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RESUMEN 

Las abejas melíferas son los principales insectos polinizadores de cultivos agrícolas y de 

plantas silvestres, además de elaborar diversos productos (miel, polen o propóleos) 

ampliamente utilizados por el hombre desde la antiguedad. Durante los últimos años se 

han reportado episodios de despoblación de colmenas que preocupan no solo a los 

apicultores, sino a todos los productores agrícolas. Las principales causas son la 

intoxicación con agroquímicos, desnutrición (asociada a las pérdidas de fuentes 

de néctar y polen por el crecimiento en la extensión de monocultivos) y la presencia de 

patógenos (Varroa destructor, virus ARN, Nosema ceranae).   

Las abejas poseen mecanismos sociales e individuales de defensa frente a patógenos. 

Una de estas líneas es la microbiota intestinal, que puede modular el sistema 

inmune y fortalecer las barreras epiteliales, limitando el contacto de los patógenos con 

el epitelio. 

La hipótesis del presente trabajo plantea que los primeros estadios de desarrollo de las 

abejas tienen una microbiota intestinal variable, transitoria, que se estabiliza durante el 

desarrollo. Esta comunidad es influenciada por factores externos, como las variaciones 

estacionales, que generan cambios en las fuentes de polen y néctar. Las alteraciones de 

esta microbiota pueden tener consecuencias en el sistema inmune del individuo, así 

como en el desarrollo de los patógenos. El objetivo general de este trabajo consistió en 

profundizar en el conocimiento de la comunidad microbiana de las abejas melíferas y 

analizar su variación asociada al desarrollo de la abeja, a la nutrición así como a la 

infección por patógenos. 

En una primera etapa se analizó la estructura y composición de la microbiota en abejas 

durante las distintas etapas de su metamorfosis (huevos, larvas, pupas y abejas adultas), 

así como su variación estacional. Para este análisis se emplearon las técnicas de DGGE 

(Electroforesis en Gel de Gradiente Desnaturalizante) y secuenciación masiva 

(Illumina MiSeq). Se encontró que los estadios tempranos de desarrollo poseen una 

comunidad microbiana variable, estableciéndose en los estadios tardíos. El núcleo de 

esta comunidad esta formado por cinco grupos de bacterias: Gilliamella, Snodgrassella, 

Bartonella, Lactobacillus y Bifidobacterium. Este núcleo se mantiene durante el año, 

con variaciones en la abundancia de estos géneros en diferentes estaciones.  

Por otro lado, se empleó un sistema de cría de abejas en laboratorio para evaluar el 

efecto de la dieta (pan de polen polifloral y monofloral (de Eucalyptus grandis (E. 

grandis)) en la comunidad microbiana de las abejas, su sistema inmune y su influencia 

en la infección por N. ceranae. La alimentación con pan de polen polifloral generó un 

aumento en la abundancia de bacterias potencialmente benéficas (Lactobacillus spp. o 

Bifidobacterium spp.) así como una mayor expresión de genes vinculados a la 

inmunidad, respecto a la alimentación con pan de polen de E. grandis. Así mismo, la 

alimentación con pan de polen polifloral disminuyó la infección por Nosema spp.  

Estos resultados comprueban las hipótesis planteadas sugiriendo que la microbiota 

cumple un rol vital en la salud de las abejas melíferas.  
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La tesis se dividió en dos capítulos:  

 

1. En el primer capítulo se propuso analizar la comunidad microbiana de los primeros 

estadios de desarrollo de las abejas, planteándose como hipótesis que esta microbiota es 

variable, transitoria estabilizándose durante el desarrollo.  

Por otro lado, se planteó que la comunidad microbioana de las abejas es influenciada 

por factores externos, como las variaciones estacionales, que generan cambios en las 

fuentes de polen y néctar. Las muestras empleadas en este capítulo para el estudio de las 

comunidades microbiana se colectaron de colmenas pertenecientes a un apiario 

experimental en INIA La Estanzuela.  

 

2. Una vez obtenido los resultados del primer capitulo, se planteo para el segundo capitulo 

de este trabajo analizar como varia la comunidad microbiana intestinal de las abejas en 

base a diferentes regímenes nutricionales de polen y como influye estas variaciones en 

el sistema inmunológico de estos insectos.  

Paralelamente, en el mismo capitulo se planteo estudiar como influyen diferentes 

regímenes nutricionales en base de polen en la comunidad microbiana intestinal en 

abejas y en la susceptibilidad a patógenos, en particular a infecciones por el 

microsporidio Nosema ceranae.    

 

En ambos capítulos, el estudio de la estructura y composición de las comunidades 

microbianas se realizaron empleando las técnicas de DGGE (Electroforesis en Gel de 

Gradiente Desnaturalizante) y Secuenciación masiva (Illumina).  

El análisis de la expresión de determinados genes inmunes de la abeja se evaluo por 

PCR cuantitativa, y por ultimo el estudio del desarrollo de Nosema ceranae se realizó 

por recuento de esporas en intestino individuales por microoscopia óptica.  
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1. INTRODUCCIÓN 

 

1.1.           ROL DE LA ABEJA MELÍFERA EN LOS ECOSISTEMAS  

 Las abejas melíferas son los principales insectos polinizadores de cultivos y 

plantas silvestres, favoreciendo directamente la producción de alimentos así como el 

mantenimiento de la biodiversidad vegetal (Morse y Calderone, 2000; Bascompte et al., 

2006; Fontaine et al., 2006). Muchas especies de cultivos, tales como los manzanos, 

guayabos, kiwi y melón, dependen exclusivamente de la polinización entomófila, y 

muchos otros se ven favorecidos en la calidad y cantidad de los frutos obtenidos (Klein 

et al., 2007; Aizen et al., 2009; Bradbear, 2009). 

Además de su imprescindible función polinizadora, las abejas elaboran una serie 

de productos como miel, jalea real, propóleos, apitoxina, polen y cera, que han sido 

utilizados tanto en la salud como en la alimentación por el hombre desde el siglo XV 

(Aizen et al., 2009; Cordara, 2005).  

 

 

1.2.           CARACTERÍSTICAS DE LAS ABEJAS MELÍFERAS 

Las abejas Apis mellifera son insectos sociales que viven juntos en comunidades 

(colonias) conteniendo decenas de miles de individuos. Cada colonia posee tres castas o 

grupos de individuos: una única reina, la cual puede vivir varios años, está especializada 

en la reproducción y puede poner hasta 2.000 huevos por día (Page and Peng, 2001); 

zánganos, cuya única función es fecundar a la reina, y obreras estériles, encargadas de 

realizar el resto de las tareas de la colonia (limpieza, cuidado y alimentación de las 

crías, colecta de néctar y polen, entre otras) (Ament et al., 2010). La esperanza de vida 

de las obreras varía estacionalmente desde 3 a 4 semanas en el verano a más de 6 meses 

en el invierno (Omholt and Amdam, 2004). 

 El ciclo de vida de una abeja comienza cuando la reina coloca un huevo en una 

celda de cera. Las reinas almacenan más de cinco millones de espermatozoides dentro 

de su cuerpo (en la espermateca), lo que les permite ir depositándolos durante toda su 

vida después de un único vuelo nupcial. Los huevos que son fertilizados van a dar lugar 

a obreras y los que no, darán lugar a zánganos (partenogénesis) (Ament et al., 2010). 
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El desarrollo de estos insectos consta de cuatro etapas: huevo, larva, pupa y adultos. La 

etapa de huevo dura tres días y luego eclosionan dando lugar a una larva que es 

alimentada con una mezcla de polen y miel por las nodrizas. Transcurridos unos 6 días, 

la celda se cubre con una fina capa de cera (opérculo), y la larva da lugar a una pupa. En 

esta etapa el individuo no se alimenta durante 7-10 días hasta emerger como insecto 

adulto. 

Durante las primeras dos o tres semanas de vida, las abejas jovenes (abejas 

nodrizas) se encargan de cuidar a las crías, entre otras tareas, dentro de la colmena. 

Luego transitan a abejas forrajeras o pecoreadoras (abejas más viejas) que salen a 

colectar néctar o polen (Ament et al., 2010; Winston, 1987). 

La determinación del nacimiento de una obrera o reina, se basa 

fundamentalmente en la nutrición. El huevo destinado a una futura reina recibe alimento 

de alta calidad (jalea real) durante todo el ciclo de su desarrollo (16 días) (Page and 

Peng, 2001). Por el contrario, las larvas que darán lugar a obreras son alimentadas con 

jalea real durante sus primeros tres días y luego se las alimenta con polen y néctar por el 

resto de sus vidas (Omholt and Amdam, 2004). 

 

 

1.3.           APICULTURA EN URUGUAY 

La apicultura en Uruguay nace en 1834, cuando Bernardino Rivadavia (ex 

presidente de Argentina) introdujo la primer colonia de Apis mellifera (Cordara, 2005). 

Actualmente, el sector apícola cuenta con cerca de 3.200 apicultores inscriptos en el 

Registro Nacional de Propietarios Nacional de Colmenas (RNPC, 2015), y poseen 

aproximadamente 590.000 colmenas. Los departamentos con mayor número de 

colmenas son Soriano (75665), Colonia (68952), Paysandú (68155) y Río Negro 

(66947) (www.mgap.gub.uy), correspondientes a la región litoral oeste del país. El 99% 

de la miel que se produce se exporta principalmente a Estados Unidos, Alemania y 

España. En 2014, las exportaciones de miel generaron divisas al país de 39 millones de 

dólares (MGAP, 2015). Si bien el número de colmenas en nuestro territorio se ha 

mantenido relativamente constante en el tiempo, de acuerdo a una encuesta nacional de 

pérdidas de colmenas en la temporada 2013-2014 se perdieron el 30% de las mismas 

(Maggi et al., 2016). Esto indica que la apicultura en nuestro país está amenazada, ya 

que los apicultores deben hacer cada vez mayor esfuerzo económico y de trabajo para 

http://www.mgap.gub.uy/
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mantener estable el número de colmenas y la producción de miel (MGAP, 2015; Maggi 

et al., 2016). 

 

 

1.4.           DESPOBLACIÓN DE COLMENAS 

 Entre los principales factores que inducen pérdidas de colmenas se encuentran la 

intoxicación con pesticidas y herbicidas, y la desnutrición vinculada al incremento de 

monocultivos. Este incremento genera una disminución de la diversidad polínica y 

nectarífera disponible para las abejas, causando desnutrición. El tercer factor importante 

en estas pérdidas lo constituyen las infecciones por diferentes parásitos y patógenos 

como el ácaro Varroa destructor, el microsporidio Nosema ceranae, la bacteria 

Paenibacillus larvae y diversos virus de ARN (Cox-Foster et al., 2007; Brodschneider 

and Crailsheim, 2010; Forsgen and Fries, 2010; Fries, 2010; Neumman and Carreck, 

2010; Potts et al., 2010; Goulson et al., 2015). 

1.4.1. Varroa destructor 

La principal amenaza para las abejas melíferas es Varrroa destructor, un 

ectoparásito que se reproduce en las celdas de las abejas y que afecta tanto a larvas 

como al individuo adulto (Rosenkranz et al., 2010). Las larvas y pupas constituyen las 

etapas de desarrollo más sensibles a dicho ácaro. A nivel individual, la pérdida de 

hemolinfa durante el desarrollo ontogénico dentro de la celda de cría lleva a una 

reducción significativa del peso de la abeja que se está desarrollando. Los zánganos 

parasitados pueden perden entre el 11 al 19% de su peso seco. Las abejas pecoreadoras 

que fueron parasitadas durante su desarrollo, comienzan antes con su actividad de 

forrajeo y poseen una vida significativamente reducida (De Jong et al., 1982; Duay et 

al., 2003; Amdam et al., 2004). A nivel colonial, los zangános tienen una posibilidad 

significativamente menor de apariamiento, y aquellas colonias infectadas son menos 

productivas (Duay et al., 2002; Fries et al., 2003).  

Además del daño directo que causa, V. destructor puede actuar como vector de 

virus u otros microorganismos, pudiendo resultar letal para la colonia (Morse et al., 

1997; Chen et al., 2004; Hubert et al., 2015). El ácaro se encuentra ampliamente 

distribuido en Uruguay, por lo que los productores deben aplicar al menos un 

tratamiento de acaricida al año con el fin de no perder sus colmenas (Anido et al., 

2015). 
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1.4.2. Paenibacillus larvae 

Las abejas melíferas también pueden sufrir infecciones bacterianas, como es el 

caso de la Loque Americana, enfermedad causada por la bacteria Paenibacillus larvae. 

P. larvae forma esporas altamente resistentes que pueden sobrevivir en panales o 

material apícola durante muchos años. Cuando las larvas ingieren alimento contaminado 

con esporas, éstas dan lugar a células vegetativas en el intestino larval y rápidamente 

ocasionan la muerte de la larva (Genersch, 2010). Es una enfermedad altamente 

contagiosa, que puede generar la muerte de la colmena y afectar rápidamente a todo un 

apiario o apiarios vecinos (Bamrick and Rothenbuhler, 1961; Genersch, 2010).  

En un relevamiento realizado en el año 2003 se pudo comprobar que esta 

bacteria se encontraba ampliamente distribuida en el país con una prevalencia del 51% 

(Antúnez et al., 2004). Gracias a intensas actividades de divulgación con apicultores, a 

las medidas de control sugeridas por el MGAP y al desarrollo de estrategias naturales de 

prevención, se logró reducir la prevalencia a un 2% en 2011 (Anido et al., 2015). 

 

1.4.3. Virus  

Las abejas melíferas son blancos de más de 18 virus de ARN, como el virus de 

la parálisis aguda (ABPV), virus de la celda real negra (BQCV), virus de las alas 

deformadas (DWV), virus de la cría ensacada (SBV) (de Miranda et al., 2010; Genersch 

and Aubert, 2010). Muchos de estos virus se asocian con síntomas que pueden ser 

fácilmente reconocibles por el apicultor, pero todos pueden permanecer de forma 

asintomática en colmenas aparentemente sanas (Genersch and Aubert, 2010). Estos 

virus se encuentran presentes y ampliamente distribuídos en Uruguay, estando 

asociados a la presencia del ácaro V. destructor (Antúnez et al., 2005; Antúnez et al., 

2006; Anido et al., 2015). En particular, el DWV es uno de los virus con mayor 

relevancia ya que se lo ha asociado a la pérdida de colmenas en diferentes países 

(Highfield et al., 2009). 

 

1.4.4. Nosema apis y Nosema ceranae 

Nosema apis y Nosema ceranae son dos microsporidios causantes de Nosemosis en 

abejas adultas. En Uruguay el microsporidio predominante es N. ceranae, con una 
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prevalencia estimada en 2011 de 15% (Invernizzi et al., 2009; Antúnez et al., 2015; 

Anido et al., 2015). 

 

 

1.5.           NOSEMOSIS 

 Los microsporidios (clase Microsporea) son organismos eucariotas unicelulares, 

parásitos intracelulares obligados, productores de esporas. Pueden colonizar tanto 

vertebrados como invertebrados, y se caracterizan por presentar fibras polares en sus 

esporas (Graczyk et al., 2007). Se encuentran ampliamente distribuidos en la naturaleza 

y comprenden más de 1200 especies, de las cuales al menos 14 de ellas son peligrosas 

para los seres humanos.  

 El primer microsporidio detectado infectando el intestino de abejas melíferas fue 

Nosema apis (Zander, 1909). Durante décadas se consideró que este microsporidio era 

el único agente causal de la Nosemosis (Fries, 2010). En 1996, una nueva especie de 

microsporidio fue detectada en la abeja asiática Apis cerana, y se denominó Nosema 

ceranae (Fries et al., 1996). En 2005, se reportó la primera infección natural de N. 

ceranae en colmenas de A. mellifera de Taiwan (Huang et al., 2005). Poco después, la 

infección por N. ceranae fue reportada en Europa (Higes et al., 2006; Paxton et al., 

2007), Estados Unidos (Chen et al., 2008), China (Liu et al., 2008) y América del Sur 

(Klee et al., 2007, Sarlo et al., 2008, Invernizzi et al., 2009, Rodriguez et al., 2012).  

En Uruguay, la Nosemosis está presente desde 1990 (Invernizzi et al., 2009). Desde ese 

momento, el diagnóstico se realizaba mediante observación de esporas en 

homogeneizados de abejas empleando microscopía de luz, y la presencia de esporas se 

asumía como indicador de Nosemosis causada por N. apis. En 2009, Invernizzi et al., 

2009 realizaron la identificación molecular de estas esporas, detectando la presencia de 

N. ceranae en lugar de N. apis. Trabajos posteriores corroboraron que N. ceranae es el 

único microsporidio que afecta a las abejas en Uruguay (Antúnez et al., 2015; Anido et 

al., 2016). Actualmente N. ceranae se encuentra mundialmente distribuido mientras que 

la prevalencia de N. apis va en decremento (Martín-Hernandez et al., 2007; Martinez et 

al., 2012).  

