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Resumen 
 

La microbiota digestiva tiene un gran impacto en la salud de los animales 

participando en diversas funciones fisiológicas. En los últimos años, en el ganado porcino 

han cobrado especial relevancia los problemas digestivos no específicos asociados a las 

alteraciones de esta microbiota denominadas disbiosis. Por otra parte, el control de las 

infecciones digestivas en el cerdo se basa, fundamentalmente, en el empleo de 

antimicrobianos aunque la legislación es cada vez más restrictiva respecto a su uso con 

fines profilácticos o metafilácticos. Por este motivo es necesario desarrollar nuevas 

opciones terapéuticas como los cambios en la dieta, ácidos orgánicos, el empleo de 

extractos vegetales o de pro y prebióticos que modifiquen, restauren o corrijan los 

desequilibrios de la microbiota intestinal. Sin embargo, antes de aplicar estas nuevas 

estrategias de control es necesario ampliar el conocimiento sobre la microbiota intestinal 

y desarrollar herramientas que permitan valorar su composición en condiciones de campo 

de forma sistemática y eficaz. 

El objetivo del presente trabajo ha sido el estudio de la microbiota digestiva del 

cerdo durante las primeras semanas de vida en animales sanos y con problemas digestivos 

asociados a disbiosis para avanzar en el desarrollo y evaluación de nuevas intervenciones 

para el control de estos procesos o en la reducción del empleo de antimicrobianos. 

La técnica elegida para el estudio de la composición y evolución de la microbiota 

intestinal fue la PCR cuantitativa o PCRc, un método más rápido y económico que la 

secuenciación masiva del ADN de la microbiota. Se cuantificaron las poblaciones de 

bacterias totales, bacteroides, lactobacilos, enterobacterias, bifidobacterias y clostridios 

de los clúster I, IV y XIV en un total de doce estudios experimentales que abarcaron las 

etapas de lactación, destete, transición y primera mitad de cebo. 

Además, se desarrolló y optimizó una técnica ELISA para la cuantificación de 

lactoferrina, un biomarcador de inflamación intestinal, en las heces de los lechones. 

La comparación de los resultados proporcionados por las PCRc desarrolladas en 

esta Tesis con los de la secuenciación masiva basada en la amplificación del ARNr 16S, 

técnica de referencia para el estudio de la microbiota digestiva, demostró una alta 

correlación entre las estimaciones obtenidas por ambas técnicas. 

El seguimiento longitudinal de la microbiota de los lechones, desde el nacimiento 

hasta el periodo de cebo, evidenció un incremento progresivo de bacteroides, una 

disminución de lactobacilos y enterobacterias, aunque éstas se elevaron ligeramente en el 

destete, y concentraciones relativamente estables de bifidobacterias y de los tres clúster 

de clostridios, aunque los clúster IV y XIV presentaron una concentración inferior durante 

los primeros días de vida. 

La comparación entre lechones sanos y lechones con signos clínicos compatibles 

con disbiosis permitió demostrar diferencias significativas. La microbiota de los lechones 

sanos presentó un número inferior de enterobacterias y mayores concentraciones de 

lactobacilos y clostridios del clúster IV y XIV. Sin embargo, la concentración de 
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lactoferrina en las heces fue similar en ambos grupos de animales, por lo que no se pudo 

demostrar la existencia de inflamación intestinal asociada a esta disbiosis. 

Se observaron escasas diferencias en la composición de la microbiota en lechones 

con la misma genética y alimentación pero estabulados en granjas con diferente estatus 

sanitario. Los lechones de las granjas con un estatus alto presentaron una mejor 

microbiota al nacimiento mientras que los animales de las granjas de estatus sanitario 

bajo presentaron, a lo largo de todo el seguimiento, una menor diversidad en su 

microbiota, hecho que ha sido asociado a una mayor receptividad a las infecciones.  

Finalmente, se evaluaron diferentes intervenciones en la dieta. El empleo de óxido 

de zinc en lechones destetados redujo las enterobacterias presentes en las heces, 

disminuyendo, por tanto, el riesgo de diarreas posdestete. La reducción del uso de 

antibióticos en la dieta tuvo un efecto limitado en la composición bacteriana de la 

microbiota, destacando tan solo la reducción de la concentración de bacteroides. La 

adición de ácidos grasos de cadena media se relacionó con un aumento significativo de 

bacteroides y clostridios del clúster IV y XIV, microorganismos, a su vez, productores de 

ácidos grasos de cadena corta, mientras que el incremento de la fibra en la dieta mediante 

la administración de avena no incrementó la riqueza de la microbiota, contrariamente a 

lo propuesto en otros estudios, y se asoció a una reducción de los clostridios del clúster 

IV en uno de los estudios. 
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Abstract 
 

Gut microbiota has a great impact on animal health participating in several 

physiological functions. In recent years, non-specific digestive diseases associated with 

dysbiosis or microbial imbalance of this microbiota have gained significant relevance in 

swine. Moreover, the control of the most common swine digestive infections is mainly 

based on the use of antimicrobials, although the legislation is increasingly restrictive 

regarding its use for prophylactic or metaphylactic purposes. For this reason, there is an 

urgent need to develop new therapeutic approaches such as changes in the diet or 

supplementing it with organic acids, plant extracts or probiotics and prebiotics which 

modify, restore or correct imbalances of this gut microbiota. However, before the 

implementation of these new control strategies, it will be necessary to expand our 

knowledge on the swine gut microbiota and to develop tools that will allow the evaluation 

of its composition in field conditions in a systematic and efficient way. 

This study focuses on the characterization of gut microbiota in swine during the 

first weeks of life in both healthy and diseased animals suffering from digestive disorders 

associated with dysbiosis as well as the animals receiving different diets. The final aim is 

to advance in the development and evaluation of new interventions for the control of 

enteric disorders avoiding the use of antimicrobials in swine production. 

Quantitative PCR or qPCR was the chosen technique for the study of the 

composition and evolution of gut microbiota, a faster and more economical method than 

the massive sequencing of the microbiota DNA. Populations of total bacteria, bacteroides, 

lactobacilli, enterobacteria, bifidobacteria and Clostridium clusters I, IV and XIV were 

quantified in twelve experimental studies which included lactation, weaning, nursing and 

the first half of the fattening period. 

An ELISA for the quantification of lactoferrin, a biomarker of intestinal 

inflammation, was also developed and optimized in piglet faeces. 

The comparison of the results given by the qPCR assays and those of the massive 

sequencing based on the amplification of the 16S rRNA, gold-standard for the study of 

gut microbiota, showed a high correlation between the estimates obtained using both 

techniques. 

Monitoring of gut microbiota from birth to the fattening period showed a 

progressive increase in bacteroides and a decrease in lactobacilli and enterobacteria, 

although this latter population was slightly higher at weaning. Populations of 

bifidobacteria and the three Clostridium clusters remained relatively stable throughout 

the follow-up period, although Clostridium clusters IV and XIV showed a lower 

concentration during the first few days of life. 

The comparison between healthy and diseased piglets with clinical signs 

compatible with dysbiosis detected several significant differences. Gut microbiota of the 

healthy piglets showed lower numbers of enterobacteria and higher concentrations of 
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lactobacilli and Clostridium clusters IV and XIV. However, lactoferrin concentration in 

faeces was similar in both groups of animals, with no evidence of intestinal inflammation. 

There were also limited differences in the composition of gut microbiota in piglets 

sharing genetics and diet but reared on farms with different healthy standards. Piglets 

from farms with a high health standard presented a better microbiota composition at birth 

while piglets from low standard farms showed, throughout the follow-up, a lower 

diversity in their microbiota, a fact that has been associated with a greater susceptibility 

to infections. 

Finally, different diet interventions were evaluated. The supplementation with 

zinc oxide reduced enterobacteria population in the faeces of weaned piglets and thus 

decreasing the risk of post-weaning diarrhoea. The reduction of antibiotics in the diet had 

a limited effect on the bacterial composition of gut microbiota, with lower numbers of 

bacteroides. The addition of medium chain fatty acids was associated with a significant 

increase of bacteroides and Clostridium clusters IV and XIV, microorganisms which 

produce short chain fatty acids, while the increase of fiber in the diet through the 

supplementation with oatmeal did not increase the richness of the microbiota, the opposite 

to that previously proposed, and was associated with a reduction in the population of 

Clostridium cluster IV in one of our experimental studies. 
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Abreviaturas 
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ELISA: Enzyme-Linked ImmunoSorbent Assay (ensayo por inmunoabsorción ligado a 
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MSD: Deutsche Sammlung von Mikroorganismen (colección alemana de microorganismos) 

NA: no asignado 
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qPCR/PCRc: quantitative Polymerase Chain Reaction (reacción en cadena de la polimerasa en 

tiempo real cuantitativa) 
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de restricción) 
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v.: versión 
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1.- Introducción 
 

La importancia de la microbiota digestiva ha hecho incluso plantear que los seres 

pluricelulares no son estrictamente individuos sino más bien superorganismos formados 

por la unión necesaria del propio ser pluricelular con su microbiota asociada que se 

desarrollan en conjunto anatómicamente, metabólicamente e inmunológicamente y que 

evolucionan conjuntamente (Zilber-Rosenberg y Rosenberg, 2008; Eberl, 2010; Gilbert 

et al., 2012; Rosenberg y Zilber-Rosenberg, 2018). 

La microbiota digestiva tiene un gran impacto en la salud de animales y humanos 

(Barko et al., 2018) ya que participa en la regulación de diferentes funciones metabólicas 

e inmunológicas del hospedador (Hooper et al., 2012; Dantzer et al., 2018). Además, 

numerosos estudios han demostrado su asociación con diversas enfermedades, tanto 

digestivas como sistémicas, e incluso está demostrada una clara asociación entre la 

microbiota y trastornos de la conducta y enfermedades psiquiátricas o neurodegenerativas 

humanas (Endres y Schäfer, 2018). 

En el caso del cerdo, las infecciones digestivas continúan siendo una de las 

principales causas de pérdidas económicas en la producción porcina. Algunas de estas 

infecciones, como por ejemplo la diarrea epidémica porcina o la disentería, están causadas 

por agentes específicos pero cada día es más frecuente, como indica la bibliografía 

consultada (Fouhse et al., 2016; Gresse et al., 2017) así como la propia experiencia del 

grupo de investigación en el que se encuadra este trabajo de Tesis Doctoral (Digesporc), 

la aparición de problemas en los cuales se aíslan uno o más agentes que están también 

presentes en los animales sanos, como Escherichia coli, rotavirus o Clostridium 

perfringens. Estos problemas digestivos no específicos están generalmente asociados a 

situaciones de disbiosis en la microbiota digestiva, un estado inestable caracterizado por 

cambios cuantitativos y cualitativos en la microbiota intestinal, en su actividad metabólica 

o en su distribución local (Hawrelak y Myers, 2004), que se asocia a efectos perjudiciales 

para la salud del hospedador.  

En medicina humana se ha establecido la relación existente entre la disbiosis de 

la microbiota intestinal y diferentes enfermedades (Sekirov et al., 2010; Cani y Delzenne, 

2011; Shanahan, 2012; Shreiner et al., 2015; Wang et al., 2017). En el ganado porcino, 

aunque los estudios han aumentado considerablemente en los últimos años, aún se 

desconoce en gran medida el efecto de la microbiota en las enfermedades sistémicas pero 

no cabe duda que la disbiosis a nivel del tubo digestivo tiene un gran impacto en la 

aparición de las diarreas (Gresse et al., 2017). 

El control de las infecciones digestivas en el ganado porcino se ha basado 

fundamentalmente en el empleo de antimicrobianos debido a las especiales dificultades 

que tiene la obtención de vacunas eficaces contra muchas infecciones digestivas. Sin 

embargo, tanto la legislación nacional como la europea son cada vez más restrictivas 

respecto al empleo de éstos en producción animal con fines profilácticos y metafilácticos 

(European Commission, 2003; MAPAMA, 2015). Además, la eficacia de los antibióticos 

en la disbiosis es muy discutida ya que en muchos casos agravan el desequilibrio 

existente. De acuerdo a Krause y colaboradores (2005), el efecto positivo de las dosis 
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sub-terapéuticas de antibióticos se debe a la inhibición de las infecciones subclínicas, la 

reducción de los metabolitos microbianos que disminuyen el crecimiento, la reducción 

del uso de los nutrientes por parte de los microorganismos y la mejor absorción y uso de 

los nutrientes a través de la pared intestinal asociados a animales alimentados con 

antibióticos. 

De acuerdo a estos efectos y debido a la legislación cada día más restrictiva para 

reducir su uso, se ha producido un aumento de las diarreas post-destete que lleva 

aparejado un incremento del uso de antibióticos a dosis terapéuticas y la disminución de 

distintos parámetros productivos: aumento del índice de conversión, incremento del 

consumo diario de pienso y disminución de la ganancia media diaria (Stein, 2002; Yan y 

Gilbert, 2004; Gresse et al., 2017).  

Estas restricciones al uso de antimicrobianos en producción animal se han 

implementado a consecuencia del incremento de las resistencias y la posibilidad de 

transmisión de las mismas a los humanos. El nivel de resistencia a los antibióticos varía 

entre los aislados bacterianos de origen animal y humano; algunos trabajos indican que 

un 10 % de las cepas de E. coli de origen animal presenta resistencia mientras que esta 

proporción se eleva hasta el 30-45 % cuando se trata de aislados que causan infección en 

el hombre, por lo que probablemente la resistencia esté más originada por un mal uso de 

los antibióticos en medicina humana, aunque no hay que descartar el origen animal (Stein, 

2002; Yan y Gilbert, 2004). Otros trabajos, por el contrario, describen una elevada 

frecuencia de resistencia antimicrobiana en los aislados de origen animal (Sáenz et al., 

2001; García-Feliz et al., 2008). Además, hay que tener en cuenta que la aparición de 

resistencias no es un hecho reciente sino que éstas existen desde hace millones de años 

(D’Costa et al., 2011; Bhullar et al., 2012). 

Por tanto, es necesario el desarrollo de nuevas opciones terapéuticas, como pueden 

ser los cambios en la dieta, el empleo de probióticos y prebióticos, ácidos orgánicos y 

fitoquímicos entre otros (Krause et al., 2005; Stanton, 2013; Dowarah et al., 2017; 

Lillehoj et al., 2018), que permitan modificar, restaurar o corregir estos desequilibrios de 

la microbiota intestinal. Sin embargo, para la aplicación sistemática y eficaz de estas 

herramientas terapéuticas que van a incidir y modificar la microbiota se requiere de un 

mayor conocimiento tanto de la misma como de los efectos de cualquier intervención que 

pueda modificarla. 

La limitación en el estudio de la microbiota intestinal hasta hace unos años era la 

necesidad de herramientas adecuadas aunque con la aplicación de técnicas moleculares 

basadas en la amplificación de los genes que codifican el ARNr 16S se ha avanzado a 

pasos agigantados (Fraher et al., 2012; Highlander, 2012; Willner y Hugenholtz, 2013). 

Empleando estas herramientas, en medicina humana, se han podido determinar, por 

ejemplo, patrones de composición de la microbiota (Arumugam et al., 2011), diferencias 

en la composición debido al modo de vida o la alimentación (De Filippo et al., 2010) o 

alteraciones debidas al uso de antibióticos (Perez-Cobas et al., 2012). 

En el caso del porcino, existía un número razonable de estudios que abordan la 

composición y características de esta microbiota previamente al inicio de esta Tesis, 

aunque durante estos años se han incrementado sustancialmente. Aunque las técnicas de 

secuenciación masiva del ADN de la microbiota digestiva son, sin duda, la herramienta 
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más potente para el estudio de esta microbiota y de sus cambios ante cualquier factor, 

estas técnicas tienen dos desventajas. A pesar de que su coste ha disminuido 

considerablemente en los últimos años, continúa siendo elevado y, además, proporcionan 

una cantidad de información tan enorme que hace necesaria una etapa muy compleja de 

procesado, algo que puede ser más costoso que la propia técnica en sí.  

Además, existen otros indicadores como los ácidos grasos volátiles u otros 

biomarcadores que nos permiten conocer el estado en el que se encuentra el tracto 

gastrointestinal y que nos pueden dar pistas acerca del funcionamiento de este sistema en 

conjunto, es decir, del intestino y de su microbiota. 

 

1.1.- Microbiota del tracto gastrointestinal 
 

           Como hemos mencionado, el tubo digestivo alberga un complejo ecosistema de 

microorganismos que constituye la microbiota intestinal. Esta microbiota, también 

denominada digestiva o gastrointestinal, convive en una relación simbiótica con el 

individuo y ejerce funciones nutricionales, metabólicas y de protección que la convierten 

en indispensable (Rodríguez-González, 2009; Rosenberg et al., 2009; Rosenberg y 

Zilber‐Rosenberg, 2011; Gilbert et al., 2012; Schokker et al., 2014).  

Con el crecimiento exponencial de los estudios de la microbiota intestinal se ha 

podido reconocer su gran importancia en la evolución de su hospedador y viceversa. 

Según la teoría del superorganismo anteriormente citada, la combinación del material 

genético de ambos, animal y microbiota, constituye el individuo superior u holobionte. 

Su información genética, hologenoma, está formado por una parte estática (genoma del 

hospedador) y una parte dinámica (microbioma). Este microbioma da al holobionte la 

capacidad para sobrevivir en condiciones ambientales cambiantes que influyen en la 

selección natural y la supervivencia de su hospedador (Zilber-Rosenberg y Rosenberg, 

2008; Rosenberg et al., 2009; Eberl, 2010; Rosenberg y Zilber‐Rosenberg, 2011; Gilbert 

et al., 2012; Rosenberg y Zilber-Rosenberg, 2018). 

 

1.1.1.- Establecimiento y evolución del microbiota intestinal 
 

 La microbiota digestiva no permanece estable a lo largo de la vida del animal sino 

que va cambiando hasta llegar a la edad adulta cuando se estabiliza (Odamaki et al., 

2016). Estos cambios están influidos por multitud de factores (Figura 1.1) como son la 

microbiota de la madre, el ambiente o la dieta entre otros, y, aunque la microbiota tiene 

una gran capacidad de resiliencia, cambios prolongados en algún factor pueden modificar 

la composición de la misma. 

Los cerdos reciben gran parte de su microbiota intestinal de su madre y del 

ambiente en el que viven durante los primeros días de sus vidas (Quilodrán-Vega et al., 

2016; Sommer, 2015; Chen et al., 2018). Aunque para una parte de los investigadores el 

tracto gastrointestinal de los lechones que no han nacido es estéril, en los últimos años se 

ha refutado en diversos estudios la esterilidad del meconio y del líquido amniótico al 
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aislarse, mediante cultivo, o identificarse, a través de su material genético, bacterias 

comensales o patógenas en gestaciones fisiológicas (Bearfield et al., 2002; Buduneli et 

al., 2005; Jiménez et al., 2008; Satokari et al., 2009; Hong et al., 2010; Mshvildadze et 

al., 2010; Gosalbes et al., 2013).  

 

 

Figura 1.1- Principales factores que afectan a la composición de la microbiota digestiva 

de los lechones durante las primeras etapas de la vida. Adaptado de Niederwerder (2017). 

 

Existe, por tanto, un flujo de bacterias desde el intestino de las madres hacia sus 

crías, por vía sistémica. En un primer momento este flujo sería cualitativa y 

cuantitativamente pequeño, tanto en el número de especies implicadas como en su 

concentración, pasando a través de la placenta hacia el intestino prenatal. En un segundo 

momento, el tránsito sería superior, principalmente a través del calostro y la leche materna 

(Jiménez-Quintana, 2010), mediante la ruta enteromamaria (Langa-Marcano, 2006).  

La translocación desde el intestino hacia los tejidos extraintestinales es un 

fenómeno fisiológico beneficioso dirigido por las células dendríticas, que captan las 

bacterias a través de las zonas de oclusión para introducirlas en la lámina propia sin perder 

la integridad del epitelio intestinal (Rescigno et al., 2001). Esta translocación está 

asociada a la estimulación del sistema inmunitario, a la formación del sistema inmunitario 

neonatal o como vía de comunicación materno-filial (Guerra et al., 2007), lo que 

explicaría los efectos extraintestinales que tienen algunos probióticos.  

Además de la colonización por vía uterina o láctea, parte de los microorganismos 

presentes en la microbiota de los lechones durante los primeros momentos de vida 

provienen de la microbiota del canal del parto de la madre, que colonizan al lechón 

durante el nacimiento, y de las bacterias presentes en las heces o sobre la piel de la madre. 

En las primeras 12 horas de vida de los lechones se pueden aislar bacterias como 

E. coli, Lactobacillus y Streptococcus, en el intestino delgado mientras que las bacterias 

anaerobias como Bacteroides tardan un par de días en aparecer (Tajima y Aminov, 2015). 

Así, la primera colonización por parte de aerobios y anaerobios facultativos permite 
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reducir la concentración de oxígeno y el potencial redox en el tracto gastrointestinal de 

los cerdos, creando las condiciones adecuadas para la colonización por anaerobios 

estrictos (Clostridium, Eubacterium). Sin embargo, para otros autores el entorno 

anaerobio se establece rápidamente tras el nacimiento y las bacterias anaerobias 

simplemente superan numéricamente a las anaerobias facultativas (Gosalbes et al., 2013). 

En este sentido, un estudio de Costillas y colaboradores (2015) permitió detectar a 

Megasphaera elsdenii, un anaerobio estricto, en las heces o el meconio de más del 70 % 

de los lechones durante el primer día de vida, elevándose al 100 % de los animales al 

cuarto día.  

De acuerdo a Swords y colaboradores (1993) la colonización del tracto 

gastrointestinal de los cerdos puede dividirse en 3 fases principales (Figura 1.2): 

a) Primera fase, desde el parto hasta la primera semana de edad, se caracteriza, 

como se ha descrito anteriormente, por los cambios de las condiciones y la composición 

de las bacterias del intestino.  

b) Segunda fase, durante la lactación de los lechones existe gran abundancia de 

lactobacilos y estreptococos que pueden utilizar los sustratos presentes en la leche aunque 

también están presentes clostridios, bifidobacterias o bacteroides, en menor número. 

Además, la presencia de inmunoglobulinas de la madre presentes en la leche aporta 

protección frente a microorganismos patógenos y, por tanto, puede influir en la 

composición en la microbiota intestinal (Tajima y Aminov, 2015). 

c) Tercera fase, comienza con el destete, en el cual los lechones, que tienen en este 

momento un sistema inmunitario inmaduro, se ven sometidos a un importante estrés 

causado por la separación de la madre y el cambio del ambiente en el que se encuentran. 

Además hay un cambio brusco en la alimentación, pasando de una dieta láctea a una dieta 

sólida, hecho que contribuye al incremento de la diversidad de la microbiota (Inoue et al., 

2005; Chen et al., 2017), haciendo que ésta se parezca cada vez más a la composición de 

los animales adultos. También cabe reseñar que alrededor del destete se produce una 

reducción de la diversidad con cambios en las poblaciones microbianas y que con este 

cambio de la alimentación se favorece el establecimiento de nuevas poblaciones 

bacterianas (Konstantinov et al., 2006). Tras este periodo de grandes cambios, la 

microbiota cada vez se hace más estable, reduciéndose la cantidad de Bacteroidetes e 

incrementándose la de Firmicutes (Kim et al., 2011). Estos dos filos contribuyen con más 

del 90 % de la diversidad de la microbiota en los cerdos adultos (Tajima y Aminov, 2015). 
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Figura 1.2- Composición de la microbiota digestiva de los lechones durante las primeras 

etapas de la vida: 1 (0-7 días), 2 (7-21/28 días) y 3 (destete-cebo). 

 

1.1.2.- Composición de la microbiota intestinal 
 

La microbiota digestiva es una parte especialmente importante de la microbiota 

total que está presente en el hospedador. Es un ecosistema constituido por todo el conjunto 

de microorganismos (virus, arqueas, bacterias, protozoos y hongos) que colonizan el 

tracto gastrointestinal. Por tanto, incluye microorganismos beneficiosos, oportunistas o 

potencialmente patógenos que se mantienen en un equilibrio más o menos estable 

(homeostasis). Además, se podrían clasificar estos microorganismos como autóctonos, 

aquellos que colonizan y permanecen durante gran parte de la vida de los animales, o no 

autóctonos, aquellos que solo colonizan de forma temporal o se encuentran en tránsito 

con la dieta ingerida. 

Las bacterias que forman parte de la microbiota gastrointestinal no se distribuyen 

de forma uniforme a lo largo de todo el tracto gastrointestinal, incrementándose en 

cantidad y complejidad a medida que se avanza en el recorrido del tubo digestivo (Figura 

1.3), con excepción de la cavidad oral. Esta distribución depende  principalmente de 

factores como la presión de oxígeno, el pH y el tránsito del contenido digestivo 

(Monteagudo-Mera, 2011).  

En el ganado porcino, en el estómago y la zona más craneal del duodeno, donde 

el pH es ácido, existen elevadas concentraciones de enzimas digestivas y el tránsito es 

rápido; solo se alcanzan concentraciones de 105 bacterias/g de contenido (superiores a las 

descritas en el hombre <103 bacterias/g) aunque algunos estudios como el de Castillo y 

colaboradores (2007) elevan este recuento hasta las 108 bacterias/g. Estas bacterias son, 

en su mayor parte, bacterias que resisten el pH ácido como los Lactobacillus, 

Streptococcus y Enterococcus. Cabe decir que aunque estos géneros se mantienen a lo 
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largo de la vida de los animales no son las mismas especies las que se encuentran durante 

la lactación (por ejemplo L. fermentum y S. salivarius) o tras el destete (por ejemplo L. 

acidophilus y S. bovis) (Tajima y Aminov, 2015). 

 

Figura 1.3.- Características de los diferentes tramos del tracto gastrointestinal así como 

las bacterias más relevantes. Adaptado de Hermann-Bank (2014). 

 

A lo largo del intestino delgado se van incrementando tanto la cantidad como la 

diversidad de bacterias, al igual que lo que ocurre en el global del tracto gastrointestinal, 

desde concentraciones próximas a 107 ufc/g en la parte más proximal hasta 108-109 ufc/g 

en las zonas distales (Jensen y Jorgensen, 1994; Canibe et al., 2005). El peristaltismo, el 

pH ligeramente básico y las sales biliares favorecen a bacterias como Lactobacillus, 

Clostridium, Escherichia o Streptococcus (Crespo-Piazuelo et al., 2017; Holman et al., 

2017; Wang et al., 2013; Hermann-Bank, 2014).  

El intestino grueso presenta condiciones más apropiadas y estables para el 

crecimiento bacteriano al ser más lento el tránsito intestinal, más neutro el pH y disponer 

de un ambiente anaerobio y de una mayor disponibilidad de nutrientes, por lo que se 

llegan a alcanzar concentraciones de 1010-1012 bacterias/g (Jensen y Jorgensen, 1994; 

Ohashi y Ushida, 2009; Monteagudo-Mera, 2011). El filo más abundante en esta parte 

del intestino es el Firmicutes (70-88 %) seguido, ya de lejos, por Bacteroidetes (4-25 %), 

Spirochaetes (1-3 %), Actinobacteria (0-2 %), Proteobacteria (0-1 %), Verrucomicrobia 

(0-1 %) o Acidobacteria (0-1 %) (Rescigno et al., 2001; Isaacson y Kim, 2012; Holman 

et al., 2017; Crespo-Piazuelo et al., 2018) (Figura 1.4). 
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Figura 1.4.- Abundancia relativa de los principales filos presentes en los diferentes tramos 

del intestino del cerdo. Adaptado de Crespo-Piazuelo y colaboradores (2018). 

Además de las diferencias observadas entre las distintas partes del tracto 

gastrointestinal, se ha comprobado que existen diferencias en la composición de la 

microbiota presente en el lumen y en la mucosa de cada una de estas partes, como se 

puede observar en la Figura 1.5 (Simpson et al., 1999; Tajima y Aminov, 2015; Holman 

et al., 2017).  

 

Figura 1.5.- Abundancia relativa de los principales géneros de la microbiota intestinal en 

el lumen y en la mucosa de diferentes tramos del intestino. Adaptado de Holman y colaboradores 

(2017). 
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1.1.2.- Funciones de la microbiota intestinal 
 

La microbiota digestiva es esencial para la digestión de los alimentos pero también 

interviene en el desarrollo del sistema inmunitario, la defensa contra las infecciones 

(Stokes, 2017; Gensollen et al., 2016), la angiogénesis o la biotransformación de 

componentes de la dieta (Sommer y Bäckhed, 2013; Wang et al., 2017). De hecho, la 

microbiota digestiva tiene una actividad metabólica muy importante por lo que estudios 

recientes la consideran en sí misma como un órgano más con una destacable actividad 

metabólica (O’Hara y Shanahan, 2006).  

Esta actividad metabólica la lleva a cabo de diversas formas. Participa en la 

fermentación de componentes de la dieta no digeribles o que no han sido digeridos por el 

hospedador dando lugar a la síntesis de vitaminas (K, grupo B), aminoácidos y ácidos 

grasos de cadena corta (acético, butírico, ...) por parte de géneros como Megasphaera, 

Lactobacillus o Ruminococcus, que son beneficiosos para el animal, llegando a aportar 

entre el 10 y el 30 % de los requerimientos energéticos de los cerdos (Collinder et al., 

2003). También participa en la absorción de iones (Mg2+, Ca2+, Fe) o en la degradación 

de tóxicos. 

La presencia de la microbiota intestinal es un factor fundamental para el desarrollo 

del sistema inmunitario, tanto a nivel local como a nivel sistémico. Además, la propia 

microbiota puede competir por nutrientes o receptores con los microorganismos 

patógenos (exclusión competitiva), producir sustancias con actividad antimicrobiana 

(reuterina, peróxido, etc.) o favorecer las uniones oclusivas de los enterocitos (función 

barrera) (Pluske et al., 2018). 

 

 1.2.- Técnicas para la determinación de la microbiota digestiva 
 

Los estudios realizados para el estudio de la microbiota del tracto gastrointestinal 

de humanos y animales se realizaban, hasta aproximadamente hace una década, 

empleando métodos basados en el cultivo de las bacterias que forman parte de este 

ecosistema. Para ello, se empleaban medios generales y selectivos, así como diferentes 

condiciones de cultivo (aerobiosis, microanaerobiosis y anaerobiosis), para el buscar el 

crecimiento de las bacterias que posteriormente se identificaban fenotípica o 

molecularmente. 

Estos métodos basados en cultivos presentan limitaciones debido al tiempo y el 

trabajo necesarios para el aislamiento de las bacterias así como a la menor sensibilidad y 

reproductibilidad de los resultados obtenidos (Dutta et al., 2001; Rajilić-Stojanović, 

Smidt y de Vos, 2007; Sommer, 2015). Además, estos métodos no permiten detectar 

aquellas bacterias que no crecen en los medios de cultivo empleados ni tampoco pueden 

identificar las bacterias desconocidas que no están caracterizadas fenotípica o 

molecularmente. La magnitud de estas limitaciones queda demostrada por el hecho de 

que los estudios de microbiota digestiva no dependientes del cultivo han puesto de 

manifiesto que solo entre un 10 y un 40 % de las bacterias presentes en el tracto 
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gastrointestinal habían podido ser cultivadas e identificadas anteriormente por métodos 

clásicos de cultivo microbiológico (Suau et al., 1999; Lagier et al., 2015). 

Debido a los inconvenientes de estas técnicas cultivo-dependientes y gracias al 

desarrollo de nuevas técnicas basadas en la identificación del ADN de las bacterias se ha 

logrado un gran avance en el conocimiento de la microbiota presente en los animales, 

aunque es importante mencionar que, en la actualidad, se están volviendo a emplear 

técnicas dependientes de cultivo para profundizar en la interpretación de los resultados 

obtenidos por las técnicas no dependientes de cultivo (Lagier et al., 2015; Hiergeist et al., 

2015; Sommer, 2015; Bilen et al., 2018). 

Las técnicas basadas en la identificación de las especies bacterianas a través del 

estudio de su ADN se basan, fundamentalmente, en el estudio de la secuencia del ARNr 

16S o del gen que la codifica. Esta secuencia se emplea ampliamente en los estudios 

filogenéticos de la microbiota debido a la presencia de regiones conservadas y de regiones 

variables que permiten la diferenciación entre microorganismos (Clarridge 2004). 

Además, estos métodos moleculares no dependientes de cultivo se pueden 

clasificar en cualitativos o cuantitativos. Dentro de los primeros nos encontramos con el 

polimorfismo de la longitud de fragmentos de restricción (RFLP) o la electroforesis en 

gel con gradiente desnaturalización (DGGE), y entre los segundos se encuentran la 

hibridación fluorescente in situ (FISH) y la PCR cuantitativa a tiempo real (PCRc). 

Los métodos cualitativos, como su nombre indica, nos permiten realizar estudios 

de la microbiota gastrointestinal de forma cualitativa. El RFLP se basa en la amplificación 

de un gen diana del ADN extraído, generalmente el que codifica para el ARNr 16S, y la 

posterior digestión con enzimas de restricción y visualización en un gel de agarosa, 

observándose fragmentos de diferente tamaño debido a la presencia o ausencia de los 

lugares de unión de las enzimas empleadas (Pérez de Rozas et al., 2003). La DGGE 

emplea la amplificación del gen diana y la posterior lectura en gel de poliacrilamida en el 

cual se van a separar los fragmentos amplificados mediante el incremento lineal de 

agentes desnaturalizantes (Petersson et al., 2009; Simpson et al., 1999). 

Los métodos cuantitativos permiten enumerar la cantidad de bacterias presentes 

en una muestra. La técnica FISH permite cuantificar las bacterias en base a la unión de 

una sonda marcada con fluorescencia al ADN o ARN diana y posterior conteo, bien de 

forma manual o bien mediante citometría de flujo. Empleando varias sondas marcadas 

con diferentes fluorocromos es posible diferenciar las bacterias entre sí. La ventaja de 

esta técnica frente a otras basadas en la amplificación del material genético es que no es 

necesario extraer dicho material, pudiendo realizarse sobre las bacterias directamente 

(Vaahtovuo et al., 2005). La PCRc, como iremos desarrollando más adelante, se basa en 

la amplificación de un fragmente diana de ADN o ARN y la lectura de dicha reacción de 

forma simultánea. 
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1.2.1.- Reacción en cadena de la polimerasa en tiempo real 
 

En contraposición a las técnicas de PCR convencional, la PCRc permite detectar 

y cuantificar el fragmento del material genético amplificado en cada uno de los ciclos de 

amplificación. Para la detección de este proceso se emplea una sustancia fluorescente que 

se une al fragmento y se cuantifica gracias al incremento de la señal de fluorescencia 

emitida que es proporcional a la cantidad del fragmento diana (Pryor y Wittwer, 2006).  

La cinética de amplificación de la PCRc se puede dividir en cuatro fases, tal y 

como se muestra en la Figura 1.6, inicial o basal, exponencial o geométrica, lineal y 

estacionaria o plateau (Costa, 2004). Durante la primera fase, la fluorescencia es 

insuficiente para discriminar el ruido basal pero permite calcular el límite a partir del cual 

el incremento en la fluorescencia pasa a ser significativo (umbral). En la fase exponencial 

la PCR tiene una eficiencia próxima al 100 %, es decir, en cada ciclo de amplificación la 

cantidad de ADN se duplica. La fase lineal tiene lugar cuando los reactivos empiezan a 

ser limitantes de la reacción de amplificación y la fase estacionaria tiene lugar cuando la 

señal de fluorescencia se satura. 

 

Figura 1.6.- Cinética de amplificación mediante PCRc: 1 fase basal, 2 ciclo umbral, 3 fase 

exponencial, 4 fase lineal y 5 fase de plateau. 

 

Se define el ciclo umbral (Ct) como el número de ciclos de amplificación 

necesarios para que la curva de fluorescencia alcance el umbral de la señal por encima 

del cual la cinética pasa a ser exponencial. La diferencia entre los valores de Ct permite 

calcular la diferencia en la cantidad inicial del material genético ya que el Ct es 

directamente proporcional a la cantidad inicial del ADN diana. Al introducir una curva 

preparada con diluciones conocidas del ADN diana se puede calcular una pendiente de 

esta curva para poder extrapolar los datos de fluorescencia de las muestras problema y, 

así, conocer la concentración inicial en la muestra problema (Figura 1.7) (Sánchez-Díaz, 

2012). 

Existen dos grandes grupos de tecnologías para la detección de la amplificación 

del fragmento diana (Sánchez-Díaz, 2012; Costa, 2004): 1) inespecífica, al unirse el 

fluoróforo a la doble hebra de ADN amplificado, independientemente de la secuencia de 

nucleótidos (SYBR Green, Eva Green, SYTO, YOYO, BEBO, etc.); 2) específica, al 
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unirse a la hembra de ADN amplificada con una secuencia diana (sondas Taq-Man, 

Molecular Beacons, Scorpion, etc.). Ambas tecnologías serán empleadas durante los 

estudios de esta Tesis doctoral. 

 

Figura 1.7.- Curva estándar con concentraciones decimales decrecientes (1010-106) que 

permite calcular la eficiencia de la PCRc así como la pendiente de la curva. 

 

1.2.1.1.- Detección inespecífica  

 

La PCR convencional usaba habitualmente bromuro de etidio para detectar la 

doble hembra de ADN, pero con el comienzo de PCRc y la búsqueda de alternativas a 

esta sustancia por su potencial mutagénico se sintetizaron sustitutos pertenecientes en su 

mayoría al grupo de las acinas asimétricas. La gran ventaja de estas moléculas es que 

apenas emiten fluorescencia cuando no están unidas al ADN mientras que cuando se unen 

emiten fluorescencia. Entre las características que deseablemente tienen que presentar 

estas sustancias se encuentran la eficiencia y reproductibilidad así como que la unión al 

ADN afecte lo menos posible a la integridad de esta molécula y que, por tanto, pueda 

continuar la reacción (Sánchez-Díaz, 2012). Dentro de los sistemas de detección no 

específicos el SYBR Green es la opción más frecuentemente empleada en la PCRc ya que 

es más afín al ADN que el bromuro de etidio. 

El principal inconveniente de estas moléculas de unión inespecífica es que tienen 

la misma afinidad por cualquier molécula de ADN de doble cadena, por lo que se van a 

unir al fragmento diana amplificado pero también a otros productos de amplificación 

inespecíficos o a dímeros de cebadores que pudieran haberse formado durante el proceso, 

lo que origina un incremento en la fluorescencia que puede llevar a cuantificaciones 

erróneas. Este inconveniente también imposibilita la amplificación de varios fragmentos 

diana diferentes en una misma PCR. Por este motivo, tras la PCRc propiamente dicha, se 

añade un ciclo de disociación que permite conocer la curva de temperatura de fusión; se 

incrementa paulatinamente la temperatura lo que origina una reducción gradual de la 

fluorescencia ya que la doble hebra de ADN se separa y la molécula unida se libera, 

desapareciendo la fluorescencia medida cuando las dobles hebras de ADN se separan por 

completo (Figura 1.8). La temperatura a la que ocurre este fenómeno se denomina 

temperatura de fusión (Tm) y está influida por el contenido guanina/citosina, la longitud 
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y la secuencia del fragmento diana. Esto dará lugar a curvas de diferente morfología y 

Tm que permiten diferenciar los fragmentos amplificados. 

 

Figura 1.8.- Curva de disociación de tres muestras problema: fragmento de amplificación 

diana (línea roja), fragmento de amplificación diana más otro no específico (línea azul) y dímeros 

de cebadores (línea verde). 

Por el lado contrario, el SYBR Green es un reactivo relativamente económico, en 

comparación con los empleados en métodos de detección específica, se puede utilizar 

para la detección de cualquier fragmento diana de doble hebra y no necesita un diseño 

previo del mismo como ocurre con las sondas. 

 

1.2.1.1.- Detección específica 

 

Los sistemas de detección específica permiten superar el principal inconveniente 

de la tecnología inespecífica, es decir, permiten la detección del fragmento diana sin que 

interfieran fragmentos amplificados inespecíficos o dímeros de cebadores. 

Existe una multitud de sondas (secuencias de unión específicas marcadas con 

fluoróforos) de diferentes tecnologías: Taq-Man, Molecular Beacon, Light-up, Scorpion, 

cebadores amplifluor, sondas de hibridación adyacente, etc. (Figura 1.9). Todas se basan 

en el principio FRET que consiste en la transferencia de energía entre dos fluoróforos, un 

donador y un aceptor, que emiten fluorescencia a diferente longitud de onda. Cuando 

ambos se encuentran próximos el aceptor absorbe la fluorescencia del donador y cuando 

se separan, deja de absorberla por lo que puede ser detectada (Kubista et al., 2006). 

Las sondas Taq-Man son secuencias específicas del fragmento diana que se unen 

a la secuencia entre los dos cebadores empleados para su amplificación. Además, poseen 

un fluoróforo unido al extremo 5’ como donador (FAM, TET, NED o VIC) y otro unido 

al extremo 3’ como aceptor (TAMRA o BHQ). Esta sonda se une al fragmento diana 

previamente a los cebadores al tener una temperatura de anillamiento superior a los 

mismos y cuando tiene lugar la elongación de la cadena de ADN por parte de la Taq ADN 

polimerasa se produce la hidrólisis de la sonda mediante la actividad exonucleasa de la 

polimerasa, produciendo la emisión de la fluorescencia al separarse ambos fluoróforos 

(Sánchez-Díaz, 2012). De esta forma, la fluorescencia emitida solo proviene de la unión 
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de la sonda con el fragmento amplificado. Al poder emplear donadores diferentes (distinto 

espectro de emisión) se pueden amplificar varios fragmentos en una misma reacción de 

amplificación. 

 

 

 

 

Figura 1.9.- Funcionamiento 

esquemático de algunos de los sistemas de 

detección específica. Adaptado de Marras et 

al. (2006). 

 

 

 

 

 

Además, para incrementar la especificidad de las sondas Taq-Man se han 

desarrollado las sondas Taq-Man-MGB (Ott et al., 2004), incorporando en el extremo 3’ 

la molécula MGB que se une al surco menor de la doble hebra de ADN formada por la 

sonda y la secuencia diana, dando lugar a una hibridación más estable, e incrementando 

la temperatura de anillamiento, por lo que se pueden diseñar sondas con secuencias de 

nucleótidos más cortas. Además, se sustituye el aceptor fluorescente por otro no 

fluorescente (NFQ) que realiza la misma función pero sin emitir fluorescencia detectable 

por sí mismo, reduciendo la fluorescencia de fondo. 

