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Resumen 

Los estudios acerca de la asociación entre microorganismos y gusanos policládidos son escasos; 

solo se ha realizado un estudio en el Pacífico occidental, en Hong Kong, China, con base en un 

análisis molecular se han registrado 101 especies de bacterias asociadas a una especie aun no 

descrita de policládido del género Paraplanocera; mientras que en el Pacífico oriental tropical 

no se han realizado estudios acerca de la presencia de la microbiota en los policládidos. De este 

modo, la finalidad del trabajo fue conocer las especies de microorganismos cultivables presentes 

en Pericelis nazahui, gusano policládido que se distribuye en la costa central de Oaxaca, 

habitando la zona litoral y sublitoral, asociados a arrecifes coralinos. Para conocer la identidad 

taxonómica del microbioma presente en P. nazahui se emplearon métodos moleculares y 

tradicionales, como el aislamiento y caracterización de los microorganismos en medios de 

cultivos sólidos y la identificación de las jerarquías taxonómicas a partir de la herramienta 

molecular, basados en el gen 16S rADN para las bacterias, el gen 28S rADN y la región del ITS 

para los hongos. Se aislaron y purificaron 12 cepas, que molecular y morfológicamente fueron 

determinadas dentro de los géneros bacterianos, Nocardiopsis, Paracoccus y Streptomyces, y 

los géneros fúngicos Aspergillus, Cladosporium, Penicillium, Simplicillium y una cepa dentro 

del orden Xylariales. Los aislamientos de los microorganismos recuperados molecularmente 

están relacionados con sus contrapartes de microorganismos terrestres, concluyendo que la 

presencia de estos en el hábitat marino en el que se distribuye el gusano, puede deberse al 

transporte por efecto del viento, de la materia orgánica transportada por el vertido de las aguas 

residuales y/o continentales que se descargan a la bahía de Puerto Ángel. Los géneros 

Nocardiopsis, Aspergillus, Cladosporium, Penicillium y Simplicillium son considerados 

patógenos oportunistas en ambientes marinos, pueden sobrevivir en el medio circundante o 

dentro de organismos sanos y enfermos; la patogenicidad que estos tienden a desarrollar está 

determinada por estresores ambientales o el enriquecimiento de nutrientes. Aunque se necesita 

un enfoque holístico del ecosistema microbiano y el entendimiento de los roles que establecen 

con Pericelis nazahui, este estudio considera que el gusano podría fungir como vector de 

microorganismos patógenos (e.g., Aspergillus, Cladosporium y Penicillium) en los arrecifes 

coralinos, compuestos principalmente por el género Pocillopora, en donde comúnmente habita 

este policládido.  

 

Palabras clave: Aspergillus, gusanos planos, microbiota, Pacífico, Streptomyces. 
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Abstract  

Studies about the association between microorganisms and polyclad flatworms are scarce; only, 

one study been carried out in the western Pacific, in Hong Kong, China, based on molecular 

analysis, 101 species of bacteria associated with an undescribed species of polyclad of the genus 

Paraplanocera have been recorded; while, in the eastern tropical Pacific, no studies have been 

carried out on the presence of microbiota in polyclads. Therefore, the purpose of the work was 

to know the species of culturable microorganisms present in Pericelis nazahui, a polyclad 

flatworm that is distributed in the central coast of Oaxaca; it inhabits the littoral and sublittoral 

zone, and is associated with coral reefs. To know the taxonomic identity of the microbiome 

present in P. nazahui, molecular and traditional methods were used, such as the isolation and 

characterization of microorganisms in solid culture media and the identification of taxonomic 

hierarchies from the molecular tool, based on the 16S rDNA gene for bacteria, the 28S rDNA 

gene, and the ITS region for fungi. Twelve strains were isolated and purified, which were 

molecularly and morphologically determined within the bacterial genera Nocardiopsis, 

Paracoccus, and Streptomyces and the fungal genera Aspergillus, Cladosporium, Penicillium, 

Simplicillium and one strain within the order Xylariales. The microorganism isolates recovered 

molecularly are related to their terrestrial counterparts, concluding that the presence of these in 

the habitat in which the worm is distributed, may be due to transport by wind, the organic matter 

transported by wastewater discharge and/or discharge of sewage and continental waters 

discharged into the Puerto Ángel bay. The genera Nocardiopsis, Aspergillus, Cladosporium, 

Penicillium, and Simplicillium are considered opportunistic pathogens in marine environments, 

they can survive in the surrounding environment or within healthy and diseased organisms; the 

pathogenicity they tend to develop is determined by environmental stressors or nutrient 

enrichment. Although a holistic approach to the microbial ecosystem and the understanding of 

the roles they play with Pericelis nazahui is needed, this study considers that the worm could 

serve as a vector of pathogenic microorganisms (e.g., Aspergillus, Cladosporium, and 

Penicillium) in the coral reefs, composed mainly by the genus Pocillopora, where this polyclad 

commonly inhabits. 

Keywords: Aspergillus, polyclad flatworms, microbiota, Pacific, Streptomyces. 
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1. Introducción 

Los océanos son el hábitat más grande de nuestro planeta, cubren más del 70% de la superficie 

terrestre, por ello, son considerados, como una gran reserva de recursos naturales; los 

organismos marinos y los microorganismos (arqueas, bacterias, hongos microscópicos, 

protozoos, virus, etc.) son sus habitantes más abundantes (Costa-Leal et al. 2014, Pita et al. 

2018). Entre todos los compartimentos ambientales que están presentes en la Tierra, el ambiente 

marino representa un conjunto complejo de hábitats y ecosistemas extremadamente fascinantes, 

pero al mismo tiempo casi inexplorados (Rizzo & Giudice 2018). Entre las diferentes estrategias 

ecológicas de supervivencia y adaptación en este ambiente, a menudo sucede el establecimiento 

de relaciones entre diferentes comunidades, y representa la estrategia más atractiva utilizada por 

los organismos vivos para superar condiciones difíciles y estresantes (Rizzo & Giudice 2018). 

Durante su evolución cada grupo se ha adaptado al ambiente y a los otros organismos que los 

rodean, implicando capacidades metabólicas especiales o existir en íntima y continua asociación 

con alguna otra forma de vida (Stanier et al. 1996). 

Los microorganismos se encuentran de forma libre en el hábitat planctónico (Hassetta et 

al. 2020), en el sedimento o en simbiosis con algas (Ramanana et al. 2016, Furbino et al. 2018), 

plantas y animales; en esta última forma, han desarrollado adaptaciones más especializadas, 

estables y específicas al microambiente creado por el organismo hospedero (Egan et al. 2008, 

Puglisi et al. 2014, Pita et al. 2018). Los microorganismos colonizan o pueden estar adheridos 

a la superficie corporal, a los epitelios, la capa de mucus o dentro de los tejidos u órganos de los 

organismos con los cuales establecen estas interacciones, en las que estos últimos pueden ser 

perjudicados (relaciones negativas) o beneficiados (relaciones positivas), reflejándose en la 

supervivencia, crecimiento y/o reproducción (Boege & del Val 2011, Rizzo & Giudice 2018). 

En las relaciones negativas o antagónicas, la colonización excesiva de microorganismos 

puede alterar la fisiología y salud del hospedero, dando lugar a la competencia por el oxígeno 

disuelto (huésped-microorganismo), la alimentación y locomoción del hospedero, 

representando un sistema de autorregulación, que limita la densidad de la población (Luna et al. 

2010, Reséndiz et al. 2019). 
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Las relaciones positivas favorecen la supervivencia y la adaptación a las condiciones 

externas desfavorables, contribuyen a la nutrición (Nicholson et al. 2012), defensa (Floréz et al. 

2015), inmunidad (Eberl 2010) y desarrollo (Koropatnick et al. 2004) del huésped, a partir de 

la producción de diversas moléculas con actividad biológica, denominadas metabolitos 

bioactivos, que son de gran importancia para la industria farmacéutica y biotecnológica como 

los bactericidas, antivirales, antifúngicos y antiprotozoarios (Sánchez-Ortiz et al. 2015, Rizzo 

& Giudice 2018). 

En el ambiente marino ciertas especies de microorganismos coexisten con organismos 

sésiles (Yarden 2014) como esponjas (Gómez-Archila et al. 2014, Guevara et al. 2016), corales 

(Gil-Agudelo et al. 2009, Bonthond et al. 2018) y ascidias (Menezes et al. 2010, Flórez et al. 

2015); se encuentran con invertebrados con concha como los moluscos (Sánchez-Ortiz et al. 

2015) y en organismos con cuerpos blandos como algunos anélidos (Neave et al. 2012), o 

incluso en organismos carentes de defensas duras (e.g., concha, exoesqueleto o espinas) como 

los policládidos (Lin et al. 2017a-b).  

 

Policládidos 

Los policládidos, comúnmente conocidos como gusanos planos marinos, son invertebrados, que 

pertenecen al filo Platyhelminthes Minot, 1876, y al orden Polycladida Lang, 1884. Son 

eucariotas hermafroditas simultáneos con reproducción sexual por fertilización cruzada (Hyman 

1951). A los policládidos se les considera organismos frágiles, por ser sensibles a disturbios 

ambientales (e.g., cambios de salinidad, variaciones en la concentración de oxígeno, etc.) (Lin 

et al. 2017b). Es un grupo muy diverso y tiene una distribución mundial; se han registrado en 

zonas tropicales, templadas, polares y en aguas profundas, aunque son más abundantes y 

predominantes en aguas tropicales y someras (Quiroga et al. 2006); son organismos 

principalmente bénticos (Hyman 1951, Newman & Cannon 2003, Quiroga et al. 2004), no 

obstante, hay especies pelágicas (Faubel 1984a), simbiontes (Faubel et al. 2007), e intersticiales 

(Westheide 1991). Son exclusivamente marinos, a excepción de los géneros Limnostylochus que 

habita en agua dulce (Faubel 1983), y Myoramyxa de hábitos semiterrestres (Newman & 

Cannon 1997). 
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A los policládidos se les considera bioindicadores de la salud arrecifal y removedores de 

los desechos biológicos de pólipos de corales escleractinios (Quiroga et al. 2004, Rawlinson & 

Litvaitis 2008, Queiroz et al. 2013), son depredadores activos de moluscos de importancia 

comercial (Newman et al. 1993), de bivalvos perforadores de madera (Hyman 1944) y de 

balanos (Lee et al. 2006); por ello, Newman & Abbott (1980) consideraron que estos gusanos 

podrían ser utilizados para el control de estos invertebrados incrustantes (bivalvos perforadores 

y balanos) cuando se convierten en plagas. 

En términos toxicológicos, de regeneración y farmacéuticos los policládidos son de gran 

interés; algunos estudios han demostrado la presencia de compuestos tóxicos en el tejido de 

algunas especies; compuestos citotóxicos, como la estaurosporina y la pseudocerosina presente 

en Pseudoceros indicus (Schupp et al. 2009); la villatamina y lepadinas encontradas en 

Prostheceraeus vittatus que previamente había sido aislado a partir de su presa preferida, la 

ascidia Clavelina lepadiformis (Kubanek et al. 1995) y neurotóxicos en los policládidos 

Planocera multitentaculata, Planocera reticulata, Prosthiostomum trilineatum, Planoceridae 

sp. y Stylochoplana sp. en donde se han registrado concentraciones de tetrodotoxina (Miyazawa 

et al. 1987, Kogure et al. 1996, Ritson-Williams et al. 2006, Salvitti et al. 2015, Yamada et al. 

2017, Itoi et al. 2018, Suo et al. 2021) y metabolitos secundarios bacterianos en el género 

Paraplanocera (Lin et al. 2017a-b) con potencial para atacar células cancerígenas, así como a 

protozoarios patógenos como el Plasmodium causante del paludismo y organismos fúngicos 

(Lin et al. 2017b). 

Los policládidos presentan fototactismo negativo, tienden a vivir bajo rocas, en 

oquedades rocosas, coralinas o en asociaciones con esponjas, cnidarios, moluscos, 

equinodermos, etc. (Hyman 1951, Newman & Cannon 2003) y recientemente, con base en un 

análisis molecular se ha registrado la asociación con 36 géneros de bacterias (Xu et al. 2015, 

Zhang et al. 2016, Lin et al. 2017a-b); destacándose la asociación con Deinococcus planocerae, 

bacteria que muestra resistencia a la radiación ultravioleta, sugiriendo una función protectora 

para la supervivencia de los policládidos en ambientes someros (Lin et al. 2017b). 

Pericelis nazahui Ramos-Sánchez, Bahia & Bastida-Zavala, 2020, es un policládido del 

suborden Cotylea, que se distribuye en la costa central de Oaxaca; habita en la zona litoral y 

sublitoral (0.5-12 m), asociados a arrecifes coralinos; se caracteriza por tener una coloración 
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dorsal pardo-obscuro, la región faríngea ligeramente grisácea, blancuzca o beige; 

pseudotentáculos, ocelos cerebrales, tentaculares y marginales; un gonoporo común; aparato 

reproductor masculino con una papila peneal prominente, inerme y cónica, vesícula seminal 

prominente; el aparato reproductor femenino con vesículas uterinas pareadas y conductos 

uterinos pareados engrosados (Ramos-Sánchez et al. 2020).  

 

2.  Antecedentes  

Asociación entre microorganismos y metazoos en el ambiente marino  

Las asociaciones o interacciones interespecíficas están estructuradas por redes complejas, el 

estudio de sus relaciones es importantes para una comprensión de la composición y función de 

la comunidad (Gu et al. 2017). 

A lo largo de los años se han establecido diversos conceptos para nombrar las 

interacciones interespecíficas en microorganismos y metazoos; en los cuales se evidencia tanto 

las relaciones perjudiciales como beneficiosas; dentro de estos encontramos el trabajo de Hilje 

(1984) quien propone el concepto de simbiosis antagónica (amensalismo, depredación y 

parasitismo) para establecer un daño y simbiosis recíproca (comensalismo, protocooperación y 

mutualismo) para las relaciones benéficas; por su parte, Stanier et al. (1996) sugieren 

nombrarlas como relaciones negativas o positivas, a aquellas que causan un daño o beneficio al 

hospedero respectivamente y nombra puente dinámico a la interfase entre una relación y otra; 

el cual está sujeto a las condiciones ambientales y biológicas del organismo hospedero; mientras 

que Dimijian (2000) llama a esta interfase como disturbio y a los extremos de cada fase los 

denomina relaciones antagónicas (parasitismo) y protagónicas (cooperación, mutualismo y 

comensalismo); y finalmente, un término que surge en el área médica y de salud pública, pero 

que ha sido incorporado a los ambientes marinos (Egan & Gardiner 2016), es el de disbiosis que 

se emplea para denotar los efectos dañinos y simbiosis en el caso de los efectos positivos en el 

huésped, con una interfase denominada simbiosis alternada (Apprill 2017), en donde todas las 

relaciones e interfases se establecen de acuerdo a las condiciones ambientales y la biología de 

las especies que establecen estas relaciones.  
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Los estudios acerca de la microbiota presente en los policládidos son escasos, hasta ahora 

se tienen cuatro estudios realizados en la región del Pacífico occidental, donde se ha 

determinado la asociación de bacterias con una especie aun no descrita de policládido del género 

Paraplanocera (que posiblemente corresponda a P. oligoglena) en Hong Kong, China (Xu et 

al. 2015, Zhang et al. 2016, Lin et al. 2017a-b). 

En estos trabajos se han establecido los primeros protocolos de extracción y aislamiento 

de la microbiota bacteriana en los policládidos (Xu et al. 2015); la descripción de nuevas 

especies de bacterias (Deinococcus planocerae, Pseudovibrio hongkongensis y P. stylochi) (Xu 

et al. 2015, Zhang et al. 2016, Lin et al. 2017a) y con ellas el registro de 101 especies de 

microorganismos, pertenecientes a 36 géneros (Anexo I); de las cuáles 37 especies corresponden 

a actinobacterias. Dada su capacidad para la síntesis de vitaminas, antibióticos y pigmentos, los 

autores infieren que estas bacterias, pueden estar involucradas en procesos de defensa, 

inmunidad y desarrollo del gusano (Lin et al. 2017b). Por su parte Lin et al. (2017a) 

determinaron que la bacteria Deinococcus planocerae presenta resistencia extrema a los rayos 

ultravioleta, luz, radiación gamma y desecación, sugiriendo una función para mejorar la 

supervivencia del policládido en ambientes someros (Lin et al. 2017b).  

En el Pacífico oriental tropical, se han realizado algunos estudios acerca de la asociación 

microbiana (principalmente bacterias y hongos patógenos) con metazoos marinos; determinados 

con diferentes métodos de caracterización (cultivos en laboratorio y metagenómica), que se 

describen a continuación:  

 

Bacterias  

Algunos estudios han enfocado sus esfuerzos en determinar la microbiota de vertebrados como 

en la tortuga amarilla (Caretta caretta), en la cual se han caracterizado ocho géneros y 10 

especies de bacterias (Burkholderia cepacea, Citrobacter freundii, Enterobacter sp., Kleibsiella 

sp., Proteus mirabilis, P. vulgaris, P. rettgeri, Pseudomonas aeruginosa, Stenotrophonomas 

mailophilia y Vibrio fluvialis); consideradas como patógenas oportunistas asociadas a 

infecciones en animales marinos (e.g., tortugas, peces) (Reséndiz et al. 2019) y cuyo estudio se 

realizó en el golfo de Ulloa, Baja California Sur. 
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Asimismo, se han realizado estudios acerca del ensamblaje bacteriano asociado al mucus 

y tejidos de especies de corales del género Pocillopora (P. damicornis y P. verrucosa), así como 

del agua de mar y sedimentos circundantes a estas especies, en seis sitios del Pacífico central 

mexicano (Nayarit, Jalisco y Colima). Basados en un análisis metagenómico, determinaron 20 

Unidades Taxonómicas Operacionales (OTU), y establecieron que la especificidad de grupos 

bacterianos para cada especie de coral, del tejido y mucus son diferentes, concluyendo que las 

bacterias de la mucosidad del coral son adquiridas del agua circundante o de la re-suspensión 

de sedimentos bénticos; apoyando la teoría de que los corales tienen una microbiota diferente 

entre sus compartimentos y el entorno circundante (Hernández-Zulueta et al. 2017). 

En la bahía de Puerto Ángel, se ha analizado las bacterias procedentes de peces y 

mariscos de consumo humano (estudios que no incluye un listado específico de los organismos 

revisados) en la localidad, en ellos se registra a Aeromonas hydrophila bacteria patógena en 

humanos (Franco-Monsreal et al. 2016); además, se ha registrado la presencia de coliformes 

fecales, totales y bacterias mesófilas aerobias en tres especies de moluscos de importancia 

comercial (Myrakeena angelica, Striostrea prismática y Spondilus calcifer) (Huante-González 

et al. 2018). 

 

Hongos 

Dentro de los estudios que describen la asociación de hongos y metazoos marinos, se encuentra 

el trabajo de Barrero-Canosa et al. (2013) quienes aislaron e identificaron algunos patógenos 

fúngicos que afectan a una serie de gorgonias (Pacifigorgia cf. eximia, P. irene, P. stenobrochis, 

Eugorgia aurantiaca y Carijoa riisei) en la costa norte del Pacífico de Colombia. Los autores 

emplearon 26 muestras de octocorales sanos y 34 enfermos, cada muestra fue sembrada en agar 

glucosa-peptona (GPYA); aislaron un total de 15 géneros de hongos; nueve géneros en corales 

enfermos, dos en corales sanos, y los cuatro géneros (Aspergillus, Chaetomium, Eutypella y 

Penicillium) restantes fueron compartidos entres corales sanos y enfermos;  incluyendo a 

Aspergillus sydowii; especie que ha sido previamente identificado como responsable de la 

mortalidad de los corales gorgonias en el Caribe, la presencia de este patógeno, coincide con el 

aumento de las temperaturas del agua de mar y las anomalías térmicas. 
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3. Justificación  

Los ecosistemas marinos son extremadamente complejos, están construidos por redes que 

conectan una gran diversidad de especies, desarrollando diferentes patrones de interacción en 

diversas escalas espaciales. La mayoría de las comunidades de microorganismos sufren 

perturbaciones intermitentes como escasez de alimento, alteraciones causadas por las 

variaciones naturales del entorno (e.g., temperatura, salinidad, pH, etc.) o por la actividad 

humana (e.g., contaminación, etc.). Estos factores ambientales estresantes y los metabolitos que 

liberan los microorganismos para enfrentarlas (e.g., enzimas, exopolisacáridos, aminoácidos, 

azúcares, ácidos orgánicos, antimicrobianos, etc.), crean oportunidades para que los 

microorganismos se establezcan dentro de la comunidad, además de provocar una respuesta del 

hospedero con el cual coexisten (de la Cruz-Leyva et al. 2014, Rizzo & Giudice 2018). 

Los estudios acerca de la diversidad de la microbiota marina están enfocados en el 

bacterioplancton (Curtis et al. 2002, Hagström et al. 2002) y en el sedimento (Torsvik et al. 

1998). El conocimiento del microbioma presente en los policládidos, está centrada en el registro 

de la presencia de bacterias en una especie aun no descrita del género Paraplanocera en Hong 

Kong, China (Lin et al. 2017b). En la costa de Oaxaca, los policládidos sólo han sido estudiados 

en términos taxonómicos, registrándose para esta región un total de tres superfamilias, ocho 

familias, 19 géneros (Bisacculosuteri, Bivesiculoplana, Boninia, Enchiridium, Euplanoida, 

Imogine, Latocestus, Lurymare, Notocomplana, Paraplanocera, Paraprostatum, Pericelis, 

Phrikoceros, Prosthiostomum, Pseudobiceros, Pseudoceros, Stylochus, Thysanozoon y 

Thyttshosoceros) y 33 especies (Pineda-López & González-Bulnes 1984, Faubel et al. 2007, 

Gutiérrez-Coria 2018, Ramos-Sánchez et al. 2019, 2020, 2021); aunado a la importancia de 

éstos gusanos desde la perspectiva ecológica, económica y farmacéutica (Ritson-Williams et al. 

2006, Lin et al 2017b). Hasta el momento no se ha generado información acerca de los 

microorganismos presentes en los policládidos de esta región; por lo anterior, es importante 

realizar estudios pioneros que contribuyan al conocimiento de la diversidad de microorganismos 

presentes en Pericelis nazahui y su posible interacción.  

 

https://onlinelibrary.wiley.com/doi/full/10.1046/j.1462-2920.2003.00545.x?sid=nlm%3Apubmed#b22
https://onlinelibrary.wiley.com/doi/full/10.1046/j.1462-2920.2003.00545.x?sid=nlm%3Apubmed#b23
https://onlinelibrary.wiley.com/doi/full/10.1046/j.1462-2920.2003.00545.x?sid=nlm%3Apubmed#b24
https://onlinelibrary.wiley.com/doi/full/10.1046/j.1462-2920.2003.00545.x?sid=nlm%3Apubmed#b24
https://onlinelibrary.wiley.com/doi/full/10.1046/j.1462-2920.2003.00545.x?sid=nlm%3Apubmed#b34
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4. Hipótesis 

• Si los microorganismos son los habitantes más abundantes de los océanos y establecen 

asociaciones con los metazoos marinos, entonces se encontrarán presentes en Pericelis 

nazahui. 

5. Objetivos  

Objetivo general  

• Conocer las especies de microorganismos cultivables presentes en Pericelis nazahui en 

la bahía de Puerto Ángel, Oaxaca, México. 

 

Objetivos específicos 

1) Aislar los microorganismos cultivables presentes en Pericelis nazahui.  

2) Identificar molecularmente los microorganismos cultivables presentes en Pericelis 

nazahui. 

3) Caracterizar morfológicamente los microorganismos cultivables presentes en 

Pericelis nazahui.  

4) Evaluar el crecimiento de los microorganismos cultivables presentes en Pericelis 

nazahui en tres diferentes temperaturas. 

