altamente en la estimación de la eficiencia de fermentación (Cuadro 1.6) y BRT 

cuantificó las mejores producciones de propionato. Esta situación contrasta 

con la bacteria aislada, al ser una bacteria celulolítica se propició mayor 

producción de acetato (Cuadro 1.5) y este AGV infiere en menor medida en la 

cuantificación de la eficiencia de fermentación. Las tendencias de la eficiencia 

de la fermentación con acetato y propionato se ratifican con la correlación 

altamente positiva de eficiencia de la fermentación con propionato (0.998) y 

altamente negativa con acetato (-0.998; Cuadro 1.7). 
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1.5. CONCLUSIONES 

 

a. Se logró el aislamiento de una bacteria celulolítica mediante el uso de 

medios anaerobios celulolíticos. 

b. La bacteria celulolítica asilada en cocultivo con bacterias ruminales 

totales perdió su capacidad de degradación in vitro de la materia seca de 

pasto bermuda después de su conservación mediante el proceso de 

liofilización. 

c. La bacteria celulolítica asilada mostró el menor porcentaje de 

degradación in vitro de la materia seca en los sustratos celulolíticos. 

d. La adición de la bacteria celulolítica asilada en bacterias ruminales 

totales (50:50) mostró un efecto positivo en el porcentaje de degradación 

de la materia seca en alfalfa. 

e. La adición de la bacteria celulolítica asilada en bacterias ruminales 

totales (50:50) mejoró la producción de acetato en sustratos celulolíticos 

comparado con bacterias ruminales totales. 

f. La bacteria celulolítica asilada generó una menor proporción de acetato 

en la producción total de ácidos grasos volátiles en sustratos 

celulolíticos. 

g. La menor eficiencia de fermentación en sustratos celulolíticos la produjo 

bacteria celulolítica asilada; además, no propició una mejor eficiencia 

cuando se adiciono a bacterias ruminales totales (50:50). 
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Capítulo 2 . USO DE CARBÓN ACTIVADO COMO 

LIOPROTECTOR EN EL PROCESO DE LIOFILIZACIÓN DE UN 

CONSORCIO DE BACTERIAS CELULOLÍTICAS 

 

2.1. INTRODUCCIÓN 

La preservación de bacterias es importante porque representa un potencial 

biotecnológico. La conservación de microorganismos considera tres aspectos: 

evitar contaminaciones durante el proceso, alta sobrevivencia y permanecer 

genéticamente estables. Los métodos de conservación varían y se debe elegir 

un método que se ajuste al microorganismo a preservar (García y Uruburu, 

2000; Morales-García et al., 2010). La liofilización es un proceso donde un 

material congelado se seca a través de la sublimación del agua. El 

procedimiento consta de tres etapas: congelación, sublimación y desorción. El 

material a conservar se congela inicialmente, después el agua se retira del 

producto mediante conversión directa a vapor, el que luego se elimina 

mediante una diferencia de presión (Perry, 1998; Kumar et al., 2013). La 

liofilización es el proceso más utilizado en la conservación de productos 

biológicos porque aúna dos métodos de conservación: congelación y 

deshidratación. La naturaleza, tiempo y gasto del proceso son directamente 

dependientes de la naturaleza química y física del microorganismo a liofilizar 

(Perry, 1995; Ramírez, 2006).  

 

El proceso de liofilización es efectivo para la preservación de células, en un 

estado viable y de dormancia de organismos pertenecientes a los dominios 

Eucaria y Bacteria. Para incrementar la supervivencia de las células sometidas 

a liofilización se utilizan sustancias que actúan como protectoras 

(lioprotectores). No obstante se tiene que investigar el tipo de lioprotector ya 

que esto dependerá de la bacteria que se desea conservar (Morales-García et 

al., 2010). 
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2.2. MATERIALES Y MÉTODOS 

El estudio se realizó en el Laboratorio de Microbiología Ruminal y Genética 

Microbiana, del Colegio de Postgraduados, Campus Montecillo. El experimento 

se desarrolló en una campana Labconco de bioseguridad con purificador de 

clase II provista de rayos ultravioleta.  

 

 

2.2.1. Inóculo 

Se obtuvieron 200 mL de líquido ruminal de una vaca Jersey con cánula 

ruminal alimentada en pastoreo de praderas de alfalfa en el Colegio de 

Postgraduados, Campus Montecillo. El líquido ruminal se centrifugó a 1,157 

g a 25 °C por 4 min en una centrifuga Eppendorf modelo 5804 para precipitar 

protozoarios y partículas de fibra. Se recuperó el sobrenadante y se usó como 

inóculo. 

 

 

2.2.2. Obtención del consorcio de bacterias celulolíticas 

El medio líquido selectivo se preparó con base en fluido ruminal (C-FR; Cuadro 

2.1) usando la metodología de Cobos y Yokoyama (1995). En tubos de cultivo 

(18 x 150 mm) con una tira de papel Whatman (3x30 mm) y 0.05 g de celulosa 

cristalina se depositaron 9 mL de medio C-FR bajo flujo constante de CO2 y se 

incubaron a 39 °C por 72 h en una incubadora Riossa modelo EO-71 para 

comprobar esterilidad. Los tubos se inocularon con 1 mL de inóculo bajo flujo 

continuo de CO2 y se incubaron 39 ºC hasta la degradación de papel Whatman 

(72 h). Se transfirieron 2 mL a otro tubo de cultivo con medio C-FR y se incubó 

39 °C hasta la degradación del papel Whatman (72 h). En total se realizaron 

cuatro transferencias para obtener un consorcio de bacterias celulolíticas con 

capacidad de degradar papel Whatman. 
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Cuadro 2.1. Composición del medio de cultivo selectivo para bacterias 

celulolíticas 

Componente (100 mL) C-FR 

Agua destilada (mL) 52.6 

Líquido ruminal clarificado1 (mL) 30.0 

Solución mineral I2 (mL) 5.0 

Solución mineral II3 (mL) 5.0 

Resarzurina 0.1%4 (mL) 0.1 

Peptona de soya (g) 0.2 

Cisteina-sulfido5 (mL) 2.0 

Extracto de levadura (g) 0.1 

Carbonato de sodio, sol a 8%6 (mL) 5.0 

 
1. Líquido ruminal fresco, se filtró con manta de cielo, se centrifugó 12,857 g por 10 min y se 

esterilizó a 15 PSI a 121 ºC por 15 min; el proceso se repitió dos veces. 

2. Contiene (1 L) K2HPO4, 6 g.  

3. Contiene (1 L) KH2PO4, 6 g; (NH4)2SO4, 6 g; NaCl, 12 g; MgSO4, 2.45 g; CaCl-2H2O, 1.6 g.  

4. Contiene (100 mL) Resarzurina 0.1 g. 

5. 3.125 g de L-cisteína (disuelta en 2N NaOH hasta pH 10), más 3.125 g de Na2S-9H2O; la 

mezcla se aforó a 250 mL con agua destilada y se esterilizó a 15 PSI a 121 ºC por 15 min. 

6. Contiene (100 mL) Na2CO3, 8 g. 

 

 

2.2.3. Método de conservación 

En viales serológicos (50 mL) con una tira de papel Whatman (3x30 mm) y 0.1 

g de celulosa cristalina se depositaron 27 mL de medio C-FR bajo flujo 

constante de CO2 y se incubaron a 39 °C por 72 h para comprobar esterilidad. 

Los viales se inocularon con 3 mL del producto obtenido de la cuarta 

transferencia y se incubaron a 39 °C hasta la degradación del papel Whatman 

(10 d).  

