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RESUMEN 

 

El útero es una estructura que por mucho tiempo se ha pensado que era libre de 

microorganismos esto debido a los pocos estudios que existían de este órgano. 

Actualmente se han desarrollado metodologías para la obtención de la mucosa uterina y 

secuenciamiento genómico que permitan conocer la población de microbiota existente y 

su relación con la fertilidad (preñez, aborto, infecciones y enfermedades). En este estudio 

se evaluó la caracterización del microbioma uterino y su relación con la tasa de 

implantación embrionaria en bovinos. Se seleccionó mediante evaluación ginecológica, 

corporal y sanitaria a 53 bovinos posibles receptoras de embrión, a los que 20 días antes 

de iniciar el protocolo de sincronización se les realizó un raspado uterino en dos 

segmentos específicos (cuerpo uterino y mitad craneal del cuerno uterino), 

posteriormente se extrajo ADN genómico de las muestras obtenidas y se realizó la 

amplificación por PCR convencional del gen 16S. Iniciado el protocolo de sincronización 

de celo se transfirió los embriones solo a las bovinos con cuerpo lúteo >16mm para 

realizar el diagnóstico de gestación a los 28 a 30 días. Se logró obtener ADN de buena 

calidad y pureza de 24 animales donde el mayor porcentaje pertenece a bovinos con 

mayor número de partos, al evaluar la composición de microbiota se evidenció diferencias 

entre individuos y agrupamientos realizados (razas, segmento, número de partos e 

individuo), encontrando dominancia del phylum Proteobacteria y Bacteroidetes. En 

conclusión, existe relación entre la presencia de los géneros Chryseobacterium, 

Pedobacter, Pseudomonas y Sphingobacterium en el cuerpo uterino; y Chryseobacterium, 

Pedobacter, Psychrobacter y Paeniglutamicibacter en mitad craneal del cuerno uterino 

con el éxito de preñez en bovinos sincronizadas.  

 Palabras clave: cuerpo uterino, ganado bovino, cuerno uterino, phylum, géneros. 

 

 

 

 

 



 

xv 
 

ABSTRACT 

 

The uterus is a structure that has long been thought to be free of microorganisms due to 

the few studies that existed of this organ. Currently, methodologies have been developed 

to obtain the uterine mucosa and genomic sequencing that allow knowing the existing 

microbiota population and its relationship with fertility (pregnancy, abortion, infections, 

diseases). In this study, the characterization of the uterine microbiome and its relationship 

with the embryo implantation rate in cattle were evaluated. Fifty-three possible embryo 

recipient cows were selected by gynecological, body and health evaluation, and 20 days 

before starting the synchronization protocol, a uterine curettage was performed in two 

specific segments (uterine body and cranial half of the uterine horn), Subsequently, 

genomic DNA was extracted from the samples obtained and conventional PCR 

amplification of the 16S gene was performed. Once the estrus synchronization protocol 

was started, the embryos were transferred only to the cows with a corpus luteum >16mm 

to perform the pregnancy diagnosis at 28 to 30 days. It was possible to obtain DNA of 

good quality and purity from 24 animals where the highest percentage belongs to cows 

with a higher number of births. When evaluating the composition of the microbiota, 

differences between individuals and groupings (breeds, segment, number of births and 

individual) were evidenced, finding dominance of the phylum Proteobacteria and 

Bacteroidetes. In conclusion, there is a relationship between the presence of the genera 

Chryseobacterium, Pedobacter, Pseudomonas and Sphingobacterium in the uterine body; 

and Chryseobacterium, Pedobacter, Psychrobacter and Paeniglutamicibacter in the 

cranial half of the uterine horn with successful pregnancy in synchronized cows. 

 

Keywords: uterine body, cattle, uterine horn, phylum, genera.
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I. INTRODUCCIÓN 

 

Transferencia de embriones  

La primera especie en la cual se pudo transferir un embrión en una hembra cíclica fue en 

los conejos en el año 1891; sin embargo, la inducción y eficiencia para su uso en bovinos 

recién pudo observarse en el año 1970 (Betteridge, 2003). La técnica de transferencia de 

embriones (ET) ha permitido conocer a fondo las bases científicas de la biología 

reproductiva como herramienta para el mejoramiento genético mediante biotecnologías 

reproductivas, específicamente en la producción de embriones in vivo e in vitro, 

clonación, transgénesis, etc (Hansen, 2020). 

 

La transferencia de embriones ha permitido a nivel mundial aumentar el número de crías 

nacidas de alto valor genético, mejorando la productividad de pequeños, medianos y 

grandes ganaderos; por lo que estas madres receptoras cumplen un papel fundamental en 

los programas de mejoramiento genético siendo responsables de recepcionar un embrión 

y mantener una preñez a término (Martínez et al, 2021).  

 

¿Qué es el microbioma? 

Las comunidades microbianas tienen la característica de prosperar en diversos ambientes, 

incluyendo dentro y sobre las superficies corporales, destacando así la importancia de la 

relación hospedero-microbioma en la modulación del desarrollo, digestión, contribución 

de la inmunidad del hospedero, entre otros (Parfrey et al., 2018). Las comunidades 

microbianas poseen diversas características como diversidad, complejidad, cooperación, 

competencia, interacción entre otras (Costello et al., 2009)⁠. Se denomina comunidad 

microbioma a los microorganismos que habitan en un microbioma específico; mientras 

que el contenido genético de los microorganismos en conjunto se denomina microbioma 

(Janssens et al., 2018). Se considera que el microbioma se refiere a una variedad de 

microorganismos que habitan pacíficamente, y que las perturbaciones de estas 

poblaciones naturales pueden conducir a un efecto perjudicial de la salud del hospedero 

(Knight et al., 2017)⁠. 

 

La caracterización de la diversidad del microbioma se asocia a un amplio rango de 

hospederos, esto permite dilucidar las funciones esenciales desarrolladas por los 

microbios en los hospederos (Neckovic et al., 2019)⁠, desentrañando su influencia en la 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC7608916/#CIT0010
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salud, fisiología, desarrollo y comportamiento del propio hospedero (Rosenberg & Zilber-

Rosenberg, 2016).  Kolodny & Schulenburg (2020)⁠ describieron que el microbioma 

puede considerarse como una fuente de plasticidad fenotípica adaptativa, es decir, que los 

hospederos tienen la capacidad de adaptarse y modificar su microbioma ante cualquier 

desafío ambiental. La composición del microbioma tiende a estar influenciado por 

diversos factores como la alimentación, antibióticos, entre otros (Martí et al., 2017)⁠, y es 

conocido que los estados de salud o enfermedad están directamente relacionados al 

microbioma. 

 

Caporaso et al., (2011)⁠ describieron factores como la genética, epigenética, e incluso 

condiciones geográficas afecta de manera directa o indirecta al desarrollo y diversidad de 

la población microbiana (Lee et al., 2014)⁠. Moeller & Sanders (2020)⁠ señalan cómo los 

efectos del microbioma han dado forma, y siguen modulando la evolución de los 

mamíferos. 

 

Debido a los avances en las tecnologías de secuenciación y los métodos analíticos, se han 

obtenido resultados sustanciales en la identificación de taxones microbianos, así como 

una mejor comprensión de la relación entre la composición del microbioma y el fenotipo 

del huésped (Kolodny et al., 2020)⁠. Los avances de estas nuevas estrategias de 

identificación del microbioma están conduciendo a novedosas técnicas para mejorar la 

salud humana y animal, mejorar el rendimiento de los cultivos y la calidad nutricional, y 

el control de diversas plagas y agentes de enfermedades (Appiah et al., 2020)⁠. 

 

El microbioma tiene mayor ubicación en el intestino, dónde el número y la complejidad 

aumentan desde el estómago hasta el colon (Caporaso et al., 2011)⁠. También se reportó 

la presencia de microbioma en otros sitios anatómicos, como los pulmones, piel, ojos, 

placenta, oído, cavidad oral entre otros, además varía entre individuos e incluso a lo largo 

del tiempo (Janssens et al., 2018)⁠. 

 

Debido a la importancia del conocimiento sobre la evolución y adaptación del 

microbioma en la naturaleza de los hospederos, se ha descrito y desarrollado técnicas de 

caracterización con bastante énfasis para describir aquellas presentes en la piel (Ross et 

al., 2019; Boxberger et al., 2021)⁠, boca (Davis, 2016)⁠, ciegos (Turner, 2018)⁠, entre otros 
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que explican el dinamismo de las comunidades microbianas como parte de los cambios 

en la salud de los hospederos. Sin embargo, existe poca literatura disponible sobre la 

caracterización del microbioma de los sistemas reproductores, pese a los esfuerzos 

actuales en la comprensión de los roles de los microorganismos y los dinamismos en los 

tejidos reproductivos, en particular del tracto reproductivo femenino (Chen et al., 2017a; 

Schoenmakers et al., 2019)⁠. 

 

El desarrollo de la metagenómica en la caracterización de microbiomas. 

 

El desarrollo de métodos moleculares independientes de cultivo celular tales como la 

secuenciación de genomas completos o parciales permiten caracterizar aquellas especies 

bacterianas que no crecen con técnicas de cultivo clásico. De hecho, con el avance las 

técnicas de secuenciamiento de nueva generación (NGS) en la última década ha permitió 

estudiar los genomas microbianos constituyentes de diferentes fuentes (Liu et al., 2021)⁠. 

  

La metagenómica es una herramienta molecular que nos permite investigar la 

composición de una comunidad microbiana y la identificación de taxones, ya sea 

mediante fragmentos específicos del genoma o por el genoma completo (Aguiar-Pulido 

et al., 2016)⁠.  A diferencia de los estudios genómicos, dónde se estudia el material 

genético de un organismo específico, la metagenómica (“meta” que significa “más allá”) 

se refiere a los estudios del material genético de comunidades enteras de microorganismos 

provenientes de una sola muestra, proporcionando una vista más amplia en términos de 

taxonomía y funcionamiento potencial (Greninger, 2018)⁠. Este proceso implica la 

secuenciación después de que se extrae el ADN de muestras. El secuenciamiento genera 

un gran volumen de datos en forma de lecturas cortas, de las cuales se puede construir un 

perfil microbiano, como si se armara el cuadro completo con las piezas de un 

rompecabezas (Aguiar-Pulido et al., 2016)⁠. 

   

El análisis de estos se puede hacer mediante la secuenciación completa del genoma de 

todos los microorganismos presentes en una muestra, por otro lado, como alternativa, se 

puede realizar inferencias mediante la secuenciación de fragmentos pequeños y/o 

amplicones de PCR, como el gen de ARN ribosomal 16S (restringido para bacterias y 

arqueas) (Jovel et al., 2016)⁠, o las regiones génicas ITS (espaciador transcrito interno) 
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(Greninger, 2018)⁠. Existe una discusión actual sobre el uso de terminologías, algunos 

investigadores argumentan la idea de hacer de una distinción “metagenómica”, utilizada 

para describir un enfoque genómico amplio e integral para el perfil de microbiomas, y 

“metataxonómica”, que usa amplicones de un gen marcador objetivo para hacer 

inferencias taxonómicas (Aguiar-Pulido et al., 2016)⁠.  

 

Existen bases de datos especializados en genomas de referencia, los cuales se usan para 

construir perfiles taxonómicos e inferir las funcionalidades potenciales de una comunidad 

microbiana (Nelson et al., 2010)⁠; por otro lado, existe una gran cantidad de bases de datos 

para amplicones como el gen del 16S que ayudan en la clasificación y construcción de 

perfiles taxonómicos de un microbioma (Cole et al., 2014) y actualmente con un enfoque 

diagnostico (Greninger, 2018)⁠. 

