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RESUMEN

El ciclo ecoldgico de las zoonosis esta compuesto de varios actores, entre estos
se encuentran los reservorios, que son aquellos que no solamente adquieren la
infeccion, sino que, ademas, son una fuente de infeccion para los vectores. Se
planted la hipdtesis que los roedores y murciélagos (reservorios potenciales) que
habitan en simpatria con los vectores: triatomas, lutzomyias, ixodes vy
amblyommas estan infectados con uno, dos o los tres parasitos (Trypanosoma
cruzi, Leishmania spp. y Borrelia burgdorferi) causantes respectivamente de
Tripanosomiasis americana, Leishmaniosis y Borreliosis en la region de Los
Tuxtlas. Se realizaron colectas bimensuales de octubre de 2011 a mayo de 2013
para documentar estas interacciones. Se usaron diferentes métodos de muestreo
para la captura de roedores y quirdpteros y la posterior colecta de tejidos
bioldégicos, asi como la colecta de triatominos, lutzomyias y garrapatas. Se
capturaron 204 mamiferos de 17 especies, 150 triatominos de dos especies, 1003
lutzomyias de 15 especies y 189 individuos de garrapatas, de las cuales han sido
identificadas tres especies hasta el momento. Se detectd Borrelia spp. en el 7% de
todos los murciélagos (n=78). La prevalencia por especie fue para C. sowelli del
42% y en A. jamaicensis del 11%; ningun individuo de A. lituratus y S. lilium fue
positivo. Sin embargo, todos los individuos fueron negativos para B. burgdorferi.
En el caso de T. cruzi, todos los murciélagos resultaron negativos a la infeccion. El
0.4% de los roedores analizados (n=26) fue positivo a Borrelia spp. pero no se

detectd B. burgdorferi en ningun individuo. El individuo positivo a Borrelia spp.



pertenece a la especie H. desmarestianus. Con respecto a T. cruzi, todos
resultaron negativos.

El 20% de los triatominos analizados pertenecientes a T. dimidiata fueron
positivos para T. cruzi (n=10). El 16% de los flebétomos analizados (n=110)
fueron positivos a Leishmania spp. Las prevalencia por especie fueron: Lu.
aclydifera 19% (n=69), Lu. deleoni 50% (n=2), Lu. shannoni 33% (n=3), Lu.
carpenteri 25% (n=4), Lu. cruciata 25% (n=4) y Brumptomyia hamata/mesai 50%
(n=2). Se corrobora la presencia de triatomas infectadas con T. cruzi. Ademas, es
la primera vez que se documenta la presencia de Leishmania y Borrelia en la
region de Los Tuxtlas. El que no se haya detectado T. cruzi en mamiferos
silvestres podria indicarnos la domiciliacion de la infeccion y por consiguiente, del
parasito ya que las triatomas positivas fueron colectadas en el peridomicilio. Este

estudio es pionero en analizar el ciclo ecoldgico total de estas tres zoonosis.

ABSTRACT

The ecological cycle of zoonoses is composed of several actors, these include
reservoirs, which are not only those who acquire the infection, but also are a
source of infection for vectors. Triatomas, lutzomyias, Ixodes and amblyommas are
infected with one, two or all three parasites (Trypanosoma cruzi, Leishmania spp.
and Borrelia burgdorferi) Cause: the hypothesis that rodents and bats (potential
reservoirs) living in sympatry with the vectors was raised respectively of American
Trypanosomiasis, Leishmaniasis and Borreliosis in the region of Los Tuxtlas.
Bimonthly collections October 2011 to May 2013 were conducted to document

these interactions. Different sampling methods for catching rodents and bats, and
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the subsequent collection of biological tissues, as well as the collection of
triatomines lutzomyias and ticks were used. 204 mammals of 17 species, two
species of 150 triatominos, 1003 lutzomyias of 15 species and 189 individuals tick,
of which three species have been identified so far were captured. Borrelia spp.
detected. 7% of all bats (n=78). The prevalence for C. sowelli species was 42%
and 11% A. jamaicensis; any individual A. lituratus and S. lilium was positive.
However, all individuals were negative for B. burgdorferi. In the case of T. cruzi, all
bats tested negative for the infection. 0.4% of the rodents tested (n = 26) were
positive for Borrelia spp. but B. burgdorferi was not detected in any individual. The
positive individual Borrelia spp. belongs to the species H. desmarestianus.
Regarding T. cruzi, all were negative. 20% of the triatomines belonging to T.
dimidiata analyzed were positive for T. cruzi (n = 10). 16% of sandflies analyzed (n
= 110) were positive for Leishmania spp. The prevalence of each species were Lu.
aclydifera 20% (n = 71), Lu. deleoni 50% (n = 2), Lu. shannoni 33% (n = 3), Lu.
carpenteri 25% (n = 4), Lu. cruciata 25% (n = 4). The presence of triatomines
infected with T. cruzi is corroborated. In addition, it is the first time the presence of
Leishmania and Borrelia documented in the region of Los Tuxtlas. The failure is
detected T. cruzi in wild mammals could indicate the clearance of infection and
therefore the parasite since positive triatomines were collected in the homes. This

study is a pioneer in analyzing the total ecological cycle of three zoonoses.
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1. INTRODUCCION

Las zoonosis son enfermedades infecciosas que naturalmente son
transmitidas entre vertebrados y el ser humano (Palmer et al. 1998). Dentro de
éstas se encuentran las zoonosis emergentes, que son aquellas que han sido
descubiertas recientemente, o0 que ya se les conocia, pero presentan un
incremento en la incidencia y expansion geografica, se presentan en nuevos
hospederos y el rango de distribucion de sus vectores, ha aumentado (Daszak et
al. 2001). Algunos ejemplos de este tipo de enfermedades son el Virus del Oeste
del Nilo (Ezenwa 2006), la enfermedad de Lyme (Ostfeld y Keesing 2000), y el
Sindrome Respiratorio Agudo Severo (SARS) (Alam y Hammerschlag 2004) que
son causadas por patdgenos generalistas es decir, aquellos que infectan
facilmente a mas de una especie de hospedero (Woolhouse et al. 2001). El ciclo
ecoldgico de una zoonosis esta compuesto por cuatro actores principales estos se
clasifican en: 1) el parasito, 2) los reservorios, que son aquellos que no solo
adquieren la infeccion, sino que, ademas, son una fuente de infeccion para 3) los
vectores, que son los artropodos (insectos y/o garrapatas) que transmiten los
patdogenos a los 4) hospederos accidentales que son los individuos que
potencialmente pueden desarrollar la enfermedad (Disney 1968). Se considera
reservorios a los animales que mantienen al patogeno (Ostfeld y Keesing 2000).
Muchas enfermedades infecciosas del ser humano son causadas por agentes
patdgenos que habitan predominantemente en mamiferos silvestres. Dentro de
estos, los grupos mas importantes son los roedores y los murciélagos ya que se
reconocen como reservorios de patdgenos, los cuales mediante el “cruzamiento

de especies” llegan a infectar a otros animales silvestres y al ser humano (Mills y
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Childs 1998; Kunz y Fenton 2003; de Luis et al. 2013). Existen dos tipos de
reservorios; reservorio primario, que es el mamifero responsable de mantener la
infeccion en un foco enzodtico, y el reservorio secundario, que es aquel que a
pesar de infectarse, no puede mantener el ciclo enzodtico (Saliba et al. 1999;
Shaw 1998). Los animales domésticos, como perros, caballos, cerdos y gatos son,
en principio, hospederos accidentales, sin embargo, esto no implica que sean
menos importantes en el ciclo ecoldgico de las zoonosis (Silva et al. 2005).

Estas interacciones entre reservorios y vectores son fundamentales para la
prevalencia de algunas zoonosis, ya que la dinamica de las enfermedades esta
correlacionada con las fluctuaciones poblacionales de los vectores y reservorios
(McHugh et al. 1996; McHugh et al. 2003).

La Leishmaniosis, la enfermedad de Lyme y la enfermedad de Chagas son
algunas de las zoonosis mas importantes, por la morbilidad y mortalidad que
originan, asi como por el numero de personas que habitan en zonas donde se
tiene documentada la presencia de los mamiferos que son reservorios y los
insectos (triatominos y lutzomyias) y las garrapatas (/xodes y Amblyomma)
vectores de estas enfermedades (Ramsey et al. 2003; Gordillo et al. 2003;
Rebollar et al. 1996). El estudio de la enfermedad de Chagas y Leishmaniosis en
el pais, se ha descuidado (Hotez 2014). En el caso de la enfermedad de Lyme no
hay estudios de su ecologia. Hasta el momento se desconoce el total de especies
que estan involucradas en el desarrollo de estas tres zoonosis. Por lo tanto, es
muy importante conocer especificamente a los organismos que participan
activamente en el ciclo ecoldgico de las mismas. Por lo tanto, el propdsito de este

trabajo fue documentar que especies de roedores y murciélagos cumplen el papel
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de reservorios, asi como que especies de chinches, garrapatas y lutzomyias estan
infectadas con Trypanosoma cruzi, Borrelia burgdorferi y Leishmania spp.

respectivamente.

2. ANTECEDENTES

2.1 Tripanosomiasis americana (enfermedad de Chagas)

La Tripanosomiasis americana o enfermedad de Chagas fue descrita por
primera vez en Brasil en 1909 (Chagas 1909). Es causada por el protozoario
parasito Trypanosoma cruzi (Kinetoplastida: Trypanosomatidae). Este parasito es
transmitido por las heces de ciertas especies de insectos hematdfagos de la
familia Reduviidae, subfamilia Triatominae (Peterson et al. 2002; Chagas 1909).
Es una zoonosis vectorial. Dado su evolucién esta enfermedad cursa hacia la
cronicidad en seres humanos, pasando por tres etapas (aguda, latente y cronica),
pudiendo causar la muerte en diferentes etapas de la infeccion. Entre el 10 al 15
% de los enfermos presentan discapacidad como consecuencia de los dafos
cardiacos o digestivos (Apt et al. 2008). En América los triatominos se encuentran
en zonas tropicales y subtropicales aproximadamente entre los 40° paralelos en
cada hemisferio (Rodriguero y Gorla 2004). Los casos que se han detectado
seropositivos tanto en animales reservorios como en seres humanos para el
parasito de T. cruzi, han sido entre las latitudes 42° norte a la 46°, desde el sur de
Estados Unidos hasta el sur de Argentina (Pinto-Dias et al. 1992; Coura 1983;
1985; Pereira 1985).

Todos los triatominos desde sus primeros estados ninfales necesitan alimentarse

de sangre para desarrollarse y las hembras ademas, para el desarrollo de sus
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huevos, por lo tanto, pueden transmitir el parasito durante todas las fases de su
desarrollo, después de su eclosion (figura 1) (Lent y Wygodzinsky 1979). Las
rutas secundarias mas comunes de transmision son las transfusiones de sangre,
infeccion congénita, trasplante de tejido, e incluso, se han reportado casos de
transmision oral del parasito, debido a la ingesta de jugos de fruta, contaminada
con las heces del vector (Alarcon et al. 2010; Beltrao et al. 2009), aunque la
principal causa de transmision es la vectorial (Martins- Melo et al. 2012). Entre el
30% y 40% de los individuos con esta enfermedad desarrollan patologias cronicas

inflamatorias, disfunciones del tracto gastrointestinal y cardiopatias (Duthie et al.

2005).
Ciclo de vida
Huevo Ninfas Adultos

Figura 1. Fases de desarrollo (estadios) de un triatomino desde huevo hasta
adulto. (Tomado de Bayer- Instituto Nacional de Salud Publica)

La enfermedad de Chagas es una causa importante de morbilidad y
mortalidad en todo el continente Americano, ya que esta afecta alrededor de 16 a
18 millones de personas, y el numero de victimas mortales se calcula entre 25,500
y 63,000 por afio en todo el continente Americano, y por lo menos 69,000 contraen
la enfermedad, ademas, se estima que 100 millones de personas de 21 paises del

Nuevo Mundo viven en zonas endémicas y por lo tanto, estan en riesgo de
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infeccion, ya que en estas zonas, del 25 al 100% de las viviendas pueden estar
infestadas con triatominos vectores, de todos los estadios ninfales (Levy et al.
2006; Ramsey et al. 2003; Peterson et al. 2002). Entre las enfermedades
cardiacas, la enfermedad de Chagas es la mas prevalente en las zonas
endémicas, y es la enfermedad parasitaria que mas muertes ocasiona en todo el
continente Americano (Duthie et al. 2005; WHO 2002). Por lo anterior, el Banco
Mundial desde 1993, la considera como la enfermedad parasitaria mas grave de

América (Miles et al. 2003; Schofield et al. 1996).

2.2 Ciclos de transmisién natural de Trypanosoma cruzi

Existen dos diferentes maneras de transmision vectorial del parasito T.
cruzi; 1) el de origen enzodtico, el cual se presenta en zonas silvestres en donde
participan los mamiferos reservorios silvestres y las chinches nativas de esas
areas y 2) el que ocurre en los asentamientos humanos, cuyas viviendas se
encuentra habitando alguna de las especies de triatominos vectores y sitios
peridomésticos donde el ciclo se mantiene (Pinto-Dias 1992).