 



 

61 

2.2.3.1. Tratamientos 

Se probaron dos tratamientos (TA y TB) con seis repeticiones cada uno, una 

vez degradado el papel Whatman en los viales serológicos: 

 

TA, los viales serológicos se colocaron en un congelador de rodillo Labconco 

Shell Freezer durante 40 min para alcanzar una temperatura de -38 ºC. 

Inmediatamente, se guardaron en un ultracongelador Thermo Scientific Revco 

(-54 ºC) hasta su liofilización. 

 

TB, A cada vial serológico se le adicionó 0.1 g de carbón activado y se 

incubaron a 39 °C por 2 h. Los viales se colocaron en un congelador de rodillo 

durante 40 min para alcanzar una temperatura de -38 ºC. Inmediatamente, 

se guardaron en un ultracongelador a -54 ºC hasta su liofilización. 

 

Los viales se liofilizaron durante 24 h en una Liofilizadora Labconco Freezone 

6 L en modo automático (condiciones: temperatura de -50 ºC y presión de 

0.135 mBar). 

 

 

2.2.4. Reactivación del liofilizado 

Para la reactivación de los tratamientos, en un tubo de cultivo (18 x 150 mm) 

que contenía una tira de papel Whatman, 0.05 g de celulosa cristalina y 9 mL 

de medio C-FR, se adicionaron 0.05 g de liofilizado bajo flujo continuo de CO2 

y se incubó a 39 °C por 10 d. El porcentaje de repeticiones que degradaron 

papel Whatman se observó a los 7 y 10 d de incubación (seis repeticiones 

independientes). Al término de la incubación se midió: a) pH con un 

potenciómetro modelo 250A (calibración con pH 7 y 4); b) potencial de óxido-

reducción con un potenciómetro Orión modelo 710A (calibración solución con 

+220 de óxido-reducción); y c) concentración de bacterias totales. En la 

medición de la concentración de bacterias se mezcló 1 mL de muestra con 0.25 

mL de formaldehido (10%), las bacterias se observaron y contaron en una 
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cámara Petroff-Hausser utilizando un microscopio Olympus EX51; el valor 

obtenido se sustituyó en la siguiente ecuación: 

 

[B] = (𝑥̅) (FD) (2X107) 

Dónde:  

[B] = Concentración de bacterias por mililitro. 

𝑥̅ = Media del conteo de bacterias. 

FD = Factor de dilución de la muestra (mL volumen total / mL de la muestra). 

2X107 = Constante de la capacidad volumétrica de la cámara Petroff-Hausser. 

1 mL = [1000 mm3/ (0.05 mm X 0.05 mm X 0.02 mm)]. 

 

 

2.2.5. Prueba de degradación in vitro de la materia seca  

En tubos de cultivo (18x150 mm) se colocó una tira de papel Whatman (0.01 

g) y 0.05 g de celulosa cristalina. En el tubo de cultivo se adicionaron 9 mL de 

medio C-FR bajo flujo constante de CO2 y se incubaron a 39 °C por 72 h para 

comprobar esterilidad. Los tubos de cultivo se inocularon con 1 mL de un 

tratamiento reactivado y se incubaron a 39 °C por 10 d. El porcentaje de 

repeticiones que degradaron el papel Whatman se observó a 7 y 10 d de 

incubación. El pH se midió a los 10 d de incubación. La capacidad de 

degradación in vitro de la materia seca (%DEGMS) a los 10 d se calculó al 

recuperar por filtración en papel Whatman No. 541 los sustratos no 

degradados, se secaron a 60 °C por 72 h y se pesaron para estimar la cantidad 

de sustrato degradado. La fórmula usada para obtener %DEGMS fue: 

 

% DEGMS = 

MSi (g) – g MSn (g) 
x100 

MSi (g) 
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dónde: 

% DEGMS = porcentaje de degradación in vitro de la materia seca.  

g MSi = g de materia seca inicial (g sustrato + g papel Whatman). 

g MSn = g de materia seca no degradada. 

 

2.2.5.1. Ácidos grasos volátiles 

Para estimar la concentración (mM) de ácidos grasos volátiles (AGV) a los 10 

d de incubación, se tomó 1 mL del medio incubado y se depositó en tubos para 

microcentrifuga con 0.25 mL de ácido metafosfórico (25%; proporción 4:1). Las 

muestras se centrifugaron 18,800 g por 10 min y el sobrenadante se colocó en 

viales para cromatografía. Los AGV (acetato, propionato y butirato) se 

analizaron en un cromatógrafo Perkin Elmer, modelo Claurus 500 con detector 

de ionización de flama (FID); las condiciones de análisis fueron: 1 µL de 

volumen de inyección; columna 15 m x 0.32 mm (Elite FFAP; temperatura de 

120 °C en horno, 250 °C en inyector y 250 °C en columna; se usó nitrógeno 

como gas acarreador (flujo 4 mL min-1); H2 y O2 como gases para generar flama 

(flujo 45 y 450 mL min-1); tiempos de retención de 2.16 min para acetato, 2.59 

min para propionato y 3.11 min para butirato. 

 

 

2.2.6. Análisis estadístico 

El experimento se repitió una vez, y la información del %DEGMS, AGV, 

porcentaje de acetato, porcentaje de propionato, porcentaje de butirato, pH, 

oxido-reducción y concentración de bacterias totales fue analizada como 

medidas repetidas en un diseño completamente al azar usando el 

procedimiento MIXED de SAS (2011). El modelo para todos los análisis incluyó 

los efectos fijos de tratamiento, tiempo e interacción tratamiento por tiempo y 

el efecto aleatorio de repetición y error. Las medias fueron ajustadas por 

mínimos cuadrados y compradas usando la prueba de Tukey ajustada. 

Modelo: 
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Yijk =  + τi+ j(i) + Pk + (τP)ik + ijk 

dónde: 

Yijk = Variable de respuesta en observación k, repetición j, tratamiento i. 

 = Media general 

τi = Efecto del i-ésimo tratamiento. 

j(i) = Error aleatorio asociado con la j-ésima repetición dentro del i-ésimo 

tratamiento.  

Pk = efecto del k-ésimo tiempo. 

(τP)ik  = Efecto de la interacción tratamiento por tiempo. 

ijk = Error aleatorio asociado con k-ésima medida repetida dentro de j-ésima 

repetición. 

 

 

 

2.3. RESULTADOS 

El Cuadro 2.2 muestra el efecto de la adición del carbón activado como 

lioprotector en la conservación del consorcio de bacterias celulolíticas durante 

el proceso de liofilización. En la reactivación de los tratamientos liofilizados, 

83.3% de las repeticiones de TB degradaron papel Whatman a los 7 y 10 d, 

mientras que en TA (sin carbón activado) perdieron su capacidad degradadora. 

En la prueba de degradación in vitro de MS, 100% de las repeticiones de TB 

degradaron papel Whatman a los 7 y 10 d de incubación, en contraste TA no 

presentó degradación de papel Whatman (Cuadro 2.2). 

 

Las variables porcentaje de degradación de materia seca (%DEGMS), 

concentración de bacterias totales, concentración de ácidos grasos volátiles 

(AGV), porcentaje de butirato y pH no presentaron interacciones entre el factor 

tiempo y el factor tratamiento. Por tanto, el análisis se realizó por tratamiento 

(Cuadro 2.3). Se observó un efecto positivo (p≤0.05) en la concentración de 

bacterias al adicionar carbón activado (TB), ya que la población bacteriana se 

incrementó en 3.27x108 bacterias mL-1 respecto al tratamiento sin carbón 
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(TA). Cabe destacar que, antes de liofilizar las muestras se obtuvo una 

concentración promedio de 7.25x108± 0.758x108 bacterias mL-1. 