 

6. Área de estudio 

El área de estudio comprendió el sustrato rocoso en la zona submareal de playa Panteón 

(15°40′18″N, 96°29′45″O), Puerto Ángel, Oaxaca (Figura 1), localizado en el Pacífico 

mexicano, en el municipio de San Pedro Pochutla a 155 km al sur de la ciudad de Oaxaca. Según 

la clasificación climática de Köppen/Geiger el área de estudio pertenece a la zona Aw (tropical-

seco en invierno), forma parte de la región hidrológica RH21 (costa de Oaxaca), cuenca 

hidrológica B, subcuenca b y de acuerdo a los datos de la estación meteorológica de Puerto 

Ángel (CNA clave 76885), la cantidad de precipitación pluvial, que se registra entre mayo y 

octubre, fluctúa entre los 550 a 1,540 mm por año, con lo que se generan arroyos intermitentes, 

que desembocan en la bahía (Mendoza Amézquita et al. 2017).  
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FIGURA 1. Área de estudio, bahía de Puerto Ángel, Oaxaca, y localización del sitio de muestreo. 

 

7. Materiales y métodos 

7.1. Obtención de muestras 

Los ejemplares de Pericelis nazahui fueron procedentes de una recolecta, extraídos 

manualmente bajo rocas a una profundidad entre 2.5-4 m, mediante buceo libre en playa 

Panteón, Oaxaca; en marzo de 2020. Para la identificación del gusano, se consideraron las 

características de la morfología externa de los ejemplares, de acuerdo a Ramos-Sánchez et al. 

(2020).  

Para el trabajo de aislamiento de la microbiota se recolectaron tres ejemplares del gusano 

policládido; estos fueron retirados del sustrato con ayuda de un pincel de cerdas finas; 

posteriormente se depositaron en bolsas plásticas estériles con agua del medio y fueron 

transportados al Laboratorio de Investigación de Microbiología y Genética de la Universidad 

del Mar, en donde se tomaron fotos in vivo para registrar el color y el patrón de coloración con 
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ayuda de un microscopio estereoscópio (Olympus SZ51) y una cámara digital (CANNON-E05). 

Adicionalmente, en una bitácora de campo se registró los datos de la localidad de recolecta, 

fecha, recolector, sustrato, patrón de coloración, fauna asociada, temperatura, salinidad, pH y se 

tomaron muestras de agua con la finalidad conocer el valor y concentración de los parámetros 

ambientales durante la recolección de los ejemplares. 

 

7.2. Análisis de nutrientes 

Para llevar a cabo este proceso se extrajo una muestra de agua por triplicado del área circundante 

(superficie y 5 m de profundidad) en donde se recolectaron los gusanos, utilizando botellas de 

plástico de 250 ml; las muestras se etiquetaron y se mantuvieron en congelación (-20°C) hasta 

su análisis posterior.  

La concentración de amonio, fosfato, nitratos y nitritos, se determinaron utilizando un 

fotómetro Hanna (HI83099), empleando cada uno de los reactivos y procedimientos descritos a 

continuación; todos los valores fueron expresados en µM.  

Previo a cada análisis, se adicionaron 10 ml de muestra en cada celda 

espectrofotométrica, se cerró debidamente y se realizó una primera lectura en el fotómetro, la 

cual se estableció como blanco (valor= ‟0.0”), posteriormente se continuó con cada análisis, tal 

como se describe a continuación: 

Amonio (NH4
+) 

Basado en la adaptación del método Nessler, del ASTM Manual of Water and Environmental 

Technology, D142692; a la muestra se le adicionaron cuatro gotas del reactivo HI 93715A-0, se 

homogenizó manualmente y posteriormente se le adicionaron cuatro gotas de HI 93715B-0, se 

mezcló y se esperó 3 min y 30 segundos, procediendo luego con la lectura nuevamente; 

posteriormente se le adicionaron cuatro gotas de HI 937000A-0 y finalmente se adicionaron 

cuatro gotas del reactivo HI 93700B-0, se homogenizó y se procedió a la lectura. La reacción 

entre el amoníaco y los reactivos provoca un tinte amarillo en la muestra. 

Fosfato (PO4
-3) 

Basado en la adaptación de método de aminoácidos, del Standard Methods for the Examination 

of Water and Wastewater, de la 18a edición; a la muestra contenida en una celda 
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espectrofotométrica, se le adicionaron 10 gotas del reactivo HI 93717A-0 molibdato, después 

se le añadió un sobre del reactivo HI 93717B-0 Phosphate HR B, se agitó suavemente hasta su 

completa disolución, se esperaron cinco minutos y se continuó con la lectura de la muestra. La 

reacción entre el fosfato y los reactivos provoca un tinte azul en la muestra. 

Nitrato (NO3
-) 

Se empleó el método de reducción del cadmio del Standard Methods for the Examination of 

Water and Wastewater, de la 18a edición. Usando una pipeta, se llenó la celda con 6 ml de 

muestra, se cerró debidamente y se realizó una primera lectura en el fotómetro que estableció 

como blanco (valor= ‟0.0”), posteriormente se añadió el contenido del reactivo HI 93728-0, se 

agitó la solución energéticamente en posición vertical durante 10 s y se continuó mezclando 

invirtiendo suavemente la celda durante 50 s, teniendo cuidado de no introducir burbujas de 

aire; posteriormente se esperaron 4 min con 30 s y se procedió a la lectura. La reacción entre el 

nitrato y el reactivo provoca un tinte ámbar en la muestra. 

Nitrito (NO2
-) 

Este análisis se llevó a cabo bajo la adaptación del método de diazotización 354.1 de la 

Environmental Protection Agency (EPA) de los Estados Unidos. A la muestra se le adicionó el 

reactivo HI 93708-0, se agitó suavemente hasta completar su disolución, se esperaron 10 min, 

para posteriormente continuar con la lectura de la muestra. La reacción entre el nitrito y el 

reactivo provoca un tinte rosado en la muestra. 

 

7.3. Aislamiento y purificación de los microorganismos  

Preparación de medios de cultivos sólidos 

Para el aislamiento de la microbiota de crecimiento rápido se utilizó agar marino (Xu et al. 

2015) y para los de crecimiento lento, se utilizó agar M2 (Mincer et al. 2002). 

Para preparar el agar marino (Anexo II), los reactivos se mezclaron con agua de mar 

filtrada (extraída previamente del área de muestreo); la mezcla fue calentada hasta alcanzar el 

punto de ebullición, utilizando una plancha de calentamiento y agitación (Thermolyne 

Cimarec® 2), posteriormente se esterilizó en una autoclave (Felisa FE-398U) durante 15 

minutos a 15 lb/plg2 y a 121°C. Para preparar el medio M2 (Anexo II), se disolvió el agar 
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cuidadosamente en agua marina estéril y se ajustó el pH (7.0‒7.5 unidades), se calentó hasta 

ebullición durante 1 min, posteriormente la mezcla fue esterilizada en el autoclave durante 15 

min a 15 lb/plg2 y a 121°C; culminado el proceso anterior, se le adicionó ciclohexamida y 

gentamicinas previamente esterilizadas por filtración. 

Una vez finalizado el proceso de esterilización, cada medio fue vertido en cajas Petri, 

las cuales se mantuvieron en refrigeración hasta su uso; todo el proceso fue realizado en un área 

estéril. 

 

Aislamiento  

Para el aislamiento de la microbiota de Pericelis nazahui, se consideró la presencia de 

microorganismos de crecimiento rápido (MCR) y de crecimiento lento (MCL), de acuerdo 

al siguiente diseño experimental (Fig. 2):  

 

Tratamiento 1: Organismos lavados 

Se utilizaron dos ejemplares de P. nazahui, los cuáles fueron sometidos individualmente a dos 

lavados con agua de mar estéril a temperatura ambiente, para eliminar materia orgánica y/o 

sedimento presente. Posteriormente se homogenizaron con ayuda de un agitador Vortex 

(DRAGON LAB) en tubos Falcon que contenían 5 ml de agua de mar estéril.  

Para la búsqueda de microorganismos de crecimiento rápido (MCR), la muestra fue 

homogeneizada y sembrada por el método de estría cruzada en agar marino, empleando un asa 

microbiológica (Tortora et al. 2017). En la siembra de microorganismos de crecimiento lento 

(MCL), la muestra líquida se colocó sobre un papel filtro dentro de cajas Petri (ambos estériles) 

y se dejó secar en una campana de flujo laminar durante 24 h (Mincer et al. 2002, Becerril-

Espinosa et al. 2013); una vez secas, se procedió a la siembra mediante la técnica de siembra 

masiva, que consistió en tomar la muestra previamente seca y homogeneizada con un hisopo 

estéril, para ser distribuida sobre la placa de agar M2 (Tortora et al. 2017).  

Finalmente, las cajas con las siembras fueron selladas con Parafilm® y puestas en 

incubación a una temperatura entre 24-28°C, hasta la aparición de las colonias de 

microorganismos (Hernández Márquez 2015, Xu et al. 2015). 
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FIGURA 2. Diseño experimental para el aislamiento de los microorganismos presentes en Pericelis 

nazahui (MCR: Microorganismos de crecimiento rápido, MCL: Microorganismos de crecimiento lento) 

Fuente propia. 

 

Tratamiento 2: Organismo sin lavar -Control positivo- 

Para identificar los microorganismos que no se eliminaron de los policládidos durante el proceso 

de lavado, se homogeneizó un único ejemplar sin lavado previo; utilizando 5 ml del agua estéril 

del medio de donde se extrajo el ejemplar. La muestra homogeneizada fue sembrada e incubada 

en agar marino y agar M2, tal como se describió anteriormente. 

 

Tratamiento 3: Sin organismo -Control negativo- 

Para evaluar el efecto de contaminación por manipulación durante el procesamiento, se 

incubaron cajas Petri exclusivamente con el medio de cultivo empleados en el aislamiento; 

mismas que fueron incubadas como se describió anteriormente. 
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Purificación de las cepas aisladas  

Los microorganismos desarrollados en los medios de cultivo fueron seleccionados por medio 

de las características macroscópicas externas de la colonia (Fig. 3a‒d; Anexo III) tomando en 

cuenta el tamaño, color, forma, borde y apariencia (Vargas-Flores & Kuno-Vargas 2014). 

 

7.4. Identificación de los microorganismos  

En la identificación de los microorganismos presentes en Pericelis nazahui se implementó el 

uso de herramientas moleculares y morfológicas; de acuerdo al tipo de microorganismo se 

utilizaron las siguientes metodologías: 

 

7.4.1. Análisis molecular  

Obtención de biomasa  

Para la obtención de la biomasa de los cultivos de bacterias, se tomó una asada de la colonia 

crecida en el agar A1, y se sembró en 40 ml de medio A1 líquido; luego se colocaron a 28°C en 

una incubadora (Gyromax) con agitación constante (150 rpm), posteriormente se realizaron dos 

nuevos cultivos tomando como inóculo la biomasa del tercer día; la cosecha del pellet se realizó 

del tercer cultivo (noveno día), para ello, se transfirió el volumen total a tubos Falcon estériles 

de 50 ml, posteriormente utilizando una centrifuga (Thermo Scientific Heraeus Megafuge 16R) 

se centrifugaron a 3803 x g, durante 10 min a 20°C; consecutivamente el sobrenadante fue 

desechado conservando el pellet, que fue transferido a tubos Beadbeater estériles de 2 ml. 

En la obtención de la biomasa fúngica, cada cepa fue inoculada en agar A1 y puestas en 

incubación a temperatura ambiente (28±1), hasta el crecimiento de las colonias microbianas. 

Posteriormente se tomó una asada (1 cm2) de la cepa, se depositó en un tubo de Beadbeater con 

perlas de circonio estériles para facilitar la lisis celular de la muestra.  

 

Extracción del Ácido Desoxirribonucleico (ADN) 

Para la obtención del ADN, se utilizaron cuatro métodos descritos a continuación: 
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Método de acetato de potasio (ACK) 

A la muestra contenida en un tubo de Beadbeater con perlas de circonio, se le adicionó 500 µl 

de buffer lisis (1M Tris-HCL (pH 8 unidades), 0.5M EDTA, 10% SDS y agua destilada) y se 

dejó reposar durante 10 min a temperatura ambiente, posteriormente para obtener la lisis celular, 

se le adicionaron 150 µl de ACK (pH 8 unidades) (150 mM NH4Cl, 10mM KHCO3, 0.1mM 

EDTA); empleando un disruptor mecánico Mini-Beadbeater (Biospec: 3110BXEUR) se agitó 

a 4,800 x g durante 1 min; la solución fue transferida a un nuevo tubo Eppendorf estéril de 1.5 

ml y se centrifugó a 1,3150 x g durante 5 min a 5°C; el sobrenadante fue trasferido a un nuevo 

tubo y se le agregó un volumen igual de alcohol isopropanol, la muestra fue homogeneizada 

manualmente e incubada durante 24 h a -70°C; finalizado el tiempo de incubación se centrifugó 

a 1,3150 x g por 15 min a 4°C; se desechó el sobrenadante conservando el pellet, el cual se lavó 

con 300 µl de etanol al 70% y la mezcla fue centrifugada a 1,3150 x g por 15 min a 4°C, el 

sobrenadante fue extraído y el pellet se secó a 60°C durante 6 min empleando una incubadora 

(Thermolyne DB28125 Dri-Bath), finalmente el ADN fue resuspendido en 30 µl de agua 

ultrapura y almacenado a una temperatura de -70ºC (modificado de Rosero et al. 2010). 

 

Método de cetil trimetil amonio (CTAB 2x)  

A la muestra se le agregó 500 µl de CTAB 2x (2% CTAB, 100 mM Tris (pH 8.0 unidades), 20 

mM EDTA, 1.4M NaCl) y se incubó durante 2 h a 80ºC, para lograr la lisis celular la muestra 

fue agitada cada 10 min con un disruptor mecánico Mini-Beadbeater a 4,800 x g durante 1 min; 

posteriormente se transfirió a un tubo Eppendorf estéril y se adicionaron 500 µl de cloroformo-

alcohol isopentanol (24:1), se homogenizó y centrifugó a 1,180 x g, durante 10 min a 20°C; el 

sobrenadante fue transferido a un tubo nuevo y se le adicionó nuevamente 500 µl de cloroformo-

alcohol isopentanol (24:1), fue homogenizado y centrifugado como se describe anteriormente; 

el sobrenadante fue transferido a un nuevo tubo, se le agregaron 1,000 µl de etanol al 96% y se 

incubó durante 1 h a -70°C, finalizado este tiempo se agregó 50 µl de acetato de sodio (3M) 

homogeneizando manualmente la muestra; posteriormente se centrifugó a 1,3150 x g por 10 

min a 20°C; se desechó el sobrenadante conservando el pellet, que se lavó con 500 µl de etanol 
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al 70% y se centrifugó a 1,3000 x g durante 10 min a 20ºC; el sobrenadante fue extraído y la 

muestra se secó a 60°C durante 6 min, finalmente el ADN fue resuspendido en 30 µl de agua 

ultrapura y almacenado a una temperatura de -70ºC (modificado de Bonnaud et al. 1998). 

 

 

Método de Marmur 

Las muestras, fueron resuspendidas en 750 µl de buffer P1 (Tris-borato (TBE), EDTA, agua 

destilada, pH 8 unidades), 3.75 µl de RNase (0.5 mg/ml concentración final) y 1 mg/ml de 

lisozima, la mezcla fue homogeneizada e incubada durante 5 h a 37ºC, posteriormente fue 

transferida a tubos Eppendorf estériles; se le adicionó 37.5 µl de SDS al 20% (1% concentración 

final) y 8 µl de 10 mg/ml de proteinasa K (0.1 mg/ml concentración final), se homogenizó 

durante 1 min empleando un agitador Vortex (DRAGON LAB) y se incubó 30 min a 37ºC; la 

mezcla fue transferida a tubos nuevos e incubada nuevamente 30 min a 65ºC; se agregó 150 µl 

de cloroformo-alcohol isoamílico (24:1), se homogenizó durante 30 s y se centrifugó a 1,3150 

x g por 2 min a 20°C; posteriormente se adicionaron 200 µl de acetato de potasio saturado, se 

homogenizó durante 1 min empleando un agitador Vortex, se centrifugó a 1,3150 x g por 2 min 

a 20ºC (si la capa acuosa superior era clara, se continuó con el siguiente paso, de lo contrario si 

la capa era brumosa se adicionó más acetato de potasio; cuando se presentó una consistencia 

viscosa se agregó cloroformo y se agitó durante 1 min); la capa acuosa se transfirió a un nuevo 

tubo y se le adicionó el mismo volumen de isopropanol, se incubó durante 24 h a –70°C, 

finalizado el proceso, la muestra se centrifugó a 1,3150 x g por 20 min a 20°C; el sobrenadante 

fue desechado y se conservó el pellet, que se lavó con 300 µl de etanol al 70%, se centrifugó a 

1,3150 x g durante 20 min a 20ºC; el sobrenadante fue extraído y el pellet se secó a 60 °C durante 

6 min, finalmente el ADN fue resuspendido en 31 µl de agua ultrapura y almacenado a una 

temperatura de -70ºC (modificado de Marmur 1961). 

 

Método QIAgen (DNeasy Blood & Tissue Kit)  

A las muestras contenidas en tubos de Beadbeater, se adicionaron 180 µl de buffer ATL y 20 µl 

de Proteinasa K (1 mg/ml), la muestra fue incubada durante 2 horas a 56°C y durante este 

periodo cada 10-20 min se homogenizaron (4800 x g durante 1 min) utilizando el disruptor 
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mecánico Mini-Beadbeater. Pasado este tiempo, se le adicionaron 200 µl de buffer AL y se 

homogenizó por vorteó; la solución restante fue transferida a un tubo Eppendorf de 2 ml e 

incubada durante 1 h a 56°C, durante este tiempo se mezcló suavemente, invirtiendo el tubo 

cada 10-20 min durante 1 min; finalizando este proceso se adicionó 200 µl de etanol al 100% se 

agitó durante 1 min y se incubó a -4°C durante 1 h; la mezcla se transfirió a la columna (2 ml) 

y se centrifugó a 8,000 x g por 3 min a 20°C; posteriormente se descartó el filtrado y se cambió 

la columna. Se añadió 500 µl de buffer AW1, se centrifugó a 8,000 x g durante 1 min a 20°C, 

la columna fue remplazada y el filtrado descartado. Se añadió 500 µl de buffer AW2 y se 

centrifugó a 1,3150 x g por 3 min a 20°C, se cambió la columna y el filtrado fue descartado 

nuevamente. Para la extracción de ADN se agregó 30 µl de buffer AE y se incubó por 5 min a 

temperatura ambiente, después se centrifugó a 1,3150 x g durante 1 min a 20°C, sin descartar la 

columna se adicionó nuevamente 30 µl de buffer AE y se siguieron los pasos ya descritos; 

finalmente el ADN extraído fue trasferido a un tubo Eppendorf de 1.5 ml estéril y almacenado 

a -70ºC (Qiagen Inc., California). 

La calidad y presencia del ADN extraído con las metodologías anteriores, fueron 

evaluadas mediante electroforesis en gel de agarosa al 1% (Anexo IV) (Lee et al. 2012). Cada 

muestra de ADN fue cuantificada empleando un microespectrofotómetro (Allsheng Nano-100) 

y las concentraciones fueron expresadas en ng/µl. 

Las muestras con buen contenido de ADN fueron almacenadas a -70°C hasta la 

amplificación por la reacción en cadena de la polimerasa (PCR por sus siglas en inglés).  

 

Amplificación por reacción en cadena de la polimerasa (PCR) 

Para la identificación de las muestras con características bacterianas se utilizó el gen 16S del 

ADN ribosomal; la amplificación se realizó con el kit GoTaq ADN polimerasa, en un 

termociclador BIORAD T100, utilizando los cebadores universales para procariotas 27F (5’–-

AGAGTTTGATCCTGGCTCAG-3´) y 1492R (5´-TACGGYTACCTTG TTACGACTT-3´); 

bajo las siguientes condiciones: desnaturalización inicial a 72ºC por 2 min seguida de 30 ciclos 

de 95ºC por 1 min; un alineamiento de 52ºC por 1 min, una extensión de 72ºC por 2 min y una 

extensión final de 72ºC por 5 min (modificado de Gontang et al. 2007). La reacción de PCR, se 

realizó en un volumen de 50 µl, conteniendo: buffer GoTaq 5X (1X), cloruro de magnesio 
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(MgCl2) (1.5mM), desoxirribosa nucleótido trifosfato (dNTP) (0.2 mM), cebadores 27F y 

1492R (0.5 mM de cada uno) y Taq polimerasa (0.06 µ/ µl), ADN muestra (25 ng/µl) y agua 

grado biología molecular.  

En las cepas con características fúngicas, se analizó el gen de la subunidad grande (LSU 

o 28S) de rADN, la amplificación del gen 28S del rADN fue secuenciada con los cebadores 

universales para eucariotas D1R (5´-ACCCGCTGAATTTAAGCA-3´) y D2CR (5´-

CCTTGGTCCGTG-3´). Se preparó una mezcla homogénea de 20 µl de reacción que contenía 

el mix de reacción: agua grado biología molecular, buffer 5X (1M), MgCl2 (1.5 mM), dNTP (0.2 

mM), cebadores D1R y D2CR (0.5 mM de cada uno), Taq polimerasa (0.06 µ/ µl) y ADN 

muestra (25 ng/µl); bajo las siguientes condiciones: una desnaturalización inicial de 94ºC por 4 

min, seguida de 30 ciclos de 94ºC por 2 min; un alineamiento de 52ºC por 2 min, una extensión 

de 72ºC por 2 min y una extensión final de 72ºC por 2 min (modificado de Sonnenberg et al. 

2007) todo el proceso se llevó a cabo en un termociclador BIORAD T100. 

Los productos de la amplificación del PCR fueron observados mediante electroforesis 

en gel de agarosa al 1% y se compararon con una escalera de ADN estándar de 1Kb; en las cepas 

donde se observó la amplificación de los productos de PCR se enviaron al servicio de 

secuenciación en el Laboratorio Nacional de Biotecnología Agrícola, Medica y Ambiental 

(LANBAMA) del Instituto Potosino de Investigación Científica y Tecnológica, A.C. (IPICYT) 

en San Luis Potosí. Para las cepas que se analizaron con la región del Espaciador Transcrito 

Interno (ITS), la extracción del ADN, la amplificación de los productos de PCR con los 

cebadores ITS1 e ITS4 y la secuenciación se realizaron por servicio externo, de acuerdo a los 

protocolos establecidos por el LANBAMA. 

 

Ensamblaje, edición de secuencias y análisis filogenético  

Las secuencias obtenidas fueron analizadas y editadas en el programa BioEdit Sequence 

Alignment Editor y se ensamblaron en el programa ChromasPro ver. 2.1.10; posteriormente se 

compararon con secuencias similares en la base de datos BLAST (Basic Local Alignment 

Search Tool) del Centro Nacional de Información Biotecnológica (NCBI); posteriormente se 

creó una base de datos con las secuencias disponibles y con una similitud entre secuencias > 

90%, estas fueron alineadas usando el programa BioEdit Sequence Alignment Editor; el 
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conjunto de datos alineados se analizó en el programa MEGA ver. 5.2.2 (Tamura et al. 2011) y 

posteriormente se continuó con la construcción de los árboles filogenéticos utilizando el método 

estadístico de Máxima verosimilitud (MV), para determinar el soporte de las ramas se realizó 

un bootstrap de 1,000 pseudoreplicas y se emplearon los modelos de evolución de sustitución 

nucleotídica y el de Kimura–2 parámetros (Kimura 1980, Felsenstein 1985, Kumar et al. 2018).  

Para conocer la magnitud de la identidad genética (similaridad) o su complemento 

(distancia) del material genético entre la secuencia de interés y las secuencias homologas a estas, 

se calcularon las distancias genéticas a partir del modelo de Kimura–2 parámetros (Kimura 

1980). 

 

7.4.2. Caracterización morfológica 

Macroscópica  

La caracterización macroscópica de las cepas de bacterias y hongos purificadas se realizó a 

contra luz y con ayuda de un microscopio-estereoscópico (Olympus SZ51) (Anexo III) (Vargas-

Flores & Kuno-Vargas 2014). Para ello, las cepas aisladas se hicieron crecer en los medios A1 

(bacterias y hongos), agar Czapek (CZA) y agar de dextrosa y papa (PDA) (solo hongos) (Anexo 

II), se tomó en cuenta las características del patrón de crecimiento de la colonia (forma, tipo de 

borde, elevación, superficie, apariencia, etc.) de acuerdo a lo descrito por Castañeda Briones 

(2004) (Fig. 3a-d).  
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FIGURA 3. Esquema de la morfología colonial en placa de los microorganismos cultivados en un medio 
sólido. Caracterización morfológica con base en: a) forma, b) borde, c) elevación y d) superficie. 

