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     RESUMEN 

La microbiota intestinal realiza importantes funciones metabólicas para la salud del hospedero, 

como la activación del sistema inmunitario y la degradación de los componentes de la dieta para 

obtener energía y nutrientes. Estas funciones impactan en el estado nutricional y la salud del 

individuo, sin embargo, dependen de la composición y proporción de especies microbianas, de las 

interacciones entre la microbiota y su hospedero, así como de los componentes de su dieta. 

Actualmente, los métodos de secuenciación masiva han permitido el desarrollo de estudios 

metagenómicos sobre la microbiota intestinal; para los monos aulladores negros (A. pigra) esto 

significa una mejor comprensión de los procesos que son relevantes para su estilo de vida natural, 

así como las implicaciones del cautiverio. A través de muestras de heces frescas de individuos que 

viven en un remanente de bosque altamente perturbado con actividad antropogénica (RSV), un 

remanente preservado (SVUC) e individuos en cautiverio (BCLR y YMK), se realizó la 

identificación de especies de Bifidobacterium no descritas previamente en poblaciones de monos 

aulladores silvestres, así como una descripción y comparación de la microbiota intestinal en los 

distintos hábitats de vida libre y cautiverio, y el efecto por los cambios en el paisaje a través de tres 

estaciones (secas, lluvias y nortes), además de las implicaciones de la cohabitación con  fauna 

ganadera. También se realizó una descripción de la dieta por especie y recurso consumido (hojas, 

flores y frutos) a través de las tres temporadas antes mencionadas. En conclusión, se reporta la 

presencia de B. longum en heces de monos aulladores negros en México. El análisis de los perfiles 

taxonómicos de la microbiota intestinal demostró cambios entre los grupos de vida libre y 

cautiverio estudiados siendo estos cambios más evidentes en los phyla Bacteroidetes y Firmicutes. 

Se considera a la dieta como un factor determinante para la conformación del microbioma de los 

monos aulladores, siendo evidentes los cambios en la conformación del microbioma entre los 

individuos de cautiverio y vida libre, así como las variaciones entre las tres temporadas estudiadas. 

No se apreciaron grandes diferencias en la selección de alimentos por los monos aulladores entre 

los dos sitios, a pesar de presentar características diferentes entre ellos. La selección de alimentos 

se relacionó con la disponibilidad de estos en cada emporada, pero la dieta siempre fue mayormente 

folívora. 

    



                                                                                          

      ABSTRACT 

Intestinal microbiota in vertebrates plays important metabolic functions, such as the immune 

system stimulation and degradation of certain dietary components to obtain energy. These 

functions have a great impact on the nutritional status and health organisms; however, they depend 

on the proportion of microbial species and their interactions with the host and the components of 

their diet. Currently, mass sequencing methods have allowed the development of metagenomics to 

study gut microbiomes; for black howler monkeys (A. pigra) it implies a better understanding of 

the relevant processes to their natural lifestyle, as well as the implications of captivity. Through the 

collection of fresh stool samples from A. pigra individuals living in a remnant of highly disturbed 

forest with anthropogenic activity (RSV), a preserved remnant (SVUC) and individuals in captivity 

(BCLR and YMK), we identified for the first time the presence of Bifidobacterium in populations 

of wild howler monkey. We also characterized the gut microbiome or A. pigra populations from 

different habitats and between captive and wild individuals, as well as the effect of changes in 

landscape through three seasons (dry, rainy and nortes) and the implications of cohabitation with 

livestock fauna. The diet description by species and element consumed (leaves, flowers, or fruits) 

was conducted through the three seasons mentioned above. In conclusion, the presence of B. 

longum in feces of black howler monkeys in Mexico is reported. The examination of taxonomic 

profiles at phyla level showed changes between the wild and captive groups studied being more 

evident in Bacteroidetes and Firmicutes. 

Diet is considered as a determining factor for the microbiome conformation of the howler monkeys. 

The changes found in the microbiome conformation among the captive and wild howler monkeys, 

as well as the variations between the three seasons studied, were evident.  

No major differences in food selection were observed between the two sites of wildlife, despite 

presenting different characteristics between them. The food selection was related to the availability 

of these in each season, although the diet was always mostly folivore. 

 

 

 

 

 



                                                                                          

I.  INTRODUCCIÓN 

Diversos estudios han señalado que los vertebrados mantienen una estrecha relación simbiótica con 

los microorganismos que albergan y que han coevolucionado con ellos. Incluso se cree que esos 

microorganismos pueden influir en los procesos de adaptación y evolución de sus hospederos 

(Shapira, 2016).  

 Estas comunidades microbianas denominados microbiota, que en conjunto con el genoma 

y sus funciones conforman el microbioma, se encuentran en su mayoría en el tracto digestivo y su 

recuento celular supera considerablemente a las células de los propios hospederos (Ley et al. 2008; 

Balter, 2012, Mueller and Sachs 2015). 

La microbiota intestinal (MI), lleva a cabo importantes funciones metabólicas como la 

degradación de los componentes de la dieta para la obtención de energía y nutrientes, tanto para 

los propios microorganismos como para el hospedero, con un destacado papel en la síntesis de 

vitaminas y ayudando en la absorción de diversos minerales como calcio, fósforo, magnesio y 

hierro (Ehrlich, et al., 2011).  

También son capaces de afectar la estructura y fisiología del intestino, aumentando la 

superficie de absorción y promoviendo la renovación de las células de las vellosidades; así mismo 

se ha detectado que algunas bacterias del microbioma degradan compuestos tóxicos y propician la 

eliminación de sustancias carcinogénicas y/o mutagénicas (Harzallah and Belhadj, 2013).  

Las funciones del microbioma no sólo derivan de su acción directa sobre los componentes 

de la dieta, sino también de su capacidad para inducir genes del hospedero implicados en el 

metabolismo de nutrientes; estas funciones tienen una gran repercusión en el estado nutritivo y de 

salud del individuo, no obstante, dependen de la composición y proporción de las especies 

microbianas así como de sus complejas interacciones con los componentes de la dieta y con el 

hospedero (Ehrlich, et al., 2011; Haro, et al.,  2004).  

La conformación microbiana intestinal del hospedero depende de factores diversos como la 

dieta, la genética y las influencias del ambiente al que se expone desde su nacimiento hasta que 

finalmente se establece con amplia dominancia de bacterias benéficas que superan a las 

oportunistas que son más sensibles a los cambios intrínsecos de la mucosa intestinal y a las 

transiciones de la dieta (Palmer et al. 2007).  



                                                                                          

Para las poblaciones de primates silvestres los cambios en la dieta a través de las diferentes 

temporadas del año son comunes; algunos estudios experimentales suponen que estos cambios en 

la dieta del hospedero en diferentes temporadas impactan la composición la MI. Sin embargo, es 

importante aclarar la relación entre hábitat, dieta y microbioma para poder entender cómo 

interactúan estos factores entre sí y de qué manera afectan al hospedero (Amato et al. 2015).  

Aunque algunos investigadores señalan que el genoma del hospedero puede ser un factor 

modulador de la composición de la MI (Toivanen et al. 2001; Zoetendal et al. 2004), estudios 

realizados con monos aulladores en vida libre, sugieren que es más probable que los patrones 

asociados a la composición del microbioma se deban a efectos ambientales como el hábitat y la 

dieta (Amato et al. 2013).   

Las interacciones con otras especies no nativas, por ejemplo en el caso de fauna doméstica 

y ganadera, también pueden influir en los componentes del microbioma al crearse una red de 

conexiones dinámicas que permite el intercambio de  microorganismos en todas las direcciones, 

pues además de aumentar la probabilidad de emergencia de nuevos patógenos (Rhyan and Spraker, 

2007), la microbiota local puede beneficiarse de las contribuciones aditivas e intercambios con la 

diversidad de bacterias del ambiente externo que le pueden facilitar la adaptación local a un nicho 

cambiante (Shapira, 2016).  

En las especies folívoras, incluyendo los primates del género Alouatta, se ha resaltado la 

importancia de las bacterias fermentadoras, quienes juegan un papel crucial en los procesos de 

degradación y fermentación de los alimentos, convirtiendo las paredes celulares de la planta en 

ácidos grasos volátiles, metano y dióxido de carbono mediante funciones  probióticas que permiten 

hacer uso eficaz del material vegetal, asegurando el óptimo funcionamiento del sistema 

gastrointestinal y ejerciendo efectos benéficos en el hospedero (Nidasio-de la Cerda, 2002).  

Sin embargo, algunos estudios han mostrado que esto sólo ocurre en condiciones de vida 

libre y/o cuando la dieta no se ve alterada, pues ante cambios drásticos de la dieta, como ocurre en 

cautiverio y en hábitats perturbados, se observa una disminución en la diversidad bacteriana 

(Amato et al., 2013; 2015; Pastor-Nieto, 2015), que puede llevar a estados de  disbiosis, que en 

términos generales, se define como cualquier cambio en la composición de las comunidades 



                                                                                          

comensales residentes en relación con la comunidad que se encuentra en individuos sanos (Petersen 

and Round, 2014) 

II. ANTECEDENTES 

       A) Alouatta pigra: Características biológicas, anatómicas y fisiológicas  

El mono aullador negro (Alouatta pigra), también conocido como saraguato es una de las tres 

especies de primates silvestres que se distribuyen en el sureste de México; es un primate arbóreo y 

de hábitos diurnos; su longitud promedio es de 70 cm de largo sin incluir la cola, que es ligeramente 

más larga que el cuerpo; una de sus características principales es que  poseen un hueso hioides muy 

desarrollado con una modificación que les permite emitir su aullido característico (Nagy and 

Milton, 1976).  

En condiciones naturales los monos aulladores negros ocupan ámbitos hogareños de entre 

10 a 60 hectáreas y suelen vivir en tropas de 3 a 11 individuos; aunque dadas las condiciones de 

pérdida de hábitat a las que se enfrentan actualmente, los monos aulladores se han tenido que 

adaptar a vivir en áreas más pequeñas y aun así ser capaces de aprovechar de manera eficiente los 

recursos alimenticios disponibles. (Chapman, 1990; Arroyo-Rodríguez et al., 2006; Pozo-Montuy 

and Serio-Silva, 2006). 

A. pigra es considerada una especie de importancia ecológica por su destacado papel en la 

dinámica de los bosques tropicales participando como dispersores de semillas (Serio-Silva and 

Rico-Gray, 2002) y fungiendo como organismos centinelas o indicadores del estado de los 

ecosistemas (Pérez Gil et al., 1996). 

Actualmente esta especie está catalogada en peligro de extinción según la norma oficial 

mexicana (NOM-059-SEMARNAT-2010) y la IUCN (Marsh, et al., 2008), siendo la pérdida y 

fragmentación de su hábitat importantes factores que han contribuido a su disminución poblacional 

(Estrada and Coates-Estrada, 1996). Aunado a lo anterior, al ser una especie carismática y 

relativamente dócil, han resultado una presa atractiva para su captura y tráfico ilegal, llegando a 

ser la segunda especie de primate más comercializada en México. (Duarte-Quiroga and Estrada, 

2003; González-Espinoza, et al. 2005; Améndola, 2009; Gual-Sill and Rendón-Franco, 2011).  



                                                                                          

Generalmente, los monos comercializados, terminan siendo decomisados o abandonados y, en 

algunas ocasiones, son incorporados a sitios de resguardo, sin embargo, bajo condiciones de 

cautiverio la mortalidad suele ser elevada (Gual-Sill and Rendón-Franco 2011; Pastor-Nieto, 

2015). Un análisis de la mortalidad de monos araña y monos aulladores en cautiverio mostró que 

entre 67.6% y 82.3% de las muertes fueron causadas por trastornos gastrointestinales y que 34.3% 

de esas muertes ocurrieron durante el primer mes de cautiverio (Gual-Sill and Rendón-Franco 

2011).  

Bajo estas circunstancias de degradación de su hábitat natural y en cautiverio, el bienestar 

de los individuos depende en gran medida de que la dieta reúna los nutrientes necesarios y de que 

las condiciones anatómicas y fisiológicas favorezcan su adecuada asimilación (Haro, et al., 2004; 

Pastor-Nieto, 2015).  

En los monos aulladores (Alouatta spp.) el sistema digestivo es pequeño y especializado, el 

tracto digestivo tiene gran cantidad de adaptaciones, el intestino es elongado y además poseen un 

ciego grande en donde tiene lugar la fermentación bacteriana de los alimentos (Milton, 1980; 

Mayor and López, 2012). El colon es otro lugar potencial de fermentación, aunque 

proporcionalmente más pequeño en comparación al de otros primates. Se ha identificado que esta 

sección del aparato digestivo es sumamente especializada y en conjunto con un espacioso ciego, 

representan una adaptación necesaria para la digestión de una dieta basada principalmente en hojas 

(Ullrey, 1986; Hume, 2002). 

Otra adaptación es la presencia de microorganismos simbióticos que conforman la mayor 

parte de la MI de los monos y que mantienen una estrecha y permanente interacción de gran 

complejidad que puede contribuir de manera significativa al equilibrio salud- enfermedad a través 

de funciones metabólicas, inmunitarias y conductuales (Giglio et al. 2013).  

Una de las funciones clave de la MI es facilitar la digestión de la fibra vegetal, principalmente 

celulosa y hemicelulosa, usando enzimas de las que el animal hospedero carece (Amato, et al. 

2015). 

B) Interacción con otras especies 

En las últimas décadas el aumento de los asentamientos humanos y sus demandas alimentarias ha 

generado importantes cambios en el uso del suelo ya sea para vivienda o para la producción agrícola 



                                                                                          

y ganadera para satisfacer la demanda de proteína animal (Daszak et al. 2000); estos hechos tienen 

consecuencias negativas sobre el ambiente como la fragmentación o la pérdida de los hábitats 

naturales o el aumento de la contaminación ambiental (Daszak et al. 2001; Smith et al. 2009).       

Uno de los aspectos que se ha considerado en los últimos años es la interacción entre 

humanos, ganado doméstico, fauna silvestre y el ambiente que les rodea. Esta interacción, 

denominada interfaz humanos-animales domésticos-fauna silvestre, da origen a una red de 

conexiones dinámicas que favorece el intercambio multidreccional de microorganismos (Rhyan 

and Spraker, 2007). 

