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RESUMEN 

 

 

 

El presente trabajo tuvo como principal objetivo aislar y evaluar microorganismos a partir de 

heces de un morfotipo de larva de coleóptero (Familia Trogossitidae) y establecer su efecto 

antagónico, in vitro, contra una cepa de Fusarium oxysporum (cepa G1) y su capacidad como 

degradadores de celulosa. De veinticinco morfotipos bacterianos y de levaduras que fueron 

aislados, se tomaron las diez que más efecto mostraron frente a F. oxysporum y fueron 

sometidas a más pruebas de antagonismo, así como a caracterización bioquímica y a un test de 

degradación de celulosa. De estos diez microorganismos evaluados solo uno fué una levadura, 

mientras que el resto fueron bacterias entre Gram negativas y positivas. Un solo 

microorganismo mostró actividad degradadora de celulosa (Gram +), mientras que cuatro 

microorganismos mostraron porcentajes de inhibición superiores al 60%, además de un notable 

efecto en la producción de conidias por cm2 así como un efecto marcado en el desarrollo normal 

de las hifas de  F. oxysporum. Este trabajo muestra la posibilidad de encontrar microorganismos 

útiles para la agricultura en invertrebrados asociados a ecosistemas naturales, lo cual puede 

mostrarse como una fuente alternativa y rica en opciones    para desarrollar una agricultura 

sostenible.               
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Capítulo Introductorio 

MICROBIOTA ASOCIADA A INSECTOS DETRITÍVOROS DE ECOSISTEMAS NATURALES 

¿POSIBLE FUENTE DE MICROORGANISMOS ÚTILES EN LA AGRICULTURA? 

………………………………………………………………………………………………………… 

Una forma de entender la biodiversidad, es como “la variedad de todas las formas de vida, 

desde genes a especies, a través de la amplia escala de los ecosistemas” (Faith, 2007), la cual 

puede prestar un gran número de servicios a los ecosistemas, incluyendo sistemas agrícolas, 

en donde colaboran con el mantenimiento del agua, prevención de la erosión, mantenimiento de 

los nutrientes del suelo, regulación de poblaciones de otros organismos, entre otros (Altieri & 

Nicholls, 2004; Coleman & Whitman 2005; Lavelle & Spain, 2005; Begon et al., 2006; Roger et 

al., 2010). 

En los agroecosistemas el uso excesivo de herbicidas, pesticidas y antibióticos hace que la 

diversidad presente sea baja, lo que se puede expresar como una disminución de los nutrientes 

asimilables por las plantas en el suelo (Altieri & Nicholls, 2004). Adicionalmente, esta  

disminución de la diversidad puede facilitar el surgimiento de diferentes enfermedades y plagas 

en los cultivos presentes en dichos ecosistemas (Altieri & Nicholls, 2004; Lavelle & Spain, 2005; 

Tebbe & Schloter, 2005; Begon et al., 2006; White, 2006; Kibblewhite et al., 2008; Roger et al., 

2010). Esta pérdida de servicios es consecuencia de la pérdida de diversidad. 

Los insectos son el grupo de animales más diverso y ampliamente distribuido, cuenta con 

aproximadamente 1,005,000 de especies descritas, lo cual representa entre el 58 y 67% del 

total de especies eucarióticas descritas en la actualidad en el mundo (Foottit & Adler 2009; 

Bode 2011). Muchos de estos animales han desarrollado relaciones simbióticas con 

microorganismos, los cuales le han conferido la posibilidad de cumplir diferentes funciones y 

colonizar diferentes nichos, por ejemplo, a través del antagonismo a microorganismos 

entomopatógenos, así como ayudando a asimilar los nutrientes que estos reciben a través de 

su dieta (Suh et al., 2005; Bode 2011). 

Los organismos detritívoros, aquellos que se alimentan de materia orgánica en descomposición 

requieren microcomunidades en el tracto digestivo, compuestas generalmente de bacterias y 

hongos (levaduras y otros ascomycetes), los cuales permiten la absorción de ciertos nutrientes 

(Amat et al., 2004; Begon et al., 2006). Esto lo logran al degradar los compuestos que sus 

hospedadores son incapaces de degradar, lo que indica que los microorganismos presentes en 
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el tracto digestivo de dichos animales juegan un papel importante en la digestión de materia 

orgánica (Nardi et al., 2002; Boekhout 2005; Nardi et al., 2006). 

Esto último, resulta relevante si se tiene en cuenta que los invertebrados detritívoros juegan un 

papel importante en el mantenimiento de los suelos naturales y agropecuarios, junto a otros 

miembros de la mesofauna, al intervenir en el ciclo de nutrientes. Al alimentarse de materia en 

descomposición por medio de sus procesos digestivos, no solo la aprovechan para beneficio 

propio, sino que además, la transforman en sustratos posteriormente usados por otros 

organismos para su nutrición, entre ellos las plantas (Lavelle & Spain, 2005;  Begon et al., 2006; 

White, 2006). 

Teniendo en cuenta lo anterior, a la luz de la importancia de los insectos detritívoros en los 

ecosistemas y agroecosistemas, las interacciones entre microrganismos e invertebrados 

detritívoros se puede considerar un área importante de estudio enfocado a encontrar sus 

posibles aplicaciones dentro de la agricultura (Nardi et al., 2002; Boekhout 2005; Nardi et al., 

2006; Galvis et al., 2009). Por esta razón, en este escrito se trata de mostrar la razón por la cual 

es tan interesante el estudio de los microorganismos asociados a los invertebrados detritívoros 

en agroecosistemas y algunos antecedentes que sostienen esta idea. 

2. Materia orgánica en los suelos 

El suelo está compuesto básicamente de agua, minerales, aire y materia orgánica. La 

proporción de estos componentes van a dar variaciones en diferentes características al suelo y 

de este modo, determinar el tipo del mismo (Edmonds & Tech 1992). 

Los suelos, a su vez, se componen de una serie de divisiones conocidas como horizontes, los 

cuales se encuentran paralelos a la superficie y se diferencian entre sí por su composición, la 

cual proviene del desarrollo sufrido a través del tiempo de los componentes iniciales de dicha 

capa (Edmonds & Tech 1992; White 2006).  

Los horizontes se pueden clasificar de la siguiente manera (CIAF 1980; Edmonds & Tech 1992; 

Lavelle & Spain 2005): 

 Horizonte “O”: Es la capa dominada por material orgánico que domina la superficie del 

suelo. 

 Horizonte “A”: Es la capa que le sigue al horizonte “O” cuando éste está presente. Se 
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encuentra compuesto por material orgánica en forma de humus con minerales propios 

del suelo. 

 Horizonte “E”: Se caracteriza por la eluviación de arcillas cilicatadas, hierro, oxideos de 

aluminio, entre otros, que dejan partículas resistentes de tamaño de arena o de limo. 

Presenta menos materia orgánica que el horizonte “A”. 

 Horizonte “B”: Horizonte mineral que se encuentra bajo alguno de los anteriores 

horizontes y que se caracteriza por la presencia de acumulaciones y remociones. 

 Horizonte “C”: Se presenta alto nivel de carbonatos de magnesio y calcio, además de 

silicatos. Presenta sedimentos poco consolidados. 

 Horizonte “R”: Presenta formaciones rocosas que se conocen como lecho rocoso del 

suelo. Su excavación es muy complicada por su misma naturaleza rocosa. 

Los horizontes A y O, son de gran interés en la agricultura, pues en estos encontramos los 

nutrientes disponibles en el suelo (Altieri & Nicholls, 2004; Bot & Benitez, 2005). 

Según la FAO (Bot & Benites 2005), materia orgánica es todo material producido originalmente 

por organismos vivos y que posteriormente, regresa al suelo pasando por un proceso de 

descomposición.  

La materia orgánica, en términos generales, puede ser dividida en materia orgánica “superficial”  

y “enterrada”, la primera se compone de residuos animales y vegetales, mientras la última se 

compone de residuos animales y vegetales parcialmente descompuestos, macrofauna y 

microbiota activos y humus (Bot & Benitez, 2005). 

El movimiento y transformación de materia orgánica a través del suelo, está influenciado por el 

clima, la vegetación, el tipo de suelo y los organismos que habitan el suelo (Bot & Benitez, 

2005). En este caso el papel de los organismos presentes en el suelo es de suma importancia, 

pues a través de ellos se da un mantenimiento del reciclaje de macro- y micronutrientes, 

además de que su actividad afecta la estructura y productividad del mismo (Giller et al., 1997; 

Altieri & Nicholls 2004; Bot & Benites 2005; Begon et al., 2006), dando lugar a unas condiciones 

favorables de desarrollo vegetal como la regulación de la evapotranspiración, microclimas 

óptimos, condiciones que ayudan al enraizamiento como buena porosidad, mantenimiento de la 

humedad del suelo, inhibición del proceso de erosión, entre otras (Bot & Benitez 2005). 
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3. Actividad biológica en el suelo 

La biodiversidad, puede prestar servicios ecológicos, como por ejemplo, la prevención de la 

erosión del suelo, el mantenimiento de agua y el mantenimiento de los nutrientes en el mismo 

(Giller et al., 1997; Altieri & Nicholls, 2004; Coleman & Whitman 2005; Begon et al., 2006; Roger 

et al., 2010). 

Segúm White (2006), los organismos del suelo se dividen en: 

- Macrofauna: Se compone principalmente de organismos vertebrados que habitan 

frecuentemente el suelo como algunos mamíferos. 

- Mesofauna: Se compone de invertebrados pertenecientes a grupos como los de los 

anélidos, nematodos, artrópodos y moluscos. 

- Microfauna: Se compone de microorganismos como hongos, protozoos, bacterias y 

arqueas. 

Las comunidades microbianas (microbiota), juegan un papel importante en el suelo, ya que 

algunos grupos de estos microorganismos se encargan de degradar diferentes tipos de 

componentes y transformarlos en nutrientes que permiten o facilitan el crecimiento de plantas 

en dichos suelos, por lo que la diversidad microbiana de los suelos es un factor muy importante 

en el mantenimiento de estos (Bot & Benites 2005; Coleman & Whitman 2005; White, 2006; 

Tebbe & Schloter, 2007; Raaijmakers & Paulitz 2009). De hecho, los suelos de bosques 

presentan una población importante de microbiota, donde este grupo de organismos muestra la 

más alta concentración de biomasa  en la hojarasca (Krivtsov et al., 2003; Begon et al., 2006), 

mostrando así su importancia en los procesos de reciclaje de nutrientes del suelo, donde el 

proceso de descomposición de la materia orgánica permite la disponibilidad y la acumulación de 

compuestos asimilables por las plantas.  

Sin embargo, en muchas ocasiones las actividades humanas como el uso de pesticidas por 

parte de la agricultura convencional extensiva, pueden llegar a disminuir dicha diversidad 

microbiológica, tanto de ecosistemas naturales como de agroecosistemas. Lo anterior genera 

una alteración en el mantenimiento del reciclaje y la disponibilidad de nutrientes y por ende un 

problema no solo agrícola, sino ecológico, ya que podría presentarse un déficit nutritivo, 

importante para el desarrollo de las plantas (Giller et al., 1997; Altieri & Nicholls, 2004; Lavelle & 

Spain, 2005; Begon et al., 2006; White, 2006; Tebbe & Schloter, 2007; Roger et al., 2010). 
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4. Invertebrados detritívoros y su papel en agroecosistemas 

Algunos microorganismos, involucrados en la degradación de materia orgánica, se pueden 

encontrar en el tracto digestivo de organismos detritívoros, ya que estos requieren 

microcomunidades, compuestas generalmente de bacterias y hongos (levaduras y otros 

ascomicetes), que les permitan la absorción de ciertos nutrientes (Amat et al., 2004). Esto lo 

logran al degradando los compuestos que sus hospedadores son incapaces de degradar, lo que 

indica que los microorganismos presentes en el tracto digestivo de dichos animales juegan un 

papel importante en la digestión de materia orgánica, lo que abre la posibilidad de encontrar 

nuevas especies de microorganismos y explorar su posible utilidad en actividades agrícolas 

(Boekhout 2005; Nardi et al., 2006; Andert 2007; Lundgren et al., 2007; Jacobsen et al., 2008; 

Galvis et al., 2009).  