 

Microbioma del tracto reproductor de la hembra 

 

Inicialmente, se creía que el tracto reproductivo de la hembra era un órgano libre de 

microorganismos (Schoenmakers et al., 2019). Utilizando tecnologías dependientes de 

cultivo demostraron la presencia de bacterias en los tejidos reproductivos, sin embargo 

estas solo limitan el crecimiento de ciertas especies bacterianas (Galvão et al., 2019).⁠ La 

relación ganado-microorganismo es de fundamental importancia para el control de 

enfermedades, uso sostenible y toma de decisiones. Los métodos de detección de 

comunidades microbianas basados en técnicas convencionales dependientes del cultivo 

han demostrado ser insuficientes para un análisis de mayor profundidad (Wani et al., 

2022)⁠.  

 

La metagenómica también conocida como “ecogenómica”, implica el estudio del material 

genético obtenido de muestras, brindando la opción de caracterizar los microorganismos 

previamente desconocidos que habitan diferentes entornos, incluido el entorno biológico 

de los animales domésticos (Berini et al., 2017)⁠.  La metatranscriptómica, una técnica que 

estudia la expresión de genes de microorganismos en entornos naturales, proporciona más 

información sobre el papel funcional de los microorganismos dentro de los hospederos, a 

través de la caracterización de perfiles de expresión génica y sus cambios frente a 

variaciones en la salud del hospedero (Aguiar-Pulido et al., 2016)⁠.  
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Por lo tanto, el objetivo de la metagenómica es dilucidar el contenido genómico y la 

identificación de la microbioma completo de un microbioma particular, en cambio que la 

metatranscriptómica se enfoca en los genes activos presentes en dichas comunidades 

microbianas, los cuales pueden sentar las bases en el conocimiento sobre las interacciones 

microbioma-individuo, más aún, para descifrar el microbioma de aquellas regiones del 

cuerpo que no han sido descritas completamente hasta el momento, como el tracto 

reproductor femenino (Wani et al., 2022)⁠.  

 

El microbioma del aparato reproductor es una red de comunidades interconectadas de 

constante intercambio (Schoenmakers et al., 2019), lo que significa que a los tejidos 

reproductores femeninos pueden ingresar otros microorganismos por vías anatómicas 

alternativas como el transporte desde la vagina, transferencia desde material fecal y piel 

hacia el tracto genital (Chen et al., 2017a; Moreno & Simon, 2019), y mediante vías 

hematógenas (Neckovic et al., 2019). 

 

Microbioma de especies ganaderas caracterizado mediante metagenómica 

 

En los últimos años, fue creciendo el interés de conocer la interrelación del microbioma 

del tracto reproductivo con respecto a la salud y desarrollo de enfermedades en los 

hospederos. Este nuevo campo de estudio de evolución rápida busca desentrañar las 

influencias significativas a los cambios en las comunidades bacterianas en la biología del 

huésped, debido a que, se posee poca información sobre la composición del microbioma 

en especies ganaderas, tales como bovinos, ovinos, caprinos, porcinos, etc. (Suttner et al., 

2020)⁠. Actualmente, existe una atracción en la caracterización del microbioma en los 

diferentes tejidos reproductivos de especies ganaderas, con la finalidad de relacionar esta 

con enfermedades y fertilidad en especies de interés económico como el ganado lechero 

(Gilbert, 2019)⁠. La información dedicada a la evolución y adaptación del microbioma en 

el tracto reproductivo, particularmente de los aparatos reproductores femeninos, es 

escasa, principalmente por las limitaciones de las caracterizaciones basadas en técnicas 

de cultivo in vitro (Rosenberg & Zilber-Rosenberg, 2016). Aunque se reportaron avances 

de estudios de secuenciación de ADN que confirman la presencia de comunidades 

microbianas dinámicas en el tracto reproductivo en humanos, primates (Yildirim et al., 
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2014)⁠ y especies ganaderas (Appiah et al., 2020), lo cual refuta la prístina idea de la 

esterilidad del tracto reproductor femenino, aún existe un óbice en la disponibilidad de 

información en especies veterinarias. 

 

Se plantea que no existe un microbioma base entre especies, ya que en un intento por 

entender la evolución del microbioma en especies con similitudes fisiológicas (primates 

y humanos) se descubrió una gran diferencia en el microbioma presente en cada una de 

las especies analizadas, pues un microbioma normal presentes en algunas especies de 

primates, resulta ser un estado patológico en humanos (Deng et al., 2019)⁠. Un ejemplo 

claro, es la baja abundancia de Lactobacillus en especies como el chimpancé, el más 

cercano evolutivamente al humano, a diferencia de una alta abundancia de este género en 

las poblaciones microbianas de humanos (Yildirim et al., 2014).⁠ 

 

En especies ovinas, Shallali et al. (2001) realizaron la identificación de especies 

bacterianas mediante cultivo en medios selectivos, entre estas especies se asoció a 

Staphylococcus aureus, Streptococcus spp. y Listeria spp. con casos de aborto y/o fallos 

al momento de la concepción; Zaid (2009)⁠ describió la abundancia relativa presente en 

ovejas en diferentes estados reproductivos, estas estaban distribuidas de la siguiente 

manera: 29,6% Enterobacter spp., 18,5% Escherichia coli, 14,8 % Lactobacillus spp, 

11,1 % Proteus mirabilis, 7,4 % para Klebsilla pneumoniae, Streptococcus faecalis, 

Salmonella dublin y 3,8% Estaphylumcoco aureus, concluyendo que la abundancia de 

estas varía según estado reproductivo. Por otro lado, Yaseen et al. (2019)⁠ identificaron la 

flora bacteriana de ovejas sanas, E. coli, Streptococcus spp, Klebsiella spp y 

Staphylococcus aureus fueron los microorganismos más abundantes con 36%, 20%, 

17,5% y 16,3% respectivamente. Mientras que Bacillus spp., Proteus spp., 

Staphylococcus spp., Corynebacterium spp. y Salmonella spp. fueron los géneros 

bacterianos con menor abundancia.  

 

Sin embargo, la limitación en la identificación del microbioma mediante técnicas 

dependientes de cultivo incluye una desestimación en la diversidad de especies. Swartz 

et al. (2014)⁠, estipula que el microbioma vaginal de las ovejas está dominado por especies 

de Aggregatibacter spp., Streptobacillus spp., Cronobacter spp., Phocoenobacter spp. y 

Psychrilyobacter spp. La especie Aggregatibacter spp. ha sido asociada a enfermedades 
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peridontales, endocarditis infecciosa y abscesos cerebrales, y no reportado como miembro 

común de las comunidades bacterianas vaginales en humanos (Gonzales-Marin et al., 

2011)⁠. Además, la baja abundancia de Lactobacillus spp. otorga un pH entre 7,0 a 7,6 en 

las vaginas de ovejas, los cuales se asemejan a cuadros de vaginosis bacteriana en mujeres 

humanas (Ravel et al., 2011; Swartz et al., 2014). 

 

Serrano et al. (2020)⁠ describieron la influencia del microbioma del tracto reproductor 

femenino en el éxito de la inseminación artificial a través de secuenciamiento del gen 16S 

ARNr y análisis metagenómico. Sus resultados concluyeron que existen diferencias en la 

abundancia de microorganismos entre ovejas gestantes y no gestantes luego del proceso 

de inseminación. Además, la presencia de los géneros Histophilus, Actinobacillus y 

Sneathia se encontraron en menor medida (menos abundancia) en ovejas preñadas, lo 

cual se asocia la presencia de estos géneros con un mayor fracaso en la inseminación 

artificial y fertilidad. 

 

En otras especies se reporta un patrón diferente. Por ejemplo, se describió que en caballos 

la abundancia de Lactobacillus fue menor al 2 %, esto detectado mediante cultivo y 

análisis metagenómico, lo cual indica que el microbioma vaginal equina no estuvo 

dominada por estas bacterias, sino por otras bacterias dominantes que incluyen los 

géneros Pophyromonas, Campylobacter entre otros, sin reportar cambio alguno durante 

todo el ciclo ovárico (Barba et al., 2020)⁠. En el caso de porcinos, se reportó que los 

géneros Fusobacterium y Parvimonas son los más dominantes en muestras de mucosa 

vaginal, seguido de Streptococcus, Moraxella y Actinobacillus, las cuales también son 

géneros dominantes en el microbioma bucal de porcinos. Además, se identificaron otros 

16 géneros únicos en muestras de mucosa vaginal porcina en comparación con otras 

muestras como saliva y heces (Murase et al., 2019)⁠. 

 

Microbioma del tracto reproductor en bovino caracterizado mediante metagenómica 

En los últimos años, la investigación de microbiomas pasó de un enfoque individual in 

vitro a un punto de vista más ecológico, debido a la búsqueda del conocimiento de cómo 

estos organismos interactúan dentro y entre especies en los microbiomas definidos 

(Yeoman et al., 2018)⁠. Técnicas moleculares modernas de secuenciación de 

metagenómica están expandiendo la comprensión del microbioma en diferentes 



 
  

23 

 

microbiomas, tales como piel, ciego intestinal, boca, entre otros. Específicamente, la 

caracterización del microbioma del tracto reproductivo de especies ganaderas, tales como 

el ganado bovino lechero, permite describir la composición de bacterias causantes de 

alguna enfermedad (Piersanti & Bromfield, 2019). Se reporta que el sistema reproductivo 

bovino posee un complejo dinamismo del microbioma, el cual varía según el microbioma 

del tracto reproductivo, es decir, las comunidades microbianas difieren según la 

ubicación, tales como microflora vaginal, microflora cervical, microflora uterina, así 

como, difieren entre razas de ganados, ubicación geográfica, estadía del ciclo estral, 

estado de salud y entre otras características (Galvão et al., 2019). Comprender el rol 

funcional de las comunidades bacterianas y las variaciones a lo largo del tracto 

reproductivo del ganado bovino lechero resulta esencial para determinar cómo estos 

factores están relacionados con el éxito reproductivo, para poder enfocar acciones 

orientados hacia la mejora del estado de salud reproductivo, ya sea con tratamientos con 

probióticos, antibióticos y bacteriófagos (Appiah et al., 2020). 

 

Microbioma vaginal bovino 

 

Appiah et al. (2020) reconoce y describe a detalle las diferencias entre la microflora 

vaginal, cervical y uterina en bovinos. En general, una población microbiana residente en 

una vagina sana bovina, sin ningún tipo de trastorno reproductivo, se destaca por 

constituirse de bacterias principalmente de especies anaeróbicas, con un solo fragmento 

de otros microbios aeróbicos y/o anaerobias facultativas (Otero et al., 2000; Rodrigues et 

al., 2015)⁠. Una característica de este microbioma es el dinamismo de la flora bacteriana 

pese a las condiciones estables de un individuo sano, impidiendo así la proliferación de 

organismos patógenos (Otero et al. 2000). Enterobacteriaceae, Victivalles y Bacteroides 

están presentes en hembras bovinas sanas, estas tienen la capacidad de fermentación 

directa, los cuales producen compuestos ácidos resultando en un cambio de pH. Esto 

favorece la habitabilidad de algunas especies bacterianas de Lactobacillus y Fibrobacter 

que contribuyen a una microflora vaginal saludable (Rodrigues et al., 2015).  