Como inconvenientes de este tipo de sondas nos encontraríamos con las ventajas 

de la detección inespecífica, es decir, las sondas tienen una mayor dificultad de diseño así 

como un coste, en principio, más elevado. 

 

1.2.2.- Secuenciación de próxima generación 
 

Los avances en las técnicas moleculares en la última década han llevado al 

desarrollo de la secuenciación de próxima generación (Next Generation Sequencing o 

NGS) que, a su vez, ha ido mejorando la capacidad de secuenciación y, por lo tanto, 

reduciendo el tiempo de análisis. Se podrían separar dos grandes grupos de plataformas 

de secuenciación, las denominadas de segunda generación que se basan en la 

amplificación previa del ADN y las de tercera generación que no requieren ninguna 

amplificación previa a la secuenciación. 

En nuestro caso hemos utilizado la tecnología Illumina que emplea nucleótidos 

terminadores marcados con fluorescencia, como los empleados en la secuenciación de 
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Sanger. Una vez unidos estos nucleótidos marcados se realiza una captura de imagen de 

la fluorescencia y se desbloquea el extremo 3’ para continuar con la siguiente reacción de 

secuenciación. Además, la secuenciación se realiza de forma paralela para millones de 

secuencias en una sola tanda. La producción de este gran número de secuencias en un 

corto periodo de tiempo produce una reducción drástica del coste, permitiendo secuenciar 

genomas completos, realizar metagenómica o identificar marcadores epigenéticos. 

Las primeras aplicaciones de la secuenciación masiva de próxima generación han 

sido los análisis filogenéticos de la microbiota intestinal basados en la secuenciación del 

gen que codifica el ARNr 16S. Este abordaje ha sido empleado en esta Tesis, ya que para 

conocer la composición de la microbiota proporciona una buena relación entre los 

resultados y el coste de los mismos. 

Con la evolución de estas técnicas y la mejora en los análisis informáticos 

posteriores es posible llevar a cabo estudios de metagenómica secuenciando mayor 

información genética de cada bacteria y no solo la información relativa al ARNr 16S, y 

eliminando las amplificaciones previas a la secuenciación, lo que permite reducir el error 

cometido por este motivo. Estas técnicas de metagenómica llevan asociado un incremento 

de las necesidades de potencia de cálculo informático para poder realizar los ensamblajes 

y, consecuentemente, incrementan el tiempo de análisis y el coste asociado al análisis de 

cada muestra. 

 

 

1.3.- Lactoferrina 
 

 Los biomarcadores son sustancias endógenas o exógenas que se pueden medir en 

diferentes tejidos o secreciones, como la sangre o las heces, y cuyos niveles se pueden 

correlacionar con la presencia de una enfermedad o con su gravedad (Abraham y Kane, 

2012). Por lo tanto, pueden ser usados para diferenciar entre condiciones fisiológicas o 

patológicas así como para monitorizar la evolución de la enfermedad. 

 En el caso de algunas enfermedades intestinales, en medicina humana se emplean 

algunos biomarcadores puesto que no existen síntomas o signos patognomónicos 

asociados a estos procesos. Así, en enfermedades intestinales crónicas como la 

enfermedad de Crohn o la colitis ulcerosa se emplean, desde hace años, biomarcadores 

fecales que tienen, teóricamente, una especificidad superior a la de marcadores 

sanguíneos como la proteína C reactiva o la velocidad de sedimentación globular (Gisbert 

et al., 2007). Se ha comprobado que estos procesos entéricos cursan con una elevación en 

los leucocitos presentes en las heces y, consecuentemente, con una mayor concentración 

de moléculas como la calprotectina o la lactoferrina en esta matriz. Por tanto, estas 

moléculas son empleadas en medicina humana como marcadores de inflamación 

intestinal (Ministro y Martins, 2017) tanto con fines diagnósticos como para la predicción 

de recidivas o para el seguimiento de la respuesta de los pacientes a los tratamientos 

instaurados (Gisbert et al., 2007), 



30 

 

La lactoferrina es una glicoproteína globular perteneciente a la familia de las 

transferrinas con afinidad por el hierro y que es secretada por las células epiteliales 

glandulares (Sánchez et al., 1992), encontrándose también en los gránulos de los 

neutrófilos (Actor et al., 2009) (Figura 1.10). Es un componente principal del calostro y 

la leche humana, bovina o porcina, además de encontrarse en las secreciones que recubren 

la mayoría de las superficies de la mucosa (Ministro y Martins, 2017). Debido a su fuerte 

capacidad de unión al hierro, la lactoferrina participa en el transporte y el metabolismo 

del hierro, pero también tiene una amplia gama de funciones biológicas (García-Montoya 

et al., 2012), como la actividad antimicrobiana al secuestrar el hierro, actividad 

antiinflamatoria, inmunomoduladora e inmunoestimulante (Actor et al., 2009; Siqueiros-

Cendón et al., 2014; Legrand, 2016; Mayeur et al., 2016).  

 

Figura 1.10. Estructura tridimensional de la lactoferrina bovina (los átomos de Fe 

aparecen indicados en color rojo mientras que los iones de carbonato se muestran en color verde). 

Tomado de Luna-Castro y colaboradores (2017). 

En producción porcina se ha utilizado lactoferrina bovina administrada en las 

fórmulas de pienso para lechones durante las primeras semanas, habiéndose descrito que 

incrementa la proliferación de enterocitos (Reznikov et al., 2014). También modifica la 

microbiota intestinal al incrementar las poblaciones de bacterias beneficiosas como 

Bifidobacterium o Lactobacillus, al tiempo que reduce las poblaciones de bacterias 

potencialmente patógenas como Salmonella y E. coli (W. Hu et al., 2012) e influye en el 

desarrollo del sistema inmunitario tanto a nivel sistémico como intestinal (Donovan 

2016). En un estudio realizado por Jahan y colaboradores (2017) administraron 

lactoferrina bovina a cerdas durante la gestación y lactación demostrando un incremento 

en la producción láctea de las cerdas y en la concentración de IgA a nivel sérico al igual 

que un incremento en el peso al destete y la ganancia media diaria de los lechones. 

La lactoferrina, además de ser secretada por las células glandulares, es un 

componente principal de los gránulos secundarios de los leucocitos neutrófilos y se libera 

en grandes cantidades por estas células después de la inflamación (Chen et al., 2011; 

Abraham y Kane, 2012; Siddiqui et al., 2017). Como es resistente a la proteólisis y 

relativamente estable en las heces, se utiliza como un biomarcador de inflamación 

intestinal altamente sensible y específico en medicina humana (Gisbert et al., 2007; 

Ministro y Martins, 2017). La concentración de lactoferrina fecal en el hombre aumenta 

en la enfermedad inflamatoria intestinal crónica (Abraham y Kane, 2012), así como en 
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ciertas infecciones entéricas como la salmonelosis o la campilobacteriosis (Chen et al., 

2011). De acuerdo a Gisbert y colaboradores (2007), la sensibilidad y especificidad 

medias de la lactoferrina son del 82 y 93 %, respectivamente, cuando esta molécula es 

empleada como biomarcador en el diagnóstico de la enfermedad intestinal crónica en 

medicina humana. Sin embargo, por el momento no existen experiencias que describan 

la posible utilidad de este biomarcador fecal en el diagnóstico de procesos entéricos en el 

ganado porcino en particular o en medicina veterinaria en general. 
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2.- Objetivos 
 

El objetivo de la presente tesis es el estudio, en profundidad, de la microbiota 

digestiva del cerdo durante las primeras semanas de vida, tanto en condiciones de salud 

como en problemas digestivos inespecíficos asociados a disbiosis, para poder avanzar en 

el desarrollo y evaluación de nuevas intervenciones para el control de los problemas 

digestivos o en la reducción del empleo de antibióticos. 

Este objetivo general se abordó a través de los siguientes objetivos: 

1.- Diseño y optimización de una técnica basada en PCR cuantitativa para la 

detección y cuantificación de los grupos bacterianos más significativos en las heces de 

los cerdos. 

2.- Comparación de los resultados de composición de la microbiota obtenidos 

mediante PCRc y mediante secuenciación masiva. 

3.- Diseño y optimización de una técnica basada en un ELISA para la detección y 

cuantificación de la lactoferrina porcina en las heces de los cerdos. 

4.- Determinación de la composición de la microbiota intestinal en lechones sanos 

de diferentes edades. 

5.- Determinación de la composición de la microbiota intestinal en cerdos 

afectados por procesos entéricos asociados a disbiosis intestinal. 

6.- Determinación de la composición de la microbiota intestinal en cerdos que han 

recibido un cambio en la dieta con el fin de mejorar el control de los problemas digestivos 

o ver el efecto de la reducción del uso de antibióticos. 
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3.- Material y métodos 
 

3.1.- Diseño experimental  
 

3.1.1.- Estudios para la comparación de la secuenciación masiva y las PCRc 

para la caracterización de la microbiota intestinal 
 

Los dos estudios se realizaron en una granja sitiada en la provincia de A Coruña, 

con un sistema productivo en dos puntos, lactación y transición por un lado y el cebo se 

realiza en cebaderos asociados fuera de la granja. Las instalaciones y las condiciones de 

la granja son muy adecuadas para la producción porcina, como se refleja en el espacio 

disponible para cada lechón durante el destete (0,6 m2). Además, los lechones tienen un 

alto estatus sanitario durante la lactación y el destete como se refleja en los parámetros 

productivos con un peso al destete superior a los 6,4 kg a los 21 días y un peso al final de 

transición (59 días de vida) que se acerca a los 23 kg. Adicionalmente, se realizó muestreo 

inicial para determinar la presencia de patógenos en las madres y en los lechones, no 

encontrándose muestras positivas para E. coli enterotoxigénico, Brachyspira 

hyodysenteriae, B. pilosicoli, Lawsonia intracellularis y Salmonella enterica subsp. 

enterica. 

Primer estudio (comparación 1)  

Se realizó en 16 camadas de lechones durante la fase de lactación. La mitad de las 

camadas se seleccionaron aleatoriamente y se incluyeron en el grupo testigo, que 

recibieron la pauta utilizada de forma rutinaria en la explotación que consiste en la 

lactación y el suplemento con un pienso de iniciación sin medicación a partir del día 7 de 

vida de los lechones. Los lechones de las 8 camadas del grupo experimental recibieron el 

mismo alimento pero con la incorporación de un lactorremplazante sin reconstituir entre 

los días 3 y 12 de vida y la administración del pienso de iniciación un día antes (a partir 

del día 6 de vida). 

De cada camada se envió una muestra de heces de un pool de lechones en tres 

momentos: al principio de la lactación tras la toma del calostro (tiempo 1), a mitad de 

lactación  (tiempo 2) y 7 días posdestete (tiempo 3). 

Segundo estudio (comparación 2) 

Se realizó en 24 corrales de lechones durante la fase de transición sometidos a tres 

tratamientos y muestreados en tres momentos a lo largo del estudio. Los animales se 

distribuyeron aleatoriamente, una vez eliminados los de mayor y menor tamaño del grupo 

(cabezas y colas), en un grupo testigo con la alimentación y medicación empleada en la 

explotación en ese momento y dos grupos experimentales en los cuales se redujo el nivel 

de lisina. Adicionalmente en uno de estos grupos de lechones se eliminó la medicación 

en pienso (Tabla 3.1). 

De cada corral se envió una muestra de heces de un macho y de una hembra, 

realizando en el laboratorio una mezcla de ambas muestras previamente a la realización 
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de la extracción. Los muestreos se llevaron a cabo el día siguiente al destete (tiempo 1, 

23 días de edad), a los 8 días del destete (tiempo 2, 30 días de edad) y el día anterior a la 

salida de los animales hacia el cebadero (tiempo 3, 59 días de edad). 

Tabla 3.1.- Diferencias en la composición del pienso administrado a los tres grupos de 

animales durante la fase de transición del estudio comparación 2. 

 Composición del pienso 

 Grupo testigo Grupo experimental 1 Grupo experimental 2 

Pienso 

prearranque 

(del día 22 al 40 de 

vida) 

SID Lisina 1,25 % 

Lys/EN 0,56 

 

Tilmicosina 200 ppm 

SID lisina 1,10 % 

Lys/EN 0,50 

Avena 15 % 

Tilmicosina 200 ppm 

SID lisina 1,10 % 

Lys/EN 0,50 

Avena 15 % 

Pienso arranque 

(del día 40 al 59 de 

vida) 

SID Lisina 1,20 % 

Lys/EN 0,54 

 

Doxiciclina 250 ppm 

SID Lisina 1,08 % 

Lys/EN 0,49 

Avena 15 % 

Doxiciclina 250 ppm 

SID Lisina 1,28 % 

Lys/EN 0,49 

Avena 15 % 

 

3.1.2.- Estudios para la caracterización de la microbiota digestiva en 

animales con cuadros clínicos asociados a disbiosis y con diferente estatus 

sanitario 
 

El primer grupo de estudios fueron realizados en explotaciones con animales con 

un cuadro clínico asociado a disbiosis y con animales que no presentaban este cuadro. En 

total se llevaron a cabo cuatro estudios en explotaciones porcinas afectadas de disbiosis. 

Primer estudio (disbiosis 1)  

Se realizó en el año 2014 sobre animales de 6-7 semanas de edad de cuatro granjas; 

en dos de ellas se presentaba un cuadro no específico caracterizado por la hinchazón de 

los parpados sin llegar a ser edema, la presencia de legañas en los ojos, disnea más o 

menos importante y una fase crónica caracterizada por un desmedro importante en los 

animales que sobrevivían al proceso (Tabla 3.2). Este cuadro clínico, con una etiología 

desconocida a pesar de las numerosas aproximaciones diagnósticas realizadas, fue 

descrito por el veterinario de la explotación, con años de experiencia. Los animales 

empleados como testigo procedían de otras dos granjas sin este cuadro clínico pero con 

animales de la misma línea genética así como la misma alimentación (pienso de iniciación 

de transición o pienso starter con 2500 ppm de óxido de zinc además de amoxicilina y 

colistina). Se realizó un único muestreo en el cual se tomaron muestras de heces en botes 

estériles y se enviaron al laboratorio de forma urgente y refrigerada. 

Segundo estudio (disbiosis 2) 

Se realizó un año después (2015) en una de las granjas afectadas por disbiosis 

muestreada en el primer estudio. En este caso, se investigaron animales afectados con una 

edad comprendida entre las 7 y las 10 semanas de vida, perteneciendo a 4 destetes 

sucesivos y alimentados con el mismo pienso que en el primer ensayo. Se muestrearon 

22 animales, tanto machos como hembras, de 5 salas de transición. Ocho animales se 

encontraban en la fase precoz o con presencia de legañas, ocho animales presentaban un 

incremento de la temperatura corporal pero ningún otro signo clínico asociado, dos 
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animales estaban en una fase final o de desmedro y cuatro animales eran sanos y no 

presentaban signos clínicos. 

Tabla 3.2.- Descripción de los lechones muestreados para el primer estudio de la 

microbiota en animales con un cuadro asociado a disbiosis. 

Granjas afectadas Granjas control 

Lechón 
Tª rectal 

(°C) 
Sexo 

Fase 

clínica 

Aspecto de 

las heces 
Lechón 

Tª 

rectal 

(°C) 

Sexo 
Fase 

clínica 

Aspecto de 

las heces 

1 41,5 M FR Duras 1 39,6 H Sano Formadas 

2 41 M FR Duras 2 39,5 H Sano Formadas 

3 40,6 M FR Blandas 3 39,3 M Sano Formadas 

4 40,3 H FR Duras 4 39,8 M Sano Formadas 

5 40,8 M FR Duras 5 39,7 H Sano Formadas 

6 40,7 M FL Diarrea 6 39,5 H Sano Formadas 

7 40,2 H FL Duras 7 39,4 M Sano Formadas 

8 40,5 H FR Duras 8 39,5 M Sano Formadas 

9 40,4 M FR Duras      

10 39,9 M FL Duras      

          

11 40 M FL Duras 9 39,8 H Sano Formadas 

12 38,9 H FR Estreñimiento 10 39,7 H Sano Pastosas 

13 40,9 H FR Diarrea 11 39,6 M Sano Formadas 

14 39,8 H FR Estreñimiento 12 39,6 M Sano Formadas 

15 41,5 H FR Formadas 13 39,7 H Sano Formadas 

16 39,2 H FR Estreñimiento 14 39,6 M Sano Formadas 

17 40,9 H FR inicial Formadas 15 39,8 M Sano Formadas 

18 40,3 H FR inicial Formadas 16 39,8 H Sano Formadas 

19 40,5 H FR Estreñimiento      

20 40,5 M FR inicial Formadas      

21 41 M FR Diarrea      

Fase clínica: FL: fase legañas o precoz, FR: fase rana o hinchazón de los párpados. 

Tercer estudio (disbiosis 3) 

Se realizó en una de las dos granjas muestreadas para obtener muestras de 

animales sanos del estudio inicial, dos años después del mismo (2016). En esta granja, 

con la misma alimentación y genética que en el resto de granjas incluidas, apareció un 

cuadro clínico asociado a disbiosis similar al descrito en los estudios previos, aunque la 

fase severa o fase de rana (hinchazón de los párpados) se sustituyó por un cuadro 

caracterizado por la necrosis de los extremos de las orejas en animales de 9 semanas de 

edad. Se muestrearon 20 animales, de los cuales tres no presentaban signos clínicos, 

cuatro solo mostraban un incremento de la temperatura y el resto, trece lechones, 

presentaban necrosis de las orejas. 

Cuarto estudio (disbiosis 4) 

Para la caracterización de la microbiota en lechones afectados por un cuadro 

asociado a disbiosis se estudiaron animales durante la fase de transición de una 
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explotación con un alto estatus sanitario que presentaba diarreas con elevada morbilidad 

dentro de los corrales afectados pero sin que se hubiese podido determinar la participación 

de ningún agente etiológico específico de diarrea de naturaleza infecciosa o parasitaria. 

Se tomaron muestras de heces de 12 animales con diarrea de cuatro corrales distintos así 

como de 10 animales de otros corrales no afectados, con animales de la misma edad.  

Estudio de estatus sanitario (estatus sanitario 1) 

En el segundo grupo de estudios se determinó la composición de la microbiota 

mediante PCRc en varias granjas con una misma genética y alimentación pero con distinto 

estatus sanitario. Las granjas fueron clasificadas en base a este estatus sanitario como alto 

(negativas a disentería, PRRS, y Mycoplasma hyopneumoniae), medio (negativas a 

disentería, PRRS estables con vacunación en sabana, y positivas a M. hyopneumoniae) y 

bajo (positivas a disentería y M. hyopneumoniae, y positivas o negativas inestables a 

PRRS) por parte de los veterinarios de la empresa, seleccionándose aleatoriamente 3 

explotaciones de cada uno de estos niveles. En cada explotación, se llevaron a cabo tres 

muestreos, al nacimiento de los lechones, al destete y a la entrada a cebo de los animales 

(Tabla 3.3). 

Tabla 3.3.- Descripción de los muestreos llevados a cabo para la caracterización de la 

microbiota digestiva en granjas con diferente estatus sanitario. 

  Número de muestras 

Granja Estatus Nacimiento Destete Entrada a cebo 

A 

Alto 

5 5 5 

B 1 1 1 

C 5 4 5 

D 

Medio 

5 5 5 

E 5 5 4 

F 5 5 5 

G 

Bajo 

3 5 5 

H 4 5 5 

I 5 5 5 

 

3.1.3.- Estudios para la caracterización de la microbiota digestiva en 

animales sometidos a diferentes cambios en la dieta 
 

Se realizaron 5 estudios para determinar la composición de la microbiota mediante 

PCRc en cerdos que recibieron diferentes dietas o tratamientos antibióticos administrados 

como premezclas. Dos de estos estudios se han descrito en el apartado 3.1.1 puesto que 

fueron empleados para la comparación entre las dos principales técnicas empleadas, 

PCRc y secuenciación masiva. Las características de cada uno de estos estudios y las 

dietas empleadas se detallan a continuación.  

Estudio 1 (dieta 1) 

Se realizó en 24 corrales de lechones durante la fase de transición sometidos a tres 

tratamientos y muestreados en tres momentos a lo largo del periodo de seguimiento. Se 
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llevó a cabo en las mismas instalaciones que el estudio comparación 2. Los animales se 

dividieron en un grupo testigo, con la alimentación y medicación empleada en la 

explotación en ese momento, y dos grupos experimentales en los cuales se redujo el nivel 

de lisina.  En uno de estos grupos experimentales, además, se redujo la medicación en 

pienso (Tabla 3.4). 

Tabla 3.4.- Diferencias en la composición del pienso administrado a los tres grupos de 

animales durante la fase de transición del estudio dieta 1. 

 Composición del pienso 

 Grupo testigo Grupo experimental 1 Grupo experimental 2 

Pienso 

prearranque 

(del día 22 al 40 de 

vida) 

SID Lisina 1,33 % 

EN 2500 kcal/kg 

Lys/EN 0,575 

Colistina 120 ppm 

Tilmicosina 200 ppm 

Amoxiclina 300 ppm 

SID lisina 1,13 % 

EN 2500 kcal/kg 

Lys/EN 0,492 

Colistina 120 ppm 

Tilmicosina 200 ppm 

Amoxiclina 300 ppm 

SID lisina 1,13 % 

EN 2500 kcal/kg 

Lys/EN 0,492 

 

Tilmicosina 200 ppm 

Amoxiclina 300 ppm 

Pienso arranque 

(del día 40 al 59 de 

vida) 

SID Lisina 1,24 % 

EN 2450 kcal/kg 

Lys/EN 0,55 

Neomicina 250 ppm 

Doxiciclina 250 ppm 

Amoxiclina 300 ppm 

SID Lisina 1,08 % 

EN 2370 kcal/kg 

Lys/EN 0,55 

Neomicina 250 ppm 

Doxiciclina 250 ppm 

Amoxiclina 300 ppm 

SID Lisina 1,08 % 

EN 2370 kcal/kg g 

Lys/EN 0,55 

 

Doxiciclina 250 ppm 

Amoxiclina 300 ppm 

 

De cada corral se envió una muestra de heces de un macho y de una hembra, 

realizando en el laboratorio una mezcla de ambas muestras previamente a realizar la 

extracción. Los muestreos se llevaron a cabo los mismos días que en el estudio 

comparación 2, es decir, el día siguiente al destete (tiempo 1, 23 días de edad), a los 8 

días del destete (tiempo 2, 30 días de edad) y el día anterior a la salida de los animales 

hacia el cebadero (tiempo 3, 59 días de edad). 

Estudio 2 (dieta 2) 

Se realizó en las mismas instalaciones y con el mismo diseño que el estudio 

anterior (estudio dieta 1). Los animales se dividieron en un grupo testigo, con la 

alimentación y medicación empleada en la explotación en ese momento, y dos grupos 

experimentales en los cuales se redujeron los antibióticos empleados en las premezclas y 

se añadió un suplemento de ácidos grasos de cadena media diferente (Tabla 3.5). Los 

muestreos se realizaron de forma similar al estudio anterior, adelantando el tercer 

muestreo (tiempo 3) a los 56 días de edad de los animales. 

La composición de los suplementos fue la siguiente:  

AGCM 1: ácido fórmico, 315 ppm; formiato de amonio, 105 ppm; formiato de 

sodio, 67 ppm; ácido propiónico, 10 ppm; monoglicéridos de ácidos grasos de cadena 

media (C-4, C-6, C-8, C-10 y C-12), 105 ppm. 

AGCM 2: ácido fórmico, 73.8 ppm; formiato sódico, 13 ppm; ácido propiónico, 

159 ppm; monoglicérido de C-4, 20 ppm, monoglicérido de C-8, 100 ppm; monoglicérido 

de C-10, 100 ppm; monoglicérido de C-12, 100 ppm. 
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Tabla 3.5.- Diferencias en la composición del pienso administrado a los tres grupos de 

animales durante la fase de transición del estudio dieta 2. 

 Composición del pienso 

 Grupo testigo Grupo experimental 1 Grupo experimental 2 

Pienso 

prearranque 

(del día 22 al 40 de 

vida) 

 

Colistina 120 ppm 

Tilmicosina 200 ppm 

Amoxiclina 300 ppm 

AGCM 1 (1 %) 

 

Tilmicosina 200 ppm 

Amoxiclina 300 ppm 

AGCM 2 (1 %) 

 

Tilmicosina 200 ppm 

Amoxiclina 300 ppm 

Pienso arranque 

(del día 40 al 56 de 

vida) 

 

Neomicina 250 ppm 

Doxiciclina 250 ppm 

Amoxiclina 300 ppm 

AGCM 1 (1 %) 

 

Doxiciclina 250 ppm 

Amoxiclina 300 ppm 

AGCM 2 (1 %) 

 

Doxiciclina 250 ppm 

Amoxiclina 300 ppm 
 

Estudio 3 (dieta 3) 

Se realizó en las mismas instalaciones y con el mismo diseño que el estudio 

anterior (estudio dieta 2). Los animales se dividieron en un grupo testigo, con la 

alimentación y medicación empleada en la explotación en ese momento (se incluyó el 

suplemento de AGCM 2 del ensayo anterior), y dos grupos experimentales en los cuales 

se empleó avena como fuente de fibra. En uno de estos grupos se redujeron los 

antibióticos empleados en las premezclas (Tabla 3.6). Los muestreos se realizaron de 

forma similar al estudio anterior, retrasando el tercer muestreo (tiempo 3) a los 58 días de 

edad de los animales. 

Tabla 3.6.- Diferencias en la composición del pienso administrado a los tres grupos de 

animales durante la fase de transición del estudio dieta 3. 

 Composición del pienso 

 Grupo testigo Grupo experimental 1 Grupo experimental 2 

Pienso 

prearranque 

(del día 22 al 40 de 

vida) 

AGCM 2 (1 %) 

 

Colistina 120 ppm 

Tilmicosina 200 ppm 

Amoxiclina 300 ppm 

AGCM 2 (1 %) 

Avena 15 % 

Colistina 120 ppm 

Tilmicosina 200 ppm 

Amoxiclina 300 ppm 

AGCM 2 (1 %) 

Avena 15 % 

 

Tilmicosina 200 ppm 

Amoxiclina 300 ppm 

Pienso arranque 

(del día 40 al 58 de 

vida) 

AGCM 2 (1 %) 

 

Neomicina 250 ppm 

Doxiciclina 250 ppm 

Amoxiclina 300 ppm 

AGCM 2 (1 %) 

Avena 20 % 

Neomicina 250 ppm 

Doxiciclina 250 ppm 

Amoxiclina 300 ppm 

AGCM 2 (1 %) 

Avena 20 % 

 

Doxiciclina 250 ppm 

Amoxiclina 300 ppm 

 

Estudio 4 (dieta 4) 

Se realizó la transición de los lechones en las mismas instalaciones y con el mismo 

diseño que el estudio anterior (estudio dieta 3) pero además se continuó con el estudio en 

un cebadero asociado en la misma provincia. Todos los animales recibieron un pienso 

con la formulación gut health, es decir,  un pienso con un contenido en lisina total de 1,20 

% con un ratio lisina total/EN de 0,50 y con un 15 % de avena. Los animales se dividieron 

en tres grupos experimentales: un grupo experimental recibió un suplemento de extractos 

de aliáceas y orégano (producto A) y ácidos grasos destilados de coco (producto B), otro  

grupo recibió un suplemento de aceites esenciales (producto C) y trigo extrusionado con 

MG-AGCM (producto D) y el tercer grupo de animales recibió un suplemento con 
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extractos de aliáceas y orégano y producto D (Tabla 3.7). Los muestreos se realizaron de 

forma similar al estudio anterior, retrasando el tercer muestreo (tiempo 3) a los 61 días de 

edad de los animales y añadiendo dos muestreos más en el cebadero, uno a los 79 días y 

otro a los 89 días de edad, en los cuales se eliminó uno de los corrales por cada grupo 

experimental por una cuestión de espacio. 

Tabla 3.7.- Diferencias en la composición del pienso administrado a los tres grupos de 

animales durante la fase de transición y cebo del estudio dieta 4. 

 Composición del pienso 

 Grupo experimental 1 Grupo experimental 2 Grupo experimental 3 

Pienso 

prearranque 

(del día 22 al 40 de 

vida) 

Formulación 

gut health  
 

3 kg/t de producto A + 

3 kg/t de producto B 

Formulación 

gut health  
 

4 kg/t producto D + 

500 g/t producto C 

Formulación 

gut health  
 

4 kg/t producto D + 3 

kg/t de producto A 

Pienso arranque 

(del día 40 al 61 de 

vida) 

Formulación 

gut health  
 

3 kg/t de producto A + 

1 kg/t producto B 

Formulación 

gut health  
 

4 kg/t producto D + 

500 g/t producto C 

Formulación 

gut health  
 

4 kg/t producto D + 3 

kg/t de producto A 

Pienso cebo 

(del día 61 al 89 de 

vida) 

Formulación 

gut health  
 

3 kg/t de producto A + 

1 kg/t producto B 

Formulación 

gut health  
 

4 kg/t producto D + 

500 g/t producto C 

Formulación 

gut health  
 

4 kg/t producto D + 3 

kg/t de producto A 

Producto A: pienso de prearranque 0,5 % de extractos, pienso de arranque 0,7 % de 

extractos, pienso de cebo 1 % de extractos. 

Estudio 5 (dieta 5) 

Se realizó en una granja experimental ubicada en Segovia. Los lechones 

destetados a los 28 días procedían de una única granja de 300 madres y fueron agrupados 

en corrales de 10 animales cada uno, 5 machos y 5 hembras. Se realizaron dos ensayos 

en los cuales se repitió el diseño experimental consecutivamente, es decir, se realizó un 

primer ensayo con cuatro corrales de animales por cada tratamiento experimental y, con 

un desfase, se repitió el ensayo en otros cuatro corrales por cada grupo. Los animales se 

dividieron en un grupo testigo negativo con la alimentación empleada en la explotación 

en ese momento pero sin antibióticos, un grupo testigo positivo en cual se empleó la 

prescripción de antibióticos de la explotación y un grupo experimental con un pienso sin 

antibióticos pero suplementado con un producto a base de extractos de plantas (Tabla 

3.8). Los muestreos se realizaron el día del destete (tiempo 1, 28 días de edad), a los 14 

días del destete (tiempo 2, 42 días de edad) y a los 42 días del destete (tiempo 3, 76 días 

de edad). 

Tabla 3.8.- Diferencias en la composición del pienso administrado a los tres grupos de 

animales durante la fase de transición del estudio dieta 5. 

 Composición del pienso 

 Grupo testigo negativo Grupo testigo positivo Grupo experimental 1 

Pienso 

prearranque 

y arranque 

Dieta basal 

 

 

Dieta basal 

Colistina 120 ppm 

Óxido de zinc 3000 ppm  

Dieta basal 
 

Extractos vegetales 
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3.2.- Cuantificación de la microbiota mediante PCRc 
  

 3.2.1.- Extracción del ADN 
 

 Las muestras fueron procesadas el mismo día que fueron recibidas en el 

laboratorio (estudios de disbiosis) o tras un periodo de una semana de congelación a -

20 ºC (en el resto de los estudios). Se optó por este periodo de congelación para poder 

homogeneizar los tratamientos que reciben las muestras previamente a la extracción, 

debido a su procedencia nacional y a la duración de algún experimento (evitar festivos).  

 La extracción del ADN microbiano presente en las heces se ha realizado mediante 

el kit comercial GeneMATRIX® STOOL DNA Purification (EURx) siguiendo las 

instrucciones del fabricante con algunas modificaciones (v. 1.2 Septiembre, 2008). En el 

caso de los estudios de disbiosis la extracción se realizó a partir de 0,2 g de heces 

mezcladas manualmente mientras que en el resto de estudios se utilizaron 500 μl de un 

homogeneizado de las heces 1:10 en PBS, obtenido a partir de 2 g de heces mezcladas en 

un Stomacher 400 (Seward) a máxima velocidad durante 5 minutos. Además, se 

incrementó el tiempo de incubación inicial a 70 ºC hasta 10 minutos para favorecer la 

extracción del ADN de las bacterias Gram-positivas. 

Finalmente, el ADN obtenido fue resuspendido en 200 μl de tampón de elución 

(TrisHCl 10 mM, pH 8,5) y se comprobó que la extracción había sido correcta mediante 

la medida de la absorbancia a 260 nm para determinar la cantidad de ADN extraído así 

como de la relación entre la absorbancia a 230 y 280 nm para determinar la calidad del 

mismo. Estas medidas de absorbancia se realizaron en un espectrofotómetro Nanodrop 

ND-1000 (Thermo Scientific). El ADN obtenido fue almacenado a -20 ºC hasta la 

realización de las diferentes PCRc. 

Inicialmente se realizó una comparación entre el kit anterior con el QIAamp® 

DNA Stool Mini (Qiagen), siguiendo estrictamente en ambos casos las instrucciones del 

fabricante, optando por el kit que proporcionó unos mejores resultados en términos de 

extracción de ADN y en términos económicos. La comparación de los resultados relativos 

a la cantidad y calidad del ADN se realizó mediante un análisis no paramétrico con el 

paquete estadístico SPSS Statistics versión 24 (IBM). 

 

 3.2.2.- Curvas de cuantificación de las poblaciones bacterianas 
 

Para la cuantificación de los distintos grupos bacterianos presentes en las heces de 

los animales de los diferentes estudios se emplearon cepas tipo de colección (Tabla 3.9). 

Tras la descongelación de la cepa bacteriana en un medio de cultivo sólido se 

procedió al cultivo de 1-2 colonias en 120 ml de caldo a 90 rpm durante el tiempo de 

crecimiento óptimo de la bacteria (Tabla 3.9). Una vez alcanzada la fase estacionaria, las 

bacterias se concentraron mediante centrifugación (3.000 g durante 10 min) y se realizó 

el recuento mediante cámara de Neubauer (Brand). Posteriormente, se ajustó esta 

concentración a la reflejada en la Tabla 3.9 y se realizó un nuevo recuento. Esta 
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suspensión se conservó y se procesó para la extracción del ADN en las mismas 

condiciones que las empleadas con las heces a fin de disponer de una curva que permitiera 

la cuantificación de las diferentes poblaciones bacterianas. 

Tabla 3.9.- Especies bacterianas empleadas como patrón para la cuantificación de 

bacterias presentes en las heces. 

Especie Cepa Medio de cultivo 
Condiciones 

de cultivo 

Concentración 

final 

(bacterias/ml) 

Escherichia coli ATCC 11775 TSA-TSB (Oxoid) 
24 h 

anaerobiosis 
1 x 1011 

Lactobacillus plantarum CECT 748 
Agar y caldo MRS 

(Merck) 

24 h 

anaerobiosis 
1 x 1010 

Bifidobacterium bifidum CECT 870 

Agar y caldo MRS 

(Merck) + 0,05 % 

cisteína (Sigma) 

48 h 

anaerobiosis 
1 x 1010 

Bacteroides coprosuis DSM 18011 FAA-FAB (Lab M) 
48 h 

anaerobiosis 
1 x 1010 

Clostridium perfringens CECT 376 FAA-FAB (Lab M) 
24 h 

anaerobiosis 
1 x 1010 

Clostridium leptum DSM 753 FAA-FAB (Lab M) 
48 h 

anaerobiosis 
1 x 109 

Blautia coccoides DSM 935 FAA-FAB (Lab M) 
48 h 

anaerobiosis 
1 x 109 

 

3.2.3.- Amplificación del ADN mediante PCRc 
  

3.2.3.1.- Diseño de cebadores 

  

Se realizó una búsqueda en la literatura publicada para encontrar cebadores 

empleados para la cuantificación bacteriana de la microbiota intestinal basados en la 

amplificación del gen que codifica para el ARN ribosomal 16S. Esta secuencia del ADN 

bacteriano está formada por regiones conservadas, semi-conservadas e hipervariables 

(V1-V9) que permiten la clasificación taxonómica. Las regiones conservadas permiten 

un diseño de cebadores universal o de taxones amplios como puede ser la determinación 

de bacterias totales o la secuenciación masiva basada en este gen. En cambio, las regiones 

hipervariables permiten distinguir entre taxones a nivel de familia o género (Clarridge 

2004). 

Tras una comprobación inicial de los cebadores seleccionados se comprobó que 

varios de ellos no eran muy específicos del grupo bacteriano que se quería detectar o no 

poseían una buena eficiencia en la amplificación. Por este motivo se optó por realizar una 

búsqueda bibliografía con mayor profundidad y comprobando las parejas de cebadores in 

silico, antes de solicitar su síntesis (Tabla 3.10). Además, en el caso de los clúster de 

clostridios, se recurrió al diseño de nuevos cebadores para emplearlos en el estudio (Tabla 

3.10). Se comprobaron todas las parejas de cebadores asegurando que produjeran un 

fragmento de amplificación de un tamaño inferior a 400 pb. 

Para el diseño de novo y el estudio in silico de los cebadores empleados se 

utilizaron los programas ClustalX2 (Larkin et al., 2007), Mega6 (Tamura et al., 2013), 
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Clone Manager Professional (versión 9.2) y BLAST (Altschul et al., 1990), además de la 

base de datos GenBank (Benson et al., 2005). Aquellos cebadores que demostraron, a 

priori, una buena especificidad con el taxón a amplificar fueron solicitados a Eurofins® 

y mediante PCRc se comprobó su sensibilidad, especificidad y eficiencia. 

Finalmente, se seleccionó una pareja de cebadores, con o sin sonda asociada, para 

la cuantificación de cada una de las distintas poblaciones bacterianas analizadas en este 

estudio (Tabla 3.11). 

Tabla 3.10a.- Relación de cebadores y sondas evaluadas para la amplificación especifica 

del ARN ribosómico 16S de las bacterias totales y de las diferentes familias bacterianas 

estudiadas. 

Diana Cebador Secuencia (5’ → 3’) Referencia 

Bacterias totales 

directo BACT1369F CGG TGA ATA CGT TCC CGG Suzuki et al. (2000) 

reverso PROK1492R TAC GGC TAC CTT GTT ACG ACT T Suzuki et al. (2000) 

sonda TM1389F CTT GTA CAC ACC GCC CGT C Suzuki et al. (2000) 

Bacteroides-prevotella 

directo Bac303F GAA GGT CCC CCA CAT TG Bartosch et al. (2004) 

 AllBac296F GAG AGG AAG GTC CCC CAC Layton et al. (2006) 

reverso Bac708R CAA TCG GAG TTC TTC GTG Bernhard y Field (2000) 

 AllBac412R CGC TAC TTG GCT GGT TCA G Layton et al. (2006) 

sonda AllBac375Probe CCA TTG ACC AAT ATT CCT CAC TGC TGC CT Layton et al. (2006) 

Lactobacilos 

directo Lac-F AGC AGT AGG GAA TCT TCC A Walter et al. (2001) 

 Lac-F CGA TGA GTG CTA GGT GTT GGA Fu et al. (2006) 

reverso Lac-R CAC CGC TAC ACA TGG AG Heilig et al. (2002) 

 Lac-R CAA GAT GTC AAG ACC TGG TAA G Fu et al. (2006) 

sonda Lacprobe CGG CTA ACT ACG TGC CAG CAG C Skånseng et al. (2013) 

Enterobacterias 

directo Eco1457F CAT TGA CGT TAC CCG CAG AAG AAG C Bartosch et al. (2004) 

 Ent-F ATG GCT GTC GTC AGC TCG T Castillo et al. (2006) 

reverso Eco1652R CTC TAC GAG ACT CAA GCT TGC Bartosch et al. (2004) 

 Ent-R CTA CTT CTT TTG CAA CCC ACT C Han et al. (2011) 

Bifidobacterias 

directo Bif164-PC GGT GGT AAT GCC GGA TG Kok et al. (1996) 

 lm26 GAT TCT GGC TCA GGA TGA ACG C Kaufmann et al. (1997) 

 g-Bifid-F CTC CTG GAA ACG GGT GG Matsuki et al. (2002) 

 Bifido5’ GAT TCT GGC TCA GGA TGA ACG Gueimonde et al. (2004) 

 F-bifido CGC GTC YGG TGT GAA AG Delroisse et al. (2008) 

 prF21bifido CCT TAC CTG GGC TTG ACA TGT Nauta et al. (2008) 

 SB-F CGC GTC CGG TGT GAA AG Xiang et al. (2011) 

 SB-P1 AGG GCT CGT AGG CGG TTC GTC Xiang et al. (2011) 

 Bif-F TTC GGG TTG TAA ACC GCT TTT Gómez-Don̈ate et al. (2012) 

reverso Bif662-PCR CCA CCG TTA CAC CGG GAA Kok et al. (1996) 

 lm3 CGG GTG CTI CCC ACT TTC ATG Kaufmann et al. (1997) 

 g-Bifid-R GGT GTT CTT CCC GAT ATC TAC A Matsuki et al. (2002) 

 Bifido3’ CTG ATA GGA CGC GAC CCC AT Gueimonde et al. (2004) 

 Lm3-new CTR CCC ACT TTC ATG ACT Mølbak et al. (2007) 

 prR21bifido GAC GTA AGG GGC ATG ATG ATC Nauta et al. (2008) 

 R-bifido CCC CAC ATC CAG CAT CCA Delroisse et al. (2008) 

 SB-R CTT CCC GAT ATC TAC ACA TTC CA Xiang et al. (2011) 

 SB-P2 CCCCACATCCAGCATCCA Xiang et al. (2011) 

 Bif-R TAC GTA TTA CCG CGG CTG CT Gómez-Don̈ate et al. (2012) 

Continúa… 
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Tabla 3.10b (continuación).- Relación de cebadores y sondas evaluadas para la 

amplificación especifica del ARN ribosómico 16S de las bacterias totales y de las diferentes 

familias bacterianas estudiadas. 