Modificado de Castañeda Briones (2004).  

 

Microscópica 

Para la revisión microscópica se emplearon diferentes procesos, dependiendo del grupo de 

microorganismo: 

En las bacterias, se determinó la forma, tamaño de las células (Fig. 4, Anexo III) y 

composición de la pared celular empleando dos técnicas; la tinción Gram o tinción diferencial 

de rutina y la prueba del hidróxido de potasio (KOH) (Buck 1982, Jiménez Tobón & Vélez 

Hoyos 2012). 
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En las colonias que presentaron morfología de hongos se empleó la tinción de rutina del 

azul de lactofenol para observar las características microscópicas (Fig. 4). 

 

Tinción Gram o tinción diferencial de rutina: Con un asa bacteriológica se tomó una asada 

de la colonia; se depositó en un portaobjetos que contenía una gota de agua destilada (~7µl), se 

realizó un frotis para homogenizar la muestra, se dejó secar y se fijó con calor, pasando 

levemente el portaobjeto a la llama del mechero; posteriormente se adicionó una gota de cristal 

violeta (0.5%) se conservó por 1 min,  después se lavó con agua destilada y se agregó una gota 

de lugol (1%) que se mantuvo por 1 min; para el proceso de diferenciación se adicionó 

alcohol/cetona (1:1) y después se lavó con agua destilada; el contraste celular se obtuvo 

agregando una gota de safranina (1%) dejando actuar por 1 min, en seguida se lavó con agua 

corriente y se dejó secar (Jiménez Tobón & Vélez Hoyos 2012) previo a su revisión mediante 

microscopía óptica. 

Con esta tinción las bacterias Gram negativas toman una coloración rojiza, mientras que 

las Gram positivas son de color azul-violeta (Castañeda Briones 2004, Jiménez Tobón & Vélez 

Hoyos 2012). 

Prueba del hidróxido de potasio (KOH): Esta prueba fue empleada para evitar falsos positivos 

o negativos obtenidos en la tinción Gram, y que pueden estar relacionados con la composición 

estructural y química de la pared celular, la edad del cultivo de la colonia, el pH (Buck 1982) o 

cuando la interpretación es dudosa.  

Para ello, en un portaobjeto se adicionaron aproximadamente ~14 µl de KOH al 3%; 

posteriormente con un asa bacteriológica se tomó una asada de la colonia, que fue depositada 

en el portaobjetos; la muestra fue homogeneizada mediante movimientos giratorios durante 1 a 

3 min; se esperó entre 30 a 60 segundos para que la muestra reaccionará. 

Las bacterias Gram negativas se tornan viscosas y con pequeñas hebras blancuzcas, 

mientras que, las Gram positivas no sufren ningún cambio (Buck 1982). 

Tinción de azul de lactofenol: Con un asa bacteriológica se tomó una asada de la colonia, que 

fue depositada en un portaobjetos que contenía una gota de azul de lactofenol (~7µl) y 
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posteriormente se colocó un cubreobjeto para ser revisada en microscopia óptica (LABOMED 

CXRII); se observó la morfología de la hifa, del conidióforo, la presencia/ausencia de esporas, 

conidios, etc. (Fig. 4) (Pitt & Hocking 2009, Visagie et al. 2014a).  

Para las láminas ilustrativas de cada cepa se fotografiaron las características macro y 

microscópicas, y realizadas en el software Paint Shop Pro ver. 7.  

 

FIGURA 4. Esquema de la morfología celular representativa de algunos microorganismos: bacterias y 
hongos cultivados en un medio sólido. Bacterias: Ilustración tomada de Castañeda Briones (2004); 

Hongos: Ilustración modificada de Visagie et al. (2014a), Pitt & Hocking (2009). A) conidióforo simple, 

B, C) conidióforos complejos. 
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7.5. Características de crecimiento de las colonias (salinidad y temperatura) 

Dado que las cepas fueron aisladas de un ambiente marino, para conocer si éstas se desarrollaban 

en condiciones diferentes a las aisladas (salinidad de 35 UPS, 28.5°C), las cepas fueron 

inoculadas en tubos con agar inclinado A1, empleando una salinidad de 35 UPS y de 0, se 

pusieron en incubación a temperatura ambiente (28±2 °C) y fueron revisadas diariamente hasta 

el desarrollo de las colonias.  

Para evaluar el crecimiento de cada una de las cepas con respecto a la temperatura, se 

consideraron las temperaturas de 25, 28 y 30±1°C, registradas en la región del Pacífico sur 

mexicano (sensus Fiedler & Talley 2006) y en el área de estudio (Figueroa-Zavala 2007). Para 

llevar a cabo esta evaluación las cepas fueron inoculadas de la siguiente manera: 

En las bacterias, el inóculo fue sembrado por duplicado en 40 ml de medio A1 líquido 

(salinidad de 35 UPS); posteriormente los matraces se mantuvieron en incubación a temperatura 

(25, 28 y 30±1°C) y agitación constante (150 rpm). La cosecha de la muestra se realizó hasta 

que la cepa presentará esporulación (para aquellas que presentan esta característica) o cuando la 

biomasa superará la mitad del volumen del medio establecido; una vez observada alguna de 

estas características de cosecha, el volumen total fue transferido a tubos Falcon estériles de 50 

ml, posteriormente se centrifugaron a 4,500 x g durante 10 min a 24°C; el sobrenadante fue 

desechado conservando el pellet, el cual se secó utilizando una incubadora (marca Gyromax) a 

un temperatura constante de 50°C. Para la cuantificación del crecimiento bacteriano se utilizó 

el método directo gravimétrico determinado la biomasa a partir del peso seco y expresando el 

resultado en gramos/días. Los datos y gráficas fueron procesados empleando el software 

Sigmaplot ver. 11.0.  

Los hongos fueron inoculados en agar CZA por duplicado, se incubaron a temperatura 

de 25, 28 y 30±1°C. La cuantificación del crecimiento fúngico fue determinada con base en el 

diámetro de la colonia, para lo cual se registraron las medidas durante 15 días, expresadas en 

centímetros (cm)/ día.  
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La tasa de crecimiento (µmax) de las cepas de hongos fue determinada a partir del modelo 

matemático de Gompertz (Winsor 1932), para ello se utilizó la siguiente formula: 𝑌 =

𝐾𝑒−𝑒𝑎
−𝑥𝑐

  

donde: 

𝑎=intervalo máximo de crecimiento, 

K=Constante (=1), 

e=Constante matemática,  

xc=Valor del punto de inflexión, 

 

Los valores de µmax y las gráficas de las curvas de crecimiento de cada cepa fueron 

calculadas en el software Data Analysis and Graphing Origin ver. 6.1. 

7.6. Criopreservación 

Una vez que las cepas fueron purificadas, identificadas y clasificadas por morfotipos, se 

resembraron en medio A1 sólido y líquido, posteriormente en un tubo Eppendorf estéril, se 

adicionó 1 ml de una solución de glicerina al 20% con agua de mar (solución previamente 

esterilizada); posteriormente se tomó 1 cm3 de la cepa purificada y fue inoculada en la solución 

de glicerina al 20% (Hernández Márquez 2015). Cada cepa fue inoculada por triplicado, 

etiquetadas y almacenadas a -70°C, y depositadas en el Laboratorio de Investigación de la 

Universidad del Mar, campus Puerto Ángel. 

 

8. Resultados 

8.1. Variables físico-químicas  

El área de estudio se caracterizó por presentar una salinidad de 35 UPS, una temperatura de 

28.5°C y un valor de pH de 8.5 unidades, una concentración de 0.257 µM de amoniaco (NH4
+), 

0.013 µM de fosfato (PO4
-3), 0.015 µM de nitratos (NO3

-) y 0.0006 µM de nitritos (NO2
-).  

 

8.2. Microorganismos desarrollados y aislados 

Se aislaron y purificaron un total de 12 cepas obtenidas de los tres ejemplares de Pericelis 

nazahui recolectados para este estudio; sólo se desarrolló una cepa en los primeros 10 días de 
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cultivo (rápido crecimiento), sembrada y purificada en agar marino; y luego de tres meses de 

incubación en agar M2 y purificadas en agar A1, se desarrollaron 11 cepas (lento crecimiento). 

Del organismo lavado No.1 se obtuvieron dos cepas, para el organismo lavado No. 2 seis cepas 

y para el organismo no lavado No. 3 cuatro cepas (Tabla 1). 

 

Tabla 1. Número de cepas aisladas y purificadas de Pericelis nazahui 

Número de organismo de P. nazahui de la cual fue aislada y purificada cada cepa 

1 

(organismo lavado) 

2 

(organismo lavado) 

3 

(organismo sin lavar) 

M2P1‒H3 M2P2‒B1 M2P3‒H5 

M2P1‒H4 M2P2‒B2 M2P3‒H6 
 M2P2‒B3 M2P3‒H7 
 M2P2‒B4 M2P3‒B5 
 AMP2‒H1  

 M2P2‒H2  

Clave de identificación de la cepa: Medio de aislamiento, No. De organismo del que fue 

aislada, dominio o reino al cual pertenece el microorganismo aislado, No. De la cepa 

purificada. AM: Agar marino, M2: Agar M2, B: Bacteria, H: Hongo. 

  

De las 12 cepas obtenidas, siete colonias mostraron el 35% de la abundancia, cuya 

morfología fue representada por la cepa establecida como M2P3‒H5, seguida por la cepa 

M2P2‒B1 y M2P2‒B2 quienes presentaron dos colonias (10%) cada una y las nueve cepas 

restantes sólo presentaron una colonia (5%) en cada caja de aislamiento (Fig. 5). 
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FIGURA 5. Composición y abundancia relativa de la microbiota presente en Pericelis nazahui 

 

8.2.1. Caracterización genética, morfológica y crecimiento 

De las 12 cepas obtenidas, a partir de características macro y microscópicas se determinaron 

que cinco cepas correspondieron al reino Monera del dominio Bacteria (B1 a 5) y siete al reino 

Fungi del dominio Eukarya (H1-7). Con la construcción de los árboles filogenéticos para las 

bacterias, a partir de las secuencias del gen 16S rADN, se determinó que tres cepas (M2P2‒B1 

a B3) pertenecieron al género Streptomyces, una (M2P2‒B4) al género Nocardiopsis y una 

(M2P2‒B5) al género Paracoccus. Para las cepas de hongos, las secuencias obtenidas con la 

región 28S rADN determinaron que dos cepas (AMP2‒H1, M2P3‒H6) pertenecían al género 

Simplicillium, una (M2P1‒H4) al género Penicillium y otra (M2P2‒H2) fue cercana a miembros 

del orden Xylariales; utilizando la región del Espaciador Transcrito Interno (ITS) se determinó 

una cepa (M2P1-H5) en el género Aspergillus y otra (M2P1-H3) en el género Cladosporium, y 
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finalmente la cepa M2P3-H7 a partir de las características morfológicas se determinó dentro del 

género Penicillium. 

Las características moleculares y morfológicas que presentaron las cepas 

correspondientes a los diferentes géneros, en el dominio Bacteria del reino Monera y en el 

dominio Eukarya del reino Fungi, se describen a continuación:  

 

Sección bacteria 

 

Reino Monera Haeckel 1986 

Dominio Bacteria Woese et al. 1990 

Filo Actinobacteria Goodfellow 2012 

Clase Actinobacteria Stackebrandt et al. 1997 

Orden Actinomycetales Buchanan 1917 

Suborden Streptomycineae Rainey et al. 1997 

Familia Streptomycetaceae Waksman & Henrici 1943 

 

Género Streptomyces Waksman & Henrici 1943 

 

Streptomyces spp. 

Cepa M2P2-B1, M2P2-B2, M2P2-B3 

Caracterización molecular: Los resultados filogenéticos indicaron que las cepas M2P2-B1, 

M2P2-B2 y M2P2-B3 molecularmente forman una agrupación consistente dentro del género 

Streptomyces (Fig. 6). Este análisis se realizó con base en 1,385 pares de bases (pb) alineadas 

de las secuencias del gen 16S rADN; el árbol filogenético fue construido con 43 secuencias, de 

ellas 38 secuencias de las especies de Streptomyces similares a las tres cepas de interés aisladas 

en este estudio (identificadas mediante el análisis BLAST con un 97% de similitud), la secuencia 

de la especie tipo del género Streptomyces albus y la secuencia de Rubrobacter radiotolerans 

asignada como grupo externo (Fig. 6). 

Las cepas M2P2-B1 y M2P2-B2, formaron un nodo con un porcentaje de agrupación del 

57%, con un valor de distancia genética 16S rADN de 0.003 (σ= 0.002), estas fueron 

determinadas como Streptomyces sp. 1 y Streptomyces sp. 2 (respectivamente); mientras que 

la cepa M2P2-B3 establecida como Streptomyces sp. 3 formó un nodo con un porcentaje de 
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agrupación del 88% con S. daliensis con un valor de distancia genética 16S rADN del 0.009 (σ= 

0.004) (Tabla 2). 
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FIGURA 6. Árbol filogenético obtenido con el análisis de Máxima Verosimilitud (Felsenstein 1993) 

que muestra la posición taxonómica de las tres cepas aisladas M2P2-B1, M2P2-B2 y M2P2-B3 dentro 
del género Streptomyces y sus vecinos filogenéticos, basado en 1,385 pb de secuencias del gen 16S 

rADN. Los valores de bootstrap de las ramas indican el porcentaje de árboles en los que los taxones 

asociados se agruparon (1,000 réplicas). Los números de acceso en el GenBank de la secuencia se indican 
entre paréntesis. La secuencia de Rubrobacter radiotolerans (DSM 46359 X87134) se utilizó como 

grupo externo. 
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Tabla 2. Distancia genética por pares entre las cepas M2P2-B1, M2P2-B2, M2P2-B3 y el linaje de las 

especies de Streptomyces filogenéticamente cercanas, recalculadas con el modelo de Kimura–2 

parámetros. El error estándar se muestra en letras negritas 

Taxón 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 

1. Cepa M2P2-B1  0.000 0.007 0.008 0.007 0.008 0.004 0.005 0.008 0.008 0.004 0.004 0.005 

2. Cepa M2P2-B2 0.000  0.007 0.008 0.007 0.008 0.004 0.005 0.008 0.008 0.004 0.004 0.005 

3. Cepa M2P2-B3 0.032 0.032  0.006 0.005 0.004 0.007 0.008 0.006 0.005 0.007 0.008 0.008 

4. S. albus 

 (NBRC 13014 AB184257) 
0.039 0.039 0.018  0.005 0.006 0.009 0.009 0.004 0.006 0.009 0.009 0.009 

5. S. chumphonensis 

 (KK1 2 AB738400) 
0.032 0.032 0.015 0.017  0.005 0.008 0.008 0.006 0.005 0.008 0.008 0.008 

6. S. daliensis  

(YIM 31724 AY785161) 
0.036 0.036 0.009 0.020 0.017  0.008 0.008 0.006 0.005 0.008 0.008 0.008 

7. S. hyderabadensis 

 (OU 40 FM998652) 
0.009 0.009 0.032 0.043 0.034 0.037  0.005 0.009 0.008 0.004 0.004 0.004 

8. S. lienomycini (NBRC15425 

AB184672) 
0.013 0.013 0.034 0.047 0.032 0.037 0.011  0.009 0.008 0.003 0.004 0.002 

9. S. reniochalinae (LHW50302 

KX347891) 
0.039 0.039 0.018 0.007 0.020 0.022 0.043 0.047  0.006 0.009 0.009 0.009 

10. S. sparsus  

(YIM 90018 AJ849545) 
0.036 0.036 0.015 0.022 0.013 0.017 0.037 0.037 0.022  0.008 0.008 0.008 

11. S. tendae 

 (JCM 4610 MT760583) 
0.009 0.009 0.032 0.045 0.032 0.036 0.007 0.004 0.045 0.036  0.003 0.002 

12. S. tritolerans  

(DAS 165 DQ345779) 
0.009 0.009 0.034 0.043 0.034 0.037 0.007 0.007 0.043 0.037 0.004  0.003 

13. S. violaceorubidus 

(NBRC 15463 AB184689) 
0.011 0.011 0.034 0.047 0.034 0.037 0.009 0.002 0.047 0.037 0.002 0.006   

 

 

Streptomyces sp. 1 

Cepa M2P2-B1 

 

Caracterización macroscópica: Colonia circular, de 0.8 mm/día de diámetro, de borde 

ondulado, elevación convexa a ligeramente crateriforme, superficie lisa y consistencia grasosa 

(Fig. 7B). El anverso de la colonia es beige (a tres días de la inoculación) (Fig. 7A); naranja-

rojizo (seis días) (Fig. 7C) y por el proceso de esporulación (12 días) la región marginal se torna 

blanca-grisácea (Fig. 7D); finalmente de color gris (17 días) (Fig. 7E); el reverso es beige y 

posteriormente rojizo. Micelios aéreos blancos y consecutivamente grisáceos (Fig. 7D).  

Caracterización microscópica: Se determinó como una bacteria Gram-positiva, de acuerdo a la 

tinción Gram y la prueba de KOH; presenta micelios filamentosos que llegan a medir 0.15 µm 

de largo y células de tipo bacilo de 0.17–2.14 µm (n=10, =1.42 µm, ES=0.12) de largo y 1.07–

1.42 µm (n=10, =1.21 µm, ES=0.05) de ancho (Fig. 7F). 
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Crecimiento en tres temperaturas: El crecimiento en salinidad de 35 UPS y en diferentes 

temperaturas, mostró que la mayor biomasa diaria obtenida (0.570 ± 0.006 g/día), se presentó a 

temperaturas de 25 y 30ºC (Fig. 8). Las coloraciones y olor terroso descritos anteriormente se 

conservaron. 
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FIGURA 7. Streptomyces sp. 1 (cepa M2P2-B1), inoculada en agar A1, cepa aislada de Pericelis 

nazahui No. 2 (organismo lavado). A–E. características macroscópicas de la colonia; A, C, E. anverso; 

B. morfología macroscópica de la colonia; D. región marginal de la colonia con presencia de micelios; 
F. características microscópicas, tinción Gram. Estructuras: cl= células, hi= hifa. 
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FIGURA 8. Efecto de la temperatura en la generación de biomasa (peso seco) de Streptomyces sp. 1 
(cepa M2P2-B1), evaluada en medio líquido A1. Los valores representan el promedio ± error estándar 

de la biomasa (peso seco) diaria de dos muestras. 

 

Streptomyces sp. 2 

Cepa M2P2-B2 

 

Caracterización macroscópica: Colonia circular, de 0.6 mm/día de diámetro, de borde entero, 

elevación umbilicada, superficie lisa y consistencia grasosa (Fig. 9B). El anverso de la colonia 

es amarillo (a tres días de la inoculación) (Fig. 9A) y posteriormente presenta una coloración 

blanca-grisácea en la región marginal por el proceso de esporulación (12 días) (Fig. 9C–D); para 

finalmente ser de color gris (17 días) (Fig. 9E). Reverso de la colonia inicialmente es beige y 

consecutivamente de color amarillo. Micelios aéreos de color blanco y después grisáceos (Fig. 

9D–E).  

Caracterización microscópica: Bacteria Gram-positiva; con micelios filamentosos y células de 

tipo coco, presentó un diámetro entre 0.79–1.79 µm (n= 10, = 1.03 µm, ES= 0.10) (Fig. 9F). 

Crecimiento en tres temperaturas: La cepa presentó la mayor biomasa diaria a 28°C (0.039 

±0.010 g/día), la cual decrece a temperaturas de 25 y 30°C, registrando valores de 0.024±0.004 



Microorganismos cultivables presentes en Pericelis nazahui (Platyhelminthes: Polycladida) en la bahía de Puerto Ángel, Oaxaca, México 

 

36 

 

 

y de 0.006±0.002 g/día, respectivamente (Fig. 10). En las diferentes condiciones de crecimiento 

y a una salinidad de 35 UPS, la cepa conservó las coloraciones descritas y presentó olor terroso. 
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FIGURA 9. Streptomyces sp. 2 (cepa M2P2-B2), inoculada en agar A1, cepa aislada de Pericelis 

nazahui No. 2 (organismo lavado). A–E. características macroscópicas de la colonia; A, C, E. anverso; 
B. morfología macroscópica de la colonia; D. región marginal y central de la colonia con presencia de 

micelios; F. características microscópicas, tinción Gram. Estructuras: cl= células, hi= hifa. 
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FIGURA 10. Efecto de la temperatura en la generación de biomasa (peso seco) de Streptomyces sp. 2 

(cepa M2P2-B2), evaluada en medio líquido A1. Los valores representan el promedio ± error estándar 

de la biomasa (peso seco) diaria de dos muestras. 

 

 

Streptomyces sp. 3 

Cepa M2P2-B3 

 

Caracterización macroscópica: Colonia puntiforme de 0.19 mm/día de diámetro, de borde 

entero, elevación papilada, superficie lisa y consistencia opaca-polvorienta (Fig. 11B–C). 

Anverso y reverso de la colonia marrón claro (a tres días de la inoculación) y posteriormente 

amarillo a ligeramente marrón claro (Fig. 11A–D).  

Caracterización microscópica: Bacteria Gram-positiva, con células de tipo bacilo (Fig. 11E), 

miden 0.71–1.79 µm (n= 10, = 1.32 µm, ES= 0.10) de largo y 1.25 µm (n= 10, = 1.25 µm, 

ES= 0) de ancho. 

Crecimiento en tres temperaturas: La cepa presentó diferencias en su crecimiento diario a 

diferentes temperaturas y salinidad de 35 UPS; el valor máximo de biomasa se registró a 25 y 
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30°C (0.062±0.020 g/día) (Fig. 12). En las tres temperaturas la cepa conservó las coloraciones 

descritas y presentó olor terroso. 
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FIGURA 11. Streptomyces sp. 3 (cepa M2P2-B3), inoculada en agar A1, cepa aislada de Pericelis 

nazahui No. 2 (organismo lavado). A–D. características macroscópicas de la colonia; A–C. anverso; B. 

morfología macroscópica de la colonia; D. reverso de la colonia; E. características microscópicas, tinción 
Gram. 
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FIGURA 12. Efecto de la temperatura en la generación de biomasa (peso seco) de Streptomyces sp. 3 
(cepa M2P2-B3), evaluada en medio A1. Los valores representan el promedio ± error estándar de la 

biomasa (peso seco) diaria de dos muestras. 

 

 

Reino Monera Haeckel 1986 

Dominio Bacteria Woese et al. 1990 

Filo Actinobacteria Goodfellow 2012 

Clase Actinobacteria Stackebrandt et al. 1997 

Orden Streptosporangiales Goodfellow 2015 

Familia Nocardiopsaceae Rainey, Ward-Rainey, Kroppenstedt y Stackebrandt, 1996 

Género Nocardiopsis (Brocq-Rousseau 1904) Meyer 1976 

 
 

Nocardiopsis sp. 1 

Cepa M2P3-B5 

 

Caracterización molecular: El análisis molecular indicó que la cepa M2P3-B5, molecularmente 

forma una agrupación consistente dentro del género Nocardiopsis (Fig. 13). Este análisis se 

realizó con base en 1,413 pb alineadas de las secuencias del gen 16S rADN; el árbol filogenético 

fue construido con 44 secuencias, de ellas 41 secuencias de las especies de Nocardiopsis 

similares a la cepa de interés aislada en este estudio (identificados mediante el análisis BLAST 

con un 94% de similitud), la secuencia de la especie tipo del género Nocardiopsis dassonvillei 

y la secuencia de Atopobium minutum asignada como grupo externo (Fig. 13). 
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Con este análisis la cepa M2P3-B5 forma un nodo con un porcentaje de agrupación del 62% 

con Nocardiopsis dassonvillei con un valor de distancia genética 16S rADN de 0.015 (σ= 0.006) 

(Tabla 3). 
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FIGURA 13. Árbol filogenético obtenido con el análisis de Máxima Verosimilitud (Felsenstein 1993) 
que muestra la posición taxonómica de la cepa M2P3-B5 dentro del género Nocardiopsis y sus vecinos 

filogenéticos más cercanos, basado en 1,413 pb de secuencias del gen 16S rADN. Los valores de 

bootstrap de las ramas indican el porcentaje de árboles en los que los taxones asociados se agruparon 
(1,000 réplicas). Los números de acceso en el GenBank de la secuencia se indican entre paréntesis. La 

secuencia de Atopobium minutum (DSM 20586 HM007583) se utilizó como grupo externo. 
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Tabla 3. Distancia genética por pares de la cepa M2P3-B5 y el linaje de las especies de Nocardiopsis 

filogenéticamente cercanas, recalculadas con el modelo de Kimura–2 parámetros. El error estándar se 

muestra en letras negritas 

Taxón 1 2 3 4 

1. Cepa M2P3-B5  0.008 0.006 0.006 

2. N. alba (DSM 43377 (T) MN688677) 0.033  0.008 0.007 

3. N. dassonvillei (DSM 43111 (T) N686689) 0.015 0.031  0.007 

4. N. lucentensis (DSM 44048 X97888) 0.017 0.026 0.020 
 

 

Caracterización macroscópica: Colonia de forma irregular, borde entero ligeramente ondulado, 

crateriforme, superficie lisa y consistencia opaca-polvosa (Fig. 14B). Anverso blanco (Fig. 

