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RESUMEN 

Los flebotóminos (Diptera: Psychodidae: Phlebotominae) son dípteros 

(moscas) nematóceros de importancia médica y veterinaria que son capaces de 

transmitir bacterias, virus y protozoarios debido a los hábitos hematófagos de las 

hembras en época reproductiva, teniendo especial relevancia en la transmisión 

del protozoario Leishmania.  

Es por eso que el conocimiento de los hábitos alimenticios de los flebotóminos y 

de los hospederos de los que se alimentan es de gran relevancia, sin embargo, 

las enfermedades que transmiten son desatendidas y los estudios de esta índole 

son escasos. 

El objetivo de este trabajo fue identificar las fuentes alimenticias de flebotóminos 

colectados en la Estación de Biología Tropical Los Tuxtlas, Veracruz, a través de 

análisis moleculares (PCR), utilizando el gen mitocondrial Citocromo b. 

Se realizaron 10 colectas de marzo del 2012 a mayo del 2013, utilizando trampas 

de luz CDC (Centers for Disease Control). Se obtuvieron un total de 179  hembras 

flebotomineas pertenecientes a cuatro géneros, siendo la especie más 

abundante Psathyromyia aclydifera (45.8%). 

Se realizó la disección de los flebotóminos y se montaron las muestras para su 

identificación taxonómica. Posteriormente, se realizó extracción de ADN y PCR 

para la detección de sangre de vertebrado dentro del abdomen de los dípteros. 

Los análisis moleculares permitieron la identificación de 13 muestras, 

predominando la presencia de ADN de humano (53.85%), seguido por perro 

(15.38%), gallina (15.38%), gecko (7.69%) y murciélago (7.69%). 

Este estudio contribuye al conocimiento general de los flebotóminos existentes 

en Veracruz y de los hospederos con los que interactúan, concluyendo en que 

se requiere mayor atención y estudios futuros para conocer los hábitos de los 

vectores y sus interacciones con los vertebrados que fungen como recurso 

nutricional para prevenir las enfermedades que transmiten. 
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INTRODUCCIÓN 

La subfamilia Phlebotominae (Diptera: Psychodidae) agrupa a dípteros de 

importancia médica y veterinaria ya que las hembras de hábitos hematófagos 

pueden transmitir patógenos como protozoarios (del género Leishmania), 

bacterias (Bartonella bacilliformis) y algunos arbovirus (Young & Duncan, 1994). 

Sin embargo, la transmisión de Leishmania resulta de mayor relevancia ya que 

es el agente causal de las enfermedades conocidas como Leishmaniasis, las 

cuales son endémicas de más de 98 países y afectan a más de 12 millones de 

personas a nivel mundial. Adicionalmente se registran 1.6 millones de nuevos 

casos y se estima que 350 millones de personas están en riesgo de contraer 

estas enfermedades en todo el mundo (Alvar et al., 2012; PAHO, 2017). 

Es por esto que el estudio de los flebotóminos resulta de gran relevancia 

a nivel taxonómico, ecológico y epidemiológico, ya que de ese modo ha sido 

posible crear medidas de control vectorial. Sin embargo, uno de los aspectos 

menos estudiados es la identificación de preferencias alimenticias en 

flebotominos hembras.  

Respecto a este último tema, existen escasos reportes que aborden la 

preferencia hacia hospederos específicos, como es el caso de Lutzomyia 

longipalpis, que se considera antropofílica o Bichromomyia olmeca olmeca, que 

se reporta con afinidad hacia roedores (Lainson & Shaw, 1968; Fairchild & 

Theodor, 1971). Aunque otros autores consideran más probable que estos 

dípteros presenten hábitos alimenticios generalistas, es decir, que su preferencia 

alimenticia dependerá del lugar donde habitan, así como de la disponibilidad de 

hospederos (Bongiorno et al., 2003; de Oliveira et al., 2008; Baum et al., 2013). 

En América, se han reportado como hospederos de los flebotóminos a 

algunas especies peridomésticas, como la rata espinosa colombiana 

(Proechimys canicollis), el zorro cangrejero (Cerdocyon thous), el tlacuache 

(Didelphis spp.); o algunas especies domésticas como el gato doméstico (Felis 

catus), la gallina (Gallus gallus), la vaca (Bos taurus), el perro doméstico (Canis 
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lupus familiaris), y el asno (Equus asinus). Estos estudios se han realizado 

principalmente en países como Brasil, Colombia y Ecuador (de Oliveira et al., 

2008; Quinell & Courtenay, 2009; Baum et al., 2013; Anaguano et al., 2015). 

En México, a pesar de la diversidad de flebotóminos, no se ha realizado 

ningún estudio enfocado en identificar fuentes alimenticias como una alternativa 

para conocer de manera indirecta a los vertebrados que participan en su ciclo de 

vida, aunque de forma indirecta algunos autores sugieren que algunas especies 

pueden tener afinidad por roedores, murciélagos, reptiles y humanos. 

Es por eso por lo que el objetivo de este trabajo fue realizar la detección 

de fuentes alimenticias de flebotóminos que se distribuyen en la Estación de 

Biología Tropical Los Tuxtlas, Veracruz. 
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MARCO TEÓRICO 

Generalidades 

La subfamilia Phlebotominae (Romani, 1840) agrupa cerca de 1000 

especies de dípteros nematóceros que se distribuyen en las zonas tropicales y 

subtropicales de todo el mundo. Esta subfamilia está dividida en dos tribus: 

Hertigiini y Phlebotomini, las cuales contienen 29 géneros, de los cuales 23 están 

presentes en el continente americano. La tribu Hertigiini incluye a 5 géneros 

(Warileya, Hertigia, Spelaeophlebotomus, Idiophlebotomus y Chinus) y 28 

especies, mientras que la tribu Phlebotomini incluye 23 géneros (Phlebotomus, 

Australophlebotomus, Brumptomyia, Oligodontomyia, Sergentomyia, 

Deanemyia, Micropygomyia, Sciopemyia, Lutzomyia, Migonemyia, Pintomyia, 

Dampfomyia, Expapillata, Pressatia, Trichopygomyia, Evandromyia, 

Psathyromyia, Viannamyia, Martinsmyia, Bichromomyia, Psychodopygus, 

Nyssomyia y Trichophoromyia) y 931 especies; adicionalmente, existe el género 

Edentomyia, el cual incluye a una especie y, hasta el momento, no ha sido 

incluido en ninguna de las dos tribus (Galati, 2014; 2018; Akhoundi et al., 2016; 

Shimabukuro et al., 2017). 

Los flebotóminos se caracterizan por su tamaño pequeño (miden entre 1.5 

y 3.5 mm), por estar cubiertos de finas sedas, por su coloración que va de tonos 

grisáceos a colores oscuros, por la forma lanceolada de sus alas, las cuales se 

mantienen en posición erecta en un ángulo de 45° (en forma de “V”) respecto a 

su cuerpo y por su poca capacidad de vuelo (1 – 2 km) (Albertos-Alpuche, 1990; 

Munstermann, 2005; Cortés & Fernández, 2008; Maroli et al., 2013). 

Tienen un desarrollo holometábolo, es decir, atraviesan por una 

metamorfosis completa con cuatro estadios de desarrollo: huevo, larva (cuatro 

estadios), pupa y adulto; donde los estados inmaduros se desarrollan en materia 

orgánica en descomposición. Su ciclo de vida completo puede durar entre 30 y 
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100 días, lo cual dependerá principalmente de la especie, así como de las 

condiciones climáticas en las que se desarrolle (Maroli et al., 2013; Llano et al., 

2014). 

Estas moscas, son principalmente de hábitos nocturnos con una marcada 

actividad crepuscular, por lo que sus picos de actividad ocurren entre el ocaso y 

el amanecer, sin embargo, pueden llegar a tener actividad diurna en lugares con 

poca iluminación, por ejemplo, en los bosques de niebla. Durante los periodos 

de inactividad o descanso, los flebotóminos se refugian en cuevas, agujeros en 

los árboles y/o madrigueras, (Ready et al., 1984; Killick-Kendrick, 1999; 

Bongiorno et al., 2003; Al-Mayali & Al Hassani, 2016). 

Los flebotóminos adultos, tanto hembras como machos, se alimentan de 

azúcares durante su desarrollo, los cuales obtienen de plantas y de áfidos 

principalmente, sin embargo, durante la época reproductiva las hembras 

requieren adicionalmente de la ingesta de sangre para la maduración de huevos, 

por lo que se alimentan de diversos vertebrados (hospederos del mosquito). 

Aunque algunas especies tienen la capacidad de producir huevos sin ingesta 

sanguínea (autogenia), la mayoría de las especies son anautogénicas, es decir, 

requieren de la ingesta de sangre (Cameron et al., 1995; Mann et al., 2009; 

Ready, 2013; Al-Mayali & Al-Hassani, 2016; Ibáñez-Bernal & Juárez, 2016). 

