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RESUMEN 

La Leishmaniasis es endémica en el sureste de México, donde diferentes 

especies de flebotomineos están infectados con Leishmania mexicana Biagi. La 

especie Bichromomyia olmeca olmeca es uno de los vectores más abundantes y 

dominantes en esta región (Vargas y Díaz-Najera). Se analizó la variabilidad 

genética de Bichromomyia olmeca olmeca y la prevalencia de infecciones de 

Leishmania mexicana en un foco endémico: el ejido 20 de junio (Mancolona), en 

Campeche, México, en donde se reportan casos de leishmaniasis a lo largo del 

año. Se llevó a cabo el análisis de la diversidad genética de un fragmento de 270 

pb de la región terminal 3‟ del gen mitocondrial citocromo b en 102 individuos 

hembra de Bichromomyia olmeca olmeca, revelando 17 haplotipos. La diversidad 

nucleotídica, así como el índice de polimorfismo nucleotidico fueron bajos. Las 

pruebas de neutralidad y Mismatch mostraron la población en expansión. La 

prevalencia de Leishmania mexicana fue de 24.5% de 102 hembras analizadas. 

Este es el primer estudio sobre la diversidad genética en Bichromomyia olmeca 

olmeca en la región de Campeche, México, e igualmente provee información 

nueva sobre las altas tasas de infección que se observaron a finales de la estación 

de sequía, en el mes de Julio, lo que no había sido reportado con anterioridad, ya 

que altas tasas de infección solo se habían observado durante la estación de 

lluvias en ésta región (Noviembre). 
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ABSTRACT   

 

Leishmaniases are endemic in southwestern Mexico, and different sand fly species 

are infected with Leishmania mexicana Biagi.  One of the most abundant vectors 

and dominant species is Bichromomyia olmeca olmeca (Vargas and Díaz-Nájera). 

We analyzed the genetic variability of Bichromomyia olmeca olmeca and the 

prevalence of Leishmania mexicana infections with an endemic focus: “the Ejido 20 

de Junio” (Mancolona), Campeche, Mexico, where patients with leishmaniases are 

reported throughout the year. Genetic diversity analysis of 102 sequences of a 

270-bp fragment of the 3´ end of mitochondrial cytochrome b (cyt b) gene of 

Bichromomyia olmeca olmeca revealed 17 haplotypes. The nucleotide diversity 

and nucleotide polymorphism index were low. The neutrality test and Mismatch test 

showed population expansion. Prevalence of Leishmania mexicana was 24.5% in 

102 females analyzed. This is the first study showing the genetic diversity of 

Bichromomyia olmeca olmeca sand flies in the Campeche region of Mexico, and 

also provides novel information on the high infection rate of Bichromomyia olmeca 

olmeca by Leishmania mexicana.  Our finding of high sand fly infection rates during 

the end of the dry and hot weather of July enriches the literature because high 

infection rates had been reported only during the rainy season (November) in the 

region. 
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INTRODUCCIÓN 

 

La leishmaniasis es endémica en el sureste de México. El primer registro 

científico del parásito data de 1912 (Seidelin, 1912), que comenzó con la 

explotación del exudado o látex del árbol Manilkara zapota (Chicozapote), utilizado 

para la fabricación de goma de mascar en la Península de Yucatán (Beltrán y 

Bustamante, 1942). Leishmania mexicana Biagi fue identificada como el agente 

etiológico de la úlcera del chiclero (Biagi, 1953; Garnham, 1962). Los vectores de 

leishmania del nuevo mundo, son pequeños dípteros hematófagos de la subfamilia 

Phlebotominae de Psychodidae (Young y Arias, 1991). En México el flebotomineo 

Bichromomyia olmeca olmeca (Vargas y Díaz-Najera) es uno de los principales 

vectores de Leishmania mexicana (Biagi et al. 1965; Rebollar-Téllez et al. 1996; 

Sánchez-García et al. 2010; Pech-May et al. 2010; 2016). Estudios realizados en 

la Península de Yucatán, demostraron que al menos otras cuatro especies son 

vectores de Leishmania: Psychodopygus panamensis Shannon, Lutzomyia 

cruciata Coquillet, Psathyromyia shannoni Dyar y Lutzomyia ylephiletor Fairchild y 

Hertig (Rebollar-Téllez et al. 1996; Sánchez-García et al. 2010; Pech-May et al. 

2010; 2016). Bichromomyia olmeca olmeca es una de las especies más 

abundantes en Campeche (Andrade-Narváez et al. 2003; Pech-May et al. 2010; 

2016), Quintana Roo (Cruz-Ruiz et al. 1994; Sánchez-García et al. 2010; May-Uc 

et al. 2011; Mendez-Pérez y Rebollar-Téllez 2012) y Yucatán (Gonzáles et al. 