14A), con tonos grises y púrpura muy tenues. Reveso amarillo (Fig. 14C) (a tres días del 

inóculo), posteriormente es de color marrón oscuro. No presenta exudados, ni pigmentos 

solubles. 

Caracterización microscópica: Con la tinción Gram y la prueba de KOH se determinó como 

una bacteria Gram-positiva, con células de tipo bacilo (Fig. 14D), miden 1.42–1.79 µm (n= 10, 

= 1.42 µm, ES= 0.08) de largo y 0.35 µm (n= 10, = 0.42 µm, ES= 0.06) de ancho. 

Crecimiento en tres temperaturas: La cepa presentó diferencias en el crecimiento diario a 

diferentes temperaturas y salinidad de 35 UPS; la mayor biomasa se presentó a 30 y 25°C 

(0.16±0.0005 g/día), y la menor se obtuvo a 28°C (0.05±0.004 g/día) (Fig. 15). En las diferentes 

temperaturas de crecimiento la cepa conservó la coloración descrita anteriormente.  
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FIGURA 14. Nocardiopsis sp. 1 (cepa M2P3-B5), inoculada en agar A1, cepa aislada de Pericelis 

nazahui No. 3 (organismo sin lavado). A–C. características macroscópicas de la colonia; A. anverso; B. 

morfología macroscópica de la colonia; C. reverso de la colonia; D. características microscópicas, tinción 
Gram.  
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FIGURA 15. Efecto de la temperatura en la generación de biomasa (peso seco) de Nocardiopsis sp. 1 

(cepa M2P3-B5), evaluada en medio líquido A1. Los valores representan el promedio ± error estándar 

de la biomasa (peso seco) diaria de dos muestras. 

 

 

Reino Monera Haeckel 1986 

Dominio Bacteria Woese et al. 1990 

Filo Proteobacteria Garrity et al. 2005 

Clase Alphaproteobacteria Garrity et al. 2006 

Orden Rhodobacterales Garrity et al. 2006 

Familia Rhodobacteraceae Garrity et al. 2006 

 

Género Paracoccus Davis, 1969 

 

Paracoccus sp. 1 

Cepa M2P2-B4 

Caracterización molecular: Los resultados filogenéticos indicaron que la cepa M2P2-B4, 

molecularmente forma una agrupación consistente dentro del género Paracoccus (Fig. 16). Este 

análisis se realizó con base en 1,335 pb alineadas de las secuencias del gen 16S rADN; el árbol 

filogenético fue construido con 53 secuencias tipos, de ellas 51 secuencias de las especies de 

Paracoccus similares a la cepa aislada (identificados mediante el análisis BLAST con un 95% 
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de similitud), la secuencia de la especie tipo del género Paracoccus denitrificans y la secuencia 

de Magnetococcus marinus determinada como grupo externo (Fig. 16).  

Con este análisis la cepa M2P2-B4 forma un nodo con un porcentaje de agrupación del 

75% con Paracoccus aerius y con un valor de distancia genética 16S rADN del 0.003 (σ=0.003) 

(Tabla 4). 
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FIGURA 16. Árbol filogenético obtenido mediante el análisis de Máxima Verosimilitud (Felsenstein 

1993) que muestra la posición de la cepa M2P2-B4 dentro del género Paracoccus y sus vecinos 

filogenéticos, basado en 1,335 pb de secuencias del gen 16S rADN. Los valores de bootstrap (1,000 
réplicas) de las ramas indican el porcentaje de árboles en los que los taxones asociados se agruparon. 

Los números de acceso en el GenBank de la secuencia se indican entre paréntesis. La secuencia de 

Magnetococcus marinus (MC-1 CP000471) se utilizó como grupo externo. 
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Tabla 4. Distancia genética por pares entre linajes de especies de Paracoccus cercanas a la cepa M2P2-

B4 recalculadas con el modelo de Kimura–2 parámetros. El error estándar se muestra en letras negrita 

Taxón 1 2 3 6 

1. Cepa M2P2-B4  0.004 0.002 0.004 

2. P. acridae (SCU-M53 KT634253) 0.017  0.003 0.004 

3. P. aerius (011410 KX664462) 0.003 0.0140  0.004 

4. P. haematequi (M1-83 MH665405) 0.021 0.0195 0.018  

 

Caracterización macroscópica: Colonia plana, superficie lisa y consistencia cremosa (Fig. 

17A). El anverso de la colonia es rosa tenue (a los tres días del inóculo), posteriormente se torna 

amarillo y ligeramente marrón claro (15 días) (Fig. 17A–B). 

Caracterización microscópica: Bacteria Gram-negativa, con micelios filamentosos que mide ~ 

18 µm de largo y células de tipo cocos, presentan un diámetro de 1.25 µm (n= 10, = 1.25 µm, 

ES= 0) (Fig. 17C). 

Crecimiento en tres temperaturas: La cepa se desarrolló en medios de cultivos disueltos en 

salinidad de 35 UPS; la mayor biomasa diaria se presentó a 28°C (0.01± 0.0003 g/día) y la 

menor biomasa diaria (0.005± 0.0007 g/día) se obtuvo a 25 y 30°C respectivamente (Fig. 18). 

Se mantiene la misma coloración en las tres temperaturas evaluadas y no produce ningún olor.  
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FIGURA 17. Paracoccus sp. 1 (cepa M2P2-B4), cepa aislada de Pericelis nazahui No. 2 (organismo 

lavado). A–B. características macroscópicas de la colonia; A. anverso; B. reverso; C. características 

microscópicas, tinción Gram. Estructuras: cl= células, hi= hifa. 
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FIGURA 18. Efecto de la temperatura en la generación de biomasa (peso seco) de Paracoccus sp. 1 

(cepa M2P2-B4), evaluada en medio líquido A1. Los valores representan el promedio ± error estándar 

de la biomasa (peso seco) diaria de dos muestras. 
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Sección Fungi  

Dominio Eukarya Margulis & Chapman 2009 

Reino Fungi Whittaker, 1969 

Filo (División) Ascomycota Whittaker, 1959 

Orden Capnodiales Woron., 1925 

Familia Cladosporiaceae Castell. & R.G. Archibald, 1915 

 

Género Cladosporium  

 

Cladosporium sp. 1  

Cepa M2P1-H3 

 

Caracterización molecular: Los resultados filogenéticos indicaron que la cepa M2P1-H3, 

molecularmente forma una agrupación consistente dentro del género Cladosporium (Fig. 19). 

Este análisis se realizó con base en 450 pb alineadas de las secuencias de la región de ITS; el 

árbol filogenético fue construido con 33 secuencias, de ellas 31 secuencias de las especies de 

Cladosporium similares a la cepa aislada (identificados mediante el análisis BLAST con un 96% 

de similitud), la secuencia de la especie tipo del género Cladosporium herbarum y la secuencia 

de Aspergillus westlandensis determinada como grupo externo (Fig. 19).  

Con este análisis la cepa M2P1-H3 forma un nodo con un porcentaje de agrupación del 

57% con Cladosporium colocasiae y con un valor de distancia genética ITS del 0.172 (σ=0.022) 

(Tabla 5).  
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FIGURA 19. Árbol filogenético obtenido con el análisis de Máxima Verosimilitud (Felsenstein 1993) 
que muestra la posición taxonómica de la cepa M2P1-H3 dentro del género Cladosporium y sus vecinos 

filogenéticos más cercanos, basado en 450 pb de secuencias del ITS. Los valores de bootstrap de las 

ramas indican el porcentaje de árboles en los que los taxones asociados se agruparon (1,000 réplicas). 
Los números de acceso en el GenBank de la secuencia se indican entre paréntesis. La secuencia de 

Aspergillus westlandensis (NR 135451.1) se utilizó como grupo externo. 
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Tabla 5. Distancia genética por pares entre linajes de especies de Cladosporium cercanas a la cepa 

M2P1-H3 recalculadas con el modelo de Kimura–2 parámetros. El error estándar se muestra en letras 

negritas 

Taxón 1 2 3 4 5 6 7 8 

1. Cepa M2P1-H3  0.022 0.022 0.022 0.022 0.023 0.022 0.022 

2. C. angustiterminale (NR 152286.1) 0.189  0.003 0.0003 0.004 0.006 0.003 0.003 

3. C. chubutense (NR 119728.1) 0.174 0.004  0.000 0.002 0.006 0.000 0.000 

4. C. colocasiae (NR 119840.1) 0.172 0.004 0.000  0.002 0.006 0.000 0.000 

5. C. funiculosum (NR 119845.1) 0.177 0.007 0.002 0.002  0.005 0.002 0.002 

6. C. ipereniae (NR 152290.1) 0.177 0.018 0.013 0.013 0.011  0.006 0.006 

7. C. montecillanum (NR 152292.1) 0.177 0.004 0.000 0.000 0.002 0.013  0.000 

8. C. pini-ponderosae (NR 119730.1) 0.177 0.004 0.000 0.000 0.002 0.013 0.000  

 

Caracterización macroscópica: La morfología de las colonias en agar A1, CZA y PDA fue 

circular, con bordes lisos, elevación ligeramente convexa, superficie lisa y consistencia 

algodonosa (Fig. 20A, C, E). En agar A1 tiene un diámetro de 0.33 cm/día, el anverso en tonos 

blancos a grisáceos, región central grisácea, con un gradiente de coloración hacia la periferia en 

tonos blancos, gris oscuro y margen blanco, que dan la apariencia de anillos (Fig. 20A). Reverso 

con un halo grisáceo oscuro en el centro y un halo periférico grisáceo claro (Fig. 20B) de 

apariencia lisa. En agar CZA la colonia presenta un anverso y reveso en tono gris a marrón (Fig. 

20C–D), con un diámetro de 0.45 cm/día, mientras que en PDA presenta una coloración verde 

grisáceo (Fig. 20E–F) y un diámetro de 0.4 cm/día.  

Micelios aéreos centrales gris oscuro y con escasos micelios de color negro; micelios 

periféricos color gris claro y oscuro (Fig. 20A, C). Micelio vegetativo filamentoso. Exudados 

de color blancos y negros en la región central, en forma de puntos (Fig. 20A). 

No presentó esporulación, ni pigmentos solubles en ninguno de los medios de cultivos. 

Un mes después en PDA y CZA la colonia es negra.  

Caracterización microscópica: Especie anamorfa de color marrón claro, hifas septadas (Fig. 

21D–E, G–H), conidióforos cilíndricos septados presenta un grosor de 2.5 µm (n=10), y 

conidios ovales (Fig. 21B, E, H) miden 2.50–6.25 µm (n=10, =4.06 µm, ES=0.41) de largo y 

1.88– 6.88 µm (n=10,  =2.93 µm, ES=0.46) de ancho, solitarios o distribuidos en cadenas (Fig. 

21F) de color marrón claro.  
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Crecimiento en tres temperaturas: En agar CZA, la cepa sólo mostró crecimiento a 28°C y 

salinidad de 35 UPS; con una tasa de crecimiento de µmax= 0.029 cm/día; la fase de latencia dura 

1 día y posterior a 15 días el inóculo se mantiene en fase exponencial (Fig. 22); este hongo no 

presentó crecimiento en 25 y 30° C.  
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FIGURA 20. Cladosporium sp. 1 (cepa M2P1-H3) morfología macroscópica, cepa aislada de Pericelis 

nazahui No. 1 (organismo lavado); colonias inoculadas en agar A1 (A–B), CZA (C–D) y en PDA (E–F) 
donde se muestra el anverso (A, C, E) y reverso (B, D, F) de la colonia. 
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FIGURA 21. Cladosporium sp. 1 (cepa M2P1-H3) morfología microscópica de la colonia, cepa aislada 

de Pericelis nazahui No. 1 (organismo lavado); colonias inoculadas en agar A1 (A–C), CZA (D–F) y 

PDA (G–H). A, C. características macroscópicas de la colonia, anverso; B, D–H. características 

microscópicas. Estructuras: bl= conidio, hi= hifa, se= septos.  
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FIGURA 22. Efecto de la temperatura en el crecimiento de Cladosporium sp. 1 (cepa M2P1-H3), 

evaluada en agar CZA durante 15 días. Los valores representan el periodo de crecimiento de la cepa 
durante el tiempo evaluado y el valor del coeficiente de determinación (R2). 

 

 

Dominio Eukarya Margulis & Chapman 2009 

Reino Fungi Whittaker, 1969 

Filo (División) Ascomycota Whittaker, 1959 

Orden Eurotiales G.W. Martin ex Benny & Kimbr., 1980 

Familia Trichocomaceae E. Fisch., 1897 

 

Género Aspergillus P. Micheli, 1729 
 

Aspergillus sp. 1 

Cepa M2P3-H5 

 

Caracterización molecular: Los resultados filogenéticos indicaron que la cepa M2P3-H5, 

molecularmente forma una agrupación consistente dentro del género Aspergillus (Fig. 23). Este 

análisis se realizó con base en 551 pb alineadas de las secuencias de la región de ITS; el árbol 

filogenético fue construido con 26 secuencias, de ellas 23 secuencias de las especies de 

Aspergillus similares a la cepa aislada (identificados mediante el análisis BLAST con un 95% 

de similitud), la secuencia de la especie tipo Aspergillus glaucus y la secuencia de Trichoderma 

viride (NR 138441.1) establecida como grupo externo (Fig. 23).  
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La cepa M2P3–H5 forma un nodo con un porcentaje de agrupación del 61% con 

Aspergillus occultus y con un valor de distancia genética ITS del 0.071 (σ= 0.014) (Tabla 6). 
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FIGURA 23. Árbol filogenético obtenido con el análisis de Máxima Verosimilitud (Felsenstein 1993) 

que muestra la posición taxonómica de la cepa M2P3-H5 dentro del género Aspergillus y sus vecinos 

filogenéticos más cercanos, basado en 551 pb de secuencias del ITS. Los valores de bootstrap de las 

ramas indican el porcentaje de árboles en los que los taxones asociados se agruparon (1,000 réplicas). 
Los números de acceso en el GenBank de la secuencia se indican entre paréntesis. La secuencia de 

Trichoderma viride (NR 138441.1) se utilizó como grupo externo. 
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Tabla 6. Distancia genética por pares entre linajes de especies de Aspergillus cercanas a la cepa M2P3-

H5 recalculadas con el modelo de Kimura–2 parámetros. El error estándar se muestra en letras negritas 

Taxón 1 2 3 4 5 6 

1. Cepa M2P3-H5  0.013 0.014 0.013 0.014 0.013 

2. A. insulicola (NR 135391.1) 0.065  0.006 0.002 0.010 0.005 

3. A. occultus (NR 135454.1) 0.071 0.02  0.006 0.011 0.007 

4. A. ochraceopetaliformis (NR 135390.1) 0.063 0.002 0.01  0.010 0.005 

5. A. pseudoelegans (NR 135422.1) 0.076 0.04 0.05 0.04  0.009 

6. A. pulvericola (NR 135453.1) 0.063 0.01 0.02 0.01 0.03  

 

Caracterización macroscópica: Las colonias en agar A1, CZA y PDA presentaron una forma 

circular, con borde liso (Fig. 24A–C) y apariencia algodonosa. En Agar A1 presentó un diámetro 

de 1.6 mm/día, anverso blanco, con una pigmentación en tonos marrón a ligeramente oscuro, 

blancos y amarillos, sin seguir un patrón general (Fig. 24A); superficie lisa y consistencia 

algodonosa (Fig. 24A). Reverso amarillo, ligeramente marrón claro y de apariencia lisa (Fig. 

24B). En agar CZA (Fig. 24C–D) y en PDA (Fig. 24 E–F) presentó un diámetro de 3.3 mm/día 

y 5 mm/día respectivamente y la misma coloración antes mencionada.  

Micelio aéreo de color blanco, a medida que la colonia se desarrolla presenta esclerocios 

globosos inicialmente translúcido, posteriormente de color blanco, amarillo hasta marrón claro, 

cuando la colonia envejece estos tienden a conglomerarse dando la apariencia de Y en color 

marrón con la región central blanco-amarillo (Fig. 25A, D); micelio vegetativo filamentoso.  

En los medios de cultivos evaluados no se presentó esporulación, exudados, ni 

pigmentos solubles. 

Caracterización microscópica: Especie anamorfa, hifas filamentosas aseptadas. Conidióforo de 

tipo simple, con cabeza radiada biseriada (Fig. 25B, E–H) de 10–98.8 µm (n= 10, = 38.8 µm, 

σ= 29.5); presenta un estipe delgado (Fig. 25E, G, H); vesícula de tipo globosa (Fig. 25B, F) 

cuyo diámetro es de 16.3–25 µm (n= 10, = 21.3 µm, ES= 1.1), con métulas planas (3.6–6.4 µm 

(n= 10, = 4.8 µm, ES= 0.34)) y fiálides ampuliformes (Fig. 25C) (6.4–4.3 x 7.1–4.6 µm (n= 

10, = 5.8 x 5.8 µm, ES= 0.25)) (Fig. 25C), distribuidas alrededor de la periferia de la vesícula, 

micro conidios esféricos ubicados en la región apical de las fiálides.  

Crecimiento en tres temperaturas: Se evaluó el crecimiento de la cepa en CZA y salinidad de 

35 UPS y diferentes temperaturas (Fig. 26); la mayor tasa de crecimiento se obtuvo a 30°C 
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(µmax=  0.13 cm/día) la fase estacionaria es obtenida al segundo día posterior a la inoculación, 

exhibiendo un diámetro de 2.5 cm/día; a 25°C la tasa máxima de crecimiento (µmax) fue de 

0.07cm/día, a los siete días la cepa alcanzó una fase estacionaria con un diámetro de 5 cm/7 

días; a 28°C posterior a 15 días del inóculo, la colonia se mantiene en fase exponencial, con una 

µmax= 0.3 cm/día.  



Microorganismos cultivables presentes en Pericelis nazahui (Platyhelminthes: Polycladida) en la bahía de Puerto Ángel, Oaxaca, México 

 

63 

 

 

 

FIGURA 24. Aspergillus sp. 1 (cepa M2P3-H5) morfología macroscópica, cepa aislada de Pericelis 

nazahui No. 3 (organismo no lavado); colonias inoculadas en agar A1 (A–B), CZA (C–D) y PDA (E–
F); A–F. características macroscópicas de la colonia; A, C, E. anverso; B, D, F. reverso. 
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FIGURA 25. Aspergillus sp. 1 (cepa M2P3-H5) morfología microscópica de la colonia, cepa aislada 

de Pericelis nazahui No. 3 (organismo no lavado); colonias inoculadas en agar A1 (A–D), CZA (E–F) y 
PDA (G–H); A, D. características macroscópicas de la colonia, anverso, D. coloración del esclerocio; 

B–C, E–H. características microscópicas, tinción azul de lactofenol. Estructuras: cn= conidióforo, es= 

estipe, fi= fiálides, me= métulas, ve= vesícula.  
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FIGURA 26. Efecto de la temperatura en el crecimiento de Aspergillus sp. 1 (cepa M2P3-H5), evaluada 

en agar CZA durante 15 días. Los valores representan el periodo de crecimiento de la cepa durante el 
tiempo evaluado y el valor del coeficiente de determinación (R2). 

 

 

Dominio Eukarya Margulis & Chapman 2009 

Reino Fungi Whittaker, 1969 

Filo (División) Ascomycota Whittaker, 1959 

Orden Eurotiales G.W. Martin ex Benny & Kimbr., 1980 

Familia Trichocomaceae E. Fisch., 1897 

 

Género Penicillium Link, 1809 

 

Penicillium sp. 1 

Cepa M2P1-H4 

 

Caracterización molecular: Los resultados filogenéticos indicaron que la cepa M2P1-H4, 

molecularmente forma una agrupación consistente dentro del género Penicillium (Fig. 27). Este 

análisis se realizó con base en 602 pb alineadas de las secuencias del gen 28S rADN; el árbol 

filogenético fue construido con 48 secuencias, de ellas 45 secuencias de las especies de 
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Penicillium similares a la de la cepa de interés (identificados mediante el análisis BLAST con 

un 95% de similitud), la secuencia de la especie tipo Penicillium expansum y la secuencia de 

Trichoderma hunua determinada como grupo externo (Fig. 27). 

Con este análisis la cepa M2P1-H4 forma un nodo con un porcentaje de agrupación del 

67% con Penicillium sizovae y con un valor de distancia genética 28S rADN del 0.009 (σ= 

0.004) (Tabla 7). 
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FIGURA 27. Árbol filogenético obtenido con el análisis de Máxima Verosimilitud (Felsenstein 1993) 

que muestra la posición de la cepa M2P1-H4 dentro del género Penicillium y sus vecinos filogenéticos, 
basado en 602 pb de las secuencias de 28S rADN. Los valores de bootstrap de las ramas indican el 

porcentaje de árboles en los que los taxones asociados se agruparon (1,000 réplicas). Los números de 

acceso en el GenBank de la secuencia se indican entre paréntesis. La secuencia de Trichoderma hunua 

(NG 070576.1) se utilizó como grupo externo. 
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Tabla 7. Distancia genética por pares entre linajes de especies de Penicillium cercanas a la cepa M2P1-

H4 recalculadas con el modelo de Kimura–2 parámetros. El error estándar se muestra en letras negritas 

           Taxón 1 2 3 4 5 6 

1. Cepa M2P1-H4  0.006 0.006 0.006 0.006 0.004 

2. P. anatolicum (NG 069725.1) 0.022  0.006 0.000 0.000 0.005 

3. P. citrinum (NG 063989.1) 0.020 0.016  0.006 0.006 0.005 

4. P. euglaucum (NG 067394.1) 0.022 0.000 0.016  0.000 0.005 

5. P. katangense (NG 069729.1) 0.022 0.000 0.016 0.000  0.006 

6. P. sizovae (NG 064073.1) 0.009 0.013 0.013 0.013 0.013  

 

Caracterización macroscópica: En agar A1, la colonia de crecimiento presentó una forma 

circular, consistencia aterciopelada, de borde liso, entero, plana, con una protuberancia en la 

región central de la colonia (Fig. 28A) con un diámetro de 0.21 cm/día. Anverso con la región 

apical verde-azulado, región central blanca-grisácea y la periferia con un halo blanco (Figs. 28A, 

29A). Reverso marrón claro de apariencia lisa (Fig. 28B). En medio CZA se registró una 

coloración grisácea con una pigmentación ligera en verde olivo (Fig. 28C) y reverso de blanco 

a marrón claro, con un diámetro de 0.25 cm/día. En PDA, desarrolló una coloración verde-

azulado y el reverso marrón claro (Fig. 28E–F) y un diámetro de 0.3 cm/día. 

Micelio aéreo de coloración igual a la colonia (Fig. 29A) y micelio vegetativo 

filamentoso. En agar CZA y PDA se desarrolló un conidióforo monoverticilado (Fig. 29C, E). 

Caracterización microscópica: Especie anamorfa, hifas filamentosas septadas (Fig. 29B). 

Conidióforo de tipo complejo ramificado (Fig. 29B) (12.5–113.16 µm (n= 10, = 55.42 µm, 

ES= 0.4)), métulas (9–12 µm (n= 10, = 13.13 µm, ES= 0.5)) (Fig. 29C–E) y fiálides planas y 

alargadas (8.75–15 µm (n= 10, = 12.8 µm, ES= 0.7)) (Fig. 29C–E), estipe delgado (Fig. 29D–

E) y conidios esféricos de 1.25 µm de diámetro (Fig. 29B).  