Es por esta razón que algunas especies son consideradas de importancia 

médica y veterinaria, ya que durante su alimentación pueden transmitir diversos 

patógenos como los protozoarios de los géneros Leishmania, la bacteria 

Bartonella bacilliformis y algunos arbovirus de las familias Phlebovirus y 

Vesiculovirus (Rosa et al., 2006; Roldán et al., 2007; Mann et al., 2009; Depaquit 

et al., 2010; Alvar, 2012; Ready, 2013; Contreras-Gutiérrez et al., 2014). 
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Morfología de los flebotóminos 

Como se mencionó anteriormente, los flebotóminos tienen un desarrollo 

holometábolo, por lo que en cada estadio de su ciclo de vida se pueden observar 

diversas características: 

• Huevos: Se caracterizan por su forma elíptica, tienen una coloración 

oscura y poseen patrones de crestas característicos de cada especie. Las 

hembras pueden depositar entre 30 y 70 huevos por puesta y 

generalmente son depositados en el envés de las hojas o cerca de materia 

orgánica en descomposición, y eclosionarán entre 10 y 30 días 

dependiendo de las condiciones climáticas (Young & Duncan, 1994; 

Munstermann, 2005). 

• Larva: Es vermiforme, está cubierta de sedas en todo el cuerpo y posee 

cuatro sedas caudales de mayor longitud localizadas en el último 

segmento abdominal, además de un aparato bucal bien desarrollado con 

mandíbulas esclerosadas y dentadas que le permiten alimentarse, 

principalmente de materia orgánica. Esta etapa se completa en 

aproximadamente 18 días (Young & Duncan, 1994). 

• Pupa: Para la transformación de larva a pupa, la larva IV deja de 

alimentarse y busca un lugar seco, donde se anclará y entrará en fase de 

reposo. La pupa es vermiforme, está cubierta de sedas y es 

considerablemente más resistente a los cambios climáticos. Pasados 

entre 7 y 12 días, emergerá el adulto (Young & Duncan, 1994). 

• Adulto: El cuerpo de los flebotóminos adultos está constituido por tres 

tagmas: cabeza, tórax y abdomen; los cuales contienen estructuras de 

importancia taxonómica (Figura 1). 

o La cabeza presenta un par de ojos compuestos, así como diferentes 

estructuras sensoriales, como las antenas, formadas por 14 

segmentos conocidos como flagelómeros, los cuales contienen un 
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par de ascoides; y los palpos, constituidos por cinco palpómeros. El 

aparato bucal está constituido por un par de mandíbulas, un labro, 

un par de maxilas y todo está recubierto por el labio. El cual está 

conectado al cibario y a la faringe.  

o El tórax, se divide en tres segmentos, el protórax, mesotórax y 

metatórax, siendo el segundo segmento el de mayor tamaño. En 

dicha estructura se encuentran ubicadas un par de alas funcionales 

y tienen un par de halterios o balancines. 

o El abdomen está constituido por 10 segmentos, donde los tres 

últimos se han modificado para formar los segmentos genitales. En 

machos, la genitalia está conformada por el gonostilo y el 

gonocoxito, que forman de manera conjunta una estructura 

denominada gonopodio; cuentan con un par de lóbulos laterales, el 

edeago y el parámero. Por otro lado, la genitalia de las hembras se 

caracteriza por la presencia de dos espermatecas y la furca, que es 

la modificación del noveno esternito (Ibañez-Bernal, 2000; Black y 

Kondratieff, 2005; Contreras et al., 2010;) 
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Figura 1. Caracteres de importancia taxonómica en flebotóminos. A) 

Cabeza completa vista frontal (Psychodopygus panamensis); B) Cibario 

(Lutzomyia longipalpis); C) Ala, R: vena radial alar (R1-R5), M: vena media alar 

(M1-M3), CuA: vena cubital anterior (Psathyromyia texana); D) Espermatecas 

(Lutzomyia longipalpis); E) Vista lateral de terminalia masculina (Micropygomyia 

trinidadensis); F) Flagelómero 2 (Pintomyia ovallesi). Extraído y modificado de 

Ibañez-Bernal, 2005a, 2005b. 
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Fisiología de los flebotóminos 

Como ya se mencionó, en época reproductiva las hembras requieren de 

ingesta sanguínea para la maduración de huevos debido a su alto contenido 

proteínico, a partir del cual sintetizan reservas de lípidos y carbohidratos (Travi 

& Montoya, 1994; Cameron et al., 1995; Black & Kondratieff, 2005; Pennington & 

Wells, 2005; Mann et al., 2009; Contreras et al., 2010; Ready, 2013; Al-Mayali & 

Al-Hassani, 2016; Ibáñez-Bernal & Juárez, 2016). 

Durante su búsqueda de sangre, cubren un radio que varía entre pocos a 

cientos de metros alrededor de su hábitat y se alimentan principalmente en la 

noche y en el ocaso (Sharma, 2008). 

La selección del hospedero para la ingesta sanguínea depende de 

múltiples factores como el tamaño del hospedero, la cantidad de CO2 exhalado, 

el aroma e incluso su comportamiento. Aunque los machos no se alimentan de 

sangre, desempeñan un papel importante en la selección del hospedero de sus 

contrapartes hematófagas, ya que producen una feromona que atrae a las 

hembras y facilita el apareamiento y la alimentación (Killick-Kendrick et al., 1986; 

Quinell et al., 1992; Kelly et al., 1996; Campbell-Lendrum et al., 1999; 2000; 

Killick-Kendrick & Rioux, 2002; Bray & Hamilton, 2007; Rossi et al., 2008; Mann 

et al., 2009; Tripet et al., 2009; Quaresma et al., 2012; Ready, 2013). 

El tipo de alimentación de las hembras es telmófaga, es decir, que utilizan 

su aparato bucal para cortar la piel y exponer capilares superficiales de los que 

succionan la sangre a través de un canal alimenticio central. La saliva es un 

componente importante durante la ingesta sanguínea, ya que contiene 

anticoagulantes (Apirasa), vasodilatadores (Maxilan, Fosfodiesterasa y 

Hialuronidasa), inmunomoduladores (Maxilan) y anestésicos (Adenosin 

deaminasa) (Black & Kondratieff, 2005). 

Una vez alimentadas, la cantidad y composición de la sangre ingerida es 

fundamental en la producción de huevos, de manera que la sangre con mayor 
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contenido calórico brinda mayor energía potencial para la producción de huevos, 

sobrevivencia a la oviposición y capacidad de vuelo del insecto. 

 Leishmaniasis en México 

Las leishmaniasis son un grupo de enfermedades zoonóticas 

desatendidas, las cuales son causadas por al menos 20 especies de protozoarios 

del género Leishmania y son transmitidas por las mordeduras de dípteros de la 

subfamilia Phlebotominae (WHO, 2010; Nieves et al., 2011).  

Se distribuyen en trópicos y subtrópicos de todo el mundo, por lo que son 

endémicas de 98 países, donde afectan a más de 12 millones de personas. 

Anualmente se reporta una incidencia de 1.6 millones de casos nuevos y una 

mortalidad de 50 mil personas aproximadamente, por lo que se estima que 350 

millones de personas se encuentran en riesgo de contraer alguna de estas 

enfermedades a nivel mundial y es considerada por la Organización Mundial de 

la Salud como una de las seis enfermedades tropicales de mayor importancia 

(Albertos-Alpuche, 1990; Rosa et al., 2006; WHO, 2010, 2017; Alvar et al., 2012; 

Hoyos-López et al., 2013; Maroli et al., 2013; Cazorla et al., 2014; Contreras-

Gutiérrez et al., 2014; González et al., 2018). 

Estas enfermedades se conocen en México desde la época prehispánica, 

sin embargo, fueron descritas por primera vez por Seidelin en 1912, quién 

nombró a la enfermedad como “ulcera del chiclero” debido a las lesiones típicas 

de leishmaniasis cutánea que padecían los trabajadores que participaban en la 

recolección de goma de chicle del árbol Manilkara zapota en el estado de 

Yucatán (López de Cogolludo, 1688; Rebollar-Téllez et al., 1996; Pech-May et 

al., 2010). 

 Actualmente, estas enfermedades se distribuyen principalmente en los 

estados de la zona neotropical del país (sur de Veracruz, Tabasco, Oaxaca, 

Chiapas, Campeche, Quintana Roo y parte de Yucatán), aunque existen reportes 
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de al menos un caso de leishmaniasis en 25 estados (Pech-May et al., 2016; 

Torres-Guerrero et al., 2017). 

Debido a que las poblaciones rurales son el grupo principal expuesto al 

contacto con los vectores, se estima que 16 millones de mexicanos se 

encuentran en riesgo a la transmisión de Leishmaniasis, no obstante, se calcula 

que únicamente se presentan 400 nuevos casos por año, predominantemente en 

varones adultos debido a cuestiones ocupacionales (Flisser, 2006; Maroli et al., 

2013; Ramsey et al., 2013). 

Existen cuatro manifestaciones clínicas: leishmaniasis mococutánea 

(LMC), leishmaniasis cutánea difusa (LCD), leishmaniasis cutánea localizada 

(LCL) y leishmaniasis visceral (LV), siendo las dos últimas las que provocan la 

mayor carga de enfermedad (LCL), y la más grave y de mayor patogenicidad 

(LV), respectivamente (Moo-Llanes et al., 2013). El tipo de manifestación clínica 

depende del tropismo de la cepa de Leishmania, el estado inmunológico del 

vertebrado infectado y de otras variables relacionadas con el vector, con el 

hospedero y el medio ambiente (Rosa et al., 2006). 