 

Cuadro 2.2. Porcentaje de repeticiones que degradaron papel Whatman 

a los 7 y 10 días de incubación 

 

Tratamiento 

Reactivación de 

liofilizado 

Prueba degradación in 

vitro MS 

 

N 

7 d 10 d 7 d 10 d 

Con Carbón (TB) 83.3 83.3 100.0 100.0 12 

Sin Carbón (TA) 0.0 0.0 0.0 0.0 12 

 

 

Cuadro 2.3. Efecto de la adición de carbón activado antes de liofilizar 

un consorcio de bacterias celulolíticas 

Tratamiento [Bacterias] %DEGMS pH RE pH DE 

Con Carbón (TB) 9.58X108a (0.66X108)* 31.82a (1.51) 6.98b (0.05) 6.62a (0.03) 

Sin Carbón (TA) 7.21 X108b (0.66X108) 3.20b (1.62) 7.21a (0.05) 6.79b (0.03) 

 

Medias en una columna con distinta literal son diferentes (p≤0.05). 

* Valores entre paréntesis representan el error estándar. 

[Bacterias], concentración de bacterias ruminales totales a 10 d de incubación; %DEGMS, 

porcentaje de degradación in vitro de la materia seca a 10 d; pH RE, pH medido a 10 d de la 

reactivación de tratamientos liofilizados; pH DE, pH medido a 10 d de incubación en la prueba 

de degradación in vitro. 

 

El principal efecto se observó en %DEGMS. El consorcio de bacterias 

celulolíticas con carbón activado (TB) cuantificó 31.82%, lo que representó 

28.62 puntos porcentuales más que el tratamiento sin carbón activado (TA; 

p≤0.05). El crecimiento bacteriano se reflejó en el pHDE. El medio de TB se 

acidificó (6.62) por la cantidad de productos finales de la fermentación 

anaerobia producida (Cuadro 2.4) comparado con TA (6.79; Cuadro 2.3). El 

efecto del consorcio bacteriano celulolítico durante la reactivación de los 
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tratamientos liofilizados sobre el pHRE se mantuvo dentro del rango usado en 

la elaboración de medios anaerobios (6.8 a 7.2). Aunque se presentó diferencia 

entre tratamientos, donde TB fue menor a TA (p≤0.05; Cuadro 2.3).  

 

El Cuadro 2.4 muestra el efecto de la adición de carbón activado antes de 

liofilizar bacterias celulolíticas sobre la producción de AGV. TB mejoró la 

producción de AGV en 23 mM durante la prueba de degradación in vitro de 

MS comparado con TA (Cuadro 2.4; p≤0.05). El agregar carbón activado no 

generó efecto en el porcentaje de butirato sobre la concentración final de AGV 

(Cuadro 2.4); ya que no hubo diferencias entre tratamientos (p≥0.05). 

 

Cuadro 2.4. Efecto de la adición de carbón activado antes de liofilizar 

un consorcio de bacterias celulolíticas sobre la producción de ácidos 

grasos volátiles totales y porcentaje de butirato 

Tratamiento AGV % Butirato 

Con Carbón (TB) 81.57a (1.440)* 15.63a (0.639) 

Sin Carbón (TA) 58.55b (1.440) 14.67a (0.639) 

 

Medias en una columna con distinta literal son diferentes (p≤0.05) 

* Valores entre paréntesis representan el error estándar. 

AGV, concentración en mM de los ácidos grasos volátiles a las 10 d de incubación en la prueba 

de degradación in vitro. 

 

El Cuadro 2.5 muestra las variables que presentaron interacción entre factor 

tiempo y factor tratamiento (p≤0.05). La variable porcentaje de acetato 

presentó la mayor cantidad de interacciones entre tratamiento y tiempo; de 

modo que estadísticamente no se estableció si existió o no efecto de la adición 

de carbón activado antes de liofilizar los consorcios de bacterias celulolíticas. 

En la primera prueba del experimento existieron diferencias entre 

tratamientos (p≤0.05), pero al repetirlo ya no se presentó la diferencia (p>0.05). 

 



 

67 

La adición del carbón activado sobre el porcentaje de propionato en la 

concentración final de AGV por tiempo en que se realizó el experimento no 

presentó diferencias entre tratamientos (p>0.05). El potencial de óxido-

reducción de los medios de cultivos de los tratamientos no se afectó (p>0.05) 

por la adición de carbón activado, ya que la interacción significativa fue en TA 

en los dos tiempos de medición. 

 

Cuadro 2.5. Efecto de la adición de carbón activado antes de liofilizar 

un consorcio de bacterias celulolíticas sobre el porcentaje de acetato, 

propionato y potencial óxido-reducción 

Tratamiento 
Tiem-

po 
Acetato, % Propionato, % 

Potencial de Oxido-

Reducción, mvolts 

Con Carbón (TB)  1 64.54a (0.85)* 20.97a (0.87) -224.60ab (14.72) 

Sin Carbón (TA) 1 69.10b (0.85) 18.22ab (0.87) -269.25a (14.72) 

Con Carbón (TB) 2 69.72b (0.85) 13.51c (0.87) -233.92ab (14.72) 

Sin Carbón (TA) 2 67.93ab (0.85) 15.41bc (0.87) -194.20b (14.72) 

 

Medias en una columna con distinta literal son diferentes (p≤0.05). 

* Valores entre paréntesis representan el error estándar. 

 

 

 

2.4. DISCUSIÓN 

No existe un método universal aplicable para la conservación con éxito de 

cualquier tipo de bacteria (Perry, 1998). El proceso de liofilización es el método 

más utilizado para la preservación y transporte de grandes colecciones de 

cultivos de cepas microbianas (Morgan et al., 2006; Morales-García et al., 

2010). Muñoz-Rojas et al (2006) y Morales-García et al (2010) mencionan que 

para la conservación de las características genéticas e incrementar la 

supervivencia de las células bacterianas sometidas a la liofilización, se utilizan 

sustancias que actúen como protectoras (lioprotectores). Lo anterior se 

corrobora en el presente estudio, ya que se realizó la liofilización de un 
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consorcio de bacterias celulolíticas sin la adición de un lioprotector (TA), lo 

que redujo 28 puntos porcentuales su capacidad de degradación de celulosa 

comparada con el consorcio donde se adicionó un lioprotector (TB; Cuadro 

2.3). Sin embargo, Morales-García et al (2010) mencionan que no existe un 

lioprotector universal para la conservación de bacterias y se tiene que 

investigar el lioprotector ideal para bacterias celulolíticas u otro tipo de 

microrganismo. 

 

Los lioprotectores se añaden durante el crecimiento del microorganismo, antes 

de la congelación o del secado. El tipo de lioprotector depende del tipo 

microorganismo, pero existen algunos que parecen funcionar con muchas 

especies (Morgan et al., 2006). Entre los lioprotectores más utilizados están 

los disacáridos como trehalosa, lactosa, maltosa y sacarosa (Leslie et al., 1995; 

Muñoz-Rojas et al., 2006) o hidroxiyectoina (Manzanera et al., 2004). Sin 

embargo, el uso de este tipo de lioprotectores esta reportado en la conservación 

de microorganismos de importancia en salud y nutrición humana, por la 

relevancia científica que da su conservación.  

