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1 Resumen 

Las investigaciones de la microbiota en la vida silvestre han ganado popularidad, debido 

a su potencial para moldear la evolución y la ecología del huésped. En este trabajo 

caracterizamos el microbioma fecal de siete machos y siete hembras de Myotis velifer. 

Las muestras fecales se colectaron en la cueva de “El Salitre”, México. Se amplificaron 

las regiones V3-V4 del marcador molecular 16S ARNr y se secuenciaron con la 

tecnología Illumina. Se realizaron análisis bioinformáticos en Qiime2 para obtener las 

variantes de secuencias de amplicón, que se asignaron taxonómicamente a nivel de 

género. Se estimaron la diversidad alfa taxonómica y filogenética para ambos sexos, se 

usaron análisis de coordenadas principales y de similitud para medir la diversidad beta 

taxonómica y filogenética entre machos y hembras. Se obtuvieron 164 variantes de 

secuencias de amplicón, identificándose siete filos, 17 familias y 21 géneros para las 

hembras y nueve filos, 30 familias y 40 géneros para los machos. El filo Synergistota es 

el primer reporte para murciélagos. Los filo más abundantes fueron Pseudomonadota, y 

Fusobacteriota. Los machos tienen una riqueza taxonómica mayor que las hembras 

(q0=40, q0=21, respectivamente), pero la diversidad taxonómica (machos: q1=13.44, 

q2=7.76; hembras: q1=11.24, q2=8.76) y filogenética son similares en ambos sexos; el 

análisis de coordenadas principales de la diversidad beta filogenética usando la distancia 

unifrac ponderada y el ANOSIM entre grupos mostraron que no hay diferencias en la 

composición filogenética y taxonómica de la microbiota de machos y hembras. El estudio 

revela que la microbiota fecal de M. velifer posee una composición diversa y distintiva en 

comparación con otros murciélagos de diferentes gremios estudiados previamente, 

destacando la dominancia de los filos Pseudomonadota, Fusobacteriota, Bacillota y 

Synergistota, la identificación de 33 familias y la abundancia de los géneros 

Cetobacterium y Haematospirillum. 
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2 Abstract 

Microbiota investigations in wildlife have gained popularity, due to their potential to shape 

host evolution and ecology. In this work we characterized the fecal microbiome of seven 

males and seven females of Myotis velifer. Fecal samples were collected in the “El Salitre” 

cave, Mexico. The V3-V4 regions of the 16S rRNA molecular marker were amplified and 

sequenced with Illumina technology. Bioinformatic analyzes were performed in Qiime2 to 

obtain amplicon sequence variants, which were taxonomically assigned at the genus 

level. Taxonomic and phylogenetic alpha diversity were estimated for both sexes, principal 

coordinate and similarity analyzes were used to measure taxonomic and phylogenetic 

beta diversity between males and females. 164 amplicon sequence variants were 

obtained, identifying seven phyla, 17 families and 21 genera for females and nine phyla, 

30 families and 40 genera for males. The phylum Synergistota is the first reported for bats. 

The most abundant phyla were Pseudomonadota, and Fusobacteriota. Males have 

greater taxonomic richness than females (q0=40, q0=21, respectively), but taxonomic 

(males: q1=13.44, q2=7.76; females: q1=11.24, q2=8.76) and phylogenetic diversity are 

similar in both sexes; Principal coordinate analysis of phylogenetic beta diversity using 

weighted unifrac distance and ANOSIM between groups showed that there are no 

differences in the phylogenetic and taxonomic composition of the microbiota of males and 

females. The study reveals that the fecal microbiota of M. velifer has a diverse and 

distinctive composition compared to other bats from different guilds previously studied, 

highlighting the dominance of the phyla Pseudomonadota, Fusobacteriota, Bacillota and 

Synergistota, the identification of 33 families and the abundance of the genera 

Cetobacterium and Haematospirillum. 
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3 Introducción 

3.1 Microbiota  

Habitualmente, los mamíferos establecen relaciones simbióticas con organismos 

microscópicos que habitan en diversas áreas de su cuerpo, por ejemplo, la piel, las 

mucosas, el tracto gastrointestinal, entre otros (Muegge et al., 2011). Esta relación 

integral entre el huésped y los microbios ha llevado a la conceptualización de los animales 

como "holobiontes", es decir, entidades similares a un superorganismo compuesto por el 

huésped y su microbiota (Hammer et al., 2017). La microbiota se define como una 

comunidad de microorganismos que habitan en una región anatómica, que de manera 

autónoma regula su abundancia y dinámica metabólica, y a su vez, esta puede influir en 

el estado de salud de su huésped (Montes-Carreto et al., 2021). Varios parámetros como 

la dieta, el estilo de vida, la genética y el estado inmunitario del huésped, dan forma a la 

composición de la microbiota, con diversas consecuencias en la fisiología del huésped 

(Sommer & Bäckhed, 2013). 

 

3.1.1 Microbiota intestinal 

La microbiota intestinal se considera como un componente principal en la salud de 

los huéspedes (Ley et al., 2008). Se sabe que diversos factores como  la dieta, la 

fisiología y la historia evolutiva, influyen en la composición de la comunidad microbiana 

intestinal (Amato et al., 2013). Sin embargo, el principal factor que modula la diversidad 

de la microbiota intestinal son los hábitos alimenticos (Bäckhed et al., 2005; De Filippo 

et al., 2010; Carrillo-Araujo et al., 2015) ya que puede afectar significativamente el 

ambiente intestinal, incluido el tiempo de tránsito intestinal y el pH.  

 

La microbiota intestinal es necesaria para el desarrollo y la maduración del epitelio 

intestinal y del sistema inmune del huésped (Sommer & Bäckhed, 2013). Influye en las 

propiedades de la capa mucosa, promueve el crecimiento de estructuras linfoides, regula 

la activación y diferenciación de diversas poblaciones de linfocitos y equilibra la 

producción de inmunoglobulina A y péptidos antimicrobianos (Sommer & Bäckhed, 2013). 

Además, apoya al metabolismo y la adiposidad del huésped al expandir la disponibilidad 

de nutrientes, la producción de vitaminas esenciales y la eficiencia del metabolismo 
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xenobiótico (Smith et al., 2007; Sommer & Bäckhed, 2013). Por otra parte, también auxilia 

en la organogénesis, la vascularidad intestinal, la homeostasis de los tejidos, la 

carcinogénesis, la masa ósea y en la conducta del organismo (Sharon et al., 2010; 

Verhulst et al., 2011; Sommer & Bäckhed, 2013).  

 

Por lo anterior, la investigación en esta área se ha centrado recientemente en la 

caracterización y el análisis de los miembros de la comunidad microbiana intestinal 

(Sommer & Bäckhed, 2013). Se ha documentado la manera en la que la microbiota 

intestinal ha coevolucionado con los mamíferos, moldea y complementa su biología en 

maneras mutuamente beneficiosas (Bäckhed et al., 2005), por ejemplo, codificando las 

enzimas necesarias para la degradación de los alimentos que ingieren (Scott et al., 2013). 

Por lo tanto, se ha comenzado a comprender cómo trabajan ciertos grupos clave (como 

bacterias, virus, hongos, etc.) de la microbiota para mantener la estabilidad y la 

adaptabilidad funcional de esta comunidad microbiana (Bäckhed et al., 2005). 

 

3.2 Microbioma 

Microbioma es el término que se utiliza para designar al genoma de la microbiota 

(Montes-Carreto et al., 2021). Los genomas de la comunidad microbiana codifican 

funciones metabólicas que no se han desarrollado el hospedero, incluida la capacidad de 

obtener energía y nutrientes de la dieta que de lo contrario serían inaccesibles y llevarían 

a la muerte al hospedero (Bäckhed et al., 2005; Ley et al., 2008-a). El microbioma es de 

vital importancia para los vertebrados ya que, además de asistir a la digestión y promover 

la extracción y el acaparamiento de energía, ayuda en el crecimiento y desarrollo de 

órganos, maduración del sistema inmune, comportamiento y defensa contra algunos 

patógenos (Dinan et al., 2015; Hird, 2017). El microbioma influye en la elección de pareja 

y el éxito del apareamiento, vinculando directamente la evolución del microbioma con el 

huésped (Brucker & Bordenstein, 2012; Hird, 2017). 

 

Las investigaciones del microbioma en la vida silvestre han ganado popularidad 

recientemente debido al potencial del microbioma para moldear la evolución y la ecología 

del huésped (Ley, Lozupone, et al., 2008; Amato et al., 2013; Ingala et al., 2018; Gaona 
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et al., 2020). Con el desarrollo de las técnicas metagenómicas independientes de cultivo, 

se ha revolucionado la ecología microbiana. Esto ha permitido a los investigadores 

evaluar la composición, diversidad, estructura y funcionalidad de los microorganismos 

asociados con sus huéspedes (Phillips et al., 2012; Ingala et al., 2018).  