 El ciclo de infección con Nosema spp. comienza cuando las abejas ingieren 

alimentos o beben agua contaminada con esporas (Chen et al., 2008, Webster et al., 

2004). Éstas germinan en el intestino medio de las abejas liberando su filamento tubular 
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para trasladar su esporoplasma (el parásito infectivo) a las células epiteliales del 

intestino donde se producirá un mayor número de esporas, liberándose a través de las 

heces y generando nuevas fuentes de infección para la colonia (Chen et al., 2008). Una 

vez expulsadas, pueden permanecer viables en el campo durante más de un año (Fries, 

1993). Una abeja puede albergar millones de esporas nuevas en su intestino en unas 

pocas semanas después de la infección inicial (Bailey and Ball, 1991). Las heces de los 

individuos enfermos contienen grandes números de esporas, y constituyen las 

principales fuentes de infección. De estas manera, Nosema spp. afecta las funciones 

digestivas de la abeja, produciendo desnutrición, envejecimiento fisiológico y reducción 

de la longevidad de estas (Fries, 1997; Hornitzky, 2008). A nivel colonial, la infección 

por ambas especies de Nosema resulta en una disminución de la producción de miel, en 

la actividad de forrajeo y por otro lado en la productividad de la polinización (Bourgeois 

et al., 2010). Las abejas infectadas rápidamente mueren, generalmente fuera de la 

colmena, sin claros síntomas clínicos (Chen et al., 2009, Forsgren and Fries, 2010; 

Higes et al., 2007; Paxton et al., 2007). El único síntoma típico de la infección por N. 

apis es la diarrea, que no está presente en casos de infección por N. ceranae (Faucon, 

2005; Mayack and Naug, 2009).  

Los ciclos de desarrollo de ambos microsporidios presentan diferencias. 

Mientras que el ciclo de desarrollo de N. apis se lleva a cabo en 5 días, N. ceranae 

completa su ciclo en 3 días. Las células epiteliales intestinales se convierten en células 

infectadas a los 3 días de la infección y el insecto generalmente muere dentro de los 9 

días. N. ceranae han sido detectado no solo en las células epiteliales intestinales sino 

también en el sistema de túbulos de Malphigi, glándulas salivales y en la grasa corporal 

(Chen and Huang, 2010).  

 Reportes recientes demuestran que N. ceranae presenta mecanismos más 

desarrollados para adaptarse a los cambios de temperaturas en comparación con N. apis. 

A temperatura a las cuales se ve limitado el desarrollo de hongos (25 y 37 °C), N. 

ceranae logra completar su ciclo mientras que N. apis es inhibido. A una temperatura 

óptima de 33°C, N. ceranae puede destruir entre 2 a 3 veces más células epiteliales 

intestinales que N. apis (Fenoy et al., 2009).  

 El uso de productos farmacológicos para el control o tratamientos de la 

Nosemosis, especialmente la fumagilina, no son recomendados ya que su uso deja 

residuos en la miel, pudiendo afectar su calidad para el consumo. En particular en 

Uruguay, su uso está restringido únicamente a los criaderos de reinas (MGAP, 2010). 
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Actualmente se están evaluando estrategias alternativas de tratamiento, basadas en el 

uso de productos naturales, como el Protofil y Api-Herb (Chioveani et al., 2004; 

Nanetti, 2009).  

 

 

1.6.           ESTRATEGIAS PARA INCREMENTAR LA PRODUCCIÓN DE MIEL  

Una práctica apícola muy común en Uruguay es el traslado de colmenas a plantaciones 

de Eucalyptus spp. a fines del verano, con el fin de aprovechar su floración tardía (en 

comparación al resto de los cultivos) y extender así la temporada productiva. 

La superficie dedicada a las forestaciones de Eucalyptus spp. en nuestro país se ha 

incrementado de 422.546 hectáreas en 1999 a 726.323 en el 2013 (Dirección General 

Forestal, www.mgap.uy), y ocupan desde el 2013 el 39% del área forestada, con una 

proporción considerable de Eucalyptus grandis especialmente en las regiones Centro 

Norte y Litoral Oeste (MGAP, 2015). En condiciones climáticas favorables un apicultor 

puede producir 50 kg de miel por colmena en estas forestaciones, ya que constituyen 

una importante fuente de néctar y polen para las abejas (Invernizzi et al., 2009). Sin 

embargo, dado que se trata de polen de un único origen botánico (monocultivo), las 

abejas se someten a un fuerte estrés nutricional. En estas condiciones se ve favorecido el 

desarrollo del N. ceranae (Invernizzi et al., 2011). Si las colmenas son retiradas de la 

forestación inmediatamente después de culminada la floración, normalmente sobreviven 

el invierno. Sin embargo, si permanecen en dichas forestaciones, las colmenas se 

pierden (Invernizzi et al., 2011; Mendoza et al., 2012). 

 

 

1.7.           NUTRICIÓN EN ABEJAS MELÍFERAS 

El desarrollo y supervivencia de las colonias de abejas melíferas está 

íntimamente relacionado con la disponibilidad de nutrientes en el ambiente 

(Brodschneider y Craislheim., 2010; Keller et al., 2005; Haydak, 1970). El néctar 

colectado desde las plantas por las abejas pecoreadoras constituye la fuente natural de 

carbohidratos para estos insectos, el cual es trasladado hacia las colmenas y almacenado 

en celdas (Brodschneider y Craishleim, 2010). La transformación del néctar a miel, se 

produce mediante la reducción del contenido de agua (18%), quedando compuesto al 

final por un promedio de 38% fructosa, 31% glucosa y otros di-trisacaridos (Doner, 

http://www.mgap.uy/
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1977). Esta transformación es gradual y comienza desde el vuelo de retorno de las 

abejas a la colmena (Nicolson y Human, 2008).  

Otro de los compuestos que las abejas colectan durante la actividad del pecoreo, 

es el polen, el cual constituye la fuente natural de proteínas, minerales, grasas, lípidos, 

aminoácidos y vitaminas (Decourtye et al., 2010; Naug, 2009; Herbert, 1992). Es 

utilizado para alimentar y promover el desarrollo de larvas y abejas jóvenes 

suministrando elementos estructurales para los músculos, glándulas y otros tejidos, así 

como para la producción de jalea real. Cuando las colonias están creciendo activamente 

aumentando la población de la cría, o durante períodos de fuerte producción de cera 

(por ejemplo, durante fuerte flujo de néctar), la demanda de polen es alta (Somerville, 

2000).   

 Las abejas acumulan el polen en los pelos de la cabeza y del cuerpo en cada 

búsqueda de alimentos, y se consolida utilizando las patas delanteras, mezclándolo con 

soluciones azucaradas obtenidas a partir de la cosecha. Esta mezcla pegajosa se envasa 

en canastas de polen ubicadas en las patas traseras llamadas corbículas. Una vez que la 

abeja regresa a la colmena, los gránulos de pólenes corbiculares son envasados 

herméticamente en celdas de cera y se convierten en pan de polen, una densa mezcla de 

nutrientes de polen, miel y microorganismos. El almacenamiento de polen es crítico ya 

que proporcionan a la abeja los nutrientes esenciales durante el invierno o períodos de 

escasez de polen (Anderson et al., 2013; Loper et al., 1980; Pain y Maugenet, 1966). 

Este pan de polen es utilizado para elaborar jalea real en las glándulas salivales 

(hipofaringeal) y es distribuido vía trofalaxía para el crecimiento larval y de otros 

miembros de la colonia (Anderson et al., 2014).  

 El pan de polen almacenado en la colmena generalmente difiere del polen 

colectado directamente desde la flor (polen corbicular), por estar formado por néctar y 

secreciones de glándulas. El producto final de polen almacenado es altamente ácido 

(pH= 4) y contiene entre el 40 al 50% de azúcares simples (Anderson et al., 2011; 

Nicolson, 2011).  

 Vásquez and Olofsson, (2009) lograron aislar e identificar microorganismos 

presentes en el pan de polen, sugiriendo que el proceso fermentativo que sufre el polen 

que ingresa a la colmena es realizado por la comunidad bacteriana intestinal de la abeja, 

que son añadidas al polen mediante el néctar regurgitado.  

 Por otro lado, Anderson et al., (2014), indicaron que la comunidad microbiana 

presente en el pan de polen disminuye con el transcurso del tiempo ya que no sería un 
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medio adecuado para el crecimiento de microorganismos. Estos autores sugieren que el 

pan de polen es un ambiente gobernado ampliamente por adiciones no microbianas tales 

como néctar, miel y secreciones glandulares (Herbert and Shimanuki, 1978; Human and 

Nicolson, 2006; Judd, 2011; Nicolson, 2011).  

El nivel mínimo de proteína cruda presente en el polen requerido por las abejas 

varía entre el 20 y 25% (Somerville, 2005). Este porcentaje así como la diversidad de 

especies presentes en el polen juegan un rol clave en la nutrición de las abejas (Alaux et 

al., 2010). Cuanto más diversa es la dieta, mayor será la probabilidad de obtener todos 

los aminoácidos esenciales.  

 La composición, calidad y cantidad del polen influyen sobre el metabolismo 

fisiológico de las abejas (Alaux et al., 2011), reducen la sensibilidad a pesticidas (Wahl 

and Ulm, 1983), influye sobre la longevidad (Maurizio, 1950; Schmidt et al., 1987), el 

desarrollo de las glándulas hipofaringales (Standifer, 1967; Pernal and Currie, 2000) y 

la actividad de la glucosa oxidasa (Alaux et al., 2010). A la vez, el adecuado suministro 

de polen permite mantener una inmunocompetencia normal (Alaux et al., 2010), 

definida como la capacidad de un organismo de montar una respuesta inmune (Wilson-

Rich et al., 2008) lo que se asocia a una mayor tolerancia a bacterias (Rinderer et al., 

1974), microsporidios (Rinderer et al., 1977) y virus (Degrandi-Hoffman et al., 2010). 

En esta línea, en trabajos previos de nuestro grupo de investigación, se ha visto que 

colmenas con mayor diversidad de polen presentaron menor nivel de infección por virus 

y N. ceranae (Antúnez et al., 2015; Santos et al., 2005). 

 Teniendo en cuenta la importancia del néctar y del polen para el desarrollo y la 

supervivencia de las colonias de abejas, las alteraciones de las áreas de forrajeo 

asociadas a la intensificación de la agricultura, pueden tener un fuerte impacto en la 

salud de las abejas (Decourtye et al., 2010; Naug, 2009). 

 

 

1.8.           SISTEMA INMUNE EN ABEJAS MELÍFERAS 

 Como insectos eusociales, las abejas realizan diferentes tareas de forma 

comunal, como la termorregulación, cuidado de la cría y la recolección de recursos para 

la alimentación. Estas actividades se ven favorecidas por la arquitectura, organización y 

proximidad entre los individuos dentro de una colonia (Schmid-Hempel, 1998). Sin 

embargo, estas mismas condiciones son ideales para la invasión y transmisión de 
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patógenos, favoreciendo la generación de epidemias (Cremer et al., 2007). Para 

combatir estas infecciones, los insectos sociales han desarrollado mecanismos de 

defensas colectivos denominados “inmunidad social”. Esta es la primera barrera de 

defensa que deben enfrentar los patógenos (Cremer et al., 2007; Evans and Spivak, 

2010). Ejemplos de esta inmunidad son el comportamiento higiénico (las obreras 

remueven abejas adultas que mueren en la colonia o a las crías que están infectadas o 

parasitadas), o la fiebre social (las abejas obreras forman grandes agrupaciones que 

alcanzan temperaturas inhóspitas para el desarrollo de parásitos) (Simone-Finstrom et 

al., 2014), entre otros.  

Las abejas también presentan otros mecanismos de defensa que incluyen 

defensas mecánicas, fisiológicas e inmunes (Evans et al., 2006; Schmid et al., 2008; 

Wilson-Rich et al., 2008). Las barreras mecánicas incluyen la cutícula del insecto y el 

tejido epitelial, los cuales previenen a los microorganismos adherirse o ingresar al 

organismo, mientras que los inhibidores fisiológicos incluyen cambios en el pH y otras 

condiciones químicas del intestino del insecto (Crailsheim and Riessberger-Galle, 

2001). Una vez que los patógenos logran evadir estas barreras activan la respuesta 

inmune innata celular y humoral del insecto.  

 La inmunidad de insectos muestra muchos paralelismos con la respuesta inmune 

innata de los seres humanos y otros vertebrados, que implican un conjunto diverso de 

acciones como la secreción de péptidos antimicrobianos, fagocitosis, melanización y 

la degradación enzimática de patógenos (Hoffmann, 2003; Hultmark, 2003). Los 

insectos carecen de respuesta inmune adaptativa. La respuesta humoral consiste de 

secreciones de diferentes péptidos antimicrobianos hacia la hemolinfa (Hoffmann, 

2003). Se han detectado cuatro péptidos antimicrobianos en las abejas: defensinas 

(Casteels-Jonsson et al., 1994), abaecinas (Casteels et al., 1990), himenoptecinas 

(Casteels et al., 1993) y apidecinas (Casteels et al., 1989). Las abejas también producen 

lisozima, un factor no específico del sistema inmune sintetizado por las glándulas 

salivares de las abejas nodrizas (Bogdanov, 1997), que es activo frente a bacterias gram-

negativas y gram-positivas. La lisozima puede promover la expresión de otros péptidos 

antimicrobianos (Imler and Bulet, 2005). 

Por otro lado, la respuesta immune celular está formada por células inmunes como los 

hemocitos, granulocitos y plasmatocitos encargados de realizar las tareas de fagocitosis, 

encapsulación, nodulación y melanización de microorganismos y cuerpos extraños 

(Cristophides et al., 2002; Wilson-Rich et al., 2009). 
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 Finalmente, una proteína importante vinculada a la organización social de los 

insectos con efectos pleiotrópicos sobre la división del trabajo y especialización de 

forrajeo, pero que también está vinculada a la defensa frente a patógenos, es la 

vitelogenina (Amdam y Omholt, 2003; Nelson et al., 2007). La expresión de esta 

proteína se ha asociado con una mayor resistencia al estrés oxidativo ocasionado por N. 

ceranae (Seehuus et al., 2006; Corona et al., 2007; Nelson et al., 2007).  

 

 

1.9.           COMUNIDAD MICROBIANA INTESTINAL EN ABEJAS MELÍFERAS 

Evans et al., (2006) demostraron que en las abejas, las familias de genes 

vinculados a la inmunidad están fuertemente reducidas comparadas con Drosophila y 

Anopheles. Se ha propuesto que estas reducciones podrían estar compensadas con la 

presencia de una comunidad microbiana que cumplen funciones de defensa (Moran et 

al., 2005; Gerardo et al., 2010).  

 Los primeros estudios sobre la comunidad bacteriana intestinal de las abejas 

fueron realizados empleando técnicas dependientes de cultivos (Gilliam, 1997).  El 

avance de la biología molecular y la utilización de técnicas independientes de cultivo 

desde reacción en cadena de la polimerasa (PCR) hasta la secuenciación masiva, han 

permitido profundizar en el estudio de esta comunidad (Babendreier et al., 2007; 

Jeyaprakash et al., 2003; Mohr and Tebbe, 2006; Yoshiyama and Kimura, 2009; 

Sudakaran et al., 2012). Actualmente se sabe que las abejas melíferas adultas tienen una 

comunidad microbiana intestinal conservada y característica, que desempeña 

funciones esenciales para la fisiología, biología, ecología y evolución del 

hospedero (Hamdi et al., 2011). Esta microbiota esta formada por un núcleo 

compuesto por cinco grupos de especies: Lactobacillus Firm 4, Lactobacillus Firm 5, 

Bifidobacterium, Snodgrassella alvi y Gilliamella apícola. (Kwong y Moran, 2016). 

Este núcleo, junto con las especies Frischella perrara, Bartonella apis, 

Parasaccharibacter apim y Gluconobacter spp. forman el grupo dominante, y 

representan  el 95-99 % del total de la comunidad. 

 La conservación de la comunidad microbiana intestinal en diferentes áreas 

geográficas, como África del Sur (Jeyaprakash et al., 2003), Alemania (Mohr and 

Tebbe, 2006) y Suiza (Babendreier et al., 2007), sugiere que la misma se mantiene por 

transmisión entre individuos dentro de la colmena más que por adquisición selectiva de 
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microorganismos del ambiente externo (Jeyaprakash et al., 2003; Gilliam, 1997; Cox-

Foster et al., 2007; Martinson et al., 2011). Sin embargo, la adquisición de 

microorganismos también puede darse a través del consumo de polen (Kacaniova et al., 

2004).  

 Powell et al., (2014) desarrollaron un experimento en el cual se evalúo las 

posibles fuentes de transmisión y adquisición de la comunidad microbiana en las abejas. 