 

Existen reportes de conservación de bacterias de importancia en la nutrición 

animal mediante liofilización (Jung et al., 2004; Safronova y Novikova, 1996; 

Cobos et al., 2007; Cobos et al., 2011), pero sólo como parte del proceso de 

investigación; ya que no hay publicaciones pecuarias donde el enfoque 

principal sea el proceso de conservación del microorganismo. Morgan et al 

(2006) indican que la metodología de conservación de microorganismos 

mediante liofilización es un área de la ciencia basada en pruebas empíricas en 

vez de hechos y teorías probadas. El principal problema a superar es la 

generación de teoría para todas las cepas bacterianas; pues no existe 

información sobre el uso de lioprotectores en bacterias celulolíticas anaerobias 

de origen ruminal. 
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El uso de carbón activado como lioprotector de cualquier cepa bacteriana 

durante el proceso de liofilización no está reportado en la literatura. Sin 

embargo, juega un papel importante en ciertas áreas de la ciencia y tecnología, 

como la purificación de líquidos y gases, separación de partículas y catálisis 

(Littrell et al., 2002). Roussak y Gesser (2013) señalan que la aplicación del 

carbón activado en infinidad de estudios se debe a sus características:               

a) capacidad de adsorción física, además de ser un proceso reversible 

permitiendo recuperar la especie absorbida; b) adsorción en fase líquida 

acompañada por la precipitación de especies que no se eliminan por simple 

desorción; y c) la porosidad está encerrada por átomos de carbono y es el 

espacio accesible a las moléculas. 

 

Existen numerosas investigaciones donde se aprovechan las características y 

estructuras del carbón activado. Por ejemplo, Mercier et al (2013) usaron 

carbón activado granular en pruebas in situ para medir su capacidad como 

soporte de crecimiento bacteriano para biorremediación de bifenilo 

policlorado; reportando una rápida adherencia de las bacterias en el carbón 

activado. Por otra parte, Yuan et al (2011) aprovecharon la capacidad 

reversible de la adsorción física del carbón activado y aislaron cuatro bacterias 

degradadoras de 2-metillisoborneol de un filtro de carbón activado para agua 

potable. 

 

Gabr et al (2009) compararon la bioadsorción de cromo hexavalente usando 

carbón activado granulado y un biofilms de Escherichia coli soportado en 

carbón activado granulado; su conclusión fue que la capacidad de absorción 

del carbón activado granulado se redujo por la presencia de la bacteria, pues 

se disminuyó la porosidad y área superficial disponibles. Otros autores 

reportan el uso de carbón activado en la adsorción de microorganismos en 

biorremediación (Bakhaeva et al., 2000; Mason et al., 2000), mejoramiento de 

fermentaciones alcohólicas con Saccharomyces cerevisiae (Ikegamai et al., 
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2000), desinfección de agua potable (Okochi et al., 1996) y eliminación de 

microorganismos patógenos (Lechevallier et al., 1984; Camper et al., 1985). 

 

Dadas las características del carbón activado, en el presente estudio se probó 

su uso como lioprotector de un consorcio de bacterias celulolíticas (TB) antes 

de liofilizarlas. La comparación de los resultados obtenidos en las variables 

%DEGMS y degradación de papel Whatman respecto al tratamiento sin 

adición de un lioprotector (TA); muestran que el carbón activado sirve como 

lioprotector de bacterias celulolíticas.  

 

El consorcio de bacterias celulolíticas con adición de carbón activado (TB) 

conservaron sus características genéticas para producir las enzimas 

celulolíticas necesarias (endo-β-1,4-glucanasas, exo-β-1,4-glucanasas y β-

glucosidasas) para degradar celulosa, mientras aquellas donde no se adicionó 

carbón activado (TA) no presentaron degradación del papel Whatman. Se 

puede inferir que el carbón activado reduce el estrés durante el proceso de 

liofilización de las bacterias celulolíticas, permitiéndoles conservar sus 

características genéticas después de la liofilización. Resultados similares 

reportaron Henckly y Quay (1981), ellos publicaron la generación de daños en 

DNA de Serratia marcescens por efecto de la liofilización, pero estos se 

redujeron al adicionar inositol como lioprotector antes del proceso. 

 

El uso del carbón activado como lioprotector también mejoró la concentración 

de las bacterias celulolíticas; ya que a TB se le cuantificó una concentración 

de 9.58x108 bacterias mL-1 a las 24 h de incubación, lo que representó 

2.37x108 bacterias mL-1 más que en TA. El resultado fue por la capacidad del 

carbón activado de absorber bacterias dentro de su estructura porosa y su 

posterior liberación (Roussak y Gesser, 2013) durante la reactivación del 

liofilizado. 
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La mayor producción de AGV en TB fue por la concentración de bacterias y la 

conservación de sus características genéticas por el uso del carbón activado 

como lioprotector; pero este no infirió en la proporción de butirato y propionato 

producidos en la concentración final de AGV. El potencial de óxido-reducción 

del medio de cultivo utilizado para la reactivación de las bacterias celulolíticas 

no se afectó por la adición de carbón activado. 

 

Morales-García et al (2010) señalan que el proceso de liofilización en bacterias 

ocasiona perdida de viabilidad durante el proceso. La densidad celular inicial, 

estado fisiológico de la célula, composición del medio de crecimiento y tipo de 

lioprotector utilizado son factores que influyen en la pérdida de viabilidad 

(MacKenzie, 1976; Potts, 1994; García y Uruburu, 2000; Hubálek, 2003; 

Morgan et al., 2006; Muñoz-Rojas et al., 2006). Los resultados de viabilidad 

obtenidos en el presente estudio contrastan porque el consorcio de bacterias 

celulolíticas con (TB) o sin la adición del lioprotector (TA) no presentaron 

pérdida de viabilidad. A las 24 h de rehidratación, TA mantuvo la misma 

concentración de bacterias, mientras TB mejoró la concentración de bacterias 

con respectó a la concentración antes de la liofilización. Henckly y Blank 

(1980) reportaron una disminución en la viabilidad de Yersenia pestis  las 24 

de reconstitución, su concentración inicial fue de 6.5x108 bacterias g.-1 y a las 

24 h fue de 5x108 bacterias g-1. 
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2.5. CONCLUSIONES 

a. Las bacterias celulolíticas necesitan de un lioprotector antes del proceso 

de liofilización para conservar su viabilidad y características genéticas. 

b. El carbón activado funciona como lioprotector de bacterias celulolíticas 

antes del proceso de liofilización. 

c. El uso carbón activado como lioprotector en bacterias celulolíticas, 

ayudó a conservar su capacidad de degradar papel Whatman y celulosa 

cristalina, mejorando con ello la producción de ácidos grasos volátiles. 

d. El uso carbón activado como lioprotector en bacterias celulolíticas no 

afecto la proporción de propionato y butirato en la concentración final 

de ácidos grasos volátiles. 

e. El uso carbón activado como lioprotector en bacterias celulolíticas no 

afecto el potencial de óxido-reducción de los medios de cultivo donde se 

reactivaron las bacterias celulolíticas. 
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Capítulo 3 . DEGRADACIÓN IN VITRO DE SUSTRATOS 

CELULOLÍTICOS POR UN CONSORCIO DE BACTERIAS 

CELULOLÍTICAS  

 

3.1. INTRODUCCIÓN 

Las pruebas de digestibilidad in vivo sirven para calcular el valor nutritivo de 

los alimentos usados en rumiantes, pero requieren de grandes inversiones en 

animales y alimento, tiempo de prueba, entre otros. Estos factores limitan el 

uso de la técnica. No obstante, se han desarrollado técnicas sencillas para la 

predicción de la digestibilidad in vivo (Iantcheva et al., 1999). La técnica in vitro 

se usa en la evaluación de forrajes y estudios de fermentación ruminal. Esta 

técnica permite medir la degradación de un sustrato en determinado tiempo. 

Los microorganismos ruminales son usados como inóculo para recrear las 

condiciones del rumen (Dhanoa et al., 2004; Váradyová et al., 2005). Las 

técnicas in vitro son menos costosas, requieren menor tiempo y permiten 

mayor control sobre las condiciones experimentales que las pruebas in vivo 

(Iantcheva et al., 1999; Makkar, 2005; Váradyová et al., 2005). 

