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1. Introducción 

México cuenta con aproximadamente 125 sistemas lagunares costeros (con más o menos 

un millón de hectáreas) cuyo volumen de agua varia en ambos casos, en las distintas 

épocas del año (Agua.org.mx, 2012). Tienen cambios tan frecuentes y pronunciados en 

los factores bióticos y abióticos que provocan condiciones adecuadas para una alta 

productividad ecológica favoreciendo, a su vez, la riqueza de especies animales  y de 

otros organismos tanto macroscópicos como microscópicos (Sánchez, 2003). Es así que 

se presentan numerosas especies bacterianas, que por sus funciones son un grupo muy 

importante en la biota. Proliferan en la superficie expuesta a la humedad formando una 

biopelícula. La mayor parte de bacterias se encuentran en zonas de planos lodosos 

anteriores a los manglares donde se hallan asociadas a las partículas de sedimentos, 

hojas de mangles muertas y a materia orgánica (Díaz y col., 2010). En este tipo de 

ecosistemas en el que se  presenta comunicación entre aguas de clasificación baja y 

aguas profundas con acceso a zonas secas como lo indica Ramos – Targarona en 2013,  

le proporciona un hábitat ideal a Crocodylus moreletii  

El área ocupada por C. moreletii en los tres países de su distribución es de 450 000 km², 

teniendo en México el 88% de esta superficie (Padilla y col., 2011). La altitud promedio 

donde se encuentra la especie es menor a los 500 m en sitios con temperaturas medias 

anuales entre 26 y 28°C y donde la temperatura mínima no es inferior a los 18°C, con 

precipitaciones entre los 600 y 4000 mm (Sigler y Gallegos, 2017). Este cocodrilo se 

distingue por ser de tamaño promedio entre 3 - 3.5 m y las crías al nacer entre 25 - 30 cm. 

La cabeza es aplanada y ancha, hocico relativamente corto y bastante redondeado en la 

punta. Su longitud es 1.5 a 1.7 veces al ancho basal. Dientes de tipo tecodonto, 5 dientes 

premaxilares, 13 o 14 maxilares y 15 mandibulares, sutura interpremaxilar 

considerablemente más corta que el ancho sumado de los premaxilares (SEMARNAP, 

1999).  

  

 

 

 

Figura 1. Vista dorsal y lateral de la cabeza de Crocodylus moreletii. 

Tomado de: Guía de identificación de los cocodrilos protegidos por la CITES (1995) 
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Algunos ejemplares maduros presentan un par de crestas transversales frente a los ojos 

que se unen a la mitad dorsal de la mandíbula superior, en el cuello tiene cuatro o más 

escudos postoccipitales y seis o más nucales. Las escamas ventrales tienen glándulas 

foliculares y sin botones osteodérmicos. La cola es redondeada al principio y 

posteriormente comprimida, principalmente en la porción distal. Presenta verticilos 

intercalados en la parte ventral de la cola (Aguilar, 2005). La superficie dorsal de los 

adultos es generalmente amarillo-verdosa y puede llegar a ser casi negra. En los juveniles 

se presentan pequeños flecos amarillentos formando bandas cruzadas y la superficie 

ventral es blanca amarillenta sin marcas (SEMARNAP, 1999). 

El género Crocodylus puede adquirir ciertos agentes bacterianos como Aeromonas y 

Edwarsiela, ya sea por contacto (Cortez – Martínez, 2015) o bien a partir del nacimiento, 

principalmente durante la eclosión. Por otro lado las Firmicutes y Bacteroidetes participan 

en el establecimiento del microbioma intestinal fundamental para procesos como la 

digestión, metabolismo y defensa como lo menciona Margulis – Lynn en 2014. A pesar de 

que la microbiota que poseen es muy diferente a la que presentan animales 

homeotermos; Salmonella spp se encuentra dentro del microbiota normal del tracto 

gastrointestinal (Carriquiriborde, 2010).  

Sin embargo los cocodrilos suelen portar bacterias que tienen el potencial para causar 

una enfermedad en ciertas circunstancias (Tercero, 2011). Se conoce que en vida 

silvestre tienen un sistema inmunológico particularmente efectivo, pero cuando se crían 

en cautividad, el sistema inmunológico se puede ver comprometido, ya que se considera 

que los niveles de estrés asociados con el manejo afectan directamente a su 

inmunocompetencia (Hutton y Webb, 1990). Las desviaciones en las condiciones 

ambientales óptimas, en las rutinas de limpieza y otros procedimientos de manejo pueden 

tener como resultado debilitar a los animales, causando reducción de apetito y menos 

resistencia a las enfermedades (Hutton y Webb, 1990) 
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2. Antecedentes 

2.1 Presencia de bacterias en cocodrilos 

Rubio-Limonta y cols. (2013), estudiaron diferentes ejemplares de cocodrilos (Crocodylus 

acutus) en el criadero Sabanalamar, Cuba, tomando muestras de mucosa ocular,  bucal, 

hígado, riñón, corazón, bazo y cerebro bajo condiciones asépticas, posteriormente 

aislaron las bacterias de cada zona, encontrando que el 44%  correspondían  al género 

Aeromonas y el 25% a Pseudomonas. Otras bacterias identificadas en menos porcentaje 

fueron Staphylococcus (14%), Vibrio (3%), Yersinia (2%), Streptococcus (3%) y 

Citrobacter freundii (2%). En la mucosa bucal encontraron presencia de Aeromonas, 

Pseudomonas y Citrobacter freundii.  

Otto y Sogbe en el 2000, analizaron por 14 años cuatro criaderos de cocodrilos en 

Venezuela, trabajaron con 80 neonatos, 130 crías, 60 jóvenes y 17 adultos de 

(Crocodylus intermedius). Encontraron Edwarsiella tarda en cloaca, Proteus spp, 

Klebsiella oxytoca, Enterobacter spp, Escherichia coli, Salmonella spp en intestino 

delgado, Pseudomona aeruginosa, Proteus spp, Klebsiella oxytoca, Escherichia coli en el 

estómago, asimismo se reportaron Pseudomona aeruginosa, Proteus sp y Klebsiella 

pneumoniae en la mucosa bucal. 

Cupul-Magaña y cols. En 2005, realizaron un análisis bacteriano a ejemplares de 

Crocodylus acutus que habitan en la laguna costera de agua dulce ―Boca Negra‖ 

localizada al norte de la mancha urbana de Puerto Vallarta, Jalisco, México, para conocer 

las bacterias presentes en la cavidad oral, para lo cual se revisaron dientes, paladar, 

región gular de la cavidad oral de tres machos adultos y cinco ejemplares jóvenes. Se 

encontró que en los adultos hay Aeromonas hydrophila, Arizona sp, Citrobacter diversus, 

C. freundii, Enterococcus sp, Escherichia coli, Neisseria sp, Sreptococcus viridans y en 

jóvenes Aeromonas hydrophila, Arizona sp, Critrobacter diversus, C. freundii, 

Enterococcus sp, Escherichia coli, Klebsiella pneumoniae, Pseudomonas sp.  

Charruau y cols. (2012), capturaron 43 organismos de Crocodylus acutus de los cuales 4 

eran neonatos, 18 jóvenes, 4 semiadultos y 9 adultos; y 28 organismos de Crocodylus 

moreletii con 4 neonatos, 5 jóvenes, 7 semiadultos y 4 adultos. Aislaron en Crocodylus 

acutus 32 especies de bacterias de las cuales 5 se encontraron en cavidades orales y 

cloacales (Aeromonas hydrophila, Citrobacter freundii, Escherichia coli, Klebsiella 

psneumoniae y Rhodococcus equi); mientras que en la cavidad oral solo se encontraron 
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17 especies que son; Arcanobacterium pyogenes,Corynebacterium sp, Enterococcus 

durans, E. faecium, Fusobacterium sp, Moraxella catarrhalis, M. cuniculi, Pasteurella 

multocida, Pseudomonas aeruginosa, Staphylococcus hyicus, Streptococcus agalactiae, 

S. intermedius, S. pneumoniae, Streptococcus sp y 10 especies en cavidad cloacal 

Alcaligenes faecalis, Citrobacter diversus, Edwarsiella tarda, Enterobacter cloacae, 

Klebsiella sp, Proteus mirabilis, P. vulgaris, Salmonella enterica arizonae. En el caso de 

los cocodrilos de pantano Crocodylus moreletii se aislaron 29 bacterias diferentes, de las 

cuales 7 se encontraron en la cavidad oral y cloacal Aeromonas hydrophila, Escherichia 

coli, Klebsiella pneumoniae, Pantoea agglomerans, Proteus vulgaris, Salmonella enterica 

arizonae, Serratia rubidaea, 15 en la cavidad oral Arcanobacterium pyogenes, Aerococcus 

viridans, Citrobacter freundii, Kluyvera sp, Obesumbacterium proteus, Shiguella sp, 

Fusobacterium necrophorum, F. sp, Listeria monocytogenes, Rhodococcus equi, 

Pseudomonas fluorescens, Staphylococcus aureus, S. agalactiae, Staphylococcus sp, 

Streptococcus pneumoniae y 7 en la cavidad cloacal Citrobacter diversus, Edwarsiella 

tarda, Enterobacter cloacae, E. gergoviae, Hafnia alvei, Salmonella enterica enterica ser. 

Typhi, Yersinia enterocolitica 

                1.2 Calidad de agua  

Escobedo y cols. (1999), En el sistema lagunar de san Ignacio-Navachiste, Sinaloa. De 

acuerdo a los estándares de calidad de agua para usos Recreativos con Contacto 

Primario y Protección de la Vida Acuática establecidos en los criterios Ecológicos de 

Calidad de Agua 1989, encontraron que la calidad fluctuó entre buena y regular, durante 

marzo de 1998 a febrero de 1999. De los parámetros analizados, los que tuvieron valores 

situados fuera de Norma fueron el pH con valores de 6.05 y 8.94 ya que los valores no 

deben tener intervalos mayores de 0.2 unidades de pH y las bacterias coliformes fecales 

tuvieron un rango de concentración de <30 org/100 ml a 1500 org/100 ml y la 

concentración de estas no debe excederse de 200 organismos como número más 

probable en 100 ml de agua.  

Barrera y col. (1999), realizaron una evaluación microbiológica de la laguna Tamiahua, 

Veracruz. Tuvieron registros de temperatura bastante uniformes (29.1ºC promedio), 

respecto al pH encontraron relación con los grupos de bacterias que se analizaron con un 

registro mínimo de 8.1 y el máximo de 9.0. El oxígeno disuelto no parece ser determinante 

en la presencia de los grupos bacterianos analizados. Mencionaron que la suspensión de 

bacterias del sedimento puede incrementar el contenido de bacterias en el agua, 
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explicando las altas concentraciones de colifomes en la colecta de septiembre. 

Observaron que la entrada de materia orgánica y la re-suspensión de sedimento se han 

asociado a una disminución del oxígeno disuelto. 
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3. Hipótesis 

Dada la importancia ecológica y económica en vida silvestre y cautiverio que tiene 

Crocodylus moreletii, se considera que si donde ellos habitan puede ser un factor de 

transmisión de bacterias posiblemente patógenas por la contaminación directa o indirecta 

causada por actividades antropogénicas, que esto a su vez cause estrés que afecta su 

sistema inmunológico. 

Si se presentan  bacterias de los géneros Pseudomonas, Enterobacter, Vibrio, entonces 

se generará un impacto negativo en las poblaciones de C. moreletii, causando 

enfermedades, muerte y natalidad baja.  
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4. Objetivos 

 

4.1 Objetivo General 

 

Analizar si existe una relación de la microbiota de Crocodylus moreletii, y el medio donde 

habita. 

4.2 Objetivos particulares 

 

 Clasificar por estadios (neonatos, jóvenes y adultos) a C. moreletii de acuerdo a 

sus dimensiones, para observar las diferencias en la microbiota por estadio. 

 Conocer la diversidad de bacterias dentro del agua habitada por C. moreletii con la 

mejor resolución taxonómica posible. 

 Conocer la diversidad de bacterias en cavidad oral y cloacal de C. moreletii en tres 

estadios. 