Los invertebrados detritívoros juegan un importante papel en el mantenimiento de los suelos, ya 

que junto a otros miembros de la mesofauna, intervienen en el ciclo de nutrientes (Begon et al., 

2006; White 2006; Hoekman et al., 2009). En bosques, los procesos de digestión y 

descomposición son de gran importancia, ya que los invertebrados detritívoros intervienen en el 

ciclo de nutrientes presentes en el suelo, a partir de la capa de hojarasca que se forma sobre el 

suelo. Esto se ha evidenciado en múltiples estudios realizados alrededor del mundo enfocados 

en la diversidad y papel de los invertebrados detritívoros en hojarasca de bosque (Crawford 

1990; Pramanik et al., 2001; Groove 2002; Zimmer & Topp 2002; Ashwini & Sridhar 2005; Li & 

Brune 2005; Begon et al., 2006; Andert et al., 2008; Ihnen & Zimmer 2008; Jacobsen et al., 

2008; Seeber et al., 2009; Seeber et al., 2010).  

5. Relaciones entre invertebrados y microrganismos 

Las relaciones simbióticas entre microorganismos e invertebrados han sido estudiadas en los 

últimos años (Cazemier et al., 1997; Webster et al., 1998; Nardi et al., 2002; Isaacson & 

Webster 2002; Walsh & Webster 2003; Suh et al., 2005; Kikuchi et al., 2007; Galvis et al., 2009; 

Rajagopal 2009; Rohlfs & Kürschner 2009). Un ejemplo de esto son las relaciones entre 

nematodos entomopatógenos y microrganismos, los cuales juegan un papel clave en el proceso 

de parasitación del insecto hospedero por medio de la producción de diferentes metabolitos que 

se comportan como antibióticos o como insecticidas (Webster et al., 1998; Isaacson & Webster 

2002; Walsh & Webster 2003; Kaya et al., 2006). 

Del mismo modo podemos hablar de lo que se conoce acerca de las microcomunidades 
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presentes en el tracto digestivo de termitas y hormigas, y la función que cumplen estas en el 

proceso de asimilación de celulosa y lignocelulosa (Veivers et al., 1982; Billen & Buschinger 

2000; Brune & Friedrich 2000; Bution & Caetano, 2008; Lee et al., 2008; Kaltenpoth 2009; Bugg 

et al., 2011). Así mismo existen estudios enfocados a comprender la función de la población 

microbiana presente en el tracto digestivo de algunos dípteros de las familias Tephritidae y 

Drosophilidae (Nelder et al., 2004; Behar et al., 2008; Rohlfs & Kürschner 2009; Crotti et al., 

2010), la cual juega un papel destacable en la digestión y degradación de nutrientes al interior 

de estos insectos, aportando así a la asimilación de carbono y nitrógeno. Otros estudios 

evidencian la función de la población microbiana en cucarachas (Blattodea) y langostas 

(Orthoptera) (Rajagopal 2009). 

De igual modo, varios trabajos han estudiado la interacción entre larvas y adultos de 

coleópteros y lepidópteros con microorganismos presentes en su tracto digestivo (Genta et al., 

2006; Schloss et al., 2006; Vasanthakumar et al., 2006; Berkov et al., 2007; Khiyami & Alyamani 

2008; Sanchez & Vlisidou 2008; Galvis et al., 2009; Robinson et al., 2010). Esto ha demostrado 

que hay un alto número de especies, de bacterias y levaduras, presentes en el tracto digestivo 

de larvas de insectos fitófagos, de especial importancia en la agricultura, los cuales forman 

parte del proceso de digestión y asimilación de celulosas, lignocelulosas y xilosas, así como la 

fijación de nitrógeno y la protección contra microrganismos entomopatógenos (Nation 2002; 

Lemke 2003; Suh et al., 2003; Suh & backwell 2004; Andert 2007; Pinto et al., 2007; Pittman et 

al., 2007; Vasanthakumar et al., 2008; Lehman et al., 2009). 

Esos estudios también describen varias especies nuevas de microorganismos, los cuales 

pertenecen, en general, a levaduras de los géneros Candida y Pichia (Suh et al., 2003; Suh et 

al., 2004; Suh & Backwell 2004; Suh et al., 2005; Grünwald et al., 2010; Hirsch et al., 2012), que 

pertenecen a los Saccharomycetes y a géneros de bacterias como Bacteriodetes,  Burkholderia, 

Caedibacter, Clostridia, Enterobacter, Lactobacillus,  Phenylbacterium, Serratia, Spiroplasma, 

entre otros (Barberio et al., 2001; Douglas 2007; Lundgred et al., 2007; Lehman et al., 2009; 

Rajagopal 2009; Tanahashi et al., 2010; Bode 2011). Estos microorganismos, como se ha 

mencionado arriba, pueden tener un papel importante en la degradación y asimilación de 

diferentes nutrientes, lo cual a su vez pudo haber permitido la diversificación de estos insectos 

en ambientes pobres en nutrientes, al conferirles la capacidad de aprovechar recursos de otra 

manera inaccesibles (Suh et al., 2005). 

Es importante resaltar el papel que estas comunidades microbianas juegan en el control del 
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ataque producido por parte de microorganismos entomopatógenos al hospedero, el cual es 

evidente en muchos trabajos que han estudiado microorganismos que presentan acción 

antagónica frente a microorganismos entomopatógenos, mostrando otro papel que cumplen 

estas comunidades microbianas endosimbióticas en invertebrados (Dillon et al., 2005; Behar et 

al., 2008; Kaltenpoth 2009; Rajagopal 2009; Yoshiyama & Kimura 2009; Loncaric et al., 2011).  

6. Posibles usos de microrganismos provenientes de invertebrados en la agricultura 

Según Indiragandhi y sus colaboradores (2008), la diversidad de microorganismos encontrada 

en el tracto digestivo de insectos es considerablemente más alta que en la filósfera, donde por 

cada mililitro de suspensión de intestino podemos encontrar entre 4x105 a 2x1011 UFC, 

comparado con los 3x105/cm2 UFC que podemos encontrar en la filósfera. Adicional a esto, la 

relación que hay entre las poblaciones microbianas entre los intestinos de diferentes animales, 

incluidos los invertebrados, y las encontradas en raíces de plantas es interesante, ya que 

cumplen un papel muy similar en la toma, degradación y asimilación de nutrientes, en la 

degradación de componentes tóxicos, protección contra patógenos, entre otros, además de 

presentar interacciones bacteria-hospedero muy similares en ambos casos (Ramírez et al., 

2013). 

Teniendo en cuenta lo que se ha mencionado en varios puntos arriba, varios trabajos con un 

enfoque agronómico han aislado recientemente microrganismos a partir de invertebrados con el 

fin de estudiar las posibles aplicaciones de estos microorganismos simbióticos. Estos estudios 

muestran el gran potencial de dichas microcomunidades como controladores de patógenos y 

plagas, al igual que su uso como promotores del crecimiento en plantas  (Webster et al., 1998; 

Isaacson & Webster 2002; Walsh & Webster 2003; Kayaet al., 2006; Christen et al., 2008; 

Hameeda et al., 2008; Indiragandhi et al., 2008; Kim & Indiragandhi 2008; Rajagopal 2009). A 

continuación se citarán algunos ejemplos de estos posibles usos. 

6.1 Bacterias Promotoras del Crecimiento en Plantas (PGPB) 

Varios trabajos se han enfocado en aislar microrganismos asociados a diferentes insectos 

presentes en agroecosistemas y probar su capacidad como promotores de crecimiento de 

diferentes cultivos como el maíz, canola, tomate y pimiento, arrojando resultados prometedores 

(Hameedaet al., 2008; Indiragandhi et al., 2008; Kim & Indiragandhi 2008). 

Un ejemplo importante de esto son los trabajos realizados con microorganismos relacionados 
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con Plutella xylostella, una plaga de brasicáceas (Indiragandhi et al., 2008; Kim & Indiragandhi 

2008), donde se aislaron microorganismos presentes en el intestino de este y se probó la 

capacidad de algunas bacterias como promotoras de crecimiento en semillas de canola y 

tomate (Indiragandhi et al., 2008), registrando mayor actividad en el grupo de las Acitenobacter 

sp (para canola) y Pseudomonas sp (para tomate), esta última también mostró actividad 

promotora de crecimiento en plantas en pruebas realizadas con semillas de pimiento y maíz 

(Kim & Indiragandhi 2008). 

Otro ejemplo es el trabajo presentado por Hameeda y sus colaboradores (Hameeda et al., 

2006), donde se revisó la actividad como promotora de crecimiento en mijo (Pennisetum 

glaucum) por parte de bacterias asociadas a la superficie y heces de babosas, caracoles, 

lombrices y ciempiés provenientes de compostaje de desechos de producción agrícola. En este 

caso se destacaron Serratia marcescens (proveniente de la superficie de babosas) y Bacilus 

circulans. Este último, resulta muy interesante por el hecho de que proviene de heces de 

ciempiés proveniente de compost, lo cual muestra que las heces de insectos detritívoros 

pueden ser una fuente interesante de microorganismos con capacidad promotora de 

crecimiento en plantas, y asoma la posibilidad de que esta mesofauna sirva como vector para la 

distribución de los microorganismos benéficos en sistemas agroecológicos. 

Posteriormente, el mismo Hameeda publicó un trabajo muy similar al anterior, en el cual estudió 

la promoción en el desarrollo en maíz por parte de microorganismos hallados sobre la superficie 

y las heces de macrofauna asociada al compostaje de desechos de producción agrícola 

(Hameeda et al., 2008). 

6.2 Microorganismos con capacidad antagónica contra fitopatógenos 

El término control biológico se utiliza para describir el uso de insectos o microorganismos con el 

fin de suprimir el desarrollo de insectos que se consideran plaga, así como para disminuir o 

eliminar la incidencia de enfermedades provocadas por organismos fitopatógenos, como 

hongos o bacterias (Pal 2006). Pal y colaboradores denominan a estos organismos, usados 

como controladores, Agentes de Control Biológico (BCA, por su sigla en inglés). En esta 

sección trataremos de ver algunos ejemplos de trabajos que se han enfocado en buscar 

microorganismos “BCA” asociados a invertebrados. 

Adicional, aunque anterior, en las últimas décadas también se han realizado trabajos donde se 

ha explorado la posibilidad de usar insectos como vectores de microorganismos benéficos, de 
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“BCAs”. Es el caso de los trabajos realizados con abejorros y abejas, donde se usaron para 

transportar inóculos de microorganismos antagonistas como Beauveria bassiana, Clonostachys 

rosea, Gliocadium roseum, Erwinia herbicola y Pseudomonas  fluorescens para controlar 

Botrytis cinerea y Erwinia amylovora en cultivos de pera, manzana, frambuesa, tomate y 

pimiento (Thomson et al., 1992; Yu & Sutton 1997; Kapongo et al., 2008). 

Teniendo en cuenta lo anterior, retomamos los trabajos realizados con Plutella xylostella 

(Indiragandhi et al., 2008; Kim & Indiragandhi 2008), donde se encontraron en su tracto 

digestivo bacterias del género Pseudomonas sp., las cuales presentaron actividad como 

inhibidores del crecimiento micelial de Botrytis cinerea, Colletotrichum coccodes, Colletotrichum 

gleospoiroides, Rhizoctonia solani y Sclerotia sclerotiorum bajo condiciones in vitro 

(Indiragandhi et al., 2008; Kim & Indiragandhi 2008). Este caso resulta de gran interés pues ha 

demostrado que microorganismos asociados a insectos presentes en agroecosistemas, pueden 

presentar actividad antagónica contra diferentes tipos de fitopatógenos, incluso cuando estos 

insectos son considerados plaga. 