 

La celulosa es la molécula más abundante encontrada en plantas (Arias, 1982; 

Malherbe y Cloete, 2002; Bach y Calsamiglia, 2006). Los mamíferos no tienen 

la capacidad de digerir la celulosa, ya que no producen las enzimas encargadas 

de romper los enlaces β-1-4; pero existen bacterias que las producen 

(Hungate, 1975; Arias, 1982). Las bacterias del rumen: Ruminococcus albus, 

Ruminococcus flavefaciens y Fibrobacter succinogenes son capaces de penetrar 

la pared celular de los vegetales y degradar forraje, por lo que son los 

microorganismos con mayor actividad celulolítica (Akin y Risby, 1985). Estas 

bacterias representan alrededor de 0.3 a 4% de la población microbiana del 

rumen (Forsberg et al., 2000). 
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3.2. MATERIALES Y MÉTODOS 

El estudio se realizó en el Laboratorio de Microbiología Ruminal y Genética 

Microbiana, del Colegio de Postgraduados, Campus Montecillo. Se utilizó una 

campana de bioseguridad Labconco con purificador de clase II provista de 

rayos ultravioleta para mantener condiciones de esterilidad en la 

manipulación de las bacterias.  

 

 

3.2.1. Inóculos y sustratos 

Los tipos de inóculo fueron a) a partir de bacterias ruminales totales (BRT), se 

obtuvieron 200 mL de líquido ruminal de una vaca Jersey con cánula ruminal 

alimentada en praderas de alfalfa ubicadas en el Colegio de Postgraduados, 

Campus Montecillo. El líquido ruminal se centrifugó a 1,157 g a 25 °C por 4 

min en una centrifuga Eppendorf modelo 5804 para precipitar protozoarios y 

partículas de fibra, se recuperó el sobrenadante y se usó como inóculo BRT. 

b) Se usó el liofilizado del consorcio de bacterias celulolíticas (CBC) descrito en 

el Capítulo 2 de la presente tesis. El medio con base en fluido ruminal (C-FR) 

se preparó usando la metodología de Cobos y Yokoyama (1995; Cuadro 3.1). 

En viales serológicos (50 mL) con una tira de papel Whatman (3x30 mm) y 

0.02 g de celulosa cristalina se depositaron 30 mL de medio C-FR bajo flujo 

continuo de CO2 y se incubaron a 39 °C por 72 h en una incubadora Riossa 

modelo EO-71 para comprobar esterilidad. Para reactivar el liofilizado de CBC 

se adicionaron 0.05 g de liofilizado en un vial serológico con medio C-FR bajo 

flujo continuo de CO2 y se incubó a 39 °C hasta la degradación del papel 

Whatman (10 d) y se usó como inóculo CBC. 

 

Los sustratos rastrojo de maíz (Zea mays), alfalfa (Medicago sativa) y pasto 

bermuda (Cynodon dactylon) se molieron (1 mm Ø), se lavaron con agua 

corriente para eliminar micropartículas (< 25 µm), se filtró el exceso de agua 

corriente con manta de cielo y se llevaron a peso constante. También se utilizó 

celulosa cristalina (Sigma) como sustrato. 
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Cuadro 3.1. Composición del medio de cultivo celulolítico. 

Componente (100 mL) C-FR 

Agua destilada (mL) 52.6 

Líquido ruminal clarificado1 (mL) 30.0 

Solución mineral I2 (mL) 5.0 

Solución mineral II3 (mL) 5.0 

Resarzurina 0.1%4 (mL) 0.1 

Peptona de soya (g) 0.2 

Cisteina-sulfido5 (mL) 2.0 

Extracto de levadura (g) 0.1 

Carbonato de sodio, sol a 8%6 (mL) 5.0 

 
1. Líquido ruminal fresco, se filtró con manta de cielo, se centrifugó 12,857 g por 10 min y se 

esterilizó a 15 PSI a 121 ºC por 15 min; el proceso se repitió dos veces. 

2. Contiene (1 L) K2HPO4, 6 g.  

3. Contiene (1 L) KH2PO4, 6 g; (NH4)2SO4, 6 g; NaCl, 12 g; MgSO4, 2.45 g; CaCl-2H2O, 1.6 g.  

4. Contiene (100 mL) Resarzurina 0.1 g. 

5. 3.125 g de L-cisteína (disuelta en 2N NaOH hasta pH 10), más 3.125 g de Na2S-9H2O; la 

mezcla se aforó a 250 mL con agua destilada y se esterilizó a 15 PSI a 121 ºC por 15 min. 

6. Contiene (100 mL) Na2CO3, 8 g. 

 

 

3.2.2. Prueba de degradación in vitro 

En tubos de cultivo (18x150) con 0.05 g de un sustrato a peso constante se 

adicionaron 9 mL de medio C-FR bajo flujo constante de CO2 y se incubaron 

a 39 °C por 72 h para comprobar esterilidad. En cada sustrato se usaron tres 

inóculos con cinco repeticiones independientes. Los inóculos fueron: BRT, 

CBC y un cocultivo entre BRT y CBC (50:50). A los inóculos BRT y CBC se les 

cuantificó la concentración de bacterias totales para igualar la concentración. 

Para medir la concentración de bacterias totales, se mezcló 1 mL de muestra 

en 0.25 mL de formaldehído (10%), las bacterias se observaron y contaron en 
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una cámara Petroff-Hausser utilizando un microscopio Olympus EX51; el 

valor obtenido se sustituyó en la siguiente ecuación: 

 

[B] = (𝑥̅) (FD) (2X107) 

Dónde:  

[B] = Concentración de bacterias por mililitro. 

𝑥̅ = Media del conteo de bacterias. 

FD = Factor de dilución de la muestra (mL volumen total / mL de la muestra). 

2x107 = Constante de la capacidad volumétrica de la cámara Petroff-Hausser. 

1 mL = [1000 mm3/ (0.05 mm x 0.05 mm x 0.02 mm)]. 

 

Tres tubos de cultivo con un tipo de sustrato, se inocularon con 1 mL de cada 

inóculo y se incubaron a 39 °C por 72 h. Al finalizar la incubación se midió el 

pH con un potenciómetro modelo 250A (calibración con pH 7 y 4). La 

capacidad de degradación in vitro de la materia seca (%DEGMS) se calculó al 

recuperar por filtración en papel Whatman No. 541 los sustratos no 

degradados, se secaron 72 h / 60 °C y se pesaron para estimar la cantidad de 

sustrato degradado. La fórmula usada para obtener %DEGMS fue: 

 

% DEGMS = 

MSi (g) – g MSn (g) 
 x 100 

MSi (g) 

 

dónde: 

% DEGMS = porcentaje de degradación in vitro de la materia seca. 

g MSi = g de materia seca inicial. 

g MSn = g de materia seca no degradada. 
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3.2.2.1. Ácidos grasos volátiles 

Para estimar la concentración (mM) de ácidos grasos volátiles (AGV), se tomó 

1 mL del medio que se incubó 72 h y se depositó en tubos para microcentrifuga 

con 0.25 mL de ácido metafosfórico (25%; proporción 4:1). Las muestras se 

centrifugaron 18,800 g por 10 min y el sobrenadante se colocó en viales para 

cromatografía. Los AGV (acetato, propionato y butirato) se analizaron en un 

cromatógrafo Perkin Elmer, modelo Claurus 500 con detector de ionización de 

flama (FID); las condiciones de análisis fueron: 1 µL de volumen de inyección; 

columna 15 m x 0.32 mm (Elite FFAP; temperatura de 130 °C en horno, 250 

°C en inyector y 250 °C en columna; se usó nitrógeno como gas acarreador 

(flujo 8 mL min-1); H2 y O2 como gases para generar flama (flujo 45 y 450 mL 

min-1); tiempos de retención de 1.26 min para acetato, 1.60 min para 

propionato y 2.09 para butirato. 