 Registrar condiciones ambientales del área de estudio como la temperatura, pH, 

conductividad, O2, demanda bioquímica de oxígeno (DBO) y demanda química de 

oxígeno (DQO). 

 Conocer las concentraciones de nutrientes dentro del agua como los nitratos, 

nitritos, amonio y fosfato. 
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5. Justificación 

Crocodylus moreletii es de gran importancia para la dinámica del ambiente por ser 

especie sombrilla y depredador tope, actualmente se ha implementado la comercialización 

tanto de carne, órganos y piel como de individuos. El sistema inmunológico de los 

cocodrilos es eficiente para evitar patógenos en vida silvestre pues se ha visto que a 

pesar de tener heridas o pérdida de extremidades evitan infecciones, aunque el estrés al 

que son sometidos por la pérdida de su hábitat y por la contaminación de diferentes 

orígenes, trae consigo enfermedades de origen nutricional, infeccioso y tóxico, estas 

afectaciones se ven reflejadas en cautiverio y debido a esta condición están sometidos a 

un constante estrés, lo que baja sus defensas y permite la entrada de microorganismos 

como Aeromonas hydrophila, Citrobacter freundii, Escherichia coli, Klebsiella pneumoniae, 

Proteus vulgaris, Pseudomonas fluorescens, Salmonella sp y Shigella sp, entre otros, que 

pueden afectar a los cocodrilos. Se conoce poco acerca de la relación de su microbioma 

natural y las bacterias que se encuentran en el agua de su hábitat. Actualmente, el 

conocimiento sobre la biología de C. moreletii está en gran parte restringido a la genética 

de sus poblaciones, reproducción, anidación en cautiverio y vida silvestre, conservación, 

alimentación y estudios moleculares. Para la conservación de C. moreletii, en adición a 

estos temas, se requiere un buen conocimiento de las condiciones adecuadas del cultivo 

de estos cocodrilos, lo cual implica la calidad del agua en donde habitan ya que pueden 

presentar perturbación directa o indirecta, esto puede ser un factor de transmisión de 

bacterias afectando a los cocodrilos en sus diferentes estadios impidiendo que tengan un 

óptimo desarrollo bajando su tasa poblacional en vida silvestre y un declive en la 

reproducción de los organismos en cautiverio, impidiendo un buen manejo sustentable, 

ocasionando que a su vez exista un factor de transmisión de bacterias posiblemente 

patógenas para las personas que se dedican a su mantenimiento. 
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6. Descripción de Zona de Estudio 

El estado de Colima se encuentra dentro de dos áreas que corresponden a dos grandes 

provincias fisiográficas del país: la del Eje Neovolcánico y la de la Sierra Madre del Sur. 

La segunda provincia la integran dos subprovincias, la Sierra de la Costa de Jalisco y 

Colima y la Cordillera Costera del Sur. La primera comprende los municipios   de Comalá, 

Coquimatlán, Villa de Álvarez y Tecomán (INEGI, 1985). 

Dentro del estado se encuentra el municipio de Tecomán localizado en la porción sureste 

del estado entre las coordenadas 103°59‘ longitud oeste del Meridiano de Greenwich y 

18° 41‘ 20‘‘ latitud norte. Limita al Norte con los municipios de Coquimatlán y Colima, al 

sur con el Océano Pacífico, al este con el municipio de Ixtlahuacán, al oeste con el de 

Armería y al sureste con el estado de Michoacán. Está situado a 33 metros sobre el nivel 

del mar.  

En Tecomán predominan los climas: semiárido, semicálido con lluvias en verano (BS1hw) 

al norte y al centro del municipio y cálido subhúmedo con lluvias en verano (Aw) hacia el 

sur (García, 2004). 

La temperatura media anual es de 26°C, con una precipitación media anual de 484.9 

milímetros siendo el régimen de lluvias, principalmente en verano (Palomera, 2004). 

Tiene dos zonas bien definidas: la costera conocida como el Valle de Tecomán y las 

estribaciones de la Sierra Madre Occidental con 365 km2 la vegetación que predomina 

son Xolocoahuitl (Cordia aeleagnoides), Jabillo (Hura crepitans), Mojo (Brosium 

alicastrum), Guásima (Guazuma ulmifolia), Tepemezquite (Lysiloma microphymmum), 

Asmol (Zizyphus mexicana), Timúchil (Pithecellobium timuchil), Otate (Guadua 

amplexifolia), etc. En lo que respecta a la parte del Valle ésta fue reforestada con 

plantaciones de palmeras, frutales, limón y otros cultivos. 

Parte de la fauna que habita en la zona es el coyote (Cannis latrans), tejón (Taxidea 

taxus), ardilla (Sciurillus pusillus), iguana (Iguana iguana), peces del río, cocodrilos en 

esteros y lagunas (Crocodylus acutus y C. moreletii), aves como la güilota (Zenaida 

macroura) y la chachalaca (Ortalis policephala) (Palomera, 2004). 
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Existen en la planicie costera dos lagunas: la de Amela que tiene una capacidad de 

almacenamiento de 30 millones de m3 y la de Alcuzahue que cubre un área de 160 

hectáreas a 1 km de esta laguna se encuentra la Colorada, una laguna que se ha utilizado 

para el turismo en donde se encuentra el cocodrilario ―Tecomán‖.  

El cocodrilario ―Tecomán‖ es una Unidad de Manejo Ambiental (UMA) denominada 

―Centro Reproductor de Cocodrilos‖ en donde SEMARNAT ha implementado varias 

estrategias de protección y conservación de la vida silvestre. Se encuentra a 8 kilómetros 

al este de la ciudad de Tecomán. Siendo sus coordenadas 18°54‘45‘‘ N y 103°46‘51‘‘ W. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2. Mapa Tecomán, Colima. Ubicación Tecoman, Colima México con 103°59‘ longitud oeste 

del Meridiano de Greenwich y 18° 41‘ 20‘‘ latitud norte. (Por Google earth INEGI, 2017). 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2.1. Laguna “La colorada”. Ubicación laguna ―La colorada‖ Tecoman, Colima con 

18º54‘42‘‘ N y 103º46‘39‘‘ W. (Por Google earth INEGI, 2017). 
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Figura 2.2 Cocodrilario Tecomán. Ubicación del cocodrilario Tecoman. Se encuentra dentro de la 

laguna ―La Colorada‖ unida con la laguna de ―Alcuzahue‖ cubriendo un área total de 160 ha. 

Coordenadas 18°54‘45‘‘ N y 103°46‘51‘‘ W (Por Google earth INEGI, 2017). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2.3 Cocodrilario Tecoman en Laguna ―La colorada‖ Fotografía: F.X. Garnica- Martínez. 
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7. Materiales y Métodos 

7.1 Método en campo 

7.1.1 Toma de medidas morfométricas en cocodrilos 

Se utilizó la técnica denominada ―Manipulación directa‖ que consta de una captura con 

lazo de acero y pértiga más la utilización de cuerdas para una sujeción correcta de 

tensión a dos puntos (cola y hocico) (Domínguez-Laso y cols., 2011). 

 

 

 

 

 

 

Figura 3. Captura con pértiga. Método recomendado para colocar una pértiga con lazo de acero 

desprendible. Imagen: J. Domínguez-Laso 

En la Manipulación directa el lazo se inserta hasta el cuello del cocodrilo donde se 

asegurará que el ejemplar sea capturado: primero se acerca el aro del lazo de acero y se 

mete la cabeza, cuidando de no tocar la mandíbula del cocodrilo, llegando hasta el cuello. 

Después se tira de la cuerda, tensándola con alta resistencia, para cerrar el lazo de acero 

y así sujetar al ejemplar.  

De cada individuo capturado se tomaron medidas morfométricas: 

 Dos dimensiones generales del cuerpo (longitud hocico - cloaca) 

 Cuatro mediciones del cráneo (longitud total del cráneo (LTC), anchura del cráneo 

(AMC), anchura entre protuberancias maxilares (AMX), anchura protuberancia 

premaxilares (APM). 

 

 

 

 

 

 

Figura 3.1. Medidas 

morfométricas. La manera 

correcta de tomar las 

medidas de longitud total 

(LT) y longitud hocico-

cloaca (LHC) es en posición 

ventral. Imagen: S. Padilla-

Paz. 
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Cada uno de los ejemplares debe estar colocado en posición de decúbito dorsal (vientre 

arriba), extendido lo más posible, de modo que quede totalmente recto sobre una 

superficie plana. Para la LT se medirá desde el extremo del cráneo o punta del hocico 

hasta el punto de inicio de la cloaca.  

Basándose en la longitud total del animal se clasificó en grupos:    

 Neonatos (0 - 30cm)  

 Jóvenes (51  - 100 cm) 

 Adultos (101 cm) 

Las mediciones se tomaron en centímetros (Sánchez Herrera y col., 2011), éstas medidas 

se hicieron con una cinta métrica (0.1mm)  

La longitud total del cráneo (LTC) se midió en línea recta desde el extremo del hocico 

hasta el borde posterior del hueso supraoccipital; la Anchura Mayor del Cráneo (AMC) se 

midió transversalmente, entre los extremos de los huesos cuadrado, la anchura entre las 

protuberancias maxilares (AMX), y la anchura entre las protuberancias premaxilares 

(APM) (Jerónimo et al., 2011). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3.2. Medidas craneales. Serie de medidas craneales registradas. Fotografía: A. Acosta-

Lugo. 

 

 

 



 
  

14 
 

7.1.2 Toma de muestra bacteriológica en cocodrilos 

La toma de muestras bacteriológicas en los cocodrilos se realizó por medio de un frotis 

con un hisopo estéril en la cavidad oral y cloacal, posterior a esto cada hisopo se pasó a 

tubos de medio de transporte AMIES; en este medio los nutrientes están limitados a 

manera de evitar la multiplicación de los microorganismos. El tioglicolato de sodio 

proporciona un bajo potencial de óxido-reducción, haciendo que el medio sea favorable 

para conservar la viabilidad de los organismos durante su traslado (Oneeglio y Cruz, 

2008). Las muestras en este medio se conservaron a temperatura ambiente durante el 

transporte.  

  

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Muestras en campo. Toma de muestra con hisopo estéril en cavidad oral y cavidad 

cloacal. Fotografía: A, Acosta-Lugo. 

 

Otro medio utilizado para el transporte de las muestras bacteriológicas fue caldo nutritivo; 

con propósitos generales para desarrollar microorganismos con escasos requerimientos 

nutricionales, contiene pluripeptona y extracto de carne que constituyen una fuente de 

carbono y nitrógeno necesarias para el adecuado desarrollo bacteriano (Oneeglio y Cruz, 

2008). Las muestras se conservaron en refrigeración antes y durante el transporte. 
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7.1.3 Toma de muestra bacteriológica en el agua 

Se utilizó el método de ―hisopo de moore‖ (Podlesky y Cardenas, 1995). Consistió en 

dejar un hisopo estéril en los cuerpos de agua donde se encuentra Crocodylus moreletii 

en sus diferentes estadios por 24 horas. Pasadas las 24 horas se retiró y se colocó en 

bolsas estériles con medio AMIES para el transporte al laboratorio donde se procesaron 

las muestras. 

Las muestras para las pruebas fisicoquímicas se tomaron con tres botellas de dos litros 

forradas con aluminio, una para cada estadio de C. moreletii, llenando hasta el tope y 

cerrando bajo el agua para impedir la entrada de oxígeno, ya que al permitir la entrada de 

este, interfiere el oxígeno atmosférico en el oxígeno del agua. Se mantuvieron en hielo 

hasta el traslado al laboratorio en donde se corrieron las pruebas. 

Para el análisis de coliformes totales y fecales en el agua se tomaron muestras con bolsas 

para transportar bacterias que se depositaron en una hielera con hielo para su posterior 

transporte al laboratorio en donde se realzó la técnica correspondiente. 

7.2 Método de laboratorio 

7.2.1 Análisis bacteriológico de Crocodylus moreletii 

 

7.2.1.1 Género Vibrio en cocodrilos 

De las muestras colectadas en campo en tubos con medio AMIES y Caldo nutritivo se 

tomó una alícuota para sembrar en placas de agar selectivo: 

 TCBS, medio de recubrimiento primario utilizado universalmente, causa inhibición 

de bacterias gram-positivas por la incorporación de Oxgall. El tiosulfato sódico 

sirve como fuente de azufre y con el citrato férrico detecta la producción de sulfuro 

de hidrógeno, la sacarosa se incluye como carbohidrato fermentable para el 

metabolismo de los vibriones (Carrillo 1991).  