Anteriormente las enfermedades en fauna silvestre se consideraban relevantes sólo si 

representaban amenazas para la ganadería o salud pública (Daszak et al. 2000). Incluso se solía 

responsabilizar a los animales silvestres de ser la fuente de patógenos para humanos y ganado 

doméstico (Fischer and Gerhold, 2002); sin embargo, pese a lo que se había manejado 

comúnmente, la transmisión de microorganismos entre animales domésticos y silvestres suele ser 

multidireccional (Bengis et al. 2002), y en algunos casos, los efectos sobre la fauna silvestre son 

desconocidos.  

Actualmente son muchos los ejemplos de introducción de microorganismos del ganado a 

los animales silvestres, aunque todos estos estudios se centran en la transmisión de  patógenos, por 

ejemplo, Mycobacterium bovis, causante de la tuberculosis bovina  (Palmer et al. 2012), Sarcoptes 

scabiei, que causa sarna sarcóptica (Smith et al. 2009), Parvoviridae que provocan la infección por 

el parvovirus canino tipo 1 (Daszak et al. 2000) o la Moraxella bovis causante de 

queratoconjuntivitis infecciosa (Giacometti et al. 2000).  

Otros estudios han demostrado que las enterobacterias como E. coli y Salmonella presentan 

asociaciones genéticas (epidemiológicas), es decir, que pueden adaptarse para ser transmitidas 

entre especies de hospederos silvestres y domésticos que comparten el mismo hábitat; en los 

trabajos descritos por Kagambega et al. (2013), se observa una asociación entre enterobacterias 

provenientes de ganado bovino y erizos africanos que comparten el mismo hábitat, lo que infiere 

una relación en la transmisión entre estas dos especies debido al traslape y fragmentación del 

hábitat por la ganadería. 



                                                                                          

Una investigación reciente muestra la prevalencia de parásitos del género Hepatozoon, un parásito 

emergente  que afecta a los animales domésticos que cohabitan con fauna silvestre en zonas 

fragmentadas; se encontraron prevalencias en los mamíferos de 9,7%, siendo perros la especie con 

mayor prevalencia con 63,3%; sus análisis filogenéticos revelaron que las secuencias genéticas 

estaban más cerca de la secuencia de H. canis de origen doméstico, que de las de origen silvestre 

(Jarquín-Díaz et al. 2016).  

Del mismo modo, cada vez hay más evidencias de transmisión de patógenos de los humanos 

a animales, lo que se conoce como zooantroponosis (Messenger et al. 2014). Un ejemplo es el 

trabajo descrito por Rwego et al. (2008), donde se observa la misma asociación epidemiológica 

entre gorilas, ganado bovino, ganado ovino y humanos que comparten el mismo hábitat. 

Goldberg et al. (2008), reportan resultados similares entre humanos, ganado caprino (Capra 

aegagrus hircus), colobos rojos (Piliocolobus kirkii), colobos blancos y colobos negros (Colobus 

guereza), y cercopitecos de cola roja (Cercopithecus ascanius), habiendo mayor relación de 

bacterias en las zonas fragmentadas por la ganadería que en las zonas conservadas. Asimismo, se 

ha reportado la asociación entre bacterias presentes en humanos, animales de granja y la fauna 

silvestre que habita a su alrededor (Allen et al., 2011), lo que sugiere la importancia de la 

fragmentación en las interacciones entre los distintos hospederos que comparten un hábitat en la 

dinámica de transmisión de distintas enfermedades o agentes patógenos.  

No obstante, la transmisión o intercambio de bacterias entre especies y el ambiente que les 

rodea, no solo se refleja en efectos adversos, pues se puede dar origen a asociaciones bacterianas 

de formas variables y brindar a las bacterias comensales cierta flexibilidad adaptativa (Shapira, 

2016).  

 Habría entonces que considerar si este sesgo hacia los animales silvestres puede provocar 

acciones con potencial efecto perjudicial sobre los esfuerzos de conservación.  

Es por eso que, el estudio de la transmisión y flujo de microorganismos resulta clave para 

conocer cómo la interfaz humanos- animales domésticos- fauna silvestre influye sobre su dinámica 

y establecimiento en el hospedero (Brook and McLachlan, 2006). 



                                                                                          

C) Estudio de la microbiota intestinal 

El estudio de la microbiota se inició a principios de los 1900, principalmente con Metchnikoff 

(1908) y sus tratados sobre la “flora intestinal” y desde entonces han sido muchos los trabajos que 

se han enfocado a conocer las características y las funciones de esos microorganismos en los 

humanos.  

La primera especie bacteriana recuperada del tracto intestinal fue Escherichia coli, aislada 

por Theodore von Escherich en 1885 a partir de heces de niños que presentaban enfermedad 

diarreica (Shulman, et al. 2007). La descripción de la población microbiana gastrointestinal 

continuó en los años siguientes y dio lugar a la caracterización completa de más de 400 especies 

cultivadas (Rajilic-Stojanovic, 2007).  

En la década de los 90s inicia el auge de las investigaciones del microbioma basadas en 

herramientas moleculares. Uno de estos estudios pioneros utilizó la PCR para amplificar secuencias 

específicas del gen 16S rRNA para 12 bacterias anaerobias que predominan en el tracto intestinal 

humano y fue utilizado para la detección cuantitativa de estas especies (Wang, Cao and Cernigia, 

1996). 

En 1998 se describió por primera vez la diversidad bacteriana intestinal basado en 

secuencias del gen 16S rRNA (Zoetendal et al. 1998). Sin embargo, el primer estudio amplio con 

miras a la caracterización de la comunidad microbiana del intestino humano basado en el análisis 

de la secuencia del gen 16S rRNA, fue publicado en 1999 (Suau et al.1999). 

        Recientemente, gracias a los avances en las tecnologías de secuenciación y la bioinformática, 

se han desarrollado diversos proyectos a gran escala han llevado a cabo la tarea de descifrar la 

estructura y  las funciones de la MI humana así como sus relaciones con la salud y la enfermedad; 

uno de los proyectos pioneros es el Proyecto Meta HIT (Metagenomics of the Human Intestinal 

Tract), ha estudiado la microbiota intestinal en 700 individuos abordando su implicación en 

trastornos metabólicos (obesidad, diabetes tipo 2) y en inflamación intestinal (Qin et al. 2010). 

Otro proyecto denominado Human Microbiome Project, ha estudiado la microbiota de la boca, 

fosas nasales, piel, tracto genital e intestino de 300 individuos definidos como sanos en distintas 

regiones geográficas (Aagaard et al. 2012).  

Los resultados obtenidos en estos proyectos, así como el conocimiento cada vez más amplio 

de la importancia del estudio de los ecosistemas y la integración de múltiples disciplinas ha 

resaltado la importancia del estudio del microbioma en otras especies animales. Inicialmente, el 



                                                                                          

conocimiento de las funciones de la MI de mamíferos se concentró principalmente en animales en 

cautiverio, criados en laboratorio o animales domésticos asociados a la producción pecuaria 

(Brambilla and De Filippis, 2005).  

Hoy en día, el estudio de la MI y del microbioma en conjunto, ha tomado una importante 

relevancia para los profesionales del estudio de la vida silvestre, incluidos los primatólogos, 

quienes han incorporado estos estudios para comprender mejor a sus sujetos de estudio. 

A partir de esto, podemos ver que cada vez son más las investigaciones que involucran a la 

fauna en diversas disciplinas como el comportamiento (Archie y Theis, 2011), la evolución (Fraune 

y Bosch, 2010) y la conservación (Stumpf et al., 2016; West et al., 2019). 

Además de que también las especies de fauna silvestre estudiadas son cada vez más 

variadas, incluyendo elefantes (Finch, 2013), peces (Wong and Rawls, 2012), aves (Uchii et al. 

2006), termitas (Breznak and Pankratz, 1997) y primates (Amato, et al., 2013; Greene et al., 2019).  

  

D) Microbiota intestinal en primates 

Es posible encontrar documentos que involucran el estudio de la, entonces llamada, “flora 

intestinal” que datan de la primera década de los 1900´s y que incluyen primates no humanos como 

sujetos de estudio (Herter and Kendall, 1910). Sin embargo, como se ha mencionado anteriormente, 

los estudios eran basados en cultivos bacterianos, con todas las limitaciones que esto implica y los 

primates sólo eran usados como modelos de estudio. 

Para la década de los 90, se publicaron diversos trabajos que estudian la MBI de primates 

como modelos humanos. Otro estudio utilizó herramientas moleculares para identificar y 

cuantificar doce especies de bacterias predominantes en los intestinos de diversas especies de 

animales domésticos y de experimentación, incluyendo primates (Macaca mulatta), aquí se 

menciona la utilidad de las técnicas moleculares (Wang, Cao and Cerniglia, 1996). 

También se han realizado investigaciones, empleando primates como modelos en estudios 

dirigidos a humanos, en los que se hacen asociaciones entre la alteración de la MBI y diversas 

condiciones de salud/enfermedad como la endometriosis (Bailey and Coe, 2002), estrés prenatal y 

riesgo de infecciones posparto (Bailey, Lubach and Coe, 2004), colitis crónica e infecciones por 

lentivirus (McKenna et al., 2008) y diversas infecciones oportunistas tanto bacterianas como 

virales, (Sasseville and Diters, 2008). 



                                                                                          

Es a partir de la segunda década de los 2000´s cuando la microbiota de primates se empieza a 

considerar como un factor importante para el estudio de su propia especie, incluyéndose aspectos 

de evolución (Ochman et al., 2010; Stupmf et al., 2016) y conducta social (Moeller et al., 2016). 

La caracterización del microbioma en diversas especies de primates también tomó 

relevancia en esta época. Uno de estos estudios analizó la MI de chimpancés, encontrando una 

importante presencia de bacterias consideradas benéficas (Clostridium leptum, Lactobacillus 

gasseri and Bifidobacterium pseudocatenulatum o B. catenulatum), así como otros grupos 

bacterianos que son comúnmente encontradas en humanos sanos (Uenishi, et al., 2015). 

En primates Strepsirrhini que incluye a las especies (Microcebus rufus, Varecia variegata, 

Lemur catta, Propithecus coquereli, Avahi laniger, Indri indri, Propithecus candidus, Eulemur 

rubriventer, Eulemur macaco, entre otros), se ha mostrado evidencia de la relación entre en las 

estrategias de alimentación, la edad y la MI. Así mismo se ha encontrado que la estructura de la 

MI refleja la filogenia del hospedador, es decir, hospederos más estrechamente relacionados, 

comparten una composición más parecida de MI (McKeney, Rodrigo and Yoder, 2015; Aivelo, 

Laakkonen and Jernvalla, 2016; Greene et al., 2019). 

 En monos aulladores negros (Alouatta pigra) el primer estudio de microbiota hizo una 

evaluación de las bacterias hidrogenotróficas que mantienen el equilibrio intestinal del hidrógeno 

para reducir el dióxido de carbono a metano, siendo éste el primer estudio que dio indicios sobre 

la composición microbiana del colon de monos aulladores silvestres y cautivos, y en el cual se 

muestra la importancia de estas bacterias en los procesos de fermentación de los alimentos 

(Nakamura et al. 2011).  

 En 2013, Amato et al. describieron el impacto del hábitat en la microbiota de monos 

aulladores negros del sureste de México encontrando que la riqueza y diversidad de especies 

microbianas difiere notablemente entre los grupos de monos que ocupan diferentes hábitat; sus 

resultados revelan una mayor riqueza de grupos bacterianos en los grupos que habitaban  bosque 

continuo, siendo seis veces mayor que en los monos en cautiverio y hasta dos veces mayor que en 

los que ocupaban hábitat fragmentados. La importancia de este estudio es el conocimiento de que 

una alteración de la riqueza y diversidad de la MI puede generar estados de disbiosis, afectando la 

salud de los monos, estos datos también revelan el riesgo de estos primates tras el cambio de dieta 

causado por la degradación del hábitat o por el cautiverio.  



                                                                                          

En un estudio más reciente se plantea el papel de la MI para compensar las variaciones de la dieta; 

derivado de una evaluación de la conducta de forrajeo y los patrones de actividad del mono 

aullador, se observaron pocos cambios en la actividad de los monos, a pesar de que la composición 

de la dieta, energía y nutrientes consumidos varió durante las temporadas muestreadas, lo que 

puede indicar que la microbiota contribuye a equilibrar la ingesta de nutrientes bajo las condiciones 

de cambios en la disponibilidad de alimentos y la dieta. (Amato et al, 2015).  

Con base en estos estudios resulta importante enfatizar el papel de las bacterias benéficas 

en el establecimiento de la MI y sus posibles repercusiones en la salud del organismo hospedero. 

 

E) Técnicas de caracterización del microbioma 

Antes del desarrollo de las técnicas de secuenciación masiva, el estudio de la composición 

bacteriana se basaba el cultivo y aislamiento de bacterias (métodos cultivo dependientes), pero bajo 

estas condiciones sólo se obtenía una visión limitada de la diversidad de especies en la MI. Además 

de que el desconocimiento de los requerimientos nutricionales de determinados subgrupos de 

bacterias y por ende la dificultad de cultivarlos, imposibilita en gran manera su identificación y 

caracterización taxonómica (Frank and Pace 2008).  

Los nuevos métodos de secuenciación masiva de material genético y el desarrollo de estudios 

metagenómicos, permiten el estudio directo de todo el material genético contenido en las muestras 

que se obtienen de un determinado nicho ecológico (método cultivo independiente). El 

metagenoma se describe como el conjunto de todos los microorganismos y su contenido genético 

que se encuentran presentes en una comunidad ecológica (Escalante, et al. 2014; Frank and Pace 

2008).  

Actualmente la aproximación más común en estudios bacterianos consiste en la extracción 

del DNA, seguida de la amplificación y secuenciación de los genes que codifican la subunidad 16S 

del RNA ribosomal conocido como método de amplicones del 16S. Este gen es común a todas las 

bacterias y contiene regiones conservadas y regiones variables por lo que las diferencias en la 

secuencia de nucleótidos del gen 16S permiten la caracterización taxonómica de las bacterias que 

componen una comunidad (Handelsman et al. 1998).  