 

Los valores obtenidos de acetato, propionato y butirato se utilizaron para 

estimar la eficiencia de fermentación (EF) usando la siguiente de Chalupa 

(1980): 

 

EF = ((0.62A + 1.09P + 0.78B)/(A+P+B))*100 

 

dónde:  

EF = Eficiencia de la fermentación (%). 

A = Acetato (mM). 

P = Propionato (mM). 

B = Butirato (mM). 

 

 

3.2.3. Análisis estadístico  

Las variables %DEGMS, AGV, porcentaje de acetato, porcentaje de propionato, 

porcentaje de butirato, eficiencia de la fermentación y pH fueron analizadas 

como un diseño completamente al azar con un arreglo factorial de 
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tratamientos 3x4, considerando como factores a los inóculos (BCA, BRT y 

cocultivo) y sustratos (rastrojo de maíz, pasto bermuda, alfalfa y celulosa 

cristalina). Las medias fueron ajustadas por mínimos cuadrados usando el 

PROC LSMEANS de SAS (2011) y comparadas con la prueba de Tukey 

ajustada.  

 

Yijk =  +αi + Bj + (αB)ij + ijk 

 

dónde: 

Yijk = Variable de respuesta en la repetición k;  i=1,2 

Nivel j de b, nivel i de A.    j =1,2 

 =  Media general 

αi = Efecto del factor A al nivel i. 

Bj = Efecto del factor B al nivel j. 

(αB)ij = Efecto de la interacción AB al nivel i,j. 

ijk = Error aleatorio. 

 

 

 

3.3. RESULTADOS 

El Cuadro 3.2 muestra los efectos de la interacción entre sustratos (rastrojo, 

alfalfa, pasto bermuda y celulosa cristalina) e inóculos (BRT, CBC y cocultivo) 

sobre %DEGMS, pH y AGV. Los mejores %DEGMS se presentaron en las 

interacciones de alfalfa-CBC, alfalfa-cocultivo y rastrojo-BRT sin diferencias 

entre ellas (p≥0.05). Los menores %DEGMS los presentó CBC en celulosa 

cristalina y rastrojo sin diferencias entre ellas (p≥0.05; Cuadro 3.2). 

 

El efecto positivo de adicionar CBC a las BRT (Cocultivo) sobre %DEGMS se 

observó en alfalfa, ya que el cocultivo (63.17%) mejoró la degradación in vitro 

comparado con BRT (57.02%; p≤0.05). En contraste, el cocultivo en rastrojo 

(58.18%) presentó menor degradación in vitro que BRT (62.31%; p≤0.05). En 
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celulosa cristalina y pasto bermuda no hubo diferencias entre BRT y cocultivo 

(p≥0.05). El consorcio bacteriano celulolítico (CBC) presentó únicamente mejor 

porcentaje de degradación in vitro que BRT (p≤0.05) en alfalfa; ya que en 

rastrojo, pasto bermuda y celulosa cristalina fue menor a BRT (p≤0.05; Cuadro 

3.2). 

 

Cuadro 3.2. Degradación in vitro de sustratos celulolíticos por un 

consorcio de bacterias celulolíticas en cocultivo con bacterias ruminales 

Sustrato Inóculo % DEGMS pH AGV 

Alfalfa 

CBC 61.43a (0.20) 6.89e (0.001) 77.11abc (2.03) 

BRT 57.02b (1.41)* 7.00c (0.001) 73.80abcd (1.04) 

Cocultivo 63.17a (0.24) 6.99c (0.005) 72.43bcd (0.50) 

Pasto 

bermuda 

CBC 43.89c (0.35) 6.88e (0.004) 79.55ab (4.01) 

BRT 55.13b (0.77) 6.95d (0.001) 80.17ab (1.33) 

Cocultivo 55.97b (0.30) 6.88e (0.008) 80.56a (2.27) 

Celulosa 

cristalina 

CBC 35.96d (1.01) 6.87e (0.019) 62.12e (0.78) 

BRT 43.16c (0.36) 7.11b (0.007) 66.71de (0.29) 

Cocultivo 45.35c (0.54) 7.15a (0.006) 70.43cd (0.66) 

Rastrojo 

CBC 37.30d (0.45) 6.89e (0.008) 71.75cd (1.02) 

BRT 62.31a (0.56) 6.90e (0.005) 73.36abcd (0.15) 

Cocultivo 58.18b (0.83) 6.88e (0.004) 69.27de (0.44) 

 

Medias en una columna con distinta literal son diferentes (p≤0.05). 

* Valores entre paréntesis representan el error estándar. 

%DEGMS, porcentaje de degradación in vitro de la materia seca a 72 h; AGV, concentración 

en mM de los ácidos grasos volátiles a 72 h de incubación; BRT, inóculo de bacterias 

ruminales totales (concentración 5x109 bacterias mL-1, se diluyó 1 mL en 9 mL de medio C-

FR); CBC, inóculo de un consorcio de bacterias celulolíticas (concentración 8.7x108 bacterias 

mL-1); cocultivo, relación 50:50. 

 

El nivel más alto de pH se presentó en la interacción celulosa cristalina-

cocultivo (7.15) y fue diferente al resto de las interacciones (p≤0.05). En 

contraste la interacción pasto bermuda-BRT fue el medio más ácido a las 72 
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h de incubación con un pH de 6.95 y fue diferente al resto de las interacciones 

(p≤0.05). En general, los niveles de pH de las interacciones se cuantificaron 

dentro de los niveles usados en el cultivo in vitro de bacterias celulolíticas 

(rango de 6.8 a 7.2; Cuadro 3.2). 

 

La producción de ácidos grasos volátiles (AGV) se relaciona con el tipo de 

sustrato celulolítico. La producción de AGV en alfalfa, pasto bermuda y 

rastrojo no fue influenciado por el tipo de inóculo usado, ya que no hay 

diferencias entre inóculos dentro de cada sustrato (p≥0.05). En celulosa 

cristalina hubo diferencias (p≤0.05) entre CBC y cocultivo, pero ambos no 

presentaron diferencias con BRT (p≥0.05; Cuadro 3.2). 

 

El Cuadro 3.3 muestra los porcentajes de participación de acetato, propionato 

y butirato en la producción de ácidos grasos volátiles. El inóculo del consorcio 

bacteriano celulolítico (CBC) presentó mejores proporciones de acetato que las 

bacterias ruminales totales (BRT) dentro de cada sustrato celulolítico (Cuadro 

3.3). 

 

El Cuadro 3.4 muestra los resultados en la eficiencia de fermentación con base 

en los mM de AGV producidos. La mejor eficiencia de fermentación se 

cuantificó en la interacción celulosa cristalina-BRT y fue diferente (p≤0.05) al 

resto de las interacciones. El efecto de la adición del CBC a BRT (cocultivo) no 

produjo efecto en alfalfa y rastrojo de maíz (p>0.05) comparado con BRT. En 

pasto bermuda la eficiencia fermentativa en cocultivo fue menor (p≤0.05) que 

BRT. El consorcio bacteriano celulolítico (CBC) estimó las menores eficiencias 

fermentativas en cada sustrato (Cuadro 3.4).  

 

El único efecto positivo (p≤0.05) de adicionar CBC a BRT (cocultivo) en la 

proporción de acetato fue la interacción con celulosa cristalina, ya que el 

cocultivo produjo 74.51% de acetato, mientras BRT produjo 63.60%. En 

alfalfa, pasto bermuda y rastrojo, el cocultivo no presentó diferencias (p>0.05) 
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con BRT en la proporción de acetato. Cabe señalar, en celulosa cristalina el 

porcentaje de acetato fue diferente para todos los inóculos (p≤0.05; Cuadro 

3.3). 