Diana Cebador Secuencia (5’ → 3’) Referencia 

Bifidobacterias 

sonda Probe A TCG CCC CGT GTT GC Nauta et al. (2008) 

 MGB-bifido AAC AGG ATT AGA TAC CC  Delroisse et al. (2008) 

 SB-P ATT CCA CCG TTA CAC CGG GAA Xiang et al. (2011) 

 PGprobe CGC AAG TGA GTG TAC CTT Gómez-Don̈ate et al. (2012) 

Clostridios clúster I 

directo Van-I_F ACC TRG RCT TGA CAT CYC YTG 
Modificado de Van Dyke y 

McCarthy (2002) 

 CI-F1 TAC CHR AGG AGG AAG CCA C Song et al. (2004) 

 Clos-cI-F ATG CAA GTC GAG CGA KG Rinttilä et al. (2004) 

 S-Cbot-0691-S-23 GTG AAA TGC GTA GAG ATT AGG AA Le Bourhis et al. (2005) 

 Clos-I-IV_F ACA GGT GGT GCA TGG TTG TC Diseño propio 

 Clos-I_F2 AAT CAT CAT GCC CCT TAT GT Diseño propio 

reverso CI-R2 GTT CTT CCT AAT CTC TAC GCA T Song et al. (2004) 

 Clos-cI-R TAT GCG GTA TTA ATC TYC CTT T Rinttilä et al. (2004) 

 S-Clit-1338-A-22 GAT YYG CGA TTA CTA GYA ACT C Le Bourhis et al. (2005) 

 ClostIr TTC TTC CTA ATC TCT ACG CA Hung et al. (2008) 

 Clos-I_R GAG TGC TCA ACT WAA TGG TAG CA Diseño propio 

 Clos-I_R2 TTC ACC GCG ACA TKC TGA TT Diseño propio 

sonda Clos-I-IV_Sr ACA TCT CAC GAC ACG AG Diseño propio 

Clostridios clúster IV 

directo S-Clos-0561-a-17 TTA CTG GGT GTA AAG GG Van Dyke y McCarthy (2002) 

 F CCC TTC AGT GCC GCA GT Rinttilä et al. (2004) 

 sg-Clept-F GCA CAA GCA GTG GAG T Matsuki et al. (2004) 

 F_Clept 09 CCT TCC GTG CCG SAG TTA Furet et al. (2009) 

 Clep866mF TTA ACA CAA TAA GTW ATC CAC CTG G Ramirez-Farias et al. (2009) 

 Rflbr730F GGC GGC YTR CTG GGC TTT Ramirez-Farias et al. (2009) 

 Fprau 07 CCA TGA ATT GCC TTC AAA ACT GTT Sokol et al. (2009) 

 Fami_IV_F ACA ATA AGT AAT CCA CCT GG Hermann-Bank et al. (2013) 

 C_IV_F AGT ACG GCC GCA AGG TTG AAA Boets et al. (2015) 

 Clos-I-IV_F  ACA GGT GGT GCA TGG TTG TC Diseño propio 

reverso S-Clept-1129-A-17 TAG AGT GCT CTT GCG TA Van Dyke y McCarthy (2002) 

 R GTCGCAGGATGTCAAGAC Rinttilä et al. (2004) 

 sg-Clept-R CTT CCT CCG TTT TGT CAA Matsuki et al. (2004) 

 R_Clept 08 GAA TTA AAC CAC ATA CTC CAC TGC TT Furet et al. (2009) 

 Clep1240mR ACC TTC CTC CGT TTT GTC AAC Ramirez-Farias et al. (2009) 

 Fprau 02 GAG CCT CAG CGT CAG TTG GT Sokol et al. (2009) 

 C_IV_R CTG CCA TTG TAG TAC GTG TG Boets et al. (2015) 

 Clos-IV_R  CAC CTT CCT CCG TTT TGT CAA C Modificado de Matsuki et al. (2004) 

 Clos-IV_R2 [T]AGA GTG CTC TTG CGT AG 
Modificado de Van Dyke y 

McCarthy (2002) 

sonda P_Clep 01 CAC AAT AAG TAA TCC ACC Furet et al. (2009) 

 Clos-I-V_Sr     ACA TCT CAC GAC ACG AG Diseño propio 

Clostridios clúster XIV 

directo Erec-0482-S-19 CGG TAC YTG ACT AAG AAG C Franks et al. (1998) 

 g-Ccoc-F AAA TGA CGG TAC CTG ACT AA Matsuki et al. (2002) 

 
Coccoides-

Eubacterium_F 
CGG TAC CTG ACT AAG AAG C Rinttilä et al. (2004) 

 CXIV-F1 GAW GAA GTA TYT CGG TAT GT Song et al. (2004) 

 F_Ccoc 07 GAC GCC GCG TGA AGG A Furet et al. (2009) 

 RrecmF GCG GTR CGG CAA GTC TGA Ramirez-Farias et al. (2009) 

 Lachno2_F TTC GCA AGA ATG AAA CTC AAA G Newton et al. (2011) 

 C_XIV_F TGA CCG GCC ACA TTG GGA CTG Boets et al. (2015) 

 Clos-XIV_F GCA ACC CCT ATT CTT AGT AGC CAK C Diseño propio 

[] se elimina la base y en negrita se añade una base a la secuencia del cebador. Continúa… 
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Tabla 3.10c (continuación).- Relación de cebadores y sondas evaluadas para la 

amplificación especifica del ARN ribosómico 16S de las bacterias totales y de las diferentes 

familias bacterianas estudiadas. 

Diana Cebador Secuencia (5’ → 3’) Referencia 

Clostridios clúster XIV 

reverso g-Ccoc-R CTT TGA GTT TCA TTC TTG CGA A Matsuki et al. (2002) 

 S-Ccoc-1112-A-19 TGG CTA CTR DRV AYA RGG G Van Dyke y McCarthy (2002) 

 
Coccoides-

Eubacterium_R 
AGT TTY ATT CTT GCG AAC G Rinttilä et al. (2004) 

 CXIV-R2 CTA CGC WCC CTT TAC AC Song et al. (2004) 

 R_Ccoc 14 AGC CCC AGC CTT TCA CAT C Furet et al. (2009) 

 Rrec630mR CCT CCG ACA CTC TAG TMC GAC Ramirez-Farias et al. (2009) 

 Lachno2_R AAG GAA AGA TCC GGT TAA GGA TC Newton et al. (2011) 

 C_XIV_R TCA TCC CCA CCT TCC TCC AG Boets et al. (2015) 

 Clos-XIV_R TTT ACG CCA TTG TAG CAC GTG T Diseño propio 

sonda P_Erec482 CGG TAC CTG ACT AAG AAG Furet et al. (2009) 

 Lachno2_P ACC AAG TCT TGA CAT CCG Newton et al. (2011) 

 probeXIVab GTG CCA GCA GCC GCG GTA ATA CG Ji et al. (2012) 

 Clos-XIV_Sf ACG TCA AAT CAT CAT GC Diseño propio 

 

Tabla 3.11.- Relación de cebadores y sondas finalmente seleccionados para la 

amplificación de diferentes grupos bacterianos estudiados. 

Diana Cebador Secuencia (5’ → 3’) 

Fragmento 

amplificado 

(pb) 

Punto superior 

de la curva 

(bacterias/ml) 

Bacterias totales 

1 x 1011 
 BACT1369F CGG TGA ATA CGT TCC CGG 

142  PROK1492R TAC GGC TAC CTT GTT ACG ACT T 

 TM1389F (NED) CTT GTA CAC ACC GCC CGT C (MGB) 

Bacteroides 

1 x 1010 
 AllBac296F GAG AGG AAG GTC CCC CAC 

106  AllBac412R CGC TAC TTG GCT GGT TCA G 

 AllBac375Probe (FAM) CCA TTG ACC AAT ATT CCT CAC TGC TGC CT (MGB) 

Lactobacilos 

1 x 1010 
 Lac-F AGC AGT AGG GAA TCT TCC A 

337-341  Lac-R CAC CGC TAC ACA TGG AG 

 Lacprobe (FAM) CGG CTA ACT ACG TGC CAG CAG C (MGB) 

Enterobacterias 

1 x 1010  Ent-F ATG GCT GTC GTC AGC TCG T 
385 

 Ent-R CTA CTT CTT TTG CAA CCC ACT C 

Bifidobacterias 

1 x 109  F-bifido CGC GTC YGG TGT GAA AG 
127 

 g-Bifid-R GGT GTT CTT CCC GAT ATC TAC A 

Clostridios clúster I 

1 x 109  CI-F1 TAC CHR AGG AGG AAG CCA C 
230 

 ClostIr TTC TTC CTA ATC TCT ACG CA 

Clostridios clúster IV 

1 x 109  Clos-I-IV_F ACA GGT GGT GCA TGG TTG TC 
101 

 Clos-IV_R2 AGA GTG CTC TTG CGT AG 

Clostridios clúster XIV 

1 x 109  g-Ccoc-F AAA TGA CGG TAC CTG ACT AA 
102 

 CXIV-R2 CTA CGC WCC CTT TAC AC 
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3.2.3.2.- Amplificación del ADN 

 

La cuantificación de la microbiota en las heces se realizó mediante la aplicación 

de una técnica de PCR cuantitativa o PCRc. Los grupos bacterianos estudiados fueron: 

bacterias totales, lactobacilos, enterobacterias, bacteroides, bifidobacterias y clostridios 

clúster I (incluye C. perfringens), IV (incluye la familia Ruminococcaceae) y XIV 

(incluye la familia Lachnospiraceae). 

Se emplearon dos tipos de fluoróforos, Sybr Green (se une inespecíficamente a la 

doble cadena de ADN amplificada) en el caso de las enterobacterias, bifidobacterias y los 

clúster de clostridios, y sondas Taq-Man-MGB (más específica al emitir solo 

fluorescencia cuando se une al fragmento diana amplificado) para la determinación de 

bacterias totales, lactobacilos y bacteroides. 

Cada reacción de PCRc fue realizada en un volumen final de 20 μl con los 

siguientes reactivos: 8 μl de Maxima Probe qPCR Master Mix 2X (Thermo Scientific) o 

de SG qPCR Master Mix 2X (Eurx) según se utilizase sonda o Sybr Green 

respectivamente, 0,3 μl de cada cebador (10 mM), 0,12 μl de Rox diluido 1:10 (Thermo 

Scientific), 0,15 μl de la sonda Taq-Man-MGB, 9,28 o 9,13 μl de agua libre de ADNasa 

según se utilizase sonda o Sybr Green respectivamente, y 2  μl de cada muestra, punto de 

la curva o control negativo. Las muestras empleadas para la determinación de bacterias 

totales y los clúster IV y XIV de clostridios fueron diluidas previamente 1:10 en agua 

libre de ADNasa para que la fluorescencia emitida se encontrase dentro de los puntos de 

la curva utilizados. 

Cada muestra fue analizada por duplicado en diferente placa de PCRc (Brand 

781375), cuyo diseño también incluía una curva de cuantificación formada por 7 

diluciones decimales del ADN extraído de la cepa tipo específica, cuyo punto superior se 

muestra en la Tabla XXXX, así como un control negativo, todo ello por duplicado.  Una 

vez rellenadas las placas se sellaron con film trasparente especial para PCRc (Brand 

781391). Aquellas muestras con una desviación entre las dos réplicas superior a un 5 % 

en base logarítmica fueron analizadas de nuevo. 

Las PCRc se realizaron en un equipo 7500 Real-time PCR System (Applied 

Biosystems) equipado con el programa 7500 System SDS software versión 1.4.0.21. Las 

condiciones de amplificación del ADN fueron 95 ºC durante 10 min, 40 ciclos de 95 ºC 

15 s y 60 ºC 1 min, y, en el caso de las cuantificaciones con Sybr Green se añadió al 

finalizar una curva de disociación para determinar la especificad de la amplificación. 

 

3.2.4.- Análisis estadístico 
 

Para cada grupo bacteriano se obtuvo el valor absoluto de la cuantificación, el 

logaritmo de esta cantidad y su proporción con respecto a las bacterias totales 

cuantificadas para cada muestra así como las desviaciones obtenidas entre las dos réplicas 

realizadas. 
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Se obtuvo un índice, que hemos denominado Índice de Salud Intestinal (ISI), que 

es una relación entre tres grupos de bacterias presentes en la microbiota digestiva de los 

cerdos basado en el descrito por Muralidhara y colaboradores (1977). Los lactobacilos y 

bifidobacterias serían considerados bacterias beneficiosas para el cerdo mientras que el 

grupo de las enterobacterias están más asociadas a procesos de disbiosis en los animales, 

es decir, potencialmente patógenas. 

ISI= 
% 𝑙𝑎𝑐𝑡𝑜𝑏𝑎𝑐𝑖𝑙𝑜𝑠 + % 𝑏𝑖𝑓𝑖𝑑𝑜𝑏𝑎𝑐𝑡𝑒𝑟𝑖𝑎𝑠

% 𝑒𝑛𝑡𝑒𝑟𝑜𝑏𝑎𝑐𝑡𝑒𝑟𝑖𝑎𝑠
 

 

El análisis estadístico se realizó con el paquete estadístico SPSS Statistics versión 

24 (IBM). En los estudios de disbiosis, en los cuales no se habían aplicado tratamientos, 

se realizó una comparación de los valores de recuentos expresados exponencialmente o 

de las proporciones de cada grupo bacteriano con respecto a las bacterias totales mediante 

un análisis no paramétrico para k muestras independientes por Kruskal-Wallis con un 

intervalo de confianza del 95 %. En cambio, en los estudios en los cuales se introdujo un 

tratamiento para modificar la microbiota se realizó una comparación de los valores de 

recuentos expresados como logaritmos o de las proporciones de cada grupo bacteriano 

con respecto a las bacterias totales mediante un ANCOVA, empleando como covariable 

los valores obtenidos a tiempo 1 para la variable evaluada. En ambos análisis, las 

diferencias se consideraron significativas para p < 0,05. 

 

3.3.- Secuenciación masiva mediante amplificación del gen que 

codifica para el ARNr 16S 
 

 Como se ha mencionado anteriormente, la secuenciación masiva del gen que 

codifica para el ARNr 16S es la técnica de referencia o gold standard para el estudio de 

la filogenia de la microbiota presente en el tracto gastrointestinal. Por este motivo, se ha 

realizado una comparación entre los resultados obtenidos mediante las amplificaciones 

por PCRc y las obtenidas por la secuencia masiva de este gen. 

 

3.3.1.- Preparación de las muestras 
 

Debido al coste del análisis de las muestras mediante esta técnica de secuenciación 

masiva se optó por seleccionar dos experimentos para realizar esta comparación, tal como 

se ha descrito en el apartado 3.1.1. Además, el número de muestras se redujo de 8 a 5 por 

cada punto de muestreo y tratamiento. La selección de estas muestras no se realizó de 

forma aleatoria, sino que se tuvo en cuenta la cantidad de ADN necesaria para realizar 

esta técnica (5 ng/μl) y, por ello, se descartaron aquellas muestras que tenían una 

concentración inferior a este límite en alguno de los muestreos. 

Además, al ser necesaria una cuantificación más precisa del ADN presente en las 

extracciones realizadas, se realizó la determinación de dicha cantidad mediante la lectura 
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de fluorescencia emitida por la muestra al añadirle una enzima y sustrato (Qubit dsDNA 

HS Assay Kit) mediante un Qubit® 3.0 Fluorometer (Thermo Scientific). 

 

3.3.2.- Preparación de la biblioteca 16S 
 

Las muestras fueron procesadas en el laboratorio del Dr. Paul Cotter en el Teagasc 

de Fermoy (Irlanda), siguiendo las indicaciones Illumina (2013) con algunas 

modificaciones. Se realizó la secuenciación de las regiones hipervariables V3 y V4 del 

gen que codifica para el ARNr 16S. La amplificación de estas dos regiones origina un 

fragmento amplificado de un tamaño aproximado de 460 pb mediante el uso de cebadores 

con adaptador. El cebador directo consta del adaptador (cursiva) y una parte de la región 

V3 (5’-TCGTCGGCAGCGTCAGATGTGTATAAGAGACAGCCTACGGGNGGCWGC 

AG-3’) mientras que cebador reverso consta de adaptador (cursiva) y una parte de la 

región V4 (5’-GTCTCGTGGGCTCGGAGATGTGTATAAGAGACAGGACTACHVGGG 

TATCTAATCC-3’). 

El primer paso es la amplificación del fragmento V3-V4, ajustando para ello el 

ADN molde empleado a 25 ng en vez de a 5 μl como consta en el protocolo y ajustando 

el volumen final de la reacción a 50 μl con agua. Además, se incrementó el número de 

ciclos de la PCR subsiguiente a 30, en lugar de 25. Una vez realizada esta amplificación 

se verificó el tamaño del fragmento al cargar 5 μl de la reacción en un gel de agarosa al 

1,5 % y tras 30 min a 100 V se observó un fragmento de aproximadamente 550 pb 

(fragmento amplificado más adaptadores). 

El siguiente paso es la limpieza de este fragmento amplificado mediante el empleo 

de 36 μl de AMPure XP Beads (Beckman Coulter) por cada muestra. Tras la precipitación 

magnética, se eliminaron las impurezas y se lavó el ADN-perlas con 180 μl de etanol al 

80 % dos veces. A continuación, se eliminó el etanol y los restos se dejaron evaporar 

durante 5 min. Se retiró el campo magnético y se añadieron 52,5 μl de Tris 10 mM 

(pH 8,5), incubando durante 5 min para que se produzca la liberación del ADN de las 

perlas. Por último, se vuelve a precipitar magnéticamente y se recogen 50 μl de 

sobrenadante para su uso posterior. 

A continuación, se realizó una nueva PCR para añadir los índices del kit Nextera 

XT Index Kit, siguiendo el protocolo descrito por el fabricante (Illumina). A cada muestra 

se le añadió una combinación distinta de cebador-índice directo y reverso, de forma que 

una vez realizada la secuenciación masiva se pudieran asignar las lecturas obtenidas a 

cada muestra. 

Se realizó una segunda limpieza con 56 μl de AMPure XP Beads y se obtuvieron 

25 μl de ADN resuspendido en Tris 10 mM (pH 8,5). Tras esta limpieza se realizó otra 

comprobación en gel de agarosa, esperando un tamaño de los fragmentos amplificados de 

aproximadamente 630 pb. 

El siguiente paso fue una nueva cuantificación del ADN para poder realizar una 

normalización del mismo. Esta nueva cuantificación se realizó empleando los mismos 

reactivos descritos en la preparación de las muestras para la secuenciación masiva, aunque 
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se empleó un Qubit® 2.0 Fluorometer. La concentración obtenida, expresada en ng/μl, se 

dividió entre el tamaño promedio del fragmento multiplicado por 660 g/mol y, todo ello, 

se multiplicó por 106 para obtener la concentración expresada en nM. 

Todas las muestras fueron normalizadas a 20 nM y, de cada una, se cogieron 5 μl 

para realizar una mezcla o pool por cada experimento. Se tomaron 4 μl de esta mezcla 

para realizar una PCRc con 4 μl de agua y 12 μl de una mezcla formada por Kapa Sybr 

Fast Master Mix (2X) y Library Quantification Primer Premix (10X) (Kapa Biosystems) 

en proporción 5:1. La curva de cuantificación se realizó con 6 puntos, con diluciones 

decimales de concentración conocida. La amplificación se realizó en un LightCycler 480 

II (Roche Diagnostics) con el siguiente programa: desnaturalización a 95 ºC durante 

5 min y amplificación durante 35 ciclos a 95 ºC 30 s y 60 ºC 45 s. 

A continuación, se comprobó el tamaño de los fragmentos amplificados de la 

mezcla mediante el empleo de un chip en un Agilent 2100 Bioanalyzer (Agilent 

Technologies), realizando la lectura por duplicado. Este paso permite conocer con mayor 

exactitud el tamaño medio de los fragmentos amplificados y la posible degradación de 

los mismos. Con la combinación de la PCRc y la comprobación del tamaño se obtiene 

una concentración de ADN de la mezcla de las muestras más exacta. 

 

3.3.3.- Secuenciación 
 

Se realizó una secuenciación de extremos apareados (paired-end) de 250 pb en un 

equipo MiSeq (Illumina). La salida de los resultados se realizó en formato Fastaq y el 

número de ciclos fue de 502 (2 x 251, este ciclo adicional es necesario para corregir el 

efecto de la hebra retrasada y hebra adelantada, phasing - prephasing). 

Previamente a la secuenciación la mezcla de muestras se ajustó a una 

concentración de 4 nM y se desnaturalizó con una solución de NaOH 0,2 N en proporción 

1:1. Tras una incubación de 5 min a temperatura ambiente se diluyó 1:100 en el tampón 

de hibridación y, a continuación, se realizó otra dilución 1:5 para tener una concentración 

final de 4 pM. Finalmente, se mezclaron 480 μl del ADN y 120 μl del control PhiX a la 

misma concentración y estos 600 μl son los que se cargaron para realizar la lectura de la 

secuenciación. 

 

3.3.4.- Procesamiento de las secuencias 
 

De cada muestra analizada mediante el equipo MiSeq se obtuvo un archivo en 

formato FASTQ donde consta la secuencia de bases de cada fragmento amplificado de la 

región V3-V4 así como la calidad de dicha secuencia. 

En primer lugar se realizó una evaluación de la calidad de las secuencias con el 

programa FastQC (v. 0.11.5) (Andrews 2016), observando la calidad de la secuencia por 

base, el contenido de cada nucleótido por secuencia (incluido el contenido GC y de 

nucleótidos sin base asignada), la longitud de las secuencias o el contenido de adaptadores 

entre otros parámetros.  
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A continuación se realizó el procesamiento de las secuencias propiamente dicho 

así como el análisis de los resultados mediante el protocolo basado en el software Qiime 

v. 1.9 (Caporaso et al., 2010) empleado en el laboratorio del Teagasc. 

 En primer lugar se realizó la limpieza por calidad y longitud de las secuencias 

amplificadas mediante el programa Prinseq-lite (v. 0.20.4) (Schmieder y Edwards, 2011) 

con los siguientes parámetros: longitud mínima de 50 bases, la ausencia de bases sin 

asignar y una calidad mínima media de 20 en el extremo 3’ para una ventana de 

20 nucleótidos.  

A continuación se unieron la secuencia directa y reversa con un solapamiento 

mínimo de 30 bases y un porcentaje máximo de diferencias del 25 % con el programa 

FLASH (v. 1.2.7) (Magoč y Salzberg, 2011). Todas estas secuencias unidas se 

concatenaron en un único archivo en el cual se cambiaron las cabeceras para que fueran 

reconocidas por el siguiente programa. 

Se empleó el paquete USEARCH v. 7 (Edgar 2010) para calcular la abundancia de 

secuencia idénticas (continuando en el análisis como si fuera solo una), la eliminación de 

las secuencias únicas y de las secuencias quimera (base de datos basada en la del Broad 

Institute) y la agrupación de los OTU con un 97 % de identidad. 

El siguiente paso fue el alineamiento de los OTU (Caporaso et al., 2010), el 

filtrado del mismo y la creación del árbol de filogenia para poder realizar la asignación 

de la taxonomía mediante el uso de la versión 123 de la base de datos SILVA (Quast et 

al., 2013). 

3.3.5.- Análisis de los resultados 
 

Tras el procesamiento de las secuencias se realizó el análisis de diversidad alfa 

(dentro de la misma muestra), mediante la determinación de los índices Chao1, Shannon, 

Simpson y el número de especies observadas en cada muestra, y la diversidad beta (entre 

las diferentes muestras), mediante un análisis de coordenadas principales (PCoA) a partir 

del índice de Bray-Curtis y de las distancias filogenéticas ponderadas o no calculadas por 

Unifrac (Lozupone y Knight, 2005), representando las muestras tridimensionalmente 

mediante el software EMPeror (Vázquez-Baeza et al., 2013) incluido en Qiime. 

Finalmente, se analizaron las diferencias existentes a nivel de género, familia y 

filo para las muestras de animales sometidos a diferentes tratamientos y en los tres 

muestreos realizados. Para ello, se realizó un análisis no paramétrico mediante Kruskal-

Wallis al que se le aplicaron dos correcciones para comparaciones múltiples, la  

corrección de FDR de Benjamini-Hochberg y la de Bonferroni (la más estricta de las dos). 

La representación de la identificación de las secuencias se realizó con los paquetes 

paquetes phyloseq (McMurdie y Holmes, 2013) y ggplot2 (Wickham, 2009) para R (v. 

3.5.1 para Ubuntu). 
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3.4.- Determinación de lactoferrina en las heces 
 

3.4.1.- Obtención y purificación de lactoferrina porcina 
 

La lactoferrina es una glicoproteína asociada a procesos inflamatorios, como se 

ha mencionado con anterioridad, presente en la leche y en el calostro de las cerdas. Para 

su obtención se ordeñaron manualmente 5 cerdas tras la administración de 5 UI de 

oxitocina. Todas las muestras de calostro obtenidas se conservaron en refrigeración hasta 

su procesado. Inicialmente se desnataron a 2.500 g durante 30 min a 4 ºC y, tras la 

eliminación de la grasa, se congelaron a -20 ºC hasta su posterior envió al Departamento 

de Producción Animal y Ciencia de los Alimentos de la Universidad de Zaragoza, donde 

se realizó la purificación de la proteína y la obtención del suero policlonal por parte del 

grupo de investigación dirigido por la Dra. Lourdes Sánchez. 

La lactoferrina fue purificada a partir de calostro desnatado mediante el protocolo 

descrito por Conesa y colaboradores (2008). Las muestras se diluyeron 1:1 con tampón 

NaH2PO4 0,04 M (pH 7,4) suplementado con NaCl 0,8 M y Tween 20 0,04 % y se 

incubaron con SP-Sepharose durante toda la noche a 4 ºC. A continuación, se lavó con 

tampón NaH2PO4 0,02 M (pH 7,4) suplementado con NaCl 0,4 M y Tween 20 0,02 %. 

Después se eluyó con un tampón NaH2PO4 0,02 M (pH 7,4) suplementado con NaCl 1 M 

y, finalmente, se dializó frente a PBS. 

La pureza de la lactoferrina porcina obtenida fue comprobada mediante SDS-

PAGE con un 10 % de poliacrilamida, tiñéndose las proteínas con tinción PAS y azul de 

Coomassie y observándose una banda principal a un tamaño aproximado de 78 kDa y una 

pureza superior al 90 %. A continuación, se esterilizó mediante un filtro de baja unión a 

proteínas de 0,22 μm y se cuantificó mediante el método de BCA. 

 

3.4.2.- Obtención de los anticuerpos 
 

Se preparó un suero policlonal en conejo siguiendo el procedimiento descrito por 

Sánchez y colaboradores (1992) con algunas modificaciones. Se preparó un inoculó 

constituido por 0,5 ml de la solución de lactoferrina porcina a una concentración de 2 

mg/ml y el mismo volumen del adyuvante completo de Freund (Sigma), administrando 1 

ml intradérmicamente, en pequeñas cantidades y en diferentes puntos de la espalda del 

conejo. Al mes, se volvió a realizar la inoculación del mismo volumen, pero empleando 

en este caso el adyuvante incompleto de Freund. A los 10 días de la segunda inoculación 

se realizó la primera extracción de sangre para comprobar el éxito de la inmunización 

mediante un ELISA indirecto. Tras la obtención de una reacción positiva, se llevó a cabo 

una nueva extracción de sangre de la vena auricular y se continuó con el protocolo de 

inmunización, reinoculando el antígeno cada 15 días y realizando extracciones de sangre 

seriadas para obtener el suero policlonal. 
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Por otro lado, se produjeron anticuerpos monoclonales frente a la lactoferrina 

porcina mediante la inmunización de ratones BALB/c y fusión con células Sp2/0 

(mieloma), en la empresa Abyntek Biopharma (Derio, Vizcaya).  

Tras la obtención, se seleccionaron 5 sobrenadantes que fueron valorados 

mediante un ELISA indirecto, tapizando con 100 ng/pocillo de lactoferrina porcina y 

usando un anticuerpo producido en cabra anti-IgG de ratón marcado con peroxidasa 

(KPL). En base a los resultados obtenidos por ELISA y por SDS-PAGE, se seleccionó 

uno de los hibridomas, purificándose el anticuerpo monoclonal producido mediante 

HPLC y conjugándolo con peroxidasa de rábano picante. Abyntek Biopharma suministró 

este anticuerpo conjugado a una concentración de 0,588 mg/ml. 

 

3.4.3.- ELISA sándwich 
 

Se probaron varios diseños de ELISA con diferentes combinaciones de tapizado 

y revelado con los anticuerpos procedentes del suero policlonal de conejo y los 

anticuerpos monoclonales incluyendo el anticuerpo monoclonal marcado con peroxidasa.  

El diseño final consistió en el tapizado de microplacas de poliestireno (Costar) 

con el suero policlonal de conejo a una concentración 1:1000 en tampón carbonato 0,1 M 

(pH 9,6) durante toda la noche a 4 ºC (100 μl/pocillo). Posteriormente, se realizaron tres 

lavados con PBST y se pos-tapizaron las placas con PBS suplementado con 1 % de 

albúmina sérica bovina (Sigma), incubándose a 37 ºC durante una hora. A continuación, 

se lavaron tres veces con PBST y se añadió 100 μl/pocillo de las muestras, bien 

lactoferrina purificada o bien las muestras de heces preparadas como se describe en el 

siguiente apartado. Después de una incubación de 1 hora a 37 ºC se realizó un nuevo 

proceso de lavado, idéntico al del paso anterior, y se añadieron 100 μl/pocillo del 

anticuerpo monoclonal marcado con peroxidasa. Tras una nueva incubación en las 

mismas condiciones, se realizaron 6 nuevos lavados con PBST y se añadieron 

100 μl/pocillo del sustrato (TMB Microwell Peroxidase Substrate System, KPL). 

Finalmente se paró la reacción con ácido sulfúrico 0,5 M (Sigma) y se leyeron las 

microplacas a 450 nm usando un espectrofotómetro (Titertek Multiskan Plus MK II). 

 

3.4.4.- Cuantificación de la lactoferrina en heces 
 

Las muestras de heces fueron diluidas 1:10 (2 g de heces en 18 ml de PBS) y 

homogeneizadas  en un Stomacher 400 (Seward) a máxima velocidad durante 5 minutos. 

A continuación, se centrifugaron a 10.000 g durante 10 min y se conservó el sobrenadante 

a -20 ºC hasta su posterior uso. 

En cada microplaca de ELISA se añadieron como muestras problema una dilución 

1:10 de la dilución de heces conservadas en congelación (concentración final 1:100) así 

como una curva de lactoferrina porcina purificada realizada mediante diluciones 

decimales con concentraciones desde 1 μg/ml a 1 ng/ml y un control negativo sin 

lactoferrina. 
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La especificidad del ELISA desarrollado se determinó mediante la valoración de 

la reacción producida cuanto se sustituyó la lactoferrina porcina por otra de procedencia 

bovina (Tatua Nutritionals Company). Se comprobó que la absorbancia obtenida tras la 

incubación con 10 mg/g de lactoferrina bovina era equivalente a la de una concentración 

de  lactoferrina  porcina de entre  0,1 y 1 μg/g,  lo que indica que el ELISA desarrollado 

es 10.000 veces más sensible a la lactoferrina porcina que aquella de procedencia bovina. 
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4.- Resultados 
 

4.1.- Puesta a punto de las técnicas de PCRc 
 

 4.1.1.- Extracción del ADN 
 

La comparación entre dos kit comerciales para la extracción de ADN se llevó a 

cabo a partir de las muestras de heces considerando tanto la cantidad y calidad del ADN 

extraído como el coste económico de la extracción con cada uno de ellos (Figuras 4.1, 4.2 

y 4.3).  

   

Figuras 4.1-3.- Concentración de ADN extraído mediante los dos kit comerciales 

valorados y calidad del mismo determinada mediante la relación de la absorbancia a 230, 260 y 

280 nm. Los asteriscos indican diferencias estadísticamente significativas (* p < 0,05). 

La comparación estadística de las diferencias mediante la prueba de Mann-

Whitney-Wilcoxon determinó que la cantidad de ADN extraído por el kit 

GeneMATRIX® STOOL DNA Purification (EURx) fue significativamente superior 

(p = 0,015) a la obtenida mediante el kit QIAamp® DNA Stool Mini (Qiagen), siendo la 

cantidad extraída por este último kit prácticamente una quinta parte de la extraída con el 

kit de EURx. 

En cuanto a la calidad de la extracción, no se observaron diferencias en la relación 

entre la absorbancia a 260 y 280 nm entre los dos kits de extracción evaluados (p = 0,180) 

aunque sí se observaron en la relación entre la absorbancia a 260 y 230 nm (p = 0,002). 

La cantidad de sales presentes en las muestras extraídas mediante el kit de Qiagen fue 

proporcionalmente superior con respecto a la cantidad de ADN, lo que podría interferir 

con la enzima polimerasa empleada para las PCRc posteriores. 

En lo que respecta al coste, existen diferencias importantes; EURx tiene un precio 

por reacción 2,5 veces inferior al de Qiagen. Además, el procedimiento y el tiempo 

necesario para realizar la extracción son bastante similares entre los dos kit evaluados. 

Teniendo en cuenta estos resultados, se decidió seleccionar el test EURx para la 

extracción del ADN de las muestras de heces. 
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 4.1.2.- Curvas de cuantificación de las poblaciones bacterianas 
 

Las suspensiones empleadas para la obtención de las curvas de cuantificación de 

las diferentes poblaciones bacterianas fueron inicialmente caracterizadas mediante 

recuento en cámara de Neubauer previa y posteriormente al ajuste de la concentración 

reflejada en la Tabla 3.11.  

 

 4.1.3.- Amplificación del ADN 
 

La cuantificación de la microbiota en las heces se realizó mediante la aplicación 

de una PCRc para los grupos bacterianos: bacterias totales, lactobacilos, enterobacterias, 

bacteroides, bifidobacterias y clostridios clúster I, IV y XIV (incluye los subclúster XIVa 

y XIV b). 

En primer lugar se realizó una validación de los cebadores seleccionados (Tabla 

3.11) para comprobar que la amplificación fuera específica de los grupos estudiados, 

valorando todas las PCRc desarrolladas con las cepas bacterianas descritas en la Tabla 

4.1. 

Tabla 4.1.- Validación de los cebadores basados en el ARNr 16S para el análisis por PCRc 

de la microbiota digestiva. 

Cepa bacteriana BT Bact Lact Ent Bif cI cIV cXIV 

B. coprosuis DSM 18011 + + – – – – – – 

Bacteroides gallinarum DSM 18171 + + – – – – – – 

Prevotella bryantii DSM 11371 + + – – – – – – 

L. plantarum CECT 748 + – + – – – – – 

Lactobacillus delbrueckii CECT 4005 + – + – – – – – 

Lactobacillus reuteri CEI 69 + – + – – – – – 

E. coli ATCC 11775 + – – + – – – – 

E. coli CECT 434 + – – + – – – – 

Salmonella enterica Typhimurium CECT 443 + – – + – – – – 

B. bifidum CECT 870 + – – – + – – – 

B. gallicum CECT 5778 + – – – + – – – 

C. perfringens CECT 376 + – – – – + – – 

C. perfringens CECT 820 + – – – – + – – 

Clostridium sporogenes ACCT 19404 + – – – – + – – 

C. leptum DSM 753 + – – – – – + – 

Faecalibacterium prausnitzii DSM 17677 + – – – – – + – 

B. coccoides DSM 935 + – – – – – – + 

Eubacterium rectale DSM 17629 + – – – – – – + 

Clostridium herbivorans DSM 14428 + – – – – – – + 

Clostridium lactatifermentans DSM 14214 + – – – – – – + 

Clostridium colinum DSM 6011 + – – – – – – + 

Clostridioides difficile CECT 531 + – – – – – – – 

C. difficile CEI Cd1 + – – – – – – – 

CEI: Colección de Enfermedades Infecciosas de la Universidad de León. +: reacción 

específica con menos de 1 Ct de desviación ; –: ausencia de reacción, inferior al límite de 

detección o reaccíon inespecífica. 
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A continuación se comprobó la eficiencia de cada una de las reacciones: bacterias 

totales 95,49 ± 4,68; bacteroides 95,04 ± 5,17; lactobacilos 87,45 ± 7,03; enterobacterias 

85,47 ± 4,25; bifidobacterias 92,59 ± 8,76; clostridios clúster I 81,34 ± 4,06; clostridios 

clúster IV 90,23 ± 2,50; y clostridios clúster XIV 94,58 ± 4,23. 

El límite de detección fue: bacterias totales 4,65E+05 ± 6,12E+05; bacteroides 

1,12E+05 ± 2,52E+05; lactobacilos 1,08E+03 ± 2,21E+03; enterobacterias 1,79E+04 ± 

4,90E+04; bifidobacterias 1,35E+04 ± 1,46E+04; clostridios clúster I 7,41E+03 ± 

1,66E+04; clostridios clúster IV 4,55E+03 ± 6,27E+03; y clostridios clúster XIV 

6,77E+04 ± 5,09E+04. 

 

4.2.- Comparación entre la secuenciación masiva y las PCRc para la 

caracterización de la microbiota digestiva 
 

 Para conocer la relación entre los resultados obtenidos con las PCRc desarrolladas 

para estudiar la microbiota intestinal de los cerdos y los de la secuenciación masiva, 

técnica de referencia, se analizaron dos de los estudios en los cuales se modificó la dieta 

de los lechones, uno de ellos durante la lactación y otro durante la transición. 

  

4.2.1.- Determinación de la microbiota durante la lactación 
 

 En el primero de los estudios realizados durante la lactación de los lechones se 

incorporó un lactorremplazante sin reconstituir del día 3 al 12 de vida de los lechones del 

grupo experimental (estudio de comparación 1). De cada camada se envió un pool de 

heces en tres muestreos. 

 

4.2.1.1.- Extracción del ADN  

 

Se comprobó la cantidad y calidad de la extracción mediante la medida de la 

absorbancia a 260, 230 y 280 nm. La relación entre el ADN y las proteínas (260/280) fue 

de 2,01 ± 0,24 mientras que la relación de la absorbancia medida a 260 y 230 fue 

ligeramente peor, de 1,71 ± 0,57. Además, las muestras analizadas mediante 

secuenciación masiva fueron valoradas mediante una reacción enzimática que fue leída 

con el Qubit® (Figura 4.4). 

 

 

Figura 4.4.- Comparación de la cantidad de 

ADN en las muestras evaluadas mediante Nanodrop y 

Qubit en el estudio de comparación 2.  
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4.2.1.2.- Cuantificación de la microbiota mediante PCRc  
 

Se realizó un estudio longitudinal con los recuentos obtenidos de las poblaciones 

bacterianas analizadas a lo largo del estudio, tomando las muestras de ambos grupos 

experimentales, testigo y tratamiento, para analizar la evolución de la microbiota a lo 

largo de los tres muestreos realizados en el experimento (tras la toma del calostro, a mitad 

de lactación  y 7 días posdestete). Los resultados más destacados se describen a 

continuación. 

Como se puede apreciar en la Figura 4.5, las bacterias totales se incrementaron 

significativamente entre el primer y segundo muestreo (p = 0,008), permaneciendo más 

o menos estables hasta el último muestreo. No se observaron diferencias significativas en 

las poblaciones de bacteroides-Prevotella ni de bifidobacterias a lo largo del estudio. Las 

poblaciones de lactobacilos y enterobacterias fueron inferiores en el último muestreo con 

respecto al primer (p < 0,001 para ambas poblaciones) y segundo muestreo (p = 0,003 y 

p < 0,001, respectivamente). Por último, se observaron cambios en las poblaciones de 

clostridios; el clúster I disminuyó entre el primer y segundo muestreo (p < 0,001), 

incrementándose en el tercer muestreo (p = 0,005), mientras que el clúster IV y XIV 

tuvieron un comportamiento inverso, incrementándose durante los dos primeros 

muestreos (p = 0,002 y p = 0,019, respectivamente) y disminuyendo a continuación 

(p = 0,039 para el clúster XIV). 

 

Figura 4.5.- Composición de la microbiota digestiva determinada mediante PCRc a lo 

largo de los muestreos realizados: tras la toma del calostro (tiempo 1), a mitad de lactación 

(tiempo 2)  y 7 días posdestete (tiempo 3) en el estudio de comparación 1. Los asteriscos y letras 

indican diferencias estadísticamente significativas (* p < 0,05: comparación tiempo 1-2-3; a: 

comparación tiempo 1-2; b: comparación tiempo 2-3; c: comparación tiempo 1-3).  

En cuanto a la proporción de las poblaciones bacterianas analizadas se observaron 

diferencias significativas en el porcentaje de lactobacilos, enterobacterias y los tres clúster 

de clostridios (Figura 4.6). El porcentaje de lactobacilos se redujo progresivamente a lo 

largo del estudio, siendo esta diferencia significativa entre los tiempos 2 y 3 (p < 0,001) 
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y entre los tiempos 1 y 3 (p < 0,001). La proporción de enterobacterias también se redujo 

a lo largo del estudio: p = 0,026 entre los dos primeros muestreos y p < 0,001 entre los 

dos últimos. En el caso de los clostridios del clúster I, su proporción disminuyó entre los 

dos primeros muestreos (p < 0,001) y se incrementó entre el segundo y tercer muestreo 

(p < 0,001). La proporción de clostridios del clúster IV y XIV se incrementó entre el 

primer y segundo muestreo (p < 0,001). También se comprobó que, aunque el porcentaje 

de bacteroides no presentó diferencias en el análisis global, existió un incremento 

significativo de este grupo entre el segundo y tercer muestreo (p = 0,032). 

 

   

   

Figura 4.6.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas analizadas 

mediante PCRc en los lechones del estudio de comparación 1 y a lo largo del periodo de 

seguimiento (* diferencias significativas p <0,05): tiempo 1 (tras la toma del calostro), tiempo 2 

(a mitad de lactación) y tiempo 3 (a los 7 días posdestete). 

 

Por último, el Índice de Salud Intestinal calculado fue superior en el tercer 

muestreo con respecto a los datos obtenidos en el primer y segundo muestreo (p < 0,001 

y p < 0,001, respectivamente) (Figura 4.7). 
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Figura 4.7.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) a lo largo del estudio: tras la 

toma del calostro (tiempo 1), a mitad de lactación (tiempo 2)  y 7 días posdestete (tiempo 3) 

(* diferencias significativas p <0,05). 

 

En la comparación de los resultados obtenidos para los dos grupos experimentales 

a la mitad de la lactación (tiempo 2) teniendo en cuenta los resultados obtenidos tras la 

toma del calostro (tiempo 1), no se observaron diferencias significativas entre los grupos 

testigo y experimental empleando ANCOVA (Figuras 4.8 y 4.9).  

 

 

Figura 4.8.- Comparación de la composición de la microbiota digestiva a la mitad de la 

lactación  (tiempo 2) en los lechones del grupo testigo y del grupo experimental durante el estudio 

de comparación 1. 
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Figura 4.9.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas analizadas de los 

lechones del grupo testigo (1) y del grupo experimental (2) durante el muestreo realizado a mitad 

de lactación (tiempo 2) durante el estudio de comparación 1. 