Los triatominos adquieren los tripomastigotes circulantes del parasito a través de
la sangre que ingieren de un reservorio mamifero previamente infectado.
Posteriormente, el desarrollo del parasito se completa en el intestino del vector,
cuando los tripomastigotes se transforman mediante una forma intermedia llamada
esferomastigote a epimastigotes, la cual es la etapa principal de replicacién en el
vector. Los epimastigotes migran al intestino posterior del triatomino y se
diferencian en tripomastigotes metaciclicos infecciosos, que se excretan junto con

las heces del vector. La transmision se lleva a cabo cuando los triatominos
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infectados pican al hombre o a los animales y después de una ingesta abundante
de sangre, defecan facilmente sobre la piel. Estos tripomastigotes metaciclicos
penetran al tejido cuando estas deyecciones se frotan sobre la piel o las mucosas,
donde entran a través de la mordedura o la lesion del vertebrado (Burleigh y
Andrews 1995). Los parasitos circulantes pueden comenzar nuevos ciclos de
replicacion e infectar a otros vectores de la misma y/o diferente especie que se
alimenten del hospedero, la oportunidad de adquisicion del parasito en el vector se
potencializa, ya que T. cruzi puede permanecer durante toda la vida del reservorio
(Bern et al. 2011).

El éxito de transmision del vector dependera de la capacidad de adaptabilidad,
plasticidad y rango de movimiento que pueda llevar a cabo cada especie de
triatomino en el medio intra y peridomiciliario, asi como en los habitats selvaticos
(Dujardin y Schofield 2004; Schofield et al. 1999). Uno de los mas importantes
aspectos con los que se complementa el ciclo silvestre de T. cruzi, son los
mamiferos cuya sangre sirve de alimento a los triatominos y de reservorio al
parasito, algunos de los principales reservorios son marsupiales y roedores, ya
que los triatominos colonizan sus nidos, que les brindan refugio y alimento (WHO
2002; Lent y Wygodzinsky 1979). En la actualidad se han registrado 180 especies
de mamiferos como reservorios de T. cruzi, aunque potencialmente todos los
mamiferos pueden ser reservorios del parasito (Herrera 2010; Bern et al. 2011).
En particular, armadillos, primates y marsupiales son importantes reservorios de T.
cruzi, debido a que éstos tres grupos de mamiferos son sus reservorios

ancestrales (Chagas 1912 y 1924; Yeo et al. 2005; Gaunt y Miles 2000).
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2.3 Enfermedad de Chagas (Tripanosomiasis americana) en México

Se han registrado para México 35 (25%) de las 140 especies de 11 géneros
de triatominos conocidos en todo el mundo, 28 de ellas endémicas de México y
Centroamérica. Por lo tanto, existen en el pais un elevado numero de vectores
que potencialmente pueden transmitir T. cruzi (Ibarra-Cerdefia et al. 2009;
Carcavallo et al. 1999; Salazar-Schettino et al. 1998; Lent y Wygodzinky 1979;
Schofield y Galvao 2009).

En 1928 en el estado de Veracruz se registra por primera vez a Triatoma
dimidiata uno de los principales vectores para el pais de T. cruzi, (Hoffman 1928).
Sin embargo, no fue hasta el periodo comprendido entre 1936 y 1940 en Oaxaca,
cuando se registré6 por primera vez al vector, reservorios y al ser humano
infectados (Mazzotti 1936; 1940). Los vectores de la enfermedad de Chagas se
distribuyen por todo el pais (Cruz-Reyes y Pickering-Lopez 2006). Se estima que
71 millones de personas se encuentran en riesgo de contraer la infeccion con T.
cruzi por transmision vectorial de al menos diez especies de triatominos (Mota et
al. 2007). En tanto que, aproximadamente 1.8 millones (~2% de la poblacién de
México) podrian estar infectados. Ademas los muertos ocasionados por esta
enfermedad podrian estar entre 25 500-63 000 por ano, incluyendo la mortalidad
infantil (0-5 afos) de ~ 830 muertes por afio (Ramsey et al. 2003).

2.4 Factores ecoldgicos relacionados con la incidencia de la enfermedad de
Chagas

Mamiferos silvestres como marsupiales, roedores, mustélidos, canidos y
murciélagos son reservorios de T. cruzi. Sin embargo, en México a pesar de ser

uno de los paises con mayor numero de especies de mamiferos (525) a nivel
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mundial, se desconocen las especies que participan activamente en el ciclo
ecolégico de la enfermedad de Chagas (Ceballos y Oliva 2005; Peterson et al.
2002; Ruiz-Pifia y Cruz-Reyes 2002; Zavala-Velazquez et al. 1996).

En el caso de los reservorios domésticos de T. cruzi los principales son los gatos y
perros, ya que se ha correlacionado la presencia de personas enfermas de
Chagas que tienen estas especies como mascotas. (Segura y Escobar-Mesa
2005), debido a que los triatominos se alimentan de la sangre de éstos y otros
animales domésticos siendo reservorios confirmados de T. cruzi (Mazzotti 1940;
Beltran 1949; Salazar-Schettino et al. 1987, Guzman-Bracho 1985; Martinez et al.
2014). Ademas, factores abidticos tales como la velocidad del viento, el tipo de
vegetacion, la precipitacion pluvial, la humedad relativa, y la temperatura inciden
en la abundancia de los vectores y por ende, aumenta la posibilidad de contagio
vectorial de T. cruzi al ser humano (Dumonteil y Gourbiére 2004).

Por otra parte, la presencia de basura, sembradios, gallineros y lefia en las
cercanias de las viviendas, favorece la presencia de los triatominos, ya que son
atraidos por las luces de las viviendas, ademas por la materia organica que les
brinda refugio y zonas de reproduccién. Por lo tanto, en sitios peridomésticos
encuentran todas las condiciones necesarias para desarrollar todo su ciclo
bioldgico. (Segura y Escobar-Mesa 2005; Enger et al. 2004; Coura et al. 2002).
Otros aspectos que favorecen la abundancia y dispersion de los vectores son los
altos indices de marginacién y pobreza, debido al hacinamiento entre las viviendas
que se presenta y a que son mas antiguas y estan construidas con materiales de
menor calidad (Ramsey et al. 2005). Ademas, se ha asociado la infestacién de

chinches a la presencia de terrenos baldios aledafos, pastizales y bosques asi
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Chinches vectores de T. cruzi

l

!

y ratones silvestres (Ramsey 2005) (figura 2).

T

como a la presencia de animales domésticos como cerdos, caballos, vacas, ovejas

Factores

l

l

Fauna doméstica Fauna silvestre Ambiente Sociales
Perros, gatos, Roedores, C— Altitud, clima, Pobreza,
cerdos, gallinas, armadillos, —) longitud, latitud, marginacion,
caballos, ovejas y murciélagos y viento, humedad, viviendas con
conejos tlacuaches temperatura, techo de lamina y
vegetacion y piso de tierra,
1 deforestacion fisuras en el techo,
1 presencia de
1 triatominos dentro
de las viviendas

l

Infeccion vectorial de T. cruzi en el ser humano

Figura 2. Factores ecoldgicos relacionados con la presencia de la enfermedad de
Chagas.

2.5 Vectores de Trypanosoma cruzi en México

La familia Reduviidae se compone de mas de 6600 especies, divididas en
21 subfamilias (Weirauch 2008). En particular, la subfamilia Triatominae agrupa
alrededor de 140 especies, potencialmente todos vectores de T. cruzi (Schofield et
al. 1999; Schofield y Galvao 2009). Sin embargo, solo 60 de estas especies, se
han confirmado como transmisoras (Schofield 1994). La clave esta en la
capacidad de cada triatomino para acercarse, entrar a las viviendas y alimentarse
de la sangre humana (Dujardin y Schofield 2004). En México se reconocen
aproximadamente 35 especies (tabla 2) que se distribuyen practicamente por todo

el territorio nacional (figura 3) (Cruz-Reyes y Pickering 2006). De la subfamilia
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Triatominae (Reduviidae, Hemiptera), que se compone de siete géneros Triatoma
es el género mas importante en la transmisién del parasito al humano (Schofield et
al. 2006; Ibarra-Cerdena et al. 2009). La gran mayoria de las especies mexicanas
de triatominos se agrupan en el complejo Phyllosoma y son endémicas de México:
T. bassolsae, T. pallidipennis, T. mazzottii, T. longipennis, T. picturata, T.
phyllosoma y T. mexicana. T. brailovskyiy T. bolivari aunque no pertenecen al
complejo Phyllosoma, son también endémicas de México. (Ibarra-Cerdena et al.
2009; Lent y Wygodzinsky 1979; Espinoza et al. 2013). Se estima que el 67% de
la transmision vectorial en México ocurre por alguna de las 6 primeras especies
(figura 4). Otras especies importantes son T. dimidiata (responsable de alrededor
del 21% de la transmisién vectorial) y T. gerstaeckeri (7% de la transmision
vectorial) (Ramsey et al. 2003). T. dimidiata es el principal vector de T. cruzi para
el sur y sureste de México (Guzman-Marin et al. 1991; Martinez-lbarra et al. 1998),
para el noreste de México, T. gerstaeckeri se considera el mas importante

(Martinez-Ibarra et al. 1992).
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Especies de vectores
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Figura 3. Mapa de distribucion de los vectores confirmados y potenciales de T.
cruzi en México (In: Cruz-Reyes y Pickering-Lopez 2006)
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Figura 4. Mapa de distribucion de las principales especies de triatominos vectores
de T. cruzi en México (In: Cruz-Reyez y Pickering 2006)
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Tabla 1. Triatominos vectores de T. cruzi en México (Cruz-Reyes and Pickering-

Lopez 2006)
T. barberi* T. intermedia T. usingeri
T. rubida T. phyllosoma* T. bassolsae

T. sanguisuga T. hegneri T. gomeznunezi
T. pallidipennis* T. lecticularia T. brailovski

T. dimidiata* T. nitida T. bassolsae

T. longipennis™ T. peninsularis T. bolivari

T. mexicana T. recurva T. indictiva

T. mazzotti* T. sinaloensis T. neotomae

T. gerstaeckeri* T. protracta T. incrassata

T. picturata® Eratyrus cuspidatus Rhodnius prolixus

Paratriatoma hirsuta

Dipetalogaster maxima

Belminus costaricensis

Panstrongylus rufotuberculatus

* Principales vectores de T. cruzi en México

2.6 Reservorios potenciales de Trypanosoma cruzi en México

En México, se desconoce la diversidad de especies que conforman los
reservorios naturales de T. cruzi (Stephens et al. 2009). Por otro lado, se han
desarrollado técnicas de laboratorio con el fin de obtener oligonucledtidos
especificos, para identificar T. cruzi en mamiferos (Mota et al. 2007). Ademas, se
han realizado estudios regionales de las diferentes especies de mamiferos
relacionadas ecoldgicamente con las especies de triatominos vectores, debido a
que habitan en simpatria con los roedores (Peterson et al. 2002). Algunos
estudios muestran que existen 18 especies de mamiferos silvestres y domésticos

que son reservorios de T. cruzi, en los estados de Colima, Jalisco, Michoacan,
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Oaxaca, Morelos, Nuevo Leon y Distrito Federal (Salazar-Schettino 1997;

Villegas-Garcia y Santillan-Alarcon 2001) (tabla 3 y 4).

Una de la estas principales especies reservorios del parasito es el perro (Canis

familiaris), por ejemplo, Estrada y colaboradores encontraron el 21% de los perros

infectados con T. cruzi en Guerrero, México (Estrada-Franco et al. 2006). Esto ha

llevado a correlacionar la prevalencia entre la seropositividad entre perros y

humanos (Estrada-Franco et al. 2006). Por lo tanto, los perros son considerados

un elemento importante en la dinamica de reservorio-parasito-vector- infectado

(WHO 2002; Gurtler et al. 1998).

Tabla 2. Reservorios domésticos infectados con T. cruzi en México

Especie

Referencia

Canis familiaris (Oaxaca y Morelos)

Mazzotti 1940; Salazar-Schettino et al.
1997

Rattus norvegicus (Ciudad de México)

Beltran 1949

Mus musculus (Jalisco)

Tay et al. 1979

Felis domesticus

Cruz-Reyes and Pickering-Lopez 2006

Sus scrofa (Morelos)

Salazar-Schettino et al. 1997

Bos taurus (Morelos)

Guzman-Bracho 1985

Rattus rattus (Yucatan)

Zavala-Velazquez et al. 1996

Tabla 3. Especies de mamiferos silvestres reservorios de T. cruzi en México

Especie

Referencia

Liomys irroratus (Morelos)

Villegas- Garcia and Santillan- Alarcon
2001

Neotoma mexicana (Morelos)

Villegas- Garcia and Santillan- Alarcon
2001

Pteronotus parnelli (Morelos)

Villegas- Garcia and Santillan- Alarcon
2001

Choeronycteris mexicana (Morelos)

Villegas- Garcia and Santillan- Alarcon
2001

Glossophaga soricina (Morelos)

Villegas- Garcia and Santillan- Alarcon
2001

Baiomys musculus (Morelos)

Villegas- Garcia and Santillan- Alarcén
2001
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Dasypus novemcinctus (Oaxaca) Mazzotti 1940

Sigmodon hispidus (Oaxaca) Dominguez y Espinoza 1988

Carollia perspicillata (Oaxaca) Dominguez y Espinoza 1988

Didelphis marsupialis (Nuevo Leodn y | Aguirre-Pequeiio 1947; Perrin et al.

