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1. RESUMEN 

 

 

 

En los sistemas de producción actuales, en particular intensivos y semi-

intensivos, se pueden producir desbalances en el delicado equilibrio entre la 

microbiota ruminal y el hospedero. La fermentación de la fibra y los 

resultados productivos pueden alterarse. Para resolver este problema, la 

modulación de la microbiota y la fermentación ruminal han captado el 

interés de criadores de ganado y veterinarios. Este trabajo tuvo como 

objetivo evaluar el potencial de cepas ruminales nativas para modular la 

microbiota y la fermentación ruminal. Posteriormente se identificaron 

bacterias ruminales nativas. En una etapa posterior, se evaluó el potencial 

modulador de la microbiota y de la fermentación ruminal en un abordaje in 

vitro utilizando un grupo de cepas identificadas. Se pudo observar un efecto 

modulador, puesto en evidencia en base a diferencias en los perfiles de 

ácidos grasos volátiles, principal fuente de energía para los rumiantes, así 

como en cambios de la dinámica de fermentación. La cepa de 

Pseudobutyrivibrio ruminis (Pr 50C) mostró efectos interesantes como una 

mayor concentración de ácido butírico al compararla con los controles. Por 

último, se realizaron dos ensayos in vivo de administración de potenciales 

probióticos utilizando Pr 50C y una cepa de Prevotella bryantii (Pb 3C5). La 

administración de ambas cepas indujo cambios en el ambiente ruminal sin 

modificar la producción potencial de metano, la dinámica de producción de 

gas del fluido ruminal de los animales ni la estructura general de la 

microbiota ruminal. Se observaron cambios en los perfiles de producción de 

ácidos volátiles y de amoniaco ruminal. La administración de nuevas cepas 

o incluso combinaciones de cepas servirá para diseñar estrategias de 

modulación dirigidas a obtener resultados productivos específicos. 
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2. INTRODUCCIÓN 

 

 

 

2.1. Los rumiantes: características, importancia 

 

Los rumiantes son animales herbívoros que consumen pasturas y forrajes 

en diversos sistemas de cría. La materia orgánica consumida por ellos en 

forma de fibra vegetal corresponde mayoritariamente a celulosa y 

hemicelulosa y no es digerible por enzimas propias del animal. 

Para obtener carbono y energía a partir de los vegetales, los rumiantes han 

desarrollado un sistema digestivo particular en el cual habita una compleja 

comunidad microbiana que digiere la fibra consumida. Es así que en el 

rumen, compartimento digestivo que aloja a esta microbiota, se generan los 

precursores proteicos y lipídicos de los principales constituyentes de los 

productos comerciables del ganado, como la leche y la carne. 

El aparato digestivo de estos animales tiene características peculiares que lo 

diferencian del resto de los animales. El aparato digestivo anterior está 

compuesto por cuatro compartimientos, de los cuales los tres primeros son 

considerados pre-estómagos mientras que el último de los cuatro es el que 

posee las características de estómago glandular similar al estómago de los 

animales monogástricos. 
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El primero y más grande de estos compartimentos es el rumen el cual tiene 

una capacidad de aproximadamente 100 L o más en un bovino adulto. El 

rumen está íntimamente conectado con el siguiente compartimiento, el 

retículo, por el pliegue rumino-reticular. A estos dos compartimentos 

generalmente se los considera como un sistema denominado retículo-

rumen. Es en estos compartimientos donde la fermentación de la fibra 

alimenticia es posible y es el lugar de residencia de la microbiota simbionte 

ruminal. El omaso o librillo constituye el tercero de los compartimientos, se 

conecta con el retículo por el orificio retículo-omasal y con el abomaso por 

el orificio omaso-abomasal. Finalmente, el abomaso se corresponde con el 

estómago glandular de los monosgástricos. Una característica distintiva es 

que en él se secreta lisozima, enzima que ayuda a degradar a las células 

bacterianas que ingresan al órgano. 

Gracias a los rumiantes, a su domesticación y explotación, los seres 

humanos pudieron expandir su territorio geográfico, desarrollar una fuente 

de alimentación estable y dar lugar a comunidades complejas (Russell et 

al., 2009). Se estima que en los años 90 el volumen ruminal total teniendo 

en cuenta ovinos, bovinos y caprinos domésticos, aproximadamente 2000 

millones de animales, era cercano a los 100.000 millones de litros, siendo 

así el rumen "el fermentador comercial" más grande del mundo (Weimer, 

1992). 

En nuestro país, la producción asociada a la cría y comercialización de 

animales rumiantes representa uno de los rubros económicos más 

importantes. En el año agrícola 2012/2013 se registraron 11,5 millones de 

cabezas de ganado vacuno de biotipo cárnico, 782000 cabezas de ganado 
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lechero y 8.2 millones de ovinos (MGAP, 2014). Estos números ilustran la 

importancia de esta actividad para nuestro territorio que sólo en 

exportaciones cárnicas reportó ingresos por 1500 millones de dólares en 

2012 (INAC, 2013).  

 

 

2.2. Ambiente y microbiota ruminal: características y funciones 

 

Los rumiantes han desarrollado una compleja microbiota simbionte que 

incluye bacterias, protozoarios, hongos y arqueas (van Soest, 1994). Esta 

comunidad es la que ha hecho posible la adaptación al consumo de 

alimentos ricos en fibra y aprovechar los polisacáridos insolubles como la 

celulosa y hemicelulosa. Estos sustratos poseen enlaces que no pueden ser 

hidrolizados por los mamíferos. La fermentación ruminal por parte de la 

microbiota nativa tiene por tanto efectos en los procesos metabólicos de 

estos animales y las funciones de los microorganismos están íntimamente 

asociadas tanto con desordenes metabólicos de los rumiantes así como con 

su bienestar (Bryant, 1959).  

El ambiente ruminal mantiene condiciones óptimas para el desarrollo de la 

microbiota, la cual es abundante y diversa. El ingreso de alimento, y por 

tanto el suministro de sustrato para los microorganismos, es relativamente 

constante así como la temperatura, que se mantiene en el entorno de los 

39ºC. El flujo de alimento, agua y una saliva con propiedades de tampón, 

mantiene el pH del líquido ruminal y la ingesta en valores cercanos a la 
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neutralidad levemente ácidos (Bryant, 1959). Existe una continua remoción 

de productos secundarios del crecimiento microbiano tanto por el consumo 

de otros microorganismos así como por la absorción por parte de la pared 

ruminal. La constante transferencia y remoción de equivalentes de 

reducción en forma de H2 hace posible que la fermentación sea 

termodinámicamente favorable (Wallace, 1994). El potencial de reducción 

es mantenido en valores bajos (-0,4 V) y la concentración de O2 es 

prácticamente nula (10-22 M), permitiendo así el desarrollo de una 

microbiota que en su mayoría es anaerobia estricta dadas las condiciones 

anóxicas existentes. Las poblaciones aerotolerantes ruminales se 

encuentran adheridas a las paredes del órgano así como en los estratos 

superiores del contenido ruminal. 

La actividad metabólica de la comunidad microbiana simbionte es 

responsable de la digestión del material fibroso que consumen los rumiantes 

y sus productos finales y desechos son utilizados por el animal como fuente 

de energía, proteína y vitaminas. Los carbohidratos solubles son 

rápidamente metabolizados, mientras que las paredes celulares de los 

forrajes, a excepción de las pectinas, son fermentadas lentamente por la 

microbiota fibrolítica. La degradación coordinada de la fibra, en que el 

sustrato de un microorganismo es el producto de otro (Dehority, 1991; 

Mackie, 2002) transforma a los carbohidratos insolubles en sustratos 

digeribles en dos formas, por un lado en proteína microbiana y por el otro 

en ácidos grasos volátiles (AGV; Mizrahi, 2013). 

Los componentes insolubles como la celulosa y hemicelulosa son 

convertidos en componentes celulares de los microorganismos que son 
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luego digeridos como proteína microbiana en el abomaso. La proteína 

microbiana digerida constituye entre el 50 y el 80% del total de proteína 

absorbida por el animal (Storm y Ørskov, 1983; Mizrahi, 2013). La proteína 

de origen microbiano es considerada como la fuente principal de proteína 

para el rumiante, de alto valor biológico y elevada digestibilidad intestinal 

(Stern et al., 1994; Hoover y Miller, 1996; Dewhurst et al., 2000). 

Entre los AGV principales, que representan más del 90% de la 

concentración total, están los ácidos acético, propiónico y butírico. Los AGV 

son rápidamente absorbidos a través del rumen y constituyen la mayor 

parte de la energía metabolizable para un bovino adulto y son utilizados por 

el animal para su mantenimiento y producción. El ácido propiónico es 

utilizado como precursor en la gluconeogénesis y los ácidos acético y 

butírico se utilizan en la síntesis de lípidos (Mizrahi, 2013). Además de estos 

AGV, la fermentación produce CO2 y CH4 y ocasionalmente lactato (van 

Soest, 1994). Así, la mayor parte de los nutrientes que obtiene el rumiante 

son producidos en el rumen debido al metabolismo microbiano de los 

carbohidratos, proteínas o nitrógeno no proteico (Jouany y Morgavi, 2007). 

 

 

2.3. Composición de la microbiota ruminal  

 

La microbiota ruminal ha captado el interés científico por décadas (Mizrahi, 

2013). Como en el caso de la mayor parte de los ecosistemas microbianos, 

inicialmente se emplearon abordajes clásicos para su análisis que 
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involucraban el cultivo de microorganismos. Con el avance de las técnicas 

moleculares la microbiota ruminal se ha ido explorando con mayor 

profundidad y hoy en día la aplicación de metodologías de secuenciación 

masiva permite analizar miles de secuencias de una sola muestra (Pitta et 

al., 2014). 

En el rumen coexisten los tres dominios de la vida, Bacteria, Archaea y 

Eukarya, siendo las bacterias los microorganismos más representados con 

poblaciones que alcanzan 1x1011/mL (Kumar et al., 2012). Si bien algunos 

estudios presentan resultados encontrados, la microbiota ruminal está 

dominada por los filos Bacteroidetes y Firmicutes (Pitta et al., 2010; Jami y 

Mizrahi, 2012, Kumar et al., 2012; Pitta et al., 2014). Estas proporciones se 

han magnificado en los últimos años con el advenimiento de las tecnologías 

de secuenciación masiva y se adjudican a estos filos proporciones de más 

del 60 % y del 10 a 20 %, respectivamente (Li et al., 2012; McCann et al., 

2014; Pitta el al., 2014). El género más representado del filo Bacteroidetes 

y por tanto de la comunidad ruminal de bovinos es Prevotella (Pitta et al., 

2010; McCann et al., 2014; Pitta et al., 2014) con reportes de animales que 

sobrepasan el 80 % del total de las secuencias (Pitta et al., 2014). En 

general el resto de los géneros bacterianos, que cumplen diversas funciones 

de importancia en el rumen están en proporciones muy bajas. Las bacterias 

celulolíticas, por ejemplo, no sobrepasan el 1 % del total de 

microorganismos, lo que ha sido demostrado tanto por metodologías 

dependientes del cultivo como por métodos moleculares (Kumar et al., 

2012; Fraga et al., 2013). 
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2.4. Sistemas de producción actuales y sus consecuencias  

 

La utilización de la tierra para la explotación ganadera ha ido disminuyendo 

a lo largo de las últimas décadas dejando lugar a explotaciones agrícolas 

más redituables para los productores. Sin embargo, la demanda de 

productos lácteos y derivados, así como de carne (ovina y bovina), se han 

incrementado. Esto ha tenido consecuencias en los sistemas de producción 

bovina que han llevado a intensificarla cada vez más. De este modo, los 

animales son expuestos a situaciones de estrés debido al hacinamiento y 

cambios en la dieta.  

Estos cambios en los sistemas productivos, que tienden a la intensificación, 

incluyen manejos nutricionales, como la utilización de concentrados de 

hidratos de carbono para obtener mejores resultados (a expensas de una 

menor oferta de forraje), implican la aparición de desórdenes metabólicos 

como la acidosis o, incluso, el aumento en la frecuencia de ciertas 

enfermedades infecciosas como la tuberculosis bovina que se transmite 

entre animales en estrecho contacto (Okafor et al., 2011). 

El uso de concentrados energéticos, con gran porcentaje de carbohidratos 

fácilmente fermentables, es una estrategia de manejo que ha surgido para 

poder acompasar y sostener las grandes exigencias productivas a las que se 

somete al ganado. Los carbohidratos que ingresan al rumen son degradados 

rápidamente transformándose en AGV. En estas condiciones la comunidad 

microbiana se ve indefectiblemente influida. Así, un rápido descenso en el 

pH ruminal debido a la acumulación de AGV y de ácido láctico, provoca un 

aumento en las proporciones de Streptococcus bovis y otros 
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microorganismos productores de ácido láctico (Krause y Oetzel, 2005). Esto 

genera la disminución de otros microorganismos como Megasphaera elsdenii 

y Selenomonas ruminantium, alcanzando un estado en el cual los 

microorganismos productores de ácido láctico sobrepasan a los 

consumidores de este ácido (Strobel y Russel, 1986). A su vez, la fracción 

celulolítica de la microbiota se ve afectada viéndose inhibida la degradación 

de los carbohidratos insolubles, como la celulosa, y por tanto toda la cadena 

de degradación de la fibra de los forrajes. Ésta constituye la principal 

patología en los sistemas intensivos y semi-intensivos de producción de 

leche y carne bovina por la incidencia de la misma y por las repercusiones 

económicas. 

Entre las estrategias dirigidas a incrementar los rendimientos productivos 

en sistemas intensivos y semi-intensivos, la modulación de la fermentación 

ruminal ha sido un tema que ha captado el interés de productores y 

científicos. 

 

 

2.5. Modulación de la fermentación ruminal, probióticos 

 

La modulación de la microbiota ruminal con el fin de aumentar el 

rendimiento productivo y prevenir trastornos digestivos en rumiantes ha 

sido una preocupación central para productores y profesionales vinculados 

al sector ganadero. En las últimas décadas se han desarrollado numerosas y 

variadas estrategias con el fin de modular y estimular un desarrollo 
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saludable de la microbiota ruminal especialmente para prevenir trastornos 

digestivos como la acidosis o el meteorismo y aumentar la eficiencia 

alimentaria de los animales (Krause et al., 2003; Chiquete et al., 2008). 

Con este fin, tradicionalmente se ha recurrido a la administración de 

productos y fármacos antimicrobianos, aunque a esta práctica se han 

asociado en los últimos años problemas de salud pública vinculados a la 

emergencia de cepas bacterianas resistentes y generación de residuos en 

productos y subproductos de origen animal (Martin, 1988). En los últimos 

años, la comunidad científica ha manifestado una gran preocupación por el 

alarmante incremento de la resistencia bacteriana a antibióticos y el riesgo 

potencial en seres humanos ante la disminución de efectividad en el 

tratamiento de las enfermedades infecciosas (Torres et al., 2002). En 

Europa, la eliminación total del uso de antibióticos como promotores del 

crecimiento está vigente desde enero del 2006 (Directive 1831/2003/CEE, 

European Commission 2003). Ante esta situación, se ha intensificado la 

investigación en la comprensión de la microbiota ruminal y la capacidad de 

modularla con productos que contengan prebióticos, microorganismos 

probióticos u otros métodos alternativos a los fármacos. Los prebióticos 

son, generalmente, hidratos de carbono que no son digeridos por el animal 

y que, selectivamente, inducen el desarrollo y metabolismo de un cierto 

grupo microbiano de interés. Para que un compuesto sea considerado 

prebiótico, esta inducción y su resultado deben ser beneficiosos para el 

animal que lo consume (Roberfroid, 2007). 

Los productos probióticos disponibles en el mercado en general se basan en 

la utilización de la levadura Saccharomyces cerevisiae viva o inactivada, 

bacterias del ácido láctico usadas tradicionalmente en animales 
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monogástricos, administración de fluido ruminal bajo diversas formas o 

incluso de inhibidores sintéticos de la alfa-amilasa bacteriana (DeFrain et 

al., 2005; Puniya et al 2015). El campo de la producción de probióticos para 

salud y producción animal aparece como de promisorio desarrollo. 