 

La microflora vaginal bovina se ha ido estimando en base a los efectos de las 

enfermedades utilizando técnicas dependientes de cultivo (Wang et al., 2016)⁠, sin 

embargo, la aplicación de la metagenómica reveló grupos bacterianos comunes en 
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diferentes razas, como el ganado Nellore, Hosltein y Fleckvieh. Las especies bacterianas 

colonizadoras del microbioma vaginal difieren entre estudios, esto debido a que existe 

una relación entre la variación de las comunidades microbianas y el tipo de dieta, 

ubicación geográfica, incluso razas. Swartz et al. (2014)⁠ describe que el microbioma 

vaginal de bovinos está dominado por Aggregatibacter spp., Streptobacillus spp., 

Phocoenobacter spp., Sediminicola spp. y Sporobacter spp. Entre estas especies, algunas 

tienen propiedades particulares de adherirse al colágeno presente en el tejido vaginal, lo 

que explicaría la prevalencia, más aún durante el periodo de gestación (Swartz et al., 

2014; Tang et al., 2008)⁠.  

 

Gonzalez-Moreno et al., (2016)⁠ también caracteriza en bovinos sanas bacterias del 

phylum Firmicutes y Bacteroides como Ruminococcus spp., Dialister spp., Aeribacillus 

spp. Y Porphyromonas spp. Las cuales asociadas con vaginitis bacteriana e infertilidad 

en humanos (Franasiak & Scott, 2015)⁠. Por otro lado, se detalla que existe una baja 

abundancia relativa de lactobacilos, esto similar al microbioma vaginal de ovejas (Otero 

et al., 2000; Swartz et al., 2014), lo cual difiere significativamente del microbioma vaginal 

de mujeres sanas (Yildirim et al., 2014)⁠. La diferencia de los taxones dominantes como 

Lactobacillus spp. está íntimamente relacionado a las características de la vagina, tales 

como pH; sin embargo, pese a que en el ganado bovino la abundancia relativa de 

lactobacilos es baja, esta aumenta a lo largo del ciclo estral con el fin de estimular función 

inmunológica (Otero et al., 2000). En cambio, la disminución de la abundancia relativa 

de Lactobacillus spp. está asociado con signos de infección o variaciones en la 

composición de las comunidades microbianas que podrían ser perjudiciales para la salud 

vaginal y la reproducción (StykovÃ et al., 2014)⁠. 

 

Laguardia-Nascimento et al. (2015) y Nesengani et al. (2017) ⁠reportan que las principales 

Phylum encontrados en muestras de mucosa vaginal son Firmicutes (~40–50%), 

Bacteroides (~15–25%) y Proteobacteria (~5–25%). Además, se reportan entre 10%-20% 

de bacterias no clasificadas; los principales taxones que representan la composición de 

las comunidades microbianas en la vagina bovina son Aeribacillus, Bacteroides, 

Clostridium, Ruminococcus, Rikenella, Alistipes, Bacillus, Eubacterium y Prevotella 

(Laguardia-Nascimento et al., 2015)⁠. Giannattasio-Ferraz et al. (2019)⁠ revela una 

similitud existente en el microbioma vaginal entre las razas Nellore y Gyr, siendo las 
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principales especies bacterianas Aeribacillus, Bacillus, Clostridium, Bacteroides y 

Ruminococcus. Además, también se enfoca un panorama más amplio al caracterizar otros 

taxones como Mycosphaerella (el hongo más dominante) y Methanobrevibacter (la 

arquea más dominante) en el microbioma vaginal. También, se señalaron algunos géneros 

como posibles biomarcadores para el embarazo mediante el modelo Random Forest, se 

describieron géneros como Histophilus, Clostridiaceae y Campylobacter en la vagina, así 

como Bacteroidales y Dorea en las heces; sin embargo, este tipo de estudios necesitan de 

mayores experimentaciones para validar el papel funcional de estos biomarcadores en el 

embarazo (Deng et al., 2019)⁠. La descripción de las funciones fisiológicas, la importancia 

del microbioma vaginal en bovinos es cruciales para comprender los efectos en los 

mantenimientos de la salud, esto basado en que no todo cambio conduce a un impacto 

negativo en la salud del ganado, sino que el cambio en la diversidad y las relaciones 

phylumgenéticas también pueden conducir a una buena preñez (Ault et al., 2019; Serrano 

et al., 2019)⁠. 

 

Pese a que las contribuciones del conocimiento del microbioma vaginal permiten 

entender algunos aspectos de la reproducción, son pocos los análisis de las variaciones de 

la diversidad microbiana durante diferentes fases del ciclo estral (Appiah et al., 2020)⁠. 

Mahalingam et al. (2019)⁠ indicaron que la microbioma vaginal de búfalas está 

predominado por Corynebacterium, Porphyromonas, Helcococcus, Anaerococcus y 

Fastidiosipila, estas con un gran nivel de relación phylumgenética, destacando que el 

phylum Firmicutes fue significativamente el de mayor dominancia durante la fase de celo, 

porque se infiere que la identificación de las comunidades bacterianas durante diferentes 

fases del ciclo estral puede iniciar nuevos enfoques terapéuticos que mejore la eficiencia 

reproductiva. Wang et al. (2016)⁠ reveló la variación de las comunidades microbianas 

entre las etapas lúteas y folicular en poblaciones de ganado bovino, aunque la microflora 

vaginal estuvo predominada por E. coli, Aerococcus vaginalis, Aerococcus viridans, 

Haemophilus somnus, Streptococcus pluranimalium, Sphingomonas roseiflava, 

Psychrobacter marincola y Lactobacillus, se destacó notablemente que Streptococcus 

spp. tuvo una mayor dominancia en la fase lútea que en la fase folicular, mientras que 

Lactobacillus spp. Tuvo mayor preponderancia en la fase folicular que en la fase lútea. 

Entender qué roles funcionales diferencia la microflora dominante de la fase lútea de la 

folicular podría desentrañarse mediante un análisis detallado del genoma de las bacterias 
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utilizando el secuenciamiento metagenómico shotgun (Fettweis et al., 2019; Goltsman et 

al., 2018) 

 

Muchos autores afirman que la variación del microbioma vaginal bovino podría afectar 

la capacidad de la hembra para establecer un embarazo e influir en la salud de la cría 

durante la gestación (McClure, 2018)⁠. Esta relación mutualista establece la primera línea 

de defensa contra la colonización patógena en la mucosa vaginal (Smith & Ravel, 2017)⁠. 

Los procesos reproductivos como el crecimiento, la maduración, el transporte y la 

supervivencia de embriones y gametos dependen del moco presente en el ecosistema 

vaginal constituido por el microbioma vaginal (Rutllant et al., 2005)⁠. Las biopelículas que 

forman estas especies tienen la capacidad de estabilizar el microambiente, jugando un 

papel importante como barreras inmunológicas y base de crecimiento para los 

microorganismos involucrados en la distribución de gametos (Rutllant et al., 2002)⁠. 

 

Microbioma cervical bovino 

 

El cuello uterino está compuesto por varios anillos de colágeno revestidos de moco, lo 

cual constituye una de las barreras anatómicas (biológica y física) más importantes que 

impide el ascenso de patógenos hacia zonas interiores del tracto reproductivo (Azawi, 

2008; Sheldon & Dobson, 2004)⁠. Sin embargo, la ubicación de esta zona la hace 

susceptible a la exposición de patógenos acarreados por desechos luminales y por las 

contracciones uterinas (Sharma et al., 2017)⁠. Por ello, el cuello uterino es una parte del 

tracto reproductor que debe evaluarse individualmente, tanto antes y después del parto, a 

fin de evaluar y predecir los éxitos reproductivos (Deguillaume et al., 2012). La 

caracterización mediante metagenómica del microbioma del cuello uterino resultó mucho 

más detallada de aquellos realizados solo mediante técnicas de cultivo celular (Singer et 

al., 2016).  

 

Wang et al. (2018)⁠ encontraron que las comunidades bacterianas del cuello uterino en 

diferentes fases (formación, gestación y posparto clínico) constituyen 

predominantemente Proteobacteria, Bacteroides y Firmicutes, similar a lo reportado en 

el microbioma vaginal; sin embargo, la comunidad bacteriana en el microbioma cervical 

de bovinos afectadas por metritis consistió principalmente en una mayor abundancia de 
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Bacteroidetes y Fusobacteria. Por otro lado, se reportó una alta frecuencia de S. aureus 

en muestras de hisopados cervicales en bovinos que han abortado con respecto a animales 

sin ningún registro de aborto (Galvão, 2012). ⁠ Así mismo, Chen et al. (2017) sugiere que 

el microbioma cervical y/o vaginal puede ser útil para detectar enfermedades comunes en 

el tracto reproductor. 

 

Actualmente, no hay mayor información disponible sobre el microbioma de especie 

bovinas, no obstante, conocer que mecanismos vinculan la inflamación endocervical 

relacionado con la variación del microbioma, son de alto interés para enfoques 

terapéuticos (Appiah et al., 2020). 

 

Microbioma uterino bovino 

 

Inicialmente, se creía que la cavidad uterina era un segmento estéril, este paradigma 

cambia luego de que se reporta que existe ciertos microorganismos que se adaptan al 

endometrio y también pueden influir en las células uterinas (Baker et al., 2018; Moreno 

& Franasiak, 2017; Pelzer et al., 2017)⁠. Galvão et al. (2019) describe la microflora en el 

tracto reproductivo, manifestando la importancia de caracterizar el microbioma uterino y 

relacionar su papel en las enfermedades. Aunque exista un microbioma escaso en el útero, 

incluso durante el embarazo (Karstrup et al., 2017; Moore et al., 2017)⁠, una pequeña 

fracción de las bacterias se clasifican como patógenos endometriales, tales como T. 

pyogenes, entre otras especies de Fusobacteria y Prevotella spp.  

 

Por otro lado, se reportó una mayor diversidad en el microbioma uterino, cuyos 

principales representantes a nivel de phylum son Proteobacteria, Tenericutes, Firmicutes, 

Bacteroidetes, Fusobacteria, Actinobacteria y taxones no asignados (Santos & Bicalho, 

2012); estas bacterias por lo general se dispersan hacia la luz uterina en situaciones post-

parto, debido a la perdida de la compartimentalización (Miranda-CasoLuengo et al., 

2019).  

T. pyogenes, E. coli, Peptostreptococcus, Propionibacterium y entre otras bacterias 

anaerobias son consideradas como los principales reguladores de enfermedades uterinas 

(Sheldon et al., 2019)⁠. Aunque reportes aseguran que las bacterias en el tracto 

reproductivo del ganado no siempre causan infecciones y enfermedades (Appiah et al., 
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2020)⁠. Autores sugieren que la flora uterina y el sistema inmunitario local tienen un efecto 

de regulación cruzada (Agostinis et al., 2019)⁠ 

 

Enfermedades asociadas con el microbioma del tracto reproductor en bovinos  

Definir un microbioma “saludable” como tal aún no está estandarizado; sin embargo, la 

“disbiosis”, es decir, el desequilibrio y/o variaciones en la composición de las 

comunidades microbianas, está relacionado a cambios en la salud de los hospederos, por 

lo que se relaciona como los posibles agentes etiológicos de enfermedades infecciosas, 

trastornos debilitantes y problemas de infertilidad (Mor et al., 2015). El ecosistema 

saludable del tracto reproductivo en humanos posee predominancia de especies de 

Lactobacillus (White et al., 2011)⁠, las cuales son un rasgo crítico debido a la actividad 

productora de ácido láctico y la prevención del establecimiento de bacterias patógenos 

(Boskey et al., 1999)⁠.  