 

Cuadro 3.3. Participación del acetato, propionato y butirato en la 

concentración final de ácidos grasos volátiles (mM) 

Sustrato Inóculo Acetato, %  Propionato, %  Butirato, % 

Alfalfa 

CBC 76.72a (0.56)* 14.12d (0.58) 9.16def (0.28) 

BRT 67.71cd (0.10) 21.46bc (0.06) 10.82a (0.10) 

Cocultivo 69.34bc (0.18) 20.01c (0.09) 10.65ab (0.14) 

Pasto 

bermuda 

CBC 75.21a (1.02) 15.20d (1.01) 9.59cd (0.12) 

BRT 67.79cd (0.20) 22.28bc (0.04) 9.94bcd (0.17) 

Cocultivo 69.61bc (0.40) 19.57c (0.30) 10.81a (0.23) 

Celulosa 

cristalina 

CBC 70.85b (0.31) 19.79c (0.35) 9.35de (0.08) 

BRT 63.60e (0.32) 27.95a (0.33) 8.45f (0.08) 

Cocultivo 74.51a (0.23) 16.77c (0.17) 8.72ef (0.14) 

Rastrojo 

CBC 74.65a (1.22) 15.98d (1.32) 9.37de (0.32) 

BRT 66.02de (0.28) 23.74b (0.27) 10.23abc (0.03) 

Cocultivo 68.20bcd (0.47) 21.15bc (0.49) 10.64ab (0.10) 

 

Medias en una columna con distinta literal son diferentes (p≤0.05). 

* Valores entre paréntesis representan el error estándar. 

BRT, inóculo de bacterias ruminales totales (concentración 5x109 bacterias mL-1, se diluyó 1 

mL en 9 mL de medio C-FR); CBC, inóculo de un consorcio de bacterias celulolíticas 

(concentración 8.7x108 bacterias mL-1); cocultivo, relación 50:50. 

 

La mejor proporción de propionato fue de 27.95% y ocurrió en la interacción 

celulosa cristalina-BRT y fue diferente al resto de las interacciones (p≤0.05). 

En rastrojo, alfalfa y pasto bermuda, BRT no presentó diferencias con 

cocultivo (p≥0.05). La proporción de propionato en celulosa cristalina de CBC 

fue mejor que el cocultivo; en contraste, el cocultivo cuantificó mejor 

proporción de propionato que el CBC (p≤0.05) en los demás sustratos.  
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Cuadro 3.4. Estimación del porcentaje de la eficiencia de fermentación 

utilizando la producción de ácidos grasos volátiles (mM) 

Sustrato Inóculo Eficiencia de la fermentación (%) 

Alfalfa BRT 73.69cde (0.03)* 

Cocultivo 73.35def (0.18) 

CBC 70.10h (0.26) 

Pasto 

Bermuda 

BRT 73.97cd (0.06) 

Cocultivo 73.24ef (0.08) 

CBC 71.11g (0.08) 

Celulosa 

cristalina 

BRT 76.29a (0.11) 

Cocultivo 71.51g (0.13) 

CBC 72.94f (0.12) 

Rastrojo 

de maíz 

BRT 74.64b (0.05) 

Cocultivo 74.10bc (0.12) 

CBC 71.57g (0.16) 

 

Medias en con distinta literal son diferentes (p≤0.05). 

* Valores entre paréntesis representan el error estándar. 

BRT, inóculo de bacterias ruminales totales (concentración 5x109 bacterias mL-1, se diluyó 1 

mL en 9 mL de medio C-FR); CBC, inóculo de un consorcio de bacterias celulolíticas 

(Concentración 8.7x108 bacterias mL-1), Cocultivo, relación 50:50. 

 

La proporción de butirato de las interacciones oscila entre 8.45 y 10.82%. En 

alfalfa, rastrojo y celulosa cristalina el cocultivo no presentó diferencias con 

BRT (p≥0.05), pero en pasto bermuda la proporción de butirato del cocultivo 

(10.81%) fue mejor que BRT (9.94%; p≤0.05). En rastrojo y alfalfa el inóculo 

CBC mostró las menores proporciones de butirato respecto a los otros inóculos 

(p≤0.05); pero en pasto bermuda, CBC no tuvo diferencias con BRT (p≥0.05) y 

en celulosa cristalina CBC fue mejor que BRT (p≤0.05). El consorcio de 

bacterias celulolíticas (CBC) no mostró diferencias en la proporción de butirato 

en todos los sustratos (p≥0.05); mientras el inóculo cocultivo no presentó 

diferencias en alfalfa, rastrojo y pasto bermuda (p≥0.05; Cuadro 3.3). 

 



 

86 

3.4. DISCUSIÓN 

El principal objetivo de la presente tesis fue aislar una bacteria celulolítica y 

cuantificar su capacidad de degradación de sustratos celulolíticos. Sin 

embargo, los niveles de degradación in vitro son bajos por ser cultivos axénicos 

(Cuadro 1.3) debido a la necesidad que tienen las bacterias celulolíticas de 

interactuar con otros microorganismos (Leschine, 1995; Cobos, 2007). 

Miranda et al (1999) reportan que conforme se aíslan bacterias celulolíticas a 

partir de fluido ruminal van perdiendo la capacidad de degradación. El objetivo 

del presente capítulo fue cuantificar la degradación in vitro de sustratos 

celulolíticos usando un consorcio de bacterias celulolíticas (CBC). 

 

La condición de utilizar el consorcio de bacterias celulolíticas como inóculo fue 

que degradara el papel Whatman, ya que la degradación de este asegura la 

presencia de bacterias celulolíticas (Miranda et al., 1999). En promedio, el CBC 

cuantificó 44.65% de degradación in vitro de la materia seca (%DEGMS) en los 

sustratos celulolíticos. El %DEGMS representó 33 puntos porcentuales más 

que el promedio de la bacteria celulolítica aislada; lo cual permite inferir en la 

necesidad de las bacterias celulolíticas por interactuar con otros 

microorganismos para mejorar el %DEGMS de sustratos celulolíticos 

(Leschine, 995; Cobos, 2007). Los resultados son similares a lo publicado por 

Miranda et al (1999) y Mateo-Sánchez et al (2002).  

 

Miranda et al (1999) aislaron un cultivo mixto de bacterias celulolíticas de un 

ovino canulado usando rastrojo de maíz como sustrato en el medio de cultivo. 

El %DEGMS en rastrojo fue 39.98% en rastrojo de maíz, similar a lo 

cuantificado por el CBC (37.30%). Mateo-Sánchez et al (2002) aislaron 

bacterias ruminales degradadoras de aserrín a partir de fluido ruminal y el 

%DEGMS en alfalfa a las 72 h fue 22.1%. El valor de %DEGMS fue inferior a 

lo que se cuantificó en el presente capítulo en alfalfa por CBC (61.43%).  
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La celulosa cristalina se utilizó en la prueba de degradación in vitro para 

cuantificar la degradación de celulosa pura, ya que no influyó el contenido 

celular de los sustratos celulolíticos (Cuadro 3.2). El %DEGMS del CBC en 

celulosa cristalina fue 35.96%, los resultados son mayores al promedio 

reportado por Stewart et al (1981). Ellos aislaron bacterias celulolíticas de 

ganado lechero y obtuvieron una degradación in vitro promedio de 24.86% en 

celulosa. 

 

El %DEGMS de CBC en celulosa cristalina no presentó diferencias con rastrojo 

(p≥0.05) porque el rastrojo contiene 70% de FDN (NRC, 2007). En contraste, 

el %DEGMS fue menor en pasto bermuda y alfalfa debido a que las tasas de 

degradación de la celulosa varía según el tipo de forraje utilizado como 

sustrato (Ifkovits et al., 1965; Argyle y Hespell, 1987; Varel et al., 1989).  