Se denomina probiótico a un monocultivo o un cultivo mixto "vivo" de 

microorganismos que tienen algún efecto beneficioso sobre animales o 

humanos al ser consumido (FAO, 2002). El uso de probióticos es una 

práctica que tiene ya varias décadas y en los últimos años se han realizado 

abundantes estudios sobre los efectos de la administración de cepas 

seleccionadas en humanos y animales (FAO, 2002). Miembros de los 

géneros Lactobacillus, Bifidobacterium, Streptococcus, Enterococcus, 

Bacteroides, Bacillus y Propionibacterium han sido utilizados como 

probióticos fundamentalmente en especies de animales monogástricos (Jan 

et al., 2002). En el ámbito académico existen diversos grupos de trabajo 

dedicados a investigaciones básicas y al desarrollo de probióticos, también 

llamados Direct Feed Microbials (DFM) para rumiantes con resultados 

variados (Montaño et al., 1999, Pinova et al., 2004, Fraga et al., 2014, 

Elghandour et al., 2015). 

En la búsqueda de cepas con potencial probiótico, se examinan en general 

atributos que los puedan hacer adecuados para su utilización y a su vez 

pudieran estar relacionados con sus posibles mecanismos de acción. Entre 

las características buscadas hay algunas que son compartidas por un amplio 

rango de cepas probióticas, como la producción de ácidos que inhiben el 

crecimiento de otros microorganismos. Otras propiedades son compartidas 

por determinados géneros microbianos y algunas son cepa-específicas. En 
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estos últimos grupos de propiedades o beneficios que pueden tener los 

probióticos, se pueden ubicar la producción de antagonistas específicos, 

bacteriocinas, la síntesis de vitaminas o la interacción con el sistema 

inmune o incluso con el sistema nervioso (Hill et al., 2014).  

El modo de acción de los probióticos depende en general de la dosis, el 

momento y frecuencia de administración, y por supuesto de la o las cepas 

que se administren (Elghandour et al., 2015). En el caso particular de los 

rumiantes y, en la esfera gastrointestinal, existen al menos dos ambientes 

muy diferentes donde los probióticos podrían efectuar su función: el rumen 

y el resto del tracto intestinal (Puniya et al., 2015).  

En el rumen, se propone que los probióticos podrían usarse para modificar 

la microbiota de modo de mejorar el aprovechamiento de la energía y del 

carbono (Calsamiglia et al., 2006). Esto puede ser logrado manipulando las 

comunidades microbianas de modo de favorecer y potenciar el consumo de 

fibra o almidón, promoviendo la producción de AGV y disminuyendo o 

amortiguando la acumulación de ácido láctico de modo de disminuir los 

descensos de pH que inhiben la fibrólisis (Calsamiglia et al., 2006). Sin 

embargo, si bien hay varios productos que hoy en día se usan como aditivos 

probióticos en rumiantes y muchos de ellos contienen bacterias del ácido 

láctico, los mecanismos de acción aún restan por ser demostrados. Según 

Puniya et al. (2015) lo más probable es que este tipo de probióticos 

formulados con bacterias del ácido láctico no ejerza su efecto benéfico en el 

rumen sino a nivel intestinal.  

La prevención o el tratamiento de la acidosis bovina es un ejemplo de la 

utilización de microorganismos que actúan en el rumen. Uno de los 
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principales fundamentos que guían estas investigaciones es la modulación 

de biota bacteriana ruminal "a favor" de aquellas especies que utilizan el 

lactato cuya acumulación anormal es clave en el desarrollo de la acidosis 

(Piknova et al., 2004). En este marco, especies asociadas al rumen como M. 

eldesnii, Propionibacterium spp. y Selenomonas ruminantium han sido 

utilizadas con la finalidad de disminuir la concentración de ácido láctico en 

el rumen manteniendo así los niveles de pH (Elghandour et al., 2015). Entre 

estas especies, M. eldesnii es la más importante consumidora de ácido 

láctico y previene las caídas abruptas del pH cuando los animales son 

sometidos a dietas ricas en carbohidratos fácilmente degradables (Yang et 

al., 2004; Kung, 2006) 

Existe también un creciente interés en administrar probióticos celulolíticos 

con el fin de optimizar la degradación de la fibra vegetal (Chiquette et al., 

2007; Klieve et al., 2007; Fraga et al., 2014). El uso de cepas bacterianas 

ruminales con el fin de modular la microbiota ruminal presenta la ventaja de 

emplear microorganismos nativos que pueden presentar una buena 

capacidad de adaptación y permanencia en el órgano blanco, a diferencia de 

cepas exógenas (Vinderola et al., 2004). Incidiendo en el aprovechamieno 

de la energía, desviando potenciales de reducción hacia los AGV y no hacia 

la formación de metano sería posible también disminuir las emisiones de 

este gas (Calsamiglia et al., 2006). 

El metano (CH4) es uno de los productos finales de la fermentación ruminal 

de la fibra. Es producido por las arquebacterias metanogénicas a partir de 

dióxido de carbono y del hidrógeno molecular. Su formación desde el punto 

de vista de la microbiota y la fermentación ruminal es lo que permite que el 
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hidrógeno producido por la fermentación de la fibra no se acumule 

inhibiendo todo el proceso (McAllister y Newbold, 2008). Desde el punto de 

vista de la producción animal, es una pérdida energética y de carbono del 

sistema ruminal ya que el metano es eliminado en forma gaseosa 

perdiéndose en el ambiente. Además, el metano es el segundo gas en 

importancia en relación al efecto invernadero (Intergovernmental Panel on 

Climate Change, IPCC, 2013) por lo que también existe una creciente 

preocupación acerca de la producción de metano y dióxido de carbono por 

los rumiantes (McAllister y Newbold, 2008; Mc Allister et al., 2015). La 

contribución del CH4 al efecto invernadero a escala global es muy alta 

debido al mayor potencial de calentamiento que lo caracteriza. El IPCC ha 

definido el concepto de Potencial de Calentamiento Global (PCG) de 

diferentes gases, tomando como referencia al CO2. Se ha estimado que el 

CH4 es 28 veces más efectivo que el CO2 en retener energía calórica (IPCC, 

2013). Se calcula que aproximadamente se producen entre 80 y 120 

millones de toneladas de CH4 por parte de los rumiantes domesticados 

representado aproximadamente el 15% de las emisiones de metano 

antropogénicas (Moss et al., 2000). Se estima que en Uruguay se emite 

como resultado de la ganadería 1 kg CH4/kg carne y 40 g CH4/L leche. Dado 

que estos procesos involucran intrincadas tramas microbianas es importante 

lograr la modulación de la microbiota ruminal de modo de minimizar la 

producción de CH4, optimizando además el proceso productivo, mejorando 

el rendimiento y evitando el efecto perjudicial en el ambiente (McAllister et 

al., 2015). 
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2.6. Estrategia del presente trabajo 

 

En este trabajo se identificó, en primer lugar, un grupo de cepas 

bacterianas que habían sido aisladas de un medio con celulosa como 

principal fuente de carbono y energía. La mayor parte de este grupo de 

bacterias es potencialmente fibrolítico dada la estrategia de aislamiento 

utilizada (Fraga, 2010).  

En segundo lugar y como estrategia para caracterizar el potencial de las 

cepas en modular la microbiota y la fermentación ruminal se utilizó una 

aproximación in vitro. Se realizaron experimentos que tuvieron como base 

la metodología de medición de gas acumulado in vitro, metodología que 

originariamente se desarrolló para el estudio y la predicción de la 

fermentación de alimentos para rumiantes (Rymer et al., 2005). Estos 

ensayos permiten simular diferentes situaciones productivas o metabólicas 

o, como en este trabajo, la utilización de potenciales probióticos de forma 

segura y de bajo costo comparado con abordajes in vivo. Se utilizaron siete 

cepas ruminales nativas y se evaluó la modulación de la fermentación 

ruminal y la composición de la microbiota ruminal.  

Por último, basados en los resultados de los ensayos in vitro, se eligió la 

cepa Pr 50C para evaluar el potencial modulador de la fermentación ruminal 

en un ensayo de administración. Esta cepa pertenecía a la colección de 

bacterias con potencial fibrolìtico (Fraga, 2010). También se empleó una 

cepa de Prevotella bryantii cuyo potencial en consumir ácido láctico fue 

estudiado en un trabajo anterior (Perelmuter, 2010). Se utilizaron ovinos 

como modelo de animales rumiantes dado que su manutención es más 



18 
 

simple y económica que la de grandes rumiantes como los bovinos. Para 

evaluar la modulación de la microbiota y de la fermentación ruminal se 

registraron parámetros del ambiente ruminal (pH, AGV, nitrógeno 

amoniacal) y se analizó la composición de la microbiota ruminal por 

pirosecuenciación.  
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3. HIPÓTESIS DE TRABAJO Y OBJETIVOS 

 

La microbiota ruminal está adaptada a la anatomía y la fisiología ruminal y 

es una fuente de microorganismos con el potencial de ser utilizados para 

modular la fermentación. 

 

 

3.1. Objetivo general 

 

El objetivo general de este trabajo fue evaluar el potencial de cepas 

ruminales nativas para modular la estructura de la microbiota y la 

fermentación ruminal. 

 

 

3.2. Objetivos particulares 

 

Avanzar en la identificación de cepas ruminales nativas con potencial 

fibrolítico aisladas previamente en un medio de cultivo cuya principal fuente 

de carbono y energía era celulosa microcristalina. 
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Evaluar el potencial modulador de la fermentación de un grupo de cepas 

nativas en un sistema in vitro. 

 

Evaluar el efecto de la administración de dos cepas nativas sobre el 

ambiente y la fermentación ruminal en un modelo experimental in vivo.  
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4. MATERIALES Y MÉTODOS 

 

 

 

4.1. Identificación bacteriana  

 

La identificación de cepas bacterianas se realizó mediante la amplificación, 

secuenciación y análisis del gen que codifica para el ARNr 16S. Para ello se 

extrajo el ADN genómico empleando el sistema comercial GeneElute 

bacterial genomic DNA extraction kit (Sigma, USA) de acuerdo a las 

instrucciones del fabricante. El ADN así obtenido se empleó en reacciones 

de PCR para amplificar un fragmento del ADNr 16S. Se emplearon los 

cebadores universales para el Dominio Bacteria 27F (5’-

AGATTGATCMTGGCTAGGGA-3’) y 1492R (5’-TACGGYTACCTTGTTACGACTT-

3’) de acuerdo a las condiciones de reacción descritas por Fraga et al. 

(2008). Los productos de PCR fueron purificados y secuenciados por 

Macrogen Inc., Seúl, Corea del Sur. Las secuencias se ensamblaron y 

editaron mediante el programa Bioedit y se compararon con la base de 

datos del Ribosomal Data Base Project (RDP) utilizando la herramienta 

Classifier (Wang et al., 2007). Esta herramienta permite afiliar a los 

aislamientos hasta el nivel de género. Con el fin de conocer los parientes 

más cercanos a los aislamientos analizados se realizaron árboles 

filogenéticos utilizando el método de Maximum Likelihood (ML) empleando 

el programa MEGA versión 5.05 (Tamura et al., 2011) Para la construcción 
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de los árboles se utilizaron las secuencias generadas en este trabajo y 

secuencias de las bases de datos del RDP. 

 

 

4.2. Cepas bacterianas utilizadas en los experimentos in vitro e in 

vivo 

 

En los ensayos in vitro (Numeral 6., Sección 2) se utilizaron las cepas 

Butyrivibrio hungatei 63C, Butyrivibrio hungatei 79C, Butyrivibrio hungatei 

58C, Pseudobutyrivibrio ruminis 50C, Pseudobutyrivibrio ruminis 55C y dos 

cepas de la familia Lachnospiracea sin clasificar, 21C y 56C. Todas estas 

cepas fueron aisladas previamente del contenido ruminal de un bovino 

hembra con cánula permanente en rumen y que se encontraba a pastoreo 

exclusivo (Fraga et al., 2013). 

En los ensayos de administración del potencial probiótico (Numerales 7. y 

8., Secciones 3 y 4, respectivamente) se utilizaron las cepas P. ruminis 50C 

(Pr 50C) y Prevotella bryantii 3C5 (Pb 3C5; Perelmuter, 2010). 
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4.3. Medios de cultivo 

 

La preparación de los medios de cultivos y todas las manipulaciones de las 

cepas bacterianas se realizaron en estrictas condiciones de anaerobiosis 

(Hungate, 1950). Brevemente, los medios de cultivo, las soluciones tampón 

y demás soluciones destinadas a su utilización en el cultivo o manipulación 

de microorganismos ruminales se prepararon con agua destilada hervida 

durante 10 minutos y luego enfriada bajo corriente de CO2. Todas los 

contenedores utilizados (viales, botellas, frascos) fueron gaseadas con CO2 

por al menos 3 minutos. Para la transferencia de soluciones y de 

suspensiones bacterianas se utilizaron jeringas estériles previamente 

enjuagadas con una solución estéril de Na2S-Cys 0,25 g/L. 

Para el cultivo rutinario y el mantenimiento de las cepas bacterianas se 

utilizó un medio de cultivo que tuvo como base la composición del 

propuesto por Stahl et al. (1998) con modificaciones (Fraga et al., 2014). 

Este medio de cultivo (MB) fue utilizado en trabajos previos como base para 

diseñar estrategias de recuento y aislamiento de bacterias celulolíticas y 

consumidoras de ácido láctico (Fraga 2010; Fraga et al., 2014; Perelmuter 

2010). La composición por litro del medio MB fue: 166 ml de solución de 

sales A (composición en g/l) NaCl, 5,4; KH2PO4, 2,7; CaCl2.2H2O, 0,159; 

MgCl2.6H2O, 0,12; MnCl2.4H2O, 0,06; CoCl2.6H2O, 0,06; (NH4)2SO4, 5,4; 

Macy y col. 1982); 166 ml de K2HPO4, 2,7 g/l, 200 ml de fluido ruminal 

clarificado, extracto de levadura, 500 mg; triptona, 500 mg; glucosa, 

maltosa, almidón, celobiosa y xilosa 1 g de cada uno, 0,62 ml de mezcla de 

ácidos grasos volátiles (ác. acético, 5,8 mM; ác. propiónico, 1,6 mM; ác. 
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butírico, 8,6 x 10-1 mM, n-valérico, 1,8 x 10-1 mM; isovalérico, 1,8 x 10-1 

mM; (Macy y col., 1982) , 0,02 ml de solución de vitaminas (composición 

en mg/ml: piridoxina clorhidrato, 0,1; riboflavina, 0,1; tiamina clorhidrato, 

0,1; nicotinamida, 0,1; Ca-D- pantotenato, 0,1 y ác. p-aminobenzoico, 

5x10-3), 0,1 ml de vitamina B12 (0,25 mg/ml), solución de vitaminas 

termolábiles (ác. fólico, 0,5 mg/ml; biotina, 0,5 g/ml, filtrado (0.2 nm) y 

agregada luego del autoclavado, 0,1 ml cada 5 ml de medio), resarzurina 1 

mg, Na2S-Cys 0,25 g/l, el pH fue ajustado a 6,5 con NaHCO3, cuando se 

requirió medio sólido se adicionó agar bacteriológico, 1.5 %. El fluido 

ruminal clarificado que se adicionó al MB se preparó a partir de fluido 

ruminal fresco que fue filtrado por un paño de quesería, luego se centrifugó 

por 10 min a 1000 x g y el sobrenadante resultante fue nuevamente 

centrifugado durante 20 min a 25000 x g (Grubb y Dehority, 1976). La 

incubación de las cepas bacterianas se realizó a 39ºC, por 24 a 48 h. 

Para el cultivo de las cepas bacterianas utilizadas en los ensayos de 

administración del probiótico (Numerales 7. y 8., Secciones 3 y 4 

respectivamente) se utilizó un caldo de cultivo que no contenía fluido 

ruminal, el caldo Medium 10 de Caldwell y Bryant (1966). La composición 

porcentual (m/v) de este medio fue: glucosa, celobiosa y almidón soluble, 

0,05 cada uno; solución de minerales (v/v), 3,75; Na2S.9 H2O, 0,025, 

cisteína-HCl, 0,025, resazurina, 0,0001; Na2CO3, 0,4; tripticasa, 0,2, 

extracto de levadura, 0,05; mezcla de ácidos grasos volátiles (v/v), 0,31; 

hemina, 0,0001. Las soluciones de minerales y la mezcla de AGV fueron las 

mismas que para el medio MB. 
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4.4. Animales 

 

Los animales utilizados en este trabajo, tanto bovinos como ovinos, se 

alojaron en las instalaciones de Campo Experimental Nº 2 de Facultad de 

Veterinaria, Universidad de la República, Libertad, San José, Uruguay.  