En este ensayo se observó que crías de abejas en estadios tardíos de pupa incubadas en 

laboratorio y en condiciones estériles, no lograban desarrollar la comunidad microbiana 

caracteristicas incluso después de trascurridos 8 días, en comparación con aquellos 

individuos del mismo estadio pero expuestos a materiales provenientes de colmenas. 

Estas últimas desarrollaron una comunidad microbiana dominada por especies 

características entre 4 a 6 días.  

 Los microorganismos que forman parte de la comunidad microbiana intestinal 

pueden proveer protección a su huésped mediante tres mecanismos: 1) pueden producir 

compuestos químicos que poseen fuertes efectos directos sobre microorganismos 

antagónicos; 2) colonizar nichos vulnerables en o sobre los hospedadores y 3) excluir 

competitivamente desde el establecimiento exitoso del mismo para generar una 

infección o pueden interaccionar con el sistema inmune y potenciar la resistencia frente 

a patógenos o parásitos (Kaltenpoth y Engl, 2014; Reeson et al., 2003). En el caso de 

las abejas, se ha descrito que diversas bacterias del ácido láctico (Lactobacillus 

principalmente) así como cepas de Shingomonas y Escherichia coli aisladas del 

intestino de abejas presentan efectos inhibitorios sobre Paenibacillus larvae, (Forsgren 

et al., 2009; Yoshiyama y Kimura, 2009, Olofsson and Vasquez, 2008). A la vez, 

diferentes cepas del género Bacillus son capaces de inhibir el desarrollo de patógenos 

fúngicos como Ascosphaera apis (Gilliam et al., 1988). Esta inhibición puede estar 

vinculada a la producción de sustancias antimicrobianas tales como ácido fórmico, 

láctico y acético; peróxido de hidrogeno, diacetilo, benzoato y bacteriocinas (Hamdi et 

al., 2011).  

 Los diversos factores de estrés que afectan a las abejas ocasionan un desbalance 

en la comunidad bacteriana intestinal, lo que podría jugar un importante papel en la 

susceptibilidad a microorganismos y en la productividad (DeGrandi-Hoffman et al., 

2016; Hubert et al., 2016).  
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 Una adecuada nutrición permitiría un correcto balance en la comunidad 

microbiana intestinal de las abejas, lo cual sería esencial para el mantenimiento de la 

salud e inmunidad individual (Hamdi et al., 2011).  

 

 

2. HIPÓTESIS Y OBJETIVOS 

 

2.1.           HIPÓTESIS 

1- Los primeros estadios de desarrollo de las abejas melíferas tienen una comunidad 

microbiana intestinal variable transitoria, que se va estabilizando durante el desarrollo, 

hasta dar lugar a una comunidad microbiana conservada en individuos adultos.  

2- La comunidad microbiana intestinal conservada puede ser influenciada por 

condiciones externas a la colmena, como las variaciones estacionales que generan 

cambios en las fuentes de polen y néctar  

3- Estas alteraciones pueden tener consecuencias en el sistema inmune del individuo, así 

como en el desarrollo de los patógenos 

 

2.2.           OBJETIVO GENERAL 

El objetivo general de este trabajo consiste en analizar la variación de la comunidad 

microbiana de las abejas melíferas asociada a la etapa de desarrollo, a la nutrición y a la 

infección por patógenos. 

 

2.3.           OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

Para cumplir con el objetivo general, nos planteamos los siguientes objetivos 

específicos: 

1- Analizar la variación de la comunidad microbiana de las abejas melíferas durante las 

distintas etapas de su metamorfosis 

2- Analizar la variación de la comunidad microbiana de las abejas melíferas adultas en 

diferentes estaciones climáticas (en un período de un año)  

3- Analizar si la dieta (monofloral vs. polifloral) es capaz de alterar la comunidad 

microbiana intestinal de las abejas melíferas así como el sistema inmune, y afectar el 

desarrollo de los patógenos 
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3. CAPÍTULO 1: ESTRUCTURA Y COMPOSICIÓN DE LA 

COMUNIDAD MICROBIANA DE LAS ABEJAS 

MELÍFERAS  
 

Los objetivos de este primer capítulo consisten en conocer la composición y variaciones 

de la comunidad microbiana en las abejas melíferas durante su metamorfosis asi como 

también durante un período de un año. El análisis de la comunidad microbiana se 

realizara extrayendo el ADN bacteriano de las diferentes muestras, y se analizaran 

mediante las técnicas de DGGE y secuenciación masiva. Este primer abordaje nos 

permitirá conocer si la etapa de desarrollo de Apis mellifera asi como también las 

diferentes estaciones anuales inciden en su comunidad microbiana intestinal.    

 

 

3.1.           MATERIALES Y MÉTODOS 

3.1.1. Muestras  

 Para el análisis de la comunidad microbiana intestinal de las abejas melíferas se 

emplearon cinco colmenas de Apis mellifera, híbridos locales entre A. m. scutellata, A. 

m. lingüística y A. m. mellifera, localizadas en un apiario experimental pertenecientes al 

Instituto Nacional de Investigaciones Agrícolas (INIA “La Estanzuela”, Colonia, 

Uruguay).  

 Con el fin de poner a punto la técnica de DGGE para analizar la diversidad, al 

inicio del estudio se colectaron 20 abejas nodrizas de una de las colmenas y se las 

procesó de forma individual. 

 Posteriormente se colectaron de cada colmena 20 individuos de cada estadio: 

huevos, larvas, pupas, abejas nodrizas y abejas pecoreadoras, con el fin de analizar la 

variación de la comunidad bacteriana durante el desarrollo.  

 Por último, de esas mismas colmenas se colectaron 20 abejas nodrizas una vez al 

mes durante un año, con el fin de evaluar la variación de la comunidad bacteriana 

intestinal a lo largo del tiempo.  

 Las muestras se colocaron en alcohol etílico 70% hasta su análisis. 
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3.1.2. Procesamiento de las muestras de abejas 

 Las muestras de abejas adultas (abejas nodrizas y pecoreadoras) se esterilizaron 

superficialmente mediante inmersión en una solución de hipoclorito 1% durante tres 

minutos y se enjuagaron tres veces con agua destilada, para eliminar restos de dicha 

solución (Engel et al., 2013; Dietemann et al., 2013). Luego se extrajeron los intestinos 

de cada abeja y se colocaron en alcohol etílico 70%, utilizando pinzas estériles y bajo 

condiciones asépticas (Yoshiyama et al., 2009).  

 

3.1.3.  Extracción de ADN bacteriano 

 La extracción de ADN de las muestras de huevos, larvas y pupas se realizó a 

partir del individuo entero, mientras que para las muestras de abejas nodrizas y 

pecoreadoras se partió del intestino. El alcohol se descartó y las muestras se 

homogeneizaron en 700 µl de solución de buffer PBS (Phosphate-Buffered Saline) 

utilizando una barilla de vidrio estéril. 

 Para el primer ensayo (puesta a punto de la técnica de DGGE) se realizó la 

extracción individual de ADN de 20 intestinos obtenidos de 20 abejas nodrizas, 

mientras que para los siguientes ensayos de esta tesis se realizaron pooles de 20 

intestinos. 

 La extracción del ADN bacteriano intestinal, se llevó a cabo mediante un 

método orgánico propuesto por Zhou et al., (1996). Para esto se añadieron a cada 

muestra 17,5 ml de buffer de extracción (Tris-HCl 100 mM pH 8,0; EDTA 100 mM pH 

8,0; Na-Fosfato 100 mM pH 8,0; NaCl 1,5 M; CTAB 1% (Hexadeciltrimetilamonio-

bromuro), junto con 67,5 µl de una solución de Proteinasa K (1 mg ml-1) y se incubó 30 

minutos a 37°C con agitación. Transcurrido dicho tiempo, se añadieron 1,9 ml de SDS 

20% y se incubó durante dos horas a 65°C con agitación. Las muestras se centrifugaron 

a 6000 xg durante 10 minutos a temperatura ambiente, y el sobrenadante se transfirió a 

un tubo estéril. Se agregó el mismo volumen de cloroformo/alcohol isoamílico (24:1), 

se mezcló cuidadosamente y se centrifugó a 10000 xg durante 10 minutos. Se colectó la 

fase superior acuosa y se transfirió a un nuevo tubo. La extracción con 

cloroformo/alcohol isoamílico se repitió tres veces, y posteriormente las muestras se 

centrifugaron a 3220 xg durante 10 minutos. Se descartó el sobrenadante y con el fin de 

precipitar el ADN se agregó isopropanol (60% del volumen del sobrenadante) y se 

incubó durante una hora a temperatura ambiente. Transcurrido dicho tiempo, las 
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muestras se centrifugaron a 50000 xg a temperatura ambiente durante 30 minutos, se 

descartó cuidadosamente el sobrenadante, y el pellet se lavó con alcohol frío al 70%.  El 

pellet se secó durante 15 minutos a temperatura ambiente y se resuspendió en 200 µl de 

agua pura para análisis durante toda la noche a 4°C. Posteriormente las muestras se 

incubaron a 37°C durante 30 minutos con agitación. El ADN obtenido se almacenó a -

20°C. 

3.1.4. Análisis de la comunidad microbiana mediante PCR-DGGE 

El análisis de la comunidad bacteriana se realizó mediante PCR-DGGE 

(Electroforesis en Gel de Gradiente Desnaturalizante) y secuenciación masiva, 

estudiando diferentes regiones del gen que codifica para la subunidad 16S del ARN 

ribosomal.  

El PCR- DGGE consiste en la amplificación mediante PCR de un fragmento de 

ADN y la separación mediante electroforesis en gel de poliacrilamida con gradiente de 

desnaturalización química (urea-formamida). Esto permite separar fragmentos del 

mismo tamaño pero de diferentes secuencias. Como resultado, se obtiene un perfil de 

bandas, donde se puede considerar que cada banda representa un microorganismo. La 

información obtenida es cualitativa ya que no es confiable inferir resultados 

cuantitativos a partir de las intensidades de los patrones de bandas (Muyzer., 1999). 

Los fragmentos de ADN sometidos a condiciones desnaturalizantes crecientes 

pueden permanecen en conformación de doble hebra hasta que ocurre su 

desnaturalización, momento en que las moléculas dejan de migrar.  

Uno de los cebadores empleado en la amplificación debe incluir un segmento de 30 – 50 

bases rico en GC en su extremo 5´, (“grampa” de GC) que evita la desnaturalización 

completa del fragmento (Muyzer et al., 1993). Variaciones en la secuencia nucleotídica 

del fragmento amplificado ocasionan diferencias en las condiciones de 

desnaturalización, por lo que fragmentos de igual tamaño pero diferente secuencia van a 

migrar de forma diferente en el gel generando un perfil de bandas (Muyzer., 1999).  

El ADN obtenido se empleó como molde para amplificar la región V6-V8 del gen 

que codifica para la subunidad 16S del ARN ribosomal (280 pares de bases) (Heuer et 

al., 1997). Cada reacción de PCR consistió de dNTPs 0,2 mM, MgCl2 2,5 mM, de cada 

primer 10 pmol (U968f: 

CGCCCGCCGCGCGCGGCCGGCGGGGCGGGGGCACGGGGAACGCGAA; 

L140lr: GCTGTGTACAAGACCCGAACCTTAC), ADN Taq polimerasa 2,5 U, buffer 



24 
 

1X y 0,5 μl de ADN, en un volumen final de 25 o 50 µl. El protocolo empleado para el 

PCR consistió de una pre-incubación inicial a 94°C por dos minutos, 35 ciclos de: 94ºC 

por un min, 61ºC por un min, 72ºC por dos min y una extensión final de 72ºC por 10 

min (Heuer et al., 1997).  

 Los productos de PCR obtenidos se analizaron en una primera instancia 

empleando diferentes gradientes de desnaturalización urea-formamida en gel de 

acrilamida al 6% (30-60; 40-60; 45-70) con el fin de encontrar el gradiente que 

permitiera la mejor discriminación de los patrones de bandas. Se seleccionó el gradiente 

45-70 para los siguientes análisis. La corrida electroforética se realizó empleando el 

sistema D-Code BioRad (BioRad Laboratories, Hercules, CA, USA) a 70 V y 60°C 

durante 16 horas. Las bandas se tiñeron con GelRedTM   y se visualizaron mediante un 

scanner de Imagenes Fuji Film Starion FLA 9000. 

Las imágenes se analizaron mediante el Software GelCompare II (Applied 

Maths, USA). Los patrones de bandas se marcaron de forma automática y se corrigieron 

muestra a muestra, variando los valores de porcentajes de tolerancia y optimización. 

Estos parámetros corresponden a la libertad en el movimiento de la imagen y al 

porcentaje de distancia admitida entre dos bandas para reconocerlas como la misma 

banda, respectivamente. Posteriormente se calculó una matriz de similitud empleando el 

coeficiente de similitud “Dice”, el cual se basa en la posición de las bandas entre dos 

muestras. Se generaron agrupamientos en base a los patrones de bandas obtenidos 

empleando el método de inferencia filogenética Neighbor Joining.  

 

3.1.5. Análisis de la comunidad mediante secuenciación masiva 

 El principio de las tecnologías de secuenciación (Illumina MiSeq paired-end) se 

basa en la detección de dNTPs (desoxiribonucleotico trifosfato) marcados 

fluorescentemente a una hebra de ADN, durante los ciclos de síntesis de ADN. Durante 

cada ciclo, en el punto de incorporación, los nucleótidos son identificados por 

excitación del fluoroforo. La diferencia crítica que posee con las secuenciaciones 

convencionales es que en vez de secuenciar un solo fragmento de ADN, la técnica de 

secuenciación masiva extiende este proceso sobre millones de fragmentos de forma 

paralela.  

El workflow de Illumina incluye cuatro pasos (Figura 1):  
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1- Preparación de la librería: El ADN es fragmentado al azar, y los fragmentos son 

ligados a un adaptador en el extremo 5´y 3´. En esta etapa se realiza la reacción 

de fragmentación y ligación en un solo paso, lo cual aumenta la eficiencia. Los 

fragmentos son luego amplificados por PCR y purificados.  

2- Generación de agrupamientos: Los fragmentos de ADN son cargados en un 

soporte solido (placa) donde son capturados y unidos a la superficie mediante la 

presencia de oligos complementarios al adaptador. Cada fragmento se amplifica 

a través de amplificación puente generando agrupamientos. Cuando la 

generación de agrupamientos se completa, el molde está listo para la 

secuenciación.  

3- Secuenciación: la tecnología de Illumina utiliza un método basado en 

terminación reversible que detecta unas simples bases cuando son incorporadas a 

la hebra molde de ADN.  

4- Análisis de datos: Se realiza empleando diferentes programas bioinformaticos 

como Mothur o QIIME entre otros.  

 



26 
 

 

               Figura 1. Descripción detallada del proceso de secuenciación masiva, 

Illumina. Tomado de www.Illumina.com/technology/next-generation-sequencing.html.  

  

 

El principal avance en esta tecnología se vincula con el desarrollo de la secuenciación 

de paired-end (PE). Este mecanismo implica la secuenciación de ambos extremos de los 

fragmentos de ADN en una librería de secuenciación y la alineación de las lecturas de 

avance y retroceso obtenidas, formando pares de lecturas (Figura 2).  

 

http://www.illumina.com/technology/next-generation-sequencing.html
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           Figura 2. Secuenciación paired-end y alineamiento. La secuenciación paired-

end permite la secuenciación por ambos extremos de un fragmento de ADN.   Tomado 

de www.Illumina.com/technology/next-generation-sequencing.html. 

 

 

El ADN obtenido se analizó mediante secuenciación masiva en la plataforma 

Illumina MiSeq paired-end (PE) durante 250 ciclos; con primers y barcodes para la 

región V4 del gen que codifica para el ARN ribosomal 16S. Esto se realizó en el 

Servicio de Secuenciación y Análisis de la Universidad de Texas, Austin, Estados 

Unidos (https://wikis.utexas.edu/display/GSAF/Home+Page) 

 Los reads (lecturas) paired-end se fusionaron y se procesaron utilizando 

paquetes de software de QIIME (Qiime.org) (Caporaso et al., 2010). Las secuencias se 

analizaron mediante herramientas de dicho software con los parámetros por defecto que 

se usan en cada paso. Se filtraron las secuencias en base a su calidad (score de calidad 

Q25). Las quimeras se detectaron y filtraron mediante el programa USEARCH 6.1. La 

adjudicación de las Unidades Operacionales Taxonómicas de novo (OTUs) se realizó 

con la opción uclust (Edgar, 2010). Posteriormente se normalizó el número de 

secuencias obtenidas en todas las muestras al menor número obtenido con el fin de 

asignar taxonómicamente las OTUs representativas, mediante la base de datos 

Greengenes (Lan et al., 2012) con un 97% de identidad de las secuencias y realizar 

análisis comparativos. Las secuencias que se identificaron como secuencias 

mitocondriales o de cloroplastos, se filtraron de la matriz de datos.  