Aunque en México se han observado todas las formas clínicas de la 

enfermedad, hasta el 98% de los casos corresponden a leishmaniasis cutánea 

localizada, la manifestación con mayor prevalencia y la cual se asocia a la 

infección por la especie Leishmania mexicana, al igual que la leishmaniasis 

cutánea difusa, manifestación de menor ocurrencia. Los casos de leishmaniasis 

mococutánea son asociados a la especie Leishmania brazilensis y los casos de 

leishmaniasis visceral son producidos por Leishmania infantum (Vera-Izaguirre 

et al., 2006; Ramsey et al., 2013; Centro Nacional de Vigilancia Epidemiológica 

y Control de Enfermedades, 2015; Monroy-Ostria & Sánchez-Tejeda, 2017; 

Lozano-Sardaneta et al., 2020). 
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Hospederos y reservorios de Leishmania 

Un hospedero se define como un animal o planta que alberga y mantiene 

a otro organismo, en este caso a protozoarios del género Leishmania (Gosling, 

2005), mientras que un reservorio, comúnmente es definido como un hospedero 

que alberga a un organismo patógeno o a un parásito, sin recibir daño por parte 

de este, y con la capacidad de servir como fuente de infección para otros 

hospederos (Dorland, 2012). 

En el caso particular de Leishmania, los hospederos naturales son 

mamíferos de los órdenes Edentata (e.g. armadillo), Carnivora (e.g. gato), 

Rodentia (e.g. rata), Primates (e.g. humano), Marsupialia (e.g. zarigüeya) y 

Perissodactyla (e.g. caballo) (Ashford, 1996; Saliba & Oumeish, 1999; Gramiccia 

& Gradoni, 2005). En México se han realizado varios estudios que han permitido 

identificar a algunas especies que fungen como hospederos del protozoario 

(Tabla 1), principalmente especies de roedores como Heteromys gaumeri, 

Heteromys desmarestianus, Reithrodontomys gracilis, Sigmodon hispidus y 

Oryzomys melanotis, al marsupial Marmosa mexicana y al perro Canis lupus 

familiaris, además de que las especies endémicas Ototylomys phyllotis y 

Peromyscus yucatanicus han sido incriminadas como reservorios potenciales de 

Leishmania mexicana (Chable-Santos et al., 1995; Van Wynsberghe et al., 2000, 

2009; Dantas-Torres, 2007; Berzunza-Cruz et al., 2015).  

En adición a estos hospederos, Berzunza-Cruz et al. (2015) identificó a 13 

especies de murciélagos infectados con Leishmania, entre las cuales, las 

especies Choeroniscus godmani, Glossophaga soricina y Glossophaga 

commissarisi podrían ser incriminadas como reservorios probables debido a la 

alta tasa de infección registrada.  

Berzunza-Cruz propone que las especies de hábitos frugívoros y 

nectarívoros están particularmente expuestas a la picadura de los flebotóminos 

debido a sus acercamientos con fines alimenticios a las plantaciones de “chico 

zapote” (Manilkara zapota, árbol del que se extrae la goma de chicle y que dio 
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su nombre a la enfermedad), las cuales proveen las condiciones ambientales 

idóneas para el desarrollo del ciclo de vida de estos dípteros.  

Se considera que los reservorios de Leishmania son especies silvestres, 

principalmente roedores y cánidos silvestres, sin embargo, como parte del 

fenómeno de adaptación de los vectores a ambientes urbanos y el consecuente 

proceso de domesticación del ciclo zoonótico de transmisión de las 

leishmaniasis, los animales sinantrópicos y domésticos han asumido un 

importante papel como hospederos y reservorios de Leishmania (Danta-Torres, 

2007; Torres-Guerrero et al., 2017) 

Particularmente, el perro (Canis lupus familiaris) ha sido considerado 

como reservorio de varias especies de Leishmania a través de múltiples estudios 

realizados en varios países, entre los que se incluyen Brasil (Dantas-Torres & 

Brandão-Filho, 2006; Castro et al., 2007) Italia (Rossi et al., 2008), México 

(Esquinca et al., 2005; Castrejón et al., 2009; Rosete-Ortíz et al., 2011), Portugal 

(Maia et al., 2013) y Sudán (Dereure et al., 2003), entre otros, por lo que se 

considera que tiene un papel muy importante en la transmisión de este 

protozoario a nivel global y tiene especial relevancia debido a la estrecha relación 

que tiene con el ser humano (Alvar et al., 2004; Dantas-Torres, 2007; Castrejón 

et al., 2009; Sant’Anna et al., 2010). 

Tabla 1. Registros de especies infectadas por Leishmania en México 

Especie del 

vertebrado 
Lugar de reporte 

Especie de 

Leishmania 
Referencia 

Artibeus jamaicensis, 

Artibeus lituratus, 

Carollia sowelli, 

Choeroniscus godmani, 

Dermanura phaeotis, 

Desmodus rotundus, 

Glossophaga 

commissarisi, 

México Leishmania mexicana 
Berzunza-Cruz et 

al., 2015 
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Glossophaga soricina,  

Leptonycteris curasoae, 

Phyllostomus discolor, 

Pteronotus personatus, 

Sturnira lillium y 

Sturnira ludovici 

Ototylomys melanotis, 

Ototylomys phyllotis, 

Peromyscus 

yucatanicus y Sigmodon 

hispidus 

Campeche, 

México 
Leishmania mexicana 

Canto-Lara et al., 

1999 

Oryzomys melanotis, 

Ototylomys phyllotis, 

Peromyscus 

yucatanicus y Sigmodon 

hispidus 

Campeche, 

México 
Leishmania mexicana 

Chable-Santos et 

al., 1995 

Canis lupus familiaris Chiapas, México Leishmania sp. 
Esquinca et al., 

2005 

Tamandua mexicana Tabasco, México 
Leishmania mexicana-

amazonensis 

Muñoz-García et 

al., 2019 

Canis lupus familiaris Guerrero, México Leishmania sp. 
Rosete-Ortíz et al., 

2011 

Oryzomys melanotis, 

Ototylomys phyllotis, 

Peromyscus 

yucatanicus y Sigmodon 

hispidus 

Campeche, 

México 
Leishmania mexicana 

Van Wynsberghe et 

al., 2000 

Heteromys 

desmarestianus, 

Heteromys gaumeri, 

Marmosa mexicana, 

Oryzomys melanotis, 

Ototylomys phyllotis, 

Peromyscus 

Campeche, 

México 
Leishmania mexicana 

Van Wynsberghe et 

al., 2009 
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yucatanicus, 

Reinthrodontomys 

gracilis y Sigmodon 

hispidus  

Canis lupus familiaris México Leishmania mexicana Velasco et al., 2009 

Vectores de leishmaniasis en México 

Hasta el momento, se han registrado 52 especies vivientes y 2 especies 

fósiles de flebotóminos en México, las cuales se agrupan en 10 géneros 

(Brumptomyia, Micropygomyia, Lutzomyia, Pintomyia, Dampfomyia, 

Trichopygomyia, Psathyromyia, Brichromomyia, Psychodopygus y Nyssomyia) 

(Ibáñez-Bernal et al., 2017; Shimabukuro et al., 2017; Galati, 2018). La presencia 

de flebotóminos ha sido reportada en 22 de los 36 estados, además de que los 

registros muestran que la riqueza de especies es mayor en sitios con clima 

tropical, por lo que la zona del sureste mexicano es donde existe mayor 

diversidad, siendo los estados con mayor riqueza Chiapas, Veracruz, Campeche 

y Quintana Roo (Sánchez-Tejeda et al., 2001; Pech-May et al., 2010, 2016; Moo-

Llanes et al., 2013). 

A pesar de la diversidad de flebotóminos en el país, únicamente 4 especies 

han sido incriminadas como vectores de Leishmania en México, debido a que no 

todas las especies de flebotominos son capaces de transmitir al parásito o han 

sido comprobadas como vectores (Pech-May et al., 2010; Armúa-Fernández & 

Venzal, 2019).  

La primer especie en ser incriminada como vector de Leishmania 

mexicana fue Bichromomyia olmeca olmeca ya que se comprobó que 

flebotominos infectados naturalmente eran capaces de transmitir al parásito a 

hámsters y humanos; posteriormente las especies Lutzomyia cruciata, 

Psychodopygus panamensis y Psathyromyia shannoni fueron propuestas como 

vectores sospechosos en el sureste mexicano debido a su abundancia, área de 
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distribución, ritmo de picadura y las tasas de infección por L. mexicana (Biagi et 

al., 1965; Pech-May et al., 2010, 2016). 

La amplia distribución de estas especies podría ayudar a explicar los 

casos de leishmaniasis que ocurren en zonas donde el vector B. olmeca olmeca 

no es prevalente, debido a que esta especie junto con Psy. panamensis se 

encuentran restringidas al sur del país, mientras que L. cruciata y Psa. shannoni 

están ampliamente distribuidas (Pech-May et al., 2010, 2016; González et al., 

2011). 

De manera adicional, la Secretaría de Salud de México y la Organización 

Panamericana de la Salud (PAHO) también consideran como especies de 

importancia médica a las especies Dampfomyia anthophora, Dampfomyia 

deleoni, Lutzomyia diabólica, Lutzomyia gomezi, Lutzomyia longipalpis, 

Nissomyia ylephiletor, Pintomyia evansi y Pintomyia ovallesi que, si bien no se 

han incriminado formalmente como vectores en México, se han encontrado 

naturalmente infectadas con Leishmania o son vectores confirmados del parásito 

en otros países (Pech-May et al., 2010; Centro Nacional de Vigilancia 

Epidemiológica y Control de Enfermedades, 2015; PAHO, 2016). 