 

Por último, el Índice de Salud Intestinal calculado en el segundo muestreo para 

los dos grupos de animales no mostró diferencias significativas (p = 0,696) (Figura 4.10). 

 

Figura 4.10.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) obtenido para los dos grupos 

de animales, testigo y experimental, a mitad de lactación (tiempo 2) durante el estudio de 

comparación 1. 

 

En la comparación de los resultados obtenidos para los dos grupos experimentales 

a los 7 días posdestete (tiempo 3), teniendo en cuenta los resultados obtenidos tras la toma 

del calostro (tiempo 1) mediante un ANCOVA, no se observaron diferencias 

significativas entre los grupo testigo y experimental (Figuras 4.11 y 4.12). 
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Figura 4.11.- Comparación de la composición de la microbiota digestiva al día 7 tras el 

destete (tiempo 3) en los lechones del grupo testigo y del grupo experimental durante el estudio 

de comparación 1. 

 

   

 

 

 

 

Figura 4.12.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas analizadas de 

los lechones del grupo testigo (1) y del grupo experimental (2) durante el muestreo realizado a 

los 7 días pos-destete (tiempo 3) durante el estudio de comparación 1.  

 

Por último, el Índice de Salud Intestinal calculado en el tercer muestreo para los 

dos grupos de animales tampoco mostró diferencias significativas entre los dos grupos de 

tratamiento (p = 0,9236) (Figura 4.13). 
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Figura 4.13.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) obtenido para los dos grupos 

de animales, testigo y experimental, en el muestreo realizado a los 7 días pos-destete (tiempo 3) 

durante el estudio de comparación 1.  
 

4.2.1.3.- Secuenciación masiva mediante amplificación del gen que codifica 

para el ARNr 16S  
 

En primer lugar se analizó la diversidad alfa de cada muestra a lo largo del estudio 

a través de 4 índices (Figura 4.14). Todos los índices se incrementaron significativamente 

a lo largo del estudio (p < 0,001), tanto en la comparación entre el muestreo realizado tras 

la toma del calostro (tiempo 1) y la mitad de la lactación (tiempo 2), como entre el 

segundo muestreo y el final (7 días pos-destete). 

 

 

  

Figura 4.14.- Variaciones en la diversidad alfa en la microbiota digestiva determinada por 

secuenciación masiva en los tres muestreos realizados a lo largo del estudio de comparación 1 

medida a través de 4 índices: Chao1, Simpson, Shannon y el número de OTU observados. Los 

asteriscos indican diferencias significativas (* p <0,05). 
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 Cuando la comparación de estos índices de diversidad alfa se realizó entre los dos 

tratamientos que recibieron los animales en cada muestreo realizado apenas se 

encontraron diferencias (Figura 4.15). Solo se observaron diferencias entre los dos grupos 

experimentales del estudio, testigo y tratamiento, en el primer muestreo realizado para el 

índice de Simpson (p = 0,008) y el índice de Shannon (p = 0,032), que fueron superiores 

en los animales que recibieron el lactoreemplazante con respecto a aquellos que no lo 

recibieron. También presentaron un mayor índice de Shannon los animales del grupo 

experimental con respecto al grupo testigo en el último muestreo, aunque no se alcanzó 

la significación estadística (p = 0,151). 

 

 

 
 

Figura 4.15.- Variaciones en la diversidad alfa de la microbiota digestiva determinada por 

secuenciación masiva en los dos grupos experimentales y a lo largo del estudio de comparación 

1 medida a través de 4 índices: Chao1, Simpson, Shannon y el número de OTU observados. Los 

asteriscos indican diferencias significativas (* p <0,05). 
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Figura 4.16.- Variaciones en la diversidad beta de la microbiota digestiva determinada 

por secuenciación masiva en los dos grupos experimentales y a lo largo del estudio de 

comparación 1 calculadas mediante el índice de Bray-Curtis y las distancias filogenéticas 

calculadas por Unifrac (ponderadas y no ponderadas). 

 

En cuanto al análisis de la diversidad beta se observó que las muestras se agrupan 

entre ellas, en base al muestreo al que pertenecen según el índice de Bray-Curtis o las 

distancias no ponderadas por Unifrac. En cambio, con las distancias ponderadas, las 

muestras tomadas tras la toma del calostro (tiempo 1) y a mitad de lactación (tiempo 2) 

se entremezclan entre ellas. Por otro lado, teniendo en cuenta las muestras separadas por 

grupo experimental, éstas no se separan claramente unas de otras, independientemente de 

método empleado para calcular la diversidad beta (Figura 4.16).    

La distribución de los filos detectados en las muestras del estudio de comparación 

1 (lactación) se muestra en la Figura 4.17. De forma mayoritaria, las secuencias 

analizadas pertenecieron al filo Firmicutes (52 %) y al Bacteroidetes (32 %). En menor 

proporción nos encontramos con los filos Proteobacteria (8 %), Fusobacteria (4 %), 

Spirochaetae (1 %), Actinobacteria (1 %) o Synergistetes (1 %). 
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Figura 4.17.- Distribución de los filos identificados en base al número de secuencias 

asignadas a cada taxón para el total de las muestras procesadas mediante secuenciación masiva 

en el estudio de comparación 1. 

 

En el análisis estadístico no paramétrico realizado a nivel de filo se observaron 

diferencias significativas a lo largo de los muestreos realizados mientras que en las 

comparaciones realizadas entre los dos grupos de animales, testigo y experimental, 

apenas hubo diferencias.  

Los filos Firmicutes, Bacteroidetes y Acidobacteria no presentaron diferencias 

entre los tres muestreos realizados mientras que el filo Fusobacteria disminuyó (11,41, 

0,20 y 0,01 % por tiempo 1, 2 y 3, respectivamente) y los filos Spirochaetae (0,05, 0,65 

y 2,82) y Synergistetes (0,01, 1,06  y 0,05) se incrementaron claramente entre el primer 

y segundo muestreo (p < 0,001 con la corrección de Bonferroni) (Figura 4.18).  

Por otro lado, la comparación a tiempo 1, 2 y 3 no demostró diferencias con las 

correcciones de Bonferroni o FDR entre los dos grupos de tratamiento. Tan solo en el 

muestreo realizado tras el encalostramientro, existieron diferencias en el filo 

Acidobacteria 
 

Actinobacteria 
 

Bacteroidetes 
 

Cyanobacteria 
 

Deferribacteres 
 

Elusimicrobia 
 

Euryarchaeota 
 

Fibrobacteres 
 

Firmicutes 
 

Fusobacteria 
 

Lentisphaerae 
 

Planctomycetes 
 

Proteobacteria 
 

Saccharibacteria 

SHA-109 

Spirochaetae 

Synergistetes 

Tenericutes 

Verrucomicrobia 

NA 

Filo 

Tiempo 1          Tiempo 2     Tiempo 3 

A
b

u
n

d
an

ci
a 

d
e 

se
cu

en
ci

as
 

2E+05 

1E+05 

0E+05 

3E+05 



65 

 

Proteobacteria (p = 0,026), cuya abundancia fue superior en los animales del grupo 

testigo. 

 

 

Figura 4.18.- Distribución de la abundancia relativa media de los filos identificados en la 

microbiota digestiva determinada mediante secuenciación masiva en los tres muestreos realizaos 

(tras el encalostramiento o tiempo 1, a mitad de lactación o tiempo 2 y a los 8 días del destete o 

tiempo 3) en el estudio de comparación 1. 

 

A nivel de familia, los 10 primeros taxones están descritos en la Figura 4.19. De 

estas 10 familias solo una de ellas (Porphyromonadaceae) no presentó diferencias 

significativas por Kruskal-Wallis a lo largo del estudio (p = 0,084), cinco 

(Enterobacteriaceae p = 0,007, Fusobacteriaceae p < 0,001, Prevotellaceae p = 0,030, 

Rikenellaceae p = 0,032 y Ruminococcaceae p = 0,008) presentaron diferencias por 

Bonferroni, dos (Bacteroidaceae y Lactobacillaceae, p = 0,003 en ambos casos) 

presentaron diferencias por la corrección FDR y solo dos familias (Lachnospiraceae 

p = 0,038 y la familia S24-7 de los Bacteroidales p = 0,034) presentaron diferencias sin 

hacer las correcciones para comparaciones múltiples. 
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Figura 4.19.- Distribución de la abundancia relativa media de las 10 familias de la 

microbiota digestiva determinada mediante secuenciación masiva identificadas más 

frecuentemente en los tres muestreos realizados (tras el encalostramiento o tiempo 1, a mitad de 

lactación o tiempo 2 y a los 8 días del destete o tiempo 3) en el estudio de comparación 1. 

 

En el análisis estadístico global realizado a nivel de familia se observaron 

diferencias a lo largo del estudio en un total de 31 familias mediante la corrección de 

Bonferroni, 67 mediante la corrección FDR y 73 sin aplicar ninguna de estas correcciones. 

En cambio, en la comparación de las familias entre los dos grupos de animales, testigo y 

experimental, en cada uno de los muestreos realizados no se observaron diferencias 

significativas aplicando las correcciones para comparaciones múltiples.  

A tiempo 1 (Figura 4.20), las 10 familias más abundantes fueron: Bacteroidaceae 

(18,7 %), Lactobacillaceae (15,9 %), Fusobacteriaceae (10,4 %), Ruminococcaceae 

(8,9 %), Lachnospiraceae (8,6 %), Enterobacteriaceae (6,2 %),  Streptococcaceae 

(5,3 %), Clostridiaceae sensu stricto (4,4 %), Porphyromonadaceae (3,7 %) y la familia 

S24-7 de los Bacteroidales (3,6 %). Los animales del grupo testigo presentaron mayor 

abundancia relativa de Peptostreptococcaceae (p = 0,016), Enterobacteriaceae 

(p = 0,028) y Veillonellaceae (p = 0,047) con respecto al grupo experimental, 2,16 % 

frente a 0,70 %, 8,86 % frente a 3,48 % y 1,29 % frente a 0,44 %, respectivamente. En 

cambio, la familia Oxalobacteraceae presentó un 0,0034 % de abundancia relativa en 

lechones del grupo experimental frente al 0,0005 % en lechones testigo (p = 0,034). 
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Figura 4.20.- Distribución de la abundancia relativa media de las 10 familias de la 

microbiota digestiva determinada mediante secuenciación masiva identificadas con mayor 

frecuencia en el primer muestreo (tras el encalostramiento o tiempo 1) en los animales de los dos 

grupos experimentales del estudio de comparación 1. 

 

A tiempo 2 (Figura 4.21), las 10 familias más abundantes fueron: 

Ruminococcaceae (16,6 %), Lactobacillaceae (13,8 %), Bacteroidaceae (12,6 %), 

Lachnospiraceae (9,7 %), Rikenellaceae (7,5 %), Enterobacteriaceae (5,5 %),  

Porphyromonadaceae (3,6 %), Acidaminococcaceae (3,5 %), Christensenellaceae 

(3,2 %) y Prevotellaceae (2,9 %). Los animales del grupo testigo presentaron menor 

abundancia relativa de Desulfovibrionaceae (p = 0,028) y Planctomycetaceae (p = 0,047) 

con respecto al grupo experimental, 0,73 % frente a 1,52 % y 0,22 % frente a 0,58 %, 

respectivamente. 
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Figura 4.21.- Distribución de la abundancia relativa media de las 10 familias de la 

microbiota digestiva determinada mediante secuenciación masiva identificadas con mayor 

frecuencia en el segundo muestreo (a mitad de lactación o tiempo 2) en los animales de los dos 

grupos experimentales del estudio de comparación 1. 

 

Finalmente, a tiempo 3 (Figura 4.22), las 10 familias más abundantes fueron: 

Ruminococcaceae (22,0 %), Prevotellaceae (20,8 %), Lachnospiraceae (12,0 %), familia 

S24-7 de los Bacteroidales (6,5 %), Rikenellaceae (3,9 %), Lactobacillaceae (3,7 %), 

Christensenellaceae (3,3 %), Acidaminococcaceae (3,5 %), Spirochaetaceae (2,8 %) y 

Erysipelotrichaceae (2,7 %). Los animales del grupo testigo presentaron menor 

abundancia relativa de Clostridiaceae sensu stricto (p = 0,016), Defluviitaleaceae 

(p = 0,045) y Peptostreptococcaceae (p = 0,047), así como de otras 3 familias no 

clasificadas, con respecto al grupo experimental, 0,72 % frente a 2,24 %, 0,003 % frente 

a 0,047 % y 0,22 % frente a 0,91 %, respectivamente. Por el lado contrario, presentaron 

una mayor abundancia de Bacillaceae (p = 0,028) y Alcaligenaceae (p = 0,047), así como 

de otra familia no clasificada, que los animales que recibieron el lactoreemplazante. 
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Figura 4.22.- Distribución de la abundancia relativa media de las 10 familias de la 

microbiota digestiva determinada mediante secuenciación masiva identificadas con mayor 

frecuencia en el tercer muestreo (a los 7 días del destete o tiempo 3) en los animales de los dos 

grupos experimentales del estudio de comparación 1.  

 

A nivel de género, los 5 primeros taxones fueron: Lactobacillus (11,1 %), 

Bacteroides (11,0 %), un género no cultivado de la familia S24-7 de los Bacteroidales 

(4,1 %), un género de la familia Ruminococcaceae (UCG-002) (3,9 %) y Escherichia-

Shigella (3,9 %). En el análisis estadístico global realizado a nivel de género se 

observaron diferencias, a lo largo del estudio, en 72 géneros mediante la corrección de 

Bonferroni, 189 mediante la corrección FDR y 210 sin aplicar estas correcciones para un 

nivel de significación de p < 0,05. En cambio, en la comparación entre los dos grupos de 

animales, testigo y experimental, en cada uno de los muestreos realizados no se 

observaron diferencias significativas aplicando las correcciones para comparaciones 

múltiples.  

A tiempo 1 los 5 géneros más abundantes fueron: Bacteroides (18,7 %), 

Lactobacillus (15,9 %), Fusobacterium (10,4 %), Escherichia-Shigella (6,2 %) y 

Streptococcus (5,3 %). Los animales del grupo testigo presentaron menor abundancia 

relativa con respecto al grupo experimental de Acetitomaculum, un género de la familia 

Ruminococcaceae (UCG-002), Oxalobacter, Butyricimonas  y el género clasificado como 

Ruminococcus 2 (Tabla 4.2). En cambio, los géneros Peptostreptococcus, Escherichia-

Shigella y Eggerthella fueron más abundantes en lechones del grupo testigo (Tabla 4.2). 
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Tabla 4.2.- Diferencias a nivel de género en la composición de la microbiota digestiva 

determinada mediante secuenciación masiva en el primer muestreo (tras el encalostramiento de 

los lechones o tiempo 1) en los animales de los dos grupos experimentales del estudio de 

comparación 1. 

Género p FDR Bonferroni 
Abundancia relativa (%) 

Testigo Experimental  

Acetitomaculum  0,0186  0,874 1,00 0 0,001 

Methanobrevibacter  0,0264  0,874 1,00 0,001 0,014 

Peptostreptococcus  0,0283  0,874 1,00 0,315 0,012 

Ruminococcaceae UCG-002  0,0283  0,874 1,00 0,383 3,150 

Escherichia-Shigella  0,0283  0,874 1,00 8,862 3,481 

Oxalobacter  0,0343  0,874 1,00 0,000 0,003 

Eggerthella  0,0472  0,874 1,00 0,025 0,006 

Butyricimonas  0,0472  0,874 1,00 0,469 2,800 

Ruminococcus 2  0,0472  0,874 1,00 0,173 0,565 

 

A tiempo 2 los 5 géneros más abundantes fueron: Lactobacillus (13,8 %), 

Bacteroides (12,6 %), el grupo RC9 gut de la familia Rikenellaceae (6,3 %), 

Lachnoclostridium (5,7 %) y Escherichia-Shigella (5,5 %). Los animales del grupo 

testigo presentaron menor abundancia relativa de los siguientes géneros con respecto al 

grupo experimental: Porphyromonas, un género de la familia Planococcaceae no 

clasificado, Anaerotruncus, el género de la familia Ruminococcaceae (UCG-013) y el 

grupo p-1088-a5 gut de la familia Planctomycetaceae (Tabla 4.3). En cambio, el género 

Catenibacterium mostró una menor abundancia relativa en lechones del grupo 

experimental frente al grupo testigo (Tabla 4.3). 

Tabla 4.3.- Diferencias a nivel de género en la composición de la microbiota digestiva 

determinada mediante secuenciación masiva en el segundo muestreo (a la mitad de la lactación o 

tiempo 2) en los animales de los dos grupos experimentales del estudio de comparación 1. 

Género p FDR Bonferroni 
Abundancia relativa (%) 

Testigo Experimental 

Porphyromonas 0,0183 0,941 1,00 0,0003 0,009 

Planococcaceae no clasificado 0,0185 0,941 1,00 0,001 0,015 

Catenibacterium 0,0226 0,941 1,00 0,205 0,006 

Anaerotruncus 0,0307 0,941 1,00 1,140 2,199 

Ruminococcaceae UCG-013 0,0316 0,941 1,00 0,031 0,057 

Grupo p-1088-a5 gut Planctomycetaceae 0,0318 0,941 1,00 0,223 0,584 

 

A tiempo 3 los 5 géneros más abundantes fueron: un género no cultivado de la 

familia S24-7 de los Bacteroidales (6,5 %), un género de la familia Ruminococcaceae 

(UCG-002) (5,2 %), el género clasificado como Prevotella 9 (4,6 %), el grupo RC9 gut 

de la familia Rikenellaceae (3,7 %) y Lactobacillus (3,7 %). Los animales del grupo 

testigo presentaron menor abundancia relativa con respecto al grupo experimental del 

grupo NK4A136 de la familia Lachnospiraceae, Clostridium sensu stricto, un género no 

clasificado de la familia Peptostreptococcaceae, Oscillibacter, el género clasificado como 

Ruminococcus 1, Turicibacter, Eisenbergiella, Tyzzerella, un género de la familia 

Defluviitaleaceae  y Haemophilus (Tabla 4.4). En cambio, los géneros Bacillus, 

Marvinbryantia y el género de la familia Ruminococcaceae (UCG-003) presentaron una 
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abundancia relativa superior en lechones del grupo testigo frente al grupo experimental 

(Tabla 4.4). 

Tabla 4.4.- Diferencias a nivel de género en la composición de la microbiota digestiva 

determinada mediante secuenciación masiva en el tercer muestreo (a los 7 días del destete o 

tiempo 3) en los animales de los dos grupos experimentales del estudio de comparación 1. 

Género p FDR Bonferroni 
Abundancia relativa (%) 

Testigo Experimental 1 

Grupo NK4A136 Lachnospiraceae 0,0090 0,822 1,00 1,988 3,235 

Clostridium sensu stricto 0,0163 0,822 1,00 0,425 1,909 

Peptostreptococcaceae no clasificado 0,0163 0,822 1,00 0,166 0,891 

Bacillus 0,0283 0,822 1,00 0,003 0,001 

Oscillibacter 0,0283 0,822 1,00 0,322 0,977 

Ruminococcus 1 0,0283 0,822 1,00 0,507 0,971 

Turicibacter 0,0283 0,822 1,00 0,002 0,081 

Eisenbergiella 0,0343 0,822 1,00 0,0001 0,012 

Tyzzerella 0,0406 0,822 1,00 0,0002 0,002 

Defluviitaleaceae UCG-011 0,0445 0,822 1,00 0,003 0,047 

Marvinbryantia 0,0472 0,822 1,00 0,075 0,039 

Ruminococcaceae UCG-003 0,0472 0,822 1,00 0,298 0,122 

Haemophilus 0,0472 0,822 1,00 0,002 0,017 

 

4.2.1.4.- Comparación entre la secuenciación masiva y las PCRc  

 

Se realizó una comparación entre los resultados obtenidos mediante las 

amplificaciones por PCRc y las obtenidas por la secuenciación masiva del gen ARNr 16S, 

técnica de referencia para los estudios de microbiota. 

Para analizar la relación entre ambos resultados (Tabla 4.5), en primer lugar, se 

obtuvieron las abundancias relativas de varios taxones que se incluyeron en cada 

población bacteriana analizada mediante PCRc. Para la proporción de bacteroides-

Prevotella se emplearon las abundancias de las familias Bacteroidaceae y Prevotellaceae, 

para los lactobacilos se incluyó el género Lactobacillus, para las enterobacterias se usaron 

las abundancias de la familia Enterobacteriaceae, para las bifidobacterias se incluyó el 

género Bifidobacterium, para los clostridios del clúster I se empleó la familia 

Clostridiaceae sensu stricto, para los clostridios del clúster IV se utilizó la familia 

Ruminococcaceae y para los clostridios del clúster XIV se emplearon las abundancias de 

la familia Lachnospiraceae. 

La población de bacteroides evaluada mediante secuenciación masiva fue dos 

veces superior a la obtenida mediante PCRc, aunque se observaron diferencias entre los 

muestreos realizados. En cuanto a los lactobacilos, esta diferencia se elevó por encima de 

las diez veces, alcanzando su máximo valor (20 veces mayor) en el segundo muestreo. La 

proporción de enterobacterias determinada mediante secuenciación masiva fue superior, 

en más de 7 veces, a la obtenida mediante PCRc. La población de bifidobacterias presentó 

una escasa variabilidad en los tres muestreos, aunque hay que tener en cuenta que los 

valores obtenidos solo pertenecen a una parte de las muestras ya que aproximadamente 

la mitad no se asignaron secuencias al género Bifidobacterium mediante secuenciación 
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masiva. Por último, en la comparación de las poblaciones de clostridios por ambas 

técnicas se observó que el clúster I y IV estaban subrrepresentados mediante PCRc, 

alrededor de 20 y 5 veces, respectivamente, mientras que el clúster XIV estaba 

sobrerrepresentado 3 veces en comparación con los resultados de la secuenciación 

masiva. 

 Tabla 4.5.- Proporciones de las poblaciones bacterianas analizadas mediante PCRc y las 

abundancias relativas obtenidas mediante secuenciación masiva, así como la relación (división) 

entre ambas a lo largo del estudio de comparación 1. 

 Tiempo 1 Tiempo 2 Tiempo 3 Global 

 Media Desviación Media Desviación Media Desviación Media Desviación 

Bact PCRc 22,956 20,252 5,991 2,394 9,714 3,910 12,887 13,735 

Bact NGS 22,107 12,012 15,430 6,073 22,438 6,931 19,992 9,051 

Bact NGS/PCRc 1,518 1,043 3,092 1,895 2,433 0,462 2,347 1,396 
         

Lact PCRc 5,327 9,269 0,970 0,648 0,279 0,216 2,192 5,655 

Lact  NGS 15,916 11,146 13,762 5,180 3,686 2,904 11,122 8,882 

Lact  NGS/PCRc 6,083 3,075 22,485 19,401 13,147 1,912 13,905 12,944 
         

Ent PCRc 8,383 11,215 1,994 1,763 0,006 0,016 3,461 7,295 

Ent  NGS 6,172 4,326 5,488 3,521 0,023 0,055 3,894 4,182 

Ent NGS/PCRc 1,221 0,776 11,080 18,287 9,325 8,619 7,209 12,087 

         

Bif PCRc 0,003 0,004 0,124 0,301 0,005 0,005 0,044 0,177 

Bif  NGS 0,002 0,003 0,036 0,090 0,001 0,001 0,013 0,053 

Bif  NGS/PCRc 1,254 3,152 1,357 3,763 0,128 0,192 0,913 2,795 

         

cI PCRc 0,288 0,257 0,038 0,029 0,118 0,096 0,148 0,187 

cI  NGS 4,359 3,841 0,643 0,517 1,480 1,158 2,160 2,775 

cI  NGS/PCRc 17,577 7,049 34,262 55,384 12,625 3,981 21,488 32,572 

         

cIV PCRc 1,946 1,154 7,064 3,207 7,461 1,671 5,490 3,316 

cIV  NGS 8,898 5,582 16,579 4,601 22,034 2,588 15,837 6,954 

cIV  NGS/PCRc 8,561 13,217 3,977 5,303 3,033 0,465 5,190 8,309 

         

cXIV  NGS 20,717 7,880 47,296 14,836 40,155 8,923 36,056 15,581 

cXIV PCRc 8,610 2,730 9,682 3,201 11,956 2,350 10,083 3,037 

cXIV NGS/PCRc 0,458 0,214 0,222 0,095 0,303 0,058 0,328 0,167 

 

Cabe destacar que fue en las muestras a tiempo 1 donde mayores diferencias se 

observaron en la relación de las proporciones obtenidas mediante secuenciación masiva 

y PCRc, debido a la dispersión de los resultados obtenidos mediante esta última técnica 

(con desviaciones superiores a la media de los valores). 

Se comprobó también la correlación entre los resultados de ambas técnicas 

mediante el coeficiente de Pearson (Tabla 4.6). Además, se realizó un análisis por tiempos 

al encontrarse algunas correlaciones moderadas (0,5), observándose que los coeficientes 
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más bajos correspondían al primer muestreo, principalmente en los grupos de bacteroides 

y de clostridios del clúster XIV, así como los lactobacilos en el segundo muestreo. 

Tabla 4.6.- Coeficientes de correlación de Pearson para las proporciones de las 

poblaciones bacterianas analizadas mediante PCRc y las abundancias relativas obtenidas 

mediante secuenciación masiva en el estudio de comparación 1. 

 Global Tiempo 1 Tiempo 2 Tiempo 3 

 Coeficiente p Coeficiente p Coeficiente p Coeficiente p 

Bact 0,489 0,006 0,446 0,197 0,769 0,009 0,914 < 0,001 

Lact 0,618 < 0,001 0,672 0,033 0,464 0,176 0,988 < 0,001 

Ent 0,723 < 0,001 0,828 0,003 0,980 < 0,001 0,998 < 0,001 

Bif 0,999 < 0,001 0,816 0,004 0,999 < 0,001 0,895 < 0,001 

cI 0,878 < 0,001 0,813 0,004 0,747 0,013 0,924 < 0,001 

cIV 0,885 < 0,001 0,931 < 0,001 0,848 0,002 0,749 0,013 

cXIV 0,530 0,003 0,157 0,666 0,641 0,046 0,653 0,041 

 

4.2.2.- Determinación de la microbiota durante la transición 
 

El segundo de los estudios realizados para la comparación entre las técnicas 

empleadas para determinar la composición de la microbiota intestinal se realizó durante 

la transición de tres grupos de lechones sometidos a cambios en su alimentación, 

reduciendo la cantidad de lisina y antibióticos e introduciendo avena en la composición 

del pienso (estudio de comparación 2). 

 

4.2.2.1.- Extracción del ADN  

 

Se comprobó la cantidad y calidad de la extracción mediante la medida de la 

absorbancia mediante espectrofotómetro (Nanodrop). La relación entre el ADN y las 

proteínas (260/280) fue de 2,00 ± 0,18 mientras que la relación de la absorbancia medida 

a 260 y 230 fue ligeramente peor, de 1,83 ± 0,32. Además, las muestras analizadas 

mediante secuenciación masiva fueron evaluadas mediante una reacción enzimática con 

el Qubit® (Figura 4.23).  

 

 

Figura 4.23.- Comparación de la cantidad de 

ADN en las muestras evaluadas mediante Nanodrop y 

Qubit en el estudio de comparación 2.  
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4.2.2.2.- Cuantificación de la microbiota mediante PCRc  

 

Al igual que en el estudio de comparación 1, se llevó a cabo un estudio 

longitudinal analizando los recuentos obtenidos de las diferentes poblaciones bacterianas 

a lo largo del estudio. La evolución de la microbiota a lo largo de los tres muestreos se 

determinó con las muestras de los tres grupos experimentales, testigo, tratamiento 1 y 

tratamiento 2 (al día siguiente del destete, a los 8 días del destete y al finalizar la 

transición). Los principales resultados obtenidos se describen a continuación. 

Como se puede apreciar en la Figura 4.24 las bacterias totales disminuyeron 

significativamente entre el primer y segundo muestreo (p = 0,005) y se incrementaron 

entre el segundo y tercer muestreo (p = 0,004). Los bacteroides-Prevotella se 

incrementaron de forma significativa entre los 8 días pos-destete y el final del 

experimento (p = 0,005). Las poblaciones de lactobacilos y enterobacterias fueron 

inferiores en el segundo muestreo con respecto al primero (p = 0,007 y p < 0,001, 

respectivamente) y, en el caso de las enterobacterias, éstas se incrementaron ligeramente 

en el tercer muestreo (p < 0,001). Por último, se observaron cambios en las poblaciones 

de bifidobacterias y de clostridios del clúster I y IV, disminuyendo entre el primer y 

segundo muestreo (p = 0,030, p = 0,122 y p = 0,001, respectivamente) e incrementándose 

en el tercer muestreo (p = 0,002, p < 0,001 y p = 0,083, respectivamente). En el caso de 

los clostridios del clúster XIV las diferencias no fueron significativas aunque estuvieron 

próximas, p = 0,201 y p = 0,083, para la comparación entre el tiempo 1 y 2 y entre el 

tiempo 2 y 3, respectivamente.  

 

Figura 4.24.- Composición de la microbiota digestiva determianda por PCRc a lo largo 

de los muestreos realizados: al día siguiente del destete (tiempo 1), a los 8 días del destete 

(tiempo 2) y al finalizar la transición (tiempo 3) en el estudio de comparación 2. Los asteriscos y 

letras indican diferencias estadísticamente significativas (* p < 0,05: comparación tiempo 1-2-3; 

a: comparación tiempo 1-2; b: comparación tiempo 2-3; c: comparación tiempo 1-3).  
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En cuanto a la proporción de las poblaciones bacterianas analizadas se observaron 

diferencias significativas en el porcentaje de bacteroides, lactobacilos, enterobacterias y 

los tres clúster de clostridios (Figura 4.25) durante el seguimiento. En la comparación 

realizada entre el primer y segundo muestreo se observó que se incrementó el porcentaje 

de bacteroides y clostridios del clúster XIV (p < 0,001 y p = 0,001, respectivamente) y 

disminuyó la proporción de lactobacilos y enterobacterias (p = 0,076 y p < 0,001, 

respectivamente).  Al analizar las diferencias entre el muestreo realizado a los 8 días del 

destete y tras la finalización de la transición, la proporción de lactobacilos, 

enterobacterias, bifidobacterias y clostridios del clúster XIV disminuyó (p < 0,001, 

p = 0,008, p = 0,045 y p = 0,019, respectivamente), mientras que se incrementaron los 

clostridios del clúster I (p = 0,001). 

 

   

   

 

Figura 4.25.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas analizadas 

mediante PCRc en los lechones del estudio de comparación 2 y a lo largo del periodo de 

seguimiento (* diferencias significativas p <0,05): tiempo 1 (día siguiente al destete), tiempo 2 (a 

los 8 días del destete) y tiempo 3 (a la salida hacia el cebadero). 

Por último, el Índice de Salud Intestinal se incrementó significativamente entre el 

primer y segundo muestreo (p < 0,001), disminuyendo en el último muestreo (p < 0,001) 

(Figura 4.26). 
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Figura 4.26.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) durante el periodo de 

seguimiento del estudio comparación 2: día siguiente al destete (tiempo 1), 8 días del destete 

(tiempo 2) y al finalizar la transición (tiempo 3) (* diferencias significativas p <0,05). 

La comparación de los resultados obtenidos para los tres grupos experimentales a 

los 8 días del destete de los lechones (tiempo 2) teniendo en cuenta los resultados 

obtenidos el día siguiente al destete (tiempo 1) mostró diferencias significativas entre los 

grupos del estudio (Figuras 4.27 y 4.28). 

No existieron diferencias significativas en los recuentos, en valor absoluto o 

logarítmico, de bacterias totales, bacteroides, lactobacilos y clostridios de los tres clúster 

analizados. Los recuentos de enterobacterias fueron superiores en los animales que 

recibieron el tratamiento 2 con respecto a los lechones del grupo testigo, estando esta 

diferencia próxima a la significación estadística (p = 0,096) y con respecto a los lechones 

del grupo de tratamiento 1 (p = 0,030).  

 

Figura 4.27.- Comparación de la composición de la microbiota digestiva determinada por 

PCRc a los 8 días del destete (tiempo 2) de los lechones del grupo testigo, grupo experimental 1 

y grupo experimental 2 durante el estudio de comparación 2 (* diferencias significativas p <0,05). 

En cuanto a la proporción de las poblaciones bacterianas no se apreciaron 

diferencias significativas aunque se puede destacar que el porcentaje de lactobacilos fue 

superior en los animales del grupo testigo (p = 0,073) con respecto a los lechones de los 
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grupos de tratamiento 1 y 2, y que los animales del grupo de tratamiento 2 presentaron un 

porcentaje superior de clostridios del clúster IV con respecto a los otros dos grupos de 

animales del estudio (p = 0,174). 

 

   

   

Figura 4.28.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas de la microbiota 

digestiva determinados mediante PCRc en los lechones del grupo testigo (1), del grupo 

experimental 1 (2) y del grupo experimental 2 (3) durante el muestreo realizado a los 8 días del 

destete (tiempo 2) en el estudio de comparación 2. 

Por último, no existieron diferencias en el Índice de Salud Intestinal para los tres 

grupos de animales (p = 0,123), presentando los lechones del grupo testigo el valor más 

elevado (Figura 4.29).  

 

Figura 4.29.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) para los tres grupos de 

animales, testigo, experimental 1 y experimental 2, a los 8 días del destete (tiempo 2) en el estudio 

de comparación 2. 
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En la comparación de los resultados obtenidos para los tres grupos experimentales 

el día anterior a la salida de los animales hacia el cebadero (tiempo 3), teniendo en cuenta 

los resultados obtenidos el día siguiente al destete (tiempo 1), se observaron las siguientes 

diferencias significativas entre los grupos del estudio (Figuras 4.30 y 4.31).  

No se apreciaron diferencias significativas entre las poblaciones bacterianas 

analizadas, tanto en valor absoluto como en proporción, con respecto a las bacterias 

totales. Se podría mencionar el menor recuento y proporción de clostridios del clúster I 

en los animales del grupo de tratamiento 1 con respecto a los otros dos grupos del estudio 

(p = 0,300 y p = 0,277, respectivamente, para el valor del recuento o proporción).  

 

 

Figura 4.30.- Comparación de la composición de la microbiota digestiva determinada 

mediante PCRc a la finalización de la transición (tiempo 3) en los lechones del grupo testigo, 

grupo experimental 1 y grupo experimental 2 durante el estudio de comparación 2. 
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Figura 4.31.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas de la microbiota 

digestiva determinados mediante qPCR en los lechones del grupo testigo (1), del grupo 

experimental 1 (2) y del grupo experimental 2 (3) durante el muestreo realizado al finalizar la 

transición (tiempo 3) en el estudio de comparación 2. 

Por último, el valor del Índice de Salud Intestinal no presentó diferencias 

significativas entre los lechones de los diferentes grupos experimentales (p = 0,971), 

probablemente a consecuencia de la gran dispersión de los valores determinados (Figura 

4.32).  

 

Figura 4.32.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) para los tres grupos de 

animales, testigo, experimental 1 y experimental 2, al finalizar la transición de los lechones 

(tiempo 3) del estudio de comparación 2. 
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4.2.2.3.- Secuenciación masiva mediante amplificación del gen que codifica 

para el ARN 16S ribosomal  

 

Al igual que en el estudio de comparación 1, en primer lugar se analizó la 

diversidad alfa de cada muestra a lo largo del estudio a través de 4 índices (Figura 4.33). 

Se comprobó que todos estos índices se incrementaron significativamente a lo largo del 

estudio (p < 0,002), aunque en la comparación entre el muestreo realizado tras el destete 

(tiempo 1) y a los 8 días del mismo (tiempo 2) se apreciaron diferencias para los valores 

obtenidos de diversidad alfa con todos los índices salvo con el índice de Simpson 

(p = 0,081). Entre el segundo y tercer muestreo (día anterior a la salida hacia el cebadero) 

solo se demostraron diferencias significativas con los índices Simpson y Shannon 

(p = 0,015 y p = 0,003, respectivamente). 

 

   

  

Figura 4.33.- Variaciones en la diversidad alfa en la microbiota digestiva determinada por 

secuenciación masiva en los tres muestreos realizados a lo largo del estudio de comparación 2 

medida a través de 4 índices: Chao1, Simpson, Shannon y el número de OTU observados. Los 

asteriscos indican diferencias significativas (* p <0,05). 

  

 Cuando se realizó la comparación de estos índices de diversidad alfa entre los tres 

tratamientos que recibieron los animales en cada muestreo no se encontraron diferencias 

significativas (Figura 4.34). Se puede señalar que a los 8 días del destete (tiempo 2), el 

índice de Simpson fue superior en los animales que recibieron el tratamiento 2 con 

respecto a los otros dos gupos de animales y que el día anterior a la salida de los lechones 

hacia el matadero (tiempo 3) el índice de Shannon fue inferior en este mismo grupo de 
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animales (tratamiento 2) con respecto a los otros dos grupos, aunque no se alcanzó la 

significacion estadistica (p = 0,112 y p = 0,114, respectivamente).   

 

   

   
 

Figura 4.34.- Variaciones en la diversidad alfa de la microbiota digestiva determinada por 

secuenciación masiva en los tres grupos experimentales y a lo largo del estudio de comparación 

2 medida a través de 4 índices: Chao1, Simpson, Shannon y el número de OTU observados. Los 

asteriscos indican diferencias significativas (* p <0,05). 

 

En cuanto al análisis de la diversidad beta se ha observado que las muestras se 

agrupan entre ellas en base al muestreo al que pertenecen según el índice de Bray-Curtis 

o las distancias no ponderadas por Unifrac. En cambio, con las distancias ponderadas las 

muestras tomadas tras la toma del calostro (tiempo 1) y a mitad de lactación (tiempo 2) 

se entremezclan entre ellas. Por otro lado, teniendo en cuenta las muestras separadas por 

grupo experimental, éstas no se separan claramente unas de otras, independientemente 

del método empleado para la estimación de esta diversidad beta (Figura 4.35).    
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Figura 4.35.- Variaciones en la diversidad beta en la microbiota digestiva determinada 

por secuenciación masiva a lo largo del estudio de comparación 2 calculadas mediante el índice 

de Bray-Curtis y las distancias filogenéticas calculadas por Unifrac (ponderadas y no 

ponderadas).  

 

La distribución de los filos detectados en las muestras del estudio de 

comparación 2 (transición) se muestra en la Figura 4.36. Las secuencias mayoritarias 

pertenecieron a los filos Firmicutes (53 %) y Bacteroidetes (37 %). En menor proporción 

nos encontramos los filos Proteobacteria (5 %), Spirochaetae (3 %) y, en proporciones 

inferiores al 1 %, al resto de filos detectados.  

En el análisis estadístico no paramétrico realizado a nivel de filo se demostró la 

existencia de diferencias significativas a lo largo del tiempo del estudio. Por el contrario, 

apenas existieron diferencias cuando se compararon los tres grupos de animales, testigo, 

experimental 1 y experimental 2 (Figura 4.37). Los filos Chlamydiae, Verrucomicrobia, 

Lentisphaerae, Tenericutes, Elusimicrobia y Saccharibacteria no presentaron diferencias 

entre los tres muestreos realizados. Sin embargo, los filos Synergistetes (p < 0,001 Bo), 

Fusobacteria (p < 0,001 Bo), Euryarchaeota (p < 0,001 Bo) y Firmicutes (p = 0,002 Bo) 

se redujeron, los filos Bacteroidetes (p < 0,001 Bo), Cyanobacteria (p < 0,001 Bo), 

Fibrobacteres (p = 0,014 FDR) y Spirochaetae (p = 0,016 FDR) se incrementaron y el 

resto presentó evoluciones en sus poblaciones dispares en la línea temporal del estudio. 
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Figura 4.36.- Distribución de los filos identificados en base al número de secuencias 

asignadas a cada taxón para el total de las muestras procesadas mediante secuenciación masiva 

en el estudio de comparación 2. 

 

 

En el primer muestreo solo se observaron diferencias en los filos Tenericutes 

(p = 0,046) y Spirochaetae (p = 0,049) sin realizar las correcciones para comparaciones 

múltiples, presentando los animales del grupo experimental 2 mayores poblaciones que 

los otros dos grupos de animales. En el segundo muestreo, solo el filo Elusimicrobia 

mostró diferencias con la corrección de Bonferroni (p = 0,049), presentando los animales 

que recibieron el tratamiento 2 mayor proporción de esta población. Además, otros cuatro 

filos presentaron diferencias al no aplicar ninguna de las correcciones: Fibrobacteres 

(p = 0,015), Verrucomicrobia (p = 0,017), Proteobacteria (p = 0,039) y Spirochaetae 

(p = 0,044), cuyas poblaciones también fueron superiores en los animales del grupo de 

tratamiento 2. En el último muestreo solo se observaron diferencias significativas sin 

corregir para el filo Chlamydiae (p = 0,032), cuya población también fue superior en los 

animales del grupo experimental 2. 
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Figura 4.37.- Distribución de la abundancia relativa media de los filos identificados en la 

microbiota digestiva determinada mediante secuenciación masiva en los tres muestreos realizados 

(tras el destete o tiempo 1, a los 8 días del destete o tiempo 2 y el día anterior a la salida hacia 

cebadero o tiempo 3) en el estudio de comparación 2. 

 

 

A nivel de familia, los 10 primeros taxones están descritos en la Figura 4.38. De 

estas 10 familias solo dos de ellas (Acidaminococcaceae y Ruminococcaceae) no 

presentaron diferencias significativas por Kruskal-Wallis a lo largo del estudio (p = 0,300 

y p = 0,110), cuatro (Bacteroidaceae, Erysipelotrichaceae, Prevotellaceae y 

Veillonellaceae, p < 0,001 para los cuatro) presentaron diferencias por Bonferroni, tres 

(familia S24-7 de los Bacteroidales p = 0,002, Lachnospiraceae p = 0,012 y 

Lactobacillaceae p = 0,002) presentaron diferencias por la corrección FDR y solo una de 

las familias (Rikenellaceae p = 0,047) mostró diferencias sin hacer las correcciones para 

comparaciones múltiples.  
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Figura 4.38.- Distribución de la abundancia relativa media de las 10 familias identificadas 

con mayor frecuencia en la microbiota digestiva determinada por secuenciación masiva en los 

tres muestreos realizaos (tras el destete o tiempo 1, a los 8 días del destete o tiempo 2 y el día 

anterior a la salida hacia cebadero o tiempo 3) en el estudio de comparación 2. 