 A partir del análisis de amplicones de 16S, se puede caracterizar el perfil taxonómico en las 

muestras a estudiar con secuencias de referencia en bases de datos (Cole, et al. 2003). De este modo 

las secuencias obtenidas se pueden clasificar en Unidades Taxonomicas Operativas (OTU, del 



                                                                                          

inglés Operational Taxonomic Units) y a niveles taxonómicos desde orden hasta género y con ello 

se determina la biodiversidad de especies y, por tanto, la riqueza bacteriana en la muestra 

(Escalante, et al. 2014; Frank and Pace 2008; Cole, et al. 2003).  

Las OTU se utilizan para clasificar las bacterias según la similitud de secuencia, 

particularmente en los enfoques de metagenómica 16S, las OTU son un grupo de variantes de 

secuencia similares de la secuencia del gen marcador de ADNr 16S. Cada uno de estos grupos está 

destinado a representar una unidad taxonómica a un determinado nivel taxonómico dependiendo 

del umbral de similitud de secuencia, por ejemplo, una similitud del 97% de las secuencias del gen 

16S se usará para distinguir las bacterias a nivel de género (Edgar, 2018). 

Caracterizar la estructura del MI es el primer paso importante para el subsecuente estudio 

de las interacciones microorganismo-microorganismo y hospedero-microorganismo con lo que 

muestra un gran potencial para evaluar la salud en fauna silvestre (Zoetendal, 2004; Hale et al. 

2015; Obregón-Tito, 2015;). Además, caracterizar comunidades microbianas y sus funciones en 

poblaciones que viven estilos de vida relativamente ancestrales (sea el caso de los hábitats 

conservados), es esencial para la comprensión de la coevolución de los primates con su microbiota 

(Obregón-Tito, 2015).  

La variabilidad inherente de los sistemas naturales sugiere que la investigación del microbioma 

intestinal de los mamíferos silvestres puede proporcionar una mayor comprensión de esta relación 

funcional (Nelson, 2012), lo que permitiría la identificación de los procesos cruciales que influyen 

en la microbiota intestinal y que son relevantes para el estilo de vida natural de los monos 

aulladores, así como las implicaciones del cautiverio, pues en esos casos, estudios funcionales 

muestran que las perturbaciones en el microbioma o las modificaciones causadas por cambios 

drásticos en la dieta pueden ser perjudiciales para la salud (Blumberg and Powrie, 2012; Holmes, 

et al. 2012).  

 

F)  Importancia de las bifidobacterias. 

A principios de 1900 se documentaron las primeras investigaciones científicas de bacterias 

con beneficios a la salud. Un ejemplo de estas son las observaciones hechas por Henri Tissier quien 

propuso el uso de “bacterias bífidas” para el tratamiento y prevención de diarreas en niños (López-

Brea and Domingo, 2007) y los trabajos sobre la “flora intestinal” realizados por Metchnicoff en 

1910 (Fuller, 1992). En la era de la microbiología moderna los efectos benéficos de algunas 



                                                                                          

bacterias en la salud, se atribuyen al balance del microbioma intestinal (Schrezenmeir and de Vrese, 

2001).  

Las bacterias pertenecientes al género bifidobacterium son uno de los mejores ejemplos de 

bacterias benéficas, representando aproximadamente el 90% de la población bacteriana del colon 

(Desjardins et al. 1990 y Lapierre et al. 1992). Son consideradas como bacterias no patógenas y 

habitantes naturales del intestino de muchas especies, incluido el hombre; fueron aisladas por 

primera vez por Henry Tissier en 1900, quien las denominó Bacillus bifidus communis debido a su 

morfología de bacilos cortos ramificados en forma de Y, aunque también pueden ser en forma de 

V (Shah, 1997) e incluso algunas pueden verse solo como pequeños bacilos curvos o con formas 

irregulares (Park, 2011).  

Las bifidobacterias son anaerobios estrictos, gram-positivas y con actividad catalasa 

negativa (Marteau, et al. 1995, Salminen, et al. 1998). Se caracterizan por producir ácido acético y 

ácido láctico que les permite controlar la microbiota potencialmente patógena en el intestino 

(Fanning et al., 2012). No producen CO2 ni los ácidos butírico y propiónico y llevan a cabo la 

degradación de hexosas exclusiva y específicamente por la ruta de la fructosa-6-fosfato (Collado, 

2004), mediante la acción de la enzima fructosa-6-fosfato- fosfo-cetolasa (F6PPK), que además de 

ser la responsable del metabolismo de los carbohidratos también puede ser utilizada como método 

de identificación (Shah, 2000).  

En cultivo, las bifidobacterias crecen a temperaturas de 36 hasta 43°C. El pH adecuado para 

su crecimiento es de 6.5 - 7, siendo un pH 5 su límite inferior de crecimiento y 8 el superior. El 

medio de cultivo más adecuado para el crecimiento de las bifidobacterias es el Triptona, Peptona 

y extracto de levadura o TPY (Scardovi 1986).  

En el hospedero, las bifidobacterias juegan un importante papel en la degradación de carbohidratos 

complejos no digeribles incluyendo la celulosa, los xilanos, la mucina, la pectina y la inulina, los 

monosacáridos son utilizados como intermediarios en la vía de fermentación de la hexosas o 

fructosa 6- fosfato (Bifid shunt) y finalmente son fermentados en el colon para producir ácido 

acético y ácido láctico que proveen de energía al hospedero, (Pokusaeva, et al. 2011).  

Asimismo, los productos del metabolismo microbiano actúan como moléculas de 

señalización e influyen en el metabolismo del hospedero, pues si bien, actúan directamente en el 

intestino, también pueden influir en el funcionamiento del hígado a través del metabolismo de 

ácidos biliares y en el cerebro a través del eje hipotálamo-pituitaria-adrenal (HPA) afectando una 



                                                                                          

variedad de comportamientos complejos incluyendo la conducta social, emocional, aprendizaje y 

ansiedad (Neufeld et al. 2011; Collins et al, 2012) además de tener repercusiones en el tejido 

adiposo y muscular que determina la condición corporal (Tremaroli and Bäckhed, 2012).  

Debido a estas características se ha catalogado como uno de los principales 

microorganismos seleccionados como probióticos, además, las secuencias del genoma de 

diferentes cepas de Bifidobacterium han y continuarán proporcionando información teórica sobre 

el metabolismo de carbohidratos, que pueden ayudar a estas bacterias a adaptarse al medio 

gastrointestinal y a interactuar con su hospedero. 

Con base en lo anterior, resulta de suma importancia, conocer las interacciónes entre hábitat, 

hospedero y composición del microbioma en Alouatta pigra, aunado a que dicha temática ha sido 

escasamente estudiada en esta especie. Los datos generados en este estudio brindarán información 

novedosa y aplicable a los esfuerzos de conservación del mono aullador negro, tanto in situ como 

ex situ. 
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III. OBJETIVOS 

 

A) Objetivo General 

 Conocer la conformación de la microbiota intestinal de los monos aulladores negros, 

así como la influencia que tienen el hábitat, la temporalidad y la alimentación en su 

estructura.  

 

B) Objetivos Específicos 

 Identificar especies de bifidobacterias presentes en la microbiota intestinal de monos 

aulladores negros silvestres por medio de técnicas moleculares. 

 Describir la dieta de los monos aulladores de la región y su relación con el hábitat. 

 Describir y comparar la diversidad microbiana intestinal de los monos aulladores de 

vida libre y en cautiverio. 

 Evaluar si hay diferencias en la diversidad y abundancia relativa de OTUs bacterianos 

de A. pigra de acuerdo con la selección de recursos alimentarios en tres temporadas 

distintas (lluvias, nortes y secas). 

 Evaluar si existe variación en diversidad y abundancia de OTUs bacterianos entre los 

monos de un hábitat ribereño y uno de zona alta. 

 Conocer si la interacción con fauna doméstica puede estar influyendo en la 

conformación de la MI de los monos. 
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Seasonal and habitat effects on the gut microbiota composition of black howler monkeys 

(Alouatta pigra) in fragmented rainforest 

Abstract 

The gut microbiota carries out important metabolic functions such as immune system activation 

and degradation of diet components to obtain energy and nutrients. These functions affect the host’s 

health and depend on the microbial species present in the gut and their interactions with the host’s 

diet components. In this study, we analyzed the diversity and structure of the gut microbiota of 

black howler monkeys (Alouatta pigra) in two disturbed tropical forest sites across seasons (dry, 

rainy, and nortes seasons) and two captivity sites. We hypothesized that captivity would cause less 

bacterial diversity, and a significant modification in the main bacterial phyla; on the other hand, 

temporal variation would also mean variations in the composition of the microbiome derived from 

diet adaptation. 

Our results indicate that the howler monkey gut microbiota differed among sites, with wild and 

captive howlers showing the most dramatic differences. Firmicutes and Bacteroidetes were the 

dominant phyla but their proportions varied, principally in captive monkeys. The intestinal 

microbial community differed across seasons and these changes also coincided with changes in 

dietary content. Specifically, greater bacterial diversity was found during the nortes season, 

followed by the rainy season, and a significantly lower diversity was found during dry seasons. We 

conclude that captivity strongly modifies the gut microbial structure, followed by seasonal changes 

linked to differences in vegetation. We suggest that dietary changes due to captive conditions and 

across seasons in wildlife are a major factor modulating gut microbiome composition in black 

howler monkeys. 

Keywords: Alouatta, gut microbiota, habitat fragmentation, metagenomics. 

 

 

 

 



                                                                                          

Introduction 

A) Microbiota previous studies on Vertebrates and Primates  

Vertebrates establish symbiotic relationships with the microorganisms they harbor and that have 

co-evolved with them, (Shapira, 2016). The set microorganisms-genome make up the microbiome. 

(Balter, 2012; Ley et al. 2008; Backhed, et al. 2005). In other hand, the gut microbiota in 

vertebrates carries out important metabolic functions such as degradation of the components of the 

diet to obtain energy and nutrients. It has a prominent role in vitamin synthesis and helping in the 

absorption of minerals such as calcium, phosphorus, magnesium, and iron. Also, it processes 

otherwise indigestible components of the diet, such as plant polysaccharides (LeBlanc et al., 2013; 

Mackie, 2002). 

Beside this, microbial metabolic functions have a great impact on host health and nutrition; 

however, these functions depend on the composition and proportion of the microbial species 

present and their interactions with the components of the host’s diet (Haro, et al., 2004).  

Several authors doing research conducted with wild primates suggests that changes in diet 

associated with habitat disturbance or captivity strongly influence the composition of their 

microbiota (Amato et al., 2013; Cabana et al., 2019; Amato et al., 2013).  As we know, non-human 

primates are found in a wide variety of habitats, from tropical forests to shrub areas; in most of 

these habitats, seasonal influences produce a temporary variation in food availability (Hill, 1997), 

which has a significant impact on primates’ diets and their use of the habitat (Chaves and Bicca-

Marques, 2013). 

Some experimental studies assume that these changes in the host diet in different seasons 

impact the gut microbiome composition, and that is important to clarify the relationship between 

habitat, diet, and the microbiome and to understand how these factors interact and in what way 

they affect the host (Amato et al., 2013; Holmes et al., 2012; Palmer et al., 2007). 

B) Microbioma and Alouatta pigra relationship 

It has been reported that howlers (Alouatta pigra) that occupy habitats of different quality develop 

different gut microbiomes, since animals in disturbed habitats generally consume different types 

of food resources than their counterparts in undisturbed habitats (Amato et al., 2013). It is clear in 



                                                                                          

several reports that Alouatta, like the other primates, depends directly on plant resources as food 

so is influenced by the seasonal availability of plants which responds to their knowledge of the 

distribution, abundance, palatability, digestibility, and nutritional value of plant resources in their 

habitat (Milton, 1980). 

Under such circumstances, A. pigra is considered a species of ecological importance due to 

its role as a seed disperser (Serio-Silva and Rico-Gray, 2002) and as an indicator organism of 

ecosystem status (Pérez Gil et al., 1996; Vásquez-Aguilar et al., 2020). A. pigra is currently in 

danger of extinction (NOM-059-SEMARNAT-2010; Marsh et al., 2008), the loss and 

fragmentation of its habitat being the main factors that have contributed to its population decline 

(Estrada and Coates-Estrada, 1996). 

Because of their eating habits, howler monkeys are considered folivore-frugivorous; studies 

have revealed that they consume considerable amounts of fruits, flowers, and leaves according to 

their availability. In degraded habitats and captivity conditions, howlers’ wellness depends a lot on 

the diet meeting the necessary nutrients and that physiological conditions allow adequate 

assimilation (Sanz, 2004), since it is known that disturbances in the microbiome caused by drastic 

changes in diet can be harmful to health (Blumberg and Powrie, 2012; Cabana et al., 2019; Clayton 

et al., 2016; Holmes et al., 2012). 

Characterizing the structure of the intestinal microbiome is the first step for an intestinal 

ecosystem study and the subsequent study of microorganism–microorganism and host–

microorganism interactions (Hale et al., 2015; Obregón-Tito, 2015; Zoetendal, 2004). So, study of 

the gut microbiome in wild primates can provide a greater understanding of the functional 

relationship that they have with their microbes (Nelson, 2012), which would allow identification 

of the crucial processes that influence the intestinal microbiota and that are relevant to the natural 

lifestyle of howler monkeys and captivity. 

The objective of this study was to determine the intestinal microbiota composition in black howler 

monkeys, as well as the influence of habitat, seasonality, and feeding on its structure. Here, we test 

the hypothesis that howlers occupying different habitats acquire different microbiomes because 

they have different feeding patterns, particularly in captive howler monkeys. We also verify a 

microbiome transition given by seasonal changes and food availability. 



                                                                                          

Materials and methods 

Materials and methods 

Study site 

The study was conducted between March 2016 and January 2017 in two forest fragments in the 

municipality of Balancan, Tabasco, southeast Mexico (17°46′48.46″ N and 91°30′22.11″ W) 

(Figure 1). This area is a highly perturbed landscape that has suffered extensive forest loss and 

fragmentation of habitat. The original flood plain forests experienced severe degradation, losing 

around 80% of their original cover by human activities, resulting in livestock areas, farmland, and 

fragmented rainforest (Aristizabal-Borja et al., 2011; Pozo-Montuy and Serio-Silva, 2007; 

Vásquez-Aguilar et al., 2020). 