Una idea que resulta bastante interesante es el uso de microorganismos asociados a 

nematodos como controladores de hongos fitopatógenos. Este es el caso del trabajo 

presentado por Haq y colaboradores (2007) con bacterias Xenorhabdus spp y Xenorhabdus 

nematophila, asociadas a nematodos entomopatógenos Steinernema carpocapsae y 

Steinernema riobrave, que fueron enfrentadas a Fusarium oxysporum f.sp. lycopersici 

mostrando su capacidad como controladores del crecimiento de este hongo (Haq & Pembroke 

2007). 

Teniendo en cuenta los trabajos citados en esta sección, se puede ver que los invertebrados 

son una fuente interesante de microorganismos con capacidad antagónica frente a agentes 

fitopatógenos, donde aún hay mucho por explorar. 

6.3 Producción de enzimas y metabolitos secundarios 

Los microorganismos asociados a insectos se han visto, principalmente en las últimas décadas, 

como una fuente potencial de metabolitos secundarios y enzimas que pueden ser utilizadas 

tanto en la agricultura como en la industria (Li & Brune 2005; Genta et al., 2006; Bode 2009a; 

Bode 2009b; Morrison et al., 2009; Shank & Kolter 2009; Bode 2011; Ramanathan & Alagesan 

2012). Mucho de lo que se plantea en esta sección está relacionado de algún modo a las 

anteriores secciones, pues las actividades antibióticas o de promoción del crecimiento en 
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plantas, así como la degradación y asimilación de nutrientes, están dadas por la actividad 

metabólica que presentan los microorganismos asociados a invertebrados (Pinto & Uribe 2007; 

Indiragandhi et al., 2008; Bode 2009a). 

Algunos ejemplos se pueden apreciar en los trabajos realizados con microrganismos asociados 

a nematodos entomoparásitos (Webster et al., 1998; Isaacson &  Webster 2002; Kaya et al., 

2006; Christen et al., 2008; Ramanathan & Alagesan 2012). En este caso en particular, los 

microrganismos mutualistas de dichos nematodos son utilizados por el parásito para matar al 

hospedero al liberar toxinas y así usar este insecto como fuente de alimento para el desarrollo 

de los nematodos juveniles. En razón de esto, estos trabajos se han enfocado en la producción 

de insecticidas y la utilización de estos microrganismos con el fin de controlar plagas de 

insectos en diferentes cultivos. 

Las quitinasas son enzimas relacionadas con las actividades insecticidas y antifúngicas, puesto 

que estas degradan la quitina, componente principal de la cobertura de insectos y de hongos, 

en estos últimos de las paredes celulares (Isaacson & Webster 2002; Li & Brune 2005; Gohel et 

al., 2006; Hameeda et al., 2006; Pinto & Uribe 2007; Indiragandhi et al., 2008; Humber 2008; 

Bode 2009a; Bode 2009b). Es por esto que en varios trabajos se ha ensayado la producción de 

esta enzima por parte de microorganismos asociados a invertebrados, teniendo en cuenta que 

la quitinasa al interior de los insectos puede ser utilizada para degradar quitina presente en 

hongos saprobios que sirven de alimento, en algunos casos, para estos insectos, así como para 

regular las poblaciones de hongos entomopatógenos. En este caso se han encontrado muchos 

microorganismos que presentan este tipo de enzimas, algunas de las cuales han sido probadas 

contra el desarrollo de algunos hongos fitopatógenos (Isaacson & Webster 2002; Li & Brune 

2005; Hameeda et al., 2006; Gohel et al., 2006; Pinto & Uribe 2007; Humber 2008; Indiragandhi 

et al., 2008; Bode 2009a; Bode 2009b). 

Adicional a lo anterior, es bueno tener en cuenta que otros metabolitos secundarios han sido 

extraídos a partir de la actividad microbiana presente en el sistema digestivo de insectos y 

nematodos, que presentan actividad antifúngica y antimicrobiana, las cuales pueden ser de 

gran utilidad en el desarrollo de la agroindustria (Genta et al., 2006; Haq & Pembroke 2007; 

Indiragandhi et al., 2008; Bode 2011). 

Otros trabajos interesantes son los enfocados a la producción de celulasa por parte de estos 

microorganismos, ya que muchos de estos insectos requieren de comunidades microbianas que 

produzcan esta enzima, con el fin de ayudarles a asimilar la celulosa (Ineson & Anderson 1985; 
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Brune & Friedrich 2000; Genta et al., 2006; Kostanjšek et al., 2006; Pinto & Uribe 2007; Andert 

et al., 2008; Gupta et al., 2012;  Huang et al., 2012; Pathma & Sakthivel 2012; Ramanathan & 

Alagesan 2012). Una idea muy llamativa es la de producir celulasa para degradar papel u otros 

desechos y, junto con la ayuda de levaduras como Saccharomyces cereviseae, generar 

biocombustibles como el etanol a partir de la celulosa (Gupta et al., 2012). 

De igual modo se han realizado trabajos donde se ha demostrado la producción de 

fitohormonas por parte de algunos microorganismos asociados a algunos invertebrados, las 

cuales ayudan a promover el desarrollo y crecimiento de plantas de cultivo, así como activar las 

respuestas de defensa de estas en caso de ataque por parte de fitopatógenos y/o plagas (Nardi 

et al., 2002; Hameeda et al., 2006; Hameeda et al., 2008; Indiragandhi et al., 2008; Jagdale et 

al., 2009).  Esta es una de las razones por las cuales algunos de estos microorganismos tienen 

capacidad de promover el crecimiento y desarrollo en plantas. Esto provee una fuente 

interesante de compuestos útiles para la industria y la agronomía.  

7. Usos de insectos detritívoros de ecosistemas naturales como vectores de 

microorganismos benéficos 

En el segmento anterior revisamos algunos estudios enfocados al posible uso de 

microorganismos asociados a invertebrados en la agricultura. Sin embargo dichos estudios  han 

sido realizados con organismos, en su mayoría, asociados a agroecosistemas y no a 

ecosistemas naturales. A modo de ejemplo, los estudios realizados por Indiragandhi 

(Indiragandhi et al., 2008;  Kim & Indiragandhi 2008) han sido desarrollados con P. xylostella, el 

cual es un lepidóptero herbívoro que está asociado a cultivos de la familia brassicaceae, el cual 

es responsable de pérdidas importantes en la producción de cultivos de esta familia (Capinera 

2000). 

Esto es importante tenerlo en cuenta, pues muestra como hasta el momento muchos de los 

estudios que buscan fuentes “novedosas” de microorganismos benéficos para la agricultura, lo 

han hecho con fuentes asociadas a ecosistemas no naturales, en cierta manera asociada a 

agroecosistemas, donde la diversidad es muy baja. Boekhout (2005), explica el potencial que 

tiene el tracto digestivo de coleópteros en general como una potencial fuente de levaduras útiles 

para diferentes propósitos, tanto en la agricultura, como en la industria. Así mismo hemos citado 

en este escrito un gran número de trabajos que muestran las relaciones existentes entre 

diferentes invertebrados y comunidades microbianas. Del mismo modo en uno de los 

segmentos de este trabajo hablamos del papel que los invertebrados detritívoros cumplen en 
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los ecosistemas y como su interacción con microorganismos juega un rol fundamental en el 

cumplimiento de dicho papel. 

Teniendo en cuenta lo anterior uno se podría preguntar ¿Por qué solo buscar microorganismos 

benéficos en invertebrados como P. xylostella, que es un insecto herbívoro y considerado como 

una plaga de importancia en diferentes cultivos? ¿Por qué no buscar invertebrados detritívoros 

provenientes de ecosistemas naturales, donde la diversidad es más alta, y conservada que en 

agroecosistemas, y usarlos como vectores de microorganismos benéficos? 

Existen trabajos que han demostrado que los invertebrados tienen una gran capacidad de 

transportar microorganismos en sus tractos digestivos y depositarlos posteriormente junto a sus 

heces. Un ejemplo de esto es un estudio realizado en el año 1989, donde se evaluó la 

capacidad de Peridoma saucia, un lepidóptero cuya larva ataca cultivos de herbáceas, de 

transportar y depositar inóculo de Enterobacter cloacae (Amstrong et al., 1989). Otro ejemplo 

más reciente es el del transporte de esporas de Tomentella sublilacina, el cual es un miembro 

de las  ectomicorrizas, por parte de varios tipos de invetebrados fungívoros y depredadores de 

invertebrados (Lilleskov & Bruns 2005). Sin embargo este tipo de estudios enfocados a insectos 

detritívoros ha sido hasta ahora bajo. 

Es por lo anterior que este escrito propone estudiar el posible uso de insectos detritívoros, 

provenientes de ecosistemas naturales, como portadores, fuente y vectores de 

microorganismos benéficos en la agricultura y de este modo, contribuir al aumento de la 

diversidad benéfica en agroecosistemas. 

8. Conclusiones 

El estudio de los beneficios ecosistémicos de la diversidad presente en los agroecosistemas es 

importante para el desarrollo de una agricultura sostenible. Es por esto que las relaciones entre 

microorganismos e invertebrados se han mostrado en las últimas décadas como una fuente 

interesante de microorganismos con múltiples utilidades en la agricultura y la agroindustria. 

Varios trabajos han demostrado posibles usos, desde la promoción del crecimiento en plantas, 

antagonismo a microorganismos fitopatógenos, como productores de compuestos pesticidas, 

hasta la generación de metabolitos y enzimas que pueden ser utilizados ampliamente en la 

agroindustria. Sin embargo estos estudios se han centrado en organismos que no provienen de 

ecosistemas naturales. 
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Teniendo en cuenta lo anterior, a la luz de la importancia de los insectos detritívoros en los 

ecosistemas y su potencial y relevancia como servicios ecosistemico en los agroecosistemas, 

las interacciones entre microrganismos e invertebrados detritívoros de ecosistemas naturales se 

puede considerar un área importante de estudio enfocado a encontrar sus posibles aplicaciones 

y transferencia tecnológica a   la agricultura. 
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Aislamiento de Microorganismos de Heces de larvas de Trogossitidae (Coleoptera) 

asociados a hojarasca de bosque y evaluación, in vitro, de su efecto antagónico sobre 

una cepa de Fusarium oxysporum 

………………………………………………………………………………………………………… 

1. Introducción 

La gran mayoría de hongos fitopatógenos son necrotróficos, lo cual significa que destruyen el 

tejido del hospedero con enzimas y toxinas a medida que avanza la hifa y no requieren de 

células vivas para obtener nutrientes (Raaijmakers et al., 2009). Una característica importante 

de los patógenos necrotróficos del suelo, es que son generalistas, con un amplio rango de 

hospederos, por lo cual muy rara vez se encuentra resistencia de un único gen en las plantas 

(Raaijmakers et al., 2009).  

Fusarium oxysporum es un parásito de más de 100 especies de plantas, hongo Ascomycota 

perteneciente a la familia Nectriaceae, que gracias a los diversos mecanismos puede ingresar a 

las diferentes especies de plantas que infecta, produciendo síntomas como marchitamiento, 

amarillamiento parcial de las hojas, pérdida de turgencia, en algunos casos se presenta en las 

hojas una coloración clorótica en la mitad de la hoja, enanismo de los brotes y disminución del 

crecimiento de la planta y por último la muerte (Gordon & Martyn, 1997; Baayen & Förch, 2001; 

Garcés et al., 2001).  

Todas las formas especiales de F. oxysporum son necrotróficas y tienen la capacidad de 

sobrevivir por largos periodos de tiempo en la materia orgánica del suelo, al igual que en la 

rizósfera, razón por la cual se ve que en diferentes ecosistemas se mantiene el inóculo de esta 

especie por mucho tiempo (Gordon & Martyn 1997; Garcés et al., 2001; Fravel et al., 2003).  

El control de patógenos es uno de los servicios ecosistémicos que provee la diversidad 

presente en agroecosistemas (Altieri & Nicholls 2004; Moonen & Bàrberi 2008; Roger et al., 

2010), sin embargo, el amplio uso de fertilizantes y pesticidas disminuye la diversidad del suelo 

y genera cambios en algunos procesos funcionales del suelo, disminuyendo el proceso del ciclo 

de nutrientes y  permitiendo un aumento de la incidencia de algunas plagas y enfermedades 

(Wardle & Nicholson 1999; Doran & Zeiss 2000; Swift et al., 2004; van Capelle et al., 2012). 