Como donante de fluido ruminal fresco para la preparación de medios de 

cultivo y en los ensayos de producción de gas in vitro (Sección 2) se utilizó 

un bovino hembra Holstein (560 kg de peso vivo) que estaba en las 

condiciones alimenticias del tambo. El animal tenía una cánula permanente 

en el saco dorsal de rumen (Ankom Technology Corporation, Macedon, NY). 

En los ensayos de administración de probióticos (Secciones 3 y 4) se 

utilizaron ovinos Corriedale, machos, fistulados, de aproximadamente 11 

meses de edad. Los animales se alojaron en jaulas metabólicas individuales. 

El cuidado de los animales y la implantación de cánulas y fístulas ruminales 

fueron realizadas siguiendo los protocolos aprobados por la Comisión 

Honoraria de Experimentación Animal (C.H.E.A), de la UdelaR, Uruguay. Las 

actividades que involucraron la manipulación de animales fueron realizadas 

y supervisadas por profesionales veterinarios, docentes de Facultad de 

Veterinaria.  
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4.5. Ensayo de producción de gas in vitro 

 

Durante la fermentación se produce una mezcla gaseosa compuesta 

principalmente por metano, hidrógeno y dióxido de carbono. Con el fin de 

evaluar el potencial de las cepas nativas para modular la fermentación 

ruminal se realizó un ensayo de producción de gas in vitro midiendo la 

acumulación de la mezcla gaesosa según las metodología planteada por 

Theodorou et al. (1994) con las modificaciones de Mauricio et al. (1999) y 

Fraga et al. (2014). Los experimentos se realizaron en frascos de 125 mL 

que contenían un sustrato, una solución salina tamponadora que simulaba 

la saliva de los rumiantes, fluido ruminal fresco y una solución reductora. El 

sustrato (0,5 g) consistió de una mezcla, molida y pasada por una criba de 

1 mm, de fardo de alfalfa y maíz en una relación 70:30. El sustrato se 

hidrató en la solución salina (38 mL) adicionado con 2 mL de solución 

reductora por 18 h a 4 ºC. La composición de estas soluciones fue la 

descrita por Oeztuerk et al. (2005). La solución salina tamponadora se 

componía de KCl 0,21 M NaCl 0,27 M, CaCl2.2H2O 0,036 M, MgSO4.7H2O 

0,053 M, MnCl2.4H2O 0,033 mM, FeSO4.7H2O 0,019 mM, ZnCl2 0,048 mM, 

CuCl.2H2O 0,039 mM, CoCl2.6H2O 0,055 mM, SeO2 0,12 mM, NiCl2.6H2O 

0,28 mM, Na2MoO4.2H2O 0,3 mM, NaVO3 0,068 mM, H3BO3 1,06 mM, 

hemina 0,04 mM y 2 mL de una solución de bicarbonato de sodio 0,77 M 

por cada litro de solución. La solución reductora consistió de Na2S, 0,085 M. 

Una vez transcurrido el tiempo de hidratación del sustrato los 

fermentadores se termostatizaron a 39 ºC y luego se les agregó 10 mL de 

fluido ruminal fresco y gaseado con CO2. El headspace se saturó con una 



27 
 

corriente de CO2 y los fermentadores se cerraron con tapones de goma y se 

sellaron con precintos de aluminio. 

A partir de cultivos frescos crecidos a 39 °C por 24 h de las cepas a 

ensayar, se prepararon suspensiones en PBS estéril, en condiciones 

anaerobias y se evaluó la cantidad de células por mililitro por conteo 

microscópico directo. Estas suspensiones se utilizaron para inocular los 

fermentadores sellados de modo de obtener un nivel final de 106 

células/mL. Las inoculaciones se realizaron utilizando jeringas y agujas 

previamente tratadas con una solución estéril de Na2S-Cys 0,25 g/L para 

mantener las condiciones de anaerobiosis. Los controles contenían todos los 

componentes antes descritos pero no fueron inoculados con las cepas 

potencialmente probióticas. Para cada cepa y para el control sin inocular se 

prepararon 3 series de fermentadores con triplicado, 9 fermentadores por 

condición. Además se prepararon blancos experimentales que contenían 

sustrato pero no contenían fluido ruminal ni bacterias agregadas. Todos los 

fermentadores se mantuvieron en baño de agua a 39 ºC. Para determinar la 

producción de gas se midió la presión interna de los fermentadores y antes 

de cada medición los mismos fueron agitados. La presión interna se midió 

con un manómetro D1005PS (Ashcroft®, Stratford, USA) y aguja 

hipodérmica de 0.6 mm en los tiempos 2, 4, 8, 12, 18, 24, 48, 72 y 96 h de 

incubación. Luego de realizadas las medidas se liberó la presión interna por 

medio de una aguja de 0,6 mm; los fermentadores se agitaron y se 

mantuvieron en el baño hasta la siguiente medición. 

Dos de las series de fermentadores se prepararon para abrirlos luego de 4 y 

8 h de  incubación, la serie restante se mantuvo durante todo el tiempo 
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experimental y los fermentadores fueron abiertos a las 96 h (final del 

experimento). En las diferentes aperturas se registró el pH con un pHmetro 

Oakton. En todas las aperturas (4, 8 y 96 h) se tomaron muestras del 

contenido de los fermentadores y se mezclaron con ácido perclórico 0,1 M 

en una relación 1:1 para hacer la determinación de AGV y ácido láctico por 

HPLC (Fraga et al., 2014). Una vez que se tomaron todas las muestras el 

contenido de los fermentadores abiertos se almacenó a -20ºC para realizar 

extracción del ADN total de la comunidad microbiana para realizar los 

análisis de microbiota total y para cuantificar los microorganismos 

metanógenos por PCR en tiempo real. 

 

 

4.6. Análisis de gas acumulado, modelización matemática 

 

La presión de gas, expresada en psi (P), registrada en los fermentadores se 

convirtió a volumen de gas (V) mediante la ecuación de predicción obtenida 

en un experimento previo: V =4,40 P + 0,09 P2 (Fraga et al., 2014). 

Al volumen de gas producido en cada fermentador a un tiempo dado se le 

restó el producido por el promedio de los blancos a ese tiempo. Con el fin 

de obtener una descripción cinética del proceso de fermentación en cada 

frasco, los datos de volumen de gas calculado se ajustaron de acuerdo a un 

modelo bicompartimental logístico propuesto por Schofield et al. (1994) 

según la expresión:  , donde V1 es el volumen de 

gas producido por la degradación de la fracción de rápida de fermentación 
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expresado en mL de gas por gramo de sustrato (mL/g), K1 es la tasa de 

producción de gas de la fracción rápida expresado en h-1, V2: volumen de 

gas producido durante la degradación de la fracción de lenta degradación 

(mL/g), K2 es la tasa de producción de gas de la fracción lenta (h-1) y L es el 

tiempo de latencia de producción de gas (fase lag) o de colonización (h). 

Además se calculó el parámetro volumen total (Vt) como la suma de V1 y 

V2. 

 

 

4.7. Perfil de ácidos carboxílicos de los ensayos in vitro 

 

Con el fin de evaluar el efecto de la inoculación de las cepas sobre la 

concentración de los ácidos carboxílicos láctico, acético, butírico y 

propiónico (AGV) de los fermentadores in vitro se analizaron éstos por 

cromatografía líquida de alta performance (HPLC). Para esto las muestras 

conservadas en ácido perclórico 0,1 M (numeral 4.5) correspondientes a las 

4, 8 y 96 horas de incubación a lo largo del ensayo, se centrifugaron por 15 

minutos a 15000 rpm y a 5 ºC y luego se inyectaron 100 μL de cada 

sobrenadante a una columna de un equipo HPLC modular Waters, 

compuesto por una bomba binaria, detector de arreglo de diodos (rango 

210 a 500 nm) e inyector automático. Se utilizó una columna C18 (modelo 

LUNA, Phenomenex, USA) de 250 x 46 mm con un tamaño de partícula de 5 

μm y un tamaño de poro de 150 Å. La fase móvil fue inyectada con un flujo 

de 1 mL/min y consistió de un gradiente de 2 a 90% de acetonitrilo y H3PO4 
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0,5 %, pH 2. La temperatura de la columna se mantuvo a 30 ºC. Se 

determinaron los tiempos de retención de los ácidos láctico y acético, 

propiónico y butírico por medio de la inyección de estándares (0,5 μg/mL) 

que también se usaron como referencia para calcular las concentraciones de 

estos ácidos en las muestras. Los picos de interés en los cromatogramas se 

integraron a 210 nm (Parrott et al., 2001, Fraga et al., 2014).  

Los datos en mg/mL de cada AGV fueron convertidos a concentraciones 

milimolares empleando la masa molar molecular de cada ácido, se calculó la 

concentración total de todos los ácidos en cada fermentador como la suma 

de las concentraciones de cada ácido, además se calculó la relación 

acético/propiónico (A/P). 

 

 

4.8 Determinación de la concentración de metano por cromatografía 

gaseosa  

 

La concentración de metano en los fermentadores del ensayo in vitro 

(numeral 4.5) se determinó a las 4, 8 y 96 h de incubación. La muestras de 

gas se obtuvieron utilizando un dispositivo que consistía de una llave de 3 

vías que en una de las salidas tenía acoplada una aguja hipodérmica (para 

penetrar el tapón del fermentador), en otra salida una jeringa para medir el 

volumen de gas a ser inyectado en un tubo Vaccutainer® de 10 mL que 

estaba conectado a la tercera salida. La concentración de metano se 

determinó en un cromatógrafo de gases SRI 8610, (SRI Instruments®) 
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usando Argón como el gas carrier y un detector de conductividad térmica. 

Estos procedimientos se realizaron como un servicio de la Cátedra de 

Microbiología, Facultad de Química.  

 

 

4.9. Extracción de ADN metagenómico 

 

Con el fin de realizar los análisis de las comunidades bacterianas presentes 

en los fermentadores y para cuantificar los microorganismos metanógenos 

se realizó la extracción del ADN genómico total de la comunidad microbiana. 

Para ello se utilizaron 10 g del contenido total de cada fermentador 

(almacenados a -20ºC) y se utilizó el método de extracción de ADN con 

SDS y CTAB de Zhou et al. (1996). Se determinó la absorbancia a 260 nm 

de las soluciones de ADN en un NanoDrop (Thermo) y se registró la 

cantidad de ADN obtenido, las soluciones se mantuvieron a -20 ºC hasta su 

utilización. 
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4.10. Cuantificación de microorganismos metanógenos por PCR en 

tiempo real 

 

La detección y cuantificación de microorganismos potencialmente 

productores de metano se realizó por medio de la amplificación cuantitativa 

del gen que codifica para la coenzima metil-M-reductasa (mrcA). Para ello 

se utilizaron los cebadores qmrcA-F y qmrcA-R (Denmam et al., 2007). Las 

reacciones se llevaron a cabo en un termociclador BioRad CFX 96 usando el 

kit SensiMix SYBR No-ROX (Bioline). Las condiciones de reacción fueron las 

descritas por Denman et al. (2007): 50 ºC por 2 min; una desnaturalización 

inicial a 95 ºC por 1 min; 40 ciclos de 95 ºC, 15 s y 60 ºC por 60 s para el 

annealing de los cebadores y elongación del producto de PCR. Se realizaron 

curvas estándar para evaluar la eficiencia y para cuantificar posteriormente 

a los amplicones. Como molde estándar se utilizó un fragmento del gen 

mrcA de 474 pb inserto en un pGEM®-T Easy Vector (Promega). Todas las 

muestras se amplificaron en triplicado utilizando como molde 20 ng del ADN 

metagnómico extraído de los fermentadores. Como control negativo usó 

agua bidestilada estéril sin ningún agregado de ADN. 

 

 

 



33 
 

4.11. Caracterización de las comunidades bacterianas: 

secuenciación masiva 

 

Para analizar la comunidad bacteriana presente en los fermentadores 

(numeral 6) y en el fluido ruminal de los animales (numerales 7 y 8) se 

empleó un procedimiento basado en secuenciación masiva. Para ello se 

realizó una amplificación inicial de la región V1-V2 del gen que codifica para 

el ARNr 16S utilizando el ADN metagenómico extraído de los fermentadores. 

Los Master mixes para estas reacciones se prepararon con el kit Qiagen 

Hostart Hi-Fidelity Polymerase (Qiagen, Valencia CA), el cebador forward se 

compuso del ”Roche Titanium Fusion Primer A” (5’-

CATCTCATCCCTGCGTGTCTCCGACTCAG-3’), una secuencia de 10 pb 

identificadora y única para cada muestra (MID, por su nombre en inglés 

Multiplex Identifier, Roche, Indianápolis, IN) y el cebador universal 

bacteriano 8F (5'-AGAGTTTGATCCTGGCTCAG-3'; Edwards et al., 1989). El 

cebador reverso se compuso del ”Roche Titanium Fusion Primer B” (5’-

CCTATCCCCTGTGTGCCTTGGCAGTCTCAG -3’), la misma secuencia MID de 

10 pb, y el cebador reverso 338R (5’-GCTGCCTCCCGTAGGAGT-3’, Fierer et 

al., 2008) abarcando así la región hipervariable V1-V2 del 16S bacteriano. 

Las reacciones para cada muestra incluyeron un paso de desnaturalización 

inicial, 94 ºC, 5 min seguido de 35 ciclos de 94 ºC, 45 s (desnaturalización); 

50 ºC, 30 s (annealing); 72 ºC, 1,5 min (extensión); finalmente se realizó 

una extensión a 72 ºC durante 10 min. Los productos de la amplificación de 

cada muestra se purificaron de forma individual usando el Qiaquick Gel 

Extraction Kit (Qiagen, Valencia CA) (E-Gel Electrophoresis System (Life 
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Technologies, Invitrogen Division), y se normalizaron para hacer una 

muestra compuesta. Los amplicones del ADNr 16S de la muestra compuesta 

se secuenciaron en un secuenciador Roche 454 Genome Sequencer FLX 

Titanium (Microbiome Core Facility, Chapel Hill NC), empleándose los 

reactivos de secuenciación GS FLX Titanium XLR70 así como sus protocolos. 

El análisis inicial de los datos y el base calling de cada secuencia generada 

fue realizado por el Research Computing de University of North Carolina en 

Chapel Hill (Chapel Hill, NC). 

Las secuencias del ADNr 16S generadas por pirosecuenciación se analizaron 

utilizando el paquete Quantitatve Insights into Microbial Ecology (QIIME, 

versión 1.8.0, Caporaso et al., 2010). Las secuencias se asignaron a las 

diferentes muestras según su secuencia MID, se les eliminó la secuencia de 

los cebadores y la MID (proceso de trimming) y se filtraron por calidad (≥ 

25), longitud (≥150 pb) y por el contenido de una base ambigua o por 

contener homopolímeros largos (>6). 

Luego, se generaron las OTUs (del inglés: Operational taxonomic units) 

alineándolas con la base de datos GreenGenes (DeSantis et al., 2006), 

utilizando la herramienta PyNAST (Caporaso et al., 2010) y se generaron 

clusters al 97 % de identidad utilizando el algoritmo UCLUST (Edgar, 2010). 