 

3.2.1 Microbioma intestinal 

El microbioma intestinal de los vertebrados está estrechamente relacionado con la 

fisiología, la nutrición y la salud del huésped (The Human Microbiome Project Consortium, 

2012; Sommer & Bäckhed, 2013; Mosca et al., 2016; Ingala et al., 2018). Los recientes 

avances metodológicos han permitido a los investigadores secuenciar el ADN de los 

miembros de estas comunidades microbianas sin cultivar primero cada organismo, y 

hacerlo a un costo razonable. Lo anterior ha impulsado el conocimiento y la investigación 

de la importancia de los microbiomas en la evolución de los huéspedes (Hird, 2017). 

 

La obtención adecuada de las muestras para iniciar la investigación del papel que 

juega el microbioma intestinal en el huésped resulta fundamental para alcanzar el objetivo 

(Ingala et al., 2018). En ese sentido, la recolección de heces ha demostrado ser el método 

no invasivo más conveniente, ya que permite el muestreo de individuos a lo largo del 

tiempo, por repetidas veces, garantizando una rápida colecta y conservándolas integras 

(Carrillo-Araujo et al., 2015; Ingala et al., 2018).  

 

3.3 Importancia de los murciélagos insectívoros  

Los murciélagos son el segundo grupo de mamíferos más diversos y 

ecológicamente relevantes, después de los roedores. Además, albergan varias 

comunidades de microorganismos que van desde bacterias, virus hasta hongos que 

pueden ser benéficos o patógenos (Li et al., 2018, p. 20; Sun et al., 2020). En México se 

han reportado 142 especies de murciélagos, de las cuales 100 son insectívoras (Ceballos 

& Oliva, 2005; Coates et al., 2017). Estos murciélagos insectívoros son grandes 

consumidores de insectos nocturnos, algunas especies llegan a consumir del 50 al 150% 

de su peso corporal en el transcurso de la noche (Hutson et al., 2001). Por otro lado, 

brindan diversos beneficios ecosistémicos para la humanidad. Dentro de estos beneficios 
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se encuentra el control de plagas, al consumir numerosas cantidades de insectos, aportan 

beneficios económicos, sociales y de salud, ya que incluyen en su dieta plagas de cultivos 

y vectores de diversas enfermedades con importancia médica (Gandara et al., 2006; 

Russo et al., 2021). Su acción reduce la necesidad de aplicar pesticidas químicos a los 

cultivos, contribuyendo significativamente a la protección del medio ambiente y al ahorro 

económico. Al no contaminar el ambiente con químicos nocivos para la salud de los seres 

vivos es un atractivo turístico que trae consigo diversos beneficios económicos  

remunerables como la producción de alimentos orgánicos (Gandara et al., 2006). 

 

Otro de los beneficios poco conocido es como fertilizadores, ya que las colonias 

de murciélagos de las cavernas, producen grandes cantidades de guano que son ricas 

en nitrógeno y fósforo, contienen oligoelementos (micronutrientes) y microorganismos 

biorremediadores que ayudan a  limpiar las toxinas, nematicidas que inhiben las 

poblaciones de algunos nematodos dañinos y fungicidas, por consiguiente, grandes 

cantidades pueden usarse como fertilizantes en campos de cultivo o jardinería (Zárate 

et al., 2012).  

 

3.4 Myotis velifer  

3.4.1 Generalidades 

El murciélago insectívoro Myotis velifer fue descrito por J.A. Allen en 1890, 

pertenece al reino Animalia, al filo Chordata, a la clase Mammalia, al orden Chiroptera y 

a la familia Vespertilionidae. Se encuentra dentro de la categoría de preocupación menor, 

de acuerdo con la IUCN debido a su amplia distribución y a que el tamaño de sus 

poblaciones es grande. Se distribuye en diferentes áreas naturales protegidas  por su 

tolerancia a cambios de hábitat y por qué es poco probable que disminuya su población 

al ritmo requerido para calificar para ser catalogado como en peligro de extinción (Solari, 

2018).  

 

Su color varía, desde más pálido y marrón en el este de su área de distribución 

hasta mucho más oscuro en el oeste, tiene las membranas de las alas oscuras y la cara 

y las orejas oscuras (Taylor, 2019). Su cresta craneal está desarrollada y el cráneo es 
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corto mientras que el rostro está ampliado, lo cual lo hace que se distinga de otras 

especies del género (Elizalde-Arellano & López-Vidal, 2022). Las hembras son de mayor 

tamaño que los machos (Fitch et al., 1981). 

 

Esta especie se distribuye desde Honduras y Guatemala hasta el norte de Kansas; 

se le considera como una especie nativa en Belice, El Salvador, Guatemala, Honduras, 

México y Estados Unidos (Arizona, California, Kansas, Nevada, Nuevo México, 

Oklahoma, Texas) (Fitch et al., 1981; Solari, 2018). En México se ha registrado en los 

estados de Aguascalientes, Baja California Sur, Chihuahua, Coahuila, Colima, Chiapas, 

Distrito Federal, Durango, Guanajuato, Guerrero, Hidalgo, Jalisco, Michoacán, Morelos, 

Estado de México, Nuevo León, Oaxaca, Puebla, Querétaro, Sinaloa, San Luis Potosí, 

Sonora, Tamaulipas, Tabasco, Tlaxcala, Veracruz, Zacatecas (Campillo-Castro et al., 

2005). 

  

Se encuentra por lo regular en bosques de pino-encino con elevaciones medias a 

altas (2,850-3,550 m.s.n.m.), o bien, en elevaciones bajas (1,100 m.s.n.m.) en lugares 

ribereños o cerca de matorrales desérticos y es activa en temperaturas de 18 a 26 ºC. 

Sus numerosas poblaciones se resguardan en cuevas, túneles de minas, edificios y bajo 

puentes (Hayward, 1928; Ayala-Berdon et al., 2017); en México sus colonias pueden 

tener entre 100 y 10,000 individuos (Arita, 1993). Suelen dejar su refugio 

aproximadamente 30 minutos antes de la puesta del sol e ir directamente a beber agua 

antes de comenzar su búsqueda de alimento. Generalmente, las hembras suelen 

regresar a la cueva de 2 a 3 horas después y vuelven a salir a alimentarse de nuevo 

antes del amanecer (Solari, 2018). Su longevidad va desde los 6 a los 12 años (Fitch 

et al., 1981; Solari, 2018). 

 

Dentro de las principales amenazas que enfrenta la especie se encuentran 

perturbaciones y daños en cuevas o minas, cierre de minas, reactivación minera y pérdida 

de hábitat para forrajear debido a la urbanización (Solari, 2018). 



 13 

3.4.2 Dieta y reproducción 

Las hembras y machos de M. velifer poseen una dieta especializada a base de 

insectos que va desde lepidópteros, coleópteros, homópteros, hemípteros y hasta 

dípteros (Kunz, 1974). El tamaño de sus presas va desde los 4 mm hasta 12 mm (Kunz, 

1974). Puede llegar a consumir el 80% de su requerimiento diario total en sus primeras 

dos horas de búsqueda de alimento (Taylor, 2019). En comparación de otros murciélagos 

del género Myotis, este quiróptero insectívoro posee un tamaño corporal relativamente 

grande, lo que les permite recorrer nuevos lugares a una distancia considerable de su 

refugio y explotar sus respectivos recursos (Kunz, 1974).  

 

Es una especie monoéstrica (es decir, que tiene un único evento reproductivo por 

año) y monotoca (da a luz a una sola cría) (Vela Hinojosa, 2013). Con el propósito de 

brindar a la decendencia una mayor probabilidad de supervivencia, los murciélagos 

insectívoros con un patrón reproductivo estacional como Myotis velifer han desarrollado 

diferentes estrategias reproductivas, como la fecundación postergada; que consiste en la 

suspensión de la ovulación y en el almacenamiento de esperma en el trato genital (útero) 

durante el invierno, con el propósito de que la fecundación y la gestación resulten en los 

nacimientos de sus crías en la temporada de primavera (Vela Hinojosa, 2013). En el caso 

de los machos, durante el otoño se observa la máxima actividad reproductiva, como el 

almacenamiento de esperma en el epidídimo, la libido y el comienzo de las cópulas 

(Martínez Méndez, 2014). 

 

3.4.3 Myotis velifer en la cueva el Salitre 

La cueva el Salitre se ubica en el municipio de Tlaltizapán, al centro-sur del estado 

de Morelos (Hoffmann et al., 1986). Alberga siete especies de murciélagos, una de ellas 

es Myotis velifer.  