 

 Vibrio parahaemolitycus y Vibrio cholerae. 
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Figura 5. Unidades 

Formadoras de Colonias 

del género Vibrio. 

Sembrado por estría cruzada 

en agar TCBS de los tubos 

de medio de transporte 

AMIES y caldo nutritivo 

 

 

 

 

 

 

Se dejó incubar un periodo de 24 horas y posteriormente se inició el aislamiento por 3 

días, resembrando en placas con agar TCBS por estría cruzada hasta encontrar una 

colonia aislada.  

Una vez determinada la colonia se realizó la prueba de tinción Gram (Ver anexo) para 

diferenciarla como Gram positivo  o Gram negativo, a su vez se sembró por picadura y 

estriado en tubos de TSI (Agar Hierro y Triple azúcar) para la diferenciación de bacterias, 

con base en la fermentación de los hidratos de carbono glucosa, lactosa y sacarosa y la 

producción de ácido sulfhídrico (McFaddin, 2003). Incubándose a 35°C por 24 horas. Al 

arrojar resultados de los tubos de TSI se realizó un tren de bioquímicas (Ver anexo) para 

determinar las características metabólicas de las bacterias utilizando:  

 Agar hierro y lisina (LIA)  

 Agar citrato de Simmons  

 Medio MIO  

 Oxidasa  

Con los resultados negativos y positivos se creó un perfil bioquímico para cada bacteria 

que se corroboró en literatura.  

Para verificar los resultados obtenidos por tren bioquímico se realizó prueba API20 E (Ver 

anexo). 

 

 

 

https://www.google.com.mx/url?sa=i&rct=j&q=&esrc=s&source=images&cd=&cad=rja&uact=8&ved=0ahUKEwi9mKehpPrRAhUr0oMKHW-SATsQjRwIBw&url=http://keywordsuggest.org/gallery/794882.html&bvm=bv.146094739,d.cGw&psig=AFQjCNHVFkomdxUC4AN4nkNXRulP0FIOKQ&ust=1486429629683969
https://www.google.com.mx/url?sa=i&rct=j&q=&esrc=s&source=images&cd=&cad=rja&uact=8&ved=0ahUKEwi9mKehpPrRAhUr0oMKHW-SATsQjRwIBw&url=http://keywordsuggest.org/gallery/794882.html&bvm=bv.146094739,d.cGw&psig=AFQjCNHVFkomdxUC4AN4nkNXRulP0FIOKQ&ust=1486429629683969
https://www.google.com.mx/url?sa=i&rct=j&q=&esrc=s&source=images&cd=&cad=rja&uact=8&ved=0ahUKEwi9mKehpPrRAhUr0oMKHW-SATsQjRwIBw&url=http://keywordsuggest.org/gallery/794882.html&bvm=bv.146094739,d.cGw&psig=AFQjCNHVFkomdxUC4AN4nkNXRulP0FIOKQ&ust=1486429629683969
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7.2.1.2 Género Enterobacter en cocodrilos  

De los tubos de Amies y caldo lactosado, se tomó una muestra que se pasó por estría a 

placas de agar Mac Conkey; Las sales biliares y el cristal violeta inhiben el crecimiento de 

bacterias Gram positivas. La lactosa y el indicador de pH rojo neutro, permiten la 

diferenciación de las bacterias lactosa positiva y las no fermentadoras (Oneeglio y Cruz, 

2008). 

A sí mismo se utilizaron placas de agar  XLD para la identificación de enterobacterias 

pues la presencia de desoxicolato de sodio es el agente que inhibe a los microorganismos 

Gram positivos. La xilosa es fermentada por casi todas las bacterias entéricas a 

excepción de Shigella, la presencia de lisina ayuda a la diferenciación del grupo 

Salmonella. La lactosa y la sacarosa inducen la producción de ácido por los coliformes 

(Oneeglio y Cruz, 2008). 

 

 

 

 

 

 

Los medios se incubaron a 35°C por 24 horas.  Tras las 24 horas se seleccionan colonias 

propias del género Enterobacter para ser aisladas resembrándose en placas con agar de 

Mac Conkey o Salmonella Shigella; Los microorganismos Gram positivos son inhibidos 

por las sales biliares, citrato de sodio y verde brillante (Oneeglio y Cruz 2008), la 

diferenciación de las bacterias se logra mediante la lactosa. 

Se llevaron a incubación a 35ºC por 24 horas. Una vez concluido el aislamiento se hizo 

tinción Gram y se corrió el tren de bioquímicas: 

El  perfil bioquímico de cada enterobacteria, se corroboró  mediante la prueba de API20 E. 

 

 

Figura 6. Unidades 

Formadoras de Colonias 

del género Enterobacter. 

Sembrado por estría 

cruzada en agar 

McConkey de las muestras 

en tubos con medio de 

transporte AMIES y caldo 

nutritivo. 

https://www.google.com.mx/url?sa=i&rct=j&q=&esrc=s&source=images&cd=&cad=rja&uact=8&ved=0ahUKEwi76p6UqfrRAhVIrVQKHdR3BlgQjRwIBw&url=https://www.pinterest.com/jmarsh758/macconkey-agar/&bvm=bv.146094739,d.cGw&psig=AFQjCNG6ynn4r965v0GhsPJ7ndAgBNX8yw&ust=1486430977236276
https://www.google.com.mx/url?sa=i&rct=j&q=&esrc=s&source=images&cd=&cad=rja&uact=8&ved=0ahUKEwi76p6UqfrRAhVIrVQKHdR3BlgQjRwIBw&url=https://www.pinterest.com/jmarsh758/macconkey-agar/&bvm=bv.146094739,d.cGw&psig=AFQjCNG6ynn4r965v0GhsPJ7ndAgBNX8yw&ust=1486430977236276
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7.2.1.3 Género Pseudomonas en cocodrilos  

Se tomó una muestra de los tubos con medio Amies y Caldo nutritivo se sembró directo 

en placas de Agar leche; el extracto de levadura, la peptona de caseína y la leche 

descremada al 10% proporcionan al medio los nutrientes específicos para el desarrollo de 

microorganismos como: E. coli, Staphylococcus aureus y P. aeruginosa. Su pH es bajo, 

presenta un sales en porcentajes de de 0.4% de Sodio, 0.2% de Calcio, 0.1% de 

Magnesio y de metales 0.001% de Hierro y 0.0005% de Plomo, como máximo (Schlegel y 

Zaborosch, 1997) se incubaron por 24 horas a 35°C y se tomaron como resultados 

positivos las colonias amarillo verdoso fluorescente.  

7.2.1.4 Género Yersinia y Aeromonas en cocodrilos 

De los tubos con medio Amies y caldo nutritivo se tomaron alícuotas que se pasaron por 

estría directa a placas de Agar Yersinia y Aeromonas, incubándose por 24 horas a 35°C. 

Pasado el tiempo de incubación se seleccionaron colonias típicas para posteriormente 

realizar prueba de tinción Gram y correr tren de bioquímicas. 

Teniendo los resultados positivos o negativos se formó el perfil bioquímico que se 

corroboró con prueba API20 Enterobacteriaceae. 

7.2.2 Análisis bacterial en el agua 

7.2.2.1 Aislamiento de Vibrio spp en el agua 

La identificación de Vibrio se dividió  llevó a cabo en cuatro días. 

Día 1: Primer enriquecimiento . Se abrió la bolsa del hisopo con la muestra y de ésta se 

tomaron  10ml con una pipeta serológica de 10 ml a un matraz de 125 ml con 100 ml de 

Agua Peptonada Alcalina doble concentración (APA 2X) para proporcionarles los 

nutrientes necesarios para la supervivencia y crecimiento abundante de los vibrios.  

El cloruro de sodio mantiene el equilibrio osmótico en el medio. El pH es elevado y 

favorece el desarrollo de microorganismos que tienen la capacidad de crecer en este 

medio, inhibiendo a la biota acompañante (Schlegel y Zaborosch, 1997). Se incubó a 37ºC 

durante 6 horas. Pasadas las 6 horas se tomó un inoculo de la biopelícula blanquecina y 

se sembró por estría cruzada en 3 de placas de TCBS (Tiosulfato, Citrato y Sales 

Biliares), se incubó a 37ºC durante 24 horas.  
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Figura 7. Unidades Formadoras de Colonias del género Vibrio. Sembrado por estría cruzada 

en agar de TCBS de la muestra en Agua Peptonada Alcalina. 

Segundo enriquecimiento: Se tomó con una pipeta serológica 5 ml de la biopelícula del 

APA 2X y se inoculó en 100ml de APA concentración sencilla (APA 1x), incubando a 37ºC 

durante 24 horas.  

Día 2: se revisaron las placas de TCBS para observar si hubo presencia de crecimiento y 

se seleccionaron cinco colonias típicas (colonias de 1-2 mm, de color amarillo, 

ligeramente convexa, pegajosas con centro opaco y periferia ligeramente traslúcida), a 

cada colonia se le realizó tinción Gram, de esas colonias se sembró por picadura y 

estriado en tubos de TSI y se incubaron a 37ºC durante 24 horas.  

Segundo enriquecimiento: De los APA 1X , después de 24 horas, se tomó una asada de 

la biopelícula y se sembró por estría cruzada en 3 placas de TCBS, se incubaron a 37ºC 

por 24 horas.  

Día 3: se revisaron las placas de TCBS del segundo enriquecimiento, se seleccionaron 

cinco colonias típicas de Vibrio y por cada colonia se hizo tinción Gram y se sembró por 

picadura y estriado en tubos de TSI e incubaron a 37ºC durante 24 horas. Posteriormente 

a los resultados de los TSI (primer enriquecimiento) se les realizó el tren de pruebas 

bioquímicas. 

De igual manera se hizo el mismo procedimiento para los resultados de TSI del segundo 

enriquecimiento. 
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7.2.2.2 Aislamiento del género Enterobacter en agua (Coliformes 

totales) 

Se utilizaron diez tubos con agua de dilución (1L de agua destilada + 1.25ml de solución 

de fosfatos + 5ml Solución de magnesio). De la muestra de agua de las bolsas 

transportadoras de bacterias, se tomó 1 ml pasándose al primer tubo ya preparado con 

agua de dilución, haciéndose diez diluciones. Se utilizaron las diluciones 10-5, 10-6, 10-7 y 

10-8, de cada dilución se tomó una alícuota de 1 ml y se pasó a series de 5 tubos con 10 

ml de caldo lactosado; incubándose a 37°C por 24 horas. La pepetona y el extracto de 

carne proporcionan al medio los nutrientes necesarios para el de desarrollo de 

microorganismos fermentadores de lactosa, se demuestra por la formación de gas que se 

observa en las campanas de Durham. (Cavallini, 2005). 

Pasadas las 24 horas si los tubos presentaron turbidez y producción de gas 

(desplazamiento del medio) se consideraron resultados positivos para posteriormente   

realizar la fase confirmativa que consistió en; transferir en campo estéril a tubos con caldo 

bilis verde brillante; la bilis y el verde brillante inhiben el desarrollo indeseable de los 

microorganismos acompañantes de los coliformes totales y fecales, incluso suprimen el 

crecimiento de los anaerobios fermentadores de lactosa (Schlegel y Zaborosch, 1997) y 

caldo EC (Escherichia coli); la lactosa es fermentada por los Coliformes y E. coli con 

producción de gas. Las sales biliares inhiben el crecimiento de bacterias Gram positivas. 

La peptona de caseína proporciona los nutrientes necesarios para el desarrollo de las 

bacterias y el cloruro de sodio mantiene el equilibrio osmótico (Schlegel y Zaborosch, 

1997). 

 

 

 

 

 

Se especificó cada dilución y se agitó para su homogenización, para bilis verde brillante 

se incubó a 35°C por 24 horas y para caldo EC a baño maría a 44ºC por 24 horas. 