Curiosamente estos procesos “disminuidos” son los que se quieren compensar con las 

actividades agrícolas arriba descritas. 
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Los insectos detritívoros juegan un papel importante en el ciclo de nutrientes del suelo, pues se 

alimentan de la materia orgánica en descomposición presente en el suelo y los transforman en 

nutrientes que las plantas pueden asimilar (Amat et al., 2004; Boekhout 2005; Begon et al., 

2006; Bode 2009;). Estos organismos presentan relaciones con microorganismos que les 

permiten no solo degradar los nutrientes presentes en su dieta, sino proteger a los insectos de 

microorganismos entomopatógenos presentes en el suelo, por lo que muchas de estas 

comunidades microbianas poseen capacidad antagónica frente a otros microorganismos (Amat 

et al., 2004; Begon et al., 2006; Bode 2009).  

Existen reportes que indícan que la microbiota presente en raíces de plantas y en el tracto 

digestivo de varios animales cumplen un papel muy similar en la toma, degradación y 

asimilación de nutrientes, en la detoxificación por diferentes componentes tóxicos, protección 

contra patógenos, entre otros roles, además de presentar interacciones bacteria-hospedero 

muy similares en ambos casos (Ramírez et al., 2013). Del mismo modo se ha reportado que la 

diversidad de microorganismos presentes en el tracto digestivo de insectos puede ser mas alta 

en comparación con la filósfera donde por cada mililitro de suspensión de intestino podemos 

encontrar entre 4x105 a 2x1011 UFC, comparado con los 3x105/cm2 UFC que podemos 

encontrar en la filósfera (Indiragandhi et al., 2008). 

Adicional a esto, se han presentado varios trabajos que han enfocado esfuerzos a determinar 

los posibles usos de estos microorganismos asociados a insectos en la agricultura y la industria 

(Haq & Pembroke 2007; Hameeda et al., 2008; Indiragandhi et al., 2008; Kim et al., 2008; Bode 

2011), donde incluso se han observado microorganismos con capacidad antagónica frente a 

algunos hongos fitopatógenos, entre ellos F. oxysporum (Haq & Pembroke 2007; Indiragandhi 

et al., 2008). Así mismo, resulta interesante la búsqueda de microorganismos con la capacidad 

de degradar compuestos orgánicos, como la celulosa, con el fin de encontrar nuevas fuentes de 

biocombustibles y otras aplicaciones para la industria (Gupta et al., 2012). Sin embargo la 

mayoría de estos trabajos se han realizado con insectos presentes en agroecosistemas, 

cumpliendo el papel de plagas en algunos cultivos. 

Teniendo en cuenta lo anterior, resulta interesante la búsqueda de microorganismos asociados 

a la amplia biodiversidad de insectos detritívoros presentes en ecosistemas naturales, con el fin 

de determinar sus posibles usos en la agricultura, siendo este un paso más enfocado al 

desarrollo de sistemas agrícolas sostenibles (Boekhout 2005; Galvis et al., 2009). 

Este trabajo se enfocó en el aislamiento de microorganismos a partir de las heces de una larva 

de coleóptero (Trogossitidae) presente en el bosque del cerro de la Conejera, y evaluar su 
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capacidad antagónica frente a Fusarium oxysporum, mostrándose como una alternativa 

diferente al uso de microorganismos asociados a insectos considerados plaga de algunos 

cultivos.  

2. Objetivos 

2.1 Objetivo General 

Aislar microorganismos presentes en las heces de un morfotipo de larva de Trogossitidae 

(Coleoptera) proveniente de la hojarasca de bosque en el cerro de La Conejera (Entre las 

coordenadas 4° 47‘14,3“N, 74° 4‘3,4“O; 5° 35‘13“N - 73° 15’ 49,7“O), y evaluar el posible efecto 

antagónico contra un aislamiento agresivo de Fusarium oxysporum patógeno de Physalis 

peruviana. 

2.2 Objetivos Específicos 

 Aislar y caracterizar microorganismos presentes en heces de larvas coleópteros 

(Trogossitidae) provenientes de la hojarasca de bosque en el cerro de La Conejera 

(Entre las coordenadas 4° 47‘14,3“N, 74° 4‘3,4“O; 5° 35‘13“N - 73° 15’ 49,7“O). 

 Evaluar efecto antagónico contra F. oxysporum de los microorganismos aislados. 

 

3. Metodología  

3.1 Obtención de larvas 

Las larvas utilizadas en este trabajo se colectaron en un relicto de bosque presente en el 

cerro de la Conejera, el cual se encuentra en la localidad de Suba, al norte de Bogotá en 

las coordenadas geográficas: 4° 47‘ 14,3“ de latitud Norte, 74° 4‘3,4“ de longitud Oeste; 

y 5° 35‘ 13“ de latitud Norte - 73° 15’ 49,7“ de longitud Oeste (Secretaria Distrital de 

Ambiente; Moreno et al., 2002; EAAB 2006).  

Para la captura de las larvas que se usaron en este trabajo, nuestra metodología se 

basó en la propuesta por Barberena y Aide (2003), para la captura de insectos 

asociados a la hojarasca en bosques del trópico, la cual se modificó con el fin de 

capturar el mayor número posible de larvas vivas. 

Como esfuerzo de muestreo se tomaron cuatro cuadrantes de 1x1 m de hojarasca por 

muestreo, las cuales se separaron en pequeñas cantidades iguales y se colocaron en 
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trampas Berlese por 18 horas, en el Laboratorio de Ecología de la Facultad de Ciencias 

de la Universidad Militar Nueva Granada.  

Con el fin de alterar lo más mínimo la comunidad microbiana contenida por las larvas 

posteriormente usadas, se colocó una muestra pequeña de hojarasca en la boca inferior 

de los embudos Berlese, la cual fué previamente limpiada y esterilizada. Esta hojarasca 

“sustituta” fue humedecida con agua destilada estéril de modo que las larvas, al caer en 

esta, no se desecaran y de esta manera se mantuvieran vivas durante todo el proceso, 

tal como lo requería este trabajo. Así mismo, la hojarasca proveniente del área de 

muestreo se humedeció con agua destilada durante el tiempo en que estuvo en la 

trampa Berlese, con el fin de que las larvas no murieran antes de caer por el embudo.  

A las 18 horas de colocada la hojarasca en las trampas, se desmontó el experimento y 

se tomaron las muestras resultantes, de donde se tomaron finalmente las larvas de 

coleóptero asociadas a la hojarasca. De los especímenes obtenidos, se escogió un 

morfotipo (morfotipo 4; Tabla 1) y se utilizó para la extracción de microorganismos a 

partir de sus heces, esto debido a que fue el único morfotipo que sobrevivió el proceso 

de captura. Con ayuda de claves se identificó la familia a la que pertenecia el morfotipo 

escogido, el cual era Coleoptera: Trogossitidae (Lawrence 1991; Chu & Cutkomp 1992).  

3.2 Extracción de microorganismos 

Se utilizaron dos individuos del morfotipo de larva escogida para realizar la extracción 

exploratoria de  microorganismos presentes en sus heces. A estos se les realizó una 

desinfección rápida, sometiendo el espécimen a un pase en agua destilada y 

posteriormente dos pases en una solución de hipoclorito de sodio al 4% y de nuevo un 

pase en agua destilada estéril (Suh et al., 2003, Suh & Blackwell 2004, Suh et al., 2004; 

Galvis et al., 2009). 

Los individuos se colocaron en cajas de Petri estériles, donde se dejaron de 3 a 12 

horas para que depositaran pellets fecales en estas. Con pinzas estériles se tomaron los 

pellets fecales y se diluyeron en 100µl de agua destilada estéril en tubos Eppendorf, 

pasándolos por vortex. Luego de este proceso se sembró el contenido de los tubos 

Eppendorf sobre agar nutritivo por extensión y se dejó incubando por dos días a 28°C 

(Anderson & Bignell 1980; Ineson & Anderson 1985; Armstrong et al., 1989; Galvis et al., 

2009; Seeber et al., 2010). 
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El establecimiento de cultivos axénicos se realizó tomando las colonias de la prueba 

anterior y se sembraron por separado en Agar Nutritivo (AN) por agotamiento y se 

incubaron a 28° por 28h. Así mismo los aislados obtenidos fueron caracterizados como 

levaduras o bacterias a través de tinción de Gram y observaciones al microscopio 

(Galvis et al., 2009). 

La conservación de los aislados obtenidos se realizó en caldo nutritivo con glicerol al 

20%, dichos aislados se encuentran conservados en el laboratorio de Fitopatología de la 

UMNG a -40°C. 

3.3 Pruebas de Antagonismo a F. oxysporum 

3.3.1 Pruebas tipo I 

Se usó el aislamiento de F. Oxysporum G1, el cual fue aislado a partir de plantas de 

Physalis peruviana. Este aislamiento fue escogido debido a que es muy agresivo al 

infectar a P. peruviana. Este aislamiento fue suministrado por el laboratorio de 

fitopatología de la UMNG. 

Se realizaron las pruebas de antagonismo con el método utilizado en un trabajo anterior 

(Galvis et al., 2009), donde en cada tratamiento se sembró el aislado a probar en el 

centro de la caja de Petri en forma de estría, dividiendo la caja en dos mitades, en cuyos 

extremos se colocó un disco de 2mm de diámetro con inóculo de F. oxysporum como se 

muestra en la figura 1.  

 

Figura 1. Representación de una caja de Petri con un ensayo de antagonismo tipo I. La estría en 

el centro de la caja de Petri representa el inóculo del aislamiento a evaluar, mientras que los 

anillos en los extremos de la caja corresponden al inóculo de F. oxysporum (G1) (Tomada de: 

Galvis et al., 2009). 



34 

 

Estos montajes se incubaron a temperatura ambiente (12 a 28°C) por 8 días y se midió 

la distancia del borde del micelio al borde posterior del disco de  F. oxysporum sembrado 

al inicio. Dichas medidas se promediaron entre todas las realizadas dentro de cada 

aislamiento. Se realizaron cuatro repeticiones por cada aislamiento, incluyendo la 

prueba control, el cual consta del montaje mencionado anteriormente sin bacteria o 

levadura sembrada, sólo los dos inóculos de hongo. 

Se tomó el promedio de crecimiento de F. oxysporum presente en la prueba control 

como 100% y a partir de esto, se calcularon los porcentajes de crecimiento del hongo en 

los demás aislamientos, usando la siguiente fórmula (Montealegre et al., 2003): 

% inhibición = (1 - (Crecimiento del hongo en el tratamiento / Crecimiento del hongo en 

el tratamiento control)) x 100 

3.3.2 Pruebas tipo II 

De las pruebas tipo I se escogió un grupo con el que se realizaron pruebas de 

antagonismo tipo II, colocando sobre medio PDA sólido un disco de 2mm de diámetro de 

inóculo de Fusarium oxysporum en el centro de la caja de Petri. Con ayuda de un anillo 

de metal, la bacteria a probar se sembró en forma de anillo de 8cm rodeando el inóculo 

deF. oxysporum (Figura 2). Se usó como control el inóculo del hongo sin presencia de 

bacteria (Montealegre et al., 2003).  

Se realizaron mediciones del crecimiento del hongo a los 8 días de establecido el 

experimento con ayuda del programa ImageJ (versión 1,47 para Linux de libre 

distribución) para calcular el área total de crecimiento. 
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Figura 2. Representación de una caja de Petri con un ensayo de antagonismo tipo II. El anillo 

azul representa el inóculo del aislado a evaluar, mientras que el anillo rojo en el centro de la caja 

corresponde al inóculo de F. oxysporum. 