Fuentes alimenticias de flebotominos 

Debido a la gran cantidad de especies que pueden transmitir Leishmania, 

se han realizado esfuerzos por identificar si existe alguna preferencia por parte 

de los flebotóminos al elegir un hospedero para alimentarse, principalmente en 

países y regiones donde se han registrado casos de leishmaniasis. 

En trabajos previos (Anexo 1), se han identificado diversas especies como 

parte de la ingesta sanguínea de los flebotóminos, incluyendo al humano y  a 

especies domésticas como burros (Equus asinus), caballos (Equus caballus), 

cerdos (Sus scrofa domestica), conejos (Oryctolagus cuniculus),  gallinas (Gallus 

gallus), gatos (Felis catus), patos (Anas platyrhynchos domesticus), perros 

(Canis lupus familiaris) y vacas (Bos taurus), así como especies silvestres como 
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jabalís (Sus scrofa), lagartijas (Anolis sp.), mabuyas (Mabuya sp.), la marmosa 

de Robinson (Marmosa robinsoni) y el tamandúa norteño (Tamandua mexicana). 

A pesar del amplio rango de hospederos de los que se alimentan los 

flebotóminos, existen hospederos que son mucho más recurrentes que otros, 

siendo el humano, el perro y la gallina los más reiterativos en múltiples estudios, 

por lo que algunos autores han propuesto que existe afinidad por parte de 

algunas especies de flebotóminos hacia un grupo de hospederos concreto, como 

ocurre con las especies Nyssomyia intermedia (Rangel et al., 1992)¸ Pintomyia 

evansi (Montoya-Lerma et al., 1996), Psychodopygus panamensis, 

Micropygomyia micropyga, Psathyromyia shannoni, Micropygomyia atroclavata 

(Paternina et al., 2015), Lutzomyia cruciata (Forattini, 1973), entre otras, las 

cuales son consideradas antropofílicas, o como a la especie Lutzomyia 

longipapis, la cual se considera tiene preferencia hacia aves (Sant’Anna et al., 

2008; Afonso et al., 2012; Anaguano et al., 2015). 

Sin embargo, otros autores consideran que en realidad los flebotóminos 

son generalistas, y suelen alimentarse de un amplio rango de vertebrados, y la 

elección del hospedero está más relacionada con la disponibilidad de este. Esta 

característica ha permitido que los flebotóminos puedan adaptarse a ambientes 

urbanos y peridomiciliarios, ocasionando que los humanos sean fuentes 

alimenticias cada vez más comunes (Quinell et al., 1992; Morrison et al., 1993; 

Munstermann, 2005; Rossi et al., 2008; Baum et al., 2013). 

Es de importancia resaltar que en gran parte de los estudios se 

encontraron mezclas de sangre de múltiples hospederos dentro del abdomen de 

una sola hembra, frecuentemente sangre de humano con algún otro vertebrado, 

como vaca, burro y gallinas. La ingesta de sangre de múltiples hospederos puede 

deberse a perturbaciones durante la alimentación del flebotómino, el cual 

buscará algún otro hospedero que se encuentre disponible para terminar su 

ingesta sanguínea (de Oliveira et al., 2008; Marassá et al., 2013; Paternina et al., 

2015).  
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Detección molecular de fuentes alimenticias 

Se han utilizado diversos métodos serológicos para la identificación de 

fuentes alimenticias de flebotóminos, como el test de precipitado, test de 

aglutinación y ELISA (Enzyme Linked Immunosorbent Assay), sin embargo, 

estas técnicas conllevan limitantes inherentes y no son tan eficientes como las 

herramientas moleculares, siendo la Reacción en Cadena de la Polimerasa 

(PCR) una alternativa confiable, simple y con alta sensibilidad (Abbasi et al., 

2009; Maleki-Ravasan et al., 2009; Baum et al., 2013). 

Esta técnica ha sido utilizada previamente en estudios de identificación de 

fuentes alimenticias en garrapatas (Pichon et al., 2003; Estrada-Peña et al., 

2005), triatominos (Bosseno et al., 2006; Pizarro et al., 2007) y en gran parte de 

los estudios contemporáneos en flebotóminos (Anexo 1). 

A pesar de su alta eficacia, existen algunas limitantes que puedan 

complicar la identificación de vertebrados mediante el uso de PCR, como la baja 

cantidad de sangre ingerida por los flebotóminos (alrededor de 0.1 μL) o la rápida 

digestión de esta, por lo que se ha sugerido que la detección se realice dentro 

de las 48 a 96 horas posteriores a la ingesta sanguínea (Sant’Anna et al., 2008; 

Abbasi et al., 2009). 

Citocromo b (cytB) 

Al momento, se han utilizado cuatro genes para la identificación molecular 

de fuentes sanguíneas en flebotóminos, el gen nuclear que codifica la 

prepronociceptina (PNOC), los genes mitocondriales rRNA 12S y 16S y el gen 

mitocondrial Citocromo b (cyt b) (Valinsky et al., 2014). 

Uno de los genes más utilizados para la identificación de especies de 

vertebrados es citocromo b (cyt b), una proteína bien caracterizada del complejo 

III del sistema mitocondrial de fosforilación oxidativa (Kent, 2009). Dicho gen ha 
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resultado de gran utilidad para análisis filogenéticos, investigaciones forenses y 

para la identificación de vertebrados dentro de algunas especies de mosquitos 

como Culiseta melanura, Culiseta morsitans, Anopheles arabiensis, Anopheles 

funestusus, Mansonia uniformis, Culex pipiens (Ngo & Kramer, 2003; Kent & 

Norris, 2005; Molaei et al., 2006)   

En el caso de los flebotóminos, es el gen más usado para la identificación 

de ingestas sanguíneas, lo anterior, debido al alto número de copias que produce 

al ser un gen mitocondrial, a la gran cantidad de secuencias de vertebrados 

disponibles en GeneBank y a que tiene suficiente variación genética en el nivel 

de secuencia primaria entre taxones de vertebrados para una identificación 

confiable, por lo que ha sido utilizado efectivamente para diversas especies 

(Anexo 1) (Johns & Avise, 1998; Zehner et al., 1998; Abbasi et al., 2009; Maleki-

Ravasan et al., 2009) 

Importancia de determinar las fuentes alimenticias 

La identificación de fuentes alimenticias de flebotóminos es importante 

para generar un mayor conocimiento de los hábitos y comportamiento de las 

especies de flebotóminos presentes en México, así como la forma en que 

interactúan con otros animales. 

El conocer a los vertebrados de los que se alimentan, ayudará a tener un 

panorama más claro de quienes pueden ser los partícipes en la transmisión de 

Leishmania en la zona de Veracruz, así como para incriminar vectores y 

reservorios, definir posibles riesgos y crear estrategias de control más efectivas. 
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Planteamiento del problema 

Los flebotóminos (Diptera: Psychodidae: Phlebotominae) son 

considerados dípteros de interés médico-veterinario debido a su capacidad de 

transmitir diversos patógenos. Esta característica, está estrechamente 

relacionada con las hembras, ya que en época reproductiva recurren a la ingesta 

sanguínea para la maduración de huevos, no obstante, el conocimiento sobre las 

preferencias alimenticias de estos dípteros es escaso a nivel mundial y en México 

es un tema que no se ha investigado hasta el momento.  

Al identificar las fuentes alimenticias de flebotóminos, es posible inferir de 

forma indirecta que hospederos participan en el ciclo de vida de estos dípteros y 

cuales probablemente están involucrados en el ciclo de transmisión de 

Leishmania. Es por eso por lo que este trabajo tiene como objetivo identificar 

fuentes alimenticias en flebotóminos hembra que se distribuyen en la Estación 

de Biología Tropical “Los Tuxtlas”, Veracruz; así como determinar la diversidad 

de hospederos de los cuales se están alimentando.  

Este hallazgo aportará información relevante que podría ser utilizada en el 

desarrollo de estrategias para el control de la Leishmaniasis en el país.  
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HIPÓTESIS 

 

Debido a que los flebotóminos hembra requieren de ingesta sanguínea 

durante la época reproductiva para la maduración de huevos, al realizar la 

identificación molecular de dichas ingestas se podrá conocer cuáles son los 

recursos nutricionales de origen animal de los que se alimentan en la zona de la 

Reserva de Biología Tropical “Los Tuxtlas” y que contribuyen con su ciclo de 

vida. 
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OBJETIVOS 

Objetivo general 

• Identificar las fuentes alimenticias en las hembras flebotomineas en la 

Estación de Biología Tropical Los Tuxtlas, Veracruz. 

Objetivos particulares 

• Identificar morfológicamente los flebotóminos hembra que, colectados en 

Los Tuxtlas, Veracruz. 

• Realizar la detección molecular de las preferencias alimenticias utilizando 

el gen citocromo B a partir de muestras de ADN de flebotóminos.  

• Identificar las especies de vertebrados de los cuales se alimentan con 

mayor frecuencia las hembras flebotomineas en Los Tuxtlas, Veracruz. 
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METODOLOGÍA 

Área de estudio 

Este trabajo se realizó en la Estación de Biología Tropical Los Tuxtlas, 

localizada en el municipio de San Andrés Tuxtla, Veracruz, la cual está localizada 

a 95° 04’ – 95° 09’ longitud oeste y a 18° 34’ – 18° 36’ latitud norte (Figura 2), y 

tiene un rango altitudinal desde los 120 a los 650 msnm. La precipitación media 

anual es de 2000 a 3500 mm y la temperatura media anual varía entre los 22°C 

y los 26°C (Instituto de Biología, s.f.; SEFIPLAN, 2006). 