 

 La profundidad de muestreo óptimo se determinó a través de las curvas de 

rarefacción de OTUs observadas versus la profundidad de muestreo, para el caso de las 

muestras de abejas nodrizas y pecoreadoras. Posteriormente se determinó el índice de 

diversidad alfa (Shannon), para cada grupo.   

http://www.illumina.com/technology/next-generation-sequencing.html
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 En el caso de las muestras de abejas nodrizas y pecoreadoras, se generaron 

matrices de distancias para comparar las abundancias relativas de OTUs utilizando el 

método Unifrac weighted. Finalmente se analizó la diversidad beta mediante un análisis 

de coordenadas principales.  

 

3.1.6. Análisis estadístico 

En primer lugar se evaluó si los datos se ajustaban a los supuestos paramétricos 

(Normalidad mediante el Test de Kolmogorov Smirnov y homogeneidad de varianza 

utilizando el test de Levene). En los casos en que los datos se ajustaron a supuestos 

paramétricos, se evaluaron diferencias entre grupos empleando el test t Student, o test 

de ANOVA según corresponda. En los casos en que no se cumplieron los supuestos para 

el uso de estadística paramétrica, las diferencias entre grupos se analizaron mediante los 

test de Mann Whitney y Kruskal-Wallis, según correspondiera. En todos los casos, 

valores de p por debajo de 0.05 fueron considerados significativos. Para los análisis 

multivariados, se realizaron análisis de PERMANOVAS. Los análisis estadísticos se 

realizaron empleando el programa Past 3x versión 2.17c (Hammer et al., 2001) y en 

QIIME.   
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3.2.           RESULTADOS 

3.2.1. Puesta a punto de PCR- DGGE  

En una primera etapa se empleó ADN bacteriano intestinal obtenido de cinco 

abejas individuales de la misma colmena, se amplificó la región V6-V8 del gen que 

codifica para la subunidad 16S del ARN ribosomal mediante PCR y se analizó mediante 

DGGE empleando diferentes gradientes de desnaturalización de urea-formamida. El 

gradiente 45-70% permitió la obtención de un perfil claro de bandas. 

 

 

Figura 3. Análisis de la comunidad microbiana intestinal de abejas nodrizas mediante 

DGGE, utilizando un gradiente de desnaturalización de 45-70. Carriles 1: Marcador de 

peso molecular un kb plus (Fermentas). 2-11: ADN bacteriano de homogeneizados 

intestinales individuales de abejas nodrizas. 12: ADN bacteriano de homogeneizados 

intestinales de un pool de 20 abejas nodrizas. 

 

 

 Una vez que se determinó el gradiente a utilizar, se evaluó la variabilidad de los 

patrones obtenidos para 10 abejas individuales, así como el patrón obtenido de un pool 

de 20 abejas pertenecientes a la misma colmena (Figura 3). Se encontraron variaciones 

entre los diferentes patrones obtenidos a nivel individual indicando que la comunidad 

bacteriana variaba en cada individuo a pesar de pertenecer a la misma colmena (4-11 

bandas). La diversidad encontrada en el patrón obtenido del pool de los 20 individuos 
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fue mayor que la encontrada en los patrones de cada individuo, por lo que se resolvió 

emplear pooles de 20 individuos en los siguientes análisis (Figura 4).  

  

 

 

Figura 4. Cladograma que muestra la relación entre la comunidad bacteriana intestinal 

de abejas nodrizas individuales (nodrizas 1, 2, 3, 4, 5,6, 7, 8, 9 y 10) y del mix de las 20 

nodrizas, analizado mediante PCR-DGGE (Método de agrupamiento: Neighbour 

Joining, Coeficiente de similitud: DICE, Optimización: 0,4% y Tolerancia: 0,8%). 

 

 

3.2.2. Análisis de la comunidad bacteriana durante el desarrollo  

 Luego de la puesta a punto de la técnica de DGGE, se prosiguió con el análisis 

de las muestras de pooles de los individuos en los diferentes estadios de desarrollo. Se 

lograron obtener patrones complejos de entre nueve y 20 bandas. Los estadios más 

tempranos del desarrollo (huevos, larvas y pupas) presentaron patrones de bandas 

similares entre sí sugiriendo una semejanza en la estructura de su comunidad 

microbiana independientemente de la colmena seleccionada (Figura 5). Por otro lado, 

las muestras de las abejas nodrizas y pecoreadoras presentaron patrones de bandas 

similares, diferenciándose de las muestras de los estadios más tempranos.  
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Figura 5. Cladograma que muestra la relación entre la comunidad bacteriana de las 

abejas melíferas en el transcurso de su desarrollo, desde huevos, larvas, pupas, abejas 

nodrizas y abejas pecoreadoras de cinco colmenas, analizado mediante PCR-DGGE (col 

1, 2, 3, 4 y 5) (Método de agrupamiento: Neighbour Joining, Coeficiente de similitud: 

DICE, Tolerancia: 1,0 %). 

 

 

Dada la elevada variación en el número de reads obtenido en las diferentes 

muestras, variando de 595 (larvas) a 19512 (abejas adultas), se decidió no realizar la 

estandarización de los números de reads al menor número en el conjunto de las 

muestras de los diferentes estadios. Se analizó cada etapa del desarrollo de forma 

independiente (Figura 6 y 7, Tabla 1), excepto para las muestras de abejas nodrizas y 

pecoreadoras. Estas últimas muestras se estandarizaron a 19512 reads. La gran 

variabilidad de reads obtenidos en las diferentes muestras de los estadios tempranos es 

un indicio de que muchos de esos microorganismos podrían pertenecen al ambiente de 

la colmena. Esto se observó especialmente en el caso de huevos, donde de las tres 

muestras colectadas solo en dos se logró obtener ADN, y solo en una de las dos 

muestras se logró tener reads que pudieron ser identificados, en un total de 126.085.  
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Analizando solo las muestras correspondientes a las abejas nodrizas (1, 2, 3) y 

pecoreadoras (1, 2, 3), se identificaron un total de 79 OTUs normalizados.  

En todas las muestras analizadas (huevos, larvas, pupas, abejas nodrizas y 

pecoreadoras) se detectaron los phyla Actinobacteria, Firmicutes y Proteobacterias; con 

la excepción del phylum Bacteroidetes el cual sólo se encontró en las muestras 

correspondiente a los estadios de desarrollo tempranos (huevos, larvas y pupas) (Figura 

7). En todos los casos el phylum más abundante fue Proteobacteria (Huevos: 96%, 

Larvas: 95%, Pupas: 56%, Nodrizas: 55,5% y Pecoreadoras: 72,8%).  

 

 

 

 

Figura 6. Abundancias relativas de los phyla identificadas para los diferentes estadios 

del desarrollo de las abejas (1 Huevo; 2. Larvas; 3. Pupas; 4. Nodrizas; 5. 

Pecoreadoras).  Las diferentes muestras corresponden a pooles de 20 individuos. Estos 

valores representan promedios de tres réplicas de pooles, excepto para el pool de huevos 

donde solo se presentan de un único pool. El color naranja representa al phyla 

Proteobacterias, el color naranja fuerte a Bacteroidetes, el gris a Firmicutes y el celeste a 

Atinobacterias.   
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Tabla 1. Abundancias relativas de phyla bacterianos presenten en huevos, larvas, pupas, 

abejas nodrizas y pecoreadoras, y sus correspondientes reads por estadios. 

 

 

 

 Al analizar la composición a nivel de familias o géneros, se observa que en los 

estadíos tempranos hay gran variabilidad en su composición, mientras que la comunidad 

en las etapas de individuos adultos se vuelve más estable (Figura 7, Tabla 2). Las 

familias bacterianas presentes en las abejas adultas fueron Pasteurellaceae, 

Bartonellaceae, Lactobacillaceae, Acetobacteraceae, Pseudomonadaceae, 

Bifidobacteriaceae y Neisseriaceae.  No se observaron diferencias significativas en las 

abundancias de estas familias entre las abejas nodrizas y las abejas pecoreadoras (test de 

t, p>0,05 en todos los casos). Una observación a resaltar es que el género 

Bifidobacterium aparece únicamente en las abejas adultas, mientras que los restantes 

generos que están presentes en las abejas adultas están presentes en algunos de los otros 

estadios.   

 Los resultados obtenidos mediante DGGE así como por secuenciación masiva 

indican que la estructura y la composición de la comunidad microbiana cambian durante 

el transcurso del desarrollo de la abeja, volviéndose más estable en el individuo adulto.

  Abundancia relativa 
 

Leyenda Phyla Huevos Larvas Pupas Nodrizas Pecoreadoras 

 Actinobacteria 0,3 2,3 0,3 4,7 5,4 

 Bacteroidetes 0,2 0,7 1,3 - - 

 Firmicutes 3,3 2,5 51,1 39,8 21,8 

 Proteobacteria 96,2 96,3 65,3 55,5 72,8 

Reads post-control         calidad  126085 595 1609 19400 19400 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 7.  Abundancias relativas de OTUs correspondientes a géneros y especies bacterianas pertenecientes a la comunidad microbiana intestinal 

en los diferentes estadios obtenidos de 3 colmenas diferentes (col 1, col 2 y col 3). 
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Tabla 2. Abundancias relativas de las distintas OTUs bacterianas pertenecientes a las comunidades bacterianas intestinal de los diferentes 

tratamientos de abejas. 

   

Huevos Larvas Pupas Ab. Nodrizas Ab. Pecoreadoras 

Orden Familia Género/Especie 1 1 2 3 1 2 3 1 2 3 1 2 3 

Pseudomonadales Pseudomonadaceae Pseudomonas 2,1 5,5 3,8 0 0 0 4,3 0 0 0 0 0 0 

Pseudomonadales Moraxellaceae Enhydrobacter 1,6 4,2 0 0 0 0 4,1 0 0 0 0 0 0 

Pseudomonadales Moraxellaceae Acinetobacter 1,6 7,1 0 50,0 0 33,3 2,8 0 0 0 0 0 0 

Pasteurellales - Gilliamella apícola/ Frischella perrara 80,9 17,9 0 50,0 0 4,0 33,3 19,4 19,2 32,9 29,6 23,3 36,8 

Sphingomonadales Sphingomonadaceae Sphingomonas 3,3 10,1 3,8 0 0 33,3 37,6 0 0 0 0 0 0 

Caulobacterales Caulobacteraceae - 2,5 6,8 0 0 0 0 3,5 0 0 0 0 0 0 

Lactobacillales Lactobacillaceae Lactobacillus 0,3 2,4 3,8 0 100 0 1,4 55,8 23,5 35,6 22,4 29,4 13,6 

Enterobacteriales Enterobacteriaceae - 0,2 1,8 7,7 0 0 0 18,9 0 0 0 0 0 0 

Burkholderiales Oxalobacteriaceae Cupriavidus 0,1 9,1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 

Burkholderiales Oxalobacteriaceae - 0,4 1,6 0 0 0 0 0,9 0 0 0 0 0 0 

Burkholderiales Comamonadaceae - 0 0,9 0 0 0 0 3,5 0 0 0 0 0 0 

Sphingomonadales Sphingomonadaceae Sphingobium 0,3 1,4 0 0 0 0 0,3 0 0 0 0 0 0 

Sphingomonadales Sphingomonadaceae Novosphingobium 0,4 2,0 0 0 0 0 5,8 0 0 0 0 0 0 

Rhodospirillales Acetobacteraceae Parasaccaribacter apis 0,1 1,9 73,1 0 0 0 0,4 1,6 0,8 2,7 6,9 3,5 19,0 

Rhizobiales Rhizobiaceae Agrobacterium 0,4 1,2 0 0 0 0 1,3 0 0 0 0 0 0 

Rhizobiales Methylobacteriaceae Methylobacterium 0,3 0,8 0 0 0 0 0,7 0 0 0 0 0 0 

Pseudomonadales Pseudomonadaceae - 0 0 0 0 0 0 0 1,8 12,5 9,1 12,2 14,8 1,1 

Neisseriales Neisseriaceae Snodgrasella alvis 0 0 0 0 0 0 0 12,1 11,0 13,3 16,8 9,7 25,7 

Rhizobiales Bartonellaceae Bartonella apis 0 0 0 0 0 0 0 2,8 23,5 3,6 6,5 9,9 2,7 

Bifidobacteriales Bifidobacteriaceae Bifidobacterium 0 0 0 0 0 0 0 6,4 5,0 2,8 5,6 9,4 1,1 



 

3.2.3. Análisis de la comunidad microbiana a lo largo de un año 

 

Se estudió la variación de la comunidad bacteriana de las abejas melíferas 

nodrizas durante un año, con el fin de evaluar la incidencia de las variaciones 

estacionales (y con esto la variación en la oferta floral disponible) en dicha comunidad. 

 En primer lugar, la variación en esta comunidad se analizó mediante PCR-

DGGE. Para una clara interpretación de los resultados, las muestras se agruparon por 

color de acuerdo a las estaciones del año donde fueron colectadas. Se pueden observar 

cuatro grandes grupos A, B, C y D (Figura 8). Las muestras agrupadas en A 

corresponden a las muestras colectadas en los meses de INVIERNO, las muestras en B 

corresponden a las muestras colectadas en VERANO-OTOÑO, las de C en 

PRIMAVERA-VERANO y las muestras en el grupo D corresponden a las obtenidas en 

los meses de INVIERNO-PRIMAVERA.  

 Se observa que la estructura de la comunidad bacteriana intestinal de las abejas 

varía gradualmente a lo largo el año. Las muestras de abejas colectadas en invierno se 

agrupon en un clado sepadas del resto de las muestras analizadas.  
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Figura 8. Cladograma del análisis de la variación de la comunidad microbiana de las 

abejas melíferas a lo largo de un año, desde el mes de setiembre de 2014 al mes de 

agosto de 2015 (col 1, 2, 3, 4 y 5). Los meses de color Verde corresponden a la estación 

VERANO, los asignados con color Azul oscuro corresponden OTOÑO, el color Rojo 

corresponde a INVIERNO y el color Celeste se corresponde con los meses de 

PRIMAVERA. (Método de agrupamiento: Neighbour Joining, Coeficiente de similitud: 

DICE, Optimización: 0,5% y Tolerancia: 0,6%). 



 

Figura 9. Géneros bacterianos identificados en la comunidad microbiana intestinal de abejas nodrizas colectadas en octubre 2014, diciembre 

2014, febrero 2015, abril 2015, junio 2015 y agosto 2015.



Tabla 3.  Abundancias relativas de las OTUs bacterianas de la comunidad bacteriana intestinal de las muestras de abejas nodrizas colectadas 

durante 2014-2015, 1, 2 y 3 corresponden a 3 colmenas diferentes, La numeración de cada colmena se mantuvo a lo largo del ensayo. 

 

   

OCTUBRE 2014- PRIMAVERA DICIEMBRE 2014- VERANO FEBRERO 2015- VERANO ABRIL 2015- OTOÑO JUNIO 2015- INVIERNO AGOSTO 2015- INVIERNO 

Orden Familia Género 1 2 3 1 2 3 1 2 3 1 2 3 1 2 3 1 2 3 

Pseudomonadales Pseudomonadaceae - 0 0,7 2 0 0 2,8 0 0,1 0 1,3 0,7 2,3 0,5 0 1 0,5 6 0,2 

Pasteurellales - Gilliamella apícola, Frischella perrara 10,1 10,6 11,2 26,6 12,2 22,7 40,7 52,5 45,4 32,1 47,6 28,7 22 29,1 25,3 46,8 36,4 52,8 

Enterobacteriales Enterobacteriaceae Serratia 0 0 0 0 0,5 1 0 0,7 0,4 1 0 0,1 1,2 0,4 16,4 0,6 0,2 0,3 

Enterobacteriales Enterobacteriaceae - 0,3 13,2 3,8 16,7 2,2 0,7 1,3 0,5 2,3 5 0,2 4,4 0,8 0,5 5,1 2,8 3 10,5 

Neisseriales Neisseriaceae Snodgrasella 8,4 16,3 16 26,9 18,2 16,6 35,7 31,6 25,3 18,2 24 22,5 22,3 35,3 22,6 31,6 28,1 25,3 

Rhodospirillales Acetobacteraceae Parasaccaribacter apis 2,3 1,7 1,3 3,9 2,3 1,5 3,7 1,1 0,2 5,5 1,6 1,8 6,4 3,7 4,4 5 4,3 2,5 

Rhizobiales Bartonellaceae Bartonella apis 9,2 2,4 4,1 12,3 9 22,5 1,7 1,8 2,2 7,8 2 4,7 12,1 2,9 3,2 2,2 1,3 1,7 

Lactobacillales Lactobacillaceae Lactobacillus 61 48,6 54,5 10,9 47,9 24,5 14,3 9,1 22 24,5 22,2 31,9 29,6 22,6 19,7 9,1 17,6 4,4 

Flavobacteriales - - 0,20 0,50 0,1 0,5 0,1 0 0,5 0,2 0 0,4 0,1 0,2 0,5 0,2 0,4 0,2 0,7 1,2 

Bifidobacteriales Bifidobacteriaceae Bifidobacterium 8,3 5,6 6,5 2 7,6 6,7 1 2,4 2 3,9 1,5 3,1 4,5 5,1 1,5 1,1 1,9 0,6 

Indice de Shannon 3,44 3,60 3,76 3,48 3,40 3,39 2,88 2,52 2,77 3,71 2,94 3,35 3,45 2,98 3,62 3,00 3,24 2,84 



Respecto al análisis de la comunidad microbiana intestinal mediante 

secuenciación masiva, se analizaron un total de 201.604 reads, de los cuales 201.529 

pasaron los controles de calidad de las mismas. A partir de las 201.529 secuencias, para 

el análisis taxonómico y poder realizar comparaciones entre las muestras, las secuencias 

se normalizaron a 6914 reads por muestras. Posteriormente se eliminaron las secuencias 

raras (singletons) y únicas por lo que la matriz de datos se formó por 51 OTUs. 