 

Se realizaron tres réplicas por por cada una de las tres repeticiones para cada 

aislamiento a probar. Con los valores de las mediciones realizadas se determinó el 

porcentaje de inhibición con la siguiente fórmula: 

Inhibición = (1 - (Crecimiento del hongo en el tratamiento / Crecimiento del hongo en el 

tratamiento control)) x 100% 

 

3.3.3 Conteo de conidias 

Adicionalmente se realizó un conteo del número de conidias producidas por el hongo al 

ser enfrentado a cada aislamiento, con el fin de determinar el posible efecto de los 

microorganismos sobre la producción de estas.  

Para esto se colectó el micelio de F. oxisporum después de medir el área de crecimiento 

del hongo en las ya mencionadas pruenas tipo II,  y se suspendió en 10 ml de agua 

destilada estéril, donde se separaron  las conidias de las hifas mecánicamente. 

Posteriormente se tomaron 150µl de la solución anterior y se colocaron en cámara de 

Neubauer. Se determinó el número de conidias por cm2 de micelio, tomando como la 
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relación entre el área de crecimiento del hongo y el número de conidias por ml-1. 

Esto se realizó con cada una de las rÉplicas y para cada repetición de las pruebas de 

antagonismo tipo II.  

3.4 Caracterización Bioquímica y prueba de degradación de celulosa de los 

microorganismos que presentaron actividad antagónico frente a F. oxysporum  

A los 10 microorganismos  seleccionados se les realizó una caracterización bioquímica 

siguiendo el protocolo de Schaad y colaboradores (2001), además del método de Gupta 

y colaboradores (2012) para determinar degradación de celulosa. Estos métodos se 

describen a continuación.  

El crecimiento anaerobio se determinó inoculando los aislados en medio basal para test 

OF de Hugh & Leifson (peptona 2g/L, NaCl 5g/L, KH2PO4 0,3g/L, Agar 3g/L, glucosa 

0.9% y Azul de Bromotinol 3g/L), con aceite de resina encima deeste, con el fin de evitar 

el intercambio gaseoso con el ambiente. Los tubos de ensayo fueron tapados y sellados 

con papel vinipel y se dejaron incubando por tres días. El cambio de coloración del 

medio a un tono amarillento se tomó como positivo para crecimiento anaerobio (Shaad 

et al., 2001).  

Para determinar la producción de endosporas bacterianas, se tomaron colonias con más 

de tres días después de incubación y se les realizó una tinción de verde de malaquita 

(Shaad et al., 2001). 

Los aislados se sombraron en cajas de Petri con medio agar King-B y se dejaron crecer 

por 4 días para determinar producción de pigmentos fluorescentes (Shaad et al., 2001). 

El ensayo de degradación de Urea (Shaad et al., 2001), se realizó sembrando los 

aislados en tubos Eppendrof de 2ml con 1,5ml de caldo de ureasa (38,7g/l). El cambio 

de color de naranja a rojizo o rosa se tomó como positivo. 

El ensayo de degradación de celulosa se realizó sembrando los morfotipos en cajas de 

Petri con medio compuesto de KH2PO4 0,5g/L. MgSO4 0,25g/L, Celulosa 2g/L, Agar 

15g/L, Gelatina 2g/L y Rojo Congo 0,2g/L, con un pH de 6,8-7,2 (Gupta et al., 2012). La 

formación de un halo con cambio de tonalidad en el medio, se tomó como positivo para 

degradación de celulosa, y dependiendo de la tonalidad que se presentó en las pruebas, 

se determinó si hubo acidificación del medio por parte del aislado.  
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Para cada una de las pruebas anteriormente mencionadas se realizó un montaje control, 

donde en lugar de inocular un aislado en cada prueba, se inoculó agua destilada estéril. 

Así mismo, se realizaron dos réplicas para cada aislado en cada prueba.  

3.5 Análisis Estadístico 

Para el análisis estadístico de los datos se usó el paquete estadístico R (Versión 3.0.1 

para Linux), de libre acceso (Desde: http://cran.rstudio.com/). 

Para determinar la normalidad de los datos se realizaron pruebas de normalidad 

Shapiro-Wilkinson. Posteriormente se realizaron los análisis de varianza y de 

comparaciones múltiples de Kruskal–Wallis (No paramétrico) con una probabilidad de 

0,05. 

Para las pruebas tipo II se determinó la correlación existente entre las 

variables %Inhibición, producción de conidias por ml y de conidias/cm2.  

Para las pruebas tipo I se utilizó como unidad experimental cada medición de 

crecimiento del hongo en cada cultivo dual; para las pruebas tipo II se utilizaron como 

unidades experimentales cada repetición del experimento. Así mismo se realizó un 

análisis de correlación entre las variables evaluadas en las pruebas tipo II.  

 

4. Resultados 

4.1 Obtención de larvas 

El número de morfotipos de larvas de coleóptero que se colectaron vivos  fue de seis, 

los cuales se pueden apreciar en la Tabla 1. 

Tabla 1. Se presentan los seis morfotipos que se lograron capturar luego del muestreo. El 

morfotipo 4 fue el que más representantes presentó, así mismo fue el único que produjo heces 

fecales.  
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El morfotipo #4 (Figura 3) fue el único del cual se obtuvieron microorganismos a partir de 

las heces fecales. Este morfotipo fue identificado taxonómicamente, utilizando las claves 

para la identificación de insectos inmaduros de Lawrence (1991), de Costa (1998) y de 

Chu & Cutkomp (1992), resultando orden Coleoptera, familia Trogossitidae. Algo 

interesante, en este caso, es que todos los microorganismos que se aislaron, mostraron  

un crecimiento lento al ser aislados inicialmente de las muestras de heces. Sin embargo 

al ser aisladas nuevamente, con el fin de obtener cultivos axénicos, mostraron un 

crecimiento mucho más veloz, pudiendo obtenerse colonias aisladas en 24h de cultivo 

sobre medio sólido.  

 

 

Figura 3. Larva del morfotipo 4, identificadas como Trogossitidae. (A) vista dorsal del morfotipo, 

la decoloración de las mancgas características es producto del proceso de conservación. (B) 

Vista ventral del espécimen. (C) Vista lateral. (D) vista ventral de la cabeza. 
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Del morfotipo 4 se obtuvieron  un total de 25  morfotipos de microorganismos (Tabla 2), 

a partir de dos individuos, pues uno no deposito heces y el cuarto representante murió 

durante el proceso. Estos se nombraron de acuerdo a la fecha en que se lograron aislar. 

El grupo del 23E (23 de Enero)  se aisló a partir de un individuo, los grupos 4F, R (4 de 

Febrero) y 6 F (6 de Febrero) de otro individuo y el grupo 14F (14 de Febrero) de otro 

individuo, dando así un total de tres individuos de los cuales se extrajeron 

microorganismos a partir de sus heces. El cuarto individuo que se capturó de este 

morfotipo, no produjo heces. 

Las colonias generadas por cada aislado se describieron usando como guía la 

presentada por la Society for General Microbiology (Acceso en: 

http://www.microbiologyonline.org.uk/teachers/observing-microbes/observing-bacteria-in-

a-petri-dish), como se muestra en la tabla 2.  Así mismo, los microorganismos aislados 

se sometieron a tinción de Gram y se observaron al microscopio, realizando así su 

descripción microscópica (Tabla 3 y Tabla 4). De estas oservaciones se determinó que 

de los 25 aislados, 9 fueron levaduras (Tabla 4) y 16 bacterias (Tabla 3),8 Gram (–) y 8 

Gram (+). 

http://www.microbiologyonline.org.uk/teachers/observing-microbes/observing-bacteria-in-a-petri-dish
http://www.microbiologyonline.org.uk/teachers/observing-microbes/observing-bacteria-in-a-petri-dish
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Tabla 2. Descripción de las colonias desarrolladas por cada aislado proveniente de las heces de 

un morfotipo de Trogossitidae, según la Society for General Microbiology. Se describen forma, 

margen, color, elevación, superficie y opacidad de las colonias 

(http://www.microbiologyonline.org.uk/teachers/observing-microbes/observing-bacteria-in-a-petri-

dish).  

 

Morfotipo Forma Margen Color Elevación Superficie Opacidad

23E_1 Circular Entero Blanco Elevada Lisa Opaca

23E_2 Irregular Ondulada Blanco Umbonada Rugosa Opaca

23E_3 Circular Entero Ocre claro Elevada Lisa Opaca

23E_4 Circular Filiforme Blanco Elevada Lisa Opaca

23E_5 Circular Entero Ocre claro Plana Lisa Opaca

23E_6 Irregular Ondulada Blanco Plana Aspera Opaca

23E_7 Circular Ondulada Ocre claro Convexa Brillante/Lisa Opaca

4 F 1 Puntiforme Entero Ocre Convexa Lisa Traslúcida

4 F 2 Puntiforme Entero Blanco Elevada Lisa Opaca

4 F 3 Puntiforme Entero Beige Plana Lisa Traslúcida

6 F 1 Puntiforme Entero Amarillo Convexa Brillante/Lisa Opaca

6 F 2 Puntiforme Entero Blanco Convexa Brillante/Lisa Traslúcida

6 F 3 Irregular Ondulado Beige Umbonada Brillante Opaca

6 F 4 Circular Entero Amarillo Elevada Lisa Opaca

14 F 1 Circular Entero Beige Convexa Lisa Opaca

14 F 2 Puntiforme Entero Blanco plana lisa Traslúcida

14F 3 Circular Entero Blanco Elevada Brillante Opaca

14 F 4 Circular Irregular Blanco plana Lisa Traslúcida

14 F 5 Circular Entero Amarillo Convexa Lisa Opaca

14 F 6 Rizoide N.A Blanco plana Lisa Opaca

14 F 7 Circular FilamentosoBlanco Plana Lisa Traslúcida

14 F 8 Puntiforme Entero Ocre claro Elevada Lisa Opaca

14 F 9 Redonda Entero Rojo Convexa Brillante/Lisa Opaca

R1 Circular Ondulado Blanco Crateriforme Aspera Opaca

R2 Circular Entero Beige Convexa Mate/Lisa Opaca
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Tabla 3. Tinción de Gram y descripción de los ailsados determinados como bacterias. 

 

Tabla 4. Descripción de los ailsados determinados como Levaduras. 

4.2 Pruebas de Antagonismo 

4.2.1 Pruebas Tipo I 

En las pruebas tipo I, después de 12 días de incubación a 21ºC, se obtuvo que solo seis 

microorganismos mostraron capacidad para inhibir el crecimiento de F. oxysporum en 

más del 30% (23E2, 23E7, 6F3, 14F2, 14F7 y 14F8), así mismo se pudo observar que 

hubo siete casos en los que el crecimiento se vió estimulado (4F2, 4F3, 6F1, 6F2, 14F1, 

14F3 y 14F9), como se puede apreciar en la Figura 4 en las barras de porcentaje 

Aislado Gram Descripción

23_E_1 Positivo Cocobacilos grandes

23_E_2 Negativo Bacilos grandes

23_E_4 Negativo Bacilos alargados

23_E_5 Negativo Bacilos pequeños

23_E_6 Negativo Cocobacilos

23_E_7 Negativo Bacilos alargados

6 F 2 Positivo Bacilos pequeños

6 F 3 Negativo Cocos

14 F 1 Negativo Bacilos pequeños

14F 3 Negativo Cocos

14 F 4 Positivo Diplococos

14 F 6 Positivo Bacilos anchos y alargados, forman cadenas

14 F 7 Positivo Bacilos pequeños

14 F 8 Positivo Cocobacilos

R1 Positivo Bacilos muy alargados

R2 Negativo Bacilos

Aislado Descripción

23_E_3 Gemación Ovaladas

4 F 1 Gemación Ovaladas y alargadas

4 F 2 Gemación Ovaladas

4 F 3 Gemación Ovaladas y alargadas

6 F 1 Gemación Redondeadas y grandes

6 F 4 Agrupación Redondeadas y grandes

14 F 2 Gemación Redondeadas

14 F 5 Gemación Redondeadas

14 F 9 Gemación Ovaladas y alargadas
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negativo.  

De los aislados evaluados, el que mayor porcentaje de inhibición de crecimiento de F. 

oxysporum mostró, fue el 23E2 con un valor de 42,97%, siendo el único que presentó un 

porcentaje de inhibición superior al 40%. Los que presentaron un porcentaje superior al 

30% fueron el 14F8, 6F3, 23E7, 14F7 Y 14F2. 