 

En el análisis estadístico global realizado a nivel de familia se observaron 

diferencias a lo largo del estudio para un total de 25 familias mediante la corrección de 

Bonferroni, 50 mediante la corrección FDR y 56 sin aplicar alguna de estas correcciones. 

En cambio, en la comparación de las familias entre los tres grupos de animales, testigo, 

experimental 1 y experimental 2, en cada uno de los muestreos realizados no se 

observaron diferencias significativas cuando se aplicaron las correcciones para 

comparaciones múltiples.  

A tiempo 1 (Figura 4.39), las 10 familias más abundantes fueron: 

Ruminococcaceae (24,6 %), Prevotellaceae (10,1 %), Erysipelotrichaceae 

Fusobacteriaceae (7,4 %), Bacteroidaceae (7,4 %), Lachnospiraceae (7,0 %), 

Enterobacteriaceae (6,8 %),  Lactobacillaceae (5,8 %), Rikenellaceae (4,3 %), la familia 

S24-7 de los Bacteroidales (4,2 %) y Acidaminococcaceae (3,7 %). Los animales del 

grupo experimental 1 presentaron mayor abundancia relativa de Helicobacteraceae 

(p = 0,018), Campylobacteraceae (p = 0,023) y Spirochaetaceae (p = 0,049) con respecto 

a los otros dos grupos de animales, testigo y experimental 2 (0,10 % frente a 0,06 % y 

0,006 %, 0,67 % frente a 0,21 % y 0,11 % y 2,70 % frente a 1,84 % y 0,44 %, 

respectivamente).  
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Figura 4.39.- Distribución de la abundancia relativa media de las 10 familias de la 

microbiota digestiva determinadas mediante secuenciación masiva identificadas con mayor 

frecuencia en el primer muestreo (tras el destete o tiempo 1) en los animales de los tres grupos 

experimentales del estudio de comparación 2. 

 

A tiempo 2 (Figura 4.40), las 10 familias más abundantes fueron: Prevotellaceae 

(26,8 %), Ruminococcaceae (21,6 %), Lachnospiraceae (10,4 %), familia S24-7 de los 

Bacteroidales (6,8 %), Veillonellaceae (6,3 %), Lactobacillaceae (4,8 %), 

Acidaminococcaceae (4,6 %), Rikenellaceae (3,1 %), Erysipelotrichaceae (2,0 %) y 

Spirochaetaceae (1,9 %). Los animales del grupo experimental 2 presentaron la mayor 

abundancia relativa (0,11 %) de Elusimicrobiaceae (p = 0,002), un 0,64 % de 

Desulfovibrionaceae (p = 0,004), un 0,07 % de Fibrobacteraceae (p = 0,015), un 4,21 % 

de Rikenellaceae (p = 0,022), un 0,012 % de Oligosphaeraceae (p = 0,029), un 2,99 % de 

Spirochaetaceae (p = 0,044) y un 0,08 % de una familia no clasificada del orden 

Bacteroidales (p = 0,045), con respecto al grupo testigo (0 %, 0,15 %, 0,022 %, 3,35 %, 

0,004 %, 0,90 %, 0,002 %, respectivamente) y experimental 1 (0,0003 %, 0,048 %, 0 %, 

1,84 %, 0,002 %, 1,67 %, 0,0001 %, respectivamente).  
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Figura 4.40.- Distribución de la abundancia relativa media de las 10 familias de la 

microbiota digestiva determinadas mediante secuenciación masiva identificadas con mayor 

frecuencia en el segundo muestreo (a los 8 días del destete o tiempo 2) en los animales de los tres 

grupos experimentales del estudio de comparación 2. 

 

A tiempo 3 (Figura 4.41), las 10 familias más abundantes fueron: Prevotellaceae 

(27,3 %), Ruminococcaceae (18,8 %), la familia S24-7 de los Bacteroidales (8,3 %), 

Lachnospiraceae (8,2 %), Veillonellaceae (6,0 %), Rikenellaceae (4,6 %), 

Spirochaetaceae (4,3 %), Acidaminococcaceae (3,9 %), Erysipelotrichaceae (2,3 %) y 

Succinivibrionaceae (2,0 %). Los animales del grupo testigo presentaron mayor 

abundancia relativa de Micrococcaceae, con un 0,001 % (p = 0,032), y de una familia del 

orden Rickettsiales (p = 0,032) (0,002 %) con respecto a los otros dos grupos en los que 

no se detectaron estas familias (0 %). Los animales del grupo de tratamiento 1 presentaron 

una mayor abundancia relativa de Bacteroidaceae (p = 0,025) (0,37 %), un grupo BB60 

de los Clostridiales (p = 0,032) (0,067 %) y Alcaligenaceae (p = 0,044) (0,08 %) con 

respecto a los animales del grupo testigo (0,15 %, 0,006 %, 0 %, respectivamente) y del 

grupo experimental 2 (0,23 %, 0,040 %, 0 %, respectivamente). Por último, los animales 

del grupo de tratamiento 2 presentaron una mayor abundancia relativa de 

Desulfovibrionaceae (p = 0,014) (0,92 %), Helicobacteraceae (p = 0,018) (0,58 %) y 

Chlamydiaceae (p = 0,032) (0,18 %) con respecto a los animales del grupo testigo 

(0,73 %, 0,41 %, 0,07 %, respectivamente) y del grupo experimental 1 (0,069 %, 0,25 %, 

0,045 %, respectivamente). 
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Figura 4.41.- Distribución de la abundancia relativa media de las 10 familias de la 

microbiota digestiva determinadas mediante secuenciación masiva identificadas con mayor 

frecuencia en el tercer muestreo (a la salida de los animales hacia el cebadero o tiempo 3) en los 

animales de los tres grupos experimentales del estudio de comparación 2. 

 

A nivel de género, los 5 primeros taxones fueron: el género clasificado como 

Prevotella 9 (8,4 %), un género no cultivado de la familia S24-7 de los Bacteroidales 

(6,5 %), Lactobacillus (4,1 %), Phascolarctobacterium (4,0 %) y un género de la familia 

Ruminococcaceae (UCG-002) (3,7 %). En el análisis estadístico global realizado a nivel 

de género se observaron diferencias a lo largo del estudio para un total de 85 géneros 

mediante la corrección de Bonferroni, 164 mediante la corrección FDR y 183 sin aplicar 

alguna de estas correcciones. En cambio, en la comparación entre los tres grupos de 

animales, testigo y experimentales 1 y 2, en cada uno de los muestreos realizados no se 

observaron diferencias significativas aplicando las correcciones para comparaciones 

múltiples.  

A tiempo 1 los 5 géneros más abundantes fueron: Bacteroides (7,4 %), 

Escherichia-Shigella (6,8 %), un género de la familia Ruminococcaceae (UCG-002) 

(6,0 %), Lactobacillus (5,8 %) y un género no cultivado de la familia Erysipelotrichaceae 

(5,5 %). Los animales del grupo testigo presentaron mayor abundancia relativa del género 

clasificado como Prevotella 9 (p = 0,018) con respecto a los otros dos grupos (Tabla 4.7). 

Los animales del grupo experimental 1 presentaron mayor abundancia relativa de los 

géneros Helicobacter, Campylobacter, un género no cultivado de la familia 

Desulfovibrionaceae, Acidaminococcus, Peptoclostridium y el género clasificado como 

Treponema 2 con respecto al grupo testigo y experimental 2 (Tabla 4.7). 
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Tabla 4.7.- Diferencias a nivel de género en la composición de la microbiota digestiva 

determinada mediante secuenciación masiva en el primer muestreo (tras el destete o tiempo 1) en 

los animales de los tres grupos experimentales del estudio de comparación 2. 

Género p FDR Bonferroni 
Abundancia relativa (%) 

Testigo Experimental 1 Experimental 2 

Helicobacter 0,0183 0,993 1,00 0,063 0,096 0,006 

Prevotella 9 0,0185 0,993 1,00 3,280 1,013 0,868 

Campylobacter 0,0226 0,993 1,00 0,210 0,666 0,112 

Desulfovibrionaceae no cultivado 0,0307 0,993 1,00 0,006 0,034 0,013 

Acidaminococcus 0,0316 0,993 1,00 0,001 0,005 0 

Peptoclostridium 0,0318 0,993 1,00 0 0,001 0 

Treponema 2 0,0498 0,993 1,00 1,668 2,465 0,342 
 

A tiempo 2 los 5 géneros más abundantes fueron: el género clasificado como 

Prevotella 9 (13,0 %), un género no cultivado de la familia S24-7 de los Bacteroidales 

(6,8 %), Lactobacillus (4,8 %), Phascolarctobacterium (4,6 %) y el género clasificado 

como Prevotella 1 (3,6 %). Los animales del grupo testigo presentaron mayor abundancia 

relativa de Alistipes, el grupo FCS020 de la familia Lachnospiraceae y Fusicatenibacter 

con respecto a los animales de los dos grupos experimentales (Tabla 4.8). Los animales 

que recibieron el tratamiento 1 presentaron mayor abundancia relativa de 

Erysipelatoclostridium, Faecalibacterium y un género no cultivado de la familia 

Erysipelotrichaceae con respecto a los grupos testigo y experimental 2 (Tabla 4.8). Por 

último, los animales que recibieron el tratamiento 2 presentaron mayor abundancia 

relativa de los géneros clasificados como Selenomonas 3, Elusimicrobium, Desulfovibrio, 

género no cultivado de la familia Desulfovibrionaceae, Bilophila, Fibrobacter, grupo 

RC9 gut de la familia Rikenellaceae, género no cultivado de la familia Oligosphaeraceae, 

Pyramidobacter y grupo AC2044 de la familia Lachnospiraceae, con respecto a los 

grupos testigo y experimental 1 (Tabla 4.8). 

Tabla 4.8.- Diferencias a nivel de género en la composición de la microbiota digestiva 

determinada mediante secuenciación masiva en el segundo muestreo (a los 8 días tras el destete 

o tiempo 2) en los animales de los tres grupos experimentales del estudio de comparación 2. 

Género p FDR Bonferroni 
Abundancia relativa (%) 

Testigo Experimental 1 Experimental 2 

Selenomonas 3 0,0013 0,371 0,41 0 0 0,004 

Elusimicrobium 0,0024 0,371 0,74 0 0,0003 0,107 

Desulfovibrio 0,0045 0,467 1,00 0,144 0,048 0,628 

Desulfovibrionaceae no cultivado 0,0071 0,559 1,00 0 0 0,007 

Bilophila 0,0145 0,676 1,00 0,003 0 0,006 

Alistipes 0,0147 0,676 1,00 0,020 0,068 0,006 

Fibrobacter 0,0151 0,676 1,00 0,022 0 0,072 

Grupo RC9 gut Rikenellaceae 0,0178 0,686 1,00 3,180 1,651 3,562 

Erysipelatoclostridium 0,0199 0,686 1,00 0,001 0,008 0,000 

Oligosphaeraceae no cultivado 0,0285 0,720 1,00 0,004 0,002 0,012 

Faecalibacterium 0,0299 0,720 1,00 1,415 2,111 1,086 

Erysipelotrichaceae no cultivado 0,0318 0,720 1,00 0 0,003 0 

Grupo FCS020 Lachnospiraceae 0,0380 0,720 1,00 0,096 0,057 0,043 

Pyramidobacter 0,0446 0,720 1,00 0,001 0,006 0,029 

Grupo  AC2044 Lachnospiraceae 0,0484 0,720 1,00 0,012 0,001 0,104 

Fusicatenibacter 0,0493 0,720 1,00 0,324 0,144 0,158 



90 

 

A tiempo 3 los 5 géneros más abundantes fueron: el género clasificado como 

Prevotella 9 (10,5 %), un género no cultivado de la familia S24-7 de los Bacteroidales 

(8,3 %), el grupo NK3B31 de la familia Prevotellaceae (6,9 %), el grupo RC9 gut de la 

familia Rikenellaceae (4,5 %) y Phascolarctobacterium (3,8 %). Los animales del grupo 

testigo presentaron mayor abundancia relativa de Selenomonas 1, Parabacteroides, un 

género no clasificado de la familia Lachnospiraceae, Acetitomaculum y un género de la 

familia Ruminococcaceae (UCG-005) con respecto a los animales de los dos grupos 

experimentales (Tabla 4.9). Los animales que recibieron el tratamiento 1 presentaron 

mayor abundancia relativa de Bacteroides, un género de la familia Ruminococcaceae 

(UCG-014), Parasutterella, Cloacibacillus y un género no cultivado de la familia 

Peptococcaceae con respecto al grupo testigo y experimental 2 (Tabla 4.9). Por último, 

los animales que recibieron el tratamiento 2 presentaron mayor abundancia relativa de los 

géneros clasificados como Mogibacterium, Desulfovibrio, Helicobacter, Blautia, 

Chlamydophila, un género no cultivado de la familia Desulfovibrionaceae, Bilophila, 

Fibrobacter, Ruminobacter  y Lachnospiraceae UCG-004, con respecto al grupo testigo y 

experimental 1 (Tabla 4.9). 

 

Tabla 4.9.- Diferencias a nivel de género en la composición de la microbiota digestiva 

determinada mediante secuenciación masiva en el tercer muestreo (a la salida de los animales 

hacia el cebadero o tiempo 3) en los animales de los tres grupos experimentales del estudio de 

comparación 2. 

Género p FDR Bonferroni 
Abundancia relativa (%) 

Testigo Experimental 1 Experimental 2 

Selenomonas 1 0,0055 0,622 1,00 0,106 0,014 0 

Parabacteroides 0,0104 0,622 1,00 1,203 0,712 0,299 

Lachnospiraceae no clasificado 0,0113 0,622 1,00 0,769 0,645 0,247 

Mogibacterium 0,0158 0,622 1,00 0,001 0 0,004 

Desulfovibrio 0,0162 0,622 1,00 0,146 0,229 0,371 

Helicobacter 0,0178 0,622 1,00 0,006 0,040 0,068 

Blautia 0,0240 0,622 1,00 0,425 0,608 1,020 

Bacteroides 0,0255 0,622 1,00 0,730 0,925 0,069 

Ruminococcaceae UCG-014 0,0271 0,622 1,00 1,432 2,508 2,413 

Parasutterella 0,0316 0,622 1,00 0,018 0,115 0,000 

Cloacibacillus 0,0318 0,622 1,00 0,0004 0,007 0,001 

Chlamydophila 0,0318 0,622 1,00 0 0 0,081 

Ruminobacter 0,0318 0,622 1,00 0 0 0,012 

Peptococcaceae no cultivado 0,0347 0,635 1,00 0,062 0,079 0,048 

Lachnospiraceae UCG-004 0,0365 0,635 1,00 0,040 0,088 0,127 

Acetitomaculum 0,0493 0,734 1,00 0,112 0,029 0,039 

Ruminococcaceae UCG-005 0,0493 0,734 1,00 2,251 1,495 1,451 
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4.2.2.4.- Comparación entre la secuenciación masiva y las PCRc  

 

Se realizó una comparación entre los resultados obtenidos mediante las 

amplificaciones por PCRc y las obtenidas por la secuenciación masiva del gen ARNr 16S, 

tal y como se ha descrito en el apartado 4.2.1.4 (Tabla 4.10). 

 Tabla 4.10.- Proporciones de las poblaciones bacterianas analizadas mediante PCRc y 

las abundancias relativas obtenidas mediante secuenciación masiva, así como la relación entre 

ambas a lo largo del estudio de comparación 2. 

 Tiempo 1 Tiempo 2 Tiempo 3 Global 

 Media Desviación Media Desviación Media Desviación Media Desviación 

Bact PCRc 7,923 2,905 11,781 3,578 11,771 2,591 10,492 3,503 

Bact NGS 17,443 5,230 27,370 7,214 27,895 5,897 27,215 8,300 

Bact NGS/PCRc 2,281 0,497 2,387 0,372 2,383 0,208 2,235 0,615 

         

Lact PCRc 0,584 0,401 0,449 0,288 0,164 0,095 0,148 0,084 

Lact  NGS 5,820 3,972 4,829 2,880 1,634 0,880 1,523 0,804 

Lact  NGS/PCRc 10,145 2,373 11,036 2,655 10,216 1,755 9,910 2,861 

         

Ent PCRc 4,013 3,836 0,005 0,011 0,017 0,022 0,015 0,012 

Ent  NGS 6,848 5,930 0,013 0,013 0,137 0,405 0,176 0,421 

Ent NGS/PCRc 2,010 0,586 13,413 22,383 6,689 15,469 7,915 16,107 

         

Bif PCRc 0,011 0,017 0,007 0,009 0,011 0,009 0,010 0,008 

Bif  NGS 0,001 0,003 0,000 0,000 0,001 0,001 0,001 0,001 

Bif  NGS/PCRc 0,034 0,073 0,014 0,049 0,053 0,154 0,072 0,159 

         

cI PCRc 0,080 0,069 0,095 0,097 0,172 0,074 0,165 0,072 

cI  NGS 0,751 0,681 0,970 1,060 1,686 0,858 1,639 0,831 

cI  NGS/PCRc 8,649 3,598 10,024 8,701 9,589 1,320 9,024 2,568 

         

cIV PCRc 13,526 5,343 11,656 3,510 9,963 2,612 8,827 2,598 

cIV  NGS 24,625 9,335 21,610 4,642 18,833 2,687 17,395 4,993 

cIV  NGS/PCRc 1,881 0,581 1,953 0,493 1,959 0,362 1,918 0,544 

         

cXIV  NGS 22,547 9,514 26,351 7,946 23,502 4,314 22,141 6,521 

cXIV PCRc 7,023 2,527 10,370 2,564 8,154 1,613 7,998 2,354 

cXIV NGS/PCRc 0,327 0,078 0,406 0,083 0,351 0,055 0,341 0,091 

 

Al contrario de lo observado en el estudio de comparación 1, este segundo estudio 

demostró menores diferencias entre las proporciones obtenidas mediante secuenciación 

masiva y por PCRc, con la excepción de las mediciones relativas a enterobacterias. Así, 

en este estudio, la abundancia de bacteroides y clostridios del clúster IV evaluada 

mediante secuenciación masiva fue aproximadamente dos veces superior a la obtenida 

mediante PCRc y la proporción de lactobacilos, enterobacterias y clostridios del clúster I 

fue alrededor de 9 veces superior, mientras que el porcentaje de bifidobacterias y 

clostridios del clúster XIV estuvo subrrepresentado, entre 15 y 3 veces, respectivamente, 
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en comparación con los resultados obtenidos mediante PCRc. Cabe destacar que en este 

estudio no se detectaron secuencias del género Bifidobacterium en dos tercios de las 

muestras analizadas. 

Se comprobó también la correlación entre los resultados de ambas técnicas 

mediante el coeficiente de Pearson (Tabla 4.11).  

Tabla 4.11.- Coeficientes de correlación de Pearson para las proporciones de las 

poblaciones bacterianas analizadas mediante PCRc y las abundancias relativas obtenidas 

mediante secuenciación masiva en el estudio de comparación 2. 

 

 Global 

 Coeficiente p 

Bact 0,885 < 0,001 

Lact 0,952 < 0,001 

Ent 0,987 < 0,001 

Bif 0,761 < 0,001 

cI 0,940 < 0,001 

cIV 0,694 < 0,001 

cXIV 0,728 < 0,001 

 

4.3.- Caracterización de la microbiota digestiva en animales con 

disbiosis o diferente estatus sanitario 
 

4.3.1.- Estudio de disbiosis 1 
 

El primer estudio de la microbiota asociada a un cuadro compatible con una 

disbiosis (disbiosis 1), realizado en cuatro granjas de lechones en la etapa de transición 

con la misma alimentación y genética, demostró diferencias significativas en la 

composición de la microbiota intestinal (Figura 4.42 y 4.43). 

Los animales con un cuadro clínico asociado a una disbiosis presentaron un 

número de bacterias en las heces semejante a los animales que no presentaron este cuadro 

clínico. Tampoco se observaron diferencias significativas en las poblaciones bacterianas 

de bacteroides-Prevotella, lactobacilos y clostridios del clúster IV. Sin embargo, las 

poblaciones de enterobacterias y bifidobacterias presentes en las heces de los lechones 

fueron superiores en los animales con un cuadro asociado a disbiosis con respecto a 

aquellos animales que no lo presentaron (p = 0,008 y p = 0,025, respectivamente). Por el 

contrario, las poblaciones de clostridios del clúster I y XIV fueron significativamente 

inferiores (p = 0,040 y p = 0,035, respectivamente). 
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Figura 4.42.- Composición de la microbiota digestiva de los lechones del primer estudio 

de disbiosis (* diferencias significativas p <0,05). 

 

En cuanto las proporciones de estos mismos grupos de bacterias, también se 

observaron diferencias entre los dos grupos de animales. Así, el porcentaje de 

enterobacterias o bifidobacterias fueron superiores en los animales con un cuadro clínico 

asociado a disbiosis (p = 0,005 y p = 0,012, respectivamente). En cambio, las diferencias 

en las proporciones de las poblaciones de clostridios del clúster I y XIV no alcanzaron la 

significación estadística, al contrario de lo que ocurrió en los valores absolutos de estas 

bacterias, aunque estuvieron próximas (p = 0,073 y p = 0,095, respectivamente). 

 

   

 

 

 

 

Figura 4.43.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas analizadas de 

los lechones con o sin disbiosis del primer estudio de disbiosis (* diferencias significativas 

p <0,05). 
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Por último, el Índice de Salud Intestinal presentó diferencias significativas entre 

ambos grupos (p = 0,035), siendo más elevado en los animales aparentemente sanos, 

mientras que la concentración de lactoferrina presente en las heces fue significativamente 

inferior en los animales que presentaron disbiosis (p = 0,037) (Figuras 4.44 y 4.45).  
 

  

Figuras 4.44-4.45.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) y concentración de la 

lactoferrina en las heces de los lechones con o sin disbiosis del estudio disbiosis 1. Los asteriscos 

indican diferencias estadísticamente significativas (* p < 0,05).  

 

4.3.2.- Estudio de disbiosis 2 
 

El segundo estudio de caracterización de la microbiota asociada a un cuadro 

compatible con una disbiosis (disbiosis 2) se realizó en una granja de lechones durante el 

año 2015, no detectándose diferencias significativas en la composición de la microbiota 

intestinal entre animales con cuadro clínico o no asociado a disbiosis (Figura 4.46 y 4.47). 

 

 

Figura 4.46.- Composición de la microbiota digestiva de los lechones del estudio de 

disbiosis 2. 
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Los animales con un cuadro clínico asociado a una disbiosis presentaron un 

número de bacterias en las heces semejante a los animales que no presentaron este cuadro 

clínico. Tampoco se observaron diferencias significativas para ninguna de las poblaciones 

bacterianas analizadas en este estudio. Solo cabe mencionar una ligera diferencia en la 

concentración de bacteroides-Prevotella, que fue superior en los animales sin un cuadro 

clínico asociado a disbiosis (p = 0,118). 

En cuanto las proporciones de estos grupos de bacterias analizados tampoco se 

observaron diferencias significativas entre los dos grupos de animales. 

 

    

 

 

 

 

Figura 4.47.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas analizadas de 

los lechones del estudio de disbiosis 2. 

De forma similar, no existieron diferencias significativas en los valores del Índice 

de Salud Intestinal ni en la concentración de lactoferrina en las heces de los lechones de 

ambos grupos (Figuras 4.48 y 4.49).  

 

 

Figuras 4.48-4.49.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) y concentración de la 

lactoferrina en las heces de los lechones del estudio disbiosis 2.  
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Se llevó a cabo un segundo análisis de estos mismos resultados comparando, por 

un lado, aquellos animales sin ningún tipo de cuadro clínico y aquellos que solo 

presentaban un incremento de la temperatura corporal, y por otro, los lechones con  un 

cuadro clínico evidente. El análisis realizado permitió observar las siguientes diferencias 

en la composición de la microbiota (Figura 4.50 y 4.51).  

 

 

Figura 4.50.- Composición de la microbiota digestiva de los lechones del estudio de 

disbiosis 2 agrupando los animales en base a los signos clínicos (* diferencia significativa 

p <0,05). 

 

Ambos grupos de animales, lechones sin cuadro clínico ni temperatura elevada y 

lechones con cuadro clínico, presentaron diferencias en la cantidad de bacterias totales 

cuantificadas en las heces (p = 0,050), siendo inferior la concentración en los animales 

con un cuadro clínico. Estos animales también presentaron una población inferior de 

bifidobacterias (p = 0,002). El resto de poblaciones bacterianas fueron similares entre los 

dos grupos de animales, aunque se podría destacar la mayor población de lactobacilos 

cuantificada en los animales con un cuadro clínico asociado a disbiosis (p = 0,080). 

En cuanto a las proporciones de estos grupos de bacterias, se observaron 

diferencias significativas entre los dos grupos de animales en el porcentaje de lactobacilos 

y de bifidobacterias (p = 0,043 y p = 0,036, respectivamente). Los animales con cuadro 

clínico presentaron mayor proporción de lactobacilos y menor proporción de 

bifidobacterias. 
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Figura 4.51.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas analizadas de 

los lechones del estudio de disbiosis 2, agrupando los animales en base a los signos clínicos 

(* diferencias significativas p <0,05). 

El Índice de Salud Intestinal fue similar para ambos grupos al igual que en la 

concentración de lactoferrina en las heces de los lechones (Figuras 4.52 y 4.53).  

  

Figuras 4.52-4.53.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) y concentración de la 

lactoferrina en las heces de los lechones del estudio disbiosis 2, agrupando los animales en base 

a los signos clínicos.  

 

4.3.3.- Estudio de disbiosis 3 
 

 El tercer estudio de caracterización de la microbiota asociada a un cuadro 

compatible con una disbiosis (disbiosis 3) se llevó a cabo en una granja de lechones 

durante el año 2016 y demostró escasas diferencias significativas en la composición de la 

microbiota intestinal (Figura 4.54 y 4.55). Como en el caso anterior, se comprobó que los 

animales sin un cuadro clínico o que solo presentaban un incremento de su temperatura 

corporal presentaban una composición de la microbiota muy similar, por lo que se 

agruparon en la comparación estadística.  

5,79%

0,22%

0,00%
0,00%

0,17%

8,08%

18,90%

66,85%

0,39%

8,70%

1,24%

0,00%
0,00%
0,34%

13,41%

28,37%

47,94%

1,58%

1

100

10000

1000000

E
sc

al
a 

lo
g
ar

ít
m

ic
a

Índice de Salud Intestinal

0

1

2

3

μg/g

Lactoferrina

1.- Sin cuadro clínico 

cuadcuadrocuadrosis 
2.- Cuadro clínico 

1 

Bact

Lact

Ent

Bif

cI

cIV

* 

* 

2 
1 



98 

 

 

Figura 4.54.- Composición de la microbiota digestiva de los lechones del estudio de 

disbiosis 3, agrupando los animales en base a los signos clínicos.  

Los animales con un cuadro clínico asociado a una disbiosis presentaron unas 

poblaciones bacterianas, determinadas mediante PCRc, similares a las de los animales sin 

un cuadro clínico o solo con un incremento en su temperatura corporal. 

En cuanto las proporciones de estos grupos de bacterias, sí que se observaron 

diferencias significativas. La proporción de bacteroires-Prevotella y de clostridios del 

clúster XIV fue superior en los animales sin un cuadro clínico asociado a disbiosis 

comparado con los animales con cuadro clínico (p = 0,014 para ambas poblaciones). El 

porcentaje de clostridios del clúster IV también fue ligeramente superior en los animales 

sin cuadro clínico, con diferencias que estuvieron muy próximas a la significación 

estadística (p = 0,056).  

Por último, el Índice de Salud Intestinal calculado para los ambos grupos de 

animales no presentó diferencias significativas al igual que la concentración de 

lactoferrina en las heces de los lechones (Figuras 4.56 y 4.57).  
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Figura 4.55.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas analizadas de 

los lechones del estudio de disbiosis 3 (* diferencias significativas p <0,05), agrupando los 

animales en base a los signos clínicos. 

 

 

Figuras 4.58-4.59.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) y concentración de la 

lactoferrina en las heces de los lechones del estudio disbiosis 3, agrupando los animales en base 

a los signos clínicos.  

 

4.3.4.- Estudio de disbiosis 4 
 

El último estudio de la microbiota asociada a un cuadro de diarreas compatible 

con una disbiosis (disbiosis 4) fue realizado durante la transición de un lote de lechones. 

Tal y como se muestra en las Figura 4.60 y 4.61, en este estudio se detectaron diferencias 

significativas en la composición de la microbiota intestinal. 
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Figura 4.60.- Composición de la microbiota digestiva de los lechones del estudio de 

disbiosis 4 (* diferencias significativas p <0,05) 

 

Los animales con diarrea presentaron un número de bacterias totales cuantificadas 

en las heces inferior a los animales a los animales que no presentaron este cuadro clínico, 

estando esta diferencia en el límite de la significación (p = 0,050). No se observaron 

diferencias significativas en las determinaciones de las poblaciones bacterianas, en valor 

absoluto o logarítmico, de bacteroides y enterobacterias. En cambio, en las heces de los 

animales que presentaban diarrea se contabilizaron poblaciones inferiores de lactobacilos, 

bifidobacterias y clostridios del clúster I, IV y XIV con respecto a los animales sin cuadro 

clínico (p < 0,001, p < 0,001, p < 0,001, p < 0,001 y p = 0,017, respectivamente).  

En cuanto a las proporciones de estos grupos bacterianos, se observaron 

diferencias significativas entre los dos grupos de animales. El porcentaje de bacteroides 

(p = 0,030), lactobacilos (p < 0,001), bifidobacterias (p = 0,001) y clostridios del clúster 

I (p < 0,001) y IV (p = 0,017) fue superior en los animales que no presentaron un cuadro 

clínico de diarrea con respecto a los animales con este signo clínico. La diferencia en la 

proporción de enterobacterias estuvo próxima a la significación estadística, siendo 

superior en los animales que presentaron diarrea (p = 0,123). 

Los animales con diarrea presentaron  un número de bacterias totales cuantificadas 

en las heces inferior a los animales a los animales que no presentaron este cuadro clínico, 

estando esta diferencia en el límite de la significación (p = 0,050). No se observaron 

diferencias significativas en las determinaciones de las poblaciones bacterianas, en valor 
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clínico (p < 0,001, p < 0,001, p < 0,001, p < 0,001 y p = 0,017, respectivamente).  
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diferencias significativas entre los grupos de animales. El porcentaje de lactobacilos 
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(p < 0,001), bifidobacterias (p = 0,001) y clostridios del clúster I (p < 0,001) y IV 

(p = 0,017) fue superior en los animales que no presentaron un cuadro clínico de diarreas 

con respecto a los animales que sí lo presentaron mientras que la proporción de 

bacteroides (p = 0,030) fue superior en los animlaes con disbiosis. La diferencia en la 

proporción de enterobacterias no llego a la significación estadística aunque estuvo 

próxima, siendo superior en los animales que presentaron diarrea (p = 0,123). 

 

           

 

 

 

 

Figura 4.61.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas analizadas de 

los lechones del estudio de disbiosis 4 (* diferencias significativas p <0,05). 

 

Por último, el Índice de Salud Intestinal también mostró diferencias significativas 

(p < 0,001), al presentar los animales con diarrea un peor índice en comparación con los 

animales sanos. La concentración de lactoferrina en las heces de los lechones mostró un 

comportamiento inverso, siendo significativamente superior en los animales con diarrea 

(p = 0,004) (Figuras 4.62 y 4.63). 
 

 

Figuras 4.62-4.63.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) y concentración de la 

lactoferrina en las heces de los lechones del estudio disbiosis 4 (* diferencias significativas 

p <0,05).  

2,81%

0,32%

0,01%
0,00%
0,07%11,00%

25,94%

59,86%

0,40%

5,62%

0,01%

0,11%

0,00%

0,01%
6,32%

25,35%

62,57%

0,13%

0,001

1,000

1000,000

E
sc

al
a 

lo
g
ar

ít
m

ic
a

Índice de Salud Intestinal

Sin disbiosis

Disbiosis

0

1

2

3
μg/g

Lactoferrina

Sin disbiosis

Disbiosis

Bact

Lact

Ent

Bif

cI

cIV

cXIV

1.- Sin disbiosis 2.- Disbiosis 

* 
* 

* 

1 2 * 
* 

* 
* 



102 

 

4.3.5.- Estudio de estatus sanitario 1 
 

En el estudio de estatus sanitario 1 se determinó la composición de la microbiota 

mediante PCRc en varias granjas con distinto estatus sanitario. Las granjas fueron 

clasificadas en base a este estatus sanitario como alto, medio y bajo y se realizó un estudio 

longitudinal con los recuentos obtenidos de las diferentes poblaciones bacterianas 

analizadas a lo largo del estudio, en los tres muestreos realizados en el experimento (al 

nacimiento, al destete y a la entrada al cebadero). 

Como se puede apreciar en la Figura 4.64 las bacterias totales variaron a lo largo 

del estudio (p = 0,014), disminuyendo en un primer momento para incrementarse a la 

entrada a cebo de los animales. La población de bacteroides-Prevotella se incrementó a 

lo largo del estudio (p = 0,006), aunque al realizar la comparación por tiempos solo se 

apreció un incremento significativo entre los tiempos 2 y 3 (p < 0,001), existiendo gran 

variabilidad al nacimiento de los lechones. En cuanto a la población de lactobacilos 

también se observaron diferencias significativas (p = 0,040), disminuyendo entre los dos 

primeros muestreos e incrementándose en el último. El recuento de las bifidobacterias 

tuvo un comportamiento semejante al de lactobacilos, aunque no se alcanzó la 

significación estadística (p = 0,076). Los recuentos de enterobacterias presentes en las 

heces de los animales del estudio disminuyeron progresivamente a lo largo del estudio 

(p < 0,001). Por último, la cantidad de clostridios de los tres clúster analizados se 

incrementó de forma semejante entre el nacimiento y el destete de los animales, sin 

alcanzar la significación estadística. Entre el segundo y tercer muestreo, los clúster I y IV 

disminuyeron (significativamente en el caso del clúster I, p = 0,030) mientras que el 

clúster XIV se incrementó (p = 0,026). 

 

 

Figura 4.64.- Composición de la microbiota digestiva a lo largo de los muestreos 

realizados: al nacimiento (tiempo 1), al destete (tiempo 2)  y a la entrada a cebo (tiempo 3) en el 

estudio estatus sanitario 1. Los asteriscos y letras indican diferencias estadísticamente 

significativas  (* p < 0,05: comparación tiempo 1-2-3; a: comparación tiempo 1-2; b: 

comparación tiempo 2-3; c: comparación tiempo 1-3).  
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En cuanto a las proporciones de las poblaciones bacterianas analizadas se 

observaron diferencias significativas en los bacteroides (p < 0,001), enterobacterias 

(p < 0,001) y clostridios clúster I (p = 0,020), IV (p = 0,015) y XIV (p = 0,042). Entre el 

primer y segundo muestreo se incrementó el porcentajte de clostridios del clúster IV 

(p = 0,006) y XIV, aunque en este caso no se alcanzó la significación estadística 

(p = 0,086), y disminuyeron las enterobacterias (p < 0,001). Finalmente, entre el destete 

y la entrada a cebo de los animales se incrementó la proporción de bacteroides-Prevotella 

(p = 0,001) y bifidobacterias, con diferencias próximas a la significación estadística 

(p = 0,059), mientras que disminuyeron de forma significativa las enterobacterias 

(p = 0,001) y el clúster I de clostridios (p = 0,002) (Figura 4.65). 

 

  

 

 

Figura 4.65.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas analizadas en 

las heces de los lechones a lo largo del estudio de estatus sanitario 1 (* diferencias significativas 

p <0,05). 

El Índice de Salud Intestinal mostró diferencias significativas entre los tres 

muestreos realizados, incrementándose progresivamente a lo largo del estudio 

(p < 0,001). En el caso de la cuantificación de la lactoferrina en las heces, se observó un 

claro descenso entre el primer y segundo muestreo (p < 0,001), que continuó entre los dos 

últimos muestreos  (p = 0,008) (Figuras 4.66 y 4.67).  

 

9,56%

1,83%

18,63%

0,15%
0,70%

3,17%

30,58%

35,39%

21,30%

11,61%

1,30%

1,64%

0,06%
0,59%

5,33%

34,25%

45,23%

3,58%

15,92%

1,28%

0,48%

0,65%

0,19%

3,85%

37,02%

40,61%

2,61%

Bact

Lact

Ent

Bif

cI

cIV

cXIV

1.- Tiempo 1 2.- Tiempo 2 

3.- Tiempo 3 

3 
2 

1 

* 

* 

* 

* 

* 



104 

 

 

Figuras 4.66-4.67.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) y concentración de la 

lactoferrina en las heces de los lechones del estudio de estatus sanitario 1 (* diferencias 

significativas p <0,05).  

 

En el análisis realizado al nacimiento (tiempo 1) se pudieron observar las 

siguientes diferencias en las poblaciones bacterianas analizadas, como se puede apreciar 

en las Figuras 4.68 y 4.69. 

No existieron diferencias significativas entre la microbiota de los animales de 

granjas con diferentes estatus sanitario siendo la única diferencia próxima a la 

significación la relativa a la concentración de lactobacilos (p = 0,052). Este valor fue más 

elevado entre los animales de granjas con un estatus alto en comparación con las de 

estatus bajo (p = 0,084). 

 

 

Figura 4.68.- Composición de la microbiota digestiva al nacimiento (tiempo 1) de los 

animales durante el estudio de estatus sanitario 1.  
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En cuanto a la proporción de las poblaciones bacterianas analizadas, se observaron 

diferencias significativas entre las granjas con diferente estatus sanitario. El porcentaje 

de bacteroides fue superior en los animales de granjas con un estatus bajo con respecto a 

aquellas con un estatus medio (p = 0,023). También se observaron diferencias en la 

proporción de lactobacilos (p = 0,033), principalmente entre las granjas con un estatus 

alto y medio (p = 0,034), siendo superior en las granjas de un estatus alto. El resto de 

poblaciones no presentaron diferencias significativas, aunque la proporción de clostridios 

del clúster XIV se acercó al límite de la significación (p = 0,077), siendo superior en las 

granjas con un estatus bajo con respecto a aquellas con un estatus medio (p = 0,072). 

  

 

 

Figura 4.69.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas analizadas al 

nacimiento (tiempo 1) de los lechones en granjas con diferente estatus sanitario (* diferencias 

significativas p <0,05). 

 

El Índice de Salud Intestinal mostró diferencias significativas entre  los tres estatus 

sanitarios (p = 0,047), siendo superior en los animales de granjas con un estatus sanitario 

alto con respecto a los lechones de granjas con un estatus medio (p = 0,054) (Figura 4.70). 

También la concentración de lactoferrina presente en las heces de los lechones presentó 

diferencias significativas (p = 0,029), siendo inferior en granjas con un estatus alto con 

respecto a las que tuvieron un estatus bajo (p = 0,023) (Figura 4.71). 
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Figuras 4.70-4.71.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) y concentración de la 

lactoferrina en las heces de los lechones en el primer muestreo (tiempo 1) en granjas con diferente 

estatus sanitario (* diferencias significativas p <0,05).  

 

En el análisis realizado al destete (tiempo 2) se pudieron observar las siguientes 

diferencias en las poblaciones bacterianas analizadas como se puede apreciar en las 

Figuras 4.72 y 4.73. 

La población de lactobacilos fue inferior en los animales con un estatus sanitario 

medio con respecto aquellos con un estatus alto (p = 0,011) y bajo (p = 0,002). Las 

granjas con un estatus sanitario alto presentaron un mayor recuento de clostridios del 

clúster I con respecto a las que tenían un estatus bajo (p = 0,005) y éstas presentaron un 

recuento superior de clostridios del clúster IV con respecto a las granjas de estatus medio 

(p = 0,031). Además, cabe mencionar el mayor recuento de bacteroides en las granjas con 

estatus alto con respecto a las de medio (p = 0,068).  

 

Figura 4.72.- Composición de la microbiota digestiva al destete (tiempo 2) de los animales 

durante el estudio de estatus sanitario 1. Los asteriscos y letras indican diferencias 

estadísticamente significativas (* p < 0,05: comparación estatus sanitario; a: comparación estatus 

alto-medio; b: comparación estatus medio-bajo; c: comparación estatus alto-bajo). 
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En cuanto a la proporción de las poblaciones bacterianas analizadas se observaron 

diferencias significativas en el porcentaje de lactobacilos, que fue superior en las granjas 

con un estatus bajo con respecto aquellas con estatus medio (p = 0,004). La proporción 

de clostridios del clúster I fue superior en los animales con un estatus medio con respecto 

a los que tenían un estatus bajo (p = 0,016) y el porcentaje de clostridios del clúster IV 

fue superior en las granjas con estatus bajo con respecto a las de estatus alto (p = 0,049). 

También se puede destacar la proporción ligeramente superior de clostridios del clúster 

XIV en las granjas con estatus bajo con respecto a las de estatus alto, aunque esta 

diferencia no alcanzó la significación estadística (p = 0,068). 

 

   

  

 

Figura 4.73.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas analizadas al 

destete (tiempo 2) en las heces de los lechones en granjas con diferente estatus sanitario 

(* diferencias significativas p <0,05). 

En el segundo muestreo, el Índice de Salud Intestinal fue diferente para los tres 

estatus sanitarios (p = 0,046), siendo superior en los animales de granjas con un estatus 

sanitario bajo con respecto a los lechones de granjas con un estatus medio (p = 0,045) 

(Figura 4.74). La concentración de lactoferrina  en las heces de los lechones también 

presentó diferencias significativas (p < 0,001), siendo superior en granjas con un estatus 

bajo con respecto a las que tuvieron un estatus alto (p = 0,053) y medio (p = 0,023) 

(Figura 4.75). 
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Figuras 4.74-4.75.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) y concentración de la 

lactoferrina en las heces de los lechones en el segundo muestreo (tiempo 2) en granjas con 

diferente estatus sanitario (* diferencias significativas p <0,05). 

Las Figuras 4.76 y 4.77 muestran los resultados obtenidos en los animales 

muestreados a la entrada a cebo (tiempo 3). La población de enterobacterias fue inferior 

en los animales con un estatus sanitario bajo con respecto aquellos con un estatus alto 

(p = 0,004) y medio (p = 0,018). Las granjas con un estatus sanitario bajo también 

presentaron un menor recuento de clostridios del clúster I con respecto a las que tenían 

un estatus alto (p = 0,003) y un recuento superior de clostridios del clúster IV con respecto 

a las granjas de estatus medio (p < 0,001) y alto (p = 0,001). Además, estuvieron 

próximos a la significación estadística el mayor recuento de bacteroides en las granjas 

con estatus medio con respecto a las de estatus bajo (p = 0,079) o el menor número de 

bacterias totales en las granjas con un estatus bajo (p = 0,061).  