The region shows a predominantly subhumid warm climate with rains in summer and 

annual temperature of 26.3 °C and is marked by three seasons: Rainy in a period from May to 

October, Nortes from November to January, and Dry from February to April (Aristizabal-Borja et 

al., 2011; Pozo-Montuy and Serio-Silva, 2007). 

The nortes season in the region is characterized by generating variations in atmospheric 

pressure, temperature and humidity, it originates with the presence of two air masses with different 

physical properties; there are decreases in temperature, wind acceleration and small and 

discontinuous rainfall (National Meteorological Service. SMN, Mexico; 2019). 

Two natural habitat – fragmented sites were selected to carry out the study within the 

fragment. The first site named “El playon 2” , it is composed of a diversity of trees and shrubs 

bordering a section of the Usumacinta River, presents native vegetation and that introduced by 

man, and has been modified by anthropogenic activities such as livestock and housing. Moreover, 

it has a record of high flood potential, especially in the months of May to October, corresponding 

to the Rainy season. 

A second site named “El cuadrado” is catalogued as Secondary Vegetation Under Conservation 

(SVUC) is a small remnant of forest that is surrounded by agricultural crops, it is located on higher 

ground, has no historical record of flooding, and a lower degree of disturbance; there is no presence 

of domestic animals within the fragment. 



                                                                                          

The natural habitats–fragmented sample sites, are not connected and are separated by greater than 

the territories that excluding the migration of groups between habitats. 

 

Figure 1. Study site map. Location of natural habitat-fragmented study sites. Yellow triangle RSV site, orange 

rectangle SVUC site. 

 

The first captivity site named as YMK (abbreviation of the captive site name “Yumká”) in this 

study, it is classified as a “Center for Coexistence and Interpretation of Nature” and is located in 

Tabasco state, Mexico, and whose purpose is environmental education, conservation, and 

protection of the species they host. Currently it has an approximate number of 946 individuals of 

about 80 different species in sections distributed in 101 hectares. 



                                                                                          

The other captivity site named as BCLR (abbreviated from the name of the region where the captive 

site is located “Bacalar” for this study, it was one of six Centers for Wildlife Conservation and 

Research and was in Quintana Roo state, Mexico. Its activities were based on the development of 

actions such as the reception, rehabilitation, protection, recovery, reintroduction, or channeling of 

rescued species, voluntarily delivered, or insured by the competent authorities. Currently these 

centers ceased to exist.  

Fecal sample collection 

Samples were collected for each season between March 2016 and January 2017, from two groups 

of black howlers inhabiting two forest remnants in Balancan, Tabasco, Mexico (RVS Group, n = 6 

and SVUC Group, n = 6). 

Additional samples were obtained from two groups of howlers in captivity, belonging to 

two different wildlife care sites and fed with atypical diets (YMK Group n = 4 and BCLR Group 

n =5). 

Howlers were identified and sexed. We collected a portion of fresh feces (5–10 g) from 

each subject, which was collocated into a sterile tube with 99% ethanol immediately after 

defecation and kept at 4 °C until DNA extraction for subsequent molecular analyses. 

Feeding behavior data collection 

In natural habitat – fragmented, feeding records were by observation using the “Focal Animal” 

method for sixty minutes for each individual (Amato et al., 2013). Tree species used by wild 

monkeys to feed were observed and recorded to identify preferences at each natural habitat – 

fragmented site and each of the three seasons of the year. Based on previous reports made at the 

same site, feeding frequencies and selection of plant parts were considered (Sánchez-Garzón, 2016; 

Aristizábal, 2013). 

During feeding (active consumption of food resources), we recorded each food item according to 

five phenophases [young leaves (YL), mature leaves (ML), flowers (FL), immature fruits (IF), and 

ripe fruits (RF)] and plant species were identified with common and scientific name. 



                                                                                          

The diet characteristics data of captive groups were obtained from records at the rehabilitation 

center. and include, ingredient, quantity, and frequency. 

Molecular analyses 

Microbial DNA was extracted from fecal samples using a ZR fecal DNA Mini Prep kit (Zymo 

Research®, CA, USA). The concentration and quality of extracted DNA were measured using a 

NanoDrop 2000 spectrophotometer (Thermo Scientific). All DNA samples were stored at −20 °C 

until further use. The V9 region of the 16S ribosomal RNA gene was amplified by polymerase 

chain reaction (35 cycles of 94 °C (1 min), 60 °C (15 s), 72 °C (4 min)) using the primers Lm3 (5´-

CGGGTGCTIcCCCACTTTCATG-3´) and Lm26 (5´-GATTCTGGCTCAGGATGAACG-3´) designed 

by Kaufmann et al. (1997) which amplify a fragment of 1.35 kb. 

Samples were standardized to at least 5 ng/μl before being sent to the CGEB – Integrated 

Microbiome Resource (IMR), Nova Scotia, Canada, for library preparation and sequencing. 

Amplified polymerase chain reaction libraries were sequenced using an Illumina MiSeq system 

(Illumina, Inc., San Diego, CA, USA). 

Bioinformatics and statistical analysis 

A total of 48 samples were successfully sequenced, and they were analyzed using Quantitative 

Insights into Microbial Ecology (QIIME 2) v.2019.4 (Caporaso et al., 2011). Single end reads (137 

bp) were joined using fastq-join and filtered for quality. Sequences that contained read lengths 

shorter than 400 bp were removed and adapters/index sequences were trimmed. 

Operational taxonomical units (OTUs) were de novo clustered with a 97% similarity cutoff 

using q2-vsearch. The taxonomic classification of the OTUs was analyzed by the SILVA -132-99-

515-806-nb-classifier 16S rRNA database with a confidence threshold of 99%. OTU rarefaction 

curves and alpha diversity Shannon index for each sample were calculated with QIIME 2. The 

proportions of bacterial taxa at the phylum, family, and genus levels were compared between 

habitat conditions (wild and captivity) and different seasons. The beta diversity of the bacterial 

community structure was obtained by calculating weighted and unweighted UniFrac distances. 

Using the distance matrices, the adonis function of R 3.3.1 was run with the vegan package 

version 2.4–3 (Oksanen et al., 2011), which divides the distance matrix between sources of 



                                                                                          

variation, fits linear models to distance matrices, and uses a permutation test with pseudo-F 

relationships to obtain p values. 

 

Results 

Feeding 

Derived from the hours of observation accumulated during the three seasons (n = 144 h), we found 

that the monkeys at both sites based their diet on 18 tree species in total, 12 for the RSV fragment 

and six for the SVUC fragment. 

In the RSV site, the preferred species was Pithecellobium lanceolatum, while for the SVUC 

site, the tree species with more feeding events was Albizia leucocalyx (Supplementary Figure 1). 

The selection of plant parts for feeding showed changes between sites but even more between 

seasons (Figure 2). 

 

Figure 2. Food elements selected by A. pigra in each season. Graph showing the food elements consumed by each 

group of Alouatta pigra howler monkeys in the two wildlife sites and the three seasons. In both sites the food items 

selection was similar. The consumption of leaves was predominant in the three seasons, although there an increase in 

the consumption of flowers and fruits in the seasons in which these are available.   



                                                                                          

In the dry season, the monkeys at the RSV site consumed 85% leaves (67% ML and 18% YL), 

while for the SVUC site it was 93% (71% ML and 22% YL). FL consumption was only observed 

in the dry season (13% for the RSV site and 7% for the SVUC site); fruit consumption only 

occurred at the RSV site (2%) and there was no consumption of these at the SVUC site. 

In the rainy season, the leaves represented 65% of the consumption at both sites: 35% ML 

and 30% YL for RSV, and 40% ML and 25% YL for SVUC. Fruit consumption showed an increase 

compared to the previous season, with 35% for each site and the same proportion of 25% RF and 

10% IF.  

In the nortes season, , leaf consumption was 75% (45% ML and 30% YL) for the RSV site 

and 81% (48% ML and 32% YL) for SVUC; less fruit was observed, represented by 25% (16% 

RF and 9% IF) in the RSV region and 19% (12% RF and 7% IF) in the SVUC site. 

The captive monkeys' diet varies from site to site, based on a variety of fruits, vegetables, 

and concentrated foods with little variability throughout the year (Table 1). 

Bacterial community profile  

At the 97% similarity cutoff, 540 different OTUs were identified for the howler monkeys; the 

corresponding rarefaction curves tended to reach the saturation plateau (Supplementary Figure 2). 

Phylogenetic classification of the bacterial sequences of howler monkeys resulted in 15 

different phyla. The predominant phyla were Bacteroidetes and Firmicutes, representing 33 ± 

17.7% and 49.63 ± 19.5%; the other 13 phyla (Tenericutes, Cyanobacteria, Spirochaetes, 

Proteobacteria, Verrucomicrobia, Euryarchaeota, Synergistetes, Actinobacteria, Elusimicrobia, 

WPS-2, Epsilonbacteraeota, Lentisphaerae, and Fusobacteria) had lower relative abundance 

(Figure 3). 

The bacterial community profile by habitat showed a major proportion of Firmicutes in wild 

habitats (59.57 ± 13.36% in RSV and 54.65 ± 12.71% in SVUC) followed by Bacteroidetes (30.20 

± 17.61% in RSV and 24.99 ± 18.06% in SVUC). Instead, in captive sites, the predominant phyla 

were Bacteroidetes (45.87 ± 4.48% in BCLR and 46.78 ± 17.50% in YMK). 

 



                                                                                          

Table 1. Captivity diet. Ration for 2.1 adult monkeys of 5 - 7 kg: 

SITE INGREDIENT QUANTITY FREQUENCY 

YMK Carrot 400g Daily 

 Beetroot 150g Daily 

 Broccoli 150g Daily 

 Corncob 90g Daily 

 Apple 150g Monday and Friday 

 Orange 150g Tuesday 

 Cantaloupe 150g Thursday 

 Papaya 150g Saturday 

 Banana 250g Sunday and Wednesday 

 Cucumber 150g Daily 

 Celery Three stems Daily 

 Green bean 300 g Daily 

 Italian pumpkin 400g Daily 

 Guava One piece - 

 Lechuga 150g Daily 

 Chard 300g Daily 

 Alfalfa 300g Daily 

 Chaya 300g Daily 

 Espinaca 300g Daily 

 Croquettes * 700g Daily 

BCLR Apple ½ piece Daily 

 Banana 1 ½ piece Daily 

 Papaya ½ slice Daily 

 Carrot ¾ piece Daily 

 Pepper ¼ piece Daily 

 Celery ¼ piece Daily 

 Squash ¼ piece Daily 



                                                                                          

 Spinach a handful Daily 

 Coriander Half handful  Daily 

 Beetroot 4- 5 slices Daily 

 Wholemeal bread ¾ slices Daily 

 Ramon (Brosimum 

alicastrum) 

free consumption 2 - 3 times a day  

 Avocado Ns Additional 

 Cottage cheese  Additional 

 Nestlé Gastro protect ® 

yogurt 

Ns Additional 

 Mango Ns Additional 

 Pera Ns Additional 

 Croquettes * Ns Daily 

*Croquettes Mazuri® Leaf-Eater Primate Diet, formulated for primates such as langurs and howlers, which require a 

high fiber-diet. Ingredients: shelled soybean meal, ground soybean hulls, ground corn, corn gluten meal, ground oats, 

dried beet pulp, dried apple pomace, soybean oil, dehydrated alfalfa meal, dicalcium phosphate, calcium carbonate, 

flaxseed, dry brewer's yeast, salt, l-ascorbyl-2-polyphosphate (stabilized vitamin C), dl-methionine, pyridoxine 

hydrochloride, choline chloride, folic acid, vitamin A acetate, cholecalciferol, d-alpha tocopheryl acetate (form of 

vitamin E), calcium pantothenate, ferrous sulfate, menadione sodium bisulfite complex (source of vitamin K), 

preserved with mixed tocopherols of vitamin E), biotin, rosemary extract, nicotinic acid, citric acid, thiamine 

mononitrate , vitamin B12 supplement, riboflavin supplement, zinc oxide, manganous oxide, ferrous carbonate, copper 

sulfate, zinc sulfate, calcium iodate, cobalt carbonate and sodium selenite. 

 

Alpha diversity by Shannon index was similar in wild habitats (RSV = 7.58, SVUC = 7.6); in 

captivity, the index was lower (BCLR = 6.7, YMK = 6.6). The Kruskal–Wallis test also showed 

significant differences when comparing each site of free life with those of captivity (BCLR-RVS 

q = 0.0260, BCLR-SVUC q = 0.0309, YMK-RSV q = 0.0260, YMK-SVUC q = 0.03095634) 

(Supplementary Table 3). 

 



                                                                                          

 

Figure 3. Bacterial phyla by site. Relative abundances at the phylum level of the gut bacterial community from captive 

(BCLR, YMK) and wildlife (RSV, SVUC) A. pigra howler monkeys. 

 

At the family level (Figure 4), some families were only found in captive monkeys: the 

Lactobacillaceae family, recognized for grouping beneficial bacterial genera, was found in low 

proportions (YMK = 0.92 ± 0.42% and BCLR = 0.41 ± 0.36%), and a considerable proportion of 

the Spirochaetaceae family, which groups potentially pathogenic genera, was found (YMK = 10.53 

± 11.0%, BCLR = 11.05 ± 9.0%). 



                                                                                          

 

Figure 4. Family level by site. Bacterial diversity at the Family level of the gut bacterial community from captive 

(BCLR, YMK) and wildlife (RSV, SVUC) A. pigra howler monkeys. 

 

Principal coordinate analysis (PCoA) based on weighted UniFrac distances showed differences 

between wild and captive groups, that consume different diets, although we can find similarity in 

the groups of OTUs present between both groups of wild animals (Figure 5). 