 

Sin embargo, este paradigma no se ajusta a los patrones de diversidad entre otras especies, 

pues se estipula que cada especie posee singularidades en la diversidad microbiana 

presente que pueden estar en relación con algunas características como receptividad 

sexual, fertilidad, entre otras (Yildirim et al., 2014)⁠ y a menudo, se atribuye que las 

enfermedades del tracto reproductivo depende de los cambios en la composición de las 

poblaciones microbianas, según sea el microbioma dónde la enfermedad está 

aconteciendo (Ott et al., 2004; Seksik et al., 2003; Turnbaugh & Gordon, 2009). 

 

Debido a la estrecha interconexión de microbioma en el tracto reproductor, existe un 

intercambio constante entre el microbioma vaginal con el microbioma presente en tejidos 

reproductores internos, ya sea por vías de colonización como la colonización externa 

(Appiah et al., 2020)⁠, vía sanguínea (Klibs N. Galvão et al., 2019; Jeon et al., 2017)⁠ y/o 

vía ambiental (Laguardia-Nascimento et al., 2015)⁠. Esta ruta de ascensión de microbioma 

por la cavidad vaginal hacia otros microbiomas, tienen la capacidad de repercutir en el 

eje reproductivo y la gametogénesis, pues, se demostró que la acción de bacterias 

patógenas induce la inhibición de la respuesta de las gonadotropinas y afecta 

negativamente el desarrollo folicular (Franasiak & Scott, 2015).  
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En el caso de las bovinos lecheras y ganado con potencial comercial, la mayoría 

experimentan la contaminación bacteriana, o precisamente dicho, aumenta el flujo 

ascendente de microbioma en el tracto reproductor, momentos después del parto, esto 

debido a la pérdida de la compartimentalización en el tracto reproductivo (Miranda-

CasoLuengo et al., 2019)⁠; sin embargo, la fracción de microorganismos que desarrollan 

una enfermedad clínica o subclinica es pequeña (Appiah et al., 2020) las cuales pueden 

clasificarse según el potencial patogénico, siendo estas bacterias contaminantes 

oportunistas, patógenos potenciales y patógenos uterinos (Williams et al., 2005) 

 

Las funciones hasta ahora reportadas del microbioma asociadas al aparato reproductor 

hacen una contribución significativa al estado fértil del individuo, ya sea mediante la 

comprensión en la adaptación del endometrio o la influencia que tenga en las células 

uterinas (Jeon et al., 2015; Knudsen et al., 2015). En estudios actuales, algunos de los 

microorganismos fueron validados como biomarcadores para una buena gestación (Wang 

et al., 2019). Sin embargo, un fragmento llamado bacterias patogénicas, que contaminan 

el útero después del parto, pueden desarrollar enfermedades subclínicas y clínicas (como 

la metritis y endometritis), que, en largos periodos de tiempo, afectan dicha fertilidad 

mediante el daño a los ovocitos (Baker et al., 2018) 

 

La metritis es una inflamación del útero causado por infección bacteriana, cuyo signo 

clínico u grado de inflación parece tener una conexión significativa con la posibilidad de 

desarrollo de endometritis inmediatamente después del parto (Sheldon et al., 2009)⁠. Por 

otro lado, la endometritis es una enfermedad multifactorial debido a que posee diferentes 

agentes de riesgo, siendo la inflación del endometrio por el componente bacteriano uno 

de ellos (Adnane et al., 2017). Galvão et al. (2019) señalan una asociación entre la metritis 

y una disbiosis del microbioma uterino, está caracterizada por la disminución en la 

diversidad de especies y un aumento de los géneros Bacteroides, Porphyromonas y 

Fusobacterium. Cunha et al. (2019)⁠ en estudios de metritis de bovinos lecheras Holstein, 

revela que Helcococcus ovisse es un patógeno que está relacionado con un alto grado de 

patogenicidad y resistencia antimicrobiana. Se describió la alta incidencia de ciertos 

géneros que son poco abundantes en el microbioma “sana”, tales como Sneathia y 

Peptostreptococcus (Peng et al., 2013; Sicsic et al., 2018). Sin embargo, Jean et al. (2015) 

señala que el género Sneathia está vinculada con la buena salud del útero. Estos resultados 
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contradictorios pueden deberse a que en cada estudio las bacterias ambientales tienen 

contribución en la aparición de las poblaciones de microflora en el útero de las bovinos 

posparto. Más aún, la prevalencia relativa de estos géneros puede desenvolver un rol más 

importante en la frecuencia de metritis (Appiah et al., 2020)⁠. Por otro lado, para el estudio 

de las fallas reproductivas asociadas a la endometritis, se diseñaron modelos in vivo con 

el uso de E. coli y S. pyogenes patógenas en razas Holstein a fin de estudiar los 

mecanismos y los efectos de la enfermedad uterina (Piersanti & Bromfield, 2019)⁠.  

 

Además, otros estudios confirman a E. coli como agente causal de endometritis clínica y 

subclínica en los ganados bovinos lechero y de producción de carne (Bicudo et al., 2019; 

Ricci et al., 2015; Salah & Yimer, 2017). Además, nuevas especies como T. pyogenes 

(Werner et al., 2012)⁠ y Corynebacterium endometrii (Mogheiseh et al., 2020)⁠ fueron 

aisladas de muestras de útero de bovinos con endometritis; mientras que Miranda-

CasoLuengo et al. (2019)⁠ y Wang et al. (2018)⁠ confirma la abundancia relativamente alta 

de Bacteroides y Fusobacterium en endometritis clínica avanzada, sin embargo, es 

apremiante una mejor caracterización de este microbioma en enfermedades mediante 

técnicas independientes de cultivo. 

 

La literatura revisada coincide en que los trastornos reproductivos y las enfermedades 

genitales tienen una correlación con el aumento de la abundancia relativa y el número de 

taxones bacterianos con respecto al microbioma central presentes en los tejidos del tracto 

reproductivo. En el caso general del ganado bovino, se demostró que los géneros 

Histophilus (Corbeil, 2007)⁠, Mycoplasma (Pfützner & Sachse, 1996)⁠, Bacteroides, 

Fusobacterium, Prevotella y entre otras (LeBlanc, 2008)⁠ están involucradas en el 

desarrollo de desórdenes en los genitales, así mismo, se describió que las 

sobrepoblaciones de especies como Escherichia coli y Streptococcus están involucradas 

en los procesos de infección de la zona vaginal y/o uterina, según el microbioma dónde 

la enfermedad esté presente (Rodrigues et al., 2015)⁠. Existe la hipótesis que las 

enfermedades de los tractos no solo serían causadas por las interacciones de las variantes 

del ecosistema bacteriano del genital, sino también por la interferencia humana, la cual 

sería un factor que afectaría directamente a los componentes del microbioma (Gilbert, 

2019). 
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Rodrigues et al. (2015) en su trabajo comparativo entre bovinos sanas y bovinos con algún 

trastorno reproductivo, señala que la abundancia relativa de bacterias del género 

Bacteoides y Enterobacteriaceae aumentó en un 35,83% y 18,62%, respectivamente, en 

comparación con la abundancia del microbioma central en individuos sanos; además, 

reportaron el aumento de 53 taxones adicionales que no detectados en los individuos 

sanos. Por otro lado, la detección del género Histophilus en los grupos con trastornos 

reproductivos, permitiría determinar ciertos biomarcadores para la detección de este tipo 

de afecciones, debido a que esta bacteria es descrita por otros autores como un patógeno 

oportunista en el tracto reproductivo bovino asociado con enfermedades reproductivas 

que influyen significativamente en la fertilidad (Corbeil, 2007; Van Der Burget et al., 

2007). 

 

Aparentemente, existe una diferencia en la dominancia de especies que componen el 

microbioma entre el ganado sano y enfermo. En individuos sanos, el microbioma se 

caracteriza por tener dominancia de especies anaeróbicas; en cambio, especies 

bacterianas aeróbicas y/o anaeróbicas facultativas son dominantes en hembras con algún 

estado de enfermedad (Rodrigues et al., 2015)⁠. Más interesante, ciertas especies con la 

capacidad de sintetizar metabolitos que pueden servir como nutrientes para las bacterias 

patogénicas, como el paso de Histophilus, que utiliza los compuestos ricos en metano, 

nitrógeno y azufre producidos en el ecosistema vaginal (Corbeil, 2007). 

 

Por otro lado, pese a la similaridad en la microflora en diferentes razas de ganado, se ha 

reportado la presencia de hongos patógeno, principalmente especies de levaduras y 

Penicillium sp., como colonizadores de los fluidos cérvico-vaginales en el ganado 

Holstein (Saini et al., 2019). La función específica de estos fúngicos patógenos 

oportunistas, pese a su conocido papel en diversos procesos teriogenológicos, aún 

requiere más investigación, pues recientemente se reveló que puede obtener un papel 

importante como biomarcadores del éxito y fracaso reproductivo en ganados bovinos 

(Deng et al., 2019).⁠ 

  

Los cambios de las comunidades microbianas en los tractos reproductivos de los 

huéspedes es un parámetro importante para comprender la patogénesis, la progresión de 

la enfermedad y las fallas reproductivas, siendo esta variación tanto de la supresión de 
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especímenes comensales hasta colonización excesiva de bacterias potencialmente 

patógenas (Rodrigues et al., 2015).⁠ Más aun, el entendimiento de las enfermedades 

uterinas al postparto, tales como la metritis puerperal, endometritis clínica y endometritis 

subclínica, tiene importantes razones económicas y de bienestar, ya que contribuyen al 

confort de la bovino, la eliminación del rodeo, y contraresta los efecto negativo profundos 

en la performance reproductiva (Deng et al., 2019). Por lo que el estudio del microbioma 

del tracto reproductor bovino, el entendimiento entre las interacciones entre el 

microbioma y el huésped proporcionaría data que permita explicar el éxito y el fracaso 

reproductivo (Gilbert, 2019) y organizar mejores decisiones a fin de mejorar la calidad y 

estilo de vida del ganado (Jeon et al., 2015)⁠   

 

II. MATERIALES Y MÉTODOS 

 

2.1. Selección de animales 

 

Para el experimento se utilizó un total de 53 bovinos pertenecientes a ganaderos de la 

cuenca Alto Imaza, las cuales fueron examinadas según los siguientes criterios:  

 

• Estado reproductivo vacía/cíclica 

• Libres de patologías en el tracto genital 

• Libre de tratamiento con antibiótico (45 dias)  

• Edad (2 – 60 meses) 

• Número de partos (2 – 4) 

• Condición corporal (2.75 – 4) (Martínez et al., 1998) 

• Alimentación (pastoreo) 

 

Las características de cada individuo están representadas (Tabla 1). 
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Tabla 1. Información sobre el lugar de muestreo, raza, número de partos, códigos de muestras realizadas, tipo de embrión transferido y estado de preñez de los individuos 

incorporados al análisis molecular. 