Crecimiento en tres temperaturas: La cepa presentó diferencias en el crecimiento en medio 

CZA, a salinidad de 35 UPS y en diferentes temperaturas (Fig. 30); a una temperatura de 25°C 

presentó la mayor tasa de crecimiento (µmax= 0.04 cm/día) y diámetro (0.75 cm/día), la fase 

estacionaria fue alcanzada ocho días posterior a la inoculación; a 28°C se registró la menor tasa 

de crecimiento (µmax=0.02 cm/día) alcanzando la fase estacionaria después de 12 días del 

inóculo. 
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A 25ºC presentó exudados translúcidos, superficie con surcos radiales, una coloración 

grisácea en la región central y blanca en la periferia; a 30ºC se mantienen los surcos radiales, la 

coloración central es verde-grisácea y la periferia de color blanco y 28ºC carece de surcos 

radiales, región central blanca-grisácea y la periferia con un halo blanco; en estas dos últimas 

temperaturas no se observaron exudados, ni pigmentos solubles. 
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FIGURA 28. Penicillium sp. 1 (cepa M2P1-H4) morfología macroscópica, cepa aislada de Pericelis 

nazahui No. 1 (organismo lavado), colonias inoculadas en agar A1 (A–B), CZA (C–D) y PDA (E–F) 

donde se muestra el anverso (A, C, E) y reverso (B, D, F) de la colonia. 
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FIGURA 29. Penicillium sp. 1 (cepa M2P1-H4) morfología microscópica y macroscópica de la cepa 

aislada de Pericelis nazahui No. 1 (organismo lavado); colonias inoculadas en agar A1 (A–B, D), CZA 

(C) y PDA (E); A. características macroscópicas de la colonia, anverso; B–E. características 
microscópicas, tinción azul de lactofenol. Estructuras: co= conidio, cn= conidióforo, es= estipe, fi= 

fiálides, hi= hifa, mc= micro-conidios, me= métulas. 
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FIGURA 30. Efecto de la temperatura en el crecimiento de Penicillium sp. 1 (cepa M2P1-H4), evaluada 

en agar CZA durante 15 días. Los valores representan el periodo de crecimiento de la cepa durante el 

tiempo evaluado y el valor del coeficiente de determinación (R2). 

 

 

 

 

Penicillium sp. 2 

Cepa M2P3-H7 

 

Caracterización macroscópica: La morfología de las colonias en agar A1, CZA y PDA fue 

circular, de borde liso, plana con una protuberancia en la región central de la colonia (Fig. 31A, 

C, D). En agar A1 presentó un diámetro de 0.13 cm/día y anverso con la región apical verde-

grisácea, región central blanca-grisácea y la periferia con un halo blanco (Fig. 32A); de 

superficie lisa y consistencia aterciopelada (Fig. 32A). Reverso marrón claro, de apariencia lisa 

(Fig. 31B, D, F). En agar CZA y PDA presentó un diámetro de 0.27 cm/día y la misma 

coloración descrita anteriormente.  

Micelio aéreo de coloración igual a la colonia, micelio vegetativo filamentoso.  
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Caracterización microscópica: Especie anamorfa, hifas filamentosas septadas; micro-conidios 

esféricos. Conidióforo de tipo monoverticilado (Fig. 32B–D) (12.5–110 µm (n= 10, = 55 µm, 

ES= 9)), con conidios esféricos (12.5 µm (n= 10, = 1.25 µm, ES= 0.3)), fiálides (8.75–15 µm 

(n= 10, = 12.8 µm, ES= 0.8)) y métulas planas y largas (11.25–15 µm (n= 10, = 13.13 µm, 

ES= 0.5)), con estipe delgado y alargado (Fig. 32B). 

Crecimiento en tres temperaturas: La cepa presentó diferencias en su crecimiento a diferentes 

temperaturas y salinidad de 35 UPS (Fig. 33); exhibe la mayor tasa de crecimiento (µmax=0.04 

cm/día) y diámetro (0.83 cm/día) a 25°C, alcanza una fase estacionaria a los siete días posterior 

a la inoculación; a 28 y 30°C obtiene la menor tasa de crecimiento (µmax= 0.02 cm/día) y se 

mantiene en la fase exponencial de crecimiento. 

A una temperatura de 25ºC presenta una superficie con surcos radiales, una coloración 

marrón claro en la región central y blanca en la periferia; a 30ºC se mantienen los surcos radiales, 

la coloración central es verde-grisácea tenue, la periferia de color blanco y a 28ºC carece de 

surcos radiales, la región central es verde-grisácea y la periferia con un halo blanco. No presenta 

esporulación, exudados, ni pigmentos solubles. 
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FIGURA 31. Penicillium sp. 2 (cepa M2P3-H7) morfología macroscópica, cepa aislada de Pericelis 

nazahui No. 3 (organismo no lavado); colonias inoculadas en agar A1 (A–B), CZA (C–D) y PDA (E–F) 
donde se muestra el anverso (A, C, E) y reverso (B, D, F) de la colonia. 
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FIGURA 32. Penicillium sp. 2 (cepa M2P3-H7) morfología microscópica, cepa aislada de Pericelis 

nazahui No. 3 (organismo no lavado); colonias inoculadas en agar A1 (A–B), CZA (C) y PDA (D); A. 
características macroscópicas de la colonia, anverso; B–D. características microscópicas, tinción azul de 

lactofenol. Estructuras: cn= conidióforo, es= estipe, hi= hifa, mc= micro-conidios. 
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FIGURA 33. Efecto de la temperatura en el crecimiento de Penicillium sp. 2 (cepa M2P3-H7), evaluada 

en agar CZA durante 15 días. Los valores representan el periodo de crecimiento de la cepa durante el 

tiempo evaluado y el valor del coeficiente de determinación (R2). 

 

 

Dominio Eukarya Margulis & Chapman 2009 

Reino Fungi Whittaker, 1969 

Filo (División) Ascomycota Whittaker, 1959 

Orden Hypocreales Lindau, 1897 

Familia Cordycipitaceae Kreisel ex GH Sung, JM Sung, Hywel-Jones & Spatafora, 2007 

 

Género Simplicillium Zare & Gams, 2001 

 

 

 

Simplicillium spp. 

Cepa AMP2-H1, M2P3-H6 
 

Caracterización molecular: Este análisis se realizó con base en 618 pb alineadas de las 

secuencias del gen 28S rADN; el árbol filogenético fue construido con 16 secuencias, de ellas 

12 secuencias de las especies de Simplicillium similares a dos secuencias de interés aisladas en 

este estudio (identificados mediante el análisis BLAST con un 90% de similitud), la secuencia 
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de la especie tipo Simplicillium lanosoniveum y la secuencia de Huntiella moniliformis 

determinada como grupo externo (Fig. 34). 

Las cepas AMP2-H1 y M2P3-H6 forman un nodo interno con un porcentaje de 

agrupación del 91%, ambas cepas forman una agrupación (90%) con Simplicillium 

sympodiophorum, con un valor de distancia genética 28S rADN de 0.016 (σ=0.006) y 0.004 

(σ=0.003), respectivamente (Tabla 8). 

 

FIGURA 34. Árbol filogenético obtenido con el análisis de Máxima Verosimilitud (Felsenstein 1993) 

que muestra la posición de las cepas AMP2-H1 y M2P3-H6 dentro del género Simplicillium entre sus 

vecinos filogenéticos, basado en 618 pb de las secuencias de 28S rADN. Los valores de bootstrap de las 

ramas indican el porcentaje de árboles en los que los taxones asociados se agruparon (1,000 réplicas). 
Los números de acceso en el GenBank de la secuencia se indican entre paréntesis. La secuencia de 

Huntiella moniliformis (EU984305.1) se utilizó como grupo externo. 
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Tabla 8. Distancia genética por pares entre linajes de especies de Simplicillium cercanas a la cepa 

AMP2–H1 y cepa M2P3–H6, recalculadas con el modelo de Kimura–2 Parámetros. El error estándar se 

muestra en letras negritas 

Taxón 1 2 3 4 5 

1. Cepa AMP2–H1  0.005 0.008 0.007 0.006 

2. Cepa M2P3–H6 0.012  0.006 0.005 0.003 

3. S. calcicola (KU746751.1) 0.031 0.018  0.003 0.005 

3. S. lamellicola (NG_042381.1) 0.026 0.014 0.004  0.004 

4. S. sympodiophorum (NG 068548.1) 0.016 0.004 0.014 0.010  

 

 

Simplicillium sp. 1 

Cepa AMP2-H1 

 

Caracterización macroscópica: La morfología de las colonias en agar AM, A1, CZA y PDA, 

presentó una forma circular, región central convexa, borde entero (Fig. 35A). En agar AM 

presentó un diámetro de 0.1 cm/día y una anverso blanco, superficie lisa y consistencia 

algodonosa (Fig. 35A). Reverso de apariencia costrosa; región central de color blanco, seguido 

por un gradiente de coloración hacia la periferia (Fig. 35B) en tonos de color marrón oscuro, 

marrón claro y blanco. En agar A1, presentó un diámetro de 0.16 cm/día, en CZA (Fig. 35D–E) 

de 0.06 cm/día y en PDA (Fig. 35G–H) es de 0.08 cm/día; en todos los medios de cultivo 

presentó la misma morfología macro y microscópica, color y consistencia antes mencionada, la 

cual no cambia con la edad de cultivo.  

Micelio aéreo de color blanco, liso y filamentoso; micelio vegetativo de crecimiento 

rizoide de color marrón claro. No presenta exudados, ni pigmentos solubles. 

Caracterización microscópica: Especie anamorfa, hifas filamentosas no septada y conidios 

esféricos (Fig. 35C, F, I); no se observaron los conidióforos.  

Crecimiento en tres temperaturas: La cepa alcanzó un crecimiento máximo a 28°C con un valor 

de µmax= 0.026 cm/día; a 25 y 30°C obtiene una µmax= 0.016 cm/día; la fase de aclimatación de 

la cepa dura sólo un día e inmediatamente continúa con la fase exponencial la cual se mantiene 

pasado los 15 días de observación (Fig. 36). No presenta esporulación, exudados ni pigmentos 

solubles en ninguno de los medios de cultivos, ni en las temperaturas evaluadas.  
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FIGURA 35. Simplicillium sp. 1 (cepa AMP2-H1) morfología macroscópica y microscópica, cepa 

aislada de Pericelis nazahui No. 2 (organismo lavado); colonias inoculadas en agar AM (A–C), CZA 
(D–F) y PDA (G–I); A–B, D–C, G–H. características macroscópicas de la colonia; A, D, G. anverso; B, 

C, H. reverso; C, F, I. características microscópicas, tinción azul de lactofenol. Estructuras: hi=hifa, 

mc=micro-conidios. 
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FIGURA 36. Efecto de la temperatura en el crecimiento de Simplicillium sp. 1 (cepa AMP2-H1), 
evaluada en agar CZA durante 15 días. Los valores representan el periodo de crecimiento de la cepa 

durante el tiempo evaluado y el valor del coeficiente de determinación (R2). 

 

 

Simplicillium sp. 2 

Cepa M2P3-H6 

 

Caracterización macroscópica: En agar A1, CZA y PDA, la colonia presentó una morfología 

uniforme y forma circular, región central convexa, de borde entero (Fig. 37A). A1 presenta un 

diámetro de 0.17 cm/día, anverso blanco, de superficie lisa y consistencia algodonosa (Fig. 37A, 

D, G), reverso con la región central de color blanco de consistencia costrosa, seguido por un 

gradiente de coloración hacia la periferia marrón oscuro, marrón claro y blanco (Fig. 37B, E, 

H). En agar CZA y PDA presenta un diámetro de 0.08 cm/día y 0.16 cm/día respectivamente. 

Conserva la misma coloración y no presenta esporulación, exudados ni pigmentos solubles. 

Micelio aéreo de color blanco, liso y filamentoso; micelio vegetativo de crecimiento 

rizoide de color marrón claro.  
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Caracterización microscópica: Especie teloforma (agar A1), hifas filamentosas aseptadas, 

conidios esféricos (Fig. 37C, F, I) y escasa presencia de basidiósporas (Fig. 37C); no se 

observaron los conidióforos. En agar CZA y PDA (Fig. 37F, I), se desarrolla como una especie 

anamorfa, carece de basidiósporas. 

Crecimiento en tres temperaturas: Presenta diferencias en el crecimiento a diferentes 

temperaturas y salinidad de 35 UPS. La cepa alcanzó un crecimiento máximo (µmax= 0.02 

cm/día) a 25°C, la fase exponencial sobrepasa los 15 días de inoculación; la menor tasa de 

crecimiento (µmax= 0.01 cm/día) la obtiene a 30°C, alcanzando la fase estacionaria a los 10 días 

(Fig. 38). La morfología y coloración de la cepa se mantienen en las temperaturas evaluadas. 
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FIGURA 37. Simplicillium sp. 2 (cepa M2P3-H6) morfología macroscópica y microscópica, cepa 

aislada de Pericelis nazahui No. 3 (organismo no lavado); colonias inoculadas en agar A1 (A–C), CZA 

(D–F) y PDA (G–I) donde se muestra el anverso (A, D, G) y reverso (B, E, F) de la colonia. I. 
características microscópicas, tinción azul de lactofenol. Estructuras: ba= basidiósporas, hi= hifa, mc= 

micro-conidios.  
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FIGURA 38. Efecto de la temperatura en el crecimiento de Simplicillium sp. 2 (cepa M2P3-H6), 

evaluada en agar CZA durante 15 días. Los valores representan el periodo de crecimiento de la cepa 

durante el tiempo evaluado y el valor del coeficiente de determinación (R2). 
 

 

 

Dominio Eukarya Margulis & Chapman 2009 

Reino Fungi Whittaker, 1969 

Filo (División) Ascomycota Whittaker, 1959 

 

Orden Xylariales Nannf., 1932 

Xylariales sp. 1 

Cepa M2P2-H2 

 

Caracterización molecular: Este análisis se realizó con base en 607 pb alineadas de las 

secuencias del gen 28S rADN; el árbol filogenético fue construido con 34 secuencias, de ellas 

32 secuencias de miembros del orden Xylariales, similares a la secuencia de la cepa de interés 

identificadas mediante el análisis BLAST (con un porcentaje de similitud del 92%) y la 

secuencia de Penicillium expansum determinada como grupo externo (Fig. 39). 
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La cepa M2P2-H2 forma un nodo interno con un porcentaje de agrupación del 81% con 

Atrotorquata spartii con un valor de distancia genética 28S rADN de 0.025 (σ= 0.006) (Tabla 

9).  
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FIGURA 39. Árbol filogenético obtenido con el análisis de Máxima Verosimilitud (Felsenstein 1993) 

que muestra la posición de la cepa M2P2–H2 dentro del orden Xylariales y sus vecinos filogenéticos, 
basado en 607 pb de las secuencias de 28S rADN. Los valores de bootstrap de las ramas indican el 

porcentaje de árboles en los que los taxones asociados se agruparon (1,000 réplicas). Los números de 

acceso en el GenBank de la secuencia se indican entre paréntesis. La secuencia de Penicillium expansum 
(NG 069649.1) se utilizó como grupo externo. 
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Tabla 9. Distancia genética por pares entre linajes de especies del orden Xylariales cercanas a la cepa 

M2P2–H2 recalculadas con el modelo de Kimura–2 Parámetros. El error estándar se muestra en letras 

negritas 

Taxón 1 2 3 4 

1. Cepa M2P2–H2  0.007 0.006 0.012 

2. Ascotricha lusitanica (NG 064275.1) 0.034  0.007 0.012 

3. Atrotorquata spartii (NG 057064.1) 0.025 0.030  0.012 

4. Dicyma funiculosa (NG 064119.1) 0.083 0.084 0.008  

 

Caracterización macroscópica: En agar A1, CZA y PDA, la colonia presenta una forma 

irregular, bordes festoneados o irregulares, elevación crateriforme (Fig. 40A, C, E), superficie 

rugosa, granular y de consistencia aterciopelada (Figs. 40A, 41A). En agar A1 presentó un 

diámetro de 0.16 cm/día, anverso con la región central en tonos marrón claro a grisácea y con 

un tono más claro hacia la periferia de la colonia (Fig. 40A, C, E). Reverso marrón claro a 

grisáceo de consistencia lisa (Fig. 40B, D, F). En CZA obtiene un diámetro de 0.1 cm/día, en 

este agar presentó un anverso marrón claro con una ligera pigmentación blanca en la región 

central (Fig. 40C–D) y consistencia membranosa; mientras que en PDA la colonia obtiene el 

menor desarrollo (0.08 cm/día) y un anverso grisáceo (Fig. 40F).  

Micelio aéreo de color grisáceo oscuro en la región central y ligeramente claro en la 

periferia (Fig. 40A, E); micelio vegetativo filamentoso. 

Caracterización microscópica: especie anamorfa, hifas filamentosas (Fig. 41F) y septadas. 

Conidióforos complejos (Fig. 41B–C) con vesículas terminales, sostenidas por un estipe delgado 

y septado (Fig. 41B, D, F, H), llegan a medir 0.28 µm de largo. Presentan macro-conidios 

fusiformes (Agar CZA) (Fig. 41G) que miden 0.09 µm de largo y clamidosporas esféricas (Fig. 

41I). 

Crecimiento en tres temperaturas: La mayor tasa de crecimiento (µmax= 0.02 cm/día) se 

presentó a 28°C, alcanzando un diámetro de 0.29 cm/día, la cepa se mantuvo en una fase 

exponencial de crecimiento; a 30°C la cepa alcanzó una fase estacionaria a los 14 días de la 

inoculación obteniendo una µmax= 0.006 cm/día y un diámetro de 0.1 cm/día (Fig. 42). No 

presentó desarrolló a 25°C. La morfología y coloración de la cepa se mantienen en las 

temperaturas evaluadas. No presentó exudados, ni pigmentos solubles. 
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FIGURA 40. Xylariales sp. 1 (cepa M2P2-H2) morfología macroscópica, cepa aislada de Pericelis 

nazahui No. 2 (organismo lavado); colonias inoculadas en agar A1 (A–B), CZA (C–D) y PDA (E–F) 
donde se muestra el anverso (A, C, E) y reverso (B, D, F) de la colonia. 
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FIGURA 41. Xylariales sp. 1 (cepa M2P2-H2) morfología microscópica, cepa aislada de Pericelis 

nazahui No. 2 (organismo lavado); colonias inoculadas en agar A1 (A–E), CZA (F–G) y PDA (H–I); A, 

E. características macroscópicas de la colonia, anverso; B–D, F–G, H–I. características microscópicas, 

tinción azul de lactofenol. Estructuras: ch=clamidospora, cn= conidióforo, es= estipe, hi= hifa, ma= 

macro-conidio, se= septos, vt= vesícula terminal.  
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FIGURA 42. Efecto de la temperatura en el crecimiento de Xylariales sp. 1 (cepa M2P2-H2), 
evaluada en agar CZA durante 15 días. Los valores representan el periodo de crecimiento de la cepa 

durante el tiempo evaluado y el valor del coeficiente de determinación (R2). 

 

 

9. Discusiones  

9.1. Identificación molecular y caracterización morfológica de los microorganismos 

aislados 

Dentro de las ciencias marinas, las investigaciones enfocadas a comprender el microbioma de 

los animales marinos se encuentran en constante crecimiento, y se han centrado en la 

identificación de los miembros “consistentes o centrales” del microbioma; para ello, se han 

empleado métodos tradicionales (aislamiento en medios de cultivos sólidos, líquidos, etc.) o 

herramientas novedosas (métodos moleculares) (Appril 2017), cuyo objetivo es la obtención de 

información sobre el papel del microbioma en la salud, fisiología, ecología y el comportamiento 

del hospedero. 

Para conocer la microbiota presente en el policládido Pericelis nazahui se emplearon 

métodos moleculares y tradicionales; que consistieron en el aislamiento y caracterización de los 

microorganismos en medios de cultivos sólidos y la identificación de las jerarquías taxonómicas 
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a partir de la herramienta molecular, basados en los genes 16S ADN para los microorganismos 

bacterianos y el gen 28S ADN y la región del ITS para los organismos fúngicos. Con base en 

un orden sistemático las cepas aisladas en este estudio fueron determinadas molecularmente 

dentro de los géneros bacterianos Streptomyces, Nocardiopsis y Paracoccus, y los géneros 

fúngicos Cladosporium, Aspergillus, Penicillium, Simplicillium y una cepa dentro del orden 

Xylariales. 

Las cepas aisladas se establecieron como especies no descritas, ya que en las 

construcciones de las relaciones filogenéticas los porcentajes de similitud se encuentran por 

debajo del umbral propuesto para la determinación de las especies bacterianas (>98.5 %, gen 

16S rADN) (Stackebrandt & Ebers 2006, Labeda et al. 2012) y fúngicas (> 97%, de la región 

del ITS y del gen 28S rADN) (Kwiatkowski et al. 2012, Vu et al. 2019). A partir de los 

caracteres morfológicos disponibles se realizaron las comparaciones de las cepas aisladas con 

las especies afines molecularmente; aunque las características morfológicas son cruciales para 

la identificación de las especies microbianas (Samson et al. 2014b, Visagie et al. 2014a,b), estas 

no permitieron la delimitación y/o establecimiento específico de las cepas aisladas en este 

estudio con respecto a las especies previamente descritas, ya que fueron similares (morfología 

celular, morfología del conidióforo, pigmentación del micelio aéreo, etc.) o estuvieron 

influenciadas por las condiciones de cultivo (composición del medio, pH, temperatura, etc.), por 

ello, se sugiere un análisis polifásico (morfología, análisis moleculares, perfiles de compuestos 

extracelulares, etc.) para la determinación específica de los taxones presentes en Pericelis 

nazahui. 

 

Género Streptomyces  

Las actinobacterias constituyen uno de los grupos bacterianos con mayor diversidad; existen 

morfologías desde cocoide (Micrococcus) o rodo-cocoide (Arthrobacter) hasta hifas 

fragmentadas (Nocardia) o micelio altamente diferenciado (Streptomyces) (Yadav et al. 2018). 

La familia Streptomycetaceae fue establecida por Waksman & Henrici (1943) para clasificar a 

los actinomicetos grampositivos que desarrollan un micelio altamente ramificado; actualmente 

cuenta con cuatro géneros válidos: Allostreptomyces, Kitasatospora, Streptocidiphilus y 
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Streptomyces, quienes son diferenciados a partir de características quimiotaxonómicas (e. g., 

componentes de la pared celular) y mediante el análisis filogenético basado en las secuencias 

del gen 16S ADN (Huang et al. 2017, Takahashi 2017).  

La familia Streptomycetaceae es considerada como el grupo de actinobacterias más 

diversificado y ampliamente distribuidos en todos los ambientes (acuáticos salobres, marinos, 

aéreos y terrestres) (Mahasneh et al. 2011), habitando de forma libre o estableciendo 

asociaciones que resultan particularmente interesantes y están vinculadas muchas veces a la 

producción de metabolitos secundarios por parte de las bacterias participantes (Seipke et al. 

2012), con aplicaciones en la agricultura, biotecnología y medicina (Espinosa-Barrera et al. 

2021). 

En el análisis BLAST las cepas M2P2–B1 y M2P2–B2 presentaron un porcentaje de 

identidad del 98.78% con Streptomyces hyderabadensis y la cepa M2P2–B3 obtuvo un 97.51% 

de identidad con S. daliensis; ambas especies fueron aisladas a partir de muestras de suelo, en 

la región de Hyderabad, Andhra Pradesh, al sur de la India (Reddy et al. 2011) y en la región 

sur de Dali, Yunnan, China (Xu et al. 2006), respectivamente. 

En la construcción de las relaciones filogenéticas, M2P2–B1 y M2P2–B2 están 

estrechamente relacionadas (57%), mientras que M2P2–B3 formó una agrupación (88%) con 

Streptomyces daliensis; de acuerdo a Tindall et al. (2010), el valor de homología menor al 97% 

entre las secuencias de la cepa aislada y la secuencia de la especie tipo no permite asignar a las 

cepas como miembro de una especie; por ello, y debido al bajo valor de homología (57% y 88%) 

las cepas aisladas fueron determinadas como Streptomyces sp. 1 (M2P2–B1), Streptomyces sp. 

2 (M2P2–B2) y Streptomyces sp. 3 (M2P2–B3).  