  

Figura 2. Ubicación geográfica de la Estación de Biología Tropical Los 

Tuxtlas, Veracruz. Imágenes tomadas de Google Earth. 

El clima es cálido húmedo y subhúmedo con lluvias en verano, y tiene una 

marcada estacionalidad, siendo la temporada de lluvias de junio a febrero, y la 

temporada de secas de marzo a mayo. La vegetación es típicamente de bosque 

perennifolio, caracterizado por árboles entre 30 y 40 metros de altura, mientras 

que la fauna de la zona es muy diversa, especialmente en aves (565 especies) y 

mamíferos (139 especies) (Instituto de Biología, s.f.; González-Christen & 

Coates, 2018). 
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Colecta de flebotóminos 

Se procesó el material colectado por el proyecto: “Análisis de la dinámica 

y prevalencia de tres zoonosis emergentes en mamíferos pequeños silvestres en 

condiciones ambientales contrastantes”, el cual estuvo a cargo el Dr. Víctor 

Manuel Guillermo Sánchez Cordero Dávila del Instituto de Biología, UNAM 

(IN209314). 

Se realizaron un total de 10 colectas, de marzo del 2012 a mayo del 2013, 

usando trampas de luz CDC (Modelo 512). Los flebotóminos colectados se 

separaron del resto de los artrópodos atrapados usando microscopio 

estereoscópico, se colocaron de forma individual en viales de 1.5 ml con etanol 

al 70% y se refrigeraron a -20°C hasta su procesamiento. 

Montaje e identificación de flebotóminos 

Las hembras fueron procesadas de la siguiente manera: la cabeza, alas y 

los últimos segmentos del abdomen fueron separados y procesados para 

montaje, mientras que el tórax, las patas y los primeros segmentos del abdomen 

fueron separados y almacenados de forma individual en etanol al 70% para su 

uso molecular (PCR) . 

El montaje se realizó siguiendo la metodología propuesta por Ibáñez-

Bernal (2005); a la cabeza, alas y abdomen se les retiró gradualmente el etanol 

al 70% y se colocaron en potasa (KOH) al 10%, en donde permanecieron por 24 

horas a temperatura ambiente. Posteriormente, se retiraron las estructuras de la 

potasa y se les realizaron varios lavados con agua hasta retirar completamente 

la potasa. Luego fueron deshidratados gradualmente en alcohol al 40%, 50%, 

60%, 70%, 80%, 90% y 100% durante 10 minutos en cada uno de ellos. Después, 

las estructuras se colocaron en esencia de clavo durante 12 horas y finalmente 

fueron montadas usando Euparal. 
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Identificación morfológica 

La identificación morfológica se realizó utilizando la propuesta taxonómica 

de Galati (2003), con el apoyo en las claves taxonómicas de Young & Duncan 

(1994) e Ibáñez-Bernal (1999, 2005a, 2005b). 

Extracción de ADN 

La extracción del material genético se realizó a partir de los primeros 

segmentos del abdomen, mediante el uso de la resina Chelex-100 (García-

González et al., 2004). 

A todas las muestras se les agregó 500 μl de una solución de resina 

Chelex-100 al 10% y, adicionalmente, se les colocó 15 μl de proteinasa K. Se 

incubaron a 55°C durante una hora y posteriormente se mantuvieron a 100°C 

durante 15 minutos. Las muestras se dejaron enfriar y se almacenaron a -20°C 

durante al menos 24 horas. Antes de usar las muestras, se centrifugaron a 14 

000 rpm durante 10 minutos. 

Amplificación del gen Cyt-b mediante Reacción en Cadena de 

la Polimerasa 

Para la identificación de fuentes sanguíneas, se amplificó un fragmento 

del gen mitocondrial citocromo b de aproximadamente 300 pares de bases, 

mediante PCR, usando los oligonucleótidos específicos A (rep/amph) (5’ – CCC 

CTC AGA ATG ATA TTT GTC CTC – 3’) y B (rep/amph) (5’ – GCH GAY ACH 

WVH HYH GCH TTY TCH TC – 3’, donde H=A,C o T, Y = C o T, y V = A,C o G) 

desarrollados por Cupp et al. (2004) y los cuales pueden amplificar ADN de reptil, 

anfibio, mamífero y ave (Kent, 2009; Hamer et al., 2015). 
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La mezcla de reacción fue preparada a 25 µl, esta contenía 12.5 µL of 

GoTaq® Green Master Mix 2X Promega Corporation (Madison, WI, USA), 1 µL 

de cada oligonucleótido (100 ng cada uno), 10µl de ADN (~50 ng), y 0.5 µl agua 

libre de nucleasas. La reacción fue realizada en un termociclador modelo C1000 

Thermal Cycler (BioRad Laboratories, US) bajo las siguientes condiciones: una 

desnaturalización inicial a 95°C durante 10 minutos, seguido por 36 ciclos a 90°C 

durante 30 segundos, 56° C durante 40 segundos y 72°C durante 50 segundos, 

y una extensión final a 72°C durante 3 minutos.  

Las muestras se agruparon en 63 pools, cada pool estaba conformado por 

tres ejemplares, aquellos que resultaron positivos fueron analizados 

individualmente. Se incluyó como control positivo ADN de bisonte para mamífero, 

ADN de gallina para ave y ADN de gecko para reptil, el control negativo solo 

contenía agua ultrapura. 

Los productos de ADN obtenidos fueron sometidos a electroforesis en 

geles de agarosa al 2%. Los geles fueron teñidos con bromuro de etidio y 

observados en un transiluminador UV ODYSSEY CLx Imaging System (LICOR 

Biosciences). 

Todos los productos de PCR positivos fueron purificados y secuenciados 

en el Laboratorio de Secuenciación Genómica de la Biodiversidad y de la Salud, 

del Instituto de Biología, UNAM. 

Secuenciación e identificación de muestras de sangre 

Los electroferogramas obtenidos se visualizaron en el programa Chromas 

y GeneStudio™ Professional Edition Version 2.2.0.0 (GeneStudio, Inc., USA), 

para la edición de la secuencia. Cada secuencia editada fue comparada con 

todas las secuencias disponibles en el repositorio de NCBI usando la herramienta 

BLASTn (Basic Local Aligment Search Tool) para una confirmación preliminar de 

la identidad de cada secuencia.  
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Se realizó un análisis de similitud entre las especies de flebotóminos 

identificadas mediante el cálculo del índice de Jaccard, el cual expresa el grado 

en que dos muestras son semejantes por las especies presentes en ellas, en 

este caso, para conocer la semejanza de sus hábitos alimenticios. Para esto se 

generó una tabla donde se registraron la presencia de especie de hospedero por 

especie de flebotómino y a partir de esto se calculó el índice de similitud 

utilizando la formula 𝐼𝐽: 𝑐 / (𝑎 + 𝑏 − 𝑐), donde “a” es el número de hospederos 

registrados en el flebotómino A, “b” es el número de hospederos registrados en 

el flebotómino B y “c” es el número de hospederos registrados en ambas 

especies de flebotóminos. Los resultados de este índice son valores entre 0, 

cuando no hay similitud, y 1, cuando dos muestras tienen la misma composición 

de especies. 

 Finalmente, se utilizó el programa Past versión 4.05 para realizar un 

cladograma con los datos obtenidos mediante el análisis de similitud de Jaccard, 

con el fin de visualizar de manera gráfica las similitudes de los hábitos 

hematófagos entre las especies de flebotóminos. 
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RESULTADOS 

Identificación morfológica 

Se montaron un total de 179 hembras pertenecientes a seis especies de 

la familia Phlebotominae, agrupadas en 4 géneros sensu Galati (2003), además 

de tres especímenes que no se pudo identificar debido a daños en las estructuras 

de importancia taxonómica (Tabla 2). Las especies más abundantes fueron 

Psathyromyia aclydifera, Psathyromyia panamensis y Psathyromyia carpenteri, 

las cuales representaron respectivamente el 45.81%, 25.59% y 20.67% de la 

colecta, mientras que las especies más raras fueron Bichromomyia olmeca 

olmeca y Psathyromyia undulata, cuyas colectas representan el 1.67% y el 0.55% 

respectivamente de la colecta total. 

Tabla 2. Lista de especies de flebotominos colectadas en la Estación de 

Biología Los Tuxtlas.  

 

Género Especie Número de ejemplares Porcentaje 

Bichromomyia olmeca olmeca 3 1.67% 

Lutzomyia cruciata 7 3.91% 

Lutzomyia sp. 3 1.67% 

Psathyromyia aclydifera 82 45.81% 

Psathyromyia carpenteri 37 20.67% 

Psathyromyia undulata 1 0.55% 

Psychodopygus panamensis 46 25.69% 

Total 6 especies 179 100% 
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Análisis de secuencias 

Se logró realizar la detección de preferencias alimenticias de 13 

ejemplares,  pertenecientes a las especies Psathyromyia aclydifera (n=6), 

Psathyromyia carpenteri (n=2) y Psychodopygus panamensis (n=2), al igual que 

tres ejemplares que no pudieron ser identificados y se mantuvieron como 

Lutzomyia sp. 