 

Figura 8.  Tubos 

con caldo 

lactosado y caldo 

bilis verde 

brillante. 
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Tras las 24 horas nuevamente se consideraron resultados positivos de caldo bilis verde 

brillante cuando los tubos presentaron turbidez y producción de gas.  

Se registró el número de tubos positivos de cada serie y se consultaron las tablas de 

datos (concentraciones conocidas, volumen, fecha, zona de muestreo, positivo/negativo) 

para reportar el NMP por 100 ml. 

Pasadas las 24 horas se consideró la prueba en EC (Escherichia coli) positiva si los tubos 

presentaban turbidez y producción de gas. Se registró el número de tubos positivos de 

cada serie, solo los obtenidos de la prueba confirmativa y se buscó el código en tablas 

para determinar el NMP de microorganismos coliformes fecales. 

El crecimiento bacteriano de EC, se transfirió a agar Mac Conkey para identificar bacterias 

del genero Enterobacter, se hizo el procedimiento para aislar bacterias durante 3 días; 

pasados los 3 días con las colonias aisladas y purificadas se realizó tinción Gram y se 

corrió el tren de bioquímicas. 

Terminadas las pruebas se realizó análisis de los perfiles bioquímicos y se corroboró el 

resultado con API 20E (BioMérieux). 

7.2.2.3 Aislamiento del género Pseudomonas en agua  

Se tomó 1ml del medio de transporte AMIES (hisopo de moore) y se sembró en caldo 

nutritivo dejándolo incubar a 35ºC por 24 horas.  

Pasadas las 24 horas se utilizó una alícuota que se sembró por estría cruzada en placas 

de Agar leche, incubándose a 35°C por 24 horas. Transcurridas las 24 horas se revisaron 

los resultados, considerándose como positivos las placas que presentaban colonias 

amarillas verdosas fluorescentes.  

7.2.2.4 Aislamiento del género Yersinia y Aeromonas en agua 

De la muestra de concentración bacteriana por la técnica del hisopo de Moore en medio 

de transporte AMIES, se tomó 1 ml para agregarlo a un matraz de 250ml con 100ml de 

caldo nutritivo, dejándose incubar a 35ºC por 24 horas. 

Pasado el tiempo de incubación del matraz con 100ml de caldo nutritivo se tomó una 

alícuota que se sembró por estría directa en placas de agar Yersinia y agar Aeromonas 

incubándose a 35°C por 24 horas. Una vez pasado el periodo de incubación se 
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seleccionaron colonias pálidas con centro rojo carmesí de Yersinia y Aeromonas para 

realizarles prueba de tinción gram y correr el tren de bioquímicas, corroborándose por la 

prueba de API 20E. 

7.2.3 Análisis de parámetros fisicoquímicos 

 

7.2.3.1 Nutrientes 

El análisis de los nutrientes se realizó a partir de las muestras de agua en bidones de dos 

litros. Se procesaron por el método de Colorimetría con un fotómetro marca: EcoSense, 

modelo: YSI 9500. 

 

 

 

 

 

Figura 9. Técnica por colorimetría para nutrientes. Celdas con comprimidos para lectura de 

nutrientes. 

Dada la alta concentración de nutrientes en las 3 muestras se realizaron diluciones ya que 

en las primeras pruebas el YSI 9500 no se pudo realizar la lectura con la celda, de 

acuerdo a cada nutriente se fue diluyendo la muestra con agua destilada hasta encontrar 

el nivel de detección del equipo. 

Nitratos: Descripción de las diluciones para cada época del año y estadio de los 

ejemplares: 

 Lluvias 

 Crías: 0.50ml muestra/19.50 ml agua destilada 

 Jóvenes: 0.50ml muestra/19.50 ml agua destilada 

 Adultos: 0.50ml muestra/19.50 ml agua destilada  

 Secas  

 Crías: 0.50ml muestra/19.50 ml agua destilada 

 Jóvenes: 0.50 ml muestra/19.50 ml agua destilada 

 Adultos: 0.50ml muestra/19.50 ml agua destilada 
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A una celda  de prueba, se le agregó 20ml de muestra hasta la marca, se le añadió una 

cucharada de polvo Nitratest  (ceniza), se esperó un minuto para agregarle la tableta de 

YSI Nitratest, se agito hasta disolver y se dejó sedimentar el precipitado.  

De la fase clara se transfiere a una celda, se le agregaron 10 ml de muestra hasta la 

marca, a esto  se le añadió una tableta de YSI Nitricol y se trituro mezclándola hasta 

disolver, se esperaron  10 minutos hasta que presentara color rosa.  

En el fotómetro se seleccionó el patrón de phot 63 y  resultado mg/L de NO3 (nitratos). 

Amonio: El alto contenido de amonio no pudo determinarse directamente de  la muestra, 

por lo que se hicieron las diluciones siguientes: 

 Lluvias 

 Crías: 0.50 ml muestra/ 9.50 ml agua destilada 

 Jóvenes: 0.50 ml muestra/ 9.50 ml agua destilada 

 Adultos: 0.50 ml muestra/ 9.50 ml agua destilada 

 Secas 

 Crías: 0.10ml muestra/ 9.90 agua destilada 

 Jóvenes: 0.50ml muestra/ 9.5ml agua destilada 

 Adultos: 0.10ml muestra/ 9.90 agua destilada 

Los 10 ml de la muestra con su respectiva dilución se depositaron en una celda hasta la 

marca, se añadió una pastilla de YSI Amonia No.1, después otra pastilla de YSI Amonia 

No. 2, se trituraron y se dejaron reposar 10 minutos hasta que tomará un color verde o 

amarillo. En el fotómetro se seleccionó el patrón de medición phot 62 como resultado se 

obtuvieron mg/L de NH4 (amonio).  

Nitritos: Por la concentración tan alta de nitritos se hicieron las siguientes diluciones de las 

muestras: 

 Lluvias 

 Crías: 0.50 ml muestra / 9.50 ml agua destilada 

 Jóvenes: 0.50 ml muestra / 9.50 ml agua destilada 

 Adultos: 0.50 ml muestra / 9.50 ml agua destilada 

 Secas 

 Crías: 0.50 ml muestra/ 9.50 ml agua destilada 
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 Jóvenes: 0.50 ml muestra/ 9,50 ml agua destilada 

 Adultos: 0.50 ml muestra/9.50 ml agua destilada 

Tomando 10ml de las muestras diluidas se vaciaron en celdas, se les agregó una pastilla 

de YSI Nitricol se trituro y esperó 10 minutos hasta que tomara un color rosa. En el 

fotómetro se seleccionó el patrón de medición de phot 64 como resultado se leyeron mg/L 

de NO2 (nitritos). 

Fosfatos: Por concentraciones altas que no permitieron una lectura en YSI, se hicieron 

diluciones para poder leer los resultados 

 Lluvias 

 Crías: 0.50 ml muestra / 9.50 ml agua destilada 

 Jóvenes: 0.50 ml / 9.50 ml agua destilada 

 Adultos: 0.50 ml / 9.50 ml agua destilada 

 Secas 

 Crías: 0.50 ml muestra/ 9.50 ml agua destilada 

 Jóvenes: 0.50 ml muestra/ 9.50 ml agua destilada 

 Adultos: 0.50 ml muestra/ 9.50 ml agua destilada 

Se tomaron 10ml de cada muestra diluida y se  pasaron a  celdas hasta la marca, se 

les agregó una pastilla de YSI Phosphate No.1 LR bajo rango y una pastilla de YSI 

Phosphate No. 2 LR bajo rango, se trituraron y se esperaron 10 minutos hasta tomar 

color azul. En el fotómetro, se seleccionó el patrón de medición de mg/L de PO4 

(fosfatos).  

 

7.2.3.2 Demanda Bioquímica de Oxígeno 

Es el método más tradicional que mide la cantidad de oxígeno que consumen los 

microorganismos al proliferar en el agua residual y degradar la materia orgánica esto 

es una medida indirecta de la materia orgánica en el sistema. Se utilizó el método 

como se describe en el manual de Evaluación de la calidad fisicoquímica y 

bacteriológica del agua y aguas de desecho de la Universidad Nacional Autónoma de 

México, Facultad de estudios Superiores Iztacala (Robles y cols., 2007).  
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En condiciones en las que se han inhibido los procesos fotosintéticos de producción 

de oxígeno en condiciones que favorecen su desarrollo, siendo que oxidan la materia 

orgánica de una muestra de agua en un periodo de 5 días a 20º C  ± 1º C.  

Es la cantidad de oxígeno que requieren los microorganismos para oxidar (estabilizar) 

la materia orgánica biodegradable en condiciones aerobias. En condiciones normales 

de laboratorio, esta demanda se cuantifica a 20°C, el ensayo estándar se realiza a 

cinco días de incubación y se conoce convencionalmente como DBO5, con valores 

numéricos expresados en mg/L de  O2. 

 

 

 

 

 

Figura 10. Preparación de muestras para Demanda Bioquímica de Oxigeno. Muestras 

triplicadas. 

Para el análisis del DBO, se neutralizó el pH de las muestras, se colocó un volumen 

de muestra en los frascos winkler, de acuerdo a las muestras de agua de cada estadio 

dependiendo los mililitros para cada dilución, se llenó cada frasco con agua de dilución 

sin generar burbujas, se taparon sin inducir aire, se sellaron con agua destilada. Se 

hicieron tres repeticiones con dos diluciones porque una se dejó incubándose por 

cinco días a 20°C en la oscuridad. 

A las primeras diluciones se les adicionó un mililitro de Sulfato manganoso, un mililitro 

de Álcali-Ioduro-Azida, se tapó y agitó, se dejó sedimentar el precipitado (color 

marrón), posteriormente se agregó un mililitro de Ácido Sulfúrico concentrado, se tapó 

y agito. Se tomó una alícuota por cada dilución de 100ml para titular con Tiosulfato de 

Sodio (0.025N), hasta un color amarillo paja, se le agregaron unas gotas de Almidón 

tornándose de color azul, se siguió titulando con el Tiosulfato de Sodio hasta el vire de 

azul a incoloro. Se anotó el volumen utilizado de tiosulfato para los respectivos 

cálculos.  

Después de cinco días, se fijó el Oxígeno Disuelto y se calcularon los mg/L como en el 

procedimiento anterior. 
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7.2.3.3 Demanda Química de Oxígeno 

Es el resultado de la concentración de la masa de oxígeno equivalente a la cantidad 

de Dicromato consumida por la materia disuelta y suspendida cuando una muestra de 

agua se trata con el oxidante bajo condiciones definidas. Es la medida del total de la 

materia oxidable en el sistema.  

El análisis se realizó con base en el manual de Evaluación de la calidad fisicoquímica 

y bacteriológica del agua y aguas de desecho de la Universidad Nacional Autónoma 

de México, Facultad de Estudios Superiores Iztacala (Robles y col, 2007). 

 

 

 

Figura 11.  Reacción de la prueba Demanda Química de Oxígeno. Celdas procesadas con el 

digestor. 

Se tomó un vial con reactivo integrado (solución digestiva para DQO: ácido crómico, 

sulfato de mercurio, sulfato de plata y ácido sulfúrico) para una gama entre 3-150 

mg/L, utilizando el digestor marca: HACH Be Rigth‖, con el principio de la degradación 

de la materia orgánica y cierto iones inorgánicos oxidables se utilizó una  solución 

estándar de Bicromato de Potasio en presencia de Ácido Sulfúrico, usando como 

catalizador Sulfato de Plata para las sales iónicas.  

Se presentó un precipitado con la sal de plata, se colocó el tubo con la solución 

digestiva con cinco ml de muestra, se realizó el análisis por triplicado por cada 

muestra con un blanco, en un bloque termostático marca: HACH be Rigth‖, modelo: 

LT200-2, para las digestiones; se programó la digestión por dos horas a 150°C, se 

dejó enfriar y una vez terminada la digestión se añadió de dos a tres gotas de 

indicador ferroín, se procedió a la titulación con solución patrón de Sulfato Ferroso 

Amoniacal (0.25N), hasta el vire de azul-verde a un café-rojizo. Se anotó el volumen 

gastado para los cálculos.  

Los parámetros de campo que se midieron fueron, temperatura, pH y conductividad, 

se utilizó un potenciómetro y  un oxímetro. 
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7.2.4 Análisis Estadístico. 