En el género Streptomyces, los rasgos morfológicos y pigmentales de las colonias son 

considerados aspectos diferenciales para la delimitación de las especies de estreptomicetos 

relacionadas filogenéticamente (Labeda & Lyons 1991, Manfio et al. 2003, Xu et al. 2006); se 

ha descrito el crecimiento a 28°C y las características morfológicas de las cepas de Streptomyces 

daliensis en medios cultivo diferentes (triptona y extracto de levadura, agar de malta de 

levadura, agar de avena, agar inorgánico de almidón y sal, base de agar de glicerol asparagina y 

en agar triptona-soya) (Xu et al. 2006) a los utilizados en el presente estudio (medio M2 y A1), 
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por lo anterior, no fue posible una comparación morfológica; sin embargo, se hace mención de 

las características más relevantes. La cepa de Streptomyces sp. 3 es una colonia puntiforme, con 

elevación papilada, de color amarilla a ligeramente clara, mientras que Streptomyces daliensis, 

en los medios antes indicados, presenta una coloración blanca a amarillo claro (Xu et al. 2006). 

 

Género Nocardiopsis 

El género Nocardiopsis pertenece al orden Mycobacteriales y a la familia Nocardiaceae, fue 

establecido por Meyer en 1976, actualmente se compone de 46 especies válidas (Parte et al. 

2020), sobre la base de estudios quimiotaxonómicos (Rainey et al. 1996), numéricos y genéticos 

(Grund & Kroppenstedt 1990, Beau et al. 1999). Son actinomicetos aerobios, grampositivos, 

con micelio de sustrato nocardioformo y micelio aéreo con largas cadenas de esporas (Bennur 

et al. 2015). 

Rainey et al. (1996) mencionaron que las relaciones basadas en las comparaciones de 

las secuencias del gen 16S ADN de las especies de Nocardiopsis, han demostrado que el género 

es un taxón filogenéticamente poco profundo, exhibiendo niveles de similitud entre el 97.8 y el 

99.7 %; por lo que sugieren que la definición a nivel especifico debe ser investigada a través de 

un análisis de hibridación ADN-ADN, lo cual permite la detección de las relaciones a nivel de 

cepa y especie dentro de este género particular de actinomicetos (Fischer et al. 1983). 

En el análisis BLAST la cepa M2P3–B5 presentó un porcentaje de identidad del 99.29% 

con Nocardiopsis dassonvillei, neotipo aislado de muestras de suelo, en París, Francia (sensu 

Sun et al. 2010); sin embargo, en la construcción de las relaciones filogenéticas, por el bajo 

valor de homología (62%) (Tindall et al. 2010), entre las secuencias del presente estudio y la 

secuencia de la especie tipo, la cepa fue determinada como Nocardiopsis sp. 1.  

Para Nocardiopsis dassonvillei se han descrito algunos rasgos morfológicos y 

pigmentales empleando diversos medios de cultivos (agar de avena, agar extracto de malta y 

levadura, agar inorgánico de almidón y sal, agar Löwenstein-Jensen, agar MacConkey, Bennett 

y Czapek) (Meyer 1976, Shivaprakash et al. 2012) diferentes a los utilizados en el presente 

estudio (medio M2 y A1), por lo que sólo se mencionan las características morfológicas. La 

cepa Nocardiopsis sp. 1 es una colonia de apariencia polvosa, blanca con tonos grises y púrpuras 
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muy tenues, de borde ligeramente ondulado; mientras que Nocardiopsis dassonvillei, en los 

medios antes indicados, se desarrolla como una colonia de color blanco, marrón amarillento o 

verde oliva, de aspecto seco y arrugada (Meyer 1976, Shivaprakash et al. 2012). 

 

Género Paracoccus 

La familia Rhodobacteraceae comprende alrededor de 90 géneros distribuidos en cinco grupos 

filogenéticos (Amaricoccus, Paracoccus, Rhodobacter, Rhodovulum, Roseobacter y Stappia). 

Paracoccus es un género de bacterias gramnegativa descritas en forma de coccoides, 

cocobacilos o varillas cortas (Pujalte et al. 2014). Actualmente se reconocen 75 especies válidas 

(Parte et al. 2020).  

 Se ha considerado que los estudios de clasificación taxonómica y filogenéticos 

sustentados en el gen 16S ADN establecen un umbral >98. 7 % para la definición de especies 

(Tindall et al. 2010), criterio que deben de ir siempre acompañado por una propiedad fenotípica 

discriminante (Yarza et al. 2014). Por su parte, Puri et al. (2021) señalaron que el género 

Paracoccus muestra una amplia gama de valores de similitud en este gen, el más bajo ha sido 

91.19%, por lo cual estos autores han sugerido el uso de análisis de distancia métrica del 

genoma, así como la hibridación de ADN-ADN, etc., como caracteres definitorios a nivel de 

especie. 

La cepa M2P2–B4 presentó un porcentaje de identidad del 98.15% con Paracoccus 

aerius (análisis BLAST), especie descrita a partir de muestras aisladas del aire en campo abierto, 

a 1.5 m del nivel del suelo en la montaña Xiangshan, Beijing, China (Xue et al. 2017); sin 

embargo, en la construcción de las relaciones filogenéticas, por el bajo valor de homología 

(75%), la cepa fue determinada como Paracoccus sp. 1.  

Los rasgos pigmentales y morfológicos de las cepas de Paracoccus aerius, se han 

descrito en agar soja triptona (TSA) incubadas a 30°C; en este medio las colonias son circulares, 

convexas, lisas y de color naranja (Xue et al. 2017); en el presente estudio se emplearon los 

medios M2 y A1, por ello, las características no son comparables; no obstante, Paracoccus sp. 

1 se desarrolló como una colonia de una superficie plana, lisa y de color marrón claro. 
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Género Cladosporium  

Los miembros del género Cladosporium pertenecen a la familia Cladosporiaceae y se 

caracterizan por su morfo asexual; dada su amplia gama de sustratos de ambientes de interiores 

(e.g., casas), exteriores (e.g., suelos) o extremos (e.g., ventilas hidrotermales, plantas nucleares) 

son considerados organismos ubicuos, así como saprofitos, endófitos, parásitos o hiperparásitos 

de otros hongos, plantas y animales (incluido el hombre); ciertas especies muestran la capacidad 

de producir compuestos de interés médico o son relevantes como posibles agentes de control 

biológico para enfermedades de las plantas; se han asignado ~ 993 nombres a Cladosporium s. 

lat.  (Bensch et al. 2012) y actualmente la delimitación de las especies se han basado en tres 

marcadores genéticos (el ITS, los fragmentos parciales de actina (act) y los genes del factor de 

elongación de traducción 1-α (tef1)) (Iturrieta-González et al. 2021). 

En el análisis BLAST, la secuencia de la cepa M2P1–H3 presentó un porcentaje de 

identidad del 98.44% con ocho especies fúngicas del género Cladosporium (C. 

angustiterminale, C. chubutense, C. colocasiae, C. funiculosum, C. ipereniae, C. 

montecillanum, C. pini-ponderosae y C. pseudochalastosporoides) que se agrupan en el 

complejo Cladosporium cladosporioides (Sandoval-Denis et al. 2016) (Tabla X), grupo que 

incluye especies saprofitas, cosmopolitas e invasoras secundarias en partes necróticas de plantas 

(Bensch et al. 2010), caracterizadas por presentar conidios lisos o escasamente verrugosos 

(Schuber et al. 2007); aunque, en la construcción de las relaciones filogenéticas (57%) y la 

distancia genética del ITS (0.172, σ= 0.022), la cepa se encuentra relacionada con Cladosporium 

colocasiae, una de las ocho especies obtenidas en el análisis BLAST; aislada de la planta 

Colocasia esculenta en Taiwán (Bensch et al. 2012).  

Kwiatkowski et al. (2012) y Vu et al. (2019) consideraron, para la definición de especies 

mediante el uso del marcador molecular ITS, un valor de similitud >97%; dado el bajo valor de 

homología (57%) entre la secuencia de este estudio y la secuencia tipo de la especie, la cepa se 

determinó como Cladosporium sp. 1. 

Los rasgos morfológicos microscópicos de estas ocho especies antes mencionadas han 

sido descritos en agar sintético pobre en nutrientes (SNA), mientras que las características del 

cultivo (coloración) fueron descritos a partir de las colonias inoculadas en PDA (Bensch et al. 
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2012, 2015, Schubert et al. 2009); por su parte Vásquez-López et al. (2018) describieron la 

morfología microscópica (conidio, conidióforos) de una cepa de Cladosporium colocasiae en 

PDA, lo cual permitió la comparación de estas características con Cladosporium sp. 1; pese a 

ello, la comparación morfológica no proporcionó una delimitación clara a nivel especifico de 

estos taxones, ya que, Cladosporium sp. 1 inoculado en PDA presentó un escaso desarrollo en 

los conidióforos y conidios, aunado a que macroscópicamente las especies del complejo 

Cladosporium cladosporioides y Cladosporium sp. 1 presentan una coloración similar (Tabla 

10) que van en tonos grises a oliváceo con el margen blanco y el reverso en tonos grisáceos a 

negros.  

El holotipo de Cladosporium colocasiae se ha aislado de Colocasia esculenta, en Taiwán 

(Bensch et al. 2012); esta especie de hongo ha sido registrada en la República Dominica, Puerto 

Rico, Etiopía, Japón, Fiji (Bensch et al. 2012) y en San Juan Bautista Tuxtepec, Oaxaca, México 

(Vásquez-López et al. 2018), todas aisladas del mismo hospedero, Colocasia esculenta, planta 

distribuida en Europa, África, Asía, Australasia y en América (Bensch et al. 2012).  

 

 

Tabla 10. Caracteres morfológicos diferenciales de Cladosporium sp. 1 (cepa M2P1-H3) y las especies 

genéticas más cercanas; cepas inoculadas en agar PDA 

Taxón Referencia 
Localidad 

/Sustrato 

Colonia  

Coloración 
Diámetro 

Morfología del 

conidióforo y 

conidio  
Anverso Reverso 

Cepa M2P1-H3 Este estudio 

Puerto Ángel 
Oaxaca/ 
Pericelis 
nazahui 

Azul-
grisáceo, 

halo  
blanco 

marginal  

Negro, halo 
blanco 

periférico  

4.1 cm/14 
días 

Conidióforos 
cilíndricos y 

conidios esféricos 
de color marrón 

claro, escasamente 

desarrollados  

C. angustiterminale 
Bensch et al. 

(2015) 

Australia/ 
árbol Banksia 

grandis 

Gris 
oliváceo-
pálido, 

margen gri 
o blanco 

Negro 

oliváceo  

 
4.6-6.4 

cm/14 
días 

-- 

C. chubutense 
Schubert et al. 

(2009) 

Languineo, 

Chubut, 
Argentina/ 
pino Pinus 
ponderosa 

Verde/gris 
oscuro, 
margen 
blanco 

Gris  
5-6 cm/30 

días 
- 

C. colocasiae 

Bensch et al. 
(2012), 

Vásquez-

López et al. 
(2018) 

Taiwán/ 
Planta 

Colocasia 
esculenta 

Gris-
oliváceo o 

verde 

opaco, 
margen 

Negro-
oliváceo  

 
5.6-7.6 
cm/14 
días 

Conidióforos (650 
μm) solitarios, 

cilíndricos-

oblongos, 
nodulosos de color 
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Taxón Referencia 
Localidad 

/Sustrato 

Colonia  

Coloración 
Diámetro 

Morfología del 

conidióforo y 

conidio  
Anverso Reverso 

estrecho 
blanco 

marrón oliváceo y 
conidios (9-18 × 5-
8 μm) en cadenas 

ramificadas 

elipsoidales a 
cilíndricas lisas, 

aseptadas o de 1-2 
septos (Vásquez-
López et al. 2018) 

C. funiculosum 
Bensch et al. 

(2015) 

Japón/Planta 
Vigna 

umbellata 

Gris/negro, 
margen 
blanco-

oliváceo 

Gris 
verdoso a 

negro  

6.5-7.8 
cm/14 
días 

- 

C. ipereniae 
Bensch et al. 

(2015) 

La Serrana, 
Chile/ 

planta del 
género Puya 

Gris-negro 
oliváceo, 
margen 
blanco 

Negro 
oliváceo  

1-4.4 
cm/14 

días 

- 

C. montecillanum 
Bensch et al. 

(2015) 

Montecillo, 
Texcoco, 

México/ 
holotipo 

aislado de 
Taraxacum 

sp., asociado 
al pino del 

género Pinus. 

Gris-

oliváceo a 
negro, 

márgenes 
gris-

oliváceo o 
blanco 

Negro-
oliváceo 

6.5- 7.7 
cm/14 
días 

- 

C. pini-ponderosae 
Schubert et al. 

(2009) 

Languineo, 
Chubut, 

Argentina/ 
Pinus 

ponderosa 

Gris-
oliváceo, 
margen 
blanco 

Gris a 
oliváceo  

6.5.7.3 
cm/ 30 

días 
-- 

C. 

pseudochalastosporoides 

Bensch et al. 
(2015) 

México, en 
Pinus 

Gris-negro 
margen 
blanco  

Negro-
oliváceo 

4.5-5.2 
cm/14 
días 

- 

 

Género Aspergillus  

El género fue descrito por primera vez en 1729 por P. A. Micheli, quien comprobó que la cabeza 

conidial de este hongo se parecía a un "aspergillum" (instrumento utilizado para dispersar agua 

bendita). Es un hongo filamentoso hialino ubicuo, que se encuentran comúnmente en el aire, 

suelo, cuerpos de agua dulce, salada, en la vegetación en descomposición, las semillas y granos, 

donde prosperan como saprófitos; la taxonomía polifásica ha tenido un gran impacto en los 

conceptos de especies del género Aspergillus, misma que ha permitido que este se encuentre 

subdividido en 23 secciones: Aspergillus, Bispori, Candidi, Cervini, Circumdati, Clavati, 
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Cremei, Flavi, Flavipedes, Fumigati, Nidulantes, Nigri, Ochraceorosei, Ornati, Penicillium, 

Raperi, Restricti, Silvati, Sparsi, Terrei, Usti, Warcupi y Zonati (Peterson et al. 2008). 

En el análisis BLAST, la cepa M2P3-H5 obtuvo un porcentaje de identidad del 98.01% 

con Aspergillus affinis, aislada de la hojarasca en descomposición, del río Sacco, Lazio, Italia 

(Davolos et al. 2012); sin embargo, en la construcción de las relaciones filogenéticas, está se 

encuentra relacionada con cinco especies (A. insulicola, A. ochraceopetaliformis, A. occultus, 

A. pseudoelegans y A. pulvericola) de la sección Circumdati y genéticamente y estrechamente 

afín con Aspergillus occultus aislada de muestras de aire, en Zwartewaal, Países Bajo (Visagie 

et al. 2014b) con un porcentaje de homología del 61%. 

Los miembros de la sección Circumdati, son considerados especies médica y 

económicamente importantes, al ser fuente de enzimas proteolíticas y micotoxinas (Ocratoxina 

A, Xantomegnina y Viomelleína) peligrosas para los animales incluido el humano, pero también 

como fuente de compuestos anticancerígenos e insecticidas; está conformada por 27 especies 

(Visagie et al. 2014b). Morfológicamente presentan conidióforos con cabezas biseriadas en 

tonos amarillo a ocre (Visagie et al. 2014b). Las especies de la sección Circumdati se han 

evaluado en diversos medios de cultivos (Agar de sacarosa de extracto de levadura (YES), agar 

de diclorano al 18% de glicerol (DG18), agar de avena (OA), agar de creatina (CREA), agar 

autorizado de levadura Czapek (CYA), en CZA y en extracto de malta (MEA)) (Visagie et al. 

2014b); para efectos comparativos de la cepa M2P3–H5 con estas especies, se tomó en cuenta 

los rasgos descritos a partir de cultivos en CZA (Tabla XI).  

En el árbol filogenético se obtuvo una agrupación externa del 77% de homología (Fig. 

23), que mostró una mostró una hipótesis similar a los resultados filogenéticos obtenidos por 

Visagie et al. (2014b: 6, Fig. 2) a partir de la secuencia del ITS. En el presente estudio la 

agrupación obtenida además de la cepa de interés (M2P3–H5) incluye A. insulicola, A. occultus, 

A. ochraceopetaliformis, A. pseudoelegans y A. pulvericola. Se ha señalado que la coloración, 

la forma y ornamentación de los conidióforos es un carácter taxonómicamente informativo 

(Varga et al. 2007, Visagie et al. 2014b); sin embargo, la cepa M2P3–H5 es morfológica y 

filogenéticamente similar a las especies antes mencionadas, los cuales se caracterizan por 

presentar un micelio aéreo de color blanco, esclerocios en tonos blancos, amarillos y marrón 

claro, una vesícula globosa y fiálides ampuliformes, aunado al tamaño de las estructuras del 
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conidióforo (vesícula, métulas, fiálide) (Tabla 11), lo cual concuerda con lo establecido para la 

mayoría de las especies de la sección Circumdati (Visagie et al. 2014b); por lo cual, la cepa 

M2P3–H5 se establece como Aspergillus sp. 1. Cabe mencionar que A. insulicola, A. 

ochraceopetaliformis, A. pseudoelegans y A. pulvericola producen asteltoxinas (Visagie et al. 

2014b) que origina la parálisis en la extremidades y alteraciones respiratorias (NCBI 2022).   

 

Tabla 11. Caracteres morfológicos diferenciales entre Aspergillus sp. 1 (cepa M2P3–H5) y las especies 
genéticas más cercanas, cepas inoculadas en agar CZA. Referencia: a. Este estudio, b. Visagie et al. 

(2014b). Morfología del conidióforo: 1. Tipo de vesícula y diámetro, 2. Métula, longitud, 3. tipo de 

fiálide, longitud y ancho.    

Taxón 
Localidad / 

Sustrato 

Diámetro 

a 7 días 

(cm) a 

30°C 

Color 

del 

 micelio  

Coloración 

del esclerocio 

Morfología del Conidióforo  

1 2 3 

Cepa M2P3–H5 

Puerto Ángela 

Oaxaca / Pericelis 

nazahui 

17. 5  Blanco 

Inicialmente 

traslúcidos, 

seguido de 

tonos blancos, 

amarillo hasta 

marrón 

G
lo

b
o

sa
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A. affinis 

Lazio, Italiab / 

hojarasca en 

descomposición  

3.2–3.3 Blanco  
Blanco a 

amarillo  

G
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o
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A. insulicola 

Isla Aves, 

Venezuelab / 

Suelo  

4.2–4.7 Blanco Ausente  

G
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A. ochraceopetaliformis 

Recife, Brasilb / 

Lesión del cuero 

cabelludo 

4.5–5.5 
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color marrón 
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Taxón 
Localidad / 

Sustrato 

Diámetro 

a 7 días 

(cm) a 

30°C 

Color 

del 

 micelio  

Coloración 

del esclerocio 

Morfología del Conidióforo  

1 2 3 

A. occultus 

Zwartewaal, 

Países Bajosb / 

Aire 

2.3–3.0 Blanco 
Amarillo 

pálido  

G
lo

b
o

sa
  
  
  
  

  
  
  

  
  
  

  
  
 

2
5

–
4
5
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m
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6
 µ

m
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–
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–
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A. pseudoelegans 

Gauguin, Isla 

Taboga, Costa 

Rica b/  

Suelo 

3.8–4.5 Blanco 
Amarillo 

marrón 
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A. pulvericola 

Isla Kosrae, 

Micronesiab 

/Polvo doméstico 

interior 

3.8–4.3 

Blanco a 

amarillo 

claro 

Marrón  
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7
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1

0
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–
3
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Género Penicillium 

El género fue descrito por Link (1809) bajo el nombre genérico Penicillium, que significa 

'cepillo'; son hongos comunes que se encuentran en una amplia gama de hábitats, desde el suelo 

hasta la vegetación, el aire, los ambientes interiores, acuáticos y varios productos alimenticios. 

Su principal función en la naturaleza es la descomposición de materiales orgánicos, así como la 

producción de una amplia gama de micotoxinas (citrinina, citreoviridina, etc.), en donde su 

mayor impacto y reclamo de fama es la producción de penicilina, que revolucionó los enfoques 

médicos para tratar enfermedades bacterianas (Houbraken et al. 2011, Visagie et al. 2014a). 

En el análisis BLAST, la cepa M2P1–H4 presentó un porcentaje de identidad del 97.52% 

con Penicillium sizovae, neotipo asignado a partir de muestras de suelo en Siria (Houbraken et 

al. 2011); mientras que, en la construcción de las relaciones filogenéticas la cepa M2P1–H4 

forma una agrupación (23%) con especies que se han clasificado dentro de la sección Citrina 
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(P. anatolicum, P. citrinum, P. euglaucum, P. katangense y P. sizovae) (Houbraken & Samson 

2011, Houbraken et al. 2020); de las cuales presenta una menor distancia genética 28S rADN 

con P. sizovae con un valor de 0.009 (σ=0.004) y forma un nodo interno con una agrupación del 

67% (Tabla XII). 

La cepa M2P1–H4, así como las especies de la sección Citrina y Penicillium sizovae son 

hongos que morfológica y fisiológicamente se caracterizan por la presencia de un conidióforo 

simétrico biverticilado con estipe liso, las colonias presentan una coloración verde o azul-

grisáceo y la presencia de exudados (Houbraken & Samson 2011, Houbraken et al. 2020), 

caracteres que son similares y que no permitieron la delimitación clara de la cepa M2P1–H4 con 

estas especies (Tabla 12); aunado a que autores como Kwiatkowski et al. (2012) y Vu et al. 

(2019) han mencionado un umbral >97% de similitud en el gen 28S rADN para la asignación 

específica; y debido a la obtención con un bajo valor de homología (67%) la cepa se determinó 

como Penicillium sp. 1.  

La cepa M2P3-H7 se caracterizó microscópicamente como una Especie anamorfa, con 

conidióforo de tipo monoverticiliado, micro-conidios esféricos, fiálides y métulas planas y 

largas, estipe delgado y alargado, estructuras características del género Penicillium (Visagie et 

al. 2014a); por ello se asigna como Penicillium sp. 2.  

Penicillium sp. 1 y Penicillium sp. 2 presentan macroscópicamente, un color similar y 

microscópicamente puede diferenciarse por la morfología observada en el conidióforo: 

Penicillium sp. 1 presenta un conidióforo ramificado, mientras que en Penicillium sp. 2 es de 

tipo monoverticilado, carácter consistente en agar A1, CZA y PDA. 

 

Tabla 12. Caracteres morfológicos diferenciales entre Penicillium sp. 1 (cepa M2P1-H4), Penicillium 

sp. 2 (cepa M2P3-H7) y las especies genéticas más cercanas, cepas inoculadas en agar CZA 

Taxón Referencia 
Localidad 

/Sustrato 

Coloración 

Anverso 

Presencia de 

exudado 

Forma y 

ornamentación 

del conidióforo 

Cepa M2P1-H4 Este estudio 
Puerto Ángel 

Oaxaca/ Pericelis 
nazahui 

Centro verde-
grisáceo y 

periferia blanca 

Pequeñas 
gotitas 

translúcidas 

Biverticilado, con 
estipes lisos 

Cepa M2P3-H7 Este estudio  
Puerto Ángel 

Oaxaca/ Pericelis 
nazahui 

Centro blanca-
grisácea, periferia 

con un halo 

blanco  

No se observaron  
Monoverticilado 
estipe delgado y 

alargado 
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P. anatolicum 
Houbraken et al. 

(2011), Stolk 
(1968) 

Turquía/ 
Suelo 

Verde grisáceo 
Pequeñas gotas 

amarillas 
Biverticilado, liso 
con estipes lisos 

P. citrinum 
Houbraken et al. 

(2011) 
 
? 

Verde grisáceo o 
verde azulado 

ocasionalmente 

Pequeñas gotas 
amarillo pálido 

Biverticilado o, 
terverticilado 

con estipes lisos 

P. euglaucum 
Houbraken et al. 

(2011) 
Argentina/ 

Suelo 
Azul-gris-verde 

Gotas grandes 

translúcidas o de 
color amarillo 

claro 

Biverticilado, liso 
con estipes lisos 

P. katangense Stolk (1968) 
Katanga, Zaire, 

África/ 
Suelo 

Verde grisáceo, 
centro beige 

? 
? Biverticilado, 
liso con estipes 

lisos 

P. sizovae 
Houbraken et al. 

(2011) 
Siria/ 
Suelo 

Centro verde-

grisáceo y 
periferia blanca 

Pequeñas 

gotitas 
translúcidas 

Biverticilado, liso 
con estipes lisos 

 

Género Simplicillium  

Zare & Gams (2001) establecieron el género Simplicillium para agrupar a hongos con presencia 

de conidióforos postrados. Este género tiene una amplia distribución y presenta un amplio 

espectro de hospederos (insectos, plantas, royas, nematodos, uñas humanas, caninos, tejidos y 

hongos) y sustratos (suelo, agua dulce, ambientes marinos y terrestres); aunado a que han 

demostrado que tiene un alto valor ecológico y económico para el biocontrol y compuestos 

bioactivos (xilanasas y endoglucanasas) (Wei et al. 2019).  