Fue posible identificar la presencia de aves, reptiles y mamíferos en las 

muestras analizadas, siendo los mamíferos los que se encontraron en mayor 

frecuencia, con un porcentaje del 76.92%. La especie de flebotómino 

Psathyromyia aclydifera fue la que presentó mayor diversidad de ingestas 

sanguíneas a lo largo del muestreo. 

Las ingestas sanguíneas fueron identificadas mediante la herramienta 

BLAST, con la que se detectó homología entre las secuencias propias y 

secuencias de humano (Homo sapiens), gallina (Gallus gallus), perro (Canis 

lupus familiaris), gecko común (Hemodactylus frenatus) y murciélago lengüeton 

(Glossophaga soricina) (Tabla 3), siendo la especie que se detectó en mayor 

proporción el humano, con una prevalencia del 53.85% (7/13), seguido por el 

perro con una prevalencia del 15.38% (2/13), la gallina con 15.38% (2/13), y el 

gecko y el murciélago, con una prevalencia del 7.69% (1/13) para cada uno.    
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Tabla 3. Especies de vertebrados identificadas dentro de hembras 

flebotomineas mediante la BLAST. 

Muestra Especie de 

flebotomino 

Vertebrado Número de 

acceso 

E value Identidad 

3_CytB 
Psychodopygus 

panamensis 
Homo sapiens DQ236097.1 2.00E-82 164/164(100%) 

9 CytB 
Psathyromyia 

aclydifera 
Canis lupus  JX849653.1 1.00E-92 206/213(97%) 

26 CytB 
Psathyromyia 

carpenteri 
Gallus gallus DQ512917.1 3E-58 150/163(92%) 

27_CytB Lutzomyia sp.  Homo sapiens MK936800.1 2.00E-86 173/174(99%) 

34_CytB 
Psathyromyia 

carpenteri 
Homo sapiens MK936800.1 4.00E-42 98/100(98%) 

35_CytB 
Psychodopygus 

panamensis 
Gallus gallus DQ512917.1 4E-89 196/202(97%) 

37_CytB Lutzomyia sp. Homo sapiens MK936800.1 3.00E-81 164/165(99%) 

 39_CytB 
Psathyromyia 

aclydifera 
Homo sapiens KP126150.1 7.00E-44 97/97(100%) 

45_CytB Lutzomyia sp. Canis lupus JX849653.1 2.00E-82 164/164(100%) 

49_CytB 
Psathyromyia 

aclydifera 
Homo sapiens MK936800.1 2.00E-75 156/158(99%) 

52_CytB 
Psathyromyia 

aclydifera 

Hemidactyluys 

frenatus 
GQ245970.2 2E-48 136/152(89%) 

54_CytB 
Psathyromyia 

aclydifera 

Glossophaga 

sorcina 
AF382865.1 1E-148 309/317(97%) 

58_CytB 
Psathyromyia 

aclydifera 
Homo sapiens AY289052.1 7.00E-75 157/160(98%) 

 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/DQ236097.1?report=genbank&log$=nuclalign&blast_rank=4&RID=HA4EC7V3014
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/JX849653.1?report=genbank&log$=nuclalign&blast_rank=1&RID=HA80M7NB01N
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/DQ512917.1?report=genbank&log$=nuclalign&blast_rank=1&RID=HNJBTVPK015
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/MK936800.1?report=genbank&log$=nuclalign&blast_rank=1&RID=HNK8VC3S015
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/MH553773.1?report=genbank&log$=nuclalign&blast_rank=1&RID=HNMK54JN015
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/DQ512917.1?report=genbank&log$=nuclalign&blast_rank=1&RID=HNNXFBPV014
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/MK936800.1?report=genbank&log$=nuclalign&blast_rank=1&RID=JZPWZ1RD014
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KP126150.1?report=genbank&log$=nuclalign&blast_rank=1&RID=JZR4A4E3014
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/JX849653.1?report=genbank&log$=nuclalign&blast_rank=1&RID=JZRJ418R015
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/MK936800.1?report=genbank&log$=nuclalign&blast_rank=1&RID=JZRTK7XE015
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/GQ245970.2?report=genbank&log$=nuclalign&blast_rank=1&RID=HS81UHVC015
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/AF382865.1?report=genbank&log$=nuclalign&blast_rank=1&RID=HS99NZDB014
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/AY289052.1?report=genbank&log$=nuclalign&blast_rank=1&RID=HSAVM8JN015
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A partir de estos resultados se cuantificó la cantidad de especies de hospederos 

relacionados a cada especie de flebotómino y se colocaron en la Tabla 4, donde 

1 expresa la presencia del hospedero y 0 expresa su ausencia.  

Tabla 4. Hospederos identificados por especie de flebotómino  

 P. aclydifera P. carpenteri P. panamensis Lutzomyia sp. 

Homo sapiens 1 1 1 1 

Canis lupus 

familiaris 
1 0 0 1 

Gallus gallus 0 1 1 0 

Hemodactylus 

frentaus 
1 0 0 0 

Glossophaga 

soricina 
1 0 0 0 

 

Posteriormente se calculó la semejanza entre los hábitos de cada especie de 

flebotómino (Tabla 5). Las especies con mayor similitud fueron P. carpenteri y P. 

panamensis, con una similitud de 1 en las cuales se encontró que ambas se 

alimentaron de los mismos hospederos: humano y gallina.  

Consecutivamente, P. aclydifera y Lutzomyia sp. obtuvieron una similitud de 0.4, 

ya que ambas se alimentaron de humano y perro, sin embargo, P. aclydifera se 

alimentó también de gecko y murciélago, especies que no fueron identificadas 

en algún otro flebotómino.  

P. carpenteri y P. panamensis compartieron únicamente un hospedero (el 

humano) con P. aclydifera, con quien tuvieron una similitud de 0.2, como con 

Lutzomyia sp., con una similitud de 0.33. 

Los resultados del análisis de similitud muestran que no hubo especies con cero 

similitudes, es decir, que todas las especies de flebotóminos colectados en el 

área comparten al menos un hospedero. 
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 Tabla 5. Análisis de similitud de Jaccard de especies de flebotóminos de 

la Estación de Biología Tropical “Los Tuxtlas”. 

 P. aclydifera P. carpenteri 
P. 

panamensis 
Lutzomyia sp. 

P. aclydifera - - - - 

P. carpenteri 0.2 - - - 

P. 

panamensis 
0.2 1 - - 

Lutzomyia sp. 0.4 0.33 0.33 - 

 

 Con los datos de la tabla 5, se realizó un cladograma utilizando el software Past 

(Figura 3), donde se puede observar que las especies P. carpenteri y P. 

panamensis se agruparon con una similitud de 1, mientras que las especies 

Lutzomyia spp. y P. aclydifera se agruparon con una similitud de 0.4, y a su vez, 

la diferencia entre Lutzomyia spp. con P. carpenteri y P. panamensis es de 0.33. 

De esta forma, es posible observar que los hábitos alimenticios de P. carpenteri 

y P. panamensis fueron iguales en este muestreo, y que las preferencias de P. 

aclydifera son más parecidas a las de otras especies de flebotóminos.  
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Figura 3. Cladograma del índice de similitud de Jaccard entre especies de 

flebotóminos con ingestas sanguíneas identificadas. 
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DISCUSIÓN 

La identificación de las fuentes alimenticias de los flebotóminos es 

importante para conocer más a profundidad el ciclo de vida y el comportamiento 

de estos dípteros, y es necesaria para conocer la epidemiología de las 

enfermedades que pueden transmitir. 

Se realizaron análisis moleculares para 179 organismos, de los cuales 

únicamente se recuperaron 13 resultados positivos durante la detección de 

preferencias alimenticias, lo que corresponde al 7.26% de las muestras totales.  

El bajo número de muestras positivas puede deberse a múltiples factores, 

como la falta de alimentación, la poca cantidad de sangre ingerida por el 

flebotómino, por los procesos digestivos que pueden desnaturalizar el ADN del 

vertebrado, o una baja cantidad de ADN amplificada durante la PCR, la cual 

difícilmente es detectable en los geles y no es sensible durante la secuenciación 

(Buongiorno, 2003; Kent, 2005; Abbasi et al., 2009). 

En este estudio se identificaron cinco especies de vertebrados (Humano, 

Gallina, Gecko, Murciélago y Perro) como fuente alimenticia para las especies 

de flebotóminos Lutzomyia sp., Psathyromyia aclydifera, Psathyromyia carpenteri 

y Psychodopygus panamensis en Los Tuxtlas, Veracruz.  

Se detectó sangre de humano en las cuatro especies de flebotóminos 

identificadas, las ingestas sanguíneas de perro corresponden a Psathyromyia 

aclydifera y Lutzomyia sp., la gallina corresponde a Psathyromyia carpenteri y 

Psychodopygus panamensis, mientras que el murciélago y el gecko se 

detectaron en Psathyromyia aclydifera. 