Michoacan) 1947

Ototylomys phyllotis (Oaxaca) Dominguez y Espinoza 1988

Neotoma micropus (Nuevo Leon) Galaviz-Silva et al. 1992

Sciurus vulgaris (Jalisco) Tay et al. 1979

Tyloma nudicaudus (Oaxaca) Dominguez y Espinoza 1988

Phylander opossum (Veracruz) Cruz-Reyes (1990) citado por Velasco-
Castrejon 1991

2.7 Borreliosis (enfermedad de Lyme)

La Borreliosis 0 enfermedad de Lyme junto con toda su sintomatologia fue
descrita por vez primera a mitad del siglo XX en Europa posteriormente fue
registrado en los Estados Unidos, en el condado de Old Lyme, Connecticut en
1976 (Mast y Burrows 1976a, 1976b). Es una enfermedad infecciosa, transmitida
por garrapatas infectadas con la bacteria Borrelia burgdorferi (Ixodes vy
Amblyomma) (Walter et al. 1994). Borrelia spp. son bacterias gram negativas,
microaerofilicas de la familia de Treponemataceae que también incluye a los
géneros Leptospira y Treponema. Se pueden cultivar en un medio de cultivo BSK
(Barbour-Stoenner- Kelly) a temperatura 6ptima de 33 a 35 °c. Se ha podido aislar
de sangre, piel y liquido cefalorraquideo, aunque crece lentamente, por lo que son
dificiles de obtener (Ruddy et al. 1997). Esta patologia es multisistémica,
inicialmente ocasiona lesiones dérmicas patognémicas llamadas eritemas
migrantes (Rahn 1991). Sus manifestaciones mas severas pueden ser reumaticas,
neuroldgicas y cardiacas (Steere 2001).

Las garrapatas transmisoras de B. burgdorferi pertenecen al género Ixodes

(I. scapularis e I. pacificus en Norte América; |. ricinus e I. persulcatus en Africa,
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Asia y Europa); (Van Buskirk y Ostfeld 1995). En particular, I. scapularis es vector
de varios tipos de zoonosis, entre ellas la fiebre de las Rocallosas, la enfermedad
de Lyme y otras riquetsiosis (Cooley y Kohls 1944; Oteo-Revuelta y Estrada-Pefa
1991; Estrada-Penfa et al. 2004). La enfermedad de Lyme es la mas frecuente de
transmision vectorial entre los humanos, en las zonas templadas (Kurtenbach et
al. 2006; Zeller et al. 2007). En Estados Unidos son reportados entre 10,000 y
17,000 casos cada afno por los departamentos de salud estatales del Centro para
el Control y Prevencion de Enfermedades de los Estados Unidos (CDC 1998).
Ademas de los miles de casos que ocurren cada afno en Europa y Asia (Barbour y
Fish 1993).

2.8 Ecologia de la enfermedad de Lyme

El reservorio principal en Estados Unidos de B. burgdorferi son los
roedores, el comportamiento y posiblemente el estado inmunolégico de estos,
puede determinar el importante rol que desempefian en ser reservorios de los
patdgenos, transmitidos por las garrapatas (Hughes y Randolph 2001; Bown et al.
2003). La importancia de las interacciones entre reservorios y vectores radica en
que la abundancia de las garrapatas (vectores) puede estar en parte determinada
por la abundancia de los mamiferos hospederos, que son principalmente
Peromyscus leucopus y Odocoileus virginianus (Jones et al. 1998; Allan et al.

2003; Ostfeld et al. 2006; Levi et al. 2012; Wood y Lafferty 2013) (figura 5).
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Figura 5. Factores ecoldgicos relacionados con la presencia de la enfermedad de
Lyme.

2.9 Ciclo de vida de las garrapatas vectores de Borrelia burgdorferi

El ciclo de vida de las garrapatas es de dos anos. Las hembras adultas
depositan sus huevos al inicio de la primavera. En el verano los huevos se
convierten en larvas. Las larvas se alimentan de sangre de roedores y otros
mamiferos pequefios, venados y pajaros; al final del verano o principios del otofio
se transforman en ninfas e hibernan hasta la siguiente primavera. Las ninfas se
alimentan también de sangre de mamiferos y ocasionalmente de humanos en
primavera y verano. En otofio se convierten en adultos (Keirans et al. 1996). Las
garrapatas adultas se alimentan de mamiferos grandes, como venados de cola
blanca y en ocasiones de humanos. (Mather 1993). Las hembras adultas
abandonan a los mamiferos grandes sobre los que habitan y ponen los huevos en
los arboles para completar el ciclo de dos afos. Los venados de cola blanca son

portadores de las formas adultas de las garrapatas y a partir de ellos se pueden
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infestar otros mamiferos, como ratones y liebres (Keirans et al. 1996; Singh-Behl
et al. 2003; Martinez et al. 1999; Hamilton 1998). Las garrapatas pueden
infectarse con B. burgdorferi si se alimentan de la sangre de una persona
infectada con la misma bacteria, una vez que la garrapata adquiere la infeccion,

esta puede mantenerse en ella durante todo su vida (Mather 1993).

2.10 Vectores potenciales de Borrelia burgdorferi en México

México cuenta con 26 (10.7%) (tabla 5), de las 243 especies de Ixodes
(Ixodidae) conocidas en todo el mundo, las cuales son ectoparasitos de aves y
mamiferos, la mayoria son transmisoras potenciales de parasitos causantes de
enfermedades al ser humano, a la fauna silvestre y doméstica (Guzman-Cornejo y
Robbins 2010; Guglielmone et al. 2006; Sonenshine 1991). El género Ixodes ha
sido colectado en 20 de los 32 estados del pais, siendo el estado de Veracruz el
que concentra la mayor riqueza de especies en el pais con seis (Guzman-Cornejo
y Robbins 2010). Ademas, se han identificado en Baja California, la Peninsula de
Yucatan, el Golfo de México y la zona noreste de la Republica (Hoffmann 1962).
Otro género de garrapatas que son vectores potencial de B. burgdorferi es
Amblyomma (Ixodidae), se conocen en México 26 especies cuya presencia se ha
documentado en 30 estados del pais, siendo los mamiferos el principal grupo
parasitado de vertebrados (tabla 7), ademas de aves y reptiles, donde también se
han colectado, este tipo de ectoparasitos (Guzman-Cornejo y Robbins 2010).

Tabla 4. Especies de Ixodes en México (Guzman-Cornejo and Robbins 2010).
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l. affinis |. dentatus l. scapularis*
l. angustus |. eadsi l. sinaloa

l. bequaerti |. guatemalensis l. spinipalpis
l. boliviensis l. loricatus l. tamaulipas
I. brunneus l. luciae |. tancitarius
|. conepati |. mexicanus l. texanus

l. cookei . murreleti l. tovari

|. cuernavacensis l. pacificus l. woodi

I. dampfi I. rubidus

* Vector confirmado de B. burgdorferi

Tabla 5. Especies de Amblyomma en México (Guzman-Cornejo et al. 2011)

A. elaphense A. inornatum

A. inornatum A. longirostre

A. longirostre A. imitator

A. imitator A. pacae

A. pecarium A. cajennense

A. cajennense A. americanum

A. americanum A. calcaratum

A. calcaratum A. scutatum

A. auricularium A. nodosum

A. parvum A. ovale

A. maculatum A. oblongoguttatum
A. triste A. coelebs

A. tigrinum

Tabla 6. Mamiferos hospederos de Amblyomma spp. en México (Guzman-

Cornejo et al. 2011).

Bos taurus

Nasua narica

Odocoileus virginianus

Artibeus jamaicensis

Mazama americana

Didelphis spp.

Equus ascinus

Lagomorpha

Equus caballus

Tapirus bairdii

Sus scrofa Tamandua mexicana
Pecari tajacu Tamandua tetradactyla
Tayassu pecatri Homo sapiens

Dasypus novemcinctus

Sphiggurus mexicanus

Canis familiaris

Sigmodon hispidus

Urocyon cinereoargenteus

Sciurus aureogaster

Panthera onca




2.11 Condiciones ecolégicas que inciden en la presencia de la enfermedad
de Lyme

Se considera que la alteracion de los ecosistemas esta relacionada con la
presencia de casos de la enfermedad de Lyme en Norteamérica. La hipétesis del
efecto de dilucion considera que en ecosistemas sin alteraciones y bien
conservados existe una baja posibilidad de contraer la enfermedad de Lyme
(Ostfeld y Keesing 2000). Sin embargo, se ha documentado que la presencia de
ecosistemas conservados y con una biodiversidad alta, no ofrece una garantia de
no adquirirla, ya que, la enfermedad de Lyme, se presentaba en las poblaciones
de nativos americanos desde antes de la colonizacidon europea (Wood y Lafferty
2013). Recientes investigaciones han demostrado que se presentan mas casos
de ésta zoonosis en paisajes restaurados. La evidencia sugiere que incrementa
su incidencia en este tipo de bosques después de que tuvieron uso agricola por un

largo periodo de tiempo (Wood y Lafferty 2013).

2.12 Estudios de la enfermedad de Lyme en México

En México se han encontrado pacientes con sintomas sospechosos de la
enfermedad de Lyme (Salinas-Meléndez et al. 1999; Vargas 1993; Salinas-
Meléndez et al. 1995; Gordillo-Pérez et al. 1999; Gordillo-Pérez et al. 2003).
Algunos casos atribuibles a esta patologia fueron descritos a principios de la
década de 1990 en los estados de Sinaloa y Nuevo Ledn, sin que se haya logrado

la confirmacién etiolégica (Maradiaga et al. 1991; Arroyave y Taméz 1994). Otros
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casos registrados en humanos han sido en los estados de Coahuila, Tamaulipas,
Veracruz, Jalisco y Distrito Federal (Gordillo-Pérez et al. 2003), En 1999, en un
estudio de seroprevalencia epidemioldgica nacional, se encontré positividad por
ELISA en 1.1% de las muestras y se confirmé ésta en 0.3% de las mismas
mediante inmunotransferencia. Los sujetos seropositivos fueron ubicados en la
zona noreste y centro de la Republica Mexicana ademas la prevalencia de casos
seropositivos sugieren que la infeccion por B. burgdorferi ocurre en el Distrito

Federal (Gordillo-Pérez et al. 2003).

2.13 Leishmaniosis

La Leishmaniosis es una enfermedad causada por al menos 13 especies
de protozoarios del género Leishmania. Se transmite por la picadura de mosquitos
de los géneros Lutzomyia y Phlebotomus (Psychodidae: Phlebotominae) (Salomon
2009). Leishmania, fue descrito por el médico escocés William Boog Leishman en
1903, a partir de biopsias viscerales y cutaneas en enfermos de la India (Leishman
1903). Las manifestaciones clinicas de la enfermedad, van desde Uulceras
cutaneas que cicatrizan espontaneamente hasta formas fatales, en las cuales se
presenta inflamacién severa del higado y del bazo. La enfermedad por su
naturaleza zoonética, tiene multiples animales silvestres y domésticos como

reservorios incriminados (Ashford 2000).

2.14 Distribucion de vectores y casos humanos de Leishmaniosis

La Leishmaniosis se distribuye en 21 paises del continente Americano con

excepcion de Uruguay y Chile, se registra en México, Centro y Sudameérica, el sur
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de Europa, Asia y Africa. Aproximadamente 350 millones de personas viven en
sitios que son vulnerables a la enfermedad. Segun los Centros para el Control y
Prevencion de Enfermedades (CDC) de EU y la Organizacion Mundial de la Salud
(OMS) estiman que aproximadamente 1.5 millones de nuevos casos de
Leishmaniosis cutanea y 500,000 casos de Leishmaniosis visceral ocurren cada
afo (Dedet 1993; OMS 2010; CDC 2004). Alrededor del mundo se han registrado
aproximadamente 800 especies de fleboétomos, de las cuales 93 han sido
documentadas como vectores confirmados o probables de Leishmania, las cuales
se distribuyen desde los 50-48° LN (Canada-EEUU, Francia, China) a los 40° LS
(Argentina, Sudafrica, Australia) (Galati 1995). Sin embargo, frecuentemente se
confirman mas especies como vectores, y en otras regiones no se conoce a las
especies transmisoras (OMS 2010). En América se han registrado
aproximadamente 380 especies pertenecientes al género Lutzomyia, siendo el
género que presenta mayor riqueza de especies, dentro de la familia Psychodidae,
que a su vez esta compuesta por seis subfamilias (Bruchomyiinae, Phlebotominae,
Trichomyiinae, Sycoracinae, Horaiellinae y Psychodinae) (Duckhouse 1973;
Wagner e Ibafez—Bernal 2009). En particular, México registra 48 especies (6%
del total) (Tabla 8) que se distribuyen en gran parte del territorio nacional (Ibanez-
Bernal et al. 2006) (figura 6). Las especies de individuos adultos de flebétomos
miden de 2 a 3 mm de largo y presentan alas lanceoladas y las coloca cuando se
posicionan mientras se alimentan en forma de de “V”. Los machos se alimentan
de azucares de vegetales, las hembra son hematéfagas en una etapa de su ciclo

de vida, ya que necesitan ingerir sangre para madurar sus huevos, siendo en
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general activas del crepusculo al amanecer. Las larvas se crian en tierra humeda

con abundante material organico en descomposicion (Salomén 2009).