En el análisis BLAST, las cepas AMP2–H1 y M2P3–H6 presentaron un porcentaje de 

identidad del 94.02% con Simplicillium sympodiophorum, especie aislada del helecho 

Asplenium antiquum, en Aogashima, isla Izu, Japón (Nonaka et al. 2013); en la construcción de 

las relaciones filogenéticas, AMP2–H1 y M2P3–H6, están estrechamente relacionadas y forman 

una agrupación de 91%; a su vez ambas cepas forman una agrupación (90%) con Simplicillium 

sympodiophorum. En las secuencias del gen 28S rADN para delimitar especies Kwiatkowski et 

al. (2012) y Vu et al. (2019) establecieron un umbral >97% de similitud; por ello y debido al 

bajo valor de homología (90%) entre las secuencias del presente estudio y la secuencia de la 

especie previamente establecida las cepas fueron determinadas como Simplicillium sp. 1 y 

Simplicillium sp. 2. 

Morfológicamente, el arreglo y la constitución de los conidióforos, los conidios y la 

presencia/ausencia de cristales octaédricos han sido caracteres empleados en la delimitación en 

algunas de las especies de Simplicillium (Nonaka et al. 2013, Chen et al. 2021); las cepas de 
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Simplicillium sympodiophorum se han aislado en diferentes medios de cultivos (agar PDA, agar 

de extracto de malta, agar de papa y zanahoria), en este estudio se empleó el agar AM, M2, A1, 

CZA y PDA; por lo que sólo se hace mención de las características morfológicas desarrollada 

en PDA; Simplicillium sympodiophorum se desarrolla como una colonia convexa, de 0.28 

cm/día de diámetro, micelio aéreo blanco y el reverso blanco-amarillento, conidióforos 

simpodiales con dentículos e hifas aéreas solitarias, simples y delgadas (20–34 x 0.5–13 µm), 

conidios ovalados a elipsoidales (2.2–3.5 x 1.0–2.0 µm) y cristales octaédricos presentes 

(Nonaka et al. 2013); Simplicillium sp. 1 y Simplicillium sp. 2 desarrollan una colonia convexa, 

de 0.14 cm/días de diámetro, con micelio aéreo blanco y reverso costroso con un gradiente de 

coloración en tono blanco y marrón, hifas filamentosas no septada (2.2–3.5 x 1.0–2.0 µm) y 

conidios esféricos (2.2–3.5 x 1.0–2.0 µm), en ambas cepas no se observó el arreglo particular 

de los conidióforos, ni cristales octaédricos. En el agar A1 Simplicillium sp. 1 se desarrolla como 

una especie anamorfa, mientras que Simplicillium sp. 2 se desarrolla como una especie 

teleomorfa con la presencia basidiósporas razón por la cual en el presente estudio se consideran 

como cepas diferentes. 

 

Orden Xylariales  

En el análisis BLAST, la cepa M2P2-H2 está relacionada molecularmente con miembros de 

siete familias del orden Xylariales (Apiosporaceae, Cainiaceae, Coniocessiaceae, 

Leptosilliaceae, Microdochiaceae, Sporocadaceae y Xylariacea); a partir de este análisis 

(98.71%) y con la construcción de las relaciones filogenéticas (81% de homología) la cepa está 

relacionada con Atrotorquata spartii (Fig. 27). 

El género Atrotorquata fue establecido por Kohlmeyer y Volkmann-Kohlmeyer (1993) 

e incluye dos especies A. lineata y A. spartii, caracterizas por la presencia de ascomas (estado 

teleomorfo) (Liu et al. 2015); el género se incluye en la familia Cainiaceae, la cual actualmente 

se compone de ocho géneros (Alishanica, Amphibambusa, Arecophila, Atrotorquata, Cainia, 

Endocalyx, Longiappendispora y Seynesia). Konta et al. (2021) menciona que los géneros 

Cainia (fungi con conidióforos fusiformes y ascosporas) y Endocalyx (fungi con conidióforos 

unicelulares, elipsoides-globosos con apertura ostiolar) presentan colonias con desarrollo 
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anamórfico; sin embargo, de acuerdo a la definición y observaciones de Liu et al. (2015) la 

presencia de ascosporas y ostiolo corresponde a un desarrollo teleomorfo de la colonia, por lo 

que se sugiere una mayor revisión y caracterización de las estructuras mencionadas.   

Atrotorquata spartii, se ha descrito como saprofito del arbusto Spartium junceum, a 

partir de muestras recolectadas en la provincia de Rimini, Italia y de acuerdo a Hanan Alipi et 

al. (2021) Spartium junceum se considera una especie exótica en México). En el hongo A. 

spartii, las características morfológicas han sido descritas a partir de su morfo sexual cultivado 

en PDA (presencia de peridio, ostiolo, ascosporas) y hasta la fecha se desconoce su morfo 

asexual (Liu et al. 2015). La cepa M2P2–H2 fue cultivada en agar M2, CZA y en PDA; en el 

cual se observaron conidióforos cilíndricos ramificados con vesículas terminales, sostenidas por 

un estipe delgado y en algunos casos clamidospora (estas últimas sólo observadas en PDA) que 

de acuerdo a Boesewinkel (1982) y Lombard et al. (2012) son estructuras asexuales; por ello y 

aunado a la poca resolución genética (debido a la escasa disponibilidad de información del gen 

28S para los géneros y especies) de la familia Cainiaceae, la cepa fue establecida como 

Xylariales sp. 1.  

Aunque en el presente estudio se emplearon métodos morfológicos y moleculares para 

la identificación de las especies aisladas, en su conjunto estas no permitieron la definición 

especifica de las cepas; por lo que, se sugiere la implementación de otras herramientas 

(bioquímicas y fisiológicas) para la delimitación específicas de las cepas aisladas, tal como es 

el caso los estudios de perfiles de los metabolitos secundarios (e.g., la presencia/ausencia y 

composición de las micotoxinas en las especies Aspergillus) que han sido útiles para desentrañar 

y delimitar especies morfológica y genéticamente similares, y con ello utilizar el concepto de 

especie polifásica (Visagie et al. 2014a). 

 

9.2. Características ambientales del área de estudio y de crecimiento de las colonias (salinidad 

y temperatura)  

Los resultados moleculares evidenciaron que el microbioma aislado de Pericelis nazahui está 

relacionado con contrapartes terrestres. Los microorganismos de procedencia continental 

pueden ser trasladados a las zonas marinas por el viento, la interacción océano-atmosfera, lluvias 



Microorganismos cultivables presentes en Pericelis nazahui (Platyhelminthes: Polycladida) en la bahía de Puerto Ángel, Oaxaca, México 

 

104 

 

 

y escorrentías terrestres (Mendoza-Amézquita et al. 2017, Alsante et al.  2021, Lang-Yona et 

al. 2022) y posteriormente pueden habitar la región planctónica (Hassetta et al. 2020), el 

sedimento o estar presentes en plantas, algas y/o animales (Pita et al. 2018). Dado que la toma 

de muestra se realizó en la época de secas y vientos tehuanos (Tapia-García et al. 2007, Chapa-

Balcorta et al. 2015), se considera que las causas probables de transporte y diseminación de los 

microorganismos es el viento, la interacción aire-mar y en menor medida el aporte de pequeñas 

escorrentías permanentes de aguas residuales de la zona. 

Los microorganismos se encuentran en el medio marino como esporas o como 

estructuras activas (en bacterias: células; en hongos: micelios vegetativos) (Kis-Papo et al. 

2003) ya sea de forma libre o en simbiosis (Rizzo & Giudice 2018, Hassetta et al. 2020). Las 

esporas actúan como el medio principal de propagación y se mantienen en estado latente hasta 

que las condiciones ambientales sean favorables para su desarrollo (Kis-Papo et al. 2003, Oren 

& Gunde-Cimerman 2012). Las estructuras activas sintetizan osmolitos orgánicos (en bacterias: 

glicina, glutamato; en hongos: glicerol, matinol) para contrarrestar y como respuesta al estrés 

osmótico y térmico del hábitat donde se encuentran (Prasannarai & Sridhar 2001, Ferreira et al. 

2005, Zuluaga-Montero et al. 2010, Tijerina-Ramírez et al. 2014, Yew et al. 2016). 

La latencia, germinación y el crecimiento de los microorganismos se ha relacionado con 

niveles bajos de salinidad, influenciados principalmente por la entrada de agua dulce al sistema 

(Kis-Papo et al. 2003, Oren & Gunde-Cimerman 2012). Durante el muestreo (marzo, 2020) el 

área de estudio presentó una salinidad de 35 UPS; mientras que las salinidades inferiores (34.5 

UPS) en esta zona están influenciada por la época de lluvias, donde recibe aporte de agua dulce 

de las descargas de lluvias (mayo-noviembre), arroyos y/o el vertido de aguas residuales 

predominantes en este periodo (Huante-González 1997, Tapia-García et al. 2007, Zuluaga-

Montero et al. 2010, Mendoza-Amézquita et al. 2017). 

En el sistema marino es de suma importancia considerar los efectos interactivos 

(aditivos, sinérgicos o antagónicos) para el crecimiento y desarrollo de los microorganismos y 

su hospedero (Ein-Gil et al. 2009, Paulino et al. 2019), y aunque la estructura y distribución de 

la comunidad microbiana, es afectada por diversos factores (e.g., sustrato, nutrientes, pH, 

calidad del agua) (Eiler et al. 2012), la temperatura (T°) y la salinidad (S) son las que juegan un 

papel central en la composición, distribución y crecimiento de las especies microbianas (Jones 
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et al. 2022). Durante el muestreo el área de estudio presentó una T°=28.5°C, una S=35 UPS y 

un pH=8.5 unidades, valores que se mantuvieron en el intervalo registrado (T°=20.2–31.7 °C, 

pH=7.78–8.49 unidades, S=30.91–35.0 UPS) en la bahía de Puerto Ángel y playas adyacentes 

a esta zona costera por Figueroa-Zavala (2007), Huante-González et al. (2018) y Hueytletl-

Pérez et al. (2018). 

La evaluación del crecimiento a diferentes temperaturas en condiciones de laboratorio 

permite observar los cambios morfológicos (e.g., surcos radiales, la presencia de estructuras de 

resistencia, coloración), que son biológicamente importantes para la comprensión de la 

propagación, persistencia, la proliferación y la patogenicidad del microbioma que puede 

desarrollarse en ambientes con temperaturas inferiores o superiores a la temperatura óptima de 

crecimiento (Verant et al. 2012). 

En este estudio la evaluación del crecimiento a diferentes temperaturas, mostró que las 

cepas que presentaron mayor biomasa y/o tasa de crecimiento a 28°C fueron las especies 

bacterianas Paracoccus sp. 1, Streptomyces sp. 2, y los hongos Cladosporium sp. 1, 

Simplicillium sp. 1 y Xylariales sp. 1; lo cual pudiese ser indicativo de que se encuentran 

adecuadas al ambiente en el que se distribuye Pericelis nazahui (Ramos-Sánchez et al. 2020). 

Las cepas restantes como Nocardiopsis sp. 1, Streptomyces sp. 1 y Streptomyces sp. 3 

presentaron una mayor biomasa a 30°C; valores que se encuentran dentro de la temperatura 

óptima de crecimiento establecidos por Holt et al. (1994) y Chen et al. (2008) para el género 

Nocardiopsis (T°=10–45°C), así como Phongsopitanun et al. (2014) y Edwards & Ball (1987) 

para los Streptomyces (T°=25–58°C). 

En las tres temperaturas evaluadas, Aspergillus sp. 1, presentó esclerocios (agregados 

compactos de hifas pigmentadas) (Fig. 18D), estructuras relacionadas con la producción de 

aflatoxinas y ácido ciclopiazónico (Pérez Ramírez & Sánchez Espinosa 2020); de acuerdo a 

Smith et al. (2014), son estructuras fúngicas de resistencia y propagación que ayudan a la 

sobrevivencia del hongo en condiciones desfavorables (e.g., estrés, temperaturas bajas, 

desecación, ataque microbiano y largos periodos sin hospedero) y que le permiten permanecer 

latentes durante largos períodos de tiempo. Aunque Aspergillus sp. 1 presentó la mayor tasa de 

crecimiento a 30°C, consideramos que su desarrollo óptimo podría encontrarse a temperaturas 

mayores.  
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Cladosporium, es un género considerado ubicuo, presenta una amplia tolerancia a las 

condiciones ambientales (Jones et al. 1964, Jones et al. 2022); sin embargo, se ha mencionado 

que para algunas especies el intervalo de temperatura óptima va de 20–30°C (Aihara et al. 2002), 

mientras que Kawai et al. (1990) establecieron 25°C como la temperatura óptima de 

crecimiento, el cual decae a 30–40°C; nuestro estudio difiere con este autor, ya que, 

Cladosporium sp. 1 no presentó crecimiento a 25 y 30°C, y sólo se desarrolló a una temperatura 

de 28°C. 

Penicillium sp. 1 y Penicillium sp. 2, presentaron una tasa máxima de crecimiento a 

25°C, exudados translúcidos (Penicillium sp. 1), surcos radiales a 25 y 30°C, y cambios de 

coloración en las tres temperaturas evaluadas; los cuales son considerados mecanismos de 

respuestas al estrés (Verant et al. 2012, Tannous et al. 2015), por lo que se recomienda ampliar 

el intervalo de esta variable para determinar la temperatura óptima de crecimiento de estos 

aislados. 

Para el género Simplicillium no se tienen registros previos de la temperatura de 

crecimiento óptimo y tampoco para los miembros del orden Xylariales, por lo que los datos del 

presente estudio, son registros importantes para el conocimiento de estos taxones. Simplicillium 

sp. 1 presentó una tasa máxima de crecimiento a 28°C y Simplicillium sp. 2 a 25°C, tasa que 

decae para ambas cepas a 30°C; la cepa Xylariales sp. 1 presentó una tasa máxima de 

crecimiento a 28°C. 

La evaluación del crecimiento de las cepas aisladas en diferente salinidad (0 y 35 UPS), 

sugiere que la microbiota presente en Pericelis nazahui es tolerante a esta variable, y que podría 

contar con una amplia tolerancia a las variaciones de esta (e.g. ciclos de mareas, estacionalidad 

lluvias-secas), indicativo de una adaptación al ambiente marino (Meyers & Simms 1965, Jones 

et al. 2022); sin embargo, Jones & Jennings (1964) advirtieron que una simple comparación del 

crecimiento de la microbiota en medios diluidos en agua destilada y agua de mar no proporciona 

una imagen completa del crecimiento de estos en condiciones salinas; por ello, se recomienda 

seguir evaluando esta variable a diferentes intervalos de salinidad. 

De acuerdo a los resultados obtenidos, la biomasa y el crecimiento de las cepas aisladas 

en este estudio no responden a una temperatura especifica evaluada; sin embargo, determinar y 
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caracterizar el efecto de la temperatura y salinidad en la comunidades microbianas, resulta ser 

primordial para entender las posibles adaptaciones fisiológicas y morfológicas, que les permiten 

adecuarse a las condiciones imperantes en el medio en cual se desarrollan y sobre todo de 

aquellas especies con potencial patógeno; ya que se ha señalado que ambas variables propicia 

un cambio estructural (morfológico, fisiológico y sexual) y son tendientes a reducir o 

potencializar el crecimiento y la patogenicidad de microorganismos causantes de enfermedades 

(Ferreira et al. 2005, Jones et al. 2022). 

Los géneros Nocardiopsis, Aspergillus, Cladosporium, Penicillium y Simplicillium son 

considerados patógenos oportunistas en ambientes marinos, pueden sobrevivir en el medio 

circundante o dentro de organismos sanos o enfermos (Ein-Gil et al. 2009) y forman parte de la 

microbiota de Pericelis nazahui, que habita en ambientes coralinos (Ramos-Sánchez et al. 

2020). La patogenicidad que estos tienden a desarrollar, se ha considerado que está determinada 

por estresores ambientales (anomalías térmicas, pH ácidos) o por eutrofización (aumento de la 

concentración de nitrógeno y fósforo) (Piontek et al. 2010, Shi et al. 2010, Krause et al. 2012). 

En el presente estudio, solo cuatro de los doce microorganismos aislados desarrollaron la 

presencia de esclerocios (Aspergillus sp. 1), surcos radiales (Penicillium sp. 1 y Penicillium sp. 

2) y exudados (Cladosporium sp. 1, Penicillium sp. 1), estructuras y secreciones relacionadas 

en respuesta al estrés y posible producción de toxinas.  

En cuanto a la presencia de nutrientes en el área de estudio, con excepción del valor de 

NH4
+ (0.257 µM), los valores de PO4

-3 (0.013 µM), NO3
- (0.15 µM) y NO2

- (0.00065 µM), son 

menores que los registrados por Hueytletl-Pérez et al. (2018) [PO4
-3 (1.0-3.5 µM) y (NO3

- + 

NO2
-) (9.5-13.5 µM)] en la misma época (secas y vientos tehuanos) para la bahía de Puerto 

Ángel. Considerando estos valores, el ambiente en que se encontró a Pericelis nazahui se 

clasifica como un ambiente oligotrófico (Lluch-Cota et al. 1997, Thunell & Kepple 2004), por 

lo que se piensa que los microorganismos aislados, no se encontraban en un ambiente 

eutrofizado y en combinación con la salinidad y la temperatura, no han desarrollado condiciones 

de patogenicidad; ya que la baja disponibilidad de nutrientes, la salinidad y temperatura 

propician un cambio biológico (morfológico, fisiológico y reproductivo), retrasan el  

crecimiento y reducen la patogenicidad de los microorganismos causantes de enfermedades, 
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pues esta energía la emplean en el mantenimiento de la turgencia celular (Ferreira et al. 2005, 

Jones et al. 2022).  

 

9.3 Aspectos ecológicos  

Los microorganismos en asociación con plantas y/o animales, han desarrollado adaptaciones 

especializadas, estables y específicas al microambiente creado por el organismo hospedero (Pita 

et al. 2018). La presencia de estos en metazoarios marinos puede darse por tres vías, por 1) 

adquisición horizontal del ambiente, 2) adquisición vertical por herencia parental o 3) a través 

de una combinación de ambos mecanismos (Webster 2014); estos viven adheridos a la superficie 

o dentro de los tejidos, por adhesión en las biopelículas generadas por los hospederos.  

Debido a que los aislamientos recuperados de Pericelis nazahui, molecularmente están 

relacionados con contrapartes terrestres y como un primer acercamiento al entendimiento de la 

presencia de la microbiota en este gusano, consideramos que la presencia de estos 

microorganismos se da por adquisición horizontal (especialmente en las cepas de los géneros 

Simplicillium y Penicillium, ya que fueron recuperadas de organismos con y sin lavado previo 

y de Nocardiopsis género bacteriano asociada a la producción de TTX), ya que, consideramos 

que la microbiota se adhiere al moco que estos secretan; el cual en los platelmintos y en otros 

organismos (e.g., corales, poliquetos) es esencial para procesos vitales como la captura de sus 

presas, el desplazamiento y la defensa contra múltiples estresores ambientales (Hyman 1951, 

Ritchie & Smith 2004); y que constituye un microhábitat y un recurso para el crecimiento de 

una comunidad diversa de microorganismos, que generalmente es benéfica pero que también 

puede ser patógena (Alain et al. 2002, Wilden et al. 2019).  

Se ha informado que los géneros bacterianos Nocardiopsis, Paracoccus y Streptomyces 

se asocian con una gran diversidad de invertebrados marinos, incluidos poríferos, policládidos, 

cnidarios, moluscos, anélidos, crustáceos y equinodermos (Chen et al. 2011, Zhang et al. 2014, 

Bennur et al. 2015, Braña et al. 2015, Mahmoud & Kalendar 2016, Leinberger et al. 2021) y 

son organismos versátiles adaptados a hábitats acuáticos y terrestres; sin embargo, aunque se 

distribuyen de forma ubicua (Chen et al. 2011, Xue et al. 2017, Kim et al. 2018), el papel 

funcional de estos géneros no está del todo claro. Sus roles sugeridos van desde un simbionte 
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beneficioso requerido para el funcionamiento saludable del huésped, hasta un patógeno que 

puede causar rápidamente la muerte.  

Los roles que juegan las bacterias presentes en dos especies de policládidos (incluyendo 

este estudio) aún están inexplorados y sólo se han evidenciado algunos aspectos de estas 

relaciones. Lin et al. (2017a,b), a partir del uso de herramientas moleculares, registraron 101 

especies de bacterias en el policládido Paraplanocera sp. 1; dada la capacidad de estas bacterias 

para la síntesis de vitaminas, antibióticos y pigmentos, los autores infieren que pueden estar 

involucradas en procesos de defensa, inmunidad y desarrollo del gusano; asimismo consideraron 

que la bacteria Deinococcus planocerae puede presentar resistencia extrema a los rayos 

ultravioleta, luz, radiación gamma y desecación, sugiriendo una función para mejorar la 

supervivencia del policládido Paraplanocera sp. 1 que habita en ambientes someros (Lin et al. 

2017b). 

En este estudio se aisló una cepa del género Nocardiopsis, relacionada molecularmente 

con N. dassonvillei, especie patógena oportunista en humanos (Bennur et al. 2015) y productora 

de la neurotoxina llamada tetrodotoxina (TTX) (Wu et al. 2005); la bacteria se ha aislado de 

muestras de suelo, granos enmohecidos, material clínico de origen animal y humano (Meyer 

1976), así como en esponjas marinas (Bennur et al. 2015) y en el ovario del pez globo Takifugu 

rubripes (Wu et al. 2005). 

Aún se debate si la TTX y sus análogos son producidos por múltiples organismos 

eucariotas, bioacumulados a lo largo de la cadena alimentaria o adquiridos de simbiontes 

bacterianos (Ritson-Williams et al. 2006); en los policládidos Planocera multitentaculata 

(Miyazawa et al. 1987), P. reticulata (Tanu et al. 2004), Prosthiostomum trilineatum (Suo et al. 

2021), Planoceridae sp. (Ritson-Williams et al. 2006) y Stylochoplana sp. (Salvitti et al. 2015) 

se han registrado altas concentraciones de TTX, y se consideran especies responsables de la 

transferencia de esta toxina a organismos superiores, tal como se ha demostrado en 

Pleurobranchaea maculata y Takifugu alboplumbeus que adquiere la toxina después de 

alimentarse de organismos adultos, larvas y puestas de huevos de Planocera multitentaculata 

(Yamada et al. 2017, Okabe et al. 2019; Suo et al. 2021). 
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En el presente estudio, a partir de la presencia de una cepa del género Nocardiopsis en 

Pericelis nazahui; se considera que la cepa podría estar involucrada en la síntesis de la TTX y 

que Pericelis nazahui pudiese utilizarla en el proceso de alimentación, como un mecanismo para 

capturar sus presas y en la protección de las puestas de huevos, tal como se ha documentado en 

Planoceridae sp. 1 (Ritson-Williams et al. 2006) y en Planocera multitentaculata (Suo et al. 

2021). 

Este estudio es el primer trabajo en registrar la asociación entre hongos y policládidos; 

los géneros fúngicos del microbioma aislado de Pericelis nazahui (e.g., Aspergillus, 

Cladosporium y Penicillium), son considerados patógenos oportunistas de corales blandos y 

escleractineos, causante de enfermedades como la aspergilosis (e.g., A. sydowii) (Alker et al. 

2001, Zuluaga-Montero et al. 2010, Lee et al. 2020), la banda marrón (e.g., Cladosporium sp., 

Penicillium citrinuma), patógenos y toxigénicos del molusco bivalvo Modiolus modiolus 

(Zvereva & Vysotskaya 2005) (e.g., Cladosporium).  