 

La adición del consorcio de bacterias celulolíticas (CBC) a bacterias ruminales 

totales (BRT) en cocultivo (50:50) mostró efecto positivo en alfalfa (p≤0.05); ya 

que en pasto bermuda y celulosa cristalina no hubo diferencias (p≥0.05), 

además de un efecto negativo en rastrojo (p≤0.05; Cuadro 3.2). El 

comportamiento en los diferentes sustratos se debe a que los forrajes de bajo 

valor nutricional (pasto bermuda y rastrojo) presentan menor degradación en 

comparación con aquellos de mejor valor nutricional (alfalfa) (Ifkovits et al., 

1965). Así mismo, el contenido de azucares u otros carbohidratos de fácil 

fermentación (Argyle y Hespell, 1987) y compuestos fenólicos (inhiben 

degradación de celulosa) que contiene la pared celular en cada sustrato varían 

(Beerver, 1993). 

 

Los coeficientes de correlación y las significancias (Cuadro 3.5) son distintas 

a las del primer capítulo de la presente tesis (Cuadro 1.7) por el uso de un 

CBC en lugar de una bacteria celulolítica. El %DEGMS se correlacionó 

positivamente (p≤0.05) con AGV y porcentaje de butirato. La correlación indica 

que a mayor %DEGMS mayor es la producción de AGV y butirato. 
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Cuadro 3.5. Coeficientes de correlación entre eficiencia de 

fermentación, pH, ácidos grasos volátiles y porcentaje de degradación in 

vitro de la materia seca 

Variables EF %DEGMS pH AGV Acetato Propionato Butirato 

EF 1 0.141& 0.253& -0.248& -0.949# 0.943# 0.188& 

%DEGMS  1 -0.112& 0.409# -0.231& 0.114& 0.570# 

pH   1 -0.219& -0.206& 0.303# -0.412# 

AGV    1 0.129& -0.204& 0.319# 

Acetato     1 -0.977# -0.269# 

Propionato      1 0.058& 

Butirato       1 

 

& Coeficientes no significativos (p>0.05); #, coeficientes significativos (p≤0.05) 

EF, Eficiencia de la fermentación (%); %DEGMS, porcentaje de degradación in vitro de la 

materia seca; AGV, ácidos grasos volátiles (mM); Acetato, Propionato y Butirato, porcentaje de 

participación en la producción de AGV. 

 

El CBC promedio una producción de 72.63 mM de ácidos grasos volátiles; la 

relación acetato-propionato-butirato fue 74-16-10. BRT produjo en promedio 

73.51 mM de AGV con una relación 66-24-10. Los resultados de relación de 

los componentes de AGV producidos por BRT son similares a lo reportado por 

Argely y Hespell (1987), al cuantificar una relación 73-14-7 para acetato-

propionato-butirato. Aunque el cocultivo no mejoró la producción de AGV, si 

mejoró la proporción de acetato pues su relación de AGV fue 70-19-11. Las 

producciones de acetato en CBC y cocultivo se deben a la presencia de 

bacterias celulolíticas que favorecen su producción (Anrique, 2010; Relling y 

Mattioli, 2003). Los coeficientes de correlación entre los componentes de AGV 

indican que acetato se correlaciona negativamente (p≤0.05) con propionato y 

butirato. Esto indica que a mayor proporción de acetato decrece la proporción 

de propionato y butirato (Cuadro 3.5).  
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El CBC produjo 77.11 mM de AGV con una relación de 77-14-9 para acetato-

propionato-butirato en alfalfa, 79.55 mM (relación 75-15-10) para pasto 

bermuda y 71.75 mM (relación 75-16-9) en rastrojo, lo que representa mejores 

resultados a los publicados por Doane et al (1997) y Juárez et al (2009). Doane 

et al (1997) fermentaron 100 mg de alfalfa madura y rastrojo de maíz por 48 

h usando como inóculo fluido ruminal, los resultados fueron 57.6 mM 

(relación 64-29-07) para alfalfa y 52.1 mM (relación 60-29-11) para rastrojo. 

Júarez et al (2009) fermentaron 500 mg de pasto bermuda e inocularon con 

fluido ruminal de ovinos fistulados alimentados con heno de alfalfa y 

concentrado comercial; sus resultados fueron 23.3 mM de AGV (relación 71-

15-14).  

 

La estimación de la eficiencia de fermentación contrasta con los resultados 

que se buscan en el presente capítulo. El uso de un consorcio de bacterias 

celulolíticas fomenta la producción de acetato como parte del proceso 

fermentativo anaerobio. La ecuación de eficiencia de fermentación da más peso 

a la producción de propionato que de acetato con base en los coeficientes 

utilizados en la ecuación. Lo anterior se demuestra porque la eficiencia de 

fermentación tiene una correlación altamente negativa (-0.949) con acetato y 

altamente positiva (0.943) con propionato; a medida que la proporción de 

acetato es menor y la proporción de propionato es mayor se aumenta la 

eficiencia de fermentación (Cuadro 3.5). 
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3.5. CONCLUSIONES 

 

a. La adición de un consorcio de bacterias celulolíticas a las bacterias 

ruminales totales en cocultivo (50:50) mejoro el porcentaje de 

degradación in vitro de la materia seca de alfalfa. 

b. El consorcio de bacterias celulolíticas propició una mejor proporción de 

acetato en la producción final de ácidos grasos volátiles. 

c. La estimación de la eficiencia de fermentación no se ajusta al presente 

capítulo porque el consorcio de bacterias celulolíticas mejora la 

producción de acetato. 

d. La producción milimolar de ácidos grasos volátiles del consorcio de 

bacterias celulolíticas no presentó diferencias con las bacterias 

ruminales totales. 

e. Las mejores estimaciones del índice de la eficiencia de la fermentación 

se produjeron donde estuvieron involucradas las bacterias ruminales 

totales en la degradación in vitro. 
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CONCLUSIONES GENERALES 

 

1. La bacteria celulolítica aislada cuantificó menos de 10% de degradación in 

vitro de la materia seca en sustratos celulolíticos como el rastrojo de maíz y 

pasto bermuda. 

2. La bacteria celulolítica aislada antes de ser conservada mediante 

liofilización presentó un efecto positivo en la degradación in vitro de la 

materia seca del pasto bermuda cuando se adicionó en cocultivo con 

bacterias ruminales totales. 

3. La bacteria celulolítica aislada después del proceso de liofilización no mostró 

efecto positivo en la degradación in vitro de la  materia seca del pasto 

bermuda en cocultivo con bacterias ruminales totales.  

4. La bacteria celulolítica aislada se clasificó dentro del género Ruminococcus 

con base en el Bergey’s Manual® of Systematic Bacteriology 

5. El consorcio de bacterias celulolíticas mejoró la degradación de sustratos 

celulolíticos comparada con los resultados de la bacteria celulolítica aislada. 

6. Las bacterias celulolíticas requieren de un lioprotector para conservar sus 

características genéticas cuando se someten al proceso de liofilización. 

7. El carbón activado funciona como lioprotector de las bacterias celulolíticas 

porque conservan sus características genéticas después del proceso de 

liofilización. 

8. La bacteria celulolítica asilada y el consorcio de bacterias celulolíticas 

mejoraron el porcentaje de degradación in vitro de la materia seca de la 

alfalfa cuando se adicionaron en cocultivo con bacterias ruminales totales. 

9. La bacteria celulolítica asilada y el consorcio de bacterias celulolíticas 

mejoraron la proporción de acetato en la producción final de ácidos grasos 

volátiles. 
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