Se tomaron los diez aislados que presentaron un porcentaje de inhibición mayor al 15% 

(Tabla 4), para realizar las pruebas tipo II. De los cuales, los de menor porcentaje 

mostrado fueron los aislamientos R2 (18,65%) y 14F6 (18,9%). 

El que menor porcentaje de inhibición mostró fue el 4F2, el cual mostró un valor negativo 

de -7,18% (Figura 4), al igual que los aislados 4F3 y 14F9 mostraron porcentajes 

negativos (5,79% y -4,97% respectivamente). Estos tres aislados presentaron 

diferencias significativas respecto al control según el análisis de Kruskal-Wallis.   

 

Figura 4. Porcentajes de inhibición mostrados por cada tratamiento, en orden descendente. 
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Tabla 5. Se muestran los diez aislamientos que mostraron porcentajes de 

inhibición con un valor mayor al 15% y diferencias significativas según el test de 

Kruskal-Wallis de comparaciones múltiples (Diferentes letras representan 

diferencias significativas de acuerdo a la prueba de Kruskal-Wallis de 

comparaciones múltiples con una probabilidad de 0.05). 

 

Figura 5. Pruebas tipo I. Se observa el aislamiento 23E2 (A) que obtuvo mayor porcentaje de 

inhibición de crecimiento de F. oxysporum, y la prueba control (B). el 23E2 el cual mostró mayor 

porcentaje de inhibición (B) y la prueba Control (C).  

 

4.2.2 Pruebas de antagonismo tipo II 

Los aislados 6F3, 23E2, 14F7 y 14F8, mostraron un porcentaje de inhibición de crecimiento de 

F. oxysporum mayor al 60 % (61,7%; 64,3%; 64,2% y 61,4%; respectivamente), mientras que 

los aislados 23E5, 14F2 y 14F6, superaron el 50%, mostrando valores de 50,5%; 56,7% y 

57,2% respectivamente (Tabla 5 y Figura 6), donde el aislado 23E4 presentó el menor 

Aislamiento % Inhibición

Control 0,00 fg

14F2 30,62 bc

14F6 18,90 cd

14F7 36,80 ab

14F8 39,89 a

23_E_2 42,97  a 

23_E_4 22,94 cd

23_E_5 29,80 bc

23_E_7 37,05 ab

6F3 38,75 ab

R2 18,65 cd
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porcentaje de inhibición, con un valor de 39,05%. Así mismo, el análisis estadístico señaló que 

todos los aislamientos mostraron diferencias significativas frente al aislamiento control en el 

crecimiento presentado por F. oxysporum.  

  

Tabla 6. Áreas promediadas de crecimiento micelial por parte de F. oxysporum 

(G1), porcentajes de inhibición de crecimiento del hongo y producción de 

conidias por centímetro cuadrado, mostrados por cada aislamiento. (Diferentes 

letras representan diferencias significativas de acuerdo a la prueba de Kruskal-

Wallis de comparaciones múltiples con una probabilidad de 0.05; Ver Anexos: 

11, 12 y 13). 

 

Figura 6. Porcentaje de inhibición del crecimiento de Fusarium oxysporum mostrado por cada 

aislamiento evaluado en las pruebas de antagonismo tipo II. 

Aislamiento Area (cm²) % inhibición Conidias/cm²

Control 29,7 + 4,6 0d 1.40E+06gh

R2 18,0 + 3,6 39.5c 1.23E+06e

6_F_3 11,4 + 5,5 61.7a 2.34E+06cde

23_E_7 17,4 + 4,2 41.6c 1.90E+06def

23_E_5 14,7 + 3,9 50.5bc 2.46E+06bc

23_E_4 18,1 + 4,9 39.1c 1.67E+06fg

23_E_2 10,6 + 1,6 64.3a 2.74E+06bcde

14_F_8 11,5 + 4,3 61.4a 2.67E+06ab

14_F_7 10,6 + 3,4 64.2a 2.35E+06bcd

14_F_6 12,7 + 3,5 57.2ab 1.87E+06ef

14_F_2 12,9 + 3,9 56.7ab 3.17E+06a
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Figura 7. Promedio de número de conidias producidas por cm
2
 de micelio formado por  F. oxysporum, al 

ser enfrentado a cada aislamiento (Diferentes letras representan diferencias significativas de acuerdo a la 

prueba de Kruskal-Wallis de comparaciones múltiples con una probabilidad de 0.05). 

 

Figura 8. Pruebas de inhibición de crecimiento de F. oxysporum tipo II. Se aprecia la prueba Control (A), 

y el aislado 23E2 (B), el cual mostró el mayor porcentaje de inhibición. 

 

Adicional al crecimiento presentado por F. oxysporum, en los cuatro casos donde se presentó 

un porcentaje de inhibición superior al 60%, el efecto inhibitorio se evidenció en el borde de 

crecimiento del hongo, donde se pudo observar una mayor ramificación en los bordes por parte 

de las hifas, una pérdida de orientación en el crecimiento de las mismas, así como el 

enrollamiento de estas (Figura 10). Por el contrario, en el caso del aislado 23E4, se observó un 
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desarrollo de las hifas similar al presentado en la prueba control, donde crecieron derechas, sin 

enrollamiento ni alta ramificación de estas (Figura 9). 

En cuanto al número de conidias producidas por cm2 en cada aislamiento, se observó que el 

microorganismo 14F2 mostró la producción de conidias más alta entre todos los aislamientos, 

mientras que el microorganismo R2 mostró la menor (Figura 7).  Del mismo modo se pudo 

apreciar una correlación entre el porcentaje de inhibición de F. oxysporum y el número de 

conidias producidas por cm2, de 0.61 según el análisis de correlación de Pearson, dando una 

relación positiva entre estas (Tabla 6). Así mismo se observó que el único aislamiento que no 

mostró diferencias significativas frente al control en cuanto a la producción de conidias por 

centímetro cuadrado de micelio de F. oxysporum, fue el aislamiento 23E4.  

  

 

Figura 9. Morfotipo 23E7, el cual se muestra en las pruebas tipo I (A), en las tipo II (B) y se muestra el 

borde del micelio de Fusarium oxysporum enfrentado al morfotipo 23E7, observado bajo estereoscopio 

en aumento de 100X (C).  
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Figura 10. Observación microscópica del efecto de los microorganismos frente al desarrollo micelial de F. 

oxysporum, bajo estereoscopio con un aumento de 100X. Se observa el Control (A), el 23E4 (B), 23E2 

(C), 14F8 (D), 6F3 (E) y el aislamiento 14F7 (F). En el aislado 23E4 se observa un desarrollo similar al del 

control, donde crecen derechas, sin enrollamiento ni alta ramificación de estas. Por el contrario, en la 

sección C se observa una pérdida de la orientación del crecimiento de las hifas y una tendencia a 

enrrollarse. En el caso de la imagen D se observa claramente un enrollamiento de las hifas, al igual que 

en la imagen E, donde además se puede apreciar un aumento considerable de la ramificación de las 

hifas. En la imagen F se puede apreciar tanto una ramificación alta de las hifas, como la pérdida evidente 

de orientación de las mismas con tendencia a enrollarse 
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4.3 Caracterización Bioquímica y prueba de degradación de celulosa de los microorganismos 

que presentaron actividad antagónico frente a F. oxysporum 

Los resultados obtenidos en las pruebas bioquímicas realizadas a los diez morfotipos usados 

en los anteriores experimentos se muestran en la siguiente tabla (Tabla 7). 

 

 

Tabla 7. Resultados obtenidos en las pruebas bioquímicas realizadas a los diez microorganismos 

utilizados anteriormente en las pruebas de antagonismo tipo II. 

 

5. Discusión 

Como se pudo apreciar en este trabajo, la metodología utilizada  permitió aislar un total de 25 

microorganismos diferentes a partir de dos individuos de la larva utilizada. Esto permite pensar 

que la metodología utilizada en este trabajo si es útil a la hora de estudiar la microbiota que un 

invertebrado del suelo puede “extraer” del ambiente a través de sus heces.  

5.1 Larvas de Trogossitidae 

Es  importante tener en cuenta, a la hora de discutir los resultados de este trabajo, la ecología 

de las larvas de la familia Trogossitidae, pues estos se pueden encontrar bajo la corteza de 

algunas plantas, en bodegas de almacenamiento de cereales y sobretodo, asociados a material 

vegetal en descomposición (Lawrence 1991; Majka 2011; Webster et al., 2012). Los miembros 

de esta familia son en su mayoría predadores, micófagos, polinívoros y algunos se han 

reportado como plagas de cereales, donde a su vez se alimentan de otros insectos asociados a 

los cereales de los cuales se alimentan (Lawrence 1991; Webster et al., 2012). Esto resulta 
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interesante, ya que al haber sido colectados en la hojarasca, puede que este morfotipo de 

Trogossitidae cumpla un papel ecológico muy importante en este bosque, ya sea como 

predador de otros insectos asociados a la hojarasca, o alimentándose de hongos asociados a la 

misma, consumiendo el material vegetal en descomposición, o incluso como polífago omnívoro.    

Adicionalmente, la temporada donde se realizaron los muestreos tuvieron predominancia de 

tiempo seco, con precipitaciones ocasionales dadas principalmente en la tarde  (IDEAM 2011), 

lo cual mantuvo en la mayor parte del tiempo la hojarasca relativamente seca, lo cual obligó a 

humedecer ampliamente la hojarasca al momento de colocarlas en las trampas Berlese. Esto es 

bastante interesante si se tiene en cuenta que la familia Trogossitidae es común en la corteza 

de algunas plantas y en muchos casos, en ambientes tan secos como las bodegas de 

almacenamiento de cereales (Majka 2011), además de soportar bajas temperaturas (Sallam 

1999). Lo cual puede explicar porque el morfotipo que se usó en este trabajo fue el más 

abundante entre las larvas de insectos que se atrapó en este estudio. 

Así mismo es interesante observar que los microorganismos aislados están representados en 

bacterias Gram positivas (siete morfotipos) y negativas (nueve morfotipos), así como una alta 

proporción de levaduras (nueve morfotipos). Esto parece concordar con estudios anteriores 

realizados con aislamientos del tracto digestivo de larvas y adultos de coleópteros (Suh et al., 

2003; Suh et al., 2004; Suh et al., 2005; Berkov et al., 2007), en donde se describe la presencia 

de una población importante de levaduras en este tipo de organismos, las cuales cumplen un 

papel determinante en la absorción de nutrientes a partir del alimento que estos consumen, 

degradando principalmente compuestos celulósicos y lignocelulósicos (Suh et al., 2003; Suh & 

backwell, 2004; Berkov et al., 2007).  

Según estudios realizados a diferentes larvas de lepidóptero, la mayoría de bacterias que se 

encuentran en el tracto digestivo de estos se dividen en enterobacterias y bacilos Gram 

positivos, las cuales poseen actividades enzimáticas muy marcadas, donde la mayoría de las 

enterobacterias (Gram -) poseen actividades gelatinolítica, caseinolítica, esterásica, lipolítica y 

quitinolítica, mientras que los bacilos Gram positivos muestran actividades amilsásica, 

celulolítica y xilanolítica (Pinto et al., 2007).  

Los microorganismos aislados en este estudio pueden pertenecer a cualquiera de los grupos 

descritos en dichos estudios y que, mientras son transportados en el tracto digestivo de 

coleópteros detritívoros, tienen un papel benéfico para estos insectos ayudando en el proceso 

de absorción de nutrientes de estos, como ha sido reportado en vairios estudios ( Suh et al., 
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2003; Suh & backwell, 2004; Genta et al., 2006; ; Berkov et al., 2007; Pinto et al., 2007; 

Vasanthakumar et al., 2008; Galvis et al., 2009;).  Posteriormente pasan o son inoculados en la 

hojarasca del bosque a partir de las heces y así, seguramente, cumplir un papel en el proceso 

de reciclaje de nutrientes del bosque, aportando a la degradación de la hojarasca en el suelo 

(Barberena & Aide 2003; Hoekman  et al., 2009).  