2010; Mendes-Pérez y Rebollar-Téllez 2012). En México los flebotomineos 

también están presentes en los estados de Chiapas, Oaxaca, Tabasco y Veracruz 

(Ibañez-Bernal 2002; Rebollar-Téllez et al. 2004; 2005) Varios estudios han 
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confirmado que en estado silvestre Bichromomyia olmeca olmeca hospeda 

Leishmania mexicana (Rebollar-Téllez et al 1996; Sánchez-García et al. 2010; 

Pech et al. 2010; 2016). En los ambientes selváticos locales, se cree que los 

flebotomineos están estructurados en poblaciones locales asincrónicas que se 

dispersan para colonizar nuevos nichos, por lo tanto, facilitando que el parásito 

esté en contacto con nuevas poblaciones y así infectarlas (Wilson y Benjamin 

1980; Hanski y Gilpin 1997). 

El uso de metodología molecular, en especial la secuenciación de DNA, ha 

influenciado profundamente la taxonomía de los flebotomineos (Harley 2009), así 

como ayudado a inferir las relaciones filogenéticas y el análisis de la diversidad 

genética (Hodgkinson et al 2002; 2003; Torgerson et al. 2003). El DNA 

mitocondrial se ha usado como marcador para la reconstrucción de filogenias de 

especies y de eventos historia demográfica, en donde se ha demostrado ser una 

herramienta poderosa. También se ha demostrado su utilidad en el estudio de taxa 

cercanamente relacionados y de poblaciones de una especie, esto debido a su 

muy baja tasa de recombinación, herencia materna, estructura conservada, 

tamaño poblacional efectivo reducido y tasa de mutación relativamente rápida 

(Mirol et al. 2008). El citocromo b en flebotomineos exhibe altas tasas de mutación 

haciéndolo una herramienta muy útil para estudios a nivel intra-poblacional 

(Esseghir et al., 1997; Ishikawa et al., 1999; Hodgkinson et al., 2002). La terminal 

3‟ del gen mitocondrial citocromo b posee una elevada tasa de diversidad 

nucleotídica por lo que ha probado ser suficientemente variable en especies de 

flebotomineos por lo que ha sido utilizado exitosamente en varias especies como 
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Lutzomyia cruciata (Pech-May et al. 2013), Lutzomyia whitmani (Ishikawa et al., 

1999), Lutzomyia longipalpis (Hodgkinson et al., 2002; 2003, Coutinho-Abreu et al. 

2008), Lutzomyia umbratilis (Scarpassa and Alencar 2012), Phlebotomus papatasi 

(Esseghir et al., 1997; Parvizi et al., 2003; Parvizi y Ready, 2006; Hamarsheh et 

al., 2007). Estos estudios han demostrado que la variación genética y la 

divergencia poblacional en flebotomineos está asociada a multiples factores tales 

como el clima (Ready et al., 1997, 1998), distancia (Hodgkinson et al., 2003; 

Hamarsheh et al., 2007), diferencias en latitud y altitud (Ready et al., 1998; 

Hodgkinson et al., 2002, 2003; Hamarsheh et al., 2007), modificación del hábitad 

(Ishikawa et al., 1999) y barreras geográficas (Moin-Vaziri et al., 2007; Barón et al., 

2008; Coutinho-Abreu et al., 2008; Franco et al., 2010). 

 

JUSTIFICACION 

 

Los individuos de Bichromomyia olmeca olmeca en el Ejido 20 de Junio 

(Mancolona) coexisten en áreas de alta transmisión de leishmaniasis cutánea, 

donde se ha encontrado que esta especie naturalmente está infectada con 

Leishmania mexicana. Se desconoce si la diversidad genética local del vector está 

asociado a la alta transmisión. El análisis de la diversidad genética es importante 

para el manejo del vector y el entendimiento de la dinámica de la enfermedad.  

HIPÓTESIS 

La alta transmisión de leishmanisis por Bichromomyia olmeca olmeca en el Ejido 

20 de Junio, Campeche, se asocia con la diversidad genética del vector.  
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OBJETIVO GENERAL 

Analizar la diversidad genética del vector Bichromomyia olmeca olmeca y la 

prevalencia de la infección por Leishmania mexicana en un foco endémico, donde 

pacientes con leishmaniasis fueron reportados durante todo el año. 

OBJETIVOS PARTICULARES 

 Analizar polimorfismos en citocromo B de Bichromomyia olmeca olmeca 

colectadas en el Ejido 20 de Junio. 