Mientras que el género Simplicillium se ha registrado asociado a corales blandos del 

género Sinularia (Dai et al. 2018); sin embargo, aún se desconoce su relación; el género de 

hongo es considerado parásito de mamíferos y plantas, entomopatógeno, fungicida, nematófago 

y micoparásito (Chen et al. 2021); y se ha demostrado que el género realiza un salto de 

hospedero entre reinos (planta-animal-hongos) de acuerdo a sus requerimientos nutricionales 

influidos por el ambiente (e.g. estrés, patógenos compatibles, similitudes fisiológicas y contacto 

frecuente con el organismo hospedero)  (Spatafora et al. 2007, Chen et al. 2019, Thines 2019). 

En el Pacífico mexicano, no hay registros de corales impactados por enfermedades 

microbianas, Rodríguez-Villalobos et al. (2014) sugirieron que las lesiones que se observan en 

algunos miembros del género Pocillopora se deben a la decoloración y pérdida de tejido 

inducida por depredación y sobrecrecimiento de esponjas o algas; por su parte Reyes-Bonilla et 

al. (2002) mencionaron que las comunidades coralinas de la región se recuperan rápidamente 

de eventos naturales como El Niño (ENSO), aún en áreas con alta mortalidad; sin embargo, 

autores como Galloway et al. (2009) han mencionado que los arrecifes coralinos del Pacífico 

están en una trayectoria de degradación similar a la experimentada en la región del Caribe y que 

la proliferación de enfermedades en arrecifes de coral es signo de una enfermedad ambiental del 

océano. 
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Aunque se necesita un enfoque holístico del ecosistema microbiano y el entendimiento 

de los roles que establecen con Pericelis nazahui, se piensa que este policládido podría fungir 

como vector de microorganismos patógenos (e.g., Aspergillus, Cladosporium y Penicillium) 

dentro de los arrecifes coralinos formados por el género Pocillopora, en donde comúnmente 

habita este gusano béntico (Ramos-Sánchez et al. 2020); tal como lo han señalado Ainsworth et 

al. (2020), para la fauna intersticial o béntica (e.g., peces criptobénticos, caracoles, gusanos) 

quienes pueden fungir como reservorios o vectores de enfermedades, introduciendo nuevos 

agentes microbianos en el microbioma del coral, o permitir la colonización microbiana de los 

corales a través de las heridas; tal como lo han sugerido Sussman et al. (2003) con respecto al 

gusano de fuego Hermodice carunculata, que funge como un importante reservorio de Vibrio 

shiloi durante el invierno y un transmisor y vector del patógeno en la primavera, cuando las 

temperaturas del agua son cálidas y el gusano comienza a alimentarse del coral Oculina 

patagonica; o el caso del caracol Cryphoma gibbosum, quien actúa como vector de la 

aspergilosis en octocorales de manera directa a través de la depredación de colonias sanas y 

enfermas, y de forma indirecta a través de la excreción de heces que contiene de hifas y esporas 

de organismos fúngicos; aunada a que el caracol los utiliza como sustratos para las puestas de 

huevos (Rypien & Baker 2009).  

Finalmente, este proyecto de investigación arroja los primeros resultados de la 

comunidad microbiana presente el policládido Pericelis nazahui, gusano bentónico asociado a 

comunidades coralinas del género Pocillopora; resultados que contribuyen al conocimiento de 

la comunidad bacteriana y fúngica en la costa central de Oaxaca; sientan las bases para la 

continuidad de futuras investigaciones enfocadas en el monitoreo de las comunidades 

microbianas en los sistemas arrecifales, sus posibles fuentes de entradas de la microbiota en 

zonas costeras, la composición de las comunidades en la temporada de secas-lluvias, la 

caracterización de metabolitos secundarios y la comprender las posibles funciones de estos 

microorganismos en el ambiente marino y las interacciones establecidas con los invertebrados 

marino móviles. 

 



Microorganismos cultivables presentes en Pericelis nazahui (Platyhelminthes: Polycladida) en la bahía de Puerto Ángel, Oaxaca, México 

 

112 

 

 

10.  Conclusiones  

• Se aislaron y purificaron un total de 12 cepas; siete cepas presentaron una morfología 

correspondiente al reino Fungi y cinco al dominio Bacteria.  

• De los tres ejemplares de Pericelis nazahui empleados, se obtuvieron seis cepas para P. 

nazahui No. 2, cuatro cepas P. nazahui No. 3 y dos cepas para P. nazahui No. 1. 

• Con el análisis molecular se determinaron los géneros bacterianos Nocardiopsis, 

Paracoccus y Streptomyces, y los géneros fúngicos Aspergillus, Cladosporium, Penicillium, 

Simplicillium y un miembro del orden Xylariales. 

• Con base en un análisis molecular y morfológico se determinaron 12 especies de cepas 

indescritas: Nocardiopsis sp. 1, Paracoccus sp. 1 y Streptomyces sp. 1, Streptomyces sp. 2 

y Streptomyces sp. 3; y siete especies fúngicas Aspergillus sp. 1, Cladosporium sp. 1, 

Penicillium sp. 1, Penicillium sp. 2, Simplicillium sp. 1, Simplicillium sp. 2 y Xylariales sp. 

1. 

• Se confirmó la presencia de los géneros Streptomyces y Paracoccus en policládidos. 

• Se registró por primera vez la presencia del género Nocardiopsis en policládidos.  

• Este estudio es el primer trabajo en registrar la presencia de hongos en policládidos, siendo 

también el primer registro en invertebrados marinos de Oaxaca. 

• La microbiota registrada en este estudio se desarrolló tanto en ambientes con salinidad de 

35 UPS, como en nula de salinidad 0 UPS. 

• Se considera que Pericelis nazahui podría fungir como vector de microorganismos 

patógenos (e.g., Aspergillus, Cladosporium y Penicillium) dentro de los arrecifes coralinos 

formados por el género Pocillopora.  
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Anexo I 

Tabla I. Listado taxonómico de las especies de bacterias asociadas a una especie no descrita del género 
Paraplanocera (muy probablemente Paraplanocera oligoglena) tomado de Lin et al. (2017b) 
Número 1 y símbolo? 

1. Las especies en negritas corresponden a las bacterias descritas específicas en Paraplanocera 
?.Lin et al. (2019b), realizaron un listado de las especies de bacterias aisladas en organismos del género Paraplanocera, en 
estas especies solo indica la letra H. como género para éstos epítetos específicos, al realizar la actualización del nombre de las 
especies y autorías en la base de datoshttps://www.ncbi.nlm.nih.gov/Taxonomy/Browser, se encontró que estos epítetos pueden 
corresponder a diversos géneros (e.g., Salicibacter, Arcobacteretc). 

Dominio Bacteria 

Filo Actinobacteria Garrity & Holt 2001 

 Clase Actinobacteria Stackebrandt et al. 1997 

 Orden Corynebacteriales Goodfellow & Jones 2015 emend. Nouioui et al. 2018 

 Familia Mycobacteriaceae Chester 1897 (Approved Lists 1980) emend. Nouioui et al. 2018 

 Género MycolicibacteriumGuptaet al. 2018 

  M. bacteremicum (Brown-Elliott et al. 2012) Gupta et al. 2018 

  M. chubuense (Tsukamura et al. 1981) Gupta et al. 2018 

  M. iranicum (Shojaei et al. 2013) Gupta et al. 2018 

  M. kumamotonense (Masaki et al. 2007) Gupta et al. 2018 

  M. pallens (Hennessee et al. 2009) Gupta et al. 2018 
  M. parafortuitum (Tsukamura et al. 1965) Gupta et al. 2018 

  M. peregrinum (Kusunoki & Ezaki 1992) Gupta et al. 2018 

  M. poriferae (Padgitt & Moshier 1987) Gupta et al. 2018 

 Familia Tsukamurellaceae (Rainey et al. 1997) Zhi et al. 2009 

 Género Tsukamurella Collins et al. 1988 

  T. strandjordii Kattar et al. 2002 

  T. tyrosinosolvens (Yassin et al. 1997) Teng et al. 2016 

 Orden Micrococcales (Prevot 1940) Nouioui et al. 2018 

 Familia Brevibacteriaceae (Breed 1953) Zhi et al. 2009 

 Género Brevibacterium Breed 1953 

  Brevibacterium iodinum (ex Davis 1939) Collins et al. 1981 

 Familia Microbacteriaceae (Park et al. 1995) Zhiet al. 2009 
 Género Microbacterium(Orla-Jensen 1919) Fidalgo et al. 2016 

  M. resistens (Funke et al.1998) Behrendt et al. 2001  

  M. saperdae (Lysenko 1959) Takeuchi & Hatano 1998 

 Familia Micrococcaceae (Pribram 1929) Zhi et al. 2009 

 Género Glutamicibacter Busse 2016 

  G. soli (Roh et al. 2008) Busse 2016 

 Género Micrococcus (Cohn 1872) Wieser et al. 2002 

  M. yunnanensis Zhao et al. 2009 

   

  Orden Micromonosporales Genilloud 2015 

 Familia Micromonosporaceae (Krasil'nikov 1938) Nouioui et al. 2018  

 Género Micromonospora (Foulerton 1905) Ørskov 1923 

  M. aurantiaca Sveshnikova et al. 1969 

  M. carbonacea Luedemann and Brodsky 1965 

  M. eburnean Thawai et al. 2005 

  M. echinospora (Luedemann & Brodsky 1964) Kasai et al. 2000 

  M. marina Tanasupawat et al. 2010 

  M. schwarzwaldensis Gurovic et al. 2013 

 M. tulbaghiae Kirby & Meyers 2010 

 M. wenchangensis Ren et al. 2013  

 Orden Pseudonocardiales Labeda & Goodfellow 2015 

 Familia Pseudonocardiaceae Embley et al. 1989) Nouioui et al. 2018 
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 Género Pseudonocardia (Henssen 1957) Park et al. 2008 

  P. carboxydivorans Park et al. 2008 

 Orden Streptomycetales Kämpfer 2015 

 Familia Streptomycetaceae (Waksman &Henrici 1943) Nouioui et al. 2018 

 Género Streptomyces Waksman &Henrici 1943 

  S. albidoflavus (Rossi Doria 1891) Waksman &Henrici 1948, Rong et al. 2009 

  S. bacillarisPridham 1970 

  S. cavourensis Skarbek and Brady 1978 

  S. cirratus Koshiyama et al. 1963 

  S. daliensis Xu et al. 2012 
  S. libani Baldacci & Grein 1966 

  S. luridus Waksman 1961 

  S. parvulus Waksman & Gregory 1954 

  S. phytohabitans Bian et al. 2012 

  S. rutgersensis (Waksman & Curtis 1916) Waksman & Henrici 1948  

  S. samsunensis Sazak et al. 2011 

  S. sudanensis Quintana et al. 2008 

  S. tendae Ettlinger et al. 1958 

   

Filo Bacteroidetes Krieg et al. 2012 

 Clase Flavobacteriia Bernardet 2012 
  Orden Flavobacteriales Bernardet 2011 

 Familia Flavobacteriacea (Reichenbach et al. 1992) Bernardet et al. 2002 

 Género Aquimarina (Nedashkovskaya et al. 2005) Lee et al. 2017 

  Aquimarina muelleri (Nedashkovskaya et al. 2005) Yu et al. 2013 

     Género Tenacibaculum Suzuki et al. 2001 

  Tenacibaculum aiptasiae Wang et al. 2008 

 

Filo Deinococcus-Thermus? Oren et al. 2015 

 Clase Deinococci Garrity & Holt 2002 

  Orden Deinococcales Rainey et al. 1997 

 Familia Deinococcaceae (Brooks & Murray 1981) Rainey et al. 1997 

 Género Deinococcus (Brooks & Murray 198) Rainey et al. 1997 

  Deinococcus planocerae1 Lin et al. 2017 

 

Filo Firmicutes Gibbons & Murray 1978 

 Clase Bacilli Ludwig et al. 2010 

  Orden BacillalesPrevot 1953 

 Familia BacillaceaeFischer 1895 

 Género Bacillus Cohn 1872 

  B. aerius Shivaji et al. 2006 

  B. aerophilus Shivaji et al. 2006 

  B. aquimaris Yoon et al. 2003 
  B. aryabhattai Shivaji et al. 2009  
  B. algicola Ivánova et al. 2004 
  B. altitudinis (Shivaji et al. 2006) Liu et al. 2016 
  B. berkeleyi Nedashkovskaya et al. 2012 
  B. idriensis Ko et al. 2006 

  B. lehensis Ghosh et al. 2007 

  B. pumilus Meyer & Gottheil 1901  

  B. gibsoniiNielsen et al. 1995 

  B. flexus (ex Batchelor 1919) Priest et al. 1989 

  B. invictae Branquinho et al. 2014 

  B. marisflavi Yoon et al. 2003 

  B. megaterium de Bary 1884 
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  B. nealsonii Venkateswaran et al. 2003 

  Grupo Bacillussubtilis 

  Subgrupo Bacillus amyloliquefaciens 

  B. amyloliquefaciens subsp. plantarum 

   

Filo Proteobacteria Garrity et al. 2005 

 Clase Alphaproteobacteria Garrity et al. 2006 

  Orden Rhodobacterales Garrity et al. 2006 

 Familia Rhodobacteraceae Garrity et al. 2006 

 Género Paracoccus (Davis 1969) Liu et al. 2008 
  P. homiensis Kim et al. 2006 

 Clase Betaproteobacteria Garrity et al. 2006 emend. Boden et al. 2017 

  Orden Burkholderiales Garrity et al. 2006 

 Familia Alcaligenaceae De Ley et al. 1986 

 Género Alcaligenes Castellani & Chalmers 1919 
  A. aquatilis Van Trappen et al. 2005 

  A. aquatilis subsp. phenolicus 

 FamiliaBurkholderiaceae Garrity et al. 2006 

 GéneroCupriavidus (Makkar&Casida 1987) Vandamme & Coenye 2004 

  Cupriavidus campinensis (Goris et al. 2001) Vandamme & Coenye 2004  

 Clase Gammaproteobacteria (Garrity et al. 2005) Williams & Kelly 2013 
  Orden Pseudomonadales Orla-Jensen 1921 

 Familia Pseudomonadaceae Winslow et al. 1917 

 Género Pseudomonas (Migula 1894) Yang et al. 2013 

 GrupoPseudomonas fluorescens 

  P. libanensis Dabboussi et al. 1999 

  Orden Vibrionales Garrity & Holt 2001 

 Familia Vibrionaceae Veron 1965 

 Género Vibrio Pacini 1854 

  V. cyclitrophicus Hedlund & Staley 2001 

  V. chagasii Thompson et al. 2003 

 Género Photobacterium Beijerinck 1889 

  P. swingsii Gomez-Gil et al. 2011 
  Orden Xanthomonadales Saddler & Bradbury 2005 

 Familia Xanthomonadaceae Saddler & Bradbury 2005 

 Género Stenotrophomonas (Palleroni & Bradbury 1993) Ouattara et al. 2017 

  S. rhizophila Wolf et al. 2002 

 

 Clase Alphaproteobacteria Garrity et al. 2006 

  Orden Rhodobacterales Garrity et al. 2006 

 Familia Rhodobacteraceae Garrity et al. 2006 

 Género Roseovarius Labrenz et al. 1999 

  Roseovarius aestuarii Yoon et al. 2008 

 Género Ruegeria (Uchino et al. 1999) Yi et al. 2007 

  Ruegeriaar enilitoris Park & Yoon 2013 

 Género Pseudovibrio Shieh et al. 2004 

  Pseudovibrio hongkongensis1 Xu et al. 2015 

  P. stylochi1 Zhang et al. 2016 

  P. ascidiaceicola Fukunaga et al. 2006 

 

Subdivisión delta/epsilon 

 Clase Epsilonproteobacteria Garrity et al. 2006 

  Orden Campylobacterales Garrity et al. 2006 

 Famila Campylobacteraceae Vandamme & De Ley 1991 

 Grupo Arcobacter 
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 Género Arcobacter (Vandamme et al. 1991) Perez-Cataluna et al. 2018 

  A. nitrofigilis (McClunget al. 1983) Vandamme et al. 1991 

 Familia Helicobacteraceae Garrity et al. 2006 

 Género Helicobacter (Goodwin et al. 1989) Vandamme et al. 1991 

  ? H. alkaliphilus 

  ? H. locisalis 

  ? H. halophilus 

  ? H. trueperi  

  Orden Cellvibrionales Spring et al. 2015 

  Familia Microbulbiferaceae Spring et al. 2015 
 Género Microbulbifer (Gonzalez et al. 1997) Tang et al. 2008 

  M. elongatus (Humm 1946) Yoon et al. 2003 

  M. epialgicus Nishijima et al. 2009 

  M. variabilis Nishijima et al. 2009 

 

Grupo Terrabacteriagroup 

Filo Firmicutes corrig. Gibbons & Murray 1978 

 Clase Bacilli Ludwig et al. 2010 

  Orden Bacillales Prevot 1953 

 Familia Bacillaceae Fischer 1895 

 Género Fictibacillus Glaeser et al. 2013 
  Fictibacillusbarbaricus (Taubel et al. 2003) Glaeser et al. 2013 

  F. phosphorivorans Glaeser et al. 2013 

 Género Oceanobacillus Lu et al. 2002 emend. Hirota et al. 2013 

  Oceanobacillus picturae (Heyrman et al. 2003) Lee et al. 2006 

 Familia Paenibacillaceae De Vos et al. 2010 

 Género Paenibacillus Ash et al. 1994 emend. Huang et al. 2017 

  Paenibacillus cineris Logan et al. 2004 

 Familia Staphylococcaceae Schleifer & Bell 2010 

 Género Staphylococcus Rosenbach 1884 

  Staphylococcus epidermidis (Winslow & Winslow 1908) Evans 1916 
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Anexo II 

Medios de cultivos empleados en el aislamiento, purificación y evaluación de crecimiento de las cepas 

aisladas en Pericelis nazahui 
 

Agar marino (sensus Xu et al. 2015) 

Reactivo Cantidad  
Peptona 5.0 g 

Extracto de levadura 1.0 g 

Citrato férrico 0.1 g 

Cloruro de sodio 19.45 g 

Cloruro de magnesio 8.8 g 

Sulfato de sodio 3.24 g 

Cloruro de calcio 1.8 g 

Cloruro de potasio 0.55 g 

Bicarbonato de sodio 0.16 g 

Bromuro de potasio 0.08 g 

Cloruro de estroncio 34.0 mg 

Ácido bórico 22.0 mg 

Silicato de sodio 4.0 mg 

Fluoruro de sodio 2.4 mg 

Nitrato de amonio 1.6 mg 

Fosfato disódico 8.0 mg 

Agar 5.0 g 

pH 7.0-7.5 

Agua destilada  1,000 ml 

Instrucción: Mezclar cuidadosamente todos los 

reactivos y diluir en el agua marina, ajustar el 

valor de pH, calentar hasta ebullición; esterilizar 

en autoclave durante 15 minutos a 15 lb/plg2. 

 

 

Agar M2 

Medio sólido con antibiótico  

(Sensus Mincer et al. 2002) 

Reactivo Cantidad  

Agar 16 g 

Ciclohexamida 0.1 g 

Gentamicina 0.005 g 

pH 7.0-7.5 

Agua marina 1,000 ml 

Instrucción: Disolver el agar cuidadosamente 

en el agua marina, ajustar el valor de pH, 

calentar a ebullición durante 1 minuto; 

esterilizar en autoclave durante 15 minutos a 15 

lb/plg2. Agregar solución de ciclohexamida y 

gentamicina esterilizados por filtración. 

 

 

 

 

 

Agar A1 (sensus Xu et al. 2015) 

Reactivo Cantidad  
Agar 16 g 

Almidón 10 g 

Levadura 4 g 

Peptona 2 g 

  

pH 7.0-7.5 

Agua marina 1,000 ml 

Agar 16 g 

Instrucción: Disolver cuidadosamente las 

sustancias en el agua marina y ajustar pH, 

calentar a ebullición durante 1 minuto, 

esterilizar en autoclave durante 15 minutos a 15 
lb/plg2. 

 

Agar de dextrosa y papa (PDA) 

(Visagie et al. 2014a) 

Reactivo Cantidad 

Agar de dextrosa y papa 39 g 

Agua marina 1,000 ml 

pH 7.3‒3 

Instrucción: Disolver cuidadosamente las 

sustancias en el agua marina y ajustar a un pH a 

ácido (~5), calentar a ebullición durante 1 

minuto, esterilizar en autoclave durante 15 

minutos a 15 lb/plg2. 

 

Agar Czapek (CZA) (Modificado de Visagie 

et al. 2014a) 

Reactivo 
Cantidad  

 

Dextrosa 30 

Nitrato de sodio 2 

Fosfato dipotásico 1 

Sulfato de magnesio 0.5 

Cloruro de potasio 0.5 

Sulfato de hierro 0.01 

Agar  15 

pH 7.3‒3 

Agua marina 1,000 ml 

Instrucción: Disolver cuidadosamente las 

sustancias en el agua marina y ajustar a un pH 

ácido (~5), calentar a ebullición durante 1 

minuto, esterilizar en autoclave durante 15 
minutos a 15 lb/plg2. 
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Anexo III 

Formato para el registro de la Información y características macro y microscópicas consideradas en 

el aislamiento y purificación de los microorganismos presentes en Pericelis nazahui 

 

 

  

Datos de aislamiento 

Organismo/sustrato de aislamiento  

Fecha de cultivo    

Medio de cultivo  

T°  

pH   

Características de los organismos presentes  

Color  

Forma   

No. de microorganismo  

Datos de purificación   

No. de cepa  

Fecha de cultivo  

Características de la colonia   

Tamaño 
Grande 
> 1 mm 

Mediana  
Aprox = 1 mm 

Pequeña  
< 1 mm 

Forma Circular Irregular Filamentoso Rizoide 

Borde Entero Irregular Filiforme Ondulado Lobulado 

Elevación Convexa Abultada Plana 

Consistencia Viscosa Mantecosa Algodonosa 

Superficie  

Apariencia Opaca Translúcida  

Tipo de tinción  

Tipo de célula Oval Bacilos Espiral Cocos 

Tipo de conidióforo  

Estructuras del conidióforo   

Marcador molecular  

Observaciones 
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Anexo IV 

 

Metodología para preparar buffer y gel de electroforesis   

 

Tampón de electroforesis de tris-borato-

EDTA (TBE) 5X 

Reactivo Cantidad  

Tris base 54 g 

Ácido bórico 27.5 g 

EDTA 20 ml 

Agua destilada  1000 ml 

Instrucción: Disolver cuidadosamente 
todos los reactivos, ajustar el pH=8 y 

posteriormente almacene hasta su uso.  

Para preparar el EDTA disuelva 18.6 g en 
100 ml y ajuste el pH a 8 unidades. 

 

 

 

TBE 1X 

Reactivo Cantidad  

TBE 5X 50 ml 

Agua destilada 450 ml 

pH 8 

Instrucción: Para obtener una solución 

1X, disuelva 50 ml de TBE 5X en 450 ml 

de agua destilada y almacene hasta su 
uso, ajuste el pH=8 unidades. 

 

 

                                                  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Agarosa al 1%                                         

(modificado de Lee et al. 2012) 

Reactivo Cantidad  
Agarosa 0.5g 

TBE 1X 50 ml 

Instrucción: Para preparar el gel, se mezcla 

50 ml de TBE 1X y 0.5 g de agarosa, la 

mezcla es calentada en el microondas hasta 
ser disuelta evitando que hierva; ya disuelta, 

se le agrega 4 µl de bromuro de etidio para 

facilitar la visualización del ADN por 
fluorescencia; posteriormente se vierte en el 

soporte de la cámara de electroforesis 

previamente sellada y se le coloca el peine 
de pozos de carga, finalmente se deja 

solidificar. 

La solución restante de TBE 1X se 

vierte en la cámara de electroforesis. Para 
cargar las muestras se mezcla 1 µl de 

tampón de carga (sacarosa) y 4 µl de la 

muestra de ADN para cada una de las cepas, 
posteriormente se depositan en los pozos de 

carga. En el proceso de lectura o corrida de 

las muestras cargadas, la cámara se cierra y 
se conecta a una fuente de corriente 

continua, durante 1 h 40 min, a 120 v y a 95 

Amp; una vez finalizado este proceso, el gel 

de electroforesis es observado en un 
transiluminador de luz UV (modificado de 

Lee et al. 2012). 
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