 
N° DISTRITO CRUCES Nº PARTOS CÓDIGO DE MUCOSA DE 

PARED UTERINA 

CÓDIGO DE MUCOSA DE 

CUERNO UTERINO 

TIPPO DE EMBRION 

TRANSFERIDO 

PREÑEZ 

        

2 OLLEROS BROW SWISS 3 U-2 C-2** MOET FRESCO NO 

5 OLLEROS BROW SWISS CRUZADA* 2 U-5 C-5** MOET CONG. NO 

7 OLLEROS BROW SWISS 1 U-7 C-7** MOET FRESCO NO 

10 OLLEROS BROW SWISS 4 U-10 C-10 MOET FRESCO NO 

12 OLLEROS BROW SWISS 1 U-12 C-12 MOET CONG. NO 

13 OLLEROS SIMENTAL CRUZADO* 4 U-13 C-13** MOET FRESCO SÍ*** 

14 OLLEROS BROW SWISS 7 U-14 C-14** MOET FRESCO SÍ*** 

15 OLLEROS BROW SWISS CRUZADA* 7 U-15** C-15 MOET FRESCO SÍ*** 

17 OLLEROS BROW SWISS CRUZADA* 6 U-17** C-17 MOET CONG. SÍ*** 

18 OLLEROS BROW SWISS CRUZADA* 3 U-18 C-18 MOET CONG. NO 

22 YAMBRASBAMBA SIMMENTAL 2 U-22** C-22 --- --- 

23 YAMBRASBAMBA SIMMENTAL 3 U-23 C-23 MOET FRESCO NO 

36 OLLEROS BROWN SWISS 2 U-36 C-36** MOET CONG. NO 

37 OLLEROS HOLSTEIN-F1* 5 U-37 C-37** MOET CONG. SI*** 

38 OLLEROS BROWN SWISS 4 U-38 C-38 --- --- 

39 OLLEROS HOLSTEIN CRUZADO* 1 U-39** C-39 --- --- 

42 OLLEROS BROWN SWISS 1 U-42 C-42** --- --- 

43 OLLEROS HOLSTEIN CRUZADO* 1 U-43 C-43 MOET FRESCO NO 

45 OLLEROS HOLSTEIN CRUZADO* 1 U-45** C-45 MOET CONG. SI*** 

47 CUISPES SIMMENTAL 5 U-47 C-47** --- --- 

49 CUISPES SIMMENTAL 4 U-49 C-49** MOET FRESCO NO 

50 CUISPES SIMMENTAL 2 U-50 C-50** --- --- 

52 CUISPES SIMMENTAL 0 U-52** C-52 MOET FRESCO SI*** 

53 CUISPES CRUCE B/S* 3 U-53** C-53 MOET FRESCO NO 
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Figura 1. Flujograma de trabajo de las actividades desarrolladas para el cumplimiento de los objetivos de la tesis. 
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2.2. Método de extracción de microbioma (CITOBRUSH) 

 

Las muestras fueron extraídas de los bovinos receptoras 20 días antes de iniciar el 

protocolo de sincronización de celo, mediante un nuevo modelo de pistoleta de acero 

inoxidable que permite utilizar cepillos ginecológicos cérvico-uterinos descartables 

(Papanicolaou) y vainas sanitarias descartables tipo Cassou de IA. Esta modificación 

permite utilizar una sola pistoleta para realizar el muestreo de varios bovinos con solo 

realizar el cambio de los cepillos y vainas descartables entre cada muestra. (Madoz, 

2013). 

Además, permite realizar la toma de muestras en un tiempo mucho más corto y a menor 

costo, debido a que ambos descartables se fabrican en el país.  

 

Descripción de las partes de la pistoleta fabricada, la cual consta básicamente de cinco 

partes: 

- Pieza tubular de acero inoxidable hueco en todo su largo de 43,5 cm de longitud, con 

la parte posterior ranurada y terminada en forma de cono; con un tope interno de 5 cm 

en la parte anterior de la pieza. 

- Pieza tipo émbolo alargada de acero inoxidable de 45,5 cm de longitud, con 1 cm de 

rosca en la parte anterior, y con un disco terminal a modo de tope posterior de la pieza.  

- Cepillo de cerdas plásticas suaves insertas en un eje de alambre de 2 cm de longitud, 

cabo plástico de 5 cm de largo. Son de uso común en ginecología humana y se 

adquieren estériles (Medibrush, Argentina).  

- Anillo plástico.  

- Vaina plástica transparente de IA de 43,8 cm de largo y 0,5 cm de diámetro (IMV, 

Francia). 

 

Descripción del proceso de recolección de la muestra de microbioma: 

 

- Se colocó al animal en un brete de inmovilización, con el objetivo de darle un mejor 

manejo y evitar cualquier movimiento brusco que pueda lastimarle (Figura 2).  
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- En el caso de animales con temperamento agresivo y difícil de manejar, se utilizó 

xilacina para relajar al animal (0,3-1 mg/Kg, E.V.)( Figura 3).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2 Brete de inmovilización 

Figura 3 Aplicación de endovenosa (E.V./ yugular) 
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Figura 4 Limpieza externa de la vulva del animal. 

- Luego de que el animal estuvo tranquilo y debidamente sujetado se procedió a realizar 

la limpieza y desinfección con alcohol al 70% de la zona perineal y vulvar de cada 

animal. (Figura 4).  

 

  

  

  

 

 

 

 

 

 

 

 

- Luego mediante la ayuda de un cytobrush adosado a un mango de longitud apropiada, 

se ingresó por la vulva del animal muy suavemente pasando el cérvix y llegando al 

cuerpo uterino, donde con la pistoleta se realizó la recolección de la muestra 

proveniente de la superficie mucosa endometrial con la ayuda de un cepillo raspando 

suavemente de la pared del cuerpo uterino y la mitad craneal del cuerno uterino para 

los estudios bacteriológicos (Figura 5).  

 

 

 

 

 

 

 

 

  

  

 

 
Figura 5 Recolección de muestra de mucosa uterina con citocepillo 
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Figura 6 Ingreso del citocepillo hacia el útero 

- Una vez fijado el cérvix vía rectal, se procedió al cateterismo del mismo, mediante una 

maniobra similar a la utilizada en la IA. En el cuerpo uterino, la pistoleta se dirigió a 

la mitad craneal del cuerno uterino, en ese momento el cepillo fue expuesto a la 

superficie de la mucosa endometrial donde se giró dos vueltas completas en sentido 

horario; luego el cepillo se retrajo dentro de la vaina sanitaria y posteriormente la 

muestra fue almacenada, este mismo proceso se realizó para la extracción de mucosa 

del cuerpo uterino (Figura 6). 

La mucosa extraída se depositó en un criotubo de 4ml de capacidad con 2ml de 

Solución Buffer Fosfatada (PBS) para su transporte al Laboratorio de Fisiología 

Molecular, donde fue realizada la extracción y purificación del ADN genómico de las 

muestras (Figura 7).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 7 Guardado y transporte de las muestras de mucosa 
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2.3. Extracción de ADN genómico de las muestras de mucosa uterina bovina 

 

La extracción de ADN de muestras de mucosa uterina fue realizada con la aplicación 

del protocolo del Kit “PURELINK ® KIT DE ADN GENÓMICO” (Invitrogen), con 

algunas modificaciones del protocolo de extracción en la etapa inicial, descrita por 

Azawi et al (2008). Para ello se efectuaron los siguientes pasos a nivel de laboratorio: 

 

2.3.1. Preparación de reactivos, materiales y equipos: 

 

- Se preparó los buffers de lavado “PureLink® Genomic Wash Buffer 1”, 

completando el volumen con 75 ml de etanol de (96-100%) y el “PureLink® 

Genomic Wash Buffer 1”, completando el volumen con 87.5 ml de etanol de (96-

100%). 

- Dentro del protocolo se observa previamente si la solución de digestión y lisis 

tiene precipitación de sales. Si esto ocurre se disuelve los precipitados calentando 

a 37°C, posteriormente se enfría a 25°C antes del uso. 

- Se enciende el baño “Accu Block Digital Dry bath”, calibrado a 55°C. 

- Se etiqueta previamente los tubos de microcentrífuga de 1,5ml según el nombre 

de muestra biológica que corresponda. 

- Se esteriliza todos los materiales en la en la cámara de extracción de ácidos 

nucleicos con luz UV durante 40 min. 

 

2.3.2. Procesamiento de las muestras de mucosa uterina bovina: 

- Las muestras de mucosa congeladas a – 80 °C fueron descongeladas a temperatura 

ambiente. 

- Las muestras biológicas suspendidas en PBS fueron centrifugadas a 20,000 RPM 

por 10 minutos. 

- El sobrenadante fue descartado y se utilizó el pellet celular para la extracción de 

ADN total. 

 

2.3.3. Digestión y lisis celular: 

- En cada tubo se adiciono 180 μL de PureLink® Genomic Digestion Buffer y 20 

μL de Proteinasa K y luego fue homogenizado mediante un vórtex. El pellet de 

mucosa fue resuspendida en tampón. Para procesar todas las muestras fue 
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preparado un master mix de buffer de digestión mezclando 180 μL de PureLink® 

Genomic Digestion Buffer y 20 μL de Proteinasa K para cada muestra. 

- Los tubos conteniendo las muestras disueltas en tampón de solución fueron 

incubadas a 55 ° C, con agitación ocasional hasta que se complete la lisis celular, 

aproximadamente por 4 horas. 

 

2.3.4. Proceso de extracción celular  

- Para eliminar cualquier material particulado, se centrifugó el lisado a 20,000 RPM 

durante 3 minutos a temperatura ambiente. Se transfirió el sobrenadante a un tubo 

de microcentrífuga de 1.5mL nuevo y estéril. 

- Para eliminar contenido de ARN, se añadió 20 μL de RNAsa A (suministrado en 

el kit) al lisado, la homogenización fue garantizada con un vórtex breve y fue 

incubado a temperatura ambiente durante 2 minutos (es importante cumplir el 

tiempo especificado antes del siguiente proceso).  

- Fue adicionado 200 μL de PureLink® Genomic Lysis/Binding Buffer, breve 

vórtex. Luego se añade 200 μL de etanol al 96-100% al lisado. Fue homogenizado 

bien agitando en vórtex durante 5 segundos. Para el procesado de varias muestras 

en simultáneo, se preparó una mezcla maestra de buffer / etanol mezclando con 

200 μl de Lysis/Binding Buffer y 200 μl de etanol al 96–100% por muestra. 

- Fue transferido cada muestra a una columna de purificación PureLink ® insertado 

un tubo de colecta. Posteriormente fue centrifugada a 10,000 RPM durante 1 

minuto a temperatura ambiente. 

- Fue descartado el tubo de recolección y se colocó la columna de centrifugado en 

un nuevo tubo de colecta PureLink® limpio suministrado en el kit. 

- Fue añadido 500 μl de Wash Buffer 1 a cada columna de sílica. Luego fue 

centrifugada la columna a temperatura ambiente a 10,000 RPM durante 1 minuto, 

desechando el tubo de colecta y adicionando uno nuevo. 

- Fue añadido 500 μl de Wash Buffer 2 a cada columna de sílica. Fue centrifugada 

la columna a 20,000 RPM durante 3 minutos a temperatura ambiente. Luego se 

desechó el tubo de colecta. 

- las columnas de centrifugado fueron colocadas en nuevos tubos de 

microcentrífuga estéril de 1,5 ml. 
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- Fue adicionado 100 μL de PureLink ® Buffer de elución genómica a la columna 

(en este paso se asegura de agregar el volumen al centro de la columna y no por 

las paredes).  