 Estimar la neutralidad en la población de Bichromomyia olmeca olmeca. 

 Estimar la filogenia de Bichromomyia olmeca olmeca en el Ejido 20 de 

Junio. 

 Determinar las tasas de infección y picadura de Bichromomyia olmeca 

olmeca colectadas en el Ejido 20 de Junio, así como la relación entre 

ambas. 

 

MATERIALES Y MÉTODOS 

ÁREA DE ESTUDIO 

El Ejido 20 de Junio, se encuentra dentro de la Reserva de la Biosfera de 

Calakmul, la cual se localiza a 350 km de la capital del estado de Campeche. La 

región es atravesada por una cadena de pequeñas elevaciones, o mesetas bajas 
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cuya elevación van de entre 100 a 350 m sobre el nivel del mar. El principal tipo de 

suelo son las rendzinas (Pérez-Salicrup 2004). La precipitación anual va de 1,400 

a 900 mm, con alta evaporación y pocas fuentes permanentes de agua superficial. 

La región se caracteriza por presentar principalmente dos tipos de vegetación, 

selva mediana subperenifolia, que se distingue porque entre el 25 y el 50 % de sus 

especies de árboles pierden sus hojas en la época de sequía, su altura varía de 

entre 5 a 25 metros con diámetros no mayores a 50 cm (Sarukhán 1968; Basáñez 

et al. 2008). Y la selva baja subperenifolia se caracteriza por árboles bajos no 

mayores a 15 metros, generalmente con los troncos muy torcidos y delgados 

(Díaz-Gallegos et al. 2002; Dzib-Castillo et al. 2014). Uno de los rasgos 

característicos es que su composición incluye especies que toleran condiciones de 

inundación (Palacio-Aponte et al. 2002; Romero-Montero y Ellis 2016). El área es 

endémica para leishmaniasis cutánea, con un alto índice de la enfermedad en el 

estado, con aproximadamente 50 casos reportados anualmente (Hernández-

Rivera et al. 2015). 

El Ejido 20 de Junio (Mancolona) se localiza a 18°06‟52‟‟ S; 89°48‟30.76‟‟ W; 

190 m sobre el nivel del mar (Fig. 1). El uso principal de estas tierras es el cultivo 

en pequeñas parcelas, a donde los agricultores se transportan a pie, en bicicleta o 

a caballo por brechas estrechas dentro de la selva. Por lo que se cree que la 

transmisión de la leishmaniasis ocurre principalmente a lo largo de estos caminos 

y en las parcelas (Pech-May et al. 2010). 
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Figura 1. Ubicación geográfica del Ejido 20 de Junio (triángulo rojo) en el 

estado de Campeche. También se muestran los haplotipos encontrados. 

 

CAPTURA DE FLEBOTOMINEOS 

Los flebotomineos fueron colectados durante cinco noches consecutivas del 

16 al 20 de julio de 2009. Se colocaron dos trampas Shannon (1.6 x 2.5 x 1.6) por 

noche alejadas por al menos 100m una de la otra ubicadas al azar y en el mismo 

período de tiempo en la selva. Las trampas se sujetaron a los árboles y 

suspendidas a 30 cm del suelo. Cada trampa fue monitoreada por dos personas 

que permanecieron en su interior y sirvieron de cebo para capturar a los 

flebotomineos. Las personas utilizaron ropa gruesa de manga larga, pantalones y 
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una especie de malla de mosquitero que les cubría la cabeza, para protegerse de 

las picaduras (Pérez et al. 1987). Los insectos fueron capturados con la ayuda de 

aspiradores bucales de vidrio por un período de 4 horas por noche (18:00-22:00 

hrs).  

 

PROCESAMIENTO E IDENTIFICACIÓN DE LOS ESPECÍMENES 

Los especímenes capturados fueron almacenados vivos en frascos 

transparentes de boca ancha y trasportados a un laboratorio de campo en donde 

fueron separados y lavados en una caja de Petri que contenía solución de 

detergente al 2% (extran MAO2, pH7.2; EMD Chemical, Gibbstown, NJ). 

Enseguida fueron lavadas con agua en otra caja de Petri, las mosquitas fueron 

secadas con papel filtro y preservadas en 500 l de etanol al 80%. La cabeza de 

cada espécimen fue separada para la identificación taxonómica y el resto del 

cuerpo (tórax y abdomen) se almacenaron a -20°C para posteriormente realizar la 

extracción de DNA. Las cabezas fueron montadas de acuerdo al protocolo descrito 

por Ibáñez-Bernal (2005b). La identificación de los especímenes se basó en la 

clasificación taxonómica de Young y Duncan (1994), Ibáñez-Bernal (2000, 2005a 

b) y Galati (2003). 