5.2 Pruebas de Antagonismo  

Es bueno tener en cuenta también que la mayoría de microorganismos que se ha reportado, 

presentan un efecto antagónico sobre Fusarium oxysporum son bacterias gram negativas del 

género Pseudomonas spp y gram positivas del género Bacillus spp. (Corrales et al., 2012;  

Karini et al., 2012). Esto podría concordar con los resultados obtenidos en este trabajo, pues 

varios de los aislados que presentaron actividad antagónica frente a F. oxysporum, presentaron 

morfología microscopica de bacilos, del mismo modo que se obtuvieron aislados Gram + y 

Gram -. 

De los 25 microorganismos aislados en este trabajo, solo 10 mostraron un porcentaje de 

inhibición mayor al 15%, es decir, menos de la mitad de los microorganismos que se lograron 

aislar (Fig. 4), del mismo modo se encontraron siete microorganismos que aparentemente 

promueven el crecimiento de F. oxysporum. Sin embargo de estos microorganismos, solo los 

aislamientos 4F2, 4F3 y 14F9 presentaron diferencias estadísticamente significativas frente al 

control según el análisis de comparaciones múltiples de Kruskal-Wallis, donde los diez 

microorganismos que mostraron el mayor porcentaje de inhibición presentaron, del mismo 

modo, diferencias significativas frente a la prueba control.  

Los diez microorganismos ya mencionados, se sometieron a las pruebas de antagonismo tipo II 

con el fin de medir de forma más precisa el efecto de estos sobre el crecimiento in vitro de F. 

oxysporum, así como sobre su esporulación. Del mismo modo, a estos mismos diez 

microorganismos se les realizaron pruebas de degradación de celulosa y algunas pruebas 

bioquímicas. 

5.2.2 Pruebas de Antagonismo tipo II 

Es posible pensar que el efecto mostrado sobre F. oxysporum por los microorganismos 

evaluados, hablando por supuesto de aquellos que mostraron un efecto inhibitorio, se deba a la 

producción de metabolítos difusibles por parte de las bacterias, los cuales, al entrar en contacto 
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con el hongo, impiden su desarrollo radial normal (Raaijmakers et al., 2002). 

Lo anterior se sostiene bajo los resultados observados bajo el estereoscopio, donde se observó 

el crecimiento de las hifas al borde del micelio de  F. oxysporum (Figura 10).  En dichas 

observaciones se hizo evidente la pérdida de orientación del crecimiento, el aumento de 

ramificaciones en las hifas y el enrollamiento de estas, en las cepas que presentaron un 

porcentaje inhibitorio mayor al 60%, es decir, las cepas 14F8, 14F7, 6F3 y 23E2. Esto sugiere 

que el contacto del hongo con metabolitos, producidos por el microorganismo antagónico, 

afectan de manera notoria el crecimiento por parte de F. oxysporum (Pérez et al., 2002; 

Raaijmakers et al., 2002; Fernando et al., 2006; Chernin 2011; Gamalero & Glick 2011). 

Los microorganismos 23E2, 14F8, 14F7 y 6F3, presentaron porcentajes de inhibición 

relativamente altos frente al resto de microorganismos evaluados en las pruebas tipo I, lo cual 

fue ratificado en las pruebas tipo II, donde ocuparon los primeros cuatro puestos y además, 

mostraron porcentajes mayores al 60%. Sin embargo, este no fue el caso del  microorganismo 

23E7, el cual mostró un porcentaje del 37,05% en las pruebas tipo I, quedando con el cuarto 

lugar en estas por encima del morfotipo 14F7 que presentó un porcentaje de 36,79%, mientras 

que en las pruebas tipo II mostró solo un 41,59% (séptimo puesto) y no mostró crecimiento de 

las hifas que propusieran la producción de metabolitos secundarios por parte de esta (Figura 

10). Esto pudo deberse a que, en el caso de las pruebas tipo I, el efecto aparentemente 

inhibitorio, mostrado por el morfotipo 23E7, no hubiera estado determinado por la producción de 

compuestos que afectaran el crecimiento de F. oxysporum, sino que este se pudo haber dado 

por competencia de recursos entre ambos organismos, ya que el desarrollo de este 

microorganismo fue muy rápido, consumiendo así gran parte de los recursos presentes en el 

medio (Montealegre et al., 2003; Mathiyazhagan et al., 2004).  

Esto último también es evidente en el caso de los aislamientos 23E4 y R2, los cuales tampoco 

mostraron un efecto diferente sobre el desarrollo de las hifas al mostrado por la prueba control 

(Figura 10), además de presentar un porcentaje de inhibición de 39,1% y 39,5% 

respectivamente en las pruebas tipo II (Tabla 5), donde de hecho no mostraron diferencias 

significativas con el aislamiento 23E7. Estos valores son relativamente bajos comparado con los 

aislamientos 23E2, 14F8, 14F7 y 6F3. Por lo que, aunque genera una disminución del 

crecimiento de F. oxysporum, este es bajo y se puede deber principalmente, a competencia por 

recursos. 

En cuanto a la producción de conidias/cm2 por parte del hongo, se presentó una correlación 
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positiva (0,61) entre el porcentaje de inhibición del crecimiento de F. oxysporum y  la producción 

de conidias/cm2, lo cual es soportado bajo la luz de que el único aislamiento que no mostró 

diferencias significativas frente al control, fue el aislamiento 23E4. De hecho, el aislamiento 

23E4 es el que menor porcentaje de inhibición presentó (39,1%) seguido por el aislamiento R2 

(39,5), el cual mostró una producción de conidias más bajo que la mostrada por el aislamiento 

control, por lo cual se podría asumir que los aislamientos evaluados (excepto  23E4 y R2) 

generan estrés a F. oxysporum y por ende, un aumento importante del número de conidias/cm2 

por parte del mismo. Lo anterior puede estar relacionado a la posible producción de metabolitos 

difusibles por parte de los microorganismos evaluados (Raaijmakers et al., 2002).  

En el proceso de infección, por parte de hongos fitopatógenos del suelo como F. oxysporum, la 

cantidad de inóculo presente en el sustrato es un factor importante, que puede determinar 

factores de la enfermedad como la incidencia y severidad del mismo (Landa et al., 2001; 

Kamilova et al., 2008), esto podría sugerir que la falta de un efecto inhibitorio sobre la 

producción de conidias/cm2 por parte de los aislamientos, es un factor negativo a la hora de 

escoger alguno de estos microorganismos como controladores de F. oxysporum. Sin embargo, 

la inhibición del crecimiento del hongo sobre el medio, disminuye la superficie del micelio, 

limitando el número de hifas donde se puedan generar conidióforos y por tanto, las conidias 

(Garcés et al., 2001).  

Teniendo en cuanta todo lo que se ha comentado hasta el momento, se puede asumir que el 

aislamiento que mostró mayor eficiencia fue el 23E2 con un porcentaje de inhibición del 64.3%, 

sin presentar difrencias significativas frente al resto de los aislamientos evaluados en cuanto a 

la producción de conidias/cm2 (Tabla 5) y mostrando evidencias de producción de metabolítos 

difusibles que afectan considerablemente el desarrollo de las hifas de F. oxysporum (Figura 10). 

Le siguen los aislamientos 14F7 (64.3% inhibición), 6F3 (61.7%) y el 14F8 (61.4%), siendo 

todos estos los aislamientos que superaron el 60% de inhibición del crecimiento de F. 

oxysporum, mostrando también un efecto notorio sobre la producción de conidias por unidad de 

área y en la desorientación de las hifas en el crecimiento del hongo. 

5.3 Caracterización Bioquímica y prueba de degradación de celulosa de los microorganismos 

que presentaron actividad antagónico frente a F. oxysporum 

El aislamiento 14F8 fue el único que resultó positivo para la prueba de degradación de celulosa 

(Tabla 7). El cambio de color en el medio agar rojo congo fue de rojo a púrpura, lo cual muestra 

una acidificación del medio por parte del microorganismo 14F8, lo cual puede ser dado por la 
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producción de ácido láctico, acético o fórmico a partir de la degradación de celulosa (Lynd 

2002).  

Se ha reportado la presencia de bacterias degradadoras de celulosa en el tracto digestivo de 

diferentes invertebrados (como termitas, cucarachas, entre otros), las cuales cumplen un papel 

en la asimilación de esta a partir de la dieta de varios de estos invertebrados estudiados (Ineson 

& Anderson 1985; Brune & Friedrich 2000; Genta et al., 2006; Kostanjšek et al., 2006; König 

2006; Pinto & Uribe 2007; Andert et al., 2008; Gupta et al., 2012; Huang et al., 2012; Pathma & 

Sakthivel 2012; Ramanathan & Alagesan 2012). La aparición de una bacteria degradadora de 

celulosa en este trabajo es interesante, pues la utilidad de esta en la industria puede ser 

bastante amplia (Lynd 2002). De hecho un trabajo en particular (Gupta et al., 2012), estudió la 

posibilidad de usar microorganismos asociados a lepidópteros (maduros e inmaduros), 

caracoles y termitas, con el fin de degradar papel u otros desechos y, en cocultivo con 

Saccharomyces cereviseae, generar biocombustibles como el etanol a partir de celulosa. 

La mayoría de bacterias que se ha reportado que degradan celulosa, pertenecen al grupo de 

las Actinobacterias, en especial del género Streptomyces (Lynd 2002; Byzov 2006; Cruz et al., 

2009). Este grupo de bacterias son anaerobias, gram positivas, con alto contenido de G+C, en 

ocasiones forman esporas y colonias con ramificaciones similares a hifas de hongos, largas y 

ramificadas (Solans & Vobis 2003; Hassan & Wellington 2009). Se podría sospechar que el 

microorganismo 14F8 es un miembro, probablemente, del grupo de las Actinobacterias, ya que 

este microorganismo dio positivo en la prueba de degradación de celulosa, además de ser gram 

positivas. Sin embargo este morfotipo de microorganismo dio positivo para formación de 

endosporas, además de que sus colonias no forman ramificaciones similares a hifas y ser 

positivo para crecimiento anaerobio, lo cual, como ya se menciono es una característica de 

muchas de las Actinobacterias (Tabla 2 y Tabla 7).   

Por otro lado el microorganismo 14F6, si mostró colonias con ramificaciones similares a hifas, y 

negativo en la formación de endosporas y morfología microscópica relacionada con las 

Actinobacterias (Tabla 3), sin embargo también arrojó un resultado positivo en crecimiento 

anaerobio. Así mismo este morfotipo mostró degradación de urea, lo cual ha sido reportado 

para Actinobacterias aislados de suelo de bosques tropicales de montaña, así como en 

desechos de granjas (Varghese et al., 2012; Aly et al., 2013). Estas Actinobacterias tienen la 

habilidad de usar urea o ácido úrico, provenientes de organismos eucariotes como fuente de 

nitrógeno, lo cual puede suceder en asociaciones con insectos (Kaltenpoth 2009). 
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En invertebrados, especialmente insectos, la excreción nitrogenada se da principalmente por 

medio del ácido úrico, aunque también se puede presentar en muy pequeñas cantidades y con 

poca frecuencia, urea en sus desechos (Hill 1980; Byzov 2006). La presencia de ureasa está 

reportada para la microbiota asociada a  insectos como áfidos, hormigas, cucarachas, psílidos, 

entre otros (Clark et al., 2010). De hecho, los túbulos de Malpighi excretan tanto urea, como 

ácido úrico, los cuales son transportados al intestino donde pueden ser utilizados por la 

microbiota allí presente como fuente de nitrógeno, protegiendo a la vez al hospedero de la 

toxicidad de estos dos minerales, o simplemente ser luego desechados en las heces (Bysov 

2006).  