La asignación taxonómica de las OTUs se realizó con la herramienta BlastN 

(Altschul et al., 1990) 

Los índices de diversidad alfa se generaron con la plataforma QIIME y con el 

programa Past (Hammer et al., 2001) 
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4.12. Ensayo de administración de probióticos 

 

Se evaluó el efecto de la administración, separadamente, de cepas 

probióticas nativas en rumiantes bajo condiciones de producción semi-

intensiva. La cepas administradas fueron P. ruminis 50C (Pr 50C; Fraga et 

al., 2014) y una cepa de P. bryantii, Pb 3C5 (Perelmuter, 2010). La cepa Pr 

50C fue elegida en base a su buena capacidad de crecimiento, porque en 

ensayos previos mostró la capacidad de modular la fermentación in vitro 

aumentando la concentración de AGV y particularmente de ácido butírico, 

sin modificar el volumen de gas producido. (Fraga et al., 2014). La cepa de 

P. bryantii se eligió para este ensayo porque, en trabajos previos, mostró la 

capacidad de crecer con ácido láctico como principal fuente de energía y 

modificó favorablemente el número de grupos bacterianos en ensayos in 

vitro (Perelmuter, 2010). 

El experimento se llevó a cabo en el Campo Experimental Nº 2 de la 

Facultad de Veterinaria, UdelaR (Libertad) bajo la supervisión de 

profesionales del área. Se utilizaron 15 corderos Corriedale, machos peso 

promedio 34 ± 4 kg, de entre 10 y 12 meses de edad. Los animales se 

distribuyeron al azar en tres grupos de 5 animales cada uno: Control, Pr 

50C y Pb 3C5. Los animales se alojaron en jaulas metabólicas durante todo 

el experimento. 

La dieta base consistió de fardo de alfalfa ad libitum (primera oferta diaria 8 

AM) y maíz partido (1 % del peso metabólico) que se administraba dos 

veces al día (10 AM y 4 PM). Con este régimen se buscó simular condiciones 
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de producción de rumiantes en condiciones de semi-intensividad. Los 

animales tuvieron acceso libre a agua. 

Cada 48 h los corderos en los grupos Pr50C y Pb 3C5 recibieron una dosis 

intraruminal de 1 x 109 células de la cepa Pr 50C o Pb 3C5 respectivamente. 

El grupo control recibió el vehículo estéril (Chiquette et al., 2007). 

Luego de 16 días de adaptación a la dieta y a las condiciones 

experimentales comenzó el periodo de toma de muestras. 

Desde el día 17 se registró el consumo de alimento y ese día se tomaron 

muestras para realizar el ensayo de potencia del inóculo. Durante los días 

19 y 20 se tomaron las muestras necesarias para analizar la evolución de 

pH, amoniaco y AGV durante un periodo de 24 h. También se tomaron 

muestras para analizar la estructura de las comunidades microbianas de los 

animales a las 8 h luego de la primera comida diaria. Desde el día 22 al día 

26, final del experimento, se tomaron muestras para analizar la 

digestibilidad del alimento. En los siguientes apartados se detallan las 

mediciones realizadas asociadas a estos experimentos. 

 

 

4.12.1. Evaluación de la actividad del inóculo  

 

Con el fin de evaluar el efecto de la administración de las cepas nativas 

sobre el potencial fermentador del fluido ruminal de los animales se realizó 

un ensayo en fermentadores in vitro como el descrito en el numeral 4.5. El 
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sustrato utilizado, las soluciones y condiciones fueron las mismas, pero los 

donantes de fluido ruminal fueron los animales en los diferentes 

tratamientos. El día 17 del ensayo se extrajo fluido ruminal de todos los 

animales y se incubaron por triplicado como se explicó en 4.5. Para cada 

animal se incubaron 3 fermentadores que no contenían sustrato para restar 

la producción de gas debido a los sustratos que estaban presentes en el 

fluido ruminal donante. La presión interna de los fermentadores se midió 

con un manómetro D1005PS (Ashcroft®, Stratford, USA) y aguja 

hipodérmica de 0,6 mm en los tiempos 2, 4, 8, 12, 18, 24, 48, 72 y 96 h de 

incubación. Luego de realizadas las medidas se liberó la presión interna por 

medio de una aguja de 0,6 mm, luego, los fermentadores se agitaron y se 

mantuvieron en el baño hasta la siguiente medición. Se tomaron muestras 

del gas generado (ver numeral 4.8) para determinar la concentración de 

metano. 

Los datos de gas generados se ajustaron al modelo matemático de Schofield 

et al. (1994) como se explicó en el numeral 4.6. 

 

 

4.12.2. Ambiente ruminal 

 

El día 19 del ensayo de administración se tomaron muestras de fluido 

ruminal cada 2 horas hasta cubrir las doce horas y luego cada cuatro horas 

hasta completar las 24 horas con el fin de evaluar la evolución del pH 
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ruminal, la concentración de AGV y de nitrógeno amoniacal en el rumen de 

los animales en los distintos tratamientos.  

Para analizar AGV las muestras se conservaron con ácido perclórico 0,1 M 

en relación 1:1. Las muestras para analizar nitrógeno amoniacal se 

conservaron con H2SO4, 50 % (v/v), en relación 1:100. Todas las muestras 

se almacenaron inmediatamente a -20 ºC hasta su procesamiento. 

 

 

4.12.3. Cuantificación de AGV  

 

Para evaluar el efecto de la administración de las cepas nativas sobre la 

evolución diaria de los AGV y del ácido láctico éstos se analizaron por HPLC. 

Para ello las muestras conservadas en ácido perclórico 0,1 M se 

centrifugaron durante 15 min a 15000 rpm y a 5 ºC y luego se inyectaron 

100 μL de cada sobrenadante en una columna de un equipo HPLC modular 

Waters, compuesto por una bomba binaria, detector de arreglo de diodos 

(rango 210 a 500 nm) e inyector automático. 

Se utilizó una columna de fase entrecruzada de estireno-divinilbenceno 

sulfonado Rezex ROA-Organic Acid H+ (8 %, 300*7,8 mm). La fase móvil, 

H2SO4 0,015M, fue inyectada con un flujo de 0,3 mL/min en modo 

isocrático. La temperatura de la columna se mantuvo a 30ºC. Se 

determinaron los tiempos de retención de los ácidos láctico, acético, butírico 

y propiónico por medio de la inyección de estándares (0,5 μg/mL) que 

también se usaron como referencia para calcular las concentraciones de 
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estos ácidos en las muestras. Los picos de interés en los cromatogramas se 

integraron a 210 nm (Parrott et al., 2001, Fraga et al., 2014).  

 

 

4.12.4. Nitrógeno amoniacal 

 

El amoniaco es considerado la principal fuente de nitrógeno para la síntesis 

de proteína microbiana en el rumen. La concentración de nitrógeno 

amoniacal fue determinada utilizando un electrodo selectivo para iones 

amonio (Thermo Scientific Orion) según las indicaciones del fabricante. 

 

 

4.12.5. Consumo y digestibilidad  

 

El consumo de forraje, así como la digestibilidad aparente de la materia 

seca de la dieta fueron individualmente medidos diariamente durante 5 

días, respectivamente (desde el día 22). El consumo de materia seca fue 

calculado como la diferencia entre oferta y rechazo. Se preparó una 

muestra compuesta de heces por individuo mezclando las heces eliminadas, 

en forma proporcional a la cantidad total excretada diariamente. Los 

coeficientes de digestibilidad fueron calculados, para cada fracción del 

alimento como: 
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(cantidad ingerida (g) – cantidad eliminada(g)) / cantidad ingerida (g) 

 

 

4.12.6. Análisis químicos 

 

El contenido en materia seca de la oferta de alimento y de las heces se 

analizó según AOAC (Official Methods of Analysis, AOAC International, 

1990).  

Todas las muestras fueron analizadas por triplicado, aceptando coeficientes 

de variación entre análisis del 3 al 5 % según el parámetro.  

 

 

4.13. Análisis estadísticos 

 

Para todos los análisis se utilizó el paquete estadístico del SAS (version 8.2; 

SAS Institute, Cary, NC, USA).  

El ajuste de los datos de volumen de gas al modelo propuesto por Schofield 

et al. (1994) se realizó por regresión no lineal, empleando el procedimiento 

NLIN.  

Los valores de AGV, metano, NH3 en las secciones 3 y 4 se analizaron como 

medidas repetidas en el tiempo sobre cada animal, mediante el 

procedmiento MIXED del SAS (version 8.2; SAS Institute, Cary, NC, USA). 
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Las variables de los animales tratados se compararon con los del control 

aplicando el modelo: 

Yijk = µ + Si + Tj + (S*T)ij + εijk 

Dónde Yijk es la variable (AGV, NH3 o metano), µ es la media (overall 

mean), Si es el efecto del tratamiento (i = Control, Pr 50C, Pb 3C5) 

medidos en k réplicas (5 animales), Tj es el efecto fijo del tiempo (j = 

depende de las variables medidas), (S*T)ij es la interacción 

tratamiento*tiempo y εijk es el error residual. 

En los casos en que se compararon variables que no dependían del tiempo 

se usó el modelo: 

Yik = µ + Si + εik 

Dónde Yik es la variable, µ es la media (overall mean), Si es el efecto del 

tratamiento (i = Control, Pr 50C, Pb 3C5) medido en k réplicas (5 animales) 

y εik es el error residual. 

Las medias entre los tratamientos se separaron usando el test de Dunnet 

como análisis post hoc. Las diferencias entre medias se consideraron 

significativas cuando P <0,05 y se consideró que hubo tendencias cuando 

0,05 < P < 0,10. 
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5. SECCIÓN 1. IDENTIFICACIÓN DE CEPAS RUMINALES NATIVAS 

 

 

 

5.1. Introducción 

 

Los rumiantes han desarrollado una compleja microbiota simbionte que 

incluye bacterias, protozoarios, hongos y arqueas (van Soest, 1994), la cual 

les ha permitido adaptarse al consumo de vegetales al digerir el material 

fibroso. Para entender mejor las relaciones microbianas y los procesos 

metabólicos en el rumen es necesario describir y comprender la diversidad 

de la comunidad así como la influencia de diferentes factores del hospedero 

y de la dieta en su composición (Larue et al., 2005). 

Se estima que la comunidad microbiana ruminal comprende varios cientos o 

incluso miles de especies bacterianas. La mayoría de éstas son anaerobias 

estrictas o facultativas y al menos 30 son las predominantes con cantidades 

de aproximadamente 1011 células bacterianas/ml de fluido ruminal (Hespell, 

1987, Miron et al., 2001). 

Sólo una fracción de la comunidad bacteriana de la mayor parte de los 

sistemas microbianos es cultivable. En el caso del rumen se calcula que 

entre el 10 y 50 % de la comunidad bacteriana total puede ser cultivada en 

medios artificiales (Kobayashi, 2006). Los métodos moleculares han 

permitido estudiar la microbiota ruminal en forma independiente del cultivo. 

Los distintos abordajes pueden incluir la secuenciación masiva del gen que 
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codifica para el ARNr 16S, PCR cuantitativo y Fluorescent in situ 

hybridisation (FISH) entre otras. 

En esta sección se describe la identificación de aislamientos ruminales que 

provienen del trabajo de Fraga (2010) y fueron realizdos en un medio que 

como principal fuente de carbono y energía contenía celulosa 

microcristalina. Con esa aproximación se buscaba seleccionar bacterias que 

estuvieran relacionadas con la función fibrolítica. La identificación se realizó 

por medio del análisis del ADNr 16S de los aislamientos.  

 

 

5.2. Resultados 

 

 

5.2.1. Identificación de los aislamientos 

 

Se identificaron 16 aislamientos de bacterias recuperadas en un medio con 

celulosa microcristalina como principal fuente de carbono y energía. La 

filogenia de estos organismos basada en la secuencia del gen ADNr 16S se 

presenta en la Figura 5.2.1. Para la construcción del árbol ML se utilizaron 

las secuencias obtenidas en este trabajo y secuencias relacionadas con las  

 

de los aislamientos que fueron descargadas de la base de datos GeneBank  
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de la NCBI. En la tabla 5.2.1. se presenta la identidad sugerida por la 

comparación con la base de datos mencionada. 

Luego de analizadas las secuencias del gen que codifica para el ARNr 16S se 

pudo determinar que los aislamientos 3F24C, 4C50C, 4C60C, 4C19C y 

4C20C presentaron afiliación con el género Pseudobutyrivibrio mientras que 

cinco aislamientos fueron afiliados al género Butyrivibrio (4C80C, 4C63C, 

4C79C, 4C58C y 4C59C). El aislamiento 4C53C perteneció al género 

Selenomonas y el asilamiento 4C52C se afilió al género Succinivibrio. 

Cuatro aislamientos correspondieron a la familia Lachnospiraceae, 4F76C 

pudo ser clasificado como representante del género Oribacterium mientras 

que 3F22C, 4F21C y 4C56C resultaron ser representantes de un nuevo 

género bacteriano. De acuerdo a la filogenia propuesta por el árbol ML estos 

aislamientos están emparentados con el género Pseudobutyrivibrio. 

El aislamiento 4C80C agrupó con la especie fibrolítica Butyrivibrio 

fibrisolvens mientras que 4C58C, 4C59C, 4C63C y 4C79C agruparon con 

Butyrivibrio hungatei. Dos aislamientos aparecieron muy distantes 

evolutivamente con respecto al resto y no se incluyeron en el árbol 

filogenético, el aislamiento 4C53C perteneció al género Selenomonas y por 

homología en la secuencia del ARNr 16S pudo ser clasificada como S. 

ruminantium mientras que 4C52C es un representante de la especie 

Succinivibrio dextrinosolvens. 
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Tabla 5.2.1. Identidad deducida al comparar las secuencias obtenidas con la base de datos 

del GenBank 

Cepa Identidad 

% de 

similitud Número de acceso* 

3F21C Lachnospiraceae no 

descrito 

99 GU324409.1 

3F22C Lachnospiraceae no 

descrito 

99 GU324409.1 

3C56C Lachnospiraceae no 

descrito 

99 GU324409.1 

4C58C Butyrivibrio hungatei 99 FJ794074.1 

4C59C Butyrivibrio hungatei 99 FJ794074.1 

4C63C Butyrivibrio hungatei 99 AY178635.1 

4C79CA Butyrivibrio hungatei 99 AY178635.1 

4C80C Butyrivibrio 

fibrisolvens 

99 EU346756.1 

3F24C 

 

Pseudobutyrivibrio. 

ruminis 

99 JQ316655.1 

4C50C Pseudobutyrivibrio. 

ruminis 

99 NR_026315.1 

4C60C 

Pseudobutyrivibrio. 

ruminis 

99 NR_026315.1 

4C19C P. ruminis 99 NR_026315.1 

3C20C P.ruminis 99 NR_026315.1 

4F76C Oribacterium sp. 99 EU259394.1 

4C53C S. ruminantium  AB558164.1 

4C68C Succinivibrio 

dextrinosolvens 

99 AB849335.1 

*Se presentan los números de acceso del pariente más cercano en la base de datos del 

GenBank del NCBI.  
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Fig. 5.2.1. Análisis filogenético por el Método de Maximum Likelihood (ML). La 

historia evolutiva de los aislamientos fue inferida por el método ML basado en el modelo de 
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Kimura con 2 parámteros (Kimura 1980). Se muestra el árbol consenso luego de realizadas 

500 réplicas y el % en los nodos (Felsenstein 1985). El árbol está representado a escala y la 

longitud de las ramas representa las sustituciones por sitios, la escala (0,02 sustituciones por 

sitio) se muestra abajo a la izquierda. Para cada secuencia utilizada en los alineamientos se 

muestra el número de acceso, género y especie si corresponde. 

 

 

5.3. Discusión 

 

Actualmente existe una tendencia a estudiar los sistemas microbianos con 

abordajes casi exclusivamente moleculares y la microbiota ruminal no 

escapa a ella. La biología molecular rompió con la barrera del cultivo y 

permitió descubrir la existencia de microorganismos previamente 

desconocidos. Sin embargo también se deben hacer esfuerzos para 

caracterizar las bacterias a través del cultivo con el fin de potenciar el 

conocimiento de la diversidad funcional de las poblaciones bacterianas 

ruminales (Firkins et al., 2006). 

En este capítulo se identificaron microorganismos semejantes a Butyrivibrio 

(“Butyrivibrio-like organisms”) que pueden llegar a representar del 24 al 30 

% de las bacterias cultivables del rumen (Forster et al., 1996), incluyendo 

representantes de las especies B. fibrisolvens, P. ruminis, y B. hungatei. 