Tabla 7. Especies de Lutzomyias registradas en México (Ibanez-Bernal 2005)

* Vector sospechoso de Leishmania spp.
Vector confirmado de Leishmania mexicana

*

900

900

Especies

L.cruciata
L.diabolica
L.evansi
L.gomezi
L.longipalp

L.ovallesi

ooomEoOoOee®DD)

L.anthophora

L.panamensis
L.shannoni
L.ylephiletor
[] Ecoregiones con casos

1800 Kilometers
]

L. panamensis* L. carpenteri L. delpozi L. trinidadensis
L. deleoni L. texana* L. olmeca* L. vexator

L. anthophora* L. aclydifera L. ylephiletor* L. stewarti

L. dodgei L. cratifer L. chiapanensis L. oppidana*
L. atulapai L. undulata L. ctenidophora L. vindicator

L. permira L. shannoni* L. wirthi L. ovallesi*

L. caminoi L. dasymera L. durani L. beltrani

L. longipalpis*® L. inusitata L. cayennensis L. steatopyga
L. evansi* L. serrana L. gomezi L. cruciata*

L. diabolica* L. atulapai

L.olmeca olmeca

Figura 6. Distribucion de vectores y casos de Leishmaniosis en México (Gonzalez

2010)

En América tropical la transmision de Leishmaniosis se piensa que se ha

limitado a los habitats selvaticos humedos, debido al contacto que tienen los seres

humanos, cuando se encuentran realizando actividades de tipo forestal, en las
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selvas donde se presenta el vector infectado (Lainson et al.1988; Peterson y Shaw
2003). Leishmania mexicana es el principal agente causal de Leishmaniosis
cutanea en México y Norteamérica. Leishmania mexicana ha sido aislada de
diversos mamiferos y flebétomos en México (Biagi et al. 1965; Rebollar et al. 1996;
Van Wynsberghe et al. 2000). La Leishmaniosis ha sido registrada en 22 estados
de la Republica Mexicana y puede presentarse en sus diferentes tipos
dependiendo de la zona del pais. La forma visceral de la enfermedad, causada por
Leishmania chagasi (syn. L. infantum) ocurre en la cuenca del rio Balsas y en el
estado de Chiapas. Se sospecha que el vector principal es Lutzomyia longipalpis,
aunque no existen registros de deteccidon del parasito de esta especie colectados
en campo. Ademas L. cruciata, L. diabolica, L. shannoni, L. oppidana y L. texana
pueden muy probablemente, estar actuando también como transmisores de
Leishmania (Sanchez-Tejeda et al 2001) La forma cutanea de la enfermedad
ocurre principalmente en los estados de Campeche, Quintana Roo, Tabasco,
Oaxaca y Chiapas. Otros casos se han reportado en los estados de Tamaulipas y
Nayarit (Sanchez-Tejeda et al. 2001).

A lo largo de la frontera entre México y Estados Unidos, la forma cutanea de la
enfermedad se ha registrado en la zona semiarida del habitat de matorral de
Sonora y de las Provincias bidticas de Tamaulipas (Kerr et al. 1995; 1999) en este
sitio, Lutzomyia diabolica y Lutzomyia anthophora son los vectores sospechosos
(McHugh et al. 1993).

2.15 Reservorios de Leishmania spp. en México

El parasito causante de los casos registrados en pacientes Leishmania spp.

ha sido aislado en mamiferos domésticos como perros (Velasco-Castrejon et al.
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2009). Otros registros han sido en roedores silvestres como Sigmodon hispidus,
Oryzomys melanotis, Ototylomys phyllotis y Peromyscus yucatanicus (Canto-Lara
et al. 1999; Van Wynsberghe 2000). Los roedores son muy importantes en el ciclo
de transmisién de Leishmania, debido a que juegan un papel fundamental en el
proceso zoonético, y a sus caracteristicas bioldgicas y ecoldgicas que pueden

estar directamente relacionadas con el ciclo de la infeccion (Gonzalez 2010).

2.16 Condiciones ecoldégicas que inciden en la presencia de casos de
Leishmaniosis

Las alteraciones ecologicas de origen antropogénico al modificar los
ecosistemas, el establecimiento de monocultivos, y por consiguiente la destruccion
de los habitats de los depredadores de roedores, ademas de otros fendmenos
naturales como inundaciones y el cambio climatico, han provocado el aumento en
las poblaciones de reservorios, incremento de las areas de dispersion y cambios
en las distribuciones altitudinales de roedores como Oryzomys, Sigmodon y Rattus
(Colazo y Castro 1997) ya que se ha reportado que son los principales reservorios
de Leishmania spp. lo que incide en la prevalencia de la dinamica de patdgenos
asociados a estos reservorios por co-adaptaciéon y co-evolucion (Reyes y
Arrivillaga 2009). La Leishmaniosis se presenta en bosques tropicales humedos y
semideciduos en regiones semiaridas y bosques altamente intervenidos por
actividades de ganaderia y agricultura (Gonzales et al. 2006). Otro factor
importante es el surgimiento de nuevos reservorios y nuevos vectores (Gallegos
2004). Ademas, las condiciones sociales influyen para que se presenten casos

humanos ya que esta asociada a la pobreza (OPS 2006) (figura 7).
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Factores

[

Flebotomos vectores de Leishmania spp.

l l l

Mamiferos Mamiferos — Ambiente
domésticos silvestres ¢ 1
1 1 —) Clima, humedad, precipitacion
Perros Roedores 4= | pluvial, plantaciones de café y cacao

l l l

Infeccion vectorial de Leishmania spp.

Figura 7. Condiciones ecoldgicas que inciden en la presencia de Leishmaniosis

3. JUSTIFICACION

Las tres zoonosis en estudio son de gran relevancia tanto por su impacto en
salud publica, asi como por su importancia econdémica. La presencia del ciclo
ecologico de la enfermedad de Chagas, Leishmaniosis y la enfermedad de Lyme
puede estarse desarrollando en la regidn de Los Tuxtlas debido a diversos
aspectos ecologicos y sociales. Sin embargo, la informacién disponible para la
zona de estudio esta mas relacionada con aspectos clinicos de la enfermedad de
Chagas. No obstante, en el caso de la enfermedad de Lyme y Leishmaniosis no
hay practicamente ningun tipo de estudio en la regién y relativamente pocos en
México. Ademas, este estudio es relevante ya que es el primero en su tipo en
investigar el ciclo completo de tres zoonosis a la vez. Por lo tanto, permitira
conocer que especies estan participando activamente en el proceso de infeccion

de las tres zoonosis, asi como los factores ecoldgicos que intervienen en la
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misma. Complementariamente se documentaron las variaciones estacionales en
la abundancia y riqueza de reservorios y vectores potenciales.
4. HIPOTESIS

Las especies de hospederos potenciales (roedores y murciélagos) que
estan en simpatria con las especies de vectores potenciales (Triatoma, Lutzomyia,
Ixodes y Amblyomma) estan infectados con uno, dos o los tres parasitos

(Trypanosoma cruzi, Leishmania spp. y Borrelia burgdorferi).

5. OBJETIVO
Analizar la dinamica ecoldgica y determinar la presencia de Trypanosoma
cruzi, Leishmania spp.y Borrelia burgdorferi en reservorios y vectores potenciales

en la region de Los Tuxtlas, Veracruz.

5.1 Objetivos especificos

e Determinar la presencia, de los parasitos Trypanosoma cruzi, Leishmania
spp. y Borrelia burgdorferi, en roedores, murciélagos, lutzomyias triatominos
y garrapatas colectados, mediante PCR.

e Caracterizar la dinamica temporal de los reservorios y vectores de las tres

zoonosis analizadas.
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6. METODOLOGIA

6.1 Sitio de estudio

La Estacién de Biologia Tropical “Los Tuxtlas” (EBTLT) del Instituto de
Biologia de la Universidad Nacional Autbnoma de México (UNAM) se localiza a
95° 04" 95° 09° de longitud oeste y a 18° 34" 18° 36’ de latitud norte la cual forma
parte del volcan San Martin Tuxtla en Veracruz, México (Ledn-Villegas 2009).
Tiene una superficie de 640 hectareas. Y presenta un rango altitudinal de los 150

a 650 m.s.n.m. (Coates-Estrada y Estrada 1986) (figura 8).

Meéxico

Figura 8. Sitio de estudio: Estacion de Biologia Tropical “LosTuxtlas” (EBTLT)

6.2 Vegetacion
El tipo de vegetacion es selva alta perennifolia (Miranda y Hernandez 1963).

Estructuralmente este tipo de vegetacidn es muy complejo, tiene una notable
variedad de formas de vida ya que presenta arboles de talla enorme, mediana y
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pequefios, lianas, trepadoras herbaceas, palmas, arbustos, hierbas umbrofilas y
arboles estranguladores (Castillo-Campos y Laborde 2004). En el estrato inferior
de la selva (0 a 10m de altura) es notable la abundancia de palmas, siendo la
predominante Astrocaryum mexicanum (Arecacea) (Coates-Estrada y Estrada

1986).

6.3 Fauna

La regidn de Los Tuxtlas cuenta con una gran riqueza de especies de
diversos grupos de animales, existen 561 de aves (Shaldach y Escalante Pliego
1997), 43 de anfibios, 106 de reptiles (Pérez-Higareda et al. 1987) y 118 especies
de mamiferos (Ledn-Villegas 2009). Ademas, de una alta riqueza de invertebrados

de todos los grupos.

6.4 Clima

La zona de la Estacién es muy lluviosa, es una de las cinco areas del pais
en donde la precipitacion media supera los 4,000 mm? anuales (Soto 2004).
Especificamente en la zona de la Estacidén hay una precipitacion media anual de
4900 mm3. Esta precipitacién es de naturaleza estacional, con una “época de
secas” entre marzo y mayo, durante la cual la precipitacion media mensual es de
486.2 +/- 87.0 mm3. De septiembre a febrero el area de la Estacion esta afectada
por el desplazamiento de masas de aire frio y humedo provenientes del norte que
son conocidos como “nortes”, y aportan cerca del 15% de la precipitacion
promedio anual y producen descensos graduales en la temperatura ambiental.

(Coates-Estrada y Estrada 1986). Sin embargo, es muy importante mencionar que
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en los ultimos diez afios se ha detectado una marcada baja de precipitacidn pluvial

de hasta 1000 mm? anuales (Coates com. pers. 2013).

6.5 Diseno experimental

6.6 Colectas y procesamiento de reservorios y vectores

Se trabajo en un cuadrante con una extension de una hectarea. El protocolo
de salidas de campo para la captura de mamiferos y artrépodos incluyé ocho
salidas bimensuales, para completar el muestreo de un ciclo anual, abarcando la
época de lluvias y de secas, comenzando en el mes de octubre del 2011 y

finalizando en mayo de 2013.

6.7 Captura de roedores

Para la captura de roedores se colocaron 100 trampas Sherman (foto 1) plegables
de aluminio de dimensiones 75 x 90 x 230mm, en un cuadrante, con una
separacién entre lineas y trampas de 10 metros cubriendo una superficie total de
una hectarea 10,000 m?. Como cebo se utiliz6 una mezcla de avena con vainilla.
Se colocaron poco antes del anochecer (18:00) y se revisaron por la mafana
(7:00). Todos los individuos capturados en este cuadrante fueron extraidos del
mismo, y posteriormente se les llevd al laboratorio para su procesamiento. Se
realizaron tres noches de colecta por cada salida haciendo un esfuerzo de

muestreo de 24 noches y 2400 trampas/noche para todo el ciclo de muestreos.
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Foto 1. Trampa Sherman utilizada para la colecta de roedores (foto R. Ledn)

6.8 Murciélagos

Para la captura de murciélagos se colocaron dos redes de niebla de 6x3 y
12x3 m de largo por ancho respectivamente (Foto 2). Se eligieron estas
dimensiones por su versatilidad para ser usadas tanto en sitios abiertos como en
sitios de vegetacion cerrada. Fueron colocadas entre la vegetacion, y sobre
cuerpos de agua superficiales con el fin de maximizar la captura de individuos que
utilizan el sotobosque o los cuerpos de agua. Las redes estuvieron activas desde
la hora del crepusculo y hasta cumplir 5 horas de muestreo (18:00 a las 23:00 h.).
Los individuos capturados fueron extraidos de la red y colocados en bolsas de
manta para su posterior identificacion taxondémica, medicion, diseccion y
preservacion de tejidos.