En todas las muestras colectadas se observaron los mismos géneros bacterianos, 

los que se mantuvieron presentes durante todo el año. Esta composición bacteriana 

estable confirma la presencia de un núcleo bacteriano formado por Lactobacillus, 

Bifidobacterium, Gilliamella y Snodgrasella. Junto con las especies Bartonella apis, 

Frischella perrara y Parasaccharibacter apium forman el grupo dominante (Figura 9, 

Tabla 3). Sin embargo, las abundancias de los microorganismos que forman parte del 

núcleo variaron significativamente en las diferentes estaciones (PERMANOVA 1000 

permutaciones, p=0,003) (Figura 10). Particularmente los géneros Lactobacillus y 

Bifidobacterium presentaron una mayor abundancia en primavera (octubre 2014) con 

respecto a las muestras analizadas en invierno (Agosto 2015), (ANOVA, F=8,144, 

p=0,0015; y F=4,768, p=0,0124, respectivamente). 

La diversidad presente en las muestras, estimada a través del indice de Shannon, 

también varió durante el año disminuyendo en verano (febrero 2015) (2,72 ± 0,10) y 

aumentando en primavera (Octubre y Diciembre 2014) (3,6 ± 0,09; 3,4 ± 0,03 

respectivamente), posiblemente debido a las diferencias en las abundancias de los 

diferentes grupos bacterianos que forman parte de esta comunidad.  
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Figura 10. Análisis de coordenadas principales β diversidad – Unifrac. 

 



42 
 

 

 

Figura 11. Curvas de rarefacción de OTUs observadas por muestra analizada. 

 

 Las curvas de rarefacción indican cómo varía la diversidad de las muestras 

analizadas con respecto al número de secuencias o lecturas obtenidas por muestra. En 

este caso, se puede observar que el número de OTUs observadas en las diferentes 

muestras es similar, alcanzándose en todos los casos la etapa estacionaria en la gráfica. 

Esto indica que aunque se aumente el esfuerzo de muestreo, la diversidad obtenida en 

OTUs sería la misma (Figura 11). 
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3.3.           DISCUSIÓN 

 

Los resultados obtenidos en este trabajo muestran que los estadíos tempranos de 

desarrollo de la abeja (huevos, larvas y pupas) presentan una comunidad microbiana 

variable a lo largo del desarrollo. Esto concuerda con lo reportado por Martinson et al., 

(2012) quienes determinaron que las abundancias y la estructura de comunidad 

microbiana en Apis mellifera es variable en su ciclo vital. Esta variación podría 

representar la diversidad de microorganismos que entrar en contacto con estos 

individuos a través de su alimento (pan de polen) y el ambiente que las rodea. Sin 

embargo, si bien se logró extraer y analizar el ADN bacteriano presente en los estadíos 

iniciales de desarrollo (huevos, larvas y pupas), el número de reads fue muy variable.  

El alto número de reads obtenidos a partir de muestras de huevos es llamativo, y podría 

deberse a la falta de esterilización superficial de estos individuos. En este caso se podría 

estar analizando los microorganismos pertenecientes a la celda de cría y/o al ambiente 

que rodea al huevo, y no directamente a su interior. 

 Otro de los factores que pueden influir en la diversidad encontrada en los 

primeros estadíos de desarrollo es la alimentación. En muchos insectos sociales, las 

larvas ingieren alimentos procesados por las abejas adultas, alimento que podría ser 

alterado para inhibir el crecimiento microbiano o enriquecer un cierto subconjunto de 

los microorganismos no patógenos (Cremer et al., 2007; Cremer and Sixt, 2009). 

Aizenberg-Gershtein et al., (2013), proponen que las bacterias presentes en la superficie 

de las abejas (incluyendo la probóscide), tienen su origen en el néctar de las plantas, y 

las abejas actúan como vector al inocular a las larvas con esta comunidad microbiana. 

En el caso de las abejas adultas (tanto nodrizas como pecoreadoras) a diferencia 

de lo obtenido en los individuos de estadios tempranos, la comunidad microbiana es 

estable, coincidiendo con lo reportado previamente (Jeyaprakash et al., 2003; 

Babendreier et al., 2007; Cox-Foster et al., 2007; Martinson et al., 2011; Mohr and 

Tebbe, 2006; Mohr and Tebbe, 2007; Olofsson and Vásquez, 2008). Los géneros 

principalmente detectados fueron Gilliamella, Snodgrassella, Bartonella, Lactobacillus. 

y Bifidobacterium., coincidiendo con los grupos descriptos previamente para estos 

individuos (Kesnerova et al., 2016; Corby-Harris et al., 2014; Martinson et al., 2011; 

Engel et al., 2013). Existen evidencias que permiten asumir que Gilliamella spp. y 

Snodgrassella spp. son simbiontes mutualistas, con roles importantes en la defensa 
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contra patógenos así como en la nutrición (Koch and Schmid-Hempel, 2011; Engel et 

al., 2012). Por otro lado, diferentes estudios han mostrado que Lactobacillus spp. y 

Bifidobacterium spp. también pueden tener un rol importante en la defensa contra 

patógenos, posiblemente a través de la producción de sustancias antimicrobianas (Killer 

et al., 2014; Butler et al., 2013; Forsgren et al., 2009; Vásquez et al., 2012). Aunque 

otras especies bacterianas puedan estar presentes ocasionalmente, la comunidad 

microbiana intestinal de las abejas está formado por este núcleo de microorganismos, 

que están adaptados al nicho intestinal (Kwong y Moran, 2016).  

En cuanto a la variación estacional de la comunidad bacteriana intestinal de las 

abejas, se confirmó la presencia de este núcleo bacteriano estable y adaptado. Las 

variaciones en las abundancias relativas de Lactobacillus spp. y Bifidobacterium spp. 

principalmente, sugieren que estos géneros no solo se pueden compartir o transferir 

horizontalmente mediante la trofolaxia entre las nodrizas sino que también pueden ser 

incorporados desde el exterior mediante su alimento. Estos grupos taxonómicos 

incrementan significativamente su presencia en primavera, cuando los cultivos 

comienzan a florecer y por lo tanto la colmena recibe un fuerte pico de entrada tanto de 

néctar como de polen. El pan de polen también posee una comunidad microbiana 

asociada, estando generalmente los lactobacilos y las bifidobacterias entre los 

principales componentes de la comunidad bacteriana (Vásquez y Olofsson, 2015). 

Vásquez y Olofsson, (2009) especulan que estos géneros bacterianos son claves en los 

procesos de fermentación presentes en la formación y almacenamiento del pan de polen.  

 Esto nos permite confirmar nuestra hipótesis de trabajo, que establece que la 

comunidad microbiana en Apis mellifera varía durante el desarrollo del individuo, 

estabilizándose en la etapa de adulto del insecto. A pesar de que esta comunidad 

microbiana es estable, la misma puede tener variaciones estacionales posiblemente 

asociada a las variaciones de fuentes de polen.  
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4. CAPÍTULO 2: INFLUENCIA DE LA ALIMENTACIÓN 

EN LA COMUNIDAD MICROBIANA DE LAS ABEJAS 

MELÍFERAS, EN SU SISTEMA INMUNE Y EN LA 

SUSCEPTIBILIDAD A PATÓGENOS    

 
Una vez que se conoce por medio de los resultados del capitulo anterior, como esta 

compuesta y como varia la microbiota intestinal de Apis mellifera, proseguimos con el 

análisis del efecto que generan diferentes factores que afectan a estos insectos sobre la 

comunidad microbiana instestinal. Para esto, se planteó como objetivos de éste capítulo 

analizar si la dieta (monofloral (E. grandis) vs. polifloral) es capaz de alterar la 

comunidad microbiana intestinal de las abejas melíferas así como el sistema inmune, y 

afectar el desarrollo de los patógenos (N. ceranae). En este capitulo se emplearan cría 

de abejas en laboratorio, para el análisis de la comunidad microbiana se utilizaran las 

mismas técnicas moleculares (DGGE y Secuenciación masiva). Para evaluar la 

expresión de diferentes genes inmunológicos de las abejas se empleará la técnica de 

PCR cuantitativa (qPCR), y por último para evaluar el desarrollo del microsporidio N. 

ceranae se realizaran recuentos de esporas en microscopio óptico.  

Los resultados obtenidos nos permitirán plantearnos un modelo con el fin de buscar 

nuevas estrategias natural para combartir los patógenos apícolas.  

                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                        
 

4.1.           MATERIALES Y MÉTODOS 

4.1.1. Diseño experimental I: Efecto de la alimentación en la 

comunidad microbiana de las abejas y en su sistema inmune 
 

 Para la realización de los experimentos planteados en este capítulo se empleó 

un modelo de cría e infección de abejas en laboratorio. Se tomaron cuadros con cría a 

punto de emerger de colmenas saludables de híbridos locales (A. m. scutellata, A. m. 

lingustica y A. m. mellifera) pertenecientes a un apiario experimental del Instituto 

Nacional de Investigaciones Agrícola (INIA “La Estanzuela”) Colonia, Uruguay. Las 

colonias fueron tratadas contra Varroa destructor en agosto (Amitraz) y el experimento 

se llevó a cabo durante la primavera. Se obtuvieron seis cuadros de abejas a punto de 

emerger, se trasladaron al laboratorio y se colocaron en una incubadora a 34 ± 1°C y a 

una humedad relativa del 60%. A medida que las abejas iban emergiendo se colocaron 
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cuidadosamente en grupos de 40 en cajas especialmente diseñadas con este fin 

(dimensiones 11,5 × 11,5 × 15,0 cm). Se prepararon 12 cajas con 40 abejas cada una, y 

se las sometió a dos regímenes nutricionales diferentes. Seis cajas se alimentaron con 

pan de polen monofloral (proveniente de colmenas ubicadas en plantaciones de E. 

grandis), mientras que las otras seis cajas recibieron pan de polen polifloral 

(manualmente preparado a partir de pan de polen de diferentes colmenas). Además, 

todas las abejas se alimentaron ad libitum con una solución de sacarosa (50% p/p en 

agua). Las abejas fueron chequeadas, alimentadas y contadas diariamente. Los 

individuos muertos fueron removidos. A los 7 y 10 días post emergencia (p.e), se 

colectaron 20 abejas de cada caja de tres cajas por tratamiento para el análisis de la 

comunidad microbiana intestinal. En paralelo, a los 10 días p. e. se colectaron diez 

abejas por tratamiento y se mantuvieron a -80°C para analizar su respuesta inmune 

(Figura 12).  

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

        Figura 12. Representación esquemática del diseño experimental I. 

 



4.1.2.  Diseño experimental II: Rol de la alimentación en la comunidad 

microbiana de las abejas y en la susceptibilidad a patógenos 
 

 Este ensayo fue una modificación del ensayo anterior, y se realizó en colmenas 

de un apiario experimental (J. J. Nágera) ubicado en Mar del Plata, Argentina, en el 

marco de una pasantía realizada en el Centro de investigación en abejas sociales de la 

Facultad de Ciencias Exactas y Naturales de la Universidad Nacional de Mar del Plata. 

En este ensayo se incorporó la infección de las abejas con el microsporidio N. ceranae.    

 Las esporas de N. ceranae se obtuvieron a partir de colonias naturalmente 

infectadas. Se aislaron diez ventrículos (sin ampolla) de un pool de abejas pecoreadoras 

retornantes de vuelo y se homogeneizaron en 2 µl de agua destilada utilizando un 

mortero. Los homogeneizados se filtraron con malla de acero de tamaño 0,5 mm. El 

filtrado se suplementó con 10 ml de agua destilada. El filtrado resultante se centrifugó a 

600g durante 5 min para recuperar un pellet más limpio. Dicho pellet se resuspendió en 

un volumen final de 10 ml de agua destilada (Di Pasquale et al., 2013). El número de 

esporas se determinó utilizando un hemocitómetro bajo un microscopio de luz.  

 Las abejas recién emergidas se colocaron en grupos de 80, en cajas 

especialmente diseñadas con este fin (dimensiones 11 × 6 × 9 cm). Se prepararon 12 

cajas con 80 abejas cada una, y se las sometió a dos regímenes nutricionales diferentes. 

Seis cajas se alimentaron con pan de polen monofloral (E. grandis), mientras que las 

otras seis cajas recibieron pan de polen polifloral. Además, todas las abejas se 

alimentaron ad libitum con una solución de sacarosa (50% p/p en agua). Las abejas se 

mantuvieron en incubadora, y diariamente se monitorearon. A los tres días post 

emergencia, se retiraron los alimentos de cada caja con el fin de mantener a las abejas 

en un periodo de cinco horas de hambruna. Posteriormente, las abejas de tres cajas de 

cada régimen nutricional se infectaron de forma individual con 10 µl de solución de 

jarabe 2:1 (1 kg agua/ 2kg azúcar) contaminada con 100.000 esporas de Nosema spp. 

(Porrini et al., 2013). La solución fue constantemente agitada, asegurando una 

suspensión uniforme.  Las restantes tres cajas de cada régimen constituyeron los grupos 

controles, a las cuales se les administró el mismo volumen de jarabe 2:1 sin esporas de 

Nosema spp.  

Las abejas se chequearon, alimentaron y contaron diariamente. Los individuos muertos 

se removieron.  
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A los siete y diez días post emergencia (p.e), se colectaron 20 abejas de cada caja, de 

tres cajas por tratamiento para el análisis de la comunidad microbiana intestinal. En 

paralelo, a los cuatro, diez y 12 días post infección se extrajeron tres abejas por 

tratamientos para determinar el número de esporas de Nosema spp. por abeja, con el fin 

de evaluar el desarrollo del microsporidio. Se extrajeron los intestinos de forma 

individual pellizcando los últimos segmentos abdominales y se cortó el intestino medio. 

Los intestinos se almacenaron a -20 °C hasta la cuantificación. El número de esporas 

por abeja (intensidad de infestación del parásito) se cuantificó con un hemocitómetro 

bajo un microscopio de luz (Cantwell, 1970) (Figura 13).  

 



 

   Figura 13. Representación esquemática de diseño experimental II. 

 

 



4.1.3.   Análisis de supervivencia de las abejas 

 Las cajas con abejas se inspeccionaron diariamente. Se registró el número de 

individuos muertos en una tabla de datos y se removieron de sus jaulas. Al finalizar el 

ensayo (con la muerte de todas las abejas), se realizó el análisis de supervivencia. Para 

dicho análisis se empleó el Software SigmaStat, considerándose un nivel de confianza 

de 95%. Por cada tratamiento se realizaron curvas de supervivencia graficando el 

número de abejas vivas versus tiempo del experimento. Se empleó el test no 

paramétrico de Gehan-Breslow para determinar si las curvas de supervivencia 

presentaban diferencias significativas.  

 

4.1.4.  Caracterización del pan de polen 

 Con el propósito de determinar el origen botánico del pan de polen se colectó 

una muestra representativa de cada uno y se homogeneizó en ácido acético glacial para 

su observación por microscópico óptico. Los residuos se montaron en glicerina-gelatina 

con formol (Faegri et al., 1975). La identificación de los granos de polen se realizó 

empleando un aumento de 1000X. Las preparaciones microscópicas de las muestras se 

analizaron cuantitativamente mediante el recuento de al menos 1200 granos de polen 

por portaobjetos por muestra (Louveaux et al., 1978). Este procedimiento se realizo en 

colaboración con la Msc. Estela Santos (Facultad de Ciencias).  