- La incubación fue a temperatura ambiente durante 1 minuto. Luego centrifugada 

a 20,000 RPM durante 1 minuto a temperatura ambiente. 

- El tubo contiene ADN genómico fue retirado. Fue alicuotado 20 μL de ADN y 

almacenada a -20° C, el resto de la alícuota fue almacenado a -80° C para 

almacenamiento a largo plazo y evitar la degradación de la muestra. 

 

2.4. Cuantificación de ADN genómico 

 

2.4.1. Cuantificación mediante NanoDrop One 

Se siguieron los siguientes pasos: 

- Se descongeló las muestras de ADN genómico por al menos 2 minutos (para 

evitar sesgo en la cuantificación, las muestras tienen que estar en temperatura 

ambiente). 

- Se enciende el equipo Nanodrop One y se seleccionó la opción de cuantificación 

de ADN bicatenario. 

- Se cargó 2uL de la solución blanco (buffer de elución PureLink ®) en el pedestal 

inferior, se cierra el pedestal delicadamente. Luego se marca la opción de 

blanqueamiento. 

- Luego, se cargó 2uL de las muestras de ADN en el pedestal, en seguida se marcó 

la opción de cuantificar. 

- Se registra cada una de las lecturas de concentración y parámetros A280/260 y 

A260/230. Después de cada registro y antes de la carga de las siguientes 

muestras, se limpia el pedestal con paños desechables Kimwipes. 

 

2.4.2. Cuantificación mediante Qubit 3.0 

Para la cuantificación fue utilizado el reactivo Qubit® dsDNA BR Assay Kit 

(Invitrogen), desarrollando los siguientes pasos: 

- Las soluciones de trabajo fueron preparados, el Qubit® solución de trabajo 

diluyendo Qubit® dsDNA BR Reagent (Component A) 1:200 en Qubit® dsDNA 

BR Buffer (Component B), utilizando un tubo de plástico limpio cada vez que 
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prepare suficiente Qubit® solución de trabajo. El volumen final en cada 

microtubo de 0.5 ml debe ser de 200ul. 

- La adición de 190 ul de Qubit® solución de trabajo a cada uno de los tubos 

utilizados para los estándares, dos en total. 

- La adición de10 ul de cada Qubit® dsDNA BR Standard al tubo apropiado, luego 

se homogenizó mediante pipeteo. 

- La adición 198 ul de Qubit® solución de trabajo a cada uno de los tubos 

utilizados para cuantificar las muestras de ADN provenientes de mucosa uterina 

bovina. 

- La adición final de 2 ul de muestra de ADN a los 198 ul de Qubit® solución de 

trabajo a cada uno de los tubos utilizados para las muestras, seguidamente 

homogenizado mediante un vórtex de 2-3 segundos (El volumen de cada tubo 

debe de ser de 200 ul), posteriormente los tubos fueron incubados durante 2 

minutos. 

- Finalmente fue realizada la lectura, en la Pantalla de Qubit® Fluorometro se 

presionó “DNA” luego “dsDNA”, “Broad Range”. Primero se calibró la corrida 

con la lectura de los dos estándares. Luego se procedió con la lectura registro de 

la concentración de ADN de las muestras. 

 

2.5. Amplificación por PCR convencional del gen 16S 

 

2.5.1. Elaboración de Master Mix 

Volúmenes de cada reactivo procedente del kit Tag MasterMix (BIORON) para 

la amplificación del gen RNA16s, por cada reacción (Tabla 2) 

 
Tabla 2 Reactivos utilizados en la elaboración del Master Mix. 

Reactivos 
Reacción 1X-22 µL 

16S 

Master Mix 11 µL 

MgCl2 0.5 µL 

Agua 7.5 µL 

Primer F (27_F) 10 µM 1 µL conc. Final (0,45 µM) 

Primer R (1492_R) 10 µM 1 µL conc. Final (0,45 µM) 

Total 21 µL 

Templado (ADN) 1 µL 
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- En etapa fueron preparados los volúmenes de reacción de PCR en la cabina de 

PCR, desinfectando y exponiendo a UV antes y después del uso de la cabina. 

 

2.5.2. Corrida de PCR 

Establecimiento de los parámetros para cada corrida de PCR, todas las 

condiciones de perfil térmico fueron aplicados en todas las corridas (Tabla 3). 

Tabla 3 Parámetros considerados en una corrida de PCR. 

1 2 3 

95 °C 

0:06:00 min 

95 °C 

0:00:30 min 

55°C 

0:01:00 min 

72 °C 

0:01:00 min 

72 °C 

0:10:00 min 

4 °C 

∞ 

1x 40x  1xd 

Los amplificados fueron guardados en refrigeración hasta antes de realizar el proceso 

electroforético  

2.6. Electroforesis de ADN en gel de agarosa 

 

Para la ejecución de electroforesis se tuvo en cuenta los siguientes pasos: 

2.6.1. Preparación TAE 1X 

- Se midió12.5 ml de TAE 40X y se mezcló con 487.5 ml de agua destilada 

- Se homogeniza bien y se conservar a temperatura ambiente.  

2.6.2. Preparación de Gel de Agarosa al 0.8% 

- Para la preparación del gel de 11 pocillos, fue adicionado 0.6 g de Agarosa en 75 

ml de TAE 1X. 

- Para la preparación del gel de 18 pocillos, fue adicionado 1.0 g de Agarosa en 125 

ml de TAE 1X  

- Para la preparación del gel de 11 pocillos, fue adicionado 2.4 g de Agarosa en 300 

ml de TAE 1X  

- Cada componente fue calentado en microondas por 1:30 min o más hasta que se 

disuelva el agar sin que este haga ebullición. Seguidamente fue adicionado 10 ul 

Colorante Orange por cada 100 ml de solución. Finalmente, la solución fue 

colocado en la bandeja de electroforesis, asegurándose de que no existan burbujas. 

2.6.3. Siembra en Gel de Agarosa  

- Se sembró 2ul de loanding blue diluidos en 10 ul de muestra de ADN 

- Se sembró 10 ul del ladder GeneRuler 1kb (Invitrogen) 
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1k

b 

M

1 

M

2 

M

3 

M

4 
...  C+  C- CR 

 

1Kb=Lader 

M1…4= Muestras 

C+=Control Positivo 

C-=Control Negativo 

CR=Control Reactivo 
 

 

 

1Kb=Lader 

M1…4= Muestras 

C+=Control Positivo 

C-=Control Negativo 

CR=Control Reactivo 

 

Tabla 4 Orden de Siembra en Gel de Agarosa 

2.6.4. Orden de Siembra en Gel de Agarosa 

  

 

 

 

 

 

 

 

2.6.5. Corrida electroforética 

- Para la corrida electroforética se corrieron bajo los parámetros de 75 voltios por 1 

hora. Luego del tiempo delimitado, se procedió a la lectura en fotodocumentador  

 

2.7. Purificación de ADN genómico de mucosa uterina bovina  

 

La purificación de ADN de muestras de mucosa uterina extraídas se desarrolló con 

la aplicación del protocolo del Kit “Dna Clean & Concentrator®-5”. 

 

2.7.1. Preparación Previa del Kit Dna Clean & Concentrator®-5 

- Preparación del buffer: Se añadió 96 ml etanol 100% al concentrado de 24ml de 

DNA Wash Buffer, solo cuando se abre un kit nuevo. 

 

2.7.2. Procedimiento de purificación 

- En un microtubo de 1.5ml, fue añadido 2 veces el volumen de DNA Binding 

Buffer al volumen de la muestra de DNA. Seguido de una mezcla breve mediante 

vórtex. (*aplicación para plásmidos o DNA genómico > 2kb.) 

- Se transfirió la mezcla a la columna Zymo-Spin™ en un tubo colector. 

Seguidamente, fue centrifugado a 16 000 RPM por 30 segundos, luego se 

descartó el sobrenadante del tubo colector. 

- Se añadió 200ul de DNA Wash Buffer a la columna, luego se centrifugó a 16 000 

RPM por 30 segundos, repitiendo el paso de lavado por segunda vez. 

- En cada tubo fue añadido 20 ul DNA Elution Buffer directamente a la matriz de 

la columna, incubada a temperatura ambiente por un minuto. Se transfirió la 



 
  

45 

 

columna a un microtubo de 1.5 ml y se centrifugó a 16 000 RPM por 30 segundos 

para la elución de DNA. Finalmente, la muestra de DNA está ultrapura, 

volviendo a cuantificar por el nanodrop. 

-  

2.8. Secado de ADN genómico de mucosa uterina bovina 

2.8.1. Procedimiento de secado de ADN genómico previo a secuenciar 

 

Después de la cuantificación y verificación de la calidad, las muestras se 

sometieron a secado mediante baño seco a 37 ° C durante 24-48 horas en placas 

de PCR de 96 pocillos, cada uno previamente etiquetadas. 

- El baño seco se colocó en una campana extractora previamente desinfectada 

con hipoclorito al 1% y alcohol al 70%, para evitar la contaminación. 

- Luego, se encendió la campana y se colocó las placas de PCR de 96 pocillos 

que contienen las muestras para evitar el contacto entre los tubos, en el baño 

seco. Estos deben tener la tapa abierta para facilitar el proceso de secado. Para 

evitar la contaminación entre muestras, cada muestra está por separado por al 

menos un pocillo, asegurándose de que no estén demasiado juntos y se 

cubrieron con parafilm con 3 orificios delgados en cada apertura del pocillo 

con muestra. Las muestras se secaron en un total de 12 horas. 

- Luego del proceso, se selló con film de placa de PCR y se recubrió con 

parafilm; se guardó a 20° C hasta el momento del envío para secuenciamiento. 

 

2.8.2. Transferencia de embriones 

Posterior a la extracción de la muestra, los embriones fueron transferidos y 

evaluados los ovarios de la receptora, por vía rectal donde se determinó si existe 

cuerpo lúteo (CL > 16mm), indicando si el bovino se encuentra apta para 

recepcionar el embrión; así mismo se determinó que la transferencia sea 

depositada, donde se encuentre el CL, de manera similar a lo anterior mencionado 

el bovino receptor será limpiada y anestesiada. 

 

Teniendo los embriones ya identificados según su estadio y calidad, así como la 

respectiva identificación de padre, madre y raza, fue realizada las transferencias 

utilizado una pistola de transferencia de embriones (21”) con fundas con punta de 
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acero y camisetas, donde la pistola fue dirigida al cuerno lipso lateral del CL 

funcional, para que el embrión sea depositado en el tercio craneal del cuerno uterino. 

2.9. Diagnóstico de preñez 

 

Se realizó después de 28 a 30 días de transferido el embrión, mediante ultrasonografía 

(Ecógrafo Portátil Tringa Linear Easote Europe - Piemedical), con frecuencia de 7.5 

Gz. 