 

EXTRACCIÓN DE DNA 
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La extracción de DNA fue realizada utilizando las soluciones empleadas para 

extracción de DNA de plásmidos (Sambrook et al. 1989), con algunas 

modificaciones hechas por Pech-May (2013). La extracción se realizó a partir de 

flebotomineos individuales. Cada espécimen fue colocado en un tubo eppendorf 

de 1.5 ml y se dejó secar al aire los residuos de etanol. Se adicionaron 100 µl de la 

solución I (de lisis: 25 mM Tris HCl, pH 8; 10mM EDTA, pH 8; 50 mM Glucosa) y 

se procedió a macerar los tejidos utilizando pistilos de polipropileno desechables 

(Sigma Cat. No. Z359947). Se adicionaron 100 µl de la solución II (de lavado: 

NaOH 0.2 N, SDS al 1%) y se incubó a 65ºC durante 10 min en un baño con 

agitación a 80 rpm (Boekel/Grant orbital reciprocating shaker/waterbath model 

ORS-200). Posteriormente se adicionaron 100 µl de la solución III (3M KAc, ácido 

acético) y se mezcló vigorosamente en vórtex por 20 segundos y se incubó en 

hielo por 5 min. Se procedió a centrifugar a 20,817 x g  a 4ºC por 2 min en una 

microcentrifuga (Eppendorf Centrifuge 5417R). Todos los pasos siguientes de 

centrifugación se realizaron a la misma velocidad y temperatura. El sobrenadante 

fue transferido a un tubo nuevo y se añadió un volumen de 

fenol:cloroformo:alcohol isoamil (25:24:1) y se mezcló en vórtex, se centrifugo 

durante 5 min. La fase acuosa se transfirió a un tubo nuevo y se adicionaron 60 µl 

de 3M NaAc, pH 5.2 y dos volúmenes de etanol absoluto frío y se mezcló por 

inversión, se dejó precipitando a -20ºC por al menos 12 hrs. Se centrifugó por 10 

min y se eliminó el sobrenadante. La pastilla de DNA se lavó por inversión con 

etanol frío al 70%, se centrifugó por 5 min y se eliminó el etanol. La pastilla de 

DNA se dejó secando a temperatura ambiente. El DNA se resuspendio en 30 µl de 

agua inyectable. Las muestras se almacenaron a -20ºC hasta su utilización. Para 

6 
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verificar las extracciones de DNA se amplificó un fragmento de 450 pb del gen 18S 

rRNA utilizando los oligonucleótidos Lu.18SrRNA-1S y Lu.18SrRNA-1R (Kato et al 

2005) siguiendo las condiciones reportadas por Sánchez-García et al. (2010)  

AMPLIFICACIÓN POR PCR Y SECUENCIACIÓN 

Un fragmento de 365 pb de la terminal 3‟ del gen mitocondrial citocromo b (cyt 

b) fue amplificado utilizando los oligonucleótidos 11226 y 11587 (Hodgkinson et al. 

2002; 2003). Las amplificaciones por PCR fueron llevadas a cabo en un volumen 

50 µl por reacción conteniendo lo siguiente: de 10-50 ng de DNA genómico, 0.15 

µM de cada oligonucleótido, y el master mix de Promega, GoTaq green (200 µM 

de cada dNTP, 1.5 mM MgCl2) como control negativo se utilizó agua estéril. Las 

amplificaciones se llevaron a cabo en un termociclador (Eppendorf Mastercycler 

Gradient) de acuerdo con el siguiente protocolo: una desnaturalización inicial por 5 

min a 95ºC, seguida por 10 ciclos de 95ºC por 1 min, 38ºC por 1 min y 72ºC por 

1.5 min; 35 ciclos de 95ºC por 1 min, 40ºC por 1 min y 72ºC por 1.5 min y una 

extensión final de 72ºC por 10 min. Los productos de PCR fueron visualizados 

mediante electroforesis en geles de agarosa al 1.5% teñidos con  bromuro de 

etidio (0.5 mg/ml) y observados con luz ultravioleta. Los productos de amplificación 

fueron purificados utilizando MinElute PCR purification kit (Qiagen cat. No. 28006) 

se siguieron las especificaciones del fabricante. Cada muestra fue secuenciada 

usando el sistema Prisma 310 ABi3730xl, con el oligonucleótido sentido cyt b-

11226(High-Throughput Genomic Unit, Department of Genome Sciences, 

University of Washington). 
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Para detectar DNA de Leishmania, cada muestra fue evaluada usando los 

oligonucleótidos LMC-1S y LMC-1R, los cuales son específicos para el género 

Leishmania. Para las muestras que resultaron positivas se utilizaron 

oligonucleótidos IR1 y LM17, específicos para Leishmania mexicana (Berzunza-

Cruz et al. 2009). Las amplificaciones por PCR fueron llevadas a cabo en un 

volumen 50 µl por reacción conteniendo lo siguiente: de 10-50 ng de DNA 

genómico, 0.15 µM de cada oligonucleótido, y el master mix de Promega, GoTaq 

green (200 µM de cada dNTP, 1.5 mM MgCl2) como control positivo se utilizó DNA 

de cepas de Leishmania mexicana y como control negativo se utilizó agua estéril. 