Psathyromyia aclydifera fue la especie más abundante y con mayor 

diversidad de hospederos, ya que se alimentó de humano, perro, gecko y 

murciélago, además, le corresponden tres de las siete ingestas sanguíneas 

humanas detectadas en el estudio. A pesar de esto, la especie no se considera 

antropofílica (Ibáñez-Bernal, 2001; Gómez et al., 2014) y parece tener tendencias 
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generalistas, sin embargo, es una especie que no ha sido estudiada a 

profundidad y se han realizado pocos esfuerzos en conocer sus hábitos 

alimenticios a pesar de que se ha encontrado infectada naturalmente con 

Leishmania en Panamá (Christensen et al., 1972) y más recientemente, en 

México (Lozano-Sardaneta et al., 2020). 

Dentro de los vertebrados detectados, el perro (Canis lupus familiaris) es 

señalado como un hospedero habitual y ha sido identificado como fuente 

alimenticia en diversos estudios (Anexo 1), sin embargo, algunos autores han 

sugerido que que los perros son menos atractivos para los flebotóminos que otras 

fuentes potenciales de sangre como ganado, cerdo y burros (Marassá et al., 

2013; Paternina, 2016). 

Es importante mencionar que este cánido ha sido encontrado 

naturalmente infectado por diversas especies de Leishmania en todo el mundo y 

es considerado en la literatura como un importante reservorio del protozoario 

debido a la cercanía al ser humano (Ashford, 1996, Courtneay et al., 2002; 

Dantas-Torres, 2007). Sin embargo, el papel del perro doméstico como 

reservorio ha sido cuestionado debido a que algunos autores consideran la 

incriminación de este mamífero puede ser circunstancial, y que el rol del perro 

corresponde a un hospedero accidental y no a un reservorio (Castro et al., 2007; 

Dantas-Torres, 2007). 

La detección de este vertebrado puede ser resultado de perros 

pertenecientes a las comunidades rurales que se adentran a la zona boscosa y 

son mordidos por flebotóminos, o existe la posibilidad de que sean los 

flebotóminos quienes se aproximen a los perros para su alimentación. La 

detección de sangre de perro en Psathyromyia aclydifera puede implicar que 

existe una situación de riesgo para la población local. 

Otro de los hospederos identificados es Hemidactylus frenatus (gecko 

común), una especie exótica que habita en bosques tropicales y subtropicales, y 

que también es considerada una especie sinantrópica, al tener una gran 

capacidad de adaptación para habitar en ambientes antropizados, por lo que es 
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posible que el flebotómino se haya alimentado de este reptil dentro o fuera de la 

Estación. 

De igual manera, se encontró ADN perteneciente al murciélago 

Glossophaga soricina, el cual está ampliamente distribuido en todo el país y es 

principalmente palinófago y frugívoro. El área aledaña a la Estación de Biología 

es un bosque perennifolio, el cual está compuesto por especies arbóreas que 

proveen frutas que alimentan y atraen a murciélagos y que, además, proveen las 

condiciones ambientales idóneas para que los flebotóminos puedan vivir y 

reproducirse, por lo que la interacción entre el díptero y el quiróptero es muy 

propensa a ocurrir, en especial al atardecer, cuando ambos son más activos. 

Berzunza-Cruz et al. (2015) realizó un estudio para determinar la infección 

por Leishmania mexicana en murciélagos de 6 estados de la República 

Mexicana, donde identificó a 13 especies de quirópteros infectados, entre ellos 

a Glossophaga soricina, la cual tuvo una alta prevalencia de individuos infectados 

y se designó como un reservorio potencial. De igual manera, en un estudio 

llevado a cabo en Brasil, Savani et al. (2010) detectó mediante PCR la infección 

de Leishmania chagasi y Leishmania amazonensis en Glossophaga soricina y en 

otras 9 especies de murciélago. 

La detección de murciélago en este estudio revela la interacción entre 

murciélagos y flebotóminos en Veracruz, por lo que se sugiere realizar estudios 

que permitan conocer más a fondo esta relación, así como la importancia de 

Psathyromyia aclydifera como vector y la de Glossophaga soricina como 

reservorio de Leishmania mexicana.  

Por otro lado, tenemos a la especie de flebotómino Psychodopygus 

panamensis, la cual fue encontrada con sangre de humano y gallina. Esta 

especie es considerada altamente antropofílica (Fairchild & Hertig, 1959), sin 

embargo, estudios realizados en Ecuador (Palacios, 2015) y Colombia (González 

et al., 2018) atribuyen a Psychodopygus panamensis un comportamiento 

generalista, ya que se reportó que se alimenta de diversos vertebrados, como 
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aves (Gallinas) y varias especies de mamíferos, incluyendo al humano; lo cual 

se asemeja a los resultados obtenidos en este trabajo.  

La presencia de la sangre de estos hospederos en este flebotómino nos 

hace pensar que esta especie puede participar directamente en el ciclo de 

transmisión de Leishmania en el área, considerando que Psychodopygus 

panamensis es un vector confirmado en Guatemala, Venezuela y México, y se 

considera vector sospechoso en Honduras, Nicaragua y Panamá (Maroli et al., 

2013; Pech-May et al., 2016).  

Es importante remarcar que la gallina (Gallus gallus) ha sido reportada 

frecuentemente como fuente alimenticia de diversas especies de flebotóminos, 

principalmente en zonas rurales y semiurbanas, (Sant-Anna et al., 2008; Afonso 

et al., 2012). 

El papel de las gallinas en la epidemiología de las leishmaniasis es 

interesante; por un lado, las aves constituyen una fuente alimenticia atractiva, y 

se ha reportado que el refugio de las gallinas domésticas puede proveer sitios de 

crianza ideales para los flebotóminos, logrando un crecimiento poblacional de 

estos y, en consecuencia, haciendo más probable la interacción humano-

flebotómino (zoopotenciación) (Valderrama, 2011; de Ávila et al., 2018; González 

et al., 2018). Por otro lado, debido a sus características fisiológicas, las aves son 

un grupo refractario a la infección por Leishmania, y pueden promover un efecto 

de dilución, logrando que en las zonas donde los flebotóminos se alimenten de 

ellas haya una baja prevalecía del parásito en mamíferos y en otros flebotóminos 

(zooprofilaxis) (Sant’Anna et al., 2010; González 2018).  

Saul (2003) llegó a la conclusión de que el nivel de riesgo de mortalidad 

vectorial mientras se busca alimento, determinado por la proximidad de los 

hospederos al sitio de cría de los mosquitos es crítico para determinar si existe 

zooprofilaxis o zoopotenciación. 

Adicionalmente, Sant’Anna et al (2010) aseveró que, a pesar de que las 

aves no desarrollan la infección por Leishmania debido a factores fisiológicos, su 
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sangre no impide el desarrollo del parásito en los flebotóminos e incluso propicia 

una mayor producción de promastigotes metacíclicos (la forma infectiva del 

protozoario) en comparación con la sangre de mamífero, por lo que la 

alimentación flebotominea de sangre de gallina no constituye una protección 

contra la enfermedad, ya que puede promover el desarrollo de una mayor 

cantidad de parásitos en el vector, aumentando el potencial de transmisión. 

Gallus gallus fue identificada también en el flebotómino Psathyromyia 

carpenteri, del cual no se conocen con certeza sus preferencias alimenticias y si 

tiene algún papel en la transmisión de Leishmania. Este díptero no se considera 

antropofílico y es comúnmente encontrado cerca de madrigueras de armadillos 

(Williams, 1970; Ibáñez-Bernal et al., 2015; Vivero et al., 2017) Adicionalmente, 

se reportó infectado con Leishmania infantum en el estado de Veracruz (Lozano-

Sardaneta et al., 2020). 

Finalmente, se lograron identificar dos muestras de ingestas sanguíneas 

correspondientes a humano y una correspondiente a perro, las cuales 

pertenecen a las hembras flebotomineas que no pudieron ser identificadas 

taxonómicamente. 

Uno de los resultados de mayor relevancia en este estudio es la alta 

prevalencia de sangre humana identificada en las hembras flebotomineas, pues 

se encontró presente en 7 de las 13 muestras identificadas y en las cuatro 

especies de flebotóminos, a pesar de que únicamente Psychodopygus 

panamensis es considerada antropofílica. Esto se puede atribuir a la presencia 

humana en el área de la Estación de Biología Los Tuxtlas, además de la 

presencia de algunas casas en la zona aledaña. Asimismo, se sabe que  los 

flebotominos se pueden mover hacia zonas peridomiciliarias para su 

alimentación y posteriormente regresar a sus sitios de reposo, permitiendo que 

se alimenten de humano, animales domésticos y vertebrados silvestres (Lainson 

& Rangel, 2005).  

La aparente preferencia hacia el humano se puede atribuir a la 

disponibilidad de vertebrados presentes en la zona, así como al tamaño corporal 
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de estos, de manera que el humano, al tener mayor masa corporal, es más 

propenso a actuar como fuente alimenticia para los flebotominos (Deane, 1956; 

Quinell et al., 1992). 

Es probable también que la recurrencia del humano como fuente 

alimenticia se deba al comportamiento de estos insectos, ya que es conocido que 

estos tienden a alimentarse en agregaciones e incluso “invitan” a otras hembras 

a alimentarse en el mismo sitio a través de una feromona producida en los palpos 

maxilares (Schlein et al., 1984). La alimentación cooperativa brinda diversos 

beneficios para los flebotóminos, como un menor gasto de saliva, una mayor 

fecundidad y un menor tiempo de alimentación (Tripet et al., 2009). De esta 

forma, es posible que una gran cantidad de los flebotóminos colectados en un 

mismo sitio, se hayan alimentado de un mismo hospedero. 