 También se determinó la estructura y composición de la comunidad microbiana 

del pan de polen. Para esto se tomaron tres muestras de cada tipo de pan de polen (0,2 

gramos/muestra), se resuspendieron en etanol 95% y se vortexearon. Luego, se 

centrifugaron a 12000 rpm durante 5 minutos a temperatura ambiente. El sobrenadante 

se descartó. Este paso se repitío 5 veces hasta conseguir un volumen de 500 mg. Se 

añadío 1 ml de buffer TE (Tris-Cl 10 mM; pH 8.0; EDTA 1 mM). Las muestras fueron 

vortexeadas durante cinco minutos y centrifugadas a 20800 xg por dos miutos a 4°C. El 

sobrenadante fue descartado. Se añadieron perlas de cerámica y se homogeneizaron 

mediante shaker durante 30 segundos. El sobranadante fue descartado y el volumen fina 

se transfirío a una tubo nuevo esteril (Anderson et al., 2014). Se agregaron 750 µl de la 

mezcla anterior en tubos de microcentrífuga y se centrifugaron a alta velocidad durante 

cinco minutos. Posteriormente se extrajo el ADN de acuerdo a lo descrito por Zhou et 

al., 1996, y se analizó la estructura y composición de la comunidad microbiana 
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mediante PCR-DGGE y secuenciación masiva, de acuerdo a lo descrito en el capítulo 1 

de esta tesis.  

 

4.1.5.   Análisis de la diversidad de la comunidad microbiana 

intestinal  
 A los siete y diez días post emergencia (p.e) se tomaron 20 abejas por caja, de 

tres cajas por régimen nutricional (polen monofloral o polifloral). Las abejas se 

esterilizaron superficialmente sometiendo a dichas muestras en hipoclorito de sodio 

durante tres minutos y se enjuagaron con agua destilada tres veces con el fin de eliminar 

el remanente del hipoclorito. Posterormente, extrajeron los intestinos y se generó un 

pool de 20 intestinos por caja (tres cajas por régimen nutricional). El ADN bacteriano se 

extrajo de cada pool mediante el protocolo descrito por Zhou et al., 1996, y se sometió a 

PCR-DGGE, y a secuenciación masiva, de acuerdo a lo descrito en el Capítulo 1 de esta 

tesis. 

 

4.1.6.  Cuantificación bacteriana absoluta 

 Con el fin de estimar el número total de bacterias presentes en las muestras de 

pan de polen, así como en las muestras de abejas, se amplificó y cuantificó el número de 

copias del gen que codifica para el ARN ribosomal 16S mediante de PCR en tiempo 

real. Se utilizaron los cebadores de bacterias generales 1114F (5’-

CGGCAACGAGCGCAACCC-3’) - 1275R (5’-CCATTGTAGCACGTGTGTAGCC-

3’) (Denman y Mc Sweeney, 2006). Cada reacción consistió de 10 µl SYBR (Power 

SYBR ® Green PCR Master Mix), 0,6 µl de cada cebador (0,3 µM), 6,8 µl de agua libre 

de ARNasa y 40 ng de ADN. La reacción de PCR se realizó en un termociclador BIO-

RAD CFX96TM Real Time system. El programa de ciclado consistió de una fase inicial 

de activación a 50°C por dos minutos y 95°C por 15 minutos, y 39 ciclos de 94°C por 

15 segundos, 52°C por 30 segundos y 72°C por 30 segundos. En cada corrida se 

incluyeron dos controles negativos (sin ADN). Con el fin de realizar la cuantificación 

absoluta, se construyó una curva estándar empleando diluciones seriadas (1/10) de una 

muestra de ADN de Escherichia coli XL1 Blue. En paralelo se estimó el número de 

bacterias correspondientes a cada dilución.  
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4.1.7.   Respuesta inmune de las abejas 

 Diez abejas por régimen nutricional (monofloral y polifloral) del ensayo 1 se 

colocaron de forma individual en tubos de plástico de 2 ml y se homogeneizaron 

empleando una varilla de vidrio estéril con agua destilada. Una alícuota del 

homogeneizado de cada abeja se utilizó para determinar la ausencia de Nosema spp. 

mediante hemocitómetro y microscopía óptica de luz.  

 Posteriormente se realizó la extracción de ARN total de cada abeja empleando el 

mini kit RNeasy Plus (Qiagen), de acuerdo a las instrucciones del fabricante. Este kit 

posee una columna que elimina el ADN genómico al inicio del proceso de extracción. 

El ARN total obtenido se empleó inmediatamente para generar el ADNc, empleando el 

kit Quantitec Reverse Transcription (Qiagen) (random primers), de acuerdo a las 

instrucciones del fabricante. Este kit también posee un paso de digestión del ADN 

genómico previo a la retrotranscripción. El ADNc obtenido se diluyó 1/10 en agua 

destilada estéril para su posterior uso. Estos procedimientos se realizaron en hielo con el 

fin de evitar la degradación del ARN. 

 El ADNc obtenido se empleó para analizar los niveles de expresión de los genes 

que codifican proteínas vinculadas a la inmunidad, como vitelogenina, lisozima, glucosa 

deshidrogenasa, himenoptecina, defensina y abaecina, empleando cebadores 

previamente reportados (Yang and Cox-Foster, 2005; Evans et al., 2006; Corona et al., 

2007).  

Los genes RPS5 y ß-actina se emplearon como genes de referencia, para normalizar la 

variación de los niveles de ADNc. En la Tabla 4 se describen los cebadores utilizados. 

La mezcla de reacción consistió de QuantiTect SYBR Green PCR MasterMix (Qiagen) 

1X, agua libre de ARNasa y 5 μl de ADNc (dilución 1:10) en un volumen final de 25 

µl. La reacción de PCR se llevó a cabo en un termociclador BIO-RAD CFX96TM Real 

Time system. El programa de ciclado consistió de una fase inicial de activación a 50°C 

por 2 minutos y 95°C por 15 minutos, y 39 ciclos de 94°C por 15 segundos, 52°C por 

30 segundos y 72°C por 30 segundos. En cada corrida se incluyeron dos controles 

negativos (sin ADN). Con el fin de obtener las eficiencias de cada reacción, se 

construyó una curva estándar empleando diluciones seriadas (1/10) de una de las 

muestras de ADN.  

 Los resultados se analizaron por el método de Pfaffl (Pfaffl, 2001) usando como 

valor de referencia la media geométrica entre los niveles de expresión de los genes de β-

actina y RPS-5.  
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               Tabla 4. Secuencias de cebadores empleados para la amplificación de genes 

relacionados con la inmunidad mediante PCR en tiempo real.  

Secuencia blanco Secuencias de los cebadores Referencia  

ß-actina F 5'-GTATGCCAACACTGTCCTTTCTG-3' 
Yang y Cox-Foster, 2005 

ß-actina R 5'-AAGAATTGACCCACCAATCCA-3' 

Proteina ribosomal S5 F 5'-AATTATTTGGTCGCTGGAATTG-3' 
Evans, 2006 

Proteina ribosomal S5 R 5'-TAACGTCCAGCAGAATGTGGTA-3' 

Abaecina F 5'-CAGCATTCGCATACGTACCA-3' 
Evans, 2006 

Abaecina R 5'-GACCAGGAAACGTTGGAAAC-3' 

Defensina F 5'-TGTCGGCCTTCTCTTCATGG-3' 
Yang y Cox-Foster, 2005 

Defensina R 5'-TGACCTCCAGCTTTACCCAAA-3' 

Himenoptecina F 5'-CTCTTCTGTGCCGTTGCATA-3' 
Johnson et al., 2009 

Himenoptecina R 5'-GCGTCTCCTGTCATTCCATT-3' 

Vitelogenina F 5'-AGTTCCGACCGACGACGA-3' 
Johnson et al., 2009 

Vitelogenina R 5'-TTCCTCCCACGGAGTCC-3' 

Dehidrogenasa F 5'-CTGCACAACCACGTCTCGTT-3' 
Yang y Cox-Foster, 2005 

Dehidrogenasa R 5'-ACCGCCGAAGAAGATTTGG-3' 

Lisozima F 5'-ACACGGTTGGTCACTGGTCC-3' 
Yang y Cox-Foster, 2005 

Lisozima R 5'-GTCCCACGCTTTGAATCCCT-3' 
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4.2.           RESULTADOS 

 

Con el fin de analizar la variación de la comunidad microbiana intestinal de las 

abejas melíferas asociada a su alimentación así como su vinculación con el sistema 

inmune y la susceptibilidad a patógenos, se realizaron dos ensayos. 

 

4.2.1. Ensayo experimental I: Rol de la alimentación en la comunidad 

microbiana de las abejas y en su sistema inmune 

  

 Se emplearon abejas recién nacidas saludables (pertenecientes a colonias libres 

de V. destructor y libres de esporas de Nosema spp.), se las dividió en dos grupos y se 

alimentaron con diferentes regímenes nutricionales (pan de polen polifloral y 

monofloral proveniente de E. grandis).  

 De acuerdo al resultado del origen botánico del polen, el pan de polen 

monofloral estuvo compuesto por un 99% de polen proveniente de E. grandis mientras 

que el pan de polen polifloral consistió en polen de 18 orígenes botánicos diferentes, 

principalmente Trifolium repens (42,4 %), Brassica spp. (13,5%) y Salix spp. (8,1 %) 

(Tabla 5). 
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            Tabla 5. Origen botánico del pan de polen empleado en el ensayo. 

Régimen nutricional Familia Nombre científico Porcentajes  

Pan de polen  

Polifloral  

Fabaceae Trifolium repens 42,4 

Brassicaceae Brassica spp 13,5 

Salicaceae Salix spp 8,1 

Fabaceae Parkinsonia aculeata 6,2 

Anacardiaceae Schinus longifolius 5,1 

Myrtaceae Eucalyptusspp 5,1 

Solanaceae Solanum sisymbriifolium 4,0 

Desconocido - 3,1 

Fabaceae Glycenimax 2,9 

Ulmaceae Ulmus spp 2,4 

Asteraceae Baccharis spp 1 1,2 

Asteraceae Senecio spp 1,2 

Lamiaceae Salvia spp 1,0 

Asteraceae Baccharis spp 2 1,0 

Fabaceae Vicia spp 0,8 

Poaceae  0,7 

Myrtaceae Eugenia uniflora 0,7 

Rutaceae Citrus spp 0,6 

Pan de polen 

E. grandis 

Myrtaceae Eucalyptus spp 99 

Lamiaceae Salvia spp 0,5 

Asteraceae Baccharis trimera 0,3 

Poaceae  0,1 

Caprifoliaceae Lonicera japonica 0,1 
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 A la vez, se cuantificó la cantidad de bacterias presentes en las muestras de 

polen. Basados en la curva obtenida para la cuantificación absoluta (Eficiencia= 85,1%; 

R2=0,998), se pudo estimar la cantidad de copias del gen ARN ribosomal 16S en cada 

muestra, obteniendo valores de 1,06 x108 ± 7,23 x107 por g de polen monofloral, y 3,79 

x108 ± 1,41 x108 por g de polen polifloral (test de t, p>0,05). Esto indica que el inóculo 

bacteriano presente en ambos tipos de pólenes es similar. 

 Al analizar esta comunidad mediante secuenciación masiva, se obtuvieron 

55.836 reads de los cuales 55.834 (99%) pasaron los umbrales de calidad. Los dos 

reads de diferencia correspondieron a secuencias identificadas como quimeras, las 

cuales se filtraron de la matriz de datos. Luego se alinearon dichas secuencias y se 

agruparon en Unidades Taxonómicas Operacionales (OTUs) (con una identidad de 

97%). Para una correcta asignación taxonómica de dichos OTUs y poder comparar las 

frecuencias de cada taxa entre las diferentes muestras, el conjunto de datos fue 

normalizado (agrupados por el menor número de secuencias de la librería) en 5.173 

secuencias por muestra. Posteriormente se prosiguió con la eliminación de los 

singletons de la matriz de OTUs. La matriz resultante consistió de 71 OTUs.  

 Los phyla identificados correspondieron a Bacteroidetes, Firmicutes y 

Proteobacteria (phylum más abundantes). Si bien se encontraron los mismos phyla en 

ambos pólenes, a nivel de Genero/Familia la composición fue diferente (Figura 14, tabla 

6). Las muestras provenientes de pan de polen de E. grandis presentaron una 

composición mayoritaria de bacterias pertenecientes a la Familia Enterobacteriaceae, 

seguidas de los géneros de Acinetobacter, Lactobacillus, Erwinia y Gluconobacter 

mientras que las muestras de polen polifloral contenían Enterobacteriaceae pero una 

familia diferente a la detectada en las muestras de polen monoflorales, seguida de los 

géneros Acinetobacter, Lactobacillus y Pseudomonas. Los géneros Acinetobacter y 

Erwinia presentaron una abundancia significativamente mayor en muestras de polen de 

E. grandis comparadas con las muestras de polen poliflorales (t test, t= -3,25, p=0,031/ 

t=-3,35, p=0,028, respectivamente). Al realizar un PERMANOVA con los valores de 

abundancia de estos datos, se obtuvo que las comunidades pertenecientes a ambas dietas 

de polen fueron marginalmente significativas PERMANOVA (1000 permutaciones) 

 p=0,10) (Figura 15).  

 Cuando se analizaron los valores correspondientes a los índices de Shannon de las 

diferentes muestras de pólenes, se pudo determinar que si bien no se observaron 

diferencias significativas entre los índices de los dos régimenes, las muestras 



58 
 

provenientes de pólenes poliflorales presentaron valores mayores a las muestras de E. 

grandis.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

Figura 14. Géneros bacterianos obtenidos en la comunidad microbiana de las muestras de pan de polen polifloral y de E, grandis, empleado en el 

ensayo experimental I. 
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Tabla 6.  Abundancias relativas de los OTUs bacterianos de la comunidad bacteriana y los índices de Shannon correspondiente a cada muestras 

de pan de polen utilizadas para las dietas polifloral (PF) y de E, grandis (Eg), empleado en el ensayo experimental I. 

   

Muestras de polen 

   

E. grandis Polifloral 

Orden Familia Género 1 2 3 1 2 3 

Pseudomonadales Pseudomonadaceae Pseudomonas 0,2 0 0,1 8,0  3,8 2,3 

Pseudomonadales Pseudomonadaceae - 0,5 2,7 4,0 10,7 4,8 5,8 

Pseudomonadales Moraxellaceae Enhydrobacter 0,5 1,6 2,9 2,7 1,0 3,5 

Pseudomonadales Moraxellaceae Acinectobacter 20,4 19 17,8 9,3 16 10,5 

Pasteurellales  - - 0,2 0,3 0,5 1,3 0 1,2 

Oceanospirillales Halomonadaceae Candidatus portiera 0 0 0 1,2 1,0 1,3 

Enterobacteriales Enterobacteriaceae Erwinia 9,6 7,7 5,3 2,7 0 3,5 

Enterobacteriales Enterobacteriaceae - 55,5 52,3 50,9 2,3 1,0 5,3 

Enterobacteriales Enterobacteriaceae otros 1,4 1,0 1,2 44 62,9 59,3 

Burkholderiales Oxalobacteriaceae Janthinobacterium 0,2 0,4 0,3 1,2 1,0 2,7 

Burkholderiales Oxalobacteriaceae - 0,2 0,1 0 1,2 0 0 

Rhodospirillales Acetobacteraceae Gluconobacter 2,9 3,1 2,6 1,2 0 0 

Rhizobiales Methylobacteriaceae Methylobacterium 0 1,2 0 0 1,0 0 

Rhodospirillales Acetobacteraceae otras 0,6 0,1 0,3 0 0 0 

Lactobacillales Lactobacillaceae Lactobacillus 8,5 8,1 10 5,8 2,7 9,5 

Flavobacteriales Weeksellaceae Chryseobacterium 0,6 0,4 0,8 1,2 0 0 

Sphingomonadales Sphingomonadaceae Sphingomonas 0 0 0 1,3 1,9 0 

Caulobacterales Caulobacteraceae - 0,2 0,7 1,0 0 0 1,3 

Índice de Shannon 1,93 2,08 1,97 2,93 2,07 2,89 



 

 

 

Figura 15. Análisis de coordenadas principales, β-diversidad - Unifrac 
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Las abeja que recibieron los diferentes tratamientos nutricionales (pan de polen 

polifloral y de E. grandis) se mantuvieron en incubadora durante dos meses. No se 

observaron diferencias significativas en la supervivencia de las abejas alimentadas con 

estos dos régimenes nutricionales (Test de Gehan-Breslow; Statistic= 5,56; p=0,351) 

(Figura 16). 

 

 

Figura 16. Curvas de supervivencia de abejas alimentadas con pan de polen polifloral y 

E. grandis- 

 

 

 La estructura de la comunidad microbiana intestinal de las abejas sometidas a los 

dos regímenes nutricionales se analizó mediante DGGE. En todos los casos, los 

patrones de bandas fueron obtenidos exitosamente, resultando reproducibles (Figura 

15). No se observaron diferencias en la estructura de la comunidad microbiana intestinal 

de las abejas alimentadas con pan de polen polifloral y de E. grandis. Sin embargo se 

observa que las muestras obtenidas a los siete o diez días p.e. tienden a agruparse entre 

sí (Figura 17).  
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Figura 17. Efecto del pan de polen polifloral y del E. grandis sobre la estructura de la 

comunidad microbiana intestinal evaluada por DGGE. Los ensayos se realizaron por 

triplicados a 7 y 10 días p. e (T1 y T2 respectivamente). 