 

Cada año llegan a la cueva el Salitre desde diferentes partes templadas del centro 

de México para formar una colonia de maternidad con la finalidad de obtener un refugio 

óptimo para la gestación y la lactancia de sus crías (Kunz, 1974; Ávila Torresagatón, 

2008). La estimación que se tiene del tamaño de la colonia es de entre 9 mil a 50 mil 
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individuos (Fuentes Vargas, 2011), por consiguiente, es el refugio con mayor abundancia 

y por lo tanto de importancia en el estado de Morelos (Ávila Torresagatón & Fuentes 

Vargas, 2020).  

 

A finales de marzo comienza la llegada de algunos individuos de Myotis velifer. En 

abril, el refugio ya alberga una gran cantidad de hembras preñadas, y a principios de 

mayo,  dan a luz. En junio, se tiene el registro con mayor cantidad de hembras lactantes, 

en julio el destete y en agosto las crías, ya adultas, y las madres abandonan el refugio 

(Fuentes Vargas, 2011).  

 

4 Antecedentes  

4.1 Técnicas de caracterización de microbioma  

4.1.1 Secuenciación completa – Shotgun 

La secuenciación completa – Shotgun, es una secuenciación metagenómica que 

hace uso de técnicas conocidas como secuenciación de nueva generación (NGS, por sus 

siglas en inglés) (Franzosa et al., 2015). Este método va más allá que la secuenciación 

del ARNr 16S, ya que esta técnica nos revela la diversidad y la función de la comunidad 

microbiana sin necesidad de cultivarlas en el laboratorio (Barone et al., 2014; Solli et al., 

2014). Además, permite el estudio de microorganismos que no se pueden cultivar que de 

otro modo serían difíciles o imposibles de analizar. Con este método, se pueden 

caracterizar comunidades microbianas enteras y generar borradores de genomas de 

cada miembro de la comunidad (Barone et al., 2014; Illumina, 2021; Solli et al., 2014). 

 

La secuenciación metagenómica completa implica tres pasos básicos: preparación 

de la biblioteca, secuenciación y análisis. El proceso empieza cortando el ADN extraído 

en fragmentos aleatorios. Luego, los adaptadores se deben ligar a los extremos 5' y 3' de 

los fragmentos de ADN para unir un sustrato específico de secuencia y permitir el 

reconocimiento de este fragmento. Esto resultará en biblioteca que se secuenciará 

mediante NGS de alto rendimiento. Los investigadores pueden combinar múltiples 

muestras en una sola ejecución y secuenciar miles de organismos de forma paralela. 

Este método permite realizar otros muestreos, a partir de este, que sean más profundos 



 15 

para detectar cantidades muy pequeñas de miembros de comunidades microbianas que 

de otro modo podrían perderse (Gweon et al., 2019; Illumina, 2021). 

 

La precisión de los datos es fundamental para revelar la complejidad de las 

poblaciones microbianas dentro de una muestra. En algunos casos, se utiliza una sola 

lectura de secuencia para identificar un gen específico o un taxón, lo que hace que la 

especificidad y la sensibilidad de los datos sean fundamentales para descubrir la 

variación genética que hay en la muestra. Para proporcionar la alta precisión de datos y 

los resultados requeridos por la secuenciación completa, se realizan lecturas de 

longitudes cortas para que la secuenciación sea profunda y rentable, que si se realizara 

con lecturas largas (Gweon et al., 2019; Illumina, 2021). 

 

Las ventajas de la aplicación de la secuenciación metagenómica shotgun incluyen: 

la identificación y clasificación de comunidades microbianas complejas sin necesidad de 

cultivo, la detección rápida de nuevos marcadores de virulencia o resistencia a 

antibióticos, la evaluación precisa de la biodiversidad bacteriana y abundancia relativa 

dentro y entre muestras, y caracterización de nuevas especies, nuevos conjuntos de 

genomas, nuevas enzimas con nuevas funciones metabólicas que podrían tener 

aplicaciones industriales o médicas (Barone et al., 2014; Solli et al., 2014; Gweon et al., 

2019; Illumina, 2021).  

 

4.1.2 Secuenciación dirigida por amplicones 

El gen del ARN ribosomal 16S es un locus genético que se puede utilizar para 

evaluar la diversidad bacteriana en muestras para estudios relacionados a filogenia y 

taxonomía (McDonald et al., 2012, 2018). El gen 16S ARNr tiene una longitud de 

aproximadamente 1500 pares de bases y contiene nueve regiones hipervariables (V1-

V9) intercaladas entre regiones conservadas (Valenzuela-González et al., 2015). El locus 

16S puede distinguir taxones microbianos, y a su vez permiten clasificar 

taxonómicamente las bacterias dentro de comunidades heterogéneas para evaluar la 

diversidad que existe y comparar la abundancia relativa de muestras similares (Illumina, 

2020).  
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Por lo anterior, se hace uso de la NGS, la cual está basada en la secuenciación 

dirigida por amplicones, es decir, que se analiza la variación genética en regiones 

específicas del gen 16S. Esta técnica utiliza la reacción en cadena de la polimerasa 

(PCR) para amplificar una parte específica del gen 16S de múltiples bacterias a la vez. A 

continuación, la región amplificada se investiga mediante la secuenciación del ADN 

(Illumina, 2020; Klindworth et al., 2013).  

 

En comparación con otros métodos, la secuenciación dirigida por amplicones 

ofrece diversas ventajas que van desde el análisis simultáneo de centenas de amplicones 

16S diferentes de una única muestra, identificación de bacterias indetectables por 

métodos de cultivo convencionales, el proceso es rápido y con un alto rendimiento, 

permitiendo una identificación y comparación de las poblaciones bacterianas más 

rápidamente dentro de una o varias muestras de microbiomas (McDonald et al., 2012; 

Espinosa-Asuar et al., 2014), hasta el enfoque, el cual va dirigido específicamente al nivel 

de reino (Illumina, 2020).  

 

Con base en lo anterior, se puede hacer una clara diferenciación entre la 

secuenciación completa – Shotgun, la cual estudia los genomas funcionales de la 

comunidades microbianas (Illumina, 2021), mientras que la secuenciación 16S 

proporciona un estudio taxonómico de la diversidad de un único gen, el ARNr 16S 

(Illumina, 2020).  

 

4.1.2.1 Región V3/V4 del marcador molecular 16S de ARN ribosomal  

El ácido ribonucleico ribosómico 16S se presentó como una opción adecuada para 

registrar la biodiversidad bacteriana utilizando la taxonomía y también es  una 

herramienta importante para reconstruir las relaciones filogenéticas (McDonald et al., 

2012). El ARNr 16S es un polirribonucleótido de un tamaño aproximado de 1500 pares 

de bases, esta molécula se encuentra en todos los organismos conocidos y, por lo tanto, 

se reconoce como un potente marcador universal (Valenzuela-González et al., 2015). Su 

estructura parece ser independiente durante largos periodos de tiempo y su función no 
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cambia, por lo que los cambios de secuencia pueden ser aleatorios. Contiene nueve 

regiones (V1-V9) que están menos conservadas o son muy variables, proporcionan la 

información más útil para estudios filogenéticos y taxonómicos. Sin embargo, la región 

V4 es la más efectiva para clasificar la microbiota intestinal (Valenzuela-González et al., 

2015). Según Nossa y colaboradores (2010), con base en una selección que realizaron 

cuidadosamente del conjunto de cebadores, encontraron que la región del gen 16S ARNr 

que proporciona la mayor precisión de clasificación fue la región hipervariable V3-V4 

que cubren las bases 361-784, esta mostró resultados prometedores, y por lo tanto, su 

uso se ha extendido en posteriores trabajos. 

   

4.2 Microbiota de murciélagos 

En los últimos cinco años, es posible citar diversos estudios que han enfocado sus 

investigaciones en identificar, comparar y analizar las especies bacterianas obtenidas 

principalmente de muestras fecales de murciélagos, y secuenciadas mediante la técnica 

de secuenciación dirigida principalmente hacia las regiones hipervariables V3-V4 o V4.  