Estos organismos son importantes miembros del ecosistema ruminal, han 

sido descritos como integrantes de los llamados consorcios fibrolíticos del 

rumen y establecen relaciones simbióticas entre ellos. En estos consorcios 

no hay solamente miembros fibrolíticos sino que también hay bacterias que 
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ayudan a acelerar los procesos de digestión de la fibra sin atacarla 

directamente. En un estudio se describieron consorcios naturales y 

artificiales que se formaban junto a F. succinogenes que incluían entre otras 

a P. ruminis y B. fibrisolvens (Shinkai et al., 2010). La denominación de 

organismos semejantes a Butyrivibrio se debe a que muchos aislamientos 

ruminales productores de ácido butírico son clasificados en base a 

consideraciones fenotípicas y metabólicas como B. fibrisolvens sin tener en 

cuenta su relación filogenética (Kopečnỷ et al., 2003). En 1996 y en base a 

consideraciones genotípicas se describió por primera vez el género 

Pseudobutyrivibrio y la especie P. ruminis ya que si bien los aislamientos 

compartían muchas características con Butyrivibrio eran lo suficientemente 

alejados desde el punto de vista filogenético para ser incluidos en otro 

género (van Gylswyk et al., 1996; Fig. 5.2.1). 

Succinivibrio dextrinosolvens es una bacteria ruminal descrita en el ganado 

ovino y bovino. Es Gram negativa, funcionalmente desempeña el rol de 

digerir el almidón y filogenéticamente pertenece a la subdivisión  de las 

proteobacterias (Hippe et al., 1999). En este trabajo, el asilamiento 4C52C 

se clasificó como perteneciente a esta especie. El aislamiento 4C53C se 

clasificó como perteneciente a la especie S. ruminantium. Estos dos últimos 

aislamientos no son microorganismos asociados a las fibrólisis. La especie 

S. ruminantium, como se mencionó anteriormente, es una de las especies 

cultivables más abundantes del rumen. Los miembros del género se han 

sugerido entre los más prominentes y más metabólicamente diversos del 

rumen, y junto con M. eldesnii y con Propionibacterium spp., se los asocia 

con el consumo de ácido láctico (Ricke y Schaefer, 1996, Elghandour et al., 

2015).  
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Cuatro aislamientos no presentaron homología con secuencias de especies 

bacterianas depositadas en los bancos de datos y podrían representar 

nuevas especies e incluso géneros. Las secuencias del ADNr 16S de 3F21C, 

3F22C, 4C56C son muy similares entre sí y se incluyeron en la familia 

Lachnospiraceae del Orden Clostridiales (Clase Clostridia del Filo 

Firmicutes); organismos similares ya han sido aislados pero aún no han sido 

clasificados taxonómicamente (Kenters et al., 2011). En esta familia de 

microorganismos se encuentran géneros de microorganismos importantes 

en la microbiota ruminal como Butyrivibrio y Pseudobutyrivibrio (Fig.5.2.1). 

Por último, el aislamiento 4C76CC también fue clasificado como 

representante de la familia Lachnospiracea y es un representante del 

género Oribacterium que actualmente consta de una sola especie 

reconocida, incluida en el análisis filogenético (Carlier et al., 2004) y con 

dos especies recientemente aisladas de la cavidad oral humana que 

comparten menos del 98 % de similitud en la secuencia del ADNr 16S con 

4C76CC (Sizova et al., 2014).  

Todos los aislamientos presentaron homología con especies, géneros o 

familias pertenecientes al ambiente ruminal y la mayor parte de ellos están 

relacionados con la función fibrolítica ruminal, bien por ser especies 

fibrolíticas o por formar parte de los consorcios microbianos fibrolíticos. Esto 

es explicable y coherente ya que estos organismos fueron aislados en un 

medio cuya fuente principal de carbono y energía era celulosa (Fraga et al., 

2014). Siete de estas cepas bacterianas fueron utilizadas en un ensayo in 

vitro para evaluar su capacidad de modular la fermentación ruminal 

(Numeral 5, sección 2). Una de estas cepas se elegió para ser administrada 
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en el ensayo de administración de potenciales probióticos (Numeral 6, 

sección 3).  
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6. SECCIÓN 2: EVALUACIÓN IN VITRO DEL POTENCIAL PROBIÓTICO 

DE CEPAS RUMINALES NATIVAS 

 

 

 

6.1. Introducción 

 

En los sistemas de producción actuales, en particular intensivos y semi-

intensivos, se pueden producir desbalances en el delicado equilibrio entre la 

microbiota ruminal y el hospedero. Por esto, la fermentación de la fibra y, 

consecuentemente, los resultados productivos pueden verse alterados. Para 

sobrellevar estos problemas la modulación de la fermentación ruminal ha 

captado el interés de criadores de ganado lechero y cárnico, nutricionistas y 

técnicos veterinarios. Tradicionalmente esta modulación se conseguía 

utilizando compuestos como los antibióticos o los ionóferos como aditivos a 

la dieta buscando disminuir la producción de metano o para evitar la 

acidosis ruminal (Nagaraja et al., 1982; Mutsvangwa et al., 2002). 

Los métodos de evaluación del gas acumulado en fermentadores in vitro se 

desarrollaron para el estudio y la predicción de la fermentación de alimentos 

para rumiantes (Rymer et al., 2005). En estos ensayos los alimentos o 

sustratos son incubados con fluido ruminal fresco en presencia de tampones 

que simularían la acción de la saliva, los sustratos son fermentados por la 

microbiota ruminal presente en el fluido y se producen gases, ácidos y se 

genera biomasa microbiana. Al combinar medidas de degradación 
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microbiana las técnicas de producción de gas proveen una forma de medir 

las proporciones de alimento fermentado (Rymer et al., 2005).  

En los años 70’ Wilkins describió un abordaje para estudiar la cinética de la 

fermentación in vitro utilizando transductores de presión para determinar la 

presión acumulada en frascos cerrados herméticamente (Wilkins, 1974). A 

partir de los datos de presión se puede calcular el volumen de gas 

producido y describir los parámetros cinéticos que dirigen la fermentación. 

El proceso implica las medidas de presión acumulada en los fermentadores 

(Theodorou et al., 1994) y se han desarrollado metodologías de registro 

automáticas y semiautomáticas (Pell y Schofield, 1993; Cone et al., 1996; 

Mauricio et al., 1999; Davies et al., 2000). 

Mediante el empleo de diferentes sustratos y soluciones tamponadoras es 

posible generar situaciones que simulen diferentes estados patológicos de 

los rumiantes y probar estrategias de control y tratamiento. Por ejemplo, 

con abordajes en fermentadores in vitro se han generado situaciones 

similares a las que ocurren en el rumen cuando los animales sufren de 

acidosis (Tung y Kung, 1993). La acidosis ocurre cuando las condiciones de 

estabilidad del rumen se ven afectadas por factores diversos como por 

ejemplo la ingesta de carbohidratos fácilmente fermentables. En estas 

condiciones la comunidad microbiana se ve indefectiblemente influida. Así, 

un rápido descenso en el pH ruminal debido a la acumulación de AGV 

particularmente láctico, provoca un aumento en las proporciones de 

Streptococcus bovis y otros microorganismos productores de ácido láctico 

(Krause y Oetzel, 2005). Esto genera la disminución de otros 

microorganismos como Megasphaera elsdenni y Selenomonas ruminantium 
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alcanzando un estado en el cual los microorganismos productores de ácido 

láctico sobrepasan a los consumidores (Strobel y Russel, 1986). A su vez, la 

fracción celulolítica de la microbiota se ve afectada, viéndose inhibida la 

degradación de los carbohidratos y por tanto toda la cadena de degradación 

de la fibra de los forrajes. Ésta constituye la principal patología en los 

sistemas intensivos y semi-intensivos de producción de leche y carne bovina 

por la incidencia de la misma y por las repercusiones económicas. 

El empleo de abordajes in vitro permite evaluar diferentes compuestos que 

atenúan la caída del pH y es posible evaluar como se ve afectada la cinética 

de degradación de la fibra alimenticia en situaciones teóricas que serían 

mortales para animales en ensayos in vivo. Estos ensayos permiten la 

utilización de probióticos de forma segura en sistemas que simulan el 

rumen como paso previo a abordajes que involucren ensayos in vivo. De 

este modo, se estudió el efecto de la adición de una cepa de M. eldesnii en 

fermentadores in vitro con el fin de evaluar el efecto amortiguador en la 

concentración de ácido láctico en condiciones de acidosis (Kung y Hession, 

1995). Con abordajes similares es posible estudiar diferentes situaciones 

experimentales y evaluar el papel que desempeñan cepas probióticas 

adicionadas en la dinámica de las poblaciones bacterianas in vitro 

(Perelmuter et al., 2010) 

En esta sección se evalúa el potencial modulador de la fermentación de un 

conjunto de siete cepas bacterianas nativas de rumen. El sustrato utilizado 

en estos experimentos fue similar a la alimentación que se iba a administrar 

a los animales del numeral 5, sección 3. El objetivo de este abordaje fue 

evaluar la modulación de la fermentación ruminal in vitro por medio del 
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análisis de lo AGV producidos, la dinámica de producción de gas  y la 

estructura de la microbiota para seleccionar una cepa moduladora para ser 

administrada en el ensayo in vivo (Numeral 5). 

 

6.2. Resultados 

 

 

6.2.1. Dinámica de la fermentación ruminal 

 

La evolución del volumen de gas acumulado en los fermentadores se 

muestra en la Fig. 6.2.1. Estos datos fueron ajustados de acuerdo a un 

modelo matemático para describir la cinética de la fermentación. 

Los parámetros cinéticos se muestran en la tabla 6.2.1. El volumen total 

producido (Vt = V1 +V2) y la fase lag (L) no se afectaron significativamente 

por la adición de ninguna de las cepas ensayadas al compararlas con los 

fermentadores control (sin agregado de cepa potencialmente probiótica). 

Sin embargo, se encontraron diferencias en otros parámetros de la 

fermentación. El volumen de gas producido en la fase rápida de 

fermentación (V1) en los tratamientos con Prum 55C y Lach 56C fue menor 

que el generado en el control mientras que la tasa de fermentación de la 

fase rápida (kd1) fue mayor en el tratamiento con la cepa Pr 50C (Tabla 

6.2.1.). 
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Fig. 6.2.1 Volumen de gas acumulado en los fermentadores a lo largo de todo el periodo de 

incubación 

Analizando los parámetros descriptores de la fase lenta de fermentación se 

pudo observar que los tratamientos con las cepas Lach 56C, Bhun 79C, 

Bhun 58C y Prum 55C mostraron tasas de fermentación (kd2) más elevadas 

que las del control. Estas cuatro cepas y Pr 50C también incrementaron los 

valores de volumen de la fase lenta de fermentación (V2, Tabla 6.2.1.). 
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Tabla 6.2.1. Parámetros cinéticos de fermentación 

 
 Control Lach 

21C 
Lach 
56C 

Pr 50C Prum 
55C 

Bhun 
58C 

Bhun 
63C 

Bhun 
79C 

Pa  

         
V1 
(mL/g) 171,8 166,1 87,8* 124.1 82,8* 141,6 157,9 96,0 0,02 

kd1 (h-1) 0,0714 0,074 0,137 0.179* 0,151 0,130 0,070 0,147 0,01 

L (h) 0,96 -0,39 0,81 0.87 0,64 1,43 -0,32 0,74 0,43 

V2 

(mL/g) 65,4 78,1 141,1* 138.7* 157,9* 139.2* 61,5 141,1* <0.01 

kd2 (h-1) 0,0155 0,0215 0,0357* 0,0355* 0,0385* 0.0365* 0,0172 0,0363* <0.01 

Vt 
(mL/g) 237,2 244,2 229,0 262,8 240,7 280,9 219,4 237,1 0.12 

          
* En una misma fila, significativamente diferente al control luego del ajuste con el test de Dunnett, 
P<0.05. a Corresponde al valor de P del tratamiento. 

 

 

6.2.2. Ácidos grasos volátiles  

 

No se detectó ácido láctico en ningún fermentador en ninguno de los 

tiempos experimentales. A las 4 h de incubación la concentración total de 

AGV de los fermentadores tratados con Bhun 58C fue igual que la de los 

controles mientras que para el resto de los tratamientos la concentración 

total de AGV fue significativamente menor (Tabla 6.2.2). Una situación 

similar se observó al analizar el ácido acético ya que todos los tratamientos 

mostraron concentraciones más bajas que las del control (Tabla 6.2.2). 

También, en los fermentadores tratados con Lach 56C, Prum 55C, Lach 21C 

y Bhun 63C se observó una disminución significativa en la concentración de 
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ácido butírico. Los niveles de ácido propiónico fueron similares a los 

determinados en el control en la mayoría de lo tratamientos salvo en el 

tratamiento con Prum 55C en el cual se registró una disminución 

significativa de este ácido (Tabla 6.2.2). En todos los casos la relación 

acético/propiónico (A/P) disminuyó significativamente y el pH en los 

tratamientos Pr 50C, Lach 56C, Bhun 79C, Bhun 58C y Prum 55C fue mayor 

que el del control (Tabla 6.2.2). 

Tabla. 6.2.2. Concentración de AGV, relación A/P y pH y en los fermentadores a las 4 h de 
incubación 
 

AGV 
(mg/mL), 
A/P y pH 

 

Tratamiento 
Control Lach 21C Lach 56C Pr 50C Prum 55C Bhun 58C Bhun 63C Bhun 79C 

Ác. acético 2491,4 

(166,9) 

1681,1 

(101,5)* 

1904,7 

(151,5)* 

1743,5 

(130,7)* 

1480,1 

(385,9)* 

2307,5 

(373,1) 

1477,0 

(86,6)* 

1668,3 

(229,2)* 

Ác. 
propiónico 

1057,8 

(76,8) 

807,3 

(69,9) 

908,8 

(94,0) 

855,6 

(47,3) 

722,8 

(215,1)* 

1195,9 

(175,9) 

816,9 

(88,6) 

826,4 

(109,2) 

Ác. Butírico 350,4 

(20,4) 

96,6 

(45,6)* 

160,0 

(145,2)* 

318,1 

(64,9) 

99,6 

(37,7)* 

300,3 

(11,0) 

65,5 

(1,5)* 

238,9 

(25,9) 

AGV totales 3899,6 

(245,1) 

2591,4 

(195,1)* 

2973,6 

(100,5)* 

2917,2 

(234,8)* 

2302,5 

(625,3)* 

3803,8 

(542,0) 

2359,4 

(141,3)* 

2733,6 

(362,7)* 

A/P 2,4 

(0,1) 

2,1 

(0,1)* 

2,1 

(0,1)* 

2,04 

(0,04)* 

2,1 

(0,1)* 

1,93 

(0,04)* 

1,8 

(0,1)* 

2,02 

(0,02)* 

pH 6,34 

(0,05) 

6,40 

(0,07) 

6,48 

(0,05)* 

6,54 

(0,02)* 

6,50 

(0,03)* 

6,51 

(0,01)* 

6,39 

(0,05) 

6,48 

(0,04)* 

* En la misma fila significativamente diferentes al control (Test de Dunnet, P < 0,05), Entre paréntesis se 
presenta la desviación estándar 

 

 

En general, la concentración de AGV totales y de los ácidos individuales no 

mostró diferencias significativas con respecto al control en los 

fermentadores abiertos a las 8 h de incubación (Tabla 6.2.3). Sin embargo, 

los fermentadores tratados con Pr 50C mostraron niveles más elevados de  
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ácido butírico. La relación A/P y el pH fueron, a este tiempo de incubación  

 

similares al control (Tabla 6.2.3). 

 

Al final del experimento, 96 h de incubación, las concentraciones de ácido 

acético y la de ácido propiónico así como la concentración de AGV totales 

fueron similares a las del control. La concentración de ácido butírico tendió 

a ser mayor que la del control en todos los tratamientos; esta diferencia fue 

significativa en los fermentadores tratados con Lach 56C (Tabla 6.2.4). La 

relación A/P fue mayor que la del control en el tratamiento con Bhun 79C y 

similar en los casos restantes (Tabla 6.2.4). El tratamiento con Prum 55C 

mostró valores de pH significativamente mayores que los del control (Tabla 

6.2.4.). 