Se realizaron tres noches de colecta por cada salida haciendo con esto un
esfuerzo de muestreo de 24 noches. Con un total de 120 horas/red por todo el

estudio.
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Foto 2. Red de niebla utilizada para la colecta de murciélagos (foto de C. Cafieda

Guzman)

6.9 Procesamiento de las colectas de roedores y murciélagos

Todos los organismos capturados fueron sacrificados. La captura, manejo y
sacrificio de los organismos se realizé cumpliendo las directrices de la Sociedad
Americana de Mastozoologia para el uso de mamiferos silvestres en investigacion
(Sikes et al. 2011). A todos los roedores y murciélagos capturados se les
registraron los siguientes datos: especie, sexo, edad, condicién reproductiva,
medidas meristicas convencionales (longitud total, longitud de la cola, longitud de
la pata, longitud de la oreja, peso y en el caso de los murciélagos, el peso y el
largo del antebrazo). Posteriormente se examinaron para detectar ectoparasitos y

en caso de tenerlos se preservaron en alcohol al 70%.

6.10 Obtencion de tejidos
De cada uno de los organismos se tomaron pequefos fragmentos de

diferentes 6rganos. Para la busqueda de T. cruzi, se colectaron: corazdon e
higado; para B. burgdorferi: corazén, higado, bazo, vejiga (cuando estuvo plétora)

y para Leishmania: corazén, higado y piel (foto 3). Todos los tejidos fueron
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preservados en nitrogeno liquido a - 70°C. o en etanol al 70% para los estudios

moleculares.

Foto 3. Trabajo de campo y obtencion de tejidos

6.11 Cuadrante de experimentacién método de “spool and line” (carrete y
cordel)

El método “spool and line” ha sido utilizado para registrar los
desplazamientos de mamiferos pequefios (principalmente roedores). Este método
consiste en colocar una bobina de hilo a un animal, el otro extremo del hilo se
amarra a una roca o rama en el punto de liberacion. El hilo se va desenrollando a
medida que los animales se mueven a través de la vegetacién (Boonstra y Craine
1985). La técnica “spool and line” puede ser una alternativa para medir la distancia
de movimiento de algunas especies de mamiferos pequefios. Fue usado por
primera vez por Miles et al. (1981) para rastrear pequefios mamiferos, area de
distribucion y seleccién de nido.

Se colocaron 50 trampas Sherman, en un cuadrante, separadas 10 metros entre

lineas y 10 metros entre trampas, abarcando un area total de media hectarea.
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Este cuadrante tuvo el propdsito de documentar las interacciones de triatominos,
lutzomyias y garrapatas con ratones en sus madrigueras. Una vez capturados los
roedores se registraron los siguientes datos: identificacion taxondmica, sexo,
edad, condicion reproductiva, peso y presencia de parasitos. Los ectoparasitos se
conservaron en viales con alcohol al 70% previamente etiquetados con los datos
del hospedero. Posteriormente, se les colocd a los roedores un “spooling” el cual
fue adherido al dorso del animal (foto 4), esto con el fin de que al ir avanzando el
animal dejara el hilo del “spooling” en su camino (foto 5), y de esta manera
seqguirlo hasta ubicar la madriguera del mismo. Una vez localizada (foto 6) se
excavo en los casos en que se considerd viable llegar hasta la recamara de la
madriguera, ya que en la gran mayoria de los individuos capturados, sus
madrigueras se encontraban en contrafuertes de grandes arboles, haciendo eso

inviable la excavacion.

Foto 4. “Spooling” colocado en el dorso de un roedor colectado (foto A. Rodriguez-

Moreno).
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Foto 5. Roedor ya con el “spooling” colocado yendo hacia su madriguera (foto A.

Rodriguez-Moreno).

Foto 6. Roedor entrando a su madriguera (foto A. Rodriguez-Moreno)

6.12 Captura de vectores (triatominos, lutzomyias y garrapatas)

6.12.1 Triatomas
Estos insectos fueron colectados mediante trampas de luz y busqueda

directa en sitios domiciliarios y peri domiciliarios en viviendas que presentaban
techos de palma, piso de tierra, lefia acumulada, ademas de perros, cerdos, vacas
y gallinas (foto 7). La mayoria de estas colectas en el intra y peri domicilio, fueron

realizadas por los mismo habitantes de esta comunidad de Laguna Escondida. En
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cada una de las salidas de campo se les dejaban botes con alcohol al 70% y en la
posterior salida se recogian estos botes con los triatominos que hubieran
colectado y asi sucesivamente. Posteriormente de recogidas las chinches en los
botes, se preservaron individualmente en alcohol al 70%, se etiquetaron,
identificaron taxondmicamente y se sexaron solo los individuos adultos ya que en

ninfas esto no es posible.

Foto 7. Vivienda tipica del sitio de estudio en donde fueron colectados triatominos.

6.12.2 Lutzomyias (fleb6tomos)
Para la captura de fleb6tomos se colocaron diez trampas CDC (CDC

Miniature Light Trap Model 512 by Jhon W. Hock Company), que utilizan luz como
atrayente. Las trampas estuvieron activas en promedio 6 horas de las 18:00 a las
23:00 horas (foto 8). Una vez retirados los recipientes colectores de las trampas,
estos fueron colocados en refrigeracion para reducir la actividad de los insectos
colectados y proceder a la separacion de lutzomyias, los cuales se conservaron en
viales con alcohol al 70%, fueron sexados y se realizaron laminillas permanentes
para la identificacion mediante claves taxonémicas Ibanez-Bernal (2005) y Young

y Duncan (1994).
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Foto 8. Colocacion de trampa CDC para la colecta de flebotomos. (Foto R. Ledn)
6.12.3 Ixodes y Amblyommas (garrapatas)

Las colectas de las garrapatas se realizaron directamente de los mamiferos
capturados, mediante una inspeccidon visual y bajo el estereoscdpico; una vez
detectada una garrapata, se sujetd con pinzas de punta fina para extraerla
completa y se deposité en tubos Eppendorf ® con alcohol al 70%. Posteriormente,
se realizd la identificacion en la Coleccion Nacional de Acaros del Instituto de
Biologia (CNAC). Los ejemplares identificados fueron depositados en la Coleccién

Nacional de Acaros del Instituto de Biologia, UNAM.

6.13 Deteccidén de parasitos por PCR

6.13.1 Trypanosoma cruzi

Para la deteccion de T. cruzi en mamiferos se analizaron los tejidos de
corazén e higado. Este analisis molecular se realizé con apoyo de la Dra. Peggy
Billingsley de North Texas University, Health Science Center Tick- Borne Disease
Research Lab. Los iniciadores utilizados para la amplificacion de la PCR fueron los
siguientes: S34 5' - ACA CCA ACC CCAATC GAACC -3'yS67 5 -TGG TTT

TGG GAG GGG SSK TC - 3'. Estos iniciadores estan disefiados para amplificar
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la regidn constante del DNA del cinetoplasto (Mota et al. 2007). Para realizar la
PCR se utilizaron 10 ng de DNA gendémico en un volumen total de 50 pL. Como
control positivo se utilizo DNA de T. cruzi obtenido de la cepa 800394 aislada de
un triatomino (Triatoma pallidipennis). El DNA se amplificé a 94° C por 4 minutos,
seguido por 35 ciclos de desnaturalizacion (94° C por 30 segundos), alineamiento
(60° C por 30 segundos) y extension (72° C por 30 segundos), ademas de un
paso de extension final a 72° C por 10 min. El producto de la amplificacion se
analizé en un gel de agarosa al 1%, posteriormente fue tefiido con bromuro de

etidio y visualizado bajo luz ultravioleta.

6.13.2 Leishmania spp.

Los analisis para detectar la infeccion con Leishmania en los flebétomos
fueron realizados en el Laboratorio de Inmunoparasitologia de la Unidad de
Medicina Experimental (UNAM) en el Hospital General de México, con el apoyo de
la Dra. Ingeborg Becker. Las hembras de fleb6tomos se separaron individualmente
y se colocaron en viales con alcohol al 70% a 4° C, hasta su procesamiento para
PCR. Para la extraccion del DNA soélo se analizaron el térax y el abdomen de cada
una de las lutzomyias hembras. De acuerdo con el protocolo de Cabrera et al.
(2002), se maceraron los fleb6tomos almacenados en alcohol al 70%. Para
determinar si la lutzomyia estaba infectada con Leishmania, se utilizaron los oligos
disefiados por Kato et al. (2005). Se realizd la extraccidon del DNA de cada
lutzomyia, se cuantificd y se prosiguidé con la PCR. Primero se analizaron “pools”
de 5 individuos de los cuales se tomaron 3 ul de DNA. En el caso de los oligos

LMC-1S/1R se tomaron 10 ul de cada “pool”’. En caso de resultar un “pool
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positivo a Leishmania, se realizd6 una PCR individual de cada mosca del “pool”,
tomando para este PCR 5 ul que no se alcanzo a cuantificar. Estos oligos fueron
disefiados con base en secuencias conservadas entre las especies del kKDNA
(minicirculos del cinetoplasto). LMC-1S 5-CTR GGG GTT GGT GTA AAA TAG-
3"y LMC-1R 5°-TWT GAA CGG GRT TTC TG-3". EI DNA se amplificé por 30
ciclos y se obtuvo una banda de 700 pb.

La especie de Leishmania fue identificada de acuerdo a las secuencias
conservadas del ITS (Internal Transcribed Spacer, por sus siglas en inglés) del
gen rRNA. Estos iniciadores fueron disefiados para la discriminacion entre las
especies de Leishmania, en el cual se utilizaron los oligos IR1 y LM17. Los
oligonucledtidos IR1 corresponden a los 32 nucleétidos finales de las secuencias
conservadas de la region 3’ de la subunidad pequefa 18S del gene ribosomal (5'-
GCTGTAGGTGAACCTGCAGCAGCTGGATCATT-3).

Como control positivo se utilizaron las secuencias de referencias de Leishmania.
Todos los productos de PCR fueron analizados en geles de agarosa al 1.5% y

tenidos con bromuro de etidio y revelados bajo luz ultravioleta.

6.13.3 Borrelia burgdorferi

Para el analisis molecular, las muestras de tejido de corazén e higado de
mamiferos fueron enviados a North Texas University (Health Science Center Tick-
Borne Disease Research Lab) (foto 9). Todas las muestras se preservaron
individualmente en etanol al 70 % y se almacenaron a -70° C hasta el analisis de
PCR. Se extrajo el ADN de cada una de las muestras de tejido utilizando la

purificacion de ADN total (Columna de Spin) siguiendo el protocolo para sangre
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DNeasyTissue Kit ® y (Qiagen, Valencia, CA). Se extrajeron entre 23-25 mg de
cada muestra de tejido de corazon e higado, posteriormente, se pesaron y se
colocaron en un tubo individual estéril de 1.5 mL (Eppendorf ®). Cada muestra de
tejido se lavd dos veces en 500 mL de PBS durante 5 minutos, antes de la
extraccion. Una vez lavado se elimin6 el PBS y se afadié a cada tubo la solucién
de proteinasa K (para lisis). Las muestras de tejido se incubaron a 56° C durante
toda la noche. Posterior a la incubacion, se continuo con el protocolo de extraccion
DNeasy ® de acuerdo con las recomendaciones del fabricante. La flagelina de B.
burgdorferi amplifica un producto de 641 pb. Se utilizaron los siguientes
iniciadores especificos para Borrelia basados en Barbour et al. (1996): FlaLL (5' -
ACATATTCAGATGCAGACAGAGGT-3') y FlaRL

(5'- GCAATCATAGCCATTGCAGATTGT - 3'). Como control positivo se utilizé un
plasmido que contiene el fragmento clonado del gen de B. burgdorferi. Los
parametros de los ciclos de la PCR fueron los siguientes: 95 °C durante 5 min,
seguido por 46 ciclos a una temperatura de 95° C durante 1 min, 55° C durante 1
min y 72° C durante 1 min, y una etapa de extension final a 72° C durante 7
minutos (UNTHSC Tick-Borne Disease Research Lab). Finalmente, utilizando una
PCR anidada se observo el fragmento interno de 330 pb. Se utilizaron los
siguientes iniciadores: FlaLS ( 5'- AACAGCTGAAGAGCTTGGAATG - 3 ") y FlaRS
(5'- CTTTGATCACTTATCATTCTAATAGC - 3').