 

En el sur de China, Li y colaboradores (2018) realizaron un estudio para determinar 

la relación que existe entre la dieta y la microbiota intestinal de murciélagos fitófagos 

(nectarívoros y frugívoros) e insectívoros. Para ello analizaron muestras fecales de las 

siguientes especies: Myotis ricketti, Hipposideros larvatus, Tylonycteris pachypus, 

Pipistrellus abramus, Scotophilus heathi, Hipposideros armiger, Rousettus leschenaultii, 

Cynopterus sphinx y Eonycteris spelaea. En cada muestra se realizó una secuenciación 

dirigida a la región hipervariable V4 del gen ARNr 16S (Li et al., 2018). Encontraron que 

en ambos gremios los filos dominantes fueron Pseudomonadota, Bacillota, Tenericutes y 

Bacteroidetes. Sin embargo, la composición fue diferente, en murciélagos fitófagos; las 

familias más representativas fueron Mycoplasmataceae, Leuconostocaceae y 

Clostridiaceae, y los géneros Enterobacter, Fructobacillus, Ureaplasma, Klebsiella y 

Weissalla. En cambio, en los murciélagos insectívoros fueron las familias 

Enterococcaceae, Flavobacteriaceae, Lactobacillaceae, Streptococcaceae, 

Peptostreptococcaceae, Bacillaceae y Fusobacteriaceae, y los géneros Plesiomonas, 

Enterococcus, Lactobacillus y Bacillus. A partir de esos resultados concluyeron que la 
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microbiota bacteriana central en los murciélagos es similar, a pesar de las variaciones 

que existen en las dietas, la geografía, las especies y la historia de vida.  

 

Vengust y colaboradores (2018) describieron la microbiota fecal de los murciélagos 

a partir de muestras recolectadas durante su migración otoñal por Europa central. En 

dicho trabajo, colectaron heces de 92 murciélagos en Eslovenia, que constaban de 12 

especies diferentes (Barbastella barbastellus, Miniopterus schreibersii, Myotis 

bechsteinii, Myotis emarginatus, Myotis myotis, Myotis nattererii, Rhinolophus 

ferrumequinum, Myotis daubentonii, Rhinolophus hipposideros, Plecotus auritus, 

Pipistrellus pipistrellus, Myotis blythii). Analizaron la microbiota bacteriana mediante la 

secuenciación dirigida de la región V4 del gen 16S ARNr. Sus resultados, mostraron que 

no existía una diferencia significativa en las abundancias relativas de ningún filo entre las 

especies, y que existía una diferencia significativa entre adultos y juveniles, pero no entre 

sexos. Por lo anterior, concluyeron que los quirópteros poseen una microbiota compleja 

y diversa con una abundancia relativa compuesta en su mayoría por Pseudomonadotas. 

En cuanto a las diferencias observadas, infieren que es un resultado de los diferentes 

gremios tróficos y exposiciones al ambiente.  

 

Wu y colaboradores (2019) caracterizaron la microbiota intestinal en dos 

murciélagos insectívoros (Rhinolophus sinicus y Myotis altarium) en tres diferentes 

fuentes de muestreo (intestino delgado, intestino grueso y heces) a través de la 

secuenciación dirigida de la región V3-V4 del gen 16S ARNr. Sus resultados revelaron 

que la clase Gammaproteobacteria puede ser la más dominante y Fusobacteria la menos 

dominante, y que la fuente del muestreo afecta en la diversidad del microbiota, por lo 

tanto, no se puede hacer uso de las muestras fecales como representantes de la 

microbiota de otras regiones intestinales en animales silvestres.  

 

En la India, Selvin y colaboradores (2019) realizaron un análisis de la microbiota 

intestinal de los murciélagos de herradura menor, tomando como muestras heces y  

guano. Dirigieron su secuenciación a las regiones V3-V4 del gen 16S ARNr, esta técnica 

les revelo que Pseudomonadota es el filo más abundante y el segundo es Bacillota en el 



 19 

microbiota intestinal, en cuanto a la diversidad de bacterias que radican en el guano 

fueron los filos Actinobacteria, Acidobacteria, y Dormibacteraeota. Concluyendo que las 

muestras de heces son mejores para realizar el análisis del microbioma con la finalidad 

de indagar la dieta del huésped.  

 

En China, Sun y colaboradores (2020) analizaron muestras fecales de cuatro 

especies de murciélagos (Taphozous melanopogon, Myotis petax, Hipposideros armiger, 

Eonycteris spelaea) para determinar la composición de su microbiota con ayuda de la 

secuenciación dirigida a las regiones V4-V5 del gen 16S ARNr, obteniendo que el 

microbiota de los murciélagos está dominado por los filos Bacillota y Pseudomonadota. 

Además, señalan que la microbiota general de los quirópteros es más similar al de los 

animales carnívoros.  

 

Yin y colaboradores (2020) caracterizaron la microbiota intestinal de Vespertilio 

sinensis, desde un día hasta 6 semanas después del nacimiento. Utilizando la 

secuenciación dirigida a las regiones V3-V4 del gen 16S ARNr observaron que la 

microbiota intestinal durante el desarrollo de V. sinensis cambió y sugirieron que los 

cambios durante la semana 4 en la diversidad alfa y beta indican una transición 

alimentaria, lo que confiere una importancia significativa a la dieta en la composición de 

la microbiota intestinal durante el desarrollo de este organismo.  

 

Edenborough y colaboradores (2020) examinaron los efectos del cautiverio en el 

microbioma bacteriano fecal del murciélago insectívoro Mops condylurus. Haciendo uso 

de la secuenciación de la región V3-V4 del gen 16S ARNr, encontraron que la riqueza de 

la microbiota aumentaba estando el murciélago en cautiverio. Además, que los filos 

dominantes independientemente del estado de captura fueron Bacillota y 

Pseudomonadota. En estado de cautiverio la abundancia de Actinobacterias aumentó 

considerablemente, sin embargo, la de Clostridia presentaba fluctuaciones, que de igual 

manera se ha observado en otros mamíferos en cautiverio. 
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En México, Gaona y colaboradores (2019) analizaron la composición de la 

microbiota fecal del murciélago Leptonycteris yerbabuenae en diferentes etapas 

reproductivas, utilizando la secuenciación dirigida a la región V4 del gen 16S ARNr. Con 

ello, encontraron que la diversidad de la microbiota es significativamente mayor en las 

hembras que están gestando o lactando que en los juveniles y los adultos no 

reproductivos; por lo tanto, sugirieron que las diferencias en la diversidad de la microbiota 

radican en la reproducción debido a la cantidad de energía que requieren las hembras en 

este estado y al reacomodo de los órganos principalmente el intestino tiene una superficie 

más grande para ser colonizado por microorganismos. Ese mismos año, realizaron una 

investigación sobre la microbiota del parche dorsal de L. yerbabuenae, secuenciando la 

región V4 del 16S ARNr, e identificaron un total de 2847 filotipos microbianos (Gaona, 

Cerqueda-García, et al., 2019). Así mismo, Gaona y colaboradores (2020) analizaron la 

microbiota fecal de dos poblaciones de Leptonycteris yerbabuenae, secuenciando la 

región V4 del gen 16S ARNr. Encontraron que existía una diferencia entre ambas 

poblaciones como consecuencia de la separación geográfica y la disponibilidad de 

recursos alimentarios. 

 

Un año después, Víquez-R y colaboradores (2021) evaluaron los cambios en la 

composición de la microbiota durante la migración de Leptonycteris yerbabuenae, 

utilizaron la secuenciación de la región V4 del gen 16S ARNr para demostrar que la 

variación de la localidad contribuye en la composición y la diversidad general de la 

microbiota intestinal de los murciélagos, y que los filos predominantes fueron Bacillota, 

Pseudomonadota y Actinobacteriota.  

 

Fleischer y colaboradores (2022) examinaron la comunidad bacteriana intestinal 

del murciélago frugívoro Artibeus jamaicensis infectado por Astrovirus. Los datos que 

obtuvieron de la secuenciación del gen 16S ARNr de la región V4, indicaron que los filos 

predominantes fueron Pseudomonadota, Bacillota y Tenericutes. Por otro lado, Huang y 

colaboradores (2022) evaluaron sistemáticamente las bacterias potencialmente 

patógenas fecales de 5 murciélagos: Rousettus leschenaultii, Taphozous perforates, 

Hipposideros cervinus, Rhinolophus macrotis y Myotis scotti.  Secuenciaron las regiones 
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V3-V4 del gen 16S ARNr y obtuvieron que los filos más abundantes fueron Bacillota, 

Bacterioidetes, Pseudomonadota, Actinobacteria, Tenericutes, Fusobacteria y Nitrospira. 

Además, identificaron 40 especies nuevas de bacterias que pueden ser potencialmente 

patógenas.  

 

Con base en los estudios citados, se puede concluir que las familias de 

murciélagos más estudiadas fueron Vespertilionidae, Rhinolophidae e Hipposideridae, y 

en cuanto a los géneros fueron Myotis, Rhinolophus e Hipposideros. Cabe mencionar, 

que la caracterización de la microbiota fecal también se ha realizado en otros mamíferos 

como primates (Yildirim et al., 2010), elefantes (Budd et al., 2020) y lagomorfos (Montes-

Carreto et al., 2021). 