Tabla. 6.2.3.  Concentración de AGV, relación A/P y pH en los fermentadores a las 8 h de 

incubación 

 
AGV 

(mg/mL), 
A/P y pH Tratamiento 

Control Lach 21C Lach 56C Pr 50C Prum 55C Bhun 
58C 

Bhun 
63C 

Bhun 
79C 

Ác. acético 2244,7 

(370,8) 

2040,4 

(332,1) 

2257,7 

(553,7) 

2650,5 

(115,2) 

1850,6 

(531,4) 

2514,2 

(188,9) 

1765,6 

(229,2) 

1934,3 

(633,4) 

Ác. propiónico 1152,0 

(156,8) 

982,3 

(126,1) 

1013,9 

(221,0) 

1161,4 

(157,0) 

915,2 

(259,3) 

1312,3 

(92,3) 

926,8 

(35,9) 

956,0 

(272,2) 

Ác. butírico 293,9 

(62,6) 

209,3 

(44,8) 

340,2 

(157,7) 

589,5 

(68,9)* 

161,3 

(535,3) 

332,8 

(29,0) 

194,3 

(28,1) 

288,9 

(67,4) 

AGV totales 3690,6 

(575,3) 

3232,1 

(499,1) 

3611,8 

(931,3) 

4401,5 

(321,3) 

2927,1 

(810,8) 

4159,3 

(279,5) 

2886,7 

(260,9) 

3179,3 

(971,1) 

A/P 1,9 (0,2) 2,1 (0,1) 2,2 (0,1) 2,3 (0,3) 2,0 (0,3) 1,9 (0,1) 1,9 (0,2) 2,0 (0,1) 

pH 6,40 

(0,05) 

6,43 

(0,02) 

6,44 

(0,03) 

6,44 

(0,04) 

6,40 

(0,02) 

6,39 

(0,06) 

6,44 

(0,03) 

6,43 

(0,02) 

* En la misma fila significativamente diferentes al control (Test de Dunnet, P < 0,05), Entre paréntesis se 

presenta la desviación estándar 
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Tabla. 6.2.4. Concentración de AGV, relación A/P y pH en los fermentadores a las 96 h de 
incubación 
 
AGV 
(mg/mL), 
A/P y pH 

        
Tratamiento 

Control Lach 21C Lach 56C Pr 50C Prum 55C Bhun 58C Bhun 63C Bhun 79C 

Ác. acético 3151,8 

(928,1) 

2989,3 

(249,8) 

3620,3 

(556,1) 

3188,0 

(528,2) 

3639,0 

(660,7) 

3268,0 

(292,4) 

2478,5 

(528,0) 

3686,7 

(889,3) 

Ác. 

propiónico 

1435,6 

(384,7) 

1391,0 

(68,8) 

1743,9 

(288,0) 

1479,7 

(212,4) 

1783,4 

(428,2) 

1620,1 

(243,9) 

1173,2 

(271,2) 

1920,1 

(420,1) 

Ác. butírico 223,8 

(14,4) 

699,3 

(262,1) 

904,7 

(152,5)* 

556,8 

(337,5) 

558,9 

(258,7 

782,9 

(344,4) 

638,5 

(303,1) 

704,1 

(132,6) 

AGV totales 4811,1 

(1324,4) 

5079,6 

(574,6) 

6268,9 

(1006,1) 

5224,5 

(1076,6) 

5981,3 

(1333,3) 

5671,0 

(669,0) 

4290,2 

(1084,8) 

6310,8 

(1441,2) 

A/P 2,2 (0,1) 2,1 

(0,1) 

2,08 

(0,03) 

2,2 (0,1) 2,1 (0,1) 2,0 

(0,2) 

2,12 

(0,04) 

1,91 

(0,05)* 

pH 6,42 

(0,02) 

6,43 

(0,03) 

6,43 

(0,03) 

6,42 

(0,01) 

6,56 

(0,03)* 

6,41 

(0,02) 

6,40 

(0,02) 

6,42 

(0,04) 

* En la misma fila significativamente diferentes al control (Test de Dunnet, P < 0,05), Entre paréntesis se 

presenta la desviación estándar 

 

 

 

6.2.3. Determinación de metano y microorganismos metanógenos 

 

La concentración de metano (Fig. 6.2.2.) se determinó a las 4, 8 y 96 h de 

incubación y la misma no se vio significativamente afectada por la  adición 

de las cepas potencialmente probióticas en ninguno de los tiempos al 

compararla con el control. A las 96 h se alcanzaron concentraciones 

promedio en el entorno de 5 mM en el headspace de los fermentadores (Fig. 

6.2.2.). 
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Figura 6.2.2. Concentración promedio de metano en los fermentadores a las 4, 8 y 96 h de 

incubación. 

Los microorganismos metanógenos se estimaron cuantificando el gen mrcA. 

No se encontraron diferencias significativas entre el control y los 

fermentadores tratados con cepas nativas. A las 4 horas de incubación se 

cuantificaron en promedio 2,7 x103 copias del gen mrcA por ng de ADN total 

mientras que a las 8 h de incubación se observó un aumento de casi 10 

veces alcanzando valores promedio de 1,5 x104 copias del gen mrcA/ng de 

ADN. 

 

 

6.2.4. Evaluación de la microbiota ruminal en los fermentadores 

 

La estructura y composición de la microbiota en los fermentadores se 

estudió por medio de la secuenciación masiva del gen que codifica para el 
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ARNr 16S. Luego del análisis de calidad se analizaron 107874 secuencias 

con un promedio por muestra de 2335 ± 650. 

El filo más abundante en todos los casos fue Bacteroidetes con abundancias 

que alcanzaron al 85 % de todas las secuencias obtenidas y el segundo filo 

más abundante fue Firmicutes alcanzando en el caso del tratamiento con 

Bthung 79C el 12,3 % (Tabla 6.2.5, Figura 6.2.3) 

 

Tabla 6.2.5. Composición, en términos de Filos, detectados en los fermentadores  

 Abundancia porcentual de filos en los fermentadore por tratamiento 

Filos Control 
Lach 
21C 

Lach 
56C 

Pr 
50C Prum55C Bthung63C Bthung79C 

Bacteroidetes 85,38 82,12 81,67 86,48 83,59 83,61 78,06 
Firmicutes 6,05 8,39 8,90 5,50 7,45 7,37 12,32 

Sin designar 7,72 8,12 8,25 6,94 7,77 7,64 8,43 

Cyanobacteria 0,43 0,54 0,63 0,52 0,52 0,63 0,64 
Tenericutes 0,19 0,36 0,14 0,29 0,27 0,36 0,23 

Fibrobacteres 0,06 0,19 0,23 0,15 0,18 0,15 0,09 

Spirochaetes 0,12 0,18 0,04 0,04 0,11 0,06 0,21 
Otros 0,04 0,10 0,14 0,08 0,09 0,14 0,02 
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Figura 6.2.3. Composición porcentual de filos bacterianos en los fermentadores 

 

 

6.3. Discusión 

 

Una necesaria disminución en el uso de antimicrobianos como “promotores 

del crecimiento” en producción animal ha sido el motor de la búsqueda de 

alternativas para modular la fermentación animal. Los probióticos 

representan una alternativa que se puede inscribir en una estrategia 

“saludable”, no química y también segura para alcanzar este propósito 

(Kobayashi, 2006; Seo et al., 2010; Chiquette et al., 2012). En este 

capítulo se evaluó la capacidad de modular la fermentación in vitro de siete 
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cepas nativas del contenido ruminal de un bovino a pastoreo exclusivo. 

Estas cepas habían sido aisladas en un trabajo previo (Fraga 2010) y 

presentaban buenas características de crecimiento, alcanzando niveles de 

108 UFC/mL en 24 h y estaban afiliadas a grupos y especies bacterianas 

pertenecientes a los llamados consorcios fibrolíticos (Fraga et al., 2010; 

Shinkai et al., 2010). Las cepas Pr 50C, Prum 55C y Lach 21C habían sido 

analizadas analizadas en un abordaje anterior en cuanto a su capacidad de 

modular la fermentación ruminal usando como sustratos celulosa 

microcristalina, xilano de avena y paja de trigo (Fraga et al., 2014). En este 

trabajo, los autores habían observado que el agregado a los fermentadores 

de las cepas nativas provocaba en general una mayor concentración de AGV 

a las 96 h de incubación así como un menor volumen de gas al compararlo 

con los controles sin agregado de cepas nativas (Fraga 2010; Fraga et al., 

2014). Por el diseño experimental los autores no pudieron determinar la 

dinámica de producción de AGV, la composición del gas generado ni las 

características de las comunidades microbianas en los fermentadores. En 

este trabajo, esos aspectos fueron abordados. 

Originariamente las metodologías in vitro utilizadas en este trabajo fueron 

diseñadas para estudiar y predecir la fermentación de alimento por los 

rumiantes (Rymer et al., 2005) y se han utilizado previamente para evaluar 

la influencia de distintos factores que podrían afectar la fermentación 

ruminal (Kung y Hession, 1995; Cherdthong y Wanapat, 2013; Fraga et al., 

2014, Lavrenčič et al., 2014). 

Los fermentadores que fueron suplementados con cepas nativas mostraron 

diferencias con los fermentadores control en la cinética de fermentación. Al 
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compararlas con los fermentadores control cinco de las cepas mostraron 

mayor tasa de producción de gas en la fase lenta de fermentación (k2) así 

como una mayor producción de gas en esta fase (V2). La fase lenta de la 

fermentación se asocia a la fermentación de los carbohidratos insolubles 

como celulosa y hemicelulosa. Estos cambios en la fermentación de la fase 

lenta no implicaron cambios significativos en el volumen total de gas 

producido en ningún caso. 

Analizando el gas producido en la fase rápida de fermentación se pudo 

observar que el mismo fue siempre inferior al volumen de gas producido por 

los fermentadores control, estas diferencias fueron significativas en los 

fermentadores tratados con Lach 56C y Prum 55C. Estos efectos implicarían 

que la adición de las cepas indujo un efecto modulador en la dinámica de 

fermentación particularmente al comienzo de la incubación sin afectar la 

producción final total de gas. Esta última observación se refuerza con el 

hecho que la mayor parte de las diferencias significativas al analizar los AGV 

se encontraron a las 4h de incubación, correspondiente a las primeras horas 

de incubación. Salvo para los fermentadores tratados con Bhung 58C, el 

agregado de las cepas a los fermentadores provocó una una menor 

concentración de AGV con respecto al control a las 4 h de incubación. Estas 

diferencias se pueden explicar por el hecho de que la concentración de ácido 

acético fue menor que el control en todos los casos y ese ácido representa 

aproximadamente el 70 % de la producción total de AGV. La concentración 

de ácido butírico se vio también disminuida al comparar con el control los 

fermentadores tratados con Bhun 63C, Lach 21C, Lach 56C y Prum 55C a 

las 4 h de incubación. Sin embargo, la relación A/P fue afectada de forma 
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positiva ya que en los fermentadores se registró mayor concentración de 

ácido propiónico en relación al ácido acético. 

En conjunto, la adición de las cepas nativas afectó la primera fase de 

fermentación disminuyendo la producción de gas (V1) así como su tasa de 

producción (k1). Esto último fue sustentado por la menor producción de AGV 

sin alterar la concentración de metano y mostrando una mejor relación A/P. 

Las diferencias observadas a las 4 horas de incubación no pudieron ser 

explicadas por cambios generales en la estructura de la comunidad 

microbiana ya que no hubo diferencias entre las comunidades presentes en 

los fermentadores tratados y el control. 

Si bien se ha descrito que los cultivos en “batch” con fluido ruminal, como 

los utilizados en esta sección, tienen índices de diversidad inferiores que el 

fluido ruminal original los mismos sustentan el crecimiento de muchas 

especies particularmente de bacterias fibrolíticas (Soto et al., 2013). En 

general, la comunidad microbiana de los fermentadores en este ensayo fue 

similar a la de otros estudios en los que Bacteroidetes y Firmicutes 

aparecen como los filos principales de la microbiota (Jami y Mizrahi, 2012; 

Zened et al., 2013; Castro-Carrera et al., 2014; Jami et al., 2014). Las 

diferencias en abundancia de algunas familias que se encontraron podrían 

estar relacionadas por las propias cepas agregadas ya que en algunos 

tratamientos los miembros de la familia Lachnospiracea fueron más 

abundantes, familia a la que pertenecen todas las cepas agregadas. Sin 

embargo, las diferencias en las familias Veillonellaceae, Succinivibrionaceae 

y Rickenellaceae podrían reflejar cambios en la comunidad (con respecto al 

control) ya que ninguna de las cepas adicionadas pertenece a estas 
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familias. Estos grupos bacterianos modificados por la adición de cepas 

nativas en este caso, han sido descritos como habitantes del rumen de 

bovinos y se ha demostrado que sus abundancias responden a variaciones 

en las dietas y a la adición de suplementos (Wu et al., 2012; Zened et al., 

2013; Castro-Carrera et al., 2014).  

El potencial de modular la microbiota ruminal para modificar y mejorar los 

rendimientos productivos hoy comienza a ser una realidad (Jami et al., 

2014) y la investigación en nuevos moduladores de la fermentación, 

incluidos los probióticos, está justificada. De los ensayos in vitro del 

presente trabajo así como de abordajes anteriores similares (Fraga, 2010; 

Fraga et al., 2014) se desprende que la adición de cepas nativas en bajas 

cantidades provoca diferencias entre los tratamientos. En este caso los 

efectos de la modulación consistieron en un cambio en la dinámica de 

fermentación con menos gas producido en las etapas tempranas de 

degradación (degradación de carbohidratos solubles) y subsecuente 

aumento de la tasa de producción de gas y del volumen de la fase de 

fermentación lenta. Esto último estaría asociado a una mayor degradación 

de la fracción insoluble de los sustratos, esto es, celulosa y hemicelulosa.  
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7. SECCIÓN 3. EVALUACIÓN DE LA ADMINSTRACIÓN DE 

Pseudobutyrivibrio ruminis 50C 

 

 

 

7.1. Introducción 

 

La administración de probióticos a rumiantes con el objetivo de modular la 

microbiota y la fermentación ruminal se puede realizar con diferentes fines 

productivos, sanitarios o ambientales. Entre estos aspectos no se pueden 

definir límites precisos ya que siempre existe una interrelación entre ellos. 

Así, modular la fermentación ruminal para obtener mejores resultados 

productivos puede implicar una disminución de emisiones de gases de 

efecto invernadero lo que se refleja también en un beneficio ambiental. 

En general, los probióticos se han utilizado en rumiantes para prevenir o 

amortiguar los efectos asociados al consumo de concentrados energéticos a 

los que se asocia la patología metabólica conocida como acidosis. Los 

efectos más significativos asociados a su uso se han detectado en animales 

que están sometidos a importantes situaciones de estrés como son el 

periodo de lactación o el cambio de dietas de gran concentración de fibra a 

dietas con mayor concentración de carbohidratos (Jouany y Morgavi, 2007; 

Chaucheyras-Durand y Durand, 2010). También hay un creciente interés en 

promover la degradación de la fibra utilizando microorganismos con 
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potencial fibrolítico (Klieve et al., 2003; Chiquette et al., 2007; Fraga et al., 

2014). 

La microbiota fibrolítica del rumen es la encargada de dar comienzo a la 

degradación de la fibra que consume el rumiante. Este proceso es llevado a 

cabo por bacterias y hongos anaerobios (Stewart y Bryant, 1988). 

El proceso de fibrólisis llevado a cabo por las bacterias del rumen se ve 

inhibido a pH inferiores a 6 (Russell y Wilson, 1996). Este es un hecho de 

consideración cuando se evalúa el diseño de dietas de rumiantes. Las dietas 

características de los sistemas de cría intensivos y semi-intensivos son ricas 

en grano y poseen una gran proporción de carbohidratos solubles. Éstos 

provocan descensos de pH que se reflejan en una menor ingesta de materia 

seca como consecuencia de la detención de la fibrolísis (Russel y Wilson, 

1996). Esto último es una de las consecuencias de la acidosis bovina.  