Las reacciones de la PCR iniciales se realizaron en ensayos de 25 yL (5.75 yl de
agua, 2.5 ul de tampon 10X ThermoPol ™ New England Biolabs, Ipswich y MA,
2.0 pyl de dNTP [2.5 mM / dNTP]), 1L de iniciadores (5uM), 2.5 ul de BSA

1mg/mL, 0.25uL de ADN Taq polimerasa (5 U /I, New England Biolabs), y 10 ul de
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ADN. Los ensayos de la PCR anidada fueron idénticos a los ensayos iniciales con
la excepcién de que 1 pl de producto de PCR fresco de las reacciones iniciales se
afiadiéo como templado, afiadiendo 9 pl de agua, para llevar el volumen final a 25
pl. La configuracion de la PCR se realizé en una cabina de seguridad biolégica de
tipo B clase II, se limpié con un 0.6 % de hipoclorito de sodio antes y después de
cada uso, el procesamiento de las muestras se llevd a cabo en areas separadas,
pre- PCR y post -PCR para evitar la contaminacion.

Los amplicones se separaron por electroforesis en gel de agarosa y se tifieron
con colorante Gel Red ™ (Phenix, Candler, Carolina del Norte). Los productos se
visualizaron con luz UV utilizando un sistema de imagen transiluminador EC3
(UVP Bio Imaging Systems, Upland, CA). Las muestras positivas con los mismos
pb que el control positivo se trataron a continuacion con 1 U/uL Exo SAP -IT
(Affymetrix, Santa Clara, CA) para eliminar cualquiera de los iniciadores no
incorporados antes de la secuenciacion.

La secuenciacion del ADN se realizo utilizando el v3.1 Ciclo de Secuenciacion Kit
Terminator (Life Technologies, Carlsbad, CA) Big Dye ®. El ciclo térmico se ajusto
de acuerdo con los siguientes parametros: 96° C durante 3 minutos, 25 ciclos de
96° C durante 15 s 50° C durante 10 s y 60° C durante 4 minutos. Los iniciadores
no incorporados se eliminaron utilizando columnas de filtracion Performa Gel DTR
(Applied Edge, Gaithersburg y MD), de acuerdo con el protocolo del fabricante. La
electroforesis capilar y el anadlisis de la secuencia se llevaron a cabo en un
Sequencher software v4.8 (Gene Codes, Ann Arbor and MI) (Applied Biosystems)

PRISM ® 310 o 3130xI Genetic Analyzer. Los datos de la secuencia final editados
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se compararon con secuencias de referencia publicados en la base de datos

GenBank (http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/)

Foto 9. Analisis por PCR de los tejidos colectado de mamiferos para detectar
Borrelia burgdorferi en la North Texas University (Health Science Center Tick-

Borne Disease Research Lab).

7. RESULTADOS

7.1 Mamiferos

Fueron colectados un total de 204 individuos correspondientes a cinco
familias (Muridae, Agoutidae, Geomyidae, Phyllostomidae y Moormophidae) de los
ordenes Rodentia y Quirdptera (Grafica 1). En particular, se capturaron 66
individuos de roedores de tres especies (Peromyscus mexicanus, Heteromys
desmarestianus y Oryzomys spp. Las especies mas abundante fue P. mexicanus
(33). En el caso de los murciélagos se colectaron 138 individuos de 14 especies,

siendo la mas abundante Artibeus jamaicensis (74) (Grafica 2).
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Grafica 1. Numero de individuos de las diferentes especies de mamiferos
capturados en todo el estudio

Promedio de abundancia de mamiferos

12 -

10 -

Promedio

Grafica 2. Promedio de abundancias de las diferentes especies de mamiferos
colectadas por todo el muestreo

7.1.1 Abundancias de mamiferos por periodo de muestreo

Las colectas de mamiferos fueron mas abundantes en los muestreos de
octubre (2011) y noviembre (2012). En contraste, en marzo (2012 y 2013) se
obtuvieron las colectas mas bajas (Grafica 3). Para determinar los periodos de

mayor y menor abundancia se realizd un analisis de Kruskal-Wallis con el
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programa estadistico “R”. Sin embargo, debido a que las variaciones entre las
abundancias de los diferentes muestreos fueron tan diferentes, se obtuvo un

resultado no significativo Kruskal-Wallis chi-squared= 7, df= 7 p,value= 0.4289.

Abundancia de mamiferos por periodo de colecta

Murciélagos
40 —1 |\®" Roedores

Abundancias

oct-11  ene-12 mar-12 jun-12 ago-12 now12 mar-13 may-13
Periodo

Grafica 3. Abundancias de roedores y murciélagos por periodo de colecta.

7.2 Artréopodos
7.2.1. Triatomas

Fueron colectadas 150 triatomas de dos especies: 142 individuos de
Triatoma dimidiata (95%) y ocho de Panstrongylus rufotuberculatus (5%).

7.2.2 Abundancias de Triatominos
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Para determinar los periodos de mayor y menor abundancia se realizé un

analisis de Kruskal-Wallis. Sin embargo, debido a que las variaciones de entre las

abundancias de los diferentes muestreos fueron tan diferentes, se obtuvo un

resultado no significativo Kruskal-Wallis chi-squared=8, df = 8, p-value = 0.4335.El

periodo en que se registrd la mayor abundancia de ambas especies fue marzo y

mayo (2013). Los muestreos en el que menos registros se obtuvieron fue enero

(2012). Ademas, fueron colectados mas individuos adultos que ninfas en todo el

estudio (Grafica 4). Triatoma dimidiata fue mas abundante que P. rufotuberculatus

(Grafica 5).

Abundancias
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Grafica 4. Numero de individuos de las dos especies de triatominos colectadas en
los nueve diferentes periodos de muestreo.
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Promedio de abundancias de triatominos
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Grafica 5. Promedio de abundancias de las dos especies de triatominos

colectados por todo el estudio

7.3 Fleb6tomos

Fueron colectados 1003 fleb6tomos de 15 especies. 60% de los registros
totales fueron hembras y 40% machos. Las especies mas abundantes fueron
Lutzomyia aclydifera con 50%, seguida de Brumptomyia hamata con 15% vy
Lutzomyia panamensis con el 10%. Ademas, se registré que una especie fue la
dominante, dos se clasificaron como comunes y doce fueron raras (Peet 1974).

(Grafica 6) (Tabla 8).
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Abundancias de lutzomyias por sexo y especie
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Grafica 6. Numero de individuos por especie de flebétomos colectados.

Tabla 8. Caracterizacion de las colectas de flebotomos

Numero total de especies de 15

fleb6tomos colectados

Numero total de fleb6tomos (9/3) 1003 (614/389)

Especies dominantes (>50%) Lutzomyia aclydifera

Especies comunes (<50% >10%) Lutzomyia panamensis y Brumptomyia
hamata

Especies raras (<10%)

Lu. beltrani, Lu. carpenteri, Lu. cratifer,
Lu. cruciata, Lu. cayennensis, Lu.
deleoni, Lu. olmeca, Lu. oppidana, Lu.
serrana, Lu. shannoni, Lu. undulata y B.

mesai
Maximo de especies colectadas 10
(mayo 2012)
Minimo de especies colectadas 5

(mayo 2013)
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7.3.1 Abundancias de fleb6tomos por periodos de colecta

Para determinar los periodos de mayor y menos abundancia se realizé un
analisis de Kruskal-Wallis con el programa estadistico “R”. Sin embargo, debido a
que las variaciones de entre las abundancias de los diferentes muestreos fueron
tan grandes, se obtuvo un resultado no significativo Kruskal-Wallis chi-squared=7,
df = 7, p-value = 0.4289. El muestreo de marzo (2012) fue en el que mas
individuos se registraron, seguido de junio (2012). El periodo que mas baja

abundancia presento, fue noviembre (2012) (Grafica 7).
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Grafica 7. Abundancias totales de flebotomos colectados por periodos de colecta.
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7.4 Garrapatas

Se colectaron 189 individuos de garrapatas, 82% (149) fueron larvas y el
18% (42) adultos sobre las diferentes especies de mamiferos estudiadas.
Ademas, se colectaron cuatro individuos de Amblyomma cajennense sobre una
persona del sexo masculino de la localidad de Laguna Escondida (San Andrés
Tuxtla, Veracruz). Hasta el momento se han identificado tres especies: Ixodes
spinipalpis (2 individuos), Ixodes spp. (7 individuos) y A. cajennense (4
individuos). Para determinar los periodos de mayor y menos abundancia se realizo
un analisis de Kruskal-Wallis con el programa estadistico “R”. Sin embargo, debido
a que las variaciones de entre las abundancias de los diferentes muestreos fueron
tan diferentes, se obtuvo un resultado no significativo Kruskal-Wallis chi-
squared=7, df = 7, p-value = 0.4289. El periodo en el que se colecté el mayor
numero de individuos, fue durante los muestreos de enero y octubre del (2012). El
periodo que mas baja abundancia presento fue noviembre del mismo afio (Grafica
8). Se colectaron mas individuos de larvas que de adultos en todo el estudio

(Grafica 9)
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Abundancias de garrapatas por periodo de colecta
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Grafica 8. Abundancias de larvas y adultos de Ixodidae colectados en los periodos

de muestreo.
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Grafica 9. Promedio de abundancias de garrapatas tanto larvas como adultos.
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7.4.1 Abundancias de mamiferos parasitados con garrapatas

Se registraron 20 individuos de Peromyscus mexicanus infestados con larvas, tres
individuos con adultos y uno con larvas y adultos. En el caso de Heteromys
desmarestianus fueron registrados 13 individuos infestados con larvas de
Ixodidae, 16 con adultos y 7 con larvas y adultos. No se encontré ningun individuo
de quirdptero infestado (grafica 10). La prevalencia de P. mexicanus infestados
con larvas de Ixodidae fue del 60% con adultos del 10% y con larvas y adultos del
30%. H. desmarestianus mostré una prevalencia de infestacion por larvas de

Ixodidae del 40%, de adultos, 50% y 20% tanto de larvas como adultos.

20—

15-

Especie
. Heteromys_desmarestianus

Peromyscus_mexicanus
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)
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| | |
Adultos Larvas  Larvas-Adultos
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Grafica 10. Numero y especies de roedores ectoparasitados con larvas y adultos
de garrapatas.
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7.5 Analisis de la infeccion por PCR de Trypanosoma cruzi, Leishmania spp.
y Borrelia burgdorferi

7.5.1 Roedores

Se analizaron 26 individuos (40% del total de individuos de roedores
colectados n= 66) de dos especies (H. desmarestianus y P. mexicanus) para
detectar B. burgdorferiy T. cruzi. El 0.4% (1 individuo) fue positivo a Borrelia spp.
pero no se detectdé B. burgdorferi en ningun individuo. El individuo positivo a
Borrelia spp. pertenece a la especie H. desmarestianus. El individuo que resulto
positivo para Borrelia spp. fue colectado en el mes de enero de 2012, época en la
cual se presenta una baja de temperatura y lluvias moderadas en la zona de
estudio. Con respecto a T. cruzi, ningun individuo de los 26 analizados (40% del

total de individuos colectados n= 66) fue positivo.

7.5.2 Murciélagos

Se analizaron 52 individuos (38% del total de individuos colectados n=138)
de cuatro especies de murciélagos Artibeus lituratus (n=1), Artibeus jamaicensis
(n=27), Carollia sowelli (n=19) y Sturnira lilium (n=4) para detectar B. burgdorferi y
T. cruzi.
Se detectd Borrelia spp. en el 7% de todos los murciélagos. La prevalencia por
especie fue para C. sowelli del 42% en A. jamaicensis del 11%, en A. lituratus y
de S. lilium ningun individuo fue positivo. Todos los individuos fueron negativos
para B. burgdorferi.
Los murciélagos que resultaron positivos a la infeccion por Borrelia spp. fueron

colectados en los meses de octubre de 2011 y enero de 2012. Siendo octubre el
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mes en el cual se presentan las lluvias mas abundantes en la zona de estudio y en
enero se presenta una marcada baja de temperatura en la zona, asi como la
presencia de “nortes” y lluvias moderadas. En el caso de los tejidos de mamiferos
que fueron positivos para Borrelia spp. solo se han analizado el 38.3% (N=204) de
los cuales resultaron positivos para Borrelia spp. 13 individuos (16.7%) de tres
especies de las seis analizadas, cuando el total de las especies de mamiferos
capturadas fueron 17.

En el caso de T. cruzi, los 52 individuos (38% del total de individuos colectados n=

138) resultaron negativos a la infeccion.