 

5 Justificación   

El presente proyecto pretende identificar y entender cómo se comporta la 

comunidad  bacteriana fecal del murciélago insectívoro Myotis velifer. Además, de sentar 

las bases para la futura caracterización metagenómica de microbiomas fecales de los 

murciélagos para explorar los vínculos que existan entre la microbiota y el huésped. 

 

6 Objetivos 

Describir la microbiota fecal del murciélago Myotis velifer, obtener su riqueza y 

abundancia. 

Comparar la diversidad microbiana entre hembras y machos.  

Comparar la diversidad microbiana entre individuos activos e inactivos. 

Obtener la diversidad alfa y beta entre hembras y machos. 

 

7 Metodología 

7.1 Sitio de estudio 

La recolección de las muestras se llevó a cabo en la cueva de “El Salitre”, ubicada 

en el municipio de Tlaltizapán en el estado de Morelos, México, con coordenadas 18º 

45´00” N y 99º11´24” O. Está rodeada por parches de bosque caducifolio alternados con 
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vegetación secundaria, terrenos de cultivo y pastizales. Se encuentra a una altitud de 

1,100 msnm. La cueva cuenta con una entrada de ~1.8 m de altura y ~3.5 m de ancho, 

consta de tres cámaras y tiene una longitud total de 225 m. La temperatura dentro de la 

cueva es de 20º-25°C y la humedad es de 79-99% (COESBIO, 2018). 

 

7.2 Colecta de individuos y heces 

El día 26 de agosto del 2022 se realizó la captura de 14 individuos (7 machos y 7 

hembras) de Myotis velifer, con una red de niebla de 6 m de largo colocada en la entrada 

de la cueva, entre las 22:00 y las 23:30 horas. Cada uno de los murciélagos capturados 

se colocó de manera individual en un saco de manta limpio, no estéril, para garantizar la 

circulación de aire y evitar la asfixia de los individuos. La colecta de las heces se comenzó 

a las 2:00 horas del día 27 de agosto del 2022, después de haber mantenido a los 

murciélagos en los sacos individuales por un tiempo aproximado de 2:30h. Las muestras 

se recolectaron con ayuda de guantes de nitrilo (para evitar la contaminación) en tubos 

Eppendorf estériles de 1,5 ml con DNA/RNA Shield para conservar la integridad del ADN 

de las muestras a temperatura ambiente hasta su llegada al laboratorio, donde se 

almacenaron a -20 ºC hasta su procesamiento. 

 

Antes de la liberación, de cada uno de los murciélagos se tomaron sus medidas 

morfológicas: longitud del antebrazo (Vernier electrónico en mm), masa corporal (con una 

balanza de resorte de 100 g), categoría de edad (juvenil o adulto) estimada según la 

osificación de los huesos de las alas (metacarpos y falanges) y la condición en la que se 

encontraban (Machos: testículos escrotados, inguinales o abdominales, Hembras: 

lactante, preñada o inactiva) (Tabla 1; Anexos). Finalmente, se liberaron dentro de la 

cueva.  

 

7.2.1 Aislamiento de bacterias a partir del saco de manta 

Para valorar y evaluar la influencia en los resultados de la secuenciación del 

microbioma fecal y garantizar que las posibles contaminaciones cruzadas durante la 

manipulación de las muestras no son significativas, se realizaron dos controles negativos, 

uno genómico y otro por medio de aislamiento. 
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 Para ello se inocularon 2 placas frotando el saco sobre el medio LB (medio Luria-

Bertani) y dispersando a toda la placa con perlas de cristal para luego incubarlas a 35ºC 

por 24h. Posteriormente, las colonias resultantes fueron aisladas y sembradas por estría 

cruzada sobre medio LB e incubadas a 35ºC por 24h, este proceso se repitió hasta 

obtener un cultivo puro de cada colonia. 

 

7.2.2 Extracción de ADN de las bacterias cultivadas 

El ADN de las bacterias se extrajo utilizando el kit Promega Wizard Genomic DNA 

siguiendo el protocolo de aislamiento de ADN genómico de bacterias Gram positivas y 

Gram negativas (siguiendo las instrucciones del fabricante). Finalmente, el ADN se 

cuantificó utilizando un espectrofotómetro NanoDrop a longitudes de onda de 230, 260 y 

280 nm y la integridad del ADN se evaluó utilizando electroforesis en gel de agarosa al 

0.8%. 

 

7.2.3  Amplificación y secuenciación sanger  

 Mediante PCR, se amplificó el gen 16S ARNr por muestra. Para ello, se usaron 

los cebadores específicos 518(5´-CCAGCAGCCGCGGTAATACG3´)F y 

800(5´TACCAGGGT ATCTAATCC-3´)R. Las reacciones de PCR (25µL) contenían 3µL 

de ADN, 12µL de Mastermix verde Taq ADN polimerasa, 9 µL de agua libre de nucleasas 

y 0.5µL de cada cebador. Las muestras se amplificaron utilizando un protocolo de 

desnaturalización a 94 °C (5 min), seguido de 30 ciclos de 94 °C (60 s), 55 °C (60 s) y 72 

°C (90 s), seguido de una extensión final (72°C, 10 min). Finalmente, los productos 

amplificados se enviaron a secuenciar a Macrogen para una secuenciación Sanger, en 

la cual, se obtuvieron secuencias de alta calidad de fragmentos largos de ADN ( ~900 

pb). 

 

7.2.4 Análisis filogenéticos 

Se utilizó el programa Unipro UGENE 46.0 (Okonechnikov et al., 2012) para 

alinear las secuencias, con base en las secuencias consensos obtenidas de BLAST 

(Altschul et al., 1990). Posteriormente, se realizó una alineación múltiple de las 

secuencias mediante el programa MAFFT 7.0 (Katoh & Standley, 2013) para generar así 
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un árbol filogenético mediante máxima verosimilitud en el servidor de CIPRES (Miller 

et al., 2010).   

 

7.3 Extracción de ADN a partir de las heces  

Se realizó un control sin ADN del kit Promega Wizard Genomic DNA para 

corroborar que no exista contaminación por parte de este. Posteriormente, el ADN de las 

14 muestras fecales y una muestra del saco de manta se extrajo utilizando el kit Promega 

Wizard Genomic DNA siguiendo el protocolo de aislamiento de ADN genómico (siguiendo 

las instrucciones del fabricante). Por cada una de las muestras de heces recolectadas en 

tubos estériles de 1,5 ml, se tomaron ~180 mg y se colocaron en un nuevo tubo para ser 

triturada utilizando un pistilo. Posteriormente, se purificaron las extracciones con el Kit 

High Pure PCR Product Purification, y  finalmente, se cuantificó la concentración de ADN 

utilizando un espectrofotómetro NanoDrop a longitudes de onda de 230, 260 y 280 nm y 

la integridad del ADN se evaluó mediante electroforesis en gel de agarosa al 1.2%. 

 

7.4 Secuenciación 

Se amplificaron mediante PCR las regiones hipervaribles V3-V4 del marcador 

molecular 16S ARNr por muestra. Para ello, utilizamos los cebadores específicos (5´-

TCGTCGGCAGCGTCAGATGTGTATAAGAGACAGCCTACGGGNGGCWGCAG3´)F/(5´

-GTCTCGTGGGCTCGGAGATGTGTATAAGAGACAGGACTACHVGGGTATCTAATCC-

3´)R (Klindworth et al., 2013). Las reacciones de PCR (50µL) contenían 2µL de ADN, 

25µL de Mastermix verde Taq ADN polimerasa, 20.5 µL de agua libre de nucleasas, 

0.25µL de albúmina de suero bovino (BSA), 1.25µL de dimetilsulfóxico (DMSO) y 0.5µL 

de cada cebador. Las muestras se amplificaron utilizando un protocolo de 

desnaturalización a 94 °C (5 min), seguido de 30 ciclos de 94 °C (60 s), 53 °C (60 s) y 72 

°C (60 s), seguido de una extensión final (72°C, 10 min). Finalmente, los productos 

amplificados se enviaron a secuenciar a Macrogen con la tecnología illumina de extremos 

emparejados 2x300 pb, donde se le agregaron los adaptadores (5´-

TCGTCGGCAGCGTCAGATGTGTATAAGAGACAG-3´)F /(5’GTCTCGTGGGCTCGGAA 

TGTGTATAAGAGACAG-3´)R (Klindworth et al., 2013). 
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7.5 Análisis bioinformáticos 

Las lecturas crudas se procesaron mediante el  programa FastQC v0.12.0 para 

evaluar su calidad, una vez terminado este proceso, se utilizó el programa Fastp v0.23.4 

(Chen et al., 2018) para limpiar las secuencias, recortar adaptadores y filtrar por calidad 

con un Quality Score ≥ Q28 para evitar los errores y ambigüedades en las lecturas. Con 

la herramienta QIIME2-2023.5 (Bolyen et al., 2019), se obtuvieron las variantes de 

secuencia de amplicón (ASV por sus siglas en inglés) usando DADA2 (Callahan et al., 

2016). La asignación taxonómica de los ASV se obtuvo mediante feature-classifier 

(Bokulich et al., 2018), classify-sklearn (Bolyen et al., 2019; Edenborough et al., 2020) 

utilizando secuencias de longitud completa de Greengenes2-2022.10 (McDonald et al., 

2022) como secuencias de referencia.  