This differentiation between wild and captive groups was confirmed by the adonis test (weighted 

UniFrac: Pseudo F = 5.76, R2 = 0.32, p < 0.001; unweighted UniFrac: Pseudo F = 7.32, R2 = 0.37, 

p < 0.001). The bacterial community structure was more similar between wild groups and between 

captive groups. 



                                                                                          

 

Figure 5. Principal coordinates analysis for the differentiation of fecal bacterial community based on UniFrac distances 

between captive (BCLR, YMK) and wildlife (RSV, SVUC), Alouatta pigra howler monkeys. In unweighted samples 

(U), the groupings and distances between the four groups are clearer with a major separation between captivity and 

wildlife groups. In the weighted analysis (W), we can see a grouping between the two groups of howlers in free life 

that indicates similar patterns of abundance. 

 

Seasonal gut microbial changes in A. pigra 

The results obtained for each season show important changes in food, especially in the Rainy 

season when there is greater presence and consumption of fruits. 

During the dry season, howlerss consumed 89% leaves, in the rainy season, there was an 

increase in the consumption of fruits compared to the previous season, covering 35% of the total 

diet In this season, the leaves accounted for 65% of consumption, in the nortes season, leaf 

consumption was 78% of the diet, and fruit consumption accounted for 23%. 

The diet transition is reflected by changes in the composition of the intestinal microbial 

community. Ten bacterial phyla were found that were constant in all three seasons; the main 

differences were found in the rainy season (Figure 6), being the only season in which Spirochaetes 

was found, but Lentisphaerae was absent. 

In the rainy and nortes seasons, Firmicutes was the most abundant phylum (rainy = 68.5 ± 3.05%, 

nortes = 62.4 ± 12.24%, Dry = 43.9 ± 5.58%); Bacteroidetes was the most abundant phylum in the 

Dry season and the second most abundant in the other two seasons (Dry = 50.7 ± 7.67%, Nortes = 

16.4 ± 7.96%, Rainy = 15.4 ± 4.16%). 



                                                                                          

 

Figure 6. Bacterial Phyla by season. Shown differences in relative abundances at the phylum level in the gut bacterial 

community from Alouatta pigra howler monkeys in three seasons (dry, nortes and rainy). The bacterial diversity of 

howler monkeys in captivity is included to observe differences with these monkeys that have a stable diet throughout 

the year. 

 

A similar number of bacterial families were found in the rainy season (n = 69) and nortes season 

(n = 67) and a lower number in the Dry season (n = 61). Ruminococcaceae was the most abundant 

family in the nortes (37.6 ± 9.5%) and Rainy seasons (44.7 ± 9.8%), while for the Dry season, 

Ruminococcaceae (22.8 ± 4.0%) was less abundant than Prevotellaceae (27.38 ± 8.9%). 



                                                                                          

These results show a pattern in the microbiome composition concerning the changes in feeding 

through the seasons, where Nortes seems to be the midpoint of the transition between the other two 

seasons. 

The bacterial diversity (Shannon index) showed a greater OTU diversity in the nortes (7.9) 

and rainy seasons (7.7) in contrast to the dry season (6.9) (Kruskal–Wallis test showed significant 

differences between the three seasons (dry–nortes q = 0.00345706; dry–rainy q = 0.01986441, 

nortes–rainy q = 0.03898861) (Supplementary Table 2). 

In captive A. pigra samples, no temporal variation was measured, because they have a 

steady diet throughout the year. However, the differences between these groups in captivity and 

those ranging free varied considerably regardless of the season. 

The PCoA based on UniFrac distances showed that nortes and rainy seasons were separated 

in terms of the bacterial community structure with PCoA1, which accounted for 41.20% 

(unweighted analysis) and 28.57% (weighted analysis) of the total variation (Figure 7). The adonis 

test showed significant differences between the three seasons (weighted UniFrac: Pseudo F = 

10.50, R2 = 0.43, p < 0.001; unweighted UniFrac: Pseudo F = 2.78, R2 = 0.17, p < 0.001). However, 

the structure of the bacterial community was more similar in abundance and diversity between the 

nortes and rainy seasons. 

 

 



                                                                                          

 

Figure 7. Seasonal beta diversity by PCoA ordination of UniFrac distances in the gut microbiota of howler monkeys. 

It shows the Principal coordinates analysis for the differentiation of fecal bacterial community of Alouatta pigra howler 

monkeys based on UniFrac distances in three seasons. In weighted samples (W), the groupings and distances between 

seasons are clearer with a separation between dry season regarding rainy and nortes seasons. In the unweighted analysis 

(U).  PCoA1 accounted for 41.20 % in the unweighted analysis (U) and 28.57 % in the weighted analysis (W) of the 

total variation between seasons. 

 

 

Discussion 

The understanding of the various roles of the microbiome and their potential role in threatened 

wildlife health and conservation is of increasing interest. Here we draw upon research with black 

howler monkeys (A. pigra) to emphasize the importance of inclusion of the microbiome in the 

development of conservation strategies, particularly in species inhabiting disturbed habitats. 

In this study, we set out to determine the intestinal microbial structure of black howler 

monkeys that occupy habitats in conditions of extreme fragmentation, limited food availability, 

and which are dependent on temporal variation. We also consider captivity as a relevant factor for 

the microbiome conformation of howler monkeys since their diet includes ingredients that they do 

not consume under natural conditions. 

 

Feeding strategy, habitat, and captivity 

Previous reports have suggested that the primates in degraded habitats are exposed to limited food 

resources and a diminished microbiome which can affect their health (Amato et al., 2013). 

However, comparatively examining the gut microbial taxa in habitats with extreme fragmentation, 

we show that black howler monkeys’ feeding strategy can mediate the disturbed habitat effect. 

In relation to that, howlers have been reported as a relatively tolerant species to habitat 

disturbance (Arroyo-Rodríguez and Dias, 2010; Garber et al., 2006; Van Belle and Estrada, 2006), 

as they are present in patches where other Neotropical primate species cannot persist (Estrada and 

Coates-Estrada, 1996; Gilbert, 2003). Also, our results indicate that both dietary and environmental 



                                                                                          

mechanisms contribute to gut microbial changes in captivity as seen in previous research (Amato 

et al., 2015; Clayton et al., 2016). 

Microbial species richness and diversity differed among howler monkey groups, especially 

in captive individuals, indicating a strong impact of the diet on the microbial composition of the 

howler monkeys. Various studies have documented changes in intestinal microbiomes between 

captive and wild groups of threatened species including non-human primates (West et al., 2019). 

Of the microbial composition in our study groups, it stands out that the proportions of Firmicutes 

and Bacteroidetes differ between wild groups and captives, the proportion of Firmicutes being 

greater when the monkeys are in a natural state and where they can select their food. 

The Firmicutes phylum contains relevant genera, including Ruminococcus, Clostridium, 

and Lactobacillus (several strains of which are probiotics), and the butyrate producers 

Eubacterium, Faecalibacterium, and Roseburia (Tremaroli and Bäckhed, 2012).  All these families 

were found in groups of monkeys, mainly in the wild, except Lactobacillus, which was found only 

in captive monkeys. These results agree with those obtained by Amato et al. (2013), who mentioned 

that the highest levels of lactobacilli are observed in captive howlers and may be a result of high 

calcium supplementation in the howler diet feed and supplementation with probiotic products.  

Besides that, it has been suggested that Bacteroidetes may be responsive to calorie intake, 

as Bacteroidetes levels increase when weight is reduced, either by fat- or carbohydrate-restricted 

diets (Ley et al., 2006). This pattern has been observed in genetically obese mice, whose cecal 

microbiota is found to contain more Firmicutes and fewer Bacteroidetes than that of their lean wild-

type littermates, even when the mice are fed the same low-fat and polysaccharide-rich diet (Ley et 

al., 2005). Similar characteristics have also been observed in the fecal microbiota of obese humans 

(Ley et al., 2006). 

Despite being mostly folivorous, howler monkeys cannot degrade most complex 

carbohydrates and plant polysaccharides including cellulose, xylans, and inulin, and depend 

directly on the intestinal microbiota to perform these functions (Amato et al., 2015; LeBlanc et al., 

2013). The intestinal fermentation patterns and, consequently, the types and quantity of short-chain 

fatty acids produced, are determined by the carbohydrates consumed and by the composition of the 



                                                                                          

intestinal microbiota and the metabolic interactions between its species (Tremaroli and Bäckhed, 

2012). All this together affects the digestion of food and the energy production in howler monkeys. 

Variation among or within the specific OTUs provided may be more informative rather than 

the number and diversity of OTUs. Nevertheless, the lack of a noted change in Shannon diversity 

between the two wild-habitat groups was unexpected. In this study, we have two groups of wild 

howler monkeys that live in sites with different characteristics. However, although the plant species 

consumed varied in quantity, the selected items were not so different; therefore, the microbiome 

structure did not have significant differences. 

The marked difference in abundance of microbial species found among wild howler and 

captive monkeys is consistent with differences in diet: wild monkeys consumed a mostly folivorous 

diet, followed by fruits and some flowers, while captives were fed an atypical diet, including fruit, 

fiber-rich cereal, and other components such as concentrated foods and even fermented dairy 

products. The reduced number of plant species utilized by captive howlers was associated with 

compositional changes and reductions in the richness and diversity of their fecal microbiomes 

(Amato et al., 2013). 

The high mortality recorded by howler monkeys in captivity (Gual-Sill and Rendón-Franco, 

2011; Pastor-Nieto, 2015) may be related to microbiome alterations due to diet and exposure to 

pathogens (Pastor-Nieto, 2015). In addition, in the study by Amato et al. (2013), it is mentioned 

that the captive monkeys used in their study died within the following 6 months. 

Other groups of primates, for example, ring-tailed lemurs which have a less strict 

omnivorous diet, can harbor a microbiota better able to extenuate the consequences of captivity 

(Greene et al., 2019). Although we do not know whether the microbiome changes we observed can 

contribute to captive primate disease or are a consequence of gastrointestinal disease caused by 

other factors, in humans it has been documented that gut microbiome perturbation has predictive 

roles in gastrointestinal diseases, particularly in predisposing individuals (Clayton et al., 2016). 

Though changes in the captive howler microbiome are evident, further research is needed 

to determine which microbiome perturbations represent dysbiosis, and which are adaptations to 

changes in diet and lifestyle. 



                                                                                          

Seasonal variation 

Here, we conducted sampling across three seasons of the year (dry, nortes, and rainy), which are 

marked by climatic and plant stratum changes and the presence of flowers and fruits and that make 

a difference to the availability of food resources that can be used by howler monkeys. Periodic 

resource scarcity has presumably led to the evolution of a wide range of morphological, behavioral, 

and physiological adaptations in primary consumers; these adaptations confer the flexibility needed 

to survive in environments characterized by fluctuating food supplies (Van Schaik et al., 1993). 

Food resources vary temporally and spatially in response to differences in each habitat, rainfall, 

plant species phenology, and anthropogenic influences (Hicks et al., 2018). 

We observed that although the food was principally leaves, the consumption of fruits and 

flowers increased as their availability increased. Some authors have mentioned that howler 

monkeys have a fruit preference and will consume them whenever they are available, while leaf 

consumption will be greater in the absence or shortage of fruits (Stevenson, 2000). Seasonal 

changes in terms of the proportion of foods, dietary patterns, and relative abundance of bacterial 

taxa were strongly correlated with changes in primate diet, as observed in other studies (Amato et 

al., 2015; Barelli et al., 2015; Hicks et al., 2018). This was reflected in the results of this study, 

where significant differences were found between the three seasons. 

Greater richness of bacterial families was found in the rainy season, followed by the nortes 

season, and a minor proportion in the dry season. This could be related to a greater diversity of 

food resources available in the rainy season. These results are like those obtained in another study 

with black howler monkeys; although the most representative families were Ruminococcaceae and 

Lachnospiraceae, they also found variation in their proportions in each sampled period (Amato et 

al., 2015). 

The aforementioned study was carried out with groups of howlers that live in different 

conditions, with a lower degree of disturbance, and a home environment with a larger area, 

composed of different plant species than those found in our site study. This allows the animals to 

have a greater diversity of food resources. Nevertheless, other similarities can be found in the 

presence and quantity of certain bacterial groups at higher taxonomic levels. 



                                                                                          

Here, we found a relationship between higher consumption of mature leaves and a higher 

proportion of Bacteroidetes (dry season), and a greater proportion of Firmicutes with greater fruit 

consumption (rainy and nortes seasons). Similar patterns in gut microbial diversity, as well as shifts 

in gut microbiota composition and predicted function, have been reported for the Udzungwa red 

colobus (Procolobus gordonorum) in disturbed forests (Barelli et al. 2015). 

It has already been documented that Bacteroidetes levels increase when the diet is 

carbohydrate-restricted, unlike Firmicutes that are usually more abundant when the diet is rich in 

carbohydrates (Clayton et al., 2016). In the case of howler monkeys, fruits offer abundant 

macronutrients such as sugar and fat. It has also been shown that the host diet influences the relative 

abundance and metabolic functions of bacterial taxa in the gut; therefore, the gut microbiota 

composition in wild howlers also varies across seasons and habitats in direct response to these 

dietary changes (Amato et al., 2015). 

Because our sampling was done 4 to 5 months apart, we observed a very marked change 

between each season; however, we consider that the change is gradual and closely related to 

changes in the availability of food resources as the landscape changes. This gradual transition can 

be projected on a temporary scale if we observe that the Nortes season marks a midpoint between 

the Dry and Rainy seasons; even then, despite being the shortest season with a duration of only 3 

months (November–January), it shows significant differences compared to the other two seasons. 

These data indicate that howler monkey microbiomes are changing in response to dietary 

shifts, suggesting a role of the microbiome in the howlers’ plasticity, in agreement with dietary 

variations across seasons regardless of habitat conditions. 

In conclusion, our study characterized the bacterial diversity in the feces of wild and captive black 

howler monkeys (A. pigra), an endangered primate whose habitat is highly disturbed in the 

Balancan Tabasco region, Mexico. 