7.5.3 Triatomas

Se analizaron diez individuos de la especie Triatoma dimidiata para detectar
la presencia de T. cruzi mediante PCR, de los cuales el 20% fueron positivos (foto
10). Las triatomas analizadas colectadas y de las cuales posteriormente se

detectaron infectadas con T. cruzi fueron colectadas en el mes de marzo de 2011,

i
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Foto 10. Triatomas positivas para T. cruzi (VERO3/ VERO04). Utilizando los
iniciadores S34 5' y S67.
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7.5.4 Fleb6tomos

Se analizaron 110 hembras de dos géneros: Lutzomyia y Brumptomyia. De
las cuales el 16% fueron positivas a Leishmania spp. Las prevalencia por especie
fueron: Lu. aclydifera 20% (n=71), Lu. deleoni 50% (n=2), Lu. shannoni 33%
(n=3), Lu. carpenteri 25% (n=4)y Lu. cruciata 25% (n=4). Las especies negativas
a la infeccion fueron: Lu. oppidana (n=1), Lu. panamensis (n=8), Lu. olmeca
olmeca (n=2), Lu. cratifer (n=3) y Lu. serrana (n=2) (foto 14). Los analisis de las
lutzomyias fueron de las colectas de los meses de marzo de 2011 (comienzo de la
temporada de secas), en el cual no se registré ningun individuo infectado, octubre
de 2011 (mes de mayor abundancia de lluvias) periodo en el cual se registraron 18
(16% n=110) individuos positivos a Leishmania spp. y enero de 2012 (mes de
“nortes”, lluvias moderadas y temperatura baja) no se registré ningun individuo

infectado.
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Foto 11. Imagen representativa del PCR realizado a hembras de lutzomyias para
detectar Leishmania spp. utilizando los iniciadores LMC-1S y LMC-1R obteniendo
un producto de 700 pb.
8. DISCUSION

La principal contribucion de este trabajo fue documentar la fenologia de los
murciélagos, ratones, triatominos, lutzomyias y garrapatas reservorios y vectores
potenciales de la enfermedad de Chagas, Leishmaniosis y de la enfermedad de
Lyme. Ademas, se detectd a triatominos infectados con T. cruzi y a lutzomyias
con Leishmania spp. Por lo tanto, podemos saber que el ciclo de las zoonosis se
esta presentando en la zona de estudio. Ademas, este estudio es relevante debido
a que la enfermedad de Chagas y la Leishmaniosis son una de las enfermedades
que se ha descuidado su estudio en el pais, sobre todo en el sureste de México
region en la que mas casos se presentan (Hotez 2014). En el caso de la
enfermedad de Lyme son practicamente nulos los estudios acerca de la ecologia
de esta zoonosis.

8.1 Reservorios

En particular, en el caso de los murciélagos y ratones los picos de
abundancia se presentaron en los meses de octubre (2012) y noviembre (2013),
debido a que es cuando la precipitacién pluvial en la zona es mas elevada y existe
mas disponibilidad de frutos, semillas e insectos con los que se alimentan
murciélagos y ratones. En contraste, marzo (2012 y 2013) fue el periodo en el que
menos registros de mamiferos se obtuvo, posiblemente debido a que es el periodo
de “secas” en la zona de estudio y se presenta menor disponibilidad de alimento

para los mamiferos. Ademas, los resultados que se obtuvieron al respecto
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coinciden con otros estudios realizados en la misma selva de “Los Tuxtlas” por
Sanchez- Cordero y Flemming (1993), en las que se encontré la mayor
abundancia de heterdmidos en la época de lluvias. Para los cricétidos también se
ha reportado en otras selvas tropicales, que la época de lluvias coincide con su
pico de abundancias, debido a que es cuando también se presenta mayor
disponibilidad de alimento y condiciones propicias para su reproduccion vy
crecimiento poblacional (Bergallo y Magnusson 1999).

Por otra parte, en el caso de los murciélagos se ha reportado en otras
selvas tropicales, que los picos de abundancia de murciélagos filostomidos, se
relacionan con la época de lluvias, en la cual se da la fructificacion y abundancia
de sus diferentes fuentes alimenticias. Ademas, es en esta época cuando
encuentran mas sitios de refugio disponibles (Stoner 2001; 2005; Avila- Cabadilla
etal. 2014).

En el caso de los analisis realizados en los tejidos de mamiferos para detectar la
presencia de T. cruzi no se encontré ningun mamifero infectado. Sin embargo,
esto no quiere decir que alguno de los mamiferos que restan por analizar no
puedan resultar positivos, e inclusive, alguno de los ya analizados, puedan estar
infectados en alguno de los otros tejidos que no se analizaron (bazo, pulmén vy
rindn). Esto, ya que se han reportado especies de murciélagos filostdbmidos en
otros estados del sur de México, como Carollia perspicillata infectados con T. cruzi
(Dominguez y Espinoza 1998). Ademas, en las colectas de mamiferos, esta
familia de murciélagos fue la mas representativa con el 67% de las colectas
totales. La interaccion entre chinches y murciélagos y posible infeccion de T. cruzi

en los murciélagos pudiera presentarse debido a los requerimientos alimenticios
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de los murciélagos, ya que esta reportado que todos los filostomidos, a pesar de
que tienen un tipo de alimentacion principal (frugivora, nectarivora, polinivora etc.)
consumen insectos al menos ocasionalmente, asi que la infeccién de T. cruzi en
los murciélagos pudiera presentarse, al ingerir las chinches para alimentacién
(Gardner 1977). Por lo tanto, es importante la realizacion de los analisis
moleculares a los tejidos de los mamiferos que restan, para documentar si T. cruzi
esta interactuando con mamiferos silvestres, ya que posiblemente el ciclo de la
enfermedad de Chagas pueda estarse desarrollando en mayor medida en el intra
y peri domicilio debido a que en esta area, los triatominos encuentran las
condiciones de refugio y microclima, ademas de los recursos alimenticios como
son la sangre de vertebrados domésticos como perros, gatos, cerdos y gallinas
para desarrollar todo su ciclo biolégico (Ramsey et al. 2005; Barbu et al. 2013;
Dumonteil et al. 2013; Villalobos et al. 2011).

Ademas, el hecho de que se registraran triatomas infectadas con T. cruzi, hace
pensar que el ciclo de la enfermedad de Chagas se desarrolla en la zona de
estudio en el peri e intra domicilio donde en todas las casas tienen la presencia de
animales domésticos, en especial de perros ya que otros estudios en México, han
reportado que el perro es un componente muy importante en la ecologia
doméstica e infeccion de la enfermedad de Chagas y por lo tanto participa
activamente en el ciclo de contagio vector- humano de T. cruzi (Portugal-Garcia et
al. 2011; Martinez et al. 2014). Cabe resaltar que fue precisamente en en el intra
y peri domicilio en donde se colectaron el 93% de los triatominos. Sin embargo, se
deben realizar el analisis de todos los tejidos de triatominos, para documentar la

prevalencia en los vectores de T. cruzi, en la zona de estudio. Seria importante

67



continuar con los estudios de los mamiferos silvestres que restan. Ademas,
realizar el analisis en los habitantes de la localidad de estudio para conocer si el
ciclo ecologico de la enfermedad de Chagas esta desarrollandose en el medio
domeéstico, mas que en el silvestre.

A pesar de que no se han realizado analisis para detectar Leishmania en ninguno
de los mamiferos colectados, se encontraron lesiones dérmicas en un murciélago
de la especie Carollia sowelli similares a las causadas por el parasito Leishmania,
lo que hace pensar que se esta realizando una interaccién entre flebotomos,
murciélagos y Leishmania. Por lo tanto, podemos esperar en los analisis que
restan por realizarse de los tejidos de mamiferos y ratones que se colectaron, la
presencia de mas individuos positivos para Leishmania spp. ya que en particular,
los murciélagos y ratones desempefan un papel ecolégico muy importante como

reservorios de patogenos (de Luis et al. 2013; Quan et al. 2013).

8.2 Vectores

Por otra parte, en el caso de los triatominos el hecho de que la especie que
mas se registré haya sido Triatoma dimidiata, puede deberse a la afinidad que
presenta a habitar en sitios del peri e intra domicilio, en donde la mayoria fueron
colectadas (Ramsey et al. 2005). En el caso de Panstrongylus rufotuberculatus en
algunas regiones de América se ha reportado también su peri e intra domiciliacion,
posiblemente en nuestro sitio de estudio se presente el mismo caso, ya que todos
los individuos de P. rufotuberculatus fueron colectados en los alrededores de la
Estacion, e inclusive, un individuo, se colecté dentro de una habitacion, esto puede

ser debido a la presencia constante de seres humanos y a la cercania de los
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edificios con areas silvestres , al parecer estos triatominos pueden estar buscando
sitios de refugio y en la sangre de los humanos que habitan en ella, alimento. Sin
embargo, para confirmar la intra domiciliacion de P. rufotuberculatus seria
necesario registrar el ciclo biolégico completo de desarrollo de esta especie dentro
del domicilio y/o habitaciones, desde huevos, pasando por todos sus estadios
ninfales, hasta adultos. Asi que, hacen falta mas estudios para poder confirmar
esto (Wolff y Castillo 2002; Marin et al. 2007). Por otra parte, los meses en los que
se colectaron mas individuos fueron entre marzo y mayo, esto puede deberse a
que es la temporada de “secas” en la zona de estudio, época en la cual los
triatominos salen de sus refugios en busca de alimento (Guzman-Marin et al.
1994; Dumontiel et al. 2002). Ademas, puede estar influyendo en el desarrollo del
ciclo ecologico de la enfermedad de Chagas en la zona, la presencia de infantes
en el poblado y personas de la tercera edad, que pueden ser mas vulnerables al
contagio vectorial de T. cruzi (Wincker et al. 1997).

Por otra parte, la jurisdiccion sanitaria de San Andrés Tuxtla en un estudio
realizado, fue la que mostré6 una presencia (colonizacién) del 100% en las
viviendas por T. dimidiata, siendo la jurisdiccion con el indice mas alto de
colonizacion de todo el estado de Veracruz (Salazar et al. 2007).

Por otra parte, la alta tasa de deforestacidon, fragmentacion y perturbacién
ocasionada por actividades antropogénicas que por décadas ha sufrido la region
de Los Tuxtlas, ademas de los materiales de las viviendas y el estrato social son
también otros aspectos que pueden estar influyendo en la presencia y abundancia
de los triatominos, y a su vez, en la transmisién de la infeccion de T. cruzi al ser

humano (Dirzo 1991; Ramsey et al. 2005). Los materiales como adobe, palma,
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madera, lamina y piso de tierra de los que estan construidas las viviendas influyen
en la proliferacion de los triatominos, debido a que estos materiales les brindan
sitios donde pueden desarrollar su ciclo biolégico, como reproduccion y refugio
(Saunders et al. 2012).

Esto es otro factor mas para considerar la posible peri e intra domiciliacién
de las chinches, ya que al poder obtener de manera mas sencilla los recursos
(alimentacién) condiciones (refugio y sitios de anidacion) necesarias para
desarrollar su ciclo biolégico coexistiendo simpatricamente con el ser humano han
soslayado a su fuente de alimentacién original, que es la sangre de mamiferos
silvestres, asi como el habitat selvatico donde pueden tener depredadores como
Didelphis marsupialis y acaros ectoparasitos de la familia Pterygosomatidae, que
se alimentan de su hemolinfa (Calderon-Arguedas 1998). Por lo tanto, al habitar
en los asentamientos humanos o cerca de ellos, su éxito biolégico aumenta y se
facilita (Guhl et al. 2007).

En el caso de los fleb6tomos, la elevada tasa de humedad en el ambiente
favorece la abundancia de lutzomyias en las regiones tropicales (Chaniotis et al.
1974) .De acuerdo con esto, en otras regiones tropicales de América se ha
reportado, que es en la temporada de lluvias cuando Leishmania tiene mas
posibilidad de presentarse en la poblacién humana, debido a que es también en
esta periodo, cuando se presenta la mayor abundancia de los fleb6tomos vectores
del parasito (Gutierrez- Oliveira et al. 2008).

El hecho de que falten la mayoria de los analisis moleculares para detectar
Leishmania spp. tanto en los mamiferos como en las lutzomyias colectadas, mas

que un aspecto limitante, nos hace pensar en el potencial de este estudio, ya que
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si consideramos los analisis efectuados hasta el momento, nos indica la alta tasa
de prevalencia de Leishmania en algunas de las especies colectadas, ademas de
que no se habian encontrado brumptomyias ni a Lu. aclydifera infectadas con
Leishmania.

Por otra parte, a pesar que no se han reportado casos de la enfermedad en
la regidn, esta situacion podria cambiar, debido a la presencia atipica de
fendmenos climaticos, como lluvias atemporales, originando las condiciones de
humedad necesarias para la reproduccidon de las Ilutzomyias, pudiendo
presentarse, una elevada abundancia en sus poblaciones, y con esto, originar la
emergencia de casos de esta zoonosis, entre la poblacion humana presente en la
region de Los Tuxtlas (Ezquerra 1997). Aunque las lutzomyias necesitan para
reproducirse como condicién 6ptima, una humedad relativa alta, (Ezquerra 1997).
En el presente estudio el pico de abundancia de las lutzomyias se dio en los
meses de octubre (2012) y marzo (2013), hecho que coincide con otros estudios
realizados en regiones tropicales de México que reportan estos meses como los
que presentan mayor abundancia entre las poblaciones de fleb6tomos (Rebollar-
Téllez et al. 2005; Sanchez-Garcia et al. 2010).