 

La abundancia relativa de taxones microbianos se calculó dividiendo el número 

total de secuencias de cada  filo, familia y género, por el número total de secuencias de 

todos los grupos por cada nivel taxonómico, con la finalidad de reunir información 

detallada para reconocer los taxones más abundantes como miembros principales de la 

microbiota de M. velifer. 

 

7.6 Análisis de la diversidad alfa y beta 

La riqueza y diversidad taxonómica, y riqueza microbiana de machos y hembras a 

nivel de género se estimaron utilizando los números de Hill con el paquete iNEXT (Hsieh 

et al., 2016) utilizando como criterios el número máximo de contigs de las muestras 

(31,261 secuencias) y un intervalo de confianza del 95%.  

 

La diversidad filogenética se estimó sumando la longitud de las ramas cubiertas 

por una sola muestra. Para comparar la diversidad filogenética entre machos y hembras 

se realizó una prueba no paramétrica de Wilcoxon mediante el paquete car (Fox & 

Weisberg, 2019).  

 

En cuanto a la variación en la composición general para la diversidad filogenética, 

la métrica de diversidad beta weighted UniFrac (Lozupone et al., 2007), así como el 
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análisis de coordenadas principales (PCoA), se estimaron mediante diversity en QIIME2-

2023.5 (Bolyen et al., 2019). Y para la diversidad beta taxonómica, se realizó un análisis 

de similitud (ANOSIM) entre grupos (machos y hembras) basado en la métrica de similitud 

de Bray-Curtis y con 1000 permutaciones, mediante el software R v4.0.3 (R Core Team, 

2023). 

 

8 Resultados  

8.1 Análisis bioinformáticos 

Se obtuvieron un total de 1,162,492 lecturas crudas de las 14 muestras, una vez 

que se realizó la limpieza, quedaron 1,109,032 lecturas, conservando en promedio el 95% 

de las secuencias por muestra. La longitud mínima de secuencia fue de 58 pb y la máxima 

de 481 pb. Una vez realizada la asignación taxonómica, se obtuvieron 164 variantes de 

secuencia de amplicón (ASV) con un rango de longitud de 423 pb. 

 

8.2 Controles negativos  

Se obtuvieron un total de 80,062 lecturas crudas de la muestra, una vez que se 

realizó la limpieza, quedaron 76,354 lecturas, conservando en promedio el 95% de las 

secuencias. Una vez realizada la asignación taxonómica, se obtuvieron 67 variantes de 

secuencia de amplicón (ASV). 

 

8.2.1 Análisis del control genómico 

A través de análisis bioinformáticos, se obtuvieron 4 filos presentes en el saco de 

manta, de los cuales Pseudomonadota dominó con el 84%, bacterias no clasificadas con 

el 14% , Bacteroidota 1% y Bacillota con 1% (Figura 1). 
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A nivel de familia se hallaron 10, las más abundantes fueron Enterobacteriaceae 

(57%), seguido de bacterias no clasificadas (14%), Pseudomonadaceae (9%), 

Xanthomonadaceae (7%), Moraxellaceae (7%), Burkholderiaceae A (3%), Rhizobiaceae 

A (1%), Marinilabiliaceae (1%), Staphylococcaceae (1%) y Sphingomonadaceae (1%) 

(Figura 2). 
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Figura 2 Abundancias relativas de las familias bacterianas presentes en el control negativo genómico del 
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Por último, a nivel de género se obtuvieron 19, de los cuales, los género con mayor 

abundancia fueron: un género de la familia Enterobacteriaceae (49%), bacterias no 

clasificadas (14%), Stenotrophomonas A (6%), Acinetobacter (6%), Rahnella (4%), 

Pseudomonas E (3%), Massilia (3%), Pantoea A (2%), Pseudomonas A (2%) y 

Pseudomonas B (2%) (Figura 3).  
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Figura 3 Abundancias relativas de los géneros bacterianos presentes en el control negativo genómico del 
saco de manta. 
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8.2.2 Análisis del control cultivable 

Se aislaron un total de 9 bacterias a partir del saco de manta. El análisis de máxima 

verosimilitud indicó que las secuencias del gen ARNr 16S se situaron en los siguientes 

filos: El más abundante fue Bacillota (66.66%), seguido de Actinomycetota (33.33%). En 

cuanto a los géneros identificados, 3 pertenecen al género Micrococcus, 3 al Bacillus, 2 

al Oceanobacillus y 1 al Staphylococcus (Figura 4). 

 

8.3 Análisis de la cobertura del muestreo 

Tanto en las muestras de machos como de hembras, los géneros bacterianos 

mostraron una cobertura de muestra del 100% para  la riqueza de especies. Demostrando 

que el muestreo está completo para todas las muestras (Figura 5). 

Figura 4 Árbol filogenético construido con el método de máxima verosimilitud correspondientes al gen 16S de 
las bacterias amplificadas del saco de manta. Los nombres clave de la secuencia de especies relacionados, muestra ID 
de acceso NCBI y nombre de la especie. En verde se observan las muestras obtenidas del saco de manta. 
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8.4 Microbiota fecal de Myotis velifer 

 Los filos encontrados en la microbiota fecal de M. velifer fueron 8, de los cuales, 

los más abundantes fueron Pseudomonadota (33%), seguido de Fusobacteriota (23%), 

Bacillota (19%), bacterias no clasificadas (14%), Synergistota (5%), Bacteroidota (3%), 

Desulfobacterota (2%) (Figura 6). 
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Figura 1 Distribución de la composición de filos bacterianos presentes en la microbiota fecal de M. velifer. 

Figura 5 Curvas de rarefacción basadas en la cobertura de las muestras por sexo. 
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Mientras que las familias halladas fueron un total de 33, entre las más abundantes 

están, Fusobacteriaceae (23%), seguido de Enterobacteriaceae (16%), bacterias no 

clasificadas (14%), Rhodospirillaceae (11%), Peptostreptococcaceae (5%), 

Synergistaceae  (5%), Paenibacillaceae (4%), Enterococcaceae (4%), 

Dysgonomonadaceae (3%), Aeromonadaceae (2%), Lachnospiraceae (2%), 

Acetobacteraceae (2%), Vagococcaceae (1%), Clostridiaceae (1%), Burkholderiaceae A 

(1%), Desulfovibrionaceae (1%) y Adiutricaceae (1%) (Figura 7). 

 

Por último, obtuvimos un total de 48 géneros en la microbiota fecal del 

vespertilionido M. velifer, algunos de los más dominantes fueron, Cetobacterium (23%), 
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(4%), género no identificado de la familia Enterococcaceae (3%), Dysgonomonas (3%), 

Providencia A (2%), Caccocola (2%), Entomobacter (2%), Enterocloster (2%), género no 

identificado de la familia Synergistaceae (2%), Aeromonas (2%), Vagococcus B (1%), 
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Figura 2 Distribución de la composición de familias bacterianas presentes en la microbiota fecal de M. velifer. 
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Clostridium P (1%), Enterococcus H (1%), Plesiomonas (1%), Morganella (1%), Saezia 

(1%), Orbus (1%), Adiutrix (1%), Lactococcus A (1%) (Figura 8). 
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Figura 3 Distribución de la composición de géneros bacterianos presentes en la microbiota fecal de M. velifer. 
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8.5 Microbiota fecal por sexo 

Este análisis se basa en una muestra de siete hembras (todas reproductivamente 

inactivas) y siete machos (3 activos y 4 inactivos). Se obtuvieron un total de 8 filos, de los 

cuales 8 estuvieron presentes en los machos y 6 en las hembras. El filo más abundante 

en la microbiota fecal de las hembras fue Pseudomonadota (36%), Bacillota (28%), 

seguido de Fusobacteriota (19%), Synergistota (6%), Bacteroidota (6%) y bacterias no 

clasificadas (4%); por otro lado, la microbiota de machos estuvo dominada por el filo 

Pseudomonadota (31%), seguido por Fusobacteriota (26%), bacterias no clasificadas 

(21%), Bacillota (14%), Synergistota (4%), Desulfobacterota (3%) y Bacteroidota (1%) 

(Figura 9). 