7.2.4.1 ANOVA 

Para determinar si los resultados son homogéneos se aplicó un análisis de varianza 

(ANOVA) con un nivel de significancia p<0.05.  

Se realizó con el paquete estadístico Sigmaplot para Windows, Versión 11.0 Build 

11.0.0.77, 2008. 

7.2.4.2 Prueba de Tuckey 

Con las diferencias significativas de los resultados obtenidos, se aplicó la prueba 

estadística de Tuckey. Esta comprende calcular una única diferencia critica para realizar 

todas las comparaciones entre las medias; el valor depende del número de 

comparaciones que se realicen (Blanco, 2011). Se realizó con el paquete estadístico 

Sigmaplot para Windows, Versión 11.0 Build 11.0.0.77, 2008. 
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8. Resultados 

8.1 Resultados bacteriológicos en Crocodylus moreletii en sus tres estadios 

y el agua de su hábitat en temporada de lluvias y secas. 

     Tabla 1. Especies bacterianas en crías (exudado bucal y cloacal) y en el medio 

donde habitan (agua) 

          Lluvias         Secas 

 
 
 
 
 
 
 
 

Neonatos 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 

 

          Boca 
Escherichia coli 
Vibrio cholerae 
Salmonella typhimurium 
Klebsiella oxytoca 
Proteus mirabilis 

         Boca 
Escherichia coli 
Vibrio cholerae 
Vibrio parahemolitycus 
Salmonella typhimurium 
Shigella flexneri 
Aeromonas hydrophila 
Yersinia enterocolitica 
Proteus mirabilis 

        Cloaca 

Escherichia coli 

Vibrio cholera 

Salmonella typhimurium 

Klebsiela oxytoca 

Proteus mirabilis 

          Cloaca 

Escherichia coli 

Vibrio cholerae 

Vibrio parahemolitycus 

Salmonella typhimurium 

Shigella flexneri 

Enteroccocus faecalis 

Aeromonas hydrophila 

Yersinia enterocolitica 

Proteus mirabilis 

 

 

Agua 

 
 

 

Escherichia coli 

Vibrio cholerae 

Klebsiella oxytoca 

Proteus mirabilis 

Citrobacter freundii 

Enterobacter aerogenes 

Escherichia coli 

Vibrio cholerae 

Salmonella typhimurium 

Shigella flexneri 

Aeromonas hydrophila 

Citrobacter freundii 

Enterobacter aerogenes 
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Tabla 2. Especies bacterianas en jóvenes (exudado bucal y cloacal) y en el medio 

donde habitan (agua)  

         Lluvias              Secas 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

      

Jóvenes 

      Boca 

Escherichia coli 

Vibrio cholerae 

Salmonella typhimurium 

Klebsiella oxytoca 

Proteus mirabilis  

         Boca  

Escherichia coli 

Vibrio cholerae 

Vibrio parahemolitycus 

Salmonella typhimurium 

Shigella flexneri 

Enteroccocus faecalis 

Aeromonas hidrophila 

Yersinia enterocolitica 

Klebsiella oxytoca  

     Cloaca  
Escherichia coli 
Vibrio cholerae 
Salmonella typhimurium 
Klebsiella oxtcoca  
Proteus mirabilis 
Enterobacter cloacae 

         Cloaca  
Escherichia coli 
Vibrio cholerae 
Vibrio parahemolitycus 
Salmonella typhimurium 
Shigella flexneri 
Enteroccocus faecalis 
Aeromonas hydrophila 
Yersinia enterocolitica 
Klebsiella oxytoca 
Proteus mirabilis 

 

 

  Agua 

Escherichia coli 
Vibrio cholera 
Salmonella typhimurium 
Shigella flexneri 
Klebsiella oxytoca 
Citrobacter aerogenes 
Enterobacter aerogenes 
 

Escherichia coli 
Vibrio cholera 
Salmonella typhimurium 
Shigella flexneri 
Aeromonas hydrophila 
Yersinia enterocolitica 
Klebsiella oxytoca 
Critrobacter freundii 
Enterobacter aerogenes 
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Tabla 3. Especies bacterianas en adultos (exudado bucal y cloacal) y en el medio 

donde habitan (agua) 

          Lluvias               Secas 

 

 

 

 

 

 

 

 

Adultos 

       Boca  

Escherichia coli 

Vibriio cholerae 

Salmonella typhimurium 

Shigella flexneri 

Klebsiella oxytoca 

 

         Boca 

Escherichia coli 

Vibrio cholerae 

Vibrio parahemolitycus 

Salmonella typhimurium 

Shigella flexneri 

Aeromonas hydrophila 

Yersinia enterocolitica 

Klebsiella oxytoca 

       Cloaca 
Escherichia coli 
Vibrio cholerae 
Salmonella typhimurium 
Shigella flexneri 
Klebsiella oxytoca 

        Cloaca 
Escherichia coli 
Vibrio cholerae 
Vibrio parahemolitycus 
Salmonella tphimurium 
Shigella flexneri 
Aeromonas hydrophila 
Yersinia entorocolitica 
Klebsiella oxytoca 
Proteus mirabilis 

    

 

 Agua 

Escherichia coli 

Vibrio cholerae 

Salmonella typhimurium 

Klebsiella oxytoca 

Citrobacter freundii 

Enterobacter aerogenes 

Escherichia coli 
Vibrio cholerae 
Salmonella typhimurium 
Shigella flexneri 
Aeromonas hydrophila 
Yersinia enterocolitica 
Klebsiella oxytoca 
Citrobacter freundii  
Enterobacter aerogenes 
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En la tabla 1 se muestran los resultados obtenidos en neonatos de C. moreletii y el medio 

donde habitan (agua), observándose la presencia dominada por Escherichia coli, Vibrio 

cholerae, Salmonella typhimurium y Proteus mirabilis  tanto en la temporada de lluvias 

como en la temporada de secas, apareciendo en ambas cavidades (bucal y cloacal), así 

como en el medio donde habitan. Sin embargo existe una diferencia muy marcada en el 

número de especies presentes en la temporada de secas, por ejemplo se observa la 

presencia de Vibrio parahemolitycus, Shigella flexneri, Aeromonas hydrophila y Yersinia 

enterocolitica en la boca de las neonatos a diferencia de la época de lluvias; en cloaca 

también se observa un diferencia en el número de especies en temporada de secas como 

Salmonella typhimurium, S. flexneri, Enteroccocus faecalis; y en el agua se releja el 

mismo caso para la temporada de secas con un aumento de especies por mencionar 

algunas a S. typhimurium, S. flexneri y  A. hydrophila. 

En la tabla 2 se observan los resultados  obtenidos en organismos jóvenes de Crocodylus 

moreletii y el medio donde habitan (agua). Señalando mayor número de especies en 

temporada de secas y teniendo como especies más abundantes en ambas cavidades 

(bucal y cloacal) y el agua en las dos temporadas (lluvias y secas) a Escherichia coli, 

Vibrio cholerae, Salmonella typhimurium. Pero se observa una diferencia en el número de 

especies presentes en la temporada de secas tanto en la cavidad bucal, cloacal y el 

medio donde habitan (agua) con la presencia de Vibrio parahemolitycus, Shigella flexneri, 

Enteroccocus faecalis, Aeromonas hydrophila y Yersinia enterocolitica. 

En la tabla 3, se reportan los resultados obtenidos en adultos de C. moreletii y el medio 

donde habita (agua).  Se observa la dominancia de  Escherichia coli, Vibrio cholerae, 

Salmonella typhimurium, Shigella flexneri, Klebsiella toxycara, tanto en la temporada de 

lluvias y secas; dentro de ambas cavidades (bucal y cloacal), así como el medio donde 

habitan Pero existe una diferencia marcada en el número de especies presentes en la 

temporada de secas, como por ejemplo s Vibrio parahemolitycus, Shigella flexneri, 

Aeromonas hydrophila y Yersinia enterocolitica en las dos cavidades de los adultos. Para 

ambas cavidades se obtuvo mayor descripción de especies dentro de la temporada de 

secas; teniendo por ejemplo a las especies de Vibrio parahemolitycus, Shigella flexneri, 

Aeromonas hydrophila y Yersinia enterocolitica 
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8.2 Análisis de Varianza por dos vías de las bacterias. 

Tabla 4. ANOVA. Análisis de varianza por dos vías de las bacterias presentes en la cloaca de los 

cocodrilos en los tres estadios (Neonatos, Jóvenes y Adultos) por temporada (secas y lluvias). 

Análisis de Varianza por dos vías 

Fuente de 
variación 

Grados de 
libertad 

Suma de 
cuadrados 

Media 
cuadrática 

F Probabilidad 

Estadio 1 4.50 4.50 3.11 0.103 
Temporada 2 8.11 4.05 2.80 0.100 
Especies 2 1.00 0.50 0.34 0.714 
Residual 12 17.33 1.44   
Total 17 30.94 1.82   

 

Tabla 5. ANOVA. Análisis de varianza por dos vías de las bacterias presentes en la boca de los 

cocodrilos en los tres estadios, por temporada. 

Análisis de Varianza por dos vías 

Fuente de 
variación 

Grados de 
libertad 

Suma de 
cuadrados 

Media 
cuadrática 

F Probabilidad 

Estadio 1 18.00 18.00 21.60 0.001 
Temporada 2 8.11 9.05 10.86 0.002 
Especies 2 0.33 0.16 0.20 0.821 
Residual 12 10.0 0.83   
Total 17 46.44 2.73   

 

Tabla 6. ANOVA. Análisis de varianza por dos vías de las bacterias presentes en el agua de los 

cocodrilos por temporadas. 

Análisis de Varianza por dos vías 

Fuente de 
variación 

Grados de 
libertad 

Suma de 
cuadrados 

Media 
cuadrática 

F Probabilidad 

Temporada 1 16.66 16.66 100.00 0.010 
Especies 2 2.33 1.167 7.00 0.125 
Residual 2 0.33 0.167   
Total 5 19.33 3.867   
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En el análisis de varianza por dos vías (Tabla 4), para los estadios (Neonatos, Jóvenes y 

Adultos) los valores de las medias excluyen la posibilidad de diferencia de probabilidad 

(P=0.103) ya que no entra dentro del intervalo de confianza del 95%, pues el valor es 

mayor a 0.05. Esto quiere decir que no hay una diferencia estadísticamente significativa. 

Por temporadas (P=0.100) y especies (P=0.714) tampoco se encontró una diferencia 

significativa, no hay una interacción estadísticamente significativa entre ellos.  

La diferencia en los valores de las medías entre los estadios indica una diferencia 

significativa de probabilidad (P=0.001) entrando al intervalo de confianza, debido a los 

efectos de las diferencias que se encuentran dentro de las temporadas con diferencia de 

probabilidad de (P=0.002), aunque no haya interacción estadísticamente significativa 

entre ambos resultados (Tabla 5). 

Los resultados obtenidos por el análisis de varianza por dos vías (Tabla 6) para el agua 

de los cocodrilos, tuvo diferencia significativa por los valores de probabilidad (P= 0.010) 

entre las temporadas (lluvias y secas) pues está dentro del intervalo de confianza del 

95%, mientras que entre las especies se excluye la posibilidad de diferencia de 

probabilidad (P= 0.125) puesto que el valor es mayor a 0.05. 
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Tabla 7. Coliformes Totales en el medio donde habita Crocodylus moreletii. Descripción del 

Número más Probable (NMP) por 100 ml, en cada muestra tomada de cada estadio de Crocodylus 

moreletii, correspondiente Ac: Agua de los neonatos, Aj: Agua de los jóvenes, Aa: Agua de los 

adultos, respecto a las temporadas lluvias y secas. 