 

 

Figura 4.76.- Composición de la microbiota digestiva a la entrada a cebo (tiempo 3) de 

los animales durante el estudio de estatus sanitario 1. Los asteriscos y letras indican diferencias 

estadísticamente significativas (* p < 0,05: comparación estatus sanitario; b: comparación estatus 

medio-bajo; c: comparación estatus alto-bajo).  
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En cuanto a la proporción de las poblaciones bacterianas analizadas se observaron 

diferencias significativas entre las granjas con diferente estatus sanitario en los mismos 

grupos bacterianos que los observados para los recuentos en valor absoluto. Así, se 

observaron diferencias significativas en la proporción de enterobacterias y clostridios del 

clúster I y IV, aunque la significación se redujo. 

  

  

Figura 4.77.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas analizadas a la 

entrada de cebo (tiempo 3) de los cerdos en granjas con diferente estatus sanitario (* diferencias 

significativas p <0,05). 

Por último, el Índice de Salud Intestinal a la entrada a cebo fue superior en las 

granjas con un estatus bajo con respecto a las de estatus alto (p = 0,043) y medio 

(p = 0,008) (Figura 4.78) mientras que la concentración de lactoferrina en las heces fue 

superior en las granjas con un estatus bajo con respecto a las granjas de un estatus alto 

(p = 0,003) (Figura 4.79). 

 

Figuras 4.80-4.81.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) y concentración de la 

lactoferrina en las heces de los lechones en el tercer muestreo (tiempo 3) en granjas con diferente 

estatus sanitario (* diferencias significativas p <0,05).  
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4.4.- Caracterización de la microbiota digestiva en animales sometidos 

a diferentes modificaciones en la composición de la dieta 
 

4.4.1.- Estudio de dieta 1 
 

Se realizó el análisis a tiempo 2 (una semana pos-destete) y tiempo 3 (final de 

transición), teniendo en cuenta los resultados obtenidos a tiempo 1 (día siguiente al 

destete), comparando los resultados proporcionados por los animales del grupo testigo, 

con la alimentación y la medicación empleadas en las explotación de forma habitual, con 

los grupos experimentales 1 y 2 que recibieron dieta con menor concentración de lisina 

así como con menor uso de antibióticos (sin colistina y sin neomicina), en el caso del 

grupo experimental 2. Se ha omitido el análisis longitudinal ya que los resultados 

proporcionados fueron similares a los obtenidos en el estudio de comparación 2 por 

tratarse de animales de la misma. 

Como se puede apreciar en las Figuras 4.82 y 4.83, el análisis realizado de los 

resultados obtenidos en el segundo muestreo (tiempo 2) no demostró la existencia de 

diferencias significativas en las poblaciones bacterianas analizadas. Se puede destacar el 

menor recuento y proporción de enterobacterias en los animales del grupo de tratamiento 

1 con respecto al grupo testigo y al grupo tratamiento 2 (p = 0,347 y p = 0,349, 

respectivamente para el valor del recuento y la proporción) así como el mayor recuento 

de bifidobacterias y el menor porcentaje de clostridios del clúster I en el grupo de 

tratamiento 2 con respecto a los otros dos grupos de animales (p = 0,367 y p = 0,197, 

respectivamente). 

 

 

Figura 4.82.- Composición de la microbiota gastrointestinal determinada mediante PCRc 

a los 8 días del destete (tiempo 2) en los lechones de los tres grupos experimentales (testigo, 

experimental 1 con lisina reducida y experimental 2 con lisina reducida y sin colistina) durante el 

estudio de dieta 1. 
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Figura 4.83.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas de la microbiota 

digestiva determinadas mediante PCRc en los lechones de los tres grupos experimentales (testigo, 

experimental 1 con lisina reducida y experimental 2 con lisina reducida y sin colistina) en el 

muestreo realizado a los 8 días del destete (tiempo 2) durante el estudio de dieta 1. 

Por último, el Índice de Salud Intestinal calculado en el segundo muestreo para 

los tres grupos de animales no mostró diferencias significativas entre los lechones 

(p = 0,610), probablemente a consecuencia de la gran dispersión en sus valores (Figura 

4.84).  

 

Figura 4.84.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) en los tres grupos 

experimentales (testigo, experimental 1 con lisina reducida y experimental 2 con lisina reducida 

y sin colistina) en el muestreo realizado a los 8 días del destete (tiempo 2) durante el estudio de 

dieta 1. 
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Los resultados obtenidos a la finalización de la etapa de transición (tiempo 3) se 

pueden apreciar en las Figuras 4.85 y 4.86. 

Se observaron cambios significativos en la microbiota de los animales el día 

previo a la salida de los animales hacia el cebadero en función del grupo experimental. 

Los animales que recibieron el tratamiento 1 presentaron mayores recuentos de 

bacteroides con respecto a los otros grupos de animales (p = 0,024), principalmente con 

respecto a los que recibieron el tratamiento 2 (p = 0,021). En cambio, estos animales del 

grupo de tratamiento 1 presentaron un recuento inferior de bifidobacterias con respecto a 

los otros dos grupos de animales (p = 0,011), principalmente con respecto a los animales 

del grupo de tratamiento 2 (p = 0,009). Se podría destacar también el mayor recuento de 

clostridios del clúster IV y XIV en los animales que recibieron el tratamiento 1 con 

respecto a los otros dos grupos sin que estas diferencias alcanzasen significación 

estadística (p = 0,208 y p = 0,175, respectivamente). 

 

Figura 4.85.- Composición de la microbiota gastrointestinal determinada mediante PCRc 

el día anterior a la salida hacia el cebadero (tiempo 3) en los animales de los tres grupos 

experimentales (testigo, experimental 1 con lisina reducida y experimental 2 con lisina reducida 

y sin neomicina) durante el estudio de dieta 1. Los asteriscos indican diferencias estadísticamente 

significativas (* p < 0,05).  

 

En cuanto a la proporción de las poblaciones bacterianas analizadas se observaron 

diferencias significativas para la población de bacteroides-Prevotella, siendo los animales 

del grupo de tratamiento 2 los que presentaron un porcentaje inferior con respecto al 

grupo testigo (p = 0,081) o de tratamiento 1 (p = 0,006). La significación de las 

diferencias en la proporción de bifidobacterias se elevó ligeramente (p = 0,064), 

presentando los animales que recibieron el tratamiento 1 menor porcentaje con respecto 

a los que recibieron el tratamiento 2 (p = 0,062). 
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Figura 4.86.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas de la microbiota 

digestiva determinadas mediante PCRc en los lechones de los tres grupos experimentales, testigo 

(1), experimental 1 (2) y experimental 2 (3) en el muestreo realizado al finalizar la transición 

(tiempo 3) durante el estudio de dieta 1. Los asteriscos indican diferencias estadísticamente 

significativas (* p < 0,05). 

 

Por último, el Índice de Salud Intestinal calculado en el tercer muestreo para los 

tres grupos de animales no mostró diferencias significativas entre los lechones 

(p = 0,555), existiendo, nuevamente, una gran dispersión en los valores de este índice 

(Figura 4.87). 

 

Figura 4.87.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) en los tres grupos 

experimentales (testigo, experimental 1 con lisina reducida y experimental 2 con lisina reducida 

y sin neomicina) en el muestreo realizado al finalizar la transición (tiempo 3) durante el estudio 

de dieta 1. 
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4.4.2.- Estudio de dieta 2 
 

En el estudio dieta 2 se comparó la composición de la microbiota digestiva  a 

tiempo 2 (una semana pos-destete) y a tiempo 3 (el día anterior a la salida hacia el 

cebadero) en los lechones del grupo testigo que recibió la dieta y medicación habitual en 

la explotación con los del grupo experimental 1 y 2 que recibieron dos suplementos de 

ácidos grasos (uno diferente en cada grupo experimental) y redujeron la administración 

de antibióticos empleados en las premezclas (sin colistina y sin neomicina). Para el 

análisis de los resultados obtenidos se tuvieron en cuenta los resultados obtenidos a 

tiempo 1 (día siguiente al destete) por cada uno de estos grupos de animales. 

En el análisis realizado con los resultados obtenidos en el segundo muestreo 

(tiempo 2) apenas se pudieron observar diferencias en las poblaciones bacterianas 

analizadas, como se puede apreciar en las Figuras 4.88 y 4.89. El recuento de bacterias 

totales en las heces de los lechones a los 8 días del destete mostró diferencias que se 

aproximaron a la significación estadística (p = 0,057), ya que los animales que recibieron 

el tratamiento 1 presentaron un recuento mayor al de los otros dos grupos. La población 

de bacteroides fue inferior en los animales que recibieron el tratamiento 2 (p = 0,013), 

principalmente con respecto a los animales que recibieron el tratamiento 1 (p = 0,011). 

Cabe mencionar que las poblaciones de clostridios del clúster IV fueron superiores en los 

animales del grupo de tratamiento 1, particularmente con respecto a los animales testigo 

(p = 0,063), al igual que lo que ocurrió con el clúster XIV (p = 0,105). 

 

  

Figura 4.88.- Composición de la microbiota gastrointestinal determinada mediante PCRc 

a los 8 días del destete (tiempo 2) en los animales de los tres grupos experimentales (testigo, 

experimental 1 con suplemento de ácidos grasos 1 y reducción de antibióticos y experimental 2 

con suplemento de ácidos grasos 2 y reducción de antibióticos) durante el estudio de dieta 2. Los 

asteriscos indican diferencias estadísticamente significativas (* p < 0,05).  
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En cuanto a las proporciones de las poblaciones bacterianas analizadas se 

observaron diferencias significativas en los valores obtenidos para bacteroides y 

clostridios del clúster I, cuyo porcentaje fue, respectivamente, inferior y superior en los 

animales que recibieron el tratamiento 2 con respecto a los otros dos grupos de animales 

del estudio (p = 0,041 y p = 0,036, respectivamente). También cabe citar el menor 

porcentaje de bifidobacterias en los animales que recibieron el tratamiento 1 (p = 0,104) 

así como la mayor proporción de clostridios del clúster IV de los animales que recibieron 

el tratamiento 2 (p = 0,128), diferencias que no alcanzaron la significación. 

 

   

  

 

Figura 4.89.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas analizadas de 

los lechones de los tres grupos experimentales, testigo (1), experimental 1 (2) y experimental 2 

(3) en el muestreo realizado a los 8 días del destete (tiempo 2) durante el estudio de dieta 2. 

Por último, el Índice de Salud Intestinal calculado en el segundo muestreo para 

los tres grupos de animales no mostró diferencias significativas entre los lechones 

(p = 0,225) al presentar una gran dispersión en sus valores (Figura 4.90). 
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Figura 4.90.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) para los tres grupos 

experimentales (testigo, experimental 1 y experimental 2 con diferentes suplementos de ácidos  

grasos y reducción de antibióticos) en el muestreo realizado a los 8 días del destete de los lechones 

(tiempo 2) durante el estudio de dieta 2. 

Las diferencias también fueron muy escasas en el análisis realizado a la 

finalización de la etapa de transición (tiempo 3) de los animales, como se puede apreciar 

en las Figuras 4.91 y 4.92. Existieron cambios significativos en el recuento de bacterias 

totales, bacteroides y clostridios del clúster IV y XIV que fueron superiores en los 

animales que recibieron el tratamiento 1 con respecto a los otros dos grupos de animales 

(p = 0,044, p = 0,067, p = 0,050 y p = 0,007, respectivamente).  

 

Figura 4.91.- Composición de la microbiota gastrointestinal determinada mediante PCRc 

el día anterior a la salida hacia el cebadero (tiempo 3) en los animales de los tres grupos 

experimentales (testigo, experimental 1 con suplemento de ácidos grasos 1 y reducción de 

antibióticos y experimental 2 con suplemento de ácidos grasos 2 y reducción de antibióticos) 

durante el estudio de dieta 2. Los asteriscos indican diferencias estadísticamente significativas 

(* p < 0,05). 

En cuanto a la proporción de las poblaciones bacterianas analizadas solo se 

podrían destacar las diferencias observadas en el porcentaje de clostridios del clúster IV, 

cuyo valor fue inferior en los animales que recibieron el tratamiento 2 con respecto a los 

1

100

10000

E
sc

al
a 

lo
g
ar

ít
m

ic
a

Índice de Salud Intestinal

0

2

4

6

8

10

12
Composición de la microbiota (log bacterias/g heces)

* 
* 

BT             Bact            Lact            Ent            Bif               cI              cIV          cXIV 

 



117 

 

otros dos grupos de animales, aunque no se alcanzaron diferencias significativas 

(p = 0,144). 

 

  

  

 

Figura 4.92.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas de la microbiota 

digestiva determinadas mediante PCRc en los lechones de los tres grupos experimentales, testigo 

(1), experimental 1 (2) y experimental 2 (3) en el muestreo realizado al finalizar la transición 

(tiempo 3) durante el estudio de dieta 2. 

Por último, tampoco en el muestro 3 se demostraron diferencias significativas en 

el Índice de Salud Intestinal calculado para los tres grupos de animales (p = 0,438) (Figura 

4.93). 

 

Figura 4.93.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) para los tres grupos 

experimentales (testigo, experimental 1 y experimental 2 con diferentes suplementos de ácidos  

grasos y reducción de antibióticos) en el muestreo realizado al finalizar la transición (tiempo 3) 

durante el estudio de dieta 2.  
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4.4.3.- Estudio de dieta 3 
 

En el estudio 3 se compararon los resultados obtenidos a tiempo 2 (una semana 

pos-destete) y tiempo 3 (el día anterior a la salida hacia el cebadero), teniendo en cuenta 

los resultados obtenidos a tiempo 1 (día siguiente al destete). Los animales del grupo 

testigo recibieron la alimentación y medicación empleada en la explotación en ese 

momento (se incluyó el suplemento de AGCM 2 del ensayo anterior) mientas que los dos 

grupos experimentales introdujeron avena como fuente de fibra. Además, en el grupo 

experimental 2 se redujeron los antibióticos empleados en las premezclas (sin colistina ni 

neomicina). 

A tiempo 2, apenas se pudieron observar diferencias en las poblaciones 

bacterianas analizadas, como se muestra en las Figuras 4.94 y 4.95. Solo se observaron 

diferencias significativas en el recuento de clostridios del clúster IV, cuantificando un 

menor número en los animales que recibieron el tratamiento 1, principalmente con 

respecto a los animales del grupo testigo (p = 0,039). Cabe mencionar, además, que las 

diferencias observadas en la población de enterobacterias estuvo muy próxima a la 

significación (p = 0,052) siendo menor el recuento de este grupo bacteriano en los 

animales que recibieron el tratamiento 2 con respecto al grupo testigo (p = 0,084). 

Además, los animales del grupo testigo presentaron mayores poblaciones de 

bifidobacterias y clostridios del clúster I con respecto a los otros dos grupos 

experimentales, aunque estas diferencias no estuvieron próximas a la significación 

estadística (p = 0,246 y p = 0,239, respectivamente). 

 

Figura 4.94.- Composición de la microbiota digestiva determinada mediante PCRc a los 

8 días del destete (tiempo 2) en los lechones de los tres grupos experimentales (testigo, 

experimental 1 con suplemento de ácidos grasos y avena y experimental 2 con suplemento de 

ácidos grados y avena y con reducción de antibióticos) durante el estudio de dieta 3. Los asteriscos 

indican diferencias estadísticamente significativas (* p < 0,05).  
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En cuanto a las proporciones de las poblaciones bacterianas analizadas solo se 

observaron diferencias significativas en las proporciones de clostridios del clúster IV 

(p = 0,007), cuyo porcentaje fue inferior en los animales que recibieron el tratamiento 1 

con respecto a los otros dos grupos de animales del estudio, testigo (p = 0,011) y 

tratamiento 2 (p = 0,031). También cabe hacer referencia al superior porcentaje de 

bacteroides de los animales que recibieron el tratamiento 2 con respecto al grupo testigo, 

aunque no se alcanzó la significación estadística (p = 0,265). 

 

   

  

 

Figura 4.95.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas de la microbiota 

digestiva determinadas mediante PCRc en los lechones de los tres grupos experimentales, testigo 

(1), experimental 1 (2) y experimental 2 (3) en el muestreo realizado a los 8 días del destete 

(tiempo 2) durante el estudio de dieta 3. Los asteriscos indican diferencias estadísticamente 

significativas (* p < 0,05). 

 

El Índice de Salud Intestinal presentó diferencias significativas en el segundo 

muestreo para los tres grupos de lechones del estudio de dieta 3 (p = 0,022), siendo 

responsable de estas diferencias el superior valor obtenido en los animales que recibieron 

el tratamiento 2 con respecto a los lechones del grupo testigo (p = 0,021) (Figura 4.96). 
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Figura 4.96.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) para los tres grupos 

experimentales (testigo, experimental 1 con suplemento de ácidos grasos y avena y experimental 

2 con suplemento de ácidos grasos y avena y reducción de antibióticos) en el muestreo realizado 

a los 8 días del destete de los lechones (tiempo 2) durante el estudio de dieta 3. Los asteriscos 

indican diferencias estadísticamente significativas (* p < 0,05). 

En el análisis realizado a la finalización de la etapa de transición (tiempo 3) no se 

observaron diferencias significativas en las poblaciones bacterianas analizadas, como se 

puede apreciar en las Figuras 4.97 y 4.98. Las diferencias observadas en el recuento de 

bifidobacterias el día previo a la salida de los animales hacia el cebadero estuvieron 

próximas a la significación (p = 0,062), siendo superior este valor en los animales que 

recibieron el tratamiento 2 con respecto al grupo testigo (p = 0,080).   

 

 

Figura 4.98.- Composición de la microbiota digestiva determinada mediante PCRc a la 

salida hacia el cebadero (tiempo 3) en los lechones de los tres grupos experimentales (testigo, 

experimental 1 con suplemento de ácidos grasos y avena y experimental 2 con suplemento de 

ácidos grados y avena y con reducción de antibióticos) durante el estudio de dieta 3. Los asteriscos 

indican diferencias estadísticamente significativas (* p < 0,05). 

En cuanto a la proporción de las poblaciones solo las diferencias observadas en el 

porcentaje de bifidobacterias se acercaron al nivel de significación (p = 0,075), siendo 

este valor superior en los animales del grupo experimental 2 con respecto a los otros dos 
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grupos de animales, testigo y experimental 1. Además, cabe mencionar que la proporción 

de clostridios del clúster XIV fue ligeramente superior en los animales del grupo de 

tratamiento 2 con respecto a los otros dos grupos de animales (p = 0,335). 

 

  

  

 

Figura 4.99.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas de la microbiota 

digestiva determinadas mediante PCRc en los lechones de los tres grupos experimentales, testigo 

(1), experimental 1 (2) y experimental 2 (3) en el muestreo realizado al finalizar la transición 

(tiempo 3) durante el estudio de dieta 3. 

Finalmente, el Índice de Salud Intestinal en este tercer muestreo no mostró 

diferencias significativas entre los tres grupos de animales (p = 0,880) (Figura 4.100). 

 

Figura 4.100.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) para los tres grupos 

experimentales (testigo, experimental 1 con suplemento de ácidos grasos y avena y experimental 

2 con suplemento de ácidos grasos y avena y reducción de antibióticos) en el muestreo realizado 

al finalizar la transición de los lechones (tiempo 3) durante el estudio de dieta 3.  
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4.4.4.- Estudio de dieta 4 
 

En primer lugar, al igual que en los estudios de comparación, se ha realizado un 

estudio longitudinal de evolución de la microbiota de los animales durante la transición y 

la primera fase del cebo de los cerdos. Para ello, se han empleado las muestras de los tres 

grupos experimentales, que recibieron diferentes suplementos en el pienso, a lo largo de 

cinco muestreos (al día siguiente del destete, a los 8 días del destete, al finalizar la 

transición, a la entrada a cebo y a la mitad de cebo). Los principales resultados obtenidos 

se describen a continuación. 

Como se puede apreciar en la Figura 4.101 todas las poblaciones bacterianas 

presentaron diferencias estadísticas a lo largo del estudio salvo el clúster XIV de 

clostridios. Entre el muestreo realizado al día siguiente del destete y a los 8 días del destete 

se redujeron las poblaciones de enterobacterias, bifidobacterias y clostridios del clúster I 

y IV (p < 0,001, p < 0,001, p = 0,025 y p = 0,030, respectivamente), entre el segundo y 

tercer muestreo se redujo la población de enterobacterias (p = 0,035) y se incrementó la 

de clostridios del clúster I (p < 0,001), entre el muestreo realizado al finalizar la transición 

y a los 56 días del destete se incrementaron el número de enterobacterias y bifidobacterias 

(p < 0,001 en ambos casos) y, finalmente, entre el cuarto y el quinto muestreo se 

incrementaron el número de bacterias totales, bacteroides, lactobacilos y clostridios del 

clúster IV (p = 0,019, p = 0,005, p = 0,001 y p < 0,001, respectivamente) y se redujeron 

las poblaciones de enterobacterias y clostridios del clúster I (p < 0,001 en ambos casos). 

 

Figura 4.101.- Composición de la microbiota digestiva determinada por PCRc a lo largo 

de los muestreos realizados: al día siguiente del destete (tiempo 1), a los 8 días del destete (tiempo 

2), al finalizar la transición (tiempo 3), a la entrada de cebo (tiempo 4) y a la mitad del cebo 

(tiempo 5) durante el estudio de dieta 4. Los asteriscos y letras indican diferencias 

estadísticamente significativas (* p < 0,05: comparación tiempo 1-2-3-4-5; a: comparación 

tiempo 1-2; b: comparación tiempo 2-3; c: comparación tiempo 3-4; d: comparación tiempo 4-5). 

En cuanto a la proporción de las poblaciones bacterianas analizadas se observaron, 

de forma global, diferencias significativas en el porcentaje de bacteroides, 

enterobacterias, bifidobacterias y los clúster I y IV de clostridios (Figura 4.102). En la 
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comparación realizada entre el primer y segundo muestreo se observó que disminuyó el 

porcentaje de enterobacterias y bifidobacterias (p < 0,001 y p = 0,013, respectivamente). 

Entre el muestreo realizado a los 8 días del destete y tras la finalización de la transición 

la proporción de clostridios del clúster I y IV se incrementó significativamente (p < 0,001 

y p = 0,022, respectivamente). Entre el tercer y cuarto muestreo se incrementaron las 

poblaciones de bacteroides, enterobacterias y bifidobacterias (p = 0,006, p < 0,001 y 

p < 0,001, respectivamente) y, finalmente, entre el cuarto y el último muestreo se 

incrementaron los bacteroides-Prevotella y clostridios del clúster IV (p = 0,006 y 

p = 0,004, respectivamente) y se redujeron los porcentajes de enterobacterias y clostridios 

del clúster I (p = 0,001 y p < 0,001, respectivamente). 

   

                            

 
 

Figura 4.102.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas de la 

microbiota digestiva determinadas mediante PCRc a lo largo del estudio de dieta 4 (* diferencias 

significativas p <0,05). Tiempo 1 (día siguiente al destete), tiempo 2 (a los 8 días del destete), 

tiempo 3 (a la salida hacia el cebadero), tiempo 4 (a los 56 días del destete) y tiempo 5 (a los 66 

días del destete). 
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Por último, el Índice de Salud Intestinal incrementó significativamente entre el 

primer y segundo muestreo (p < 0,001) y entre el cuarto y quinto muestreo (p < 0,001), 

disminuyendo en el periodo entre la transición y el cebo (p < 0,001) (Figura 4.103). El 

incremento entre el segundo y tercer muestreo no llegó a ser significativo (p = 0,099). 

 

Figura 4.103.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) durante el periodo de 

seguimiento del estudio de dieta 4. Día siguiente del destete (tiempo 1), 8 días del destete (tiempo 

2), al finalizar la transición (tiempo 3), a la entrada a cebo (tiempo 4) y a mitad de cebo (tiempo 

5) (* diferencias significativas p <0,05). 

Cuando se compararon los resultados obtenidos para los tres grupos 

experimentales a los 8 días del destete (tiempo 2), teniendo en cuenta los resultados 

obtenidos el día siguiente al destete (tiempo 1), no se observaron diferencias significativas 

entre los grupos del estudio (Figuras 4.104 y 4.105). Se podría mencionar las diferencias 

en las poblaciones de enterobacterias (p = 0,170) y bifidobacterias (p = 0,253), aunque en 

ambos casos no se alcanzó la significación estadística, presentando los animales que 

recibieron el tratamiento 2 los menores recuentos. 

 

Figura 4.104.- Composición de la microbiota digestiva determinada mediante PCRc a los 

8 días del destete (tiempo 2) en los lechones de los tres grupos experimentales (experimental 1, 

experimental 2 y experimental 3) durante el estudio de dieta 4. Los asteriscos indican diferencias 

estadísticamente significativas (* p < 0,05). 

0,1

10,0

1000,0

E
sc

al
a 

lo
g
ar

ít
m

ic
a

Índice de Salud Intestinal

0

2

4

6

8

10

12

Composición de la microbiota (log bacterias/g heces)

* 

* 

* 
* 

BT             Bact            Lact            Ent            Bif               cI              cIV          cXIV 

 



125 

 

En cuanto a las proporciones de las poblaciones bacterianas analizadas tampoco 

se observaron diferencias significativas. El porcentaje de bacteroides (p = 0,107) fue 

superior en los animales que recibieron el tratamiento 2 y la proporción de lactobacilos 

(p = 0,266) fue ligeramente superior en los animales del grupo experimental 1. 

 

   

  

Figura 4.105.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas de la mirobiota 

digestiva determinadas mediante PCRc en los lechones de los tres grupos experimentales, 

experimental 1, experimental 2 y experimental 3, en el muestreo realizado a los 8 días del destete 

(tiempo 2) durante el estudio de dieta 4. 

El Índice de Salud Intestinal de los tres grupos experimentales del estudio no 

mostró diferencias significativas durante el segundo muestreo (p = 0,678) siendo su valor 

muy similar en los diferentes grupos (Figura 4.106). 

 

Figura 4.106.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) para los tres grupos de 

experimentales, experimental 1, experimental 2 y experimental 3, en el muestreo realizado a los 

8 días del destete de los lechones (tiempo 2) durante el estudio dieta 4. 
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En el análisis realizado a la finalización de la etapa de transición (tiempo 3) de los 

lechones apenas se pudieron observar diferencias en las poblaciones bacterianas 

analizadas como se puede apreciar en las Figuras 4.107 y 4.108.  

En los recuentos de bacterias presentes en las heces de los lechones solo los 

lactobacilos mostraron diferencias significativas (p = 0,010). Los animales del grupo 

experimental 2 presentaron menores recuentos que los otros dos grupos de animales, 

experimental 1 y experimental 3. También se encontraron diferencias cercanas a la 

significación estadística en las poblaciones de bacterias totales (p = 0,099), bacteroides 

(p = 0,065), enterobacterias (p = 0,143) y clostridios del clúster XIV (p = 0,156), que 

fueron superiores en los lechones que recibieron el tratamiento 1 con respecto a los otros 

dos grupos de animales. 

 

 

Figura 4.107.- Composición de la microbiota digestiva determinada mediante PCRc el 

día anterior a la salida hacia el cebadero (tiempo 3) en los animales de los tres grupos 

experimentales, experimental 1, experimental 2 y experimental 3, durante el estudio de dieta 4. 

Los asteriscos indican diferencias estadísticamente significativas (* p < 0,05). 

 

En cuanto a la proporción de las poblaciones bacterianas analizadas se observaron 

diferencias en el porcentaje de lactobacilos (p = 0,037) y clostridios del clúster XIV 

(p = 0,018), siendo su valor inferior en los animales que recibieron el tratamiento 2 o el 

tratamiento 3, respectivamente, con respecto a los otros dos grupos de animales. Además, 

los animales que recibieron el tratamiento 1 presentaron un porcentaje ligeramente 

superior de bacteroides (p = 0,127), los animales del grupo experimental 2 presentaron 

proporciones más altas de bifidobacterias (p = 0,216) y clostridios del clúster IV 

(p = 0,195) mientras que los animales que recibieron el tratamiento 3 presentaron una 

proporción superior de enterobacterias (p = 0,286), no alcanzándose en ninguno de los 

casos la significación estadística. 
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Figura 4.108.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas de la 

microbiota digestiva determinadas mediante PCRc en los animales de los tres grupos 

experimentales, experimental 1, experimental 2 y experimental 3 en el muestreo realizado al 

finalizar la transición (tiempo 3) durante el estudio de dieta 4. Los asteriscos indican diferencias 

estadísticamente significativas (* p < 0,05). 

 

Por último, el Índice de Salud Intestinal en el tercer muestreo para los tres grupos 

de animales mostró diferencias significativas (p = 0,020), correspondiendo el valor más 

elevado a los animales que recibieron el tratamiento 3 (Figura 4.109). 

 

Figura 4.109.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) para los tres grupos 

experimentales, experimental 1, experimental 2 y experimental 3, en el muestreo realizado al 

finalizar la transición (tiempo 3) durante el estudio de dieta 4. Los asteriscos indican diferencias 

estadísticamente significativas (* p < 0,05). 

8,90%

0,43%

0,05%
0,00%

0,63%

5,93%33,78%

50,28%

1,11%

7,67%

0,25%

0,02%
0,01%

0,88%

7,50%
38,26%

45,41%

1,15%

6,96%

0,52%

0,07%
0,00%

0,85%

6,51%
28,21%

56,88%

1,44%

Bact

Lact

Ent

Bif

cI

cIV

cXIV

0

1

10

100

1000

E
sc

al
a 

lo
g
ar

ít
m

ic
a

Índice de Salud Intestinal

2.- Experimental 2 

3.- Experimental 3 

1 
2 

 

3 

 

1.- Experimental 1 

* 

* 

* 



128 

 

Las diferencias detectadas en la comparación de los resultados obtenidos para los 

tres grupos experimentales a los 56 días del destete o inicio del periodo de cebo (tiempo 

4) se muestran en las Figuras 4.110 y 4.111. 

El recuento de lactobacilos presentes en las heces de los cerdos a la entrada a cebo 

presentó diferencias próximas a la significación estadística (p = 0,087), siendo los 

animales que recibieron el tratamiento 2 en los que se cuantificaron más lactobacilos en 

comparación con los otros dos grupos de animales, principalmente con respecto al grupo 

que recibió el tratamiento 3 (p = 0,088). 

 

Figura 4.110.- Composición de la microbiota digestiva determinada mediante PCRc a la 

entrada a cebo (tiempo 4) en los cerdos de los tres grupos experimentales, experimental 1, 

experimental 2 y experimental 3, durante el estudio de dieta 4.  

 

En cuanto a las proporciones de las poblaciones bacterianas analizadas tampoco 

se observaron diferencias significativas. Cabe mencionar solamente las diferencias en el 

clúster I de clostridios (p = 0,270), cuyo porcentaje fue inferior en los animales del grupo 

de tratamiento 1 con respecto a los otros dos grupos. 
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Figura 4.111.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas de la 

microbiota digestiva determinadas mediante PCRc en los animales de los tres grupos 

experimentales, experimental 1, experimental 2 y experimental 3, en el muestreo realizado a la 

entrada a cebo (56 días del destete o tiempo 4) durante el estudio de dieta 4. 

 

El Índice de Salud Intestinal no mostró diferencias significativas entre los tres 

grupos experimentales del estudio de dieta 4 en este cuarto muestreo (p = 0,352) siendo 

destacable la gran dispersión en los valores estimados para este parámetro (Figura 4.112). 

 

 

Figura 4.112.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) para los tres grupos 

experimentales, experimental 1, experimental 2 y experimental 3, en el muestro realizado a la 

entrada a cebo (56 días del destete o tiempo 4) durante el estudio dieta 4.   
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En el último de los muestreos del estudio de dieta 4, realizado a la mitad del 

periodo de cebo (tiempo 5), a los 66 días del destete, no observaron diferencias 

significativas en las poblaciones bacterianas analizadas como se puede apreciar en las 

Figuras 4.113 y 4.114. 

En lo que respecta a los valores de recuentos se puede destacar que las diferencias 

en los lactobacilos presentes en las heces (p = 0,258) fueron debidas a recuentos 

superiores en los animales del grupo de tratamiento 3. Por otra parte, los animales del 

grupo de tratamiento 1 presentaron mayores recuentos de enterobacterias, con diferencias 

próximas a la significación (p = 0,067), que los otros dos grupos mientras que los 

animales del grupo experimental 2 presentaron menores recuentos del clúster I 

(p = 0,198) y superiores del clúster IV (p = 0,272), con respecto a los otros dos grupos de 

animales. 

 

 

Figura 4.113.- Composición de la microbiota digestiva determinada mediante PCRc a 

mitad del periodo de cebo (tiempo 5) en los animales de los tres grupos experimentales, 

experimental 1, experimental 2 y experimental 3, durante el estudio de dieta 4. 

 

En cuanto a la proporción de las poblaciones bacterianas analizadas tampoco se 

observaron diferencias significativas aunque se pueden destacar las diferencias 

observadas en el porcentaje de bacteroides (p = 0,225), cuyo valor fue superior en los 

animales que recibieron el tratamiento 3, en la proporción de enterobacterias (p = 0,078) 

y clostridios del clúster XIV (p = 0,256) que fueron superiores en los animales del grupo 

experimental 1, en el porcentaje de clostridios del clúster I (p = 0,100) que fue inferior en 

los animales del grupo experimental 2 y en la proporción del clúster IV (p = 0,280) que 

fue inferior en los animales que recibieron el tratamiento 3. 
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Figura 4.114.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas de la 

microbiota digestiva determinadas mediante PCRc en los animales de los tres grupos 

experimentales, experimental 1, experimental 2 y experimental 3, en el muestreo realizado a mitad 

del periodo de cebo (tiempo 5) durante el estudio de dieta 4.  

Por último, en el último muestreo el Índice de Salud Intestinal para los tres grupos 

de animales mostró diferencias próximas a la significación estadística (p = 0,070), 

presentando los animales que recibieron el tratamiento 3 un valor superior (Figura 4.115). 

 

Figura 4.115.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) para los tres grupos de 

experimentales, experimental 1, experimental 2 y experimental 3, en el muestreo realizado a mitad 

del periodo del cebo (tiempo 5) durante el estudio dieta 4.  

 

 

11,26%

0,55%

0,17%

0,05%

0,23%

8,51%
34,88%

44,34%

1,00%

12,20%

0,47%

0,01%

0,14%

0,14%

8,70%

30,98%

47,35%

0,76%

10,81%

0,68%

0,05%
0,13%

0,24%
7,06%32,35%

48,68%

1,11%

Bact

Lact

Ent

Bif

cI

cIV

cXIV

1

10

100

1000

E
sc

al
a 

lo
g
ar

ít
m

ic
a

Índice de Salud Intestinal

1.- Experimental 1 2.- Experimental 2 

3.- Experimental 3 

1 
2 

 

3 

 



132 

 

4.4.5.- Estudio de dieta 5 
 

De forma similar al estudio de dieta 4, también en este caso se llevó a cabo un 

estudio longitudinal empleando los recuentos y proporciones obtenidos de las poblaciones 

bacterianas analizadas a lo largo del estudio que abarcó un periodo de 42 días, 

comenzando en el destete de los animales. La evolución de la microbiota a lo largo de los 

tres muestreos se determinó con las muestras de los tres grupos experimentales, testigo 

negativo con dieta habitual pero sin suplemento antibióticos, testigo positivo con dieta y 

prescripción antibiótica habitual en la explotación y tratamiento con dieta basal sin 

antibióticos y suplementada con extractos de plantas. Los muestreos se llevaron a cabo al 

día siguiente del destete, a los 14 días del destete y al finalizar la transición y los 

principales resultados obtenidos se describen a continuación. 

Como se puede apreciar en la Figura 4.116 las bacterias totales se incrementaron 

significativamente entre el segundo y tercer muestreo (p = 0,009), al igual que los 

bacteroides-Prevotella (p = 0,026) y las bifidobacterias (p = 0,006). Las poblaciones de 

lactobacilos se incrementaron a lo largo del estudio, siendo las diferencias significativas 

entre el primer y último muestreo (p = 0,022). Las enterobacterias, en cambio, se 

redujeron entre el día del destete y los 14 días del éste (p < 0,001). En cuanto a los clúster 

de clostridios, el I y el IV no mostraron diferencias significativas a lo largo del estudio 

mientras que el clúster XIV se incrementó significativamente entre los dos primeros 

muestreos (p = 0,007). 

 

Figura 4.116.- Composición de la microbiota digestiva determinada por PCRc a lo largo 

de los muestreos realizados: al día del destete (tiempo 1), a los 14 días del destete (tiempo 2) y al 

finalizar la transición (tiempo 3) durante el estudio de dieta 5. Los asteriscos y letras indican 

diferencias estadísticamente significativas (* p < 0,05: comparación tiempo 1-2-3; a: 

comparación tiempo 1-2; b: comparación tiempo 2-3; c: comparación tiempo 1-3). 
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En cuanto a la proporción de las poblaciones bacterianas analizadas se observaron 

diferencias significativas en la proporción de bacteroides, enterobacterias y los clúster IV 

y XIV de clostridios (Figura 4.117) durante el seguimiento. En la comparación realizada 

entre el primer y segundo muestreo se observó un incremento en el porcentaje de 

bacteroides y clostridios del clúster XIV (p = 0,004 y p = 0,001, respectivamente) y una 

disminución de la proporción de enterobacterias y clostridios del clúster IV (p < 0,001 y 

p = 0,012, respectivamente). Al analizar las diferencias entre el muestreo realizado a los 

14 días del destete y al final de la transición, se comprobó que la proporción de clostridios 

del clúster IV y XIV disminuyó (p = 0,001 en ambos casos), al igual que el clúster I, en 

este caso con diferencias próximas a la significación (p = 0,055). 

 

   

   

 

Figura 4.117.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas de la 

microbiota digestiva determinadas mediante PCRc a lo largo del estudio de dieta 5 (* diferencias 

significativas p <0,05): tiempo 1 (día del destete), tiempo 2 (a los 14 días del destete) y tiempo 3 

(a la salida hacia el cebadero). 

 

El seguimiento longitudinal del Índice de Salud Intestinal determinó que este valor 

se incrementó significativamente entre el primer y segundo muestreo (p < 0,001), 

permaneciendo más o menos estable entre el segundo muestreo y el último (p = 0,726) 

(Figura 4.118). 
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Figura 4.118.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) durante el periodo de 

seguimiento del estudio de dieta 5. Día del destete (tiempo 1), 14 días del destete (tiempo 2) y al 

finalizar la transición (tiempo 3) (* diferencias significativas p <0,05). 

 

En la comparación de los resultados obtenidos para los tres grupos experimentales 

a los 14 días del destete (tiempo 2) se tomaron en cuenta los resultados obtenidos el día 

del destete (tiempo 1), empleando un análisis ANCOVA (Figuras 4.119 y 4.120). 

El recuento de bacterias totales en las heces de los lechones a los 14 días del 

destete fue inferior en los animales del grupo testigo negativo, aunque las diferencias 

estuvieron lejos de la significación estadística (p = 0,112). Se observaron diferencias 

significativas en las poblaciones de bacteroides (p = 0,015), cuyos mayores recuentos se 

obtuvieron en los animales del grupo testigo positivo, enterobacterias (p = 0,026), cuyos 

recuentos fueron inferiores en este mismo grupo testigo positivo y en los tres clúster de 

clostridios, cuyas cuantificaciones fueron inferiores en los animales del grupo testigo 

negativo con respecto a los otros dos grupos de animales para el clúster I (p = 0,009), IV 

(p = 0,010) y XIV (p = 0,011). También fue ligeramente mayor el recuento de 

lactobacilos en los animales del grupo experimental aunque las diferencias no fueron 

significativas (p = 0,295). 
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Figura 4.119.- Composición de la microbiota digestiva determinada mediante PCRc a los 

14 días del destete (tiempo 2) en los lechones de los tres grupos experimentales, testigo negativo 

con dieta habitual sin antibióticos, testigo positivo con dieta habitual y antibióticos y experimental 

1 con dieta habitual sin antibióticos suplementado con extractos de plantas, durante el estudio de 

dieta 5. Los asteriscos indican diferencias estadísticamente significativas (* p < 0,05).  

 

En cuanto a las proporciones de las poblaciones bacterianas analizadas se 

observaron diferencias significativas exclusivamente en las poblaciones de bacteroides 

(p = 0,044), que fueron superiores en los animales del grupo testigo positivo. Otras 

proporciones mostraron diferencias cercanas a la significación. Así, las concentraciones 

de lactobacilos (p = 0,065), cuyo mayor porcentaje se observó en los animales del grupo 

experimental 1, enterobacterias (p = 0,062) y bifidobacterias (p = 0,113), cuyos 

porcentajes fueron inferiores en los animales del grupo testigo positivo, clostridios del 

clúster I (p = 0,116), cuya menor proporción fue observada en los animales del grupo 

testigo negativo, y clostridios del clúster XIV (p = 0,067), cuyo mayor porcentaje fue 

observado en los animales del grupo testigo positivo presentaron cierto grado de 

diferencia entre los grupos. 
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Figura 4.120.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas de la 

microbiota digestiva determinadas mediante PCRc en los lechones de los tres grupos 

experimentales, testigo negativo (1), testigo positivo (2) y grupo experimental 1 (3), en el 

muestreo realizado a los 14 días del destete (tiempo 2) durante el estudio de dieta 5. Los asteriscos 

indican diferencias estadísticamente significativas (* p < 0,05). 

En el segundo muestreo realizado en el estudio de dieta 5, el Índice de Salud 

Intestinal mostró diferencias significativas entre los tres grupos de lechones (p = 0,017), 

presentando los animales del grupo testigo positivo los mayores valores (Figura 4.121). 

 

Figura 4.121.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) para los tres grupos 

experimentales, testigo negativo, testigo positivo y experimental 1, en el muestreo realizado a los 

14 días del destete de los lechones (tiempo 3) durante el estudio dieta 5. Los asteriscos indican 

diferencias estadísticamente significativas (* p < 0,05). 
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Los resultados obtenidos en el análisis realizado a la finalización de la etapa de 

transición (tiempo 3) se muestran en las Figuras 4.122 y 4.123. 