 

 

 En paralelo se cuantificó la cantidad de bacterias presentes en las abejas 

alimentadas con ambos tipos de pólenes, luego de diez días de administración. Se 

obtuvieron valores similares en ambos grupos de abejas (3,97 x107 ± 2,71 x107 y 1,43 

x107 ± 4,85 x106 para las abejas alimentadas con pan de polen de E. grandis y 

polifloral, respectivamente, eficiencia= 85,1% R2=0,998, test de t, p>0,05). Esto indica 

que el tipo de alimentación no tiene un efecto sobre la cantidad de bacterias presentes en 

el intestino. 

 Al analizar la composición de esta comunidad mediante secuenciación masiva, 

se obtuvieron 232.345 reads de los cuales 221.576 (95%) pasaron los umbrales de 

calidad. Se identificaron un total de 221.560 secuencias únicas las cuales corresponden 

814 OTUs (a una identidad de 97%) en el conjunto de datos enteros.  Se eliminaron los 

singletons de estas secuencias, quedando con una tabla resultante de 159 OTUs. 

Posteriormente el conjunto de datos fue normalizado (agrupados al menor número de 

secuencias de la librería) en 29.372 secuencias por muestra, para luego asignar 

taxonomía a dichas OTUs.  

 Los phyla bacterianos fueron los mismos en abejas alimentadas con pan de polen 

polifloral y monofloral a los diez días post emergencia. Los OTUs más abundantes 

representaron a los phyla Firmicutes, Proteobacteria y Actinobacteria (Figura 18, Tabla 

7).   

Analizando la composición bacteriana total pudimos observar que existe una tendencia 

significativa entre los dos grupos de abejas (PERMANOVA (1000 permutaciones) 
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 p=0,1) (Figura 19). Sin embargo, Se puedo observar que las abejas alimentadas con pan 

de polen polifloral presentaron una abundancia de Lactobacillus spp. mayor que las 

abejas alimentadas con pan de polen de E. grandis (Test de Kruskal-Wallis, K=3,86, 

p=0,049), mientras que las abejas alimentadas con pan de polen de E. grandis mostraron 

una abundancia significativamente mayor de Bartonellaceae spp. (Test de Kruskal-

Wallis, K=3,86, p=0,049). 

 De acuerdo con el análisis de rarefacción de OTUs, la riqueza en la comunidad 

microbiana intestinal de abejas alimentadas con pan de polen polifloral fue 

significativamente superior comparada con las abejas alimentadas con pan de polen de 

E. grandis (Figura 20).  Sin embargo, los índices de diversidad de Shannon a nivel de 

genero fue significativamente superior en abejas sujetas al régimen de E. grandis 

comparada con el de polifloral (Test t student, t= 3,39, p=0,027) (Tabla 7).  

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

Figura 18. Géneros bacterianos correspondiente a cada muestra de abejas alimentadas con pan de polen polifloral (PF) y de E. grandis (Eg) a los 

10 días p.e (T2).  
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Tabla 7. Abundancias relativas de géneros bacterianos y los índices de Shannon correspondiente a cada muestras de abejas alimentadas con pan 

de polen polifloral (PF) y de E. grandis (Eg) a los 10 días p. e (T2). 

 

   
Regímenes nutricionales 

   
E. grandis Polifloral 

Orden Familia Género 1 2 3 1 2 3 

Pasteurellales - Gilliamella apícola/ Frischella perrara 5,9 9,9 8,4 4,7 7,3 6,6 

Neisseriaceae - Snodgrassella 10,40 5,40 11,20 7,60 13,20 8,90 

Acetobacteraceae - Parasaccaribacter apium 0,70 2,60 3,20 1,10 1,10 0,90 

Rhizobiales - Bartonella apis 3,0 11,70 12,50 1,0 0,20 0,40 

Lactobacillales Lactobacillaceae Lactobacillus 71,70 67,00 58,70 80,50 72,60 78,10 

Bifidobacteriales Bifidobacteriaceae Bifidobacterium 8,20 3,30 5,80 5,00 5,60 5,00 

Índice de Shannon 2,96 3,38 3,16 2,81 2,68 2,72 
 

 

 

 

 

 



 

Figura 19. Análisis de principales coordenadas (PCoA) de beta-diversidad UniFrac 

weighted de las diferentes réplicas de muestras de abejas sometidas a los diferentes 

régimenes nutricionales. 
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Figura 20. Curva de rarefacción de OTUs_observadas de las muestras de abejas 

alimentadas con pan de polen de E. grandis y polifloral. 

 

 

 A los diez días de alimentación con pan de polen polifloral y monofloral de E. 

grandis, se analizó la expresión de genes vinculados a la inmunidad de la abeja. La 

expresión de los genes de lisozima, himenoptecina y vitelogenina fue significativamente 

menor en abejas alimentadas con pan de polen de E. grandis con respecto a aquellas 

alimentadas con pan de polen polifloral (Test de Mann Whitney, U=11, p=0,01; U=2, 

p=0,02 and U=21, p=0,05, respectivamente). De acuerdo a los valores de ∆Ct, la 

expresión de lisozima fue 3,7 veces, la expresión de himenoptecina fue 9,5 y la 

expresión de vitelogenina fue de seis veces menor en abejas alimentadas con pan de 

polen de E. grandis que en las alimentadas con pan de polen polifloral. Por otro lado no 

se observaron diferencias significativas en los niveles de expresión de la glucosa 

deshidrogenasa, abaecina y defensina en abejas sujetas a los diferentes regímenes 

nutricionales (Figura 21).  



 

Figura 21. Efecto del pan de polen polifloral y de E. grandis sobre la expresión relativa de los genes de Lisozima, Defensina, Himenoptecina, 

Glucosa Deshidrogenasa, Abaecina y Vitelogenina (Test estadístico no paramétrico utilizado: Mann Whitney). 
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4.2.2.  Ensayo experimental II: Rol de la alimentación en la 

comunidad microbiana de las abejas y en la susceptibilidad a 

patógenos 

 

Una vez que se confirmó que la alimentación generaba cambios en la estructura 

de la comunidad bacteriana intestinal así como en la respuesta inmune de la abeja, se 

repitió el experimento con el fin de evaluar si esto también influía en la respuesta frente 

a la infección con patógenos.  

Luego de 3 días post emergencia, las abejas alimentadas con pan de polen polifloral y 

de E. grandis se dividieron en dos subgrupos. Un subgrupo se infectó con esporas de 

Nosema spp. mientras que el otro constituyó el grupo control (sin infectar con esporas 

de Nosema spp.).  

 En este caso las abejas también fueron divididas en dos grupos y sujetas a 

diferentes regímenes nutricionales (pan de polen polifloral y de E. grandis). El pan de 

polen de E. grandis estuvo compuesto por un 98,7 % de polen proveniente de 

Eucalyptus grandis, mientras que el pan de polen polifloral consistió en pólenes de más 

de 10 orígenes botánicos diferentes principalmente Baccharis trimera (33,2 %), 

Eucalyptus spp (23,2%) y Tipo allium cepa. (21,2 %) (Tabla 8). Se cuantificó la 

cantidad de bacterias presentes en las dos muestras de polen obteniéndose los valores 

1,16 x 106 ± 4,82 x 105 por g de polen polifloral, y 1,26 x 107 ± 1,11x107 por gramo de 

polen monofloral (Eficiencia= 102,1; R2= 0.99; test t, p>0,05). Sugiriendo al igual que 

en el ensayo anterior, que el inóculo de bacterias es similar en los dos tipos de pólenes.  

 

 El análisis de la comunidad microbiana de las muestras de pan de polen 

utilizadas en este experimento obtuvo 55.013 reads de los cuales 55.011 (99,99%) 

pasaron los umbrales de calidad. Los 2 reads de diferencia correspondieron a secuencias 

identificadas como quimeras, las cuales se filtraron de la matriz de datos. El conjunto de 

datos se normalizaron a 4.627 secuencias por muestra. Posteriormente se eliminaron los 

singletons de la matriz de OTU. La matriz resultante consistió en 160 OTUs.  

 Como se observa en la Figura 22 y en la Tabla 9, la composición de las 

comunidades bacterianas asociadas al pan de polen polifloral y al monofloral de E. 

grandis presentaron los mismos phyla bacterianos: Firmicutes y Proteobacteria. Sin 

embargo, las abundancias de los géneros bacterianos no fue la misma. La abundancia 

relativa de los lactobacilos fue significativamente mayor en la dieta polifloral (t student, 
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t: -28,304; p<0.01), siendo este género el más abundante en este régimen nutricional. 

Del mismo modo, el phyla predominante en las muestras de pan de polen monofloral de 

E. grandis, lo constituyeron las Enterobacterias (t student, t: 55,202; p<0.01). Las 

Acinetobacter presentaron abundancias relativas mayores también en las muestras de 

pan de polen de E. grandis con respecto a la dieta polifloral (t student; t=3.48; 

p=0.0259).  

 De acuerdo a lo esperado, el índice de diversidad de Shannon fue 

significativamente mayor en el régimen de pan de polen poliflorales comparada con el 

régimen de E. grandis (t student, t:-4,13; p=0,014).   
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Tabla 8. Origen botánico del pan de polen empleado en el ensayo. 

Régimen nutricional Familia Nombre científico Porcentajes  

Pan de polen  Asteraceae Tipo Baccharis trimera 33,2 

Polifloral  Myrtaceae Eucalyptus spp 23,2 

  Amaryllidaceae Tipo allium cepa 21,2 

  Desconocido - 9,8 

  Asteraceae Senecio spp 6,3 

  Fabaceae Lotus spp 2,8 

  Casuarinaceae Casuarina cunninghamiana 1,4 

  Poaceae Pasto 0,7 

  Fabaceae Trifoluim pratense 0,7 

  Boraginaceae Echium plantagineum 0,7 

Pan de polen Myrtaceae Eucalyptus spp 98,7 

E. grandis Lamiaceae Salvia spp 0.5 

  Asteraceae Baccharis trimera 0.3 

  Poaceae - 0,1 

  Asteraceae Baccharis spp 0,1 

  Asteraceae Solidago chilensis 0,1 

  Asteraceae Taraxacum officinale 0,1 

 

 

 



 

 

Figura 22. Géneros bacterianos pertenecientes a la comunidad bacteriana asociada a las muestras de pan de polen, empleado en el ensayo 

experimental II. 
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Tabla 9. Abundancias relativas de géneros bacterianos y los índices de Shannon correspondiente a las muestras de pan de polen polifloral 

(PF) y de E, grandis (Eg), empleado en el ensayo experimental II.  

  

   
Muestras de polen 

   
E. grandis Polifloral 

Orden Familia Género 1 2 3 1 2 3 

Pseudomonadales Pseudomonadaceae Pseudomonas 1,5 0,9 0 3,4 1,5 0,9 

Pseudomonadales Moraxellaceae Acinectobacter 9,2 8,2 8,5 2,8 6,7 3,7 

Pasteurellales - - 0 0 0,1 0,6 0,3 2,2 

Enterobacteriales Enterobacteriaceae Erwinia 3,5 2,9 4,8 0,3 0,6 0 

Enterobacteriales Enterobacteriaceae - 76,9 81,3 82,8 19,2 20,7 18,6 

Neisseriaceae - Snodgrassella 0 0 0,4 0,3 0,6 1,1 

Sphingomonadales Sphingomonadaceae Sphingomonas 0,8 0,1 0 0,3 0,9 0,6 

Acetobacteraceae - Parasaccaribacter apium 0 0 0,1 1,2 2,2 1,1 

Lactobacillales Leuconostocaceae Frutobacillus 0 0 0 0,3 1,2 0,6 

Lactobacillales Lactobacillaceae Lactobacillus 2,3 3,2 1,3 67,2 68,1 61,5 

Bacillales Planococcaceae - 0 0 0 1,5 3,4 1,7 

Burkholderiales Oxalobacteriaceae - 0,4 0,1 0,1 0 0 0,3 

Rhodospirillales Acetobacteraceae Gluconobacter 1,7 2,1 1,3 0 0 0 

Rhizobiales Methylobacteriaceae - 0,4 0,1 0,1 0 0 0,9 

Indice de Shannon 1,55 1,31 1,39 1,85 2,28 1,95 
 



  

 

 

    Figura 23. Curvas de rarefacción de las diferentes réplicas de muestras de pan de 

polen utilizadas en este capítulo.   

 

 

 Mediante las curvas de rarefacción observadas en el Figura 23, se demuestra que 

para una misma cantidad de secuencias obtenidas de la comunidad microbiana, la 

diversidad (número de OTUs observadas) difiere de acuerdo al régimen nutricional. Las 

muestras correspondientes al pan de polen polifloral presentaron una diversidad mayor 

(el doble) que la obtenida en el polen de E. grandis.  

 

 Se analizó el efecto de la infección con Nosema spp. y la alimentación en la 

estructura y composición de la comunidad bacteriana intestinal de las abejas. De 

acuerdo a los resultados de DGGE, no se identificaron cambios significativos asociados 

a estos tratamientos, sugiriendo que la estructura de la comunidad no se vería afectada 

(Figura 24). Por otro lado, las muestras tendieron a agruparse de acuerdo a la edad de 

las abejas. 

  



76 
 

 En cuanto al número de bacterias totales en el intestino, se obtuvieron valores 

similares entre las abejas alimentadas con las dietas de pan de polen polifloral y 

monofloral pero que no fueron infectadas con esporas de Nosema spp. (4,489x108± 1,97 

x108 y 1,867 x108± 7,789 x106 respectivamente, eficiencia= 102,1; R2= 0,99, Mann-

Whitney, z=-1,443, p=0,14), sugiriendo al igual que en el ensayo anterior, que el tipo de 

alimentación no tiene un efecto sobre la cantidad de bacterias presentes en el intestino. 

El número total de bacterias en abejas alimentadas con pan de polen polifloral y 

monofloral e infectadas con Nosema spp., también presentó valores similares (9,13 

x107± 4,08 x107 y 1,40 x109 ± 1,60 x109 por abeja, respectivamente, Mann-Whitney z=-

1,746, p=0,08). Cuando se analizaron los valores obtenidos para las muestras de abejas 

alimentadas con pan de polen polifloral infectadas con Nosema spp., con las abejas que 

recibieron la misma alimentación pero no fueron infectadas, no se observaron 

diferencias significativas, al igual que con las abejas que recibieron pan de polen 

monofloral (Mann-Whitney, z=-1,44, p<0,05; z=-1,746, p<0,05, respectivamente).  

 

 

Figura 24. Análisis mediante PCR- DGGE de la comunidad microbiana intestinal de 

abejas alimentadas con pan de polen polifloral o monofloral de E. grandis e infectadas 

con Nosema spp., T1: 4 días post infección con Nosema spp., T2: 7 días post infección. 
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  Al analizar la comunidad bacteriana mediante secuenciación masiva, se 

obtuvieron 712.706 reads de las cuales 712.600 (99%) pasaron los filtros de calidad. 

Posteriormente, la tabla de OTUs se normalizó al menor número de secuencias de todas 

las muestras (23.399 secuencias por muestra) quedando en una matriz de 112 OTUs.  

 Los phyla bacterianos obtenidos a los 7 días post infección (diez días post 

emergencia) fueron los mismos para todos los tratamientos, coincidiendo con los 

identificados previamente en este trabajo. Estos phyla correspondieron a Firmicutes, 

Proteobacteria y Actinobacteria (Figura 25, tabla 10). 

 La alimentación diferencial al igual que la infección por Nosema spp. incidieron 

en la composición de la comunidad bacteriana (PERMANOVA (1000 permutaciones) 

p=0,02). Cuando se analizó la composición de la comunidad microbiana intestinal de 

abejas que solo recibieron alimentación diferencial de polen pero no fueron infectadas 

con Nosema spp., se observó una diferencia marginal significativa en dichos grupos de 

abejas (PERMANOVA (1000 permutaciones) p=0,09). Mientras que cuando se 

comparó la composición de esta comunidad microbiana intestinal de aquellas abejas 

alimentadas con pan de polen polifloral sin infectar con aquellas abejas que también 

recibieron pan de polen polifloral y que además se les administraron esporas de Nosema 

spp., no se evidenciaron diferencias significativas (PERMANOVA (1000 

permutaciones) p=0,41).  En cambio, cuando se comparó la composición la comunidad 

microbiana intestinal de abejas alimentadas con pan de polen de E.grandis sin infectar 

con aquellas abejas que también recibieron pan de polen de E.grandis y que además se 

les administraron esporas de Nosema spp., la composición de la comunidad de ambos 

grupos fueron marginalmente diferentes (PERMANOVA (1000 permutaciones) p=0,09) 

(Figura 26); lo que sugeriría que cuando las abejas presentan una alimentación diversa y 

aunque se encuentren infectadas con Nosema spp., su comunidad no se ve afectada. Sin 

embargo, cuando las abejas se alimentan con una dieta pobre como lo es en este caso, el 

polen de E. grandis, y son infectas por Nosema spp., la composición de su microbiota se 

ve comprometida.  