Las amplificaciones se llevaron a cabo en un termociclador (Eppendorf 

Mastercycler Gradient) de acuerdo con el siguiente protocolo: una 

desnaturalización inicial por 5 min a 94ºC, seguida por 35 ciclos de 94ºC por 1 

min, 65ºC por 1 min y 72ºC por 1min y una extensión final de 72ºC por 7 min. Los 

productos de PCR fueron visualizados mediante electroforesis en geles de 

agarosa al 1.5% teñidos con  bromuro de etidio (0.5 mg/ml) y observados con luz 

ultravioleta. 

 

ANÁLISIS DE LOS DATOS 

Las secuencias de DNA fueron alineadas y editadas usando el software Mega 

v.7.0. (Kumar et al. 2015). Las secuencias obtenidas fueron depositadas en el 

GenBank (KY947524, KY947525, KY947526, KY947527, KY947528, KY947529, 

7 
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KY947530, KY947531, KY947532, KY947533, KY947534, KY947535, KY947536, 

KY947537, KY947538, KY947539, and KY947540). 

La diversidad genética fue estimada utilizando el número de mutaciones (), 

número de sitios segregantes (S), número de sitios únicos (Su), número de 

haplotipos (Nh), diversidad haplotipica (h) diversidad nucleotídica () y el índice de 

polimorfismo nucleotídico (). La D de Tajima (Tajima 1989) así como los índices 

D y F (Fu y Li 1993) fueron utilizados para estimar la neutralidad, considerando los 

sitios segregantes mediante el software DnaSP v.5.10 (Rozas y Librado 2009). 

Los valores negativos significativos son esperados en poblaciones que han 

experimentado un incremento en el tamaño efectivo de la población (Tajima 1989, 

Fu 1997, Ramos-Onsins y Rozas 2002). Una prueba de distribución mismatch fue 

computada mediante ARLEQUIN v.3.5 (Excoffier and Lischer 2010), el índice R 

raggedness (Harpending 1994) y la suma de las desviaciones cuadradas (Ssd) 

fueron calculadas para validar la señal de expansión poblacional usando 10,000 

réplicas. En poblaciones que han pasado por expansiones demográficas rápidas, 

la distribución mismatch se espera presente una curva unimodal suave (Rogers 

and Harpending 1992). Se realizó un análisis filogenético intra-especifico con los 

haplotipos. Para encontrar el modelo de evolución que mejor se ajustara a los 

datos que se emplearon, se siguió el criterio de Akaike (Akaike 1974) 

implementado en el software JModeltest v.0.1.1 (Posada 2008). Se utilizó el 

software MrBayes: Bayesian Inference Phylogeny v.3.2 (Ronquist et al. 2012) y se 

computaron cuatro cadenas markovianas de Monte Carlo para 10,000,000 

generaciones (muestreadas cada 1,000 generaciones) para permitir el tiempo 
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adecuado de convergencia (0.003). De los árboles muestreados el 25% inicial se 

elimino. El árbol se visualizó utilizando Fig Tree v.1.4 

(http://tree.bio.ed.ac.uk/software/figtree/). Una secuencia de Lutzomyia cruciata fue 

utilizada como outgroup para el análisis de MrBayes (GeneBank accession 

number KC791221). Adicionalmente se calcularon las distancias pareadas „p‟ no 

corregidas, para establecer las diferencias intra e inter-específicas (Sánchez-

Montes et al. 2016). 

La tasa de infección fue calculada con la proporción de individuos de 

Bichromomyia olmeca olmeca infectados con Leishmania mexicana dividido entre 

el número total de moscas examinadas usando PCR. La tasa de picadura media 

de Bichromomyia olmeca olmeca para el mes de julio fue estimada como el 

número de flebotomineos hembra por persona por noche. Para estimar la media 

de las picaduras infecciosas potenciales, se utilizó el modelo matemático de 

Rabinovich y Feliciangeli (2004) modificado por Pech-May et al. (2010), se utilizó 

[(proporción de Bichromomyia olmeca olmeca infectadas) (tasa media de 

picadura) (30 días del mes)]. 