Los valores del NMP se calcularos con la sig. fórmula: 

NMP/ 100mL = NMP* x 10/ valor mayor probado 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Temporada Lluvias Secas 

Zona Ac Aj Aa Ac Aj Aa 

NMP/100 mL 6x107 1.5x107 7x107  240x108 2x107 34x107 

Coliformes Totales

N
M

P
/m

l

Lluvias

Secas

Jóvenes AdultosNeonatos

240x108 

0 

200x108 

220x108 

6x107 
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Gráfico 1. Coliformes totales. Datos de la temporada de lluvias y secas representando el número 

más probable (NMP) por 100 ml, para el agua habitada por crías, jóvenes y adultos por Crocodylus 

moreletii. 
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Gráfico 2. Registro de temperatura en el 

agua habitada por Crocodylus moreletii 

en los estadios de neonatos, jóvenes y 

adultos en dos temporadas 

Gráfico 3. Registro de conductividad en el 

agua donde se encuentra Crocodylus 

moreletii en sus estadios de neonatos, 

jóvenes y adultos en temporada de lluvias y 

secas 
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Gráfico 4. Potencial de hidrógeno. Registro 

de pH en el agua donde se encuentra 

Crocodylus moreletii en los estadios de 

neonatos, jóvenes y adultos en dos 

temporadas 
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En la tabla 7 y gráfica 1 se muestra  el registro de los datos del NMP de coliformes totales 

por 100 ml de agua. En temporada de lluvias se obtuvieron valores menores con 

promedio de 4.8x107 NMP/100 ml, en los tres estadios, mientras que en temporada de 

secas los valores aumentaron con promedio de 92x107 NMP/100 ml. En el estadio de 

crías se aprecia una alta diferencia en temporada de secas teniendo como valor máximo  

240x108 NMP/100 ml. En el estadio de jóvenes se obtuvieron los menores resultados en 

ambas temporadas con valores de 1.5x107  NMP/100 ml para lluvias y 2x107 NMP/100 ml 

para secas. Por último los valores en el estadio de adultos tuvieron valores de 7x107 

NMP/100 ml en lluvias y 34x107 NMP/100 ml en secas.  

En la gráfica 2, las temperaturas mayores registradas fueron en lluvias, con un registro 

mínimo en el agua habitada por los jóvenes con 25.0°C, seguido por el agua en donde se 

encontraron los neonatos con 27.2°C y como registro de temperatura máxima en adultos 

con 31.7°C. Mientras que en temporada de secas se registraron temperaturas menores, la 

temperatura mayor fue de nuevo registrada para el agua habitada por los adultos con 

29.0°C y el mínimo registro de temperatura fue para el agua con los neonatos con 23.4°C. 

La conductividad tuvo un registro relacionado con las temperaturas registradas. Teniendo 

como valor máximo en la temporada de lluvias en el agua donde habitaban los 

organismos adultos con 96.5 µSims, seguido por el agua de las crías con 80 µSims  y el 

más bajo en el agua de los jóvenes con 71.2 µSims. En la temporada de secas el registró 

máximo registrado fue en el agua de los adultos con 92.5 µSims, después el agua 

habitada por las crías con 74.2 µSims y el más bajo con 72.6 µSims en los organismos 

jóvenes.  

El pH registrado tuvo un mayor valor en la temporada de secas con un registro máximo en 

el agua habitada por los adultos con 7.77 unidades de pH, siguiendo el agua habitada por 

los jóvenes con 6.9 unidades de pH y un 5.7 unidades de pH para el agua con los 

organismos en estadio de neonatos. Para la temporada de lluvias de registraron menores 

unidades de pH para cada estadio, en el agua con los adultos se tuvo un registro de 6.9 

unidades de pH, para el agua con los organismos jóvenes se obtuvo 6.5 unidades de pH y 

para el agua de las neonatos se registraron las unidades de pH menores con 5.54. 
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Gráfico 5. Registro de oxígeno disuelto en 

el agua habitada por Crocodylus moreletii en 

los estadios de neonatos, jóvenes y adultos 

en dos temporadas 
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Gráfico 6. DBO mg/L en el agua donde se 

encuentra Crocodylus moreletii en los 
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Gráfico 7. DQO mg/L en el agua habitada 

por Crocodylus moreletii en los estadios de 

neonatos, jóvenes,  adultos en temporadas 

de lluvias y secas 
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El oxígeno disuelto tuvo mayor registro para el agua donde se encontraron a los 

organismos adultos en ambas temporadas, con 18.02 mg/L para lluvias y 11.2 mg/L para 

secas. Para el agua con los organismos jóvenes se tuvo un registro en temporada de 

lluvias de 6.1 mg/L y para temporada de secas de 5.40 mg/L. Mientras que en el agua 

habitada por las crías, se tuvo un registro de 4.71 mg/L para temporada de lluvias y 5.55 

mg/L para temporada de secas. 

La demanda bioquímica de oxígeno (DBO5) tuvo un registro máximo en temporada de 

secas en el agua habitada por los organismos con estadio de neonatos con un valor de 

25.7876 mg/L y se obtuvo un mínimo registro en temporada de lluvias en el agua habitada 

por las crías con 1.4870 mg/L. Para el agua de los organismos jóvenes se obtuvieron 

valores similares entre ellos con 2.5360 mg/L en temporada de lluvias y 3.4637 mg/L para 

la temporada de secas. Mientras que para el agua habitada con adultos el máximo valor 

registrado fue en temporada de lluvias con 16.6678 mg/L y en temporada de secas fue de 

4.2139 mg/L. 

En la demanda química de oxígeno (DQO) se obtuvo un registro mayor en el agua 

habitada por los organismos jóvenes con 153.3333 mg/L en temporada de secas, 

mientras que en temporada de lluvias tuvo 100.5 mg/L. Para el agua con los organismos 

en estadio de neonatos se obtuvo el mayor valor en temporada de lluvias con 120 mg/L y 

en temporada de secas 57.23 mg/L y para el agua con los adultos se obtuvo en 

temporada de lluvias 66.6667 mg/L y 58.6667 mg/L para la temporada de secas. 
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Gráfico 8. Registro de Nitritos para 

las temporadas de lluvias y secas 

en el agua habitada por Crocodylus 

moreletii en los estadios de 

neonatos, jóvenes y adultos 

Gráfico 9. Registro de Nitritos para 

las temporadas de lluvias y secas 

en el agua habitada por Crocodylus 

moreletii en tres estadios 
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El nitrato registrado en temporada de lluvias tuvo un valor máximo para el agua de los 

organismos jóvenes con 28.65 mg/L, seguido con 22.1400 mg/L para el agua con los 

organismos en estadio de neonatos y para el agua habitada por los adultos se obtuvo 

22.1400 mg/L. Para la temporada de secas el valor máximo fue registrado para el agua 

habitada por las crías con un valor de 47.10 mg/L y el valor mínimo fue de 33.20 mg/L 

para el agua con organismos adultos. 

El nitrito registrado en temporada de lluvias tuvo un valor mayor en el agua de los 

organismos adultos con 35.3780 mg/L, 28.3450 mg/L para el agua con organismos 

neonatos y el mínimo registro fue de 20 mg/L para el agua con los organismos jóvenes. 
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Gráfico 11. Registro de fosfatos para 

el agua en las temporadas de lluvias 

y secas en el agua habitada por 

Crocodylus moreletii en tres estadíos 

Gráfico 10. Registro de Amonio del 

agua habitada por Crocodylus 

moreletii en tres estadios por dos 

temporadas 
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El amonio para la temporada de lluvias tuvo los valores mínimos, en el agua habitada por 

los organismos neonatos se obtuvo un valor de 34.33 mg/L, para el agua con los 

organismos jóvenes fue de 37.40 mg/L y para el agua habitada con los organismos 

adultos se obtuvo un valor de 36.6 mg/L. Mientras que para la temporada de secas los 

valores fueron más elevados, para el agua de las crías fue de 44.76 mg/L, para el agua 

con los jóvenes fue de 44.8960 mg/L y para el agua con los adultos fue de 48.94 mg/L. 

El fosfato en temporada de secas tuvo un valor máximo en el agua habitada por los 

organismos crías con un valor de 20.74 mg/L, el valor mínimo fue de 9.57 mg/L para el 

agua de las crías y para el agua con los organismos jóvenes se obtuvo un valor de 9.6 

mg/L. Para la temporada de lluvias el valor máximo fue de 7.98 mg/L en el agua habitada 

por los organismos adultos, el valor mínimo fue de 4.2340 mg/L para el agua de los 

organismos cría y para el agua con los organismos en estadio de jóvenes se obtuvo un 

valor de 5.87 mg/L. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
  

43 
 

9. Discusión 

Hutton y Webb en 1990 estudiaron la introducción  y crianza de cocodrilianos, ellos 

observaron que los cocodrilos están expuestos a desordenes clínicos, y determinaron que 

los brotes de enfermedades pueden causar un índice de mortalidad alto, un pobre 

crecimiento, o una reducción en la calidad de la carne y piel ocasionando un impacto 

económico por el descenso  de organismos en cautiverio. Lo antes mencionado fue 

observado en este trabajo, desarrollado en el cocodrilario de Tecomán con Crocodylus 

moreletii. Así mismo Hutton y Webb en el mismo estudio mencionan que la mayoría de los 

cocodrilos portan bacterias que posiblemente puedan ser patógenos como Aeromonas y 

Edwarsiella , las cuales son patógenos potenciales que pueden llegar a causar una 

septicemia. 

Algunos de los síntomas del contagio por bacterias son la falta de apetito, pérdida de 

peso, disminución significativa en la capacidad motriz o parálisis completa, ojos parcial o 

completamente cerrados, lengua agrietada y deshidratada, diarrea evidente y heces con 

sangre. Rubio-Delgado y cols. en el 2000 mencionan que a pesar de que los cocodrilos 

son animales poco susceptibles a enfermedades, el hecho de no tener las medidas 

necesarias como una adecuada temperatura, alimentación y limpieza causa problemas 

patológicos. Por eso es que en el presente trabajo realizado con C. moreletii se observa 

una relevancia en la correlación con la calidad del agua presente en la laguna con las 

bacterias que portan los organismos de C. moreletii. Son pocos los estudios realizados 

sobre la microbiota de los cocodrilos, se tiene registro de 5 especies estudiadas en 

condiciones silvestres: Alligattor mississippiensis (Flandry et al., 1989; Johnston et al., 

2010), Crocodylus acutus (Cupul-Magaña, 2005), C. niloticus (Lovely y Leslie, 2008), C. 

porosus (Anderson 1999) y C. johnstoni (Anderson 1999). 

Diferentes estudios muestran la existencia de diversidad de bacterias en la cavidad oral 

de cocodrilos silvestres y en cautiverio (Doering y col., 1971; Gorden y col., 1979; Flandry 

y col., 1989; Matushima y Ramos 1995; Anderson 1999, Cupul-Magaña y col., 2005; Silva 

y col., 2009). En nuestros resultados encontramos una diversidad de bacterias en los tres 

estadios (neonatos, jóvenes y adultos) donde se analizó en la región oral y cloacal. 

Durante la temporada de lluvias las bacterias dominantes fueron Escherichia coli, Vibrio 

cholerae, Salmonella typhimurium, Proteus mirabilis, Klebsiella oxytoca, mientras que en 

la temporada de secas el registro para los tres estadios en sus dos cavidades fueron las 
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bacterias, E. coli, V. cholerae, V. parahaemolitycus, S. typhimurium, Shigella flexneri, 

Aeromonas hydrophila, Yersinia enterocolitica, P. mirabilis y Enterococus cloacae.  

Nuestros resultados coinciden con lo encontrado en otros estudios como el de Charruau y 

cols. en 2012, realizado en un cuerpo de agua en Quintana Roo con el análisis de la 

microbiota en la cavidad oral y cloacal de Crocodylus acutus y C. moreletii, en el cual los 

resultados que ellos describen en las dos cavidades fueron: Citrobacter freundii, E. coli, 

Klebsiella pneumoniae, Proteus vulgaris, Salmonella arizonae, S. typhi, Streptococcus 

pneumoniae, Enterobacter cloacae, y Y. enterocolitica en diferentes estadios (Neonatos, 

Jóvenes, Subadultos y Adultos). Por otro lado Eraz y cols. (2016) realizaron un estudio en 

la especie Caiman crocodilus, analizando las enterobacterias y la resistencia 

antimicrobiana, en el que reportan las siguientes bacterias: E. coli, Enterobacter 

aerogenes, Klebsiella spp, P. mirabilis y Shigella sonnei. 