 

En cuanto a las familias, 30 se encontraron presentes en los machos y solo 17 en 

las hembras. Las familias más abundantes en la microbiota de las hembras fue 

Fusobacteriaceae (30%), seguido de bacterias no clasificadas (16%), Enterobacteriaceae 

(12%), Rhodospirillaceae (11%), Paenibacillaceae (7%), Synergistaceae  (4%), 

Lachnospiraceae (3%), Acetobacteraceae (3%), Clostridiaceae (2%), 

Peptostreptococcaceae (2%), y Burkholderiaceae (2%). La microbiota de machos estuvo 

dominada por las familias Fusobacteriaceae (26%), bacterias no clasificadas (21%), 

Enterobacteriaceae (14%), Rhodospirillaceae (7%), Paenibacillaceae (6%), 

Synergistaceae (4%), Acetobacteraceae (4%), Aeromonadaceae (3%), Lachnospiraceae 

(3%) y Burkholderiaceae (2%) (Figura 10). 
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En la microbiota fecal de las hembras se hallaron 21 géneros y los dominantes 

fueron: Cetobacterium (19%), Haematospirillum (18%), Paraclostridium (12%), un género 

no identificado de la familia Enterobacteriaceae (11%), un género no identificado de la 

familia Enterococcaceae (7%), un género no identificado de la familia Synergistaceae 

(6%), Dysgonomonas (6%), Providencia A (5%), bacterias no clasificadas (4%), 

Vagococcus B (2%), Clostridium P (2%), Morganella (2%) y Lactococcus (2%). Por otro 

lado, en los machos se hallaron 40 géneros de los cuales, Cetobacterium (25%), bacterias 

no clasificadas (21%), Haematospirillum (7%), Escherichia (6%), Ammoniphilus (6%), un 

género no identificado de la familia Enterobacteriaceae (5%), Caccocola (4%), 

Entomobacter (4%), Aeromonas (3%) y Enterocloster (3%) (Figura 11). Cabe mencionar, 

que los 2 géneros más abundantes, Haematospirillum y Cetobacterium, se detectaron en 

4 muestras. Sin embargo, en dos muestras diferentes se halló solo Haematospirillum 

representado con un 3% y en la otra solo Cetobacterium con un 74% (Figura12). 
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Figura 7 Abundancias relativas de los géneros bacterianos presentes en la microbiota fecal de machos y hembras de 
M. velifer. 

Figura 6 Muestras en las que se identificaron géneros bacterianos Cetobacterium y Haematospirillum  presentes en la 
microbiota fecal de M. velifer. 
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Por último, para la microbiota fecal de los 3 machos reproductivamente activos, se 

hallaron un total de 8 filos; siendo Pseudomonadota (33%), Bacillota (16%), Synergistota 

(12%) y Desulfobacterota (10%), las dominantes; 25 familias; las abundantes fueron 

Enterobacteriaceae (16%), Synergistaceae (12%), Acetobacteraceae (10%) y 

Lachnospiraceae (9%); y 30 géneros, de los cuales, bacterias no identificadas (19%), 

Caccocola (12%), un género de la familia Enterobacteriaceae (10%), Entomobacter 

(10%), Enterocloster (8%) y Saezia (5%) fueron los más abundantes. En cuanto a las 

cuatro muestras de los machos sexualmente inactivos, se observó una riqueza de 16 

géneros, de los cuales, 6 se comparten con los activos. Los géneros más abundantes 

para estos individuos fueron Cetobacterium, bacterias no identificadas, Haematospirillum, 

Escherichia y Ammoniphilus YIM 78166 (37%, 22%, 9%, 9%, 9%, respectivamente) 

(Figura 13).  
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8.6 Análisis de la diversidad alfa 

La riqueza de especies (q=0), el exponencial de Shannon (q=1) e inverso de 

Simpson (q=2) para hembras fueron 21, 11.24 y 8.76; y para machos 40, 13.44 y 7.76, 

respectivamente (Figura 14).  

 

La diversidad filogenética para las siete hembras y los siete machos varió de 4.77 

a 9.78 y de 4.82 a 9.14, respectivamente. Se realizó una prueba de rangos de Wilcoxon 

para determinar si el sexo tiene algún efecto sobre la diversidad filogenética de la 

microbiota fecal del murciélago Myotis velifer. El resultado de la prueba demostró que no 

hay diferencias significativas entre sexos con respecto a la diversidad filogenética (W = 

32, p = 0.3711; Figura 15).  

Figura 9 Curvas de rarefacción basada en el número de secuencias por sexo.  

Figura 10 Diversidad filogenética entre machos y hembras. 
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8.7 Análisis de la diversidad beta 

El análisis de coordenadas principales (PCoA) de la diversidad beta filogenética 

usando la distancia unifrac ponderada (medida cuantitativa de la disimilitud) no detectó 

diferencias entre la comunidad que incorpora relaciones filogenéticas entre las 

características de la microbiota fecal de machos y hembras de la especie Myotis velifer 

(Figura 16). 

 

El análisis de similitud entre grupos (ANOSIM) de igual manera demostró que no 

hay diferencias significativas entre el grupo de machos y hembras con valores de r=-

0.0301 y p=0.5085 (Figura 17). 

Figura 11 Análisis de componentes principales (PCoA) de la diversidad beta encontrada en la microbiota 
fecal de hembras y machos M. velifer, usando la distancia unifrac ponderada. 

Figura 12 Análisis de similitud entre machos (azul) y hembras (rosa) (ANOSIM). 
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9 Discusión 

Existen varios estudios sobre la microbiota fecal de murciélagos insectívoros 

silvestres, sin embargo, hasta donde sabemos, este es el primero en caracterizar la 

microbiota fecal del murciélago Miotis mexicano (M. velifer). Como insectívoro, el 

murciélago miotis mexicano se alimenta de insectos que contienen comunidades de 

microorganismos que pueden llegar a formar parte de su microbiota intestinal. 

 

Aquí se reporta que la microbiota fecal del murciélago M. velifer está dominada por 

los filos Pseudomonadota, Fusobacteriota, Bacillota, Synergistota, Bacteroidota y 

Desulfobacterota. Este hallazgo es consistente con estudios previos de la microbiota 

intestinal y fecal hallada previamente para otros murciélagos; por ejemplo, en la 

microbiota intestinal de los murciélagos fitófagos (nectarívoros y frugívoros) e 

insectívoros del sur de China, en ambos gremios, la microbiota estuvo dominada por 

Pseudomonadota, Bacillota y Bacteroidota (Li et al., 2018; Sun et al., 2020). En 

murciélagos de herradura menor domina Pseudomonadota, seguido de Bacillota (Selvin 

et al., 2019). En la microbiota bacteriana fecal del murciélago insectívoro Mops 

condylurus, fueron Bacillota y Pseudomonadota (Edenborough et al., 2020) y en dos 

murciélagos insectívoros (Rhinolophus sinicus y Myotis altarium) en tres diferentes 

fuentes de muestreo (intestino delgado, intestino grueso y heces) el filo más dominante 

fue Pseudomonadota, mientras que Fusobacteriota fue el menos dominante (Wu et al., 

2019).  

 

A diferencia de los resultados obtenidos de la investigación de Wu y colaboradores 

(2019), en este estudio se halló que el filo Fusobacteriota fue el segundo filo dominante 

con un 23% en la microbiota fecal de M. velifer. Por otro lado, el filo Bacteroidota presente 

en la microbiota fecal con un 3%, coincide con el estudio de Phillips, en el cual, 

Bacteroidota comprendía sólo el 1% de la microbiota total (Phillips et al., 2012), un filo 

con poca predominancia en murciélagos pero dominante en la mayoría de mamíferos 

terrestres (Sun et al., 2020). Ocupando el 2% de la microbiota fecal total, el filo 

Desulfobacterota es un grupo de bacterias que se han reportado en entornos marinos, 

realizando tareas vitales en los ciclos biogeoquímicos del carbono, azufre y nutrientes 
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(Langwig et al., 2022), y en los flagelados intestinales (interacción simbiótica intracelular 

entre Adiutrix intracelularis y Trichonympha collaris) que se encuentran 

considerablemente distribuidas en el tracto intestinal de termitas y cucarachas (Ikeda-

Ohtsubo et al., 2016). Por lo anterior, se puede inferir que la presencia de este filo en la 

microbiota fecal de M. velifer se debió a la transferencia de las bacterias desde la presa 

y por su dieta (Galicia et al., 2014).  

 

Un hallazgo notable en este estudio es el primer reporte del filo Synergistota en la 

microbiota de murciélagos. Este filo que comprendió el 5% de la microbiota fecal total de 

M. velifer, el cual se ha descrito solo en el tracto intestinal porcino (Leser et al., 2002), de 

termitas (Hongoh et al., 2003) y en la boca humana (Wade, 2013):  Este grupo de 

bacterias se caracterizan por ser degradadoras anaeróbicas de aminoácidos, las cuales 

pueden estar involucradas en el intercambio de aminoácidos en los ecosistemas 

anaeróbicos naturales (Godon et al., 2005; Jumas-Bilak et al., 2007).  