La detección del humano como fuente alimenticia de flebotóminos es de 

relevancia, ya que constituye un precedente en caso de que fuera necesario 

incriminar a alguna de estas especies como posibles vectores de Leishmania en 

México, considerando que uno de los cinco criterios de incriminación es observar 

o identificar que el flebotómino se alimente de humanos (Killick-Kendrick,1999). 

Independientemente del origen de la sangre humana, es notable que esta 

constituye la mayoría de las muestras identificadas, por lo que se puede 

determinar que hay una propensión hacia el ser humano, aunque los 

flebotóminos se alimentarán de otros vertebrados si es oportuno.  

Cazorla (2014) realizó un estudio para determinar patrones de 

coocurrencia y conducta alimenticia de flebotóminos en Venezuela, donde 

encontró que las estructuras de los gremios (“antropofílicas” y “zoofílicas”) no 

son significativamente diferentes y menciona que las preferencias de una hembra 

flebotominea hacia un hospedero en particular pudiera interpretarse como un 

evento heterogéneo, circunstancial y oportunista, donde las densidades de los 

flebotóminos y de los hospederos vertebrados juegan un papel más fundamental. 
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Es importante realizar mayores estudios para conocer a fondo las 

conductas alimenticias de los flebotóminos mexicanos y si en realidad existe 

alguna preferencia antropofílica que pueda estar relacionada en la transmisión 

de enfermedades vectoriales. 

Actualmente, tenemos acceso a tecnologías de secuenciación de nueva 

generación, como el metabarcoding, que puede ser una alternativa apta para la 

identificación de muestras sanguíneas en mosquitos, permitiendo la 

identificación de múltiples insectos a la vez, así como la correcta detección e 

identificación de ADN de distintos vertebrados en una muestra sanguínea 

(Batovska et al., 2018; Estrada-Franco et al., 2020) 

Aunque esta técnica cuenta con sus propias limitaciones, su uso es 

prometedor para la elaboración de análisis ecológicos más complejos, la 

detección de ADN en muestras ambientales y, más particularmente, para 

incrementar el conocimiento de los mosquitos, sus hábitos alimenticios y los 

patógenos presentes en ellos (Taberlet et al., 2012). 
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CONCLUSIONES 

En este estudio se identificaron y procesaron 179 ejemplares de 

flebotóminos provenientes de la región de los Tuxtlas, Veracruz; los cuales 

pertenecen a 6 especies de 4 géneros distintos, además de 3 ejemplares que no 

se lograron identificar taxonómicamente y se registraron como Lutzomyia sp.  

Las especies identificadas fueron Bichromomyia olmeca olmeca, 

Lutzomyia cruciata, Lutzomyia sp., Psathyromyia aclydifera, Psathyromyia 

carpenteri, Psathyromyia undulata y Psathyromyia panamensis, siendo las 

especies más abundantes P. aclydifera, P. panamensis y P. carpenteri. Dentro 

de las especies colectadas, B. olmeca olmeca, L. cruciata y P. panamensis han 

sido incriminadas como vectores de Leishmania en el país. 

Los ejemplares fueron procesados para la amplificación e identificación de 

vertebrados mediante PCR, utilizando el gen mitocondrial Citocromo b; de los 

cuales se identificaron el 7.26% de las muestras y se encontró al humano como 

la fuente alimenticia con mayor recurrencia en este estudio, seguido por el perro 

y gallina, además, se registró la presencia de sangre gecko y murciélago. 

 La variedad de hospederos identificados es interesante, ya que aporta 

conocimientos de los hábitos alimenticios de los flebotóminos, de sus relaciones 

ecológicas y nos deja entrever la existencia de conductas oportunistas de 

alimentación. 

Aunque en este estudio se obtuvo una alta prevalencia del humano como 

fuente alimenticia, esta se puede atribuir a la cercanía de comunidades y de la 

Estación de Biología Tropical con el sitio de muestreo, sin embargo, es 

imperativo realizar estudios posteriores para determinar si esta conducta es 

meramente oportunista o si existe una afinidad hacia el humano. 

De manera independiente a la conducta flebotominea, este hallazgo tiene 

importancia médica y ecológica, y debe ser considerado para la incriminación 
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futura de vectores o para la creación de medidas preventivas y de control de 

enfermedades vectoriales. 
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ANEXOS 

Anexo 1.  Estudios de identificación de fuentes alimenticias de flebotóminos. 

Especie del vertebrado Especie del 

flebotómino 

 

Método de 

detección 

 

País 

 

Referencia 

 Nombre científico Nombre común 

Gallus gallus Gallina 

Nyssomyia trapidoi PCR Ecuador 
Anaguano et al., 

2015* 

Homo sapiens Humano 

Canis lupus familiaris Perro 

Bos taurus Vaca 

Especie no especificada Ave 

Nissomyia intermedia 
Test de 

precipitado 
Brasil Baum et al., 2013* 

Equus caballus Caballo 

Felis catus Gato deméstico 

Homo sapiens Humano 

Canis lupus familiaris Perro 

Especie no especificada Roedor 

Especie no especificada Tlacuache 

Bos taurus Vaca 

Especie no identificada Ave 

Phlebotomus mascitti, 

Phlebotomus patasi, 

Phlebotomus perfiliewi 

y Phlebotomus 

perniciosus  

ELISA Italia 
Bongiorno et al., 

2003 

Especie no identificada Borrego 

Especie no identificada Equino 

Homo sapiens Humano 

Canis lupus familiaris Perro 

Especie no especificada Ave 

Lutzomyia longipalpis ELISA Brasil 
de Oliveira et al., 

2008* 
Homo sapiens Humano 

Canis lupus familiaris Perro 

Sus scrofa domestica Cerdo  
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Cantorchilus leucotis Cucarachero Lutzomyia gomezi, 

Micropygomyia 

cayennensis, 

Micropygomyia 

trinidadensis, 

Pintomyia evansi y 

Psychodopygus 

panamensis 

 

PCR 

(citocromo 

b) 

 

 

 

Colombia 

 

González et al., 

2018 

 

Gallus gallus Gallina 

Homo sapiens Humano 

Marmosa robinsoni Marmosa de Robinson 

Anas platyrhynchos 

domesticus 
Pato doméstico 

Canis lupus familiaris Perro 

Gallus gallus Gallina 
Phlebotomus ariasi, 

Phlebotomus 

perniciosus, 

Phlebotomus sergenti 

y Sergentomyia 

minuta. 

 

PCR 

(citocromo 

b) 

 

Portugal 

 

Maia et al., 2013* 

 

Felis catus Gato doméstico 

Especie no especificada Lagartija 

Especie no especificada Roedor 

Homo sapiens Humano 

Phlebotomus perfiliewi 

PCR-RFLP 

(citocromo 

b) y ELISA 

Irán 
Maleki et al., 

2009* 
Canis lupus familiaris Perro 

Bos taurus Vaca 

Especie no especificada Bovino 

Nyssomyia intermedia 

y Nyssomyia neivai 
ELISA Brasil 

Marassá et al., 

2013* 

Equus caballus Caballo 

Sus scrofa domestica Cerdo 

Gallus gallus Gallina 

Homo sapiens Humano 

Canis lupus familiaris Perro 

Equus asinus Asno Lutzomyia gomezi, 

Micropygomyia 

atroclavata, 

Micropygomyia 

cayennensis 

PCR 

(citocromo 

b) 

 

Colombia 
Paternina et al., 

2015 
Equus caballus Caballo 

Gallus gallus Gallina 
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Homo sapiens Humano 
cayennensis, 

Micropygomyia 

micropyga, 

Micropygomyia 

trinidadensis, 

Pintomyia evansi, 

Psathyromyia 

shannoni y 

Psychodopygus 

panamensis 

 

 

Sus scrofa Jabalí 

Anolis sp. Lagartija 

Mabuya sp. Mabuya 

Proechimys guyanensis Rata espinosa 

Tamandua mexicana Tamandúa norteño 

Bos Taurus Vaca 

Especie no especificada Ave 

Psychodopygus lloydi 

PCR-RFLP 

(citocromo 

b) 

Brasil 
Quaresma et al., 

2012* 

Especie no especificada Marsupial 

Especie no especificada Roedor 

Homo sapiens Humano 

Oryctolagus cuniculus Conejo 

Phlebotomus 

perniciosus 
ELISA Italia Rossi et al., 2008* 

Gallus gallus Gallina 

Homo sapiens Humano 

Especie no especificada Borrego 

Canis lupus familiaris Perro 

Gallus gallus Gallina 
Lutzomyia longipalpis 

 

PCR 

(citocromo 

b)   

Brasil 
Sant’Anna et al., 

2008*  Homo sapiens Humano 

Especie no especificada Borrego Phlebotomus alexandri 

Phlebotomus 

bergeroti, 

Phlebotomus 

duboscqi, 

Phlebotomus lesleyae, 

PCR-RFLP 

(citocromo 

b y COI) y 

ELISA 

Etiopía Yared et al., 2019* Equus africanus asinus Burro 

Especie no especifica Camello 
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Gallus gallus Gallina 

Phlebotomus 

orientalis, 

Phlebotomus papatasi, 

Sergentomyia 

africana, 

Sergentomyia 

bedfordi, 

Sergentomyia clydei, 

Sergentomyia 

schwetzi 

Homo sapiens Humano 

Canis lupus familiaris Perro 

Bos taurus Vaca 
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