2.10. Análisis de datos bioinformáticos 

  

Para el análisis del microbioma del gen 16S rRNA se utilizó QIIME2 versión 2022.2 

(Bolyen et al., 2019) a través del lenguaje de programación Python en el servidor de 

bioinformática del Laboratorio de Fisiología Molecular de la Universidad Nacional 

Toribio Rodríguez de Mendoza (UNTRM). Se siguió el flujo de trabajo del programa 

QIIME2 para analizar los archivos fastq.gz forward y reverse a fin de verificar la 

calidad de las lecturas. Se demultiplexó las secuencias acordes, con las secuencias de 

código de barras que se adquirieron en el proceso de secuenciación. Luego, se 

construyó una metadata con información referente a las variables a analizar con 

respecto a las muestras de mucosa uterina bovina, segmento uterino (mitad craneal 

del cuerno uterino, “C” y cuerpo uterino, “U”) y estado de preñez (control, “C”; No 

preñado, “N” y preñado, “Y”). Posterior a ello, se realizó el proceso de recorte de los 

adaptadores de secuencia y la eliminación de ruido, secuencias ambiguas, duplicadas, 

de baja calidad, quimeras y otras, a través del método denoise-paired mediante el 

pluging DADA2, para continuar con el análisis solo hasta las posiciones 226 y 208 

de las lecturas forward y reverse, respectivamente. Con las secuencias representativas 

y de alta calidad se aplicó la clasificación taxonómica con la base de datos 

Greengenes y el clasificador sklearn, obteniendo las tablas de taxonomía y Unidades 

Taxonómicas Operativas (OTU) en formato ".qza". Además, se usó la rarefacción 

alfa para excluir secuencias con un conteo insuficiente de lecturas por muestra.  

Para analizar la diversidad bacteriana, se calcularon los índices de diversidad alfa y 

beta a partir de la tabla completa de OTUs. La diversidad alfa por segmento uterino 

muestreado, y estado de preñez se realizó mediante índices de Shannon (p<0.05). La 

diversidad beta se realizó con el Análisis de coordenadas principales (PCoA), basado 

en el índice de Bray-Curtis por raza, y la distancia UniFrac no ponderada por estado 

de preñez y segmento uterino.  
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III. RESULTADOS 

 

3.1.Eficiencia de extracción de muestra de ADN de dos segmentos uterinos (útero cuerno 

uterino)   

Se trabajó con 53 animales pertenecientes a los distritos de olleros, Yambrasbamba y 

Cuispes los cuales fueron evaluados y seleccionados para la transferencia de embriones, solo 

se obtuvo una muestra aceptable en base a la calidad, rendimiento y pureza de ADNg de 24 

animales; estos superaban la concentración mínima de ADN (20 ng/ul) y parámetros de 

pureza (A260/268 entre 1.8 y 2.0) requeridos para secuenciamiento de nueva generación (NGS) 

(Tabla 5). 

Tabla 5 Parámetros de cuantificación de ADN extraído de mucosa de dos segmentos uterinos. 

N° INDIVIDUO 
CÓDIGO DE 

MUESTRA (NGS) 

CONCENTRACIÓN DE 

ADN (ng/ul) 
A260/A280* 

2 U2 129,8 1,87 

5 U5 116,7 1,8 

7 U7 48,6 1,75 

10 
U10 39,2 1,81 

C10 31 1,81 

12 
U12 39,2 1,82 

C12 37,6 1,84 

13 U13 66,7 1,88 

14 U14 174,7 1,86 

15 
C15 122,1 1,8 

U15 44,5 1,82 

17 C17 92,5 1,85 

18 
U18 66,3 1,84 

C18 44,3 1,73 

22 C22 27,9 1,84 

23 
U23 90,1 1,8 

C23 62,5 1,82 

36 
U36 54,4 1,86 

C36 24,2 1,85 

37 U37 34,7 1,68 

38 
U38 40,9 1,72 

C38 80,6 1,81 

39 C39 64,5 1,8 

42 U42 57,2 1,9 

43 
U43 44,2 1,87 

C43 75,1 1,86 

45 C45 64 1,79 

47 U47 36,2 1,86 

49 U49 182,8 1,87 

50 U50 22,2 1,88 

52 C52 31,7 1,88 

53 C53 29 1,91 

 

Mediante prueba Tukey se determinó que del total de microbioma encontrado en el útero, 

no se encontraron diferencias en cuanto a calidad, pero al comparar número de partos si se 

obtuvo diferencia significativa para la concentración de ADN (p>0.005) (Tabla 6).  
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Tabla 6 Eficiencia de extracción de ADN (20 ng/ul) respecto a la concentración y parámetros de 

pureza (A260/268 entre 1.8 y 2.0) de muestras de microbioma de dos segmentos uterinos. 

Id [] ADN (ng/ul) A260/268 

Número de partos(a)     

0 a 2 partos (14) 50.54±24.29b 1.84±0.04a 

3 a 5 partos (14) 66.72±43.67b 1.82±0.07a 

6 a 7 partos (4) 108.45±54.52a 1.83±0.03a 

p-valor 0.039 0.500 

Letras diferentes en columnas indican diferencias significativas al nivel de p<0.05, (a) comparación múltiple 

con la prueba de tukey y (b) comparación con la prueba T para muestras independientes. 

 

 

1.1.Composición bacteriana en muestras de mucosa procedente de dos segmentos 

uterinos (Cuerpo útero y cuerno del útero) 

Se realizó la evaluación de la abundancia relativa de las 32 muestras obtenidas para 

determinar su composición bacteriana por phylums de muestras de mucosa uterina, donde el 

secuenciamiento de las regiones hipervariables V3-V4 del gen 16S rARN generó un total de 

4.4 millones de lecturas en las 32 muestras secuenciadas, con una media de 124 mil lecturas 

por muestra, de las cuales se validaron el 99.98% de las secuencias. La abundancia relativa 

de los componentes bacterianos varía en los diferentes individuos y agrupamientos 

realizados (Figura 8). Sin embargo, en la totalidad de muestras evaluadas existe en mayor 

abundancia el phylum Proteobacteria del 52.54%, seguido del phylum Bacteroidetes con un 

33.44%; también se reportó la presencia del phylum Actinobacteriota (8.62%), Firmicutes 

(3.58%), Basidiomycota (0.16%) entre otros en menor presencia (Figura 9).
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Figura 8 Composición bacteriana por phylums de muestras de mucosa uterina a partir del secuenciamiento de la región V3-V4 del gen 16S rARN evidenciados a partir de 

Qiime2.com 

  

 

 

 

  

 

  

 

 

 

 

 

 



 
  

50 

 

 

 

El análisis de la composición del microbioma según los individuos mostró similitud en la 

distribución de porcentajes de presencia en individuos. La composición según segmento 

uterino muestreado difiere principalmente en los porcentajes del phylum Firmicutes, con 

2.5% y 1.0% de abundancia presente en mucosa de cuerpo uterino y cuerno uterino, 

respectivamente (Figura 10). Para el agrupamiento según estado de preñez, se tomó como 

control a individuos que no se transfirieron embriones, esto para comparar con aquellos 

que hubo un éxito en la implantación de embriones con respecto a los que no la hubo; así, 

se encontró que hay una alta abundancia de Bacteroidetes (70%) y presencia 

representativa de proteobacteria (19%) en los individuos dónde hubo implantación 

embrionaria, es decir, bovinos preñadas; por otro lado, la predominancia de casi el 50% 

de proteobacteria es característico en los individuos en que no hubo éxito en la 

implantación (Figura 11).  
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Figura 9 Abundancia relativa total de la composición bacteriana por phylum de muestras de 
mucosa uterina a partir del secuenciamiento de la región V3-V4 del gen 16s ARNr. 
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Figura 10 Abundancia relativa de la composición bacteriana por Phylums de muestras de mucosa uterina. 

Agrupación según segmento de colecta (mucosa del cuerpo uterino: “U” y mitad craneal del cuerno 

uterino: “C”), Firmicutes, con 2.5% y 1.0% de abundancia de CU 
 

 

Figura 11 Abundancia relativa de la composición bacteriana por phylums de muestras de mucosa uterina. 

Agrupación según estado de preñez (no preñada: “N”, preñada: “Y” y control “C”). 
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En el análisis por género de la totalidad de muestras evaluadas se puede evidenciar que 

existen consorcios bacterianos muy predominantes en ciertos individuos, resultando en 

una baja diversidad de presencia de géneros en estos, así mismo, se observó individuos 

con una alta diversidad de géneros presentes en su composición bacteriana (Figura 12).  

Los análisis de género por grupo revelaron diferencias en cada categoría. Los géneros 

Stenotrophomonas, Psychrobacter, Phyllobacterium y Paeniglutamicibacter son 

representativos en las muestras de mucosa de la mitad craneal del cuerno uterino, en 

cambio en las muestras de mucosa de pared uterina predomina la presencia de 

Pseudomonas, Bacillus y el género no catalogado de la familia (Figura 13). Se observó, 

la alta prevalencia de Pseudomonas (aproximadamente el 90%) en el grupo donde no se 

realizaron transferencias embrionarias, no obstante, géneros como Sphingobacterium, 

Chryseobacterium, Pedobacter, Psychrobacter y Paeniglutamicibacter son más 

abundantes en aquellos donde si hubo una exitosa implantación embrionaria a 

comparación con el grupo que no hubo preñez (Figura 14). Al realizar la comparación 

entre composición del microbioma en segmento de colecta de bovinos preñadas se 

observa que en el cuerpo uterino, la similitud de predominancia con la composición 

general de todos los animales muestreados es de los géneros Chryseobacterium, 

Pedobacter, Psychrobacter y Paeniglutamicibacter en comparación con la composición 

de la mitad craneal del cuerpo uterino, donde repite la presencia de los géneros 

Chryseobacterium y Pedobacter, sin embargo, existe la presencia de dos géneros 

adicionales uno presente en todas las bovinos muestreadas (Sphingobacterium) y otro que 

su presencia es más notoria en bovinos que no preñaron (Sthenotrophomonas) (Figura 

15).   
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Figura 12 Composición bacteriana por géneros de muestras de mucosa uterina a partir del secuenciamiento de la región V3-V4 del gen 16S rARN evidenciados a partir de 

Qiime2.com. 
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Figura 14 Abundancia relativa de la composición bacteriana por género de muestras de mucosa uterina. 

Agrupación según estado de preñez (no preñada: “N”, preñada: “Y” y control “C”). 

 

Figura 13 Abundancia relativa de la composición bacteriana por género de muestras de mucosa uterina. 

Agrupación según segmento de colecta (mucosa del cuerpo uterino: “U” y mitad craneal del cuerno uterino: 

“C”). 
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Figura 15. Abundancia relativa de la composición bacteriana por género de muestras de mucosa uterina. Agrupación según estado de preñez (no preñada: “N”, preñada: “Y” y 

control “C”) y segmento de colecta (mucosa del cuerpo uterino: “U” y mitad craneal del cuerno uterino: “C”) de las bovinos preñadas. 
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IV. DISCUSIÓN  

 

Santos y Bicalho et al (2012), mencionan que muy aparte de que un bovino se encuentre 

sana o enferma las principales bacterias que se encuentra en el ambiente uterino contiene los 

phylum Proteobacteria, Firmicutes, Bacteroidetes, Fusobacteria, Actinobacteria y otros 

taxones no asignados. Estas bacterias también están presentes en el microbioma intrauterino 

en seres humanos, pero la dominancia de algunas solo es en mujeres sanas, donde está 

compuesto principalmente por bacterias de los phylum Firmicutes y Proteobacteria (Fang et 

al 2016); conjuntamente Franasiak et al (2016), corroboraron la misma existencia en la 

evaluación del microbioma en mujeres sanas. Estos resultados son similares a los 

encontrados en los bovinos seleccionados para receptoras de embriones, donde la población 

de microbioma prevalente encontrada fue de los phylum Proteobacteria, Bacteroidetes y 

Firmicutes, sin embargo, es importante mencionar que los géneros pertenecientes a estos 

phylum no son los mismo en humanos (Lactobacillus) que en bovinos (Bacillus, 

Chryseobacterium, Pedobacter, etc ) que tendrían funciones similares y que las variaciones 

encontradas entre animales también podrían estar influenciadas por la edad, asimismo, 

Aagaard et al. (2012) mencionan que en mujeres si existe una disminución respecto a riqueza 

y diversidad del microbioma uterino; esto sería importante porque permitiría determinar si 

en bovinos existe estas variaciones según la edad y número de partos. Similar a lo encontrado 

en el presente estudio al encontrarse diferencias significativas en concentración mas no en 

calidad. 