Our results indicate that captivity and lifestyle disruption cause changes in the primate gut 

microbiota, but it is necessary to determine which microbiome perturbations represent dysbiosis 

and which are adaptations to changes in diet and lifestyle. The changes observed in the microbiome 

through the seasons reflect changes in the diet due to the temporary availability of food. These 

changes have been proposed to be related to the production of energy and nutrients by the 



                                                                                          

microbiota, which plays an important role in compensating the nutritional requirements of the 

howlers (Amato et al., 2015). Finally, the results of our study may provide insights for monitoring 

the health status of highly fragmented areas and improving strategies for conservation of this 

primate. 
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Supplementary 

 

Supplementary Table 1. Feeding frequency per plant species 

Site 

 

 

Plant species consumed 

 (Scientific name) 

Plant species 

consumed 

 (common name) 

Frequency / Seasons Total 

 

 

 
Dry Rainy Nortes 

RSV Albizia_leucocalyx Caracolillo 1 4 5 10 

RSV Ficus_sp1. Higuera 1 1 - 2 

RSV Guazuma_ulmifolia Guásimo 1 1 2 4 

RSV Haematoxylon_campechianum Tinto 2 2 2 6 

RSV Inga_eduli Vicks 3 - 3 6 

RSV Lysiloma_microphyllum_cf. Cantemoc 3 1 3 7 

RSV Machaerium_sp. --- 3 - - 3 

RSV Malvaviscus_arboreus_cf. Chocho 1 - 1 2 

RSV Pithecellobium_lanceolatum Tucuy 8 9 8 23 

RSV Psidium_guajava Guayabo 1 4 - 5 

RSV Sabal_mexicana Guano - 3 4 7 

RSV Tabebuia_rosea Maculí - 2 2 4 

SVUC Albizia_leucocalyx Caracolillo 9 6 8 23 

VSBC Guazuma_ulmifolia Guasimo 6 2 5 13 

VSBC Pithecellobium_lanceolatum Tucuy - 4 2 6 

VSBC Tabebuia_rosea Maculí 4 5 2 11 

VSBC Muntigia_calabura Capulín 2 1 - 3 

VSBC Maclura Tinctorea Moral - 3 - 3 

 

 

 

 



                                                                                          

Supplementary Table 2. Kruskal-Wallis (pairwise) diversity significance test between wild and 

captive howler monkeys 

 

Site 1     Site 2              H         p-value         q-value 

BCLR (n=5) RSV (n=17) 6.88849105 0.00867525 0.02602574 

BCLR (n=5) SVUC (n=14) 5.35714286 0.02063756 0.03095634 

BCLR (n=5) YMK (n=4) 0.24 0.62420612 0.74904734 

RSV (n=17) SVUC (n=14) 0.00630252 0.93672368 0.93672368 

RSV (n=17) YMK (n=4) 7.21925134 0.00721258 0.02602574 

SVUC (n=14) YMK (n=4) 5.45864662 0.01947172 0.03095634 

 

Supplementary Table 3. Kruskal-Wallis (pairwise) diversity significance by seasons 

Season 1 Season 2 H p-value q-value 

Dry (n=11) Nortes (n=11) 10.5652174 0.00115235 0.00345706 

Dry (n=11) Rainy (n=8) 6.13636364 0.01324294 0.01986441 

Nortes (n=11) Rainy (n=8) 4.26136364 0.03898861 0.03898861 

 

 

Supplementary Figure 1. Rarefaction curves 

 

 

 

 



                                                                                          

 

 

 

 

 

 

D) Interacción de monos aulladores negros (Alouatta pigra) y fauna 

ganadera que cohabitan en una región del sureste mexicano. 

Implicaciones en la estructura del microbioma. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



                                                                                          

Interacción de monos aulladores negros (Alouatta pigra) y fauna ganadera que cohabitan en 

una región del sureste mexicano. Implicaciones en la estructura del microbioma. 

 

Introducción  

 

   Interacción entre fauna silvestre y doméstica 

Para la fauna silvestre la interacción con especies no nativas, por ejemplo, la fauna doméstica y 

ganadera, es cada vez más común y puede influir en la composición de su microbioma, pues se 

sabe que la convivencia entre especies diferentes crea una red de conexiones dinámicas que permite 

el intercambio de microorganismos e incluso aumenta la probabilidad de aparición de nuevos 

patógenos (Rhyan and Spraker, 2007).  

 Cabe mencionar que esta interacción no implica solamente un contacto directo entre especies, 

si no que incluye también un contacto indirecto a través del suelo, pastos, agua, u otros espacios 

en los que un animal ha estado en contacto reciente y ha dejado rastros de cualquier secesión 

biológica; incluso se han considerado los insectos u otros organismos intermediarios como parte 

de esta interacción (Kock, 2005). Inclusive, se ha sugerido que la presencia de patógenos externos 

puede dase por convivencia con otras especies, aunque se desconocen los efectos que éstos puedan 

causar sobre todo en fauna silvestre (Bengis et al. 2002, Vásquez- Aguilar et al., 2020).   

 Algunas investigaciones señalan que el intercambio de bacterias no es necesariamente 

perjudicial, por el contrario, señalan que la microbiota local podría facilitar la adaptación de nuevas 

especies de bacterias e incluso beneficiarse de contribuciones aditivas e intercambios con 

microorganismos externos (Shapira, 2016).  

 

   Papel de la fragmentación del hábitat en las interacciones silvestres-domésticos   

Debido a las condiciones de destrucción y fragmentación del hábitat en México, numerosas 

especies son más sensibles a la interacción con especies no nativas, particularmente fauna 

doméstica y ganadera en espacios con influencia antropogénica. Esto no es excepción para el mono 

aullador negro (Alouatta pigra) de la región de Balancán, Tabasco, México, donde la convivencia 

con fauna doméstica es cada vez mayor debido al crecimiento de asentamientos humanos (Pozo 

Montuy and Serio-Silva, 2006).  



                                                                                          

Diversos estudios en esta zona realizados en los últimos 15 años señalan que hay una influencia de 

las condiciones de fragmentación del hábitat en este sitio, las cuales pueden limitar 

significativamente la disponibilidad de alimentos en los rangos domésticos de los monos aulladores 

(Estrada and Coates-Estrada 1996), obligando a estos primates a migrar entre fragmentos de selva 

(Mandujano et al. 2004; Bennett, 2004), y provocando que estas especies con hábitos arbóreos 

desciendan de los árboles para moverse de fragmento en fragmento a través de los potreros o áreas 

de cultivo. 

 Algunos estudios realizados en hábitats fragmentados con monos aulladores (A. palliata) han 

clasificado estas conductas como comportamientos inusuales, que incluyen mayor tiempo de 

locomoción y forrajeo en el suelo (Glander, 1992; Horwich and Lyon, 1998; Clarke et al. 2002).  

 A pesar de esta oportunidad de interacción de animales silvestres con domésticos en un 

espacio perturbado por el hombre, pocas veces se ha considerado incluir el elemento microbiota 

dentro de una evaluación para ver como impacta esta perturbación a la red de interacciones entre 

estos elementos. Es así que en el presente estudio se pretende identificar la composición del 

microbioma que poseen los monos aulladores negros (A.pigra) dependiendo de tres condiciones de 

colecta: a) monos aulladores en vida libre cohabitando con fauna ganadera; b) monos en vida libre 

sin exposición a fauna ganadera; y c) monos cautivos de la misma especie sin exposición a otras 

especies, y con base en ello inferir si a la convivencia de los monos aulladores negros silvestres 

con fauna ganadera pudiera ser un factor que modifica el microbioma de esta especie de monos. 

 

 Métodos 

Sitio de Estudio  

El estudio se realizó en la localidad "Josefa Ortiz de Domínguez", en la cuenca del río Usumacinta, 

en el municipio de Balancán, Tabasco, México (17 ° 46′48.46 ″ N y 91 ° 30′22.11 "W). Esta área 

es parte de un paisaje altamente fragmentado, en donde la vegetación original ha sufrido una 

degradación severa desde hace varios años, perdiendo alrededor del 80% de su cobertura original 

debido a actividades antropogénicas, principalmente la ganadería y la agricultura. 

 Debido a las prácticas agropecuarias, se ha registrado la presencia en la zona de animales 

domésticos como cerdos, cabras, ovejas, vacas y perros que comparten el hábitat con los monos 

aulladores y otras especies silvestres (Jarquín et al., 2015, Aristizabal et al., 2017).  



                                                                                          

Los sitios de colecta se encuentran separados por aproximadamente 4 km y presentan diferentes 

características: el primer sitio está catalogado como vegetación secundaria ribereña (RSV, por sus 

siglas en inglés), es un área inundable con actividad ganadera (Figura 1a), el segundo sitio es una 

región con menor grado de perturbación rodeada de campos agrícolas en la que no se reporta 

presencia de ganado dentro del fragmento (Figura 1b), esta ha sido catalogada como vegetación 

segundaria bajo conservación (SVUC, por sus siglas en inglés). 

 

Figura 1. Sitios de muestreo, Balancán, Tabasco. a) Sitio RSV (Riparian Secondary Vegetation), un fragmento de 

selva, hábitat natural de los monos aulladores negros que ha sido modificado para el pastoreo de ganado bovino, asnar, 

equino, ovino y caprino. b) Sitio SVUC (Secondary Vegetation Under Conservation), fragmento de selva en donde 

habita una de las tropas de monos muestreada, está rodeado por campos de cultivo de sorgo, en este sitio no se registra 

la presencia de fauna doméstica. 

 



                                                                                          

Sujetos de estudio 

El estudio se llevó a cabo con dos tropas de monos aulladores negros en vida libre (Alouatta pigra), 

dos grupos de monos aulladores negros en cautiverio y cinco especies de fauna ganadera (Bos 

Taurus, Equus caballus, Equus asinus, Ovis aries y Capra aegagrus hircus) (Taba1). Las muestras 

de fauna ganadera se tomaron sólo de aquellos individuos en los que se observó su presencia directa 

en la misma área en la que se encontraban los monos aulladores, al ser una “n” pequeña de cada 

especie se agruparon y se consideraron como un solo grupo.   

 

Tabla 1. Grupos de estudio 

Grupo Especie No. de sujetos Características 

RSV A. pigra 6 Monos silvestres en cohabitación 

con fauna ganadera 

SVUC A. pigra 6 Monos silvestres sin contacto con 

fauna ganadera  

YMK A. pigra 4 En cautiverio  

BCLR A. pigra 5 En cautiverio 

Fauna 

ganadera 

Bos Taurus 

Equus caballus 

Equus asinus 

Ovis aries 

Capra aegagrus hircus 

2 

2 

2 

1 

1 

Zona de pastoreo en el hábitat de 

monos silvestres del sitio RSV. 

 

Toma de muestras 

En el período comprendido entre marzo de 2016 y enero de 2017, se recolectaron muestras fecales 

frescas, inmediatamente después de su deposición, de monos aulladores negros y animales domésticos. 

Se colectó una porción de heces frescas (5–10 g) de cada mono aullador negro y de cada ejemplar de las 

cinco especies de ganado y se colocaron en un tubo estéril con etanol al 99%. Las muestras se 

mantuvieron almacenadas a una temperatura de 4 ° C hasta la extracción de ADN para análisis 

moleculares posteriores. 

 

Extracción de DNA y Análisis moleculares 

La extracción del DNA de las muestras se realizó utilizando el kit ZR fecal DNA Mini Prep (Zymo 

Research® CA, EE. UU.), siguiendo las especificaciones del fabricante. La concentración y la 



                                                                                          

calidad del DNA extraído fue medido por medio de un espectrofotómetro NanoDrop 2000 (Thermo 

Scientific, Waltham, Massachusetts, USA) y se realizó una PCR para amplificar la región V9 del 

gen 16S ARN ribosomal utilizando los primers Lm3 (5´-CGGGTGCTIcCCCACTTTCATG-3´) y 

Lm26 (5´-GATTCTGGCTCAGGATGAACG-39) diseñados por Kaufmann et al. (1997) que 

amplifican un fragmento de 1,35 kb. Las condiciones de la PCR consistieron en 35 ciclos de 94 °C 

(1 min), 60 °C (15 s), 72 °C (4 min) con una extensión final de 72 °C (10 min).  

Una vez realizada la cuantificación del DNA y realizada la PCR para corroborar la 

amplificación de un gen, las muestras de DNA fueron enviadas para su secuenciación al Integrated 

Microbiome Resource (IMRl) en la Universidad Dalhousie, Nova Scotia, Canadá. Las muestras se 

secuenciaron usando Illumina MiSeq y la elaboración de las librerías fue con Nextera Flex de 

Illumina, Inc. California, Estados Unidos. Las muestras secuenciadas fueron analizadas usando el 

programa bioinformático Quantitative Insights Into Microbial Ecology (QIIME 2 v.2019.4) 

descrito por Caporaso, (2017).  

Las lecturas crudas fueron limpiadas y se unieron mediante fastq-join y, posteriormente se 

filtraron por calidad, se eliminaron las secuencias que contenían longitudes de lectura inferiores a 

400 pb y se clasificaron en taxones utilizando la base de datos de genes de rRNA Greengenes 16S. 

Los análisis de diversidad se llevaron a cabo mediante la comparación de las Unidades 

taxonómicas operativas u OTUs (del inglés Operational Taxonomic Unit) entre los diferentes 

grupos de estudio. 

 La diversidad alfa se calculó a través del índice de Shannon y la diversidad beta de la estructura 

de la comunidad bacteriana se midió mediante el análisis de coordenadas principales (PCoA) dadas 

por distancias de Bray Curtis y Jaccard.  

 Para conocer si existían diferencias entre el número de OTUs en los diferentes grupos de 

estudio se realizó una prueba de Kruskal-Wallis. Posteriormente se aplicó una prueba Mann-

Whitney para conocer entre que grupos se presentaba la diferencia entre el número OTUs. Ambas 

pruebas se realizaron mediante el programa PAST (PAleontological STatistics), versión 3.25. 

(Hammer, 2019) 

 

Resultados 

Cada grupo, tanto los monos como la fauna ganadera presentaron 14 phyla; tres de ellos se 

encontraron sólo en los monos (Epsilonbacteraeota, Synergistetes y WPS-2). Por otro lado, 



                                                                                          

Fibrobacteres, Kiritimatiellaeota y Planctomycetes se encontraron presentes en especies de ganado. 