Los recuentos de enterobacterias y clostridios del clúster I presentaron diferencias 

que estuvieron próximas a la significación estadística (p = 0,075 y p = 0,072, 

respectivamente), siendo los animales del grupo testigo positivo los que presentaron 

valores inferiores. 

 

Figura 4.122.- Composición de la microbiota digestiva determinada mediante PCRc en el 

día anterior a la salida hacia el cebadero (42 días posdestete o tiempo 3) en los animales de los 

tres grupos experimentales, testigo negativo con dieta habitual sin antibióticos, testigo positivo 

con dieta habitual y antibióticos y experimental 1 con dieta habitual sin antibióticos suplementado 

con extractos de plantas, durante el estudio de dieta 5.  

 

En cuanto a la proporción de las poblaciones bacterianas analizadas solo se puede 

destacar las diferencias observadas en el porcentaje de clostridios del clúster IV 

(p = 0,081), cuyo mayor porcentaje fue observado en los animales que recibieron 

exclusivamente el pienso sin medicación y sin ningún suplemento (testigo negativo). 
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Figura 4.123.- Porcentajes medios relativos de las poblaciones bacterianas de la 

microbiota digestiva determinadas mediante PCRc en los lechones de los tres grupos 

experimentales, testigo negativo (1), testigo positivo (2) y grupo experimental 1 (3), en el 

muestreo realizado al finalizar la transición (42 días posdestete o tiempo 3) durante el estudio de 

dieta 5. 

 

Finalmente, el Índice de Salud Intestinal en el tercer muestreo realizado en el 

estudio de dieta 5 mostró diferencias próximas a la significación (p = 0,061), cuando se 

compararon los tres grupos experimentales, presentando los animales del grupo testigo 

positivo los mejores valores de este índice (Figura 4.124). 

 

Figura 4.124.- Índice de Salud Intestinal (escala logarítmica) para los tres grupos de 

animales, testigo negativo, testigo positivo y experimental 1, al finalizar la transición de los 

lechones (42 días posdestete o tiempo 3) durante el estudio de dieta 5.  
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5.- Discusión 
 

5.1.- Comparación de las técnicas empleadas: PCRc y NGS  
  

Actualmente la técnica de referencia para el estudio de la composición de la 

microbiota intestinal es la secuenciación masiva del material genético presente en las 

muestras (Osman et al., 2018; Hiergeist et al., 2015b). Sin embargo, el tiempo necesario 

para la obtención de resultados y su coste económico hacen difícil su aplicación en el 

trabajo veterinario en condiciones de campo. En este sentido, la PCR cuantitativa podría, 

a priori, ser una opción más económica y rápida para el estudio de la microbiota de los 

animales en las explotaciones porcinas. Por este motivo en esta Tesis se han optimizado 

PCRc para ocho grupos bacterianos de la microbiota, tratando de diseñar una herramienta 

que nos permita tener una imagen lo más amplia posible de la composición microbiana 

con los menores recursos posibles. 

Con el fin de validar los resultados obtenidos mediante la PCRc se han procesado 

por ambas técnicas, PCRc y NGS, las muestras de dos experimentos, uno realizado en la 

etapa de lactación y otro en la de transición, para tratar de conocer si existen diferencias 

en los resultados proporcionados por estas dos técnicas. 

Se ha realizado una comparación directa de los resultados obtenidos mediante 

ambas técnicas, es decir, la abundancia relativa de las secuencias obtenidas por NGS y la 

proporción de cada grupo bacteriano con respecto a las bacterias totales determinada 

mediante PCRc. Es importante destacar que aunque esta comparación directa entre ambas 

técnicas no es totalmente adecuada desde un punto de vista formal, debido a las grandes 

diferencias en eficiencia y sensibilidad entre ambas, nos permite observar de una forma 

muy rápida las diferencias en los resultados obtenidos. 

Entre los factores que afectan a la sensibilidad y eficiencia de la PCRc ocupan un 

lugar destacado los cebadores, la enzima, el tampón o el detector de fluorescencia que se 

empleen; así, por ejemplo, al emplear SYBR Green se obtendrán valores de sensibilidad 

inferiores a los correspondientes a una sonda TaqMan (Malinen et al., 2003) y, a su vez, 

está sonda proporcionará menor sensibilidad que una sonda TaqMan-MGB empleada 

para la misma determinación (Ott et al., 2004). 

En cuanto a la secuenciación masiva también existen diversos factores que afectan 

a los resultados obtenidos como son la región secuenciada, la plataforma y equipo en el 

que se lleva a cabo o el posterior tratamiento de las secuencias previo a la etapa de análisis. 

Además, el hecho de que en la secuenciación del gen que codifica para el ARNr 16S es 

necesario llevar a cabo PCR convencionales previamente a la secuenciación hace que los 

resultados finales se vean también afectados por las variables que modifican la 

sensibilidad y eficiencia de esta amplificación inicial. 

Para el conjunto de los dos experimentos realizados la relación obtenida al dividir 

la abundancia relativa determinada por NGS y la proporción obtenida por PCRc para cada 

grupo bacteriano fue bastante estable a partir del destete. Sin embargo, en los dos 
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primeros muestreos del estudio, realizados durante la lactación, esta relación mostró una 

gran variabilidad observándose las mayores diferencias en las muestras tomadas 

inmediatamente tras el encalostramiento de los lechones. En este muestreo existió una 

gran dispersión de los resultados, observándose que la desviación estándar para la 

proporción de algunos de los grupos bacterianos obtenida por PCRc resultó ser superior 

al valor de la media de dicho valor.  

La correlación existente entre las proporciones obtenidas mediante PCRc y las 

abundancias obtenidas mediante NGS en ambos experimentos fue entre alta y muy alta, 

con la excepción del primer muestreo realizado tras el encalostramiento de los lechones 

en el estudio de comparación 1, que, como se ha comentado anteriormente, mostró una 

gran dispersión de los resultados. 

De forma general, las relaciones obtenidas se pueden agrupan en tres grandes 

grupos: bacteroides y clostridios del clúster IV (NGS/PCRc ≈ 2), lactobacilos, 

enterobacterias y clostridios del clúster I (NGS/PCRc ≈ 10) y, finalmente, bifidobacterias 

y clostridios del clúster XIV (NGS/PCRc < 1). Estas diferencias entre ambas técnicas 

también se observaron en el estudio de Yang y colaboradores (2015), con diferencias en 

la cuantificación de algunos filos que llegaron a ser casi del doble o inferiores a una 

décima parte en las abundancias relativas obtenidas mediante NGS con respecto a las 

obtenidas mediante PCRc. 

Al menos parte de las diferencias observadas al comparar los resultados obtenidos 

por PCRc y NGS se podrían explicar por las curvas empleadas para estimación del 

número o recuento de bacterias totales en la PCRc. El número de copias del gen empleado 

como diana varía entre los diferentes géneros y especies bacterianas. Así, en E. coli 

existen 7 copias, 4 para L. plantarum o 10 para C. perfringens (Klappenbach et al., 2001; 

Větrovský y Baldrian, 2013). Por tanto, si se empleara una curva de L. plantarum se 

incrementaría la cantidad de bacterias totales mientras que si se empleara una curva de 

C. perfringens este valor disminuiría. Este inconveniente también está presente en la NGS 

empleada en esta Tesis habiéndose descrito que tiende a subestimar la abundancia de 

taxones con números bajos de copias de ARNr 16S y a sobreestimar la abundancia de 

taxones con alto número de copias de este mismo gen (Větrovský y Baldrian, 2013). 

Además, las mayores proporciones obtenidas mediante PCRc para algunos grupos 

podrían ser debidas a la amplificación inespecífica de otras poblaciones bacterianas no 

comprobadas en la validación de los cebadores y cuyo fragmento amplificado fuera 

semejante al fragmento diana y proporcionase una curva de disociación similar a la 

obtenida con el cultivo puro. Este hecho podría haber ocurrido en el caso de la 

cuantificación de bifidobacterias y clostridios del clúster XIV. 

Por el contrario, la determinación de proporciones inferiores por PCRc con 

respecto a NGS fue un hallazgo más común, ocurriendo para bacteroides, lactobacilos, 

enterobacterias y clostridios de los clúster I y IV. Este hecho podría ser debido a la no 

amplificación, con los cebadores empleados en la PCRc, de una parte de las especies del 

grupo bacteriano. Aunque este error podría reducirse mediante la comprobación de un 

mayor número de especies bacterianas en cada grupo, como se ha comentado en la 

introducción, una parte importante de las bacterias de la microbiota intestinal no han 
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podido ser cultivadas ni identificadas, por lo que la fuente de error se mantendría (Suau 

et al., 1999; Lagier et al., 2015). 

Un problema adicional en el caso de los resultados de la NGS es la sensibilidad 

de la misma que viene dada por la profundidad de la secuenciación, es decir, por el 

número de fragmentos secuenciados en cada muestra. En la mayoría de los estudios de 

caracterización de la microbiota digestiva este valor varía, aproximadamente, entre 

5 x 104 y 1 x 105 secuencias (Slifierz et al., 2015). Teniendo en cuenta que los recuentos 

de bacterias totales en las muestras de heces estuvieron alrededor de las 1011 bacterias/g, 

teóricamente, para esta profundidad solo se detectarían mediante NGS aquellas 

poblaciones que se encontrasen en concentraciones superiores a 106 bacterias/g. Por el 

contrario, con las PCRc desarrolladas en el presente trabajo, se pueden llegar a detectar 

concentraciones de 104 bacterias/g y, por ello, aquellos grupos bacterianos que 

proporcionen recuentos entre estos dos valores no serán evidenciados por secuenciación 

masiva pero sí por PCRc. Esta circunstancia se ha observado de forma clara en la 

cuantificación de la población de bifidobacterias pero, en base a los resultados obtenidos 

en otros experimentos de esta Tesis, también se podría dar en la cuantificación de 

lactobacilos, enterobacterias y clostridios del clúster I. 

En algunos estudios se han observado diferencias entre el número de secuencias 

obtenidas en una muestra y el número esperado para esa misma muestra partiendo de una 

concentración conocida de ADN. Así, en el estudio realizado por Wang y colaboradores 

(2014) se emplearon muestras de 10 especies bacterianas en la misma proporción pero 

con diferente cantidad total, observándose que algunas de las secuencias obtenidas por 

NGS se incrementaban mientras que otras se reducían al incrementar la cantidad total de 

ADN en la reacción. En otro estudio se empleó una concentración conocida de ADN de 

varias especies por separado y se secuenció por triplicado, observándose desviaciones 

entre las réplicas de entre un 20 y un 90 %, alcanzándose valores medios próximos al 

doble del valor esperado para algún taxón (Boers et al., 2017). 

La mayoría de los autores que emplean estas dos técnicas para determinar la 

composición de la microbiota digestiva no comparan los resultados directamente entre 

ellas ya que, como mencionamos anteriormente, no son directamente comparables por las 

propiedades intrínsecas de las mismas (Dou et al., 2017). En algunos casos se emplea la 

PCRc para cuantificar aquellos grupos bacterianos en los que se aprecian diferencias 

significativas mediante secuenciación masiva (Galán-Ros 2015). En el estudio de 

Hermann-Bank y colaboradores (2013) aplica la secuenciación masiva sobre el material 

amplificado mediante un chip que contiene cebadores para amplificar 24 taxones 

mediante PCRc, por lo que los resultados de ambas técnicas está lógicamente relacionado. 

A pesar de ello, los resultados obtenidos mediante NGS en dicha investigación 

presentaron una elevada dispersión, oscilando entre 10 veces por encima y 10 veces por 

debajo de los valores obtenidos mediante PCRc. 

En el análisis longitudinal de los resultados del estudio de comparación 1 realizado 

durante la lactación se observaron diferencias estadísticamente significativas en todos los 

grupos bacterianos analizados mediante PCRc salvo para los bacteroides-Prevotella y las 

bifidobacterias. Estas diferencias también fueron observadas en el análisis de los 

resultados obtenidos mediante secuenciación masiva aunque en este caso, también se 
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observaron diferencias en la evolución de las familias Bacteroidaceae y Prevotellaceae. 

Sin embargo, las evoluciones de ambos taxones fueron inversas hecho que podría explicar 

que la suma de ambas podría no presentar diferencias a lo largo del experimento como 

mostró la PCRc.  

Además, cuando se compararon los dos grupos experimentales, con y sin 

lactorremplazante, se comprobó que no existían diferencias significativas en la 

composición de la microbiota determinada por ambas técnicas en el muestreo realizado a 

mitad de la lactación. En el tercer muestreo, realizado a los 7 días del destete, no se 

observaron diferencias entre los animales que recibieron el lactorremplazante en 

comparación con los testigos que no lo recibieron mediante PCRc pero sí se observaron 

diferencias en la familia Clostridiaceae sensu stricto mediante secuenciación masiva, 

aunque únicamente cuando no se aplicaron las correcciones para comparaciones 

múltiples. 

El estudio de comparación 2 se realizó durante la transición con tres grupos de 

animales sometidos a cambios en su alimentación, reduciendo la cantidad de lisina y 

antibióticos e introduciendo avena en la composición del pienso. 

En el análisis longitudinal de los resultados obtenidos mediante PCRc se 

observaron diferencias significativas para todos los grupos bacterianos salvo para los 

clostridios del clúster XIV. En cambio, mediante NGS la excepción se localizó en la 

familia Ruminococcaceae (clostridios del clúster IV). Las evoluciones de las poblaciones 

bacterianas fueron similares entre ambas técnicas salvo para el clúster XIV que presentó 

una evolución inversa. Se observó una correlación de Pearson superior a 0,65 (p < 0,05) 

entre la diversidad alfa y el porcentaje de bacterias no determinado por las PCRc, por lo 

que este valor obtenido mediante PCRc podría dar una aproximación a la diversidad de 

las muestras de los estudios en los cuales no se realizó secuenciación masiva. 

La comparación de los tres grupos experimentales mostró, igualmente, unos 

resultados muy similares para ambas técnicas en lo que respecta a la composición 

cuantitativa de la microbiota intestinal. En el segundo muestreo, realizado a los 8 días del 

destete, no se observaron diferencias significativas por ninguna de las dos técnicas 

empleadas, aunque el valor absoluto obtenido mediante PCRc de enterobacterias fue 

significativamente mayor en los animales del grupo experimental 2 con respecto al grupo 

experimental 1. Tampoco existieron diferencias significativas en las poblaciones 

bacterianas analizadas mediante PCRc en el tercer muestreo, a la salida de los animales 

hacia el cebadero aunque mediante NGS se pudo comprobar que los animales del grupo 

de tratamiento 2 presentaban una menor abundancia relativa para la familia 

Bacteroidaceae en comparación con el grupo de tratamiento 1. 

Por lo tanto, podemos concluir que no existen grandes diferencias entre los 

resultados de cuantificación de la microbiota obtenidos mediante estas dos técnicas. 

Aunque, como hemos indicado, los resultados de las PCRc no son directamente 

comparables con los obtenidos mediante NGS, el análisis estadístico de la evolución de 

la microbiota en diferentes tiempos o tras diferentes tratamientos proporciona resultados 

muy similares empleando ambas herramientas. Esto nos permite afirmar que los 

resultados obtenidos mediante PCRc son perfectamente válidos para llevar a cabo 

estudios de comparación y seguimiento cuando se introduce cualquier factor que pueda 
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afectar a la microbiota intestinal. Al tratarse de una técnica más económica y rápida 

podemos emplearla para obtener una visión general de la composición de la microbiota 

de forma más sencilla que la secuenciación masiva. Por su parte, los resultados de NGS 

nos permiten conocer de una forma mucho más detallada la composición de la microbiota, 

aportando mayor cantidad de información. 

 

5.2.- Evolución de la microbiota 
 

La composición de la microbiota presente en las heces de los lechones presenta 

una evolución amplia y rápida durante las primeras semanas de vida al estar expuestos 

los lechones de forma continuada a miles de especies de bacterias y a condiciones 

alimentarias cambiantes (Slifierz et al., 2015). Las bacterias que colonizan en las primeras 

etapas de la vida del animal juegan un papel muy importante en la estabilización de la 

microbiota intestinal, un fenómeno que ocurre, fundamentalmente, a partir de las 2-3 

semanas posdestete. La inestabilidad existente en las primeras semanas puede hacer que 

los lechones sean más susceptibles a la disbiosis y a otras enfermedades, hecho que se ha 

probado en medicina humana (Munyaka et al., 2014) y que ha dado lugar a la denominada 

hipótesis de la programación, por la que los estímulos ambientales en las primeras edades 

predeterminan la manifestación de enfermedades en edades muy posteriores (Azad y 

Kozyrskyj, 2012). El empleo de antibióticos, el estrés o las prácticas de manejo pueden 

tener un impacto notable en la microbiota intestinal, favoreciendo o reduciendo la 

aparición de enfermedades (Thompson et al., 2008; Schmidt et al., 2011; Isaacson y Kim, 

2012; Schokker et al., 2015). Así, se ha sugerido, por ejemplo, que la cantidad de 

lactobacilos presentes en las heces puede influir en la inmunidad del lechón y, por tanto, 

en la receptividad a las enfermedades debido a la actividad inmunoestimulante e 

inmunomoduladora de estas bacterias (Schokker et al., 2014). 

Una parte importante de los resultados obtenidos mediante el uso de las dos 

técnicas empleadas en esta Tesis, PCRc y NGS, son los relativos a la composición de la 

microbiota a lo largo de la vida de los lechones. Para ello se han empleado los diferentes 

estudios que incluyeron un componente temporal y que fueron llevados a cabo en distintas 

granjas. Estos estudios son los identificados como comparación 1, comparación 2, estatus 

sanitario 1 y estudios de dieta 4 y 5 y abarcan la lactación (estudio de comparación 1 y 

estudio de estatus sanitario 1), el destete y transición (estudio de comparación 1 y 2, 

estudio de estatus sanitario 1 y estudios de dieta 4 y 5) y el periodo de cebo (estudio de 

dieta 4). 

La población de bacterias totales se mantuvo más o menos estable (1010-

1011 bacterias/g) a lo largo de todo el tiempo de seguimiento y para el conjunto de los 

cinco estudios. Este hecho nos indica que la microbiota intestinal alcanza las 

concentraciones habitualmente detectadas en las heces en los primeros días o incluso 

primeras horas de vida de los lechones. 

Se demostró que la población de bacteroides-Prevotella se incrementa con la edad 

de los animales ya que en los primeros días (desde el nacimiento hasta la mitad de 

lactación) presenta los menores recuentos y proporciones mediante PCRc. Los resultados 
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de secuenciación masiva nos permitieron comprobar que, como se ha mencionado 

anteriormente, mientras la familia Bacteroidaceae disminuye desde el encalostramiento 

hasta la salida hacia el cebadero de los lechones, en cambio la familia Prevotellaceae se 

incrementa en este mismo periodo, por lo que sería esta familia la responsable del 

incremento observado por PCRc. 

Cabe mencionar que en los muestreos realizados alrededor del momento del 

destete, aquellas muestras que se recogieron en el mismo día del destete presentaron una 

proporción ligeramente superior bacteroides-Prevotella con respecto a las recogidas al 

día siguiente. Dentro de la familia Prevotelleceae el género detectado más abundante ha 

sido Prevotella, que es un género productor de AGCC (Shah y Collins, 1990). Estos 

AGCC son absorbidos por los colonocitos y desarrollan importantes y diversas funciones 

a nivel local. La disminución del género Bacteroides y el incremento de Prevotella 

después del destete también ha sido descrita en otros estudios (J. Hu et al., 2016; Pajarillo 

et al., 2014; Chen et al., 2017; Mach et al., 2015). Además, se ha descrito una correlación 

positiva de la concentración de Bacteroidetes después del destete con la abundancia 

temprana de Ruminococcaceae, Prevotellaceae y Lachnospiraceae (Dou et al., 2017). 

La población de lactobacilos presenta un comportamiento inicial similar al de los 

bacteroides, elevándose ligeramente en los primeros días de vida de los lechones (1-3) 

aunque a los 7 días ya se observa, tanto en los resultados proporcionados por la PCRc 

como en los de NGS, una ligera disminución que se hace más manifiesta en el destete, 

permaneciendo a partir de ese momento relativamente estables. Este resultado confirma 

los hallazgos de otros estudios (J. Hu et al., 2016; Pajarillo et al., 2014; Chen et al., 2017; 

Mach et al., 2015; Starke et al., 2014), aunque para algunos autores no existe esta 

disminución (Slifierz et al., 2015) e incluso se puede existir un incremento de los mismos 

(Frese et al., 2015). Al igual que ocurrió con la población de bacteroides, la población de 

lactobacilos fue ligeramente superior en los animales muestreados en el mismo día del 

destete en comparación con los animales muestreados al día siguiente del mismo. Entre 

los componentes de este grupo bacteriano ocupa una posición destacada el género 

Lactobacillus, bacterias productoras de ácido láctico, molécula que reduce el pH gástrico 

y retrasa la colonización por E. coli enterotoxigénico (Thomlinson y Lawrence, 1981) 

además de incrementar el rendimiento productivos de los cerdos (Tsiloyiannis et al., 

2001). La elevación inicial de esta población podría ser debida en parte a la caseína de la 

leche de la cerda, que puede formar coágulos en el estómago que favorecen el transporte 

de los lactobacilos al intestino delgado y que junto al aporte continuo de sustratos para la 

fermentación favorecen a este grupo bacteriano (Castillo-Gómez 2006). 

Las enterobacterias, por su parte, se detectaron en una elevada proporción en las 

muestras recogidas al nacimiento de los animales (20 %) pero rápidamente redujeron su 

importancia, observándose a los 3 días proporciones cercanas al 8-6 % (PCRc-NGS). 

Hacia la mitad de la lactación disminuyeron hasta el 2-5 % (PCRc-NGS) y, a partir de 

este momento, se mantuvieron relativamente estables hasta el periodo de destete, bajando 

hasta valores inferiores al 1 % a continuación. La evolución de esta familia observada en 

nuestros estudios coincide con la descrita para el género Escherichia-Shigella en otros 

estudios (Chen et al., 2017; Mach et al., 2015; Starke et al., 2014). Cabe destacar que las 

enterobacterias en nuestro estudio presentaron un comportamiento inverso al de los 

lactobacilos y los bacteroides en las muestras recogidas al destete, siendo la concentración 
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y la proporción de enterobacterias más elevada en las muestras recogidas al día siguiente 

en comparación con las correspondientes al día del destete. Además, se ha descrito una 

correlación negativa de las Enterobacteriaceae después del destete con la abundancia 

temprana de Ruminococcaceae, Prevotellaceae y Lachnospiraceae (Dou et al., 2017). El 

papel de este grupo bacteriano se discutirá en más profundidad en apartados posteriores. 

La población de bifidobacterias se mantuvo relativamente estable desde el 

nacimiento de los lechones y hasta los muestreos realizados a la mitad del periodo de 

cebo de los animales. Se puede mencionar que durante los primeros 10 días de vida 

alcanzaron recuentos cercanos al 0,1 % mientras que a partir del destete su proporción se 

situó alrededor del 0,01 %, con la única excepción del muestreo realizado a la entrada al 

cebadero de los animales del estudio de estatus sanitario 1, que presentó una proporción 

cercana al 0,6 %. Esta disminución de la población de bifidobacterias tras el destete 

también fue documentada en el estudio de Starke y colaboradores (2014). Está población 

es la única que en alguna de las muestras de heces analizadas no ha podido ser 

cuantificada al obtener valores inferiores a los límites de detección de las técnicas, lo que 

ha sido observado en otros estudios (Heinritz et al., 2016). 

Los clostridios del clúster I o sensu stricto presentaron una proporción más 

elevada en los 3 primeros días de vida que a mitad de lactación. Aunque en el destete 

vuelven a elevarse, los valores observados durante la transición y el cebo (0,2-2 %, PCRc-

NGS) no llegan a alcanzar las concentraciones determinadas en los dos primeros 

muestreos durante la lactación (0,6-4 %, PCRc-NGS). Esta evolución concuerda con la 

descrita por otros autores (Chen et al., 2017; Mach et al., 2015; Starke et al., 2014), 

aunque en el estudio de Hu y colaboradores (2016) se evidenció, por el contrario, que los 

Clostridium sensu stricto se reducían al avanzar la fase de transición de los lechones. En 

el estudio de Castillo-Gómez observó que la disminución de este clúster se debía en parte 

a la disminución de C. butyricum durante la lactación. 

El clúster IV de clostridios engloba a la familia Ruminococcaceae y presentó el 

menor porcentaje durante los primeros 10 días de vida de los lechones (3-9 %, PCRc-

NGS), elevándose hasta el momento del destete (10-25 %, PCRc-NGS). A partir del 

destete volvió a disminuir su importancia hasta el final del periodo de transición (7-19 %, 

PCRc-NGS), tal y como se ha puesto de manifiesto por otros autores (Mach et al., 2015; 

Starke et al., 2014). El papel de este grupo bacteriano se discutirá en detalle en apartados 

posteriores. 

Finalmente, la familia Lachnospiraceae (clostridios del clúster XIV) presentó un 

comportamiento bastante similar al observado para el clúster IV aunque los valores 

observados, como se ha comentado anteriormente, fueron bastante inferiores mediante la 

técnica de NGS. Así, en los primeros muestreos la abundancia relativa estuvo próxima a 

un 9 %, elevándose ligeramente en el destete (11 %) y disminuyendo durante la transición 

(8 %). Esta disminución tras el destete ha sido descrita para esta misma familia por otros 

autores (Hu et al., 2016; Pajarillo et al., 2014; Chen et al., 2017; Mach et al., 2015). Los 

resultados de evolución y concentración obtenidos mediante PCRc también fueron 

similares a los determinados por otros autores empleando la misma técnica para 

cuantificar este grupo bacteriano (Starke et al., 2014). 
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En el ganado porcino se ha descrito la existencia de dos enterotipos en los 

animales después del destete, identificados como ruminococcaeae (tipo 3) y el prevotella 

(tipo 2) mientras que en humana existe otro enterotipo a mayores, el bacteroides (tipo 1) 

(Arumugam et al., 2011). Estos enterotipos dependen de la abundancia de Lactobacillus 

y clostridios del clúster XIVa durante la lactación de los lechones (Mach et al., 2015). 

Los animales con un enterotipo ruminococcaceae presentan mejores parámetros 

productivos durante la lactación mientras que el enterotipo prevotella tiene peores 

parámetros durante la lactación pero después del destete tiene mejor ganancia media 

diaria y mayor peso vivo (Mach et al., 2015). El enterotipo ruminococcaceae está 

asociado a una mayor abundancia de bacterias que pueden utilizar los oligosacáridos de 

la leche de la cerda como son Bacteroides y clostridios del clúster IV y XIV (Li et al., 

2012). Por el contrario, el enterotipo prevotella está asociado al género del mismo 

nombre, que como se ha comentado anteriormente está asociado a la fermentación de 

polisacáridos complejos (Shah y Collins, 1990; Castillo-Gómez, 2006). 

Además de estos grupos bacterianos analizados mediante ambas técnicas, 

podemos destacar resultados correspondientes a una serie de familias identificadas 

mediante NGS y cuya abundancia fue superior al 1 % que presentaron diferencias 

significativas en el periodo comprendido entre el encalostramiento de los lechones y la 

salida hacia el cebadero. La familia Fusobacteriaceae, cuyo género más abundante fue 

Fusobacterium, presentó un porcentaje importante a los 3 días de vida pero a los 10 días 

solo alcanzaba el 1 % y en el destete no llegaba al 0,01 %. Esta disminución antes del 

destete ha sido observada en otros estudios similares (Pajarillo et al., 2014; Slifierz et al., 

2015; Chen et al., 2017). Por el contrario, la familia Spirochaetaceae mostró un porcentaje 

inferior al 1 % en los dos primeros muestreos, al inicio y mitad de la lactación, para 

incrementarse progresivamente hasta alcanzar una proporción del 4 % en el muestreo 

realizado al final de la transición, con valores muy similares a los obtenidos por Slifierz 

y colaboradores (2015). Un comportamiento similar lo presentó la familia 

Veillonellaceae, con valores inferiores al 1 % hasta el destete, ascendiendo hasta valores 

próximos al 5 % durante el periodo de transición. Finalmente, las familias Rikenellaceae, 

Erysipelotrichaceae y Christensenellaceae presentaron recuentos inferiores al comienzo 

y al final del periodo del estudio, alcanzando valores máximos en los muestreos realizados 

alrededor del destete. 

A nivel de filo, todos los muestreos del estudio longitudinal global se podrían 

agrupar en dos grandes partes cuyo punto de división sería el destete de los animales. En 

el primer periodo, anterior al destete, los filos dominantes son Firmicutes (53 %), 

Bacteroidetes (30 %), Proteobacteria (9 %) y Fusobacteria (4 %), mientras que en el 

segundo, tras el mismo, encontramos Firmicutes (52 %), Bacteroidetes (39 %), 

Proteobacteria (4 %) y Spirochaetae (3 %). Por lo tanto, los resultados de nuestros 

estudios confirman que los dos filos más importantes cuantitativamente en la microbiota 

de los lechones son Firmicutes y Bacteroidetes, tal y como ha sido propuesto por varios 

autores (Chen et al., 2017; Kim et al., 2011; Hu et al., 2016; Pajarillo et al., 2014; Tajima 

et al., 2010; Soler et al., 2018). Entre ellos, Firmicutes fue el más abundante en nuestro 

caso aunque para algunos autores Bacteroidetes es más prevalente entre los animales 

destetados (Pajarillo et al., 2014; Hu et al., 2016; Guevarra et al., 2018; Poroyko et al., 

2010). El filo Proteobacteria ocupó el tercer lugar en importancia a lo largo del estudio 

aunque mostró una clara disminución durante el seguimiento, tal y como se ha 
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comprobado en otros estudios (Pajarillo et al., 2014; Niu et al., 2015; Zhao et al., 2015; 

Looft et al., 2012; Soler et al., 2018; Xie et al., 2017). Este hecho nos permite sugerir que 

la abundancia de patógenos oportunistas puede decrecer al incrementarse la madurez de 

la microbiota intestinal, tal y como ha sido propuesto por otros autores (Chen et al., 2017). 

Los filos Fusobacteria y Spirochaetae también fueron detectados en nuestro estudio con 

proporciones y evoluciones similares en sus poblaciones a las de otras investigaciones 

con similar diseño (Chen et al., 2017; Pajarillo et al., 2014; Slifierz et al., 2015). 

En cuanto a la diversidad alfa o riqueza obtenida con los resultados de la 

secuenciación masiva se observó un incremento progresivo a lo largo de todo el 

seguimiento longitudinal, incrementándose muestreo a muestreo de forma significativa 

en la mayoría de los casos. Un resultado similar ha sido descrito por diversos autores 

(Chen et al., 2017; Mach et al., 2015; Niu et al., 2015) aunque también existe algún 

estudio que detecta una disminución en algunos de los índices tras el destete (Hu et al., 

2016). Una mayor riqueza, en principio, provee a la microbiota de una redundancia 

funcional que ayuda en la homeostasis y a la resiliencia del ecosistema y, por tanto, 

favorece la salud del lechón (Le Chatelier et al., 2013; Konopka, 2009). Así, por ejemplo, 

en medicina humana se ha observado que la diversidad reducida en los neonatos nacidos 

por cesárea puede alterar la colonización por Bacteroidetes (Jakobsson et al., 2014). 

Finalmente, la diversidad beta u ordenación puso de manifiesto que las muestras 

se agrupaban claramente entre ellas en base al tiempo de muestreo o, lo que es lo mismo, 

en base a la edad del lechón. Los muestreos realizados a los 8 días del destete y al finalizar 

la transición se encontraban más próximos entre sí, aunque algunos índices, como las 

distancias de Bray-Curtis permitían separar ambos conjuntos de muestras. También cabe 

destacar que las muestras de los lechones lactantes se agrupan menos entre ellas y que 

esta situación revierte a medida que se incrementa la edad. Así, las muestras de animales 

de más edad tienden a estar más próximas entre sí, con la excepción de las muestras 

correspondientes a la etapa de transición. Estos resultados nos permiten concluir, en 

consonancia con otros autores, que la composición de la microbiota es bastante diferente 

en el caso de los lechones lactantes y que esta microbiota se va asemejando cada vez más, 

entre los distintos animales, tras el destete (Mach et al., 2015; Slifierz et al., 2015; Chen 

et al., 2017). 

El destete de los lechones es un periodo de grandes cambios en el lechón, como 

se puede apreciar en los cambios de composición de su microbiota intestinal. De forma 

general, se ha observado que se produce un incremento en la población de enterobacterias 

mientras que los bacteroides, lactobacilos, bifidobacterias y clostridios del clúster IV y 

XIV se reducen en los días siguientes al destete y, con ello, disminuyen los efectos 

positivos que tienen estas bacterias o sus metabolitos (AGCC). Todos estos cambios de 

composición podrían ser una de las causas de las disbiosis que se observan 

frecuentemente tras el destete. 
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5.3.- Comparación de la composición de la microbiota en animales 

sanos y con disbiosis, y entre granjas con diferente estatus sanitario 
 

La microbiota digestiva tiene un gran impacto en la salud de animales (Barko et 

al., 2018) al participar en funciones fisiológicas fundamentales para la salud del 

hospedador. En los últimos años, en el ganado porcino se ha incrementado la importancia 

de los problemas digestivos no específicos generalmente asociados a situaciones de 

disbiosis en la microbiota digestiva (Fouhse et al., 2016; Gresse et al., 2017). Para 

conocer la composición de la microbiota intestinal en animales sanos y en animales con 

disbiosis se han empleado las PCRc desarrolladas en este trabajo de Tesis con el fin de 

determinar de manera rápida y económica las posibles diferencias entre ambos grupos de 

animales. 

En el estudio de disbiosis 1 los animales con un cuadro clínico inespecífico 

compatible con disbiosis de acuerdo a los veterinarios de las explotaciones afectadas 

presentaron un recuento superior de enterobacterias y bifidobacterias así como un 

recuento menor de clostridios de los clúster I y XIV con respecto a los animales 

considerados sanos. Además, el índice de salud intestinal fue inferior en los animales 

afectados, a consecuencia del citado mayor incremento de la población de 

enterobacterias. Un estudio realizado por Dou y colaboradores (2017) demostró un 

incrementó en las enterobacterias asociado a una baja abundancia del filo Bacteroidetes 

en los animales que presentaron diarrea durante la transición. Por el contrario, nuestros 

resultados muestran un incremento de ambas poblaciones en los animales con disbiosis. 

Además, estos mismos autores también observaron que los animales sanos presentaban 

unas poblaciones de clostridios de los clúster IV y XIV más elevadas que aquellos que 

presentaron diarrea, en coincidencia con los resultados de nuestro estudio en animales 

con disbiosis. En este sentido, se ha descrito que géneros como Blautia y Roseburia, 

pertenecientes al clúster XIV de los clostridios, se encuentran en mayor proporción en 

animales sanos con respecto a los animales que tuvieron diarrea (Diao et al., 2018). Estas 

bacterias son productores de ácido acético y butírico (AGCC), respectivamente para 

Blautia y Roseburia, moléculas que regulan la función inmunitaria a través de sus 

receptores (Duncan et al., 2006; Liu et al., 2008) y que tienen un papel fundamental en la 

fisiología digestiva manteniendo la homeostasis y el balance electrolítico del intestino y 

aportando energía a los enterocitos (Ríos-Covián et al., 2016). 

En el estudio de disbiosis 2 no se apreciaron diferencias entre los grupos de 

animales sanos y con posible disbiosis, por lo que los animales que solo presentaron fiebre 

se unieron en el análisis a los animales testigo. En este segundo análisis, pudimos 

demostrar la existencia de diferencias en el recuento de bacterias totales y de 

bifidobacterias, que fueron inferiores en los animales con cuadro clínico asociado a una 

disbiosis, así como, sorprendentemente, una proporción superior de lactobacilos en este 

grupo de animales. Al contrario de lo observado en nuestro estudio, para otros autores la 

mayor proporción de lactobacilos suele asociarse a un estado fisiológico de salud 

intestinal, existiendo una correlación positiva entre este grupo bacteriano y la ausencia de 

procesos entéricos (Pärtty et al., 2015; Diao et al., 2018). Las bifidobacterias no son 

consideradas un componente importante de la microbiota intestinal del cerdo y, en ese 
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sentido, hemos obtenido concentraciones bajas de este grupo bacteriano aunque se ha 

descrito que su estimulación puede ser beneficiosas para los lechones (Weiss et al., 2016). 

En el estudio de disbiosis 3 no se apreciaron diferencias en los recuentos absolutos 

de las poblaciones analizadas pero sí en las proporciones de bacteroides y clostridios del 

clúster IV y XIV, que fueron superiores en los animales que no tenían un cuadro clínico 

compatible con disbiosis. Como se ha comentado anteriormente, existen estudios previos 

que han demostrado, de forma similar, proporciones superiores de estos grupos 

bacterianos asociadas a un estado fisiológico y salud intestinal de los animales (Diao et 

al., 2018). En los lechones durante la transición se ha descrito que distintos géneros 

bacterianos de la familia Prevotellaceae incluida en los bacteroides y de las familias de 

clostridios Ruminococcaceae y Lachnospiraceae están correlacionadas con la eficiencia 

alimentaria, ya que los lechones más eficientes son los que probablemente tengan una 

microbiota intestinal más competente para digerir los carbohidratos de la dieta 

(McCormack et al., 2014). 

Finalmente, en el estudio de disbiosis 4 se observaron las mayores diferencias 

entre los dos grupos. Los animales que presentaron diarrea durante la transición tuvieron 

menores recuentos y proporciones de lactobacilos, bifidobacterias y clostridios del clúster 

I y IV, mayor porcentaje de bacteroides y enterobacterias, y un menor recuento absoluto 

de clostridios del clúster XIV. Además, el índice de salud intestinal fue superior en los 

animales que no presentaron diarrea con respecto a aquellos animales que sí la 

presentaron. Como se ha comentado en los estudios anteriores, estos incrementos en las 

poblaciones de lactobacilos y clostridios del clúster IV y XIV así como la disminución en 

la población de enterobacterias están asociados a un beneficio para el lechón (Pärtty et 

al., 2015; Diao et al., 2018; Dou et al., 2017). Sin embargo, el hallazgo de un mayor 

porcentaje de bacteroides en los animales con diarrea es contrario a lo descrito por otros 

autores (Hermann-Bank et al., 2015; Dou et al., 2017). Dou y colaboradores (2017) 

demostraron una clara correlación entre la población de enterobacterias y el contenido 

seco de las heces diarreicas (con un contenido de extracto seco inferior al 20 %), 

proponiendo que este grupo podría ser un adecuado indicador de salud intestinal. En el 

estudio de Hermann-Bank y colaboradores (2015) se observó en las diarreas neonatales 

un incremento en las enterobacterias y en la familia Prevotellaceae, aunque esta última, 

como se ha visto anteriormente, no suele ser importante hasta después del destete. 

Además, este incremento de prevotellas se correlacionó con una disminución en los 

lactobacilos y en los géneros de los clúster IV y XIV de clostidios, como se ha apreciado 

en nuestro estudio así como en otros previos (Yang et al., 2017; Kaufmann et al., 1997). 

La población de bifidobacterias observada también fue inferior. Por el contrario, Yang y 

colaboradores (2017) observaron en las diarreas neonatales una correlación negativa entre 

las enterobacterias y prevotellas, siendo éstas más abundantes. 

En el estudio de estatus sanitario se analizó la composición de la microbiota de las 

heces de los lechones de las granjas con diferentes niveles de sanidad: estatus bajo 

(positivas a disentería y M. hyopneumoniae y positivas o negativas inestables a PRRS), 

estatus medio (negativas a disentería, PRRS estables con vacunación en sabana y 

positivas a M. hyopneumoniae) y estatus elevado (negativas a disentería, PRRS y 

M. hyopneumoniae). 
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En el muestreo realizado al nacimiento de los lechones se observaron cambios en 

la proporción de bacteroides, que fue superior en las granjas de estatus bajo, y en el 

porcentaje de lactobacilos, que fue superior en las granjas de estatus alto. En el muestreo 

realizado en el destete de los animales existió un menor recuento y proporción de 

clostridios del clúster I y superior de clostridios del clúster IV en las granjas con estatus 

bajo con respecto a las granjas con un estatus alto y medio. Además, los animales de 

granjas con un estatus medio presentaron una proporción inferior de lactobacilos con 

respecto a los animales de los otros dos grupos y un índice salud intestinal inferior al 

observado en las granjas con un estatus bajo. Finalmente, en el último muestreo, realizado 

a la entrada de los animales al cebo, se observaron diferencias en las poblaciones de 

enterobacterias y clostridios del clúster I y IV. Los animales de las granjas de estatus bajo 

presentaron una proporción inferior de enterobacterias y superior de clostridios del clúster 

IV así como un mayor índice de salud intestinal con respecto al resto de explotaciones. 

Además, los animales de granjas de estatus alto mostraron una mayor población de 

clostridios del clúster I en comparación con los otros dos estatus sanitarios. 

Las diferencias observadas en la población de lactobacilos en el muestreo 

realizado al nacimiento de los lechones nos indican que las granjas con un alto estatus 

sanitario tienen cierta ventaja sobre el resto; este grupo bacteriano puede influir en la 

inmunidad del lechón y en la receptividad a las enfermedades debido a su actividad 

inmunomoduladora (Schokker et al., 2014). En cuanto a la población de bacteroides, al 

estar determinada mediante PCRc, no podemos conocer a que familias o géneros pudiera 

estar asociado el incremento observado. Mientras que las bacterias del género Bacteroides 

tienen un papel metabólico importante en esta fase al usar los oligosacáridos de la leche 

como fuente de carbono (Guevarra et al., 2018; Frese et al., 2015), las del género 

Prevotella son más relevantes en etapas posteriores al destete (Mach et al., 2015). 