 

RESULTADOS 

POLIMORFISMO EN SECUENCIAS DE BICHROMOMYIA OLMECA OLMECA      

Se colectaron 102 especimenes de Bichromyia olmeca olmeca durante el 

período de 5 noches. La terminal 3‟ del gen citocromo b amplificó para 270 

nucleótidos aproximadamente. Las 102 secuencias tuvieron 249 sitios 

http://tree.bio.ed.ac.uk/software/figtree/
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conservados, 21 sitios variables, cuatro sitios informativos en parsimonia y 17 

singletons y fueron ricos en A-T (78.5%). Se identificaron 17 haplotipos, donde el 

más frecuente fue H2 (n=71) (Fig. 1). La diversidad haplotipica (Hd) fue 0.5092 ± 

0.6, mientras que la diversidad nucleotídica ( = 0.00321 ± 0.0005) y el índice de 

polimorfismo nucleotídico ( = 0.01497 ± 0.003) tuvieron valores bajos.  

PRUEBAS DE NEUTRALIDAD 

Los resultados de las pruebas de Neutralidad están diseñados para evaluar si 

el polimorfismo nucleotídico se desvía de lo esperado bajo el supuesto de 

neutralidad. Todas las pruebas de neutralidad fueron negativas y significativas; D 

de Tajima (-2.284), la F de Fu y Li (-4.543) y la D de Fu y Li (-4.720) p < 0-02. Los 

valores negativos significativos de estas pruebas estadísticas podrían indicar que 

la población de Bichromomyia olmeca olmeca en el Ejido 20 de Junio pasaron por 

un proceso de expansión poblacional o selección purificadora. Aunque debido a la 

naturaleza de nuestros datos, en donde existe una asociación de un haplotipo 

común con otros en baja frecuencia e incluso haplotipos únicos, es un patrón 

frecuentemente atribuido a poblaciones que han experimentado recientemente un 

rango de expansión. Para corroborar esto, se realizó un análisis de distribución 

mismatch, el cual mostró que la distribución pareada de las diferencias 

observadas no es significativamente diferente a la frecuencia observada, dando 

como resultado una curva unimodal, todo lo cual es consistente con el modelo de 

expansión poblacional (R = 0.07384, p = 0.8324; Ssd = 0.00088, p = 0.8656) (Fig. 

2). 
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El tiempo desde la expansión fue estimado usando la ecuación t= /2, donde 

 es la tasa de mutación por sitio por generación (Slatkin y Hudson, 1991). En este 

caso utilizamos la tasa de mutación del DNA mitocondrial en Drosophila 

melanogaster (6.2 x 10-8; Haag-Liautard et al., 2008) y se consideraron 4 

generaciones/año (Ferro et al. 1998; Volf y Volfava 2011). Las estimaciones de  

se tomaron del cálculo del índice raggednes. La expansión comenzó 

aproximadamente hace 84,598 años atrás durante el Pleistoceno tardío. 

 

FILOGENIA DE BICHROMOMYIA OLMECA OLMECA         

La filogenia Bayesiana fue construida usando el modelo GTR (general tiempo 

reversible), siendo el más apropiado para el análisis de los datos (-INL = 

655.1010, Delta AIC = 0, AIC = 1392.2019) proporcionando el máximo soporte (1.0 

probabilidad posterior, PP) para el clado principal (Fig. 3). Las distancias p 

intraespecificas estuvieron en un rango de 0 – 0.04 entre secuencias de 

Bichromomyia olmeca olmeca. 

 

TASAS DE INFECCIÓN Y PICADURA DE BICHROMOMYIA OLMECA OLMECA       

De los 102 especímenes colectados y analizados de Bichromomyia olmeca 

olmeca, 25 estuvieron infectados con Leishmania mexicana, 24.5% del total. La 

tasa de picadura media por Bichromomyia olmeca olmeca durante Julio fue de 5.1 

mosquitas hembra por persona por noche, mientras que el número potencial de 
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picaduras infecciosas que una persona podría haber recibido fue de 1.44 en el 

mes de Julio. 