En el caso de los analisis realizados hasta el momento por PCR, para
detectar la presencia de Leishmania spp. aunque parciales, se puede esperar una
alta tasa de infeccidn por Leishmania spp. en las lutzomyias que falten para
analizar, esto proyectando los porcentajes de infeccion.

Ademas, de cuales especies estan desempefiandose como vectores de
Leishmania spp., considerando que hasta el momento de las quince especies que

se colectaron, seis han sido positivas a Leishmania.
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Por otra parte, en el caso de las garrapatas, su pico de abundancias se dio en la
época de “secas” en la cual se presentan las temperaturas mas altas y una
humedad relativa elevada, condiciones propicias para que realicen su ciclo de vida
y se incremente su supervivencia, ya que las condiciones microclimaticas, una
temperatura entre 27 y 39°C y una humedad relativa de 60 a 80 % son las mejores
para éstas (Soulsby 1988).

Se registraron roedores infestados con ninfas y adultos de garrapatas. A
este respecto, uno de los roedores infectados con Borrelia spp. presentd seis
garrapatas, por lo cual es de capital importancia la realizacion de los PCR en estos
acaros para saber si estan infectadas con la misma especie de Borrelia que el
roedor hospedero. Lo relevante es que en los analisis realizados por PCR se
encontraron 13 individuos de tres especies (C. sowelli (8+), A. jamaicensis (4+) y
H. desmarestianus (1+) positivos para Borrelia spp. aunque no fue por B.
burgdorferi. Por lo tanto, es trascendental determinar la especie de Borrelia con la
que encontramos infectados a los mamiferos.

Otro aspecto importante es la deteccién de Borrelia en los tejidos de mamiferos
analizados, esto refleja lo relevante de esta investigacion y de lo importante que es
seqguir con el estudio de la ecologia de la enfermedad de Lyme. Borrelia spp. se
encontrd tanto en corazén como en higado y en algunos solamente en uno de los
dos tejidos. Por lo tanto, es trascendental identificar la especie de Borrelia a la cual
fueron positivos los tejidos, ya que han sido documentadas hasta el momento,
ocho especies de esta bacteria; B. burgdorferi sensu stricto (multiples cepas
diferentes), B. afzelii, B. garinii, B. andersoni, B. japonica, B. lusitaniae, B. tanikii y

B. turdae. Todas ellas diferentes en aspectos genéticos, bioldgicos, ciertas
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diferencias en la presentacion clinica de la enfermedad y ademas, en su
distribucion geografica (Oliver 1996; Wang et al. 1997; Le Fleche 1997). Ademas,
es importante realizar los analisis moleculares de las garrapatas capturadas para
documentar que especies estan desempenandose como vectores de los parasitos,
la abundancia de los mismos, y su prevalencia en cada periodo de muestreo, para
conocer la dinamica ecoldgica de los vectores de Borrelia.

Identificar a los reservorios y vectores de patégenos de las zoonosis es
clave para el control de las enfermedades emergentes infecciosas, ya que
actualmente no hay un marco para conocer la caracterizacién del papel que estén
desempenando las especies de murciélagos, ratones asi como de las lutzomyias,
triatominos y garrapatas en el ciclo ecolégico de estas zoonosis. Por lo tanto, es
necesaria una propuesta para entender como es que estan interactuando las
comunidades de reservorios y patogenos (McGill et al. 2006). Ademas, es
necesario determinar a los reservorios y vectores de estos patdogenos, para
predecir y prevenir estas zoonosis (Quan et al. 2013).

Los resultados obtenidos hasta el momento, aportan informaciéon acerca de la
dinamica ecoldgica de las tres zoonosis estudiadas, ya que se encontré evidencia
para incriminar a varias especies de mamiferos como reservorios de Borrelia spp.
(todavia no confirmada como patégena), asi como a los flebétomos y triatominos
colectados como vectores de Leishmaniay T. cruzi respectivamente. Sin embargo,
se necesita realizar los analisis por PCR de los tejidos de los mamiferos
colectados, asi como de todas las garrapatas, triatominos y lutzomyias, para
conocer que especies de mamiferos estan desempefandose como reservorios de

T. cruzi, Leishmania spp. y B. burgdorferi, asi como las especies de artropodos
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que estan cumpliendo el papel de vectores de los respectivos parasitos en la
region de Los Tuxtlas.

Con las colectas realizadas y posteriores analisis moleculares esperamos
incriminar nuevas especies de lutzomyias como vectores de Leishmania, debido a
la alta tasa de captura de especies como L. aclydifera 'y sobre todo a que varios
individuos de esta especie resultaron positivos para Leishmania spp. por lo tanto
podria ser una nueva especie de Lutzomyia que se estaria incriminando como
vector del parasito Leishmania.

En el caso de las garrapatas se esperaria detectar B. burgdorferi y/u otra especie
de Borrelia debido a que las especies colectadas estan emparentadas con
especies de Ixodidae que se han confirmado como vectores de esta bacteria. Para
los triatominos que se colectaron al realizar el analisis de deteccion del parasito de
todas las chinches colectadas se registraria el porcentaje de prevalencia de T.
cruzi en triatomas de la regién de Los Tuxtlas. Para el caso de los mamiferos se
podria confirmar si estan cumpliendo el papel de reservorios de uno dos o los tres
parasitos, esto seria fundamental ya que para conocer la posible infeccion en la
poblacibn humana es fundamental conocer que especies de mamiferos son
reservorios de patdégenos nocivos al ser humano, ademas de su distribucion y

ecologia.
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9. CONCLUSIONES

En la Estacion y zonas aledafias se encuentran los agentes causales de la
enfermedad de Chagas, Leishmaniosis y de la enfermedad de Lyme. En el caso
de la enfermedad de Lyme se registré por primera vez la presencia de Borrelia
spp. en dos especies de murciélagos y una de roedor. Es importante identificar la
especie de Borrelia detectada en algunos mamiferos, para documentar si es una
de las tres especies patdogenas del género Borrelia, alguna de las otras seis
especies no patdgenas o una nueva especie. Ademas, se debe de continuar con
el analisis de todos los tejidos colectados, para documentar mas individuos
infectados con la misma especie de Borrelia spp. o posiblemente, B. burgdorferi.
En el caso de la enfermedad de Chagas se corroboré que T. dimidiata esta
infectada con Trypanosoma cruzi. Debido a los resultados obtenidos, se considera
que es muy probable que el ciclo ecoldgico de la enfermedad de Chagas se esté
desarrollando en mayor medida en el intra y peri domicilio, debido a que en estas
areas se reunen todos los factores biolégicos de reservorios y vectores, asi como
los abidticos; refugio, humedad, luz y zonas de reproduccion dentro de las
viviendas, potreros y en la vegetacion en descomposicion que se encuentra en los
alrededores de las viviendas como lefios y troncos que se utilizan como lefAa.

En el ciclo ecolégico de la Leishmaniosis se registré a seis especies infectadas
con Leishmania spp. (Lu. aclydifera, Lu. deleoni, Lu. shannoni, Lu. carpenteri, Lu.
cruciata y Brumptomyia hamata/mesai ). Sin embargo, se deben de analizar todas
las hembras colectadas para saber que especies de estos flebétomos pueden
estarse desempefiando como vectores del mismo parasito, asi como la

prevalencia del parasito en cada una de las especies que resulten positivas.
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El hecho de que se hayan registrado especies de flebétomos infectados, nos
indica que se estan alimentando de sangre de vertebrados.

Nuestro estudio sugiere que la interaccion parasito-reservorio-vector para las tres
enfermedades se esta llevando a cabo. Sin embargo, es necesario realizar el
analisis molecular de todos los tejidos de mamiferos y artrépodos colectados, para
documentar que especies estan desempefandose como reservorios y vectores de

T. cruzi, Leishmania spp. y B. burgdorferi.

10. ANEXOS

Montaje de fleb6tomos

Se siguieron los siguientes pasos:
1. Se transfirieron del etanol a una solucién de detergente liquido en agua al 5%
de 2-4 h. para que la cuticula se hidrate, se limpie y se suavicen los tejidos

blandos del cuerpo (foto 12 y 13; cortesia de C. Cafeda).

2. Se lavé con agua destilada durante 15 minutos.

3. Posteriormente se paso6 al hidréxido de sodio (NaOH al 10%) a temperatura
ambiente, con el fin de eliminar los tejidos blandos del individuo (maceracion), al
menos durante 12 horas, se revisé continuamente para determinar el grado de
destruccion de los tejidos blandos y el grado de transparencia del tegumento, ya
que entre mas grandes sean los organismos y mas tiempo hayan estado

preservados en etanol, sera mas dificil la maceracion.

4. De nueva cuenta se lavo abundantemente en agua bidestilada para eliminar la

sosa y mantenerlos por espacio de 20 a 30 minutos.

76



5. Después se deshidratd en alcoholes graduales al 60%, 70%, 80%, 90%, 96% y
100%, por espacio de 10 minutos en cada uno de ellos. En el etanol absoluto debe
mantenerse transparente en caso contrario el alcohol se ha hidratado con la
humedad relativa atmosférica, y en este caso habria que calcular el tiempo que
requieren dejarse en esta solucién sin que exista trazas de agua, pues ésta afecta

la calidad del montaje.

6. Se diafanizd en esencia de clavo puro al menos 15 min. Las lutzomyias deben
de permanecer en esencia de clavo hasta notar que la superficie del cuerpo ha
perdido la brillantez (como espejo) de su superficie y las trazas de tejido macerado
(blanquecinas) se condensen y dejan de ser evidentes. El material puede

permanecer en esencia de clavo por varios dias sin que se deteriore.

7. Posteriormente se montd en euparal por inversidon, esto para evitar que se
muevan las estructuras del ejemplar: sobre un portaobjetos limpio, se coloca una
gota diminuta de agua bidestilada en el centro, sobre la cual se coloca un
cubreobjetos pequefio (de tamafio justo para cubrir el organismo; normalmente un
cubreobjetos de 18 mm cortado en cuatro partes es recomendable). El agua
bidestilada sujetara el cubreobjetos al portaobjetos por tensién superficial con la
finalidad de que no se mueva y sea factible disecar el ejemplar encima del

cubreobjetos.

8. Sobre el cubreobjetos se distribuyd sobre su superficie sin alcanzar los bordes

una pequefa cantidad de euparal (puede usarse balsamo de Canada, pero su
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indice de difraccion es mayor y con el tiempo tiende a oscurecerse dificultando la

observacion de los ejemplares).

9. Se transfirio al euparal el ejemplar, con el fin de que se disecara bajo el
microscopio estereoscopico para separar la cabeza y colocarla con la parte
posterior hacia el cubreobjetos, las alas desde su base y extenderlas
perfectamente, colocar el torax en posicion lateral con las patas extendidas y
separar el abdomen y colocarlo en posicion ventral hacia el cubreobjetos en las
hembras y dorsal hacia el cubreobjetos en los machos, cuidando que las piezas no
se deformen, ni pierdan la orientacion y extendiendo los gonopodios y cercopodios
de los machos. Es indispensable que el complejo edeagal quede en posicion

horizontal.

10. Las preparaciones se dejaron secar en una platina caliente o en una estufa
con termostato a una temperatura de 40° C por al menos 24 horas, antes de

continuar con el procedimiento.

11. Se desprendié el cubreobjetos del portaobjetos y al centro de este ultimo se
colocé una gota de euparal justo al centro del portaobjetos. Sobre esta gota se
colocé el cubreobjetos invirtiendolo, de tal forma que el ejemplar ya disecado

quedara entre los dos vidrios.

12. Se dejo secar al menos 24 horas a 40° C, posteriormente se etiqueto con los

datos de campo al lado izquierdo.
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13. Por ultimo, se procedieron a identificar todos los especimenes basandose en
la guia de identificacion de Ibafiez-Bernal (2005) y Young y Duncan (1994). Y con

la asesoria de Dr. Eduardo Rebollar Téllez (UANL).

14. La etiqueta con los datos taxonomicos se colocd en el lado derecho del
portaobjetos, la localidad de colecta, georreferencia y los datos del colector del

lado derecho (foto 14; cortesia de C. Cafieda Guzman).

* Un punto muy importante a tomar en cuenta, es que la técnica debe ajustarse

considerando la altitud, época del afo, temperatura del laboratorio y humedad

relativa ambiental.

Foto 12. A) Separacion de flebétomos; B) separacion de fleb6tomos

Foto 13. A) Fleb6tomos separados; B) Lutzomyia spp.
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MEXICO, Veraouz
Los Tuxtlas,

95°04" 2 95°09° 18°
345 18% 38" -
Trampa COC 3

25 octubre-2011

Col. Redrigo Ledn
Villegas

Lutzomyis sciydifers

o D, 2

Det. R.I. Ledn Villegas
esencia de clavo-suparal
octubre, 2011.

Foto 14. Etiqueta con datos taxondmicos, localidad de colecta, georreferencia,

colector y montaje del ejemplar (Cortesia de C. Cafieda)
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