 Como ejemplo, se pudo observar en abejas sanas alimentadas con polen 

polifloral una mayor abundancia de Bifidobacterium comparadas con aquellas abejas 

alimentadas con pan de polen de E. grandis (t student, t=3,375- p=0,043/ t=4,557-

p=0,019, respectivamente). En abejas infectadas, las alimentadas con polen polifloral 

también presentaron mayor abundancia de Snodgrassella spp. con respecto a las abejas 
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alimentadas con pan de polen de E. grandis (t student, t=2,832, p=0,047/ t=4,689, 

p=0,009, respectivamente).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

Figura 25. Géneros bacterianos correspondiente a cada muestras de abejas alimentadas con dietas polifloral (PF) y de E. grandis (Eg), infectadas 

con Nosema spp, y las muestras controles correspondiente a cada régimen nutricional a los 7 días post infección (T2). 
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Tabla 10. Abundancias relativas de géneros bacterianos correspondiente a cada muestras de abejas alimentadas con dietas polifloral (PF) y de E. 

grandis (Eg), infectadas con Nosema spp, y las muestras controles correspondiente a cada régimen nutricional a los 7 días post infección (T2). 

 

   
Infección Nosema spp, Sin infección Nosema spp, 

   
Polifloral E. grandis Polifloral E. grandis 

Orden Familia Género 1 2 3 1 2 3 1 2 1 2 3 

Pasteurellales - Gilliamella apícola, Frischella perrara 10,8 15,6 9,4 4,7 7,8 5,5 6,3 4,4 2,5 3,0 1,6 

Enterobacteriales Enterobacteriaceae Citrobacter 0,4 0 0 1,3 0,1 1,1 0 0,1 0,2 0 0 

Enterobacteriales Enterobacteriaceae - 2,6 0,1 0,7 4,8 2,4 2,0 1,0 0 0,7 0,7 0,9 

Neisseriaceae - Snodgrassella 24,7 27,6 18,2 9,2 11,4 9,7 25,3 34,4 22,6 12,4 21,4 

Acetobacteraceae - Parasaccaribacter apium 7,4 1,6 4,8 1,0 2,8 3,6 0,7 0,8 2, 11,0 3,9 

Rhizobiales Rhizobiaceae Shinella 0 0 0,1 0,5 0,4 0,4 0 0 0,5 0,1 0,1 

Rhizobiales Rhizobiaceae Agrobacterium 0 0 0,1 0,2 0,2 0,2 0 0 0,2 0,1 0,1 

Rhizobiales - Bartonella apis 1,1 1,3 5,9 24,1 25,5 21,9 1,9 0,2 20,7 3,6 5,6 

Lactobacillales Lactobacillaceae Lactobacillus 47,8 48,4 56,7 49,6 43,4 51,0 59,1 51,3 48,1 67,3 63,8 

Bifidobacteriales Bifidobacteriaceae Bifidobacterium 4,8 5,2 3,9 4,2 5,1 3,8 5,5 8,6 1,6 1,1 2,0 

Índice de Shannon 3,47 3,14 3,45 3,24 3,43 3,42 2,83 2,92 3,13 3,21 3,05 
 

 

 



 

 De acuerdo con el análisis de rarefacción de OTUs de la riqueza de la 

comunidad microbiana intestinal, se pudieron observar diferencias significativas entre 

los tratamientos de abejas con diferentes regímenes alimenticios e infectadas con 

esporas de Nosema spp. Las abejas alimentadas con pan de polen polifloral e infectadas 

con Nosema spp. presentaron un número de OTUs menor que aquellas alimentadas con 

pan de polen de E. grandis e infectadas (t student, t=-5,143 p= 0,006). De forma similar, 

las abejas alimentadas con pan de polen polifloral presentaron menor número de OTUs 

que aquellas alimentadas con pan de polen de E. grandis (t student, t=-3,18 p= 0,05). 

Estas diferencias se pueden corroborar también comparando los índices de Shannon 

entre los tratamientos. Las abejas alimentadas con pan de polen de E. grandis e 

infectadas presentaron significativamente índices mayores que las abejas únicamente 

alimentadas con pan de polen de E. grandis (t student, t=3,026 p=0,038). Del mismo 

modo, abejas alimentadas con pan de polen polifloral e infectadas con esporas de 

Nosema spp. presentaron significativamente índices mayores que las alimentadas 

únicamente con pan de polen polifloral (t student, t=3,4 p=0,043). En cuando a las 

abejas alimentadas con los diferentes regímenes nutricionales y sin infectar, se pudo 

observar que las abejas alimentadas con pan de polen de E. grandis presentaron valores 

de índices de Shannon significativamente mayores que las alimentadas con pan de polen 

polifloral (t student, t=-3,72 p=0,033).  

 

 

 

Figura 26. Análisis de coordenadas principales β diversidad – Unifrac de los cuatro 

tratamientos empleados.  
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 En las abejas sometidas a los diferentes régimenes alimenticios e infectadas, el 

número de esporas en el intestino aumentó gradualmente, sin embargo, a los 4 y 7 días 

post infección, el número de esporas fue significativamente mayor en las abejas 

alimentadas con pan de polen de E. grandis comparado con las que recibieron polen 

polifloral (t student, t=-4,014 p=0,016; t=-3,021 p=0,039, respectivamente). A los 12 

días de infección, el número de esporas llegó a 7,41 ± 6,34 log esporas/abeja en las 

abejas alimentadas con pan de polen de E. grandis y 7,36 ± 6,46 log esporas/abeja en 

las alimentadas con pan de polen polifloral.  No se detectaron esporas de Nosema spp. 

en las abejas pertenecientes a los grupos controles (no infectados artificialmente) 

alimentados con pan de polen polifloral y de E. grandis (Figura 27).  

 

 

                           

 

Figura 27.  Desarrollo de Nosema spp. en el intestino de abejas alimentadas con pan de 

polen polifloral  y pan de polen de E. grandis a los días 4, 7 y 12 post infección.   

 

 

 

 

 Las abejas infectadas con esporas de Nosema spp. y alimentadas con pan de 

polen de E. grandis tuvieron una mayor mortalidad que en aquellas abejas alimentadas 

con polen polifloral, aunque esta diferencia no resultó significativa (Test de Gehan-

Breslow, Estadístico= 2,369 y p=0,124, Figura 28).  
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Figura 28. Curvas de supervivencia de abejas alimentadas con dietas de pan de polen 

polifloral y E. grandis e infectadas con esporas de Nosema spp. 
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4.3.           DISCUSIÓN 

 

El estudio de la comunidad microbiana bacteriana intestinal de A. mellifera en 

condiciones de salud indica que su composición es estable y similar en abejas 

alimentadas con pan de polen de E. grandis y polifloral. Los mismos géneros 

bacterianos se encontraron en ambos grupos.  

 El grupo dominante estuvo formado principalmente por Gilliamella apícola, 

Frischella perrara, Snodgrasella spp., Parasacaribacter apium, Bartonella spp., 

Lactobacillus spp., y Bifidobacterium spp. en concordancia con lo ya antes mencionado 

y reportado por otros autores (Vásquez et al., 2012; Moran et al., 2012). Si bien la 

estructura de la comunidad microbiana intestinal de las abejas es estable de acuerdo a 

los resultados obtenidos, el régimen nutricional en las abejas es capaz de generar 

alteraciones en esta comunidad, especialmente en la abundancia de diferentes géneros 

pertenecientes al nucleo bacteriano. En particular, el pan de polen polifloral incrementó 

las abundancias de Lactobacillus spp., G. apícola y Bifidobacterium spp., mientras que 

el pan de polen de E. grandis aumentó la abundancia de las Bartonella spp. 

Interesantemente, estos cambios asociados a la alimentación, no se deben a que estos 

grupos bacterianos eran mayoritarios en el polen y por eso aumentaron su abundancia 

en las abejas. De hecho, no se identificó la presencia de Bartonella spp. en el polen de 

E. grandis. El polen (o los microorganismos presentes en él) serían capaces de estimular 

la multiplicación de otros grupos bacterianos ya presentes en la comunidad microbiana 

intestinal de las abejas. 

 Los lactobacilos son las bacterias del ácido láctico (LAB) más abundantes 

encontradas en el tracto gastrointestinal de diferentes especies (Reuter, 2001), 

incluyendo a las abejas (Rada et al., 1997; Gilliam, 1997). Estas especies bacterianas se 

encuentran normalmente en conjunto con las Bifidobacterium spp. y son ampliamente 

utilizadas como probióticos en humanos y animales para promover su salud (Reuter, 

2001).  Incluso se ha propuesto su asociación con efectos positivos sobre la salud de las 

abejas melíferas (Audisio and Benitez-Ahrendts, 2011; Vasquez et al., 2012; Ambika 

Manirajan et al., 2016). Se ha descrito que son capaces de modular el sistema inmune 

de las abejas, así como producir sustancias antimicrobianas (ácido fórmico, ácido 

acetico, peroxido de hidrogeno y bacteriocinas, entre otros) con actividad frente a 

patógenos (Evans and López, 2004; Servin, 2004; Ventura et al., 2009; Audisio and 
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Benitez-Ahrendts 2011; Vásquez et al., 2012). Estas características las convierten en 

marcadores del estatus “saludable” de la abeja (Rangberg et al., 2015, Ambika 

Manirajan et al., 2016). Los resultados obtenidos en esta tesis indican que la 

administración de pan de polen polifloral a las abejas genera un aumento en la 

abundancia de Lactobacillus o Bifidobacterium, sugieriendo que esta estrategia podría 

ser de utilidad para mantener un estado saludable y prevenir la infección por patógenos.  

Por otro lado, la familia Bartonellaceae incluye patógenos intracelulares 

facultativos presentes en una variedad de mamíferos (Chomel et al., 2010), que son 

usualmente adquiridas por transmisión por vectores, picaduras o arañazos de animales. 

Se conocen una gran variedad de artrópodos que transmiten esta especie bacteriana 

(Jeyaprakash et al., 2003). Hubert y colaboradores., (2015), demostraron que el ácaro V. 

destructor es reservorio de esta bacteria, pero la significancia de la bacteria Bartonella 

sobre la salud y fisiología de varroa así como el rol de este ácaro en la trasmisión de 

bacterias hacia las abejas, es desconocida (Kopecky et al., 2014). En esta tesis se pudo 

asociar la administración de pan de polen de E. grandis con una mayor abundancia de 

este género. 

 Además de la nutrición, la infección con Nosema spp. también generó cambios 

en la comunidad bacteriana, asociándose a una disminución en los Lactobacillus y 

aumento de Giallamella. También se observó un efecto interactivo entre ambos 

factores, generando cambios principalmente en el nucleo bacteriano intestinal de las 

abejas.  

Más allá de los cambios en la comunidad microbiana intestinal, la nutrición 

también tuvo implicancias directas en la fisiología de la abeja, específicamente en su 

sistema inmune. Las abejas alimentadas con pan de polen de E. grandis presentaron una 

menor expresión de genes vinculados a la inmunidad que las abejas alimentadas con pan 

de polen polifloral.  Alaux y colaboradores., (2010) demostraron previamente que los 

régimenes nutricionales monoflorales deprimen ciertas funciones inmunes comparados 

con los poliflorales, particularmente la actividad de la glucosa oxidasa (GOX). En este 

trabajo, los genes cuya expresión se vieron afectadas fueron himenoptecina, lisozima y 

vitelogenina. La himenoptecina es un péptido antimicrobiano que inhibe el crecimiento 

de bacterias gram-negativas y gram-positivas (Casteels et al., 1993). La lisozima es un 

factor inmune no específico sintetizado por las glándulas salivares de las abejas 

trabajadoras, presente también en la miel (Bogdanov, 1997) y activa frente a bacterias 

gram-negativas y gram-positivas. Algunos autores han observado que la lisozima puede 
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promover la expresión de otros péptidos antimicrobianos (Imler and Bulet, 2005). 

Finalmente, la vitelogenina ayuda a integrar la organización social a través de sus 

efectos pleiotrópicos sobre la división del trabajo y especialización de forrajeo (Amdam 

and Omholt, 2003; Nelson et al., 2007). Además, esta proteína ha sido asociada con la 

resistencia al estrés oxidativo (Seehuus et al., 2006; Corona et al., 2007; Nelson et al., 

2007).   

El alto número de esporas de Nosema spp. encontradas en las abejas alimentadas 

con polen de E. grandis en comparación con las que se le administro polen polifloral, se 

explicaría entre una menor abundancia de Lactobacillus o Bifidobacterium y una 

respuesta inmune “debilitada” asociadas al consumo de polen de E. grandis, lo que 

podría incrementar la vulnerabilidad de las abejas a infecciones por diferentes 

patógenos. De hecho, en este trabajo se comprobó que en las abejas alimentadas con 

polen de E. grandis, se produjo un mayor desarrollo del patógeno Nosema spp durante 

los primeros 7 días post-infección. Estos resultados confirman que la alimentación 

afecta al sistema inmune del individuo así como en el desarrollo de los patógenos, lo 

que se planteaba como tercera hipótesis en esta Tesis. 

Esto coincide con lo observado en el campo, cuando las colmenas son 

trasladadas a plantaciones de E. grandis (Mendoza et al., 2012). Si las colmenas no son 

retiradas antes de culminada la floración, la colmena muere debido a la infección por 

Nosema spp., pero si son retiradas a zonas con mayor diversidad polínica, las colmenas 

logran recuperarse. 

 Estos resultados constituyen un aporte al entendimiento de las causas de 

pérdidas de colmenas en áreas de monocultivos, principalmente en las plantaciones de 

E. grandis. El estrés nutricional de las abejas en el periodo de floración de E. grandis 

(que genera una disminución en la abundancia de Lactobacillus o Bifidobacterium y una 

respuesta inmune “debilitada”), sumado a la presencia de N. ceranae podría explicar las 

pérdidas frecuentes de colonias. Sumado a esto, también se ha reportado que el polen de 

eucaliptus es deficiente en aminoácidos esenciales (isoleucina), lo que podría afectar la 

fisiología de la abeja (Stace y White, 1994). A la vez, este trabajo puede tomarse como 

punto de partida para el diseño de estrategias que permitan mejorar la salud de las 

abejas, basadas en suplementos alimenticios compuesto de polen polifloral. Este tipo de 

polen favorecería la respuesta inmune de la abeja, a la vez que potencia su comunidad 

microbiana favoreciendo el desarrollo de bacterias benéficas. 
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5.          CONCLUSIONES 

 

1. La comunidad bacteriana intestinal de las abejas varía durante el desarrollo del 

individuo. Su variación es mayor en los primeros estadios del desarrollo, y al llegar a las 

últimas etapas la composición se estabiliza.   

 

2. La diversidad de la microbiota varía gradualmente a lo largo de las estaciones del 

año, posiblemente asociado a la variación de fuentes de polen.   

 

3. La comunidad microbiana intestinal de las abejas melíferas adultas está compuesta 

por un núcleo estable, pero la estructura de esta comunidad puede ser influenciada por 

el régimen alimenticio.  

 

4. Estas alteraciones tienen consecuencias en el sistema inmune del individuo. 

 

5. A la vez, esto impacta sobre el desarrollo de patógenos como Nosema spp. 

 

6. El pan de polen polifloral favoreció el desarrollo de géneros bacterianos 

potencialmente benéficos (Bifidobacterium y Lactobacillus) y, a la vez, fue capaz de 

retrasar el desarrollo del microsporidio N. ceranae. 
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6.          PERSPECTIVAS 

 

 

 Los resultados obtenidos en este trabajo nos han permitido comprender el efecto 

de la alimentación y de las variaciones de la microbiota intestinal en la respuesta 

inmune de las abejas melíferas asi como en la susceptibilidad a Nosema spp. Estos 

resultados han sentado la base para el desarrollo de un proyecto que se está realizando 

actualmente, el cual busca evaluar el rol de la suplementación con polen polifloral en 

colmenas que son trasladadas a plantaciones de E. grandis. Se espera que la 

administración de polen polifloral refuerce el sistema inmune y disminuya la infección 

por Nosema spp. Esto podría ser una estrategia interesante para el manejo de las 

colmenas, pudiendo ser rápidamente implementada por apicultores. Dicho proyecto de 

investigación es parte de la Tesis de Doctorado de la Mag. Belèn Branchiccela.  

 

 Por otro lado, sería interesante evaluar cual es el impacto de otros factores de 

estrés, como la presencia de agroquímicos, en la comunidad microbiana intestinal de las 

abejas melíferas; y como influyen estos en su salud. A la vez, sería interesante estudiar 

si es posible modular esta comunidad mediante la administración de microorganismos 

probióticos.  
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