Además del morfotipo 14F6, los morfotipos 23E2 y 23E5 también presentaron degradación de 

urea, lo cual sugiere que estos también pueden utilizar la  urea  como fuente de nitrógeno y, 

teniendo en cuenta lo comentado anteriormente, ser esta la razón para haber hallado estos dos 

morfotipos, junto con el 14F6, en heces de larva de Trogossitidae (Kaltenpoth 2009). Estos dos 

morfotipos, 23E2 y 23E5, resultaron gram negativos con forma similar entre sí (Tabla3), sin 

embargo el 23E2 dio positivo para crecimiento anaerobio y para formación de endosporas, 

mientras que el 23E5 no dio positivo para ninguna otra prueba realizada. Al igual que el 

morfotipo 23E2, el 6F3 dio positivo para endosporas y crecimiento anaerobio, además de ser 

gram negativo (Tabla 3 y tabla7). 

Esto último llama la atención, pues tradicionalmente se asigna la formación de endosporas 

bacterianas a miembros de los Firmicutes, grupo de bacterias gram positivas con bajo contenido 

de G+C (Tortora et al., 2007; Tocheva et al., 2011).  Sin embargo dentro del grupo Firmicutes 

está la familia Veillonellaceae, cuyos integrantes se tiñen como gram negativas, pues presentan 

una pared delgada y dos membranas, donde la externa tiene lipopolisacáridos (Tocheva et al., 

2011), en este grupo hay presentes microorganismos anaerobios formadores de endosporas, 

entre los cuales se han reportado especies asociadas al intestino humano y a insectos como 

cucarachas, escarabajos y termitas (D’Auria et al., 2011; Tocheva et al., 2011; Schauer et al., 

2012; Tocheva et al., 2013). Podría, según estos resultados, pensarse entonces que el 23E2 y 

el 6F3 pertenecen a esta familia, aunque se requeriría de más datos para corroborar esa idea. 

Los morfotipos 23E4 y R2 son gram negativos, anaerobios y con forma de bacilos al 

microscopio, además de dar negativo a las demás pruebas (Tablas 3 y 7), aunque 

macroscópicamente difieren bastante (Tabla 2). En asociaciones con invertebrados, las 

bacterias anaerobias facultativas de la familia Enterobacteriaceae son bastante comunes y 
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aparentemente, como se mencionó anteriormente,  presentan una actividad proteolítica y 

lipolítica (Byzov et al., 1993; Byzov 2007; Pinto et al., 2007). 

Por otro lado, el morfotipo 14F7 es gram positivo, anaerobio y, al igual que los dos morfotipos 

previamente mencionados, presenta forma de bacilos (Tablas 3 y 7).  Como ya se mencionó, 

las bacterias gram positivas se encuentran en los grupos Firmicutes y Actinobacteria (Tortora et 

al., 2007). Estudios sobre relaciones entre microorganismos e invertebrados han demostrado 

una presencia de microorganismos pertenecientes a estos dos grupos, especialmente a los 

géneros Bacillus y Streptomyces, en el tracto digestivo de varios invertebrados, donde son en 

su gran mayoría anaerobios facultativos, los cuales muestran principalmente muestran actividad 

amilsásica, celulolítica y xilanolítica (Ineson & Anderson 1985; Brune & Friedrich 2000; Byzov 

2006; König 2006; Pinto et al., 2007; Matsui et al., 2009; Ramanathan & Alagesan 2012; 

Pathma & Sakthivel 2012). 

Ninguno de los microorganismos evaluados mostró resultado positivo para producción de 

pigmentos fluorescentes en medio King B, el cual es usado en el protocolo de Schaad para 

identificar algunas especies de Pseudomonas, respecto a otras bacterias (Schaad et al., 2001). 

Por lo que se podría pensar que no es ninguna de las especies de dicho género que tienen la 

capacidad de producir pigmentos fluorescentes en medio KB, como es el caso de 

Pseudomonas syringae, Pseudomonas fluorescens o Pseudomonas aeruginosa (Schaad et al., 

2001; Palacio & Cambra 2009). 

El morfotipo 14F2 es una levadura que presentó reproducción por gemación bajo el microscopio 

y un crecimiento anaerobio (tablas 3 y 7). Esto concuerda bastante con lo observado en varios 

estudios (Suh et al., 2003; Suh et al., 2004; Suh et al., 2005; Berkov et al., 2007), donde la gran 

mayoría de levaduras que encontró pertenecía al grupo de los Saccharomycetes, los cuales se 

reproducen por medio de gemación y están generalmente relacionadas con la fermentación de 

varios polisacáridos (Suh et al., 2003; Suh & Backwell, 2004). 

Los resultados de este trabajo pueden ser muy interesantes teniendo en cuanta la utilidad de 

estos microorganismos en la agricultura, puesto que al encontrar microorganismos 

degradadores de urea y celulosa, y con capacidad antagónica in vitro frente a Fusarium 

oxysporum en las heces de larvas de Trogossitidae, y a la luz de la similaridad y en cuanto al rol 

que juega la microbiota presente en el tracto digestivo de insectos y la que está asociada a las 

raíces de las plantas (Ramírez et al., 2013), se puede pensar en la capacidad de estos insectos 

de transportar y depositar microorganismos benéficos en sistemas agrícolas, donde pueden 
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cumplir un papel en el desarrollo de las plantas. 

6. Conclusiones 

Las pruebas de antagonismo sobre Fusarium oxysporum, de  los morfotipos 23E2, 14F8, 14F7 

y 6F3 mostraron porcentajes de inhibición superiores al 60%, además de una aparente 

producción de metabolitos que afectan el desarrollo normal de las hifas de este hongo, lo cual  

presenta estos morfotipos de microorganismos como posibles candidatos a estudios posteriores 

con el fin de controlar F. oxysporum. 

El aislado 14F8  mostró actividad degradadora de celulosa, además de un porcentaje de 

inhibición de 61,4%, lo cual lo perfila como un microorganismo interesante, tanto como posible 

controlador de F. oxysporum, como también por su papel en el flujo de nutrientes del suelo 

como degradador de celulosa.  

Este trabajo presenta una opción diferente a las convencionales, enfocada en la búsqueda de 

microorganismos controladores de plagas o enfermedades y útiles para la industria, teniendo 

como fuente de estos, insectos asociados a relictos de bosques.  

Lo anterior muestra el estudio de la utilidad de la diversidad de microorganismos asociados a la 

hojarasca de ecosistemas de bosques, especialmente aquellos asociados a invertebrados, 

interesante como fuente alternativa y rica en opciones  para desarrollar una agricultura 

sostenible. 

7. Recomendaciones 

 Probar la capacidad antagónica frente a F. oxysporum y otros patógenos, por parte de 

estos aislados in vivo.  

 Realizar una identificación molecular de los microorganismos aislados tanto en el caso 

de las lebvaduras, como en el de las bacterias, usando en estos últimos identificación 

molecular basada en el ADNr 16S y asÍ determinar si estos microorganismos son 

patógenos de plantas 

 Probar la capacidad de estos microorganismos de producir fitohormonas, metabolitos 

secundarios y enzimas degradadoras tanto de celulosa, como de quitina, xilosa y otros 

compuestos, tal como lo han hecho en varios de los estudios citados en este trabajo. 
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 Generar más trabajos y aislamientos de microorganismos asociados a las heces de 

insectos presentes en la hojarasca de bosques, con el fin de hallar microorganismos 

útiles en la agricultura y la industria. 
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ANEXOS 

……………………………………………………………………………………………… 

 

 

 

Área de studio 

 

 

Anexo 1. Área de Muestreo. En el cerro de la conejera al norte de Bogotá, en las coordenadas 

geográficas: 4° 47‘14,3“de latitud Norte, 74° 4‘3,4“de longitud Oeste; y 5° 35‘13“de latitud Norte - 73° 15’ 

49,7“de longitud Oeste (Imagen tomada de Google Maps, 2014). 
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Pruebas tipo I 

Análisis estadístico 

 

Anexo 2. Consola de R con resultados del test de Shapiro-Wilk para determinar normalidad en los datos 

de las pruebas de inhibición tipo I.  

 

 

Anexo 3. Histogramas y Q-Q plot en R de los datos de las pruebas de inhibición tipo I. Se muestran para 

los datos de área de crecimiento de Fusarium oxysporum (Izquierda) y para el porcentaje de inhibición de 

crecimiento de F. oxysporum (Derecha). 
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Anexo 4. Consola de R con descripción estadística de las variables en las pruebas tipo I.  

 

 

 

Anexo 5. Consola de R con datos del análisis de varianza no paramétrico de Kruskall-Wallis para el 

porcentaje de inhibición de F. oxysporum en las pruebas tipo I. (df=grados de libertad; p-value=valor p) 
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Anexo 6. Promedio del Porcentaje de inhibición para cada aislamiento con su desviación, luego de 

realizar las pruebas tipo I (Diferentes letras representan diferencias significativas de acuerdo a la prueba 

de Kruskal-Wallis de comparaciones múltiples con una probabilidad de 0.05.). 

 

 

 

 

 

Tratamiento % Inhibición Desviación ( + )

14F1 -3,529 ghi 5,51

14F2 30,624 bc 1,26

14F3 -4,537 ghi 5,49

14F4 11,720 de 11,48

14F5 1,764 ef 2,24

14F6 18,904 cd 3,91

14F7 36,799 ab 2,27

14F8 39,887 a 3,58

14F9 -4,978 hi 1,98

23_E_1 14,619 d 9,55

23_E_2 42,974  a 3,10

23_E_3 1,764 f 5,03

23_E_4 22,936 cd 14,35

23_E_5 29,805 bc 4,20

23_E_6 0,063 fg 5,04

23_E_7 37,051 ab 2,75

4F1 0,441 fgh 7,84

4F2 -7,183 i 5,49

4F3 -5,797 hi 5,24

6F1 -2,457 fghi 2,64

6F2 -1,764 fghi 3,01

6F3 38,752 ab 5,75

6F4 11,531 d 3,25

Control 0,000 fg 2,61

R1 10,271 de 4,38

R2 18,652 cd 3,30
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Pruebas tipo II 

 

Análisis estadístico 

 

 

Anexo 7. Consola de R con datos de test Shapiro-Wilk para normalidad. Conidias/ml (esporasml), 

Conidias/cm
2
 (esporascm2), % de inhibición de crecimiento de Fusarium oxysporum (Inhibición).  
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Anexo 8. Histogramas y Q-Q plot en R. Area de crecimiento de Fusarium oxysporum (Area) Conidias/ml 

(esporasml), Conidias/cm
2
 (esporascm2), % de inhibición de crecimiento de F. oxysporum (Inhibición). 
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Anexo 9. Consola de R con descripción estadística de las variables en las pruebas tipo II. 

 

Promedio del área de crecimiento de F. oxysporum por aislamiento 

 

Anexo 10. Promedio del área de crecimiento de Fusarium oxysporum mostrado por cada aislamiento 

evaluado. 
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Análisis de varianza no paramétrico Kruskal-Wallis 

 

 

Anexo 11. Consola de R con datos del análisis de varianza no paramétrico de Kruskall-Wallis para el 

porcentaje de inhibición de F. oxysporum en las pruebas tipo II. (df=grados de libertad; p-value=valor p) 

 

 

 

Anexo 12. Consola de R con datos del análisis de varianza no paramétrico de Kruskall-Wallis para 

producción de conidias por ml de F. oxysporum en las pruebas tipo II. (df=grados de libertad; p-

value=valor p)  

 

 

Anexo 13. Consola de R con datos del análisis de varianza no paramétrico de Kruskall-Wallis para 

producción de conidias por cm
2
 de F. oxysporum en las pruebas tipo II. (df=grados de libertad; p-

value=valor p)  
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Análisis de correlación 

 

 

Anexo 14. Gráfico de correlaciones entre las variables estudiadas en las pruebas de antagonismo frente 

a F. oxysporum. var 1: Área de crecimiento de F. oxysporum; var 2: % de inhibición de crecimiento de F. 

oxysporum; var 3: Producción de conidias/ml; var 4: Producción de conidias/cm
2
.  

 

 