 

 

 

 

 

Figura 2. Distribución mistmach entre diferencias pareadas entre haplotipos de 

Bichromomyia olmeca olmeca del Ejido 20 de Junio. Las barras muestran la 

distribución observada y la línea la distribución simulada bajo el modelo de 

expansión repentino. El valor de p proviene de la suma de desviaciones cuadradas 

(Ssd), y el índice de desigualdad de Harpending R es la prueba de bondad de 

ajuste para el modelo de expansión repentino. 
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Figura 3. Árbol Inferencia Bayesiana (BI) para 270 nucleótidos de la terminal 3‟ del 

gen citocromo b (cyt b) de Bichromomyia olmeca olmeca del Ejido 20 de Junio 

inferido usando el modelo GTR. Los números sobre las ramas representan 

probabilidades posteriores obtenidas en el BI. Lutzomyia cruciata fue utilizada 

como outgroup. La escala representa el número esperado de substituciones 

nucleotídicas por sitio. 
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DISCUSION  

 La variabilidad genética del vector Bichromomyia olmeca olmeca y la 

prevalencia de las infecciones por Leishmania mexicana fueron analizadas en un 

foco endémico donde pacientes con leishmaniasis fueron reportados a lo largo del 

año (Hernández-Rivera et al. 2005). En este estudio obtuvimos que las secuencias 

de Bichromomyia olmeca olmeca fueron ricas en A-T (78.5 %), como se esperaba, 

ya que esta es una observación común en la región citocromo b (Simmons y 

Weller, 2001, Parvizi y Ready, 2006, Depaquit et al. 2008, Belen et al. 2011). La 

diversidad haplotípica fue moderada, pero la diversidad nucleotídica y el índice de 

polimorfismo nucleotídoco fueron bajos comparados con otro estudio donde se 

utilizó el mismo marcador genético, pero con Lutzomyia cruciata en México (Pech-

May et al. 2013). La baja diversidad nucleotídica estimada para Bichromomyia 

olmeca olmeca fue consistente con una población panmítica (Mirabello y Conn 

2006). La baja diversidad genética podría ser causada por bajas tasas de 

dispersión efectivas y/o deriva genética y endogamia debido a la fragmentación o 

cambio del paisaje. Los patrones de dispersión para pequeños hematófagos como 

los flebotomineos dependen de varios factores entre los cuales se incluyen, la 

distancia de vuelo promedio, velocidad del viento y distancia hacia los recursos. 

Las capacidades de dispersión varían de acuerdo a la especie de flebotomineo, 

para la especie del nuevo mundo Lutzomyia longiplapis (Lutz y Neiva), la distancia 

de vuelo promedio varía entre 0.5 km y un mínimo de 50 m (Morrison et al. 1993, 

Casanova et al. 2005). Otro factor, es la heterogeneidad del paisaje que influencia 

la dispersión de las hembras que están en busca de fuentes de sangre 
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apropiadas, sitios de descanso, de apareamiento y lugares adecuados en donde 

depositar sus huevos. Los flebotomineos hembras buscan refugio para evitar la 

exposición directa al sol y la desecación (Montes de Oca-Aguilar et al. 2013). 

Pérez-Mendes y Rebollar-Téllez (2012) analizaron la variabilidad morfométrica 

de varias poblaciones de Bichromomyia olmeca olmeca en la Península de 

Yucatán y concluyeron que tal variabilidad fue debido a la distancia geográfica 

entre localidades. Debido a que nuestro estudio fue focalizado en un área 

específica, los cambios en el paisaje en el Ejido 20 de Junio a través del tiempo 

jugaron un papel importante en la baja variabilidad genética observada para 

Bichromomyia olmeca olmeca. 

Cambios en el paisaje debido a deforestación y uso antropogénico de las 

tierras (ej. agricultura) fueron la causa de la perdida de diversidad genética 

(reflejada en la alta frecuencia de un solo haplotipo, H2, y la baja frecuencia de 

haplotipos únicos). Lutzomyia cruciata de Nuevo Montecristo y San Antonio 

Buenavista (Chiapas, México) tuvieron baja diversidad genética debido a la 

deforestación no controlada y a la utilización de tierras para el pastoreo (Pech-May 

et al. 2013). De acuerdo a registros históricos, impactos de corto y largo plazo 

producen la heterogeneidad del paisaje. En el ecosistema del Ejido 20 de Junio 

han ocurrido impactos a largo plazo después de que el municipio de Calakmul 

comenzara a ser explotado por sus recursos naturales, con desforestación 

intensiva para la obtención de madera y la intensificación del cultivo de Capsicum 

annum L., a finales del siglo XX (Keys 2005). De 1954 a 1981 la explotación del 

chicle y la llegada y establecimiento de diferentes grupos indígenas provocaron un 
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continuo cambio del paisaje, debido a que cada grupo étnico introdujo diferentes 

estrategias para la explotación de las tierras. Los cambios a corto plazo, incluyen 

actividades recientes tales como programas para la recuperación de las áreas 

deforestadas y la preservación de áreas selváticas después de la rotación por 

cultivo. El cultivo de alimentos como pimienta (Piper nigrum L.), maíz (Zea mays 

L.), piñas (Ananas comosus (L.) Merr.) y la introducción de abejas en apiarios 

(Apis mellifera L.) condujeron a las fluctuaciones en el nicho ecológico y las 

fuentes de sangre para Bichromomyia olmeca olmeca, afectando las interacciones 

entre las poblaciones (Vester et al. 2007). 