Existen trabajos con otros cocodrilianos, como el realizado con Alligator mississippiensis, 

donde se reporta que es normal encontrar a Aeromonas hydrophila en sus hábitats 

naturales, aparentemente no causa enfermedades a los organismos, en lo reportado por 

Gorden y cols. en 1979, sin embargo Huchzermeyer en 2003 demostró que podrían 

volverse patógenos cuando el huésped está sometido a estrés particularmente en 

condiciones de cautiverio. Novak y Seigel en 1986, indican también el caso de las 

bacterias dentro de la familia Enterobacteriaceae pues definieron casos de sepsis en A. 

mississippiensis, causados por las especies de Citrobacter freundii, Enterobacter 

agglomerans, Proteus sp, Morganella morganii, Serratia marcescens y Klebsiella oxytoca, 

aunque estas especies hayan causado patologías en A. mississippiensis, en C. moreletii 

no se presentó algún organismo que a simple vista tuviera síntoma de enfermedad, tal vez 

debido a que no se encuentraban en estrés ya que las condiciones eran similares a las 

condiciones naturales en las que se encuentra la especie. Se sabe que pueden tener una 

microbiota natural sin asociaciones a enfermedades como E. coli y K. pneumonae en la 

cavidad oral y E. coli, E. aerogenes y Shigella sp en la cavidad cloacal como lo señala 

Silva y cols. en 2009, pero como se mencionó previamente por Gorden y col. en 1979 

diferentes factores pueden influir en el desempeño del sistema inmune por un manejo 

excesivo  y temperaturas elevadas que favorezcan la rápida proliferación de bacterias. 

Cabe destacar que no se tuvo registro de Pseudomona aeruginosa, puesto que en el 

trabajo realizado en 1996 Hernández-Hurtado y Cupul, se señaló que la presencia de esta 

bacteria causó en C. acutus una ámpula sobre la lengua que le impedía la ingesta de 
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alimento y un par de días después el animal falleció. Aunque Ebani y cols. en el 2005 

indican que los reptiles pueden ser portadores de diversos patógenos, así mismo Pachon 

(2009) refiere que son portadores asintomáticos de enterobacterias. Por otro lado Miller y 

Pegues (2000) así como Barrera-Escorcia y cols. (2013) sugieren que Salmonella y 

Shigella se consideran bacterias causantes de enfermedades digestivas severas, como 

salmonelosis, anemia, diarrea, enteritis y septicemia, a pesar de eso no se observaron 

cocodrilos enfermos en ninguno de sus estadios, aunque se haya encontrado presencia 

de estas dos bacterias en ambas cavidades. Esto es similar a los resultados que obtuvo 

Van der Walt y col. en 1997, ya que  observaron que Crocodylus niloticus puede albergar 

una amplia variedad de serovariedades de subespecies de Salmonella y no estrictamente 

deben de ser considerados como cocodrilos enfermos. 

Entre las bacterias reportadas dentro de este estudio es notorio el alto nivel de 

aislamiento de enterobacterias que puede sugerir contaminación fecal del agua de los 

recintos como lo alude Silva y col. (2009), por esto es que se realizó la determinación de 

coliformes totales con el método del Número Más Probable (NMP), de acuerdo a los 

límites permisibles dentro de los criterios ecológicos de 1989, los valores obtenidos con 

mayor representación (Tabla 1; Gráfico 1), se encuentran dentro de la temporada de 

secas, en la muestra de los neonatos con un valor de >= 240 NMP/100 mL; y en la 

muestra del agua de los adultos con un valor de 34 NMP/100 mL, aunque McFetres y 

Stuart en 1972, mencionan que las coliformes totales no suelen sobrevivir en el medio 

acuático por el estrés a las que son sometidas y a su vez la mortalidad depende de 

poblaciones con otras bacterias, efectos de la luz solar y temperatura del agua, se sabe 

que por encima de los 15°C se vuelve menos importante en la sobrevivencia, los datos 

que se obtuvieron de la temperatura en lluvias registraron mayores grados: neonatos 

27.2°C, jóvenes 25.0°C, adultos 31.7°C sin embargo los datos de las coliformes totales a 

estos grados no fueron elevados: neonatos 6NMP, jóvenes 1.5NMP, adultos 7 NMP, no 

obstante Barrera-Escorcia y col. en 1999 menciona que al inicio de la estación de lluvias, 

pueden encontrarse altas concentraciones de bacterias, manteniendo esas altas 

concentraciones toda la temporada de lluvias, debido a la concentración que se acumula 

en temporada de secas. Es así que obtuvimos en la temporada de secas registros de 

temperaturas más bajas en los estanques de los adultos (29°C) y una temperatura de 

23.5°C en el agua de los neonatos con un incremento de organismos por cada 100ml, 

debido a la presencia elevada de coliformes totales, ya que  Arcos y col. (2005) discuten 

que este fenómeno se debe a la existencia de heces de animales homeotermos, teniendo 
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como referencia el modo que se ofrece el alimento a los cocodrilos ocasionando una 

influencia en la presencia de estas enterobacterias. Como factor importante a mencionar 

es que la diferencia entre cada muestra se debe a las condiciones en las que se 

encontraban los estanques, los organismos jóvenes estaban individuales, mientras que 

los adultos y los neonatos se encontraban por grupo.  

De las tres muestras de agua, las bacterias obtenidas para ambas temporadas fueron E. 

coli, V. cholerae, Klebsiella oxytoca, Citrobacter freundii, E. aerogenes, similares a las que 

se reportaron en el estudio de Botero y col. en 2002 dentro de las lagunas de 

estabilización donde se encontraron siete géneros bacterianos: Escherichia, Klebsiella, 

Citrobacter, Serratia, Leclercia, Proteus y Enterobacter, que presentan un riesgo clínico 

por causar infecciones oportunistas.  

Para la temporada de secas se vio un incremento en las especies aisladas teniendo 

bacterias como Y. enterocolitica, P. mirabilis, S. flexneri, S. typhimurium y A. hydrophila. 

Algunas de las bacterias reportadas según Arcos y col. en 2005, se encuentran en 

presencia de contaminación fecal como E. coli sin embargo Apella y Araujo en 2005, 

sugieren que otros patógenos dentro de las enterobacterias son: Shigella, Salmonella y 

Klebsiella. Carriquiriborde en 2010, indica que son causantes de gastroenteritis en 

humanos o bien causar salmonelosis en reptiles, mientras que Audisio y col. en 2005 

señala que el grupo Vibrio se encuentra en aguas marinas o dulces y la especie más 

representativa es V. cholerae, la transmisión es casi exclusivamente por vía hídrica, por 

otra parte Ávila y col. en 2014, mencionan que algunas son habitantes normales de 

fuentes de agua como el género Aeromonas. 

Las concentraciones y presencia de bacterias en el agua no se vio afectado por la 

temperatura, pues la elevación de temperatura no indicó aumento en el registro de más 

especies en ninguna de las dos temporadas, aunque en el trabajo de Escobedo y col. en 

1999 hubo influencia debido a que se obtuvieron valores máximos cuando había menos 

estrés térmico. Rodríguez en 2009, afirma que la conductividad por su capacidad de 

conducir electricidad por iones se ve relacionada con las temperaturas, la viscosidad 

disminuye y el transporte iónico aumenta, es por esto que mientras va aumentando la 

temperatura, los valores de la conductividad sean mayores, reportando el valor máximo 

de 96.5 µSims dentro de la temporada de secas en el agua habitada por organismos 

adultos, donde se registró el valor más alto en temperatura. El valor más bajo de 
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conductividad fue en el agua de los organismos jóvenes con 71.2 µSims pero este valor 

no se presentó a la par con el valor más bajo de temperatura. 

Rodríguez (2009), dice que el registro de pH en las aguas puede variar entre 4.5 y 8.5. 

Según los criterios ecológicos del agua CE-CCA-001/89 el pH no podrá tener variaciones 

mayores a 0.2 unidades de pH, tomando como base el valor natural estacional, siendo el 

primer estudio que se hace sobre el agua de la laguna y encierros de la UMA. No existe 

punto de referencia para evaluar un criterio mínimo o máximo permisible, pero con datos 

obtenidos de diferentes estudios sobre lagunas y lagos se estimó que los resultados 

obtenidos estuvieron dentro del rango normal de registros, teniendo como valores más 

altos en temporada de lluvias con 7.77 unidades de pH dentro del agua habitada por 

adultos y el valor mínimo registrado en temporada de secas con 5.54 en al agua de las 

crías. Estos valores a su vez Gómez-Alvares y cols. en el 2004 hacen mención que se ve 

reflejados por la conductividad, debido a la elevada actividad de los iones hidrógeno 

(Valor bajo de pH).  

Bajos niveles de oxígeno disuelto podrían considerarse como un indicador de 

contaminación por materia orgánica, las concentraciones bajas pueden localizarse donde 

la materia orgánica se encuentra en descomposición. El porcentaje de este parámetro por 

debajo del 40% daña a la mayor parte de los organismos (Benavides y col. en 2007), los 

resultados obtenidos son mayores que ese porcentaje teniendo el valor mayor en 

temporada de lluvias dentro del agua de los cocodrilos adultos con 240% de OD y el 

porcentaje menor se presentó en el agua de los neonatos con 64.53% de OD, a pesar de 

que al aumentar la temperatura la cantidad de oxígeno disuelto disminuye, en las muestra 

de agua de los organismos adultos se observó lo contrario presentando mayor cantidad 

de OD (18.02 mg/L - lluvias y 11.2 mg/L – secas) a mayor temperatura, según Velázquez 

y cols. (2016) varios factores se involucran al determinar esta concentración pues el 

principal factor de consumo de oxígeno libre es la oxidación de la materia orgánica por 

respiración a causa de microorganismos descomponedores. 

Por otra parte la demanda bioquímica de oxígeno (DBO5) mide la cantidad de oxígeno que 

necesitan los microorganismos para descomponer la materia orgánica en el agua, 

Sardiñas y cols. (2016) en el trabajo evaluación físico-química y microbiológica del agua 

de la presa El Cacao, Cuba, señala que los niveles por encima de 100 mg/L está muy 

contaminado y sugiere la presencia de mucha materia orgánica, los resultados obtenidos 

en este análisis no rebasan los 100 ml/L, el valor más alto está registrado para temporada 
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de secas en el agua donde se encuentran los neonatos con 25.78 ml/L y el valor más bajo 

fue de 2.5 ml/L en el agua de los organismos jóvenes en temporada de lluvias. CIECE, 

2006 remarca que para niveles elevados de DBO corresponden concentraciones de 

oxígeno disuelto bajas, debido a que el oxígeno disuelto disponible en el agua es 

consumido por las bacterias, los datos de ambos análisis tienen concordancia con los 

mencionado anteriormente a excepción en los datos del agua de los cocodrilos adultos.  

En cuanto a la demanda química de oxigeno (DQO) Sawyer y col. en 2011 apuntan que 

es considerada como la cantidad de oxígeno consumida para oxidar completamente la 

materia orgánica por medio de agentes químicos y suele relacionarse con la DBO/DQO 

(4.0/0.8), el máximo resultado obtenido para la DQO se presentó en temporada de secas 

en el agua habitada por organismos jóvenes con 153 mg/L, el valor menor también se 

registró durante la misma temporada en el agua de los neonatos con valor de 57.23 mg/L, 

éstos valores representan un alto contenido de materia orgánica los resultados dentro de 

la investigación de Hidalgo y cols. en 2003 quienes reportan una DBO <30mg/L 

consideran que el agua es de buena calidad.  

Las formas iónicas (reactivas) de nitrógeno inorgánico más comunes en los ecosistemas 

acuáticos son el amonio (NH4
+), el nitrito (NO2

-) y el nitrato (NO3
-). Camargo y Alonso en 

2007 mencionan que la presencia y reacción de éstos forman contaminantes reduciendo 

la alcalinidad o bien reduciendo el valor de pH del agua. También suelen estar muy 

relacionados con la materia orgánica como lo reporta Díaz-Vargas y col. en 2005. El valor 

máximo de nitratos (NO2) se obtuvo dentro de la temporada de secas con 47.10 mg/L y el 

registro mínimo fue de 22.14 mg/L en temporada de lluvias (Gráfico 8), saliendo de los 

límites permisibles mayores a 0.04 mg/L-NO2 para la CE-CCA-001/89. De acuerdo a 

Garzón-Zuñiga en 2005 afirman que la presencia de ciertas bacterias nitrificantes 

heterótrofas pertenecientes a los géneros Pseudomonas, Bacilus, Nocardia y 

Streotomyces llevan a cabo la nitrificación, inhibiendo el proceso por formación de glucosa 

causando bajos rangos de nitrato, la nula presencia de estos géneros puede reflejarse en 

los valores tan altos mencionados.  