Las especies bacterianas clásicamente asociadas con la degradación de la 

fibra en el rumen son Ruminococcus albus y Ruminococcus flavefaciens y 

Fibrobacter succinogenes. Junto a estas bacterias, B. fibrisolvens juega un 

rol importante en el proceso de fermentación de la celulosa ya que se 

encuentra asociada a otras en los llamados consorcios fibrolíticos (Shinkai 

et al., 2010). Otras especies implicadas con esta función son Prevotella 

ruminicola, Eubacterium fibrisolvens y Eubacterium ruminantium (Stewart y 

Bryant, 1988). Diferentes estudios coinciden en que las proporciones de los 

microorganismos fibrolíticos en el rumen de ovinos y bovinos se encuentran 

en el entorno del 1 al 2% de la microbiota bacteriana (Krause et al., 1999; 

Uyeno et al., 2007; Fraga, 2010). Sin embargo, la mayor parte de la 

microbiota fibrolítica aún no ha sido cultivada, por tanto no se ha 
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caracterizado (Kong et al., 2012) y en los últimos años ha crecido el interés 

por aislar y caracterizar estos microorganismos (Shinkai et al., 2010; 

Fukuma et al., 2012; Fraga et al., 2014; Nyonyo et al., 2014). Entre las 

bacterias asociadas a este proceso se han aislado, entre otras, 

representantes de la especie P. ruminis. 

La bacteria P. ruminis es frecuentemente aislada del rumen. En 1996 se 

describió por primera vez el género Pseudobutyrivibrio en base a 

consideraciones genotípicas así como la especie P. ruminis que era 

erróneamente clasificada como perteneciente al género Butyrivibrio (van 

Gylswyk et al., 1996). Esta especie se ha descrito como integrante de los 

consorcios fibróliticos, tanto naturales como artificiales (Shinkai et al., 

2010) y recientemente se ha descrito su capacidad de degradar celulosa 

(Nyonyo et al., 2014).  

En esta sección se describe la utilización de una cepa de P. rumins (Pr 50C) 

aislada en un trabajo previo (Fraga, 2010; Fraga et al., 2014). Esta cepa 

fue aislada de un medio con celulosa como principal fuente de carbono y 

energía y se describió su capacidad de modular la fermentación ruminal in 

vitro en incubaciones con sustratos puros (celulosa y xilano) así como con 

paja de trigo. En esos ensayos mostró una particular producción de ácido 

butírico (Fraga et al., 2014) y en el numeral 6, sección 2 de esta Tesis 

mostró, en ensayos in vitro, un comportamiento similar con sustratos que 

simulaban la alimentación de animales en condiciones de cría semi-

intensiva. 
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7.2. Resultados 

 

 

7.2.1. Evaluación de la actividad del inóculo  

 

Para evaluar el potencial fermentador del fluido ruminal de los animales 

empleados en los distintos tratamientos se realizó un experimento de 

fermentación in vitro. En la Figura 7.2.1 se muestra el volumen de gas 

acumulado en función del tiempo de ambos tratamientos. Los datos de 

volumen de gas acumulado se ajustaron al modelo de Schoefield y los 

parámetros obtenidos se presentan en la Tabla 7.2.1. No se observaron 

diferencias significativas en ninguno de los parámetros de fermentación 

entre los animales tratados y los controles. Tampoco se observaron 

diferencias en la concentración de metano en los fermentadores para 

ninguno de los horarios muestreados (Fig. 7.2.2). 
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Figura 7.2.1. Volumen de gas acumulado en el tiempo. Se presentan las medias 
acumuladas y el desvío estándar (DE) del control y el tratamiento. 

 

 

Tabla 7.2.1 Parámetros cinéticos de fermentación 

Tratamiento V1 
(mL/g) 

k1 (h-1) L (h) V2 
(mL/g) 

k2 (h-1) Vt 
(mL/g) 

Control 82,86 0,167 -0,5 73,16 0,031 156,0 

Tratamiento 105,4 0,173 -2,6 69,96 0,023 175,3 

Pa  0,31 0,92 0,07 0,80 0,26 0,47 

ESMb 15,9 0,004 1,5 2,27 0,006 13,64 

a P del tratamiento para cada parámetro. b Error estádar de la media 
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Figura 7.2.2. Concentración de metano en los fermentadores del ensayo de 
potencial de inóculo. Se presentan las medias y el desvío estándar (DE) de cada grupo a 
las 4, 8 y 24 h de incubación. 

 

 

7.2.2. Ambiente ruminal 

 

La evolución diaria de la concentración de AGV totales fue similar para los 

animales tratados con la cepa Pr 50C y para el control (Fig 7.2.3). Las 

curvas de evolución de la concentración de AGV no presentaron diferencias 

significativas entre ellas (P tratamiento = 0,10; P interacción tratamiento*t 

=0,69). Al analizar los tres AGV principales por separado tampoco se 

observaron diferencias significativas en la concentración diaria de ácido 

acético (P = 0,56, Fig 7.2.4). Sin embargo los animales tratados mostraron 

diferencias significativas con respecto al control en la evolución diaria de la 

concentración de ácido propiónico y de ácido butírico (P tratamiento <0,001 

y P tratamiento <0,001 respectivamente, Fig 7.2.5 y 7.2.6). El grupo de 

animales tratado con Pr 50C presentó valores de concentración de ácido 

propiónico significativamente inferiores a los del control. La concentración 
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de ácido butírico en el fluido ruminal de los animales tratados con Pr 50C 

fue mayor que la del control durante todo el día con una diferencia de 2,88 

mM entre las medias diarias.  

El pH ruminal de los animales tratados fue igual al de los animales en el 

grupo control (Fig. 7.2.7). No hubo diferencias significativas en la evolución 

diaria y los niveles de pH estuvieron siempre por encima de 6,2. (P 

tratamiento = 0.74, P tiempo <0,001; P tratamiento*tiempo= 0,93) 

Si bien la evolución diaria de nitrógeno amoniacal no se vio afectada en 

cuanto a la concentración (P tratamiento = 0,909) si presentó interacción 

tiempo*tratamiento (P = 0,001, Fig 7.2.7), lo que se ve reflejado en las 

diferentes formas de las curvas. 

 

Figura 7.2.3. Evolución diaria de AGV totales en el rumen. Para cada grupo (5 
animales) se presentan las medias y el DE de la concentración de AGV a lo largo del día. La 
hora 0 corresponde a la primera ingesta de alimento, 8 AM. 
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Figura 7.2.4. Evolución diaria del ácido acético en el rumen. Para cada grupo se 
presentan las medias de 5 animales y el DE de la concentración de ácido acético a lo largo 
del día. La hora 0 corresponde a la primera ingesta de alimento, 8 AM. 

 

Figura 7.2.5. Evolución diaria del ácido propiónico en el rumen. Para cada grupo se 
presentan las medias de 5 animales y el DE de la concentración de ácido propiónico a lo 
largo del día. La hora 0 corresponde a la primera ingesta de alimento, 8 AM.  
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Figura 7.2.6. Evolución diaria del ácido butírico en el rumen. Para cada grupo se 
presentan las medias de 5 animales y el DE de la concentración de ácido butírico a lo largo 
del día. La hora 0 corresponde a la primera ingesta de alimento, 8 AM. 
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Figura 7.2.7. Evolución diaria del pH ruminal. . Para cada grupo se presentan las medias 
de 5 animales y el DE de pH a lo largo del día. La hora 0 corresponde a la primera ingesta de 
alimento, 8 AM. 
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Figura 7.2.8. Evolución diaria del NH3 ruminal. Para cada grupo se presentan las medias 
de 5 animales y el DE de la concentración de NH3 a lo largo del día. La hora 0 corresponde a 
la primera ingesta de alimento, 8 AM. 

 

 

7.2.3. Consumo y digestibilidad  

 

El consumo y la digestibilidad de la materia seca de los animales fueron 

registrados durante 5 días. El grupo control mostró un consumo de materia 

seca promedio de 1340 g/día y una digestibilidad de la materia sec del 67 

% mientras que los animales del grupo tratado con Pr 50C presentaron 

valores de 964 g/día y también digestibilidad del 67 %. No hubo diferencias 
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significativas entre los diferentes grupos en estos dos parámetros (P = 0,15 

y P = 0,97 respectivamente). 

 

 

7.2.4. Estructura de la comunidad microbiana 

 

La comunidad bacteriana en los animales fue analizada a las ocho horas 

luego de la primera comida. Se analizaron en promedio 2289 (±273) 

secuencias por muestra. Las secuencias se clasificaron en 1941 OTUs. Más 

del 60% de las secuencias en ambos grupos de animales se clasificaron 

dentro del filo Bacteroidetes mientras que el segundo filo más abundante 

fue Firmicutes; el 15,3 % de las secuencias del control y el 18,8 % de las 

secuencias obtenidas de los animales en el grupo tratado no pudieron ser 

clasificadas (Fig 7.2.9). La familia Prevotellacea fue la más representada 

tanto en los animales tratados como en el control con el 50,5 y el 49,7 % 

de todas las secuencias respectivamente (Fig. 7.2.10). Dentro de esta 

familia casi la totalidad de las secuencias pudieron ser clasificadas en el 

género Prevotella (Fig. 7.2.11). 

Si bien en los análisis de componentes principales (Fig. 7.2.12) se puede 

ver una tendencia al agrupamiento de muestras en los dos tratamientos, 

estos agrupamientos no fueron significativos (P ADONIS= 0,383, P ANOSIM 

= 0,286).  
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Figura 7.2.9. Proporción media (5 animales) de los filos bacterianos presentes en 
los animales de los grupos tratado y control.  

 

Figura 7.2.10. Proporción media de 5 animales de las familias bacterianas 
presentes en los animales de los grupos tratado y control.  
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Figura 7.2.11. Proporción media de los géneros bacterianos presentes en los 
animales tratados y en los animales control.  
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Figura 7.2.12. Análisis de componentes principales. 

 

 

7.3. Discusión 

 

De acuerdo a los resultados obtenido en este estudio, la administración de 

P. ruminis 50C en relativamente bajas dosis provocó cambios en el 

ambiente ruminal. Su administración indujo cambios en el perfil del ácido 

butírico y del ácido propiónico y en la dinámica de producción diaria de 

nitrógeno amoniacal (numeral 7.2.3.). Sin embargo, no se registraron 

diferencias significativas en el potencial fermentador del fluido ruminal de 

los animales en el tratamiento (numeral 7.2.1), en la producción potencial 

de metano, en la composición de la microbiota ruminal (numeral 7.2.4) ni 

en la evolución diaria del pH.  
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Es de resaltar que las dosis de Pr 50C administradas fueron siempre en 

bajas cantidades comparadas con la población microbiana del rumen de los 

animales. En el rumen hay aproximadamente una población de entre 1 x 

1010 y 1 x 1011 cél/mL (Kumar et al., 2012), considerando el volumen total 

del rumen de los corderos, aproximadamente 8 L, la cantidad de bacterias 

nativas presentes estaba en el entorno de 1 x 1015, mientras que el inóculo 

administrado fue de 1 x 1010, cinco órdenes de magnitud menor.  

Desde el punto de vista del beneficio que la administración de Pr50C 

pudiera eventualmente generar en los animales, la disminución de la 

concentración del ácido propiónico no es ventajosa. El propiónico es el único 

ácido gluconeogénico y es responsable del 65 al 80 % del suministro de 

glucosa en una vaca en lactación (Reynolds, 2003). En los abordajes de 

modulación de la fermentación ruminal se busca que la producción de este 

ácido se vea aumentada. Un sistema óptimo retiene la energía en los AGV; 

se considera que la eficiencia de retención de energía es máxima para el 

ácido propiónico, intermedia para el butírico y mínima para el acético 

(Calsamiglia et al., 2005). Además, su producción está asociada con una 

menor producción de metano, en los ensayos de producción potencial de 

este gas no se vieron diferencias significativas. Sin embargo, mirado desde 

la perspectiva de la inducción de cambios en el ambiente ruminal, la 

administración de Pr 50C, en bajas dosis, logró ese objetivo. 

Como contraparte, la administración de Pr 50C aumentó significativamente 

la producción diaria de ácido butírico. Este efecto, ya había sido observado 

en experimentos in vitro en los que se emplearon sustratos puros y 

complejos (Fraga et al., 2014). En la segunda sección de este trabajo se 
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mostró que esta cepa inducía el mismo efecto con un sustrato que simulaba 

la alimentación de los animales en esta sección. Pr 50C, fue elegida por esta 

característica para ser administrada y se comportó de igual modo en el 

modelo in vivo. Este hecho resalta la aproximación utilizada y refuerza el 

hecho de la utilización del modelo in vitro utilizado para predecir el 

comportamiento de las cepas in vivo. 

Si bien hubo un cierto agrupamiento de las distintas muestras en cuanto a 

su composición, la microbiota ruminal de los animales tratados no fue 

modificada al compararla con la del control. La composición de la microbiota 

de ambos grupos fue similar y consistente con numerosos estudios previos 

realizados tanto en ovinos, bovinos y caprinos (Castro-Carrera et al., 2014) 

con miembros de los filos Bacteroidetes y Firmicutes como los más 

abundantes de la microbiota. Los representantes del género Prevotella 

fueron los más representados de la microbiota total lo que sugiere el rol 

importante que cumplen en este ecosistema. Por ejemplo, Prevotella 

ruminicola, que es hemicelulólitica, es una de las especies más abundantes 

y productoras de amoniaco en el rumen (Stevenson y Weimer., 2007). Su 

papel en el rumen es importante dada la escasez de proteínas en el rumen 

y la producción de amoníaco sirve como precursor para el anabolismo de 

aminoácidos y proteínas (Stevensons y Weimer, 2007).  Las variaciones en 

la dinámica de amoníaco que se registraron en este trabajo podrían estar 

relacionados con alguna variación que no se pudo detectar con el abordaje 

planteado como por ejemplo cambios a nivel metabólico. 

En resumen, la administración de Pr 50C en bajas cantidades, moduló 

algunos aspectos de la fermentación ruminal como la producción de ácido 
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butírico y la dinámica de producción de amoníaco. Estos cambios se 

lograron sin afectar la producción potencial de metano, los parámetros 

generales de fermentación ruminal o el pH ruminal. Si bien no se 

registraron cambios significativos en la composición de la microbiota 

ruminal en el tiempo analizado (8 h luego de la primera ingesta) no se 

puede descartar que puedan existir cambios en la estructura en otros 

momentos del día o variaciones en el metabolismo de la microbiota que no 

puedan ser detectadas mediante el abordaje utilizado. Estos resultados 

analizados en conjunto con lo observado en la sección 2 alientan la 

profundización de los estudios y justifican la utilización de otros abordajes 

como el estudio del transcriptoma ruminal asociado a distintos 

tratamientos.  

  



85 
 

8. SECCIÓN 4. EVALUACIÓN DE LA ADMINISTRACIÓN DE Prevotella 

bryantii 3C5 

 

 

 

8.1. Introducción 

 

 

Para poder sostener la demanda a que están sujetos los rumiantes de 

importancia productiva en los sistemas intensivos o semi-intensivos se 

utilizan estrategias de manejo nutricional que involucran la administración 

de concentrados de carbohidratos y proteínas. Esta situación genera 

desórdenes en el equilibrio del ecosistema ruminal, se afecta la microbiota y 

ocasiona en los animales desórdenes y patologías metabólicas. En esas 

condiciones la eficiencia de aprovechamiento del alimento se ve afectada, lo 

que repercute en los aspectos económicos de la producción.  

Con el fin de mejorar el resultado productivo y sostener los sistemas de 

producción la modulación de la microbiota y la fermentación ruminal ha 

captado el interés de profesionales veterinarios así como de investigadores. 

El agregado a la dietas de rumiantes de compuestos que modulan 

positivamente la fermentación ruminal provocan modificaciones de los 

procesos digestivos y metabólicos que se traducen en el aumento de la 

eficiencia de utilización de los alimentos. Entre los más usados están los 
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antibióticos (particularmente los ionóforos), los amortiguadores o sustancias 

buffer y también los probióticos (NRC, 2001; Krause y Oetzel, 2006). 