 

En cuanto a la composición a nivel de familia, se identificaron 33 familias, siendo 

Fusobacteriaceae, Enterobacteriaceae y Rhodospirillaceae las más abundantes. Las dos 

primeras caracterizadas por ser patógenos potencialmente oportunistas y reportados en 

diferentes proporciones en la microbiota oral , gastrointestinal (Daniel et al., 2013; Wu 

et al., 2019) y fecal (Li et al., 2018) de los murciélagos. Por otro lado, la tercera familia no 

ha sido reportada en murciélagos, este grupo de bacterias tienen una gran variedad de 

hábitats, que van desde tejidos vegetales, suelos contaminados con petróleo hasta en 

ambientes acuáticos como océanos y agua estancada (Baldani et al., 2014). 

  

Nuestros resultados resaltan la dominancia del género Cetobacterium, también 

dominante en la microbiota fecal de peces de agua dulce, en donde fungen como 

productores de vitamina B12, la cual se distribuye en todo el tracto intestinal para su 

correcto funcionamiento (Tsuchiya et al., 2008; Ramírez et al., 2018). Por lo que, se 

puede especular que están realizando la misma función en el tracto intestinal de M. 

velifer, ya que esta vitamina no es sintetizada por animales o plantas, si no, por algunas 

bacterias y arqueas (Watanabe & Bito, 2018). Cabe mencionar, que este género se ha 
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aislado a partir de heces de mamíferos marinos (Foster et al., 1995) y humanos (Finegold 

et al., 2003).  

 

El segundo género en dominar la microbiota fecal de M. velifer es 

Haematospirillum, descrito como un posible patógeno infeccioso emergente y asilado por 

primera vez en sangre humana por Humrighouse y colaboradores en el 2016, 

posteriormente fue hallado en la sangre de un ave insectívora (Hornok et al., 2018). Este 

hallazgo constituye la primera evidencia molecular de la aparición de esta especie en la 

microbiota fecal de murciélagos. Este género se distingue por producir sulfuro de 

hidrógeno, lo que sugiere que coadyuva en la descomposición de materia orgánica en la 

microbiota fecal (Humrighouse et al., 2016).  

 

En cuanto a los machos reproductivamente activos e inactivos, se observaron 

diferencias en la composición y las abundancias relativas, esto podría deberse a  que 

muchos de los factores internos y externos que dan forma al contenido y la composición 

de la microbiota, son difíciles de determinar debido al extremo dinamismo de las 

comunidades microbianas, tanto que estas pueden variar considerablemente entre los 

miembros de una sola especie, y en los individuos a lo largo del tiempo (Degnan et al., 

2012). Por otro lado, los géneros bacterianos que dominaron la microbiota fecal de los 

individuos activos e inactivos, además de Cetobacterium, fueron Caccocola; la cual fue 

identificada a través de análisis metagenómicos en 2021 por Gilroy y colaboradores a 

partir de heces de gallina;  Entomobacter; aislada a partir del intestino de la cucaracha 

sibilante de Madagascar (Gromphadorhina portentosa) (Guzman et al., 2021); 

Enterocloster; bacterias descritas como patógenos oportunistas y comúnmente halladas 

en el intestino de humanos (Haas & Blanchard, 2020); y Saezia, perteneciente al orden 

Burkholderiales, representados por organismos fijadores de nitrógeno, entre otros 

(Medina-Pascual et al., 2020). Tomando en cuenta lo anterior, estos géneros bacterianos 

no tienen más de 4 años que se describieron, por lo que este sería el primer reporte en 

la microbiota fecal de un murciélago insectívoro del continente americano.  
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Tanto en machos como hembras hubo diferencias en la composición de filos, 

familias y géneros. Los machos presentaron los 8 filos, 30 de 33 familias y 40 de 48 

géneros, es decir, el 61% de la riqueza descrita para la microbiota fecal del murciélago 

M. velifer. Por otro lado, en las hembras se identificaron 6 de 8 filos, 17 de 33 familias y 

21 de 48 géneros, lo que equivale al 39% de la riqueza total caracterizada. Cabe destacar 

que, Pseudomonadota fue el filo más abundante, este resultado es consistente con la 

investigación de Banskar y colaboradores en el 2016; así como Fusobacteriaceae y 

Cetobacterium  fueron la familia y el género dominantes en ambos sexos, pero con 

diferencias en la abundancia relativa.  

 

Por otro lado, los análisis tanto de diversidad alfa (filogenética y taxonómica) y beta 

(PCoA UNIFRAC y ANOSIM) indicaron que no existen diferencias significativas entre 

sexos, coincidiendo con los resultados obtenidos por Vengust y colaboradores (2018).  

  

Una posible limitante de la caracterización de la microbiota fecal es el uso de sacos 

de manta no estériles para la recolección de los individuos y las muestras fecales. Sin 

embargo, para aminorar este sesgo se realizaron dos controles negativos, uno genómico 

y uno cultivable; en el análisis del control genómico se identificaron 4 filos en el saco de 

manta, siendo Pseudomonadota el más dominante (84%), por otro lado, en el análisis del 

control cultivable se aislaron un total de 9 bacterias del saco de manta, más de la mitad 

pertenecientes al filo Bacillota y 33.33% a Actinomycetota; los géneros identificados, 

como Micrococcus y Bacillus son consistentes con la contaminación ambiental común. 

Estos resultados respaldan la eficacia de los controles negativos y la calidad del análisis 

bioinformático.  

  

10 Conclusión 

El estudio detallado sobre la microbiota fecal del murciélago Myotis velifer usando 

técnicas de secuenciación masiva revela una composición diversa y distintiva en 

comparación con otros murciélagos estudiados previamente. La presencia dominante de 

los filos Pseudomonadota, Fusobacteriota, Bacillota, Synergistota, Bacteroidota y 

Desulfobacterota, junto con la identificación de 33 familias y la prevalencia de géneros 
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como Cetobacterium y Haematospirillum, proporciona una visión única de la microbiota 

de este insectívoro a lo largo de su extensa distribución geográfica. Aunque se observan 

similitudes con estudios previos en murciélagos, como la prevalencia de 

Pseudomonadota, este estudio destaca diferencias notables, como la presencia 

significativa de Fusobacteriota. Por otro lado, resulta notable la identificación de 

diferencias en la composición de la microbiota entre machos y hembras de M. velifer, a 

pesar de la ausencia de diferencias significativas en los análisis de diversidad alfa y beta. 

Además, esta investigación resalta la necesidad del trabajo constante en esta rama, ya 

que, conforme van surgiendo nuevas especies de bacterias, van surgiendo nuevos 

enigmas que resolver sobre la microbiota de estos mamíferos voladores.  

 

Aunque se reconocen limitaciones, la presencia de bacterias no identificadas en 

una proporción significativa de la microbiota total señala áreas de incertidumbre y destaca 

la necesidad de investigaciones adicionales para comprender completamente la 

diversidad microbiana en este contexto. 

 

11 Perspectivas 

En última instancia, este estudio amplía significativamente nuestro entendimiento 

de la microbiota fecal del murciélago insectívoro Myotis velifer y sienta las bases para 

investigaciones adicionales sobre las implicaciones funcionales de estas comunidades 

microbianas en la fisiología y ecología de los murciélagos. Estos hallazgos pueden tener 

implicaciones no solo para la biología de M. velifer, sino también para tener una 

comprensión más amplia sobre la ecología y la salud de los quirópteros y sus roles en 

los ecosistemas en los que se desenvuelven.  

 

Las diferencias observadas en la composición microbiana entre sexos y la 

presencia de filos poco comunes en murciélagos subrayan la necesidad de 

investigaciones adicionales para comprender completamente la complejidad de la 

interacción huésped-microorganismo. 
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12 Anexos 

Muestra Sexo  Condición Edad 

bat13h Hembra Inactivo Adulto 

bat14h Hembra Inactivo Adulto 

bat15h Hembra Inactivo Adulto 

bat18h Hembra Inactivo Adulto 

bat21h Hembra Inactivo Adulto 

bat25h Hembra Inactivo Adulto 

bat26h Hembra Inactivo Adulto 

bat9m Macho Activo Adulto 

bat11m Macho Activo Adulto 

bat16m Macho Activo Adulto 

bat23m Macho Inactivo Adulto 

bat27m Macho Inactivo Adulto 

bat28m Macho Inactivo Adulto 

bat12m Macho Indefinido Indefinido 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 1 Datos de los murciélagos presentados en los resultados. 
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