En los monos aulladores, encontramos que las OTUs principales están representadas por los phyla 

Firmicutes, Bacteroidetes y Tenricutes con una mayor proporción de Cianobacterias, 

Proteobacterias y Actinobacterias (Figura 2). 

 

Figura 2. Representación gráfica de los phyla bacterianos en monos aulladores y fauna ganadera. En los dos grupos 

dominaron los mismos phyla (Firmicutes, Bacteroidetes y Tenericutes), aunque se puede ver una mayor proporción en 

los monos aulladores. Tres phyla se encontraron sólo en monos (Epsilonbacteraeota, Synergistetes y WPS-2) y tres 

sólo en fauna doméstica (Fibrobacteres, Kiritimatiellaeota y Planctomycetes).  * Grupo bacteriano no identificado. 

 

Se encontraron diferentes proporciones en las familias Lachnospiraceae y Ruminocacceae, que en 

general eran más diversas y abundantes en los monos aulladores en vida libre (Tabla 2). 

 

Tabla 2. Proporción de las familias Ruminocacceae y Lachnospiraceae.  

 Monos1 

RSV 

Monos1 

SVUC 

Monos2 

BCLR 

Monos 2 

YMK 

Fauna 

ganadera 

Ruminocacceae 35.8% 32.9% 19.5% 12.3% 28.1% 

Lachnospiraceae 14.8% 15.2% 6.9% 7.2% 4.3% 

             1Vida libre, 2Cautiverio 

 



                                                                                          

Por otro lado, los monos aulladores tuvieron una proporción del 2% del género Faecalibacterium, 

mientras que en la fauna ganadera estaba ausente. Anaerostipes, también se encontró solo en monos 

aulladores, pero en una proporción menor (0.6%).  

Se encontraron algunas diferencias importantes a nivel de género, por ejemplo, Alistipes se 

encontró en proporciones de alrededor del 6% en la fauna ganadera, mientras que en los monos su 

proporción fue del 0.3%. Otro género comúnmente reportado en el ganado (Prevotella UCG004) 

y un género parcialmente identificado y reportado para el grupo de las termitas (M2PB4-65) 

también se encontró en monos aulladores, pero en una proporción inferior al 0,05%. 

La diversidad bacteriana dada por el índice de Shannon para los monos aulladores en vida libre 

fue de 7.4, mientras que para los monos en cautiverio fue de 6.6 mientras que para la fauna ganadera 

fue de 7.9.    

 El cambio en la composición bacteriana entre las muestras analizadas de monos y fauna 

ganadera (diversidad beta), mostró una agrupación por separado de los monos en la vida libre, 

monos en cautiverio y también de la fauna ganadera 

  Las diferencias en la composición del microbioma entre los monos en diferentes condiciones 

de hábitat y la fauna doméstica se pueden observar en el análisis de PCoA de Bray Curtis, en donde 

el PCoA 1 representó el 13.88% de las diferencias. Aquí se aprecia una tendencia a la agrupación 

entre grupos de monos en vida libre, grupos de monos cautivos y fauna ganadera (Figura 3a). 

También se puede observar una aproximación entre los grupos de fauna ganadera y los monos 

aulladores de cautiverio. 

 Al comparar las OTU entre especies de cada sitio, por medio de la distancia Jaccard, se refleja 

una agrupación más compacta entre los grupos de monos en la vida libre, sin embargo, la tendencia 

a separarse de la fauna doméstica y de cautiverio se mantiene. Aquí el PCoA 1 marcó el 12.7 de 

las diferencias en la estructura de las comunidades bacterianas entre los grupos (Figura 3b). Esta 

diversidad comparativa denota diferentes OTUs dominantes en cada grupo. 

La prueba de Kruskal-Wallis mostró que existen diferencias significativas entre número de 

OTUs (H= 19.94, p < 0.001). El número de OTUs encontrados fue significativamente diferente 

entre los monos en vida libre y los de cautiverio (Mann-Whitney: p < 0.001), y entre los monos en 

cautiverio y la fauna ganadera (Mann-Whitney: p < 0.002), mientras que entre los monos de vida 

libre y la fauna ganadera no hubo esta diferencia significativa (Mann-Whitney: p= 0.47). 



                                                                                          

 

Figura 3. Matrices de distancia. a) Distancia de Bray Curtis, se observa una separación entre los grupos de monos en 

vida libre respecto a los de cautiverio y especies de fauna ganadera. b) Distancia de Jaccard se observa una 

asociación en tres grupos, uno conformado por los dos grupos de monos aulladores en vida libre, otro con los dos 

grupos de monos aulladores en cautiverio y un tercero que agrupa las especies de fauna ganadera. 

 

Discusión  

Una de las características que distinguen nuestro estudio es el alto grado de perturbación en el que 

viven los monos aulladores de la región de Balancán, México, particularmente en el sitio del RSV, 

que está más perturbado y por incluir la presencia de fauna ganadera dentro del hábitat. 



                                                                                          

Es por esto que hemos considerado la importancia del estudio de la transmisión y el flujo de 

microorganismos entre la fauna ganadera y los monos aulladores silvestres de la región de 

Balancán, así como su efecto en el microbioma de los monos.  Aquí hemos analizado las 

características del microbioma intestinal de los monos aulladores negros silvestres y cautivos y de 

un grupo diverso de fauna ganadera que incluye vacas, caballos, asnos, ovejas y cabras. 

Las diferencias observadas entre los grupos a nivel de análisis de diversidad pueden indicar 

simplemente que la variación importante en las comunidades microbianas radica en las diferencias 

genéticas y fisiológicas específicas de la especie. Sin embargo, los grupos bacterianos compartidos 

podrían ser la clave para inferir si el contacto cercano entre el ganado y los monos aulladores puede 

significar un intercambio bacteriano. 

Debido a que son especies diferentes, se esperaba encontrar diferencias marcadas incluso a los 

niveles taxonómicos más altos como phylum. Nosotros pudimos ver que tres phyla se encontraban 

únicamente en monos aulladores y tres eran exclusivos del ganado. Estos phyla ya habían sido 

reportados para cada especie en trabajos previos (por ejemplo, Amato, et al., 2013, Myer, et al., 

2015). 

Los estudios que buscan la posibilidad de intercambio bacteriano entre especies silvestres y 

domésticas se han basado en la búsqueda de marcadores específicos, como los genes de resistencia 

a los antimicrobianos (Van den Honert et al., 2018; Vásquez-Aguilar et al., 2020) o asociaciones 

genéticas en especies bacterianas específicas como E. coli o Salmonella spp. (Goldberg et al., 2008; 

Kagambega et al., 2013; Rwego et al., 2008), pero no en estudios comparativos del microbioma, 

tal vez, debido a la complejidad que esta comparación implica por tratarse de especies diferentes.  

Como se ha señalado anteriormente, se encontraron diferencias a nivel de género, por ejemplo, 

Alistipes que se encontró en proporciones de alrededor del 6% en la fauna del ganado, mientras 

que en los monos la proporción fue del 0.3%.  Alistipes se ha descrito como una bacteria comensal 

para el intestino humano y, en cantidades limitadas, son consideradas como indicativas de buena 

salud gastrointestinal, en humanos está reportada como un importante por su actividad proteolítica 

(Korpela, 2018), y aunque no se considera patógeno, ocasionalmente también se ha asociado con 

dolor abdominal en niños (Shkoporov et al., 2015). 

Los monos tenían un 2% de Faecalibacterium, mientras que en la fauna ganadera de este 

estudio estaba ausente. Esta bacteria productora de butirato se ha descrito en estudios con humanos 

y se ha correlacionado negativamente con el estado de disbiosis y los procesos inflamatorios (Haro 



                                                                                          

et al., 2016). Faecalibacterium degrada la fibra vegetal produciendo ácido butírico, que representa 

la principal fuente de energía para las células epiteliales del colon (Schnorr et al., 2014).  

Aunque Prevotellacae UCG004, han sido descritas como bacterias comunes en el tracto 

ruminal, su función aún no está claramente determinada, pero se le han atribuido propiedades 

celulolíticas y se sugiere una diversidad funcional significativa de estas bacterias en el rumen, 

posiblemente por una participación de diversos grupos de Prevotella en la degradación del alimento 

en el rumen, particularmente el heno (Bekele et al., 2010). Su presencia en la MBI de los monos 

podría asociarse también con una función celulolítica, aunque su proporción es muy baja en 

comparación con otros OTUs bacterianos con la misma función. 

La diferencia más marcada se encontró en las familias Lachnospiraceae y Ruminocoaceae, que 

en general eran más abundantes y con géneros más diversos en los monos en vida libre.  Se sabe 

que estos taxones son activos en la producción de acetato, formiato e hidrógeno y si bien son grupos 

diversos, comparten un importante papel común como degradadores activos de plantas 

(fibrolíticos) y se han asociado con el mantenimiento de la salud intestinal (Biddle et al., 2013).  

Como señala Holscher (2017), una dieta folívoro-fugivora como la de los monos aulladores 

que contiene altas cantidades de hemicelulosa, pectinas, gomas, fructanos y almidones resistentes, 

es más compatible con la variada comunidad microbiana gastrointestinal y la abundancia de 

Lachnospiraceae y Ruminocacceae, en comparación con una dieta que tiene una carga de sustrato 

menos diversa como la consumida por el ganado y por los monos en cautiverio. En estos últimos, 

su dieta es basada en una diversidad de ingredientes que incluye alimentos balanceados, 

suplementos vegetales y frutos que, si bien satisfacen sus requerimientos nutricionales, difieren de 

la dieta que tendrían en vida libre.     

En los análisis de diversidad beta, que representa el grado de cambio o reemplazo en la 

composición de especies microbianas entre diferentes comunidades, se observó que los grupos de 

aulladores en vida libre se agrupan por separado de los monos en cautiverio y también de la fauna 

ganadera. Particularmente las distancias representadas por Bray Curtis nos indican que los grupos 

de vida libre tienen disimilitudes cuantitativas en su comunidad bacteriana (número de OTUs). Se 

observó una mayor diferenciación en la proporción que presentan la fauna ganadera y los monos 

en cautiverio. También se observa que la fauna ganadera y los monos en cautiverio tienen 

proporciones más semejantes en la cantidad de OTUs que los conforman. 



                                                                                          

Por otro lado, las distancias de Jaccard indican que ambos grupos de monos en vida libre se 

conforman por comunidades microbianas semejantes y difieren claramente de las que se presentan 

en los monos de cautiverio y en la fauna ganadera respectivamente. Al mismo tiempo podemos 

observar que todas las especies de ganado se agrupan juntas, lo que indica que están conformadas 

por OTUs bacterianos semejantes.   

 La agrupación entre monos de vida libre representa OTUs bacterianos compartidos entre estos 

grupos que tienen dietas más semejantes (Hernández-Rodríguez and Serio-Silva 2020); del mismo 

modo, la disimilitud mostrada con los monos en cautiverio se relaciona con la dieta de cautiverio 

que incluye ingredientes que los monos no consumen en su hábitat natural y que contribuye a la 

modificación de su microbioma como se ha mostrado en estudios previos (por ejemplo Amato et 

al, 2013; Clayton, et al., 2016). 

 Los datos obtenidos no muestran un claro indicio de que el microbioma de los monos 

aulladores sea afectado por cohabitar con fauna ganadera, sin embargo, tampoco se puede descartar 

que haya intercambio bacteriano interespecies.  Un estudio reciente realizado en la misma región 

demuestra la presencia de genes de resistencia a antimicrobianos en estos monos aulladores, que 

también se encontraron en el ganado con el que comparten hábitat (Vásquez-Aguilar et al., 2020).  

 Si bien podría pensarse que el contacto entre los monos aulladores y el ganado es poco 

probable debido a los hábitos arbóreos de A. pigra, los comportamientos atípicos como caminatas 

por el suelo o cercas para moverse entre fragmentos, así como el consumo de agua en las fuentes 

o huecos de los troncos que se presentan en esta área debido a su alto grado de perturbación (Pozo-

Montuy and Serio-Silva, 2007), favorecen un contacto más estrecho con el ganado y/o sus residuos 

biológicos.  

Anteriormente se ha informado sobre la posibilidad de adquisición de bacterias en primates 

salvajes a través del desperdicio de alimentos humanos, el contacto con otras especies, tierra, heces 

o agua contaminada (Tegner et al., 2019). Por lo tanto, debido a las características del hábitat de 

los monos RSV, que favorecen la interacción con diferentes especies de fauna ganadera, es posible 

la adquisición de bacterias del ganado por los monos. Sin embargo, debe considerarse que la 

exposición a las bacterias del ganado no implica necesariamente una transmisión o, en cualquier 

caso, su establecimiento en el microbioma de los monos y que, aunque se produjera contacto, la 

posibilidad de modificación del microbioma para que sus características sean cercanas al ganado 



                                                                                          

sería un proceso que involucraría diversos factores además de un largo período de tiempo y/o una 

exposición constante. 

 Finalmente, los datos obtenidos nos muestran que pese a la cercanía con el ganado y a las 

posibles interacciones que puedan existir entre las especies, el microbioma de los monos se 

mantiene intacto y no sufre modificaciones por ese factor. No así en el caso del cautiverio, en donde 

es notoria la modificación que se presenta en el microbioma de los monos en estas condiciones.  

 

Conclusiones 

 Con los datos obtenidos en este estudio, podemos concluir que la dieta juega el papel principal 

como modulador del microbioma intestinal y que, a pesar de compartir el mismo hábitat, la 

presencia de ganado no parece afectar la composición del microbioma de los monos aulladores 

silvestres. 

  Por otra parte, si bien no se observó una clara transmisión de bacterias entre ganado y monos 

silvestres, éste estudio puede sentar un precedente para considerar la presencia de fauna ganadera 

como un factor potencial que puede alterar la estructura microbiana de los monos aulladores en 

sitios perturbados y en donde estén en estrecha relación con animales domésticos y decretar los 

efectos que este intercambio microbiano puede significar para los monos aulladores u otras 

especies de fauna silvestre. 
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 V. DISCUSIÓN Y CONCLUSIONES GENERALES: LA MICROBIOTA INTESTINAL 

DE LOS AULLADORES, CANTANDO DESDE SU INTERIOR. 