De los nitratos presentes en la laguna, por reacciones reversibles puede producirse 

también nitrito debido a procesos de desnitrificación, al combinarse el nitrato con el 

carbono que se libera de los procesos de descomposición de materia orgánica como lo 

propone Fernández y Vázquez en el 2006. La presencia de nitritos también está 

relacionada con la contaminación de carácter fecal reciente como lo menciona Jifkins en 
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2017. El valor más alto en este estudio fue de 35.37 mg/L en el agua de los organismos 

adultos, esto se debe a la cantidad de cocodrilos que había en el estanque, el registro 

menor fue de 20 mg/L en el agua de los cocodrilos jóvenes, puesto que estos estaban 

separados, a pesar de ser el valor más bajo sale de los límites permisibles de la CE-CCA-

001/89. 

Las concentraciones de amonio dependen del pH y la temperatura del agua como lo 

señala González y Sánchez en 2014, a medida que los valores de pH y temperatura 

aumentan, la concentración de NH3 también aumenta pero la concentración de NH4
+ 

disminuye. García-Rodríguez y col. en 2015 afirman que niveles altos de materia orgánica 

incrementa los niveles de amonio siendo característico de los sistemas eutróficos, los 

resultados en ambas temporadas rebasaron los límites máximos permisibles para la vida 

acuática (CE-CCA-001/89) teniendo como valor máximo 48.94mg/L en el agua de los 

cocodrilos adultos durante secas, en cuanto al valor mínimo registrado 34.33 mg/L fue en 

el agua con organismos neonatos en temporada de lluvias, cabe resaltar que el factor de 

dilución de las lluvias interviene en la cantidad de materia presente dentro de los 

estanques. 

Los valores de fosfatos (PO4) para las temporadas de lluvias y secas tuvieron valores 

mayores al límite máximo permisible de 0.05 mg/L –PO4 para la CE-CCA-001/89, como el 

mayor valor 20.74 mg/L, se obtuvo en el agua de los organismos neonatos en temporada 

de secas y el menor valor fue de 5.85 mg/L para el agua con los cocodrilos jóvenes. 

Garzón-Zúñiga en 2005 indica que existen microorganismos heterótrofos, con la 

capacidad de almacenar y eliminar fósforo como K. pneumoniae, A. hydrophila y 

Enterobacter spp, pero está registrado que si el fósforo se precipita, se forma fosfato de 

calcio por el aumento del pH a 8.0, dados los resultados de pH antes mencionados que 

van desde los 5.54 a 7.77 unidades de pH, el registro  de valores altos de fosfatos refleja 

que las bacterias no están metabolizando adecuadamente por la saturación de este ion 

dentro del agua (cita).  
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10. Conclusiones 

 

 A través del análisis bacteriológico en los cocodrilos y el agua, se encontraron 

bacterias como: Escherichia coli, Vibrio cholerae, Salmonella typhimurium, Shigella 

flexneri, Aeromonas hydrophila, Yersinia enterocolitica, Klebsiella oxytoca siendo 

parte de las enterobacterias que a su vez causa enfermedades. Se registraron 

diferentes grupos causantes de diferentes enfermedades en cocodrilos como: 

Salmonella, Shigella y Aeromonas. 

 

 A pesar de obtener bacterias que se reporta causan enfermedades en cocodrilos, 

no se encontraron condiciones aparentes  que afecten al sistema inmunológico 

permitiendo la entrada y propagación de bacterias registradas 

 

 

 Existe una relación de las bacterias registradas en los cocodrilos y el agua, puesto 

que existe una transmisión de ellas, aumentando cuando los organismos se 

encuentran en condiciones de estrés.  

 

 Los valores registrados para los fisicoquímicos como Temperatura, pH, O2, 

Conductividad, DBO, DQO, están en los valores óptimos para la proliferación 

microbiológica, pero salen de los límites permisibles para la conservación de vida 

acuática, indicando un medio óptimo para actividad microbiológica y conflictos en 

la fauna acuática. 

 

 Debido a las concentraciones promedio de nitratos (36.02 mg/L), nitritos (27.57 

mg/L), amonio (41.15 mg/L) y fosfatos (9.6 mg/L) ocasionan que las bacterias no 

puedan metabolizar por completo y propicie una eutrofización causando que la 

vida acuática vaya en picada. 

 

 

 La laguna ―La colorada‖ y los recintos que se vierten de esta agua presentan 

grados de perturbación debido a que no hay circulación del ambiente, la 

alimentación de los cocodrilos es por medio de cadáveres de un rastro y no hay 

posterior limpieza permitiendo desarrollar un buen ambiente para la propagación 

de microorganismos. 
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ANEXOS 

1. Técnica de identificación de bacterias API 20E 

El método API 20E se basa en combinaciones bioquímicas estandarizadas por medio de 

tiras reactivas, contienen sustratos deshidratados (Unnerstand, 2009). El kit API 20E se 

conservó en refrigeración (-1.9 ºC). Se utilizó en condiciones de asepsia, añadiendo 5ml 

de agua destilada en la base de la cámara para obtener una atmosfera húmeda.  

Para la preparación del inóculo, se tomó una muestra de siembra con menos de 18 horas 

de incubación, se diluyeron los microorganismos en un medio de suspensión (NaCl al 

1%), una vez teniendo la dilución con una micropipeta de 100 µm y puntas estériles se 

tomó una muestra para depositarla en las celdas, cada una de estas tiene indicaciones ya 

que cada una tiene diferente forma de llenado, se tiene que evitar la formación de 

burbujas; se incubaron a 37ºC por 18 horas. Sí el resultado se considera dudoso la 

prueba debe ser incubada durante 24 horas más para su posterior lectura. 

La lectura se hizo a través de una tabla estandarizada; para los resultados que 

necesitaron reactivos para la revelación se les agregó una gota de cada uno: TDA 

(triptófano desaminasa), TDA (percloruro de hierro), IND (Producción de Indol), reactivo 

de JAMES (ácido clorhídrico 1N y componente J2183 (confidencial)), VP (producción de 

acetoína), VP1 (hidróxido de potadio al 40%) y VP2 (etanol), GLU (fermentación/oxidación 

de glucosa). Para la reducción de los nitratos en nitritos y en nitrógeno se agregó una gota 

de los reactivos NIT1 (ácido sulfanílico y ácido acético) y NIT2 (N, N-dimetil-1-naftilamina 

y ácido acético). Se realizó la identificación de especies bacterianas por la cifra numérica 

de siete dígitos obtenida en la lectura de las pruebas anteriores. Con base al Catálogo 

Analítico se buscó el perfil numérico para determinar las especies bacterianas. 

 

 

 

 

Figura 12. Tira reactiva de API 20E. Se observa los resultados obtenidos después de la 

incubación de 24 hrs. 
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2. Agar TSI (Hierro y Triple azúcar) 

Para la diferenciación de enterobacterias, en base a la fermentación de glucosa en el 

fondo. 

El extracto de carne y la pluripeptona, aportan los nutrientes adecuados para el desarrollo 

bacteriano. La lactosa, sacarosa y glucosa son los hidratos de carbono fermentables. El 

tiosulfato de sodio es el sustrato necesario para la producción de ácido sulfhídrico, el 

sulfato de hierro y amonio, es la fuente de iones Fe3+, los cuales se combinan con el 

ácido sulfhídrico y producen sulfuro de hierro, de color negro. El rojo de fenol es el 

indicador de pH, y el cloruro de sodio mantiene el balance osmótico (como resultados 

positivos en las lecturas). Por la fermentación de azúcares, se producen ácidos, que se 

detectan por medio del indicador rojo de fenol, el cual vira al color amarillo en medio 

ácido. El tiosulfato de sodio se reduce a sulfuro de hidrógeno el que reacciona luego con 

una sal de hierro proporcionando el típico sulfuro de hierro de color negro (Cavallini, 

2005). 

 

3. Agar MIO (Motilidad Indol Ornitina) 

 

Para diferenciación de Enterobacterias, basándose en las pruebas de movilidad, ornitina 

descarboxilasa y la producción de indol.  

Es un medio semisólido, con contenido de peptonas que proporcionan fuentes de 

nitrógeno y carbono, el extracto de levadura proporciona vitaminas y la dextrosa es la 

fuente de energía. Exclusivo para la diferenciación de Enterobacterias, basándose en las 

pruebas de movilidad, la cual se pone en manifiesto por la turbidez difusa alrededor de la 

línea de inoculación. La ortinina descarboxilasa tiene la facultad de formar la amina 

putrescina y liberando bióxido de carbono (coloración violeta-purpura); el triptófano por 

acción de la triptofanasa forma Indol, y otros compuestos (escatol e indol-acético), al 

agregar el Reactivo de Kovacs (p-NNdimétil-amino benzaldehído), se produce un 

compuesto color rojo como reacción positiva a la producción de Indol, si se produce un 

color amarillo, el resultado es negativo (Schlegel y Zaborosch, 1997) 

 



 
  

61 
 

 

4. Agar LIA (Hierro-Lisina) 

 

Por su capacidad de diferenciar enterobacterias en base a su capacidad de descarboxilar 

o desaminar la lisina y producción de ácido sulfhídrico. 

La peptona de gelatina funciona como soporte de crecimiento, el extracto de levadura 

proporciona la fuente de vitaminas necesarias y la dextrosa es el carbohidrato 

fermentable. En este medio se observa la fermentación de la glucosa, la producción de 

ácido sulfhídrico, la descarboxilación y desaminación de la lisina. Los microorganismos 

que tienen la enzima descarboxilasa, descarboxilan el aminoácido lisina a cadaverina 

(amina primaria, liberando CO2), debido a la alcalinidad, el pH se modifica. La 

desaminación de la lisina a ácido alfa cetocarbónico, forma compuestos pardo-rojizos en 

la superficie del medio con la sal de hierro y por la acción del oxígeno. La formación de 

ácido sulfhídrico se observa por una coloración negra debida al sulfuro de hierro 

producido (Schlegel y Zaborosch, 1997). 

 

5. Citrato de Simmons 

El citrato de sodio es la única fuente de carbono. El cloruro de sodio mantiene el equilibrio 

osmótico del medio. Cuando las bacterias utilizan el citrato, el medio se alcaliniza y 

cambia el color inicial verde (neutro), que está dado por la presencia del azul de 

bromotimol a color azul (alcalino, prueba positiva). La reacción negativa se manifiesta por 

ausencia de crecimiento y no hay cambio de color (Weng y colscol., 2004).  

 

6. Tinción GRAM 

 

Se realizó con la extensión del cultivo aislado en un portaobjetos, previamente se colocó 

una gota de agua, consecutivamente con el asa se tomó una colonia, mezclando con la 

gota de agua destilada extendiendo en movimientos circulares, se dejó secar por 

evaporación al aire en un campo estéril, se realizó la fijación de los microorganismos al 

portaobjetos por la llama.  
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El método se empleó de acuerdo a la tinción de la pared celular de las bacterias 

dividiéndose en dos grandes grupos, según retengan o no el colorante primario (Gram (+) 

o Gram (-), tras sufrir la acción de un colorante (Suárez y Reyes, 2002). Conforme a lo 

anterior se utilizaron cuatro reactivos diferentes para realizar el método de tinción Gram, si 

se tiñen con el colorante primario se denominaron ―Gram (+)‖ (color violeta); acorde al 

agente decolorante que se colocó por segundos (alcohol-acetona), después se lavó con 

agua destilada, hasta evaporación, se le colocó un colorante de contraste (safranina) 

durante tres minutos, lo que determinó la decoloración de las bacterias, denominadas 

―Gram (-)‖ (color rojizo). Después del tiempo establecido se lavó con agua destilada y se 

secaron con un papel filtro para su observación en un microscopio de contraste de fases 

(Rubio y col. en 2016). 
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