 

Nguyen et al (2019), realizaron la caracterización del microbioma uterino en bovino post 

parto, logrando identificar la presencia en mayor abundancia del phylum Firmicutes, seguido 

de Proteobacterias y Bacteroidetes en bovinos sanos; mientras que para Swartz et al (2014) 

la comunidad bacteriana uterina tanto en ovinos como bovinos en diferentes estados 

gestacionales, estuvo dominada principalmente por los phylum Proteobacteria, Fusobacteria 

y Bacteroidetes. En nuestro estudio se realizó la evaluación del microbioma uterino en 

bovinos sanos antes de la transferencia embrionaria, donde también se observó la presencia 

de estos phylum, sin embargo, el de mayor abundancia fue Proteobacterias, seguido de 

Bacteroidetes y en una menor proporción Firmicutes. En otro estudio, Gonzales (2019) 

evaluó el microbioma nativo existente en el tracto reproductivo de la hembra bovina dentro 

de un protocolo de sincronización de celo, confirmando nuevamente la presencia de bacterias 
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de los phylum Bacteroidetes, Proteobacteria y Firmicutes. Al comparar estos resultados con 

los obtenidos, teniendo en cuenta que la muestra de microbioma fue extraída 20 días antes 

de iniciar el protocolo de sincronización (IATF), se encontró que en la mayoría de los 

animales muestreados existía la presencia de Proteobacteria, Bacteroidetes y Firmicutes, sin 

dejar de lado la presencia significativa de Actinobacteria. 

 

Moreno et al (2016), realizaron la evaluación del microbioma endometrial presente en 

mujeres que lograron quedar embarazadas, existía la presencia de los phylum Actinobacteria 

y Firmicutes, siendo las cuatro principales bacterias: Lactobacillus, Bifidobacterium, 

Gardnerella y Streptococcus, asociando principalmente el género Lactobacillus con estos 

resultados reproductivos favorables, sin embargo, además se encuentra presente 

Stenotrophomonas en baja concentración perteneciente al phylum Proteobacteria. El 

microbioma analizado en los segmentos del útero en bovinos y su posterior respuesta a la 

preñez, logro confirmar la nulidad de la existencia de las bacterias Lactobacillus, 

Bifidobacterium, Gardnerella y Streptococcus, no obstante, si se encontró la presencia de 

Stenotrophomonas (Proteobacteria), pero principalmente en bovinos que no se preñaron. En 

cambio, en bovinos que lograron con éxito la preñez, se encontraron las bacterias 

Chryseobacterium y Sphingobacterium pertenecientes al phylum Bacteroidetes y 

Pedobacter perteneciente al phylum Proteobacteria. Al comparar estos resultados con la 

ubicación de estas bacterias en las dos zonas uterinas se corroboró que, en la mitad craneal 

del cuerno uterino, que es la zona donde se realiza la mayoría de las transferencias de 

embriones, existe la presencia de Stenotrophomonas. Sin embargo, su proporción estaba 

equilibrada a la presencia de Phyllobacterium y Psychrobacter (phylum Proteobacteria) y 

Paeniglutamicibacter (phylum Actinobacteria), las cuales están asociadas al éxito de preñez.  

Estos resultados muestran una relación con los de Jeon et al 2018, quienes evaluaron a 

bovinos con metritis, y la variación del microbioma uterina respecto un tratamiento con uso 

de antibióticos. Esto confirma que mientras los animales se recuperan, hay una población 

creciente de las Bacteroidetes seguido por Proteobacteria, Firmicutes y Fusobacteria, las 

cuales se asocian al microbioma de animales reproductivamente sanos.  

 

Las muestras de los dos segmentos uterinos muestreados, dieron como resultado la 

dominancia de los phylum Proteobacteria (53%), Bacteroidetes (35%), Actinobacteriota 

(8%) y Firmicutes (3%) en la mayoría de los animales, sin tener en cuenta su selección para 
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la transferencia embrionaria o preñez. Esto demuestra que existe una gran variabilidad en las 

proporciones de las bacterias presentes entre animales y estado fisiológico. Sin embargo, 

casi siempre los taxones son los mismo, esto se puede comprobar en el estudio realizado por 

Miranda-CasoLuengo et al (2019), quienes evaluaron el microbioma uterino en bovinos post 

parto, encontrando seis phylum (Firmicutes (64%), Bacteroidetes (27,7%), Fusobacteria 

(2,9%), Proteobacteria (1,8%), Tenericutes (1,3%) y Actinobacteria (1,1%)).  

 

V. CONCLUSIONES 

 

- Respecto a la eficiencia de extracción en concentración y pureza del ADN extraído de 

las muestras de microbioma no existe diferencia entre segmentos uterinos, pero si en 

relación al número de partos, donde a mayor cantidad se pudo extraer mejor calidad 

muestra de ADN. 

 

- El microbioma uterino presente en receptoras de embriones bovinos fueron de los 

phylum Proteobacteria, Bacteroidetes, Actinobacteria y Firmicutes. Al dividir su 

presencia por segmento evaluado, solo se observó una pequeña diferencia representativa 

entre el phylum Firmicutes presente en el cuerpo uterino (5%), a comparación del 

presente en la mitad craneal del cuerno uterino (2%).  

 

- Evaluando por género presente en cada segmento, fue notorio la diferencia entre la 

presencia dominante de Pseudomonas en el cuerpo uterino, y la presencia única de 

Bacillus y géneros no catalogados, seguido de una mínima concentración de 

Phyllobacterium. Sin embargo, en la mitad craneal del cuerno uterino se ve dominado 

por Pseudomonas, Stenotrophomonas y presencia única de Physobacter y 

Paeniglutamicibacter. 

 

- El phylum existente en el microbioma uterino en mayor proporción, y que puede estar 

asociado a los resultados de preñez, es Bacteroidetes y Proteobacteria, sin dejar de lado 

Actinobacterias y en una mínima proporción Firmicutes. No obstante, respecto a los 

géneros más abundantes en bovinos que lograron preñar son: Psychrobacter, 

Pedobacter y Pseudomonas; Paeniglutamicibacter; Chryseobacterium y 

Sphingobacterium.  
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- Los segmentos del cuerpo uterino y mitad craneal del cuerno uterino evaluados en todos 

los animales muestreados, poseen más del 40% del microbioma uterino con los mismos 

géneros (Chryseobacterium y Pedobacter), diferenciándose por la presencia única de 

los géneros Pseudomonas y Sphingobacterium en el cuerpo uterino y Psychrobacter y 

Paeniglutamicibacter en mitad craneal del cuerno uterino. 
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VII. ANEXOS

N° DISTRITO RAZA Nº PARTOS CÓDIGO DE MUCOSA DE 

PARED UTERINA 
CÓDIGO DE MUCOSA DE 

CUERNO UTERINO 
TIPPO DE EMBRION 

TRANSFERIDO 
PREÑEZ 

        
2 OLLEROS BROW SWISS 3 U-2 C-2** MOET FRESCO NO 

5 OLLEROS BROW SWISS CRUZADA* 2 U-5 C-5** MOET CONG. NO 

7 OLLEROS BROW SWISS 1 U-7 C-7** MOET FRESCO NO 

10 OLLEROS BROW SWISS 4 U-10 C-10 MOET FRESCO NO 

12 OLLEROS BROW SWISS 1 U-12 C-12 MOET CONG. NO 

13 OLLEROS SIMENTAL CRUZADO* 4 U-13 C-13** MOET FRESCO SÍ*** 

14 OLLEROS BROW SWISS 7 U-14 C-14** MOET FRESCO SÍ*** 

15 OLLEROS BROW SWISS CRUZADA* 7 U-15** C-15 MOET FRESCO SÍ*** 

17 OLLEROS BROW SWISS CRUZADA* 6 U-17** C-17 MOET CONG. SÍ*** 

18 OLLEROS BROW SWISS CRUZADA* 3 U-18 C-18 MOET CONG. NO 

22 YAMBRASBAMBA SIMMENTAL 2 U-22** C-22 --- --- 

23 YAMBRASBAMBA SIMMENTAL 3 U-23 C-23 MOET FRESCO NO 

36 OLLEROS BROWN SWISS 2 U-36 C-36** MOET CONG. NO 

37 OLLEROS HOLSTEIN-F1* 5 U-37 C-37** MOET CONG. SI*** 

38 OLLEROS BROWN SWISS 4 U-38 C-38 --- --- 

39 OLLEROS HOLSTEIN CRUZADO* 1 U-39** C-39 --- --- 

42 OLLEROS BROWN SWISS 1 U-42 C-42** --- --- 

43 OLLEROS HOLSTEIN CRUZADO* 1 U-43 C-43 MOET FRESCO NO 

45 OLLEROS HOLSTEIN CRUZADO* 1 U-45** C-45 MOET CONG. SI*** 

47 CUISPES SIMMENTAL 5 U-47 C-47** --- --- 

49 CUISPES SIMMENTAL 4 U-49 C-49** MOET FRESCO NO 

50 CUISPES SIMMENTAL 2 U-50 C-50** --- --- 

52 CUISPES SIMMENTAL 0 U-52** C-52 MOET FRESCO SI*** 

53 CUISPES CRUCE B/S* 3 U-53** C-53 MOET FRESCO NO 

 

Tabla 7 Información sobre el lugar de muestreo, raza, número de partos, códigos de muestras realizadas, tipo de embrión transferido y estado de preñez 
de los individuos incorporados al análisis molecular. 
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Panel fotográfico de las actividades realizadas en laboratorio 

 

 

Imagen A. Preparación de reactivos del Kit de extracción PURELINK® MINI KIT 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Imagen B. Muestras de mucosa intrauterina suspendidas en 2mL de PBS 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Imagen C. Pellet de mucosa intrauterina luego de la centrifugación 
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Imagen D. Proceso de digestión de las muestras. A. Incubación de las muestras en el “Mini Dry Bath”. B. 

Imagen de la muestra digestada. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Imagen E. Procedimiento de extracción y conservación de ADN. 

  

 

 

 

 

 

Imagen F. Cuantificación de muestras de ADN mediante Nanodrop One. 
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Imagen H Amplificados de 16S de las muestras de ADN de mucosa uterina bovina 

        

Imagen I. Electroforesis y lectura de gel de Agarosa de 11 pocillos 

 

 Imagen J. Preparación de los geles de agar de 36 y 18 pocillos, respectivamente. 
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Imagen K. Sembrado de los amplificados de 16S en el agar al 0.8% de 36 pocillos. 

 

 

 Imagen L. Análisis de gel de prueba. L: ladder; U5-U6-U7-U12: muestras de mucosa uterina bovina; 

CP: control positivo (E. coli); CN: control negativo; CR: control de reactivos. 

 

Imagen M. Lectura de los amplificados de 16S en el agar al 0.8% de 36 pocillos. 