 

En este estudio se buscó plantear la importancia del conocimiento del microbioma intestinal para 

diversos aspectos tanto de la biología, la salud y la conservación del mono aullador negro (Alouatta 

pigra). 

 

A) Bifidobacterium y Alouatta, amigos inseparables. 

En un primer plano hemos resaltado la importancia de Bifidobacterium como un género de especial 

relevancia debido a su potencial para mantener un adecuado estado de salud, a su factibilidad para 

ser manejado y administrado como un producto con propiedades probióticas; además del destacado 

papel en los procesos digestivos de estos monos debido a su naturaleza mayormente folívora. 

 En este punto se ha considerado que la importancia de las bifidobacterias para los aulladores 

está estrechamente relacionada con las grandes cantidades de fibra que incluye su dieta, ya que la 

fibra juega un papel en todas las funciones del sistema digestivo (Escudero and González, 2006; 

Milton and McBee, 1983). 

 La degradación de los carbohidratos derivados de la dieta que el hospedero no puede 

metabolizar representa una de las formas en que las bifidobacterias aseguran su colonización y 

persistencia en el intestino. Los carbohidratos no digeribles derivados de la dieta utilizados por las 

bifidobacterias incluyen oligosacáridos y fibras dietéticas como almidones resistentes, fructanos, 

pectina, celulosa y hemicelulosa (Bottacini et al., 2017). 

 Esta estrategia permite la expansión de las capacidades de utilización de carbohidratos por las 

cepas de bifidobacterias, mientras que los productos finales de sus actividades metabólicas pueden, 

a su vez, ser utilizados por otros miembros de la comunidad intestinal.  

 Los principales productos finales del metabolismo de carbohidratos por la fermentación 

bacteriana son el acetato y el lactato, que se absorben y convierten en butirato en el colon y de esta 

forma representan una forma de recuperar energía, además de estar implicados en otras funciones 

beneficiosas para el organismo (Bottacini et al., 2017 ¸ Escudero and González, 2006). 

Debido a que los estudios de metagenoma son poco específicos a nivel de género y menos aún de 

especie, y al interés de conocer qué especies de bifidobacterias están presentes en los monos 

aulladores, realizamos un estudio de identificación molecular por técnicas de PCR con marcadores 



                                                                                          

género específicos con los principales géneros de bifidobacterias reportados para humanos 

(Matsuki et al, 1998; 2002; 2003; Hong and Chen, 2007) 

 En este trabajo se pudo identificar la presencia de B. longum, una especie de bifidobacteria 

que cuenta con diversos reportes a cerca de los beneficios que provee a su hospedero, por ejemplo, 

disminución en la severidad de enfermedades gastrointestinales como, diarreas por rotavirus (Park 

et al., 2017), infecciones por Clostridium difficile (Yun et al., 2017) y enfermedades respiratorias 

causadas por Klebsiella pneumoniae (Vieira et al., 2016), entre otras. 

 Seguramente otras especies de Bifidobacterias habitan en el intestino de los monos aulladores, 

saber quiénes son y qué hacen para contribuir al bienestar de estos monos es una de las siguientes 

metas de quienes trabajamos en esta área con y por los monos aulladores negros. 

 

B) Alimentación de los monos en zonas fragmentadas, ¡aquí se come lo que hay! 

La alimentación se define coloquialmente como la acción de ingerir alimentos, sin embargo, sin 

duda nuestros estudios demuestran que el proceso de alimentación resulta más complejo, inclusive 

desde la selección de alimentos, condicionada por la disponibilidad de los mismos, hasta los 

procesos que llevan a su asimilación y aprovechamiento, muchos de ellos, mediados por bacterias 

intestinales que los ayudan a llevar a cabo estos procesos. 

 Para los monos aulladores, la alimentación se ha visto afectada por la fragmentación y 

modificación de su hábitat, esto aunado a los cambios en la disponibilidad que se da de manera 

natural a través de las diferentes temporadas del año y que ya han sido documentadas en estudios 

anteriores (Nakamura et al., 2011; Aristizabal, 2013; Amato et al. 2015), aunque no en las 

condiciones extremas de tamaño y modificación de la superficie que nosotros presentamos en este 

trabajo. 

Aún bajo estas condiciones, los resultados obtenidos en cuanto a la preferencia y consumo de ítems 

alimenticios (hojas maduras, hojas jóvenes, flores, frutos maduros y frutos inmaduros), ésta no 

varió de forma considerable respecto a los publicado en estudios previos (Aristizabal, 2013).  

 Los datos de alimentación obtenidos en este estudio concuerdan con lo reportado por otros 

autores, cuyas observaciones reflejan una dieta mayormente folívora con variaciones temporales 

relacionadas con la disponibilidad de recursos (Pozo-Montuy, 2006; Aristizabal, 2013). 

 En todo caso, las variaciones dadas ya sea por modificación del hábitat o por temporalidad, 

representan para los monos cierta incertidumbre sobre la presencia de frutos, floraciones y 



                                                                                          

disponibilidad de hojas, lo que va a repercutir en que sean mucho más selectivos en la selección de 

su alimento. 

 Aunque podemos decir que los monos aulladores son capaces de adaptarse a condiciones 

extremas de modificación del hábitat y disponibilidad de recursos, como se ha documentado 

anteriormente, (Chapman, 1990; Pozo-Montuy and Serio-Silva, 2006), aún no conocemos las 

implicaciones que esto puede traer a mediano o largo plazo, sobre las poblaciones de los aulladores, 

y debemos en todo caso, de evitar llevarlos hasta el límite, porque esto puede significar un daño 

irreversible para las poblaciones de monos aulladores negros. 

 En nuestro caso en particular, el conocer la dieta de los monos aulladores resulta clave para 

establecer su relación con grupos de bacterias, principalmente, de aquellas que participan en los 

procesos de degradación de fibras vegetales. 

 

C) Escuchemos a los que saben. ¿Qué nos dice la microbiota intestinal de los monos 

aulladores? 

La comprensión de los diversos roles del microbioma y su papel potencial en la salud y 

conservación de la vida silvestre amenazada es motivo de creciente preocupación. Para nosotros es 

importante enfatizar la importancia de la inclusión del estudio del microbioma en el desarrollo de 

estrategias de conservación, particularmente en especies que ocupan hábitats perturbados como es 

el caso de los monos aulladores negros Alouatta pigra. 

 

 Particularmente consideramos conocer la conformación del microbioma intestinal de los 

monos aulladores negros que ocupan hábitats en condiciones de fragmentación extrema, 

disponibilidad limitada de alimentos y que dependen de la variación temporal. 

 También consideramos el cautiverio como un factor relevante para la conformación del 

microbioma del mono aullador ya que su dieta incluye ingredientes que no consumen en 

condiciones naturales. 

 Anteriormente se han mencionado que los primates en hábitats degradados corren el riesgo de 

tener una disponibilidad de recursos reducida o limitada y que se refleja en microbiomas 

disminuidos que podrían afectar su bienestar (Amato, et al., 2013). 



                                                                                          

Sin embargo, al examinar comparativamente los taxones microbianos intestinales en hábitats con 

fragmentación extrema, nosotros encontramos que la estrategia de alimentación de los monos 

aulladores negros puede mediar el efecto alterado del hábitat. 

 Particularmente los aulladores han sido reportados como una especie relativamente tolerante 

a la alteración del hábitat (Arroyo and Dias, 2010; Garber et al., 2006; Van Belle and Estrada, 

2006), ya que están presentes en parches donde otras especies de primates neotropicales no pueden 

persistir. (Estrada and Coates-Estrada, 1996; Gilbert, 2003). 

 Además, nuestros resultados indican que tanto los mecanismos dietéticos como los 

ambientales contribuyen a los cambios en el microbioma en cautiverio. Estos datos fueron 

consistentes con investigaciones anteriores (Amato et al., 2015; Clayton et al., 2016). 

 Las diferencias encontradas en riqueza y diversidad de especies entre los grupos de monos 

aulladores en cautiverio indican un fuerte impacto de la dieta en la composición microbiana de los 

monos aulladores. 

 Varios estudios han documentado cambios en los microbiomas intestinales entre los grupos 

cautivos y salvajes de especies amenazadas, incluidos los primates no humanos (West, et al., 2019). 

Para los monos aulladores el cautiverio representa un gran reto de supervivencia, 

presentando altas mortalidades de entre 67.6% y 82.3% (Gual-Sill and Rendón-Franco 2011), 

ahora, podemos considerar que la alteración del microbioma (disbiosis) causado por una dieta 

atípica puede ser un factor que influya en los altos índices de mortalidad. Sin embargo, aunque los 

cambios en el microbioma aullador cautivo son evidentes, se necesita más investigación para 

determinar qué perturbaciones de microbioma representan disbiosis y cuáles son adaptaciones a 

los cambios en la dieta y el estilo de vida.  

Otro aspecto que consideramos en esta investigación fue la conformación microbiana en 

relación con la variación estacional que se encuentra en el hábitat natural de los monos aulladores 

de Balancán que marca tres temporadas nortes, lluvias y secas. Es posible que la escasez periódica 

de recursos haya llevado a la evolución de una amplia gama de adaptaciones morfológicas, 

conductuales y fisiológicas en consumidores primarios como los monos aulladores. Estas 

adaptaciones incluyen a la microbiota intestinal y les confieren la flexibilidad necesaria para 

sobrevivir en entornos caracterizados por la fluctuación diferentes recursos alimentarios (Van 

Schaik, et al., 1993). 



                                                                                          

Aquí en nuestro estudio encontramos que los cambios estacionales en términos de la proporción de 

alimentos, patrones dietéticos y abundancia relativa de taxones bacterianos se correlacionaron 

fuertemente con los cambios en la dieta de los primates, esto también se ha observado en estudios 

previos (Amato et al., 2015; Barelli et al. 2015; Hicks et al., 2018). 

La mayor riqueza de familias bacterianas encontrada en la temporada de lluvia, seguida por la 

temporada de nortes, y una proporción menor en la estación seca podría estar relacionado con una 

mayor diversidad de recursos alimentarios disponibles en la temporada de lluvias. 

Estos datos indican que los microbiomas de los monos aulladores están cambiando en 

respuesta a los cambios en la dieta, lo que sugiere un papel del microbioma en la plasticidad de los 

aulladores en las variaciones dietéticas acorde a las estaciones e independientemente de las 

condiciones del hábitat. 

D) Monos aulladores y ganado doméstico, una ¿sana convivencia? 

La expansión demográfica, la demanda de alimentos, el factor económico, son términos que 

podríamos usar para explicar (nunca para justificar), la invasión que el hombre ha hecho con el 

hábitat de muchas especies silvestres (PROFEPA, 2019). Los monos aulladores se han enfrentado 

a este problema y, a diferencia de otras especies menos afortunadas, de alguna forma se han 

adaptado a convivir con sus nuevos cohabitantes. 

Muchos son los estudios que han demostrado que es posible una transmisión bacteriana 

interespecie (Giacometti et al. 2000; Daszak et al. 2000; Kagambega et al. 2013; Jarquín-Díaz et 

al. 2016). Sin embargo, también es cierto que esto no siempre significa que las bacterias sean 

capaces de implantarse y colonizar un nuevo organismo. 

 Nosotros planteamos la posibilidad de conocer mediante el estudio del microbioma, si es 

posible que la microbiota de los aulladores se modifique por la interacción con fauna ganadera, 

pero, como suele suceder en estudios pioneros, los resultados obtenidos nos dejan con más 

preguntas que respuestas. 

 Como se esperaba, las diferencias entre la composición microbiana de los monos silvestres y 

la fauna ganadera son notables, aunque existen algunas interrogantes como por ejemplo la 

presencia de Prevotellacae UCG004, un grupo de bacterias reportadas en el ganado, pero no en 

otros estudios con monos aulladores (Amato et al., 2013), aun así, no podemos determinar el origen 

de estas bacterias en el microbioma de los aulladores.  



                                                                                          

Aun así, debemos considerar que la convivencia entre fauna silvestre y ganadera debe tenerse en 

cuenta como un factor de riesgo para ambas especies pues hasta ahora no están claras las 

implicaciones que esto puede tener para la salud de los animales y del ecosistema en general.  

 El estudio de la microbiota intestinal puede ser una herramienta que nos ayude a comprender 

estos efectos porque está directamente relacionado estado se salud de los individuos.El cautiverio 

resulta un factor importante en el caso de los monos aulladores, pues es una especie que tiene 

hábitos alimenticios muy específicos y es sensible a los cambios en la dieta.  

 

Conclusiones 

El estudio del metagenoma de los monos aulladores negros en la región de Balancán, tabasco, abre 

paso a un amplio campo de estudio, pues es tan diverso como las mismas especies bacterianas que 

habitan en el intestino de los monos.  

 Los resultados que presentamos en cada parte de este estudio permiten obtener una visión más 

amplia de los factores que afectan la conservación del mono aullador como especie.  Al conocer 

qué OTUs bacterianos se encuentran en el intestino de los monos y cómo varían en diversidad y 

abundancia en cada uno de los escenarios estudiados, nos permite inferir la importancia de ciertos 

grupos de bacterias como las bifidobacterias, o familias completas como Ruminocacceae y 

Lachnospiraceae que destacan por su función fibrolítica para las dietas folívoras de los aulladores. 

 Asimismo, contemplamos la posibilidad de transmisión bacteriana entre fauna ganadera y 

monos silvestres que comparten hábitat, considerando que, aunque los monos aulladores son de 

hábitos arbóreos, las condiciones de fragmentación extrema los han llevado a moverse a ras de 

suelo para buscar fuentes de agua, recursos alimentarios o para moverse entre fragmentos, pero 

dejando claro que para que se dé una transmisión “efectiva” es necesaria una exposición constante 

así como otros factores que faciliten la colonización. 

 Finalmente, es necesario continuar con estudios tanto de metagenómica funcional para 

determinar los grupos de bacterias de mayor importancia con base en la función que desempeñan 

en el organismo y qué factores influyen en su establecimiento (incluyendo la transmisión bacteriana 

interespecie), así como estudios, bioquímicos y microbiológicos de las especies bacterianas de 

interés.  
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