Como se ha mencionado anteriormente, se podría decir, en base al porcentaje total 

de grupos bacterianos analizados mediante PCRc, que la diversidad de la microbiota 

intestinal es diferente para los tres estatus sanitarios, siendo las granjas con un estatus 

bajo las que menor diversidad tendrían a lo largo de todo el periodo de seguimiento del 

estudio. Se ha observado en diversos estudios que un incremento en la diversidad de la 

microbiota digestiva hace que los cerdos sean más resistentes a algunas infecciones o 

incluso, una vez infectados por agentes como Mycoplasma o PRRS, muestren un cuadro 

clínico menos severo (Schachtschneider et al., 2011; Niederwerder et al., 2016; 

Niederwerder, 2017; Ober et al., 2017). Por lo tanto, las granjas con un estatus sanitario 

elevado y negativas a estos agentes respiratorios tendrían una ventaja frente a la infección 

por los mismos en comparación con las granjas con un estatus sanitario bajo. Por otra 

parte, al contrario de lo que se podría esperar, en varios estudios se ha observado que el 

incremento de la familia Enterobacteriaceae o del filo que la engloba (Proteobacteria) está 

relacionado con una reducción en el cuadro clínico asociado a la infección por 

Brachyspira hampsonii o PRRS (Niederwerder et al., 2016; Costa et al., 2014), por lo 

que los animales de las granjas con un estatus alto y medio tendrían cierta ventaja sobre 

las granjas con un estatus sanitario bajo a la entrada a cebo, que es cuando suelen tener 

mayor importancia económica estos agentes. Sin embargo y en contraposición, Burrough 

y colaboradores (2017) observaron que los animales infectados por B. hyodysenteriae 

presentaban en la mucosa intestinal una mayor abundancia de Enterobacteriales. Este 

mismo estudio demostró mayores poblaciones de lactobacilos, bifidobacterias y 
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bacteroides en los animales no infectados tras su exposición a espiroquetas intestinales. 

Además, se ha propuesto que el género Roseburia (familia Ruminococcaceae) está 

incrementado en los cerdos no infectados por B. hyodysenteriae con respecto a los 

infectados (Burrough et al., 2017). De forma similar, la familia Ruminococcaceae está 

aumentada en los animales infectados por PRRS con mejores índices productivos 

posteriores a la infección (Ober et al., 2017). Así, los animales de las granjas con un 

estatus sanitario bajo presentarían, a priori, una microbiota más adecuada para reducir los 

efectos de las infecciones por parte de estos dos agentes presentes en las explotaciones. 

 

5.4.- Comparación de la composición de la microbiota digestiva en 

lechones sometidos a diferentes modificaciones de la dieta  
 

El uso metafiláctico y profiláctico de antibióticos en el ganado porcino disminuye 

la morbilidad y mortalidad durante el periodo de destete así como el riesgo de infección 

en un sistema productivo muy intensificado, con destetes tempranos en los cuales los 

lechones aún no tienen un sistema inmunitario totalmente desarrollado para luchar contra 

los potenciales patógenos (Tajima y Aminov, 2015). Por otro lado, como se ha comentado 

anteriormente, este empleo origina un efecto directo sobre la composición de la 

microbiota y genera un incremento de los genes que codifican resistencias a los 

antibióticos en esta microbiota intestinal.  

Por este motivo, en los últimos años se ha incrementado el interés en el desarrollo 

de alternativas que combinen un efecto positivo sobre la microbiota intestinal con una 

mejora en la inmunidad, de la salud y del rendimiento productivo de los cerdos. Una 

buena alternativa para este fin es el empleo de probióticos, bacterias que deben alcanzar 

su lugar de acción a una concentración adecuada para poder colonizar el intestino y actuar 

sobre la microbiota, provocando efectos beneficiosos a largo plazo sobre el animal (Soler 

et al., 2018). Un importante inconveniente que pueden tener algunos probióticos es la 

facilidad para adquirir y compartir genes de resistencia a través de procesos de 

transferencia horizontal, como la transformación, la conjugación o la transducción 

(Verraes et al., 2013), hecho que puede permitirles actuar como reservorio y fuente de 

resistencias para otros microorganismos. Otras estrategias como el empleo de prebióticos, 

fitobióticos o modificaciones en la composición de la dieta buscan actuar, de forma 

similar, sobre la microbiota y la salud intestinal, evitando los riesgos asociados al empleo 

de bacterias vivas. 

En esta Tesis se han llevado a cabo siete estudios en los cuales se ha modificado 

la composición de la dieta de los lechones, mediante la introducción de nuevos 

ingredientes y aditivos con capacidad para modular la microbiota y potenciar el sistema 

inmunitario de una forma más segura que los probióticos, con el objetivo final de reducir 

los antibióticos empleados en producción porcina. 

El estudio de comparación 1 se realizó en dos grupos de lechones durante la fase 

de lactación, un grupo testigo que recibió una alimentación con la pauta utilizada de forma 

rutinaria en la explotación (lactación y el suplemento con un pienso de iniciación sin 

medicación a partir del día 7 de vida), y un grupo experimental que recibió la misma 
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alimentación pero con la incorporación de un lactorremplazante sin reconstituir entre los 

días 3 y 12 de vida. 

En la comparación realizada entre las poblaciones bacterianas de ambos grupos 

de animales no se observaron grandes diferencias; el análisis de los resultados de PCRc 

demostró una composición similar de la microbiota. La riqueza obtenida a través de los 

cuatro índices empleados tampoco mostró diferencias significativas a mitad de lactación 

ni a los 7 días del destete, aunque fue ligeramente superior para los animales que 

recibieron el lactorremplazante, hecho que, como se ha comentado anteriormente, supone 

una ventaja frente a las infecciones oportunistas (Niederwerder et al., 2016; Ober et al., 

2017; Le Chatelier et al., 2013; Konopka, 2009). La ordenación o diversidad beta, 

calculada principalmente por las distancias no ponderadas Unifrac, también permitió 

agrupar las muestras en función del grupo experimental, sobretodo en el tercer muestreo. 

En cuanto a las diferencias observadas en los géneros con una abundancia superior al 

0,1 % se puede mencionar que, a mitad de la lactación, los animales que recibieron el 

lactorremplazante presentaron una abundancia superior de Anaerotruncus (familia 

Ruminococcaceace), productor de acético y butírico (Lawson 2015) y de un género de la 

familia Planctomycetaceae descrito previamente en la microbiota intestinal de los cerdos 

pero sin relevancia particular conocida (Sun et al., 2015).  

A los 7 días del destete los lechones del grupo experimental que recibieron el 

lactorremplazante presentaron una mayor abundancia de un género de la familia 

Lachnospiraceae, productores de AGCC, de Clostridium sensu stricto, grupo que incluye 

especies muy variadas de clostridios, de un género de la familia Peptostreptococcaceae, 

considerado comensal beneficioso que favorece la homeostasis encontrándose en una 

proporción superior en la microbiota de animales sanos con respecto a los animales con 

disbiosis (Leng et al., 2016; Fan et al., 2017), de Oscillibacter, productor de ácido 

valérico (Iino et al., 2007), y de Ruminococcus 1, productor de AGCC. 

Por el contrario, estos lechones presentaron abundancias inferiores de Bacillus, 

que contiene numerosas especies empleadas como probióticos en porcino (Baker et al., 

2013; Balasubramanian et al., 2016) y productoras de diferentes sustancias 

antimicrobianas como bacterinas o sideróforos (Katz y Demain, 1977; Stein, 2005), y de 

un género de la familia Ruminococcaceace. A nivel de familia, los géneros productores 

de AGCC no presentaron diferencias entre los dos grupos de animales, localizándose las 

diferencias en tres taxones compuestos de bacterias con diversas funciones (Clostridium 

sensu stricto, Peptostreptococcaceae y Bacillus).  

El estudio de comparación 2 se realizó durante la transición con tres grupos de 

lechones sometidos a cambios en su alimentación, reduciendo la cantidad de lisina y 

antibióticos e introduciendo avena en la formulación del pienso. La comparación de los 

tres grupos experimentales, mediante PCRc, mostró, a los 8 días del destete, una mayor 

concentración de enterobacterias, en valor absoluto aunque no en su proporción, en los 

animales que recibieron el tratamiento 2 (sin antibióticos) con respecto a los otros dos 

grupos de animales. A la salida de los animales hacia el cebadero no se apreciaron 

diferencias entre los tres grupos de animales del estudio mediante PCRc. 

El empleo de técnicas de secuenciación masiva en las muestras de este mismo 

estudio determinó la existencia de diferencias en la diversidad alfa y beta entre los grupos 
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de lechones, aunque no alcanzaron la significación estadística. La diversidad alfa en el 

segundo muestreo fue superior en los animales del grupo de tratamiento 2 mientras que 

en el último muestreo fue inferior con respecto a los otros dos grupos de animales. 

Además, la mediana de los índices de diversidad alfa fue superior en el grupo de 

tratamiento 1 que recibió menor cantidad de lisina en comparación con el grupo testigo. 

Este resultado es similar al obtenido en otro estudio en el que se aplicó una reducción del 

30 % en la concentración de lisina, en lugar del 12 % de reducción de nuestro estudio 

(Yin et al., 2018). 

La mayor riqueza determinada en el segundo muestreo de los animales que no 

recibieron antibióticos tendría, como se ha comentado anteriormente, un potencial efecto 

beneficioso al disminuir la receptividad a las infecciones, mientras que la menor 

diversidad en el tercer muestreo aumentaría esta receptividad (Niederwerder et al., 2016; 

Ober et al., 2017). En contraposición, otros estudios indican que los animales tratados 

con antibióticos y con mejores parámetros productivos, como el índice de conversión, 

muestran una disminución en la diversidad de la microbiota (Soler et al., 2018). 

Además, se puede destacar que la diversidad beta calculada por medidas no 

ponderadas Unifrac permitió agrupar las muestras de los lechones que recibieron el 

tratamiento 2 en el segundo muestreo. Esto nos indica que las bacterias de la microbiota 

de los animales que recibieron el tratamiento 2 se parecen más entre ellas que con respecto 

a las bacterias de los otros dos grupos de animales para el mismo muestreo. 

En el segundo muestreo se observó que los lechones que recibieron el tratamiento 

2 presentaban una abundancia superior de Desulfovibrio, grupo que puede contribuir a la 

inflamación intestinal al estar asociada a la patogénesis de la enfermedad intestinal 

inflamatoria (Mukhopadhya et al., 2012) y del grupo RC9 gut de la familia Rikenellaceae, 

que facilita el metabolismo de proteínas y carbohidratos (Su et al., 2014). Los lechones 

que recibieron el tratamiento 1 presentaron una menor presencia del grupo RC9 gut de la 

familia Rikenellaceae y una abundancia superior de Faecalibacterium, un productor de 

AGCC. Finalmente, los animales del grupo testigo presentaron una mayor abundancia de 

Fusicatenibacter, que pertenece a la familia Lachnospiraceae y que, como otros géneros 

de esta familia, son productores de AGCC como el ácido láctico, fórmico, acético o 

succínico (Takada et al., 2013). Por lo tanto, todos los grupos de lechones mostraron, en 

este muestreo, un incremento en la abundancia de algún género productor de AGCC. 

En el último muestreo, realizado a la salida de los lechones hacia el cebadero, los 

animales del grupo testigo presentaron mayores abundancias de los géneros 

Parabacteroides, que como los Bacteroidales con capaces de fermentar polisacáridos 

complejos de la dieta (Sonnenburg et al., 2005; Martens et al., 2008), un género no 

clasificado de la familia Lachnospiraceae y un género de la familia Ruminococcaceae, 

aunque otro género de esta misma familia presentó un abundancia menor. Los lechones 

del grupo de tratamiento 1 presentaron una abundancia superior del género Bacteroides 

y un género de la familia Ruminococcaceae. Por último, los lechones del grupo de 

tratamiento 2 presentaron una abundancia superior del género Blautia y menor de 

Bacteroides. De forma similar a lo ocurrido en el segundo muestreo, todos los grupos de 

lechones del estudio de comparación 2 presentaron, a la salida hacia el cebadero, una 

mayor o menor abundancia de algún género potencialmente beneficioso por su capacidad 
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de fermentar componentes de la dieta no digeribles por lo que no ha sido posible extraer 

una conclusión clara en cuanto al efecto de las diferentes dietas en la composición 

microbiana. 

El estudio de dieta 1 se realizó en tres grupos de lechones durante la fase de 

transición; un grupo testigo, con la alimentación y la medicación empleadas 

habitualmente en la explotación y los grupos experimentales 1 y 2, que recibieron una 

dieta con menor concentración de lisina así como con menor uso de antibióticos (sin 

colistina y sin neomicina) en el caso del grupo experimental 2. 

Aunque en el segundo muestreo no se observaron diferencias significativas entre 

los tres grupos, en el muestreo realizado a la salida de los lechones hacia el cebadero los 

animales del grupo de tratamiento 1 presentaron una población de bacteroides superior a 

la de los lechones del grupo de tratamiento 2 así como una menor población de 

bifidobacterias con respecto a los otros dos grupos de lechones, testigo y tratamiento 2. 

Estos resultados contrastan con los obtenidos por Yin y colaboradores (2018) que 

describen una elevación del filo que engloba a las bifidobacterias en lechones sometidos 

a una restricción de lisina es su dieta. En base a nuestros resultados, una disminución de 

la lisina podría limitar el crecimiento de los lechones y aumentar su receptibilidad a las 

infecciones, debido a la disminución de este grupo bacteriano, tal y como ha sido 

propuesto (Everard et al., 2011). 

El estudio de dieta 2 se realizó en tres grupos de lechones durante la fase de 

transición; un grupo testigo, con la alimentación y la medicación habituales, y los grupos 

experimentales 1 y 2, que recibieron dos suplementos de ácidos grasos diferentes y 

redujeron la administración de antibióticos empleados en las premezclas, eliminando la 

colistina y la neomicina. 

A los 8 días del destete, los lechones del grupo de tratamiento 1 presentaron 

poblaciones superiores de clostridios del clúster IV y XIV mientras que los animales del 

grupo de tratamiento 2 presentaron menos bacteroides y más clostridios del clúster I. En 

el último muestreo, los lechones que recibieron el tratamiento 1 presentaron poblaciones 

superiores de bacteroides y clostridios del clúster IV y XIV. 

Los resultados obtenidos por el suplemento 1 concuerdan con los de otros 

investigadores que también administraron AGCM y ácidos orgánicos a lechones 

destetados y observaron incrementos en las poblaciones de bacteroides y clostridios del 

clúster IV y XIV (Zentek et al., 2013). Estos investigadores también observaron un 

incremento de la población de clostridios del clúster I en el estómago. Por tanto, el grupo 

experimental que recibió el tratamiento 1 presentó una composición de la microbiota 

potencialmente más beneficiosa para los lechones destetados. Además, estas familias se 

han asociado a lechones de mayor peso (He et al., 2016). Cabe mencionar que en nuestros 

estudios no ha sido posible incluir los parámetros productivos recogidos a lo largo del 

seguimiento, puesto que se trató de información sujeta a confidencialidad por parte de las 

empresas implicadas. 

El estudio de dieta 3 se realizó en tres grupos de lechones durante la fase de 

transición; el grupo testigo recibió la alimentación y la medicación empleadas 

habitualmente en la explotación, y los grupos experimentales 1 y 2 recibieron una dieta 
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que incluía avena como fuente de fibra así como un menor uso de antibióticos (sin 

colistina y sin neomicina) en el grupo experimental 2. 

A los 8 días del destete, los lechones que recibieron el tratamiento 1 presentaron 

una población inferior de clostridios del clúster IV mientras que los animales que 

recibieron el tratamiento 2 presentaron una población inferior de enterobacterias que se 

tradujo en un mayor índice de salud intestinal con respecto a los otros dos grupos de 

lechones. En el tercer muestreo, las únicas diferencias observadas fueron en la población 

de bifidobacterias, que fue superior en los lechones que recibieron el tratamiento 2. En 

contra de lo observado en otros estudios, la introducción de avena como fuente de fibra 

disminuyó la concentración de clostridios del clúster IV. La avena tiene un porcentaje 

importante de β-glucanos, en comparación con el trigo, que pueden ser fermentados por 

la microbiota (Pieper et al., 2008; Rose, 2014) y favorecer a algunas poblaciones como 

los lactobacilos o los clúster de clostridios productores de AGCC (Ndou et al., 2018). 

Este último estudio determinó, además, un mayor número de enterobacterias a nivel del 

lumen cecal en los lechones con una dieta que contenía avena, en contraposición con lo 

observado a los 8 días del destete para el grupo de animales que recibieron avena y menor 

cantidad de antibiótico de nuestro estudio. En cuanto a la diversidad microbiana estimada 

en base al porcentaje de bacterias no cuantificadas por las PCRc empleadas, los dos 

grupos que recibieron la avena presentaron una menor riqueza, al contrario a lo descrito 

en otros estudios donde la introducción de ingredientes más fibrosos incrementó la 

diversidad (Roca-Canudas, 2008). 

El estudio de dieta 4 se realizó en tres grupos de lechones durante la fase de 

transición y cebo que recibieron diferentes suplementos en el pienso: el grupo 

experimental 1 recibió un suplemento de extractos de aliáceas y orégano (producto A) y 

ácidos grasos destilados de coco (producto B), el grupo experimental 2 recibió un 

suplemento de aceites esenciales (producto C) y trigo extrusionado con MG-AGCM 

(producto D), y el grupo experimental 3 recibió un suplemento con el producto A y el 

producto D. 

A los 8 días del destete no se observaron diferencias aunque se podría mencionar 

un mayor porcentaje de bacteroides en los lechones que recibieron el tratamiento 3 o una 

menor concentración de enterobacterias en los animales que recibieron el tratamiento 2. 

A la salida de los lechones hacia el cebadero, los que recibieron el tratamiento 1 

presentaron mayores poblaciones de bacteroides pero también de enterobacterias; los 

lechones que recibieron el tratamiento 2 mostraron menor cantidad de lactobacilos y los 

lechones que recibieron el tratamiento 3 tuvieron una proporción inferior de clostridios 

del clúster XIV y, al presentar unas poblaciones intermedias de lactobacilos y 

enterobacterias con respecto a los otros dos grupos de animales, presentaron el mayor 

índice de salud intestinal. 

En los primeros días del periodo de cebo, la población de lactobacilos fue superior 

en los lechones que recibieron el tratamiento 2 con respecto a los animales que recibieron 

el tratamiento 3, lo que se tradujo en un mayor valor del índice de salud intestinal. 

Finalmente, en el último muestreo, los cerdos que recibieron el tratamiento 1 presentaron 

los mayores recuentos de enterobacterias, los que recibieron el tratamiento 2 mostraron 

los menores recuentos de clostridios del clúster I y los que recibieron el tratamiento 3 
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presentaron los mayores recuentos de lactobacilos y un índice de salud intestinal más 

elevado. 

La riqueza bacteriana fue inferior en dos de los muestreos en los lechones que 

recibieron los extractos de plantas y los ácidos grasos de coco. Este hecho ha sido descrito 

en otros estudios en los cuales los extractos de plantas redujeron la diversidad microbiana, 

posiblemente debido a su efecto antimicrobiano sobre algunos grupos bacterianos (Roca-

Canudas, 2008). Sin embargo, la combinación de estos extractos vegetales con los AGCM 

incrementó la riqueza en dos de los muestreos mientras que la combinación del trigo 

extrusionado con MG-AGCM con los aceites esenciales incrementó la riqueza en los dos 

muestreos restantes. Sin embargo, el empleo de cereales extrusionados suele relacionarse 

con una disminución de esta riqueza (Moen et al., 2016). En cambio, los aceites esenciales 

y los ácidos grasos de cadena media se han relacionado con un incremento de la 

diversidad bacteriana (Soler et al., 2018). 

El índice de salud intestinal fue superior en dos de los muestreos en los lechones 

que recibieron el tratamiento 3 y en un muestreo en los animales que recibieron el 

tratamiento 2. En el estudio de Castillo-Gómez (2006) se observó un incremento en la 

relación lactobacilos/enterobacterias en lechones que recibieron extractos de plantas. Los 

aceites esenciales y los AGCM se han relacionado con un incremento en la población de 

lactobacilos (Soler et al., 2018; Zeng et al., 2015), como se ha observado en el grupo de 

tratamiento 2 en el cuarto muestreo y en el grupo de tratamiento 3 en el último muestreo. 

Los lechones del grupo de tratamiento 1 presentaron mayores recuentos de 

enterobacterias en dos de los muestreos con respecto a los otros dos grupos de animales 

que recibieron trigo extrusionado con MG-AGCM, por lo que este efecto podría ser 

debido a los ácidos grasos de coco ya que los extractos vegetales también fueron 

administrados al grupo de tratamiento 3. 

El estudio de dieta 5 se realizó en tres grupos de lechones durante la fase de 

transición, un grupo testigo negativo con una alimentación sin antibióticos, un grupo 

testigo positivo con una alimentación con la prescripción de antimicrobianos utilizados 

en la explotación (colistina y óxido de zinc), y un grupo de tratamiento que recibió la 

alimentación sin antimicrobianos y un suplemento de extractos de plantas. 

A los 14 días del destete los lechones del grupo testigo positivo presentaron unas 

poblaciones superiores de bacteroides y clostridios del clúster I, IV y XIV e inferiores de 

enterobacterias que se tradujo en un valor más elevado del índice de salud intestinal. 

Además, fue el grupo en el que se identificó un mayor porcentaje global de grupos 

bacterianos empleando las PCRc, lo que indicaría una menor diversidad bacteriana, hecho 

que también ha sido observado en otros estudios (Soler et al., 2018). Al final del estudio, 

los lechones de este grupo testigo positivo presentaron un recuento inferior de 

enterobacterias y clostridios del clúster I, con un índice de salud intestinal superior a los 

otros dos grupos de animales. El empleo del óxido de zinc reduce las poblaciones de 

enterobacterias en la semana 1-2 posdestete, tal y como se ha observado en los resultados 

obtenidos en nuestro estudio, reduciendo el riesgo de diarreas posdestete, si bien es cierto 

que esta población aumenta posteriormente (Vahjen et al., 2011; Starke et al., 2014). 

En nuestro caso, los lechones que recibieron el óxido de zinc continuaron con un 

nivel bajo de enterobacterias con respecto a los otros dos grupos de animales durante todo 
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el periodo de seguimiento. Además, se observó un incremento en las poblaciones de 

clostridios que también había sido descrito por Starke y colaboradores (2014), 

probablemente asociado a la resistencia al óxido de zinc de estas bacterias puesto que son 

negativamente dependiente de la concentración de iones libres de Zn. La concentración 

de lactobacilos no se suele ver afectada por la presencia del óxido de zinc, como se ha 

apreciado en nuestro estudio, aunque algunas de las especies sí puedan verse reducidas 

(Starke et al., 2014). El grupo de lechones que recibió el extracto de plantas apenas 

presentó diferencias en las poblaciones bacterianas analizadas con respecto al grupo 

testigo positivo. 

Finalmente, se ha optado por realizar una discusión de los resultados en base a los 

antibióticos recibidos por los animales, reduciendo la repetición de comparaciones con 

otros estudios. De forma general, no se observaron grandes cambios en la diversidad 

microbiana, estimada como el porcentaje de bacterias no cuantificado mediante PCRc, en 

los estudios de dieta en los cuales se eliminaron, en alguno de los grupos, la colistina y la 

neomicina. Sin embargo, en el último estudio, los animales del grupo testigo positivo que 

recibieron colistina y óxido de zinc presentaron una menor diversidad en su composición 

microbiana. 

La disminución de la cantidad de antimicrobianos suministrados en las premezclas 

durante el estudio de dieta 1 se relacionó con una disminución de la población de 

bacteroides-Prevotella al contrario de lo descrito en otros estudios donde fue la 

administración de antibióticos como la colistina o la clortetraciclina la que produjo esta 

disminución (Tajima et al., 2010; Looft et al., 2012). Esta disminución de bacteroides 

puede estar correlacionada con beneficios productivos y el incremento de otros grupos 

como la familia Ruminococcaceae que mejoran el índice de  conversión en los cerdos 

(Looft et al., 2012). En un estudio de Soler y colaboradores (2018) la administración de 

amoxicilina y colistina se asoció a una reducción de lactobacilos y enterobacterias y a un 

subsiguiente incremento en la familia Prevotellaceae, probablemente para ocupar el nicho 

vacío. El aumento de esta familia podría ser la causa del mayor recuento de bacteroides 

observado en el grupo testigo positivo del estudio de dieta 5. 

La reducción de las bifidobacterias en los grupos que recibieron mayor cantidad 

de antimicrobianos en el estudio de dieta 3 se ha observado, también, en otros estudios 

en los cuales se ha aplicado un tratamiento antibiótico in vitro en un fermentador 

(Possemiers et al., 2004). Además y en contra de lo observado en la mayoría de los 

estudios, los lechones en los cuales se redujo la concentración de antibióticos presentaron 

una menor cantidad de enterobacterias (Soler et al., 2018).  

Finalmente, no se observó ningún efecto de la disminución de los antibióticos 

sobre la población de lactobacilos. Algunos estudios en los cuales se emplearon 

avilamicina y/o colistina tampoco observaron cambios en esta población (Castillo-

Gómez, 2006; Tajima et al., 2010). En otros, como el estudio de Rettedal y colaboradores 

(2009) no se observaron cambios a nivel de género con la administración continuada de 

clortetrataciclina aunque a nivel de íleon se incrementó el número de L. amylovorus y se 

redujo el de L. johnsonii. Además, la administración de una combinación de tilosina con 

otros antibióticos redujo el número de bacterias presentes pero incrementó la proporción 

de Lactobacillus, lo que tendría un efecto doble, por un lado se incrementaría la energía 
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disponible para el crecimiento del hospedador y, por otro lado, se producirían los efectos 

beneficiosos asociados a los lactobacilos (Collier et al., 2003). 

5.5.- Concentración de lactoferrina en las heces  
 

Durante la inflamación intestinal los neutrófilos se infiltran en la mucosa y hay 

lesión de las células epiteliales del intestino, por lo que la lactoferrina se incrementa en 

las heces de forma proporcional a la lesión epitelial y a la lisis de los neutrófilos en la luz 

del intestino (Guerrant et al., 1992). La cuantificación de lactoferrina en heces puede, por 

tanto, detectar la actividad inflamatoria en la mucosa intestinal, incluso antes de que se 

eleven otros marcadores sistémicos de inflamación como son la velocidad de 

sedimentación de eritrocitos o la proteína C-reactiva (Zhou et al., 2014). 

En el presente trabajo hemos valorado la posibilidad de emplear la concentración 

de lactoferrina en heces como un posible marcador de salud/inflamación intestinal en el 

ganado porcino. Como se ha mencionado anteriormente, no existen test comerciales 

disponibles para la cuantificación de esta molécula en muestras de cerdo. Con respecto a 

los test empleados en medicina humana, Sinkora y colaboradores (2007) demostraron que 

un suero hiperinmune de conejo anti-lactoferrina humana marcado con fluorescencia y 

empleado en una técnica de citometría de flujo para detectar granulocitos daba una señal 

menor en sangre de cerdos y de vacas. De forma similar, van Berkel (2002) valoró tres 

anticuerpos monoclonales anti-lactoferrina humana comprobando que solo uno de ellos 

mostraba reacción cruzada con la lactoferrina porcina. En este sentido, se ha propuesto 

que el número de epítopos conservados entre las lactoferrinas de diferentes especies es 

limitado. Así, el empleo de ELISAs comerciales para la detección de lactoferrina de 

origen humano o incluso de lactoferrina bovina pudieran no tener los mejores resultados 

aunque compartan un 71 o 73 %, respectivamente, de homología en la secuencia de 

aminoácidos con la lactoferrina porcina (Lydon et al., 1992). Recientemente se ha 

descrito que de los 45 aminoácidos del extremo N solo el 48,9 y el 42,2 % de los mismos 

coinciden con la secuencia de la lactoferrina bovina y humana respectivamente (Luna-

Castro et al., 2017). Así pues, el empleo de sueros policlonales frente a la lactoferrina 

humana requeriría una evaluación individual de cada uno de los lotes producidos, dada 

su importante variabilidad interlotes, mientras que las reacciones cruzadas en el caso de 

los anticuerpos monoclonales deberían ser evaluadas para cada uno ellos (Sinkora et al., 

2007). Por todo ello, optamos por producir tanto anticuerpos policlonales en conejo como 

anticuerpos monoclonales específicos frente a lactoferrina porcina, combinando ambos 

con el fin de obtener una técnica con adecuados valores de sensibilidad y especificidad. 

El primer paso en el proceso de validación de la técnica ELISA desarrollada, antes 

de llevar a cabo la cuantificación de la lactoferrina porcina en las heces de los cerdos, fue 

la valoración de la especificidad de los anticuerpos mono y policlonales obtenidos frente 

a la lactoferrina de origen bovino. Este paso es de gran importancia puesto que esta 

proteína se puede emplear en la alimentación de los cerdos por sus propiedades 

antimicrobianas o para la mejora de los parámetros productivos (Reznikov et al., 2014; 

Jahan et al., 2017). Comprobamos que el ELISA desarrollado es capaz de detectar 

lactoferrina porcina en concentraciones 10.000 veces inferiores a las de la lactoferrina 

bovina. Este resultado concuerda con lo descrito por Chu y colaboradores (1993) que no 
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detectaron reacción cruzada entre ambas moléculas aunque solo valoraron una 

concentración de 1 μg/ml en lugar de los 10.000 μg/g probados en el presente estudio. 

Este hecho pone de manifiesto que la combinación de un suero policlonal de conejo y de 

un anticuerpo monoclonal marcado con peroxidasa permite conseguir una alta 

especificidad en la detección de la lactoferrina de origen porcino.  

En un pequeño estudio previo a la cuantificación de lactoferrina en las muestras 

de heces procedentes de los estudios descritos en esta Tesis se comprobó que la 

concentración de esta molécula era particularmente elevada en los tres primeros días de 

vida de los lechones. Así, más del 75 % de los animales presentaron una concentración 

superior a 2 μg/g en este periodo, reduciéndose progresivamente durante la lactación 

hasta 1 μg/g en el destete, cuando entre un 25 % y un 40 % de los lechones presentaron 

una concentración superior a 1 μg/g en sus heces y reduciéndose, de nuevo, durante la 

transición. Este mismo comportamiento se observó, por tanto, en el estudio longitudinal 

de la concentración de la lactoferrina en las heces de los lechones del estudio de estatus 

sanitario. 

Estos resultados se confirmaron en el estudio longitudinal que comparó la 

composición de la microbiota en animales de distintas edades en granjas con la misma 

genética y alimentación pero con diferentes niveles sanitarios. Se comprobó que existía 

una reducción significativa de la concentración de lactoferrina determinada entre el 

primer muestreo (al nacimiento) y el segundo muestreo (al destete), aunque las medianas 

fueron bastante similares. La mayor concentración de lactoferrina en el primer muestreo 

se podría explicar por la mayor presencia de lactoferrina en el calostro de las cerdas y la 

escasa capacidad de digestión proteica que tienen los lechones en los primeros días de 

vida. La concentración de lactoferrina en el calostro se encuentra alrededor de 1.000 

μg/ml hasta el tercer día después del parto disminuyendo por debajo de 300 μg/ml a los 7 

días (Elliot et al., 1984). 

En lo que respecta a la posible utilidad de esta molécula como biomarcador fecal 

de inflamación intestinal, en medicina humana se suele emplear como punto de corte 

valores de 7,25 μg/g (Zhou et al., 2014; Langhorst et al., 2008) aunque algunos autores 

llevan a cabo una interpretación más restrictiva y reducen este punto de corte hasta los 4 

μg/g (Kane et al., 2003). En el caso del ganado porcino no existe un límite establecido en 

la bibliografía pero, a priori, se podrían establecer valores próximos a los empleados en 

medicina humana ya que la cuantificación de lactoferrina porcina en muestras de calostro, 

leche o suero presenta valores ligeramente inferiores a los descritos en medicina humana. 

En este sentido, cabe mencionar que todos los datos obtenidos en cerdos considerados 

sanos en nuestro estudio están por debajo de este valor (< 5 μg/g). 

Cuando se compararon las concentraciones de lactoferrina determinadas en las 

heces de los lechones de las granjas con diferentes niveles de sanidad (estudio de estatus 

sanitario) se comprobó que los animales de las granjas con un estatus bajo (positivas a 

disentería y M. hyopneumoniae y positivas o negativas inestables a PRRS) presentaban 

concentraciones más elevadas de lactoferrina que las granjas de estatus medio (negativas 

a disentería, PRRS estables con vacunación en sabana y positivas a M. hyopneumoniae) 

o elevado (negativas a disentería, PRRS y Mycoplasma hyopneumoniae) en los tres 

muestreos realizados, al nacimiento, al destete y a la entrada a cebadero, observándose 
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las mayores diferencias al nacimiento. Teniendo en cuenta que la principal fuente de 

lactoferrina en los primeros días de vida es el calostro, podemos concluir que, a priori, las 

cerdas de estas granjas con bajo nivel sanitario estarán secretando mayores 

concentraciones de lactoferrina en el calostro que las cerdas de granjas con nivel sanitario 

más elevado. Sin embargo, cabe destacar que, exceptuando las muestras de animales en 

los primeros días de vida, las concentraciones de lactoferrina detectadas en las heces de 

los lechones al destete y a la entrada a cebo se mantuvieron muy por debajo de los valores 

que anteriormente hemos propuesto como posibles puntos de corte, no existiendo, por 

tanto, evidencias claras de inflamación intestinal medibles por la concentración de 

lactoferrina en heces en los animales de los tres grupos experimentales. 

También se determinó la concentración de lactoferrina en las heces recogidas en 

los cuatro estudios llevados a cabo en granjas afectadas de procesos compatibles con 

disbiosis intestinal. En todos los casos, los cerdos investigados se encontraban en la fase 

de transición, con edades comprendidas entre las 6 y las 10 semanas de vida. 

Tan solo en el estudio de disbiosis 4, cuando se comparó la concentración de 

lactoferrina en las heces de cerdos afectados y no afectados en una granja de elevado nivel 

sanitario que presentaba diarreas con elevada morbilidad y en las que se había excluido 

la participación de los principales agentes etiológicos de diarrea de naturaleza infecciosa 

o parasitaria, se observó una concentración más elevada de lactoferrina en las heces de 

los cerdos con diarrea en comparación con los animales sanos. Aunque el valor de 

concentración alcanzado no nos permite concluir la existencia de inflamación intestinal 

evidenciable, sí que cabe mencionar que un 25 % de las muestras valoradas en el grupo 

afectado en este estudio de disbiosis 4 presentaron concentraciones de lactoferrina 

superiores a 1 g/ml. En este sentido, creemos que son necesarios más estudios que 

permitan profundizar en el estudio de los valores fisiológicos de la concentración de 

lactoferrina en las heces de cerdos sanos de diferentes edades con el fin de poder 

establecer rangos y puntos de corte que permitan interpretar adecuadamente los resultados 

obtenidos mediante el empleo de la técnica desarrollada. 

En lo que respecta al resto de estudios de disbiosis, cabe mencionar que el cuadro 

clínico descrito en las explotaciones afectadas se caracterizaba por signos inespecíficos: 

hinchazón de los párpados (sin llegar a ser edema), presencia de legañas en los ojos, 

disnea, desmedro en la fase crónica o, incluso, necrosis en el extremo del pabellón 

auricular (estudio disbiosis 3). Los valores determinados de concentración de lactoferrina 

fueron similares en los animales afectados y no afectados, con la única excepción del 

estudio de disbiosis 1 en el que la concentración de lactoferrina en las heces fue más 

elevada en los animales control en comparación con los animales afectados. Además, en 

el estudio de disbiosis 2, aunque no existieron diferencias significativas, sí que fue 

evidente la mayor variabilidad de este parámetro en los animales del grupo afectado. 

En su conjunto, los resultados obtenidos no parecen indicar que la determinación 

de la concentración de lactoferrina en las heces pueda ser una herramienta de utilidad en 

el diagnóstico de procesos de disbiosis en el ganado porcino. Aunque son necesarios más 

estudios, únicamente cuando exista una afectación intestinal y signos evidentes de diarrea 

en los animales afectados, esta determinación podría tener una cierta utilidad. Sin 

embargo, creemos que esta técnica puede tener una mayor utilidad en el diagnóstico o el 
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seguimiento de otros procesos entéricos asociados a diarreas exudativas, en los que la 

inflamación juega un importante papel en la patogenia del cuadro clínico. Este podría ser 

el caso de la disentería porcina (Prieto-Suárez et al., 2017) o la salmonelosis (Carlson et 

al., 2012). 
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6.- Conclusiones 
 

A partir de los resultados obtenidos en esta Tesis Doctoral se pueden extraer las 

siguientes conclusiones: 

1.- La técnica de PCR cuantitativa aplicada sobre un total de ocho grupos 

bacterianos, todos ellos reconocidos como componentes relevantes de la microbiota 

intestinal y que incluyen bacterias totales, bacteroides-Prevotella, lactobacilos, 

enterobacterias, bifidobacterias y clostridios de los clúster I, IV y XIV, permite detectar 

cambios en la composición de la microbiota de los lechones y realizar estimaciones 

relativas a su diversidad. Aunque la información que proporciona es inferior a la obtenida 

por técnicas de secuenciación masiva, existe una buena correlación entre ambas 

herramientas, siendo la PCR una técnica más rápida y económica y, por lo tanto, de gran 

utilidad en condiciones de campo. 

2.- El seguimiento longitudinal de la evolución de la microbiota digestiva en los 

lechones, desde el nacimiento hasta el periodo de cebo, demostró un incremento de los 

bacteroides-Prevotella a lo largo del periodo de seguimiento.  Se observaron los mayores 

recuentos de lactobacilos durante la lactación, reduciéndose tras el destete. Las 

enterobacterias también tuvieron un recuento alto en los primeros días, disminuyendo a 

continuación de forma progresiva pero con un pequeño incremento tras el destete. Por el 

contrario, los recuentos de bifidobacterias y clostridios del clúster I fueron bajos durante 

todo el seguimiento, alcanzando valores mínimos en el destete. Finalmente, los clostridios 

de los clúster IV y XIV presentaron los menores recuentos durante los primeros días de 

vida de los lechones, alcanzando unas concentraciones más o menos estables tras el 

destete. 

3.- Existen cambios significativos en la composición de la microbiota digestiva de 

lechones sanos y de lechones con signos clínicos compatibles con disbiosis intestinal. Los 

lechones afectados presentaron recuentos más elevados de enterobacterias y menor 

presencia de lactobacilos y clostridios del clúster IV y XIV en comparación con los 

animales sanos de las mismas explotaciones con similar genética y alimentación. 

4.- Los lechones de granjas con un bajo estatus sanitario presentan una menor 

diversidad en su microbiota. Este hecho, a priori, los hace más receptivos a diferentes 

infecciones en comparación con los lechones de granjas con un estatus sanitario alto y 

medio. 

5.- A pesar de que el estudio de lechones con un alto estatus sanitario y muy 

homogéneos, probablemente, redujo las diferencias observadas, se demostró la existencia 

de variaciones en la composición de la microbiota intestinal tras la exposición a diferentes 

dietas. Así, la administración de ácidos grasos de cadena media incrementó las 

poblaciones de bacteroides y clostridios del clúster IV y XIV, y la diversidad en la 

microbiota digestiva mientas que la introducción de avena redujo la población de 

clostridios del clúster IV. Por su parte, el empleo de óxido de zinc disminuyó 

significativamente la concentración de enterobacterias mientras que la reducción de 

antibióticos en el pienso se asoció a una disminución de la población de bacteroides. 



164 

 

6.- Se ha optimizado una técnica ELISA que permite cuantificar la lactoferrina 

presente en las heces de los cerdos mediante la combinación de anticuerpos policlonales 

antilactoferrina para el tapizado y de un anticuerpo monoclonal marcado con peroxidasa 

para el revelado. Se ha comprobado que la concentración de lactoferrina es 

particularmente elevada en los primeros días de vida de los lechones, probablemente a 

consecuencia de la alta concentración de esta molécula en el calostro. Sin embargo, la 

cuantificación de la lactoferrina en las heces de lechones con signos clínicos compatibles 

con disbiosis no mostró un aumento significativo de su concentración, descartando, a 

priori, la presencia de inflamación intestinal asociada a estas disbiosis. 
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7.- Conclusions 
 

The results obtained in this Thesis have allowed us to draw the following 

conclusions: 

1.- The quantitative PCR focused on a total of eight bacterial groups, all of them 

recognized as relevant components of gut microbiota, total bacteria, bacteroides-

Prevotella, lactobacilli, enterobacteria, bifidobacteria and Clostridium clusters I, IV and 

XIV, allowed for the detection of significant changes in the composition of piglet gut 

microbiota and estimations on its diversity. Although the information offered was less 

than that obtained by massive sequencing techniques, there was a clear correlation 

between the tools while qPCR being a faster and more economical technique and, 

therefore, very useful under field conditions. 

2.- Monitoring of gut microbiota in piglets from birth to the fattening period 

revealed an increase in the bacteroides-Prevotella population throughout the follow-up 

period. Lactobacilli counts were higher during lactation and decrease after weaning. 

Enterobacteria also had high counts during the first days of life and decreased 

progressively, although a slight increase was observed at weaning. Moreover, 

bifidobacteria and Clostridium cluster I counts were low throughout the follow-up period, 

reaching minimum values at weaning. Finally, the Clostridium clusters IV and XIV 

showed the lowest counts during the first days of live, reaching steady concentrations 

after weaning. 

3.- Significant changes in the composition of gut microbiota in healthy and 

diseased piglets with clinical signs compatible with intestinal dysbiosis were observed. 

Diseased piglets had higher counts of enterobacteria and lower presence of lactobacilli 

and Clostridium clusters IV and XIV as compared to healthy animals from the same farms 

with similar genetics and feed. 

4.- Piglets reared in low sanitary standard farms had a lower diversity in their gut 

microbiota. According to this, these piglets had a theoretically higher susceptibility to 

different infectious diseases. 

5.- Although high health and homogeneity probably reduced the differences 

observed, we detected changes in the composition of gut microbiota after exposure to 

different diets. Thus, the administration of medium chain fatty acids increased the 

bacteroides and Clostridium clusters IV and XIV populations as well as the diversity in 

gut microbiota, while the supplementation with oatmeal reduced Clostridium cluster IV 

population. Moreover, the use of zinc oxide significantly decreased the concentration of 

enterobacteria while the reduction of antibiotics in the feed was associated with a decrease 

in the bacteroides population. 

6.- A sandwich ELISA based on a polyclonal antilactoferrin hyperimmune sera 

for coating and a peroxidase-labelled antilactoferrin monoclonal antibody for 

development has been optimized for the quantification of lactoferrin in pig faeces. The 

concentration of this molecule was particularly high in the first few days of life of the 
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piglets, probably as a consequence of the high lactoferrin concentrations in colostrum. 

Moreover, quantification of fecal lactoferrin in piglets with clinical signs compatible with 

dysbiosis provided similar values to that of healthy animals of the same age which 

suggests that dysbiosis is not associated with intestinal inflammation 
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