Los valores negativos y estadísticamente significativos de la D de Tajima y la F y 

D de Fu y Li sugieren un exceso de alelos raros, expansión poblacional o 

selección purificadora (Nei and Kumar 2000, Paupy 2008). En este estudio 

obtuvimos valores negativos significativos, tanto para la D de Tajima, como para 

las F y D de Fu y Li. Para poder determinar la fuerza que está actuando sobre los 

datos se realizó una prueba mismatch, la cual mostró una curva unimodal 

característica de poblaciones en expansión, la cual ocurrió hace aproximadamente 

84,000 años durante el plesistoceno tardío. Esto nos estaría indicando que la 

población de Bichromomyia olmeca olmeca del ejido 20 de Junio pasó por una 

expansión poblacional a finales de la última glaciación, lo que concuerda con 

diversos estudios realizados para otras especies de dípteros (Foley y Torres 2006, 

Mirabello y Conn 2006, Matthews et al. 2007, Mirol et al. 2008, Loaiza et al. 2010). 

Las recientes expansiones en una variedad de vectores de enfermedades, entre 

los cuales están los triatominos (Monteiro et al. 2003) y mosquitas (Pramual et al. 
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2005) y moscos (Matthews et al. 2007) parecen estar ligados a las expansiones en 

poblaciones humanas, cambios climáticos durante el Pleistoceno o interacciones 

entre las dos, dependiendo de circunstancias locales, tamaños poblacionales, 

ecología y rangos del huésped. 

En Calakmul, Campeche, varias poblados especialmente en la parte norte de 

Calakmul donde se encuentra el poblado “Ejido 20 de Junio”, mostraron 

prevalencia de leishmaniasis cutánea (Hernández-Rivera et al 2015). En el área 

habitan cuatro especies de roedores que son reservorios para Leishmania 

mexicana: la rata arrocera de orejas negras (Oryzomys melaanotis, Thomas), la 

rata algodonera (Sigmodon hispidus, Say and Ord), la rata arborícola orejuda 

(Ototylomys phyllotis, Merriam) y el ratón venado de Yucatán (Peromyscus 

yucatanicus, J.A. Allen and Chapman) (Canto-Lara et al. 1999). Estudios sobre 

vectores de Leishmania en el Ejido 20 de Junio arrojaron varias especies de 

flebotomineos positivas a Leishmania mexicana (Pech-May et al. 2010), indicando 

que el ciclo de vida de Leishmania en el área selvática de Calakmul depende de la 

interacción de varias especies de flebotomineos vectores así como de diferentes 

especies de huéspedes. El área de distribución de Bichromomyia olmeca olmeca 

en Campeche comprende el 43.3% del estado, principalmente áreas rurales. El 

número de personas expuestas a Bichromomyia olmeca olmeca en áreas rurales 

fue 107,343 de un total de 328,009 personas, lo que contrasta con la falta de 

exposición de personas en las áreas urbanas (Pech-May et al. 2016). Esta especie 

de flebotomineo es uno de los vectores más importantes en el área, basado en su 

abundancia y sus hábitos antropofilicos (Rebollar-Téllez et al 1996, Pech-May et 
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al. 2010). La abundancia de Bichromomyia olmeca olmeca en el mes de Julio fue 

mayor que lo reportado por Pech-May et al (2010) en un período de cuatro meses. 

Aun así, las tasas de picadura e inoculación (el número de picaduras infecciosas a 

las cuales una persona en el área podría estar expuesta durante un mes) fueron 

similares a lo reportado por Pech-May et al. (2010, 2016). 

CONCLUSIONES 

1) No hay asociación entre la variabilidad genética de Bichromomyia olmeca 

olmeca y la alta transmisión de leishmanisis en el Ejido 20 de Junio, Campeche. 

2) Nuestros datos proveen información nueva, ya que se reveló una alta tasa de 

infección de Bichromomyia olmeca olmeca por Leishmania mexicana durante el 

final de la época de sequía en el mes de Julio, antes del comienzo de la 

temporada de lluvia en esta región. Este resultado enriquece la literatura, ya que 

anteriormente únicamente se habían reportado altas tasas de infección en 

flebotomineos durante la temporada de lluvias en la región, lo que corresponde al 

mes de Noviembre (Pech-May et al 2010).     
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