El género Prevotella es el más representado en el rumen y es prevalente en 

el tracto gastrointestinal de los herbívoros y omnívoros. Hasta los años 90 

sólo había descrito una especie: Prevotella ruminicola (Purshue et al., 

2010). Avguštin et al. (1997) reclasificó aislamientos que se consideraban 

P. ruminicola y describió las especies Prevotella bryantii, Prevotella brevis, 

Prevotella albensis y redefinió a P. ruminicola. Estos organismos han sido 

utilizados en abordajes previos como posibles probióticos. En particular, P. 

bryantii ha sido empleada como probiótico en vacas en lactación y en 

situaciones en que los animales son cambiados a dietas ricas en 

concentrados energéticos, condiciones que promueven la acidosis 

(Chiquette et al., 2008; Chiquette et al., 2012; Rodriguez, 2003). 

La acidosis es provocada por la ingestión de carbohidratos fácilmente 

fermentables en niveles mayores a los que normalmente puede tolerar el 

rumen. Como resultado de este alto nivel de carbohidratos se produce un 

rápido aumento en la producción de AGV con un concomitante descenso del 

pH (Stock y Britton, 1993). 

En esta sección se describe la administración de P. bryantii 3C5 (Pb 3C5) a 

corderos sujetos a una alimentación que simulaba la de los sistemas semi-

intensivos. La cepa Pb 3C5, fue aislada en un abordaje previo (Perelmuter, 

2010) y mostró entre otros atributos la capacidad de crecer en un medio 

con ácido láctico como principal fuente de carbono y energía así como una 

tendencia a disminuir el número Streptococcus bovis en experimentos in 

vitro. Este patógeno está tradicionalmente asociado con la acidosis bovina. 
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P. bryantii 3C5 podría consumir el ácido láctico en el rumen y así podría 

favorecer en la prevención de los efectos de la acidosis.  

En este ensayo se evaluó la capacidad in vivo de Pb 3C5 en modular la 

fermentación y el ambiente ruminal así como la estructura general de la 

microbiota. 

 

 

8.2. Resultados 

 

 

8.2.1. Evaluación de la actividad del inóculo  

 

El potencial del inóculo de los animales tratados con P. bryantii 3C5 se 

analizó como en el numeral 7, sección 3.  En la figura 8.2.1 se muestra el 

gráfico de gas acumulado a lo largo del tiempo para ambos grupos. Luego 

de ajustar los valores de gas acumulado al modelo de Schoefield se 

analizaron los parámetros de fermentación que se presentan en la tabla 

8.2.1. No se registraron diferencias significativas en ninguno de los 

parámetros analizados. La concentración de metano en los fermentadores 

tampoco se vio afectada en el grupo tratado con Pb 3C5 al compararla con 

el grupo control (Fig. 8.2.2).  
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Figura 8.2.1. Volumen de gas acumulado en el tiempo. Se presentan las medias 
acumuladas del control y el tratamiento. 

 

Tabla 8.2.1. Parámetros cinéticos de fermentación 

Tratamiento V1 (mL/g) k1 (h-1) L (h) V2 (mL/g) k2 (h-1) Vt (mL/g) 

Control 82,86 0,167 -0,5 73,16 0,031 156,0 

Tratamiento 71,82 0,149 -0,8 53,48 0,022 125,3 

P a  0,61 0,42 0,48 0,08 0,22 0,16 

ESMb 7,8 0,013 0,24 13,91 0,007 21,7 

a P del tratamiento para cada parámetro. b Error estádar de la media 
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Figura 8.2.2. Concentración de metano en los fermentadores del ensayo de 
potencial de inóculo. Se presentan las medias y el DE de cada grupo a las 4, 8 y 24 h de 
incubación. 

 

 

8.2.2. Ambiente ruminal 

 

La variación diaria de los AGV totales se presenta en la figura 8.2.3. en la 

que se observa una tendencia en los animales tratados a presentar una 

concentración total diaria de AGV mayor que en los animales control (P = 

0,0622). La concentración de ácido acético fue mayor en los animales 

tratados con Pb3C5 que en los animales del grupo control (P = 0,0187) con 

una media diaria superior en 17,7 mM (Fig. 8.2.4). No se registraron 

diferencias en la dinámica diaria del ácido propiónico (P = 0,8328, Fig. 

8.2.5) pero sí hubo una mayor concentración de ácido butírico a lo largo del 

día en los animales tratados (P = 0,0199, Fig. 8.2.6.). 
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Como se puede ver en la figura 8.2.7., el pH ruminal de los animales en el 

grupo tratado presentó valores inferiores que los del grupo control a lo largo 

del día. Estas diferencias fueron significativas, P tratamiento = 0,006, y no 

hubo interacción tratamiento*tiempo (P = 0,267). 

El comportamiento diario del amoníaco ruminal se presenta en la figura 

8.2.8. La media diaria de nitrógeno amoniacal en los animales tratados con 

Pb 3C5 fue mayor que los animales en el grupo control (P = 0,05), aunque 

no se registró interacción tratamiento*tiempo. 

 

 

Figura 8.2.3. Evolución diaria de AGV totales en el rumen. Para cada grupo se 
presentan las medias de 5 animales y el DE de la concentración de AGV a lo largo del día. La 
hora 0 corresponde a la primera ingesta de alimento, 8 AM. 
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Figura 8.2.4. Evolución diaria del ácido acético en el rumen. Para cada grupo se 
presentan las medias de 5 animales y el DE de la concentración de ácido acético a lo largo 
del día. La hora 0 corresponde a la primera ingesta de alimento, 8 AM. 

 

 

Figura 8.2.5. Evolución diaria del ácido propiónico en el rumen. Para cada grupo se 
presentan las medias de 5 animales y el DE de la concentración de ácido propiónico a lo 
largo del día. La hora 0 corresponde a la primera ingesta de alimento, 8 AM.  
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Figura 8.2.6. Evolución diaria del ácido butírico en el rumen. Para cada grupo se 
presentan las medias de 5 animales y el DE de la concentración de ácido butírico a lo largo 
del día. La hora 0 corresponde a la primera ingesta de alimento, 8 AM. 

 

 

Figura 8.2.7. Evolución diaria del pH ruminal. Para cada grupo se presentan las medias 
de pH de 5 animales y el DE a lo largo del día. La hora 0 corresponde a la primera ingesta de 
alimento, 8 AM. 
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Figura 8.2.8. Evolución diaria del NH3 ruminal. Para cada grupo se presentan las medias 

de la concentración de NH3 de 5 animales y el DE a lo largo del día. La hora 0 corresponde a 

la primera ingesta de alimento, 8 AM. 

 

 

8.2.3. Consumo y digestibilidad  

 

El grupo control mostró un consumo de materia seca promedio de 1340 

g/día y una digestibilidad de la MATERIA SECA del 67 % mientras que los 

animales del grupo tratado con Pb 50C presentaron un valor promedial de 

1297 g/día y digestibilidad del 66 %. No hubo diferencias significativas 
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entre los diferentes grupos en estos dos parámetros (P = 0,82 y P = 0,80 

respectivamente). 

 

8.2.4. Estructura de la comunidad microbiana 

 

La comunidad bacteriana en los animales fue analizada a las ocho horas 

luego de la primera comida. Se analizaron en promedio 2588,6 (± 645,9) 

secuencias por muestra. Las secuencias se clasificaron en 1987 OTUs. Más 

del 65 % de las secuencias se clasificaron dentro del filo Bacteroidetes 

mientras que el segundo filo más abundante fue Firmicutes, el 15,3 % de 

las secuencias del control y el 18,8 % de las secuencias obtenidas de los 

animales en el grupo tratado no pudieron ser clasificadas (Fig. 8.2.9). En 

este caso la familia Prevotellacea fue también la más representada tanto en 

los animales tratados como en el control con el 56 y 50 % de todas las 

secuencias respectivamente (Fig. 8.2.10). Dentro de esta familia casi la 

totalidad de las secuencias pudieron ser clasificadas en el género Prevotella 

(Fig. 8.2.11) 

La estructura de las comunidades de los animales en ambos tratamientos 

fue muy similar como se observa en el análisis de componentes principales 

(Fig. 8.2.12, P ADONIS= 0,837; P ANOSIM = 0,712). 
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Figura 8.2.9. Proporción media de los filos bacterianos presentes en los animales 
de los grupos tratado y el control.  

 

 

Figura 8.2.10. Proporción media de las familias bacterianas presentes en el rumen 
de los animales de los grupos tratado y el control. 
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Figura 8.2.11. Proporción media de las géneros bacterianas presentes en el rumn 
de los animales del grupo tratado y del grupo control. 
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Figura 8.2.12. Análisis de componentes principales. 

 

 

 

8.3. Discusión 

 

En el rumen de los bovinos y ovinos coexisten los tres dominios de la vida, 

Bacteria, Eukarya y Archaea. Las bacterias son las más abundantes en 

números absolutos alcanzando valores en el orden de 1 x 1010 y 1 x 1011 

cél/mL (Kumar et al., 2012). Lograr modular la microbiota y la fermentación 

ruminal por medio del agregado de probióticos es un desafío teniendo en 
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cuenta esos números y el nivel de células que se deberían inocular para 

lograr números significativos del potencial producto probiótico. Sin 

embargo, en este trabajo, se logró modificar el ambiente ruminal mediante 

el agregado de Pb 3C5 en bajas dosis sostenidas en el tiempo. 

La administración de Pb 3C5 logró modificar el perfil de AGV en los animales 

tratados al compararlos con el control observándose una concentración 

mayor de AGV totales, de ácido acético y de ácido butírico (punto 8.2.2). 

Este efecto se vio reflejado en el hecho que los animales del grupo tratado 

mostraron medias de pH inferiores a las del control (punto 8.2.2, Fig. 

8.2.7). Dado que el ácido acético es el AGV predominante en el rumen 

representando más del 70 % de los AGV totales, su aumento podría explicar 

la tendencia observada en el incremento de los AGV totales. 

Los valores de pH inferiores al control que mostraron los animales tratados 

con Pb 3C5 estarían relacionados con la mayor concentración de ácidos 

orgánicos en estos últimos, si bien serían desfavorables del punto de vista 

de la prevención de las acidosis, es de destacar que no ubican a los 

animales en situaciones peligrosas del punto de vista de una posible 

patología. Los rumiantes muestran signos de acidosis subclínica cuando se 

sostienen valores de pH entre 5,2 y 5,6 (Duffield et al., 2004) y manifiestan 

acidosis aguda con niveles de pH por debajo de 5,2 (Mutsvangwa et al., 

2002). 

También las modificaciones del ambiente ruminal se evidenciaron al analizar 

la dinámica de producción de amoniaco ruminal. Este importante precursor 

de proteína microbiana mostró en el rumen de los animales tratados 

concentraciones medias diarias superiores a las de los animales del grupo 
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control (numeral 8.2.2, Fig. 8.2.8). Estas concentraciones siempre 

estuvieron por encima de los valores mínimos necesarios para el correcto 

crecimiento microbiano y por ende de síntesis proteica (Dixon y Egan, 

1988) y fueron similares a los valores encontrados en corderos en 

experimentos similares al presente (Perez-Ruchel et al., 2013; Pérez-Ruchel 

et al. 2014). 

Estos cambios se vieron sin afectar la producción potencial de metano o la 

producción de gas y los parámetros de fermentación ruminal en los ensayos 

de producción de gas in vitro. En estos ensayos se analizó la capacidad del 

fluido ruminal de los animales en los distintos tratamientos en fermentar un 

sustrato similar al que consumían los animales. Tampoco se vio afectada la 

composición de la microbiota ruminal (numeral 8.2.4) o la digestibilidad de 

la materia orgánica (punto 8.2.3). 

La composición de la microbiota ruminal de los animales tratados no se vio 

afectada por la administración de Pb 3C5 a las 8 h luego de la primera 

comida. Este hecho, que se observó también en el numeral 7, sección 3 de 

este trabajo, podría deberse a que sólo se analizó una hora determinada en 

todos los animales. La microbiota de los animales en ambos grupos estuvo 

dominada por los filos Bacteroidetes y Firmicutes con el género Prevotella 

como el dominante, resultado que, como se dijo anteriormente, coincide 

con otros estudios de la microbiota ruminal (Jami y Mizrahi, 2012; Zened et 

al., 2013; Castro-Carrera et al., 2014; Jami et al., 2014).  

Con los resultados actuales no es posible relacionar con certeza a miembros 

específicos de la microbiota ruminal con los cambios que se evidenciaron en 

el ambiente ruminal. En abordajes similares pero en seres humanos, se vio 
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que si bien las comunidades microbianas eran similares se evidenciaban 

diferencias a nivel del transcriptoma de la comunidad (McNulty et al., 

2011). Un abordaje futuro que considere estas posibilidades podrá arrojar 

luz sobre la posibilidad de evaluar los cambios a nivel metabólico de la 

microbiota ruminal modulada por probióticos.  
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 9. CONCLUSIONES GENERALES 

 

 

 

En este trabajo se identificaron bacterias aisladas del contenido ruminal de 

un rumiante que estaba en un régimen de pastoreo exclusivo. Varios de los 

aislamientos corresponden a especies sin describir e incluso a nuevos 

géneros (Sección 1). Entre las bacterias identificadas se destacan miembros 

del género Butyrivibrio y Pseudobutyrivibrio de acuerdo a la frecuencia de 

aislamiento. Los resultados de esta sección fueron publicados (Fraga et al., 

2013) y el artículo correspondiente se adjunta a este documento.  

En la sección 2 de este trabajo se caracterizó el potencial in vitro de un 

conjunto de cepas en su capacidad de modular la fermentación ruminal. La 

modulación lograda implicó diferencias en los perfiles de AGV generados así 

como diferencias en la dinámica de fermentación, en particular la cepa Pr 

50C mostró una mayor concentración de ácido butírico a la hora 8 de 

incubación al compararla con los fermentadores control. Este efecto ya se 

había observado en un abordaje anterior similar al utilizado en este trabajo 

pero donde se utilizaron otros compuestos como sustratos para la 

fermentación (Fraga et al., 2014). En la sección 2 se utilizó como sustrato 

una mezcla de alfalfa y maíz molido intentando simular la alimentación que 

finalmente se utilizaría en el experimento de las secciones 3 y 4. La cepa Pr 

50C mostró el mismo comportamiento que se observó in vitro en el modelo 

de administración induciendo una mayor concentración de ácido butírico en 

el rumen de los animales en el tratamiento. Este hecho consolida el valor de 

las aproximaciones experimentales que se utilizaron para evaluar la 
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modulación ruminal in vitro. Es de destacar que los experimentos in vitro 

utilizados son cerrados a diferencia de un sistema experimental in vivo en 

que existe remoción de sustratos y desechos. Los resultados de la sección 2 

de este trabajo fueron publicados (Fraga et al, 2015) y el artículo 

correspondiente se adjunta a este manuscrito.  

La administración de Pr 50C indujo cambios en el ambiente ruminal sin 

modificar la producción potencial de metano, la dinámica de producción de 

gas del fluido ruminal de los animales en el tratamiento ni la estructura 

general de la microbiota ruminal (sección 3). La mayor concentración de 

ácido butírico observada en el rumen de los animales ya se había observado 

en las aproximaciones in vitro como se mencionó anteriormente. Esta cepa, 

si bien no modificó la concentración del amoníaco del rumen, indujo un 

cambio en la dinámica de producción de este compuesto. Resultados 

similares se observaron con la administración de Pb 3C5 (sección 3). La 

administración de esta cepa indujo una mayor concentración de AGV 

totales, ácido acético y butírico y también indujo una mayor concentración 

diaria de amoníaco ruminal.  

La composición de la microbiota ruminal tanto en los animales de los 

tratamientos y del control así como en los fermentadores fue similar y 

coherente con la reportada tanto en ensayos in vivo como in vitro. Estos 

resultados junto con las observaciones en cuanto al comportamiento de Pr 

50C vuelve a resaltar los abordajes utilizados. 

La administración de estas cepas en bajas cantidades mostró que es posible 

generar cambios en el ambiente ruminal de animales en situaciones de cría 

semi-intensiva. Si bien hubo resultados contradictorios con una mejora en 
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la producción animal (como la disminución del ácido propiónico al 

administrar Pr 50C), se justifica seguir explorando estas estrategias ya que 

se pudo demostrar que es posible generar cambios en el rumen en base a 

estas aproximaciones. La administración de nuevas cepas o incluso 

combinaciones de cepas servirá para diseñar estrategias de modulación 

dirigidas a resultados productivos específicos. 
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